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0 RESUMEN: 
 
GONZÁLEZ MERCADO FERNANDO ALBERTO. Caracterización y descripción 
por medio de imágenes y actividad enzimática de los estadios de muda de 
camarones peneidos Litopenaeus setiferus, Farfantepenaeus brasiliensis y 
Litopenaeus vannamei de importancia comercial en México. Asesorado por Juan 
Carlos Maldonado Flores. 
 
El ciclo de muda es sin lugar a duda, uno de los procesos fisiológicos más 

importantes en la vida de los camarones peneidos. Este tiene una gran influencia 

sobre la fisiología digestiva y los hábitos alimenticios de todos los crustáceos, por 

lo que es de vital importancia conocer los diferentes estadios que lo componen 

para poder determinar el momento óptimo para alimentar, realizar cosecha o para 

realizar pruebas enzimáticas en el caso de una investigación científica.  
El objetivo del presente estudio fue obtener imágenes fotográficas de alta 

resolución (12 MP) de cada uno de los estadios de muda para las especies 

Litopenaeus setiferus, Farfantepenaeus brasiliensis y Litopenaeus vannamei y 

comparar la actividad enzimática de la tripsina, quimotripsina y proteína soluble 

total del hepatopáncreas entre especies, para obtener un documento que permita 

identificar los diferentes estadios de muda. Se utilizaron 30 ejemplares de cada 

especie con un peso promedio de 11±4 g, los cuales fueron mantenidos en jaulas 

individuales dentro de contenedores experimentales de 100 L durante los tres 

meses que duró el estudio. Al término se obtuvieron 112 fotografías con una 

resolución de 12 MP de los estadios de muda A, B1, B2, C, D0, D1´, D1´´, D1´´´y 

D2 de las tres especies de camarón y se describen las características más 

destacadas de cada fotografía. Se registraron los valores de proteína soluble del 

hepatopáncreas, actividad enzimática específica de tripsina y quimotripsina para 

cada uno de los estadios de muda de cada especie de camarón. El análisis 

estadístico de los datos determinó diferencias (P<0.05) entre las especies F. 

brasiliensis y L. vannamei para la actividad enzimática de la tripsina durante el 

estadio C, en la quimiotripsina durante el estadio C y D1 y entre las especies L. 

setiferus con F. brasiliensis en la proteína soluble durante el estadio D1.   
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1 INTRODUCCIÓN: 

1.1 La acuicultura: 
 
La acuicultura es una actividad productiva que se define como el conjunto de 

técnicas y actividades encaminadas a aprovechar los recursos acuáticos, marinos 

o pluviales mediante el cultivo de diferentes especies animales y vegetales que 

utilizan el agua como medio para sobrevivir. Es una actividad muy antigua que ha 

sido practicada por más de 2000 años de forma artesanal.1-4 

 
Es una actividad altamente productiva y se ha incrementado de manera 

exponencial en los últimos años.5  

Hoy en día la región asiática cuenta con el mayor desarrollo acuícola, siendo 

China el país que más ha logrado este crecimiento. Los organismos criados en 

dicho país representan más del 60 % de la producción acuícola mundial.4, 5 

Con excepción de China, el resto de los países han duplicado la proporción de 

pescado proveniente de actividades acuícolas para consumo humano en un 

periodo de 10 años.5 

El consumo aparente de organismos acuáticos per cápita a nivel mundial ha 

aumentado con el pasar de los años. Durante los años 60, el promedio de 

consumo mundial era de tan solo 9.9 kg. Posteriormente, en la década de los 90 

éste ascendió a 14.4 kg y para el año de 2016 se registró un promedio mundial de 

20.3 kg.5 

En 2016 la producción acuícola produjo 80 millones de toneladas, de las cuales 

6.9 millones de t corresponden al cultivo de crustáceos equivalentes a 36,200 

millones de USD.5 

En México, la acuicultura es considerada como una de las actividades con mayor 

potencial, ya que aporta beneficios económicos y sociales, además proporciona a 

la población mexicana una alternativa alimentaria con un elevado valor nutricional 
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a un costo accesible para hacer frente al incremento demográfico que crece día 

con día.6 

1.2 La camaronicultura 

La camaronicultura es una rama de la acuicultura que se centra en el cultivo de 

diferentes especies de camarón pertenecientes a la familia Penaeidae.7  

El camarón es un producto acuícola de alto valor económico en el mercado, su 

cultivo ocupa un lugar importante en la acuicultura mexicana, en especial en la 

región noroeste del Pacífico, donde se produce más del 80% del camarón de 

cultivo nacional.8, 9  

Existen alrededor de 60 especies de camarones marinos en el mundo, de éstas, 

50 han sido utilizadas con el propósito de establecer un cultivo en diferentes 

países. En México, la especie de camarón más cultivada es el blanco del Pacífico 

Litopenaeus vannamei, sin embargo, existen especies que podrían considerarse 

aptas para el cultivo.10  

En la región de la península de Yucatán existen dos especies de camarón que 

pueden ser opciones de cultivo: El camarón blanco del Golfo Litopenaeus setiferus 

y el camarón rojo del Caribe Farfantepenaeus brasiliensis. Estas dos especies de 

alto valor ecológico, tienen un problema de sobre-explotación en la región del 

sureste mexicano, por lo que es de gran importancia llevar a cabo estudios sobre 

estas especies.10 

1.2.1 Litopenaeus setiferus 

Se le conoce como camarón blanco del Golfo, pertenece al género Litopenaeus, lo 

que quiere decir que las hembras presentan un télico abierto sin receptáculo 

espermático, esta especie se puede identificar en su estado adulto por el rostrum 

que presenta 9 espinas dorsales y 2 ventrales; Además carece de la carena 

gastrofrontal, sin embargo, presenta la carena hepática y la adrostral que no 

rebasa el límite del caparazón. Se distribuye a lo largo de todo el Golfo de México 
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desde las costas de Nueva York hasta las costas de Campeche y la península de 

Yucatán, habitan a una profundidad de entre 2 y 90 m, con hábitos costeros. 

Normalmente, los adultos se encuentran en el mar donde se lleva a cabo la 

reproducción, no obstante las crías y los juveniles se encuentran refugiados en 

zonas estuarinas con una menor concentración de sal. La reproducción en esta 

especie ha sido posible desde hace muchos años, sin embargo, a nivel comercial 

el cultivo de dicha especie no ha sido muy exitoso, ya que su tasa de crecimiento 

es menor en comparación con la de otras especies. Experimentalmente se han 

logrado obtener hasta 2 t/ ha.11  

 
Figura 1.1. Camarón blanco del Golfo Litopenaeus setiferus. 

 
1.2.2 Farfantepenaeus brasiliensis 

A esta especie se le conoce como: camarón rojo del Caribe, camarón rosado con 

manchas, camarón rosa, camarón rojo manchado, camarón marrón de manchas 

rosas y se puede reconocer a esta especie debido a que posee como 

características morfológicas distintivas, la presencia de un rostrum provisto de 8 a 

9 dientes en la parte dorsal y 2 dientes en la parte ventral; la carina adrostral es 

muy larga y se extiende hasta el borde superior del caparazón, la carina posrostral 

es muy prominente y mide lo que el surco adrostral, con un surco mediano 

profundo. La carina gastrofrontal se encuentra presente, el surco dorsolateral se 

encuentra perfectamente bien definido en el último segmento del abdomen. En los 

machos, el petasma presenta proyecciones distomarginales de gran longitud, 

mientras que las hembras presentan un télico cerrado con placas laterales. 
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Normalmente estos camarones presentan una coloración rosa o roja marrón 

provisto con varias manchas de una coloración más clara. Las tallas de estos 

camarones son de aproximadamente 250 mm para las hembras y 191 mm para 

los machos. Éste camarón tiene una distribución bastante amplia, que se extiende 

desde Carolina del Norte (E.U.A.) , abarcando todo el Golfo de México hasta llegar 

a Río Grande del Sur en Brasil. Esta especie habita las zonas costeras en 

profundidades que van de los 45 a los 65 m, rara vez adentrándose en aguas más 

profundas; tienen una preferencia por zonas de substrato lodoso que utilizan para 

esconderse y su mayor actividad es durante la noche. Es uno de los principales 

recursos pesqueros del Caribe mexicano, sin embargo, el cultivo de esta especie 

aún está en etapa experimental sin datos suficientes en cuanto a tasas de 

crecimiento y parámetros ambientales, lo único que se conoce es que su 

crecimiento es más lento con relación a las demás especies.12-15  

 
Figura 1.2. Camarón rojo del Caribe Farfantepenaeus brasiliensis. 

 

1.2.3 Litopenaeus vannamei 

El camarón blanco del Pacífico es sin duda la especie más cultivada en el 

hemisferio occidental, ya que alcanza una talla comercial de 20 g en un tiempo de 

4 a 6 meses. Ésta especie se puede reconocer por su rostro que presenta de 8 a 9 

dientes dorsales, además tiene una ranura y carina adrostral corta que terminan a 

nivel del diente epigástrico. Actualmente tiene una distribución muy amplia debido 

a que ha sido introducido artificialmente en muchas partes del mundo, sin 
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embargo, su distribución geográfica natural abarca desde Sonora (Golfo de 

California), hasta las costas de Perú en Sudamérica. Habita profundidades de 1 

hasta 72 m y su temperatura óptima va de los 25° a los 30ºC. Al igual que la 

mayoría de los camarones esta especie pasa su vida adulta en el mar; las crías y 

los juveniles se encuentran en aguas salobres. La reproducción y el cultivo de esta 

especie se encuentra bastante tecnificada, manejando hasta 75,000 organismos 

por ha en los sistemas tradicionales, no obstante, esta especie ha demostrado 

aceptar densidades aún mayores en los sistemas de cultivo hiperintensivos, así 

como también puede soportar diferentes gradientes de salinidad, pudiendo ser 

incluso cultivados en agua dulce.11  

 
Figura 1.3. Camarón blanco del Pacífico Litopenaeus vannamei. 

 

En la actualidad, en México se producen alrededor de 225,000 t de camarón, de 

las cuales aproximadamente 117,000 son por cultivo semi-intensivo o intensivo, lo 

que generó en 2016 una cantidad de aproximadamente 8,617 millones de pesos, y 

es el elevado costo de los insumos (alimento y energía eléctrica) la principal 

amenaza para esta actividad.6, 8, 9, 16  

A pesar de ser una importante producción, ésta se ve afectada por la aparición de 

enfermedades masivas, la competencia con el camarón de origen asiático, el 

elevado costo de los insumos (alimento y a energía eléctrica). 17-19 

-



	
  

	
  

7	
  

Las producciones camaronícolas intensivas utilizan una alimentación basada en 

un pienso comercial para camarón con un porcentaje que varía del 30 al 50 % de 

proteína, según sea la etapa productiva. El costo de dicho alimento puede 

representar más del 60 % del costo de producción y se ofrece con base en las 

tablas de alimentación recomendadas por el fabricante de alimentos, 

proporcionando el 3% de la biomasa total del estanque, sin embargo, estas tablas 

son obsoletas y favorecen al desperdicio de alimento. También no consideran el 

consumo real de los organismos e ignoran el estado fisiológico del camarón que 

se ve afectado durante el ciclo de muda; sin contemplar el comportamiento de los 

camarones para consumir pequeñas cantidades de alimento varias veces al día.20-

23  

1.3 El exoesqueleto: 

Los crustáceos pertenecen al filo de los artrópodos, son el grupo de animales más 

abundantes del planeta, representan alrededor de tres cuartas partes de todas las 

especies conocidas. Tienen como principal característica, un exoesqueleto 

quitinoso articulado que les brinda protección y movilidad. A esta envoltura exterior 

se le denomina cutícula y se encuentra constituida por 2 capas.23, 24 

 
• La epicutícula se encuentra compuesta principalmente de proteínas, lípidos 

y sales de calcio y está conformada por 2 capas, una membrana delgada 

externa y una capa gruesa interna. En la superficie de esta se encuentran 

poros y microvellocidades.25 

 
• La procutícula se encuentra compuesta principalmente de quitina, proteínas 

y sales de calcio y se divide en capas preecdisiales y postecdisiales, las 

cuales son secretadas antes o después de la ecdisis.25 

 
El exoesqueleto, les confiere una protección física gracias a su dureza, sin 

embargo, es esta propiedad un factor limitante en el proceso del crecimiento, y es 

por eso que durante toda la vida del crustáceo, este deberá de renovar su 

exoesqueleto por completo cada vez que este incremente su tamaño.26 
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La muda, ecdisis o exuvia es un proceso fisiológico natural mediante el cual, los 

artrópodos se desprenden del exoesqueleto viejo, para poder crecer. Durante el 

proceso de exuviación, los camarones son sometidos a estrés y se ha observado 

que durante ciertos estadios (A,D2 y E) los individuos disminuyen y hasta 

suspenden la alimentación, y si a esto se le suma la sincronización de la población 

causada por los ciclos lunares se traduce en momentos en los que todo el 

alimento suministrado es desperdiciado y eleva las concentraciones de amoniaco 

no ionizado (NH3) en el agua.27, 28 

1.4 El ciclo de muda: 

El ciclo de muda está constituido por las siguientes etapas o fases:29 

 
Estadio A (postmuda temprana): Es la etapa posterior a la ecdisis, tiene una 

duración de 3 a 4 h y durante esta fase la cutícula nueva se encuentra de un color 

