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RESUMEN 

 

En el presente estudio se evaluó la concentración letal media (CL50) del 

dinoflagelado Gymnodinium catenatum para postlarvas (PL) de Litopenaeus 

vannamei, realizando experimentos de exposición aguda durante 24 horas a siete 

concentraciones de los siguientes tres tratamientos: cultivo (CTV), medio de cultivo 

(MC) y células (CE), y se analizaron las toxinas por Cromatografía Líquida de Alta 

Resolución (HPLC). La biomasa del dinoflagelado se obtuvo por medio del cultivo de 

una cepa aislada de la bahía de Mazatlán (GCMQ-2), la cual fue crecida en medio 

de cultivo GSe y en condiciones controladas de laboratorio (salinidad 35, ciclos de 

luz obscuridad 12:12 hrs, 75 µE /m2/s de flujo de fotones y temperatura de 23 °C). El 

perfil tóxico del cultivo de G. catenatum determinado por HPLC se integró por las 

toxinas STX, NeoSTX, GTX2, GTX3, C1 y C2, con una toxicidad de 3.54X10-4 µg 

STXeq/Cél para el tratamiento CTV, 3.54X10-4 µg STXeq/Cél para el tratamiento MC 

y 7.26X10-6 µg STXeq/Cél para el tratamiento CE. Se obtuvo una CL50 de 2.84X102 

µg STXeq/mL (8.01X105 Cél/L) para el tratamiento CTV y 3.00X102 µg STXeq/mL 

(8.47X105 Cél/L) para el tratamiento MC; para el caso de la exposición a células 

(CE) no se logró calcular la CL50 ya que los resultados indicaron que la mayor 

concentración de exposición a este tratamiento produjo un porcentaje de mortalidad 

inferior al 5%, mientras que para el tratamiento con cultivo y medio de cultivo, el 

porcentaje de mortalidad fue de 100% para ambos casos a esa misma 

concentración. Por medio del inmunoensayo ELISA, se determinó concentración de 

saxitoxinas en postlarvas expuestas a los tratamientos CTV y MC, la cual resultó de 

1.10 µg STXeq/g de PL para ambos tratamientos. En base a los resultados de los 

análisis de HPLC, la prueba ELISA y de la determinación de la CL50, se confirma 

que las postlarvas de camarón expuestas al dinoflagelado G. catenatum mueren en 

función de la concentración de toxinas paralizantes de tipo hidrosoluble, y que la 

exposición directa es la principal causa de mortalidad. 

 

 

 

 



ABSTRACT 

 

The median lethal concentration (LC50) of the dinoflagellate Gymnodinium catenatum 

on postlarvae (PL) Litopenaeus vannamei was evaluated by experiments of acute 

exposure (24 h) to seven concentrations of three treatments: culture (CTV), medium 

(MC) and cells (CE). Toxins were analyzed by High Performance Liquid 

Chomatography (HPLC). Dinoflagellate biomass was obtained growing in GSe 

culture medium a strain isolated from the Mazatlan Bay (GCMQ-2) under controlled 

laboratory conditions (salinity 35, dark light cycles12:12 h, 75 µE /m2/s photoflux and 

23 °C). The toxic profile of G. catenatum cultures determined by HPLC was 

integrated by STX, NeoSTX, GTX2, GTX3, C1 and C2 toxins; results of toxicity were 

3.54X10-4 µg STXeq/Cell for CTV treatment, 3.54X10-4 µg STXeq/Cell for MC 

treatment and 7.26X10-6 µg STXeq/Cell for CE treatment. LC50 obtained were 

2.84X102 µg STXeq/mL (8.01X105 cell/L) for CTV treatment and 3.00X102 µg 

STXeq/mL (8.47X105 cell/L) for MC treatment; LC50 for exposure to cells in CE 

treatment could not be estimated because the highest exposure (2.00X106 cells/L) 

gave < 5% mortality while in the treatments with culture and with culture medium, the 

mortality was 100% at the same concentration. Using the ELISA assay, toxin 

concentration was 1.10 g STXeq/g of PL and it was determined in postlarvae 

exposed to treatments CTV and MC. Based on the results of the liquid 

chromatography analysis, ELISA and determination of the LC50, it was confirmed that 

mortality of shrimp postlarvae by the dinoflagellate G. catenatum exposure depends 

on the concentration of hydrosoluble paralytic toxins, and that the direct exposure is 

the main reason of mortality. 
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1. INTRODUCCIÓN 

En los últimos años, la industria del cultivo de camarón se ha expandido a 

lo largo de las costas tropicales y subtropicales, la producción mundial del 

camarón cultivado ha aumentado de 213,600 toneladas en 1985 a 

3,399,105 toneladas en 2011. Se estima que entre 1 y 1,5 millones de 

hectáreas de terreno a lo largo de las costas del mundo, están cubiertas 

por granjas camaroneras (FAO, 2011).  

 

En la actualidad, el cultivo de camarón en México es la principal industria 

acuícola del país (130,000 toneladas producidas en 2008) y los líderes de 

esta producción son los estados de Sinaloa, Sonora y Nayarit. Sinaloa es 

actualmente el estado con mayor cantidad de granjas camaroneras, se 

encuentran más de 502 granjas camaroneras y laboratorios, y la 

producción supera las 34,000 toneladas al año (Ponce-Palafox et al., 

2011; SAGARPA-CONAPESCA, 2011).  

 

En Sinaloa, la mayoría de las actividades de cultivo de camarón son de 

monocultivo semi-intensivo con uno o dos ciclos por año. Por lo general, 

las granjas se abastecen de agua de fuentes naturales, principalmente de 

sistemas lagunares o directamente del mar. En vista de la falta de pre-

tratamiento de esta agua, un alto porcentaje de organismos planctónicos 

provenientes de los cuerpos de agua de abastecimiento, pueden 

introducirse en los estanques de cultivo desde el momento en que estos 

se inundan, al inicio de un nuevo ciclo de cultivo (Páez-Osuna, 2001b; 

Páez-Osuna et al., 2003). 

 

Existe una relación entre la cantidad y calidad del fitoplancton y el 

desarrollo del camarón en estanques semi-intensivos. Por este motivo, se 

estimula el crecimiento fitoplanctónico por medio de la aplicación de 

fertilizantes inorgánicos. Sin embargo, estas prácticas convierten los 

estanques de cultivo en ambientes eutróficos, por lo cual en ocasiones se 

desarrollan especies nocivas, cuyas concentraciones pueden alcanzar 
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hasta 3.0X109 Cél/L durante los florecimientos, que afectan el buen 

desarrollo del camarón (Alonso-Rodríguez et al., 2004a).                                                            

 

Aproximadamente 300, de todas las especies de microalgas existentes se 

pueden presentar ocasionalmente en concentraciones tan elevadas que 

causan un cambio de color en la superficie del mar, en las denominadas 

“mareas rojas” (Gerssen et al., 2010). La palabra “floración” o 

“florecimiento” se emplea para indicar el crecimiento explosivo de 

cualquiera de estos organismos, cuyo color conferido al agua varía, 

dependiendo de los pigmentos de los organismos presentes. Aunque la 

mayoría de estos eventos son inocuos o incluso benéficos, se conocen 

actualmente, más de 135 especies fitoplanctónicas que pueden dar lugar 

a Florecimientos Algales Nocivos (FANs), que provocan daños a 

organismos o ecosistemas; 65 de estas especies pueden producir 

potentes toxinas (IOC-UNESCO, 2011).  

 

Los FANs pueden formarse por especies productoras y no productoras de 

toxinas. No todas las especies nocivas producen toxinas, y existen 

algunas cuyas proliferaciones pueden ocasionar la muerte de organismos 

en el medio marino sin la producción de toxinas, ya que cuando están 

presentes en concentraciones elevadas pueden causar una disminución 

del contenido de oxígeno disuelto en el agua o dañar mecánicamente las 

branquias de los peces. Entre las principales especies formadoras de los 

FANs que causan importantes impactos sobre la salud humana, el medio 

ambiente, el turismo y la acuicultura, se encuentran representantes de los 

dinoflagelados, diatomeas y cianobacterias (Assadi et al., 2007; Núñez-

Vázquez et al., 2011). 

 

Las microalgas son el alimento natural de moluscos bivalvos filtradores, 

de ciertos peces herbívoros y de larvas de diferentes organismos marinos, 

como moluscos y crustáceos, que a su vez son recursos marinos para los 

seres humanos. Sin embargo, son muchos los casos de floraciones de 
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algas que han sido asociadas a severas intoxicaciones y muerte de seres 

humanos, mamíferos marinos, peces, crustáceos y aves (Suárez y 

Guzmán, 1998; FAO, 2005; Núñez-Vázquez et al., 2011). 

 

Entre los efectos negativos de los FANs, destacan las intoxicaciones por 

consumo de mariscos o peces que contienen biotoxinas, como las 

paralizantes (PSP, Paralytic Shellfish Poisoning), diarreicas (DSP, 

Diarrhetic Shellfish Poisoning), amnésicas (ASP, Amnesic Shellfish 

Poisoning), neurotóxicas (NSP-Neurotoxic Shellfish Poisoning) y de 

Intoxicación por Ciguatera (CFP, Ciguatera Fish Poisoning). Aparte de los 

mencionados, otros efectos negativos de estas toxinas son la muerte 

masiva de organismos marinos, incluidos los de cultivo y el deterioro de la 

calidad de las aguas (Gerssen et al., 2010).  

  

Se ha documentado la presencia de los FANs en los estanques de cultivo; 

los ambientes eutróficos resultan muy favorables para la proliferación de 

especies tóxicas como Alexandrium tamarense, Gymnodinium catenatum, 

Dinophysis spp., Pseudonitzschia pungens, Cochlodinium polykrikoides y 

Gymnodinium mikimotoi, provocando pérdidas económicas a la industria 

del cultivo de peces y del camarón (Páez-Osuna, 2001a; Alonso-

Rodríguez y Páez-Osuna, 2003; Alonso-Rodríguez et al., 2004a). 

 

Las biotoxinas algales son metabolitos secundarios que varían en 

estructura, composición atómica, y actividad funcional, que son 

producidos por microorganismos marinos (algas) y son venenosos para 

otros organismos (Granéli y Turner, 2006). 

