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RESUMEN 

 

 

 

 

La salinización de los cuerpos de agua puede afectar la ecología de las aves 

paseriformes, debido a su efecto sobre el balance hídrico y a su limitada capacidad de 

osmorregulación. Los organismos se ven afectados simultáneamente por múltiples 

factores ambientales, por ejemplo, la salinidad y temperatura ambiental.  Ambos factores 

tienen un impacto sobre el gasto energético organísmico, debido a que pueden afectar 

el balance osmótico de los tejidos y la capacidad termogénica. Cambios en el gasto 

energético se traducen en ajustes metabólicos tisulares. Los eritrocitos constituyen una 

alternativa mínimamente invasiva para estudiar los ajustes metabólicos tisulares, ya que 

presentan flexibilidad metabólica frente desafíos osmorregulatorios y termorregulatorios 

y se correlacionan con la tasa de gasto energético a nivel organísmico. Esta tesis evaluó 

los ajustes metabólicos, osmorregulatorios y celulares frente a una aclimatación 

hidrosalina y térmica en una especie de ave paseriforme, Zonotrichia capensis. Para ello, 

las aves se aclimataron a dos salinidades (200 y 0 mM, NaCl) por cuatro semanas y a la 

segunda semana se modificó la temperatura ambiental desde 27 °C y 17 °C. Se encontró 

que la aclimatación térmica e hidrosalina no generó variaciones en la tasa metabólica, 

como tampoco tuvo efectos significativos sobre variables osmorregulatorias. Sin 

embargo, se encontró que las aves presentaron ajustes la conductancia térmica y el 

gasto energético, lo que reflejaría ajustes en la eficiencia energética por efecto de la 

aclimatación térmica.  En cuanto a la actividad metabólica de los eritrocitos, no se 

encontraron variaciones atribuibles a los factores de aclimatación térmica e hidrosalina. 
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No obstante, la actividad metabólica de los eritrocitos se asoció con el costo de 

termorregulación. Se encontró que la proporción entre las moléculas prooxidantes y las 

antioxidantes se mantuvo constante independiente de la salinidad y del cambio de 

temperatura ambiental. En conclusión, las aves exhibieron notables capacidades 

osmorregulatorias que permiten tolerar el desafío hidrosalino y por tanto explica la 

ausencia de modificaciones en el gasto energético. Además, los animales expresan 

mecanismos de compensación en su estado oxidativo, lo que les permite mantener dicho 

estado invariable. Finalmente, la aclimatación térmica e hidrosalina no implican 

necesariamente variación en la capacidad metabólica de los eritrocitos. Sin embargo, en 

este tipo celular observamos que los niveles de actividad de la enzima citrato sintasa 

predice la capacidad metabólica energética a nivel del organismo. 
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ABSTRACT 

 

 

 

Salinization of water bodies can affect the ecology of passerine birds due to its impact on 

water balance and their limited osmoregulatory capacity. Organisms are simultaneously 

affected by multiple environmental factors, such as salinity and ambient temperature. 

These factors have an impact on organismal energy expenditure, as they can affect the 

osmotic balance of tissues and thermogenic capacity. Changes in energy expenditure 

translate into tissue-level metabolic adjustments. A minimally invasive alternative to 

studying tissue-level metabolic adjustments is through erythrocytes, as they exhibit 

metabolic flexibility in response to osmoregulatory and thermoregulatory challenges, 

correlating with organismal energy expenditure rates. This thesis evaluated in a model 

passerine bird species Zonotrichia capensis metabolic, osmoregulatory, and cellular 

adjustments in response to hydrosaline (200 and 0 mM, NaCl) for four weeks and thermal 

acclimation at 27 °C the first two weeks, then at 17 °C. It was found that thermal and 

hydrosaline acclimation did not generate variations in metabolic rate, nor did it have 

significant effects on osmoregulatory variables. However, birds were found to exhibit 

adjustments in energy efficiency due to thermal acclimation, impacting energy 

expenditure and thermal conductance. Regarding cellular metabolic adjustments, no 

variations attributable to thermal and hydrosaline acclimation factors were found. 

Nonetheless, erythrocyte metabolic activity can serve as an indicator of metabolic 

expansion capacity. Salinity and acclimation temperature, however, did not impact the 

oxidative state of the birds. This is because the ratio between prooxidant and antioxidant 
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molecules remained constant, despite individual variations in prooxidant and antioxidant 

levels separately. In conclusion, birds demonstrate notable osmoregulatory capabilities 

that explain the absence of modifications in energy expenditure to counter the 

hypersaline challenge. Furthermore, animals express compensatory mechanisms in their 

oxidative state, enabling them to maintain this state unaltered. Finally, thermal and 

hydrosaline acclimation do not necessarily imply variations in erythrocyte metabolic 

capacity. However, we observed that levels of citrate synthase enzyme activity in 

erythrocytes provide indications of energy metabolic capacities at the organismal level. 

.



1 
 

1 INTRODUCTION 

 

 

 

 

La salinización creciente de los cuerpos de agua es un tema de interés para las 

ciencias ecológicas, debido a que la concentración de sales (e.g., electrolitos) presentes 

en solución pueden afectar significativamente a la biota y, a su vez, modificar el equilibrio 

de los ecosistemas y finalmente a la biodiversidad (Amores et al., 2013). Los cuerpos de 

agua dulce (e.g., ríos, lagos, humedales) pueden presentan una gran variedad en 

salinidad, desde niveles dentro del rango de agua dulce hasta niveles intermedios o 

altos, similares a los marinos (Rivera et al., 2019; Carter et al., 2020; CEA, 2020).  Dado 

que los rangos de distribución de las especies animales abarcan diferentes ambientes 

con características a menudo contrastantes en la disponibilidad y calidad de agua, la 

adecuación de los distintos genotipos de una misma especie podría diferir entre un 

hábitat y otro (McNab, 2009; Gutiérrez et al., 2014). En este sentido, en qué medida la 

salinidad puede ser un factor limitante para la ocupación de un hábitat es una pregunta 

abierta para la mayoría de las especies, en particular para las aves terrestres (Sabat, 

2000; Gutiérrez et al., 2014; Sabat et al., 2017; Gutiérrez et al., 2019; Navarrete et al., 

2023). 

El estrés fisiológico asociado a la vida en ambientes salobres requiere de la 

necesidad de eliminar el exceso de electrolitos. Cuando las aves beben agua del mar o 

consumen presas de elevada osmolalidad, las sales son absorbidas por el intestino 

delgado, aumentando la osmolalidad de los fluidos corporales (e.g., plasma sanguíneo) 
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(Purdue & Haines, 1977; Simon, 1982; Holmes & Phillips, 1985). El consumo de sales 

puede desencadenar respuestas fisiológicas y conductuales (Hawkins, 1973; Gerson & 

Guglielmo, 2011; Gutiérrez et al. 2014; Sabat et al., 2021) que permiten regular la 

osmolalidad en tejidos y fluidos corporales. Los mecanismos fisiológicos de 

osmorregulación en aves involucran la acción coordinada de riñones, intestino grueso y 

en algunas especies la glándula de la sal a través del transporte activo de electrolitos y 

recaptación de agua (Braun & Scanes, 2015; Aw et al. 2018). Lo que resulta en el 

incremento de la osmolalidad de la excreta permitiendo la homeostasis salina de los 

fluidos corporales (e.g., plasma sanguíneo; Aldea & Sabat 2007), y que puede conllevar 

un incremento en el gasto metabólico de tejido osmorregulatorios (Hughes, 2003; Sabat 

et al., 2017; Gutiérrez et al. 2014; Tapia-Monsalve et al. 2018; Gutiérrez et al., 2019; 

Sabat et al., 2019). A pesar de que existen varios estudios de fisiología osmorregulatoria 

en diversos grupos de aves (véase Shoemaker, 1972; Sabat, 2000; Sabat et al. 2004a; 

Sabat et al., 2006b; Sabat et al., 2006c; Gutiérrez et al., 2012; Gutiérrez, 2014; Sabat et 

al., 2017), son escasas las investigaciones del impacto de la salinidad y de adaptaciones 

bioquímicas osmorregulatorias y energéticas asociadas al consumo de sales o 

deshidratación en paseriformes (Sabat et al., 2017; Sabat et al., 2019; Navarrete et al., 

2021).  Es de considerar que este grupo no presenta glándula de la sal, lo cual puede 

limitar la capacidad de osmorregulación frente al consumo de sales (Shoemaker, 1972; 

Sabat, 2000; Braun & Scanes, 2015) y pueden habitar en ambientes con diferentes 

salinidades (e.g., humedales costeros) (Estades et al., 2017) 

Es común que los organismos sean afectados simultáneamente por múltiples 

factores ambientales, los cuales pueden impactar de manera aditiva sobre el gasto 

energético (Garland et al., 2022). El principio de asignación de energía plantea que, 
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frente a cambios en los requerimientos energéticos, se produce una distribución de 

recursos que depende de la magnitud del gasto energético de ciertos tejidos o funciones 

(Weiner, 1992; Buckley et al., 2015; Garland et al., 2022). Sin embargo, también puede 

expresarse respuestas de compensación mediante ajustes en el presupuesto energético 

(e.g., Barceló et al. 2017; Garland et al., 2022). En este sentido, no es claro los 

mecanismos que gatillan la compensación o la reasignación. Sin embargo, se ha 

propuesto que una aproximación adecuada para evaluar el efecto de la asignación de 

energía es el estudio de dos o más factores ambientales que puedan modular la tasa 

metabólica a escala organísmica y tisular (e.g., Norin & Metcalfe, 2019; Sabat et al., 