más claro, presenta una textura suave y elástica, e inicia el proceso de 

calcificación del nuevo exoesqueleto.29-34 Por otro lado, durante esta fase, el 

animal suspende la alimentación.25 

 
Estadio B (postmuda tardía): Durante esta etapa continúa el proceso de 

calcificación mediante la secreción de sales minerales de calcio y el rearreglo de la 

matriz orgánica del exoesqueleto. Al precipitarse el calcio, se comienzan a 

endurecer las diferentes capas de la nueva cutícula, incrementando así la rigidez 

del nuevo caparazón. Esta fase se subdivide en: 26, 34  

• B1: Tiene una duración de 24 h, donde los branquiostegitos se encuentran 

semi-rígidos y tienden a doblarse bajo una presión fuerte sin llegar a 

romperse. Se puede observar al microscopio el inicio de la retracción de la 

matriz setal y la ausencia de los conos setales. 29-34 

• B2: Tiene una duración de 24 h, donde el exoesqueleto se encuentra más 

endurecido y se rompe ante una fuerte presión y se puede observar la 

formación de los conos setales. 29-34 
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Estadio C (intermuda): Es la etapa del ciclo que dura más tiempo, 

aproximadamente de entre 72 a 96 h. En esta fase se obtiene la máxima dureza 

del exoesqueleto, se remplaza el fluido por tejidos y el animal presenta mayor 

apetito y se acumulan reservas nutricionales en el hepatopáncreas.26, 29-34 

 
Estadio D (premuda): Las glándulas epidérmicas secretan enzimas que digieren la 

cutícula vieja, lo que permite la reabsorción de las sales minerales y también parte 

de la matriz orgánica del exoesqueleto del crustáceo. Los camarones utilizan las 

reservas del hepatopáncreas para la formación de un nuevo exoesqueleto debajo 

de la cutícula vieja. Esta etapa se subdivide en: 29-33 

• D0 (inicio de la premuda): Comienza la separación de la cutícula de la 

epidermis, lo que hace evidente un espacio entre ambos tejidos, a este 

proceso se le denomina apólisis, con una duración promedio de 72 h. 29-34 

• D1 (premuda temprana): El espacio formado entre la cutícula y la epidermis 

del urópodo incrementa de tamaño, además comienza la formación de las 

nuevas setas. Este periodo se subdivide en tres: 29-34 

• D1´ (duración 48 h): Comienza la formación de nuevas espinas, así como la 

retracción inicial de la fibra nerviosa de la espina vieja. Las nuevas setas se 

extienden parcialmente debajo de las del exoesqueleto viejo, sus bases 

comienzan a formar una invaginación circular debajo de la superficie de la 

epidermis. 29-34  

• D1´´(duración 48 h): Comienza la secreción de las nuevas espinas y las 

nuevas setas se extienden por completo debajo del exoesqueleto viejo, las 

bases de las nuevas setas se encuentran invaginadas a una cuarta parte de 

la longitud de las setas dentro de la epidermis. 29-34  

• D1´´´ (duración 24 h): Se hacen visibles los detalles morfológicos de las 

nuevas espinas y las bases de las nuevas setas se encuentran invaginadas 

a la mitad de la longitud de las setas dentro de la epidermis. 29-34 

• D2 (premuda tardía): El espacio entre la cutícula y la epidermis crece aún 

más, se separa fácilmente la nueva cutícula del viejo exoesqueleto, termina 

la formación de las nuevas setas, con una duración de 24 h. 29-34 
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Estadio E (Ecdisis o muda): esta es la etapa más corta del ciclo, puede durar unos 

cuantos minutos. Se lleva a cabo la ruptura en la unión entre el cefalotórax y el 

abdomen. El crustáceo abandona su viejo caparazón. Inmediatamente después de 

la exuviación el animal absorbe una gran cantidad de agua a través de las 

branquias, creando una expansión del tejido, lo cual genera un repentino 

incremento en el tamaño del animal. 25, 26, 29-34 

El proceso de muda puede ser afectado por diversos factores externos, por una 

parte las condiciones adversas del ambiente, así como una alimentación 

inadecuada pueden llevar al organismo a disminuir el crecimiento y como 

consecuencia reducir la frecuencia de mudas. 

 
Existe evidencia que muestra que los ciclos lunares, así como los cambios de 

agua dentro de las explotaciones pueden influir en sincronizar los estadios de 

muda de los camarones dentro del estanque, siendo la luna nueva la fase en 

donde la mayor parte de los organismos realiza la ecdisis.28, 35  

 
La reproducción guarda una estrecha relación con el ciclo de muda en especial 

con las especies de camarón con télico cerrado. En estas especies el periodo de 

muda se alterna con el periodo de reproducción y la cópula tiene lugar entre 

hembras recién mudadas (A, E) y machos en fase de intermuda (C).25 

 
El ciclo de muda se encuentra regulado por 2 órganos endócrinos. El órgano X 

que produce 3 hormonas distintas. Una de ellas es la responsable de inhibir los 

procesos fisiológicos de la preecdisis durante el periodo de intermuda (hormona 

inhibidora de la muda), otra es la encargada de acelerar la preecdisis y una tercera 

regula el volumen de agua que se incorpora durante la ecdisis. El órgano Y 

secreta ecdisona la cual es liberada a la hemolinfa para transformarse en su forma 

activa hidrolizada 20-hidroxiecdisona, conocida coloquialmente como la hormona 

de la muda. Esta además de ser la responsable de desencadenar el proceso de 

muda, tiene efectos directos sobre la reproducción y el desarrollo larvario.25 
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1.5 Digestión en los crustáceos 

En los camarones peneidos el sistema digestivo se compone de un tubo digestivo 

dividido en estomodeo, mesenteron y proctodeo que está recubierto por una capa 

de quitina que se pierde cada vez que el animal realiza la ecdisis. Lo anterior, 

impide la ingesta del alimento cada vez que este proceso se lleva a cabo, y da 

como resultado una disminución en la actividad enzimática digestiva después de la 

exuviación, y un aumento durante los periodos de reserva nutricional y crecimiento 

(estadio C), lo que se ve reflejado en el consumo de alimento de los organismos.36-

38 

La digestión de las proteínas en los camarones es un proceso complejo; una vez 

consumido el alimento, este llega al estómago, donde se lleva a cabo una pre-

digestión, a diferencia de los vertebrados, no existe una acidificación estomacal. El 

estómago se encuentra dividido en 2 partes: la parte cardiaca en donde se 

acumula el alimento consumido y en la parte pilórica que esta provista de piezas 

calcáreas, sedas , espinas y pliegues por donde pasa el alimento para llevar a 

cabo una molienda mecánica que permite que el alimento alcance el tamaño de 

partícula suficiente para poder ingresar a la glándula digestiva. Posteriormente, la 

digestión se concluye en el interior de los túbulos del hepatopáncreas donde son 

degradadas por diversas enzimas proteolíticas secretadas por las células “B” del 

hepatopáncreas y finalmente son absorbidas por las células especializadas “R”. 

Las partículas más gruesas quedan retenidas por un filtro y se dirigen hacia el 

intestino para ser desechadas en forma de heces. 36-39 

El hepatopáncreas (glándula digestiva o la glándula del intestino medio) es sin 

lugar a duda el órgano más importante en la digestión de los crustáceos, su 

principal función es la de secretar enzimas digestivas que llevan a cabo la 

degradación química del alimento. Además, es en el interior de su red de túbulos 

ciegos en donde se lleva a cabo la principal absorción de nutrientes resultantes de 

la digestión. También funge como un almacén de reservas nutricionales como 

proteínas, sales minerales y glucógeno que cobran gran importancia durante los 
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periodos de ayuno. 36-39 El glucógeno comienza a acumularse dentro de las células 

hepatopancreaticas cuando el animal se encuentra en balance energético positivo. 

La glucosa entra a las células del hepatopáncreas y por medio de la enzima 

glucoquinasa se transforma en glucosa-6-P impidiendo así que esta abandone el 

interior de la célula. Posteriormente la enzima fosfoglucomutasa transforma la 

glucosa-6-P en glucosa-1- P. Esta se activa mediante la enzima UDP-glucosa  

pirofosforilasa y una molécula de UTP (uridina trifosfato) formando la UDP-

glucosa, Esta última forma enlaces glucocídicos α1,4 mediante la acción de la 

glucogenocintasa y posteriormente forma enlaces glucocídicos α1,6 mediante la 

enzima ramificadora del glucógeno para formar el polímero de cadenas 

ramificadas de glucosa conocido como glucógeno.40  

 
1.5.1 Enzimas digestivas 
Para llevar a cabo la digestión, es necesario reducir el alimento a compuestos 

fáciles de ser absorbidos y asimilados por el organismo. Las enzimas digestivas 

juegan un papel muy importante, por que actúan sobre sustratos específicos 

donde llevan a cabo una modificación química que permite transformar estas 

sustancias en formas menos complejas, fáciles de ser absorbidas y asimiladas por 

el organismo. Las proteasas son aquellas enzimas encargadas de hidrolizar los 

enlaces peptídicos de las proteínas, se subdividen en 2 grandes grupos: las 

exopeptidasas que actúan sobre los enlaces terminales de las cadenas de 

polipéptidos y las endopeptidasas que actúan sobre enlaces internos hidrolizando 

las moléculas de proteína para formar cadenas más cortas de aminoácidos; 

algunos ejemplos de endopeptidasas son la tripsina, quimotripsina y pepsina.41, 42 

 

Los crustáceos a diferencia de los vertebrados carecen de la enzima pepsina, 

además el pH óptimo para la mayor parte de las enzimas presentes es más 

elevado. Las enzimas más importantes para la digestión de proteínas en los 

camarones es la tripsina, la cual representa el 60% de la actividad proteolítica del 

hepatopáncreas a diferencia de la quimiotripsina que tiene una actividad muy baja 

en la mayoría de las especies estudiadas.36-38, 43  
 



	
  

	
  

13	
  

La tripsina es una endoproteasa que pertenece a la familia de las serin-proteasas, 

actúa sobre los enlaces peptídicos carboxilo (COOH) de los aminoácidos lisina o 

arginina. Su actividad y secreción puede variar por factores como el ayuno, la 

ingesta de alimento y ciertos estadios del ciclo de muda (A, D2 y E), su rango 

óptimo de pH va de 7-8, aunque en algunas especies de camarón se ha visto que 

actúa mejor bajo un pH de 8.3. En los camarones peneidos, esta enzima es 

sintetizada en grandes cantidades por el hepatopáncreas y representa 

aproximadamente un tercio de la proteína soluble del mismo, es más activa contra 

proteínas que no han sido desnaturalizadas y presenta una homología del 50% 

con la tripsina bovina. En algunas especies de camarones peneidos se han 

aislado hasta 6 isoenzimas diferentes con un peso molecular de 25 kDa.	
  .27,36,38-­‐43	
  

 
La quimotripsina al igual que la tripsina es una endoproteasa que pertenece a las 

familia de las serin-proteasas, tiene acción sobre el enlace peptídico carboxilo de 

los aminoácidos aromáticos triptófano, tirosina, fenilalanina y metionina, con un pH 

optimo que va de 7-8. Esta enzima no presenta una actividad proteolítica tan 

importante como la tripsina e incluso hay ocasiones en las que se encuentra 

ausente en los camarones peneidos, sin embargo, se cree que la actividad de la 

quimotripsina ha sido subestimada debido a la utilización de un sustrato incorrecto, 

por lo que se estima que esta podría ser mayor.27,36-38,41,43 

 

1.5.2 Relación entre el ciclo de muda y la actividad enzimática de 
tripsina y quimotripsina 
 

En los crustáceos, la actividad enzimática puede ser influenciada por diversos 

factores, la disponibilidad de alimento y la cantidad de proteína contenida en este 

juega un papel muy importante. Cuando la dieta contiene un nivel bajo de proteína 

la actividad enzimática decrece considerablemente y por el contrario sube cuando 

este porcentaje se eleva hasta llegar a su punto máximo en un 45% de proteína. 

El fotoperiodo y las variaciones de temperatura también pueden llegar alterar la 

expresión de estas enzimas, sin embargo, son los diferentes estadios de muda los 

que hacen variar la actividad enzimática de las enzimas digestivas más 

drásticamente. 27,28,38  
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En condiciones fisiológicas normales la actividad enzimática de los camarones 

peneidos no se mantiene constante. Por lo que es común que se produzcan 

variaciones de diferente intensidad durante los estadios del ciclo de muda.44 

 
Las investigaciones realizadas respecto a el ciclo de muda y sus efectos sobre la 

actividad enzimática de los camarones peneidos son numerosas, sin embargo, la 

mayoría de ellas fueron realizadas en la especie de camarón blanco del Pacífico 

Litopenaeus vannamei por su importancia económica en varios países del mundo, 

por lo que puede considerarse como un estándar en el ciclo de muda.28,45-52  

 
En otras especies de camarón y crustáceos, la gran mayoría de las 

investigaciones han llegado a conclusiones similares, y afirman que durante los 

estadios de muda A, D2 y E el camarón se encuentra incapacitado para comer. 

Debido a lo anterior, la actividad enzimática disminuye durante estas etapas, sin 

embargo, actualmente no existen estudios que describan el proceso de muda y su 

relación con la actividad enzimática en las especies de camarón blanco del Golfo 

Litopenaeus setiferus y rojo del Caribe Farfantepenaeus brasiliensis.53-67 
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1.6 Justificación. 
 