 

El impacto de las toxinas producidas por microalgas en acuicultura puede 

ocurrir de dos maneras: 1) por ingestión de fitoplancton tóxico por parte 

de los organismos en cultivo; 2) por el contacto (absorción a través de 

membranas) de los organismos en cultivo con la toxina disuelta en el 
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agua después de la lisis celular del organismo toxigénico (Ochoa et al., 

2004).  

 

La exposición crónica a estos compuestos puede provocar efectos letales 

o sub-letales en organismos en el medio natural o en cultivo. Algunos de 

los efectos son: anormalidades en los hábitos alimenticios, 

comportamiento extraño, disfunciones fisiológicas, reducción de tallas, 

crecimiento y reproducción, aumento de susceptibilidad a enfermedades, 

inmunosupresión, patologías de índole tóxico y desarrollo de tumores 

(Landsberg, 2002; Ochoa et al., 2004). 

 

Algunas especies de dinoflagelados producen toxinas muy potentes, que 

pueden ser transferidas en la trama alimenticia y afectar a la salud 

humana, ocasionando parálisis, diarreas muy severas, irritación en ojos y 

vías respiratorias, amnesia y diversos síntomas neurológicos, que en 

algunos casos son irreversibles o fatales (Batoréu et al., 2005; 

Morquecho, 2008a). 

 

Las toxinas paralizantes (TPs) son potentes neurotoxinas hidrosolubles, 

son alcaloides de bajo peso molecular que constituyen un grupo de 

compuestos estrechamente relacionados derivados de la saxitoxina, se 

acumulan en los mariscos al ingerir las algas que las producen (Batoréu 

et al., 2005; Gárate-Lizárraga et al., 2006; Kwong et al., 2006; Campás et 

al., 2007; Wang, 2008; Jester et al., 2009). La ingestión de estos mariscos 

contaminados causa en el ser humano EPM (Envenenamiento Paralizante 

por consumo de Mariscos). Los síntomas de esta intoxicación, pueden 

presentarse como un entumecimiento o picazón leve hasta la parálisis 

respiratoria, que en casos fatales ocurre entre dos y doce horas después 

de la ingestión (Rojas et al., 2002; FAO, 2005; Campás et al., 2007; 

Botana, 2009). 
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Las TPs son compuestos tóxicos producidos por algunas especies de 

dinoflagelados y cianobacterias que, de acuerdo a su estructura química 

pueden ser clasificadas o divididas en: 1) carbamato (STX, neoSTX) y las 

gonyautoxinas (GTX1-4), 2) N-sulfo-carbamoil (GTX5-6, C1-4), 3) 

decarbamoil (dc-) (dcSTX, dcneoSTX, dcGTX1-4) y 4) compuestos de 

desoxidecarbamoil (do-) (doSTX, doneoSTX y doGTX1) (Figura 1).  

 

Figura 1.  Estructura química de las toxinas paralizantes (Hernández-
Sandoval et al., 2009). 
 

Se han identificado al menos 21 derivados hidrofílicos que son fuente de 

envenenamiento de tipo EPM, principalmente a partir de los 

dinoflagelados Alexandrium spp., G. catenatum, y Pyrodinium bahamense 

var. compressum y de mariscos que se alimentan de algas tóxicas (FAO, 

2005; Wang, 2008; Clemente et al., 2009; Kalaitzis et al., 2009; Botana, 

2009). Recientemente se ha documentado que el dinoflagelado tóxico 

Gymnodinium catenatum produce una nueva subclase de toxinas 

paralizantes, las cuales contienen en la cadena lateral, una fracción 

hidrofóbica formada por un hidroxibenzoato en lugar del grupo carbamoil 

(toxinas GC) (Vale, 2008a). 

 

La saxitoxina es la principal toxina paralizante, pertenece a la familia de 

neurotoxinas y es una de las más potentes toxinas conocidas, bloquea el 
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movimiento del ión sodio a través de la membrana celular nerviosa, 

paralizando el flujo del impulso nervioso (Rojas et al., 2002; Gerssen et 

al., 2010), lo cual daña el funcionamiento celular, inhibe las señales 

eléctricas, la actividad nerviosa y la comunicación sináptica, causando los 

síntomas de EPM (Hernández-Orozco y Gárate-Lizárraga, 2006; Kwong 

et al., 2006; Botana, 2009). 

  

Los métodos usados para determinar TPs en organismos marinos son 

biológicos, entre los cuales se encuentra el bioensayo en ratón, los 

inmunoenzimáticos como la prueba ELISA y químicos como la 

cromatografía líquida de alta resolución (Rojas et al., 2002). El método 

más efectivo para confirmar y determinar el perfil de la toxina en 

organismos afectados es la cromatografía líquida de alta resolución 

(HPLC) (Sullivan et al., 1985; Campás et al., 2007; Botana, 2009; Reis-

Costa et al., 2009; Garet et al., 2010). 

 

Se han documentado eventos de mortandad de camarón en Sinaloa en 

1999, 2001 y 2003, asociados a la presencia del dinoflagelado G. 

catenatum que produce toxinas paralizantes, las cuales tienen la 

característica de producirse y contenerse dentro de la célula 

(intracelulares), pero además por ser hidrofílicas, pueden encontrarse 

disueltas en el agua (toxinas extracelulares) afectando a una gran 

variedad de organismos como peces, mamíferos marinos e invertebrados 

como moluscos y crustáceos entre otros (Alonso-Rodríguez et al., 2004b; 

Gárate-Lizárraga et al., 2004, 2005, 2006). 

 

Este trabajo se realizó con el fin de determinar la concentración letal 

media para postlarvas de camarón por exposición a toxinas hidrofílicas 

producidas por G. catenatum, comparar las liberadas al medio con 

respecto a las toxinas contenidas en la célula y verificar si ambas 

corresponden al mismo perfil tóxico. 
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2. ANTECEDENTES  

En 1927, investigadores de la Universidad de California observaron un 

florecimiento de dinoflagelados alrededor de un lecho de mejillones, y 

documentaron que la gente sufrió parálisis y murió después de comer los 

mejillones. Los investigadores sospecharon que el dinoflagelado 

encontrado (Alexandrium catenella) era venenoso, ya que el agua 

extraída de ellos y de los mejillones mataban ratones de la misma manera 

(Schantz et al., 1957). La causa del envenenamiento paralizante por 

moluscos (EPM), es la ingestión de moluscos bivalvos contaminados con 

uno o más derivados de las toxinas paralizantes. La incidencia de EPM en 

humanos, hasta 2002, eran 2,235 casos de intoxicación registrados, 

principalmente en Norteamérica (Batoréu et al., 2005).  

 

Durante los últimos años, los informes de los FANs y la presencia de G. 

catenatum en varias bahías a lo largo de la costa del Pacífico ha 

aumentado (Band-Schmidt et al., 2010). En México, uno de los primeros 

casos de intoxicación por consumo de moluscos documentados ocurrió en 

Mazatlán, Sinaloa en 1979 (Mee et al., 1986). La primera EPM atribuida a 

G. catenatum se produjo desde la costa de Sonora al estado de Jalisco en 

1979, durante este evento se produjeron tres muertes y 19 intoxicaciones 

humanas por mariscos, las víctimas más afectadas fueron entre cinco y 14 

años de edad (De la Garza-Aguilar, 1983; Mee et al., 1986). A la fecha este 

tipo de envenenamiento es uno de los más peligrosos en México, causando 

un porcentaje aproximado del 72% de los brotes de envenenamiento por 

alimentos marinos que han ocurrido en la última década en México.  

 

Tres de estos eventos representan 87% de los casos de envenenamiento 

registrados (460 individuos intoxicados, 32 muertes), y las áreas más 

afectadas fueron Mazatlán, Guerrero y Oaxaca. Por otra parte, un gran 

número de organismos marinos (peces y tortugas) también son afectados 

por los brotes de EPM (Saldate-Castañeda et al., 1991; Ronsón-Paulín, 

1999; Cortés-Lara, 2002). 
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Gárate-Lizárraga et al. (2006), en un estudio para conocer el perfil de 

toxinas paralizantes en muestras de fitoplancton de Bahía Concepción, 

México, en el cual determinaron un perfil de nueve toxinas de este tipo 

(STX, neoSTX, GTX2, GTX3, dcGTX2, dcGTX3, B1, C1, C2), observaron 

también que en todas la muestras de fitoplancton donde se encontraba G. 

catenatum estaban presentes al menos algunas de estas nueve toxinas. 

 

2.1 Toxinas paralizantes en crustáceos 

La mayoría de los estudios que se han realizado a escala global sobre 

toxicidad de toxinas paralizantes se han enfocado hacia los efectos y 

cuantificación de toxinas en organismos marinos como moluscos, peces y 

aves, además de estudiar las toxinas contenidas en las microalgas 

productoras (Blanco et al., 2003; Shumway et al., 2003; Gárate-Lizárraga 

et al., 2004).  

 

En cuanto a crustáceos, son pocos los estudios realizados y la gran 

mayoría se limita a investigaciones realizadas mediante experimentos en 

laboratorio y sólo en algunas especies de crustáceos. En Taiwán, las 

toxinas paralizantes producidas por el dinoflagelado Alexandrium 

tamarense (Gonyaulax tamarensis) causó mortandad de Penaeus 

monodon en 1989 (Su et al., 1993). 

 

Sephton et al. (2007), determinaron la concentración y contribución 

individual de toxinas paralizantes (perfil de las toxinas), en el contenido 

total de toxinas en muestras de fitoplancton, zooplancton, salmón, 

bivalvos y langostas obtenidas de la Isla Grand Manan, en la bahía de 

Fundy (Canadá), durante un florecimiento de Alexandrium fundyense. Los 

niveles de toxinas paralizantes en langostas se presentaron arriba de los 

limites regulatorios (80 µg STXeq/100 g) y fueron detectados en 

hepatopáncreas (447.26 µg STXeq/100 g), estómago (85.21 µg 

STXeq/100 g), y con bajos niveles (<16 µg STXeq/100 g) en la cola, 

gónadas y branquias. 
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En el sur de Sinaloa se presentaron eventos de mortandad de nauplios en 

laboratorios de producción de postlarvas, durante los meses de febrero a 

mayo de 1997, especulándose una toxicidad procedente del suministro de 

agua junto con la aparición de mareas rojas producidas por Ceratium 

dens, Pseudonitzschia spp. y G. catenatum; se realizó un extracto con 

nauplios y se hizo un bioensayo en ratones, en los cuales se observaron 

síntomas de intoxicación pero no la muerte, con cierta recuperación 

después de una hora del inicio de la exposición intraperitoneal (Cortés-

Altamirano y Alonso-Rodríguez, 1997).  

