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Resumen 

En el presente estudio se evaluó la respuesta fisiológica (desoves 
espontáneos, movilización de glucógeno, secreción de mucopolisacáridos ácidos), 
actividad enzimática (superóxido dismutasa, catalasa, glutatión peroxidasa) y daño 
oxidativo (concentración de TBARS por peroxidación de lípidos y acumulación de 
lipofuscinas) asociada a las etapas pre-operatoria (recolecta, transporte, 
aclimatación y relajación) y operatoria (injerto de manto) en adultos de la concha 
nácar Pteria sterna. Se realizaron dos bioensayos; el primero enfocado al proceso 
de relajación y el segundo al proceso de injerto. En el primer bioensayo se realizó 
una evaluación previa del estado de los organismos durante la recolecta, traslado 
y aclimatación, a partir de muestras de tejidos (manto, branquias, músculo, 
complejo gónada-glándula digestiva, tejido conjuntivo). Se evaluaron cuatro 
relajantes, cada uno a dos concentraciones: cloruro de magnesio (15 y 30 g L–1), 

eugenol (0.25 y 0.5 mL L–1), fenoxipropanol (1.5 y 2.5 mL L–1), y benzocaína (0.15 
y 0.25 g L–1). Se incluyó como control un grupo de organismos sin relajación. 
Posterior a la exposición de las ostras en cada relajante, se realizaron muestreos 
a los 30, 60 y 120 min, recolectando muestras de tejidos (gónada, glándula 
digestiva, músculo, manto y branquias). También se evaluó el proceso de 
recuperación de las otras hasta las 65 h posteriores a su exposición en cada 
tratamiento de relajación. Se incrementó el índice glucídico en el músculo en el 
muestreo de campo y disminuyó durante el transporte. No se observaron 
variaciones significativas en los valores del índice de mucopolisacáridos en 
ninguno de los tejidos muestreados. Durante el bioensayo de relajación, el mejor 
efecto relajante se obtuvo con benzocaína (0.25 y 0.5 g L–1) y fenoxipropanol (1.5 
y 2.5 mL L–1), los cuales promovieron más del 60% de relajación en los primeros 
45 min. Se observaron desoves espontáneos en organismos tratados con 
benzocaína a 0.25 g L–1 (62.5%) y fenoxipropanol a 2.5 mL L–1 (56.3%) entre los 
30-120 min de exposición. La incidencia a desoves en el grupo control fue 0%. En 
la glándula digestiva, el índice glucídico se incrementó significativamente en los 
organismos relajados con cloruro de magnesio (30 g L–1) a los 30 min y con 
benzocaína (0.25 g L–1) a los 60, 120 min y 65 h, sugiriendo que las reservas de 
glucógeno son utilizadas para cubrir otras necesidades fisiológicas como la 
respuesta de protección frente a un posible daño oxidativo. Ninguno de los 
relajantes utilizados provocó diferencias significativas en el índice de 
mucopolisacáridos ácidos en manto y branquias, revelando menor estrés asociado 
a la sobreproducción de moco por irritación. La actividad de la enzima superóxido 
dismutasa se incrementó en el músculo a las 65 h en las ostras relajadas con 
fenoxipropanol a 1.5 mL L–1 y cloruro de magnesio a las dos concentraciones (15 y 
30 g L–1). Los organismos que no fueron sometidos a ningún relajante presentaron 
una mayor actividad de catalasa en la glándula digestiva, músculo aductor y manto 
durante los primeros 30 min. La actividad de la glutatión peroxidasa disminuyó 
significativamente en branquias durante el proceso de recuperación (65 h) en los 
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organismos relajados con fenoxipropanol a 2.5 mL L–1. La concentración más alta 
de TBARS se registró en los organismos relajados con el cloruro de magnesio (15 
y 30 L-1) y la benzocaína a 0.25 g L–1 en todos los tejidos muestreados, como 
reflecto de daño oxidativo. La benzocaína favoreció una acumulación significativa 
de lipofuscinas en branquias y manto, nuevamente como resultado de daño 
oxidativo. Con base en el balance de ventajas y desventajas de los relajantes, se 
concluye que el fenoxipropanol a 2.5 mL L-1 fue el más adecuado para P. sterna. 
En el segundo bioensayo (injerto) se sometió a los organismos a cuatro 
tratamientos donde se evaluó el efecto del origen del manto injertado: 1) 
organismos sólo sometidos a relajación con fenoxipropanol a 2.5 mL L–1; 2) 
organismos sometidos a relajación e incisión en la gónada, pero sin recibir injerto; 
3) organismos sometidos a relajación, incisión en la gónada, e injerto de manto 
propio; 4) organismos sometidos a relajación, incisión en la gónada, e injerto de 
manto obtenido de un donador de la misma especie, y 5) organismos que no 
fueron ni relajados ni injertados (grupo control). Después de la cirugía de injerto, 
se realizaron muestreos a las 3, 6, 12 y 24 h, recolectando diez organismos por 
tratamiento para la extracción de tejidos. Los mayores porcentajes de 
supervivencia (100%) se observaron en el grupo control, en tanto que los 
organismos que recibieron manto donado presentaron la más baja supervivencia 
(93%). La mayor frecuencia de aceptación de injertos se presentó en los 
organismos injertados con manto donado a las 3 (77.7 %), 6 (75 %), 12 (71.4 %) y 
24 h (75 %). El grupo control presentó la mayor actividad de superóxido dismutasa 
durante casi todos los muestreos en la glándula digestiva, gónada y manto; las 
ostras que fueron injertadas con manto propio presentaron menor actividad de 
esta enzima en casi todos los tiempos y en todos los tejidos. La actividad de 
catalasa fue significativamente mayor en la glándula digestiva y gónada de los 
organismos injertados con manto propio y manto donado, indicando que el estrés 
se incrementa en organismos sometidos a la presencia de un agente extraño. La 
actividad de glutatión peroxidasa fue menor en la glándula digestiva a las 9 h y en 
gónada a las 9 y 12 h en los organismos injertados con manto propio. La 
concentración de TBARS fue menor en los organismos que recibieron manto 
propio, tanto en la glándula digestiva a las 3 y 9 h, en la gónada a las 3 h y 
particularmente en el manto a los 3, 6 y 12 h. Se concluye que el mejor tratamiento 
fue el de injerto con manto propio, ya que causó el menor daño oxidativo a los 
organismos, lo cual coincide con los valores bajos obtenidos de la actividad 
antioxidante, principalmente la superóxido dismutasa y glutatión peroxidasa. 
 
Palabras clave: Ostras perleras; relajación; glucógeno; mucopolisacáridos 
lipofuscinas, actividad enzimática; estrés oxidativo; peroxidación lipídica. 
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Summary 
 

The physiological response (spontaneous spawning, glycogen metabolism 
and acid mucopolysaccharides secretion), enzymatic activity (superoxide 
dismutase, catalase and glutathione peroxidase) and oxidative damage 
(concentration of TBARS by lipid peroxidation and lipofuscin accumulation) 
associated to pre-operative (collection, transportation, acclimatization and 
relaxation) and operative stages (implantation and grafting) of pearl culture were 
assessed in the winged pearl oyster Pteria sterna. Two trials were conducted: the 
first one assessing the relaxation process, and the second one the grafting 
process. Previous to the first trial, the overall condition of oysters was evaluated 
during collection, transportation, and acclimation by sampling of tissue samples 
(mantle, gills, muscle, gonad, digestive gland, and connective tissue). Four 
relaxants were tested, each one at two different concentrations: magnesium 
chloride (15 and 30 g L–1), eugenol (0.25 and 0.5 mL L–1), phenoxy propanol (1.5 
and 2.5 mL L–1) and benzocaine (0.15 and 0.25 g L–1). A subset of oysters not 
exposed to relaxants was kept as a control group. After the expose of oysters to 
each relaxant, samplings were conducted at 30, 60, and 120 min to collect body 
tissues (gonad, digestive gland, muscle, mantle and gills). The recovery process of 
oysters was assessed until 65 h after their exposure to each relaxant. The muscle 
was the only tissue where glycogen index significantly decreased between 
collection and transportation samplings. No significant variation in the 
mucopolysaccharide index was observed between sampled tissues. During the 
relaxation trial, the best relaxing effect occurred with benzocaine (0.25 and 0.5 g L–

1) and phenoxy propanol (1.5 and 2.5 mL L–1), promoting more than 60% relaxation 
within the first 45 min. Spontaneous spawning events occurred in oysters exposed 
to 0.25 g L–1 benzocaine (62.5%) and 2.5 mL L–1 phenoxy propanol (56.3%), 
between 30-120 min exposure. The incidence of spontaneous spawning was 0% in 
the control group. The glycogen index in the digestive gland significantly increased 
in oysters exposed to 30 g L–1 magnesium chloride at 30 min and 0.25 g L–1 

benzocaine at 60, 120 min and 65 h, suggesting utilization of glycogen reserves to 
cover other physiological needs, such as response to oxidative damage. None of 
the tested relaxants produced significant changes in the mucopolisaccharides 
index in mantle and gills, showing low stress associated with mucus 
overproduction from irritation. The activity of superoxide dismutase increased in 
muscle at 65 h in oysters exposed to 1.5 mL L–1 phenoxy propanol and magnesium 
chloride at both concentrations (15 and 30 g L–1). Control samples showed high 
catalase activity in the digestive gland, muscle and mantle at 30 min exposure. The 
activity of glutathione peroxidase significantly decreased in gills at the end of 
recovery time (65 h) in oysters exposed to 2.5 mL L–1 phenoxy propanol. The 
highest concentration of TBARS occurred in all sampled tissues in oysters exposed 
to magnesium chloride (15 y 30 L-1) and benzocaine (0.25 g L–1), as a result of 
oxidative damage. Benzocaine promoted a significant accumulation of lipofuscin in 
gills and mantle, again in relation to oxidative damage. Based in advantages and 
disadvantages of all relaxants, phenoxy propanol (2.5 mL L-1) is the most effective 
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relaxant for P. sterna. In the second trial (grafting), oysters were subjected to four 
treatments to evaluate the effects of the origin of mantle tissue: 1) oysters only 
subjected to relaxation with phenoxy propanol (2.5 mL L–1); 2) oysters subjected to 
relaxation and incision in the gonad but not to grafting; 3) oysters subjected to 
relaxation, incision in the gonad and grafting with their own mantle; 4) oysters 
subjected to relaxation, incision in the gonad, and grafting with a piece of mantle 
from a donor of the same species; and 5) oysters not subjected to relaxation or 
grafting (control group). Samplings were taken at 3, 6, 12, and 24 h after the 
grafting surgery, by collecting ten oysters per treatment for tissue excision. Highest 
survival (100%) occurred in the control group, with the lowest survival (93%) in 
oysters grafted with a piece of mantle from a donor. The highest acceptance of 
grafted mantle occurred in oysters receiving donated mantle at 3 (77.7%), 6 (75%), 
12 (71.4%), and 24 h (75%). The control group showed the highest activity of 
superoxide dismutase in all samplings in the digestive gland, gonad and mantle; 
oysters grafted with their own mantle showed lower superoxide dismutase activity 
at all times and analyzed tissues. The activity of catalase was significantly higher in 
the digestive gland and gonad of oysters grafted with their own mantle and mantle 
from a donor, suggesting that higher stress occurs in the presence of a foreign 
agent. The activity of glutathione peroxidase decreased in the digestive gland at 9 
h and in the gonad at 9 and 12 h in oysters grafted with their own mantle. The 
concentration of TBARS was lower in the digestive gland at 3 and 9 h, in gonad at 
3 h, and in mantle tissue at 3 h, 6 h, and 12 h in all oysters grafted with their own 
mantle. In summary, grafting the oysters with their own mantle is optimal in terms 
of lower oxidative damage, which concurs with the lowest values of antioxidant 
activity, specifically for superoxide dismutase and glutathione peroxidase. 

Keywords: Pearl oysters; relaxation; glycogen; mucopolysaccharides; lipofuscins, 
enzymatic activity; oxidative stress; lipid peroxidation. 
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1. INTRODUCCIÓN 

Dentro de la acuicultura, el perlicultivo (cultivo de perlas) representa una de 

las actividades más consolidadas, de mayor rentabilidad y potencial en todo el 

mundo (Taylor y Strack, 2008). De acuerdo con la FAO (2011), el cultivo de ostras 

perleras y de perlas reportó una producción de 21,579 t en 2008, que generó 

ingresos por $USD 115,659,000.00 en países como Polinesia Francesa, Australia, 

Indonesia y Papúa, Nueva Guinea (FAO, 2011; Southgate y Lucas, 2008, 2011). 

En estas cifras se incluyen perlas producidas por las tres principales especies del 

género Pinctada (P. fucata, P. margaritifera y P. maxima) y recientemente del 

género Pteria (P. penguin).  

La principal importancia del recurso radica en que además de producir 

perlas, las ostras son susceptibles a ser aprovechadas integralmente, ya que se 

emplea la concha para trabajos de ornato y fabricación de joyería de fantasía, el 

nácar para la elaboración de cremas de belleza útiles en la industria cosmética y 

farmacéutica, y el músculo abductor para consumo humano en diferentes 

presentaciones (Monteforte, 2013; Saucedo et al., 2015).  

En México, el desarrollo de la perlicultura es incipiente, aunque las costas 

mexicanas albergan cuatro especies productoras de perlas representantes de los 

géneros Pinctada y Pteria. En la costa del Caribe mexicano se distribuyen P. 

radiata y P. colymbus y dos especies más se distribuyen en el Pacífico mexicano y 

Golfo de California, localmente conocidas como madreperla (P. mazatlanica) y 

concha nácar (P. sterna). Estas dos últimas poseen gran importancia histórica, 

política, cultural y socioeconómica en la Península de Baja California (Cariño y 

Monteforte, 2013) y actualmente se utilizan en el noroeste del país para sustentar 

las operaciones de producción comercial de dos granjas perleras, siendo P. sterna 

la de mayor importancia por el carácter exótico de sus perlas (Kiefert et al., 2004; 

Ruíz-Rubio et al., 2006). 
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Debido a la importancia de las ostras perleras en México, desde los años 

60’s se han realizado estudios científicos sobre diversos aspectos de su ecología y 

biología, que contribuyen al desarrollo tecnológico del cultivo de perlas, antes con 

P. mazatlanica y ahora más con P. sterna. Dichos trabajos incluyen evaluaciones 

en campo sobre sitios, profundidades y materiales de recolecta de semillas, 

métodos de preengorda de juveniles y de engorda de adultos hasta talla comercial 

de injerto (ver revisiones de Monteforte, 2013 y Monteforte y Cariño, 2013). 

Además, se ha profundizado en aspectos reproductivos con la finalidad de 

establecer un abasto de semilla, tanto de origen natural como de laboratorio, 

enfatizando en los estudios sobre ciclo reproductivo de P. sterna (Arizmendi-

Casillo, 1996; Hernández-Díaz y Bückle-Ramírez, 1996; Hernández-Olalde et al., 

2007; Saucedo y Monteforte, 1997; Serna-Gallo et al., 2014), fecundación in vitro 

de gametos (Harris et al., 2002), análisis de los ciclos de almacenamiento de 

energía (Gómez-Robles et al., 2014; Vite-García y Saucedo, 2008) y estudio del 

esfuerzo reproductivo (Cáceres-Puig et al., 2009). Recientemente, se estudió 

también el efecto de dietas de diferente composición nutricional, así como de 

diferentes tratamientos térmicos sobre el desarrollo gamético en condiciones 

controladas de laboratorio (Granados-Amores, 2012; Hernández-López, 2012). A 

pesar de la generación de conocimiento sobre estos aspectos, sigue existiendo un 

vacío significativo de información sobre la respuesta que los organismos pudieran 

presentar ante las actividades organizativas previas a la formación de perlas, 

incluyendo la etapa pre-operatoria (recolecta, transportación, aclimatación, 

relajación) y operatoria (injerto). Comercialmente, estas actividades son las que 

ocasionan las mayores tasas de mortalidad (~50%) y rechazo de núcleos (30 a 

60%) en las ostras destinadas a la formación de perlas (Monteforte, 2013; Ojeda-

Ramírez, 2009; Ruíz-Rubio et al., 2006; Saucedo et al., 2015; Taylor y Strack, 

2008).  

 Un principio básico del perlicultivo en su etapa operatoria es la donación de 

tejido secretor de nácar, asumiendo que el manto injertado en el cuerpo blando de 
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la ostra receptora proviene siempre de una ostra donadora de la misma especie 

(Southgate, 2008; Taylor y Strack, 2008). A pesar de su amplio uso en todo el 

mundo, se ha estudiado poco, o al menos no se ha reportado, el efecto de esta 

estrategia en la respuesta fisiológica e inmune del receptor. Esto es 

particularmente importante, pues aunque los moluscos bivalvos poseen un 

sistema inmune relativamente sencillo, se asume que existirá una respuesta 

diferente si el manto es donado o propio (obtenido del propio animal a injertar; ver 

sección 2 y 4). Por ello, en la presente tesis se utilizaron herramientas 

histológicas, histoquímicas, bioquímicas y enzimáticas para evaluar la respuesta 

fisiológica, daño oxidativo y reparación celular de la concha nácar P. sterna 

durante las etapas pre-operatoria (relajación) y operatoria (injerto) previas a la 

formación de perlas. La investigación está enfocada en seleccionar el relajante y 

método para la colocación de los injertos más adecuados y la meta es reducir las 

estadísticas de mortalidad y rechazo del perlicultivo a escala experimental, pero 

con una aplicabilidad comercial. 
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2. ANTECEDENTES 

2.1. Estudios sobre la ecología y biología de P. sterna 

El esfuerzo de investigación sobre la biología y ecología de la concha nácar 

P. sterna se ha enfocado en conocer los principales aspectos relacionados con el 

cultivo extensivo, entre los cuales destacan las evaluaciones de sitios, 

profundidades y materiales de recolecta de semillas, con resultados variables en la 

captación de semilla. Estos incluyen desde 5 ind cm2 a una profundidad de 4-7 m 

en la Bahía de La Paz durante el periodo 1986 a 1987 (Félix-Pico et al., 1977), 

hasta 35 ind por colector en la isla La Gaviota, en la Bahía de La Paz en el periodo 

1993-1994 (Aldana-Avilés, 1998). En estos estudios se sugieren como sitios 

idóneos de recolecta a las estaciones El Mérito e Isla Gaviota, ubicados en Bahía 

de La Paz, debido a los giros ciclónicos presentes en estas zonas y que facilitan la 

recolecta de semilla. Además, se reportan otros puntos de recolecta de semilla 

importantes, como Punta Mogote y áreas cercanas a la Isla Espíritu Santo, que el 

mayor reclutamiento se ha reportado en fondo a temperaturas entre 19 y 24°C, y 

que existe una correlación con la mayor fecundidad potencial de los reproductores 

y mayor almacén de energía (Cáceres-Puig, 2012; Monteforte et al., 1995; 

Monteforte y Aldana, 1994; Monteforte y García-Gasca, 1994). En La Bahía de 

Acapulco, la mayor captación de organismos  se registró entre 10 y 15 m de 

profundidad y las tallas entre 5 y 8.5 mm de altura de la concha en los meses de 

febrero a julio del 2001 (Torres-Zepeda, et al., 2002). 

Los estudios que se han enfocado a la etapa de preengorda de juveniles y 

engorda de adultos hasta talla comercial de implantes reportan que P. sterna 

presenta un crecimiento isométrico hasta los 100 mm de altura de la concha en el 

área de la Bahía de La Paz, B.C.S. (Saucedo et al., 1998). Estudios de 

crecimiento relacionados con variables ambientales, tales como la temperatura del 

agua, reportan un crecimiento de la semilla de P. sterna de 0.1 mm día propiciado 

por las temperaturas cálidas en Bahía de la Paz (Araya-Núñez et al., 1991). 



5 

 

Bückle-Ramírez et al. (1992) reportaron que el mayor crecimiento en juveniles de 

la especie en Bahía de Los Ángeles ocurre en verano durante los meses cálidos 

(7.2 a 11.3 mm mes). Saucedo y Monteforte (1997a) reportan que en la caleta El 

Mérito el incremento de la concha de P. sterna se presenta entre los 11 y 22 

meses  de vida con un incremento de altura  de la concha de 42.9 a 62.7 mm  y 

longitud de 46.2 a 64.8 mm. 

Otros autores han evaluado el efecto de diferentes densidades de siembra 

en la supervivencia y volumen de la concha de juveniles de P. sterna en la Bahía 

de la Paz, encontrando que las canastas en estructuras de fondo favorecen un 

mayor rendimiento y crecimiento de juveniles mantenidos a densidades de 80 a 

100 ind por canasta, a comparación de redes perleras, linternas japonesas y 

canastas zapateras (Aldana-Avilés y Monteforte, 1995; Gaytán-Mondragón et al., 

1993; Monteforte et al., 2005; Monteforte y Aldana-Avilés, 1994). En la Bahía de 

Acapulco la semilla cultivada en sistemas de suspensión a densidad de 50 

individuos por canasta presentan mayor grosor de la concha, peso húmedo y 

mejora la supervivencia, en comparación a densidades de 75 y 100 individuos por 

canasta (Cantú-Cantú 2003). 

En relación a los estudios que abordan la biología reproductiva de P. sterna, 

se han descrito los ciclos reproductivos anuales y se ha reportado que en la Bahía 

de la Paz la especie presenta una gametogénesis continua casi todo el año, con 

dos picos de desoves que se presentan durante enero-febrero a temperaturas de 

20-22°C y en abril-mayo con temperaturas entre 23-25°C (periodos fríos del año) 

(Saucedo y Monteforte, 1997b). En Bahía de los Ángeles, los desoves ocurren en 

los meses de diciembre, febrero y agosto (Hernández-Díaz y Bückle-Ramírez, 

1996), mientras que en las cercanías a Guaymas, Sonora, se presenta un solo 

periodo de desove de marzo a mayo, cuando la temperatura del agua varía de 19 

a 22°C (Arizmendi-Castillo, 1996). En la laguna Ojo de Liebre, Hernández-Olalde 

et al. (2007) reportaron la ocurrencia de desoves de junio a septiembre, cuando la 

temperatura estuvo entre los 23 y 25°C, lo cual coincide con las temperaturas de 
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desoves de esta especie en la Bahía de La Paz (Saucedo y Monteforte, 1997b). 

En la Bahía de Acapulco, Serna-Gallo et al. (2014) determinaron que el inicio de la 

gametogénesis era en diciembre y terminaba en febrero-marzo con temperatura 

de 25-26°C, coincidiendo con la talla máxima de los ovocitos.  

Se han analizado los ciclos de almacenamiento de energía entre tejidos 

somáticos y la gónada durante la gametogénesis en P. sterna, reportando que la 

energía proveniente de la glándula digestiva (primeramente) y músculo aductor 

(en segundo lugar) es responsable de casi todo el sustento requerido para la 

gametogénesis (Vite-García y Saucedo, 2008). Los autores reportan también que 

P. sterna presenta una combinación de estrategias reproductivas que incluyen la 

conservadora, que utiliza la energía previamente almacenada en tejidos somáticos 

durante momentos de baja productividad primaria (pico de primavera) para el 

desarrollo de la gónada, así como la oportunista, que depende de la energía 

obtenida del alimento consumido durante momentos de alta productividad primaria 

(pico de invierno) (Vite-García y Saucedo, 2008). 

Las reservas energéticas influyen en la calidad gonádica, éxito reproductivo y 

larvario de P. sterna, como lo reportó Gómez-Robles et al. (2013). Los autores 

encontraron que durante el mes de abril en La Bahía de La Paz, los organismos 

presentaron la mayor calidad de las gónadas para sostener el desarrollo larvario, 

lo cual coincide con los mayores valores de proteínas (˃200 mg g-1), lípidos (˃200 

mg g-1) y carbohidratos (˃50 mg g-1) (Gómez-Robles et al., 2013). También se ha 

reportado un activo almacenamiento del ácido graso docosapolienoico (DHA) 

durante el desarrollo y madurez de las gónadas en P. sterna, lo cual sugiere que el 

suministro de dichos ácidos grasos contribuye al éxito reproductivo y la calidad 

larvaria de la especie (Hawkyns-Martínez et al., 2014).  

Cáceres-Puig et al. (2009) estudiaron el esfuerzo reproductivo de la especie 

durante un ciclo anual para definir los momentos energéticamente óptimos y sub-

óptimos para las operaciones de injerto y producción de perlas. Los autores 
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confirman que el momento idóneo para la realización de los injertos es en los 

meses de octubre a abril, en tanto que en los meses entre mayo y septiembre no 

son adecuados para la realización de microcirugías, debido a que los organismos 

se encuentran energética y fisiológicamente agotados. 

