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Resumen

La prueba de alimentacidn es el disefio experimental mas relevante en la
investigacion sobre nutriciéon de organismos acuaticos. Una planeacién y
desarrollo adecuados de una prueba de alimentacion son esenciales para la
obtencidn de resultados representativos de una respuesta bioldgica normal,
para que posteriormente, sean aplicados a la produccién de organismos
acuaticos. Asimismo, y considerando que en los tltimos afios se han esta-
blecido reglas internacionales para el trato humanitario y ético del uso de
animales en experimentacion, el presente trabajo tiene como objetivo prin-
cipal acercar al alumnado a desarrollar un proyecto de investigacion en la
acuacultura con respecto al disefio y ejecucion de pruebas de alimentacion.
La presente obra se ha dividido en cinco partes: 1) disefio y desarrollo de las
pruebas de alimentacion; 2)las condiciones ambientales mas adecuadas para
un manejo ético y humanitario de los organismos durante y al termino de
las pruebas; 3) definiciones de anestesia y anestésicos, su uso durante las
biometrias y sacrificio para la obtencién de muestras, disminuyendo el estrés
y el sufrimiento innecesario de los organismos con los que se esta experi-
mentando; 4) obtencién de muestras y 5) indices de crecimiento que pueden
ser utilizados para evaluar rapidamente el efecto de un tratamiento sobre
los organismos.

Palabras clave: peces, crustdceos, acuacultura, condiciones ambientales, ética,
anestesia.
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Presentacion

La nutricién de organismos acuaticos o nutricién en acuacultura es un cam-
po de investigacion que tiene como objetivo principal determinar los re-
querimientos nutricionales de especies acudticas de importancia comer-
cial. Gran parte del desarrollo de este se ha dado después de la década de
los cincuenta del siglo xx y ha permitido, en gran medida, el desarrollo
de la produccion intensiva en la acuacultura con el uso de alimentos ba-
lanceados.

Sin duda, el desarrollo experimental mads utilizado en la investigacién
del campo de la nutricién es la prueba de alimentacién. Una planeacién y
desarrollo adecuados de una prueba de alimentacion es esencial para la
obtencién de resultados representativos de una respuesta biolgica normal
y aplicables a la produccion de organismos acuaticos. Asimismo y conside-
rando que en los tltimos afios se han establecido reglas internacionales para
el trato humanitario y ético del uso de animales en experimentacion.

El presente trabajo busca acercar a los alumnos de los semestres de
séptimo y octavo de la carrera de Biologia al disefio y ejecucion de pruebas
de alimentacién para sus investigaciones en las materias de Laboratorio de
Investigacion Cientifica vi1 y viir, y de tesis en el Laboratorio de Produccién
Acuicola de la FEs Iztacala.

Ademas, se considera que los futuros profesionistas (bidlogos, médicos
veterinarios o ingenieros acuicolas) que quieran integrase al campo de la
produccion acuicola (ya sea en la investigacion o en el aspecto practico)
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PRESENTACION

deben de adquirir conocimientos, habilidades en el trato ético y el bienestar
de los organismos.

Este material se desarrollé6 como parte del proyecto PAPIME “Mejora-
miento de la ensefianza de Nutricién en Acuacultura en los Laboratorio de
Investigacion Cientifica del Bloque de Profundizacion de la Carrera de Bio-
logia” y se ha dividido en cinco partes: 1) disefio y desarrollo de las pruebas
de alimentacidn; 2) las condiciones ambientales mas adecuadas para un
manejo ético y humanitario de los organismos durante y al termino de las
pruebas; 3) definiciones de anestesia y anestésicos, su uso durante las bio-
metrias y sacrificio para la obtencién de muestras, disminuyendo el estrés
y el sufrimiento innecesario de los organismos con los que se esta experi-
mentando; 4) obtencion de muestras y 5) indices de crecimiento que pueden
ser utilizados para evaluar rapidamente el efecto de un tratamiento sobre
los organismos.

Para el disefio y desarrollo de una prueba de alimentacion, es relevante
el uso de una estrategia conocida como las 3Rs, en la que se intenta definir el
uso de alternativas a los organismos, a la reduccion de estos en una prueba
y ala utilizacion de técnicas que no causen estrés y sufrimiento. Hasta aho-
ra México no cuenta con normas respecto al trato humanitario y ético de
organismos acudticos en la investigacion, pero diferentes universidades han
establecido comités de bioética que podrian avalar el uso de estos organis-
mos en pruebas experimentales basados en normas internacionales. Estos
avales empiezan a ser un requisito para solicitar fondos econémicos para
proyectos o publicar en revistas, por lo que es necesario que estudiantes
conozcan este proceso para que también puedan aplicarlo en sus proyectos.



Introduccion

Los estudios experimentales que utilizan organismos vivos juegan un papel
fundamental en el desarrollo de nuevo conocimiento y un mejor entendi-
miento de diferentes procesos vitales. Particularmente en el estudio sobre
la nutricién de organismos acuaticos, las pruebas de alimentacién son una
parte esencial en el desarrollo del conocimiento de los requerimientos nu-
tricionales.

Ante la necesidad de realizar estas pruebas con organismos vivos, es
importante considerar que su uso conlleva a la responsabilidad de disenar-
las de forma eficiente y efectiva, asi como el trato ético y humanitario hacia
los organismos en experimentacion.

El concepto de bienestar animal se ha aplicado en vertebrados terrestres
desde hace décadas en paises como Estado Unidos, Canadd y de Europa,
pero a penas hoy se empieza a comprender la importancia que también
tiene en los organismos acudticos y inicamente en la tltima década ha re-
cibido particular atencion en los campos de la investigacion y de la acua-
cultura. Asi pues, las regulaciones sobre el bienestar de peces y crustaceos
son cada vez mds comunes a nivel internacional y los protocolos de inves-
tigacion requieren los avales de comisiones o comités de bioética, que se
ajusten a las normas nacionales y/o internacionales.

México cuenta con diferentes normas oficiales (NoM) sobre el cuidado,
uso y sacrificio humanitario de diferentes especies de animales terrestres en
condiciones de laboratorio (NOM-062-ZO0-1999 y NOM-033-SAG/ZOO-
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2014, por ejemplo), pero no se tiene con una normatividad exclusiva para
organismos acudticos como peces y crustaceos en condiciones experimen-
tales o de cultivo. Cabe sefialar que algunos aspectos sobre el manteni-
miento de los organismos pueden verse en la NOM-011-PESC-1993, en
donde se describen las condiciones de sistemas de cuarentenas para especies
acuaticas que son importadas a territorio nacional y que puede servir de
punto de partida para el disefio de sistemas donde se realizan las pruebas
de alimentacién.

Sin duda, el pais requiere desarrollar normatividad en este sentido; tener
una base para el adecuado manejo y bienestar de los organismos acuéticos,
asi como de proveer de las herramientas y técnicas necesarias para los co-
mités de bioética de diferentes instituciones académicas y/o investigacion
para la aprobacion de protocolos de investigacion que incluya el uso de
estos organismos.

Por otro lado, es importante considerar que, a nivel internacional, la le-
gislacion para el cuidado y uso de organismos acuaticos se basa en la apli-
cacion de las 3Rs (NRc 2011 y Sloman et al. 2018): reemplazo, reduccion y
refinamiento. Desarrollada por W. M. S. Russell y R. L. Burch en su libro The
principles of humane experimental technique de 1959,y en el que se estable-
cen las estrategias para reducir el dolor y estrés de animales en experimen-
tos, mientras se mantiene la integridad cientifica. Recientemente se ha pro-
puesto una r mas de rechazo, que deberia aplicarse a aquellos protocolos de
investigacion sometidos a los comités de bioética que no demuestren la
generacion de nuevo conocimiento cientifico.

Como se ha mencionado anteriormente, México carece de una legislacion
adecuada sobre el mantenimiento y sacrificio de los organismos acuaticos
que se utilizan en la investigacion cientifica. La falta de normas genera difi-
cultades para los Comités de Bioética para evaluar los protocolos de investi-
gacion que utilizan a estos organismos y regularmente, estos aspectos se pasan
por alto cuando los proyectos se envian a revision durante las convocatorias
para obtener financiamiento. Por ello, la estrategia de las 3Rs deberia de apli-
carse al proponer un protocolo de investigacion y al revisarse para su aproba-
cion, con el fin tltimo de mantener el bienestar de los organismos. El manejo
ético de peces y crustaceos debe de ser una de las prioridades de los profesio-
nistas que trabajan en investigacion relacionada con acuacultura.



