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Resumen 
 

La almeja estuarina Polymesoda arctata es uno de los bivalvos más importantes en la 

pesquería del Caribe Colombiano, pero la sobreexplotación y destrucción de su hábitat 

la ha llevado a estar considerada en riesgo de conservación. En este proyecto se 

evaluó su asentamiento larvario bajo condiciones de laboratorio, de tal forma que a 

futuro permita la producción de juveniles en laboratorio con fines de acuicultura o 

repoblación. Con larvas pedivéliger obtenidas en laboratorio, se llevaron a cabo dos 

experimentos de asentamiento, en los que se probó por triplicado el efecto de 

diferentes estímulos suministrados al agua (epinefrina, serotonina, GABA y baja 

temperatura), sustratos de asentamiento (arena, sedimento, bioflim de microalgas y 

artificial) y tiempos post-estimulación (6, 24, 48 y 72 h) sobre el asentamiento y 

mortalidad larvaria. Mayores valores de asentamiento larvario fueron obtenidos sin 

suministrar estímulos al agua, sobre sustratos de biofilm artificial y a las 24 horas de 

estimulación. Así mismo, la mortalidad larvaria fue mayor sobre este sustrato, 

especialmente cuando se aplicaron agentes químicos al agua y luego de 24 h de 

estimulación. Los altos valores promedio de asentamiento (40 y 73%) y bajos valores 

de mortalidad (0 y 27%) durante el estudio le confieren a P. arctata un alto potencial 

para ser producida en laboratorio y ser usada en acuicultura o repoblación para 

contribuir a su uso sostenible y conservación. 

 
Palabras clave: estímulos del asentamiento, sustratos de asentamiento, tiempo de 

asentamiento, mortalidad larvaria. 



 

ABSTRACT 

 
The estuarine clam Polymesoda arctata is one of the most important bivalves in the 

Colombian Caribbean fishery, but overexploitation and loss of habitat has led it to be 

considered at risk of conservation. In this project, its larval settlement was evaluated 

under laboratory conditions, in such a way that in the future it allows the production of 

juveniles in the laboratory for aquaculture or repopulation purposes. With pediveliger 

larvae obtained in the laboratory, two settlement experiments were carried out, in which 

the effect of different stimuli supplied to water (epinephrine, serotonin, GABA and low 

temperature), settlement substrates (sand, sediment, microalgal and artificial bioflim) 

and post-stimulation times (6, 24, 48 and 72 h) on settlement and larval mortality. 

Higher values of larval settlement were obtained without supplying stimuli to the water, 

on artificial biofilm substrates and at 24 hours of stimulation. Likewise, larval mortality 

was higher on this substrate, especially when chemical agents were applied to the 

water and after 24 h of stimulation. The high average settlement values (40 and 73%) 

and low mortality values (0 and 27%) during the study give P. arctata a high potential to 

be produced in the laboratory and used in aquaculture or restocking to contribute to its 

sustainable use and conservation. 

 
Keywords: settlement stimuli, settlement substrates, settlement time, larval mortality. 



 

  
 
 
 

Polymesoda arctata es un bivalvo de la familia Cyrenidae que alcanza hasta los 40 mm 

en un rango de tiempo de entre 7 a 8 años, posee una concha color blanco crema 

redondeada en la parte anterior y angulosa en la región posterior, provista con tres 

dientes cardinales y dos laterales (Poutiers y Cipriani, 1992; De La Hoz, 2009; Figura 1). 

Se encuentra distribuida en la parte sur del Caribe y la costa norte de Suramérica, desde 

México hasta las Antillas mayores y Venezuela; siendo reportada, para Colombia en las 

ecorregiones de Darién, Morrosquillo, Magdalena, Palomino y Guajira (Severeyn 1988; 

Cosel, 1984; Díaz y Puyana, 1994; Rueda y Urban, 1998). Se encuentra en aguas 

salobres con rangos de salinidad entre los 3 y 20%, sobre fondos de cascajo o enterrada 

en fondos blandos hasta 3 cm (von Cosel, 1986; Díaz y Puyana, 1994). Se caracterizan 

por no presentar dimorfismo sexual externo, pueden ser hermafroditas secuenciales o 

gonocóricas dependiendo la población se consideran machos con un tamaño menor a 30 

mm y hermafroditas cuando superan los 30 mm (Severeyn 1988; Rueda y Urban, 1998; 