 

Durante los meses de febrero y mayo de 2001, se presentó otra serie de 

eventos de mortandad de nauplios y de camarón adulto en laboratorios de 

producción de larvas de camarón, estanques de cultivo y la zona de 

playa. La mortandad coincidió con una serie de mareas rojas de G. 

catenatum en la costa de Sinaloa (Alonso-Rodríguez y Páez-Osuna, 

2003; Alonso-Rodríguez et al., 2004b).  

 

Pérez-Linares et al. (2008) efectuaron un estudio para explorar el efecto 

de las toxinas paralizantes de los mariscos (EPM) producidas por G. 

catenatum, en el camarón blanco (Litopenaeus vannamei) a través de una 

exposición aguda intramuscular de extractos de toxina a diferentes dosis, 

el camarón mostró un comportamiento anormal cuando fueron inyectadas 

dosis mayores de 0.22 µg/g STXeq, la muerte se observó a dosis 

mayores de 1.1 µg/g STXeq, mientras que a dosis más bajas se 

presentaron parálisis de pereiópodos, desequilibrio y espasmos 

abdominales. 

 

En otra investigación se examinaron y verificaron los efectos tóxicos en 

postlarvas de Litopenaeus vannamei expuestas durante 48 horas, a G. 

catenatum (cepa GCCV 6) y Karenia brevis (cepa KBTX 3) a diferentes 

concentraciones (103, 104 y 106 Cél/L). Los resultados indicaron que la 

glándula gástrica y el músculo fueron más susceptibles a retener estas 
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toxinas y también mostraron una capacidad lenta de 

depuración/transformación.  

 

Ensayos de toxicidad aguda demostraron buenas tasas de supervivencia 

del camarón con bajas densidades de dinoflagelados (103 Cél/L), mientras 

que a densidades mayores (>104 Cél/L) se observó comportamiento 

anormal (letargia, parálisis de pereiópodos, espasmos abdominales y 

movimientos irregulares de antenas y pleópodos) y muerte (Pérez-Linares 

et al., 2009). 
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3. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA  

Las toxinas paralizantes producidas por el dinoflagelado Gymnodinium 

catenatum han ocasionado la muerte de una gran variedad de organismos 

en el medio natural y causan mortandad de peces y postlarvas de 

camarón en sistemas de cultivo. 

 

No se conoce la proporción de la cantidad de las toxinas hidrofílicas 

liberadas por G. catenatum al medio con respecto a las toxinas 

contenidas en la célula, o si existen diferencias en el perfil tóxico. 

Tampoco se conoce la concentración letal media de estas toxinas sobre 

postlarvas de camarón. 
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4. JUSTIFICACIÓN 

Muchas de las mareas rojas tóxicas que producen EPM en México han 

sido registradas en el Pacífico mexicano y son producidas por G. 

catenatum (Rojas et al., 2002; Band-Schmidt et al., 2006). El camarón 

está expuesto a la toxicidad de este dinoflagelado durante los ciclos de 

siembra y cosecha (primavera-verano, verano-otoño) debido a que los 

periodos de inicio (primer ciclo entre febrero y marzo; segundo ciclo entre 

junio y agosto) coinciden con los periodos de mayor frecuencia de FANs 

de G. catenatum, que ocurren principalmente de febrero a mayo, 

desaparecen entre junio y octubre, para presentarse nuevamente durante 

el invierno (Cortés-Altamirano y Núñez-Pastén, 1992).  

 

Para explicar eventos de mortandad de camarón en el medio natural y en 

sistemas de cultivo en presencia del dinoflagelado tóxico G. catenatum, 

se requiere conocer la concentración letal media y si el efecto se debe a 

la exposición directa a estas toxinas. 
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5. HIPÓTESIS DE TRABAJO  

En experimentos de exposición aguda de postlarvas de camarón a toxinas 

paralizantes producidas por el dinoflagelado G. catenatum, se espera que 

las postlarvas mueran en respuesta a la concentración de toxinas 

paralizantes de tipo hidrofílico, resultando una concentración letal media 

menor en las postlarvas expuestas al cultivo (CTV) y al medio de cultivo 

(MC) con respecto a las células (CE). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

14 
 

6. OBJETIVOS  

6.1 Objetivo general 

Evaluar la toxicidad del dinoflagelado Gymnodinium catenatum en 

postlarvas de camarón L. vannamei, estimando la concentración letal 

media (CL50) y analizando la concentración de toxinas y el perfil tóxico en 

tres tratamientos: cultivo (CTV), medio de cultivo (MC) y células (CE), así 

como en el tejido de postlarvas expuestas a siete concentraciones del 

dinoflagelado durante 24 h.  

 

6.2 Objetivos específicos   

• Comparar la toxicidad resultante de los tres tratamientos.  

 

• Determinar la concentración de toxinas y perfiles tóxicos en los tres 

tratamientos.  

 

• Determinar la concentración de saxitoxina en las postlarvas 

expuestas. 

 

• Estimar la Concentración Letal Media (CL50), expresándola en 

concentración celular (Cél/L) y concentración de toxinas (µg 

STXeq/mL). 
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7. METODOLOGÍA  

7.1 Origen de la cepa 

La cepa de Gymnodinium catenatum, nativa de la bahía de Mazatlán con 

clave GCMQ-2, se obtuvo de la Colección de Dinoflagelados Marinos 

(CODIMAR) del Centro de Investigaciones Biológicas del Noroeste S.C. 

La cepa se aisló y estableció en el año 2000 a partir de la germinación de 

quistes (Morquecho, 2008b).  

 

7.2 Cultivo del dinoflagelado 

La cepa de Gymnodinium catenatum se mantuvo en condiciones de 12:12 

h luz/obscuridad a temperatura de 20 ± 3°C para su aclimatación, y 

posteriormente se inoculó en tubos de 20 mL con medio líquido GSe 

enriquecido con selenio preparado de acuerdo a Doblin et al. (1999). 

 

Una vez que el inóculo incrementó su densidad se transfirió a matraces 

de 125 mL, colocando el mismo volumen de medio de cultivo (50:50 v:v), 

dejando dos tercios del volumen del matraz libre. Cuando nuevamente el 

matraz adquirió color, se transfirió a un matraz de mayor volumen, 

siguiendo la proporción 50% inoculo 50% medio de cultivo hasta 

completar 4 L (Martínez-Tecuapacho, 2009). 

 

Las condiciones de cultivo fueron, salinidad de 35‰, con ciclos de luz 

obscuridad 12:12 h, flujo de fotones de 75 µE/m2/s a 23°C. 

 

7.3 Aclimatación de postlarvas 

El experimento se realizó con postlarvas de L. vannamei de 28 días de 

edad (PL28) provenientes de los laboratorios de producción de postlarvas 

Maricultura del Pacífico S.A. de C.V. y Aquapacific S.A de C.V. 

 

A su llegada al laboratorio, las postlarvas (PL20) se mantuvieron durante 

uno ó dos días en las condiciones de recepción (30°C, pH 7-8, salinidad 

30‰) en acuarios de 40 L de capacidad. Las condiciones requeridas para 
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conservar las condiciones del dinoflagelados y llevar a cabo el 

experimento fueron: temperatura 23°C, pH entre 7 y 8, salinidad 35‰ y 

fotoperiodo 12:12 horas, usando agua de mar filtrada y esterilizada (pre-

filtro, carbón activado, UV) y aireación. Durante la aclimatación, se realizó 

un recambio de agua cada 24 horas.  

 

La temperatura y la salinidad se ajustaron a una tasa de 1°C y 1‰ por día 

hasta alcanzar la temperatura de 23°C y salinidad 3 5‰. Una vez 

alcanzadas las condiciones adecuadas, los organismos se mantuvieron 

en estas condiciones al menos durante cinco días antes de los ensayos. 

 

7.4 Diseño experimental 

Se realizaron experimentos preliminares, con el objeto de determinar las 

concentraciones nominales a utilizarse en el experimento definitivo.  

 

En todos los experimentos se consideraron 2 tipos de blancos de prueba 

con repeticiones, uno con agua de mar y medio de cultivo no utilizado 

previamente para el cultivo de G. catenatum (BCO MC) y el otro 

solamente agua de mar filtrada (BCO SW), colocando la misma cantidad 

de organismos (10) que en los demás recipientes de prueba. 

 

Durante todos los experimentos, los organismos fueron alimentados con 

alimento comercial balanceado micro-encapsulado (proteína 40%, grasa 

4%, fibra 4%), suministrado dos veces al día, de la misma manera que 

durante el periodo de aclimatación. El volumen de trabajo en cada 

recipiente de prueba fue de 1 L, sin recambio de agua.  

 

Las concentraciones de exposición para los experimentos preliminares se 

calcularon con base a resultados de experimentos previos (datos no 

presentados) y de acuerdo a la bibliografía (Alonso-Rodríguez et al., 

2004b; Band-Schmidt et al., 2005; Pérez-Linares et al., 2009). Para el 

experimento definitivo se usaron las concentraciones determinadas en las 
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pruebas preliminares y en algunas pruebas adicionales con 

concentraciones mayores.  

 

Para los experimentos se utilizaron recipientes de polietilentereftalato 

(PET) transparentes de 2 L. Inicialmente los recipientes se lavaron 

únicamente con agua corriente y se llenaron con agua de mar, 

manteniéndolos durante 3 días previos al día del experimento, 

posteriormente se enjuagaron con agua de mar filtrada (filtro de grava y 

arena y carbón activado 1-5 µm) y tratada con luz ultravioleta. Los cultivos 

del dinoflagelado se utilizaron en su fase de crecimiento exponencial (día 

14) determinada a partir de la curva de crecimiento. Las concentraciones 

se determinaron mediante conteos directos al microscopio antes de iniciar 

el experimento, con el fin de definir las cantidades de cultivo requeridas 

para cada recipiente de prueba. 

 

Para el desarrollo del experimento, se utilizaron un total de 630 postlarvas 

divididas entre los tres tratamientos, las cuales fueron expuestas durante 

24 horas a un intervalo de siete concentraciones, entre 5.0X105 y 2.0X106 

Cél/L (Tabla 5).  