2019). En particular, el estudio de los organismos a lo largo del tiempo y entre individuos 

de una misma especie permiten entender el fenómeno de reasignación o compensación 

de energía entre distintas funciones en compromiso (e.g., Briga & Verlhust, 2017; Linek 

et al., 2021; Tapper et al., 2021) 

El estudio de la interacción de factores ambientales permite comprender como se 

administra el presupuesto energético en los animales frente al desafío que podría 

significar habitar en ambientes de salinidades variables. En este sentido, comprender la 

interacción con la variación de la temperatura ambiental es relevante, dado que 

contribuye en gran medida al gasto energético (i.e., tasa metabólica) (e.g., Sabat et al., 

2006a). En efecto, la aclimatación térmica y la exposición a un estrés salino, de manera 

independiente, ha evidenciado generalmente un incremento en el presupuesto 

energético (i.e., la tasa metabólica) (Maldonado et al. 2009; Peña-Villalobos et al. 2013; 

Peña-Villalobos et al. 2014; Sabat et al. 2017). Además, estudios recientes sugiere que 

el efecto de la ingesta de sal en la fisiología osmorregulatoria en aves paseriformes 

costeras del género Cinclodes depende de la temperatura ambiental (Navarrete et al., 
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2023). Sin embargo, aún no es claro el efecto de la interacción de estos factores sobre 

el presupuesto energético. Aunque se ha documentado que la salinidad produce un 

aumento en la tasa metabólica basal (BMR por sus siglas en inglés) en Zonotrichia 

capensis durante la aclimatación a una alta salinidad y baja temperatura, los resultados 

no respaldaron la existencia de una interacción significativa entre la temperatura y la 

salinidad del agua bebida, en la mayoría de los rasgos energéticos ni osmorregulatorios. 

Sin embargo, se desconoce si la variación de la tasa metabólica responde a diferencias 

asociadas a la estrategia termo- u osmoreguladora (McNab, 1980; Layton et al. 2000; 

Sabat et al. 2004); como tampoco es claro si los ajustes osmorregulatorios y 

termorregulatorios varían a lo largo del tiempo y cuál es su impacto sobre el presupuesto 

energético.  

Los cambios en las tasas de gasto de energía totales de un organismo dependen 

de ajustes de la actividad metabólica de órganos y tejidos (Vézina et al., 2006; Zheng et 

al., 2008; Zheng et al., 2013; Peña-Villalobos et al. 2014; Vézina et al., 2017). En este 

sentido, una de las características que genera interés en los eritrocitos de aves es la 

presencia de mitocondrias funcionales (Stier et al., 2013), estimado por medio de la tasa 

de respiración y mediante determinaciones de actividad de enzimas mitocondriales 

(Spinazzi et al., 2012; Stier et al. 2017) y que podría ser utilizado como indicador o proxi 

de los ajustes energéticos organísmicos frente a distintos desafíos fisiológicos. Hay 

evidencia de que la intensidad metabólica de los eritrocitos se correlaciona con la tasa 

metabólica organísmica (Malkok et al. 2021) y, que el metabolismo del tejido sanguíneo 

presenta una característica flexible asociado a la variación de las condiciones 

ambientales que impactan sobre la función osmorregulatoria (Gutierrez et al., 2019; 

Navarrete et al., 2021) y termorregulatoria (Nord et al., 2021).  
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El significado de la variación del metabolismo de los eritrocitos podría estar 

vinculado a factores locales y sistémicos que modulan el metabolismo celular. El factor 

local se ve reflejado en los ajustes del metabolismo mitocondrial asociado a la restricción 

hídrica (i.e., deshidratación) (Navarrete et al., 2021) o a la alimentación de presas salinas 

en las costas (Gutiérrez et al., 2019), tal que podría ser una compensación para controlar 

la lisis celular osmótica. Dado que la regulación del volumen celular ocurre mediante 

transporte activo de iones (Orlov et al., 1993; Hoffmann et al. 2009), es posible que la 

producción de ATP mitocondrial contribuya a mantener el volumen celular. Es más, los 

eritrocitos de algunas aves presentan mayor resistencia a la lisis en medios hipo e hiper 

osmóticos (e.g., de 0 mM) (Kregenow, 1971a; Kregenow 1971b; Singh et al., 2019) 

respecto a mamíferos los cuales carecen de mitocondrias (Yap & Zhang, 2021). El factor 

sistémico se evidencia en el contexto de un desafío termorregulatorio, tal que se 

ha reportado en dos especies de paseriformes (Periparus ater y Parus major) un 

incremento en la capacidad metabólica energética de los eritrocitos en invierno respecto 

al otoño, que podría relacionarse a una respuesta de modificaciones de la demanda 

metabólica entre estaciones (Nord et al., 2021). La variación del metabolismo asociado 

al efecto de temperatura ambiental puede estar dado por la interacción de señales (e.g., 

hormonas tiroideas) sistémicas que modulan las remodelaciones fisiológicas asociadas 

a la capacidad termogénicas. (Pani & Bal, 2022). De esta manera, analizar el 

metabolismo del tejido sanguíneo podría ser útil para evaluar el impacto de los efectos 

de la temperatura y la salinidad sobre la variación de la tasa metabólica organísmica.  

Así, es posible que el metabolismo de las mitocondrias, a través de la actividad 

de enzimas involucradas en el gasto de energía a nivel tisular, se correlacione con 

modificaciones fisiológicas que ocurren en aves sometidas a estrés hídrico (Gutiérrez et 
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al., 2019; Navarrete et al., 2021), tal como sucede cuando aves consumen agua y/o 

presas saladas. Paralelamente y debido a que el metabolismo mitocondrial es una fuente 

de producción de especies reactivas de oxígeno (ROS de la sigla en inglés) (Treberg et 

al. 2011; Quinlan et al. 2012, Costantini, 2019), resulta interesante evaluar si esta 

potencial respuesta bioquímica representa un costo asociado a un desbalance en el 

estado oxidativo (Tapia-Monsalve et al., 2018; Sabat et al., 2019).  

A partir de esto, cabe preguntarse si frente a una ingesta salina crónica, es 

posible que existan modificaciones en la función mitocondrial; si estos ajustes se asocian 

a cambios en el estrés oxidativo y finalmente si ambas funciones se correlacionan con 

modificaciones en la tasa metabólica (e.g., BMR masa-específico). Además, para 

dilucidar si la función mitocondrial corresponde a ajustes tejido-específicos y/o a 

modificaciones organísmicas asociadas a los requerimientos energéticos, se estudiará 

el efecto de la variación en la tasa metabólica desencadenada por una variación en la 

temperatura ambiental.  Así, en esta tesis, se pretende integrar determinaciones de la 

actividad metabólica de eritrocitos a través de su capacidad catabólica (e.g., Citocromo-

C oxidasa y citrato sintasa), la tasa metabólica basal, la concentración de fluidos 

corporales y el estado oxidativo de tejido sanguíneo, para examinar los ajustes 

osmorregulatorios y energéticos (organísmicos y celulares) frente al consumo de sales 

en el Zonotrichia capensis. 
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1.1 HIPÓTESIS 

 

 

 

 

Hipótesis 1 

La mantención de la homeostasis hidrosalina frente a un consumo elevado de sales 

requiere de la acción de mecanismos activos para su eliminación, lo que en conjunto con 

una variación de la temperatura ambiental impacta sobre el gasto energético y la 

capacidad osmorregulatoria y termogénica, respectivamente. Así, se espera que tanto la 

salinidad como la temperatura ambiente provoquen cambios en el gasto energético del 

organismo, y cuando actúan juntas, podrían crear un efecto distinto al de cada factor por 

separado. A su vez, se espera que el efecto de la aclimatación hidrosalina y térmica 

sobre el estado oxidativo este vinculado al cambio en el gasto metabólico. 

Predicción 1 

En particular, se predice que en la aclimatación a una hidratación alta en contenido de 

sales incrementaran la capacidad de concentración de la orina (índice U/P) permitiendo 

mantener la osmolaridad del plasma, asociado a un incremento en la tasa metabólica; 

mientras que la disminución de la temperatura ambiental durante la aclimatación térmica 

generará un incremento de la capacidad termogénica (i.e., tasa metabólica). Producto 

de la interacción de ambos factores se espera un incremento del gasto energético y en 

ambas capacidades termo- y osmorreguladora. Además, se espera en todos los casos 
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que la variación del gasto metabólico sea en un mismo sentido con la variación en los 

niveles de prooxidantes 

Hipótesis 2 

Dado el carácter flexible del metabolismo de los eritrocitos y del impacto de la carga 

salina sobre la regulación del volumen celular, se espera encontrar modificaciones 

bioquímicas en el metabolismo mitocondrial en respuesta al cambios en la osmolalidad 

del plasma. Además, se espera que los cambios en la actividad metabólica pueden tener 

impacto sobre el balance oxidativo, dada la relación entre el metabolismo y la producción 

de moléculas prooxidantes. 

Predicción 2 

Se predice que, frente a la aclimatación a un consumo elevado de sales, se observará 

un incremento de la capacidad metabólica bioquímica de los eritrocitos, manifestada 

como aumentos en la actividad enzimática mitocondrial. Lo cual, se espera que pueda 

conllevar un incremento en los niveles de prooxidantes plasmáticos. 
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1.2 OBJETIVOS 

 

 

 

 

1.2.1 Objetivo general 

Evaluar las respuestas organísmicas energéticas, osmorregulatorias y celulares de una 

especie de paseriforme, ante la exposición a factores que desafían la regulación 

hidrosalina y térmica, con la finalidad de identificar las variables que inciden sobre los 

ajustes fenotípicos. 

1.2.2 Objetivo específico 

 Evaluar las respuestas energéticas organísmicas frente a la aclimatación térmica e 

hidrosalina en Zonotrichia capensis.  