Se han evaluado la respuesta y condición de reproductores de P. sterna, 

implementando dietas a base de harinas de arroz y una combinación de fécula de 

maíz y harina de arroz, las cuales favorecieron el desarrollo de la gónada y 

permitieron que el desove fuera exitoso (Avilés-Quevedo y Mazón Suástegui, 

1989; Mazón Suástegui, 1988). Araya-Nuñez et al. (1991, 1995) reportaron que el 

intervalo de temperatura idóneo para la fijación de larvas de P. sterna en 

laboratorio es 21.1-24.6°C. Sin embargo, en estos estudios la fijación ocurrió a los 

35 a 40 días de desarrollo, lo cual indica que las condiciones de mantenimiento de 

las larvas no fueron las adecuadas. 

Se ha evaluado el acondicionamiento gonádico de P. sterna bajo diferentes 

regímenes térmicos (Granados-Amores, 2012) y alimentados con diferentes dietas 

(Hernández-López, 2012). En general, se reporta que los regímenes térmicos 

constantes y oscilatorios estimularon la acumulación de lípidos en la gónada 

femenina, como respuesta al desarrollo ovocitario. Se observó que la temperatura 

constante a 23°C generó menor estrés fisiológico, reflejado en una menor 

acumulación de lipofuscinas en la glándula digestiva y el tejido conjuntivo, en 

comparación con los tratamientos ascendentes, descendentes y oscilantes. 

Recientemente se estudió la ecofisiología completa de P. sterna en el 

laboratorio, determinando la tasa de filtración, tasa de aclaración, eficiencia de 

absorción, tasa de respiración y tasa de excreción nitrogenada. Con esta 

información se calculó el balance energético y marco de actividad de la especie 

bajo diferentes condiciones de concentración de alimento y temperatura (Meza-

Buendía, 2016). La evidencia de este estudio confirmó que el intervalo óptimo 

fisiológico de la especie se encuentra entre 19 y 22°C, temperaturas que 
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promovieron los mayores valores de gasto energético (24.74 ± 2.2 y 22.97 ± 1.2 J 

g h), la mayor tasa de ingestión (122.38 x 10-3 cel g h). 

2.2. Estudios sobre el uso de relajantes como terapia pre-operativa para la 
formación de perlas en moluscos bivalvos 

El uso de relajantes en la acuicultura es una práctica común y contribuye a 

minimizar los daños causados por el manejo y transporte de los organismos 

(Acosta-Salmón y Davis, 2007). En la industria perlera, los relajantes son 

utilizados como terapia pre-operatoria para facilitar la manipulación de los 

organismos durante el proceso de implantación de medios núcleos o microcirugía 

de injerto de manto y núcleo para la formación de perlas (Tabla I). Además de un 

precio accesible, otras de las características que debe reunir un buen relajante 

para su aplicación en la industria acuícola incluyen una acción rápida para relajar, 

una pronta recuperación de los organismos relajados y ser inocuo o que cause 

mínimos o nulos daños a los organismos, particularmente en tejidos de amplia 

superficie, como manto y branquias (Acosta-Salmón y Davis, 2007; Culloty y 

Mulcahy, 1992). 

Históricamente, el éxito o fracaso de la selección de relajantes se ha 

determinado únicamente con base en la respuesta rápida a la relajación y 

recuperación de los organismos, así como en el daño visible a tejidos de amplia 

superficie como manto y branquias (Acosta-Salmón y Davis, 2007; Mamangkey et 

al., 2009; Norton et al., 1996; Torres-Martínez et al., 2012). Sin embargo, en 

invertebrados marinos se desconocen casi por completo los efectos que los 

relajantes pueden tener a nivel fisiológico, aunque se sabe que ciertas condiciones 

de estrés (e.g. contaminación, metales pesados, cambios térmicos, nutricionales) 

provocan daño oxidativo y afectan los mecanismos de respuesta y uso de 

reservas energéticas (Sokolova, 2013; Sokolova et al., 2012). Todo esto aumenta 

la actividad de enzimas como la catalasa (CAT) y superóxido dismutasa (SOD) y 

la acumulación de pigmentos de edad como las lipofuscinas (Guerra et al., 2012; 
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Winstin, 1991). En otras especies de invertebrados, se ha reportado que la 

relajación provoca desoves abortivos que podrían afectar la calidad de los 

gametos expulsados (Acosta-Salmón, 1997; Arafa et al., 2007; Butt et al., 2008; 

Torres-Martínez et al., 2012). En el perlicutivo en particular, existen una serie de 

productos naturales y artificiales que se han empleado con éxito variable como 

relajantes, aunque en muy pocos casos se extiende la evaluación hacia 

indicadores de respuesta fisiológica, como se muestra en la tabla I. 
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Tabla I. Sustancias y concentraciones utilizadas históricamente como relajantes en la acuicultura de moluscos 
marinos, tanto bivalvos como gastrópodos.  

Relajante/Concentración Especie Autor Relajación Observaciones

Cloruro de magnesio Ostrea edulis Culloty  y Mulcahy, 1992

30 g/L Pecten fumatus Heasman et al ., 1995

Pinctada albina Norton et al., 1996

Strombus gigas Acosta-Salmon y Davis, 2007 20 min

Saccostrea glomerata Butt et al., 2008 6 h Aumento hemocitico y de fosfatasa acida a las 48 h

Nodipecten subnodosus Torres-Martínez et al., 2012 20- 30 min Daño en branquia y desove

Eugenol Crassostrea gigas Namba et al., 1995

0.5 mL /L P. albina Norton et al., 1996

Crassostrea gigas Suquet et al., 2009

Nodipecten subnodosus Torres-Martínez et al.,2012 15 min Manto colapsado a los 25 min

Eugenol Pinctada maxima Mamangkey et al., 2009 Segregación de moco y altas mortalidades

1.5 mL/L P. albina Norton et al., 1996

Benzocaína Pteria sterna Ruiz-Rubio et al., 2006

0.25 g/L N. subnodosus Torres-Martínez et al.,2012 Sin relajación Manto colapsado a los 15 min

Pinctada margaritifera Acosta-Salmon et al., 2005

Benzocaína Haliotis iris Aquilina y Roberts, 2000 Sin relajación

0.50 g/L S. gigas Acosta-Salmon y Davis, 2007 Sin relajación

N. subnodosus Torres-Martínez et al.,2012 Sin relajación Manto colapsado a los 11 min

Pteria penguin Kishore, 2011 25 min 13.9 min tiempo de recuperación

P. margaritifera Acosta-Salmon et al., 2005

Benzocaína P. albina Norton et al., 1996

1.2 g/L Crassostrea gigas Suquet et al., 2009

P. penguin Kishore, 2011 16 min 14.2 min tiempo de recuperación

P. maxima Mamangkey et al.,2009 10.5 min 30 min tiempo de recuperación

1-fenoxi-2-propanol N. subnodosus Torres-Martínez et al.,2012 18 min Manto colapsado entre los 20-25 min

1 mL/L

1-fenoxi-2-propanol P. margaritifera Norton et al., 2000 15 min

2 mL/L

1-fenoxi-2-propanol P. albina Norton et al., 1996 10-15 min 30 min tiempo de recuperación

2.5 mL/L P. margaritifera Norton et al., 1996 10-15 min 30 min tiempo de recuperación

P. margaritifera Acosta-Salmon et al., 2005

P. maxima Mamangkey et al.,2009 15 min

P. maxima Mamangkey y Southgate, 2009

P. albina Norton et al., 2000

Haliotis iris Aquilina y Roberts, 2000

N. subnodosus Torres-Martínez et al ., 2012 6 min Manto colapsado a los 10-20 min 

1-fenoxi-2-propanol P. penguin Kishore, 2011 15 min 12.5 min tiempo de recuperación

3 mL/L 1
0
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Entre los reactivos más utilizados como relajantes se encuentra el cloruro de 

magnesio (MgCl2), una sal que ha demostrado ser efectiva y rápida para la 

relajación de organismos como las almejas Pecten fumatus (Heasman et al., 1995) 

y Nodipecten subnodosus (Torres-Martínez et al., 2012) y los ostiones Ostrea 

edulis (Culloty y Mulcahy, 1992), Crassostrea gigas (Namba et al., 1995; Suquet et 

al., 2009) y Saccostrea glomerata (Butt et al., 2008). Sin embargo, también ha sido 

aplicado en algunas especies sin mucho éxito, como en el caso de la ostra perlera 

P. albina (Norton et al., 1996).  

El aceite de clavo es otro relajante comúnmente utilizado en la acuicultura y 

su principal componente activo (70 a 90 %) es el eugenol (2-methoxy-4-2-

propenilfenol) (Ross y Ross, 1999). En las ostras perleras P. albina y P. 

margaritifera presentó resultados alentadores, favoreciendo una rápida relajación y 

recuperación de los organismos (Norton et al., 1996). En contraste, en P. maxima 

este relajante provocó una sobreproducción de moco, acompañada de 

mortalidades totales de los organismos (Mamangkey et al., 2009). También se 

reportan altas mortalidades en organismos expuestos a este relajante, como la 

ostra japonesa C. gigas (Suquet et al., 2009) y el abulón rojo Haliotis rufescens 

(Soza-Chinchilla, 2014). 

La benzocaina (4-aminobenzoato de etilo) se ha probado con éxito en la 

industria acuícola y  en particular el perlicultivo para la relajación de algunas 

especies de ostras perleras, como P. albina (Norton et al., 1996), P. sterna 

(Acosta-Salmón y Rangel-Dávalos, 1997), P. fucata, P. margaritifera (Acosta-

Salmon et al., 2005) y P. penguin (Kishore, 2011). La complejidad del uso de la 

benzocaina se debe al hecho que sólo es soluble en alcohol o acetona, no en 

agua, lo que difuculta un poco su preparación (Coyle et al., 2004). 

Otro relajante que también es moderamente soluble en agua, pero 

mayormente soluble al etanol es el 2-fenoxietanol (Coyle et al., 2004), y al igual 

que el propilen-fenoxetol (1-fenoxi-2-propanol), ha demostrado tener una buena 
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respuesta relajante y una rápida recuperación en diversas especies de moluscos 

bivalvos, como P. albina, P. margaritifera (Norton et al., 1996), P. maxima 

(Mamangkey y Soutgate, 2009), P. penguin (Kishore, 2011) y N. subnodosus 

(Torres-Martínez et al., 2012). Los cristales de mentol y mentol líquido son otro 

buen ejemplo de relajantes utilizados con éxito como terapia pre-operatoria a la 

formación de perlas en ostras perleras como P. albina y P. margaritifera (Norton et 

al., 1996). En la almeja N. subnodosus, los resultados reportados al utilizar mentol 

fueron poco satisfactorios, ya que se cristalizaba inmediatamente al contacto con 

agua fria, impidiendo una disolución adecuada para un organismo de aguas 

templadas como este (Torres-Martínez et al., 2012). 

2.3. Funciones del manto y su uso en actividades de injerto para formación 
de perlas en ostras perleras 

Anatómicamente, el manto es un tejido que está compuesto por tres zonas 

bien definidas: la marginal (formada por tres lóbulos: interno, medio y externo), la 

paleal y la central (Pérez, 2000; Zuñiga, 1998). Partiendo de la región dorsal 

(cerca de la charnela), el manto forma dos capas en la región ventral; esta zona 

particularmente presenta una coloración café oscuro y el tejido es más grueso, 

debido a la presencia de los tres lóbulos que conforman la zona marginal. 

También presenta un epitelio de recubrimiento interno y externo, el cual está 

separado por una capa de tejido conectivo compuesto principalmente por fibras de 

colágeno en el que se encuentran nervios, fibras musculares longitudinales y 

radiales y vasos sanguíneos (Olivera-Bonilla, 2006). El manto se expande y 

contrae durante la apertura y cierre de las valvas, tomando la curvatura de la 

concha (Fig. 1). Además de la protección interna, es responsable de un gran 

número de funciones especializadas, como capacidad sensorial, almacenamiento 

de nutrientes, dirección de corrientes alimenticias, y síntesis de compuestos 

diversos que forman las tres capas de la concha y que intervienen en el 

crecimiento del animal (Acosta-Salmón y Southgate, 2005; Olivera-Bonilla, 2006). 
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Figura 1. Anatomía interna de Pteria sterna, mostrando la distribución de los 
principales tejidos y la posición del manto desde la región dorsal a la ventral 
(Fuente: Saucedo y Southgate, 2008). 

En las ostras perleras, la región del márgen externo del manto es la 

encargada de secretar una matriz orgánica y cristales de carbonato de calcio (en 

forma de calcita y/o aragonita) para la formación de la concha y el nácar 

(Doumenge et al., 1991).  Además de la formación de la concha, en los bivalvos el 

manto es importante en el mecanismo de defensa interno del organismo llamado 

“nacarización” (Checa, 2000; Malek y Cheng, 1974). De hecho, este proceso 

natural ha sido utilizado históricamente por el hombre para desarrollar la 

perlicultura comercial. Dicho proceso se compara con la formación de la concha, 

ya que la perla tiene la misma composición química en la capa interna. Debido a 

esto, todos los moluscos son capaces de producir perlas, aunque no todos los 

moluscos producen perlas de la misma calidad, debido a lo lustroso u opaco de la 

capa interrna nacarada (García-Gasca et al., 1994). 
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En condiciones naturales, el manto secreta tres capas paralelas durante la 

formación de la concha: el periostraco (capa externa), la capa prismática también 

conocida como capa calcárea intermedia, y la capa nacarada interna (García-

Gasca et al., 1994; Levi et al., 1998; Checa, 2000). En la literatura, algunos 

trabajos se enfocan en describir el proceso de secreción de nácar para la 

formación de la concha, utilizando técnicas histológicas, histoquímicas y 

ultraestructurales, como en P. maxima (Dix, 1973), P. margaritifera (Jabbour-

Zahab et al., 1992) y P. mazatlanica (García-Gasca et al., 1994). De estos 

estudios se desprende que la formación de la concha ocurre gracias al transporte 

de iones, síntesis y secreción de proteinas y a procesos fisicoquimicos en los 

cuales los cristales de carbonato de calcio (calcita y/o aragonita)  se orientan y 

crecen a manera de una asociación intima con la matriz orgánica, creando 

complejas formas arquitectónicas que resultan en un material ligero y resistente 

(Levi et al., 1998).  

García-Gasca et al. (1994) describieron las diferencias morfológicas y 

quimícas entre el epitelio y las células secretoras de cada una de las zonas del 

manto en P. mazatlanica. Los autores reportan que el epitelio exterior del manto 

(zona marginal), presenta una mayor actividad de secreción y depositación de 

nácar, lo cual le confiere características propicias para utilizarlo como donante 

durante el proceso de injerto para la formación de perlas libres.  

2.4. Técnica de microcirugía de injerto para formación de perlas en ostras 
perleras 

En condiciones naturales, las perlas son el resultado de la capacidad de un 

molusco para producir material similar a la concha, el cual es secretado por el 

tejido del manto en respuesta a la introducción de un agente externo (e.g. grano 

de arena, trozo de concha o parásito), el cual provoca una irritación y/o una lesión 

en el animal. Este proceso es seguido por la encapsulación del objeto externo, el 
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cual tiene como finalidad proteger los tejidos blandos del organismo (Gervis y 

Sims, 1992; Southgate y Lucas, 2008).  

En condiciones artificiales (granjas perleras), la formación de una perla se 

realiza por medio de un procedimiento de injerto, el cual constituye una 

microcirugía delicada en la que un núcleo esférico inerte y una pieza de manto 

obtenida de un donador de la misma especie son introducidos en el cuerpo blando 

(gónada) de otra ostra receptora. Una vez en introducidos, el núcleo esférico será 

cubierto en su totalidad por un epitelio derivado de la pieza del manto introducida 

para formar eventualmente el saco perlero. Finalmente, la irritación desencadena 

la secreción de capas concéntricas de nácar que se depositan gradualmente sobre 

el núcleo (Fig. 2) (Monteforte, 2013; Monteforte y Cariño, 2013; Saucedo et al., 

2015). 

La formación del saco perlero en P. fucata depende en gran parte de la 

temperatura del agua, la cual puede tener un efecto potenciador de la velocidad 

mitótica de las células epiteliales del saco perlero (Awaji y Suzuki, 1995). En la 

ostra perlera P. margaritifera, el tiempo estimado de formación del epitelio del saco 

perlero es de 20 días (Herbaut et al., 2000).  

En las ostras perleras P. fucata y P. margaritifera se ha descrito que los 

hemocitos se encuentran fagocitando de una manera activa durante el proceso de 

injerto de manto, por lo que forman grandes agregados celulares que se 

encuentran involucrados en procesos de cicatrización (Herbaut et al., 2000; 

Suzuki, 1991). Awaji y Suzuki (1995) observaron que en P. fucata martensii, el 

tejido conectivo del estómago e intestino podrían ser las zonas de origen del 

proceso hematopoyético; sin embargo se sugiere que la hematopoyesis es un 

proceso poco activo en las ostras perleras, y es activado en respuesta al estrés 

provocado por la herida durante la microcirugia de injerto (Awaji y Suzuki, 1995). 

Kripa et al. (2007) observaron que la principal causa de muerte de las ostras 

durante el proceso de injerto es debido a deficiencias en los cuidados pre- y post-
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operatorios. Se ha sugerido que la extirpación de secciones del manto con fines 

de injerto (<40%) no es causa de muerte en P. fucata (Acosta-Salmón y 

Southgate, 2006). El proceso de regeneración del manto extirpado en las ostras 

perleras P. fucata y P. margaritifera es visible a partir del sexto día, y la 

regeneración completa del tejido ocurre aproximadamente al día 60. La 

regeneración del manto es un proceso energéticamente costoso para las ostras y 

que está estrechamente relacionado con los patrones estacionales de 

almacenamiento de nutrientes (Acosta-Salmón y Southgate, 2005).  

En P. mazatlanica, se evaluó el efecto del injerto de manto en organismos 

que se encontraban fuera de época reproductiva (marzo-abril), encontrándo que la 

presencia del tejido en el área de la gónada aceleraba la gametogénesis y 

potenciaba la maduración de gametos, mediante un proceso de re-

direccionamiento del flujo de energía (proteínas, lípidos totales y triglicéridos) del 

músculo hacia la gónada, resultando en un menor contenido de proteínas y 

carbohidratos en el primero (Saucedo et al., 2001). Los autores sugieren que el 

injerto de manto altera algunos de los mecanismos de regulación neuroendócrina 

de la gametogénesis (desconocidos a la fecha) y con esto favorecen al flujo 

continuo de energía desde los tejidos somáticos de reserva hacia la gonada. El 

trozo de tejido de manto del donante se selecciona dependiendo de la calidad del 

nácar, debido a que éste influenciará el color y la calidad de las perlas producidas 

(Taylor, 2002). El manto es extirpado del donante y cortado en secciones de 

menor tamaño (2-3 mm2). Previamente, se retiran los tres lóbulos externos del 

manto, con el fin de utilizar la región paleal y evitar con ello la secreción de 

material que da origen al periostraco (Southgate, 2008). 

La microcirugía de injerto mantiene una estrecha relación con el periodo 

reproductivo de las ostras; ésta es exitosa al realizarse cuando las gónadas se 

encuentren vacías o en desarrollo incipiente, y no es recomendable realizarla 

después de eventos de desoves ya que los organismos se encuentran 

fisiológicamente vulnerables, debido a la perdida de hasta el 100% del peso 
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corporal ganado durante el desarrollo de gónada (Cáceres-Martínez, 2006; 

Cáceres-Puig et al., 2009; Haws, 2002). Por ello, antes del injerto se recomienda 

dejar realizar la microcirugía de injerto al menos un mes después de haber 

identificado el momento del desove poblacional de la especie objetivo. 

 

Figura 2. Proceso interno de formación de una perla libre, posterior a la 
microcirugía de injerto (Fuente: Saucedo et al., 2015). 

2.5. Indicadores de respuesta al estrés 

Los organismos pueden responder a diferentes tipos de estímulos crónicos y 

agudos, los cuales varían en un amplio intervalo e incluyen, desde variaciones 

bioquímicas y fisiológicas hasta respuestas que ocasionan cambios morfológicos, 

citológicos, o de expresión genética (RNA y proteínas) (Ryan y Hightwer, 1996). El 

estrés es una condición anormal en la que el equilibrio dinámico de los 

organismos, llamado homeostasis, es amenazado por estímulos intrínsecos o 

extrínsecos (Sokolova et al., 2012). Análogamente, la pérdida del equilibrio entre 

la producción de pro-oxidantes (especies reactivas de oxígeno o ERO) y las 
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defensas antioxidantes (antioxidantes enzimáticos y no enzimáticos) se denomina 

estrés oxidativo (Sies, 1985, 1991). El estrés oxidativo en organismos marinos 

puede ser ocasionado por diferentes tipos de factores externos, como mareas 

rojas, parásitos, contaminación por metales pesados, fenómenos oceanográficos 

anómalos como El Niño, y puede ser medido con diversos indicadores biológicos.  

Las condiciones de mantenimiento o pérdida de la homeóstasis pueden 

cambiar en un organismo, ya sea como consecuencia del aumento en la 

producción de las ERO, o por la disminución en sus defensas internas (Monaghan 

et al., 2009). Dentro de los pro-oxidantes se incluyen básicamente a las ERO y los 

radicales libres, los cuales son moléculas, átomos y/o grupos de átomos con una 

alta capacidad reactiva (Chihuailaf et al., 2002; Konigsberg, 2008). Estos pro-

oxidantes regulan distintos procesos celulares, entre los cuales se encuentran la 

secreción y acción de la insulina, la producción de hormonas de crecimiento, la 

concentración de citocinas, la unión de las proteínas G a sus receptores, factores 

de transcripción, regulación de los transportadores y canales de iones, entre otras 

(Bartosz, 2009). 

Dentro del grupo de pro-oxidantes, el radical superóxido (O2
•–) es altamente 

tóxico debido al daño que puede generar en proteínas que contienen centros de 

Fe-S, como la succinato deshidrogenasa, el dinucléotido de nicotinamida, adenina 

reducido (NADH) y la ubiquinona oxidorreductasa, aunque también puede dar pie 

a la generación de otras ERO como el peróxido de hidrogeno (H2O2) (Konigsberg, 

2008). El H2O2, producto de la dismutación del O2
•– puede penetrar las 

membranas biológicas, y a pesar de ser más estable, puede generar otras 

especies reactivas como el radical hidroxilo (HO•), en presencia de metales de 

transición reducidos. Este HO• es producto de la reducción parcial del H2O2 y es 

considerado una de los radicales libres de mayor toxicidad y alta reactividad. El 

HO• interactúa con todo tipo de sustratos, provocando daños como peroxidación 

lipídica de las membranas, inactivación de proteínas y enzimas, mutaciones en el 
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ADN y alteraciones en los receptores celulares de los glúcidos (Halliwell y 

Gutteridge, 1984; Konigsberg, 2008; Macedo-Márquez, 2012; Pryor, 1986).  

En los invertebrados marinos, el sistema antioxidante pueden ser inducido o 

inhibido por algún estresor temperatura, salinidad, oxígeno, parásitos, estado 

nutricional, entre otras; las enzimas antioxidantes juegan un papel importante en la 

defensa celular y del organismo contra el daño oxidativo generado por las ERO 

(Canesi et al., 1999; Cossu et al., 1997; De Almeida et al., 2007; Porte et al., 

2001). La relación entre la concentración de antioxidantes no enzimáticos, la 

actividad de las enzimas antioxidantes y la susceptibilidad al daño oxidativo puede 

variar de acuerdo a la función y estructura de las diferentes células y tejidos 

(Cantú-Medellin et al., 2009; Fidan et al., 2008).  

Una de las enzimas antioxidantes que participa en los mecanismos de 

defensa en los invertebrados marinos es la SOD, la cual cataliza la dismutación 

del O2
•– a H2O2 y agua (Fridovich, 1998). La reacción de la dismutación es 

catalizada por un ion de metal, el cual captura un electrón del ion O2
•– (Stegaman 

et al., 1992). Los miembros de la familia de las SOD son proteínas con cofactores 

de hierro (Fe-SOD), níquel (Ni-SOD), manganeso (Mn-SOD), así como de cobre y 

zinc (Cu,Zn-SOD) (Gómez y Cuevas, 2008). En el caso particular de la Cu,Zn-

SOD, el Zn otorga estabilidad a la molécula y el Cu contribuye a su función 

catalítica (Gómez y Cuevas, 2008). 