 

La mortalidad de las postlarvas se determinó en cada recipiente de 

prueba después de 0.25, 0.5, 0.75, 1, 2, 4, 8, 14 y 24 h a partir del inicio 

del experimento. Los organismos muertos fueron retirados en cada 

observación, se consideró que una postlarva estaba muerta cuando se 

mostró inmóvil y no reaccionó al contacto con una varilla de vidrio (Chin y 

Chen, 1987).  

 

7.5 Recolección de muestras 

Para realizar la determinación de toxinas, se obtuvieron muestras del 

cultivo de G. catenatum utilizado para el experimento y de postlarvas 

expuestas a los tratamientos. 
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Durante y al final del experimento, las postlarvas fueron extraídas de los 

recipientes de prueba utilizando unas pinzas de terminación plana 

(Millipore). Una vez recuperadas de los recipientes se enjuagaron con 

agua de mar, se colocaron en bolsas plásticas para conservarlas y se 

almacenaron en congelación (-18ºC) hasta su análisis. 

 

Para separar las células del cultivo, se filtraron 100 mL de cultivo con un 

filtro GF/F utilizando un equipo de filtración (Glass Microanalysis Holder) 

obteniendo las muestras de células (retenidas en el filtro) y de medio de 

cultivo. Al finalizar la filtración, el filtro se envolvió en papel aluminio para 

su conservación y el medio de cultivo se colocó en un frasco de plástico, 

ambos se colocaron en congelación (-18ºC) hasta su análisis. 

 

7.6 Determinación de toxinas  

El contenido de toxinas de las postlarvas se determinó con una prueba 

ELISA (por sus siglas en inglés Enzyme-Linked ImmunoSorbent Assay) 

realizada con un kit comercial (Abraxis LLC, USA, 52255B). Para las 

células, cultivo completo y medio de cultivo se utilizó el método de 

cromatografía líquida de alta resolución con detector de fluorescencia 

(HPLC-FLD) (Van de Riet et al., 2009).  

 

7.6.1 Extracción de toxinas  

Para la extracción de toxinas, se aplicó la técnica de Lawrence et al. 

(2005). Se añadieron 3 mL de ácido acético al 1% a las muestras de 

postlarvas, células y cultivo. Después de añadir el ácido, las muestras de 

L. vannamei (0.5 g) se maceraron con una varilla de vidrio y se mezclaron 

durante un minuto en vortex, este procedimiento también se realizó con el 

filtro GF/F para la muestra de células (100 mL). En el caso de las 

muestras de cultivo (muestras líquidas, 0.5 mL), se añadió el ácido 

acético y se mezclaron en vortex.  
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Todas las muestras se colocaron en un baño María (100°C) por 5 min y 

enseguida se colocaron en un baño frío por 5 min, después se 

centrifugaron durante 10 minutos a 4500 rpm. 

 

Una vez terminada la centrifugación de las muestras, se separó el 

sobrenadante en un tubo de prueba de 15 mL (1er. extracto). 

Nuevamente se añadieron 3 mL de ácido acético (1%) al residuo sólido de 

cada muestra y se repitió la centrifugación (10 min. 4500 rpm), para llevar 

a cabo una segunda extracción. La solución sobrenadante se recuperó en 

el mismo tubo del 1er. extracto y se aforó a 10 mL con agua grado Milli-Q. 

Las fracciones de muestra designadas para análisis en HPLC se filtraron 

en acrodiscos de 0.45 µm de poro y se analizaron de acuerdo al método 

descrito por Van de Riet et al. (2009).  

 

7.6.2 Determinación de toxinas en cultivo, medio de cultivo y células  

Los análisis en HPLC se hicieron en el laboratorio de la Agencia de 

Inspección Química Alimentaria de Canadá. Se siguió el procedimiento de 

acuerdo al método descrito por Van de Riet et al. (2009), el cual ha sido 

validado internacionalmente por la AOAC (Association of Official 

Analytical Chemists). En esta técnica una parte del extracto filtrado es 

separado empleando columnas y soluciones reguladoras para el análisis 

de toxinas. Los límites de detección y cuantificación de este método son 

0.03 y 0.10 mg STXeq/L, respectivamente (Van de Riet et al. 2009). 

 

El método determina la concentración individual de TPs, así como la 

toxicidad total de la muestra, expresada como equivalentes de STX, la 

cual se obtiene con la sumatoria de las concentraciones individuales de 

cada una de las TPs presentes en la muestra. 

 

Las toxinas son derivatizadas por oxidación post-columna (PCOX) de los 

analitos a 85°C con ácido fosfórico, y una solución  buffer de ácido 
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periódico; los derivados se detectan por fluorescencia mediante el uso de 

un detector de fluorescencia (Agilent 1200 FLD). 

 

Para llevar a cabo el método anterior, se utilizó un sistema de 

cromatografía líquida (Agilent 1200 Series Quaternary Pump) empleando 

las mismas condiciones y especificaciones del método descrito por Van 

de Riet et al. (2009) y se realizó mediante el siguiente procedimiento: 

Para el análisis de gonyautoxinas (GTX) y STX, se utilizó una columna C-

18 (Agilent Zorbax Bonus RP, 3.5 µm, 4.6X150 mm) ajustando a la 

columna una temperatura de entre 30-40ºC. Para la fase móvil se 

utilizaron dos solventes, uno con heptano sulfonato 11 mM y H3PO4 5.5 

mM (solvente A) y otro (solvente B) con heptano sulfonato 11 mM, H3PO4 

16.5 mM y acetonitrilo (11.5%). Las soluciones fueron ajustadas a pH 7.1 

con NH40H. 

 

Para la determinación de las toxinas N-sulfo-carbamoil (GTX1, C2, C3 y 

C4) se empleó una columna C-8 (Thermo Beta Basic 8.5 µm, 4.6X250 

µm) y temperatura de 20ºC. Para la fase móvil se utilizaron también dos 

solventes, uno con tetrabutilamonio fosfato 2 mM ajustado a pH 5.8 con 

NH4OH al 1% (solvente A), y otro con tetrabutilamonio fosfato 2 mM, 

ajustándolas a pH 5.8 con 4% de acetonitrilo (MeCN) (solvente B).  

 

Para la derivatización post-columna se utilizó una solución oxidante de 

ácido peroxofosfórico (H3PO5, 100 mM) y acido periódico (H5IO6, 5 mM) y 

se acidificó con ácido nítrico (HNO3, 0.75 M), la derivatización se realizó a 

temperatura de 85ºC y la detección de fluorescencia se determinó a 330 

nm de excitación y 309 nm de emisión. 

 

Todos los disolventes y reactivos utilizados fueron de grado analítico, 

además todas las soluciones y los extractos de las muestras fueros 

previamente filtrados con membranas de nylon (0.2 µm) antes de usarse. 
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Para la determinación de GTX y STX, el volumen de inyección en el 

equipo fue de 10 µL y para la determinación de las toxinas N-sulfo-

carbamol, se realizó otra inyección de 5 µL. La columna se mantuvo a una 

temperatura de 20ºC con un flujo de 0.8 mL/min para la fase móvil y 0.4 

mL/min para las soluciones oxidantes y el ácido. 

 

Las concentraciones de las toxinas se determinaron por comparación del 

área del pico de cada toxina con los de los patrones previamente 

calibrados y la determinación de los perfiles de acuerdo al tiempo de 

retención de cada componente. 

 

Los cálculos de toxinas paralizantes (mg STXeq/L), se realizaron tomando 

como referencia a la respuesta de fluorescencia de concentraciones 

conocidas de las soluciones certificadas de calibración, que fueron 

utilizadas para preparar la curva de calibración, las cuales fueron 

obtenidas del National Research Council of Canadá (NRC Certified 

Reference Material Program) (Anexo 2), siguiendo la siguiente fórmula: 

 

(mg STXeq/L) = ∑(µM*0.3722*(Fvol/Ext.vol)*2*ReTX) 

 

Donde: 

µM = µMol/L, concentración en el extracto 

0.3722 = mg STX/ µMol 

Fvol = volumen final del extracto 

Ext. Vol = volumen del extracto crudo utilizado 

2 = factor de dilución de la extracción 

ReTx= toxicidad del analito en relación a la STX (Anexo 1). 

 

Las concentraciones de toxinas paralizantes para los tratamientos fueron 

expresadas en µg STXeq/mL y µg STXeq/Cél, con la finalidad de poder 

comparar los resultados entre ambos tratamientos, a pesar que el 
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tratamiento MC no contiene células la respuesta se debe a las toxinas 

liberadas por esa cantidad de células durante la duración del cultivo. 

 

Para expresar las concentraciones en µg STXeq/Cél, se dividió la 

concentración de toxinas resultante de cada tratamiento entre el número 

de células de acuerdo a las concentraciones de exposición (Cél/L). 

 

7.6.3 Determinación de toxinas en postlarvas 

La prueba ELISA es una técnica de inmunoensayo en la cual un antígeno 

inmovilizado se detecta mediante un anticuerpo enlazado a una enzima 

capaz de generar un producto detectable como cambio de color. La 

aparición de color permite medir indirectamente mediante 

espectrofotometría el antígeno en la muestra.  

 

Por medio de la prueba ELISA, se analizaron muestras de postlarvas de 

L. vannamei expuestas tanto al cultivo de G. catenatum, como al medio 

de cultivo libre de células, tomando como base una concentración celular 

de 8.00X105 Cél/L, con el objeto de detectar y determinar la concentración 

de saxitoxina en las postlarvas. 

 

Las concentraciones de saxitoxina en las muestras se calcularon 

utilizando la ecuación de la recta de calibración (Y= 0.851e-4.9018X). Esta 

prueba se llevó a cabo de acuerdo al instructivo (Anexo 3). 

 

7.7 Determinación de la Concentración Letal Media (CL 50) 

Se obtuvieron las estimaciones de la concentración letal media (CL50) de 

un total de 210 postlarvas (PL28, por tratamiento) a 8, 14 y 24 horas para 

los tratamientos CTV y MC, a través de un análisis Probit 

(TOXICOLOGIST ver 1.0, Inglaterra, 1990), registrando en el programa de 

computo el número de postlarvas muertas y las concentraciones del 

tóxico (basadas en número de células) a las cuales fueron expuestas. 