 Analizar el impacto de la aclimatación térmica e hidrosalina sobre el funcionamiento 

del sistema osmorregulatorio.  

 Examinar el efecto de la aclimatación hidrosalina y térmica la capacidad metabólica 

celular y el vínculo con las respuestas organismicas. 

 Evaluar el costo fisiológico a través del estado oxidativo, asociado al funcionamiento 

del metabolismo energético organísmico y celular, debido a la aclimatación térmica 

e hidrosalina.  
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2 MATERIALES Y MÉTODOS 

 

 

 

 

2.1 Captura y Mantención  

Se capturó a 24 individuos de Zonotrichia capensis (Passeriformes: 

Passerellidae) adultos en octubre de 2022 en el sitio experimental German Greve Silva 

de la Facultad de Ciencias Agronómicas de la Universidad de Chile, ubicado en la zona 

de Rinconada de Maipú (33.492058S, 70.824561W). El tiempo de captura y traslado fue 

de aproximadamente de dos horas, hasta el bioterio en la Facultad de Ciencias de la 

Universidad de Chile. Las aves fueron capturadas con permiso del Servicio Agrícola y 

Ganadero (No. 7959/2021). 

En el bioterio, las aves se mantuvieron de manera individual, en jaulas metálicas 

de 40 cm x 40 cm x 40 cm, a una temperatura ambiental de 25°C (±1°C) con un 

fotoperiodo de 12:12 día-noche. Las aves tuvieron acceso a semillas de alpiste (Phalaris 

canariensis) y agua potable ad libitum. Cada dos días se les ofrecieron 500 mg de larvas 

de Tenebrio molitor. Los animales se habituaron por una semana a estas condiciones y 

luego se asignaron de manera aleatoria a los tratamientos experimentales de 

aclimatación (ver sección Aclimatación) manteniendo la composición de la dieta.  

Todos los protocolos fueron aprobados por el Comité Institucional de Cuidado y 

Uso de Animales (CICUA) de la Universidad de Chile, en donde se llevaron a cabo los 

experimentos. 
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2.2 Aclimatación 

Se asignó a 12 individuos de Z. capensis a una hidratación de baja salinidad (0 

mmol L-1 de suplementación) en base a agua potable, y otras 12 aves a una hidratación 

de salinidad moderada con agua potable suplementada con cloruro de sodio (NaCl) para 

alcanzar una osmolalidad teórica de 200 mmol L-1 de NaCl (400 mOsm)  asumiendo el 

uso de agua pura (Peña-Villalobos et al., 2013). Esta concentración se utilizó para 

permitir la comparación con otros estudios (Peña-Villalobos et al., 2013; Sabat et al., 

2017; Sabat et al., 2019) y debido a que es una concentración que las aves paserinos 

pueden tolerar sin perder masa corporal (Bartholomew & Cade, 1963). Dado que el agua 

potable tiene osmolalidad de entre 50-100 mOsm, la osmolalidad real de la solución fue 

de entre 450 y 500 mOsm, lo cual pudimos corroborar por osmometría (Wescor 5130B). 

El tratamiento se mantuvo por cuatro semanas de manera continua, recambiando el 

agua cada dos días.  

Durante el tratamiento de hidratación salina, a ambos grupos de aves, se les 

modificó la temperatura ambiental (aclimatación térmica). Las primeras dos semanas se 

aclimataron a 27°C y las siguientes dos semanas a 17°C. La aclimatación a 17 °C se 

debe a que, se espera que la tasa metabólica puede incrementar un 37% respecto a la 

tasa metabólica basal (Sabat et al., 2006) y así evitar un exceso de efecto de la 

aclimatación térmica sobre la hidrosalina (que puede incrementar la tasa metabólica en 

un 20%) (Peña-Villalobos et al., 2013; Sabat et al., 2017). La secuencia de temperatura 

ambiental se debe a que según Barceló et al. (2009) la historia térmica tiene un efecto 

sobre la tasa metabólica basal. El diseño experimental permitió analizar el efecto de la 

salinidad, la temperatura ambiental e interacción, sobre las variables fisiológicas. 

Además, se integra un componente temporal, que permite analizar la cinética de cambio 

del presupuesto energético debido a la interacción de los factores. De esta manera los 



12 
 

tratamientos se abreviaron según la salinidad a 400 mOsm (alta salinidad) y salinidad a 

0 mOsm (baja salinidad) y temperatura de aclimatación 27 °C (alta temperatura) y 17 °C 

(baja temperatura). 

 

2.3 Tasa metabólica y conductancia térmica. 

Para evaluar la respuesta termogénica se cuantifico al cumplir los 14 y 28 días 

de aclimatación a cada ave se le determinó la tasa metabólica basal mediante el 

consumo de oxígeno (mL hr-1) en un estado postabsorbtivo (4 h de ayuno) a 30 °C. 

Además, se determinó la tasa metabólica de reposo a 15 °C un día antes de la tasa 

metabólica basal. Las mediciones se realizaron en tres aves por día, con un registro de 

doce horas durante la noche (y en oscuridad) para la tasa metabólica basal (20:00-8:00) 

y de cuatro horas (12:00-17:00) en el día para la tasa metabólica de reposo a 15°C. Los 

animales ayunaron de agua y comida antes de cada medición de tasa metabólica (basal 

y estándar) por cuatro horas.  

 La tasa metabólica basal o reposo se determinó mediante tres sistemas 

computarizados de Respirometría de flujo abierto (dos FMS y un FoxBox, Sable System, 

Henderson, NV, Estados Unidos) calibrado con un mezcla conocida de oxígeno (20%) y 

nitrógeno (80%) que se certificó por cromatografía (INDURA, Chile).  

 Los animales se colocaron en una cámara metabólica metálica de dos litros las 

que fueron dispuestas en gabinetes de temperatura controlada (Sable Systems, 

Henderson, Nevada) a 30 o 15°C. Durante las mediciones, la cámara recibió aire secó y 

libre de anhidro carbónico, debido a un paso previo por columnas de baralime (absorbe 

anhidro carbónico, hidróxido de calcio al 80% y de hidróxido de bario al 20%) y diedrita 

(desecante, sulfato de calcio). Se estableció un flujo de 500 mL min-1 (Sabat et al., 2006). 

El aire fluyó a través de un tubo Bev-A-Line (Thermoplastic Processes Inc.) desde un 
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controlador de flujo de masa incluido en los sistemas de respirometría. El aire que sale 

de la cámara pasa primero a través de un higrómetro que graba la presión de vapor de 

agua (kPa), luego atraviesa una columna de diedrita para secar el aire, así, el aire seco 

entra al analizador de CO2 que después pasa a través de un analizador de O2. 

 Debido a que el CO2 se extrajo antes de entrar en el O2 analizador, el consumo 

de oxígeno se calculó como (Withers, 1977): VO2 = (FR × 60 × (Fi O2–Fe O2) / (1–Fi O2)), 

donde FR es la tasa de flujo en mL min-1, Fi y Fe son las concentraciones fraccionarias 

de O2 entrando y saliendo de la cámara metabólica, respectivamente. El análisis y 

procesamiento de datos se realizó a través del software EXPEDATA (Sable System, 

international, NV, Estados Unidos). Antes y después de cada registro, se realizó una 

línea base de al menos 15 min. Para estimar la tasa metabólica basal y estándar se 

utilizó un periodo de 20 min más estables y de menor consumo de oxígeno en el registro. 

 La masa corporal se registró al final de cada medición de respirometría usando 

una balanza electrónica (±0,1 g). Se registro la temperatura cloacal a 1,0 cm de 

profundidad desde la entrada de la cloaca dentro de un minuto, luego el ave ser retirado 

de la cámara y utilizando la temperatura corporal que se mantuvo estables y al menos 

durante cinco segundos. Para esto se utilizó una Termocupla fina Cole- Palmer copper-

constantan unida a un lector Chy 500 Thermometer (Veto®). Se calculó la conductancia 

a 15°C, a partir de la ecuación: M = C(Tb-Ta), donde M es la tasa metabólica reposo, C 

conductancia, Tb temperatura corporal y Ta temperatura ambiental de la cámara de 

registro. 

 

2.4 Extracción Sangre y Hematocrito 

Al final del registro de respirometría de tasa metabólica basal (para Z. capensis) 

a las segunda y cuarta semana (después de medir la masa y temperatura corporal), se 
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realizó una extracción de sangre, desde la vena braquial del ala izquierda, mediante una 

punción con aguja de 25 g, extrayendo ceca de un 1 % de sangre en masa corporal (0,01 

mL g-1 o 10 µL g-1), mediante capilares heparinizados (sódica) de 75 µL (Hirschmann ®). 

El primer capilar se obtuvo aproximadamente 20 µL sellándose en un extremo para 

cuantificar el hematocrito. El resto de sangre se recolecto y se depositó en un tubo de 

1,5 mL con 20 µL (para Z. capensis) de heparina (5000 u.i mL-1) (Fresenius Kabi, 

Laboratorio Sanderson S.A, Chile), esta sangre se utilizó para los análisis de enzimas 

metabólicas. 

El capilar para hematocrito se colocó en una microcentrífuga (MX-12, LW 

Scientific, Estados Unidos) a 12000 rpm (equivalente a 13500 rcf) por 8 min a 

temperatura ambiente (20°C). Mediante una regla milimétrica se cuantifico la distancia 

entre extremos de la fase con eritrocitos empaquetados y la distancia entre extremos de 

la muestra total (plasma más eritrocitos). Se calculo la razón de la primera respecto a la 

segunda distancia multiplicando por cien, así obtener la proporción de eritrocitos 

respecto a plasma. 

