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RESUMEN

Se evaluó el efecto de diferentes fuentes y concentración de materia orgánica sobre

comunidades meiobentónicas con énfasis en el grupo Nematoda.  Se aplicaron tres fuentes de

materia orgánica: cianobacterias, 2,8 g de materia orgánica/100 g de suelo que corresponde a

300 litros de cultivo, balanceado y melaza, 0,0001g de materia orgánica/100 g de suelo, que

corresponden a 15 y 10 Kg/Ha, respectivamente.  El experimento se lo realizó en 12 tanques

rectangulares de PVC de 500 litros, con una área aproximada de 6720 cm2 (96 x 70 cm),

ubicados en los exteriores de CENAIM, San Pedro, Provincia del Guayas-Ecuador, durante

27 días, con 4 tratamientos y tres réplicas cada uno.  Se registraron las variables ambientales

como temperatura, salinidad, pH, granulometría, materia orgánica y la abundancia espacio-

temporal de la comunidad de Nematoda.  Se utilizaron las técnicas de homogeneidad de

varianzas de Barlett y la de Kolmogorov-Smirnov para normalidad, posterior a lo cual se

procedió a un análisis de Medidas Repetidas para determinar la existencia de diferencias

significativas entre los tratamientos con un nivel de confianza del 95 %.  Las variables

ambientales de temperatura, salinidad, oxígeno, pH, granulometría y materia orgánica, no

presentaron diferencias significativas (p≥0,05) entre tratamientos, aunque la salinidad se

incrementó hasta 48.6 g/L hacia el final del experimento.  Se encontraron 3 grupos

taxonómicos a nivel del meiobentos, siendo el grupo dominante Nematoda con 97,3%,

seguido de Polychaeta con 2,6 % y Copepoda con 0,1 %.  Considerando únicamente el grupo

Nematoda en el análisis no se encontraron diferencias significativas en las comunidades de

Nematoda entre los tratamientos.  Se identificaron 6 géneros de Nematoda, sobresaliendo

Terschellingia, (97,3 %), género que posee una alta capacidad de adaptación a condiciones

ambientales extremas (en este estudio a salinidades entre 35,5 y 46,8 g/L).  En el análisis de
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los géneros poco abundantes (Tabla de contingencia) existió diferencias significativas

(p≤0,05) para Gomphionema en el tratamiento melaza y Theristus en los tratamientos

cianobacterias y balanceado.  Se observaron tres tipos de alimentación: 1A, alimentadores

depositívoros selectivos (grupo dominante), con el género Terschellingia, seguido del tipo

1B, alimentadores depositívoros no selectivos donde se encuentran Theristus, Aff. Theristus y

Parodontophora y finalmente el tipo 2A, alimentadores de células u organismos que crecen

sobre un sustrato, perteneciendo a este grupo Gomphionema y Spilophorella.  La población

presentó el 36,6 % de juveniles, 26,4 % de hembras y 37 % de machos, sin diferencias

significativas (p≥0,05) entre los tratamientos.

Se concluye que no existe efecto entre aplicar y no aplicar fuentes de Carbono en las dosis

utilizadas.
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1.  INTRODUCCION

El camarón permanece como uno de los crustáceos más populares y de más alto valor en el

mercado mundial (Otwell et al., 2001).  Por esta razón la principal preocupación de la

industria camaronera es incrementar su producción a través de un buen manejo, obtener una

más alta sobrevivencia y mayor biomasa/Ha..

En el Ecuador se emplean tres métodos para el cultivo del camarón: extensivo, semi-

intensivo e intensivo (Regueira, 2001), para los cuales se emplean diferentes niveles de

fertilización y/o estrategias de alimentación.  La adición de alimento y fertilizante, se hace

necesario sobre todo en altas densidades de siembra (intensivo), puesto que el alimento

natural en estas condiciones de cultivo es insuficiente (Rubright et al. 1981).  Fox (2001)

menciona que los camaroneros deben manejar los estanques como un ecosistema y adicionar

fertilizantes que maximicen los beneficios de los alimentos naturales y manufacturados, sean

éstos orgánicos o inorgánicos.  Entre los fertilizantes inorgánicos que mayormente se usan

están: urea, nitrato de sodio, nitrato de amonio, DAP (Di amonio fosfato) y SPT (Super

fosfato triple) (Boyd, 1998).  Adicionalmente se añaden fuentes de materia orgánica para

incrementar el desarrollo de organismos bentónicos, ya que el detritus es la principal fuente

de energía para la mayoría de los sistemas bentónicos (Findlay y Tenore, 1982; Tita et al.,

1999).  Dentro de los fertilizantes orgánicos, se considera el estiércol producido por animales

superiores ya sean aves(gallinaza), ganado vacuno, caprino y también desechos industriales

como polvillo de arroz, subproductos de trigo, harinas de semillas oleaginosas (algodón,

soya, etc.) (Nicovita, 1997).  Además el alimento balanceado no consumido también es un
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aporte de material orgánico (Boyd, 1998; Janssen, 1999).  Nicovita (1997) y Nicovita (1998)

mencionan que en camaroneras de Ecuador y Panamá, la melaza es bastante utilizada como

material orgánico inicial para la formación de células u organismos que constituyen el

bentos.

Una piscina de producción es un ecosistema, en donde intervienen microorganismos como el

fitoplancton (diatomeas, cianobacterias, etc.), el zooplancton (Copepoda, Cladocera, larvas

de Polychaeta, entre otros), bacterias y  macroorganismos como Polychaeta, Amphipoda,

Crustacea como el propio camarón y los peces.

Uno de estos componentes importantes del ecosistema de piscinas de cultivo es la

comunidad bentónica (macrobentos: > 1 mm, meiobentos: 1 mm-40 µm y microbentos: < 40

µm), formada principalmente por Polychaeta, Nematoda y Copepoda (Bell y Coull, 1978;

Rubright, 1978 en Rubright et al., 1981; Gent University, 1997).  Los organismos del bentos

son consumidores primarios de vital importancia; además constituyen consumidores

competitivos y/o fuente natural de alimento para el camarón (Rubright, op. cit.; Ordner y

Lawrence, 1990).  Dentro del bentos la meiofauna tiene gran importancia como alimento

para los niveles más altos de la trama trófica (Coull, 1988).  Esta meiofauna, se desarrolla en

todos los habitats: marino, estuarino, dulce-acuícola, encontrándose desde las zonas húmedas

tierra adentro hasta las partes más profundas de un cuerpo de agua (Coull, 1988).
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Cruz (1998), en referencia al habitat de estos organismos manifiesta que el tamaño y

redondez del grano de sedimento, influye en la selección del habitat por los diferentes grupos

de organismos, para adaptarse a los espacios intersticiales.

Uno de los grupos dominantes dentro del meiobentos es Nematoda, (Coull, 1988; Gent

University, 1997; Janssens, 1999; Moens, et al., 1999; Tita et al., 2002).  Estos organismos

son muy activos en la regeneración y movilización de nutrientes presentes dentro o sobre el

fondo y hacen que éstos, estén disponibles al ambiente.

Se ha observado que presencia de cianobacterias afecta a los sistemas de cultivo de camarón

o peces, desarrollando el conocido olor a choclo y tierra (Ortiz, 2003) y la práctica común es

hacer recambio de agua o aplicar sulfato de cobre (Boyd y Tucker, 1998), pero no se conoce

aún el efecto de éste sobre la comunidad meiobentónica.  Si este producto acaba con las

microalgas en la columna es posible que también este afectando a las microalgas del suelo y

en forma directa o indirecta a las comunidades de nemátodos.