Dicho programa genera una línea de ajuste entre el logaritmo de las 
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concentraciones empleadas y el porcentaje de mortalidad, se calcula 

también la concentración que causa el 50% de mortalidad para un tiempo 

dado, así como los límites de confianza (95%).  

 

Para establecer si la CL50 a 24 h para los tratamientos CTV y MC son 

estadísticamente diferentes, se llevó a cabo una prueba de comparación 

usando el método proporcionado por la APHA-AWWA-WPCF (1989). 
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8. RESULTADOS 

8.1 Experimento  

Durante el experimento no se registraron muertes en los blancos, y la 

mayor mortalidad fue con CTV, con la cual, después de 24 horas de 

exposición el porcentaje de mortalidad fue de 100% para la mayor 

concentración celular (2.00X106 Cél/L) y varió en paralelo con el aumento 

de las concentraciones restantes entre el 13.3 y el 96.6%. El tratamiento 

MC presentó resultados similares sin diferencias significativas y no se 

encontró un efecto en el caso del tratamiento CE (Tabla 1). 

 

Tabla 1.  Mortalidad (%) de postlarvas de Litopenaeus vannamei 
expuestas a diferentes concentraciones de los tratamientos (CTV, MC y 
CE) durante 24 horas.  

[ ] Cél/L  
 

Tratamiento CTV 
 

 
Tratamiento MC 

 

 
Tratamiento CE  

Mortalidad  D.E  Mortalidad  D.E  Mortalidad  D.E  
5.00X105 13.3 0.4  10.0 0.0  0.0 0.0  
6.29X105 46.6 0.4  36.6 1.0  0.0 0.0  
7.93X105 46.6 0.9  46.6 0.4  0.0 0.0  
9.99X105 83.3 0.4  80.0 0.8  3.3 0.0  
1.25X106 93.3 0.2  83.3 0.4  3.3 0.4  
1.58X106 96.6 0.4  96.6 0.4  0.0 0.4  
2.00X106 100.0 0.0  100.0 0.0  0.0 0.0  

 

En CTV, los primeros efectos tóxicos se observaron una hora después del 

inicio del experimento para las concentraciones de 9.99X105, 1.25X106, 

1.58X106 y 2.00X106 Cél/L, con porcentajes de mortalidad de 83.3, 93.3, 

96.6 y 100% respectivamente al final del experimento (Tabla 2).  

 

Tabla 2.  Porcentaje de mortalidad de postlarvas de Litopenaeus 
vannamei expuestas a diferentes concentraciones (Cél/L) para el 
tratamiento CTV durante 24 horas. 
Tiempo  

(h) 
Concentración (Cél/L)  

5.00X105 6.29X105 7.93X105 9.99X105 1.25X106 1.58X106 2.00X106 
0 0 0 0 0 0 0 0 

0.25 0 0 0 0 0 0 0 
0.5 0 0 0 0 0 0 0 

0.75 0 0 0 0 0 0 0 
1 0 0 0 10 3.3 3.3 10 
2 0 0 0 23.3 16.6 9.9 23.3 
4 0 0 0 23.3 19.9 16.6 39.9 
8 3.3 10 16.6 39.9 36.6 39.9 59.9 

14 13.3 26.6 23.3 46.6 59.9 66.6 79.9 
24 13.3 46.6 46.6 83.3 93.3 96.6 100 
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De la misma forma que para el tratamiento CTV el 100% de mortalidad 

para el tratamiento Medio de Cultivo (MC), ocurrió a las 24 horas para la 

mayor concentración (toxinas liberadas por 2.00X106 Cél/L). En las 

concentraciones restantes, los porcentajes de mortalidad a las 24 h fueron 

desde el 13.3% hasta 96.6% de acuerdo con la concentración del tóxico 

(Tabla 1).  

 

El primer efecto letal que se observó en este tratamiento ocurrió después 

de dos horas de exposición para las concentraciones de toxinas 

producidas por 1.25X106, 1.58X106 y 2.00X106 Cél/L, con porcentajes de 

mortalidad que aumentaron conforme al tiempo de 3.3, 16.6 y 23.3% 

hasta 83.3, 96.6 y 100% respectivamente (Tabla 3).  

 
Tabla 3.  Porcentaje de mortalidad de postlarvas de Litopenaeus 
vannamei expuestas a diferentes concentraciones (Cél/L) para el 
tratamiento MC durante 24 horas. 
Tiempo  

(h) 
Concentración (Cél/L)  

5.00X105 6.29X105 7.93X105 9.99X105 1.25X106 1.58X106 2.00X106 
0 0 0 0 0 0 0 0 

0.25 0 0 0 0 0 0 0 
0.5 0 0 0 0 0 0 0 

0.75 0 0 0 0 0 0 0 
1 0 0 0 0 0 0 0 
2 0 0 0 0 3.3 16.6 23.3 
4 0 0 3.3 13.3 16.6 33.2 33.3 
8 0 3.3 13.3 29.9 36.6 73.2 56.6 

14 0 9.9 19.9 49.9 66.6 89.8 83.2 
24 10 36.6 46.6 80.0 83.3 96.6 100 

 

En el tratamiento Células (CE), la supervivencia fue del 100% en todos los 

casos, con la excepción de las concentraciones 1.25X106 y 1.58X106 

Cél/L, con las cuales la mortalidad resultó de 3.3%, siendo estas 

concentraciones menores que la concentración más alta empleada en 

este experimento (2.00X106 Cél/L) (Tabla 1).  

 

8.2 Determinación de toxinas 

8.2.1 Determinación de toxinas en cultivo, medio de cultivo y células  

Se identificaron toxinas del tipo carbamatos y N-sulfocarbamatos y 

sobresalieron entre estas STX y NeoSTX, además del análogo C2. Los 



 
 

26 
 

tratamientos CTV y MC presentaron la misma concentración y perfil tóxico 

(Tabla 4), mientras que para el tratamiento CE se determinó un perfil 

tóxico compuesto por STX, NeoSTX, GTX2, GTX3, C1 y C2 (Tablas 4 y 

5). 

 

Tabla 4.  Porcentaje molar de cada toxina en los tratamientos CTV, MC y 
CE correspondientes al cultivo de G. catenatum (cepa GCMQ-2). 

 

La concentración total determinada para los tratamientos fue de 7.26X10-6 

µg STXeq/Cél (21,000X10-6 µg STXeq/mL) para el tratamiento CE y 

354X10-6 µg STXeq/Cél (1,020,000X10-6 µg STXeq/mL) para los 

tratamientos CTV y MC (Tabla 5). 

 

Tabla 5.  Concentración y composición de toxinas en los tratamientos 
CTV, MC y CE empleadas en el experimento. 

 

Las concentraciones de toxinas determinadas para cada una de las 

concentraciones que fueron asignadas en base a número de células, y 

que se utilizaron en los tres tratamientos durante el experimento, se 

TRATAMIENTO STX NeoSTX GTX2 GTX3 C1 C2 

CTV 76.07 19.65 - - - 4.28 

MC 76.07 19.65 - - - 4.28 

CE 12.40 9.28 5.76 0.08 2.79 70.00 

Toxina  
CTV MC CE 

µg STXeq/mL µg STXeq/Cél  µg STXeq/mL µg STXeq/Cél  µg STXeq/mL  µg STXeq/Cél  

GTX3 - - - - 1.73X10-4 6.12X10-8 

GTX2 - - - - 1.21X10-3 4.30X10-7 

NEO 2.00X10-1 6.44X10-5 2.00X10-1 6.44X10-5 1.95X10-3 6.93X10-7 

STX 7.74X10-1 2.75X10-4 7.74X10-1 2.75X10-4 2.60X10-3 9.22X10-7 

C1 - - - - 5.87X10-4 2.80 X10-7 

C2 4.35X10-2 1.54X10-5 4.35X10-2 1.54X10-5 1.45X10-2 5.15X10-6 

Total ∑=1,020,000 X10-6 ∑=354X10-6 ∑=1,020,000 X10-6 ∑=354X10-6 ∑=21,000X10-6 ∑=7.26X10-6 
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presentan en la tabla 6. Para CTV en la concentración menor, donde se 

presentó una mortalidad de 13.3%, la determinación de toxinas fue de 177 

µg STXeq/mL y para la mayor concentración con 100% de mortalidad fue 

de 708 µg STXeq/mL. Los niveles de toxinas determinados para las 

concentraciones de exposición en MC fueron iguales a los encontrados en 

CTV, aunque se registraron algunas discrepancias en los porcentajes de 

mortalidad (Tabla 6).  

 
Tabla 6.  Concentración de TPs para los tratamientos CTV, MC y CE de 
acuerdo a la mortalidad (%) y a las concentraciones basadas en número 
de células empleadas en el experimento. 

[ ] Cél/L  
CTV 

 
MC 

 
CE 

 

Mortalidad  µg STXeq/Ml  Mortalidad  µg STXeq/mL  Mortalidad  µg STXeq/mL  

5.00X105 13.3 177.0 10.0 177.0 0.0 3.6 

6.29X105 46.6 222.7 36.6 222.7 0.0 4.6 

7.93X105 46.6 280.7 46.6 280.7 0.0 5.8 

9.99X105 83.3 353.6 80.0 353.6 3.3 7.3 

1.25X106 93.3 442.5 83.3 442.5 3.3 9.1 

1.58X106 96.6 559.3 96.6 559.3 0.0 11.5 

2.00X106 100.0 708.0 100.0 708.0 0.0 14.5 

 

8.2.2 Determinación de toxinas en postlarvas  

La concentración de toxinas determinada para las postlarvas de L. 

vannamei expuestas durante 24 h tanto al cultivo de G. catenatum con 

8.00X105 Cél/L (177 µg STXeq/mL) (CTV) como al medio de cultivo con la 

misma concentración celular pero libre de células (MC), fue la misma para 

los dos tratamientos (Tabla 7).  

 

Tabla 7.  Determinación de saxitoxina por prueba ELISA en postlarvas. 
 

Tratamiento 
 

 
µg STXeq/g de PL 

 

CTV 1.10 

MC 1.10 
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8.3 Determinación de la Concentración Letal Media (CL 50) 

En la figura 2 se observan los valores de las CL50 en las postlarvas de L. 

vannamei para 8, 14 y 24 h, para los tratamientos CTV y MC tomando 

como referencia la concentración celular y la concentración de toxinas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2.  Concentración Letal Media (CL50) obtenida a 8, 14 y 24 h, para 
los tratamientos CTV y MC expresada en concentración celular y de 
toxinas. 
 