La sangre para enzimas metabólicas se centrifugo (M-240R, Boeco, Alemania) a 

10000 rpm (equivalente a 9500 rcf) por 10 min a 4 °C, para separar los eritrocitos del 

plasma. Ambas fases se recolectaron y se almacenaron por separado a -80 °C hasta ser 

analizadas. Además, el plasma se almacenó en dos submuestras, una de 25 µL para la 

cuantificación de osmolalidad y otra de mayor volumen para análisis de estatus oxidativo 

(de moléculas prooxidantes y antioxidantes). 

 

2.5 Capacidad de concentración y osmolalidad de fluidos corporales 

La función osmorregulatoria se evaluo mediante la capacidad de concentración 

se aplicó una dosis ajustada a la masa corporal (0,02 mL g-1) de solución acuosa de 
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NaCl a concentración de 600 mmol L-1 (véase Poulson & Bartholomew, 1962; Sabat et 

al. 2004a; Sabat et al., 2006). Esta se realizó mediante una ingesta con jeringa, 

entregándola cercana de la glotis de las aves, dispensándolo en micro dosis de 

aproximadamente 40 µL para disminuir la regurgitación. Luego, los animales se 

dispusieron en cajas cerradas con una reja en la base, que permite la caída de orina y 

fecas a un recipiente con aceite mineral (vaselina líquida, Droguería Michelson, Chile). 

Se reviso la caja de orina cada 30 min. Sabat et al. (2004a) muestra que la capacidad 

máxima de concentración ocurre entre 60 min a 90 min en paseriformes con modo de 

vida costero y luego de esto, entre 15 a 30 min la osmolalidad disminuye entre un 4 a 14 

%. En este trabajo se recolecto solo la orina que los animales excretaban, con lo cual, 

se representa la capacidad de concentración ya ocurrido todos los mecanismos de 

modificación post-renal (Hughes, 2003). En todos los ensayos las aves solo orinaron 

luego de dos horas posterior a la aplicación de la dosis y la orina luego de esto no fue 

suficiente para realizar mediciones en el tiempo. Debido a lo anterior, las orinas 

representan la capacidad de concentración máxima en el periodo de dos horas. La orina 

se recolecto con micropipetas evitando residuos sólidos de ácido úrico. Esta se 

centrifugo a 10000 rpm (9500 rcf) por 5 min para separar la orina de contaminantes en 

la muestra, y debido a la diferencia de densidad entre sedimento y vaselina, es posible 

separar la orina, la cual se aisló y se almacenó a -80 °C hasta su análisis. La osmolalidad 

del plasma y orina se cuantifica en un osmómetro Wescor 5130B. Las muestras se 

descongelaron hasta quedar completamente líquidas a temperatura ambiente. Todas las 

mediciones de cada ave se realizaron al menos en duplicado y se reporta el promedio 

de las mediciones de osmolalidad. 
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2.6 Tasa de consumo de agua 

Con el fin de analizar el posible efecto del consumo de agua con salinidad 

moderada en el componente de entrada del balance hídrico y de la función de 

osmorregulación, se investigó si el desafío osmorregulatorio es causado principalmente 

por la deshidratación o la restricción hídrica, en lugar del consumo y procesamiento de 

sales. Para ello, la tasa de consumo de agua durante la primera, tercera y cuarta semana 

fue cuantificada en Z. capensis. Al inicio de cada semana de aclimatación, las aves 

ayunaron de agua y alimento por tres horas en la mañana desde próximo al inicio del 

ciclo de luz de día (9:00-12:00). Luego se les entrego el agua designada para el 

tratamiento (salinidad moderada o baja) y alimento. Se cuantifico la masa del vaso con 

agua al inicio y luego de dos horas para el consumo. Se corrigió el consumo por la 

pérdida de agua por evaporación mediante el uso de dos vasos de igual forma y tamaño, 

con una cantidad similar de agua, para luego sustraer este valor respecto a todos los 

vasos asignados a las aves.  

 

2.7 Enzimas metabólicas 

La capacidad metabólica de los eritrocitos se evaluó mediante la cuantificación 

de la actividad enzimática de la enzima citrato sintasa y citocromo c oxidasa. Para medir 

esto, los eritrocitos empaquetados se descongelaron y depositaron en un tubo. Luego la 

muestra fue pesada en una balanza analítica (±0,0001) y se diluyo en buffer fosfato (frío) 

de 0,1 M más 2 mM de EDTA (pH 7,3) en una proporción 1:5 (mg uL-1) para alcanzar 

una concentración de 0,25 mg µL-1. La dilución se homogenizo bajo hielo mediante 

trituración mecánica con vástagos. Luego las muestras se sonicaron en hielo usando un 

sonicador Ultrasonic Processor (VCX 130) de 130 Watt, 14 veces en ciclos de cavitación 

de 20 segundos y 10 segundos de intervalo entre ciclos. El homogenizado fue 
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centrifugado a 15000 rpm (21380 rcf) por 15 min a 4°C para obtener la fracción 

mitocondrial en el sobrenadante. Esa fracción se recolecto y se distribuyó en tres tubos 

en hielo, para el análisis de actividad enzimática de Citrato Sintasa (CS) (E.C. 4.1.3.7) y 

Citocromo C Oxidasa (COX) (E.C. 1.9.3.1) y determinación de la concentración de 

proteínas. La concentración de proteína se determinó mediante el método de Bradford 

(1976), con el estándar de albumina de suero de bovino, utilizando el kit QuickStart™. 

La actividad enzimática de COX se midió utilizando un método 

espectrofotométrico de microplaca basado en Moyes et al. (1997) con modificaciones de 

Peña-Villalobos et al. (2014). En resumen, la actividad enzimática fue evaluada en un 

medio de reacción que contenía 10 mM Tris-HCl (pH 7,0), 120 mM NaCl, 250 mM 

Sacarosa y solución acuosa de citocromo C de corazón de equino reducido en ditiotreitol 

(0,27 mg mL-1). Se preparo una solución acuosa de citocromo C (2,7 mg mL-1) que luego 

se llevó a la concentración requerida con solución acuosa de ditiotreitol a 1M. El volumen 

total del medio de reacción fue de 0,2 mL. Se analizo la cinética de disminución de la 

absorbancia a 550 nm en un lector de microplacas Thermo Scientific Multiskan Sky High 

UV/VIS a 25 °C. La actividad de COX se calculó utilizando un coeficiente de extinción 

molar de 21,84 mM-1 cm-1 a 550 nm. 

La actividad enzimática de CS se cuantifico de acuerdo con el protocolo de Sidell 

et al. (1987) con modificaciones de Peña-Villalobos et al. (2014). El medio de ensayo 

contenía 10 mM Tris-HCl (pH 8,0), 10 mM ácido 5,5′ditiobis- (2-nitrobenzoico), 30 mM 

Acetil Coenzima A (Acetil CoA) y 10 mM ácido oxolacetico (oxolacetato, OAA) en un 

volumen final de 0,2 ml. La enzima CS cataliza la reacción entre acetil CoA y OAA para 

formar ácido cítrico. Se analizó la cinética de incremento en la extinción a 412 nm, 

medida en un espectrofotómetro Thermo Scientific Multiskan Sky High UV/VIS a 25°C. 
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Se calculo la actividad utilizando el coeficiente de extinción molar de 13,6 mM-1 cm-1 a 

412 nm. 

 

2.8 Estatus oxidativo 

El balance oxidativo depende de la capacidad antioxidante y daño oxidativo. Los 

cuales se cuantifico en el plasma de los individuos mediante el método en Navarrete et 

al. (2021). La capacidad antioxidante total (TAC, por sus siglas en inglés) se cuantifico 

mediante el ensayo CUPRAC (en inglés, cupric reducing antioxidant capacity) basado 

en el protocolo de Apak et al. (2004), que permite cuantificar la cantidad de moléculas 

antioxidantes no-enzimáticas. El daño oxidativo se estimó mediante el ensayo TBARS 

(en inglés, thiobarbituric acid reactive substances) basado en el protocolo de Okhnawa 

et al. (1979) para analizar los niveles de lipoperoxidación. Ambos protocolos sufrieron 

modificaciones para llevarlos a cabo en microplacas, las cuales se describirán a 

continuación. 

En el ensayo CUPRAC se midió la intensidad de colorimetría del complejo cobre-

neocuproína que se redujo desde iones cúpricos (Cu2+) a iones Cu1+ por la acción de 

moléculas antioxidantes en la muestra, generando una coloración azulada, cuantificando 

la absorbancia a 450 nm (Apak et al. 2008). Se preparo un medio de reacción en volumen 

en proporción para microplaca basado lo propuesto por Apak et al. (2004) pero con 

modificaciones, que contiene 10 mM de Cloruro de Cobre (II), 1 M de Acetato de Amonio 

(pH 7,0) como buffer, 7,5 mM de neocuproína. A diferencia de Apak et al. (2004) no se 

añadió agua al medio de reacción, lo cual no tuvo consecuencias en la linealidad de la 

curva de calibración ni en la saturación del ensayo o en el rango de concentración de la 

curva de calibración con el estándar (de 0 a 1 mM). El medio de reacción se terminó de 
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preparar al añadir el volumen de muestra o estándar y se deja incubar por una hora a 

25°C. Se utilizo trolox como estándar, tal que la capacidad antioxidante se describe como 

capacidad antioxidantes de equivalentes de trolox. El volumen final de reacción es de 

0,205 mL, el volumen de cada reactante se ajustó para un ensayo de microplaca 

respecto a las proporciones señaladas por Apak et al. (2004). Se midió la absorbancia 

en un espectrofotómetro Thermo Scientific Multiskan Sky High UV/VIS a 450 nm a 25°C. 