Por otro lado el balanceado utilizado en la piscina no es consumido en su totalidad  por el

camarón, parte de este queda en el sedimento y se asume es incorporado a éste por las

bacterias y otros microorganismos, poco se conoce como afecta a otros niveles de trama

trófica.  Además, se aplican productos directamente al suelo como es el caso de la melaza,

que también puede afectar de alguna forma a los organismos que en él se desarrollan,

dependiendo, obviamente de las dosis aplicadas.
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Puesto que se asume que el uso de estas fuentes orgánicas (cianobacterias, balanceado y

melaza) afectan la productividad natural, sea positiva o negativamente.  Al desarrollar esta

tesis se pretende determinar el efecto de las mismas sobre la comunidad meiobentónica;

haciendo énfasis en el grupo Nematoda, considerado como un indicador de cambios en las

condiciones ambientales (Vincx y Heip, 1996).  Este tipo de investigaciones se considera

relevante no sólo por el conocimiento ecológico que ello implica, sino que  éste a su vez

permitiría saber si la dosis que en la práctica se consideran son las adecuadas para mantener

una “buena” calidad del suelo, pueden tener una base real-científica y al mismo tiempo si

sería necesaria la aplicación de dosis superiores o inferiores.  Por otro lado los resultados

permitirían a posteriori una evaluación técnico-científica-económica sobre estas prácticas de

manejo actualmente utilizadas en los sistemas de cultivo.
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2. REVISION BIBLIOGRAFICA

2.1. BENTOS

Los organismos bentónicos marinos, están presentes en todo tipo de sedimentos desde

fondos blandos hasta fondos rocosos, desde zonas costeras hasta zonas abisales.  Se los ha

clasificado de diversas formas, de acuerdo a su posición con respecto al sustrato:  Epibentos:

donde se encuentran principalmente peces y algunos crustáceos; hiperbentos: compuesto

principalmente por mysidáceos, anfípodos y larvas del epibentos; endobentos que

comprende a poliquetos, nemátodos, etc., y que viven dentro del sedimento.  Otros

investigadores basan su clasificación de acuerdo al tamaño y los clasifican en: macrobentos

(>1 mm): formado principalmente por poliquetos, moluscos y crustáceos; meiobentos (1

mm–40-38 µm): compuesto por nemátodos, copépodos y algunos anfípodos y el

microbentos (< 40 µm):  formado por bacterias y organismos unicelulares (Gent University,

1997).

2.1.1. Meiobentos

2.1.1.1. Generalidades

El término Meiobentos fué utilizado por primera vez por Maré en el año de 1942, e incluye a

aquellos organismos que pasan los tamices de 1 mm, pero  que son retenidos en tamices de

42 µm (Coull, 1988; Giere, 1993).  Actualmente los meiobentólogos marinos han sugerido

tamices de 31µm, para retener a los organismos más pequeños de la meiofauna,

principalmente nemátodos (Giere, op. cit.).  Meiobentos, deriva del griego “meios” que

significa más pequeño, más pequeño que la macrofauna pero más grande que la microfauna,

son móviles, aunque también existen organismos que son hapto-sésiles (organismos que
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están unidos a un sustrato, pero que pueden desprenderse de éste y cambiar lentamente su

posición) (Giere, op.cit.).

Los grupos típicos pertenecientes al meiobentos son Nematoda, Copepoda, Turbelaria y

pequeños Polychaeta (Gent University, 1997).  Otros organismos raramente encontrados son

Oligochaeta, Kinorhynchia, Tardigrada, Ostracoda y Gastrochichia (Gent University, op.

cit.; Brown y McLachlan, 1990).

Los nemátodos son el grupo dominante y representa 50 a 90 % del total de la comunidad

meiobentónica (Coull, 1988; Relexans et al., 1996; Gent University, 1997; Bouvi Schrijvers

et al., 1997; Cruz, 1998; Janssens, 1999; Moens, et al., 1999; Tita, et al., 1999; Mazzola et

al., 2000; Soltwedel, 2000; Neira et al., 2001; Velander y Mocogni, 2001; Schratzberger et

al., 2002; Tita et al., 2002).  Los copépodos son el segundo grupo más importante del

meiobentos, seguido de Polychaeta (Gent University, 1997; Coull, 1988, 1988; Cruz, 1998).

Estos organismos son considerados importantes bioindicadores Giere (1993), Montagna y Li

(1998).  Moens y Vincx (1998) manifiestan que cultivos de nemátodos, bajo condiciones

controladas, constituyen una buena fuente de información sobre cambios ambientales como

temperatura, salinidad y alimento; comentan que estos factores pueden estar influenciando

su ciclo de vida.  Por otro lado Tita et al. (1999) manifiestan que en zonas expuestas por un

largo tiempo a amplias variaciones de temperatura y salinidad durante la marea baja

producen en este grupo adaptaciones fisiológicas específicas (requeridas para vivir en

ambientes específicos).
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2.1.1.2. Nematoda

Los nemátodos son el grupo más abundante de los Metazoos (50-90 %) y están presentes en

todo lugar donde la vida se pueda dar.  Se encuentran en todos tipo de suelos, desde las

regiones polares a los trópicos, son más abundantes en los sedimentos de lagos, ríos y los

océanos (Warwick, 1984; Coull, 1988, 1988; Giere, 1993), desde playas secas arenosas a

playas arenosas con fuertes oleajes hasta profundidades abisales.  Muchos de ellos no

necesitan que su habitat sea rico en oxígeno (Coull, op. cit.).

Existen nemátodos que son parásitos de distintos huéspedes (Crustacea, Mollusca, Peces,

etc.) y aquellos de vida libre.  Estos últimos, generalmente son pequeños, miden menos de

2,5 mm de longitud después que alcanzaron su completo desarrollo (Warwick, 1984).  Su

cuerpo tiene una forma alargada cilíndrica, que se estrecha en ambos extremos.  Su cuerpo

alargado está adaptado para la locomoción ondulatoria, característica de los nemátodos

(Warwick, 1984).  Gambi et al. (2003) mencionan que a una profundidad de 7.800 m, el 80

% de los nemátodos miden menos de 1,5 mm. de longitud, mientras que a profundidades

batiales (mayores a 8000 m) solamente entre el 50 y 70 % de los nemátodos se encuentra en

este rango de tamaño.

Sin embargo, a pesar de la abundancia de los nemátodos marinos, la información sobre su

ciclo de vida es muy escaso.  En muestras de campo es imposible determinar el número de

generaciones por año y el número de huevos, por lo tanto los estudios para observar

reproducción se los hace a nivel de laboratorio.  Así, se determinó que los tiempos de

generación de la meiofauna varían ampliamente (Gray, 1981).  Los ecologistas han
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distinguido a los nemátodos en dos grupos basados en los dos tipos de estrategia de

reproducción: r y k.  La estrategia r se refiere a aquellos organismos que tienen un tiempo de

generación corto y alta fecundidad, los cuales aprovechan rápidamente los recursos

temporales.  Este es el caso del nemátodo Rhabditis marina, que tiene un tiempo de

generación de 5 días y cada individuo produce 70 a 100 huevos.  Por el contrario los

estrategistas k, tienen un tiempo de generación largo, quizá uno en un año y baja fecundidad,

como por ejemplo Chromadora macrolaimoides, nemátodo marino que tiene un tiempo de

generación de 22 días, produciendo cada individuo de 9 a 11 huevos por desove (Giere,

1993).

Wieser (1953) buscando una forma de clasificar a estos organismos, los dividió en

organismos con cavidad bucal sin armadura: 1A,  alimentadores depositívoros selectivos

(bacterias), sin cavidad bucal o un fino túbulo; 1B, alimentadores depositívoros no

selectivos, con cavidad bucal grande pero sin dientes; 2A, alimentadores de células u

organismos que crecen sobre un sustrato, con cavidad bucal con dientes raspadores; 2B,

omnívoros/predadores, con cavidad bucal con mandíbulas grandes.  Moens y Vincx (1997)

realizaron una nueva clasificación sobre la alimentación de los nemátodos estableciendo 6

grupos: 1) alimentadores de bacterias; 2) alimentadores de ciliados; 3) alimentadores

depositívoros; 4) alimentadores de células u organismos que crecen sobre un sustrato; 5)

predadores facultativos y  6) predadores.

Aproximadamente 4000 a 5000 especies de nemátodos no parásitos han sido descritos, pero

se estima que aproximadamente 20000 aún son desconocidos (Warwick, 1984).
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2.1.1.2.1.Consideraciones ambientales

La mayoría de fauna meiobentónica, ha sido encontrada entre los 2 y 5 cm de profundidad de

sedimento (Coull, 1988; Gent University, 1997).  Tita et al. (1999) indican que dentro del

grupo Nematoda, los organismos más grandes dominan la superficie del sedimento entre los

2 y 5 cm y los organismos más pequeños debajo de los 5 cm de profundidad.