De La Hoz et al., 2006). Presenta desoves a lo largo de todo el año, especialmente en 

asocio con cambios de salinidad (Severeyn et al., 1988; Rueda y Urban, 1998). Es 

considerada como uno de los bivalvos más importantes para la economía pesquera en el 

Caribe Colombiano (INPA, 1996). En zonas como la Ciénaga Grande de Santa Marta, su 

captura llegó a representar del 12 al 16 % del peso total de las capturas de invertebrados 

comerciales entre el 2004 y 2009 (INVEMAR, 2010). La sobreexplotación y la pérdida de 

hábitat han reducido considerablemente sus poblaciones, viéndose afectada su captura 

en un 75%, por lo que esta especie fue introducida en el listado de invertebrados 

amenazados de Colombia, dentro de la categoría vulnerable (Ardila et al., 2002; 

INVEMAR, 2017). 
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Figura 1. Especie en estudio Polymesoda arctata. Imagen tomada por el grupo de 
investigación Moluscos Marinos de la Universidad del Magdalena. 

 
 
 

La producción de juveniles en laboratorio con fines de repoblación y acuicultura es una 

de las acciones más utilizadas para promover la conservación de moluscos amenazados 

(Purcell y Cheng, 2010). P. arctata tiene un alto potencial para ser producida por 

acuicultura dada su madurez precoz, fertilización externa, hermafroditismo y tolerancia a 

diferentes fluctuaciones ambientales (Severeyn et al., 1996; Rueda y Urban, 1998; De La 

Hoz, 2009). Aunque ya se ha logrado producir larvas de P. arctata en condiciones de 

laboratorio (De Severeyn et al., 1994; Páez, 2022), no se ha estudiado su asentamiento. 

 
 
 

La obtención de desoves en condiciones de laboratorio ha sido posible usando cambios 

de la salinidad en el agua e inyecciones del neurotransmisor serotonina (De Severeyn et 

al., 1994; Espitia, 2021). Su desarrollo es indirecto, pasando por la formación de una 

larva trocófora a las 14 h, veliger en aproximadamente 24 h y pediveliger en 11 días 

(Páez, 2022). Bajo condiciones de laboratorio, su mejor desempeño fisiológico ocurre 

suministrando como alimento la microalga Isochrysis galbana en una concentración de 9 
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mg L-1 (Gómez, 2020), y manteniéndolos a 15 ‰ de salinidad, entre 27 y 29°C de 

temperatura (Benítez, 2021). 

 
 
 

El asentamiento larvario en los bivalvos endobentónicos consiste en el proceso de 

cambio de forma de vida planctónica de las larvas pedivéliger o competentes a una 

bentónica sobre un sustrato, lo cual va seguido de un proceso de metamorfosis que da 

lugar a las post-larvas, que puede durar entre horas a varios días (Uriarte et al., 2001; 

Sarkis y Lovatelli, 2007). Este proceso comienza con un comportamiento de reptación 

alternado con nado, donde la larva pedivéliger explora diferentes sustratos con su pie 

hasta encontrar un sustrato, cuando lo selecciona, se fija a él y experimenta cambios 

morfológicos irreversibles (Sastry, 1979; Bonar et al., 1990; Helm et al., 2006). Esta es 

una de las etapas más críticas donde ocurren altas mortalidades dado que además de 

cambiar su forma de vida, cambian también su alimentación larval a través del velo, 

dejan de alimentarse, adoptan una alimentación pedal y posteriormente una branquial, 

requiriendo suficientes reservas energéticas para superar esta etapa (Beninger et al., 

1994; García-Lavandeira et al., 2005; Schartum et al., 2017). Este proceso requiere de 

una activación exógena por parte de estímulos químicos o físicos en el agua, que son 

específicos para cada especie (Pérez-Bustamante y García-Esquivel, 2017; Joyce y 

Vogeler, 2018; Dumas et al., 2014). 