El buffer de dilución de las muestras fue PBS. 

En el ensayo TBARS midió la intensidad de formación de aductores de ácido 2-

tiobarbiturico (TBA). Se forma a partir de la reacción con moléculas de malondialdehído 

(MDA) a una razón de 1:2 (MDA: TBA). Se cuantificó MDA plasmático que es un 

indicador del daño oxidativo a nivel sistémico. El protocolo se basó en Okhnawa et al. 

(1979) pero con modificaciones. En frío, se añadió a la muestra una solución (fría en 

hielo) de antioxidante 5% Butil-hidroxitolueno (BHT) para evitar la formación y el efecto 

de moléculas prooxidantes durante el procesamiento de la muestra de plasma, en una 

proporción volumen/volumen 1:100 (BHT:muestra). La dilución de la muestra se realizó 

en KCl al 1,15%. Se preparo por separado varias soluciones acuosas de 8% SDE (%p/v), 

55 mM TBA en ácido acético al 20% (%v/v). Se preparó el medio de reacción primero 

añadiendo relación 3:2 de muestra y SDE, incubando por 5 minutos en hielo. Luego se 

mezcló un medio de reacción de proporción volumen/volumen 4:3:1 de agua, TBA y 

muestra. Este medio se incubó por una hora a 95°C en un baño seco. Luego de este 

periodo rápidamente se extrajo la muestra y se enfrío hasta temperatura ambiente en 

menos de 4 minutos en hielo. Se utilizo un tubo control con agua y se analiza la 

disminución de la temperatura de este tubo con un termómetro de mercurio. Las 

muestras a temperatura ambiente (25°C) se centrifugó a 4000 rpm (1520 rcf) por 10 
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minutos a 4°C. El sobrenadante se recogió y se colocó un volumen de 0,2 ml en una 

microplaca. Se cuantifico la absorbancia en un espectrofotómetro Thermo Scientific 

Multiskan Sky High UV/VIS a 532 nm a 25°C. Se cuantificó el nivel de MDA en las 

muestras mediante una curva de calibración con el protocolo antes mencionado 

reemplazando por soluciones de 1,1,3,3-tetrametoxipropano (TMP) un análogo al MDA 

también llamado Malondialdeido bis (dimetil acetal), en un rango de concentraciones de 

0 a 125 µM en reemplazo de la muestra animal. El blanco utiliza buffer de KCl. 

 

2.9 Análisis estadístico 

El análisis del efecto de la aclimatación sobre los parámetros bioquímicos, 

metabólicos, osmorregulatorios y enzimáticos fue evaluado mediante un análisis de 

varianza de medidas repetidas (RM-ANOVA, del inglés) a dos tiempos durante el período 

de aclimatación: luego de la aclimatación al día 14 a 27°C y al día 28 a 17 °C. El análisis 

implica a los factores independientes la salinidad, el factor tiempo corresponde al tiempo 

experimentación en conjunto a la temperatura de aclimatación (27 °C y 17 °C) y el factor 

interacción correspondió a la salinidad y a la temperatura de aclimatación. Se utilizó una 

análisis de comparaciones múltiples o análisis a posteriori de Fisher LSD para analizar 

la evidencia de efecto entre los tratamientos térmicos e hidrosalinos. Además, se realizó 

análisis de correlaciones mediante prueba de correlación de Pearson para las variables 

de actividad enzimática y tasa metabólica, y entre variables osmorregulatorias y de 

estado oxidativo. Para el análisis de resultados mediante Pruebas de Hipótesis y de 

correlación de Pearson, se utilizó la nomenclatura propuesta por Muff et al (2022) para 

la interpretación del p-valor. Por lo cual, no se utilizó la concepción dicotómica de 

significancia si el p-valor es menor a 0,05 (véase Navarrete et al 2023).  
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Se utilizaron análisis paramétricos debido a que todos los datos cumplieron con 

los requerimientos de normalidad y homocedasticidad, evaluados mediante la prueba de 

Shapiro-Wilks y la prueba de Levene, respectivamente. Todos los análisis estadísticos 

fueron ejecutados en STATISTICA® para el sistema operativo Windows. 
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3 RESULTADOS 

 

 

 

3.1 Respuesta energética organísmica bajo la aclimatación hidrosalina y térmica.  

Se encontró evidencia fuerte de variación de la masa corporal por efecto únicamente 

de la temperatura de aclimatación. Tal que, las aves aclimatadas a salinidad baja y 

moderada incrementaron su masa corporal durante la aclimatación a baja temperatura 

(Tabla 1). Hay ausencia de evidencia de cambios en la tasa metabólica basal o reposo 

asociado a los factores de aclimatación e interacción (Tabla 1). Se observó que no hubo 

variación en la capacidad de termorregulación mediada por los efectos del tipo de 

salinidad ni aclimatación térmica, que se analizó a través del RMR, la capacidad 

expansión metabólica (RMR/BMR) y del costo de termorregulación (RMR-BMR) (Tabla 

1). Además, no hay evidencia de cambios en la temperatura corporal a 15 °C ni a 30 °C 

mediados por los factores de aclimatación. Se encontró evidencia moderada de un efecto 

de la interacción entre aclimatación térmica e hidratación salina sobre la conductancia 

térmica. El análisis a posteriori permitió establecer evidencia moderada de que las aves 

aclimatadas a alta salinidad disminuyen la conductancia según la aclimatación térmica a 

17 °C, respecto a 27 °C. Además, se encontró una evidencia débil de que a 17 °C las 

aves bajo aclimatación alta salinidad presentaron menor conductancia que aves 

aclimatadas a salinidad baja y que las aves aclimatadas a baja salinidad mantuvieron la 

conductancia en el tiempo (Tabla 1).  

Dado que no hubo un efecto de la salinidad, se evaluó el efecto de la historia térmica 

sobre los ajustes energéticos, comparando las variables respuesta entre la aclimatación 

a 27°C y a 17°C. Se analizó la relación entre la tasa metabólica basal y de reposo, 
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evidenciado una fuerte evidencia solo en aves aclimatadas a 17 °C y no para las aves 

aclimatadas a 27 °C (Tabla 1). Además, se observó una evidencia fuerte de correlación 

de la temperatura corporal a 15 °C para aves aclimatadas a 17 °C, pero no para a 27 °C 

(Tabla 2). 

Tabla 1. Medidas de resumen (media ± DE) y resultado del ANOVA de medidas 

repetidas de parámetros metabólicos energéticos. $Los valores de tasa metabólica basal 

y reposo están expresados en unidades masa específico. Superíndices denotan 

diferencias entre grupos mediante el análisis a posteriori.  

     TxS  T  S  

Variable 27-400 27-0 17-400 17-0 F p F p F P 

Mb  

g 

17,47a 17,12b 18,37a 18,20b (1,20) 

0,66 

0,425 (1,20) 

15,84 

0,007 (1,20) 

0,43 

0,518 

±1,29 ±1,49 ±0,72 ±1,34 

BMR$ 

ml O2 h-1 g-1 

2,74 3,05 2,65 3,01 (1,21) 

0,508 

0,484 (1,21) 

0,155 

0,697 (1,21) 

2,934 

0,101 

±0,80 ±0,35 ±0,32 ±0,52 

Tb 30°C 

°C 

40,29 40,94 40,46 40,21 (1,21) 

2,536 

0,126 (1,21) 

0,466 

0,502 (1,21) 

0,096 

0,76 

±0,97 ±1,06 ±1,05 ±1,45 

RMR$ 

ml O2 h-1 g-1 

5,01 4,98 4,38 5,16 (1,22) 

1,613 

0,217 (1,22) 

0,504 

0,485 (1,22) 

0,936 

0,344 

±0,85 ±0,80 ±1,17 ±1,32 

Tb 15°C 

°C 

39,36 39,60 39,98 39,51 (1,21) 

2,587 

0,123 (1,21) 

3,391 

0,08 (1,21) 

0,786 

0,385 

±0,64 ±1,11 ±0,65 ±1,18 

Conductancia 

mL O2 h-1 g-1 °C-1 

3,85c 3,60 3,17cd 3,90d (1,22) 

5,091 

0,034 (1,22) 

0,988 

0,331 (1,22) 

0,928 

0,346 

±0,70 ±0,54 ±0,73 ±0,85 

RMR/BMR$ 1,86 1,64 1,71 1,66 (1,18) 

0,009 

0,925 (1,18) 

0,075 

0,788 (1,18) 

1,486 

0,239 

±0,51 ±0,30 ±0,39 ±0,36 

RMR-BMR$ 

mL O2 h-1 g-1 

2,27 2,20 1,73 2,43 (1,22) 

0,351 

0,559 (1,22) 

0,149 

0,703 (1,22) 

0,248 

0,624 

±1,14 ±1,21 ±1,01 ±1,82 

a comparaciones en el tiempo de masa de aves a alta salinidad, p = 0,036 

b comparaciones en el tiempo de masa de aves a baja salinidad, p =0,002. 

c comparaciones en el tiempo de conductancia, p = 0,031. 

d comparaciones entre aves a salinidad alta y baja para conductancia, p = 0,071. 

Las demás comparaciones obtuvieron un p >0,1 para el análisis a posteriori  
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Tabla 2. Relación de la tasa metabólica de reposo con la temperatura corporal y la tasa 

metabólica basal masa especifico, categorizadas por temperatura de aclimatación. Se 

muestran los intervalos de confianza al 95% de las pendientes de la relación. 