1. Pruebas de alimentacion

Introduccion

La acuacultura se define como la “produccién de organismos acuaticos bajo
condiciones controladas en al menos una etapa de desarrollo”. Esta actividad
tiene siglos de desarrollarse en diferentes paises del mundo, pero en las
ultimas décadas se ha intensificado, con un crecimiento promedio anual del
8%, y actualmente produce cerca del 50% de los productos pesqueros que
se consumen en el mundo (FA0, 2022).

El crecimiento de la produccion de esta actividad se debe a una combi-
nacion de diversos factores relacionados con el desarrollo tecnoldgico en
el manejo de la calidad de agua y de enfermedades, pero sin duda, uno de
los mas importantes es el desarrollo y la utilizacién de alimentos balancea-
dos durante las diferentes fases del ciclo productivo. Estos proveen de la
energia y nutrientes suficientes para que los organismos acuaticos puedan
crecer y reproducirse bajo condiciones de cultivo intensivo. Dichos alimen-
tos son el resultado de décadas de estudio en una rama de investigacion que
se denomina nutricién en acuacultura o de organismos acuaticos.

Esta disciplina es un campo de estudio relativamente nuevo, a com-
paracion de la nutricion de animales terrestres y de humanos (Hardy,
2022a). Gran parte de su desarrollo se ha dado después de la década de los
50s del siglo xx y, de acuerdo con Hardy (2022b), el periodo entre 1958 y
el 2000, se denomina como la era dorada de la investigacién en la nutri-
cion de organismos acuaticos, pues se han determinado la mayor parte de
los requerimientos de las especies de importancia comercial. Para estas
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especies ya existen formulaciones de alimentos balanceados bien estableci-
das. Actualmente la investigacidn esta dirigida hacia el uso y el efecto de
diferentes ingredientes en los alimentos, por ejemplo, fuentes alterna-
tivas de proteina (harinas de origen vegetal o animal) o de lipidos (aceites
vegetales o de origen animal no convencionales). Asimismo, se deter-
mina el efecto de suplementos alimenticios como probidticos (bacterias,
levaduras) o prebidticos (fibras y otros carbohidratos) u otros compues-
tos con potencial de mejorar el crecimiento o la respuesta inmune de los
organismos.

En el caso de especies emergentes o con potencial de cultivo, se desa-
rrollan investigaciones en la determinacion de requerimientos de nutriente
(por ejemplo, macronutrientes como proteinas, lipidos o carbohidratos,
aminodcidos, acidos grasos y micronutrientes como vitaminas o minerales)
en un estadio particular del ciclo de vida y con el objetivo de desarrollar los
alimentos balanceados.

Considerando esto, las pruebas de alimentacidn son el disefio experi-
mental mas utilizado en la investigacion en nutricién y una parte indispen-
sable en el desarrollo del conocimiento de los requerimientos nutricionales
de organismos acuaticos. Este tipo de pruebas es ampliamente utilizado en
el mundo y a continuacién se enumeran algunos pasos necesarios para
desarrollarlas en forma ordenada y obtener resultados que sean fiables y
representativos de una respuesta bioldgica normal.

Diseno y desarrollo de pruebas de alimentacion
El disefio experimental

Como ya se ha comentado, el desarrollo experimental mas comun en la
investigacion de nutricidn es la prueba de alimentacion, que se define como
un disefo para establecer los efectos comparativos de diferentes tratamien-
tos (alimentos, niveles de nutrientes especificos, etcétera) sobre un grupo
de organismos y durante un periodo determinado.

Considerando que las pruebas de alimentacidn son parte importante
del proceso de investigacion, es necesario hacer una planeacién y disefio
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adecuados para la obtencién de resultados confiables, representativos, re-
producibles y que puedan ser tratados estadisticamente. Como en cualquier
otro disefio experimental, las pruebas de alimentacion requieren de una
serie de pasos durante su planeacion:

« Pregunta de investigacion: una parte fundamental del disefio experi-
mental es el planteamiento de la pregunta de investigacion, es decir,
a qué problema se le quiere dar solucién y permite definir el camino
de la investigacion.

 Hipotesis: es una proposicion que no ha sido corroborada, pero se
formula con base en indicios recopilados previamente.

« Objetivos: en este paso se establece el alcance global de la investiga-
cion (objetivo general) y serd completado por medio de los objetivos
particulares.

En la hipétesis y los objetivos del planteamiento de investigacidn, se
debe considerar la estrategia de las 3Rs: reemplazo, reduccién y refinamien-
to. Esta fue presentada por primera vez por W. M. S Russell y R. L. Burch
en 1959 en el libro The principles of humane experimental technique, esta
estrategia tiene como objetivo reducir el dolor y estrés de animales en ex-
perimentos, mientras se mantiene la integridad cientifica. De acuerdo con
la pagina web del Departamento de Agricultura de los Estados Unidos, los
conceptos para esta estrategia son:

El reemplazo se refiere a si verdaderamente se requiere utilizar anima-
les vivos en un experimento o la posibilidad de usar un sustituto. Por
ejemplo, si se determinara el efecto de alguna vitamina en la respuesta
fisiologica de un 6rgano particular, se debe establecer si es necesario uti-
lizar a un grupo de organismos para alimentarlos con diferentes concen-
traciones de la mencionada vitamina por un periodo determinado o si se
puede utilizar un cultivo celular y analizar las respuestas de forma mas
directa. La respuesta del reemplazo depende de varios factores, pero sin
duda los principales son las capacidades de infraestructura y econémi-
cas con las se cuente. Siguiendo con el ejemplo anterior, debe valorarse si
para el cultivo se cuenta con una linea celular especifica o se debe sacri-
ficar organismos para obtener el 6rgano necesario y establecer el cultivo
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(se debe considerar también cuantos individuos se requieren para obte-
ner células viables para establecerlo). Asimismo, si se cuenta con el pre-
supuesto, el equipo, los materiales y reactivos para desarrollar este tipo de
pruebas.

Después de este analisis sobre el reemplazo y si la respuesta final es
que no es viable, entonces se debe considerar la utilizacion de un nu-
mero minimo de organismos (reduccién) que permita la obtencién de
resultados confiables, representativos y reproducibles. Para esta parte es
importante definir las respuestas que se pretenden medir al finalizar la
prueba y el tamafo de las muestras necesarias para realizar los analisis
correspondientes. Por ejemplo, para realizar los analisis quimico-proxi-
males en el higado se requieren muestras minimas de 0.5 g para deter-
minar el contenido de proteina cruda, 0.3 g para el contenido de lipidos
totales y 0.5 g para cenizas. Por lo tanto, es necesario obtener muestras
de al menos 1.3 g para estas determinaciones. Con esta informacidn sera
posible establecer el nimero de organismos minimo para desarrollar la
prueba.

Finalmente, y ya que se hayan establecido el nimero de organismos a
utilizar, se debe proponer protocolos que minimicen el sufrimiento animal,
por medio del refinamiento de las técnicas a desarrollar para el manejo,
anestesia y sacrificio de los organismos.

Desarrollo de las pruebas

Para la prueba se deben considerar la disponibilidad de los organismos y si
estos se tienen que adquirir, los costos y el transporte hacia las instalaciones
donde se realizara la prueba. Ademads, se deben estimar los costos econd-
micos de los insumos; alimentos, costos de luz, agua, el equipo para man-
tener a los organismos y espacios disponibles.

En atencion a la estrategia de las 3Rs (NRC, 2011 y Sloman et al., 2018),
la preparacién de los tratamientos y para que los datos obtenidos de una
prueba de alimentacioén puedan ser usados en un analisis estadistico robus-
to, deben de atenderse los siguientes puntos:
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1. Al menos tres repeticiones por cada uno de los tratamientos estable-
cidos.

2. Cada una de las repeticiones debe de tener al menos cinco organis-
mos, aunque es importante sefialar que en la medida en que el niime-
ro inicial de organismos sea mayor, es mejor. Esto debido a que du-
rante la prueba existe la posibilidad de que se presente mortalidad y
con un numero bajo de organismos, se corre el riesgo de perder las
repeticiones. Y desde el punto de vista estadistico, mientras haya un
nimero mayor mas representativos seran los resultados. Este punto
podria considerarse como una contradiccion a la parte de reduccion
de la estrategia de las 3Rs, pero esta indica que se utilicen el nimero
minimo de organismos para asegurar resultados confiables y repre-
sentativos de la respuesta que se desea medir.

3. Los organismos deben de ser pesados y posteriormente colocados de
forma aleatoria en cada una de las repeticiones.

4. El peso inicial de los organismos debe ser similar entre todos los
grupos.

Alimentacion de los organismos

Para la alimentacién de los organismos durante la prueba, se puede utilizar
alguno uno de los dos siguientes regimenes:

o Ad libitum o a saciedad. Se alimenten los organismos de un tanque
hasta que todos hayan comido y pierdan el interés en el alimento,
llegado este punto, se asume que estan saciados. Esta técnica fun-
ciona bien con peces de rapido consumo y suele ser muy util cuando
se requiere conocer con exactitud el consumo del alimento, ya que se
sabe la cantidad que se ofrecid a los organismos.

