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Resumen 

Los peces de la Familia Centropomidae se encuentran en las zonas costeras 
y estuáricas y poseen una amplia distribución tropical y subtropical. Tienen gran 
importancia por su pesquería comercial y deportiva. Las características biológicas 
que poseen, su precio y la gran demanda existente las hace de interés para la 
acuicultura. Las especies de la Familia Centropomidae que se cultivan actualmente 
son la perca del Nilo, Lates niloticus, cultivada en Nigeria; el barramundi, L. 
calcarifer, cultivada en Taiwán, Tailandia, Malasia, Australia e Indonesia, y el 
robalo común, Centropomus undecimalis, cultivado en la República Dominicana. El 
robalo paleta, C. medius es una de las especies del género Centropomus que se 
distribuye en las costas del océano Pacífico, principalmente en Baja California Sur 
hasta el sur de Colombia y representa una especie con potencial para la 
acuacultura. Por todo lo expuesto, se realizó un estudio sobre la biología 
reproductiva y la composición bioquímica anual de los reproductores de C. medius 
para ampliar el conocimiento de esta especie y crear la base para su reproducción 
en cautiverio. Desde abril del 2001 a noviembre del 2002, 301 hembras y 193 
machos fueron capturados. La proporción de sexos fue de 1:1.6 (machos:hembras). 
Se observaron cinco estadios de desarrollo en las hembras, cada uno con 
características y tamaños celulares diferentes: Estadío I: previtelogénicos (25-55 
µm). Estadío II: Alveolo cortical (56-250 µm). Estadío III: Vitelogénicos (251-340 
µm). Estadío IV: Maduración (341-645 µm). Estadío V. Atrésico (21-100 µm). En los 
machos, se observaron cinco estadios reproductivos: Estadío I, Quiescencia; 
Estadío II, Maduración temprana; Estadío III, Maduración intermedia; Estadío IV, 
Maduración completa y Estadío V, Regresión. El índice gonadosomático (IGS) y el 
índice hepatosomático (IHS), y los resultados obtenidos por las técnicas 
histológicas, sugieren que el periodo de desove se extiende de septiembre a 
noviembre con un pico reproductivo activo en septiembre (IGS= 0.98 % y IHS= 
0.70 %). El periodo de pre-gametogenesis se extiende de enero a junio y está 
relacionado con el incremento del fotoperiodo; el inicio de la vitelogénesis se 
produce cuando el fotoperiodo es de 14 horas de luz y 10 de oscuridad (solsticio de 
verano) y cuando la temperatura del agua se sitúa por encima de los 22 °C. 
Durante el periodo de pos-desove, en diciembre, el 90 % de los ovocitos 
observados fueron previtelogénicos y el 10 % atrésicos. El análisis de los resultados 
demostró que el desarrollo ovárico es sincrónico por grupo y se determinó una 
estrategia reproductiva hermafrodita protándrica. Los machos presentaron 
madurez un mes antes que las hembras y mantuvieron la madurez un mes 
después. En cuanto a la fisiología reproductiva, los resultados nos indican que en 
C. medius, durante el periodo de recuperación (PRp), la concentración de proteína 
es elevada en el músculo y en la gónada, al contrario que en el periodo de 
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reproducción (PR). Lo cual indicó que la proteína es utilizada durante el periodo 
reproductivo. La concentración de glucógeno aumentó en el músculo durante el 
PRp y disminuyó durante el PR. Lo cual indica que el glucógeno fue movilizado 
para el crecimiento somático y es utilizado durante el PR. La concentración de 
lípidos y triglicéridos, aumentó en la gónada y en el hígado durante el PRp y el PR 
para disminuir en el momento del desove lo cual indicó que los lípidos son las 
moléculas empleadas para la formación de la gónada. En general, la grasa 
perivisceral, el hígado y el músculo, juegan un papel principal de almacenamiento 
de reservas y en su suministro a la gónada del robalo paleta C. medius.  El patrón 
de variación de la composición corporal de C. medius, no difiere en relación con la 
de otros teleósteos estudiados y está influenciada por la temperatura y el ciclo 
reproductor. La variación de la concentración de proteínas, lípidos, triglicéridos, 
glucógeno y grasa perivisceral, presentaron una variación en la composición 
corporal y estuvieron relacionados con el desove. En esta tesis se incluye un 
apartado de aplicación a la acuacultura.   