El proceso de muda tiene un efecto en el crecimiento y la alimentación de los 

camarones, describir a detalle cada uno de los estadios y relacionarlo con las 

enzimas digestivas tripsina y quimotripsina es indispensable para optimizar el 

suministro de alimento en las especies de importancia comercial en México, así 

también es necesario obtener un estándar fotográfico para identificar el estadio de 

muda en las tres especies de camarón, por lo que la presente investigación 

describe los diferentes estadios del ciclo de muda las especies: camarón blanco 

del Golfo Litopenaeus setiferus, camarón rojo del Caribe Farfantepenaeus 

brasiliensis, y el camarón blanco del Pacífico Litopenaeus vannamei. 
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2 OBJETIVOS 
	
  
2. 1 Objetivo General:  

Caracterizar y describir los estadios de muda de camarones peneidos de 

importancia comercial en México (Litopenaeus setiferus, Farfantepenaeus 

brasiliensis, Litopenaeus vannamei) por medio de imágenes y de la actividad 

enzimática de la tripsina y quimotripsina.  

2.2 Objetivos Particulares:  

• Caracterizar y describir los estadios de muda de camarones peneidos de 

importancia comercial en México (Litopenaeus setiferus, Farfantepenaeus 

brasiliensis, Litopenaeus vannamei) mediante imágenes fotográficas 

tomadas al microscopio para tener obtener un estándar fotográfico e 

identificar los estadios de muda de las tres especies de camarones 

peneidos mexicanos. 
 

• Determinar la actividad enzimática de la tripsina y la quimotripsina durante 

los estadios de muda de camarones penéidos de importancia comercial en 

México (Litopenaeus setiferus, Farfantepenaeus brasiliensis, Litopenaeus 

vannamei) mediante el método Geiger y Fritz para determinar las 

diferencias entre los estadios y las especies. 
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3 MATERIAL Y MÉTODOS: 
	
  
El presente trabajo se realizó dentro de la Unidad Multidisciplinaria de Docencia e 

Investigación (UMDI) de la Facultad de Ciencias (FC) de la Universidad Nacional 

Autónoma de México (UNAM) ubicada en el puerto de abrigo sin número Sisal, 

Hunucmá Yucatán( Figura 3.1 y 3.2). 

  
Figura 3.1. Fotografía tomada en la UMDI- Sisal Figura 3.2. Imagen satelital de Sisal 

3.1 Organismos experimentales 
	
  
Para el estudio, se utilizaron 30 ejemplares de las especies Litopenaeus setiferus, 

Farfantepenaeus brasiliensis y Litopenaeus vannamei, con un peso promedio de 

11±4 g, obtenidos del área de engorda de la UMDI, con excepción de los 

ejemplares de la especie L. Setiferus los cuales fueron colectados del medio 

silvestre de la laguna de Términus y sus zonas aledañas en el estado de 

Campeche. Una vez capturados, los organismos fueron trasladados en 

contenedores de plástico opaco con una capacidad de 100 L, a la UMDI. Una vez 

ahí, se llevó a cabo un proceso de aclimatación de los animales durante tres días 

a las condiciones de salinidad y temperatura que se manejan en el área 

experimental (Figura 3.3). Durante este periodo fue suplementada la alimentación 

de los camarones con calamar fresco para evitar pérdidas por canibalismo. 
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Figura 3.3. Camarones L. setiferus durante el.proceso de aclimatación. 

3.2 Condiciones experimentales 
 
Los individuos fueron alojados en jaulas individuales de 20X20X20cm dentro de 

cuatro contenedores de 100 L con un flujo continuo de 12 L/h para garantizar un 

recambio diario del 300% de agua marina a una salinidad de 35 g/L equipados con 

un sistema de aireación por cada contenedor y calentadores con termostato de 40 

W para mantener una temperatura de 28ºC (Figura 3.4 y 3.5). El fotoperiodo fue 

programado con 12 h luz: 12 h oscuridad con lámparas de luz blanca fluorescente 

de 60 W a una altura de 1 m de los contenedores, iniciando a las 09:00 h. Los 

contenedores se recubrieron con malla con una luz de 1 cm2 para evitar el escape 

de los camarones. 

 

 
 

Figura 3.4. Diseño de jaulas individuales. Figura 3.5. Diseño de contenedores experimentales. 

 
 

l/)-----------~~ 
./ 
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La alimentación de los organismos experimentales fue llevada a cabo con un 

alimento comercial balanceado de la marca Hills® con 35% de proteína cruda que 

fue suministrado diariamente con base en el 20% de la biomasa dividida en dos 

raciones (09:00 y 21:00 h). 

 
La limpieza de los contenedores se realizó diariamente a las 20:00 h y consistió en 

el aspirado del fondo de los estanques a través de sifón.  

 
Se llevó un registro diario de mudas en el cual se anotó la presencia de exuvias, 

así como los comportamientos o signos sugerentes de una próxima ecdisis 

(ayuno, cambio de coloración, disminución de la actividad, movimientos bruscos 

repentinos). 

 
Una vez que el individuo haya realizado la ecdisis se consideró la duración de los 

estadios de muda de Litopenaeus vannamei para obtener tres ejemplares por 

cada estadio de muda. 

3.3 Matanza y procesamiento de los organismos 
 
Una vez seleccionado el ejemplar, se midió con una regla graduada en 

centímetros, desde la punta del telson hasta la punta del rostrum y se pesó en una 

balanza analítica calibrada en miligramos (Ohaus Pioneer®). Posteriormente, se 

sumergió en agua marina a una temperatura de 3ºC por 15 min como método de 

matanza (Figura 3.6 y 3.7). 
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Figura 3.6. Determinación de la longitud del individuo Figura 3.7. Determinación del peso del individuo 

 

Después de la muerte del organismo se procedió a separar con pinzas de 

disección y de una sola intención, el caparazón que cubre el cefalotórax para 

exponer el hepatopáncreas. Posteriormente, este órgano se separó con pinzas sin 

dientes de ratón del intestino y el molino gástrico para pesarlo en una balanza 

analítica calibrada en 0.1 mg (Ohaus Pioneer ®); inmediatamente se colocó en un 

tubo Eppendorf previamente perforado para sumergirlo en un tanque de nitrógeno 

líquido a -195.8ºC durante 5 min para almacenarlo dentro de bolsas plásticas 

resellables en un congelador industrial a una temperatura de -80ºC. 

3.4 Fotografías 
	
  
Los urópodos del ejemplar se cortaron desde la base y se colocaron en un tubo de 

ensayo con agua marina filtrada a una temperatura de 4ºC, para luego 

acomodarlos en un portaobjetos de vidrio con 4 gotas de agua del tubo a través de 

una pipeta Pasteur. Después se observaron a 40X en un microscopio óptico 

(CRXII ®) con cámara de 12 MP para fotografiar tres secciones de cada urópodo 

(parte distal, parte media y parte proximal), inmediatamente cada sección se 

fotografió a 100X. En el caso de la especie L. setiferus se utilizó un microscopio 

Nikon MSZ 1500 bajo los aumentos de 60X y 112.5X. 
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3.5 Análisis enzimáticos	
  
	
  
Para determinar la actividad enzimática de la tripsina y quimotripsina, los 

hepatopáncreas se homogenizaron en 500 mL de agua libre de pirógenos y se 

centrifugaron a 13,200 rpm a 4ºC durante 20 min. 

 
La actividad enzimática de la tripsina se determinó utilizando BAPNA 

(benzoilarginina- paranitro-anilida) (Sigma B7632) 100 mM como sustrato. Como 

amortiguador se utilizó una solución TRIS 0.1 M, pH 8. La tasa de hidrólisis del 

sustrato se midió por medio del incremento en la absorbancia en un 

espectrofotómetro Spectronic modelo 21D a 405 nm durante dos minutos, 

obteniéndose la diferencia en absorbancia entre el primer minuto y el segundo 

utilizando un coeficiente de extinción ε405= 1.02 L/mol/cm ( Método Geiger, 1988). 

Una unidad se definió como la actividad correspondiente a 1 mM de p-nitroanilina 

liberado en un minuto. La actividad de la quimotripsina se midió por el mismo 

método pero utilizando como sustrato el compuesto succinil-alalina-2-prolina-fenil-

p-nitro-anilida (SAPPNA) (Figura 3.8). 

 
Para la determinación de la proteína soluble del hepatopáncreas, se utilizó el 

método (Bradford, 1976) mediante el juego de reactivos Bio-Rad-500-0006. La 

concentración de proteína soluble se determinó a través de la acción de una 

solución ácida de color por medio de un cambio de coloración (azul de 

Coomassie), el cual se liga a los aminoácidos primariamente básicos y aromáticos, 

especialmente la arginina. Las muestras se leyeron después de 10 min con un 

filtro de 595 nm, después se colocaron 10 uL de una dilución 100X del extracto 

crudo de hepatopáncreas en un pozo de las microplacas por triplicado para cada 

muestra y posteriormente se añadieron 200 uL de la solución reactiva del juego de 

reactivos, se dejó incubar por 10 min y se leyó en un lector de la marca Biorad 

modelo 550 a 595 nm (Figura 3.9). 
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Figura 3.8. Determinación de la actividad enzimática de la 

tripsina. 
Figura 3.9. Determinación de la proteína soluble del 

hepatopáncreas. 

3.5 Análisis estadístico: 
	
  
El análisis estadístico de los datos se realizó en el programa R versión 3.4.0. Se 

utilizó la prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis para determinar si existían 

diferencias significativas entre tratamientos y se empleó la prueba de comparación 

multiple de Bonferroni para determinar los grupos homogéneos. Para todas las 

pruebas, el valor de significacncia se estableció en P<0.05.  
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4 RESULTADOS: 

4.1 Imágenes fotográficas: 

Una vez, concluido el estudio, se obtuvieron alrededor de 2,500 imágenes 

fotográficas. De estas, se seleccionaron las fotografías que presentaban las 

características más representativas de cada estadio de muda y las de mejor 

nitidez. Cada imagen presenta una barra horizontal equivalente a un cm en la 

esquina inferior derecha. Las imágenes se encuentran señaladas por flechas de 

distintos colores: El color verde se destinó para los detalles de pigmentación de la 

epidermis, el rojo para las setas, el azul marino para los nodos setales, el amarillo 

para los conos setales, el color naranja para los surcos setales vestigiales, el color 

rosa para los detalles de la superficie epidérmica, el color negro para la cutícula, el 

color azul celeste para las setas en formación, y el color morado para el espacio 

entre la cutícula y la epidermis. En el siguiente esquema se ejemplifican las 

estructuras de los urópodos vistas al microscopio. 

 
 

Figura 4.0. Estructuras del urópodo visto al microscopio 100X. 1) epidermis, 2) seta, 3) bárbulas, 4) nodo setal, 5) 
cono setal, 6) base setal, 7) nueva base setal, 8) cúspide secundaria, 9) seta nueva, 10) espacio entre la cutícula y 
la epidermis (Fernando Alberto González Mercado).	
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4.1.1 Camarón blanco del Golfo Litopenaeus setiferus 
 
4.1.1.1 Estadio A (Postmuda temprana) : 
 
En la Figura 4.1 se puede observar una coloración marrón rojiza con una 

distribución irregular del pigmento, con zonas claras y oscuras . 

 
Figura 4.1. L. setiferus estadio A parte distal del urópodo 60X. 

 Los nodos setales no se alcanzan a percibir ni en la Figura 4.2 que presenta 

mayor aumento. La división entre la seta y la base setal es casi imperceptible en 

ambas fotografías. La cutícula no es apreciable a simple vista lo que le brinda una 

apariencia de fragilidad y desprotección al tejido.	
   Al incrementar el aumento a 

112.5X, se puede observar que las setas se encuentran repletas de una matriz 

setal de coloración anaranjada, la cual comienza a retraerse. 

 
Figura 4.2. L. setiferus estadio A parte distal del urópodo 115.2X. 
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En la Figura 4.3 y 4.4 se pueden observar los nodos setales recién formados, 

marcados de forma muy tenue a cada lado de las bases setales. Este aspecto se 

puede apreciar con mayor detalle en la Figura 4.4. 

  
Figura 4.3. L. setiferus estadio A parte media del urópodo 60X. 

El color de la epidermis es distinto en ambas fotografías, siendo de un color 

amarillo grisáceo con zonas oscuras en forma de estrella en la Figura 4.3 y de 

color marrón rojizo intenso en la Figura 4.4. En ambas figuras es posible observar 

los remanentes del surco en donde se formaron las setas durante la premuda (D). 

En la Figura 4.4 se puede observar con mayor detalle la falta de división entre la 

seta y la base setal, además de la presencia de pequeñas vellosidades a lo largo 

de todas las setas conocidas como bárbulas, así también la matriz setal de color 

anaranjado dentro de cada una de las setas. 

 
Figura 4.4. L. setiferus estadio A parte media del urópodo 112.5X. 
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En el área proximal del urópodo se observa tanto en la Figura 4.5 como en la 

Figura 4.6 una coloración azul grisácea con zonas de color marrón amarillento en 

forma de estrella donde se encuentra concentrado el pigmento en la epidermis 

(eumelanina). 

 

   	
   

Figura 4.5. L. setiferus estadio A parte proximal urópodo 60X.  

Las setas son muy delgadas en comparación con las que se observan en la 

Figura 4.3 y 4.4 además, la matriz setal no se logra percibir, ya que las setas 

presentan una coloración translucida. Los nodos setales son claramente visibles 

en ambos lados de la base setal tanto en la Figura 4.5 como en la Figura 4.6, así 

como también comienza a notarse la división entre la seta y la base setal. En la 

Figura 4.6 se logran observar con mejor detalle la presencia de bárbulas en cada 

una de las setas. 