« Raciones con base en la biomasa. En este régimen se utiliza un por-
centaje establecido a partir de la biomasa total de cada tanque y
después de los calculos correspondientes, la cantidad de alimento re-
sultante es la que se ofrece a los organismos por dia. De acuerdo con
la experiencia desarrollada en el laboratorio de produccion acuicola,
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se pueden utilizar los siguientes porcentajes de acuerdo con el es-
tadio de desarrollo de los organismos con los que se esta realizan-
do la prueba (tabla 1). Se recomienda utilizarla en organismos que
se alimentan lentamente, como los camarones y langostinos. Es
importante sefialar que la determinacién del consumo de alimento
puede ser inexacta, ya que al ofrecer la cantidad conocida de ali-
mento existe la posibilidad de que no todo sea consumido y una
parte se pierda, a causa de la solubilidad de algunos de los ingre-
dientes o porque el alimento no consumido no sea colectado en su
totalidad.

Tabla 1. Porcentajes recomendados para alimentar bajo el régimen de raciones
con base en la biomasa

Peso del individuo (g) % de la biomasa total recomendado
Crias (0.5-10) 10-15
Juveniles (10-200) 5-7
Adultos (>200) 3-5

Fuente: elaboracion propia.

El uso de uno u otro depende de la especie con la que se esté trabajando,
estadio de desarrollo, habitos alimenticios, la cantidad de alimento dispo-
nible y el tiempo de duracién de la prueba de alimentacion.

Biometrias

A lo largo de la prueba de alimentacién, se deben realizar mediciones pe-
riddicas de peso y longitud de los organismos con el objetivo de monitorear
el crecimiento y ajustar el tamafo de la racién diaria de alimento, si se esta
utilizando un régimen de raciones. La periodicidad para la obtencién de
dichas mediciones (a las que se les denomina biometrias) dependen de las
especies y del estadio de desarrollo. Generalmente no se recomiendan ha-
cerlas en los estadios larvarios, ya que durante esta etapa los organismos
son muy susceptibles al estrés causado por sacarlos del agua y medirlos o
pesarlos, lo que ocasiona facilmente su muerte. En el caso de organismos
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en estadio juvenil, se deben realizar las biometrias cada 10 dias para peces
y 15 0 20 dias para crusticeos. En el caso de adultos, la velocidad de creci-
miento es muy baja y se pueden hacer mediciones mensuales.

Figura 1. Diferentes aspectos de biometrias realizadas en organismos acudticos

Nota: A y B pesaje de crias de trucha arcoiris; C medicién de la longitud total (incluyendo el largo segundo
par de periopodos) y D, pesaje de machos del langostino Macrobrachium acanthurus.
Fuente: imagenes tomadas por el autor.

Al términar la prueba de alimentacion, es necesario realizar una biome-
tria final y hacer la colecta de las muestras para analisis posteriores. Es
importante enfatizar que al realizar todas las biometrias y para disminuir el
estrés causado por la manipulacién fuera del agua, es necesario anestesiar
a los organismos.

Duracion

La duracion de una prueba de alimentacion puede depender de varios fac-
tores, pero lo mas importante es la respuesta esperada de los organismos al
tratamiento al que son sometidos. La naturaleza quimica y el papel meta-
bolico de los nutrientes con los que se esta trabajando son importantes a
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considerar para establecer la duraciéon de una prueba. En nutrientes solubles
en agua, por ejemplo los aminodcidos indispensables (aquellos que se re-
quieren obligatoriamente en la dieta, debido a que no es posible sintetizar-
los por el metabolismo), se observan los efectos de la deficiencia en dos
meses aproximadamente. En el caso de los solubles en lipidos (por ejemplo
vitaminas como la A, E, D y K), los signos de deficiencia empiezan a apare-
cer hasta después 4 meses.

Otro aspecto importante es la etapa de desarrollo de los organismos, en
general los estadios de larvarios y en juveniles son mas susceptibles a la
deficiencia de nutrientes. Debido a que durante el desarrollo y el crecimien-
to se requiere de un flujo constante de nutrientes y a que los organismos no
cuentan con reservas almacenadas, estas etapas de desarrollo son mas sus-
ceptibles a las deficiencias nutricionales.

La supervivencia también es un factor para considerar, ya que cuando
se registran valores menores al 30% en alguno de los tratamientos, se reco-
mienda terminarla. Si no hay signos de alguna enfermedad causada por un
organismo patdgeno o factores ambientales, el tratamiento estd afectando
el desarrollo y el crecimiento.



2. Manejo ético de los organismos

Como ya se ha mencionado, las pruebas de alimentacién son la base de los
estudios en nutricién de organismos acuaticos y al planificar el desarrollo
de una prueba de este tipo, deben considerarse diversos aspectos (espacio
fisico donde se realizard, estructuras de contencidn, etc.), asi como un di-
sefio experimental que permita la obtencidn de resultados cientificamente
validos y también el bienestar de los organismos que se utilizaran en dicha
prueba. Esto tltimo es fundamental, ya que solo los datos obtenidos a
partir de animales saludables y con comportamientos normales pueden
ser considerados como representativos de una funciéon bioldgica normal
(AvMaA, 2020).

Considerando esto y como una parte medular del manejo ético hacia
los organismos, es de suma importancia que los organismos utilizados en
las pruebas estén libres de:

1. Situaciones que generen estrés, particularmente en situaciones pro-
longadas y/o

2. Estimulos que puedan ser daiinos y llevar a situaciones de cambios
de comportamiento o en las funciones fisioldgicas normales.
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Estrés

El estrés se define como una cascada de eventos fisiolégicos que ocurren
cuando un organismo intenta reestablecer su balance homeostatico ante un
cambio en las condiciones normales de desarrollo (Schreck et al., 2016).
Bajo una condicion de estrés (aguda o cronica), los organismos realizan
cambios fisiologicos que les permite adaptarse a las nuevas condiciones. Se
reconocen tres etapas como respuesta al estrés: las dos primeras relaciona-
das a eventos de corto tiempo y la tercera a exposicién de largo plazo. En
las dos primeras hay modificaciones en la conducta y cambios a nivel fisio-
légico, durante la tercera se observan cambios a un nivel mas profundo
(NCR, 2011a).

La primera etapa se caracteriza por un aumento en el movimiento de
los opérculos, cambios en el nado y conductas repetitivas de escape. Desde
el punto de vista fisioldgico, en esta etapa se liberan catecolaminas y corti-
costeroides. La segunda etapa empieza después de los 30 minutos de ini-
ciar la primera y se caracteriza por un aumento de glucosa en sangre, en
el ritmo cardiaco, en la excrecién de orina y algunos cambios en el com-
portamiento, como nado erratico o falta total de este. La tercera etapa se
asocia a la exposicién de largo plazo (estrés crénico) e incluye efectos
como la susceptibilidad a enfermedades, disminucién en el crecimiento
y la reproduccién.

;Qué se hace durante las pruebas de alimentacion para reducir situacio-
nes de estrés en los organismos acuaticos que estan en algun tratamiento?
Lo primero es proveer a los organismos de condiciones adecuadas de desa-
rrollo aunque dependiendo de cada especie, se debe considerar el espacio
suficiente y la calidad de agua similar en la que se desarrollan naturalmen-
te los organismos.

Estructuras de confinamiento

Regularmente las pruebas de alimentacion se realizan en estructuras de
confinamiento, por ejemplo, peceras, tanques o estanques (figura 2) y cuen-
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tan con un volumen limitado de agua, por lo que las condiciones ambien-
tales en estos sistemas pueden cambiar rapidamente. Por ello, es necesario
considerar la capacidad de carga, la cual se establece con respecto a la can-
tidad de organismos por unidad de volumen o por la biomasa que repre-
senta dicho numero de organismos. Aunque la capacidad de carga de una
estructura de contencion puede variar de acuerdo con el equipo y la tecno-
logia instalada, existen rangos para guiarse. La informacion disponible se-
fala que bajo condiciones normales en un tanque de agua dulce, pueden
mantenerse un total de 1.0 gramos de pez por litro de agua, es decir un
total de 80 g en un acuario estandar de 80 litros o 200 peces de hasta una
talla de 2 cm (Olivier y Kaiser, 1997). Con respecto a peces marinos y debi-
do ala compleja estructura quimica del agua marina, la capacidad de carga
de estructuras de contencién de esta naturaleza disminuye considerable-
mente con respecto a las de agua dulce. Se considera adecuado un total de
0.5 gramos de pez por litro de agua, es decir un total de 40 g en un acuario
estandar de 80 litros o 40 peces de una talla de 2 cm aproximadamente
(Wong y Benzie, 2003). La informacion sobre crustaceos no esta disponible
y aunque es posible seguir las recomendaciones para peces, muchas especies
son agresivas y la densidad deberia ser menor o considerar los puntos que
posteriormente se detallan.