 
 
 

A fin de activar el proceso de asentamiento larvario y minimizar el tiempo que toma la 

metamorfosis, es importante identificar los estímulos químicos o físicos que 

desencadenan esta respuesta, así como los sustratos y condiciones que provean 

alimento y protección a las post-larvas (Labarta et al., 1999; Aji, 2011; Dumas et al., 

2014; Monsalvo et al., 2015). Entre los estímulos utilizados exitosamente para inducir el 

asentamiento de larvas competentes de almejas está la baja temperatura (Helm et al., 

2004; Da Costa et al., 2010; Tezuka et al., 2013), la adición al agua de ácido α- 

aminobutírico GABA (García-Lavandeira et al., 2005), epinefrina (Kent et al., 1999; 

García-Lavandeira et al., 2005), serotonina (Pérez-Bustamante y García-Esquivel, 2017; 

Huo et al, 2018). 
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Otro factor influyente en el asentamiento y metamorfosis de los bivalvos es el sustrato, el 

cual debe proveer alimento, refugio y espacio apropiado para los requerimientos de cada 

especie (Helm et al., 2004; Acosta et al., 1999; Narvarte y Pascual, 2003; De la Roche et 

al., 2005; Clements et al., 2016). Entre los sustratos sobre los cuales se ha llevado a 

cabo el asentamiento de las almejas están la arena con diámetro de grano entre 125 y 

2000 µm o una mezcla de ella con sedimento con diámetro mayor a 64 µm y una 

profundidad entre 1 y 2 mm (Lee et al., 2005; Tezuka et al., 2013), así como sobre la 

superficie de los tanques contenedores de las larvas (Mouëza et al., 1999). En el 

presente estudio se evaluó el asentamiento y mortalidad de las larvas competentes de la 

almeja estuarina amenazada P. arctata, aplicando diferentes estímulos, sustratos y 

tiempos de exposición a estos, bajo condiciones de laboratorio. 

 
 
 
 

 
 

2.1 Obtención de larvas competentes 

 

 
Un total de 200 ejemplares mayores a 25 mm fueron recolectados en la Ciénaga Grande 

de Santa Marta (10°43’-11°00’ N y 74°16’-74°38’ W) (Fig. 2) entre los meses de marzo y 

abril de 2021. En esta zona el oxígeno disuelto oscila entre 0,65 y 11,5 mg O2 L-1, el pH 

entre 7,04 y 9,33, los sólidos suspendidos totales entre 0,5 y 524 mg L-1, la concentración 

de amonio entre 1 y 70 µg L-1, la salinidad entre 0,5 y 36,0‰ y la temperatura entre 25 y 

32ºC (INVEMAR, 2018). Las almejas colectadas fueron transportadas al laboratorio de 

Moluscos y Microalgas de la Universidad del Magdalena (Taganga, Santa Marta; 11° 16’ 

N, 74° 11’ W), dentro de neveras plásticas entre esponjas humedecidas con agua de la 

zona de colecta a una temperatura de 20ºC de acuerdo con Velasco (2008). Allí se 

colocaron en canastas plásticas suspendidas en tanques rectangulares de 200 L a una 

densidad del 30% de cobertura del fondo de las canastas, con agua filtrada a 1 μm, 
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provista de aeración y mantenida a 28 ± 1 °C y salinidad de 15 ± 1‰, oxígeno disuelto ≥ 

90% y sin suministro de alimento. Luego de 24 h, los ejemplares fueron extraídos de los 

tanques para limpiar los epibiontes de su concha, así como las paredes de los tanques 

para el recambio de la totalidad del agua de estos. Posteriormente, las almejas fueron 

retornadas a los tanques bajo las mismas condiciones antes descritas para inducir al 

desove. 

 

 

Figura 2. Mapa de Ciénaga de Pajarales, zona de colecta de organismos de P. arctata. 
Mapa elaborado por el grupo de investigación Moluscos Marinos de la Universidad del 

Magdalena 

 
 

A las almejas que se relajaron y sacaron el pie de su concha, se les suministró una 

inyección intrapedal de 0,4 mL de serotonina 20 µM (Espitia, 2021), tras lo cual se 
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aislaron individualmente en beakers de 500 mL provistos con agua de la misma calidad 

antes descrita y fueron monitoreadas hasta que desovaran o hasta un máximo de 1 h, 

cuidando de recambiar el agua cada 15 minutos. Una vez culminó la liberación de 

gametos, se homogenizó el agua de cada beaker, se tomó una muestra (1 mL) y se 

depositó sobre una cámara Sedgwick Rafter para ser analizada bajo un microscopio. Se 

identificó el tipo de gameto producido por cada animal (oocitos y/o espermatozoides), y 

los oocitos de cada hembra fueron fertilizados (antes de 1 h de haber sido emitidos) 