La glutatión peroxidasa (GPx) es una enzima selenio dependiente, ayuda a 

catalizar la reducción del peróxido de hidrógeno (H2O2) o lipoperóxidos (L-OOH) 

utilizando como agente reductor al glutatión reducido (GSH) (Cárdenas-Rodríguez 

et al., 2008). La GPx, como parte del mecanismo de defensa antioxidante, evita la 

oxidación de los L-OOH, reduciéndolos en presencia de GSH. Esta reacción 

produce hidróxidos que son elementos potencialmente dañinos y que, al oxidarse, 

se convierten en radicales alcohóxidos, para los que no se conoce ninguna enzima 

que los metabolice (Lam et al., 1993; Maiorino et al., 1991). 
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La CAT es otra enzima antioxidante con actividad peroxidasa que se encarga 

de descomponer el H2O2 en agua y oxígeno (Peraza, 2008). Esta enzima es 

hemoprotéica y está asociada a un átomo de hierro por unidad de CAT; sin 

embargo, el número de unidades dependerá de la especie analizada (Leguille-

Cassu, 1996; Akymaz y Dinckaya, 2003).  

Por sus hábitos filtradores, muchas especies de moluscos bivalvos son 

consideradas indicadores ecológicos. Se han reportado cambios en la actividad de 

enzimas como SOD en el mejillón Mytella guyanenesis en zonas contaminadas 

por xenobioticos como metales pesados (mercurio, plomo, cromo y cadmio) 

(Aliósio-Torres et al., 2002). Incluso se ha reportado que los cambios en el pH del 

agua, la presencia de metales pesados, o variaciones abruptas en la temperatura 

pueden llegar a inhibir o incrementar la producción de SOD y CAT en el molusco 

Nacella concinna (Abele et al., 1998). También se sabe que la presencia de 

metales pesados como cobre en zonas contaminas puede incrementar 

significativamente la actividad de GPx en la almeja de agua dulce Unio tumidus, lo 

que contribuye a minimizar el daño oxidativo (Doyotte et al. 1997). 

El daño oxidativo puede ser ocasionado también por la actividad reproductiva 

de un organismo, la cual induce a un mayor consumo de oxígeno, y con ello, un 

incremento en ERO que aceleran la respuesta antioxidante (Filho et al., 2001). De 

hecho, la reproducción puede ser uno de los períodos fisiológicamente más 

exigentes de la vida de un organismo, porque demanda una intensa movilización 

de reservas energéticas, como glucógeno y lípidos (Barber y Blake, 2006; Bayne, 

1976; Cáceres-Puig et al., 2009; Speakman, 2008; Vite-García y Saucedo, 2008;). 

En la almeja catarina Argopecten ventricosus, se observó mayor susceptibilidad a 

estrés oxidativo en los animales que sobreviven al segundo periodo de desove 

(dos años de edad), presentando mayores niveles de proteínas carboniladas, baja 

actividad apoptótica y antioxidante, y mayor acumulación de lipofuscinas (Guerra 

et al., 2012). 
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Existe evidencia que indica que, cuando se sobrepasa el potencial de 

defensa antioxidante celular, pueden desencadenarse patologías. Los lípidos de la 

membrana, por ejemplo, constituyen un blanco de acción de ERO; la peroxidación 

lipídica ocurre por la descomposición y producción de una variedad de sustancias, 

incluyendo etano, pentano y aldehídos (Sukhotin et al., 2002). Por lo tanto, la 

formación excesiva de lípidos peroxidados ha sido reconocida como buen 

indicador de daño oxidativo y cuantificada como sustancias reactivas al ácido 

tibobarbiturico (TBARS) y que como producto final de la peroxidación lipídica 

predomina el malondialdehído (MDA) (De Almeida et al., 2007; Ribera et al., 1991; 

Sukhotin et al., 2002; Torres et al., 2002). En algunas especies de bivalvos, como 

los mejillones Perna perna y Mytella guyanensis, la glándula digestiva es un tejido 

de gran importancia para el monitoreo de niveles de TBARS, debido a los altos 

niveles de ácidos grasos poliinsaturados (PUFA) que posee este tejido (Aliónso-

Torres et al., 2002; Almeida et al., 2004, 2007).  

Las lipofuscinas o pigmentos del envejecimiento, son agregados de proteínas 

oxidadas, lípidos y metales no degradables, los cuales se acumulan en el interior 

de los lisosomas de las células post-mitóticas; es decir, aquellas que no se 

replican por mitosis a lo largo de la vida del organismo (como las fibras 

musculares cardiacas o neuronas) (Höhn et al., 2011; Jung et al., 2007, 2009). 

Este material no es degradable por la maquinaria proteolítica de la célula, ni puede 

ser removido por exocitosis, a diferencia de lo que ocurre con las células 

proliferativas que diluyen continuamente sus desechos por exocitosis o durante las 

divisiones mitóticas sucesivas (Höhn et al., 2011; Jung et al., 2007, 2009). Las 

lipofuscinas pueden inhibir la degradación de proteínas oxidadas, incluyendo las 

proteasas lisosomales y del proteosoma, haciendo que éstas sean menos 

funcionales. El 90% de todas las proteínas dañadas o modificadas son 

generalmente degradadas por el sistema proteosomal, un proceso que es esencial 

para la preservación de la funcionalidad celular (Höhn et al., 2011; Moore, 2004). 
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En moluscos bivalvos en general, no existe mucha información relativa a los 

mecanismos de respuesta ante agentes estresantes. En P. sterna se desconoce si 

ciertos relajantes pueden fungir como agentes estresantes en su etapa inicial 

(antes de actuar a nivel celular), provocando cambios fisiológicos ligados a los 

mecanismos de utilización de reservas energéticas y si estos cambios podrían 

estar relacionados con la producción de enzimas antioxidantes (como la CAT, GPx 

o SOD), con los niveles de TBARS, como indicador de peroxidación lipídica, y con 

la producción de lipofuscinas, las cuales están asociadas a la edad y eventos de 

estrés (Guerra et al., 2012; Winston, 1991). 

Con base en lo anterior, la movilización de reservas energéticas entre tejidos 

somáticos puede utilizarse como bioindicador de estrés, debido a que el consumo 

de energía causa mayor actividad mitocondrial y producción de ERO. Esta 

dinámica energética eventualmente genera un desbalance osmótico y, por lo 

tanto, un estrés fisiológico posterior a los periodos de desove (Guerra et al., 2012). 
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3. JUSTIFICACIÓN  

En las ostras perleras, uno de los principales problemas del proceso de 

producción de perlas libres, particularmente en ostras del género Pteria, es la 

limitada información acerca de los requerimientos específicos de los organismos 

sometidos al manejo pre-operatorio (recolecta, transporte, aclimatación y 

relajación) y operatorio (microcirurgía de injerto de núcleo y manto). Esto se 

relaciona claramente con la selección del relajante y con la preparación previa de 

los organismos para la microcirugía de injerto, donde usualmente se registran las 

mayores tasas de mortalidad y de rechazo de injertos. Por ello, se asume que es 

en ambos procesos donde existe el mayor estrés fisiológico y/o oxidativo, y en 

donde mayor esfuerzo de prvención y/o de reparación de dicho daño oxidativo se 

tiene que ejercer. En todo este escenario, existe un vacío de información y resulta 

de particular importancia entender el posible riesgo de rechazo por 

incompatibilidad biológica que puede sufrir el receptor al recibir un agente extraño 

(manto), sin importar que éste tenga un origen común. La investigación de estos 

aspectos es u reto que abre una clara ventana de oportunidad para definir las 

variables de respuesta que están asociadas a las etapas pre-operatoria y 

operatoria del proceso de formación de perlas en P. sterna, una especie que 

sostiene las actividades de producción en las granjas perleras del Golfo de 

California. Por ello, en el presente estudio se evaluarán aspectos puntuales 

escasamente estudiados en la mayoría de los miembros de los géneros Pinctada y 

Pteria, que son totalmente desconocidos en P. sterna. La meta del presente 

estudio es generar nuevo conocimiento científico aplicable en la industria perlícola 

mexicana, para disminuir de la elevada mortalidad asociada al manejo previo, a la 

selección del relajante idóneo y al proceso mismo de injerto para la producción de 

perla libre.  
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4. HIPÓTESIS 

Si la relajación es un proceso fisiológico que requiere de un periodo variable de 

espera de 15 a 45 minutos antes de actuar a nivel celular, entonces los relajantes 

podrían actuar como estresores o xenobióticos en su etapa inicial y generar un 

grado diferente de estrés en los organismos, el cual afectará a su vez algunos 

aspectos como su condición general, la movilización de reservas energéticas, y la 

actividad de enzimas antioxidantes. Esto cual causará un posible daño oxidativo 

medible. 

Aunque el sistema inmune de los moluscos bivalvos es muy simple, se espera una 

respuesta inmune menos severa y un menor riesgo de rechazo por 

incompatibilidad biológica en los organismos injertados con una pieza de su propio 

manto, en comparación con aquellos injertados con una pieza de manto obtenida 

de un donador, sin importar que éste sea de la misma especie.   
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5. OBJETIVOS 

5.1. General 

Evaluar la respuesta fisiológica y estrés oxidativo asociados al uso de 

relajantes comerciales y proceso de injerto para la formación de perla en Pteria 

sterna. 

5.2. Particulares 

1. Evaluar la supervivencia, índice de condición, índice glucídico e índice de 

mucopolisacáridos en la gónada y tejidos somáticos de P. sterna asociados 

a los procesos de recolecta, transporte y aclimatación previa a la relajación 

e injerto de manto. 

2. Determinar tiempos de relajación, supervivencia, desoves espontáneos, 

variaciones en el índice glucídico, índice de mucopolisacáridos ácidos e 

índice de lipofuscinas, así como la respuesta antioxidante (actividad de 

SOD, CAT y GPx) y peroxidación lipídica (TBARS) en la gónada y tejidos 

somáticos de P. sterna expuesta a distintos relajantes comerciales como 

terapia pre-operatoria previa al injerto de manto. 

3. Determinar la supervivencia, porcentaje de aceptación y rechazo de 

injertos, así como la respuesta antioxidante (actividad de SOD, CAT y GPx) 

y peroxidación lipídica (TBARS) engónada y tejidos somáticos de P. sterna 

después del injerto de manto de diferente origen (propio y donado) durante 

el proceso de formación de perla libre. 
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6. MATERIAL Y MÉTODOS 

6.1. Bioensayo 1: Relajación 

6.1.1. Recolecta, transporte y aclimatación  

Se recolectaron de las instalaciones de cultivo de la empresa “Perlas del 

Cortez”, ubicada en la isla Gaviota, Bahía de La Paz, B.C.S (24 °17’N y 110° 

20’W), un total de 174 organismos adultos de P. sterna, con una talla aproximada 

de 110 ± 5 mm de altura de la concha. La recolecta se realizó en el mes de febrero 

del 2014, cuando los organismos se encontraban en etapa reproductiva y 

presentaban gónada en diferentes estadios de desarrollo (Saucedo y Monteforte, 

1997a). Inmediatamente después de la recolecta todos los organismos fueron 

medidos para el registro de la altura y longitud de la concha (0.1 mm) con un 

vernier digital, y pesados con una balanza portátil para obtener su biomasa total 

húmeda (0.1 g), con estos datos se realizó la evaluación de índice de condición 

(ver sección 6.3.1.). Posteriormente, se tomó una muestra de 10 organismos, los 

cuales fueron denominados muestra de campo o muestra de origen (T0). 

Posteriormente, muestras de tejidos somáticos (manto, músculo aductor, 

branquias y glándula digestiva) y la gónada (Fig. 3) fueron extraídos y procesados 

en el laboratorio para evaluar el índice glucídico e índice de mucopolisacáridos 

como respuesta a la recolecta y manipulación en campo (ver sección 6.3.4). Los 

164 ejemplares restantes fueron limpiados de fauna de acompañamiento y 

colocados en seis contenedores de 20 L cada uno, los cuales se llenaron a una 

capacidad de 10 L con agua de mar, colocando 27 organismos por contenedor, 

con la finalidad de conseguir que estos se mantuvieran húmedos durante el 

traslado al laboratorio. 

Durante la recolecta, la temperatura del agua fue de 23 ± 1°C y el tiempo de 

traslado fue de 1 h desde las instalaciones de Perlas del Cortez hasta el 

Laboratorio de Larvicultura del Centro de Investigaciones Biológicas del Noroeste 



27 

 

(CIBNOR). Una vez ahí, de los 164 organismos se tomó una segunda muestra de 

10 organismos (T1), los cuales fueron procesados como anteriormente se 

describió, en este caso también se calculó el índice glucídico e índice de 

mucopolisacáridos para determinar el efecto del transporte en la respuesta 

fisiológica de los organismos (ver sección 6.3.4). Los 154 organismos restantes 

también fueron limpiados de fauna acompañante adherida a las valvas y 

sometidos a un proceso de aclimatación previo a su relajación. 

La aclimatación se realizó en contenedores de plástico de 70 L, provistos de 

agua de mar filtrada a 1 µm y esterilizada por luz UV, así como de aireación 

continua. Se mantuvo una temperatura de 23 ± 1°C y un fotoperiodo de 12h:12h 

de luz y oscuridad durante una semana. Se utilizaron ocho contenedores, y en 

cada uno se colocaron aproximadamente 19 organismos, los cuales fueron 

mantenidos con un flujo constante de agua de mar y alimentados con una mezcla 

de las microalgas Isochrysis galbana y Chaetoceros muelleri en proporción celular 

1:1, que se proporcionaron a un flujo de 140 mL min–1 y una concentración 

promedio de 240  103 cel mL–1. Una vez concluida la etapa de aclimatación, se 

tomó una tercera muestra de 10 organismos (T2), los cuales fueron procesados 

para la extracción de tejidos como anteriormente se describió. Este muestreo tuvo 

como fin evaluar el efecto de la aclimatación en la respuesta fisiológica de los 

organismos. 
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Figura 3. Biometría (A) y disección (B) de P. sterna para obtener muestras de 
tejidos para análisis histologico, histoquímico, bioquímico y determinación de 
indicadores de estrés oxidativo. 

6.1.2. Diseño experimental 

Una vez concluido el periodo de aclimatación, los 144 organismos se 

sometieron a ocho diferentes tratamientos con relajantes comúnmente empleados 

en la industria perlera como terapia pre-operatoria al injerto de núcleo y manto 

para la producción de perlas. Cada tratamiento se manejó a dos diferentes 

concentraciones, de la siguiente manera: 

1. Benzocaina a 0.15 g L–1 

2. Benzocaina a 0.25 g L–1 

3. Cloruro de magnesio a 15 g L–1 

4. Cloruro de magnesio a 30 g L–1 

5. Eugenol a 0.25 mL L–1  

6. Eugenol a 0.5 mL L–1  

7. Fenoxipropanol a 1.5 mL L–1 

Altura 

Longitud 

Músculo 

Glándula digestiva y Gónada 

A) B) 
Branquias 

Manto 
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8. Fenoxipropanol a 2.5 mL L–1 

9.  Tratamiento control: organismos mantenidos en agua de mar filtrada sin 

relajante. 

Los 144 organismos fueron distribuidos en seis recipientes plásticos de 70 L 

con un volumen de 10 L provistos de agua de mar filtrada a 1 µm y esterilizada por 

luz UV, con el fin de inducir la apertura de las valvas. Una vez logrado esto, se 

colocó entre ellas una cuña de madera o plástico para evitar su cierre. Con esto se 

garantizó que el relajante penetrara libremente al organismo y tuviera contacto con 

todos los tejidos, particularmente los de amplia superficie de contacto, como 

manto y branquias (Fig. 4A). Una vez con las cuñas y valvas abiertas, los 

organismos fueron colocados de manera individual en contenedores plásticos de 3 

L con el relajante correspondiente. Se manejaron 16 organismos por tratamiento 

de relajación (Fig. 4B). Los relajantes de cada tratamiento fueron disueltos en 10 

mL de agua de mar filtrada, antes de ser introducidos a los contenedores (Norton 

et al., 1996; Mamangkey et al., 2009). La única excepción fue la benzocaína, la 

cual fue diluida primero en alcohol al 96% (10 mL aproximadamente) y 

posteriormente en agua marina a 92 °C, manteniendo una proporción 1:4 de 

alcohol:agua. 

 

Figura 4. Preparación de los organismos de P. sterna previo a su exposición a 
diferentes tipos de relajantes (A) y unidades experimentales (B).  

B) A) 



30 

 

 

La evaluación del efecto de los diferentes relajantes se realizó en dos etapas: 

Primero, la respuesta visual que se evaluó a los 15, 30, 45, 60, 75, 90, 105 y 120 

min posteriores a la inmersión de los organismos en cada tratamiento. La 

evaluación se hizo de forma individual por organismo; los criterios a considerar se 

describen a detalle en la sección 6.3.2. Segundo, se realizó la evaluación del 

efecto del relajante a nivel fisiológico, para lo cual se hicieron muestreos de 

manera sistemática a los 30, 60 y 120 min posteriores a la exposición al relajante. 

Se recolectaron cuatro organismos por tratamiento, por muestreo y se extrajeron 

los tejidos somáticos (manto, músculo, branquias, glándula digestiva) y la gónada 

para evaluar los indicadores de índice glucídico e índice de mucopolisacáridos, 

índice de lipofuscinas (ver sección 6.3.4). El material recolectado se utilizó también 

para la determinación de proteínas totales (ver sección 6.3.5), actividad de CAT, 

SOD y GPX (ver sección 6.3.6) y niveles de TBARS (ver sección 6.3.6). 

Una vez transcurridos 120 min de exposición al relajante, otros cuatro 

organismos de cada tratamiento fueron trasladados a contenedores de 70 L y 

mantenidos bajo las condiciones descritas para la parte de aclimatación (ver 

sección 6.1.1). Esto se hizo con el fin de evaluar el proceso de recuperación de los 

organismos hasta las 65 h post-relajación. Una vez concluido este periodo, se 

realizó la última recolecta de muestras de tejidos, que fueron procesados de la 

forma antes descrita. 
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6.2. Bioensayo 2: Injerto  

6.2.1. Recolecta, transporte y aclimatación 

Se recolectó un segundo lote de 224 organismos adultos de P. sterna con 

una talla aproximada de 110 ± 5 mm de altura de la concha de las instalaciones de 

cultivo de “Perlas del Cortez”. La recolecta y transporte se realizó en el mes de 

febrero del 2015, nuevamente durante la etapa reproductiva natural de 

maduración de la especie, y siguiendo el protocolo de manejo utilizado durante el 

bioensayo 1 (ver sección 6.1.1). La aclimatación de los organismos se realizó por 

siete días en contenedores de plástico de 70 L, provistos de agua de mar filtrada a 

1 µm y esterilizada por luz UV, así como de aireación continúa. La temperatura y 

fotoperiodo se mantuvieron a 23 ± 1 °C y 12h:12h de luz y oscuridad durante 24 h. 

6.2.2. Diseño experimental 

Una vez concluida la etapa de aclimatación, se prepararon los organismos 

para el injerto de manto. Se siguió la metodología de Monteforte y Cariño (2013) y 

Saucedo et al. (2015) para extraer y preparar el manto, así como para la cirugía 

que incluye la incisión en la gónada e inserción de una pieza de manto. Se 

utilizaron los siguientes tratamientos experimentales: 

1. Organismos sometidos a relajación, incisión en la gónada, e injerto de una 

pieza de manto propio. Este tratamiento se denominó “manto propio”. 

2. Organismos sometidos a relajación, incisión en la gónada, e injerto de 

manto obtenido de un organismo de la misma especie (denominado “manto 

donado”). 

3. Organismos sometidos a relajación e incisión en la gónada, pero sin injerto 

de manto de ningún tipo (denominado “incisión”). 

4. Organismos sometidos a relajación, pero no a incisión en la gónada, ni 

injerto de manto de ningún tipo (tratamiento “relajados”). 
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5.  Organismos no sometidos a relajación, ni incisión en la gónada, ni injerto 

de manto de ningún tipo (grupo control). 

En todos los casos, los organismos fueron relajados primero con 

fenoxipropanol a 2.5 mL L–1 durante 15 min, que fue el tratamiento que mejores 

resultados arrojó del bioensayo anterior. Para el tratamiento 1, no existe donador 

(ni sacrificio del donador) y el receptor es injertado con una pieza de su propio 

manto. El fundamento de este tratamiento radica en el hecho de que una ostra 

perlera es capaz de regenerar por completo en 2-3 meses hasta el 40% del manto 

extraido, sin riesgo de mortalidad (Acosta-Salmón y Southgate, 2005). 

Metodológicamente, se retira el manto de la región paleal en las dos valvas, y se 

secciona en piezas pequeñas de 2 mm2. El organismo se coloca en una base de 

injerto para perlicultivo y con un bisturí especial se realiza una incisión de 1 cm en 

la gónada, donde se le introduce la pieza individual de manto, según se describió 

en la sección 2.4. de los Antecedentes. Para el tratamiento 2, el donador y 

receptor de manto son de la misma especie; el donador se sacrifica y se le retira 

una pieza de manto de la región paleal, según se describió arriba. Una vez 

realizadas la relajación y microcirugía de injerto, los organismos fueron colocados 

en contenedores de plástico de 70 L, como se describió para el proceso de 

aclimatación; se colocaron 25 organismos por contenedor. 

Se registraron altura y longitud de la concha (0.1 mm) y peso húmedo total 

de los organismos con concha y sin concha (0.1 g). Posteriormente, para evaluar 

el efecto de la microcirugía de injerto, se realizaron muestreos a las 3, 6, 9, 12 y 

24 h posteriores al injerto, recolectando diez organismos por tratamiento, a los 

cuales se extrajeron muestras de manto, músculo aductor, glándula digestiva y 

gónada que se procesaron para los análisis de actividad enzimática (SOD, CAT y 

GPx) y daño oxidativo (TBARS), según se indica en la sección 6.3.6. 
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6.3. Indicadores de respuesta (Bioensayos 1 y 2)  

6.3.1. Determinación de la condición general de los organismos 
 

Con los datos biométricos de altura y longitud de la concha, peso del 

organismo sin concha, peso con concha y peso del músculo aductor obtenidos en 

cada uno de los muestreos, se determinó el índice de condición (IC), según 

Villalejo-Fuerte y Ceballos-Vázquez (1996), utilizando la siguiente fórmula: 

𝑰𝑪 =
𝑃𝑀𝑉

𝑃𝐶
𝑋100 (1) 

Dónde: 

PMV=Peso del organismo sin concha (masa visceral) (g) 

PC=Peso del organismo con concha (g)  

Este indicador se aplicó únicamente para el bioensayo 1 de relajación. 

6.3.2. Análisis visual del efecto de los relajantes (Bioensayo 1) 
 

En cada uno de los muestreos realizados en el bioensayo 1 (15, 30, 45, 60, 

75, 90, 105 y 120 min), los organismos se consideraron en diferente grado de 

relajación de acuerdo a los siguientes criterios evaluados: 

a) Relajación 0% o nula, si el músculo y manto están contraídos y el 

animal responde de forma normal hacia cualquier tipo de estímulo 

físico recibido. 

b) Relajación 50% o moderada, cuando el músculo y manto están 

ligeramente distendidos, pero el animal aún responde a ciertos 

estímulos físicos. 

c) Relajación 100% o total, si músculo y manto están totalmente 

distendidos y no hay respuesta de ningún tipo a los estímulos físicos. 
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A su vez, se calculó la relajación grupal con los datos obtenidos del 

porcentaje de relajación de cada organismo por tratamiento, de acuerdo a la 

siguiente formula: 

𝑹𝑮 =
∑ % 𝑅

𝑁
    (2) 

Dónde: 

RG= Índice de relajación grupal 

∑%R= Sumatoria del porcentaje de relajación de todos los organismos 

N=Número total de organismos  

Una vez trasladados los organismos a convalecencia hasta las 65 h, se 

determinó la tasa de supervivencia total (%) en cada uno de los tratamientos, con 

base en el dato inicial de los organismos utilizados.  

Por último, considerando que también se observaron eventos de desove 

espontáneo en muchos de los organismos sometidos a relajación, éstos se 

clasificaron de la siguiente manera:  

a) Respuesta nula, cuando el organismo no desovó. 

b) Respuesta activa, si los organismos desovaron en mayor o menor 

grado. 