Calidad de agua

Con respecto a la calidad del agua (aFs, 2014), las estructuras de confina-
miento deben de contar con sistemas de filtracion eficientes (adecuados al
volumen) cuando son de flujo cerrado y también es recomendable que la
filtracién sea mecanica, bioldgica y quimica. Ademas, se debe de contar
con aireacion continda y sistemas de mantenimiento de temperatura. Las
revisiones periddicas de parametros fisicoquimicos del agua, como oxige-
no disuelto, concentracién de nitrégeno amoniacal, nitritos, nitratos, pH,
dureza, alcalinidad y/o salinidad, deben de ser parte integral del manteni-
miento, ya que permiten tomar medidas correctivas ante modificaciones
en las condiciones ambientales.
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Figura 2. Diferentes estructuras de contencion que pueden ser utilizadas
en las pruebas de alimentacion

Nota: A, tanques de polipropileno de 500 L (flujo cerrado). B, sistema de recirculacién con 3 tanques de po-
lipropileno de 100 L. C, estanques de cemento (flujo abierto). D, tanques de fibra de vidrio de 1500
L (flujo abierto). E, tanques de vidrio también, conocidos como peceras o acuarios, de 40 L

Fuente: imagenes tomadas por el autor

Figura 3. Aspectos de la determinacién de pardmetros fisicoquimicos del agua
para monitorear la calidad del agua durante pruebas de alimentacién

Nota: A, determinacién de oxigeno disuelto y temperatura en una pecera con langostinos. By C, determina-
ciones de nitrégeno amoniacal
Fuente: imagenes tomadas por el autor
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Respecto al mantenimiento de la calidad del agua, los sistemas de recir-
culacién son una opcion para el desarrollo de pruebas de alimentacion.
Estos sistemas constan, regularmente, de un filtro (usualmente de tipo me-
canico y/o bioldgico, aunque puede incluir algun tipo de un sistema de
desinfecciéon como una lampara de luz UV o un generador de ozono), un
depdsito de agua, una bomba y los tanques (figura 4). Estos sistemas tienen
algunas ventajas con respecto al uso de estructuras de contencién indivi-
duales, pues al tener un volumen mayor (considerando el de los tanques
mas el del deposito de agua) la quimica del agua es mas estable. Asimismo,
el uso continuo del agua permite la reduccién en el consumo y también el
de la energia eléctrica. Sin embargo, también debe considerarse que los
organismos mantenidos en este tipo de sistemas deben de monitorearse
continuamente, con el objetivo de detectar algun brote de enfermedad y
evitar que se disperse a los otros tanques.

Figura 4. Sistemas de recirculacion que pueden ser utilizados
en las pruebas de alimentacion

Nota: A, esquema general de un sistema de recirculacion y la descripcion de las partes. B, sistema de recir-
culacion de 6 tanques de fibra de vidrio. C, detalle de un filtro de sistema de recirculacion. D, siste-
ma de 32 tanques de polipropileno

Fuente: imagenes tomadas por el autor, esquema desarrollado también por el autor
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Interacciones sociales

La interaccion social de los organismos siempre se presenta en un grupo
de organismos, pero es particularmente critico en especies territoriales y
es otro posible factor que genera estrés. Las agresiones constantes entre
los organismos, y particularmente de individuos dominantes al resto de los
animales de forma continua, son una de las causas de estrés mas frecuentes
durante las pruebas de alimentacion. En estos casos, la estrategia mas comun
para disminuir agresiones es proveer de estructuras de resguardo a los or-
ganismos no dominantes (figura 5). Aunque depende de las especies, tam-
bién se recomienda aumentar el niimero de individuos para “distribuir” la
agresion y en este caso se recomienda utilizar estructuras de contencién de
un mayor volumen. Finalmente, también se pueden usar refugios dentro
de los mismos tanques para generar espacios individuales para cada uno de
los organismos.

Figura 5. Estructuras de resguardo (tubos de PVC) en un tanque con langostinos
y que permiten disminuir la agresién de organismos dominantes durante
una prueba de alimentacion

Fuente: imagen tomada por el autor
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Biometrias

Otro aspecto importante con potencial de generar estrés en los organismos
es el muestreo para obtener datos de peso y/o longitud, conocido como
biometria. El desarrollo de las biometrias implica capturar a los organismos,
extraerlos del agua y manipularlos para obtener las medidas mencionadas.
Aunque puede considerarse como un periodo muy corto de tiempo, el estrés
causado puede incluso llevar a la muerte a los organismos. Por ello, es ne-
cesario anestesiar a los organismos antes de realizar las mediciones corres-
pondientes.

Sin duda, la reduccion del estrés al mantener condiciones ambientales
optimas de desarrollo de los individuos que se utilizan en una prueba de
alimentacion contribuye con el bienestar animal y con la obtencion de datos
que pueden considerarse como normales.

Estimulos dafiinos (dolor y nocicepcion)

Otra parte del manejo ético hacia los organismos corresponde a evitar el
dafio innecesario de los animales antes, durante y posterior a la toma de las
muestras para analisis (AvMma, 2020).

En este punto, existe un fuerte debate sobre si los organismos acuaticos
(principalmente peces y crustaceos) sienten dolor. El concepto de dolor
implica que se detecte un estimulo dafino y que este sea asumido conscien-
temente, es decir que sea detectado y expresado de forma consiente. Por lo
tanto, el dolor es una experiencia psicoldgica que implica tanto la percepcion
como la parte emocional. Por otro lado, el concepto de nocicepciéon hace
referencia a la deteccion de un estimulo dafino por parte del sistema ner-
vioso exclusivamente.

Recientemente la AvMa (2020) sefialé que al menos el grupo de los
peces deberian de tener las mismas consideraciones respecto al manejo
del dolor, que los vertebrados terrestres. Esto debido a que el sistema
nervioso de los peces es similar al de los vertebrados terrestres y se ha
demostrado que las respuestas dolorosas en estos organismos no solo son
reflejos.
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En el caso de los crustaceos, todavia se debate si experimentan dolor o
solo nocicepcioén, pero en todo caso responden de alguna forma a los esti-
mulos daiiinos.

Durante las pruebas de alimentacion, se pueden realizar diferentes
muestreos que incluyan el peso y la talla, asi como de toma de muestras de
sangre y biopsias. Para estas ultimas, se utilizan técnicas intrusivas, lo que
en la mayoria de los casos conlleva al sacrificio.

Para la obtencion del peso y la talla, se recomienda el uso de anestésicos,
que permiten una disminucioén en el estrés ocasionado por sacarlos del agua,
asi como un mejor manejo de los organismos.

De la misma forma, las técnicas intrusivas para la toma de muestras de
sangre y 6rganos requieren del sacrificio de los organismos. En estos casos,
es indispensable anestesiar a los organismos para evitar cualquier sufrimien-
to innecesario en primera instancia y reducir al maximo la nocicepcion, ya
que los estimulos dafinos generan diversos cambios a nivel fisiologico y
pueden influir negativamente en algunas de las respuestas que se buscan
medir (Readman et al., 2017).

Comités o comisiones de bioética

De acuerdo con la National Research Council (NRc, 2011a) y la American
Fisheries Society (AFs, 2014), las instituciones de educacidn e investigacion
deben de contar con comités o comisiones académicas de ética o bioética.
Aunque depende de cada una de ellas, en general se recomienda que estos
6rganos colegiados regularmente sean propuestos por el director de la insti-
tucion y debe de estar conformado por al menos tres personas: un inves-
tigador activo y con cierta preparacién en aspectos bioéticos, un médico
veterinario, asi como una persona quien no esté relacionada directamente
con el area cientifica. Es importante sefialar que al menos uno de los inte-
grantes del comité debe de ser externo a la institucion.

La comisién debe de estar encargada de revisar los protocolos de investi-
gacion en los que se propone utilizar organismos, asi como de aprobarlos o
dar alternativas mas adecuadas de manejo y cuidado de los organismos.
Las opiniones vertidas por este comité deben de estar fundamentadas en las
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normas oficiales aprobadas por los gobiernos federales y estatales o en el
caso de que no exista una legislacion vigente, en propuestas de otros paises.