adicionando 10 mL de agua con espermatozoides tras lo cual fueron agitados 

suavemente con una paleta plástica. Cuando se presentaron valores de fertilización por 

debajo del 80% se procedió a adicionar 5 mL más de agua con espermatozoides, hasta 

obtener valores cercanos al 90%. Los oocitos fertilizados fueron concentrados en un 

recipiente de 4 L tras lo cual se colocaron en tanques cilíndricos de 500 L a una 

densidad, de 2 cigotos mL-1, provistos de agua de la misma calidad antes descrita. Luego 

de 24 horas de post-fertilización y posteriormente cada 48 h, el agua de los tanques fue 

drenada a través de un desagüe lateral inferior y las larvas fueron recuperadas sobre 

tamices inmersos en recipientes con agua que actuó como un colchón para evitar el daño 

de estas, para ser luego colocadas en tanques limpios provistos de agua con las mismas 

características fisicoquímicas descritas para los animales usados como reproductores 

Las larvas fueron alimentadas con microalgas l. galbana a una ración diaria de 40.000 

células mL-1. Luego de 11 días post-fertilización las larvas alcanzaron su madurez 

(estadío de larva pedivéliger), caracterizada por la presencia de una mancha ocular 

(estatocisto) y de un pie conspicuo reptante. 

 
 
 

2.2 Diseño experimental 

 

 
Con las larvas pedivéliger obtenidas en dos desoves diferentes se llevaron a cabo dos 

experimentos de asentamiento. En el primero se evaluó el efecto factorial del suministro 

de 4 estímulos inductores en el agua, 3 sustratos y 3 tiempos de exposición a estos 

factores (Fig. 3). Los estímulos aplicados en el agua fueron: 1) epinefrina 10-5 M (García- 

Lavandeira et al., 2005), 2) GABA 10-3 M (García-Lavandeira et al., 2005), 3) serotonina 
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10-7 M (Pérez-Bustamante y García-Esquivel 2017), 4) temperatura baja 20ºC (Velasco et 

al., 2007) teniendo un control sin estimulación. Los sustratos de asentamiento fueron: 1) 

arena de 2 mm de diámetro (Lee et al., 2005; Tezuka et al., 2013), 2) sedimento menor a 

40 µm de diámetro, 3) la mezcla 1:1 de los dos anteriores, y se tuvieron controles sin 

sustrato (Fig. 5A). Los tiempos de exposición fueron: 6, 24 y 72 h(Fig. 3). 

 

 
Figura 3. Diagrama de flujo primer experimento de asentamiento larvario de P. arctata. A 

= acuario réplica, S = sustrato réplica, n = número de réplicas. 

 
 

 
En el segundo experimento se aplicó también un diseño factorial probando los mismos 

estímulos inductores y controles en el agua y sustrato usados previamente, pero 

empleando diferentes sustratos de asentamiento y tiempos de exposición a los mismos 

(Fig. 3). Los sustratos probados fueron: 1) biofilm de la microalga Tetraselmis (Guete- 

Salazar et al., 2021a), 2) bioflim artificial con microalgas y macroalgas secas (Guete- 

Salazar et al., 2021b) (Fig. 5B); mientras que los tiempos de exposición a los mismos 

fueron: 6 12, 24 y 48 h (Fig. 4). 
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Figura 4. Diagrama de flujo primer experimento de asentamiento larvario de P. arctata. A 

= acuario réplica, S = sustrato réplica, n = número de réplicas. 

 
 

 
Cada tratamiento y control de los estímulos inductores, sustratos y tiempos de exposición 

fue suministrado por triplicado en acuarios plásticos de 9 L (15 x 20,5 x 13 cm), usando la 

misma densidad larvaria inicial (1 larva mL-1), cada uno provisto con un total de 12 

recipientes circulares de polipropileno (50 mL, diámetro de 39 mm y altura de 29 mm) 

sumergidos completamente en el acuario, conteniendo 3 réplicas de cada sustrato o 

control (sin sustrato) para cada tiempo de exposición (Fig. 5C). Los recipientes con 

sustrato fueron llenados a una altura de 2 mm de alto y los de los controles estaban 

vacíos. Exceptuando los acuarios de los tratamientos de baja temperatura, todos los 

acuarios fueron mantenidos en un sistema estático usando el alimento y la calidad del 

agua indicados para los reproductores y larvas. 