6.3.3. Análisis histológicos (Bioensayos 1 y 2) 

Las muestras de tejidos (gónada, manto, branquia, músculo y glándula 

digestiva) de los organismos de ambos bioensayos fueron fijadas en solución 

Davidson y procesadas siguiendo la técnica histológica propuesta por Kim et al. 

(2006). Esta consiste en deshidratar los tejidos en alcoholes de concentración 

ascendente (70 a 100%), incluirlas en Paraplast-TX® y cortarlas a 4 μm en un 

micrótomo de rotación (Leica RM 2155) (ver Anexo A y B). Los cortes histológicos 
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fueron teñidos por contraste con la técnica de hematoxilina-eosina (H-E) 

(Humason, 1979).  

Dado que los organismos de los bioensayos 1 y 2 fueron recolectados 

durante la temporada natural de maduración de la especie (febrero 2014 y 2015), 

y se encontraban en diferentes etapas de desarrollo y madurez, lo primero que se 

hizo fue evaluar el posible efecto estresante de la relajación en su etapa inicial, así 

como del injerto, en ciertos aspectos de la actividad reproductiva de los 

organismos, así la existencia de eventos de desove espontáneos únicamente  

tomados en cuenta para el bioensayo 1. Por lo tanto, las laminillas fueron 

revisadas empleando un sistema de análisis digital de imágenes integrado por un 

microscopio compuesto Olympus BX50 y una computadora con el programa 

Image Pro Plus® (versión 6.0, Media Cybernetics, Bethesda, E.U.A.). 

6.3.4. Análisis histoquímicos (Bioensayo 1) 

Para los análisis histoquímicos, las muestras de gónada y tejidos 

somáticos de los organismos expuestas al bioensayo de relajación únicamente 

fueron teñidas con colorantes específicos sensibles a glúcidos y 

mucopolisacáridos ácidos (azul alciano PAS, ver Anexo E) y lipofuscinas (carbol-

fuscina-kiyoung, ver Anexo G). Las laminillas se digitalizaron en tres campos 

visuales tomados al azar, analizando seis tipos de tejidos: gónada, glándula 

digestiva, tejido conjuntivo, manto, músculo y branquias. En el caso específico de 

los mucopolisacáridos ácidos, sólo se consideraron dos tejidos (branquias y 

manto), debido a que sólo éstos dieron positivos a la tinción con azul alciano PAS 

(ver anexo E, Fig. 21B). Cada tejido fue digitalizado a alta resolución (3600 dpi; 

3465×5184 pixeles) (10 X) empleando el mismo sistema de análisis digital de 

imágenes. Con el programa Image Pro, las imágenes fueron segmentadas de 

manera manual, eligiendo los pixeles marcados según las tonalidades de colores 

de cada tinción utilizada para la cuantificación de mucopolisacáridos ácidos y 

glúcidos. La segmentación se realizó en tonos de color que varían entre azul, 
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magenta y rosa (glúcidos) y azul (ácidos). Para la tinción de lipofuscinas (ver 

anexo E, Fig. 21D), las tonalidades obtenidas fueron entre amarillo y rojo-pardo. 

Posteriormente, el programa generó el cálculo del área de los pixeles 

seleccionados en cada fotografía (μm2) y obtuvo una media de los tres campos 

visuales tomados al azar para cada fotografía. Los datos obtenidos se utilizaron 

para la determinación del índice glucídico (IG), índice de mucopolisacáridos ácidos 

(IMA) e índice de lipofuscinas (ILF), según las fórmulas estandarizadas por 

Rodríguez-Jaramillo (2004) y Rodríguez-Jaramillo et al. (2008): 

𝑰𝑮 =
𝐴𝐶𝐺

𝐴𝑇𝐼
X 100     (3) 

𝑰𝑴𝑨 =
𝐴𝑀𝐴

𝐴𝑇𝐼
X 100 (4) 

𝑰𝑳𝑭 =
𝐴𝐶𝐿𝐹

𝐴𝑇𝐼
X 100 (5) 

Dónde:  

IG= área de cobertura glucídica (μm2)  

AMA= área de cobertura de mucopolisacáridos ácidos (μm2) 

ACLF=área de cobertura de lipofuscinas (μm2)   

ATI= área total de la imagen (μm2) 

6.3.5. Análisis de proteínas totales (Bioensayos 1 y 2) 

Las muestras de tejidos (gónada, manto, branquias, músculo y glándula 

digestiva), previamente preservadas a temperatura de –80°C, se pesaron (100 mg 

de tejido por muestra en cada uno de los dos bioensayos) y se homogenizaron en 

frio en una solución amortiguadora de fosfatos (50 mM, pH 7.5) y una de fenil-

metil-sulfonil fluoruro para preparar los extractos crudos. Las muestras se 

centrifugaron a 2124 xg durante 15 min a 4°C y posteriormente se recuperó el 

sobrenadante para el análisis de proteínas totales. 
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La concentración de proteínas totales se analizó por el método Bradford 

(1976). Se preparó una curva estándar de siete puntos en el rango de 

concentraciones de 0.005 a 0.2 mg mL–1, utilizando proteína de albúmina sérica 

bovina como estándar. Las muestras se colocaron en una microplaca en el 

siguiente orden: agua destilada, reactivo de Bradford y extracto de la muestra. 

Como blanco o control se adicionó agua destilada y reactivo de Bradford. Todo 

esto se realizó por triplicado. La microplaca se mantuvo a temperatura ambiente 

(25°C) durante 15 min antes de ser leída. La lectura se realizó en un 

espectrofotómetro a 620 nm. Las muestras se leyeron por triplicado. 

6.3.6. Análisis enzimáticos (CAT, SOD y GPx ) y cuantificación de los niveles 

de TBARS (Bioensayos 1 y 2) 

Para la determinación de la actividad enzimática de los organismos en 

ambos bioensayos, se pesaron 100 mg de tejido por muestra (manto, gónada, 

branquias, músculo y glándula digestiva) y se homogenizaron en frio en solución 

amortiguadora de fosfatos (50 mM, pH 7.5) y una solución fenil-metil-sulfonil 

fluoruro. Las muestras se centrifugaron a 2124 xg durante 15 min a 4°C, y una vez 

recuperado el sobrenadante, se procedió con los análisis enzimáticos a una 

temperatura de 25 ± 2°C. 

6.3.6.1. Catalasa (CAT) 

Para cuantificar la actividad de CAT, se utilizó la metodología de Aebi 

(1984), que consiste en medir el decremento de H2O2 a 240 nm cada 15 seg 

durante 3 min. Se colocaron en celdas de cuarzo 1.5 mL de solución de trabajo 

(solución amortiguadora de fosfatos 0.1 M y solución stock de H2O2 20 mM) y 10 

µL de homogenizado de la muestra. La lectura se realizó en un espectrofotómetro 

por triplicado. Para ello, una unidad de actividad se define como la cantidad de 

enzima que cataliza la descomposición de 1 μmol de H2O2 min–1. Los resultados 

se expresan en U CAT por mg–1 proteína. 
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6.3.6.2. Superóxido dismutasa (SOD) 

Para la determinación de la actividad de la enzima SOD se utilizó el sistema 

xantina/xantina oxidasa como generador constante del radical superóxido (O2
•–). El 

nitroazul de tetrazolio (NBT) reduce al O2
•– y forma un producto llamado formazán, 

cuyo cambio es detectado a 560 nm cuando la SOD inhibe la reducción del NTB 

(Suzuki, 2000). En una celda de plástico se mezcla la solución de trabajo (solución 

amortiguadora sodio-carbonato 50 mM, xantina 0.1 mM, NBT 0.025 mM, EDTA 0.1 

mM), solución de xantina oxidasa (XO) (1 U en 1 mL de sulfato de amonio 2 M) y 

25 µL de solución para homogenizar, utilizando los valores obtenidos como 

blanco. Las muestras se procesan con la mezcla anteriormente descrita, omitiendo 

la solución para homogenizar y sustituyendo por 25 µL de homogenizado de la 

muestra. El cambio de absorbancia se registra cada 30 seg durante 5 min en un 

espectrofotómetro a 560 nm. Los resultados se expresan en U de SOD por mg–1 

proteína y cada unidad de actividad de SOD se define como la cantidad de enzima 

necesaria para inhibir el 50% de la reacción del O2
•– con el NBT. La determinación 

de cada extracto se realizó por triplicado. 

6.3.6.3. Glutatión peroxidasa (GPx)  

La actividad de GPx se calculó mediante el método propuesto por Flohé y 

Günzler (1984). Esta enzima cataliza la reacción de H2H2 con glutatión reducido 

(GSH), a partir del decremento continuo en la concentración de nicotinamina y 

adenina fosforilado en su forma reducida (NADPH) al mantener constantes los 

niveles de GSH. En una celda de cuarzo se mezcló la solución amortiguadora de 

fosfatos (500 mM, pH 7.2), EDTA (50 mM), solución ácida de sodio (20 mM), 

glutatión reductasa (GR) (15 U mL-1), NADPH (1.5 mM), agua desionizada a 

temperatura ambiente, GSH (250 mM) y H2O2 (10 mM) para obtener la lectura 

blanco. Las muestras se procesaron con la mezcla anteriormente descrita 

agregando 50 µL de homogenizado de la muestra y finalmente se agregó el H2O2 

(10 mM). La absorbancia se registró por triplicado cada 3 seg durante 40 seg en 
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un espectrofotómetro a 340 nm. Los resultados se expresaron en U por mg–1 de 

proteína. Una unidad de GPx se define como la cantidad de enzima necesaria 

para oxidar 1 µmol de NADPH por min. 

6.3.6.4. Análisis de TBARS 

Se realizó la cuantificación de sustancias reactivas al ácido tiobarbiturico 

(TBA), como indicador de la peroxidación lipidica (Okhawa, 1979; Persky et al., 

2000). El principio del método se basa en la peroxidación de lípidos, la cual da 

como resultado la formación de hidroperóxidos y aldehídos lipídicos, que a su vez 

reaccionan con el TBA para formar malondialdehido, un pigmento rosa cristalino 

con absorción máxima a 532–535 nm. El homogenizado de las muestras se 

realizó como se describe en la sección 6.3.6, preparando una curva estandar de 

seis puntos con 1,1,3,3- tetraetoxipropano. Se tomaron 250 µL del homogenizado 

de las muestras y se incubaron en agua a 37°C durante 15 min y una vez 

transcurrido este tiempo se colocaron en hielo durante 15 min. Para detener la 

reacción se adicionó la mezcla de ácido tricloroacético al 20 % y ácido clorhídrico 

1.0 mol mL-1. Posteriormente se adicionó TBA al 1% con agitación continua. Las 

muestras se colocaron en baño maría a 90°C con agitación continua durante 10 

min, se colocaron nuevamente en hielo y se centrifugaron a 2124 xg durante 10 

min a 4°C. El sobrenadante se transfirió a celdas plásticas para realizar la lectura 

en un espectofotometro calibrado a 560 nm. La concentración de TBARS se 

calculó por triplicado y se expresó en nmoles de TBARS mg–1 proteina. 

6.4. Análisis estadístico 

Para inferir la normalidad de los datos (altura y longitud, así como el peso 

húmedo total de la concha de los organismos), se realizó una prueba de 

Kolmogorov-Smirnov y de homogeneidad de varianzas de Levene. Debido a que 

el número de muestra que se manejó en los dos bioensayos fue pequeño (4 y 10 

individuos por muestreo, respectivamente), se utilizó una prueba no paramétrica 



40 

 

de Kruskal-Wallis (Sokal y Rohlf, 1981) para detectar diferencias significativas en 

los parámetros medidos (índice glucídico, índice de mucopolisacáridos ácidos, 

actividad enzimática, peroxidación de lípidos e índice de lipofuscinas) en función 

de los diferentes tratamientos de relajación (con nueve niveles) e injerto de manto 

(cuatro niveles). Esto se hizo para cada uno de los tejidos muestreados 

(branquias, manto, músculo, glándula digestiva, gónada) y de manera 

independiente para cada uno de los tiempos (30 min, 60 min, 120 min y 65 h para 

el bioensayo de relajación y 3 h, 6 h, 9 h, 12 h y 24 h para el bioensayo de injerto). 

Se realizó un análisis de T de Student para la determinación de las diferencias 

entre las medias muestrales en el indicador de índice de condición 

correspondiente a las muestras de transporte y aclimatación. Según fue necesario, 

se aplicaron pruebas de comparación múltiple de medias de rangos para 

jerarquizar las diferencias detectadas. Los datos fueron analizados con el 

programa STATISTICA (versión 7.0, StatSoft Inc., E.U.A.). En todos los casos el 

nivel de significancia se fijó a P ≤ 0.05. 
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7. RESULTADOS 

7.1. Recolecta, transporte y aclimatación de organismos (Bionsayo 1) 

7.1.1. Análisis inicial de tallas de los organismos 
 

Todos los organismos de las etapas de recolecta en campo (T0), 

transportación (T1) y aclimatación en laboratorio (T2), así como también los 

sometidos a relajación presentaron una distribución normal de tallas (altura y 

longitud de la concha) y peso húmedo total (Tabla II). 

Tabla II. Análisis de distribución normal por promedio de tallas (altura y longitud de 
la concha) y peso de los organismos de P. sterna al inicio de la etapa de 
experimentación durante los muestreos de recolecta de campo, transportación, 
aclimatación en laboratorio, así como los organismos utilizados durante el 
experimento de relajación. 

Variable Media  D.E.  K-S Levene 

Altura (mm) 106.9 4.6 P > 0.20 P > 0.20 

Longitud (mm) 101.1 8.4 P > 0.20 P > 0.20 

Peso húmedo sin concha (g) 74.3 6.2 P > 0.20 P > 0.20 
DE: Desviación estándar, K-S: Kolmogorov-Smirnov 

7.1.2. Supervivencia 

La supervivencia fue del 100% en todos los organismos posterior a su 

recolecta en el campo (T0), transporte (T1) y período de aclimatación (T2) en 

laboratorio. 
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7.1.3. Determinación de la condición general de los organismos 

Posterior a la recolecta, las variaciones del índice de condición (IC) no 

fueron significativas (P˃0.05) entre los organismos durante el transporte (T1) y los 

organismos que se mantuvieron en aclimatación durante siete días (T2). Los 

valores promedio fueron 40.1±0.5% para los organismos muestreados durante T1 

y 42.9 ± 3.9% para T2 (Fig. 5).  

 
Figura 5. Variaciones del índice de condición en adultos de P. sterna durante el 
transporte (T1) y aclimatación (T2). La letra a es igual al valor más bajo, b 
ejemplifica el valor más alto y la combinación de ab ejemplifican grupos 
homogéneos. Se muestran las medias ± desviación estándar. 
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7.1.4. Índice glucídico (IG) 

Los valores del índice glucídico en las muestras de campo, transporte y 

aclimatación (T0, T1 y T2, respectivamente) no variaron significativamente en la 

gónada (H=0.13, P˃0.05), glándula digestiva (H=1.70, P˃0.05), tejido conjuntivo 

(H=2.26, P˃0.05), branquias (H=2.67, P˃0.05) y manto (H=2.07, P˃0.05XX) (Tabla 

III). El único tejido que presentó variaciones significativas (H=6.13, P˂0.05) en el 

IG fue el músculo, con valor más altos en el muestreo de campo, en contraste los 

resultados más bajos en las muestras correspondientes al periodo de transporte. 

Tabla III. Variaciones del índice glucídico en adultos de P. sterna durante la 
recolecta en campo (T0), transporte (T1) y aclimatación (T2).  

  
IG % 

  Gónada G. Dig. T. Conj. Branquias Manto Músculo 

Recolecta (T0) 11.0±4.6 15.9±4.3 7.8±5.1 13.9±2.0 24.6±9.4 48.4±20.4b 

Transporte(T1) 10.1±4.3 16.3±4.1 8.7±1.7 15.7±4.5 20.7±5.9 28.0±12.8a 

Aclimatación (T2) 11.2±5.8 17.0±4.9 7.3±3.3 16.7±3.8 19.3±4.9 40.5±12.6ab 
G. Dig = Glándula digestiva; T. Conj = Tejido conjuntivo. Se muestran las medias ± desviación estándar. 

 

7.1.5. Índice de mucopolisacáridos ácido (IMA) 

Las variaciones en los valores del IMA tanto en branquias como en manto 

no fueron significativas entre las etapas T0, T1 y T2 (H=4.33, P˃0.05, H=0.73, 

P˃0.05, respectivamente) (Fig. 6). 
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Figura 6. Variaciones del índice de mucopolisacáridos ácidos en branquia y manto 
de P. sterna durante la recolecta en campo (T0), transporte (T1) y aclimatación 
(T2). Se muestran las medias ± desviación estándar. 
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7.2. Bioensayo 1: Efecto de la relajación 

7.2.2. Supervivencia 

La supervivencia de los organismos fue del 100% hasta el periodo de 

exposición máximo de 120 min a los relajantes. Este indicador también fue del 

100% durante el periodo de recuperación (65 h posteriores a la exposición a los 

relajantes). 

7.2.3. Relajación grupal 

La figura 7 muestra los valores acumulados de relajación por grupo de 

adultos sometidos a los diferentes relajantes experimentales. La relajación grupal 

de los organismos a los 15 min de exposición a la benzocaína (0.15 g L–1) fue de 

un 65.6%, en comparación con la de los tratamientos con cloruro de magnesio a 

15 g L–1 (31.2%) y 30 g L–1 (0%). A los 90 min de exposición, los tratamientos con 

benzocaína (0.25 g L–1) y fenoxipropanol (2.5 mL L–1) promovieron el mismo valor 

grupal de relajación (93.75%), en tanto que a los 120 min la relajación con 

benzocaína a 0.25 g L–1 y fenoxipropanol a 1.5 mL L–1 y 2.5 mL L–1 promovió el 

100% de relajación grupal.  
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Figura 7 Variaciones del porcentaje de relajación grupal de adultos de P. sterna 
en función a los relajantes utilizados. Tratamientos: BZA: Benzocaína 0.15 g L–1; 
BZB: Benzocaína 0.25 g L–1; CMA: Cloruro de magnesio 15 g L–1; CMB: Cloruro de 
magnesio 30 g L–1; FPA: Fenoxipropanol 1.5 mL L–1; FPB: Fenoxipropanol 2.5 mL 
L–1; EUA: Eugenol 0.25 mL L–1; EUB: Eugenol 0.50 mL L–1. 

 
7.2.4. Índice de desoves 

La figura 8 muestra los porcentajes de organismos que presentaron eventos 

de desove espontáneo como reacción a la exposición a los diferentes relajantes 

evaluados. El uso de fenoxipropanol (2.5 ml L–1) y benzocaína (0.25 g L–1) indujo 

un 62.5% y 56.3% de desoves, respectivamente, en tanto que el cloruro de 

magnesio presentó los porcentajes más bajos de desoves a las concentraciones 

de 30 g L–1 (0%) y 15 g L–1 (6.2%). 
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Figura 8. Variaciones del porcentaje de desoves espontáneos en adultos de P. 
sterna en función a los relajantes utilizados. Tratamientos: BZA: Benzocaína 0.15 
g L–1; BZB: Benzocaína 0.25 g L–1; CMA: Cloruro de magnesio 15 g L–1; CMB: 
Cloruro de magnesio 30 g L–1; FPA: Fenoxipropanol 1.5 mL L–1; FPB: 
Fenoxipropanol 2.5 mL L–1; EUA: Eugenol 0.25 mL L–1; EUB: Eugenol 0.50 mL L–1. 

La tabla IV muestra que el eugenol (0.5 mL L–1), fenoxipropanol (2.5 mL L–

1) y benzocaína (0.25 g L–1) promovieron desoves espontáneos en dos, dos y un 

organismo respectivamente por tratamiento a los 30 min de exposición, en tanto 

que el tratamiento con cloruro de magnesio (30 g L–1) no promovió ningún evento 

de desove. A los 60 min de exposición, los organismos presentaron un mayor 

número de desoves, destacando el tratamiento con benzocaína a 0.15 g L–1 

(cuatro organismos). Al finalizar el experimento (120 min), la benzocaína (0.25 g L–

1) y fenoxipropanol (1.5 mL L–1 y 2.5 mL L–1) promovieron el mayor número de 

eventos de desove (seis, seis y cinco organismos respectivamente), en tanto que 

eugenol (0.5 mL L–1) y cloruro de magnesio (30 g L–1) no provocaron desoves. 
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Tabla IV. Número de organismos de P. sterna que sufrieron eventos de desove 
espontaneo por tiempos de exposición a los diferentes relajantes. 

 
          Tiempo (min) 

Tratamiento 30 60 120 

Benzocaína (0.15 g L–1)   4 2 

Benzocaína(0.25 g L–1) 1 2 6 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

1 
 

Eugenol (0.5 mL L–1) 2 2 2 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

2 5 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 2 2 6 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

1 
 

C. Mag. (30 g L–1)       
G. dig.= glándula digestiva; F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio. 
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7.2.5. Índice glucídico (IG) 

En la gónada, el valor de IG fue significativamente mayor (H= 17.81, 

P˂0.05) en ostras expuestas a fenoxipropanol (1.5 mL L-1) y benzocaína (0.15 g  L-

1) a los 30 min, comparado con aquellas relajadas con eugenol (0.5 mL L-1) (Tabla 

V). También se observaron diferencias significativas (H= 14.75, P˂0.05) en el IG 

en ostras tratadas con eugenol (0.25 mL L-1), fenoxipropanol (2.5 mL L-1) y 

benzocaína (0.25 g  L-1) a las 65 h (Tabla V). 

En la glándula digestiva, se observaron diferencias significativas (H= 15.2, 

P˂0.05) en los valores de IG a los 30 min de exposición al cloruro de magnesio a 

30 g L–1 y eugenol a 0.5 mL L–1. A los 60 min, las variaciones fueron 

significativamente diferentes (H= 15.1, P˂0.05) en organismos expuestos a 

benzocaína a 0.15 g L–1 y eugenol a 0.5 mL L–1 (Tabla V). Igualmente, las 

diferencias fueron significativas (H= 15.8, P˂0.05) en el IG a los 120 min en ostras 

relajadas con benzocaína a 0.15 g L–1 y eugenol a 0.25 mL L–1 y 0.5 mL L–1. 

Durante el periodo de recuperación se observaron diferencias significativas (H= 

13.8, P˂0.05) en los valores del IG en ostras relajadas con cloruro de magnesio a 

15 g L–1 (25.6 ± 4.1%) y benzocaína 0.15 g L–1 (24.3 ± 2.9%), en comparación con 

aquellas tratadas con eugenol a 0.5 mL L–1 (15.4 ± 5.5%) y fenoxipropanol a 2.5 

mL L–1 (15.3 ± 2.1%). 

En el músculo aductor no se observaron diferencias significativas en los 

valores del IG entre tratamientos en ninguno de los tiempos de exposición: 30 min 

(H=5.8, P˃0.05), 60 min (H=10.5, P˃0.05), 120 min (H=12.6, P˃0.05) y 65 h 

(H=6.8, P˃0.05) (Tabla V).  

En el manto, el IG presentó variaciones significativas (H= 15.2, P˂0.05) a 

los 60 min de exposición en los organismos relajados con cloruro de magnesio a 

15 g L–1 con respecto al grupo control y los tratamientos donde se aplicó 

benzocaína a 0.15 g L–1 y fenoxipropanol a 2.5 mL L–1 (Tabla VI). 
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Las variaciones en el IG en branquias no fueron significativamente 

diferentes entre tratamientos a los 30 min (H=4.0, P˃0.05), 60 min (H=9.5, 

P˃0.05), 120 min (H=4.3, P˃0.05) y 65 h (H=6.9, P˃0.05) (Tabla VI). 