Los comités también supervisan que los proyectos de investigacion apro-
bados cumplan con lo estipulado en los protocolos presentados y generar
de nueva cuenta, opciones para corregir aquello que no se ajusta y en su
caso, suspender las actividades del proyecto cuando existan violaciones gra-
ves a la integridad de los participantes de las actividades de investigacion y
efectos nocivos sobre los organismos.

Asimismo, tendran la facultad de escuchar preocupaciones o quejas de
personal relacionado con un proyecto de investigacion sobre seguridad e
integridad de los participantes y organismos.

Como ya se menciond, México no cuenta con una normatividad sobre
bienestar de organismos acuaticos en proyectos de investigacion y las que
estan disponibles son sobre vertebrados terrestres y dificilmente pueden
adaptarse al ambiente acuatico. Por ello, los comités de bioéticas establecidos
en diferentes instituciones nacionales de investigacion y de educacién su-
perior necesitan recurrir a normatividades internacionales para avalar pro-
yectos de investigacion relacionados con organismos acuaticos. Particular-
mente, en la FES Iztacala, existe una comisidn de ética y que tiene como
propdsitos:

1. El cumplimiento de la normatividad nacional e internacional en lo
relacionado con los problemas éticos que surjan en sus instalaciones,
sedes alternas de investigacion o docencia y en su insercién a la co-
munidad.

2. La salud y la defensa de la vida de los humanos y demas seres vivos.

3. El desarrollo de un criterio ético en su comunidad, directamente o
apoyando a los comités respectivos internos o externos.

4. La formacién de sus egresados con un criterio bioético y el conoci-
miento de la normatividad nacional e internacional.

5. Conductas éticas en todas las acciones de docencia, investigacion y
servicio relacionadas con la experimentacidn, la conservacion y/o
recuperacion de los ecosistemas.

6. Que se constituya la comision de ética en la FESI como un érgano de
consulta y opinion en la elaboracién de documentos, manuales y nor-
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mas oficiales en materia de Etica, asi como la implementacién de una
cultura ética.

También la FEs Iztacala cuenta con comision de bioseguridad que tiene
como funcioén principal la revision de proyectos de investigacion que inclu-
ya el uso de organismos patégenos y/o sustancias radioactivas, asi como el
manejo de residuos bioldgico-infecciosos y quimico-peligrosos.

En estas comisiones se revisan los proyectos de investigacion que invo-
lucren el uso de organismos y/o de sustancias que puedan afectar la salud
humana. Es importante sefialar que los proyectos de investigacion requieren
del aval de ambas comisiones antes de realizar cualquier actividad. Es ne-
cesario presentar el protocolo de investigacion, en el que se debe de descri-
bir a detalle el uso de organismos, las condiciones de mantenimiento, ob-
tencion de muestras, anestésicos a utilizar y técnicas de sacrificio en caso
de ser necesario, asi como las condiciones en las que los restos de los orga-
nismos se dispondran finalmente.

Actualmente muchas instituciones que financian propuestas de inves-
tigacién con organismos acuaticos empiezan a solicitar a los avales de los
comités de bioética para considerar incluso la revisiéon de un proyecto de
investigacion. También, cuando se somete un manuscrito para su publica-
cidn, las revistas internacionales y/o con factor de impacto, requieren de la
aprobacion del protocolo de investigacién por parte de estos comités de las
instituciones de los autores, donde se realizaron las pruebas de alimentacion.
Debido a ello, es inevitable que la aprobacion por parte de los comités de
bioética de protocolos de investigacidn sea un requisito para el desarrollo
en el campo de la nutricién de organismos acuaticos.



3. Uso de anestésicos para toma de muestras
y sacrificio

Durante el desarrollo de las pruebas de alimentacion es comun que los or-
ganismos sean sometidos a periodos de estrés, particularmente cuando se
realizan las biometrias, proceso en el que se toma el peso y la longitud.
Durante estos procedimientos, los organismos requieren ser sacados del
agua, manipulados para pesarlos y medirlos. Aunque este proceso debe ser
rapido (no mas de 3 minutos por organismos), el estrés puede generar efec-
tos negativos en los organismos e incluso puede ser fatal para algunos esta-
dios de desarrollo o para algunas especies (Neiffer y Stamper, 2009).

Inducir un estado de anestesia es una practica muy comun para mini-
mizar €l estrés causado por la manipulacién en organismos acuaticos. La
anestesia se define como un estado bioldgico con la perdida parcial o total
de las sensaciones o del control voluntario del sistema neuromotor y es
inducido por agentes quimicos conocidos como anestésicos.

Un agente anestésico debe de inducir el estado de anestesia lo mas ra-
pido posible, para minimizar reacciones de hiperactividad o estrés en los
organismos. También debe ser de facil aplicacién y mantener al organismo
anestesiado, posteriormente deben de recuperarse lo mas pronto posible
una vez que son removidos completamente del contacto con el anestésico.
El agente anestésico debe de ser efectivo a concentraciones bajas y la con-
centracion considerada como téxica o sobredosis, debe de exceder por
mucho a la dosis efectiva, para que se cuente con un amplio margen de
seguridad al aplicarlo. Es importante también que muestre alta solubilidad

35


http://comunicacion-cientifica.com

USO DE ANESTESICOS PARA TOMA DE MUESTRAS Y SACRIFICIO

en agua dulce y marina, que sea fcil de conseguir, econdmico y no téxico
para los humanos.

Los anestésicos producen diferentes niveles o etapas de anestesia en los
organismos acudticos y se puede dividir en cuatro (Coyle et al., 2004):

o Etapa 1: sedacidn, en la que se reducen el movimiento del cuerpo de
los opérculos y de la respiracion.

o Etapa 2: anestesia, en la que hay perdida parcial del equilibrio, pero
hay reacciones a estimulos tdctiles.

o Etapa 3: anestesia general o quirtrgica, con la pérdida total del equi-
librio y sin reacciones a estimulos tactiles.

 Etapa 4: muerte, en la que se detienen la respiracién y el latido del
corazdn causado por una sobredosis del anestésico.

Cada una de estas etapas puede alcanzarse dependiendo de la dosis del
anestésico y tiempo de exposicion al que se someten a los organismos. Aun-
que no es muy comun en las pruebas de alimentacién, mantener a los or-
ganismos durante tiempo prolongados en una de las etapas de anestesia ya
mencionadas, puede lograse reduciendo la dosis del anestésico, pues este
tiene un efecto acumulativo en el cerebro y en los musculos del organismo
aun cuando, en sangre, la concentracion del anestésico haya alcanzado un
equilibrio.

Anestesia en organismos acuaticos

Anestesia en peces: la forma mas comun de anestesiarlos es por inmersion
en un bafo con la concentracién adecuada del anestésico. Este tltimo es
absorbido a través de las branquias y rapidamente entra el sistema circula-
torio de los organismos (Coyle et al. 2004).

El proceso mas sencillo para la inmersion es la utilizacion de un reci-
piente con agua del tanque o pecera donde se mantienen a los organismos,
con aireacion continua y agregar el anestésico a la concentracion adecuada
(ver mas adelante), colocar al organismo y esperar la induccién de la anes-
tesia, aunque depende del compuesto utilizado. Este proceso tarda entre 30
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segundos y dos minutos como maximo, ya que, durante las pruebas de
alimentacion, es recomendable que los peces lleguen maximo a la etapa 3
(anestesia general) cuando se realiza la toma de peso y longitud (figura 6).

Figura 6. Juveniles de trucha arcoiris en la fase 3 de anestesia (pérdida total del equilibrio
y sin reacciones a estimulos tdctiles) durante una biometria

Fuente: imagen tomada por el autor

Posterior a la toma de los datos mencionados, es necesario colocar al
organismo en agua libre del anestésico, con aireacion constante y dejar que
se recupere antes de regresarlo al tanque o pecera original.

En organismos muy grandes, como adultos reproductores, la inmersiéon
puede ser poco practica e incluso inutil y por ello se recomienda utilizar el
anestésico en una concentracién adecuada (ver mds adelante), colocarlo en
una botella con espray y rociarlo directamente en las branquias. Este pro-
cedimiento es adecuado cuando los organismos se desovan manualmente
y no tiene efectos negativos sobre los huevos o espermatozoides obtenidos.
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Anestesia en crustdceos: se tiene poca informacion respecto a la induc-
cidn de la anestesia en crustaceos, debido a que no se practica de forma
cotidiana en procesos de manejo de los organismos. Los crustaceos respon-
den de forma diferente a la anestesia a como lo hacen los peces, proba-
blemente porque los anestésicos no afectan los mismos sitios de recepciéon
de las sinapsis. Por ello, muchos anestésicos no son eficaces y se requieren
concentraciones mucho mas altas que en peces o no muestran efecto algu-
no. La mejor forma de anestesiar a estos organismos es usando frio (figu-
ra 7), aunque se debe de tener cuidado con el proceso ya que un enfriamiento
excesivo puede causar la muerte (Coyle et al., 2005).