Los sustratos de arena y sedimento fueron elaborados con arena de sílice usada para 

filtros de piscina y con sedimento de río colectado en la parte media baja del Río Gaira 

(11°09’-34.5°00’ N y 74°10’19.6 W). La arena fue lavada con agua de mar microfiltrada y 

posteriormente se esterilizó con calor (90°C por 2 horas). El sedimento utilizado fue el 
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que pasó lavando el sedimento con agua de mar microfiltrada a través de un tamíz de 40 

µm, el cual fue concentrado y guardado en frío (temperatura 5°C) hasta ser utilizado. 

Cuarenta y ocho horas antes de iniciar el experimento, los sustratos fueron biologizados 

colocándolos dentro de tanques (9 L) con un cultivo de la microalga Tetraselmis chuii 

(Fig. 5D). Para cada tiempo de exposición, de cada acuario se extrajeron 3 recipientes 

réplica con sustratos y sin sustrato (uno de cada tipo) y con la ayuda de un pincel fino y 

cajas Petri se contó bajo un microscopio la cantidad de larvas asentadas y las muertas 

en cada recipiente réplica, diferenciando a estas últimas por su color traslúcido y sus 

valvas abiertas. Al final de cada experimento, las larvas asentadas y muertas sobre las 

paredes de los acuarios fueron también cuantificadas y se pudo estimar el porcentaje de 

larvas asentadas y muertas en cada tratamiento de estimulación en el agua, totalizando 

las larvas muertas y asentadas en los recipientes réplica y sobre las paredes de cada 

acuario. 
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Figura 5. Sistemas de asentamiento experimento 1 (A), sistemas de asentamiento 

experimento 2 (B), acuarios provistos con diferentes estímulos de asentamiento (C), 

recipientes de asentamiento luego del proceso de biologización (D). 

 
 

 
2.3 Análisis estadístico 

 
 

Para determinar el efecto de los diferentes tiempos de exposición, estímulos y sustratos 

de asentamiento sobre el número y porcentaje de larvas asentadas y muertas, se 

llevaron a cabo análisis de varianza factoriales seguidos de pruebas de Tukey. Previo a 

su realización se comprobaron los supuestos de homocedastidad y normalidad de los 

datos, siendo necesaria su transformación logarítmica para las variables del experimento 

1 y de raíz cuadrada para las variables del experimento 2, fue necesario el uso de 

Kruskal-Wallis para el análisis de la mortalidad durante el asentamiento en ambos 

experimentos. Para todas las decisiones de significancia se empleó un alfa de 0,05 con el 

programa Statgraphics Centurión XVII X64. 

 
 
 
 

 
 
 

3.1 Experimento 1 

 

El número promedio de larvas asentadas estuvo entre 0 y 7 larvas cm-2 (Fig. 6). No se 

encontraron diferencias significativas entre los valores obtenidos suministrando diferentes 

estímulos en el agua (gl = 4, F = 0,90, p = 0,4679), pero fueron mayores a las 6 horas sin 

proveer sustrato, y a las 24 o 72 h independientemente del sustrato (p < 0,05). De otro 

lado, la mortalidad osciló entre 0 y 31 larvas por dm2 (Fig. 7). Los mayores valores de 
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larvas muertas se registraron a las 72 horas de experimentación, especialmente en el 

tratamiento de GABA sobre los controles sin sustrato y los sustratos de arena (p< 0,05). 
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Figura 6. Larvas de P. arctata asentadas aplicando diferentes estímulos, sustratos y 

tiempos de estimulación. Las barras verticales representan el error estándar y los 

asteriscos indican diferencias significativas (p < 0,05). 
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Figura 7. Mortalidad larval de P. arctata aplicando diferentes estímulos, sustratos y 

tiempos de estimulación. Las barras verticales representan el error estándar y asteriscos 

indican diferencias significativas (p <0,05). 
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3.2 Experimento 2 

 
 

El número promedio de larvas asentadas estuvo entre 0 y 136 larvas cm-2 (Fig. 8). Se 

encontraron efectos significativos tanto del estímulo (gl = 4 F = 3,85, p = 0,0056), como 

del sustrato (gl = 2, F = 11,87, p < 0,0001), tiempo de exposición (gl =3 F = 33,10, p < 