Los valores del IG en tejido conjuntivo variaron significativamente (H= 

14.2, P˂0.05) a los 60 min en ostras expuestas a benzocaína a 0.15 g L–1, eugenol 

a 0.5 mL L–1 y fenoxipropanol a 2.5 mL L–1. A los 120 min, se observaron 

diferencias significativas en el valor del IG (H= 15.8, P˂0.05) en ostras tratadas 

con cloruro de magnesio (15 g L–1)  y eugenol (0.5 mL L–1), así como a las 65 h 

entre benzocaína a 0.15 g L–1, fenoxipropanol 2.5 mL L–1 y benzcaina 0.25 g L–1 

(H= 14.2, P˂0.05) (Tabla VI). 
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Tabla V. Variaciones del índice glucídico (%) en gónada, glándula digestiva y 
músculo de adultos de P. sterna expuestas a diferentes relajantes. Se muestran 
las medias ± DE. a= valor significativamente más bajo; b= valor significativamente 
más alto; ab= grupos homogéneos a P=0.05. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

G. dig.= glándula digestiva; F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio. 
  

 
               IG (%) 

Tratamientos Tiempo Gónada G. dig Músculo 

Control  30 min 10.2±5.9ab 16.5±5.3ab 41.0±10.1 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

16.8±10.2b 20.5±4.1ab 22.9±12.1 

Benzocaína(0.25 g L–1) 
 

8.0±5.9ab 18.4±3.2ab 22.4±5.5 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

9.8±2.2ab 19.9±4.7ab 28.5±11.8 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

4.7±1.6a 11.8±5.2a 22.1±2.2 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

17.2±5.2b 16.4±2.1ab 23.4±3.7 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

5.7±2.2ab 13.9±1.4ab 17.5±6.5 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

13.6±6ab 16.8±7.4ab 21.6±0.9 

C. Mag. (30 g L–1) 
 

15.7±8.0ab 26.0±11.8b 19.4±4.3 

Control  60 min 10.7±6.0  15.8±4.1ab 40.3±9.2  

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

12.9±3.6  25.8±2.8b 19.5±4.4  

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 

8.9±4.1  15.4±2.1a 17.1±3.8  

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

10.8±2.5  17.2±5.6ab 23.1±7.6  

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

6.9±1.1  13.6±1.9a 21.3±2.2  

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

7.7±3.8  18.6±3.2ab 22.9±3.6  

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 

7.6±1.6  18.4±1.1ab 18.5±0.8  

C. Mag. (15 g L–1) 

 

9.4±3.8  20.4±7.4ab 25.2±5.3  

C. Mag. (30 g L–1) 

 

14.8±5.7  23.6±6.8ab 15.0±2.6  

Control  120 min 9.8±5.6   17.5±3.8ab 42.5±11.4  

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

11.4±4.1  28.4±4.2b 22.2±8.2  

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 

5.2±2.6  20.8±3ab 16.7±4.7  

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

11.1±5.2  12.7±6.6a 27.3±8.4  

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

5.2±2.6  11.9±2.5a 25.6±2.8  

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

10.1±3.2  18.8±3.5ab 24.0±6.2  

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 

7.9±4.9  12.3±4.4ª 17.9±0.2  

C. Mag. (15 g L–1) 

 

11.3±5.0  22.6±11.9ab 18.0±1.1  

C. Mag. (30 g L–1) 

 

14.3±6.9  23.4±5.5ab 19.1±5.1  

Control  65 h 11.1±6.2ab 16.9±5.0ab 42.7±12.0  

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

12.6±6.4ab 24.3±2.9b 16.6±7.5  

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 

4.4±0.6a 19.6±4.5ab 20.4±5.3  

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

17.1±5.8b 21.9±4.7ab 24.8±2.3  

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

9.3±1.3ab 15.4±5.5a 24.1±6.7  

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

8.3±4.9ab 19.7±3.1ab 21.2±6.8  

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

6.2±2.4a 15.3±2.1ª 20.1±5.2  

C. Mag. (15 g L–1) 

 

16.2±3.1ab 25.6±4.1ab 27.6±7.4  

C. Mag. (30 g L–1) 

 

11.4±6.2ab 22.6±6.5ab 19.3±6.6  



52 

 

Tabla VI. Variaciones del índice glucídico (%) en manto, branquias y tejido 
conjuntivo de adultos de P. sterna expuestas a diferentes relajantes. Se muestran 
las medias ± DE. a= valor significativamente más bajo; b= valor significativamente 
más alto; ab= grupos homogéneos a P=0.05. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

T. conj. = Tejido conjuntivo; F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio.

 
             IG (%) 

Tratamientos Tiempo Manto Branquias T. conj. 

Control  30 min 19.5±4.8  15.7±3.6  7.0±3.0  

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

12.2±2.3  7.6±1.4  10.6±7.6  

Benzocaína(0.25 g L–1) 
 

14.6±1.1  9.3±4.5  9.9±3.3  

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

12.7±3.9  9.5±5.8  8.6±2.1  

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

10.8±3.1  5.3±2.2  8.3±6.5  

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

12.3±7.8  6.2±2.2  5.4±0.9  

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

16.4±8.8  8.1±2.0  6.0±3.8  

C. Mag. (15 g L–1) 
 

11.5±7.0  13.8±7.3 12.0±6.9  

C. Mag. (30 g L–1) 
 

13.3±2.5  6.9±3.9  16.8±10.1  

Control  60 min 18.3±5.1b 15.9±3.2  7.7±2.9ab 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

8.7±3.8a 6.8±4.6  20.2±8.1b 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 

19.8±9.4ab 7.2±3.2  10.7±8.2ab 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

10.6±3.4ab 8.7±2.6  10.0±2.8ab 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

10.3±0.6ab 11.4±1.1  6.3±4.4a 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

17.4±3.4b 6.0±2.7  6.0±1.3a 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 

9.4±2.6a 6.4±3.1  6.2±0.6ª 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

18.5±2.3b 11.5±0.1  12.0±2.0ab 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

15.1±2.6ab 8.7±1.3  14.8±5.9ab 

Control  120 min 18.5±4.5  15.5±4.0  6.9±3.6ab 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

12.4±4.0  7.0±1.8  15.2±7.4ab 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 

11.4±4.6  7.6±3.8  7.9±0.8ab 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

13.9±8.0  11.8±4.5  6.1±4.9ab 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

13.7±3.11  8.4±4.6  5.4±2.7a 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

14.5±8.8  6.9±1.1  10.3±5.4ab 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 

11.6±0.6  9.4±3.7  6.1±2.6ab 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

12.0±4.2  6.6±2.9  16.8±9.4b 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

10.8±3.9  7.9±3.9  15.8±6.2ab 

Control  65 h 19.1±3.9  16.8±3.9  7.5±3.0ab 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

13.9±6.8  7.9±3.6  18.0±8.0b 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 

12.9±7.0  11.2±8.1  4.8±2.0a 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

19.5±7.8  12.1±4.8  10.8±4.3ab 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

16.6±4.0  10.3±2.6  9.4±5.8ab 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

19.0±11.6  14.0±1.4  11.3±6.9ab 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

13.0±5.9  9.0±5.0  7.6±2.1a 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

11.6±4.9  9.1±4.4  9.9±1.4ab 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

11.2±4.7  12.5±1.3  10.2±6.3ab 
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7.2.6. Índice mucopolisacáridos ácidos (IMA) 

En el manto, los valores de IMA no variaron significativamente entre 

tratamientos en ninguno de los tiempos: 30 min (H=12.89, P˃0.05), 60 min 

(H=11.80, P˃0.05), 120 min (H=7.26, P˃0.05) y 65 h(H=9.59, P˃0.05) (Tabla VII). 

La tabla VI presenta las variaciones del IMA en branquias, donde se 

puede observar que el uso de la benzocaína (0.15 g L–1) promovió a los 60 min un 

aumento significativo (H=11.11, P˂0.05) en la producción de moco, comparado 

con los otros tratamientos y tiempos de exposición. 
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Tabla VII. Variaciones del índice mucopolisacáridos ácidos (%) en manto y 
branquias de adultos de P. sterna expuestas a diferentes relajantes. Se muestran 
las medias ± desviación estándar.  a= valor significativamente más bajo; b= valor 
significativamente más alto; ab= grupos homogéneos a P=0.05. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio.  

 
  

IMA (%) 
 

Tratamiento Tiempo 
 

Manto Branquias 
 

Control  30 min 
 

6.3±1.1 3.4±0.8 
 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

 
5.1±1.4 3.2±2.0 

 
Benzocaína (0.25 g L–1) 

 
 

6.7±2.3 1.5±0.8 
 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

 
5.7±0.3 2.7±1.4 

 
Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
 

4.5±2.4 1.8±1.7 
 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

 
4.7±1.0 1.4±0.5 

 
F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
 

3.8±1.8 1.5±1.2 
 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

 
5.1±0.8 3.7±0.7 

 
C. Mag. (30 g L–1) 

 
 

5.4±2.6 2.2±1.0 
 

Control  60 min 
 

5.9±2.0 2.2±1.8a 
 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
  

5.7±2.7 5.3±3.0b 
 

Benzocaína (0.25 g L–1) 
  

8.2±3.5 2.6±1.7a 
 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
  

4.9±2.1 2.3±0.9a 
 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
  

2.8±1.5 4.5±2.4a 
 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
  

3.7±1.1 1.7±1.1a 
 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
  

6.2±1.6 3.7±2.0a 
 

C. Mag. (15 g L–1) 
  

5.1±0.7 3.5±0.8a 
 

C. Mag. (30 g L–1) 
  

5.7±1.7 2.1±0.4a 
 

Control  120 min 
 

6.5±1.8 3.0±1.5 
 Benzocaína (0.15 g L–1) 

  
6.6±2.7 2.3±0.6 

 Benzocaína (0.25 g L–1) 
  

4.3±0.9 2.8±1.7 
 Eugenol (0.25 mL L–1) 

  
4.0±1.7 2.8±1.4 

 Eugenol (0.5 mL L–1) 
  

3.3±1.8 1.8±0.9 
 F. Pro. (1.5 mL L–1) 

  
4.3±2.6 2.0±1.3 

 F. Pro. (2.5 mL L–1) 
  

3.6±1.7 2.5±1.1 
 C. Mag. (15 g L–1) 

  
4.8±1.9 3.7±1.3 

 C. Mag. (30 g L–1) 
  

5.2±1.4 3.3±1.4 
 Control  65 h 

 
5.8±2.1 2.9±0.9 

 Benzocaína (0.15 g L–1) 
  

6.1±2.2 1.9±0.5 
 Benzocaína (0.25 g L–1) 

  
6.0±2.6 2.4±1.2 

 Eugenol (0.25 mL L–1) 
  

3.7±1.7 2.6±0.6 
 Eugenol (0.5 mL L–1) 

  
4.4±1.9 2.7±0.7 

 F. Pro. (1.5 mL L–1) 
  

8.7±1.8 3.1±0.3 
 F. Pro. (2.5 mL L–1) 

  
5.5±2.5 2.7±1.0 

 C. Mag. (15 g L–1) 
  

4.5±1.6 2.1±1.3 
 C. Mag. (30 g L–1) 

  
5.9±0.9 4.5±1.7 
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7.2.7. Índice de lipofuscinas 

En el manto, los valores del ILF variaron significativamente (H=7.26, P˂0.05) 

a los 120 min en ostras relajadas con cloruro de magnesio a 30 g L-1, comparado 

con aquellas expuesta a cloruro de magnesio a 15 g L-1,  fenoxipropanol a 1.5 mL 

L-1 y eugenol 0.5 mL L-1 (Tabla VIII). 

Las variaciones del ILF en branquias fueron significativamente mayores 

(H=11.11, P˂0.05) entre tratamientos a los 120 min, particularmente en las ostras 

expuestas a benzocaína (0.15 g L–1 y 0.25 g L–1), comparado con los otros 

tratamientos y tiempos de exposición. 

Tabla VIII. Variaciones del índice lipofuscina (%) en manto y branquias de adultos 
de P. sterna expuestas a diferentes relajantes. Se muestran las medias ± 
desviación estándar.  a= valor significativamente más bajo; b= valor 
significativamente más alto; ab= grupos homogéneos a P=0.05. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio. 

 

 
  

ILF (%) 
 

Tratamiento Tiempo 
 

Manto Branquias 
 

Control  120 min 
 

0.42±0.28ab 0.45±0.36ab 
 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

  

0.75±0.36ab 0.82±0.33b 
 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

  

0.47±0.18ab 0.51±0.22b 
 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

  

0.74±0.32ab 0.18±0.09a 
 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

  

0.34±0.27a 0.15±0.05a 
 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

  

0.28±0.13a 0.25±0.09a 
 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

  

0.47±0.15ab 0.27±0.14a 
 

C. Mag. (15 g L–1) 

  

1.69±1.36b 0.26±0.16a 
 

C. Mag. (30 g L–1) 

  

0.2±0.04a 0.22±0.03a 
 

Control  65 h 
 

0.4±0.31 0.39±0.39 
 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

  
1.09±0.3 0.21±0.13 

 
Benzocaína (0.25 g L–1) 

  
1.82±0.69 0.33±0.22 

 
Eugenol (0.25 mL L–1) 

  
0.91±0.76 0.14±0.07 

 
Eugenol (0.5 mL L–1) 

  
1.01±0.47 0.15±0.06 

 
F. Pro. (1.5 mL L–1) 

  
0.59±0.12 0.32±0.01 

 
F. Pro. (2.5 mL L–1) 

  
0.73±0.43 0.48±0.3 

 
C. Mag. (15 g L–1) 

  
1.36±0.8 0.32±0.29 

 
C. Mag. (30 g L–1) 

  
1.17±0.3 0.23±0.11 
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7.2.8. Actividad de catalasa (CAT) 

En la gónada, ninguno de los relajantes utilizados promovió diferencias 

significativas en la actividad de la enzima CAT entre tratamientos en ninguno de 

los tiempos: 30 min (H=7.96, P˃0.05), 60 min (H=8.21, P˃0.05), 120 min (H=8.13, 

P˃0.05) y 65 h(H=7.53, P˃0.05) (Tabla IX). 

En la glándula digestiva, se observaron diferencias significativas en la 

actividad de la CAT a los 30 min (H=17.53, P˂0.05), 120 min (H=8.34, P˂0.05) y 

65 h (H=15.37, P˂0.05); particularmente, entre el grupo control y las ostras 

expuestas al cloruro de magnesio a 15 g L-1 y 30 g L–1 a los 30 min. A los 120 min, 

la actividad de CAT fue significativamente mayor (H=15.37; P˂0.05) en los 

organismos expuestos a eugenol a 0.5 mL L-1 y fenoxipropanol a 2.5 mL L-1, en 

comparación con aquellos tratados con cloruro de magnesio a 15 g L-1. Durante el 

periodo de recuperación (65 h), la actividad de la CAT fue significativamente 

mayor (H=14.68; P˂0.05) en el grupo control y menor en las ostras relajadas con 

fenoxipropanol a 2.5 mL L-1 (Tabla IX). 

En el músculo, la actividad de CAT fue significativamente mayor (H=15.71, 

P˂0.05) entre el grupo control y los organismos expuestos al cloruro de magnesio 

a 15 g L-1 y 30 g L–1 a los 30 min. A los 60 min, el cloruro de magnesio a 15 g L-1 

provocó un incremento significativamente mayor (H=16.24, P˂0.05) en la actividad 

de CAT y menor actividad en las ostras tratadas con eugenol (0.5 mL L-1) y el 

grupo control. Las diferencias también fueron significativas a los 120 min entre 

organismos relajados con cloruro de magnesio a 15 g L-1 con mayor actividad y 

aquellos relajados con cloruro de magnesio a 30 g L–1 que presentaron menor 

actividad de CAT (H=16.57, P˂0.05) (Tabla IX). 

La actividad de la CAT en el manto a los 30 min de exposición fue mayor en 

organismos  tratados con benzocaína a 0.15 g L-1 y  menor al utilizar cloruro de 

magnesio a 15 g L-1 (H=16.51, P˂0.05). También se observaron diferencias 

significativas en branquias (H=14.53, P˂0.05) a los 30 min de exposición, la mayor 
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actividad se observó en el grupo control y menor actividad al utilizar 

fenoxipropanol a 2.5 mL L-1. Finalmente, a las 65 h la actividad de CAT fue 

significativamente mayor (H=22.06, P˂0.05) en el grupo control, y el menor valor  

al utilizar eugenol a 0.5 mL L-1 y fenoxipropanol a 2.5 mL L-1 (Tabla X). 
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Tabla IX. Variaciones de la actividad de la catalasa en gónada, glándula digestiva 
y músculo de adultos de P. sterna expuestos a diferentes tratamientos relajantes. 
Se muestran las medias ± desviación estándar. a= valor más bajo; b= valor más 
alto; ab= grupos homogéneos a P=0.05. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
G. dig.= glándula digestiva; F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio; SD = Sin dato; *= valor 
de un solo organismo. 

                                                           CAT (U mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo Gónada G. dig Músculo 

Control  30 min 15.6±7.6 221.5±95.7b 38.3±21.3b 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

36.6±24.8 170.6±61.5ab 15.7±7.0ab 

Benzocaína (0.25 g L–1) 
 

10.4±9.4 118.4±38.9ab 26.2±13.3ab 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

12.313.9 184.0194.4ab 20.5±9.5ab 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

12.3±7.1 179.0±78.0ab 16.7±1.5ab 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

4.6±3.3 50.3±45.6a 18.6±3.5ab 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

24.2±21.5 45.4±13.9a 7.5±4.9ª 

C. Mag. (30 g L–1) 
 

12.7±17.2 45.5±41.4a 12.6±5.9ª 

Control  60 min 15.6±7.6 210.5±80.7 37.3±18.3b 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
41.0±42.4 132.8±47.1 32.7±15.7ab 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
SD SD SD 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
26.6±22.5 96.9±92.6 31.2±13.5ab 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
36.1±66.0 185.8±148.1 45.6±8.5b 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
12.8±11.7 79.5±22.5 17.5±1.7ab 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
4.3±3.8 56.8±60.4 8.6±5.2a 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
6.7±2.2 112.0±45.6 20.6±11.0ab 

Control  120 min 15.6±7.6 201.5±90.2b 35.0±20.1ab 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
16.9±10.8 77.2±51.0b 20.3±15.1ab 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
25.8±20.1 117.6±30.0b 32.0±9.0ab 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
11.5±9.0 102.0±64.9b 30.0±34.5ab 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
12.0±11.2 224.3±172.0c 13.9±10.9ab 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
16.4±15.6 216.7±175.8c 38.0±16.0ab 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
1.4±1.3 13.9±7.2a 2.7±2.7a 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
13.7±9.7 151.4±90.6b 71.7±49.4b 

Control  65 h 15.6±7.6 180.0±91.1b 32.3±17.5 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
9.1±2.8 96.8±10.9ab 12.0±2.1 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
51.6±42.7 138.3±55.2ab 20.0±10.7 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
SD SD SD 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
26.7±13.6 129.3±40.1ab 21.4±6.2 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
46.2±38.3 158.5±32.8ab 43.8±24.7 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

25.6±0.6 78.9±57.8a 21.8±9.3 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
64.3±58.8 58.8* 12.6±7.9 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
7.8±0.6 175.4±46.0ab 27.5±6.2 
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Tabla X. Variaciones de la actividad de la catalasa en manto y branquias de 
adultos de P. sterna expuestos a diferentes tratamientos relajantes. Se muestran 
las medias ± desviación estándar. a= valor más bajo; b= valor más alto; ab= 
grupos homogéneos a P=0.05. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio; SD = Sin dato. 

                                               CAT (U mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo Manto Branquias 

Control  30 min 13.3±8.1ab 80.6±50.2 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

17.1±12.2b 15.0±20.9 

Benzocaína (0.25 g L–1) 
 

4.4±3.6a 8.0±4.8 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

11.4±11.9ab 14.2±5.1 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

10.1±0.8ab 14.9±1.0 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

4.3±2.7a 7.0±5.1 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

2.6±0.9a 12.0±16.0 

C. Mag. (30 g L–1) 
 

4.2±3.6a 9.9±4.0 

Control  60 min 12.1±8.5 69.4±46.8 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
6.3±7.4 6.0±3.8 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
SD SD 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
6.8±6.9 15.2±4.6 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
5.3±5.3 10.0±8.6 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
2.2±1.3 3.0±0.9 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
1.1±0.8 19.1±9.6 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
3.5±1.9 3.2±0.2 

Control  120 min 13.0±7.9 72.6±60.2 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
3.3±1.6 6.2±5.7 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
17.2±13.7 22.1±28.8 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
4.1±2.3 9.3±10.8 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
4.8±2.6 10.6±8.3 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
17.0±13.5 52.2±71.7 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
7.4±3.4 2.6 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
8.2±10.7 12.7±3.8 

Control  65 h 12.3±7.8 85.1±59.3b 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
5.9±4.2 17.2±7.3ab 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
8.1±6.7 40.8±17.0ab 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
SD SD 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
3.5±1.6 5.1±2.8a 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
21.1±15.9 21.3±9.5ab 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

10.1±6.6 10.4±4.0a 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
12.0±3.6 19.4±15.5ab 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
15.3±11.9 33.0±13.3ab 
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7.2.9. Actividad de superóxido dismutasa (SOD) 

En la gónada, glándula digestiva, manto y branquias, no se observaron 

diferencias significativas en la actividad de SOD entre tratamientos a los 30 min 

(H=6.67, P˃0.05, H=5.65, P˃0.05, H=11.59, P˃0.05, H=8.08, P˃0.05), 60 min 

(H=4.88, P˃0.05, H=3.06, P˃0.05, H=5.72, P˃0.05, H=1.56, P˃0.05), y 120 min 

(H=7.09, P˃0.05, H=11.03, P˃0.05, H=7.78, P˃0.05, H=11.26, P˃0.05) de 

exposición a los relajantes. Sin embargo, a las 65 h, en el músculo fue 

significativamente mayor la actividad de SOD (H=16.9, P˂0.05) en organismos 

relajados con fenoxipropanol (1.5 mL L-1), cloruro de magnesio (15 g L-1 y 30 g L–

1), y el menor valor en el grupo control y eugenol (0.5 mL L-1) (Tabla XI). 
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Tabla XI. Variaciones de la actividad de superóxido dismutasa en gónada, 
glándula digestiva, músculo, manto y branquias adultos de P. sterna expuestos a 
diferentes tratamientos relajantes. Se muestran las medias ± desviación estándar. 
a= valor más bajo; b= valor más alto; ab= grupos homogéneos. 

G. dig.= glándula digestiva; F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio; SD = sin 
dato. 

                                                                            SOD ( U mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo Gónada G. dig Músculo Manto Branquias 

Control  30 min 4.0±2.8 3.9±1.3 1.7±1.0 2.7±2.0 9.0±6.3 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

5.7±6.3 5.3±5.0 3.1±1.2 8.1±6.3 9.4±3.7 

Benzocaína (0.25 g L–1) 
 

1.2±0.7 2.6±1.9 4.2±1.5 3.9±4.0 6.0±6.4 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

3.5±1.7 3.6±2.1 2.6±2.0 0.7±0.5 5.3±3.3 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

4.3±3.3 2.3±1.1 2.4±2.3 5.6±4.5 5.5±2.6 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

SD SD SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

2.8±1.3 3.1±0.8 3.4±1.4 3.3±2.8 4.7±2.0 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

2.8±1.8 1.9±1.8 3.3±2.9 7.8±4.9 11.6±12.5 

C. Mag. (30 g L–1) 
 

4.1±2.8 3.1±2.4 3.8±2.4 4.2±1.2 13.5±7.7 

Control  60 min 4.1±2.3 4.1±1.7 1.7±1.1 2.6±2.1 9.1±6.4 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
2.0±1.9 2.9±1.0 3.5±3.4 1.6±2.7 7.0±3.1 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 
SD SD SD SD SD 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
6.4±3.9 4.1±2.3 6.7±3.1 5.0±3.1 7.6±4.8 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
3.0±2.7 3.2±1.8 4.8±2.7 3.6±3.5 6.1±2.7 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
5.4±4.6 3.4±2.4 4.6±4.0 4.2±1.5 8.6±5.9 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
3.6±3.3 4.1±1.4 3.3±1.1 2.0±1.5 4.5±1.8 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
3.4±1.3 2.7±1.5 3.7±2.9 6.2±4.4 6.8±5.5 

Control  120 min 3.9±2.9 4.0±1.3 1.8±1.4 2.7±1.9 9.2±6.2 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
2.7±2.8 1.9±1.5 6.1±5.4 3.4±2.3 6.5±5.7 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 
1.7±0.6 1.8±0.7 3.0±1.3 1.6±2.1 1.5±1.6 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
2.6±2.8 2.3±0.5 1.9±1.6 1.3±1.2 7.0±3.2 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
6.2±1.2 3.9±1.5 2.7±0.6 5.9±3.7 9.3±2.1 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
0.6 5.4±4.6 2.5±2.1 3.6±4.6 3.6±3.7 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
3.8±4.5 3.9±1.1 1.9±0.7 4.0±3.3 3.4±2.9 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
2.9±2.8 2.6±1.5 11.4±10.4 5.6±3.2 10.5±5.8 

Control  65 h 3.9±2.4 3.9±1.3 1.7±0.9a 2.7±2.2 8.9±6.0 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
1.8±1.3 5.7±3.4 4.5±1.9b 7.4±2.7 8.0±5.6 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 
7.3±6.4 4.3±1.7 4.8±3.4b 8.8±7.4 16.7±9.7 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
SD SD SD SD SD 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
2.7±1.5 1.4±1.1 2.4±1.4a 1.6±1.8 4.1±3.0 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
2.5±1.2 4.4±4.1 8.5±1.6b 8.8±7.4 10.5±9.4 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

4.5±3.5 2.4±1.2 4.7±3.0b 5.3±3.2 6.8±5.2 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
5.0±4.1 1.4±0.7 6.1±3.8b 3.6±1.3 1.3±1.1 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
0.7±0.6 2.6±2.4 7.1±1.6b 1.7±0.9 5.4±3.3 
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7.2.10. Actividad de glutatión peroxidasa (GPx) 

En la gónada, glándula digestiva, músculo y manto, ninguno de los 

relajantes promovió diferencias significativas entre tratamientos a los diferentes 

tiempos de exposición: 30 min (H=12.17, P˃0.05, H=2.43, P˃0.05, H=4.67, 

P˃0.05, H=12.17, P˃0.05), 60 min (H=2.08, P˃0.05, H=10.66, P˃0.05, H=7.97, 

P˃0.05, H=6.40, P˃0.05) y 120 min (H=10.20, P˃0.05, H=2.47, P˃0.05, H=6.88, 

P˃0.05, H=7.18, P˃0.05) (Tabla VII). En branquias, la actividad de GPx durante el 

periodo de recuperación (65 h) en los organismos tratados con fenoxipropanol a la 

concentración de 2.5 mL L–1 fue menor en comparación con los organismos del 

grupo control (H=16.6, P˂0.05) (Tablas XII y XIII).  
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Tabla XII. Variaciones de la actividad de glutatión peroxidasa en gónada, glándula 
y músculo de adultos de P. sterna expuestos a diferentes tratamientos relajantes. 
Se muestran las medias ± DE. a= valor más bajo; b= valor más alto; ab= grupos 
homogéneos. 