Figura 7. Juvenil de langostino Macrobrachium acanthurus anestesiado mediante
enfriamiento del agua con hielo al finalizar una prueba de alimentacion
y listo para la toma de muestra

Fuente: imagen tomada por el autor

Anestésicos mas utilizados

Metasulfonato de tricaina o MS-222: este anestésico es el quimico mas uti-
lizado a nivel mundial para peces, pero no tiene efecto alguno en crustaceos.



USO DE ANESTESICOS PARA TOMA DE MUESTRAS Y SACRIFICIO

Es un polvo cristalino blanco, sin olor y con una solubilidad de 1 g por litro
a una temperatura de 20° C. La via de administracién mds comun es través
de bafios de inmersidn y se recomienda disolverlo en agua destilada e igua-
lar el pH con el agua de donde provienen los organismos a anestesiar con
bicarbonato de sodio. E1 MS-222 se absorbe a través de las branquias y la
piel, para llegar al torrente sanguineo y distribuirse en todo el cuerpo. En el
musculo bloquea los canales de sodio y, en menor medida, la ruta del po-
tasio en las membranas de los nervios, actuando como un relajante muscu-
lar. La eficacia del MS-222 depende de varios factores fisicoquimicos del
agua, de la especie y estadio de desarrollo que se estdn utilizando.

En general, dosis de 25 a 250 mg/I son seguras de utilizar en bafios de
inmersion. En la tabla 2 se presentan las dosis mas adecuadas para peces
de acuerdo con lo reportado por Readman et al. (2017).

Tabla 2. Dosis recomendadas para diferentes grupos de peces utilizando el anestésico MS-222

Organismos Sedacion (mg/l) Anestesia (mg/l)

Salmonidos, incluyendo a la trucha arcoiris 10-80 80-100

Especies de aguas tropicales como tilapia y

peces de ornato 2575 100-250

Fuente: elaboracion propia.

El uso de MS-222 puede tener algunos efectos negativos al momento de
introducir a los organismos al bafio, entre los que se pueden mencionar la
elevacion de ritmo cardiaco y de la respiracion, acompanado de niveles ele-
vados de glucosa en sangre. Asi mismo, se ha reportado que altera los indices
bioquimicos del plasma sanguineo, el patrén hematoldgico, marcadores de
estrés oxidativo y las enzimas antioxidantes, por lo que no es recomendable
su uso cuando se pretende medir dichos parametros como respuesta a un
tratamiento. Como se ha mencionado, este anestésico no presenta efecto
alguno en los crustaceos, por lo que no debe de utilizarse en estos organismos.

Aceite de clavo: el aceite de clavo es un liquido café oscuro que se obtie-
ne a partir de flores, tallos y hojas del arbol del clavo, por medio de una
destilacion. Sus ingredientes activos son el eugenol e iso-eugenol, que com-
prenden el 95% del aceite. Se absorbe principalmente en las branquias, aun-
que también puede ingresar al organismo por medio de la piel y debido a
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que es altamente lipofilico, una vez dentro del torrente sanguineo, se absor-
be rapidamente en los tejidos con alto contenido de grasa y en el cerebro.

En general, las dosis con aceite de clavo desde 2 a 150 mg/l son seguras
de utilizar en bafios de inmersion. En la tabla 3 se presenta las dosis mas
adecuadas para los organismos acudticos (Javahery et al., 2012 y Priborsky
y Velisek, 2018).

Tabla 3. Dosis recomendadas para diferentes grupos de peces y crustdceos utilizando
aceite de clavo

Organismos Sedacién (mg/l) Anestesia (mg/I)
Salmonidos, incluyendo a la trucha arcoiris 2-5 40-60
Especies de aguas tropicales, como tilapia 10 40
Especies de ornato pequefias 0.02 0.05
Crustaceos 100 200

Fuente: elaboracion propia.

El uso de aceite de clavo puede tener efectos negativos sobre algunos
parametros hematoldgicos y bioquimicos en muestras de sangre de los or-
ganismos, su uso repetido y prolongado afecta el consumo de alimento y el
crecimiento.

Otros anestésicos: 1a benzocaina o etil aminobenzoato, es quimicamente
similar al MS-222. Es un polvo blanco que no es soluble en agua y su uso
en organismos acuaticos requiere una disolucion previa en etanol o acetona.
Se puede utilizar en concentraciones de entre 25 a 100 mg/1 en la mayoria
de las especies, con un margen bastante bueno de seguridad, aunque este
puede reducirse a temperaturas altas (Coyle et al., 2004).

El Aqui-S es un producto desarrollado en Nueva Zelanda y esta com-
puesto por isoeugenol y polisorbato 80. Una dosis de 20 mg/1 es efectiva
para la mayoria de los organismos acudticos y la induccién parece ser libre
de estrés, pues suprime la liberacion de cortisol. También se ha reportado
que tiene efectos sobre los crustaceos, pero a concentraciones 10 veces
mas que en peces. Es importante sefialar que este producto no esta dispo-
nible en México, pero es posible solicitarlo a Estados Unidos (Coyle et al.
2004 y Coyle et al. 2005).
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Sacrificio de los organismos

Al término de una prueba de alimentacion es necesario obtener diferentes
muestras de tejido de los organismos, con el objetivo de realizar analisis
posteriores y entender de mejor manera el efecto de los alimentos utiliza-
dos a nivel fisiologico, bioquimico e incluso genético. La toma de muestras,
en la mayoria de los casos, conlleva el sacrifico de los organismos pues se
requiere de la diseccion de diferentes 6érganos para realizar los analisis co-
rrespondientes. Debido a que esto implica técnicas intrusivas, es necesa-
rio sacrificarlos de la forma mas humana posible, evitando al maximo la
nocicepcion.

El sacrificio de los organismos se realiza, regularmente con una sobre-
dosis de anestesia ya que evita que los organismos sufran y que las muestras
representen lo mas fielmente posible al estado normal. Es necesario, sin
embargo, asegurar que el organismo este en al menos la etapa 3 y se reco-
mienda la destruccion del cerebro y de la parte anterior de la medula espinal.

El proceso de toma de muestras con el sacrificio de los organismos pue-
de realizarse en varias fases. Si se requiere la obtencién de sangre, es nece-
sario colocar al organismo en un bafno con el anestésico y cuando llegue a
la etapa 3 (pérdida total del equilibrio y sin respuesta a estimulos tactiles)
se toman las muestras de sangre. Esto debido a que se requiere que el cora-
z6n continue bombeando sangre y no haya coagulacién al momento de
tomar la muestra. Posteriormente, se debe de asegurar la muerte con la
decapitacion y la destruccion de la medula, proceso que debe hacerse rapi-
damente (Avma 2020). Después de este proceso, se puede hacer la diseccion
de los tejidos necesarios. En el caso de solo requerir muestras de tejidos, los
organismos deben de colocarse en la anestesia y realizar el sacrificio ya
mencionado.

En general, la dosis de MS-222 que causa la muerte de los organismos
es mayor a los 400 mg/1 por un periodo de 5 minutos, aunque depende de
la especie y del estadio de desarrollo. En el caso del aceite de clavo, una
dosis de mayor a los 200 mg/1 es suficiente. Como se ha mencionado, los
crustaceos no son susceptibles a la mayoria de los anestésicos o se requieren
de una concentracion alta para inducir apenas la anestesia. Por ello se reco-
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mienda para su sacrificio el uso de frio, aunque esto puede durar entre 20
y 30 minutos, dependiendo de la especie y el estadio de desarrollo. Sin duda,
el proceso causa estrés en los organismos, pero hasta el momento no existe
otra técnica mas efectiva. Regularmente los organismos se colocan en bolsas
con agua del mismo tanque y se colocan en una temperatura de entre 2 y
4°C. Se puede utilizar un recipiente con hielo o colocarlos directamente en
el refrigerador y observarlos constantemente.



4, Obtencion de muestras

Toma de muestras para andlisis: al termino de las pruebas de alimentacion,
es comun la obtencion de muestras de diferentes tejidos para determinar el
efecto de los tratamientos sobre ellos (figura 8).