 

Figura 4.6. L. setiferus estadio A parte proximal del urópodo 112.5X.  
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4.1.1.2 Estadio B1 (Postmuda tardía): 
 
En la Figura 4.7 y 4.8 se puede observar una coloración rojiza con zonas claras y 

oscuras donde se concentra el pigmento. Los nodos setales son visibles a cada 

lado de las bases setales. 

 
Figura 4.7. L. setiferus estadio B1 parte distal del urópodo 60X.  

La división entre la seta y la base setal se vuelve notoria así como también se 

puede observar en la Figura 4.7 la retracción de la matriz setal de un color 

anaranjado brillante a la mitad de la longitud de las setas. Las bárbulas se logran 

distinguir con algo de dificultad en la Figura 4.8. 

 
Figura 4.8. L. setiferus estadio B1 parte distal del urópodo 112.5X.  

	
  



	
  

	
  

28	
  

En la Figura 4.9 se puede observar una epidermis de color marrón anaranjado 

con zonas de mayor pigmentación en forma de estrella. La división entre la seta y 

su base es evidente, así como también la presencia de los nodos setales. 

 
Figura 4.9. L. setiferus estadio B1 parte media del urópodo 60X.  

En la Figura 4.10 se puede observar con mayor claridad el detalle de la división 

entre la seta y la base setal. Los nodos setales también se pueden observar 

aunque no desarrollados del todo, así también se puede observar que en algunas 

setas comienza a desarrollarse el cono setal. La epidermis es de un color amarillo 

grisáceo con zonas estrelladas de mayor pigmentación.  

 
Figura 4.10. L. setiferus estadio B1 parte media del urópodo 112.5X.  
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En la parte proximal del urópodo se puede observar en la Figura 4.11 y 4.12, un 

mayor grado de desarrollo de los nodos setales, los cuales presentan una 

coloración gris oscuro que contrasta con el tejido epidérmico, así como también la 

concentración de la matriz setal hacia la base de la seta y el inicio de la formación 

de los conos setales, detalle que se puede percibir en la Figura 4.12.  
 

 
Figura 4.11. L. setiferus estadio B1 parte proximal del urópodo 60X.  

El tejido epidermico de ambas fotografias es de una coloracion amarillo grisaceo 

con máculas pigmentadas en forma de estrella. 

 
Figura 4.12. L. setiferus estadio B1 parte proximal del urópodo 112.5X.  
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4.1.1.3 Estadio B2 (Postmuda tardía): 
 
En la Figura 4.13 se puede observar que hacia el centro es de un tono más pálido 

con máculas en forma de estrella. 

 
Figura 4.13. L. setiferus estadio B2 parte distal del urópodo 60X.  

En la Figura 4.13 y 4.14 se puede apreciar la parte distal del urópodo, en donde 

se observa la formación de los conos setales en el extremo de las bases de las 

setas. Los nodos setales se notan más desarrollados que en el estadio anterior y 

el color de la epidermis en ambas figuras es de un rojo intenso hacia la periferia. 

 
Figura 4.14. L. setiferus estadio B2 parte distal del urópodo 112.5X.  
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En la Figura 4.15 se aprecia la parte media del urópodo en donde los conos 

setales se vuelven bastante evidentes en la unión entre la base setal y la seta. Así 

mismo se puede observar como la cutícula se vuelve un tanto más gruesa en 

comparación con los dos estadios anteriores. 

 

Figura 4.15. L. setiferus estadio B2 parte media del urópodo 60X.  

La epidermis es de una coloración amarillo grisáceo con máculas estrelladas de 

mayor pigmentación. En la Figura 4.16 se observa con mayor detalle la aparición 

de los conos setales en el extremo de las bases de la seta, también se pueden 

observar con mayor nitidez las bárbulas que rodean la seta. 

 
Figura 4.16. L. setiferus estadio B2 parte media del urópodo 112.5X.  
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En el área de proximal del urópodo representada por la Figura 4.17 y 4.18, se 

observan características similares a las de la parte media que son los conos 

setales presentes, así como el desarrollo casi total de los nodos setales. En 

ambas fotografías, la epidermis muestra una coloración similar de un amarillo 

grisáceo con máculas estrelladas en donde se concentra el pigmento. 

 

Figura 4.17. L. setiferus estadio B2 parte proximal del urópodo 60X.  

 En la Figura 4.18 se observan las bárbulas a lo largo de toda la periferia de las 

setas así como también se pueden ver los nodos y conos setales con mayor 

detalle.   

 
Figura 4.18. L. setiferus estadio B2 parte proximal del urópodo 112.5X. 
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4.1.1.4 Estadio C (Intermuda): 
 
En la Figura 4.19 y 4.20 se puede observar el área media del urópodo en donde 

destaca la presencia de una cutícula completamente formada además de unos 

nodos setales totalmente desarrollados. La cutícula y la epidermis se encuentran 

unidas y esta presenta una coloración grisácea con máculas pigmentadas en 

forma de estrella. 

 
Figura 4.19. L. setiferus estadio C parte media del urópodo 60X.  

En la Figura 4.20 se puede observar como las setas han retraído totalmente la 

matriz setal hacia el área donde se formó el cono setal, además se puede apreciar 

mejor la cutícula que es de una coloración más grisácea en comparación con la 

epidermis. 

 
Figura 4.20. L. setiferus estadio C parte media del urópodo 112.5X.  
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En el área proximal del urópodo, se puede apreciar en la Figura 4.21 

características similares a las fotografías anteriores con los nodos setales 

completamente desarrollados así como una cutícula de mayor grosor. 

 

 

Figura 4.21. L. setiferus estadio C parte proximal del urópodo 60X.  

En la Figura 4.22 se puede observar con mayor detalle la presencia de los conos 

setales, así como la falta de matriz setal dentro de las setas. La coloración en 

ambas fotografías es igual a las de la parte media del urópodo.  

 
Figura 4.22. L. setiferus estadio C parte proximal del urópodo 112.5X. 
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4.1.1.5 Estadio D0 (Inicio de la premuda): 
 
En la Figura 4.23 se puede observar a la perfección una separación entre la 

cutícula y la epidermis del urópodo, a este fenómeno se le conoce como apólisis.  

 

 
Figura 4.23. L. setiferus estadio D0 parte media del urópodo 60X.  

Este detalle se puede apreciar mucho mejor en la Figura 4.24, donde se puede 

distinguir una coloración más clara en el área de las bases setales en 

comparación con el amarillo grisáceo de la epidermis. Además de presentar ese 

rasgo característico, también se observa la presencia de los conos y nodos setales 

perfectamente desarrollados. 

 

 
Figura 4.24. L. setiferus estadio D0 parte media del urópodo 112.5X. 

  



	
  

	
  

36	
  

En la Figura 4.25 se muestra la parte proximal del urópodo y se puede notar como 

las bases setales tienen una coloración más clara debido a la apólisis y retracción 

del tejido epidermal. La coloración de la epidermis es un gris amarillento con 

máculas oscuras en forma de estrella.  

 
Figura 4.25. L. setiferus estadio D0 parte proximal del urópodo 60X. 

En la Figura 4.26 se observa que el grado de apólisis se incrementa 

considerablemente además de que comienza a invaginarse la epidermis dando 

como resultado una apariencia de ondulaciones alrededor de la superficie 

epidérmica, marcando así el final de la etapa D0.	
   

 
Figura 4.26. L. setiferus estadio D0 parte proximal del urópodo 112.5X.  
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4.1.1.6 Estadio D1´ (Premuda temprana): 
 
En la Figura 4.27 se puede observar la parte distal del urópodo con la epidermis 

de una coloración marrón rojiza, la cual se encuentra separada de la cutícula y 

presenta en su periferia múltiples invaginaciones dando como resultado una 

superficie con forma ondulada.  

 
Figura 4.27. L. setiferus estadio D1´ parte distal del urópodo 60X.  

Este detalle se hace más evidente en la Figura 4.28 en donde incluso se puede 

apreciar que estas ondulaciones presentan un contorno translucido perfectamente 

delineado el cual no se observa bajo un aumento de 60X. 

 
Figura 4.28. L. setiferus estadio D1´ parte distal del urópodo 112.5X.  

  



	
  

	
  

38	
  

En la Figura 4.29 se observa como en algunas zonas se presenta un mayor grado 

de invaginación de la epidermis, mientras que en otras zonas el tejido se 

encuentra más plano. El espacio que existe entre la epidermis y la cutícula vieja es 

mayor que en el estadio anterior.	
  La coloración de la epidermis es algo irregular 

con zonas de mayor y menor pigmentación. 

 
Figura 4.29. L. setiferus estadio D1´ parte media del urópodo 60X. 

En la Figura 4.30 se puede observar con mayor claridad el detalle de las 

invaginaciones en la superficie ondulada del tejido epidermal. 

 
Figura 4.30. L. setiferus estadio D1´ parte proximal del urópodo 112.5X.  
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4.1.1.7 Estadio D1´´ (Premuda temprana): 
 
En la Figura 4.31 y 4.32 se observa que en el área de distal del urópodo las 

ondulaciones han tomado una forma más definida e incluso comienzan a 

parecerse a las bases setales. Otro detalle importante que se puede apreciar es la 

formación de las nuevas setas las cuales se encuentran invaginadas dentro de la 

epidermis. 

 
Figura 4.31. L. setiferus estadio D1´´ parte distal del urópodo 60X. 

En la Figura 4.32 se puede observar incluso como sobresalen indicios de la seta 

nueva a través de las nuevas bases setales. La coloración es igual a estadios 

anteriores, sin embargo puede apreciarse un ligero toque amarillento en los 

extremos de las nuevas bases setales. 

 
Figura 4.32. L. setiferus estadio D1´´ parte distal del urópodo 112.5X.  
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En la Figura 4.33 se puede observar la formación temprana de las nuevas bases 

setales, así como la invaginación dentro de la epidermis para la formación de las 

nuevas setas, detalle que se aprecia al observar el contraste de coloración entre el 

rojo marrón intenso de las nuevas setas, en comparación con el gris amarillento de 

la epidermis. 

 
Figura 4.33. L. setiferus estadio D1´´parte media del urópodo 60X.  

 En la Figura 4.34 se aprecian con mejor detalle los surcos donde se forman las 

nuevas setas, además se puede notar como en las nuevas bases setales 

comienzan a formarse dos cúspides a cada lado de la base, lo que marca el fin del 

estadio D1´´. 

 
Figura 4.34. L. setiferus estadio D1´´parte media del urópodo 112.5X.  
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En el área proximal del urópodo se puede apreciar en la Figura 4.35 y 4.36 que la 

formación de las bases setales no es tan marcado como en el caso de la Figura 
4.33 y 4.34.  

 
Figura 4.35. L. setiferus estadio D1´´ parte proximal del urópodo 60X.  

La coloración en ambas figuras se mantiene de un tono gris amarillento con 

máculas oscuras en forma de estrella, sin embargo, es posible apreciar la 

formación de las nuevas setas dentro de la epidermis en especial en la Figura 
4.36. En ambas figuras, es posible observar que las setas se encuentran 

maltratadas, en especial en la Figura 4.36. 

 
Figura 4.36. L. setiferus estadio D1´´ parte proximal del urópodo 112.5X.  
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4.1.1.8 Estadio D1´´´ (Premuda temprana): 
 
En la Figura 4.37 y 4.38 se muestra el área media del urópodo en donde se puede 

notar que la coloración de la epidermis es mucho más oscura y las máculas en 

forma de estrella son más abundantes.  

 
Figura 4.37. L. setiferus estadio D1´´´ parte media del urópodo 60X. 

En cuanto a la superficie de la epidermis se puede ver que se han formado dos 

cúspides a cada lado de las nuevas bases setales, dándole la apariencia de 

molares, este detalle se puede apreciar mejor en la Figura 4.38, por otra parte, se 

pueden percibir las nuevas setas formándose dentro de la epidermis, así como 

también los extremos sobresalientes de estas mismas en el espacio entre la 

cutícula vieja y la epidermis.   

 
Figura 4.38. L. setiferus estadio D1´´´ parte media del urópodo 112.5X.  
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En la Figura 4.39 se puede observar en el área proximal del urópodo la formación 

de cúspides secundarias a lado de cada base setal, sin embargo, estas no se ven 

tan evidentes como en la Figura 4.37 y 4.38. La coloración es de un gris 

amarillento con máculas marrón claro (eumelanina) en forma de estrella. Las setas 

se encuentra muy maltratadas e incluso hay más de una rota por la mitad. 

 
Figura 4.39. L. setiferus estadio D1´´´ parte proximal del urópodo 112.5X.  
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4.1.1.9 Estadio D2 (Premuda tardía): 
 
En la Figura 4.40 se pueden observar las nuevas setas debajo de la cutícula vieja 

la cual se muestra un tanto frágil y con varias setas rotas. El espacio entre la 

cutícula vieja y el urópodo es muy amplio y da la apariencia de que dentro de ese 

exoesqueleto se encuentra un nuevo urópodo. 

 
Figura 4.40. L. setiferus estadio D2 parte proximal del urópodo 112.5X.  
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4.1.1.10 Exuvia:  
En la Figura 4.41 y 4.42, se puede apreciar el exoesqueleto viejo recién mudado. 