La estructura del sedimento juega un papel muy importante en la ecología del meiobentos

(Giere et al., 1988), ya que de acuerdo a su tamaño la mayoría de los organismos

meiobentónicos viven en fondos suaves, y su abundancia depende principalmente del

tamaño de su cuerpo y del espacio entre los granos de sedimento y del tamaño del grano

(Tabla 1).  Estos organismos son habitantes intersticiales y/o excavadores (Gent University,

1997).

A su vez la composición del tamaño del grano de este sedimento está influenciado por

numerosos factores ambientales, tales como la exposición a las mareas, corrientes, naturaleza

y cantidad de materia suspendida.  Estos tienen influencia en la permeabilidad, oxígeno y

salinidad del sedimento (Giere et al.,  1988).

Juario (1975) en su estudio en una Bahía de Alemania, encontró gran abundancia de

meiofauna (3047 a 5261 ind/10 cm2) en sedimentos cuyo tamaño de partícula fluctuó entre

84 a 103 µm, arena muy fina (Buchanan, 1984), con un porcentaje de 23 a 26 % de arcilla.

Mientras que Cook, (2000), reportó en un estudio en el Mar de Arabia una densidad media
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de 2495 ind/10cm2 en sedimentos con tamaño medio de partícula de 24 µm, sedimento fino,

lodoso (Calles, 2001).

Tabla 1: Rangos de clasificación de granulometría (Buchanan, 19841; Calles, 20012)

Sedimento Nombre Rango en µm

Arena1

Arena muy gruesa
Arena gruesa
Arena mediana
Arena fina
Arena muy fina
Lodo

2.000 – 1.000
1000 - 500
  500 - 250
  250 -125
   125 - 62
   < 62

Lodo2
Sedimento grueso
Sedimento fino
Arcilla

     62 - 32
     32 - 4
     < 4

La temperatura es una variable de considerable importancia dentro de los sistemas acuáticos

ya que regulan los procesos químicos y biológicos como reproducción, crecimiento,

migración, potencial redox, etc. (Giere, 1993; Boyd, 2001).  Los organismos de la

meiofauna, como ya se mencionó, viven al igual que otros zoobentos desde las zonas polares

hasta zonas tropicales.  Se ha observado que en la mayoría de ambientes, la temperatura no

impide la presencia de la meiofauna, pero si puede tener un impacto sobre ésta,

particularmente en zonas expuestas a las mareas cambiando las comunidades (Giere, op. cit).

Boyd (2001) menciona que  el calor penetra por la superficie del agua y calienta la capa

superficial más rápido que la del fondo.  Estos cambios de temperatura inducen el control

sobre el tipo y abundancia de alimento, niveles anóxicos en la profundidad, bioperturbación

y alteración del medio.  Moens y Vincx (1999) en un experimento realizado con dos especies

de nemátodos, (Diplolaimelloides meyli y Pellioditis marina) con temperaturas de 5 a 30 ºC,

observaron mortalidades insignificantes aunque no mencionan porcentajes.  Con
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temperaturas de 35 ºC observaron el 20 % de mortalidad de huevos y 100 % de mortalidad

de juveniles.  Estos investigadores determinaron en su estudio que la temperatura óptima fué

de 25 ºC.  Neira et al. (2001) en un estudio realizado en Perú, encontraron una alta densidad

de meiofauna (440 a 1517 ind/10 cm2) en temperaturas de 5,18 a 10,15 ºC a una profundidad

de 305 y 830 m respectivamente.

 La salinidad del sedimento, también está relacionada con la permeabilidad, fuertes lluvias

alteran la salinidad superficial; como consecuencia de la evaporación se producen cambios a

condiciones hipersalinas (Giere, 1993).  En suelos normalmente saturados (arcillo-arenosos)

y a una profundidad de 2 a 5 cm la salinidad no cambia.  Todo lo contrario sucede cuando

los sedimentos son altamente drenados (suelos arenosos), la salinidad cambia hasta una

profundidad de 30 cm, provocando un ambiente poco favorable para la meiofauna (Giere op.

cit.).  En el experimento realizado por Moens y Vincx (1999) mencionado anteriormente, se

determinaron rangos de salinidad entre 5 y 35 g/L, en los cuales la reproducción no fué

afectada, pero si en la salinidad de 40 g/L.  Janssen, en un estudio realizado en el Golfo de

Guayaquil, reportó una  densidad media de 1390 ind/ 10cm2, en salinidades de 0,5 a 20 g/L.

Mientras que Neyt (2003) en su estudio sobre el efecto de fertilizantes aplicados al agua

sobre comunidades meiobentónicas realizado con sedimento de una camaronera de

Chongón, provincia del Guayas, encontró una densidad media de 1090 ind/10cm2, en

salinidades de 36,6 a 53,2 g/L.

Por otro lado, Giere (1993) menciona que el pH en las poblaciones meiobentónicas que

habitan en zonas marinas o estuarinas, no tiene mayor importancia ya que la alcalinidad del
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agua de mar actúa como “buffer” y, como consecuencia no existen fluctuaciones de pH.  Por

el contrario en zonas dulce-acuícolas, valores extremos de pH pueden observarse en

sedimentos fangosos y aguas calcificadas.  En estos ambientes, la contaminación química y

orgánica por lo general causa drásticas fluctuaciones en el nivel de pH.  Sin embargo, debido

a la capacidad buffer del sedimento, las fluctuaciones de pH son amortiguadas (Giere op.

cit.).

Janssens (1999) en su estudio en el Golfo de Guayaquil encontró una densidad de 2297

ind/10 cm2 con pH de 6 a 9.  Moens y Vincx (1999) en su experimento con los nemátodos

Diplolaimelloides meyli y Pellioditis marina, determinaron un  pH óptimo de  7 a 8.

Giere  (1993) también comenta, que el oxígeno es un factor predominante entre las variables

abióticas que regulan  el tipo de habitat y la presencia de la meiofauna.  Además menciona

que la mayoría de los organismos meiobentónicos, habitan sobre grandes superficies y

requieren una demanda alta de oxígeno, a excepción de ciertas especies especializadas que

pueden vivir en condiciones anóxicas a profundidades mayores de 300 m (nemátodos del

género Desmoscolex, Tricoma y Cobbionema) (Giere, 1993) o Terschellingia, Spilophorella,

que son capaces de vivir bajo condiciones extremas de oxígeno y temperatura (Vincx,

Universidad de Gante, Bélgica, comunicación personal).  El nemátodo Terschellingia puede

desarrollar grandes poblaciones en ambientes anóxicos y sulfídicos (Giere, 1993).  Neira et

al. (2001) en un estudio realizado en Callao, Perú, encontró la mayor abundancia  de

nemátodos (440 a 1515 ind/cm2) en la más baja concentración de oxígeno (0.02 mg/L), a una

profundidad de 305 m; éstas han sido consideradas como altas densidades, y según los
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investigadores se debe a que la hipoxia reduce las densidades de los depredadores y/o

competidores.  Existe poca información sobre la cantidad de oxígeno disuelto que consumen

las comunidades bénticas, sólo hay evidencia de que la respiración de estas comunidades

puede consumir de 2 a 3 mg/L de oxígeno disuelto en 24 horas (Boyd, 2001).

Otro de los factores importantes para el desarrollo de una comunidad bentónica es el nivel de

materia orgánica en el suelo y agua.  Ésta es una mezcla de restos de plantas y animales en

varios estados de descomposición, heces de los organismos, etc. los mismos que son

sintetizados química y biológicamente por bacterias.  Esta materia orgánica se acumula en la

interfase agua-suelo, donde la actividad microbiana es alta (Boyd, 2001).

La principal fuente de residuos orgánicos en piscinas de acuacultura, son algas planctónicas

e invertebrados, además el alimento no ingerido, abonos y heces de animales acuáticos

(Boyd, 1995).  La degradación de esta materia orgánica en el sedimento reduce la

concentración de oxígeno y provoca la disminución  de sustancias inorgánicas (Boyd, 2001).