 27°C 17°C 

Pendiente RMR y Tb 15°C IC 95% 
[-0,595 to 0,120] [0,1363 to 1,102] 

Parámetros de correlación 

R2 

0,083 0,253 
P 0,182 0,014 

Pendiente RMR y BMR IC 95% (-0,4817 to 0,6764) (0,2928 to 2,291) 

Parámetros de correlación 

R2 0,0057 0,73 

p 0,256 0,013 
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3.2 Impacto de la aclimatación térmica e hidrosalina sobre la función 

osmorregulatoria 

Se observo fuerte evidencia de un efecto de la aclimatación térmica e hidrosalina, 

por separado, en la capacidad de concentración de orina (Tabla 3). El análisis a posteriori 

reveló que las aves aclimatadas a baja salinidad presentan un aumento en la capacidad 

de concentración de orina a 17°C en comparación con 27°C. Por otro lado, las aves 

aclimatadas a alta salinidad no mostraron cambios significativos en su capacidad a lo 

largo del tiempo. Además, se observó que, a 17°C existe evidencia moderada que indica 

que las aves a baja salinidad tienen una mayor capacidad de concentración de orina en 

comparación con las aves bajo hidratación moderada (Tabla 3).  

La temperatura de aclimatación y la salinidad afectaron la osmolalidad del plasma 

(Tabla 3). En el análisis a posteriori se encontró una fuerte evidencia de un aumento en 

osmolalidad plasma desde aclimatación térmica a 27°C a 17°C, sólo en las aves de baja 

salinidad, y un patrón similar (aunque con evidencia débil) para aves aclimatadas a alta 

salinidad (Tabla 3). Además, durante la aclimatación a 17°C, las aves aclimatadas a una 

baja salinidad presentaron mayor osmolalidad de plasma en comparación con las aves 

aclimatadas a una alta salinidad (Tabla 3). Finalmente, se encontró una evidencia 

moderada de una correlación positiva entre la capacidad de concentrar la orina y la 

osmolalidad del plasma (Figura 1). 
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Figura 1. Relación entre la osmolalidad de la orina y la osmolalidad del plasma. Cada 

punto está categorizado por tratamiento salino y térmico. 

Se construyó el índice U/P a partir de la relación entre la osmolalidad de orina y 

plasma. Se encontró evidencia débil de que la salinidad y una evidencia moderada de 

que la temperatura de aclimatación afecta al índice U/P. Sin embargo, el análisis de 

comparaciones múltiples no permitió evidenciar diferencias significativas entre los 

tratamientos (Tabla 3).  

Respecto al hematocrito no se encontró evidencia de un efecto de la aclimatación 

alta salinidad, y solo se detectó un efecto débil de la aclimatación térmica. El análisis a 

posteriori revela evidencia moderada de un aumento en el hematocrito en aves 

aclimatadas a baja salinidad desde 27°C a 17°C (Tabla 3). Además, se observó un efecto 

de la aclimatación salina en la variación de la tasa de consumo de agua (Tabla 4), y el 

análisis de comparaciones múltiples muestra evidencia muy fuerte de que solo difieren 

en la tasa de consumo durante la primera semana. (Tabla 4). 
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Tabla 3. Medidas de resumen (promedio ± DE) y resultado del ANOVA de medidas 

repetidas de los parámetros osmorregulatorios y hematológicos. Superíndices denotas 

diferencias entre grupos mediante el análisis a posteriori.  

     TxS  T  S  

Variable 27-400 27-0 17-400 17-0 F p F p F P 

Orina 

mmol kg-1 

532,42 620,78a 642,00b 838,67ab (1,19) 

0,879 

0,36 (1,19) 

8,606 

0,009 (1,19) 

9,829 

0,005 

±135,74 ±151,95 ±190,49 ±181,62 

Plasma 

mmol kg-1 

349,00c 359,25 a 362,75bc 384,00 ab (1,16) 

1,55 

0,231 (1,16) 

18,74 

0,001 (1,16) 

24,45 

0,0001 

±13,14 ±7,98 ±11,04 ±15,56 

U/P 1,51 1,73 1,81 2,26 (1,15) 

0,3 

0,592 (1,15) 

5,856 

0,029 (1,15) 

4,140 

0,06 

±0,38 ±0,42 ±0,52 ±0,49 

Hematocrito 

% 

45,12 44,54d 45,66 47,02d (1,18) 

1,067 

0,315 (1,18) 

3,664 

0,072 (1,18) 

0,49 

0,493 

±2,86 ±3,77 ±1,79 ±2,92 

a comparaciones en el tiempo en aves a salinidad baja para orina, p = 0,0191; para plasma, p = 0,0007. 

b comparaciones entre aves a salinidad baja y moderada para orina, p = 0,0001; para plasma, p = 0,0003.  

c comparaciones en el tiempo en aves a salinidad moderada para plasma, p = 0,055. 

d comparaciones en el tiempo en aves a salinidad baja para PVC, p =0,041. 

Las demás comparaciones obtuvieron un p >0,1 para el análisis a posteriori. 

Tabla 4. Medidas de resumen (media ± DE) y resultado del ANOVA de medidas 

repetidas del consumo de agua en función de la salinidad y temperatura. Superíndices 

denotas diferencias entre grupos mediante el análisis a posteriori.  

  Semana TxS  T  S  

 Salinidad 1ra  3ra 4ta  F p F p F P 

Consumo de 

agua (g) 

400 2,97a 2,33 2,65 (2, 38) 

1,552 

0,3267 

 

(2,38) 

1,995 

0,1563 

 

(1,19) 

5,404 

0,0313 

 ±0,81 ±0,80 ±0,73 

0 2,25a 2,18 2,28 

±0,59 ±0,69 ±0,51 

a efecto de la salinidad al comparar la primera semana de aclimatación, p = 0,0038. 

Los demás parámetros obtuvieron un p >0,1 para el análisis a posteriori. 
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3.3 Metabolismo celular de eritrocitos durante la aclimatación térmica e hidrosalina 

y la relación con el metabolismo organísmico. 

No se encontró evidencia de un efecto del tipo de hidratación, aclimatación 

térmica o su interacción sobre la variación en la actividad de las enzimas mitocondriales 

CS y COX (Tabla 5). Sin embargo, se encontró una evidencia fuerte de una correlación 

moderada y positiva entre COX y CS (Figura 2). 

 

Figura 2. Relación entre la actividades de enzimas mitocondriales (CS y COX) de los 

eritrocitos de Zonotrichia capensis. Cada punto está categorizado por tratamiento de 

aclimatación salina y térmica. 

El análisis de correlación reveló una relación positiva entre la expansibilidad 

metabólica y la actividad de citrato sintasa, sólo durante la aclimatación a 17°C, pero 

ausente a 27°C (Figura 3). 
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Figura 3. Relación entre la expansividad metabólica y la actividad de la citrato sintasa. 

La medida de expansividad metabólica fue calculada como RMR – BMR y se categorizó 

según la aclimatación térmica a 27°C y 17°C. 

 

Tabla 5. Medidas de resumen (media ± DE) y resultado del ANOVA de medidas 

repetidas de la actividad de enzimas mitocondriales de los eritrocitos.  

     TxS  T  S  

Variable 27-400 27-0 17-400 17-0 F p F p F P 

CS 

nmol min-1   

mg protein-1 

6,02 9,41 9,28 8,93 (1,16) 

3,016 

0,102 (1,16) 

1,758 

0,203 (1,16) 

1,673 

0,214 

±2,78 ±4,73 ±3,25 ±4,24 

COX 

nmol min-1   

mg protein-1 

0,87 1,00 0,92 1,47 (1,17) 

0,531 

0,476 (1,17) 

0,755 

0,397 (1,17) 

3,089 

0,097 

±0,67 ±0,90 ±0,58 ±0,41 
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3.4 Estado oxidativo durante la aclimatación térmica e hidrosalina. 

Se encontró evidencia moderada de un efecto de la temperatura de aclimatación 

y de la interacción entre salinidad y temperatura de aclimatación en los niveles de TAC, 

así como una evidencia débil de un efecto de la salinidad. El análisis de comparaciones 

múltiples indicó una evidencia muy fuerte de un incremento niveles de TAC desde 27°C 

a 17°C en las aves aclimatadas a baja salinidad (Tabla 6). En cambio, las aves 

aclimatadas a alta salinidad no mostraron variación en sus niveles de TAC debido a un 

efecto de la temperaturas de aclimatación. Además, se encontró evidencia muy fuerte 

de que, a 17°C, las aves aclimatadas a baja salinidad presentaron niveles de TAC más 

altos que las aves aclimatadas a salinidad moderada (Tabla 6). Por otro lado, los niveles 

de MDA no mostraron evidencia de haber sido afectados por los factores de salinidad, 

temperatura, ni interacción (Tabla 6). Asimismo, no se encontró evidencia de un efecto 

de estos factores en la variabilidad del índice TAC/MDA (Tabla 6). 

Por último, se encontró que la variabilidad de TAC se explica en un 35,5% por la 

variabilidad de MDA (Figura 5A). Finalmente, se encontró que la variabilidad de la 

osmolalidad de la orina se explica en un 10,7% debido a la variación de TAC en plasma 

(Figura 5B). 
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Figura 4. Capacidad antioxidante y su relación con el estrés oxidativo (a) y los 

parámetros osmorregulatorios (b). 



32 
 

Tabla 6. Medidas de resumen (media ± DE) y resultado del ANOVA de medidas 

repetidas los parámetros de estado oxidativo. Superíndices denotas diferencias entre 

grupos mediante el análisis a posteriori.  