G. dig.= glándula digestiva; F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio; SD= sin dato; *= valor 
de un solo organismo. 

                                                             GPX ( U mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo Gónada G. dig Músculo 

Control  30 min 476.3±185.1 1059.5±1154.5 1180.8±910.2 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

404.5±283.1 3053.6±2037.0 8038.9±12638.9 

Benzocaína (0.25 g L–1) 
 

542.9±241.2 292.8±250.1 2259.3±1237.4 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

530.7±312.7 690.6±549.0 1310.2±811.1 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

445.2±162.6 1419.6±399.6 3637.6±3705.7 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

381.2±262.1 343.6±150.3 2042.2±1526.1 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

646.2±1036.8 24244.5±32449.5 1923.9±473.0 

C. Mag. (30 g L–1) 
 

490.2±332.8 844.1±920.0 1328.3±1283.3 

Control  60 min 476.3±185.1 1059.5±1154.5 1180.8±910.2 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

770.3±384.9 1134.2±1430.7 2361.9±2333.1 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 

SD SD SD 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

345.0* 1166.4* 7839.7* 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

610.0±130.7 917.0±501.1 4151.8±3478.2 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 

291.2±95.0 1227.0±1541.1 1990.0±1770.3 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

484.2±258.8 942.2±138.3 1057.0±717.2 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

96.3* 1461.0±1428.9 1786.9±961.3 

Control  120 min 476.3±185.1 1059.5±1154.5 1180.8±910.2 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

297.3±9226.8 182.6±38.1 2702.4±2817.0 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 

245.9±529.4 267.7±185.8 2687.6±1540.9 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

476.0±480.6 1055.1±968.2 1267.3±696.0 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

414.5±249.4 904.6±517.1 714.2±56.8 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 

425.9±268.0 1172.4±919.9 1177.2±654.4 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

558.8±404.5 2593.0±1647.1 2362.8±1224.3 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

280.0±96.8 128.6±153.4 1402.5±1007.60 

Control  65 h 476.3±185.1 1059.5±1154.5 1180.8±910.2 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

571.4±294.2 482.4±77.2 683.9±494.8 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 

710.0±68.1 1540.4±1804.6 513.2±2473.3 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

SD SD SD 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

509.2±249.12 247.7±158.0 1683.3±1928.8 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

640.9±461.6 445.6±209.0 2096.6±711.7 
F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
474.5±249.14 453.7±233.0 1612.7±1674.0 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

74.4* 1527.8±1440.9 2387.3±2653.3 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

400.0±34.2 349.9±206.0 6262.4±4407.3 
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Tabla XIII. Variaciones de la actividad de glutatión peroxidasa en manto y 
branquias de adultos de P. sterna expuestos a diferentes tratamientos relajantes. 
Se muestran las medias ± DE. a= valor más bajo; b= valor más alto; ab= grupos 
homogéneos. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio; SD= sin dato; *= valor de un solo organismo. 
 

                                                           GPX ( U mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo Manto Branquias 

Control  30 min 1999.5±1162.9 4636.8±2375.7 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

5891.6±6749.7 3506.4±3739.8 

Benzocaína (0.25 g L–1) 
 

672.6±640.8 459.7±519.3 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

2338.9±457.6 943.9±1114.4 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

3479.0±1046.0 2301.2±1805.9 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

670.7±544.2 1096.9±1480.1 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

2424.8±3315.8 7737.5±11993.0 

C. Mag. (30 g L–1) 
 

2287.2±1667.6 6680.8±9489.6 

Control  60 min 1999.5±1162.9 4636.8±2375.7 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

1813.3±1994.4 2909.8±3897.5 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 

SD SD 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

4077.6±3725.9 3425.1* 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

2559.1±2265.7 2798.8±3178.3 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 

1254.8±697.3 1686.3±1989.9 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

1005.9±676.2 1260.6±1030.7 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

1919.1±1215.6 1927.8±710.5 

Control  120 min 1999.5±1162.9 4636.8±2375.7 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

877.1±1054.4 753.6±716.9 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 

3927.4±3250.6 1183.4±1092.6 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

2361.8±1738.3 2762.2* 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

2249.9±1964.6 2735.4±2059.7 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 

1792.9±1362.5 1497.7±929.4 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

2054.7±1007.4 3250.4±2640.2 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

38301.2* 801.0* 

Control  65 h 1999.5±1162.9 4636.8±2375.7b 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 

SD SD 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 

2724.4±1215.1 2647.7±1957.4ab 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 

SD SD 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 

1393.0±95.0 2503.3±1400.9ab 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 

886.7±484.9 670.0±462.5ab 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

1246.0±715.5 250.9±166.8a 

C. Mag. (15 g L–1) 

 

926.1±983.3 572.3±584.5ab 

C. Mag. (30 g L–1) 

 

1858.5±986.6 1132.8±1400.3ab 
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7.2.11. Concentración de especies reactivas al ácido tiobarbitúrico (TBARS) 

La concentración de TBARS en la gónada fue significativamente mayor 

(H=14.24, P˂0.05) a los 30 min en organismos expuestos a cloruro de magnesio a 

15 g L–1, en comparación con aquellos expuestos a fenoxipropanol 2.5 mL L–1. 

En la glándula digestiva, los valores de TBARS fueron signficativamente 

mayor a los 30 min (H=17.44, P˂0.05) en ostras tratadas con benzocaína (0.15 g 

L-1), cloruro de magnesio (15 g L–1 y 30 g L–1) y menor concentración en los 

organismos tratados con benzocaína (0.25 g L-1). A los 60 min, los valores de 

TBARS fueron significativamente mayores (H=13.75, P˂0.05) en ostras expuestas 

a cloruro de magnesio (15 g L-1), en contraste con los tratamientos de 

fenoxipropanol (2.5 mL L-1) y eugenol (0.25 mL L-1 y 0.5 mL L-1). A los 120 min, los 

organismos expuestos a fenoxipropanol (2.5 mL L-1) presentaron una 

concentración significativamente mayor de TBARS (H=15.90, P˂0.05) que la de 

los organismos expuestos a benzocaína a 0.15 g L-1. Finalmente, en el periodo de 

recuperación (65 h) los valores de TBARS (H=14.08, P˂0.05) entre ostras tratadas 

con benzocaína fueron mayores (0.15 g L-1 y 0.25 g L-1), en comparación con los 

reportados para fenoxipropanol a 2.5 mL L-1 (Tabla XIV). 

Los valores de TBARS fueron significativamente mayores en el músculo 

(H=15.07, P˂0.05) en ostras relajadas con cloruro de magnesio a 30 g L–1, a 

comparación de aquellas expuestas a la benzocaína 0.25 g L-1 y fenoxipropanol 

2.5 mL L-1 a los 30 min. 

El manto presentó diferencias significativas (H=14.17, P˂0.05) en la 

concentración de TBARS a los 30 min de exposición a la benzocaína a 0.15 g L-1 y 

0.25 g L-1 y el fenoxipropanol a 2.5 mL L-1. A su vez, la exposición al cloruro de 

magnesio a 30 g L–1 promovió una concentración de TBARS significativamente 

mayor (H = 17.77; P˂0.05) que la producida con la benzocaína a 0.15 g L-1 a los 

120 min. En el periodo de recuperación (65 h), las diferencias en la concentración 

de TBARS fue significativamente mayor (H=14.32, P˂0.05) en ostras tratadas con 
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benzocaína a 0.15 g L-1, en comparación con los valores reportado para 

fenoxipropanol a 2.5 mL L-1 (Tabla XV). 

En branquias, la concentración de TBARS a los 30 min, fue 

significativamente mayor (H=18.16, P˂0.05) en el grupo control y la menor 

concentración se observó en las ostras expuestas a fenoxipropanol 2.5 mL L-1. A 

los 120 min, se encontró mayor concentración de TBARS en los organismos del 

tratamiento control que en de los organismos expuestos a benzocaína a 0.15 g L-1 

y cloruro de magnesio a 15 g L–1 (H=13.80, P˂0.05). A las 65 h, las diferencias 

significativas (H=20.26, P˂0.05) se observaron entre las concentraciones de 

TBARS reportadas para el grupo control las cuales fueron mayores que las 

observadas en el tratamiento de cloruro magnesio a 15 g L–1 (Tabla XV). 
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Tabla XIV. Variaciones en la concentración de especies reactivas al ácido 
tiobarbitúrico en gónada, glándula y músculo de adultos de P. sterna expuestos a 
diferentes tratamientos relajantes. Se muestran las medias ± desviación estándar. 
a= valor más bajo; b= valor más alto; ab= grupos homogéneos.   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
G. dig.= glándula digestiva; F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio; SD = sin dato; *= valor 
de un solo organismo. 

                                                       TBARS ( nmol mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo Gónada G. dig Músculo 

Control  30 min 0.5±0.40b 2.34±1.13b 0.21±0.1ab 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

0.91±1.09c 8.21±11.59b 0.07±0.04a 

Benzocaína (0.25 g L–1) 
 

0.05±0.07a 0.70±0.21a 0.11±0.08ab 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

0.40±0.43b 1.01±0.29a 0.15±0.05ab 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

0.65±0.65b 1.16±0.82a 0.07±0.05a 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

0.10±0.09a 2.16±1.11b 0.05±0.06a 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

1.49±2.50c 2.49±2.47b 0.15±0.17ab 

C. Mag. (30 g L–1) 
 

0.23±0.15ab 2.34±1.21b 0.44±0.67b 

Control  60 min 0.47±0.38 2.30±1.2b 0.19±0.13 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
0.34±0.24 2.46±1.55b 1.32±2.45 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
SD SD SD 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
0.23±0.10 0.69±0.51a 0.08±0.07 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
0.11±0.09 0.67±0.69a 0.18±0.16 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
0.50±0.53 2.71±1.23b 0.36±0.62 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
0.20±0.13 3.18±2.91b 0.15±0.11 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
1.42±2.51 1.62±1.41ab 0.09±0.05 

Control  120 min 0.48±0.41 2.30±1.14ab 0.21±0.13 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
0.10±0.13 0.48±0.41a 0.05±0.06 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
0.09±0.03 0.95±0.48ab 0.13±0.06 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
0.51±0.86 1.28±0.74ab 0.05±0.05 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
0.41±0.29 1.47±0.50ab 0.17±0.11 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
0.28±0.20 2.94±1.37b 0.16±0.14 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
0.26±0.09 2.56±0.56ab 0.10±0.06 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
0.36±0.39 2.05±0.95ab 0.76±1.12 

Control  65 h 0.46±0.39 2.32±1.11ab 0.18±0.09 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
0.47±0.51 3.37±1.56b 0.14±0.11 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 
0.89±1.16 3.91±1.89b 0.67±1.14 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
SD SD SD 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
0.25±0.17 3.57±3.53b 0.42±0.62 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
0.29±0.44 1.75±0.43ab 0.13±0.05 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

0.28±0.28 0.73±0.49a 0.13±0.20 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
0.29±0.36 0.15* 0.04±0.06 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
0.03±0.00 1.98±1.33ab 0.23±0.14 
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Tabla XV. Variaciones en la concentración de especies reactivas al ácido 
tiobarbitúrico en manto y branquias de adultos de P. sterna expuestos a diferentes 
tratamientos relajantes. Se muestran las medias ± desviación estándar. a= valor 
más bajo; b= valor más alto; ab= grupos homogéneos.   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
G. dig.= glándula digestiva; F. Pro. = Fenoxipropanol; C. Mag. = Cloruro de magnesio; SD = sin dato; *= valor 
de un solo organismo. 

                                                     TBARS ( nmol mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo Manto Branquias 

Control  30 min 0.43±0.18b 1.85±0.69c 

Benzocaína (0.15 g L–1) 
 

1.93±2.48b 1.32±0.53bc 

Benzocaína (0.25 g L–1) 
 

0.08±0.06a 0.31±0.17a 

Eugenol (0.25 mL L–1) 
 

0.68±0.66ab 0.80±0.58b 

Eugenol (0.5 mL L–1) 
 

0.24±0.19ab 0.52* 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 
 

SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

0.14±0.10a 0.27±0.16a 

C. Mag. (15 g L–1) 
 

0.30±0.18ab 1.51±2.12bc 

C. Mag. (30 g L–1) 
 

0.30±0.15ab 1.27±0.75bc 

Control  60 min 0.40±0.13 1.85±0.6 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
0.25±0.24 2.45±3.66 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
SD SD 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
0.19±0.10 0.62±0.33 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
1.87±1.70 0.47±0.37 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
0.12±0.13 1.23±0.80 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
0.21±0.11 1.17±0.78 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
0.39±0.54 0.96±1.12 

Control  120 min 0.42±0.16b 1.86±0.64b 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
0.03±0.01a 0.29±0.30a 

Benzocaína(0.25 g L–1) 

 
0.16±0.07ab 0.55* 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
0.12±0.11ab 0.95±0.80a 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
0.57±0.58b 0.78±0.19ab 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
SD SD 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 

 
0.49±0.27b 1.64±1.24ab 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
0.20±0.11ab 0.65±0.91a 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
0.8±0.05b 0.85±1.03ab 

Control  65 h 0.40±0.17ab 1.83±0.60b 

Benzocaína (0.15 g L–1) 

 
1.50±1.52b 0.87±0.60ab 

Benzocaína (0.25 g L–1) 

 
0.30±0.14ab 1.17±0.38ab 

Eugenol (0.25 mL L–1) 

 
SD SD 

Eugenol (0.5 mL L–1) 

 
0.21±0.32ab 0.63±0.34a 

F. Pro. (1.5 mL L–1) 

 
0.25±0.17ab 0.37±0.16a 

F. Pro. (2.5 mL L–1) 
 

0.09±0.07a 0.45±0.24a 

C. Mag. (15 g L–1) 

 
0.14±0.11ab 0.42±0.40a 

C. Mag. (30 g L–1) 

 
0.09±0.08ab 0.76±0.40ab 
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7.3. Bioensayo 2: Injerto de manto de diferente origen 

7.3.1 Análisis inicial de tallas de los organismos 

Se observó una distribución normal de tallas (altura y longitud de la concha), 

así como de peso húmedo total de los organismos sometidos a cirugía de injerto. 

Las muestras incluyen las etapas de recolecta en campo, transporte y periodo de 

aclimatación (T0, T1 y T2) (Tabla XVI). 

Tabla XVI. Promedio de tallas (altura y longitud de la concha) y peso de los 
organismos de P. sterna sometidos a injerto de manto de diferente origen, así 
como las muestras iniciales. 

Variable Media  D. E.  K-S Levene 

Altura (mm) 103.32 15.00 P > 0.20 P > 0.20 
Longitud (mm) 91.59 10.29 P > 0.20 P > 0.20 

Peso húmedo sin concha (g) 69.15 34.51 P > 0.20 P > 0.20 
Des. Est: Desviación estándar, K-S: Kolmogorov-Smirnov 
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7.3.2. Supervivencia 

En la figura 9 se puede observar que los organismos sometidos únicamente 

a relajación con fenoxipropanol a 2.5 mL L-1 tuvieron una supervivencia del 100% 

hasta finalizar la fase de observación (24 h). Por el contrario, el tratamiento que 

presentó la menor supervivencia al concluir el experimento fue el de los 

organismos injertados con manto donado (~93%). 

 

Figura 9. Supervivencia (%) de adultos de P. sterna sometidos a diferentes tratamientos 
experimentales de injerto de manto de diferente origen.  
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7.3.3. Porcentajes de aceptación y rechazo de injertos. 

En la figura 10 se puede observar que la mayor frecuencia de aceptación de 

injertos se presentó en los organismos que recibieron manto donado, tanto a las 3 

h (77.7 %), 6 (75 %), 12 h (71.4 %), así como hasta las 24 h (75 %). La única 

excepción se registró en el muestreo de 9 h, donde el tratamiento de injerto de 

manto propio generó la mayor frecuencia de aceptación (90 %), contrario al 

tratamiento de los organismos que recibieron manto donado, donde la frecuencia 

de aceptación fue del 55.5%. 

 

Figura 10. Variaciones de la frecuencia de aceptación de injertos en adultos de 
Pteria sterna en función al origen de manto (donado o propio). 
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7.3.4. Actividad de catalasa (CAT) 

En la glándula digestiva, la actividad de CAT fue significativamente mayor 

(H=18.05, P˂0.05) a las 9 h en los organismos del grupo control y aquellos 

injertados con manto propio y manto donado, en contraste con aquellos que 

únicamente fueron relajados y sometidos a incisión. A las 12 h, también se 

observó que la actividad de la CAT fue significativamente mayor (H=16.13, 

P˂0.05) en casi todos los tratamientos (organismos injertados con manto donado y 

manto donado, relajados y los que recibieron incisión). Finalmente, las ostras 

injertadas con manto propio presentaron un incremento significativo en la actividad 

de CAT (H=24.69, P˂0.05) a las 24 h, en contraste con aquellas a las que se les 

realizó incisión en la gónada únicamente (Tabla XVII).  

En la gónada, la actividad de CAT fue significativamente mayor (H=16.65, 

P˂0.05) a las 3 h en los organismos del grupo control; la menor actividad de CAT 

se observó aquellos que sólo fueron sometidos a relajación y a los que se les 

realizó incisión solamente. A las 6 h, se observó mayor actividad de CAT entre los 

organismos del grupo control con respecto al resto de tratamientos (H=14.23, 

P˂0.05). A las 9 h, en los organismos injertados con manto donado se observó 

mayor actividad de CAT que en el grupo de organismos injertados con manto 

propio (H=14.48, P˂0.05). A las 12 h los organismos que fueron injertados con 

manto donado y los que fueron unicamente relajados presentaron una actividad de 

CAT significativamente mayor (H=11.99, P˂0.05), en comparación con los que se 

injertaron con manto propio y los que sólo recibieron incisión en la gónada (Tabla 

XVII). 

En el manto, la actividad de CAT fue significativamente mayor (H=13.12, 

P˂0.05) a las 6 h en los organismos injertados con manto propio en comparación 

con el grupo control y aquellos que sólo recibieron incisión en la gónada (Tabla 

XVII). 
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Tabla XVII. Variaciones de la actividad de catalasa  en glándula digestiva, gónada 
y manto de adultos de P. sterna sometidas a injerto con manto de diferente origen. 
Se muestran las medias ± desviación estándar. a= valor más bajo; b= valor más 
alto; ab= grupos homogéneos.   

                                        CAT (U mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo G. dig. Gónada Manto 

Control 3 h 240.5±90.2 17.9±13.9b 3.4±1.1 

Relajados 
 

181.1±256.5 3.1±1.8a SD 

Incisión  
 

157.1±28.7 3.7±2.7a 81.0±121.1 

Donado  135.0±43.0 9.2±5.9ab 25.3±43.1 

Propio  105.9±46.6 7.3±6.4ab 7.7±4.8 

Control 6 h 239.1±80.6 18.6±11.9a 3.1±1.4a 

Relajados 

 

273.0±124.7 58.1±103.7b SD 

Incisión 

 

283.8±231.4 90.5±140.3b 3.6±2.3a 

Donado 

 

145.3±66.0 11.2±13.8a 13.5±8.8ab 

Propio 

 

203.2±43.7 26.7±35.1a 20.3±15.0b 

Control 9 h 247.5±103.6b 20.9±12.7ab 3.0±0.9 

Relajados 

 

96.9±72.0a 6.9±4.9ab SD 

Incisión 

 

76.2±17.9a 14.1±5.5ab 11.5±7.4 

Donado 

 

462.7±378.5b 59.7±70.2b 8.0±5.9 

Propio 

 

134.5±41.2b 4.5±1.8a 11.8±6.3 

Control 12 h 237.5±100.0b 16.8±11.6ab 3.6±1.3 

Relajados 

 

230.6±129.4b 20.2±12.4b SD 

Incisión 

 

249.7±407.2b 5.5±3.7a 7.6±5.0 

Donado 

 

252.8±89.6b 28.7±39.0b 11.8±6.3 

Propio 

 

73.3±48.5a 6.0±2.9a 15.7±18.1 

Control 24 h 242.5±75.3bc 16.5±10.8 3.7±0.8 

Relajados  224.1±36.2b 19.3±14.6 SD 

Incisión  102.2±51.4a 7.4±4.3 4.1±3.4 

Donado  232.2±40.5b 35.7±53.7 11.3±15.3 

Propio  361.2±96.8c 29.3±2.2 8.4±5.2 

G. dig.= glándula digestiva; SD = sin dato. 

  



74 

 

7.4.5. Actividad de superóxido dismutasa (SOD) 

En la glándula digestiva, la actividad de SOD fue significativamente mayor 

(H=23.84, P˂0.05) en los organismos del grupo control en contraste con el resto 

de los tratamientos de injerto a las 3 h. Se observó mayor actividad de SOD a las 

6 h en los organismos del grupo control que en aquellos injertados con manto 

donado y manto propio (H=15.27, P˂0.05). A las 9 h, en los organismos del grupo 

control y los injertados con manto donado y manto propio se observó mayor 

actividad de SOD que en los organismos que sólo fueron relajados y que 

recibieron unicamente incisión en la gónada (H=26.10, P˂0.05). Transcurridas 12 

h de la microcirugía, la actividad de la enzima fue significativamente mayor 

(H=18.65, P˂0.05) en los organismos del grupo control que en los injertados con 

manto propio y los grupos de relajación e incisión en la gónada. Al concluir el 

experimento (24 h), en los organismos del grupo control e injertados con manto 

propio se oabservó mayor actividad de SOD en contraste con los injertados con 

manto donado y los que fueron relajados y recibieron incisión (H=25.19, P˂0.05) 

(Tabla XVIII). 

En la gónada, la actividad de SOD fue significativamente mayor a las 3 h en 

los organismos del grupo control y el de incisión, en contraste con los de los 

grupos de relajación e injerto de manto donado (H=19.42, P˂0.05). A las 6 h, se 

observó mayor actividad de SOD en los organismos de los grupos de incisión, 

relajación y grupo control en comparación con los grupos que se injertaron con 

manto donado y manto propio (H=10.92, P˂0.05). A las 9 h, en los grupo de injerto 

con manto donado y control se observó una mayor actividad de SOD en contraste 

con los organismos de los grupos de incisión e injerto con manto propio (H=13.74, 

P˂0.05) (Tabla XVIII). 