La reacción del hierro en el agua indica si la capa de fango es anaeróbica.  En ausencia de

oxígeno el hierro férrico (Fe 3+) se convierte en hierro ferroso (Fe2+), de color oscuro, por lo

tanto, la superficie negra del fondo indica condiciones anaeróbicas; una superficie café o de

color natural del suelo, sugiere la presencia de oxígeno (Boyd, 2001).  Los residuos

orgánicos provenientes de algas planctónicas e invertebrados poseen bajas concentraciones

de carbohidratos y alto contenido de proteínas.  Por el contrario el estiércol y las heces tienen

bajo contenido nutricional (Boyd, 1995).  En piscinas camaroneras el detritus producido en

forma natural es complementado por la acumulación de alimento no ingerido (Rubright et
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al., 1981; Janssen, 1999).  Janssens, (op. cit.), observó que la materia orgánica de las

piscinas de camarón tenía su origen en las partículas de alimento no asimilado, producción

primaria de algas, además de heces y mudas de camarón; los cuales representan factores

importantes para el habitat de organismos meiobentónicos (Giere, 1993).  Findlay y Tenore

(1982); Tita et al. (1999) mencionan que para promover su desarrollo es necesario añadir

materia orgánica, considerando que el detritus ambiental es la principal fuente de energía

para la mayoría de los sistemas bentónicos.

2.1.1.2.2. Variables de Manejo

Entre las fuentes de materia orgánica más comunes, se encuentran el balanceado, la melaza y

las cianobacterias.  El balanceado, es un fertilizante orgánico indirecto en los sistemas de

cultivo, cuando no actúa como alimento de los organismos de cultivo sean peces o

camarones, sus remanentes no consumidos se transforman en fuente de materia orgánica al

depositarse en el suelo (Rubright et al., 1981; Boyd, 1995).

La melaza, es una fuente de carbono orgánico utilizada en los cultivos de camarón, lo cual es

beneficioso para aumentar la relación C:N, incrementar sustrato para el crecimiento bacterial

y de esta manera reducir la concentración de nitrógeno inorgánico, que provoca la

deteriorización del agua y metabolitos tóxicos causantes de mortalidades en los sistemas de

cultivo (Avnimelech, 1999).  Además el carbono orgánico aportado por la melaza es

requerido por las bacterias y algas, en la constitución de sus membranas y organelos.  A su

vez las bacterias y algas constituyen el eslabón inicial de la cadena trófica de alimento
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natural en un estanque, ya sea del plancton en la columna de agua y del bentos en el suelo

(Nicovita, 1998).

En el caso de las cianobacterias, éstas son procariotes fotosintetizadoras que tienen la

habilidad de sintetizar clorofila a; también se caracterizan por formar el pigmento ficobilina,

la ficocianina (Whitton y Potts, 2000).  Frecuentemente, son verde-azuladas (verde desde la

clorofila, azul de la ficocianina), aunque ciertas especies contienen ficoeritrina que le da el

color rojo, es decir, varían de color de acuerdo al pigmento dominante en el citoplasma

(Sevrin-Reyssac y Pletikosic, 1990).  Las cianobacterias no son utilizadas como fuente de

producción primaria, como ocurre con otras células, ya que son pobres oxigenadoras del

sistema de cultivo y ciertas especies producen “metabolitos olorosos” que  también le dan

sabores desagradables a los animales en cultivo. Éstas excretan una variedad de productos

orgánicos, tales como aminoácidos, péptidos, carbohidratos y pequeñas cantidades de

lipopolisacáridos (Paerl y Tucker, 1995; Boyd y Tucker, 1998).  Además pueden producir

cianotoxinas y ser causantes de mortalidades en piscinas acuícolas (Sevrin-Reyssac y

Pletikosic op. cit.).  Para prevenir el efecto nocivo de las mismas los acuicultores

generalmente emplean dosis frecuentes y bajas de sulfato de cobre y el uso de peces

planctívoros en policultivo (Boyd y Tucker, op. cit.) .  Stal (2000) menciona que las

cianobacterias enriquecen la capa microbiana con materia orgánica.  Para que esta materia

orgánica sea disponible para otros organismos, debe producirse la muerte y posterior  lisis

de las cianobacterias.
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Otra de las fuentes de materia orgánica en el sistema de cultivo es la fertilización, sea

orgánica o inorgánica cuyo principal objetivo, es el de aumentar la producción del alimento

y por consiguiente incrementar la producción ya sea,  de peces o camarones (Tacon, 1989;

Romano y Caraballo, 1996).  Tanto el fitoplancton, zooplancton y el meiobentos constituyen

fuente de alimento para camarones (Treece, 2001).

Los fertilizantes inorgánicos son añadidos a los sistemas de cultivo para estimular la

producción primaria (crecimiento de plantas), y por consiguiente servir como base de la vía

alimenticia de los organismos bajo cultivo (Boyd y Tucker, 1998).  Los fertilizantes

inorgánicos contienen uno de los siguientes nutrientes primarios NPK (Nitrógeno, Fósforo,

Potasio) (Pillay, 1997).  Los fertilizantes a base de nitrógeno o nitrogenados, se disuelven

fácilmente en agua y, por lo tanto quedan disponibles rápidamente para la producción

orgánica en los estanques (Pillay, op. cit.).  Por otro lado los fertilizantes a base de fósforo,

no son muy solubles en agua y son absorbidos por el suelo o el sedimento del fondo y a

menudo se convierten en compuestos insolubles, que se vuelven útiles cuando algunos

microrganismos lo convierten en formas asimilables (Pillay, 1997).

Los fertilizantes orgánicos son un medio eficiente y económico para incrementar la

producción en estanques acuícolas.  Mejoran la estructura del suelo y su fertilidad,

particularmente en estanques de construcción reciente (Pillay, 1997).  Treece (2001)

manifiesta que los fertilizantes orgánicos pueden ser beneficiosos en la preparación de

estanques, ya que contienen una población microbiana y sustrato detrítico para su desarrollo.

Por otro lado Boyd y Tucker, (1998) manifiestan que el material orgánico que se añade a las
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piscinas, provee alimento para los animales de 3 maneras: 1) la materia orgánica puede ser

consumida directamente por los animales; 2) el material orgánico provee una fuente de

nutrientes y materia orgánica para la vía alimenticia detrital heterotrófica, y 3) este material

orgánico provee nutrientes minerales que estimulan la producción primaria para la vía

alimenticia autotrófica.

Con la aplicación de fertilizantes en el ecosistema de un estanque, se pretende reforzar y

modificar la vía alimenticia en la cual cada nivel depende del suministro de alimento en los

niveles inferiores (Pillay, 1997).

Los sistemas acuáticos están formados por dos vías alimenticias: una vía alimenticia de

pastoreo autotrófica, que depende de la luz, y una vía alimenticia de detritus o heterotrófica,

no dependiente de la luz (Tacon, 1989; Arias et al., 1995).  La vía alimenticia autotrófica,

sintetizadora de la materia orgánica, depende de la fijación de la energía solar por las plantas

verdes durante la fotosíntesis, con producción de nueva materia orgánica a partir de dióxido

de carbono y agua, y el consecuente consumo de estas plantas por animales de pastoreo

(Tacon op. cit.).  La vía alimenticia heterotrófica o consumidores de materia orgánica,

depende de la degradación microbiana de la materia orgánica no viva o detritus, a nueva

biomasa microbiana, con la liberación de nutrientes inorgánicos y dióxido de carbono.  Esta

nueva biomasa microbial, sirve como alimento a los protozoarios, nemátodos y otros

animales bentónicos (Tacon, op cit.).
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3. MATERIALES Y METODOS

3.1. DISEÑO EXPERIMENTAL:

El experimento tuvo lugar en 12 tanques rectangulares de PVC  de 500 litros ubicados en los

exteriores del edificio de CENAIM, San Pedro, Provincia del Guayas – Ecuador, desde el 3

al 30 de marzo del 2003.  Con sedimento traído originalmente de una camaronera en el

Golfo de Guayaquil (Fincacua) y del área de San Pedro de Manglaralto.  El sedimento se lo

colocó en los 12 tanques de 500 litros de capacidad y una área aproximada de 6720 cm2 (96

x 70 cm) y permaneció con agua de mar durante dos meses, con el propósito de que se

desarrollen los organismos del meiobentos.  Posteriormente se homogenizó el sedimento

entre todos los tanques dos semanas antes de empezar el experimento, con la finalidad de

que la meiofauna inicial sea similar entre los tratamientos y se estabilice dentro de los

tanques.  Se colocó a cada tanque 10 cm (de profundidad) de sedimento y se llenó una

columna de aproximadamente 50 cm de agua de mar sin filtrar.