     TxS  T  S  

Variable 27-400 27-0 17-400 17-0 F p F p F P 

TAC 

mM 

3,16 2,87b 3,25a 4,77 ab (1,19) 

5,133 

0,035 (1,19) 

4,937 

0,039 (1,19) 

3,229 

0,088 

±1,16 ±0,60 ±0,88 ±1,36 

MDA 

µM 

3,56 3,80 5,19 8,19 (1,14) 

1,042 

0,325 (1,14) 

3,240 

0,093 (1,14) 

1,619 

0,224 

±2,07 ±3,29 ±3,95 ±2,99 

TAC/MDA 

X103 

1,09 0,93 0,92 0,65 (1,12) 

0,349 

0,566 (1,12) 

0,285 

0,603 (1,12) 

0,971 

0,344 

±0,59 ±0,39 ±0,82 ±0,30 

a comparaciones entre aves a salinidad moderada y baja para TAC, p= 0,0029 

b comparaciones en el tiempo para aves a salinidad baja para TAC, p= 0,0042 

Las demás comparaciones obtuvieron un p >0,1 para el análisis a posteriori  
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4 DISCUSIÓN 

 

 

 

 

4.1 Flexibilidad metabólica y osmorregulatoria por la aclimatación térmica y salina 

Se ha documentado que la aclimatación a temperaturas bajas y salinidades altas en 

Z. capensis, producen un incremento de la tasa metabólica basal (BMR), que podría 

estar asociado a mayor capacidad osmorregulatoria y termogénica (Peña-Villalobos et 

al., 2013; Sabat et al., 2017 Maldonado et al., 2009; Peña-Villalobos et al., 2014). Sin 

embargo, en este estudio no se observó una variación de la tasa metabólica (de BMR ni 

RMR) por un efecto de la aclimatación térmica ni hidrosalina (Tabla 1). Esto podría 

deberse que no hay variación de la capacidad osmorregulatoria y en el caso de la 

aclimatación térmica puede explicarse porque el periodo de aclimatación y la intensidad 

(i.e., magnitud de la temperatura) de la aclimatación no habrían alcanzado un umbral 

necesario para producir un cambio fenotípico (Cavieres & Sabat 2008; Bozinovic et al., 

2014; Pollock et al., 2019). 

Se ha propuesto que el cambio en BMR durante la aclimatación al consumo de sales 

es una respuesta a un mayor gasto energético en el proceso de osmorregulación 

(Gutiérrez et al. 2012; Sabat et al., 2017; Sabat et al., 2019). Dado que no hay variación 

de la capacidad osmorregulatoria encontrada en este estudio (Tabla 3, índice U/P), la 

ausencia de la variación en BMR entre tratamientos no es sorprendente. En este sentido, 

es posible que las aves presenten un “margen de tolerancia” (e.g., sensu Diamond & 

Hammond 1992) de la capacidad osmorregulatoria que permite procesar la 
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concentración salina aplicada (Layton et al., 2000; Casotti et al., 2000; Sabat et al. 2009; 

Peña-Villalobos et al. 2013; Sabat et al. 2017; Sabat et al. 2019) (Tabla 3). De esta 

manera, se infiere que la concentración de sal en este estudio podría no ser un desafío 

osmorregulatorio significativo.  

Hay estudios que sugieren que el periodo de interacción del organismo con el 

ambiente térmico puede modular la respuesta plástica del BMR en situaciones 

experimentales. En este sentido, en Z. capensis la expresión de cambio (i.e., flexibilidad) 

de BMR depende del periodo de la aclimatación de al menos cuatro semanas anteriores 

(Barceló et al., 2009). Además, se ha reconocido que la intensidad de la temperatura 

puede producir cambios en BMR y Mmax (i.e., máxima capacidad termogénica) en aves 

(Stager et al., 2021; Oboikovitz & Swanson, 2022). En el caso de Z. capensis, se ha 

observado que el aumento en el BMR está vinculado con la aclimatación a 15 ºC en 

comparación con 30 ºC (Cavieres & Sabat, 2008; Maldonado et al., 2009; Peña-

Villalobos et al., 2014). Sin embargo, algunos estudios indican que la variación en la tasa 

metabólica no es siempre una respuesta ante la aclimatación o aclimatización térmica 

en temperaturas por debajo de la zona termoneutral (véase Sabat et al., 2006a). Por 

ejemplo, en Z. capensis, no se observan cambios en el BMR cuando se realiza una 

comparación entre verano e invierno (Maldonado et al., 2009; Peña-Villalobos et al., 

2014). Paralelamente, poblaciones de Z. capensis de diferentes climas presentan 

variaciones en la flexibilidad metabólica frente a la aclimatación térmica, es más, 

poblaciones de climas áridos presentan ausencia de flexibilidad del BMR (Cavieres & 

Sabat, 2008).  Hipotetizamos que el incremento de la temperatura y la sequía en climas 

mediterráneos en las últimas décadas (Boisier et al., 2016; Burger et al., 2018) podría 

haber tenido un impacto sobre la capacidad de aclimatación térmica (e.g., Cavieres et 
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al., 2017). A partir de esto, no sabemos si este tiempo de aclimatación fue adecuado 

para cambiar el BMR y RMR (ver Tabla 1), o cómo influyó en la adaptabilidad metabólica 

de Z. capensis, teniendo en cuenta las variaciones climáticas recientes. 

4.2 Ajustes de eficiencia energética según las aclimatación térmica e hidrosalina 

Proponemos que ante la ausencia de cambios en BMR y RMR durante la 

aclimatación térmica e hidrosalina, se pudieron generar cambios en la eficiencia 

energética, es decir, modificaciones en el aprovechamiento de nutrientes y energía. De 

esta manera los ajustes en la eficiencia energética permiten hacer frente a condiciones 

que impactan sobre el gasto energético sin la necesidad de recurrir a cambios en BMR 

(Peña-Villalobos et al., 2014; Navarrete et al., 2023). 

La variación de la masa corporal es un indicador del balance energético, dado que 

esta es afectada negativamente por el gasto de energía (Klaassen et al., 2004) y 

positivamente por ajustes en la eficiencia energética (Bateson et al., 2021). En este caso, 

el incremento en la masa corporal sólo durante la aclimatación a baja temperatura es 

consistente en que este factor podría impactar en mayor medida el gasto energético en 

comparación a la salinidad (ver Sabat et al., 2006a; Briga & Verhulst, 2017). En este 

trabajo estimamos que la tasa metabólica en reposo incrementa 120 a 280% respecto la 

tasa metabólica basal (Tabla 1), mientras que en la literatura se reporta que la 

aclimatación hidrosalina puede incrementar la tasa metabólica basal entre 15-20% 

(Sabat et al., 2017; Sabat et al., 2019). En este sentido, la variación de la masa corporal 

y ausencia de variación del gasto energético, puede ser un indicador de ajustes en la 

eficiencia a partir de la aclimatación térmica dado el mayor impacto de la temperatura 

ambiental sobre el gasto energético.  
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La evidencia de ajustes de la eficiencia energética se infiere a partir de dos aspectos: 

En primer lugar, el acoplamiento entre BMR y RMR sólo en la aclimatación a baja 

temperatura (17°C) (Tabla 2), indica un ajuste en el gasto energético sólo a baja 

temperatura. Además, se infiere que el ajuste del gasto energético está limitado por 

condicionantes del BMR, lo que podría afectar la capacidad termogénica y tener un 

impacto sobre la regulación de la temperatura corporal (Tabla 2). En este sentido, 

Barceló et al., (2017) muestra que, en aves, el BMR se relaciona con la capacidad 

digestiva de adquisición de nutrientes. De esta manera, es posible que el ajuste 

metabólico a baja temperatura se deba a la variabilidad y a restricciones en los procesos 

de adquisición de energía (e.g., Koteja, 1996a; Koteja, 1996b). Sin embargo, cierta 

cautela se debe tener al interpretar esta respuesta y su extrapolación hacia la vida libre, 

ya que existe evidencia que en animales de terreno hay una baja correlación entre la 

BMR y RMR (Briga & Verhulst, 2017), de manera que otras variables pueden estar en 

juego. 

Se ha documentado que la evidencia de variabilidad interindividual de la temperatura 

corporal a lo largo de la vida podría reflejar diferencias en los componentes de la 

dinámica energética (Tapper et al. 2021), es decir, de la aislación térmica, perdida y/o 

producción de calor (McNab, 1980). Los ajustes en el gasto energético también pueden 

involucrar la modulación de la dinámica energética, lo que configura diferentes 

estrategias de termorregulación. En este contexto, pareciera que los individuos de Z. 

capensis pueden termorregular sin que exista una variación significativa en la capacidad 

termogénica (e.g., BMR y RMR) (Peña-Villalobos et al., 2014; Navarrete et al., 2023). 

Nuestros resultados sugieren que la estrategia de termorregulación en Z. capensis se ve 

modulada por la interacción de la aclimatación térmica e hidrosalina, en tanto, las aves 

aclimatadas a una salinidad moderada disminuyeron la conductancia térmica con el 
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tiempo (entre 27°C y 17°C) en comparación con las aves de salinidad baja (Tabla 1). 