Con los resultados del experimento, los cuales fueron basados en número 

de células, en el tratamiento CTV los valores que se calcularon para la 

CL50 a las 8 h resultó de 18.40X105 Cél/L y para 14 h fue de 12.60X105 

Cél/L. La CL50 al final del experimento (24 h) fue de 8.01X105 Cél/L (Tabla 

8 y Figura 2). 

 

La CL50 determinada por HPLC a las 24 horas fue de 2.84X102 µg 

STXeq/mL (Tabla 8). La CL50 a 24 h para el tratamiento CTV es 36.5% 

menor con respecto a la calculada para un tiempo de 14 h y 43.5% menor 

en comparación con la CL50 para 8h. 
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Tabla 8.  Concentración Letal Media (CL50) de acuerdo a concentración 
celular y de toxinas para postlarvas de Litopenaeus vannamei en el 
tratamiento CTV a 8,14 y 24 h. 

Tiempo  
(h) 

CL50 
Concentración 

celular 
Límite de confianza 

(95%) HPLC Límite de confianza 
(95%) 

(Cél/L) Inf. Sup. µg STXeq/mL Inf. Sup. 

8 18.40X105 15.20X105 26.20X105 6.52X102 5.38X102 9.27X102 
14 12.60X105 11.10X105 14.80X105 4.47X102 3.93X102 5.24X102 
24 8.01X105 7.18X105 8.81X105 2.84X102 2.54X102 3.12X102 

 

Para el tratamiento MC, la estimación de la CL50 calculada fue de 

15.90X105, 11.70X105 y 8.47X105 Cél/L, para 8, 14 y 24 h de exposición 

(Tabla 9, Figura 2).  

 

Tomando como referencia la CL50 a 24 h estimada para el tratamiento 

MC, de acuerdo a la tabla 9, se estima que existe una reducción de 27.6% 

en la CL50 con respecto a la calculada para las 14 h y una reducción del 

46.7% en comparación con la calculada a las 8 h. La CL50 determinada 

por HPLC a las 24 horas fue de 3.00X102 µg STXeq/mL (Tabla 9). 

 

Tabla 9.  Concentración Letal Media (CL50) de acuerdo a concentración 
celular y de toxinas para postlarvas de Litopenaeus vannamei en el 
tratamiento MC a 8,14 y 24 h. 

Tiempo  
(h) 

CL50 
Concentración 

celular 
Límite de confianza 

(95%) HPLC Límite de confianza 
(95%) 

(Cél/L) Inf. Sup. µg STXeq/mL Inf. Sup. 

8 15.90X105 13.90X105 19.50X105 5.63X102 4.92X102 6.90X102 
14 11.70X105 10.50X105 13.00X105 4.14X102 3.71X102 4.60X102 
24 8.47X105 7.67X105 9.28X105 3.00X102 2.72X102 3.29X102 

 

Para el tratamiento CE, no se pudo obtener una concentración letal 

media, debido a que las concentraciones utilizadas en el experimento 

(Tabla 1), para este tratamiento, no fueron letales para los organismos de 

prueba. 

 

El resultado de la prueba de comparación mostró que no hay diferencias 

significativas entre las CL50 calculadas para los tratamientos CTV y MC. 
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9. DISCUSIONES  

Existen diversos estudios en donde se han encontrado grandes 

diferencias en la respuesta a la exposición de algas tóxicas por parte de 

organismos. Algunos sufren mortandad, mientras que otros son capaces 

de ingerirlas y utilizarlas sin sufrir efectos negativos aparentes (Turner y 

Tester, 1997). La mortalidad fue mayor en los tratamientos CTV y MC, lo 

cual indica que las postlarvas de L. vannamei mueren en función de la 

concentración de toxinas de tipo PSP hidrosolubles, producidas por el 

dinoflagelado G. catenatum (cepa GCMQ-2). 

 

En el tratamiento CE, la supervivencia fue del 100% en la mayoría de los 

casos, con la excepción de algunas concentraciones en las cuales la 

mortalidad resultó de 3.3%, que puede ser atribuida al canibalismo, que 

es característico entre estos organismos (FAO, 2005), además de la 

probable ingestión de células por parte de las postlarvas. 

 

Según Palomares-García et al. (2006), en un trabajo realizado para 

conocer el efecto solo de células de G. catenatum sobre el copépodo 

Acartia clausi, dedujeron que tales organismos, al igual que en este 

trabajo (tratamiento CE), no mostraron mortalidad a la exposición, a pesar 

de que los copépodos consumieron las células. 

 

Por otro lado, Pérez Linares et al. (2009), en un experimento similar a 

este estudio, exponiendo postlarvas de L. vannamei (PL28) a diferentes 

densidades celulares (103, 104 y 106 Cél/L) de G. catenatum, registraron 

mortalidad (30%) y efectos tóxicos, a diferencia de los datos obtenidos en 

este trabajo para la exposición a células (CE) en la que no se presentaron 

muertes. Esto probablemente puede atribuirse al diferente origen de la 

cepa (cepa GCCV 6), para la cual estudios anteriores documentaron 

concentraciones mayores a las determinadas en la cepa de este estudio 

(3.00X10-6 y 31.00X10-6 µg STXeq/Cél a los 17 y 22 días de crecimiento 

respectivamente, Band-Schmidt et al., 2005). Posibles motivos 
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adicionales pueden ser diferencias en las condiciones de los organismos 

expuestos y/o al diseño experimental (tiempo de exposición, número de 

organismos, etc.).  

 

Las mortalidades de postlarvas registradas en este trabajo se presentaron 

en los tratamientos CTV y MC, en los cuales se utilizó la fracción acuosa 

(medio de cultivo) del cultivo de G. catenatum. Esto se puede atribuir a 

que este dinoflagelado puede producir alrededor de 31 toxinas hidrofílicas 

(Wiese et al., 2010) por lo que, en un cultivo se espera encontrar la mayor 

toxicidad en el medio de cultivo.  

 

Poco se sabe sobre los efectos de la exposición directa a la fase disuelta 

de estas toxinas así como de los posibles efectos subletales a través de 

este tipo de exposición en los organismos, sin embargo Lefebvre et al. 

(2004) observaron anormalidades morfológicas y déficit en la actividad 

locomotora en larvas de peces (Danio rerio) expuestas a diferentes 

concentraciones de TPs disueltas (229,000 y 481,000 µg STXeq/mL). 

 

Los resultados obtenidos en este estudio con respecto a la mortandad de 

postlarvas de L. vannamei expuestas a TPs disueltas, son consistentes 

con registros previos con la misma especie de camarón y dinoflagelado 

tóxico, pero con camarones de diferente edad (Alonso-Rodríguez et al., 

2004a; Alonso-Rodríguez et al., 2004b; Frausto-Sotelo, 2009; Núñez-

Vázquez et al., 2011). 

 

Cortés-Altamirano y Alonso-Rodríguez (1997), han documentado eventos 

de muerte masiva de nauplios en laboratorios de producción de postlarvas 

del sur de Sinaloa, donde se especuló una toxicidad procedente del 

suministro de agua. En vista de la aparición de mareas rojas producidas 

por Ceratium dens, Pseudonitzschia spp. y G. catenatum, la razón de esta 

mortandad probablemente sea debido a la presencia de toxinas de tipo 

PSP. 
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Otro argumento para lo mencionado, es otra serie de eventos en donde 

se observó mortandad de nauplios y de camarón adulto (L. vannamei) en 

laboratorios de producción de larvas de camarón, estanques de cultivo y 

el área de playa de la misma zona, ya que la mortandad coincidió con una 

serie de FAN´s de G. catenatum (Alonso-Rodríguez y Páez-Osuna, 2003; 

Alonso-Rodríguez et al., 2004b). 

 

Tradicionalmente, los estudios de toxicidad generada por microalgas se 

han enfocado por una parte, a la cuantificación de niveles de toxinas 

contenidas dentro de las células del fitoplancton de interés. En el caso de 

las toxinas paralizantes (TPs), comúnmente las investigaciones realizadas 

se encuentran enfocadas a los niveles de toxinas y a los efectos del 

consumo de células toxicas por parte de los organismos. Por otro lado, 

para poder evaluar los riesgos que representan las microalgas tóxicas 

para los organismos marinos es necesario conocer las posibles rutas de 

exposición (Lefebvre et al., 2008). En este estudio, la mayor fuente de 

riesgo es la exposición a la fracción disuelta del cultivo de G. catenatum, 

ya que la mortandad se registró en los tratamientos CTV y MC. 

 

Los métodos de cromatografía liquida de alta resolución son ampliamente 

usados para cuantificar toxinas de tipo PSP presentes en muestras de 

mariscos, pero además pueden servir para identificar perfiles de toxinas 

en las muestras (Botana, 2009). En el caso de este estudio, la diferencia 

en la composición y concentración de toxinas de los tratamientos CTV y 

MC con respecto a CE, puede ser explicada considerando la solubilidad 

de las toxinas producidas por G. catenatum, ya que estas toxinas al ser 

liberadas pueden ser acumuladas y concentradas en el medio acuoso 

donde se encuentra suspendido el dinoflagelado (Reis-Costa et al., 2010; 

Lefebvre et al., 2008). 

 

Existen escasos estudios sobre la concentración y composición de toxinas 

tanto producidas, contenidas en la célula y liberadas al medio por el 
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dinoflagelado G. catenatum, así como las acumuladas en los tejidos de 

los organismos expuestos. De acuerdo a los resultados de este estudio, 

una célula de este dinoflagelado, en su fase de crecimiento exponencial 

(14 días), contiene 7.26X10-6 µg STXeq/Cél y hasta ese momento de su 

ciclo de vida ha liberado una cantidad de toxinas hidrofílicas al medio 

circundante, equivalente a 354X10-6 µg STXeq/Cél. 

 

La concentración celular de toxinas en este estudio muestra un resultado 

menor con respecto a cepas originarias de Singapur y Brasil (Proença et 

al., 2001; Holmes et al., 2002), y con respecto a la misma cepa (GCMQ-2) 

analizada por Martínez-Tecuapacho (2009) (Tabla 10). 

 

Tabla 10.  Concentración celular de TPs (µg STXeq/Cél) en cepas de 
Gymnodinium catenatum. 