Se puede observar que este se encuentra completamente vacío presentando 

solamente remanentes de tejido epidérmico que no pudo desprenderse 

correctamente (Flecha verde amarillenta).  

 
Figura 4.41. L. setiferus exuvia parte distal del urópodo 60X.  

En general, la cutícula se nota un tanto frágil y varias setas se encuentran 

dañadas o rotas. 

 
Figura 4.42. L. setiferus exuvia parte media del urópodo 60X.  
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4.1.2 Camarón rojo del Caribe Farfantepenaeus brasiliensis 
 
4.1.2.1 Estadio A (Postmuda temprana) : 
 
En la Figura 4.43 se muestra la parte distal del urópodo, en donde se puede 

observar una coloración marrón purpura irregular en la epidermis. Las setas y sus 

bases presentan una coloración anaranjada intensa. La separación entre la seta y 

la base no es evidente y los nodos setales se encuentran poco desarrollados. 

 

Figura 4.43. F. brasiliensis estadio A parte distal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.44 se observa que los nodos setales no se han desarrollado aún. 

Las setas y sus bases presentan un color naranja y la división entre estas no es 

clara. Se puede observar que la matriz setal comienza a retraerse hasta la mitad 

de la seta. La epidermis presenta una coloración marrón purpura con zonas claras 

y máculas oscuras en forma de estrella. 

 

Figura 4.44. F. brasiliensis estadio A parte distal del urópodo 100X.  
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En la Figura 4.45 se puede apreciar más el detalle de las bárbulas que recubren 

la periferia setal. La unión entre la seta y su base no se encuentra dividida y los 

nodos setales no se logran distinguir. Las setas presentan un color rosa mientras 

que sus bases son de color ámbar. La epidermis presenta un color gris claro con 

máculas en forma de estrella con colores que van del negro a el rojo purpura. 

 

Figura 4.45. F. brasiliensis estadio A parte media del urópodo 100X.  
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4.1.2.2 Estadio B1 (Postmuda tardía) : 
 
En la Figura 4.46 se observa la parte distal del urópodo. Las setas presentan un 

color ámbar al igual que sus bases, presentando una clara división entre ellas. La 

matriz setal se encuentra retraída hasta la mitad de la seta y se muestra de un 

color anaranjado. Los nodos setales son difíciles de distinguir y se muestran 

alargados. La epidermis es de un color gris purpura con zonas ámbar. 

 

Figura 4.46. F. brasiliensis estadio B1 parte distal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.47 se puede apreciar la división entre la seta y su base, estas 

presentan una coloración ámbar más clara. Los nodos setales son difíciles de 

distinguir ya que la periferia de la epidermis es de un color marrón. 

 
Figura 4.47. F. brasiliensis estadio B1 parte media del urópodo 40X.  
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En la Figura 4.48 se perciben mejor los nodos setales así como el detalle de las 

bárbulas. En algunas bases se comienza a notar la formación de los conos 

setales. Ambas imágenes presentan una coloración gris clara con múltiples 

máculas en forma de estrella de coloración marrón (eumelanina). 

 
Figura 4.48. F. brasiliensis estadio B1 parte media del urópodo 100X.  

En la Figura 4.49 se observan con total claridad la presencia de los nodos setales, 

así como la formación temprana de los conos setales la coloración de la 

epidermis, es de un gris amarillento con múltiples máculas con forma de estrella. 

 
Figura 4.49. F. brasiliensis estadio B1 parte proximal del urópodo 40X. 
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4.1.2.3 Estadio B2 (Postmuda tardía) :	
   
 
En la Figura 4.50, se observa que los conos setales aparecen en el extremo distal 

de la seta. Estos presentan una coloración rojiza oscura. Las setas muestran una 

coloración anaranjada intensa y el detalle de las bárbulas se aprecia con claridad. 

Por otra parte, se pueden detectar con facilidad los nodos setales de un color ocre 

a cada lado de la base setal. La epidermis es de un color marrón grisáceo que 

contrasta con el color ámbar de las bases setales.	
   

  

Figura 4.50. F. brasiliensis estadio B2 parte distal del urópodo 100X.  

En la Figura 4.51 se pueden observar los conos setales de una coloración ámbar 

pálida, además se puede notar la retracción casi completa de la matriz setal los 

nodos setales se muestran alargados y de una coloración similar a la de los conos 

setales. 

  	
   

Figura 4.51. F. brasiliensis estadio B2 parte media del urópodo 40X.  
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En la Figura 4.52 se observa la formación temprana de los conos setales junto a 

la base de las setas, estos presentan una coloración grisácea que contrasta con el 

ámbar pálido de las setas. Los nodos setales se encuentran presentes, con un 

tono amarillo grisáceo similar al que presenta la base setal, ocasionando que su 

identificación sea más complicada. 

En la Figura 4.53 se aprecia la formación temprana de los conos setales, así 

como la retracción de la matriz setal en la mayoría de las setas. Los nodos setales 

son evidentes y presentan un color gris que contrasta con el color ámbar pálido de 

la epidermis del urópodo. 

 

Figura 4.53. F. brasiliensis estadio B2 parte proximal del urópodo 40X. 

 
  

 
Figura 4.52. F. brasiliensis estadio B2 parte media del urópodo 100X. 
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4.1.2.4 Estadio C (Intermuda):  
 
En la Figura 4.54, se muestra la parte distal de un urópodo que presenta una 

cutícula perfectamente desarrollada de un color ámbar que contrasta con el color 

rojizo de la epidermis. Los nodos setales se distinguen perfectamente a pesar de 

tener un color similar al que presenta la cutícula. Se pueden apreciar vagamente 

los conos setales y las bárbulas de las setas se distinguen a la perfección. 

 
Figura 4.54. F. brasiliensis estadio C parte distal del urópodo 100X.  

En la Figura 4.55, se observan mejor los conos setales. Estos presentan una 

coloración ámbar lo que los hace resaltar con el color rojo de las setas. La cutícula 

se observa desarrollada de un color ámbar, sin embargo, los nodos setales no se 

distinguen fácilmente ya que presentan una coloración ámbar muy similar al resto 

de las bases setales. 

 

Figura 4.55. F. brasiliensis estadio C parte media del urópodo 40X. 
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En la Figura 4.56, se puede apreciar perfectamente el detalle de los conos 

setales, también se puede ver que las setas se encuentran huecas y que toda esa 

matriz setal ha migrado hacia los conos setales. Los nodos setales se pueden 

distinguir mejor ya que presentan un tono más luminoso que el resto de la cutícula.	
   

 
Figura 4.56. F. brasiliensis estadio C parte media del urópodo 100X.  

En la Figura 4.57 se muestra la parte proximal del urópodo y a simple vista se 

puede observar el tejido epidérmico perfectamente embebido en la cutícula. Los 

conos setales se ven de una coloración translucida y los nodos setales de un gris 

verdoso con el centro de color ámbar. 

 
Figura 4.57. F. brasiliensis estadio C parte proximal del urópodo 40X.  
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En la Figura 4.58, se puede observar un acercamiento, donde se aprecian los 

detalles antes mencionados, sin embargo, en la parte inferior de la foto se puede 

notar como la apólisis y del tejido epidérmico comienza a llevarse a cabo, lo que 

nos indica que el animal está entrando en la siguiente etapa del ciclo.	
  

	
  
Figura 4.58. F. brasiliensis estadio C parte proximal del urópodo 100X.  
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4.1.2.5 Estadio D0 (Inicio de la premuda): 
 
En la Figura 4.59 se puede observar en la parte distal del urópodo un espacio 

evidente entre la cutícula y la epidermis. Esta última se muestra de una coloración 

irregular de rojo intenso, marrón rojizo y blanco. La superficie epidérmica se 

encuentra ligeramente sinuosa sin llegar a presentar las ondulaciones del estadio 

D1´. 

 
Figura 4.59. F. brasiliensis estadio D0 parte distal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.60 se muestra un acercamiento, en el cual se puede vislumbrar el 

espacio, así como los detalles de la cutícula. Esta última tiene un color ámbar que 

dificulta la visualización de los nodos setales, los cuales tienen una forma 

alargada. Así también, se logran distinguir las bárbulas y los conos setales. 
 

Figura 4.60. F. brasiliensis estadio D0 parte distal del urópodo 100X.  
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En la Figura 4.61, se observa claramente como el tejido epidérmico se separa de 

la cutícula, formando un espacio pequeño que da la apariencia de ser una línea 

clara que contrasta con el color café de la epidermis y el gris de la cutícula. Los 

detalles como los nodos y conos setales se distinguen a la perfección, así como 

también se puede ver el interior vacío de las setas. 

 
Figura 4.61. F. brasiliensis estadio D0 parte media del urópodo 40X.  

 En la Figura 4.62 se puede apreciar más esta separación, la cual nos muestra 

una epidermis desprendida completamente de la cutícula, además de presentar 

una superficie relativamente lisa. 

 
Figura 4.62. F. brasiliensis estadio D0 parte media del urópodo 100X 
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En la parte proximal del urópodo se puede observar en la Figura 4.63 una apólisis 

que no ha sido del todo completada, ya que el espacio entre la cutícula y la 

epidermis se muestra en un tono más amarillento en comparación con la Figura 
4.62.	
  

 
Figura 4.63. F. brasiliensis estadio D0 parte proximal del urópodo 40X.  
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4.1.2.6 Estadio D1´ (Premuda temprana): 
 
En la Figura 4.64 se puede apreciar como la epidermis se invagina formando 

ondulaciones alrededor de la epidermis, la cual se muestra de un color rojo 

obscuro. El espacio entre esta y la cutícula es evidente. La cutícula se presenta 

una coloración ámbar y los detalles como los nodos y conos setales se distinguen 

con facilidad. 

 
Figura 4.64. F. brasiliensis estadio D1´ parte distal del urópodo 100X.  

En la Figura 4.65 se observa la superficie de la epidermis con menor grado de 

invaginación comparado con la Figura 4.64. La coloración de la epidermis es de 

un color terracota intenso en la superficie y un color gris amarillento con máculas 

en forma de estrella hacia el centro. 

 
Figura 4.65. F. brasiliensis estadio D1´ parte media del urópodo 40X.	
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En la Figura 4.66 se muestra un acercamiento en donde se pueden ver las 

estructuras cuticulares con gran detalle. Los nodos setales se observan un tanto 

alargados y de una coloración ámbar más intensa a la del resto de la cutícula. Las 

setas se observan huecas y contrastan en coloración con los conos setales los 

cuales poseen un color más oscuro. La epidermis se muestra de un color terracota 

intenso y se pueden observar más las ondulaciones en la superficie. 

 
Figura 4.66. F. brasiliensis estadio D1´ parte media del urópodo.100X.  

En la Figura 4.67 se observa con dificultad las ondulaciones en la superficie de la 

epidermis. Los nodos setales se muestran de color gris plomo y poseen una forma 

muy redonda. Los conos setales se observan al igual que el interior hueco de las 

setas. El espacio entre la epidermis y la cutícula es evidente y ahí se observa con 

dificultad un contorno translucido que delinea las ondulaciones de la epidermis.  

 

Figura 4.67. F. brasiliensis estadio D1´ parte proximal del urópodo 100X.  
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4.1.1.7 Estadio D1´´ (Premuda temprana): 
 
En la Figura 4.68 se puede observar cómo se empiezan a formar las nuevas setas 

en el interior de la epidermis del urópodo. Las puntas de estas sobresalen hacia el 

espacio entre la cutícula y la epidermis. Las ondulaciones toman una forma más 

definida, similares a las nuevas bases setales. 

 

Figura 4.68. F. brasiliensis estadio D1´´ parte distal del urópodo 100X.  

En la Figura 4.69, se observa como las ondulaciones han tomado una forma más 

definida, con una coloración ámbar intensa. La epidermis es de un color marrón 

rojizo hacia la periferia y blanco amarillento con máculas negras hacia el centro. 

Es evidente la formación de las nuevas setas en el interior de la epidermis. El 

espacio entre la cutícula y la superficie epidérmica es claramente visible e incluso 

se notan las puntas de las nuevas setas que sobresalen de la epidermis. 

 	
    

Figura 4.69. F. brasiliensis estadio D1´´ parte media del urópodo 40X.  
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En la Figura 4.70 se observa con detalle la superficie de la epidermis, las 

ondulaciones formadas comienzan a adquirir un gran parecido con las bases 

setales de la cutícula e incluso algunas de las estas comienzan a mostrar cúspides 

a los lados, lo que indica que está pasando al siguiente estadio del desarrollo. 

 

Figura 4.70. F. brasiliensis estadio D1´´ parte media del urópodo.100X.  
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4.1.2.8 Estadio D1´´´ (Premuda temprana): 
 
En la Figura 4.71, se observa la formación de cúspides secundarias a cada lado 

de las nuevas bases setales. Es evidente la presencia de la nuevas setas 

formadas dentro del tejido epidérmico. Así como también se observan las puntas 

de las setas que sobresalen de la superficie epidérmica. 

 

Figura 4.71. F. brasiliensis estadio D1´´´ parte distal del urópodo 100X.  

En la Figura 4.72, se observa a lo largo de la superficie epidérmica, las nuevas 

bases setales, estas le dan una apariencia de molares debido a la formación de 

cúspides secundarias durante esta fase. Los surcos donde se forman las nuevas 

setas son visibles, así como también las puntas de las nuevas setas en el espacio 

entre la cutícula y la epidermis. La coloración es de un gris amarillento que cambia 

a un tono más rojizo hacia la periferia del tejido epidérmico. 