En el manto, a las 3 h la actividad de SOD fue significativamente mayor en 

los organismos del grupo control que en los injertados con manto propio (H=10.03, 

P˂0.05). A las 12 h, los organismos del grupo control y los que recibieron 
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solamente la incisión presentaron mayoractividad de la enzima en comparación 

con el grupo de organismos injertados con manto propio (H=12.36, P˂0.05). A las 

24 h, los organismos injertados con manto donado y del grupo control presentaron 

una actividad de SOD significativamente mayor (H=15.08, P˂0.05) que la de los 

grupos de injerto con manto propio y de incisión (Tabla XVIII). 
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Tabla XVIII. Variaciones en la actividad de superóxido dismutasa en glándula 
digestiva, gónada y manto de adultos de P. sterna sometidas a injerto de manto de 
diferente origen. Se muestran las medias ± desviación estándar. a= valor más 
bajo; b= valor más alto; ab= grupos homogéneos.   

                                            SOD (U mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo G. dig. Gónada Manto 

Control 3 h 6.2±3.0b 4.2±1.9b 4.0±1.8b 

Relajados 
 

1.9±0.5a 1.7±0.9a SD 

Incisión  
 

3.7±0.4a 3.7±0.9b 2.9±0.6b 

Donado  1.5±0.6a 1.2±1.1a 3.5±3.6ab 

Propio  2.7±0.6a 1.9±0.4ab 1.2±0.5a 

Control 6 h 6.0±2.0b 3.9±1.6b 3.7±1.4 

Relajados 

 
4.4±1.8ab 4.5±2.3b SD 

Incisión 

 
3.5±1.4ab 11.9±19.5b 2.9±1.6 

Donado 

 
2.5±0.3a 1.8±0.4a 3.8±1.1 

Propio 

 
2.7±1.6a 1.0±0.6a 4.0±1.2 

Control 9 h 5.7±3.1b 4.0±1.5b 3.5±1.1 

Relajados 

 
2.1±0.6a 2.6±1.6ab SD 

Incisión 

 
1.3±0.4a 1.2±0.6a 2.9±0.5 

Donado 

 
6.2±4.8b 1.8±1.0a 3.2±1.8 

Propio 

 
2.5±0.5ab 1.3±1.0a 2.4±1.0 

Control 12 h 6.1±2.7b 3.8±1.2 4.1±1.4b 

Relajados 

 
3.0±1.1a 3.7±1.6 SD 

Incisión 

 
2.9±1.2a 2.6±1.2 4.3±1.5b 

Donado 

 
3.6±0.7ab 0.6±0.5 3.6±0.8b 

Propio 

 
1.5±0.7a 3.9±2.4 1.4±0.6a 

Control 24 h 5.5±2.8b 3.7±1.8 4.0±0.9b 

Relajados  3.4±0.9a 3.1±1.9 SD 

Incisión  2.3±0.2a 3.5±2.1 2.3±1.4a 

Donado  3.9±0.4a 4.3±2.5 6.9±1.6b 

Propio  5.0±0.9b 11.7±13.4 1.7±0.6a 
G. dig.= glándula digestiva; SD = sin dato. 
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7.4.6. Actividad de glutatión peroxidasa (GPx) 

A las 3 h posteriores a la cirugía de injerto, se observó que la actividad de 

GPx en la glándula digestiva fue significativamente mayor en los organismos del 

grupo control que en los organismos que fueron únicamente relajados (H=10.37, 

P˂0.05). A las 9 h se observó mayor actividad de GPx en los organismos del 

grupo control que en los injertados con manto propio (H=11.56, P˂0.05). A las 9 h 

de realizar el injerto, se observó diferencias mayor actividad de GPx en los 

organismos injertados con manto propio que aquellos del grupo control (H=19.65, 

P˂0.05) (Tabla XIX). 

En la gónada a las 3 h, la actividad de GPx fue significativamente mayor en 

los organismos de los grupos control y de incisión que en los de injerto con manto 

propio, manto donado y relajación (H=17.91, P˂0.05). A las 6 h, se observó mayor 

actividad de GPx en los organismos a los que sólo se les realizó una incisión en 

contraste con el tratamiento de injerto con manto donado (H=17.32, P˂0.05). A las 

9 h, la actividad de GPx se incrementó fue significativamente mayor en los 

organismos que fueron únicamente relajados en comparación con los organismos 

injertados con manto propio (H=15.33, P˂0.05). A las 12 h, la actividad de GPx en 

la gónada fue significativamente mayor en el grupo de organismos a los que se les 

hizo la incisión únicamente en contraste con los que fueron injertados con manto 

propio (H=15.07, P˂0.05). Al final (24 h), la actividad de GPx fue mayor en los 

organismos injertados con manto propio que en los grupos control, de incisión e 

injerto con manto donado (H=17.5, P˂0.05) (Tabla XIX). 

En el manto, la actividad de GPx a las 9 h fue significativamente mayor en 

los organismos a los que se les hizo incisión durante el proceso de cirugía, en 

contraste con los organismos injertados con manto propio (H=17.01, P˂0.05). A 

las 12 h la actividad de GPx fue mayoren el grupo de organismos de incisión que 

en el grupo control (H=8.41, P˂0.05). A las 24 h los organismos que fueron 
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injertados con manto propio presentaron mayor actividad de GPX que los grupos 

de incisión e injerto con manto donado (H=17.03, P˂0.05) (Tabla XIX). 
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Tabla XIX. Variaciones en la actividad de glutatión peroxidasa en glándula 
digestiva, gónada y manto de adultos de P. sterna sometidas a injerto con manto 
de diferente origen. Se muestran las medias ± desviación estándar. a= valor más 
bajo; b= valor más alto; ab= grupos homogéneos. 

                  
   

  GPX (U mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo G. dig. Gónada Manto 

Control 3 h 686.5±457.8a 1897.2±283.2b 1030.4±700.2 

Relajados 
 

131.4±115.5b 328.3±162.3a SD 

Incisión  
 

326.7±216.6ab 3481.2±2186.4a 3099.6±2644.0 

Donado  362.3±413.83ab 651.7±295.6b 3991.0±2798.9 

Propio  200.6±130.1ab 630.6±151.3a 1099.7±414.8 

Control 6 h 650.5±445.2 1781.1±250.3ab 1134.6±701.6 

Relajados 

 
434.9±459.9 1392.3±1978.2ab SD 

Incisión 

 
635.0±541.8 4011.0±3748.5b 3114.9±2104.2 

Donado 

 
256.3±175.4 410.3±515.8a 1150.7±q542.1 

Propio 

 
157.6±80.4 1897.1±607.9ab 1930.5±1038.5 

Control  9 h 585±395.1b 1891.2±305.8ab 1010.9±678.1ab 

Relajados 

 
333.2±140.2ab 3284.2±2363.8b SD 

Incisión 

 
191.0±76.9ab 1891.8±969.7ab 3475.9±2705.5ab 

Donado 

 
617.5±1168.9ab 1766.7±963.4ab 2432.4±1048.9b 

Propio 

 
198.4±119.9a 547.3±242.a 711.7±310.47ª 

Control 12 h 576.5±399.7 1910.2±313.2ab 1094.6±701.6ª 

Relajados 

 
233.5±149.0 230.0±133.1ab SD 

Incisión 

 
441.0±592.9 2294.6±3042.5b 3111.1±1585.3b 

Donado 

 
301.1±87.23 2124.2±2948.5ab 1342.3±869.8ab 

Propio 

 
438.7±306.0 666.2±805.9a 2268.7±1504.6ab 

Control 24 h 596.4±423.1ab 1699.9±283.2a 1142.8±698.6ab 

Relajados  699.4±355.5ab 3085.4±969.2ab SD 

Incisión  172.2±172.2a 727.4±1426.1a 814.3±1498.9ª 

Donado  188.7±106.6ab 957.7±1502.0a 117.1±26.3ª 

Propio  1085.2±286.5b 6857.8±5338.9b 2467.0±1222.8b 
G. dig.= glándula digestiva; SD = sin dato. 
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7.4.7. Concentración de especies reactivas al ácido tiobarbitúrico (TBARS) 

En la glándula digestiva, la concentración de TBARS fue significativamente 

mayor a las 3 h en los organismos a los que sólo se les hizo incisión en 

comparación con los grupos control y de injerto con manto propio (H=13.88, 

P˂0.05). A las 9 h, las ostras injertadas la concentración de TBARS fue mayoren 

el tratamiento con manto donado en comparación con aquellas injertadas con 

manto propio, incisión y relajación (H=13.71, P˂0.05). Al concluir el experiemento 

(24 h), la concentración de TBARS fue mayor en los organismos injertados con 

manto donado y manto propio que los grupos de incisión, relajación y control 

(H=14.79, P˂0.05) (Tabla XX). 

En la gónada, la concentración de TBARS fue significativamente mayor a 

las 3 h en organismos a los que se les realizó unicamente la incisión y los que se 

injertaron con manto donado, en comparación con aquellos injertados con manto 

propio, grupo control y de relajación (H=18.15, P˂0.05). A las 6 h las ostras 

relajadas y sometidas a incisión presentaron mayor concentración de TBARS que 

las del grupo control (H=13.32, P˂0.05). A las 24 h, la concentración de TBARS en 

el grupo de organismos injertados con manto donado fue mayor que en aquellos 

injertados con manto propio y del grupo control, relajación e incisión (H=17.13, 

P˂0.05) (Tabla XX). 

En el manto a las 3 h de realizado el injerto, la concentración de TBARS fue 

mayor en los organismos de los grupos control y de injerto con manto donado que 

en aquellos injertados con manto propio y de incisión (H=15.75, P˂0.05). A las 6 h, 

el grupo control presentó mayor concentración de TBARS en contraste con el 

grupo de incisión y de injerto con manto propio (H=9.67, P˂0.05). A las 9 h, los 

organismos del grupo control e injertados con manto propio presentaron la mayor 

concentración de TBARS en comparación con los injertados con manto donado y 

de incisión (H=13.17, P˂0.05). Tanto a las 12 h como a las 24 h se observó una 

mayor concentración de TBARS en los organismos de los grupos control y de 
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incisión en comparación con el resto de los tratamientos de injerto (H=19.13, 

P˂0.05; H=8.73, P˂0.05, respectivamente) (Tabla XX). 

Tabla XX. Concentración de especies reactivas al ácido tiobabitúrico en glándula 

digestiva, gónada y manto de adultos de P. sterna sometidas a injerto con manto 

de diferente origen. Se muestran las medias ± desviación estándar. a= valor más 

bajo; b= valor más alto; ab= grupos homogéneos.   

                                                TBARS (nmol mg-1 proteína) 

Tratamientos Tiempo G. dig. Gónada Manto 

Control 3 h 0.66±0.21b 0.19±0.06a 0.47±0.18b 

Relajados 
 

0.46±0.18ab 0.19±0.10a SD 

Incisión  
 

0.84±0.38b 0.42±0.10b 0.21±0.10a 

Donado  0.48±0.25ab 0.25±0.08b 0.36±0.11b 

Propio  0.32±0.07a 0.13±0.04a 0.21±0.03a 

Control 6 h 0.66±0.21 0.19±0.06a 0.47±0.18b 

Relajados 

 
0.87±0.38 0.40±0.17b SD 

Incisión 

 
0.58±0.16 0.51±0.27b 0.21±0.15a 

Donado 

 
0.50±0.24 0.20±0.06a 0.30±0.08ab 

Propio 

 
0.58±0.22 0.33±0.20ab 0.24±0.10a 

Control 9 h 0.66±0.21ab 0.19±0.06 0.47±0.18b 

Relajados 

 
0.53±0.18a 0.29±0.28 SD 

Incisión 

 
0.55±0.27a 0.21±0.06 0.22±0.16a 

Donado 

 
1.08±0.62b 0.36±0.16 0.21±0.09a 

Propio 

 
0.48±0.18a 0.31±0.20 0.31±0.10ab 

Control 12 h 0.66±0.21 0.19±0.06 0.47±0.18b 

Relajados 

 
0.62±0.28 0.32±0.24 SD 

Incisión 

 
0.81±0.44 0.52±0.32 0.37±0.18b 

Donado 

 
0.59±0.04 0.33±0.31 0.26±0.11a 

Propio 

 
0.41±0.24 0.14±0.05 0.11±0.08a 

Control 24 h 0.66±0.21a 0.19±0.06a 0.47±0.18b 

Relajados  0.64±0.24a 0.39±0.21ab SD 

Incisión  0.57±0.21a 0.19±0.11a 0.34±0.09b 

Donado  0.94±0.13b 0.99±0.25b 0.27±0.13a 

Propio  1.04±0.24b 0.46±0.27ab 0.35±0.14b 
G. dig.= glándula digestiva; SD = sin dato. 
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8. DISCUSIÓN 

La evidencia recopilada en el presente estudio demuestra que las etapas de 

relajación e injerto, a pesar de ser esenciales en el desarrollo de tecnología para la 

producción de perlas de cultivo en las ostras perleras, son estresantes en mayor o 

menor grado para los organismos y afectan diferentes aspectos de su respuesta 

fisiológica. Para el caso de la relajación, se evaluó únicamente el uso de 

sustancias comerciales que se han reportado como terapia efectiva para los 

organismos destinados al proceso de implantación de medios núcleos para la 

formación de medias perlas, así como el de injerto para la formación de perlas 

esféricas. Previo al análisis de los resultados del efecto de la relajación a nivel 

fisiológico, se realizó un estudio exploratorio de lo mismo durante las etapas 

previas de recolecta y transportación de organismos en campo hasta su llegada al 

laboratorio de CIBNOR para su aclimatación. Se observó una supervivencia del 

100% en los organismos de todos los tratamientos durante las tres etapas. Esto 

mismo ocurrió también durante el bioensayo de relajación, por lo que se asume 

que el grado de estrés para los organismos durante la etapa pre-operatoria es 

bajo. Sin embargo, durante el bioensayo de injerto se observó una disminución en 

los porcentajes de supervivencia de los organismos, particularmente en aquellos 

que fueron injertados con manto propio (94%) y manto proveniente de un donador 

de la misma especie (92%). Dado que la supervivencia de los organismos del 

grupo control (sólo relajados con fenoxipropanol) fue del 100%, parece que la 

cirugía de injerto es un proceso más estresante que la relajación. Estos resultados 

de supervivencia son superiores a los reportados históricamente en otros países 

para ostras perleras injertadas para fines de producción de perlas, los cuales 

oscilan entre el 50 y 70% (Southgate, 2008; Taylor y Strack, 2008). De hecho, en 

la ostra perlera P. fucata utilizada para producción de perlas Akoya, se ha 

reportado que una de las principales causas de mortalidad durante el proceso de 

injerto se debe al cuidado pre y post operatorio (Kripa et al., 2007). 
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En cuanto al desempeño de los relajantes, se observó que los organismos 

expuestos a la benzocaína (0.25 g L–1) y fenoxypropanol (2.5 mL L–1) promovieron 

un 85% de relajación dentro de los primeros 30 min, así como un 100% de 

relajación en un periodo máximo de 2 h. Consistentemente, otros autores 

reportaron un uso exitoso del fenoxipropanol para la relajación de las ostras 

perleras P. albina, P. margaritifera y P. maxima (Mamangkey et al. 2009; Norton et 

al., 1996) y P. sterna (Acosta-Salmón y Rangel-Dávalos, 1997), así como de la 

benzocaína para la relajación de la almeja mano de león N. subnodosus (Torres-

Martínez et al., 2012). Por el contrario, el tratamiento que presentó los valores más 

bajos de relajación (<50%) fue el cloruro de magnesio en sus dos concentraciones 

(15 g L–1 y 30 g L–1). A pesar de ello, otros autores hacen referencia a la 

efectividad de este relajante en otras especies de moluscos, como la almeja mano 

de león N. subnodos (Torres-Martínez et al., 2012), el caracol rosado del Caribe 

Strombus gigas (Acosta-Salmón y Davis, 2007) y la almeja pectínida Pecten 

fumatus (Heasman et al., 1995). Heasman et al. (1995) menciona que una fuerte 

relajación muscular por el uso del cloruro de magnesio es producto de un 

desplazamiento de calcio y una infusión de magnesio en los tejidos blandos, lo 

que parece manejarse de forma diferente por las diferentes especies de 

invertebrados marinos. Más aún, altas concentraciones o exposiciones 

prolongadas al cloruro de magnesio parecen afectar la transmisión post-sináptica 

de la membrana en el sistema nervioso, lo que puede provocar daño subsecuente 

o muerte de órganos vitales en los organismos (Messenger et al., 1985;). 

Un buen relajante se caracteriza por su rapidez y efectividad de acción, así 

como también por la pronta recuperación sin causar daños adversos a los 

organismos manipulados durante el proceso de formación de perlas (Acosta-

Salmon y Davis, 2007). A pesar de ello, existe evidencia contradictoria en cuanto a 

las ventajas y/o desventajas reales de muchas sustancias. Por ejemplo, la 

benzocaína se ha utilizado ampliamente como un relajante eficaz para muchos 

bivalvos y gasterópodos marinos, pero en algunos bivalvos como en la almeja 
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mano de león N. subnodosus ocasionó daño y colapso del manto (Torres-Martínez 

et al., 2012). El fenoxipropanol también resultó efectivo como relajante en el 

presente estudio, no obstante Norton et al. (2000) observaron que incrementó la 

tasa de moralidad de la ostra perlera P. margaritifera. El eugenol ocupó una 

posición intermedia en este estudio y no ocasionó daño tisular en N. subnodosus 

(Torres-Martínez et al., 2012), aunque su uso provocó altas mortalidades en la 

ostra perlera P. maxima (Mamangkey et al., 2009) y el abulón verde Haliotis discus 

hannai (Soza-Chinchilla, 2014). El cloruro de magnesio en ambas concentraciones 

tuvo un porcentaje menos del 32% (primer registro de esta situación en la 

literatura), pero fue efectivo como relajante en otras especies de bivalvos, como la 

almeja comercial P. fumatus (Heasman et al., 1995), el caracol rosa del Caribe S. 

gigas (Acosta-Salmón y Davis, 2007), la ostra de roca S. glomerata (Butt et al., 

2008), la ostra japonesa C. gigas (Suquet et al., 2009), la ostra europea O. edulis 

(Suquet et al., 2010 ), la almeja mano de león N. subnodosus (Torres-Martínez et 

al., 2012) y la almeja de agua dulce Psoronaias crocodilorum (Saucedo et al., 

2015). Un aspecto contrastante del cloruro de magnesio en su concentración más 

alta (la recomendada en numerosos artículos científicos: 30 g L-1) fue su dificultad 

para disolverse por completo en agua de mar, lo que ocasionó que una parte se 

precipitara en el fondo, probablemente por la saturación de sales. Debido a esto, 

la menor concentración de este relajante (15 g L-1) produjo resultados similares en 

algunos de los análisis realizados, por lo que ésta es la concentración que se 

recomienda para este relajante. 

 El uso de algunos relajantes provocó una serie de respuestas que variaron 

desde generales hasta específicas en los organismos. Una de las más evidentes 

fue la incidencia de eventos de desove espontáneo en aquellos organismos 

sometidos a relajación con eugenol a 0.5 mL L–1 (39%), benzocaína a 0.25 g L–1 

(58%) y particularmente con fenoxipropanol a 2.5 mL L–1, donde los porcentajes 

superaron el 60%. En todos los casos, los eventos de desove fueron confirmados 

histológicamente como desoves parciales (cuando los conductos de desove 



85 

 

estaban ligeramente distendidos y en el interior de los acinos se observaba un 

gran número de gametos residuales) y masivos (cuando los conductos de desove 

estaban completamente distendidos y los acinos se mantenían casi vacíos de 

gametos residuales). Es importante mencionar que, bajo condiciones naturales en 

Bahía de La Paz, P. sterna desova en invierno-primavera a temperaturas entre los 

21 y 24 °C (Cáceres-Puig et al., 2009; Saucedo y Monteforte 1997; Vite-García y 

Saucedo, 2008), las cuales son similares a las temperaturas que se manejaron en 

este estudio. Sin embargo, las ostras del grupo control y aquellas relajadas con 

cloruro de magnesio experimentaron eventos de desove en menos del 10% de los 

casos, o incluso no desovaron en lo absoluto. Esto refuerza la hipótesis de trabajo 

de este estudio referente a lo estresante que puede ser para los organismos la 

fase inicial de la relajación, antes de actuar a nivel celular. En P. sterna, Acosta-

Salmón y Rangel-Dávalos (1997) también reportaron eventos de desove 

espontáneos al utilizar la benzocaína como relajante. Hasta el momento no se ha 

realizado ningún análisis que corrobore el posible daño de los relajantes a los 

gametos expulsados, ni a los embriones y larvas que pudieran desarrollarse de 

éstos, donde resulta particularmente importante evaluar las etapas críticas de 

fertilización, eclosión de larvas trocófora y veliger y finalmente de metamorfosis. Al 

respecto, Díaz-Quijano (2017) sugiere que en P. sterna existe una mayor 

frecuencia de gametos atrésicos y fragmentados en los organismos que 

desovaron como respuesta al uso de ciertos relajantes, en particular en tiempos 

de exposición a la benzocaína mayores a 120 min. En el bioensayo de injerto 

también se observaron numerosos casos de desoves espontáneos, pero fueron 

relacionados al uso del fenoxipropanol como terapia relajante previo al proceso de 

injerto. 

El índice glucídico (IG) proporcionó evidencia sobre el uso de las reservas de 

glucógeno, como estrategia para entender la respuesta de los organismos 

sometidos al proceso de relajación (esta parte no se evaluó para el bioensayo de 

injerto debido a que la finalidad de evaluar el IG fue para ver si los organismos que 
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son sometidos a relajación se encuentran energéticamente preparados para 

afrontar el proceso de injerto de manto). En los moluscos bivalvos, se sabe que las 

reservas energéticas (glucógeno en particular) pueden seguir tres diferentes vías: 

(1) uso directo como fuente de energía para el sustento del crecimiento, 

gametogénesis y metabolismo; (2) conversión metabólica en lípidos por un 

proceso llamado lipogénesis que permite su uso posterior para este tipo de 

procesos biológicos según se requiera; o (3) almacenamiento en células 

especializadas o tejidos somáticos hasta su posterior reutilización (Barber y Blake, 

1991; Gabbott, 1975). En este caso, el IG resultó un indicador del uso de reservas 

de glucógeno en respuesta a la etapa pre-operatoria que abarca la recolecta en 

campo, traslado, aclimatación y relajación. Aunque no se detectaron variaciones 

significativas en el valor del IG en glándula digestiva, gónada, tejido conjuntivo, 

manto y branquias, en el músculo aductor disminuyó en más del 50% en casi 

todos los tratamientos y se incrementó en la gónada, particularmente en las ostras 

relajadas con cloruro de magnesio, benzocaína y fenoxipropanol. Ello sugiere la 

existencia de un re-direccionamiento en el flujo de energía desde el músculo a la 

gónada, probablemente en relación a los eventos de desove ocurridos. Este 

resultado es consistente con las mayores frecuencias de desove observadas en 

las ostras tratadas con benzocaína y fenoxipropanol. Una movilización activa de 

glucógeno del músculo a la gónada antes del desove es común en muchas 

especies de moluscos bivalvos, como el mejillón azul Mytilus edulis, las almejas 

Placopecten magellanicus, Argopecten purpuratus, Aequipecten opercularis, 

Chlamys islándica, Nodipecten nodosus, y N. subnodosus, la ostra japonesa C. 

gigas y la concha nácar P. sterna (ver revisiones de Barber y Blake, 2006 y 

Saucedo y Southgate, 2008). 

El eugenol a 0.5 mL L–1 también favoreció una disminución en los valores del 

IG en el músculo aductor (~50%) y glándula digestiva (~25%) de las ostras 

relajadas, y un incremento en la gónada después de 30 min de exposición. Este 

patrón sugiere una transferencia de glucógeno entre tejidos, como una posible 
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estrategia de regulación de los eventos de desove ocurridos, lo cual confirma la 

relevancia de ambos tejidos somáticos como los principales repositorios de 

energía para estos fines en P. sterna (Cáceres-Puig et al., 2009; Vite-García y 

Saucedo, 2008). Sin embargo, el índice de relajación con el eugenol fue menor al 

50% en este estudio, y en ensayos previos con esta misma sustancia se observó 

desprendimiento y/o colapso del manto en la ostra perlera P. margaritifera 

(Mamangkey et al., 2009) y mortalidad de abulón rojo H. rufescens (Soza-

Chinchilla, 2014). Esta evidencia sugiere que el eugenol provoca desde estrés 

agudo hasta daño y muerte celular en algunas especies de moluscos, por lo que 

su uso como terapia pre-operatoria a la formación de perlas debe ser descartado 

(al menos en P. sterna). Bajo estas condiciones de estrés, es probable que las 

reservas de glucógeno sean preferencialmente utilizadas para cubrir otro tipo de 

necesidades fisiológicas, como defensa contra daño oxidativo, como se ha 

sugerido para algunas especies de moluscos bivalvos expuestas a condiciones de 

estrés agudo (Ansaldo et al., 2006; Sokolova et al., 2012, 2103). 