Figura 8. Algunos aspectos de la diseccién de juveniles de trucha arcoiris recién sacrificados
para la obtencion de muestras de tejido para andlisis posteriores

Fuente: imagenes tomadas por el autor.
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Sin duda, la toma de dichas muestras depende de lo establecido en los
objetivos y se pueden incluir aquellas para determinar los contenidos de
proteinas y/o lipidos, perfiles de aminoacidos y acidos grasos, respuesta
inmunolégicas e incluso expresion de genes. Un aspecto importante que
debe de ser tomado en cuenta para la realizacion de los muestreos es la
preparacion del material necesario de forma previa. Se debe considerar los
materiales para anestesiar a los organismos, para realizar la diseccion (cha-
rolas de diseccidn, hojas de bisturi, tijeras, pinzas), los envases para la co-
lecta de los tejidos (tubos previamente marcados con el tratamiento, el tipo
y la fecha), asi como de recipientes para mantener frios o congelados los
tejidos y materiales para la disposicion de los desechos generados (papel
periddico y bolsas de plastico).

Es recomendable realizar la diseccion de los 6rganos lo mas rapido po-
sible para evitar el deterioro de las estructuras o compuestos y que pueda
afectar a los analisis que se realizaran posteriormente.

A continuacion, se enlistan procedimientos generales para el manejo de
las muestras de acuerdo con las técnicas de analisis de los tejidos:

o Andlisis quimico-proximales: para este tipo de analisis es muy co-
mun utilizar el cuerpo completo de los organismos, particularmente
cuando estos son muy pequefos. También es posible determinar el
efecto de algunos nutrientes en la composicion proximal de diferen-
tes 6rganos. Para el caso de organismos completos es altamente re-
comendable secarlos por medio de liofilizacién, ya que el secado con
alta temperatura generada por un horno puede acelerar la descom-
posicion de las muestras. Después de la liofilizacion, las muestras
pueden mantenerse en tubos o bolsa de plastico, colocado en conge-
lacién entre —4° y —20° C por maximo un aflo, aunque se recomienda
hacer dichos analisis en un periodo no mayor a los 6 meses. Para el
caso de 6rganos individuales, justo después de la diseccién pueden
ser congelados inmediatamente y almacenarse en tubos o bolsas de
plastico. También pueden ser liofilizados casi inmediatamente des-
pués de la diseccion. Debe de considerarse que algunos 6rganos tie-
nen un alto contenido de agua (como el higado) y durante el liofili-
zado se puede perder la mayor parte de la muestra. En todos los
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casos, las muestras deben de ser mantenidas en congelacién entre
—4°y —20°C por un periodo no mayor a los 6 meses.

o Andlisis bioquimicos: para estos andlisis se utilizan diferentes 6rga-
nos, como musculo e higado. Como en el caso de las muestras para
analisis quimico-proximales, las muestras pueden ser liofilizadas o
procesadas directamente, y deben de congelarse inmediatamente
después de la diseccién. Algunos analisis mas comunes son las de-
terminaciones de patrones de aminoacidos y/o acidos grasos y
deben mantenerse en congelacion de —30° C por periodos no mayo-
res las 3 meses.

o Andlisis de sangre: las muestras de sangre deben de usarse de forma
inmediata, especialmente si se requiere hacer una biometria hemati-
ca (tipos celulares y cantidad de cada uno de ellos). También es co-
mun utilizar el suero (se obtiene mediante la centrifugaciéon de la
sangre sin la adicion de anticoagulantes, después de dejarla coagular
por 2 horas a 4°C) o el plasma (se obtiene también mediante centri-
fugacion, pero con la adicion de anticoagulantes), los cuales se pueden
ser congelados a —30° C por un periodo de no mayor a 10 dias.

o Andlisis histoldgicos: para el desarrollo de este tipo de técnicas es ne-
cesario utilizar un fijador como formol 4%, formol tamponado 4% o
etanol 70%. Las muestras no requieren de refrigeracion o congela-
cién y pueden ser almacenadas por tiempo indefinido, aunque se
recomienda realizar la técnica en un tiempo no mayor a 6 meses,
pues las estructuras celulares pueden deteriorarse en el fijador, prin-
cipalmente en formol sin ser tamponado.

o Andlisis inmunoldgicos: el procesamiento de las muestras para el
determinar las respuestas inmunes depende practicamente de cada
técnica a desarrollar, pues se puede utilizar el 6rgano justo después
de extraerlo (por ejemplo, la técnica de la actividad explosiva de los
macréfagos requiere obtener los riflones, macerarlos y colectar in-
mediatamente las células para cultivarlas en un medio especifico y
posteriormente desarrollar la prueba) o congelar las muestras. Se re-
comienda que las muestras que puedan congelarse de forma inme-
diata y mantenerlas a —30°C y analizarlas dentro de los primero 30
dias después de obtenerlas.
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o Andlisis de la expresion de genes: las muestras pueden tomar proce-
sarse dependiendo de la rapidez con la que se realicen los andlisis.
Debido a que el ARN se desnaturaliza con facilidad después de la di-
seccion, es necesario estabilizarlo: si las muestras se procesaran justo
después de obtener el tejido y en un periodo no mayor a una hora, se
deben de colocar en hielo. Si las muestras seran procesadas en el
mismo dia, pero no inmediatamente, se recomienda colocarlas en
nitrégeno liquido para se congelen rapidamente y no haya perdida
de ARN. Finalmente, si los andlisis no se realizaran dentro del primer
dia de la obtencién de las muestras, lo mejor es colocarlas en una
sustancia estabilizadora de ARN, como el RNalater, congelarlas pre-
ferentemente a —80° C y analizarlas en un periodo no mayor a los 6
meses.

Anatomia de peces y crustdceos: la identificacion de diferentes estructu-
ras anatdmicas externas e internas de los organismos acudticos en expe-
rimentacion es una parte importante durante la toma de muestras de los
diferentes tejidos para su analisis posterior. A continuacidn, se presentan
algunos esquemas de estructuras externas e internas en la trucha arcoiris y
el langostino nativo Macrobrachium acanthurus.

Figura 9. Estructuras externas de un juvenil de trucha arcoiris

Fuente: imagen tomada y composicién por el autor
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Figura 10. Estructuras internas de una trucha hembra y se observa el higado,
los ciegos pildricos y los rifiones, érganos susceptibles de colecta para andlisis posteriores.
También se observa el ovario con ovocitos en diferentes fases de desarrollo

Fuente: imagen tomada y composicién por el autor

Figura 11. Estructuras internas en juveniles de trucha

Nota: A, corte en la parte dorsal para obtener muestras de musculo blanco. B, se observan otros tejidos que
pueden ser colectados, ciegos piléricos e intestino anterior
Fuente: imagen tomada por el autor
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Figura 12. Esquemas de las estructuras externas de un langostino macho

Fuente: imagen tomada y composicién por el autor

Figura 13. Esquema de las estructuras internas de langostino, el hepatopdncreas
es el drgano donde se desarrollan la mayor parte de los procesos metabdlicos
de los crustdceos. También es posible tomar muestras de intestino y musculo

Fuente: imagen desarrollada por el autor



5. Parametros de crecimiento

Al finalizar una prueba de alimentacidn, el crecimiento de los organismos
es la respuesta mas facil de obtener e indicaria si un tratamiento tuvo un
efecto sobre ellos. La determinacion del crecimiento es muy ttil en los peces
y sus estadios de desarrollo como crias o juveniles. Bajo condiciones nor-
males, los peces en estas etapas de desarrollo, presentan tasas de crecimien-
to rapidas y los tratamientos con la deficiencia de algin nutriente tienen un
efecto negativo sobre la velocidad del crecimiento de los organismos de
forma notable.

En el caso de peces adultos o en etapa reproductiva, los diferentes indi-
ces son muy cercanos a cero, es decir, la velocidad de crecimiento disminuye
notablemente. Esto se debe a que hay un cambio en el flujo energético; que
genera el aumento en la musculatura y el crecimiento de los organismos, la
energia se dirige al desarrollo de génadas y de los gametos, asi como al
desarrollo de caracteres sexuales secundarios.

El crecimiento en crustaceos en etapas de poslarvas, y/o juveniles, debe
recordarse que no es igual al de los peces. En el grupo de los crustaceos,
el proceso se lleva a cabo en dos etapas: una propiamente de crecimiento
y la otra es de muda del exoesqueleto (ecdisis), lo que genera escalona-
miento en el desarrollo de los organismos. Por otro lado, en adultos y
organismos en proceso reproductivo, se presenta también un cambio en
el uso de energia, que pasa del crecimiento al desarrollo de gonadas y
gametos.
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A lo largo del tiempo se han desarrollado diferentes indices para estimar
el crecimiento y en nutricién de organismos acuaticos, el peso es la variable
que se prefiere utilizar. Sin embargo, algunas veces es recomendable tomar
también la longitud para poder calcular otros parametros.