0,0001) y de la interacción entre estos factores (gl = 24, F = 9,92, p < 0,0001). Mayores 

valores fueron observados a las 24 h de experimentación sin suministrar estímulos en el 

agua y usando el sustrato de biofilm artificial, así como suministrando serotonina o GABA 

en el agua y usando sustratos de biofilm de microalgas (p < 0,0500). De otro lado, el 

número de larvas muertas osciló entre 0 y 102 larvas cm2 (Fig. 9). Se encontraron 

mayores valores de larvas muertas a las 48 h de estimulación sobre los sustratos de 

biofilm, especialmente cuando se usaron estímulos químicos (p < 0,0010), mientras que 

los menores se hallaron en los tratamientos de baja temperatura, en los que la mortalidad 

no fue significativa (p < 0,05). 
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Figura 8. Larvas de P. arctata asentadas aplicando diferentes estímulos, sustratos y 

tiempos de estimulación. Las barras verticales representan el error estándar y los 

asteriscos indican diferencias significativas (p < 0,05). 
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Figura 9. Mortalidad larval de P. arctata aplicando diferentes estímulos, sustratos y 

tiempos de estimulación. Las barras verticales representan el error estándar y asteriscos 

indican diferencias significativas (p <0,05). 
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3.3 Asentamiento y mortalidad total 

 
 

El porcentaje promedio de larvas asentadas luego de 72 h de exposición, incluyendo 

aquellas localizadas sobre los sustratos y paredes de los acuarios osciló entre 40 y 73% 

(Fig. 10A). No se registraron diferencias significativas entre los valores obtenidos en los 

dos experimentos (gl = 1, F = 0,05, p = 0,8252), ni entre los estímulos probados (gl = 4, F 

= 1,20, p = 0,3412). De otro lado, el porcentaje de mortalidad larvaria final estuvo entre 0 

y 27% (Fig. 10B), registrándose los mayores valores en el segundo experimento con 

relación al primero (gl = 4, F= 3,86, p = 0,0176). Para el primer experimento no se 

encontraron diferencias significativas en los valores hallados entre los estímulos 

aplicados (p > 0,0500), mientras que, para el segundo experimento, mayor mortalidad se 

encontró en el tratamiento de epinefrina en comparación con el de frío y el control (p < 

0,0500). Se evidenció una relación positiva entre el asentamiento y la mortalidad (n = 

360, r = 0,1713, p = 0,0012). 
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Las respuestas de falta de efecto de los estímulos aplicados al agua sobre el 

asentamiento larvario de la almeja estuarina en el experimento 1, así como los mayores 

valores de asentamiento obtenidos en el experimento 2 cuando no se suministraron 

estímulos en el agua, sugieren que las larvas de esta especie no activan el asentamiento 

en respuesta a los cambios químicos y físicos del agua probados. Resultados similares 

han sido reportados para otras almejas como Ruditapes largillierti (Kent et al., 1999) y 

Panopea zelandica (Le et al., 2017). Es posible que las almejas al vivir enterradas en el 

bentos, no estén tan bien adaptadas para reconocer los cambios fisicoquímicos del agua 

como si lo están bivalvos epibentónicos que se asientan con tales estímulos (Doroudi y 

Southgate, 2002; García-Lavandeira et al., 2005). 

 
 
 

Contrariamente, la influencia significativa de los diferentes sustratos sobre el 

asentamiento de la almeja estuarina indica que las larvas pedivéliger de esta especie si 

tienen la capacidad para percibir y diferenciar la calidad del fondo, así como escoger 

asentarse sobre una superficie que provea condiciones adecuadas para su futura forma 

de vida, tales como disponibilidad de alimento y espacio físico adecuados. Para el 

experimento 1, los altos valores de asentamiento de la almeja estuarina sin el suministro 

de sustratos a las 6 h de experimentación sugieren que los sustratos de arena y/o 

sedimento pudieron ocasionar una obstrucción del velo de las larvas pedivéliger que 

todavía no estaban completamente maduras (provistas de mancha ocular y pie 

completamente desarrollado) y por tanto interferir en su alimentación y respiración, 

prefiriendo asentarse sobre fondos libres de estos materiales en estas etapas tempranas. 