Se observó que ninguno de los tratamientos de relajación provocó un 

incremento significativo en la actividad de SOD en la gónada, glándula digestiva, 

branquias y manto, desde los 30 min hasta los  120 min de exposición. El tejido 

muscular presentó un incremento en la actividad de SOD únicamente durante el 

periodo de recuperación (65 h) en las ostras relajadas con fenoxipropanol a 1.5 

mL L–1 y cloruro de magnesio a sus dos concentraciones (15 y 30 g L–1). El 

eugenol (0.5 mL L–1) y el grupo control promovieron la menor actividad de SOD en 

músculo. En los invertebrados marinos en general, la actividad de SOD constituye 

uno de los mecanismos de defensa para contrarrestar el efecto de ERO y 

xenobióticos. Por ejemplo, el mejillón M. guyanensis expuesto a zonas de 

contaminación por metales pesados (cobre, cadmio, cromo y plomo) no 

incrementa la actividad de SOD en la glándula digestiva, lo cual podría estar 

relacionado a la activación de otras enzimas como GPx, GR y CAT, incluso 

antioxidantes no-enzimáticos como el glutatión (Aliósio-Torres et al., 2002).  
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La actividad de SOD fue mayor en el grupo control en la glándula digestiva, 

gónada y manto, en tanto que en las ostras injertadas con manto propio 

presentaron menor actividad de SOD en casi todos los tiempos y en todos los 

tejidos (glándula digestiva, gónada y manto). Estos resultados sugieren que el 

relajante (particularmente el fenoxipropanol) podría aumentar la actividad de la 

enzima SOD contrarrestando el posible daño tisular. Estos resultados apoyan la 

hipótesis de este trabajo. 

Los organismos que no fueron sometidos al efecto de ningún relajante, 

presentaron los valores más altos de actividad de CAT, tanto en la glándula 

digestiva, músculo aductor y manto durante los primeros 30 min. Los organismos 

que fueron relajados con cloruro de magnesio a 15 y 30 g L-1 presentaron los 

valores más bajos de actividad de CAT con respecto al grupo control, lo que 

sugiere una posible inhibición de la actividad de esta enzima por efecto del cloruro 

de magnesio. Esta misma tendencia se observó a los 60 y 120 min en el músculo, 

donde se registró la menor actividad de CAT al utilizar el cloruro de magnesio a la 

concentración más baja (15 g L-1). Esta concentración de cloruro de magnesio se 

disolvió perfectamente en el agua; parece que el uso de este relajante no 

promueve la actividad de CAT. Con el uso de fenoxipropanol (2.5 ml L–1) no se 

observaron cambios en la actividad de esta enzima. Tendencias similares se han 

observado en otras especies de moluscos, como la almeja de agua dulce U. 

tumidus expuesta a metales pesados que inhibió la actividad de CAT en glándula 

digestiva (Doyotte et al., 1997). En el gasterópodo N. concinna la interacción de la 

temperatura (4 °C) y la exposición al H2O2 puede producir alteraciones fisiológicas 

a nivel sistémico (disminución del consumo de O2), a nivel celular (aumento del 

daño a los lisosomas), e inhibición de la actividad de CAT (Abele et al., 1998). La 

temperatura promueve un incremento en la actividad antioxidante en N. concinna, 

principalmente en la actividad de CAT y SOD las cuales se incrementaron en un 

10% tanto en las branquias como en glándula digestiva al incrementar la 

temperatura de 0 a 9°C, lo cual a su vez incrementa el pH intracelular de 7.2 a 7.3. 
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(Abele et al., 1998). Este mismo patrón se observó en el presente estudio durante 

el periodo de recuperación (65 h), pero únicamente en la glándula digestiva y 

branquias, donde se incrementó la actividad de SOD y CAT. 

En algunos moluscos bivalvos, el equilibrio homeostático se pude mantener 

de forma independiente a la temperatura, como se ha reportado para la almeja 

Arca Scarpharca sub crenata que tolera cambios abruptos de temperatura de 22 a 

17°C y de 22 a 27°C, pero se afecta su sistema de defensa cuando el cambio 

térmico es de 22 a 32°C. Esta situación se refleja en la supresión de la actividad 

de SOD y GPx y aumento del contenido de malonaldehído, como respuesta al 

daño oxidativo (Zhao et al., 2016). La actividad de SOD puede restablecerse en S. 

subcrenata una vez que se regresa a 22°C; sin embargo, otras enzimas, como la 

GPx pueden continuar inhibidas por un tiempo más prolongado bajo condiciones 

de cambios de temperatura (Zhao et al., 2016). Una respuesta similar se observó 

en P. sterna durante el bioensayo de relajación; no se observó un incremento 

significativo en la actividad de GPx en la mayoría de los tejidos expuestos a los 

relajantes, y únicamente se observó una disminución significativa en branquias 

durante el proceso de recuperación (65 h) en los organismos relajados con 

fenoxipropanol a 2.5 mL L–1. La respuesta que se observó en las branquias de P. 

sterna al ser expuestas a relajantes también se ha observado en otros bivalvos 

como en la almeja dulce U. tumidus al ser expuesta a zonas con baja 

contaminación de metales pesados durante un periodo de 30 días; la actividad de 

GPx dependiente de selenio y de CAT se incrementaron únicamente en este tejido 

(branquias). En zonas con alta contaminación, el glutatión reducido (GSH) 

disminuyó en un 80% en branquias y un 60% en glándula digestiva, lo que indica 

que el primer tejido es más sensible a agentes exógenos que el segundo (Cusso 

et al., 1997).  

La actividad de CAT fue mayor en algunos muestreos, particularmente en la 

glándula digestiva y la gónada. Se observó una mayor respuesta al injerto de 

manto donado, la cual fue evidente después de las 9 h de la microcirugía. Esto 
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sugiere que los efectos de la relajación pueden durar entre 3 y 9 h, dependiendo 

del tejido (9 h en gónada y 3 h en glándula digestiva y 6 h en manto). Esto se 

observó particularmente en los organismos del grupo control (animales sin 

relajante, sin incisión y sin injerto), que presentaron la mayor actividad de CAT 

durante las primeras 9 h de muestreo; posterior a este tiempo, la actividad de CAT 

incrementó significativamente en todos los tratamientos. La actividad de CAT en el 

manto no varió en respuesta a relajantes o incisión, con excepción de las 6 h, 

cuando la actividad de CAT aumentó sólo en los organismos injertados con manto 

propio. Esto podría estar relacionado al daño físico ocasionado por el corte 

realizado para obtener la sección de manto que se utilizó durante el injerto, ya que 

la extirpación de manto puede generar una herida en la arteria paleal que requiere 

una reparación rápida para evitar el sangrado. El uso de los relajantes minimiza el 

daño ocasionado al manto y permite al donador vivir (Acosta-Salmón y Southgate, 

2006). En la ostra perlera P. fucata se evaluó el proceso de reparación del manto 

al ser extirpado en un 40% y se reporta que entre las 3 y 6 h había proliferación de 

hemocitos y tejido conectivo, así como el taponamiento de la herida y formación 

de la arteria paleal a las 105 h; la regeneración total del manto ocurrió a los dos 

meses, sin evidencia alguna de daño tisular y/o mortalidad de las ostras (Acosta-

Salmón y Southgate, 2006).  

La actividad de GPx fue menor en el experimento de injerto de manto en que 

los organismos recibieron manto propio, particularmente en la glándula digestiva a 

las 9 h y en la gónada a las 9 y 12 h. Sin embargo, a las 24 h la actividad de GPx 

incrementó significativamente en ambos tejidos y los organismos injertados con 

manto propio presentaron los valores de actividad de GPx más altos. Esto podría 

sugerir que, a diferencia de las ostras injertadas con manto donado, aquellas 

injertadas con manto propio experimentaron una mayor respuesta al estar sujetas 

a la doble herida antes mencionada. Sin embargo, la actividad de GPx en el manto 

disminuyó significativamente a las 9 y 24 h en el tratamiento de ostras injertadas 

con manto propio, en comparación con aquellas injertadas con manto donado. 
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Estos resultados se reportan por primera vez para cualquier especie de molusco, 

incluyendo ostras perleras utilizadas para actividades de producción de perlas. Se 

requiere de experimentación más detallada sobre la respuesta inmune-hemática, 

endócrina y génica asociada al injerto de manto propio y donado para confirmar 

estos resultados. 

Se observó un incremento significativo en la concentración de TBARS en la 

glándula digestiva y gónada dentro de los primeros 60 min de exposición en los 

organismos relajados con cloruro de magnesio a 15 g L-1. La concentración de 

cloruro de magnesio a 30 g L-1 también promovió una alta concentración de 

TBARS en el músculo y en el manto a los 30 y 120 min, respectivamente. En los 

organismos expuestos a la benzocaína (15 g L-1) se incrementó la concentración 

de TBARS en glándula digestiva, gónada, manto y branquias, tanto en los 

muestreos de 30 min como durante el periodo de recuperación (65 h). En 

branquias, los organismos del grupo control también incrementaron la 

concentración de TBARS, incluso por arriba de los valores reportados para 

benzocaína. Estos datos coinciden con el aumento en la actividad de CAT en 

branquias durante los primeros 30 min y 65 h, lo cual sugiere que los organismos, 

al no estar completamente relajados, experimentaron un periodo de estrés que se 

reflejó en el incremento de la producción de CAT para contrarrestar un posible 

daño oxidativo. Esta evidencia refuerza la hipótesis de trabajo relativa al efecto 

estresor de algunos relajantes en su etapa inicial, antes de actuar a nivel celular. 

Aliósio-Torres et al. (2002) reportan que la presencia de metales pesados en 

zonas contaminadas puede incrementar significativamente la actividad de CAT en 

el mejillón M. guyanensis, con la finalidad de minimizar el daño oxidativo. En el 

mejillón verde P. perna el daño oxidativo no es exclusivo de xenobíoticos; la 

temperatura y la actividad reproductiva inducen a mayor consumo de oxígeno, y 

por lo tanto, un incremento en ERO, las cuales pueden promover la respuesta 

antioxidante (Filho et al., 2001). 
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En moluscos intermareales, Otro factor estresante que pude aumentar la 

concentración de TBARS y la actividad de enzimas antioxidantes es la exposición 

aérea. En moluscos intermareales, se sabe que la exposición aérea prolongada 

puede ocasionar estrés por factores como la desecación, las altas temperaturas, 

radiación solar directa y la falta de oxígeno y alimento (Ángel-Dapa et al., 2015). 

En el mejillón verde P. perna, ser mantenido fuera del agua durante un periodo de 

24 h, incrementó los niveles de los indicadores de peroxidación lipídica en la 

glándula digestiva y branquias (Almeida et al., 2005). A pesar de ello, los autores 

reportan que los organismos pueden regresar a un estado de equilibro si son 

sumergidos en el agua de mar durante 3 h (Almeida et al., 2005).  

El fenoxipropanol a 2.5 ml L-1 ocasionó la menor concentración de TBARS, y 

por lo tanto, la menor peroxidación de lípidos, tanto en músculo, manto y 

branquias desde los 30 min de exposición. Algo similar fue observado en la 

glándula digestiva al concluir el periodo de recuperación debido, probablemente, a 

que este tejido somático es de los que presenta una mayor concentración de 

lípidos de reserva en P. sterna (Cáceres-Puig et al., 2009; Vite-García y Saucedo, 

2008), particularmente lípidos poliinsaturados propensos a peroxidación 

(Hawkyns-Martínez et al., 2014). Un caso similar se reportó para los mejillones M. 

guyanensis y P. perna, en los que el incremento de la concentración de TBARS se 

debe a la relación de ácidos grasos poliinsaturados y la interacción con algún 

xenobíotico (Aliónso-Torres et al., 2002; Almeida et al., 2004, 2007). 

En el ensayo de injerto, la concentración de TBARS fue significativamente 

menor en los organismos que recibieron manto propio, particularmente en la 

glándula digestiva a las 3 y 9 h, en la gónada a las 3 h, y en el manto 3, 6 y 12 h. 

Este patrón sugiere que el tratamiento de manto propio causó el menor daño 

oxidativo a los organismos durante las primeras 9 h, lo cual coincide con los 

valores bajos obtenidos de la actividad de SOD y GPx. Los organismos que fueron 

injertados con manto donado presentaron un incremento en la concentración de 

TBARS en la glándula digestiva y en gónada a las 24 h principalmente; sin 
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embargo, en el manto disminuye a partir de las 9, 12 y 24 h de ser injertados con 

manto donado. Esto parece indicar que los organismos que recibieron manto 

propio y que fueron sometidos a una extirpación de un pedazo de su propio manto 

fueron mucho más susceptibles al efecto del relajante y esto ayudó a disminuir la 

respuesta en glándula digestiva y gónada durante las primeras 9 h, sin embargo, 

la actividad de GPx incrementó a las 24 h pero no se reportó un incremento en la 

concentración de TBARS durante este periodo de tiempo. 

Se observó una mayor acumulación de lipofuscinas en el manto de los 

organismos que fueron relajados con el cloruro de magnesio a 15 g L-1, mientras 

que en las branquias el incremento de lipofuscinas se registró en los organismos 

expuestos a la benzocaína (0.15 g L–1 y 0.25 g L–1). Los organismos que fueron 

relajados con el cloruro de magnesio a 15 g L-1 y fenoxipropanol a 2.5 mL L–1 

presentaron la menor acumulación de lipofuscinas en el manto, mientras que en 

las branquias los menores valores de lipofuscinas se reportaron en los organismos 

relajados con el eugenol a sus dos concentraciones (0.5 mL L–1 y 0.25 mL–1). Las 

lipofuscinas son un producto del ataque oxidativo sobre las proteínas y lípidos de 

las células y que pueden acumularse en los lisosomas, donde generan más ERO 

e inhiben la función lisosomal, dando como resultado un fracaso autofágico. En 

general, las lipofuscinas no pueden ser degradas por procesos enzimáticos, ni 

tampoco ser removidas por exocitosis (Höhn et al., 2011; Jung et al., 2009; Moore-

Michael et al., 2006; Terman y Brunk 2004). Por ello, la acumulación de este 

lipopigmento se ha relacionado con el envejecimiento celular y daño oxidativo 

ocasionado por diversos factores exógenos y endógenos; por ejemplo, una mayor 

acumulación de lipofuscinas se ha reportado en momentos posteriores a los 

desoves en la almeja catarina A. ventricosus (Guerra et al., 2012), pero también 

puede ocurrir por la presencia de fluctuaciones térmicas mayores a 4 y 9°C en un 

periodo de 12 a 24 h de exposición en el caracol N. concinna, ocasionando un 

incremento en la actividad catabólica, la cual a su vez incrementa la presencia de 

lipofuscinas relacionadas con un daño celular progresivo (Abele et al., 1998). Este 
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comportamiento se ha observado en algunos tejidos (glándula digestiva, 

branquias, manto y gónada) del ostión japonés C. gigas y ostión de placer C. 

corteziensis (Rodríguez-Jaramillo, 2014). La acumulación de gránulos de 

lipofuscinas también se ha asociado a la presencia de metales pesados como el 

cobre, el cual mantiene una relación directa con el aumento en la concentración de 

TBARS en algunos invertebrados marinos (Sheehan y Power, 1999). Esto mismo 

se ha reportado en presencia de cadmio, el cual genera un incremento de la 

concentración de lipofuscinas en las branquias y glándula digestiva del mejillón 

Modiolus modiolus (Dovzhenko et al., 2005). Sin embargo, estos resultados 

difieren de los datos obtenidos en el presente estudio ya que no se observó una 

mayor concentración de TBARS en relación con el incremento de lipofuscinas en 

branquias y manto. Aunque se detectó un aumento en la concentración de TBARS 

durante los primeros 30 min de exposición. Es posible que, si bien los relajantes 

generaron cierto daño oxidativo en los tejidos de amplia superficie como manto y 

branquias, éste no se vio reflejado en la acumulación de lipofuscinas a corto plazo. 

Después de realizar un balance de toda la evidencia recolectada de este 

estudio, se puede concluir que el fenoxipropanol a 2.5 mL L-1 fue el mejor relajante 

para P. sterna, considerando una serie de ventajas como su mayor efectividad 

para relajar dentro de un periodo de 120 min, la movilización de reservas (IG) no 

generó un desgaste energético que pudiera minimizar la respuesta a un posible 

daño oxidativo durante el proceso de injerto; no presentó aumento de lipofuscinas 

y, aparentemente, la interacción entre las enzimas antioxidantes minimizó el daño 

oxidativo como lo sugieren las concentraciones de TBARS. También se observó 

que los relajantes pueden ejercer un grado de estrés y daño durante los primeros 

30 min de acción, antes de actuar a nivel celular y que los organismos estén 

completamente relajados. Los organismos que fueron injertados con manto propio 

presentaron las menores mortalidades, la mayor tasa de aceptación de injerto, una 

menor actividad de las enzimas antioxidantes y el menor daño oxidativo, en 
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comparación a los resultados obtenidos con los organismos que fueron injertados 

con manto donado.  
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9. CONCLUSIONES 

 Durante el proceso pre-operatorio que incluye las etapas de recolecta, 

transporte y aclimatación, los organismos no se encontraron sometidos a 

condiciones de estrés que pudieran provocar mortalidad en los organismos. 

 Ningún relajante utilizado provocó mortalidad ni promovió la aparición de 

secreciones mucosas en tejidos de amplia superficie como branquias y 

manto. 

 El fenoxipropanol (2.5 mL L-1) y benzocaína (0.25 g L-1) promovieron la 

mayor efectividad de relajación (80%) en un periodo de 15 a 60 min de 

exposición. También, promovieron eventos de desove espontáneos en los 

organismos, aunque no existe evidencia suficiente sobre un posible daño 

sobre los gametos expulsados. 

 El cloruro de magnesio (15 g L-1 y 30 g L-1) no favoreció la relajación de los 

organismos pero promovió menor actividad de CAT y una mayor 

concentración de TBARS, como reflejo de un posible daño oxidativo. 

 El cloruro de magnesio, benzocaína y fenoxipropanol promovieron más de 

un 50% de disminución en los valores del IG en el músculo, el cual se vio 

reflejado en un incremento de IG en la gónada, sugiriendo movilización de 

reservas de glucógeno en respuesta al desove ocurrido. 

 La aplicación del eugenol a 0.5 mL L–1 provocó un decremento en los 

valores del IG en el músculo aductor (~50%) y glándula digestiva (~25%) de 

las ostras, y un incremento en la gónada después de 30 min de exposición, 

lo cual sugiere una estrategia de movilización de reservar como respuesta a 

los eventos de desove ocurridos. 

 El fenoxipropanol a 2.5 ml L-1 ocasionó la menor concentración de TBARS, 

indicador de peroxidación de lípidos, tanto en músculo, manto glándula 

digestiva y branquias. También favoreció la menor actividad de CAT y GPX 

durante el periodo de recuperación. Se asume que este relajante provocó el 

menor daño oxidativo. 
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 La benzocaína a ocasionó una mayor acumulación de lipofuscinas, aunque 

no se encontró una relación con la concentración de TBARS. Los 

organismos injertados con manto propio y manto donado presentaron una 

supervivencia por arriba del 90% y una tasa de éxito en la aceptación de 

injertos del 70%. 

 El fenoxipropanol minimizó el daño celular durante el proceso de injerto, 

particularmente en el grupo control, en el cual se incrementó la actividad de 

SOD y CAT, así como la concentración de TBARS en casi todos los 

muestreos y tejidos. 

 Los organismos que recibieron manto propio estuvieron sujetos a menos 

estrés oxidativo, sugerido por la menor concentración de TBARS y menor 

actividad antioxidante, principalmente de las enzimas SOD y GPx. 

.  
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11. ANEXOS 

A. Técnica de inclusión en parafina 

Fijación 

Los tejidos se fijaron en solución Davidson para organismos marinos, durante 48 

h.  

Cambiar a alcohol etílico al 70%, al transcurrir 48hr. 

Deshidratación 

Alcohol etílico 70% I y II (Mínimo una hora c/u) 

Alcohol etílico 80° (1 hora para tejidos grandes) 

Alcohol etílico 90° (1 hora) 

Alcohol etílico 96° (1 hora) 

Alcohol etílico 100 I, II, III (1 hora c/u) 

Mezcla de alcohol etílico absoluto-xilol (1:1) (20 min. tiempo crítico) 

Xilol absoluto (100 %) (5-10 min. tiempo crítico) 

Infiltración en parafina 

Parafina-xilol (1:1) (25 min. tiempo crítico)  

Parafina (Paraplast) I (1 h) 

Parafina (Paraplast) II (1-2 h) 

Parafina (Paraplast) III (1-2 h) 

Parafina (Paraplast) IV (1-2 h para tejidos grandes) 

B. Técnica de tinción hematoxilina-eosina (de Harris). 

Xilol I, II y III-(5-10 min. c/u). 

Alcohol etílico 96% (2 min.). 

Alcohol etílico 70% I y 70% II (2 min. c/u) 

Agua destilada (5 min.). 

Hematoxilina de Harris (4 min.)  

Agua corriente (5 min) y agua destilada (5 min.). 

Alcohol ácido (10-15 seg.) (1 L alcohol 96% con 5 gotas de ácido clorhídrico) 
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Agua destilada (5 min.) 

Agua amoniacal (10-15 seg.) (Hidróxido de amonio, 5 gotas por caja de tinción). 

Agua destilada (5 min.). 

Alcohol etílico 50% (2 min.). 

Alcohol etílico al 70% (2 min.). 

Eosina-Floxina alcohólica (3 min. dependiendo del tiempo del colorante) 

Alcohol 96% I y II, (1-2 min. c/u) 

Alcohol 100% I y II, (1 min. c/u) 

Citrisolv I, II, III (5 min. c/u, sustitito de xileno ó Hemo-De). 

Montar en resina sintética o Entellan. 
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C. Técnica de tinción de ácido periódico SCHIFF 

Desparafinar e hidratar en agua. 

Oxidar en solución de ácido periódico (5 min.). 

Enjuagar en agua destilada (5 min.). 

Colocar en la solución de Schiff de Coleman (15 -30 min.). 

Enjuagar en agua corriente (10 min.). 

Contrateñir con hematoxilina de Mayer’s (15 min.) o de Harris (6 min.) 

Enjuagar en agua de la llave (15 minutos). 

Deshidratar en 2 cambios de ROH 95% y ROH 100% (2 min. c/u). 

Aclarar en Xileno o sustituto de xileno (2 min. c/u). 

Montar en resina sintética o entellan 

Resultados: 

Glucógeno, mucinas de rojo a púrpura y algunas membranas basales  

Núcleos de azul. 

D.Técnica de tinción de Carbol Fucsina Kinyoun 

Desparafinar e hidratar las laminillas hasta agua destilada. 

Teñir con solución Carbol Fucsina Kinyoun (1 hora). 

Enjuagar en varios cambios de agua destilada. 

Diferenciar en la solución de alcohol ácido, 5 a 6 gotas o hasta que las secciones 

se vean rosa pálido. 

Enjuague en agua corriente (5 min.), y luego enjuague en agua destilada. 

Contraste con la solución de ácido pícrico (1 min.). 

Deshidrate  en alcohol etílico al 96%, luego en alcohol etílico al 100 %. 

Aclare en Xilol, 2 cambios (2 min. c/u). 

Monte en resina sintética o Entellan. 

Resultados 

Lipofucsinas- rojas 

Fondo, otros tejidos- amarillo 
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E. Micrografías de cortes histológicos  

Cortes histológicos teñidos con hematoxilina-eosina (Fig. 21) 

 

  

 

  

Figura 11. Microfotografía de cortes histológicos de P. sterna: A) secciones de 
tejidos utilizadas para realizar los análisis histoquímicos (TCL= Tejido conjuntivo); 
B) tinción Azul Alciano PAS para identificación de mucopolisacárido ácidos (MA) 
en tejido conjuntivo; C) tinción Azul Alciano PAS para identificación de glúcidos  en 
glándula digestiva; D) tinción afip para identificación de lipofuscinas en tejido 
conjuntivo. 
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