	
  	
  	
   

Figura 4.72. F. brasiliensis estadio D1´´´ parte media del urópodo 40X. 
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En la Figura 4.73, se aprecia mejor el detalle de las cúspides secundarias que le 

dan a la superficie epidérmica la apariencia de molares, así como también los 

surcos en donde se forman las nuevas setas. incluso es posible observar el 

desarrollo de las nuevas bárbulas que recubren todo el perímetro de las setas. El 

espacio entre la cutícula y la epidermis es bastante notorio y en él se observan las 

puntas de las nuevas setas. 

 
Figura 4.73. F. brasiliensis estadio D1´´´ parte media del urópodo 100X.  

En la Figura 4.74, se observa como en el área proximal del urópodo también se 

lleva a cabo la formación de estos molares en la superficie de la epidermis, sin 

embargo, el espacio entre la cutícula y la epidermis se ve un poco reducido y no 

se alcanzan a distinguir las nuevas setas. La cutícula se observa algo frágil, opaca 

y con zonas melanizadas. 

 

Figura 4.74. F. brasiliensis estadio D1´´´ parte proximal del urópodo 40X.  
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4.1.2.9 Estadio D2 (Premuda tardía): 
 
En la Figura 4.75, se observa como las setas se encuentran perfectamente 

formadas dentro del exoesqueleto viejo e incluso se puede notar como estas se 

encuentran dobladas y sobrepuestas unas con otras. La superficie epidérmica 

presenta una apariencia de molares, similar al estadio anterior. La coloración de la 

epidermis es rosa grisáceo con máculas en forma de estrella. El espacio entre la 

cutícula y la epidermis es evidente. La cutícula se nota frágil e incluso hay partes 

donde la coloración ámbar pasa a un gris translucido. 

 

Figura 4.75. F. brasiliensis estadio D2 parte media urópodo 40X.  

En la Figura 4.76, se observa un acercamiento en donde se pueden vislumbrar las 

setas nuevas dobladas dentro del exoesqueleto viejo que se muestra opaco 

impidiendo la visualización de otras estructuras. 

 

Figura 4.76. F. brasiliensis estadio D2 parte media del urópodo 100X.  
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4.1.3 Camarón blanco del Pacífico Litopenaeus vannamei 
	
  
4.1.3.1 Estadio A (Postmuda temprana): 
 
En la Figura 4.77 se observa una epidermis de coloración roja que tiene la 

apariencia de carecer de cutícula. Las setas se encuentran llenas de una matriz 

setal de color rosa intenso, la separación entre estas y su base no es evidente. 

Los nodos setales se observan poco desarrollados y contrastan por su coloración 

gris del resto de la epidermis.  

 

Figura 4.77. L. vannamei estadio A parte distal del urópodo 100X.  

 En la Figura 4.78 se pueden ver con dificultad los vestigios de los surcos, en donde 

se formaron las setas, estos son de un color rojizo que contrasta con el gris con 

máculas negras en forma de estrella. Las setas se encuentran repletas de matriz 

setal y no presentan una división clara con sus bases.  

 

Figura 4.78. L. vannamei estadio A parte media del urópodo 40X.  
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En la Figura 4.79, se pueden apreciar los nodos setales poco desarrollados de un 

color gris opaco a cada lado de las bases setales. La coloración de la epidermis es 

de un gris pálido con máculas marrón rojizo. Las setas se observan repletas de 

matriz setal color rosa pálido, además de que se pueden apreciar las bárbulas 

recubriendo toda la seta. Se alcanzan percibir de manera muy tenue los vestigios 

de la formación de las setas dentro de la epidermis. 
 

Figura 4.79. L. vannamei estadio A parte media del urópodo 100X.  
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4.1.3.2 Estadio B1 (Postmuda tardía): 
 
En la Figura 4.80 se observa una epidermis de color rojo intenso en la periferia y 

blanco grisáceo con manchas en forma de estrella en el centro. En la parte roja se 

ven los vestigios de la formación de las setas. Los nodos setales se pueden 

percibir a simple vista, así como también la separación entre la seta y su base. 

 

Figura 4.80. L. vannamei estadio B1 parte distal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.81 se puede apreciar la división entre la seta y su base. Se puede 

observar claramente una dualidad de colores en las setas, lo que indica que 

comienza la retracción de la matriz setal, que llega hasta la mitad de las setas. Los 

nodos setales se pueden apreciar subdesarrollados, de un color marrón y de una 

forma ovoide. 

 

Figura 4.81. L. vannamei estadio B1 parte distal del urópodo 100X.  
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En la Figura 4.82 se puede apreciar en la epidermis una coloración amarilla 

grisácea con máculas negras en forma de estrella. Aún se pueden percibir en esta 

los surcos en donde se formaron las setas. Los nodos setales se observan un 

poco más desarrollados. La retracción de la matriz setal no se aprecia con 

facilidad. En algunas setas es posible observar la división clara entre la base setal 

y la seta, sin embargo en otras este detalle no es observable. 

 

                             Figura 4.82. L. vannamei estadio B1 parte media del urópodo 100X. 
En la Figura 4.83, se puede apreciar muy claramente los detalles de las bárbulas 

que recubren las setas. Estas se pueden ver llenas de matriz setal de un color 

rosa pálido que contrasta con el amarillo grisáceo del resto de la epidermis. Los 

nodos setales se observan bien definidos, pequeños y de un color gris, la 

separación entre la seta y su base se puede notar con dificultad. 

 

Figura 4.83. L. vannamei estadio B1 parte media del urópodo 100X.  



	
  

	
  

69	
  

En la Figura 4.84, se puede observar una coloración gris con máculas rojas y 

negras. La retracción de la matriz setal es visible en algunas setas así como 

también se observan indicios de la formación temprana de los conos setales. 

 

Figura 4.84. L. vannamei estadio B1 parte proximal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.85 se puede observar a detalle la retracción casi total de la matriz 

setal en algunas setas. También se puede observar que en algunas setas 

comienza la formación temprana de los conos setales. La división entre la seta y la 

base setal es notoria. 

 

Figura 4.85. L. vannamei estadio B1 parte proximal del urópodo 100X.  
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4.1.3.3 Estadio B2 (Postmuda tardía): 
 
En la Figura 4.86, se puede observar la presencia de conos setales en la unión de 

cada una de las setas con su base setal. Los nodos setales se ven de un color gris 

amarillento que contrasta con la coloración roja de la epidermis. Las bases setales 

presentan una coloración más clara en comparación al resto de la epidermis. 

 

Figura 4.86. L. vannamei estadio B2 parte distal del urópodo 100X.  

En la Figura 4.87 se pueden observar conos setales en proceso de desarrollo en 

la unión entre las setas y las bases setales. Los nodos setales se observan a cada 

lado de las bases setales. Aún se pueden vislumbrar de una coloración rojiza las 

zonas donde se formaron las setas en el interior de la epidermis.	
   

 

Figura 4.87. L. vannamei estadio B2 parte media del urópodo 40X.  
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En la Figura 4.88 se pueden apreciar los conos setales formados y las setas con 

la mayor parte de la matriz setal retraída. Los nodos setales se encuentran 

formados a la perfección y presentan una coloración gris plomo que contrasta con 

el amarillo grisáceo con máculas rojas de la epidermis. Las bárbulas se pueden 

apreciar con nitidez a lo largo de todo el perímetro de la seta. 

 

Figura 4.88. L. vannamei estadio B2 parte media del urópodo 100X.  

En la Figura 4.89, se observan los conos setales formados parcialmente, así 

como la retracción incompleta de la matriz setal. La coloración de la epidermis es 

ámbar grisáceo con máculas rojas y negras en forma de estrella. Los nodos 

setales se observan de un color verde grisáceo y con una forma renal. Dando la 

apariencia de no estar desarrollados del todo. 

 

Figura 4.89. L. vannamei estadio B2 parte proximal del urópodo 100X.  
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4.1.3.4 Estadio C (Intermuda): 
 
En la Figura 4.90 se observa la cutícula perfectamente formada de un color ámbar 

pálido que contrasta con el rojo marrón del tejido epidérmico. Este se encuentra 

parcialmente embebido en la cutícula, sin embargo, se puede notar como inicia el 

proceso de apólisis en la parte distal del urópodo, lo que indica que se encuentra 

en un estado de transición al estadio D0. 
 

Figura 4.90. L. vannamei estadio C parte distal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.91 se puede ver la cutícula perfectamente formada de un color gris 

azuloso. La epidermis se encuentra perfectamente unida a la cutícula y presenta 

en su periferia una coloración más intensa en relación al amarillo grisáceo del 

resto del tejido epidérmico. Los nodos setales se pueden distinguir a la perfección, 

ya que presentan una coloración más oscura del resto de la cutícula. 

 

Figura 4.91. L. vannamei estadio C parte media del urópodo 40X.  
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En la Figura 4.92, se puede ver con claridad la cutícula perfectamente formada de 

un color amarillo grisáceo intenso con gris pálido, así como también los nodos 

setales a cada lado de las bases setales. 

 

Figura 4.92. L. vannamei estadio C parte media del urópodo 100X.  

En la Figura 4.93 se alcanza a observar la retracción completa de la matriz y el 

interior hueco de las setas. En términos generales, la imagen se observa de una 

coloración gris pálida resaltando solamente los nodos setales que presentan un 

color más oscuro. 

 

Figura 4.93. L. vannamei estadio C parte proximal del urópodo 100X.  
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4.1.3.5 Estadio D0 (Inicio de la premuda): 
 
En la Figura 4.94, se puede observar una división entre la cutícula y la epidermis, 

dejando un espacio entre ambas capas. Las setas se observan frágiles y muchas 

de ellas se encuentran rotas. La cutícula se encuentra totalmente desarrollada y 

presenta una coloración amarillo grisáceo. La epidermis se muestra de color gris 

arena con pequeñas manchas rojas y negras, en la periferia de color rojo ladrillo. 

	
    

Figura 4.94. L. vannamei estadio D0 parte distal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.95 se puede observar la apólisis entre la cutícula y la epidermis, 

dando como resultado un espacio entre ambas capas. La epidermis muestra una 

coloración amarillo grisáceo con múltiples máculas rojas y negras en forma de 

estrella. La cutícula se encuentra desarrollada completamente y se observan los 

nodos y conos setales.  

 

Figura 4.95. L. vannamei estadio D0 parte media del urópodo 40X.  
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En la Figura 4.96, se aprecia con mayor detalle la separación entre la cutícula y la 

epidermis, esta última presenta una superficie lisa y una coloración grisácea con 

máculas negras en forma de estrella. Los nodos setales se observan 

perfectamente desarrollados, así como también los conos setales. Las setas se 

encuentran vacías con toda su matriz setal retraída. El detalle de las bárbulas se 

puede apreciar con total claridad en todas las setas. 

 

Figura 4.96. L. vannamei estadio D0 parte media del urópodo 100X.  

En la Figura 4.97, es más evidente el espacio entre la cutícula y la epidermis. Se 

puede apreciar como la superficie epidérmica comienza a formar pequeñas 

ondulaciones irregulares, marcando así el final del estadio D0. La cutícula se 

observa de color gris con algunas zonas más oscuras. Los nodos y conos setales 

se encuentran completamente desarrollados. 

 

Figura 4.97. L. vannamei estadio D0 parte proximal del urópodo 40X. 
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4.1.3.6 Estadio D1´ (Premuda temprana):	
   
 
En la Figura 4.98 se observa la epidermis con una superficie irregular con la 

apariencia de ondulaciones. La coloración de ésta varía siendo más roja hacia 

distal y de un color grisáceo con múltiples máculas rojas y negras hacia proximal. 

Es posible observar en la parte distal de la epidermis, el inicio de la formación de 

las setas hacia el interior del tejido epidérmico. La cutícula se observa algo frágil 

con muchas de las setas rotas y de un color más oscuro. 

 

Figura 4.98. L. vannamei estadio D1´ parte distal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.99 se aprecia el detalle de la superficie epidérmica ondulada. Esta 

es de un color rosado con máculas rojas en forma de estrella con filamentos que 

se prolongan a lo largo de toda la epidermis, dándole una apariencia reticular. El 

espacio entre la epidermis y la cutícula es bastante evidente. 

 

Figura 4.99. L. vannamei estadio D1´ parte distal del urópodo 100X.  
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En la Figura 4.100, se observa con claridad el espacio entre la cutícula y la 

epidermis, esta última presenta una superficie ligeramente ondulada y una 

coloración grisácea con una tendencia más marrón hacia la periferia, donde 

incluso las máculas comienzan a difuminarse siendo más difícil su visualización. 

La cutícula se observa completamente desarrollada de un color grisáceo opaco. 

 

Figura 4.100. L. vannamei estadio D1´ parte media del urópodo 40X.  

En la Figura 4.101 se aprecia con más detalle la superficie ondulada, esta 

comienza a invaginarse creando los surcos en donde se llevará a cabo la 

formación de las nuevas setas. La coloración es grisácea con máculas negras en 

forma de estrella. La cutícula se encuentra completamente desprendida de la 

epidermis. Los detalles cuticulares se observan con bastante nitidez, siendo 

posible observar con detalle las bárbulas que rodean toda la periferia de las setas. 

 

Figura 4.101. L. vannamei estadio D1´ parte media del urópodo 100X. 
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En la Figura 4.102, se observan características similares a las vistas en el área 

media del urópodo. La superficie epidérmica se encuentra ondulada y el espacio 

entre la cutícula y la epidermis es evidente, aunque este es menor al observado en 

fotografías anteriores. La cutícula se observa frágil y opaca y la mayoría de las 

setas presenta sus puntas rotas. 