Un fenómeno similar ha sido reportado para Crassostrea iredalei (Devakie y Ali, 2002) y 

Ruditapes philippinarun (Tezuka et al., 2013). Contrariamente, los valores de 

asentamiento observados a las 24 y 72 h de experimentación independientemente de los 

sustratos, sugieren que, las larvas expuestas a los sustratos por un mayor tiempo se 

asientan sobre cualquier superficie. A medida que aumenta el tiempo de permanencia de 

los sustratos en el agua, empieza a desarrollarse sobre los mismos, bacterias y 
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microalgas que se convierten en una fuente de alimento importante en la fase pre y post- 

metamórfica (Satuito et al., 1997). Las larvas pedivéliger, así como las post-larvas son 

capaces de llevar a cabo alimentación pedal, que consiste en capturar el detrito y las 

diatomeas bénticas por medio del pie ciliado y llevarlos a la cavidad del manto donde son 

depositados en los palpos labiales (O`Foighil et al., 1990; Cragg, 2016). 

 
Los mayores números de larvas de P arctata hallados sobre los biofilms artificial y de 

microalgas en el experimento 2, así como los mayores valores obtenidos en este 

experimento en comparación con el primero, sugieren que estos biofilm son más 

apropiados que la arena y el sedimento como sustratos de asentamiento para la almeja 

estuarina. Resultados positivos de los biofilms artificiales y algales sobre el asentamiento 

ha sido reportado para otros bivalvos (Satuito et al., 1997; Devakie y Ali., 2002; Yu et al., 

2010), así como en gasterópodos marinos y erizos (Guete-Salazar et al., 2021a; 2021b). 

Aparentemente, la alta cantidad de proteínas y energía que contienen estos biofilms 

(Tritar et al., 1992; Parsons et al., 1993; Devakie y Ali., 2002, Stott et al., 2004; Yu et al., 

2010; Silveira et al., 2011; Velasco et al., 2019; Guete-Salazar et al., 2021a; 2021b) 

actuaron como atractantes y fuente de nutrientes para las larvas pediveliger de la almeja 

estuarina, desencadenando una mayor respuesta de asentamiento. Luego estos 

resultados ponen de manifiesto la importancia de la alimentación pedal en las larvas de la 

almeja estuarina durante el asentamiento, momento en el cual las larvas deben minimizar 

su alimentación suspensívora mientras ocurre la metamorfosis, en la cual reabsorben el 

velo y desarrollan las branquias filtrantes (Yamanaka et al., 2013; Soo y Todd, 2014; 

Braley et al., 2018). 

 
Los mayores asentamientos verificados a las 24 h de estimulación coinciden con lo 

hallado en moluscos como R. philippinarum (Urrutia et al., 2004), Haliotis diversicolor 

(Bryan y Qian, 1998), Mytilus galloprovincialis (Sánchez-Lazo y Martínez-Pita, 2012). Es 

posible que las larvas hayan requerido de este lapso para explorar y desarrollar 

completamente los osfradios o quimiorreceptores, de forma que pudieran percibir los 

sustratos disponibles, así como para desencadenar la respuesta de permanencia sobre 

los mismos. Mayores tiempos de estimulación han sido reportado en otras almejas como 

Venerupis. pullastra, R. philippinarum (48 h, García-Lavandeira et al., 2005), y 
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Saxidomus purpuratus (36 h; Lee et al., 2005). Tales diferencias pueden relacionarse con 

la menor tasa de desarrollo que tienen estas almejas propias de aguas subtropicales o 

frías (12 - 19 °C). 

 
El promedio de asentamiento de P. arctata en este estudio (54%) es mayor al reportado 

para otras almejas como V. pullastra, R. philippinarum (5 - 39%; García-Lavandeira et al., 

2005), pero es inferior al hallado en Anadara trapezia (80%; Gribben et al., 2009). Es 

posible que estas variaciones estén relacionadas con diferencias en las densidades de 

siembra de las larvas pedivéliger. Mientras que en este estudio y en los de V. pullastra y 

R. philippinarum se usaron densidades entre 1 y 20 larvas mL-1, en A. trapezia esta fue 

más baja (0,10 larvas mL-1). A mayor densidad larvaria, la calidad del agua disminuye 

debido a la mayor tasa de producción de heces y deshechos metabólicos, ocurriendo una 

mayor competencia por el alimento y espacio, lo que se ha asociado a menores 

supervivencias (Fitt et al., 1984; Liu et al., 2006; Velasco y Barros, 2008; Liu et al., 2010). 

 

La mayor mortalidad de las larvas tratadas con GABA en el primer experimento y 

adicionalmente con epinefrina y serotonina en el segundo experimento sugiere que estos 

químicos tuvieron un efecto tóxico sobre las larvas pedivéliger de la almeja estuarina. 