El diseño fué completamente aleatorio con 4 tratamientos (control, cianobacterias,

balanceado y melaza) y tres réplicas por tratamiento.  Los tratamientos se aplicaron en dos

ocasiones con un intervalo de 8 días (días 6 y 14).  La aplicación de las cianobacterias se

hizo por recambio total del volumen de agua del tanque (300 litros de cultivo), al cual se le

adicionó posteriormente 5 ppm de sulfato de cobre para colapsar las cianobacterias

(modificado de Boyd, 1998), la cantidad final adicionada de materia orgánica fué 2,8 g de

materia orgánica/100 g de suelo.  El balanceado fue aplicado a razón de 15 Kg/Ha.  La

melaza se aplicó a razón de 10 Kg/Ha, tanto balanceado y melaza correspondieron a 0,0001g
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de materia orgánica/100 g de suelo.  El cálculo para determinar el cantidad de materia

orgánica adicionada en cada tratamiento es el siguiente:

M.O. (g) = Cant. fuente adic. x % de hum. de fuente x % de MO fuente
A             =             B              x                 C               x              D

                                                         50

                                                          E

En la Fig.1, se puede observar la distribución de los tratamientos.  En la Tabla 2 se detalla la

aplicación de cada tratamiento y el porcentaje final de materia orgánica en cada tratamiento

en base a la cantidad de sedimento de los tanques.

Figura 1. Distribución de los tratamientos en los 12 tanques experimentales.

Tabla 2: Resultados para cada uno de los puntos: A, B, C, D y E que fueron aplicados en

el cálculo para la determinación de materia orgánica en los tratamientos.

A=Materia orgánica adicionada (g). B=Cantidad (g) de fuente adicionada en el

caso de balanceado y melaza.  C=Porcentaje de humedad de cada una de las

fuentes. D=Porcentaje de materia orgánica de las fuentes.  E=Cantidad de

sedimento de cada tanque (Kg).

Control

Cianobacterias

Balanceado

Melaza

T12 T11 T10 T9 T8 T7

T1 T2 T3 T4 T5 T6
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A B C D E
TRATAMIENTOS M.O adicion (g) Cant. Fuente adic Humedad (%) MO (%) Can. Sed. (Kg)
Balanceado 0,0001 0.6 g 9 83
Melaza 0,0001 0.4 g 15 77

50

Para determinar la cantidad de materia orgánica adicionada con cianobacterias, la cantidad

obtenida en el procedimiento 3.2.1, se relacionó para los 300 litros de cultivo adicionados al

tanque y luego igual que balanceado y melaza, se relacionó para 50 Kg de suelo, el cual dió

2,8 g de materia orgánica/100 g de suelo.

Las concentraciones de balanceado y melaza que se utilizaron, se obtuvieron de las prácticas

de aplicación de aditivos de las camaroneras Opumarsa (Palmar), Fincacua (Chongón) y

Veronesi (Chongón).  Las cianobacterias se dosificaron basándose en una concentración de

un cultivo natural en un estanque acuícola, que pudiera ser reemplazada por otra especie de

microalga.  Las cianobacterias tuvieron una concentración de 266.836 org/mL

El experimento tuvo una duración de 1 mes (27 días), durante el cual la aireación

permaneció constante, se completó nivel con agua de mar sin filtrar, antes de la aplicación de

los tratamientos, excepto a los tanques con tratamiento de cianobacterias.

3.2. MUESTREO Y  ANALISIS

El análisis biológico se realizó en el Laboratorio de Análisis Ambiental Biológico de

CENAIM.  Las variables ambientales se midieron directamente, con excepción del pH que

se midió en el Laboratorio de Análisis Ambiental Químico (CENAIM) junto con las

variables químicas.
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3.2.1. Variables ambientales

Las variables de temperatura, salinidad y concentración de oxígeno disuelto se midieron

todos los días con el YSI 85 (medidor de campo).  Mientras que para los análisis de pH en el

suelo, granulometría, materia orgánica, se tomó una muestra de sedimento por tanque (12

tanques,) en los días 0, 5, 6, 9, 13, 14, 17, 21 y 27 del experimento, con un nucleador (core)

(5 cm de diámetro) área de 19.635 cm2 (π * r2) y a una profundidad de 5 cm.  El análisis de

granulometría se lo realizó en el Laboratorio de Biología Marina de la Universidad de Ghent.

La determinación de pH se llevó a cabo según la técnica por electrodo de Boyd (1995)

modificada, donde generalmente se usa 20 g de suelo, pero en este caso se utilizó 6 gramos,

con una relación de 6:6 (6 gramos de suelo y 6 mL de agua destilada) basados en la

experiencia del Laboratorio de Calidad de Agua y Suelos del CENAIM.  La lectura de pH se

realizó con un equipo TOA pH METER HM-5S.  Finalmente el  nivel de materia orgánica

tanto para las fuentes de los tratamientos, como para el sedimento, se midió mediante la

técnica de Boyd (1995), modificada solamente para cianobacterias, ya que para la misma,

según experiencia se pesó 80 g (mL) del cultivo.  La cantidad de materia orgánica se

determinó por diferencia de pesos entre la muestra seca a 105 ºC y la muestra calcinada a

350 ºC.

3.2.2. Muestreo de meiobentos

Las muestras de sedimento para análisis biológico se tomaron con la misma frecuencia que

se indica en el punto 3.2.1 y se utilizó el mismo sistema de colecta que para pH y

granulometría.  Posteriormente, las muestras se colocaron en frascos plásticos de 500 ml y
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fueron preservadas con formol al 4%, neutralizado con tetraborato de sodio, para luego ser

procesadas según técnica de (Vincx y Heip, 1996 modificada).

3.2.2.1. Procesamiento de muestras de meiobentos

Las muestras fueron pasadas por tamices de 1mm, para retener a la macrofauna y tamices de

38 µm, para retener la meiofauna, lavadas varias veces con agua corriente.  El residuo

obtenido del tamiz, se centrifugó usando Ludox 40HS a 2500 rpm por 10 minutos, proceso

que se repitió en tres ocasiones.  El sobrenadante (donde se encuentra la meiofauna) se  lo

recogió en los tamices de 38  µm, se lavó el ludox de la muestra y se la colocó en frascos de

25 mL con formol al 4 %, neutralizado con tetraborato de sodio.  Las muestras fueron

teñidas con Rosa de Bengala; lo que facilita el posterior aislamiento de los organismos.

3.2.2.2. Aislamiento y conteo de nemátodos

Luego de procesadas las muestras, se contaron y aislaron los organismos de la meiofauna,

utilizando una cámara Bogorov (originalmente utilizada para zooplancton) y un

estereomicroscopio SZ-ST OLYMPUS.  Los organismos fueron contabilizados  a nivel de

grupo a excepción de Nematoda  en el que se llegó hasta género.  De cada muestra se

aislaron 150 nemátodos en cajas petri de 3 cm de diámetro, en una solución de DGI (99 %

formol y 1% de glicerol).  Se colocó la caja petri  con tapa dentro de un recipiente con

etanol,  y se llevó el recipiente a la estufa a 36 ºC por 12 horas.  Se le adicionó la segunda

solución de DGII (etanol al 95 % y glicerol al 5 %) y se dejó sin tapa otras 12 horas, pasado

este tiempo se adiciona la tercera solución de DGIII (50 % etanol y 50 % glicerol), por 24
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horas más.  Los nemátodos quedaron en glicerol, se tapó la caja petri y se la guardó en el

desecador hasta el montaje de las placas.