Esto podría indicar una respuesta asociada al principio de asignación de energía, en el 

que las aves de salinidad moderada expresan un fenotipo ahorrador de energía al reducir 

la pérdida de energía, lo que posiblemente redirige la ganancia de energía hacia otros 

procesos, tales como la osmorregulación. De esta manera, los organismos parecieran 

presentar una estrategia de ajuste en la eficiencia energética frente a la aclimatación a 

baja temperatura, como una alternativa a la variación de la capacidad metabólica. En 

particular, pueden reducir el costo energético de la termorregulación y/o modificar el 

aislamiento térmico para evitar la pérdida de energía en forma de calor 

4.3 Capacidad metabólica de eritrocitos durante la aclimatación térmica y 

salina y predicción de la capacidad termogénica  

La ausencia de variación de actividad enzimática sugiere que la aclimatación térmica 

y salina en este trabajo no conlleva ajustes en el metabolismo energético. Por un lado, 

la ausencia de un estrés osmótico puede deberse a la cantidad de sal consumida por las 

aves es inferior al que se requiere para modificar la concentración del plasma, en 

comparación con la cantidad de sal suministrada a otros estudios (e.g., Bollinger et al., 

2005). Por otro lado, la ausencia de variación de actividad metabólica de los eritrocitos 

asociado a la temperatura puede deberse a la ausencia de variación de las capacidades 

termogénicas entre tratamientos experimentales (Tabla 5). La variación en la capacidad 

termogénica, influenciada por la cantidad de hormonas moduladoras del gasto 

energético circulantes en el plasma, como las hormonas tiroidales (Pani & Bal, 2022), 

podría afectar la bioquímica de los eritrocitos. Sin embargo, es importante destacar que, 

bajo las condiciones de aclimatación utilizadas, no se observó flexibilidad a nivel del 

gasto energético general, lo que se correlaciona funcionalmente con la ausencia de 
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cambios a nivel bioquímico, expresados como modificaciones en la actividad de enzimas 

metabólicas de los eritrocitos. 

El metabolismo energético organísmico es un proceso que se integra a cada escala 

de organización biológica, desde las células al organismo completo y obedece a la 

sumatoria de los niveles de gasto energético de todos los tejidos metabólicamente 

activos (Savage et al. 2007; Miettinen et al., 2016). En este sentido, es muy probable 

que los eritrocitos contribuyan al metabolismo organísmico (Malkok et al., 2021). Aunque 

este trabajo no se centró más allá de la contribución, se infiere que la capacidad 

bioquímica de los eritrocitos puede actuar como un predictor de la capacidad de 

expansión del metabolismo (Figura 3). Lo cual es interesante que se refleja a través de 

la enzima citrato sintasa, dado que se ha observado que esta enzima puede ser un 

predictor de la capacidad oxidativa máxima de un tejido (Vézina et al., 2005). De esta 

manera, los ajustes energéticos orgánicos asociados a la habituación térmica podrían 

verse reflejados a través de la capacidad bioquímica de los eritrocitos. Estos ajustes 

metabólicos en los eritrocitos podrían, a su vez, predecir las limitaciones fisiológicas de 

los organismos para enfrentar desafíos termorregulatorios. Esta capacidad de predicción 

podría deberse al efecto de señales sistémicas, tales como los niveles de moduladores 

hormonales (ej. corticosterona, hormonas tiroideas) que participan en la coordinación de 

remodelaciones sistémicas y que modulan tanto la maquinaria de producción de energía 

(Jimeno et al., 2018; Jimeno et al., 2020), y la tasa metabólica (ver revisión de Pani & 

Bal, 2022). En este sentido, un aspecto que vale la pena explorar en el a futuro es si la 

capacidad metabólica de los eritrocitos se corresponde con la actividad metabólica de 

otros tejidos. Es importante determinar si el metabolismo de los eritrocitos realmente 

representa los ajustes bioquímicos a escala sistémica en órganos como el corazón, 
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cerebro, hígado, riñones y músculo esquelético, ya que estos órganos representan la 

mayor parte del metabolismo de reposo (Wang et al., 2001; Müller et al., 2011).  

Por otro lado, la relación positiva entre actividad las enzimas COX y CS (Figura 2) 

sugiere que la variación de la actividad mitocondrial es un proceso coordinado entre 

distintas vías metabólicas (e.g., ciclo de Krebs y cadena transportadora de electrones). 

Un aspecto importante en la regulación de la actividad mitocondrial se relaciona con la 

dependencia de la actividad de COX en la composición de ácidos grasos de la 

membrana mitocondrial. El aumento de actividad depende de una mayor presencia de 

ácidos grasos poliinsaturados en los fosfolípidos de la membrana mitocondrial 

(Seebacher et al., 2010).  Las semillas del alpiste, principal alimento utilizado, tiene bajos 

niveles de lípidos (respecto a proteínas y carbohidratos), incluidos los ácidos grasos 

poliinsaturados (Maldonado et al., 2012; Cogliatti et al., 2014). Con lo cual, la dieta podría 

haber tenido un papel más importante que los posibles efectos de la salinidad y la 

temperatura en la regulación de la actividad mitocondrial (Guderley et al., 2005; Hulbert 

et al., 2005; Hulbert et al.,2006). 

En resumen, el estudio de la capacidad bioquímica de los eritrocitos y su relación 

con la habituación térmica y las señales hormonales abre nuevas vías de investigación 

que podrían enriquecer nuestra comprensión de cómo los organismos se adaptan y 

regulan su metabolismo para enfrentar los desafíos del entorno cambiante. Estos 

hallazgos podrían tener implicaciones significativas para la ecología, fisiología y 

conservación de las especies en un mundo en constante cambio. 

4.4 Capacidad osmorregulatoria y estrés oxidativo durante la aclimatación térmica 

y salina. 

El impacto de la salinidad sobre la variación de la función osmorregulatoria es 

contrario a lo esperado (Goldstein & Zahedi 1990; Dawson et al. 1991; Sabat, 2000). 
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Nuestros resultados mostraron un efecto de la aclimatación térmica e hidrosalina por 

efectos independientes (Tabla 3), lo que solo ocurre en aves sometidas a una baja 

salinidad y temperatura de aclimatación, mostrando un incremento en la capacidad de 

concentración de la orina (razón U/P) (Tabla 3). La causa de esta contradicción puede 

estar dado por cambios en el funcionamiento basal del sistema osmorregulatorio entre 

regímenes salinos. Se observa que la magnitud basal de la osmolalidad del plasma 

determina en una parte la osmolalidad de la orina (Figura 1). Sin embargo, es posible 

que la variación no tenga un impacto significativo la capacidad de homeostasis 

osmorregulatoria y el balance hídrico, debido a que no encontramos un efecto de la 

aclimatación térmica ni régimen salino sobre la magnitud de la tasa de hidratación o en 

el metabolismo energético total (Tabla 4) (Hawkins & Corbit, 1973). 

Por otro lado, la variación de la capacidad de concentración de la orina pudo 

deberse a la influencia de los niveles de antioxidantes circulantes sobre la osmolalidad 

del plasma (Figura 4B), tal que aves sometidas a una baja salinidad y temperatura 

incrementan los niveles de antioxidantes. En este sentido, los niveles de antioxidantes 

no enzimáticos se han reportado que pueden responder fuertemente a los niveles de 

ácido úrico en el plasma (Costantini, 2010), principal desecho nitrogenado en aves 

(Dawson et al. 1991; Sabat et al. 2004; Aldea & Sabat, 2007). El aumento de ácido úrico 

circulante puede incrementar debido al aumento del catabolismo proteico asociado a al 

gasto energético de la actividad muscular (contracción) y locomotora (Alan & McWilliams, 

2013; Dick & Guglielmo, 2019; Gutierrez et al., 2019). De este modo, es posible que los 

animales aclimatados a una baja salinidad y a baja temperaturas tuviesen mayor 

actividad muscular y catabolismo proteico que los animales aclimatados al régimen 

salino moderado.  
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Al mismo tiempo, la variación en los niveles de moléculas prooxidantes podría 

constituir un indicador de la actividad metabólica. Como consecuencia de esta actividad 

metabólica, los niveles de antioxidantes aumentan, lo que compensa el incremento de 

los niveles de prooxidantes (Tabla 6 y Figura 4A). En este sentido, se ha observado una 

interacción entre la actividad locomotora y el estado oxidativo (Fletcher et al., 2015). 

Además, se ha evidenciado que el ácido úrico puede inhibir la liperoxidación (Smith & 

Lawing, 1983; Ames et al., 1991), lo que podría explicar la ausencia de variación en el 

estado oxidativo (razón MDA/TAC) entre los tratamientos experimentales (Costantini & 

Verhulst, 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



42 
 

5 CONCLUSIONES 

 

 

 

En resumen, no se cumplieron las hipótesis propuestas dado la ausencia de variación 

en la tasa metabólica organísmica, de las capacidades termogénicas y 

osmorregulatorias y del metabolismo del eritrocito asociado a la carga salina. Contrario 

con lo observado en la mayoría de la literatura, se destaca la falta de variación en el 

BMR debido a la aclimatación al consumo de sales, lo cual sugiere la presencia de un 

margen de seguridad de la capacidad osmorregulatoria para enfrentar el consumo de 

soluciones salinas moderadas a altas. Los ajustes en la eficiencia energética durante la 

aclimatación térmica podrían tener un impacto más significativo en el gasto energético 

en comparación con la salinidad. Esta adaptación posiblemente permite afrontar 

desafíos sin requerir cambios en la tasa metabólica basal, lo que pone de relieve el 

posible papel crucial de la dieta en la regulación de la actividad mitocondrial. Además, la 

capacidad metabólica de los eritrocitos emerge como un potencial predictor de la 

capacidad termogénica, sugiriendo que las adaptaciones bioquímicas en los eritrocitos 

reflejan ajustes energéticos a nivel del organismo en respuesta a la aclimatación térmica. 

Los resultados revelan hallazgos inesperados en cuanto a la capacidad 

osmorregulatoria, con aves sometidas a baja salinidad y temperatura exhibiendo una 

mayor capacidad de concentración de la orina. Se sugiere que los niveles de 

antioxidantes circulantes puedan influir en esta variabilidad. En conjunto, los procesos 

de aclimatación térmica y salina pueden influir de manera diversa en el metabolismo 

energético y la capacidad osmorregulatoria de las aves. Estos resultados abren nuevas 

avenidas de investigación para comprender cómo los organismos se adaptan en un 

entorno en constante cambio. 
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