 

Figura 4.102. L. vannamei estadio D1´ parte proximal del urópodo 40X.  
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4.1.3.7 Estadio D1´´ (Premuda temprana): 
 
En la Figura 4.103, se puede observar como las ondulaciones de la epidermis 

toman una forma más definida e incluso comienzan a parecerse a las bases 

setales. Se observa el inicio la formación de las nuevas setas dentro del tejido 

epidérmico. Estas se ven de un color rojizo intenso que contrasta con el color 

marrón grisáceo de la periferia de la epidermis. La cutícula se observa grisácea 

con las setas de color rojo intenso, estas últimas se observan rotas y frágiles.  

	
  	
  	
    

   Figura 4.103. L. vannamei estadio D1´´ parte media del urópodo 40X.  

En la Figura 4.104, se observa un acercamiento en donde es posible apreciar con 

mayor detalle la formación de las nuevas setas en el interior de la epidermis. 

También, se puede observar como las puntas de las setas sobresalen en el 

espacio existente entre la cutícula y la epidermis. 

 

Figura 4.104. L. vannamei estadio D1´´ parte media del urópodo 100X.  
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En la Figura 4.105, se observa como la superficie epidérmica comienza a 

parecerse a las nuevas bases setales. Comienzan a formarse las nuevas setas en 

el interior del tejido epidérmico. La cutícula se observa frágil de color grisáceo 

translúcido y se encuentra separada de la epidermis formando un evidente 

espacio separando ambos tejidos.  

 	
    

Figura 4.105. L. vannamei estadio D1´´ parte proximal del urópodo 100X. 

 

  



	
  

	
  

81	
  

4.1.3.8 Estadio D1´´´ (Premuda temprana):	
   
 
En la Figura 4.106, se observa en la superficie de la epidermis la formación de 

cúspides secundarias a cada lado de las ondulaciones principales, dándole 

apariencia de molares. La formación de las setas continúa y se puede ver como 

alcanzan una mayor penetración hacia el interior del tejido epidérmico. La 

coloración epidermal es gris con máculas negras en forma de estrella. El espacio 

entre la epidermis y la cutícula es evidente. 

 

Figura 4.106. L. vannamei estadio D1´´´ parte media del urópodo.40X.  

 En la Figura 4.107, se muestra un acercamiento en donde se pueden apreciar 

mejor las cúspides secundarias que le dan la forma molar a la superficie 

epidérmica. En los surcos donde se forman las nuevas setas es posible observar 

la formación de las bárbulas que recubren las setas. 

 

Figura 4.107. L. vannamei estadio D1´´´ parte media del urópodo 100X. 
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En la Figura 4.108, se observa como las nuevas setas comienzan a adquirir una 

coloración más rojiza. La superficie epidérmica es similar a la vista en la Figura 
4.105, sin embargo, las cúspides secundarias no son tan evidentes. 

 

Figura 4.108. L. vannamei estadio D1´´´ parte proximal del urópodo 40X.  

En la Figura 4.109, se muestra una imagen similar a la Figura 4.107 siendo 

únicamente distinta la forma de los nodos setales, ya que se observan más 

pequeños y redondos característica propia de la parte proximal del urópodo. Las 

setas se pueden observar completamente vacías y recubiertas por bárbulas. 

 

Figura 4.109. L. vannamei estadio D1´´´ parte proximal del urópodo 100X.  
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4.1.3.9 Estadio D2 (Premuda tardía): 
 
En la Figura 4.110, se observa un estado transicional entre D1´´´ y D2. Se puede 

apreciar como las nuevas setas se encuentran completamente desarrolladas e 

incluso se alcanzan a ver las bárbulas dentro del surco setal. A cada lado de las 

nuevas bases setales se observan indicios de formacion de los nuevos nodos 

setales.  
	
  	
  	
   

Figura 4.110. L. vannamei estadio D1´´´- D2 parte media del urópodo 100X. 

En la Figura 4.111, se observan las setas completamente formadas de un color 

rojo intenso, muchas de estas se pueden ver evertidas debajo del viejo 

exoesqueleto. Tambien se puede apreciar la formación temprana de los nodos 

setales. 

 

 Figura 4.111. L. vannamei estadio D2 parte distal del urópodo 40X. 



	
  

	
  

84	
  

En la Figura 4.112, se tiene una imagen opaca, sin embargo, se puede ver como 

las setas se encuentran completamente desarrolladas y sobrepuestas entre si. La 

superficie de la epidermis presenta las nuevas bases setales desarrolladas a la 

perfeccion, dando la apariencia de que el animal esta próximo a la exuviación. 

 

   Figura 4.112. L. vannamei estadio D2 parte media del urópodo 100X. 
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4.2 Estudio Enzimático: 
 
4.2.1 Proteína soluble total 
 
Cuadro 4.1: Resultados de proteína total del hepatopáncreas (mg/ml). 
Estadio L. setiferus F. brasiliensis L. vannamei  

A 13.58 ± 5.68a 14.04 a 13.84 ± 5.18 a 
B1 10.72 ± 4.85 a 15.92 ± 4.78 a 18.23 ± 4.44 a 
B2 10.48 ± 5.36 a 13.35 ± 9.73 a 20.34 ± 6.60 a 
C 16.13 ± 4.35 a 19.86 ± 4.87 a 15.46 ± 4.14 a 

D0 15.09 ± 3.52 a 19.85 ± 4.51 a 20.31 ± 5.48 a 
D1´ 13.15 ± 1.62 b 21.16 ± 4.03 a 19.85 ± 5.42 ab 

D1´´ 15.34 ± 8.98 a 7.89 a  17.73 ± 1.93 a 
D1´´´ 26.48a 21.03 ± 2.98 a 22.63 ± 2.54 a 
D2 5.84 a  13.24 a  18.17 ± 1.23 a 

*. Renglones con literales iguales no presentan diferencias significativas entre tratamientos (p<0.05). 
 

Los resultados de proteína soluble muestran que en la especie L. setiferus el valor 

más alto se obtuvo durante el estadio D1´´´ y el más bajo con el estadio D2, en la 

especie F. brasiliensis el valor más alto durante el estadio D1´ y el más bajo con el 

estadio D1´´y en la especie L. vannamei el valor más alto durante el estadio D1´´ y 

el más bajo con el estadio A. 

 

En los estadios A, B1, B2, C, D0, D1´´, D1´´´ y D2 no se encontraron diferencias 

significativas entre las especies. 

 
 En el estadio D1´ se registró una diferencia significativa entre las especies L. 

setiferus y F. brasiliensis (P< 0.05), donde la mayor concentración de proteína 

soluble en mg/ml fue de la especie F. brasiliensis. 
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4.2.2 Actividad enzimática de tripsina 
 
Cuadro 4.2: Resultados de actividad enzimática de tripsina (mU/mg de 
proteína). 
Estadi

o 
L. setiferus F. brasiliensis L. vannamei  

A 15.21 ± 5.56 a 7.73 a 7.93 ± 3.71 a 
B1 15.55 ± 6.35 a 7.1 ± 2.71 a 13.29 ± 3.89 a 
B2 17.35 ± 6.54 a 6.07 ± 0.09 a 12.36 ± 2.02 a 
C 9.48 ± 5.41ab 5.46 ± 1.35b  14.11 ± 6.67a 

D0 12.81 ± 3.48 a 9.4 ± 1.04 a 12.81 ± 2.90 a 
D1´ 14.01 ± 4.88 a 11.41 ± 4.98 a 19.02 ± 14.13 a 
D1´´ 10.69 ± 4.49 a 4.27 a 12.25 ± 5.38 a 
D1´´´ 7.54 a 7.53 ± 0.92 a 11.29 ± 3.43 a 
D2 21.31 a 3.01 a 11.29 ± 3.79 a 

*. Renglones con literales iguales no presentan diferencias significativas entre tratamientos (p<0.05). 
 
Los resultados de actividad enzimática de tripsina muestran que en la especie L. 

setiferus se obtuvo el valor más alto durante el estadio D2 y el más bajo en el 

estadio C, en la especie F. brasiliensis el valor más alto durante el estadio D1´ y el 

más bajo en el estadio C y en la especie L. vannamei se obtuvo el valor más alto 

durante el estadio D1´ y el más bajo en el estadio A.  

 
En los estadios A, B1, B2, D0, D1´, D1´´, D1´´´ y D2 no se encontraron diferencias 

significativas entre las especies.  

 
En el estadio C se registró una diferencia significativa entre las especies L. 

vannamei y F. brasiliensis (P< 0.05), donde la mayor actividad enzimática de 

tripsina en mU/mg de proteína fue de la especie L. vannamei. 
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4.2.2 Actividad enzimática de quimotripsina 
 
Cuadro 4.3: Resultados de actividad enzimática de quimotripsina (mU/mg de 
proteína). 
Estadio L. setiferus F. brasiliensis L. vannamei  

A 100.31 ± 46.45 a 31.9 a 87.34 ± 4.38 a 
B1 165.35 ± 142.02 a 33.15 ± 14.24 a 74.99 ± 22.92 a 
B2 127.74 ± 85.48 a 46.1 ± 22.35 a 80.75 ± 43.29 a 
C 84.16 ± 35.49ab 29.83 ± 9.89b 119.68 ± 47.45a 

D0 96.91 ± 32.32 a 39.00 ± 28.58 a 86.46 ± 35.04 a 
D1´ 82.07 ± 14.65ab 33.35 ± 8.95b 122.67 ± 27.66a 

D1´´ 74.48 ± 12.27 a 33.93 a 56.47 ± 16.81 a 
D1´´´ 46.74 a 19.54 ± 3.72 a 76.77 ± 31.69 a 
D2 80.8 a 22.69 a 87.00 ± 44.35 a 

*. Renglones con literales iguales no presentan diferencias significativas entre tratamientos (p<0.05). 
 

Los resultados de actividad enzimática de quimotripsina muestran que en la 

especie L. setiferus se obtuvo el valor más alto durante el estadio B1 y el más bajo 

en el estadio D1´´´, en la especie F.brasiliensis el valor más alto durante el estadio 

D0 y el más bajo en el estadio D1´´´ y en la especie L. vannamei se obtuvo el valor 

más alto durante el estadio D1´ y el más bajo en el estadio D1´´. 

 
En los estadios A, B1, B2, D0, D1´´, D1´´´ y D2 no se encontraron diferencias 

significativas entre las especies. 

 
 En el estadio C se registró una diferencia significativa entre L. vannamei y F. 

brasiliensis (P< 0.05), donde la mayor actividad enzimática de quimotripsina en 

mU/mg de proteína fue de la especie L. vannamei. 

 
 En el estadio D1´ se registró una diferencia significativa entre L. vannamei y F. 

brasiliensis (P< 0.05), donde la mayor actividad enzimática de quimotripsina en 

mU/mg de proteína fue de la especie L. vannamei. 

 
Es pertinente mencionar que en los casos en donde solo hubo un valor era 

imposible aplicar cualquier análisis. 
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5 DISCUSIÓN: 
 
En el presente trabajo, en cuanto a las fotografías obtenidas, se pueden observar 

en cada uno de los distintos estadios (A, B1, B2, C, D0, D1´, D1´´, D1´´´, D2) las 

características descritas con anterioridad por Drach,34 1939 y otros 

autores.25,29,33,46 

 

En el estadio A se observó que en todos los organismos seleccionados tenían 

características similares, carentes de cutícula y poco desarrolladas en todas las 

especies estudiadas, sin embargo, hubo pequeñas diferencias entre especies 

relacionadas con el desarrollo de ciertas estructuras. En las especies L. setiferus y 

F. brasiliensis los nodos setales no fueron visibles durante este estadio, sin 

embargo, no fue el caso para la especie L. vannamei, donde se encontraban 

presentes e incluso se observaron en uno de los organismos que se encontraba 

en la fase D2 como se observa en la Figura 4.110, lo que hace pensar que el 

desarrollo de las estructuras del urópodo es más veloz en esta especie. 

 
En el estadio B1, se observó un mayor grado de desarrollo siendo lo más notable 

la presencia de los nodos setales recién formados, la división entre la seta y su 

base. Entre las especies estudiadas no se observaron grandes diferencias, sin 

embargo, la excepción fue F. brasiliensis donde fue difícil de observar la formación 

de los nodos setales debido a que estos presentaban una coloración ámbar que 

dificultaba su visualización al microscopio e incluso en estadios posteriores (B2 y 

C). 

 

En el estadio B2, se pudo observar la formación de los conos setales entre la seta 

y la base setal, así como también la retracción total de la matriz setal. Entre 

especies la única diferencia observada fue la dificultad para visualizar los nodos 

setales en la especie F. brasiliensis mencionada con anterioridad. 

 

En el estadio C se observó una cutícula (exoesqueleto) completamente 

desarrollada y adherida a la perfección al tejido epidérmico en las tres especies. 

Algo curioso que sucedió en todas las especies, principalmente en F. brasiliensis 
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fue observar que en la parte distal de los urópodos, el proceso de apólisis había 

comenzado, cambio característico del estadio D0, sin embargo, el resto del tejido 

epidérmico del urópodo se encontraba perfectamente adherido a la cutícula lo que 

indicaba que el individuo estaba en el estadio C del ciclo de muda. Esto hace 

pensar que la muda es un proceso dinámico que ocurre a diferentes velocidades 

según la parte del cuerpo, siendo las partes distales las primeras en experimentar 

estos cambios. 