3.2.2.3.  Preparación de placas

Se emplearon placas previamente lavadas en alcohol etanol (95 %).  Se realizaron 2 anillos

de parafina en el porta-objetos.  En el centro de cada anillo se adicionó una gota pequeña de

glicerol, sobre la cual se colocó de 6  a10 nemátodos de acuerdo a su tamaño.  Se colocó el

cubre-objetos y se llevó a calentamiento en una plancha térmica ERMA INC, a 80 ºC,

(técnica modificada), con el objeto de fijarlo.  A cada placa se le colocó los datos de la

muestra origen.

3.2.2.4 Identificación de nemátodos

La identificación de nemátodos, como ya se mencionó se la realizó a nivel de género, para lo

cual se utilizó un microscopio BH-2 OLYMPUS, utilizando la magnificación de 4 a 100x,

siguiendo las claves de Platt y Warwick (1988); Lorenzen, (1994); Platt y Warwick (1998).

3.3. CULTIVO DE CIANOBACTERIAS

Tres muestras de 500 mL de agua de la camaronera de la estación experimental de Palmar

(CENAIM), piscinas 2, 3 y 4, fueron tomadas para aislamiento de cianobacterias (piscina 4

tuvo presencia de cianobacterias).  Se utilizó la técnica de Alvarez (1994) modificada.  El

aislamiento se realizó por selectividad del medio; para lo cual se tomaron 250 mL de

muestra y 250 mL de medio de cultivo BG-11 esterilizado (Anexo 1) para cianobacterias,
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hasta obtener un cultivo puro.  Las cianobacterias aisladas fueron Oscillatoria (95%) y

Spirulina (5%).

3.4. ANALISIS ESTADISTICO

La homogeneidad de varianzas se determinó con la prueba de Bartlett (Rao, 1998), y para

observar normalidad de las poblaciones se utilizó la prueba de Kolmogorov-Smirnov (Rao

op.cit).  El modelo adecuado para analizar los datos luego de determinar homogeneidad de

varianzas fue el de Medidas Repetidas, el mismo que permite determinar la existencia de

diferencias significativas entre tratamientos y entre sujetos en la misma unidad experimental

en el tiempo (Rao, op.cit, Zar, 1999).  Cuando se observaron diferencias significativas entre

los tratamientos, se aplicó la Prueba de Tukey para encontrar la diferencia entre medias

(Rao, 1998; Zar, 1999).  Para observar diferencias entre los géneros poco abundantes, se

trabajó con una Tabla de Contingencia 4 x 4, cuya hipótesis nula es probar si los géneros

encontrados, son independientes de los tratamientos aplicados (Zar, 1999).  Un nivel de

confianza de 95% se empleó en  las pruebas estadísticas.
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4. RESULTADOS

4.1. VARIABLES AMBIENTALES

La temperatura promedio para todos los tratamientos, durante el experimento estuvo en 28,1

± 0,7 ºC, observándose un ligero descenso al final del experimento (Fig. 2a).  La salinidad

fluctuó entre 35,5 y 46,8 g/L con una media de 40,3 ± 3,0 g/L.  En el tratamiento 2, la

salinidad cambió después de la aplicación de las cianobacterias (días 5 y 16), ya que se la

realizó por recambio total del agua (Fig. 2b).

a ) b)

c) d)

Figura 2: Variables ambientales a través del tiempo. a) Temperatura (promedio de los 4
tratamientos), b) Salinidad, c) Concentración de oxígeno, d) pH en suelo

Las lecturas de los niveles promedio de oxígeno fluctuaron entre 4,3 - 8,1 mg/L, con una

media de 5,3 ± 0,8 mg/L (Fig. 2c). El pH del suelo fluctuó entre 7,7–8,0 con una media de

7,8 ± 0,08 (Fig. 2d). No hubo diferencias significativas entre los tratamientos entre estas

variables ambientales (p≥0,05).
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En el análisis granulométrico se determinó que el tamaño medio del grano fluctuó entre 37 a

52 µm.  De acuerdo a este tamaño de grano el sedimento se clasificó entre sedimento fino a

grueso, según Calles, (2001) suelo fango arenoso.

El contenido de materia orgánica en el sedimento no presentó diferencias significativas entre

los tratamientos (p≥0,05).  Sin embargo, si se observaron diferencias significativas (p≤0,05)

en el tiempo (Tabla 3).

Tabla 3: Promedios del porcentaje de materia orgánica (± desviación estándar) por día de

muestreo en los cuatro tratamientos. Letras distintas indican diferencias

significativas (p≤0,05) en el tiempo.

Día 0 Día 5 Día 6 Día 9 Día 13 Día 14 Día 17 Día 21 Día 27

3,0 ± 0,3

abc

3,2 ± 0,3

bc

2,6 ± 0,4

a

2,6 ± 0,3

ab

2,5 ± 0,3

a

2,6 ± 0,6

a

2,0 ± 0,3

a

2,7 ± 0,6

abc

3,2 ± 0,5

c

Con respecto a la interacción tratamiento-tiempo, donde se observó diferencias significativas

(p≤0,05), el mayor número de interacciones se observó entre el día 27 del tratamiento control

con los días 6–9–13–14 y 21  del tratamiento cianobacterias.  Con el tratamiento balanceado,

hubo diferencias significativas, en los días 13–14 y 17; mientras que con el tratamiento

melaza se observó interacción en los días 6–17 y 21.  En la Tabla 4 se puede observar los

valor p significativos con respecto al tiempo y la interacción.
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Tabla 4: Tabla de ANOVA de Medidas Repetidas para materia orgánica con sus

respectivos valores p.

Efecto df Efecto MS Efecto F-ratio Prob

Tratamiento 3 0.4302 1.7198 0.2398931
Tiempo 8 1.0321 8.6054 0.0000001
Interacción 24 0.2313 1.9289 0.0194833

4.2. MEIOFAUNA

Se encontraron 3 grupos de organismos meiobentónicos: Nematoda, Polychaeta y Copepoda.

El grupo meiobentónico dominante fué Nematoda con 97,3 %, seguido de Polychaeta con

2,6 % y Copepoda con 0,1 % (Fig. 3)

                      Figura 3: Composición total de la meiofauna  en los 4 tratamientos.

4.2.1. Nematoda

Se obtuvieron un total de 41.871 nemátodos que corresponden a una densidad de 388 ± 211

ind/10cm2, en los 4 tratamientos durante todo el muestreo. En el análisis de medidas

repetidas para la composición del número total de nemátodos, no se encontró diferencias
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significativas (p≥0,05) entre los tratamientos y en el tiempo, aunque se observó gran

variabilidad en cada uno de los tratamientos, debido a que se tomó una sóla muestra por

tanque (Fig. 4, Tabla 5).  Sin embargo, numéricamente se observó la mayor densidad de

organismos en el tratamiento control.  Con respecto al tiempo el mayor incremento de

organismos se observó en los días 5 y 14 del tratamiento control.  Mientras que en el

tratamiento cianobacterias, la mayor cantidad de organismos se observó los días 6 y 14.  Sin

embargo, en el tratamiento balanceado el mayor incremento se observó en el día 9  (un día

después de la aplicación del tratamiento) y en el tratamiento melaza  los días 13 y 27.

Figura 4: Densidad de nemátodos por tratamiento.  Barras verticales indican desviación
estándar.
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Tabla 5: Densidad de nemátodos (ind/10cm
2
) durante el muestreo en los cuatro tratamientos.  Medias ± desviación estándar.

Tratamiento Día 0 Día 5 Día 6 Día 9 Día 13 Día 14 Día 17 Día 21 Día 27 Total

T1 379 ± 99 690 ± 322 455 ± 380 415 ± 184 458 ± 160 536 ± 338 423 ± 202 394 ± 258 345 ± 95 454 ± 101

T2 288 ± 236 385 ± 253 590 ± 195 502 ± 343 329 ± 202 652 ± 359 361 ± 120 380 ± 254 312 ± 97 422 ± 129

T3 360 ± 129 277 ± 59 290 ± 111 559 ± 318 320 ± 24 279 ± 119 345 ± 126 187 ± 69 290 ± 220 321 ± 104

T4 361± 201 401 ± 239 346 ± 313 395 ± 61 437, ± 220 262 ± 42 260 ± 92 289 ± 158 433 ± 361 354 ± 69
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4.2.1.1. Géneros de Nematoda

Se identificaron 6 géneros de Nematoda, en todo el experimento dominando en cada

tratamiento el género Terschellingia con un porcentaje promedio de 97,3 %, cada uno de los

géneros restantes no alcanzan el 1 %.  (Fig.5, Tabla 6)

Figura 5: Porcentaje de la composición total de los géneros de Nematoda. Otros=cabezas

de nemátodos no identificados.