Es importante sefialar que los indices descritos a continuacion se deben
calcular con base en medidas individuales, es decir, considerando el peso
de cada individuo de ser posible o el promedio por individuo.

Sin duda y considerando un escenario ideal, deberia ser posible tomar
medidas individuales de los organismos usados en una prueba. Esto puede
lograrse mediante un proceso de marcaje para cada individuo y que permi-
ta su facil identificacion a lo largo y al final de la prueba. Existen diversos
tipos de marcas que pueden ser utilizados en peces, desde cintas identifica-
doras, que se colocan en el pedunculo caudal, a etiquetas que se implanta
en el ojo o chips que pueden ser colocados de forma intramuscular. El uso
de estas técnicas de marcaje son caras y consumen tiempo, pero gracias a
ellas se puede obtener informacién mas detallada (figura 14).

Figura 14. Aspectos de marcas en peces para la identificacion de individuos

Fuente: imagenes tomadas por el autor

Nota: A, se observa la lectura de un chip de identificacion insertado en el musculo dorsal de un macho de
trucha arcoiris. B, etiqueta en el ojo de un juvenil de trucha y un acercamiento de la cabeza del mis-
mo organismo, donde se aprecia la etiqueta de color naranja justo a un lado del ojo.
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Si no se cuentan con recursos para establecer un marcaje adecuado de
todos los organismos que participan en la prueba de alimentacion, es comun
utilizar el peso promedio por organismo: se toma un numero conocido de
organismos y se pesan, tomando el promedio como medida individual. El
uso de esta técnica es rapido y no presenta ningun esfuerzo técnico o eco-
némico, pero en definitiva no es tan exacta como la descrita anteriormente.

En cualquier caso, los indices que se utilizan mas comunmente para
determinar el crecimiento de los organismos acuaticos son:

Peso final (PF): aunque no se requiere realizar calculos para determinar
el peso final, es importante sefialarlo como la variable de respuesta inme-
diata para determinar el efecto de un tratamiento. Se expresa en gramos por
individuo.

Ganancia en peso (GP): este indice establece la diferencia entre el peso
obtenido al final de la prueba (Py) y el peso registrado al inicio (P;). Con ello,
se obtiene el peso que un organismo ha ganado en un tiempo determinado
y existen dos formas de expresarlo:

1. La primera solo considera la diferencia entre el peso inicial (P;) y el
peso final (P;), y el resultado indica cuantos gramos gano un organis-
mo en un tiempo determinado. También se le conoce como ganancia
en peso absoluta (Gpa) y la férmula para calcularlo es:

GPA = Pf- Pi

2. La segunda forma de calcularlo es utilizando la diferencia entre los
pesos final e inicial y multiplicarlos por 100, para obtener el porcen-
taje. En este caso, la informacién obtenida refiere al porcentaje que
gano el organismo con respecto al peso inicial. La formula para cal-
cularlo es:

GP = [(Pf— Pi) + Pi] x 100

Tasa de crecimiento especifico (TCE): como la GP y la TCE establecen la
diferencia del peso entre el inicio (Pi) y el final (Pf), pero considerando al
tiempo (usualmente niimero de dias) en la ecuacién. La informacion obte-
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nida en este caso refiere al porcentaje (del peso) que un organismo gané por
dia, por lo que se expresa en %/dia. Es importante sefialar que los datos
obtenidos de peso deben de transformase a logaritmo de base natural y en
valores menores a 1, se obtienen valores negativos cuando se realiza la trans-
formacion a base natural. Por ello se recomienda transformar los valores de
peso menores a 1 gy utilizar miligramos.

La férmula para calcular la TCE es:

TCE = [(InPf — InPi) + tiempo] x 100

Tasa de eficiencia del alimento (TEA) y Tasa de conversion del alimento
(TCcA): en estos dos indices se utilizan los datos obtenidos de alimento con-
sumido (en base seca) y la ganancia en peso de los organismos (en gramos)
y ambas expresan la cantidad de alimento necesario para generar incremen-
to de peso en los organismos. La formula para calcular la TEA es:

TEA = ganancia en peso (g) + peso total del alimento consumido
en base seca (g)

Por otro lado, la TCA es el reciproco de la TEA y la férmula para calcu-
larlo es:

TCA = peso total del alimento consumido en base seca (g)
+ ganancia en peso (g)

Los valores de la TEA regularmente se encuentran entre 0 y 1. El mejor
aprovechamiento del alimento se encuentra con los valores cercanos a 1.
Considerando, por ejemplo, que se requieren diez kilogramos de alimento
para que los organismos ganen 5 kilogramos de peso, nos da un valor de
TEA de 0.5 (5 + 10 = 0.5).

Por el contrario, los valores de la Tca estan por arriba de 1 y consideran-
do el ejemplo anterior, nos va un valor Tca de 2 (10 + 5 = 2). Usualmente se
considera que valores de entre 1.5y 2.0 representan un mejor aprovechamien-
to del alimento, aunque en algunas especies como la trucha o el salmén, los
valores pueden ser de entre 1.0 a 1.3, y considerados normales.
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Otro indice relacionado con la TEA, es la tasa de eficiencia de la protei-
na (TEP) en la que Unicamente se sustituye el alimento por el contenido de
proteina del alimento en cuestion.

Coeficiente térmico de crecimiento (cTc): aunque este indice fue propues-
to desde la década de los noventa del siglo pasado, apenas se empieza a usar
de forma cotidiana en las publicaciones relacionadas con el desarrollo de
pruebas de alimentacion. El cTc pretende sustituir a tasa de crecimiento
especifico (TCE), ya que se considera que esta ultima tiende a sobreestimar
los pesos de los organismos entre los valores iniciales y finales. Al utilizar los
valores de peso elevado a 1/3, el cTc permite una mejor representacion del
crecimiento entre los valores iniciales y finales utilizados. Ademas, permi-
tiria hacer comparaciones entre experimentos con la misma especie, pero
con condiciones ambientales diferentes, particularmente en lo referente a
la temperatura. Al utilizar la temperatura promedio durante la prueba de
alimentacion, se corrige el efecto de esta sobre el crecimiento de los orga-
nismos. Actualmente, ambos pardmetros se utilizan para estimar el creci-
miento y es recomendable calcular ambos.

La férmula para calcular el ctc es (Powell et al., 2020):

crc = [(Pf* — Pi*) + (tiempo x temperatura promedio)] x 100

Factor de condicion (K): el factor de condicion es un indice que se ha
utilizado regularmente en la biologia pesquera e indica el estado de un or-
ganismo o condicion, dada por la relacién entre el peso, la longitud y en el
unico tiempo en que se realiza la medicion. Basicamente los valores obte-
nidos solo permiten establecer si un organismo tiene un peso adecuado con
respecto a su longitud o presenta sobrepeso o un peso bajo. Esto se deter-
mina con respecto a otros valores encontrados en la poblacion. La férmula
para calcularlo es:

K = (Peso + Longitud)’ x 100
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Es indudable que en el futuro se seguiran realizando pruebas de alimen-
tacion, ya que son una parte integral de la nutricién de organismos acua-
ticos. De acuerdo con el dltimo reporte de la FA0 (2024), en el mundo se
producen 564 especies y, aunque hay un grupo de especies (trucha, salmon,
tilapia, carpas, camar6n) que dominan la produccién global, cada afio se
anaden nuevas especies locales a los sistemas de cultivo. Y sin duda, la
investigacion para determinar los requerimientos nutricionales continua-
ra en los proximos aflos conforme nuevas especies van agregandose a los
ciclos productivos.

Y conforme nuevo conocimiento sobre el comportamiento y fisiologia
de estos organismos vaya apareciendo, la legislaciéon sobre su trato huma-
nitario y ético serd cada vez mds estricta. Por ello, es necesario sentar las
bases en los futuros profesionistas sobre el manejo adecuado de los orga-
nismos acuaticos en condiciones experimentales. Esto no solo es con el
objetivo de obtener informacion adecuada y precisa sobre respuestas de
los organismos, sino también con el respeto que deben tener los investi-
gadores hacia los sujetos de prueba que hasta hace pocos afos se consi-
deraron como organismos primitivos y que tenian un sistema nervioso
tan incipiente que eran incapaces de sentir algo mds que un estimulo
negativo.

Finalmente, México requiere de desarrollar una normativa clara y pre-
cisa respecto al uso de organismos acuaticos en condiciones experimentales
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y establecer parametros que permitan desarrollar protocolos de investiga-
cién que se ajusten a normas internacionales y no afecten solicitudes de
financiamiento internacionales o la aceptacién de articulos de investigacién
en revistas. Sin duda, este también es un campo de posible desarrollo pro-
fesional para los futuros investigadores.
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