 
Entre especies, la diferencia más notable es el color de la cutícula, esta es de un 

color grisáceo en las especies L. setiferus y L. vannamei, mientras que en la 

especie F. brasiliensis es de un color ámbar pálido. 

 
En el estadio D0 se observó como característica principal en todas las especies, 

una separación dejando un espacio entre el tejido epidérmico y la cutícula. En su 

mayoría, la superficie del tejido epidérmico se mostraba liso, aunque en algunas 

ocasiones, se encontraban zonas dentro del mismo urópodo que tenían una 

apariencia ligeramente ondulada similar al subestadio D1, sin embargo, no se 

encontraba lo suficientemente desarrollado para entrar en la siguiente categoría. 

 
En el estadio D1 fue dividido en los subestadios D1´, D1´´y D1´´´ se pudo observar 

un desarrollo progresivo del tejido epidérmico y la formación de las nuevas setas 

dentro de la epidermis. Durante el subestadio D1´, la superficie epidérmica se 

encuentra completamente despegada de la cutícula y se torna ondulada dándole 

un aspecto aserrado. También es evidente como comienza a pigmentarse la 

periferia de la epidermis. Posteriormente, en el subestadio D1´´ comienza a 

apreciarse el inicio de la formación de las setas, estas tienen la apariencia de 

surcos que se invaginan hacia el interior del tejido. Esta característica es más 

evidente en las fotografías obtenidas en la especie L. vannamei, por último en el 

subestadio D1´´´se puede ver como la superficie previamente ondulada adquiere 

cúspides secundarias a cada lado de la cúspide principal, lo que le da una 

apariencia de molares. Esta característica se puede apreciar más en las 

fotografías obtenidas de la especie L. setiferus y es casi imperceptible para F. 

brasiliensis durante esta etapa. Algo importante que sucedió en más de una 
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ocasión fue el hecho de encontrar características de un subestadio en tres de los 

urópodos y características del siguiente subestadio en el urópodo contiguo, así 

también hubo casos en los que dentro del mismo urópodo se encontraban 

características de más de un subestadio, lo que indica que el proceso de muda no 

es estático y por lo tanto hay ocasiones en los que es difícil determinar el 

subestadio correcto. En el caso de esta investigación cuando se presentaban 

estos casos, se catalogaba al espécimen en el subestadio con el que compartía 

más características. 

 

En el estadio D2 se obtuvieron fotografías con una calidad de imagen menor a las 

del resto de los estadios de muda, esto en gran medida a que el grado de apólisis 

y desgaste de la vieja cutícula dificulta la observación de las estructuras dentro de 

la cutícula. Así también, fue el estadio más difícil de obtener puesto que la mayoría 

de los organismos muestreados resultaban estar en el subestadio D1´´´ o 

terminaban mudando antes de lo esperado dando como resultado un organismo 

en el estadio de muda A. En la especie L. vannamei se obtuvo una fotografía en la 

que se pueden observar los nodos setales ligeramente desarrollados, este detalle 

es curioso, ya que por lo general estos se desarrollan posteriormente durante el 

estadio B1, por lo que no coincide con lo establecido en estudios 

anteriores.35,29,33,34,46 

 

En las pruebas de proteína soluble y actividad enzimática específica de tripsina y 

quimotripsina que se realizaron, se puede observar que en general los niveles de 

proteína son similares en las tres especies, siendo L. setiferus la que presenta 

valores más bajos. En cuanto a las enzimas tripsina y quimotripsina, las especies 

L. setiferus y L. vannamei presentan en la totalidad de los casos, una actividad 

enzimática específica mucho mayor que F. brasiliensis, en especial con la enzima 

quimotripsina. A diferencia de lo que se tenía contemplado, la enzima 

quimotripsina presenta mayor actividad específica en comparación con la enzima 

tripsina en todas las ocasiones similar a lo que menciona Muhlia50, y Giménez.59 

Los resultados del estudio enzimático obtenidos para la especie L. vannamei, se 

ajustan a lo que se tenía esperado,28,62 principalmente porque L. vannamei es una 
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especie adecuada al cautiverio, sin embargo, para las especie silvestres L. 

setiferus y F. brasiliensis muestran un comportamiento diferente, en especial con 

la actividad enzimática de la tripsina durante el estadio C, similar a lo mencionado 

por Giménez.57 Esto pudo deberse principalmente al estrés durante la limpieza 

diaria y a los periodos de ayuno realizados por L. setiferus. 

 
En el estudio estadístico que se realizó, se puede observar que aparentemente no 

existen diferencias estadísticas entre los estadios (totales) ni entre los estadios en 

cada especie, similar a lo obtenido en la investigación realizada por Fernández 

Giménez, 57 con la especie Pleoticus muelleri. Esto pudo deberse a un sin fin de 

factores, siendo el ayuno, el estrés y la disparidad en las tallas de los individuos 

los que probablemente pudieron influir de manera significativa en los resultados 

obtenidos durante el estudio.27,45,59 A lo anterior, también se le debe sumar el 

hecho de que el número de organismos muestreados era reducido, siendo de tan 

solo tres individuos por estadio de muda, lo que incrementa el riesgo de obtener 

un sesgo en los resultados producto de algún factor que no haya podido ser 

controlado. 

 
 Aunque existen investigaciones previas que han trabajado con el mismo número 

de organismos,48,64 es mucho más seguro realizar pruebas estadísticas con 

muestras de mayor tamaño, estas se acercan más a la realidad, permiten tener 

más datos y disminuir el riesgo de obtener un solo valor por estadio. Esto sucedió 

durante el experimento lo que hizo imposible poder aplicar cualquier análisis 

estadístico en algunas ocasiones, lo que terminó por influir directamente en los 

resultados obtenidos. Por estas razones, sería conveniente realizar 

investigaciones futuras enfocándose en una especie a la vez teniendo un mayor 

número de individuos como en otras investigaciones.27,28,48,50,57,61,63,64 

 
El camarón blanco del Pacífico L. vannamei es una especie prácticamente 

domesticada que está perfectamente adecuada al alimento comercial, así como a 

la vida en cautiverio, a diferencia de las otras dos especies con las que se trabajó 

en esta investigación. Esto puede verse reflejado estadísticamente, ya que el 

análisis determinó que si se encuentran diferencias entre las especies de acuerdo 
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con sus estadios y enzimas, siendo la especie que más defiere L. vannamei que 

se encontró en todos los casos donde hubo diferencia, principalmente durante el 

estadio C, lo que cobra gran importancia ya que múltiples autores mencionan que 

es necesario homogenizar los grupos de estudio en el mismo estadio, siendo la 

intermuda (estadio C) el que parece ser la mejor opción porque representa un 

periodo de estabilidad fisiológica, principalmente cuando se está trabajando con 

enzimas digestivas.45,47,48,53,54,58,63  

 
La muda es un proceso fisiológico fascinante que involucra múltiples factores tanto 

externos como internos. La alimentación, el ciclo circadiano y las condiciones 

ambientales juegan un papel muy importante en la expresión de este evento.27-28,35   

 
Es por eso que diversos autores han realizado numerosas investigaciones acerca 

del tema, mostrando especial interés en la especie L. vannamei,28,45-52 siendo 

contadas las investigaciones realizadas en otras especies,52-66 esto se debe 

principalmente a que el L. vannamei se adapta con gran facilidad al cautiverio, e 

incluso se podría considerar que se encuentra en vías de domesticación.10-11 No 

obstante es una realidad que existen muchas otras especies de camarones 

peneidos y algunas de ellas podrían ser excelentes alternativas de cultivo.10 

 

Es una realidad, que actualmente el camarón blanco del Pacifico es la mejor 

opción si se quiere instalar una unidad de producción,10 sin embargo, hay que 

tener en cuenta que muchas veces esta especie se cultiva en zonas donde no se 

distribuye naturalmente. Debido a lo anterior, en caso de suscitarse la liberación 

accidental al ambiente, esta especie podría competir con las especies nativas de 

camarón e incluso podría ser un vector o transmisor de enfermedades exóticas 

pudiendo afectar a las poblaciones endémicas silvestres de camarón, dañando 

irreparablemente las redes tróficas del ecosistema marino, lo que se traduce en un 

impacto negativo hacia las pesquerías de la zona. Por esta razón, es importante 

llevar a cabo investigaciones teniendo como sujeto de estudio a las especies 

nativas que muestren tener potencial para el cultivo en cautiverio. 
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Para el caso de este trabajo se estudiaron además del camarón blanco del 

pacifico L. vannamei, las especies L. setiferus y F. brasiliensis. 

Las 3 especies de camarón presentan características morfológicas similares, 

siendo la especie F. brasiliensis la que sobresale por presentar una coloración 

rojiza pasando por tonos marrones y rosas en comparación con las otras 2 

especies que son de un color grisáceo translucido, siendo L. setiferus de un tono 

más azulado. 

 
Por otro lado, las 3 especies muestran diferencias en cuanto a su comportamiento 

y adaptación al cautiverio. El camarón blanco del Pacífico L. vannamei, al ser una 

especie que se encuentra en vías de domesticación se adapta perfecto al 

cautiverio, como era de esperarse estos individuos no presentaron problemas para 

aceptar el alimento comercial; además su temperamento fue tranquilo lo que 

facilitó las tareas diarias de limpieza, así como el manejo de los ejemplares, sin 

embargo, durante la prueba se presentó la disminución del flujo de agua que limitó 

el suministro que alimentaba los contenedores experimentales, causando la 

muerte de 3 organismos por la baja de oxígeno. 

 
El camarón blanco del Golfo L. setiferus presentó un temperamento tranquilo y 

dócil y se adapto fácilmente a los manejos de limpieza y alimentación, así como a 

las condiciones de confinamiento, sin embargo, fue muy difícil que estos 

organismos se adaptaran al alimento comercial, lo que resultó en periodos de 

ayunos prolongados. Este problema se resolvió con la adición de calamar fresco a 

la dieta, lo que ayudó a estimular el apetito de los animales mientras se adaptaban 

al alimento comercial. No se reportaron mortalidades durante el periodo de 

prueba, sin embargo, hubo numerosas mortalidades antes de que iniciara la 

prueba durante el periodo de aclimatación a las condiciones de salinidad y 

temperatura de las instalaciones. 

 
El camarón rojo del Caribe F. brasiliensis es una especie sumamente nerviosa y 

muy susceptible al estrés, durante la prueba, los organismos tendían a escalar las 

paredes de la jaula y a brincar muy enérgicamente, lo que dificulto bastante las 

tareas de limpieza y alimentación, ya que, ante cualquier interacción con el animal, 
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este sucumbía a una muerte por estrés. Esta especie se acondicionó con facilidad 

al alimento comercial, sin embargo, la mayor parte de la alimentación se llevó a 

cabo durante los periodos de obscuridad, lo que sugiere que este animal posee 

hábitos nocturnos a diferencia de las otras dos especies que se alimentaban 

durante todo el día. En muchas ocasiones se desperdiciaba el alimento y el 

contenedor se ensuciaba con mayor frecuencia. 

 
Los periodos de muda entre individuos de la misma especie no eran regulares, 

teniendo así organismos que mudaban con mucha rapidez y otras que doblaban el 

periodo entre mudas con respecto a sus congéneres, lo que coincide con lo visto 

en la investigación de Cadena,1999.27  

 
Durante la prueba hubo varias mortalidades, en especial durante las rutinas diarias 

de limpieza y durante las noches, cuando los organismos se fugaban de los 

contenedores, incluso con las tapas puestas. 

 
Las jaulas cumplieron su cometido al permitir separar a los organismos de manera 

individual sin alterar la hidrodinámica y las características físico-químicas del agua, 

sin embargo, estas también complicaron un poco la actividad de limpieza diaria 

mediante el aspirado del fondo de los contenedores, ya que en muchas ocasiones 

esto terminaba estresando a los organismos en especial con la especie F. 

brasiliensis que en más de una ocasión sucumbió a la muerte por estrés. Otro 

problema derivado de las jaulas fue que las puntas de los urópodos se 

maltrataban con el roce de la malla, en especial durante los estadios D0 al D2, 

probablemente por la apólisis de la cutícula,29-33 por lo que en muchas ocasiones 

el área distal no era viable para tomar fotografías. 
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6 CONCLUSIONES  

• Al termino de este trabajo fue posible caracterizar y describir todos los 

estadios del ciclo de muda para las tres especies estudiadas, mediante la 

obtención de 112 imágenes fotográficas de alta resolución, de la región 

distal, media y proximal de los urópodos. 42 fotografías corresponden a la 

especie L. setiferus, 34 fotografías corresponden a la especie F. brasiliensis 

y 36 fotografías a la especie L. vannamei.   

• Cada una de las fotografías cuenta con una descripción detallada que 

explica las estructuras características y los cambios que ocurren durante 

cada uno estas fases. Esto permite determinar los atributos propios de cada 

uno de los estadios de muda, de modo que cada uno se distinga 

claramente del resto.   

• Fue posible determinar los niveles de proteína soluble total del 

hepatopáncreas y la actividad enzimática específica de tripsina y 

quimotripsina para cada uno de los diferentes estadios para las tres 

especies de camarón.   

• Se compararon estadísticamente los estadios B1, B2, C, D0 y D1 en donde 

se ve reflejada una clara diferencia entre la especie L. vannamei con 

respecto a F. brasiliensis.   
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