Cepa Origen  Concentración  Referencia  
  (µg STXeq/Cél)   
- Brasil 28.00X10-6 Proença et al., 2001 

SGC1 Singapur 23.30X10-6 Holmes et al., 2002 
SGC1 Singapur 24.20X10-6 Holmes et al., 2002 

GCMQ-2 Sinaloa, Méx. 11.80X10-6 Martínez-Tecuapacho, 
2009 

GCMQ-2 Sinaloa, Méx. 7.26X10-6 Este estudio 
-= No especificada 

 

Garate-Lizárraga et al. (2005), realizaron un estudio para comparar la 

concentración y perfiles tóxicos en condiciones de cultivo de cepas 

mexicanas de G. catenatum aisladas de tres bahías del Golfo de 

California; los resultados mostraron que la concentración total de las 

diferentes cepas fue variable con niveles que van desde 9.40X10-6 hasta 

23.90X10-6 µg STXeq/Cél. De acuerdo a estos resultados, en este estudio 

la cepa mostró menor concentración, aunque permaneció dentro del 

mismo orden de magnitud del nivel de contenido de toxinas detectado 

para las cepas del Golfo de California. 

 

Se han presentado efectos tóxicos en organismos en el medio natural a 

niveles de concentración celular de 0.29X10-6 a 5.31X10-6 µg STXeq/Cél, 
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señalándose mortandad de larvas de camarón en cultivo, asociadas a 

mareas rojas de G. catenatum (Gárate-Lizárraga et al., 2004; Alonso-

Rodríguez et al., 2004). 

 

Algunos autores mencionan que las cepas de G. catenatum producen 

diferentes toxinas y concentraciones de las mismas, dependiendo de las 

condiciones del cultivo, la fase de crecimiento y el origen de la mismas. 

Esto puede cambiar el perfil tóxico dificultando la caracterización de las 

cepas (FAO, 2005; Gárate-Lizárraga et al., 2005; Band-Schmidt et al., 

2006).  

 

De acuerdo a las condiciones de cultivo usadas en este estudio, las 

células de G. catenatum (GCMQ-2) producen saxitoxina (STX) y cinco de 

sus análogos (NeoSTX, GTX2, GTX3, C1, C2). Gárate-Lizárraga et al. 

(2005), en un estudio realizado para comparar los perfiles de toxinas 

paralizantes en cepas de Gymnodinium catenatum aisladas de diferentes 

localidades, determinaron que una cepa (GCMV-1) aislada de la bahía 

Mazatlán fue la única en la que se encontró STX, por HPLC, además de 

los derivados NeoSTX, dcSTX, dcGTX2, dcGTX3, GTX5, GTX2, y C2. 

 

Según Martínez-Tecuapacho (2009), en un estudio realizado para 

conocer el efecto de dos medios de cultivo en el crecimiento y la toxicidad 

del dinoflagelado G. catenatum en dos cepas (GCMQ-2 y GCMV-4) 

aisladas de la bahía de Mazatlán, cultivadas en diferentes medios de 

cultivo, señaló que el perfil de toxinas se integró principalmente por: STX, 

NeoSTX, GTX 2, GTX 3, GTX 5, GTX 6, C1, C2, C3, C4 y dcSTX, 

argumentó también que la composición y concentración de estas toxinas 

varió durante el ciclo de crecimiento; la cepa GCMV-4 produjo NeoSXT, 

GTX2, GTX3, GTX5, GTX6, C1 y C2, mientras que el perfil de la cepa 

GCMQ-2 (misma cepa utilizada en este estudio) se compone de STX, 

GTX2, GTX3, GTX5, dcSTX y C1, C2.  
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Los resultados anteriores son consistentes con los de este trabajo, a 

excepción de que no se detectaron los análogos GTX5 y dcSTX, pero si el 

análogo NeoSTX. Esto probablemente puede ser atribuido a que se trata 

de la misma cepa y la composición de toxinas podría estar en función con 

las condiciones de cultivo y la fase de crecimiento principalmente, como 

ya se mencionó (Band-Schmidt et al., 2006). 

 

No existe suficiente información disponible sobre la determinación de la 

composición de toxinas disueltas en el medio acuoso donde se encuentra 

suspendido el dinoflagelado G. catenatum, ya sea en el medio natural o 

en cultivos con condiciones controladas. Sin embargo Reis-Costa et al. 

(2010), determinó un perfil tóxico por medio de cromatografía líquida de 

alta resolución con detector de fluorescencia (HPLC-FLD) en muestras 

obtenidas de agua de mar durante un florecimiento de este dinoflagelado; 

el perfil consistió en C1, C2, GTX1, dcSTX dcGTX2, dcGTX3 y dcNEO. 

Todas estas variaciones en la composición de las toxinas, pueden ser 

explicadas también a causa de la variación en las diferentes condiciones 

usadas en los procedimientos de extracción de estas toxinas, tratamiento 

de muestras y análisis de las mismas (Gárate-Lizárraga et al., 2005; 

Pérez Linares et al., 2009). 

 

Usando la prueba ELISA, Reis-Costa et al. (2010) detectaron en muestras 

de agua de mar tomadas durante un FAN de G. catenatum niveles 

intracelulares de TPs de 3.40X10-6 a 398X10-6 µg STXeq/mL y niveles 

extracelulares de 200X10-6 a 1100X10-6 µg STXeq/mL, coincidiendo los 

niveles más altos para la fracción extracelular con una abundancia 

máxima de células presentes en las zonas de muestreo de 2.50X104 

Cél/L. Esos datos son menores en cuanto a la concentración de toxinas 

determinadas en este estudio, ya la concentración de toxinas determinada 

para el tratamiento CE (que contiene la fracción intracelular de toxinas en 

el cultivo) fue de 21,000X10-6 µg STXeq/mL ó 7.26X10-6 µg STXeq/Cél y 
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para los tratamientos CTV y MC 1,020,000X10-6 µg STXeq/mL (fracción 

extracelular).  

 

La razón de esta diferencia probablemente se deba a que las muestras 

empleadas son de diferente origen, es decir, en este estudio se analizaron 

muestras provenientes de un cultivo de G. catenatum bajo condiciones 

controladas, en el cual las toxinas liberadas son acumuladas y en el otro, 

las muestras fueron tomadas directamente del medio natural. Otras 

razones pueden ser la fase de crecimiento y las condiciones del cultivo, 

además de la diferencia del método de determinación de las toxinas 

(Gárate-Lizárraga et al., 2005; Band-Schmidt et al., 2006). Sin embargo, 

el presente estudio es consistente con el trabajo realizado por Reis-Costa 

et al. (2010), en el que la concentración extracelular de TPs es mayor que 

los niveles de concentración intracelular, además existen otros estudios 

relacionados con este, en donde se ha empleado la prueba ELISA para 

determinar TPs intracelular y extracelularmente, producidas por el 

dinoflagelado G. catenatum en el medio natural, presentando una amplia 

variación en los niveles de toxinas determinados, lo cual puede ser 

explicado debido a que las toxinas intracelulares pueden ser liberadas en 

el agua de mar o medio de cultivo circundante por su solubilidad o por la 

liberación de toxinas a causa de la lisis celular, lo que plantea un riesgo 

para la fauna marina a través de la absorción directa de las toxinas 

disueltas en el agua por parte de los organismos (Lefebvre et al., 2008; 

Reis-Costa et al., 2010). 

 

En la actualidad se conoce relativamente poco sobre las diferencias en 

producción de toxinas y sus niveles de referencia tanto en cultivos 

(condiciones controladas) como en poblaciones silvestres de G. 

catenatum (Gárate-Lizárraga et al., 2005; Lefebvre et al., 2008; Martínez-

Tecuapacho, 2009; Reis-Costa et al., 2010). 
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De acuerdo al experimento realizado en el presente estudio, exponiendo 

postlarvas de L. vannamei a toxinas producidas por G. catenatum, la 

concentración de saxitoxina detectada por prueba ELISA fue de 

1,100,000X10-6 µg STX/g de PL, tanto para las postlarvas expuestas al 

cultivo como al cultivo libre de células. En un estudio similar (45 días de 

exposición) pero empleando HPLC para la detección de TPs en 

postlarvas expuestas a células, Pérez Linares et al. (2009) no encontraron 

saxitoxina, aunque encontraron los derivados NeoSTX (600,000X10-6 µg 

STX/g de PL), dcSTX (70,000X10-6 µg STX/g de PL), GTX2,3 

(400,000X10-6 µg STX/g de PL) y GTX1,4 (750,000 X10-6 µg STX/g de 

PL). Esta diferencia puede ser atribuida a diferentes causas como por 

ejemplo, el origen de la cepa empleada, las condiciones de aclimatación y 

de cultivo, el tiempo de exposición, así como el tipo de exposición de las 

toxinas a las postlarvas y principalmente al método por el cual fueron 

analizadas tales toxinas, debido a que los métodos se basan en distintos 

principios, ya que la prueba ELISA es un método bioquímico y HPLC es 

un método fisicoquímico.  

 

Reis-Costa et al. (2009), en un estudio realizado para comparar la 

determinación de TPs en muestras de mariscos a través de cinco 

métodos distintos, determinó al igual que en este estudio, que los valores 

cuantificados de TPs a través de ELISA fueron bajos. Esto también fue 

documentado anteriormente para muestras de fitoplancton y agua de mar 

(Lefebvre et al., 2008). Esto probablemente pueda deberse a que la 

prueba ELISA no es un método apropiado para la determinación de la 

concentración total de TPs en muestras cuando se trata de una 

composición de varios derivados diferentes a la saxitoxina. Sin embargo, 

su alta sensibilidad para STX lo hace útil en la investigación científica en 

particular para la detección de bajos niveles en agua de mar (Lefebvre et 

al., 2008; Reis-Costa et al., 2009). 
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La precisión de la prueba ELISA depende en gran medida del perfil tóxico 

y en consecuencia de la reactividad cruzada con otros derivados por que 

la especificidad de los anticuerpos no puede cubrir una amplia gama de 

toxinas diferentes. La prueba sobreestima la concentración de STX, pero 

subestima la concentración total de PSP (Granéli et al., 1990; Botana, 

2009). De cualquier forma, diversos autores proponen que la prueba 

ELISA podría utilizarse preferentemente como una prueba de rápida 

detección y/o monitoreo para las toxinas de tipo PSP en moluscos y otras 

muestras marinas. 