Resultados similares han sido reportados para otros bivalvos como Aulocomya maoriana 

(Alfaro et al., 2011), Crassostrea gigas (Coon et al., 1985) y Pinctada margaritifera, 

(Doroudi y Southgate., 2002). Se ha postulado que la toxicidad de algunos de estos 

químicos como el GABA pueden relacionarse con su efecto de hiperpolarización 

inhibitoria de las membranas neuronales o con la alteración de metabolitos en las células 

(Young et al., 2011), lo cual puede causar deficiencias en el control de sus funciones y su 

muerte. 

 
El mayor número de larvas muertas hallado luego de un tiempo de experimentación 

superior a 24 h coincide con lo reportado para P. margaritifera (Doroudi y Southgate., 

2002), M. galloprovincialis (Sánchez y Martínez, 2012), P. penguin (Wassing y 

Southgate., 2012), Panopea globosa (Pérez-Bustamante y García-Esquivel, 2017). El 

deterioro en la calidad del agua debido a la acumulación de materia en descomposición 

derivada de la muerte de las larvas y de las algas, así como la acumulación de amoniaco 
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producido por el catabolismo proteico de las larvas pudo causar su intoxicación y muerte 

(González-Estrada., 2001; Alfaro et al., 2011). 

 
La asociación positiva hallada entre la mortalidad larvaria y el asentamiento de la almeja 

estuarina puede explicarse porque un mayor número de lavas asentadas pudo generar 

una mayor competencia por alimento pedal y espacio, así como un deterioro en la calidad 

del sustrato o del agua del acuario resultante de una mayor producción de heces y 

metabolitos. Resultados similares han sido reportados en Hippopus hippopus y Tridacna 

gigas (Fitt et al., 1984) y en Meretrix meretrix (Liu et al., 2006). 

 
La mortalidad promedio de las larvas de P. arctata durante el asentamiento (5%) fue 

inferior a la reportada para otros bivalvos como P. margaritifera (32%; Doroudi y 

Southgate, 2002), M. meretrix (20%; Liu et al., 2006) y Aulacomya maoriana (60%; Alfaro 

et al., 2011). Es posible que este resultado esté relacionado con las menores densidades 

de siembra de las larvas pedivéliger ya que mientras en P. arctata se usó una densidad 

de 1 larva mL-1 en los otros estudios se usaron densidades mayores (entre 2 y 60 larvas 

mL-1). La escasa mortalidad de las larvas de la almeja estuarina durante el asentamiento 

sugiere que es una especie con una alta resistencia durante esta fase de desarrollo, 

característica que le confiere un alto potencial para ser producida en laboratorio y ser 

usada en acuicultura o repoblación. 
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➢ Los estímulos físicos y químicos suministrados al agua no indujeron el asentamiento de 

las larvas pedivéliger de la almeja estuarina P. arctata, pero se observo para el caso de 

GABA como estimulante en el experimento 1, un aumento en la mortalidad de las larvas 

en comparación con los demás inductores. 

 
El mayor asentamiento de las larvas pedivéliger de la almeja estuarina fue obtenido 

exponiéndolas a sustratos de biofilm artificial por 24 h y sin suministrar estímulos en el 

agua. 

 

➢ La mortalidad larvaria de P. arctata durante el asentamiento fue mayor luego de 24 h de 

alcanzar el estado pedivéliger, y esta presentó una relación directa con el porcentaje de 

larvas asentadas en los sustratos. 

 
➢ Los altos valores de asentamiento promedio (54%) y bajos niveles de mortalidad de las 

larvas asentadas (5%) corresponden a los primeros reportes para P. arctata, los cuales 

sugieren que esta especie tiene un alto potencial para ser producida en laboratorio con 

fines de acuicultura o repoblación. 
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➢ Se recomienda para futuros estudios o ensayos de producción de post-larvas en 

laboratorio con fines de acuicultura o repoblación de la almeja estuarina, usar para el 

asentamiento densidades de larvas pedivéliger menores a 1 larva por mL de agua, no 

aplicar ningún estímulo en el agua, proveer amplias superficies provistas con sustrato 

de biofilm artificial por un tiempo de exposición de 24 h, tras lo cual se recomienda 

colocarlas en un sistema de recambio continuo de agua para eliminar el lixiviado del 

biofilm artificial y evitar el deterioro de la calidad del agua. 
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