Tabla 6: Porcentaje de la composición de los géneros de Nematoda por tratamientos.

Otros=cabezas de organismos no identificados

Géneros Control
(%)

Cianobacterias
(%)

Balanceado
(%)

Melaza
(%)

Terschellingia 96,93 98,05 96,52 97,78

Theristus 0,05 0,55 0,60 0,15

Gomphionema 0,15 0,11 0,09 0,33

Spilophorella 0,07 0,06 0,07 0,02

Aff Theristus 0,00 0,08 0,00 0,00

Paradontophora 0,00 0,00 0,02 0,00

Otros 2,81 1,14 2,69 1,72
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4.2.1.2. Clasificación sistemática de los géneros identificados

De acuerdo a Platt y Warwick (1988); Lorenzen, (1994), los géneros encontrados tienen la

siguiente clasificación sistemática:

Phylum Nematoda

Clase Adenophorea

Subclase Chromadoria

Orden Chromadorida

Suborden Chromadorina

Superfamilia Chromadoroidea

Familia Chromadoridae

Spilophorella Filipjev, 1917

Familia Ethmolaimidae

Gomphionema, Wieser and Hopper, 1966

Orden Monhysterida

Superfamilia Monhysteroidea

Familia Xyalidae

Theristus Bastian, 1865

Superfamilia Siphonolaimoidea

Familia Linhomoeidae

Terschellingia De man, 1888

Familia Axonolaimidae

Parodontophora Timm, 1963
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En la  tabla de contingencia para los géneros en menor proporción, se observó que existieron

diferencias significativas con p≤0,05 para Gomphionema en el tratamiento melaza y para

Theristus en los tratamientos cianobacterias y balanceado.  Para esta tabla no se tomó en

cuenta al género Terschellingia debido a su elevada abundancia (Tabla 7).

                   Tabla 7: Tabla de contingencia para los géneros poco abundantes.

Géneros Control
(ind/10cm2)

Cianobacterias
(ind/10cm2)

Balanceado
(ind/10cm2)

Melaza
(ind/10cm2)

Theristus 6 63 52 14

Gomphionema 18 13 8 33
Spilophorella 8 7 6 2

Aff. Theristus 0 9 0 0

Parodontophora 0 2 0 0

4.2.1.2. Clasificación de los géneros por su tipo de alimentación

Se encontraron tres tipos de grupos de acuerdo a su tipo de alimentación: 1A, 1B, 2A, siendo

el predominante en todos los tratamientos el tipo 1A (alimentadores depositívoros

selectivos), con 99,4 %, que corresponde al género Terschellingia (Tabla 8) seguido del tipo

1B (alimentadores depositívoros no selectivo) con  0,4 %, que corresponde a los géneros

Theristus, Parodontophora y Aff. Theristus y el más bajo porcentaje fué para el tipo 2A

(alimentadores del epistrato) con 0,2 %, para los géneros Gomphionema y Spilophorella.

(Fig. 6).  En la tabla 9 se observa el porcentaje de los tipos de alimentación por tratamiento.

           Tabla 8:Distribución de los géneros de nemátodos de acuerdo a su tipo de

            alimentación

Géneros Tipo de alimentación
Terschellingia 1A

Theristus 1B

Aff. Theristus 1B

Parodontophora 1B

Gomphionema 2A

Spilophorella 2A
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Figura 6: Porcentaje total de los tipos de alimentación encontrados en este estudio (según

Wieser,1953).

Tabla 9: Composición de los tipos de alimentación por tratamiento (Wieser, 1993).

Tipos de
Alimentación

Control
(%)

Cianobacterias
(%)

Balanceado
(%)

Melaza
(%)

1A 99,7 99,2 99,2 99,5

1B 0,1 0,6 0,6 0,2

2A 0,2 0,2 0,2 0,3

4.2.1.3. Estructura de la población

El promedio total de la abundancia de juveniles de nemátodos en los 4 tratamientos fué de

36,6 %, el de las hembras 26,4 %, y de los machos 37 %.  No se observaron diferencias

significativas (p≥0,05) en los 4 tratamientos (Fig. 7).  Además, tampoco se registró variación

de sexos en el tiempo (Fig. 8).  En la Tabla 10 se puede observar la abundancia de la

estructura poblacional de cada uno de los géneros en los 4 tratamientos.
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          Figura 7: Porcentaje de estadios en cada uno de los tratamientos.

          Figura 8: Variación temporal de la estructura poblacional del género Terschellingia.
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      Tabla 10: Estructura poblacional de nemátodos en los cuatro tratamientos

Número de individuosGéneros
Juveniles Hembras Machos

Terschellingia 15.095 10.945 15.182

Theristus 27 28 47

Gomphionema 28 11 25

Spilophorella 14 4 7

Aff. Theristus 9 0 0

Parodontophora 2 0 0

.



36

5. DISCUSIÓN

De los grupos taxonómicos de meiofauna encontrados durante el desarrollo del estudio, el

grupo Nematoda fué el más abundante (97 % del total de la meiofauna), como ya lo han

reportado  para ambientes de cultivo Stijn (2003), Neyt (2003) y para ambiente naturales

(Coull, 1988; Gent University, 1997; Janssens, 1999; Moens, et al., 1999; Tita et al., 2002).

Rubright et al. (1981) observaron en un estudio de camarón con fertilizantes inorgánicos

(úrea pelletizada y super fosfato triple) que la meiofauna estuvo compuesta de 82% de

poliquetos y copépodos, y el 18 % de nemátodos, estos últimos depredados por el camarón.

Este investigador no menciona el sistema de muestreo, por lo que es probable que la

abundancia de Polychaeta registrada haya estado asociada a una fracción de sedimento de

tamaño superior a la monitoreada durante el presente estudio.

Por otro lado, Nilsson et al. (1993) y  Martinez-Córdova et al. (1998) mencionan que los

nemátodos son parte de la dieta de Crangon crangon, Penaeus californiensis, basados en esta

información se asume que una de las causas de la alta abundancia de Nematoda registrada en

este estudio se debe a la ausencia de Penaeus vannamei.  Los  Polychaeta y los Copepoda,

también depredadores de nemátodos (Bouwman et al., 1984; Cornejo-Rodríguez CENAIM,

comunicación personal), se presentaron en porcentajes bajos, con 2,6 y 0,6 %

respectivamente,  por lo que  no se consideraron como un factor regulador de la comunidad

de Nematoda en  el presente estudio.

Las variables ambientales (temperatura, salinidad, oxígeno, pH y granulometría) no

influenciaron sobre el desarrollo de la meiofauna en los tratamientos estudiados.
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Terschellingia fué el género dominante en el grupo de nemátodos y su densidad permaneció

constante durante el experimento sugiriendo que el incremento de la salinidad registrado

(35,5 a 46,6 g/L), no lo afectó.  Neyt (2003) evaluó en condiciones experimentales similares,

el efecto de la fertilización sobre la meiofauna de sedimentos de una camaronera de la zona

de Chongón (provincia del Guayas) y encontró 4 géneros dominantes, entre los cuales

Terschellingia representó el 44% del total de nemátodos asociados con salinidades hasta 53,2

g/L.  Vincx (Universidad de Gante, Bélgica, comunicación personal) indicó que la

dominancia de Terschellingia, se debió a que es una especie que vive en condiciones

ambientales extremas.