 

En este estudio por medio de los efectos letales observados durante el 

experimento y la determinación de las CL50, el tratamiento CTV pareciera 

ser el más tóxico de los tres tratamientos empleados, aunque de acuerdo 

al método proporcionado por la APHA-AWWA-WPCF (1989), se 

comprobó que no hay diferencias estadísticamente significativas entre las 

CL50 a 24 h entre los tratamientos CTV y MC. Esto puede ser atribuido a 

que la mayor cantidad de toxinas se encuentran en la fracción acuosa del 

cultivo, sin embargo, debe tomarse en cuenta que el tratamiento CTV 

además de medio de cultivo contiene células, las cuales podrían haber 

estado liberando toxinas durante el transcurso del experimento 

aumentando la concentración y así lograr ser más tóxico que el 

tratamiento MC. 

 

El tratamiento CE no resultó tóxico, esto probablemente pueda deberse a 

que las células de G. catenatum liberan al medio cantidades limitadas de 

toxinas durante el tiempo experimental para provocar la muerte de las 

postlarvas, otra posible explicación puede ser que al estar las toxinas 

contenidas dentro de la célula, no se encuentran disponibles para entrar 

en contacto con las postlarvas y ocasionar su muerte (Reis-Costa et al., 

2010). Sin embargo, el 3% de mortalidad que se presentó en algunas 

concentraciones experimentales, puede ser atribuido a que las postlarvas 

durante el experimento, consumieran células y así, tanto las toxinas 
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hidrofílicas como las lipofílicas, contenidas dentro de la célula, provocaran 

su muerte, ya que las toxinas lipofílicas también se unen fuertemente a 

los canales de sodio y por su naturaleza podrían aumentar su potencial de 

bioacumulación en los organismos marinos, además representan una 

contribución importante a los perfiles tóxicos (Negri et al., 2007; Vale, 

2008b; Vale et al., 2009). 

 

Los resultados obtenidos muestran una variación en la CL50 entre los 

tratamientos CTV y MC; para el tratamiento MC, la CL50 calculada para 8 

y 14 h, fue menor en comparación con el tratamiento CTV para las 

mismas horas. Esto probablemente puede deberse a las siguientes 

razones:  

Muerte celular. El tratamiento CTV, además de medio de cultivo, contiene 

células, por tal motivo la muerte celular ocurrida en el transcurso del 

experimento, pudo haber ocasionado un aumento en la toxicidad para 

este tratamiento al final del experimento, debido a que muchas de las 

especies que normalmente producen toxinas intracelulares, cuando 

ocurre la lisis celular, las toxinas son liberadas (Landsberg, 2002).  

 

Manejo de células. Al tamizar el cultivo, para separar las células del medio 

acuoso y poder obtener el tratamiento MC (libre de células), las células 

probablemente pudieron haberse maltratado y romperse durante el 

proceso, liberando toxinas contenidas dentro de la célula y así aumentar 

la toxicidad del medio acuoso del cultivo. 

 

Alimentación con células. Las postlarvas expuestas en el tratamiento 

CTV, en el transcurso del experimento pudieron haber ingerido células 

para alimentarse y de esta manera contribuir a aumentar la toxicidad, ya 

que los organismos se encuentran directamente expuestos a las células 

de microalgas y sus toxinas por beberlas o ingerirlas a través de los 

diversos modos de alimentación (Landsberg, 2002); sin embargo en el 

tratamiento con células (CE) en este estudio, no se registró mortalidad.  
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10. CONCLUSIONES 

Debido a que la mortalidad de las postlarvas varió en función de la 

concentración de toxinas de tipo hidrosoluble presentes en el medio, 

quedó comprobada la hipótesis de trabajo planteada. 

 

El resultado de este trabajo indica que el orden de toxicidad fue 

CTV=MC>CE. 

 

Las concentraciones de toxinas determinadas por HPLC para los 

tratamientos CTV, MC y CE fueron 1,020,000X10-6, 1,020,000X10-6 y 

21,000X10-6 µg STXeq/mL, respectivamente.  

 

Los tratamientos CTV y MC presentaron el mismo perfil, el cual está 

compuesto por las toxinas STX, NeoSTX, GTX2, GTX3, C1 y C2, entre las 

cuales las de mayor potencia son STX y NeoSTX. 

 

La concentración de saxitoxina determinada por medio de la prueba 

ELISA en postlarvas expuestas a los tratamientos CTV y MC fue igual 

(1.10 µg STXeq/g de PL). 

 

La CL50 a 24 h expresada en número de células a la cual se expusieron 

las postlarvas de Litopenaeus vannamei fueron 8.01X105 y 8.47X105 

Cél/L, para CTV y MC respectivamente. La CL50 determinada por HPLC y 

expresada en unidades de masa para el tratamiento CTV fue de 2.84X102 

µg STXeq/mL y para el tratamiento MC de 3.00X102 µg STXeq/mL.  

 

Entre las CL50 a 24 h determinadas para CTV y MC, no se encontraron 

diferencias significativas. 
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11. RECOMENDACIONES 

Considerando los resultados obtenidos en este estudio a través de los 

experimentos realizados, de acuerdo al límite máximo permisible de 

saxitoxina (80 µg/100g de mariscos) conforme a la Norma Oficial 

Mexicana (NOM-242-SSA1-2009), se puede decir que en base a la 

concentración determinada por medio de la prueba ELISA para L. 

vannamei (1.10 µg STXeq/g), el consumo de 72.72 g de camarón 

(postlarva) expuesto a una concentración de 177 µg STXeq/mL, podría 

representar un riesgo para la salud humana. Sin embargo, tomando en 

cuenta la dosis que puede ocasionar síntomas leves de EPM en los seres 

humanos (120-304 µg/persona) la cual ha sido anteriormente establecida 

para proteger a las personas más susceptibles (niños, ancianos, 

enfermos), con el consumo de una cantidad 109.10 g de postlarva de 

camarón intoxicado con estas toxinas y a esta concentración, se 

alcanzarían los niveles necesarios para que una persona pudiera 

presentar síntomas de intoxicación (FAO, 2005). 

 

Es importante tener información suficiente sobre los efectos causados por 

una determinada cantidad de células con potencial tóxico, para generar 

sistemas de alerta basados en el número de células, con aplicación local 

o regional. 

 

Es necesario considerar, al momento de seleccionar el método de 

determinación de TPs, el propósito para el cual se desea contar con estos 

resultados, ya que las técnicas de detección que se empleen pueden 

afectar profundamente la cuantificación de los niveles de toxina. 
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ANEXOS 
 
Anexo 1.  Toxicidad Relativa de toxinas de tipo PSP (Quilliam, 2004). 

 
Toxina 

 
Toxicidad Relativa 

STX 1.0000 
GTX1 0.9940 
GTX2 0.3592 
GTX3 0.6379 
GTX4 0.7261 
GTX5 0.0644 
Neo 0.9243 

dcSTX 0.5131 
dcGTX2 0.1538 
dcGTX3 0.3766 

C3 0.0133 
C1 0.0060 
C2 0.0963 
C4 0.0576 

 
 
Anexo 2. Material de referencia certificado (NRC Certified Reference 
Material Program). 

  
Estándar Certificado 

 
Toxina 

 
NRC CRM-GTX1&4 

 
GTX4 
GTX1 

NRC CRM-dcGTX2&3 dcGTX3 
dcGTX2 

NRC CRM-GTX5 GTX5 
NRC CRM-GTX2&3 GTX3 

GTX2 
NRC CRM-NEO NEO 

NRC CRM-dcSTX dcSTX 
NRC CRM-STX STX 

NRC CRM-C1&2 C1 
 C2 

NRC= National Research council Canada 
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Anexo 3.  Instrucciones para el uso de la prueba ELISA (Abraxis LLC, 
USA, código 52255B) 
 
Contenido del kit: 
 

1. Placa micro titulación cubierta con un segundo anticuerpo. 

2. Estándares (6): 0, 0.02, 0.05, 0.1, 0.2, 0.4 ng/mL.  

3. Solución anticuerpo (rabbit anti-saxitoxin), 6 mL.  

4. Saxitoxina-HRP conjugada, 6 mL.  

5. Diluyente de muestras concentrado (10X), 2 X 25 mL.  

6. Solución de lavado concentrado (5), 100 mL.  

7. Solución de color (TMB), 12 mL.  

8. Solución stop, 12 mL.  

Se añadieron 50 µL de las soluciones estándar y las muestras (extractos 

de muestras de postlarvas) en los pozos de las tiras de prueba de la 

placa, según el esquema de trabajo dado. Para el caso de los estándares 

se usaron duplicados y para las muestras triplicados; se añadió 

sucesivamente 50 µL de la solución de enzima conjugada a los pozos 

individuales usando una pipeta multi-canal. 

  

Enseguida se añadió 50 µL de solución de anticuerpo a cada uno de los 

pozos individuales usando una pipeta multi-canal, la placa se cubrió con 

parafilm y se mezcló el contenido moviendo la placa en un movimiento 

rápido circular sobre la mesa de trabajo durante aproximadamente 30 

segundos. Enseguida la placa fue incubada por 30 minutos a temperatura 

ambiente. 

 

Después del tiempo de incubación, la placa se lavó cuatro veces con la 

solución de lavado, utilizando un volumen de 300 µL para cada pocillo y 

para cada lavado. 
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Al terminar el lavado de la placa, se añadieron 100 µL de solución de 

sustrato (solución de color) a los pocillos y nuevamente se incubó durante 

30 minutos a temperatura ambiente y después de este tiempo, se 

añadieron 100 µL de solución “stop” a los pocillos en el mismo orden de la 

solución de color. 

 

Finalmente la absorbancia fue leída a 450 nm con un lector de 

microplacas de ELISA (Labsystems Multiskan Ascent), después de 15 

minutos de haber adicionado la solución stop.  

 
*Debido a que la prueba ELISA para analizar toxinas de tipo PSP 

presenta la siguiente reactividad cruzada: STX 100%, dcSTX 29%, 

GTX2,3 23%, GTX5 23%, GTX1,2 2.0%, dcGTX2,3 1.4%, NeoSTX 1.3%, 

GTX1,4 <0.2%, la concentración de toxinas por este método están 

referidas como concentraciones de saxitoxina (µg STX/mL), y en este 

estudio se expresan como µg STXeq/g de PL. 
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