Durante esta investigación se encontraron 6 géneros de Nematoda.  Neyt registró 10 géneros

de Nematoda, mientras que Janssens (1999) encontró 15 géneros en los efluentes de la

camaronera de donde se extrajo el sedimento para los experimentos.  Para el actual

experimento se incorporó arena extraída frente al CENAIM, donde Calles (2001) registró 12

géneros de nemátodos.  Es probable que las condiciones de cultivo hayan generado un

ambiente poco propicio para el desarrollo de más especies o que el traslado del sedimento de

un ambiente estuarino  (15 g/L) a uno salino (35 g/L) haya permitido la supervivencia de

aquellas especies resistentes a estos cambios de salinidad.  La diferencia en diversidad de

géneros  encontrados  en este estudio estuvieron asociadas al incremento de salinidad (40,3 ±

3g/L).  Soetaert et al. (1999) mencionan que factores ambientales como salinidad y

temperatura, explican la mayoría de las diferencias en abundancia observadas en las

comunidades de nemátodos.
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Se registraron proporciones similares de juveniles (36,6 %), de  machos (37 %) y  de

hembras (26,4 %).  Se asume que el incremento de salinidad registrado, no afectó su

estructura poblacional.   Calles (2002) reportó similares condiciones en la estación CENAIM

en la costa del Ecuador, con 31 % de juveniles, 39 % de machos y 30 % de hembras.

Mientras que Rabaut (2003) en un estudio realizado en una camaronera en la zona de Palmar

(provincia del Guayas) registró una estructura poblacional semejante con 37.3 % de

juveniles, 27.5 % de hembras y 34.5 % de machos.

No se observaron diferencias significativas en el porcentaje de materia orgánica entre

tratamientos, aunque en el tratamiento con cianobacterias se adicionó mayor cantidad de

materia orgánica 2,8 g de materia orgánica/100 g de suelo, en comparación al tratamiento con

balanceado y al tratamiento con melaza 0,0001 g de materia orgánica/100 g de suelo para

cada uno.  Las cianobacterias son capaces de fijar altas cantidades de nitrógeno (Paerl, 2000).

Boyd (2001) reporta que los residuos orgánicos con gran cantidad de nitrógeno generalmente

se descomponen más rápido, debido a que las bacterias en su proceso de descomposición de

materia orgánica necesitan gran cantidad de nitrógeno.  Al no encontrarse mayor cantidad de

materia orgánica en los tratamientos que recibieron cianobacterias, se asume que éstas fueron

degradadas por las bacterias por su alto contenido de nitrógeno.  Boyd y Tucker (1998)

mencionan que el balanceado está compuesto por alto porcentaje de fibras y bajo contenido

de nitrógeno.  A su vez la melaza es una fuente de carbón, limitante en nitrógeno (Nicovita,

1997).  El bajo contenido de nitrógeno de estas fuentes impide que las bacterias puedan

descomponerlas en forma rápida (Boyd y Tucker op cit.).  La baja cantidad de materia

orgánica adicionada no permitió ser detectada en los análisis.
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Boyd (1998, 2001) menciona que detectar la acumulación de materia orgánica en el suelo de

piscinas es difícil, debido a su descomposición y mezcla entre las capas de sedimento por

procesos físicos y biológicos.  Aunque no se contabilizaron los Polychaeta  presentes en el

macrobentos y hubo una baja representación de los mismos en el meiobentos, se asume que

estos organismos típicamente excavadores, interfirieron en la distribución de materia

orgánica en la columna de sedimento, como lo mencionan  Brown y MacLachlan (1990) para

el caso de Arenicolidae, Orbiniidae y Spionidae (géneros de esta última familia fueron

registrados en el meiobentos).

Janssens (1999) reportó la presencia de 19 grupos meiobentónicos en sedimentos con

salinidades de 0,5 a 20 g/L y concentraciones de materia orgánica de 1 a 5 %.  En el actual

estudio el porcentaje de materia orgánica fluctuó entre 2,5 y 3,2 % con la salinidad fluctuante

de 35,6 a 46,6 g/L.  Se asume que el menor rango de materia orgánica y la elevada salinidad

afectaron la diversidad de géneros.

En un estudio realizado con tres diferentes fuentes de detritus con 3 niveles de carbón

orgánico (0,015, 0,03 y 0,06 g de materia orgánica/50mL de cultivo) con agua de mar

autoclavada (sin sedimento) Warwick (1987) encontró diferencias significativas en relación a

la ración y el tipo de alimento.  Dentro del grupo Nematoda no se observaron diferencias

significativas en la abundancia entre tratamientos, debido a que en la actual investigación se

utilizó el sedimento como medio de cultivo.  Se asume que la presencia de sedimento

permitió que una mayor abundancia de bacterias, aceleren la descomposición de la materia

orgánica (Rao y Karunasagar, 200).  Coull (1999) menciona que más importante que la
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cantidad de alimento para la meiofauna, es la calidad del mismo.  Es probable que el detritus

o materia orgánica (2,8 ± 0,7 %) que se observó en el presente estudio, registró los niveles de

nutrientes apropiados y necesarios para el desarrollo de las comunidades de nemátodos.

Terschellingia es un organismo depositívoro, 1A, (Wieser, 1953; Moens y Vincx, 1997), con

una cavidad bucal muy pequeña.  Este género está restringido a alimento particulado pequeño

o materia orgánica disuelta, sedimentos finos y microflora (Janssens, 1999).  Se justifica su

presencia y alta abundancia en base al tipo de sedimento registrado (fango arenoso).  Durante

el desarrollo del experimento se observó en la columna de agua el crecimiento de diatomeas

de los géneros Amphora, Coscinodiscus, Navícula en los tanques con el tratamiento

cianobacterias.  En el resto de los tratamientos dominó el género Nitzchia.  Moens y Vincx

(1997) observaron que las diatomeas son alimento importante para nemátodos.  Se asume que

el fitoplancton contribuyó a mantener la comunidad de nemátodos en las densidades

encontradas.
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6. CONCLUSIONES

1. No existieron diferencias significativas entre tratamientos (control, cianobacterias,

balanceado, melaza).

2. La dosis de melaza  de 10kg/Ha adaptadas en el presente estudio a  tanques de 500

litros sugieren que el objetivo final de su aplicación no se cumple en los estanques de

cultivo de camarón.

3. La aplicación de alimento balanceado (dos dosis) en este experimento no tuvo efecto

sobre la comunidad de Nematoda.

4. Se concluye que el aumento de la biomasa de cianobacterias en la columna de agua y

la concentración aplicada de sulfato de cobre, no afectan a la comunidad de

Nematoda.

5. Terschellingia constituyó el género dominante para este ambiente (salinidad de

40,3±3,0 g/L).  Esto lo hace susceptible de ser utilizado para biomasa de cultivo.

6. La estructura poblacional se mantiene estable en el tiempo bajo estas condiciones de

cultivo.

7. Otros géneros como Theristus, Aff. Theristus, Parodontophora, Gomphionema y

Spilophorella pueden ser considerados como indicadores de condiciones favorables

de ambientes óptimos, mientras que el género Terschellingia como bio-indicador de

cambios adversos en el mismo.
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7. RECOMENDACIONES

1. Dosis mayores  en la aplicación de melaza, deberían ser consideradas, sin excluir el

factor económico.

2. En cuanto al balanceado, en investigaciones posteriores debe considerarse el

protocolo de alimentación utilizado en camaroneras.

3. Se sugiere en posteriores estudios incluir al camarón en el cultivo.
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ANEXO 1

MEDIO DE CULTIVO BG - 11

Reactivos Cantidada (g)

Na NO3 1.5

K2HPO4 0.04

MgSO4.7H2O 0.075

CaCl2.2H2O 0.036

Acido cítrico 0.006

Citrato de amonio férrico 0.006

EDTA (disodium salt) 0.001

NaCO3 0.02

Se diluye en 1 L de agua destilada y se agrega 1 mL de la mezcla A5 de metales

trazas.

Mezcla A5 de metales trazas

Reactivos Cantidad (g)

H3BO3 2.86

MnCl2.4H2O 1.81

ZnSO4.7H2O 0.222

NaMoO4.2H2O 0.39

CuSO4.5H2O 0.079

Co(NO3)2.6H2O 0.0494

Se diluye en 1 L de agua destilada.