 
Palabras clave: Biología reproductiva, movilización de reservas, robalo. 
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Abstract 

Fish belonging to Centropomidae family have a widespread tropical and 
subtropical distribution. They are coastal and estuarine fish, with high commercial 
and leisure value. Snooks have an aquaculture potential; some species are already 
being farmed in countries like Nigeria (Lates niloticus), Taiwan, Malaysia, 
Dominican Republic (Centropomus undecimalis), Australia and Indonesia (Lates 
calcarifer). The Blackfin snook, C. medius is distributed along the Pacific coast 
throughout Baja California Peninsula. In this study the reproductive biology and 
biochemical composition of C. medius was assessed in order to compliment the 
information for its aquaculture production. 301 females and 193 males were 
captured from April 2001 to November 2002, sex ratio was 1:1.6 (male:female). 
Gonadosomatic (GSI) and hepatosomatic (HSI) indexes with the histological 
analysis, suggested that the spawning period for C. medius extended from 
September to November with peak on the spawning activity in September. The 
period of pre-gametogenesis was observed from January to June with a close 
relation with temperature and photoperiod increase. During the post-spawning 
period, 90% of the oocytes were previtellogenic and 10% were atretic. Oocytes 
were classified into five stages of development: Stage I, Previtellogenic (25-55 µm); 
Stage II, Cortical alveoli (56-250 µm); Stage III, Vitellogenic (251-340 µm); Stage IV, 
Maturation (341-645 µm) and Stage V, Atretic (21-100 µm). Males were classified 
into five reproductive stages: Stage I, Regressed; Stage II, Early maturation; Stage 
III, Mid maturation; Stage IV, Full maturation and Stage V, Regression. Ovarian 
development was determined as group synchronous with a protandric 
hermaphrodite reproductive strategy. Mature males could be observed one-month 
prior and one month after mature females. Results demonstrated that in the 
recovery period (PRp) the muscle and gonad of C. medius have higher 
concentration of protein, while this concentration decreases during the 
reproductive period (PR). This indicates that protein is being used during this 
period. The same was observed for glycogen during the PRp and PR periods,  
indicating that the glycogen is used for somatic growth. The concentration of lipids 
and triglycerides was elevated in gonads and liver during PRp and lower during 
spawning. The variability of these reserves is important for C. medius gonad 
condition and is similar to that of other teleosteans, which are also influenced by 
temperature and reproductive cycle. This work includes an appendix about the 
Blackfin snook, C. medius aquaculture applicability. 

 

Keywords: Reproductive biology, reserves mobilization, snook. 
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I. Introducción 

 La producción acuícola mexicana es una actividad industrial en vías de 

expansión que supone importantes ingresos para el país. Hasta ahora, el cultivo de 

diferentes especies de camarón (Litopenaeus sp.) y su exportación al mercado 

estadounidense, constituyen la mayor parte del esfuerzo de la acuicultura, lo que 

ha dado como resultado grandes ingresos. Actualmente, centros de investigación 

en el desarrollo del cultivo del camarón, como el Centro de Investigaciones 

Biológicas del Noroeste (CIBNOR, La Paz, B.C.S.), están incursionando en el área 

de la piscicultura marina, con el fin de desarrollar el cultivo de nuevas especies. 

Una atención especial se ha puesto en la selección de especies de peces del Golfo 

de California y de la costa mexicana del Pacífico, como los pargos y huachinangos 

(Fam. Lutjanidae), lenguados, (Fam. Paralichthydae), cabrillas (Fam. Serranidae) y 

robalos (Fam. Centropomidae).  

 

 A principios del 2001, comenzó en el CIBNOR un proyecto que versa sobre 

la reproducción y la cría larval del robalo paleta Centropomus medius (Fam. 

Centropomidae). Durante el 2000, se iniciaron algunas pruebas de reproducción 

preliminares. Hasta ahora se han conseguido favorables resultados en la captura 

de reproductores, transporte, condiciones de alimentación y manejo en cautividad. 

Las especies de la Familia Centropomidae tienen una amplia distribución tropical y 

subtropical. Son peces marinos costeros y estuarinos, distribuidos a lo largo de las 

costas del Pacífico y del Atlántico. Tienen gran importancia por su pesquería 

comercial, deportiva y por sus características biológicas son consideradas de alto 

valor para la acuicultura (Tucker et al., 1985; Álvarez-Lajonchère et al., 2001a). Las 

especies de la Familia Centropomidae que se utilizan actualmente en la acuicultura 

son perca del nilo (Lates niloticus) cultivada en Nigeria, barramundi (L. calcarifer) 

cultivada en países asiáticos como Taiwán, Tailandia, Malasia, Australia e 
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Indonesia y Centropomus undecimalis (robalo común) cultivado en la República 

Dominicana (Patrona, 1984; Tucker, 1987; Tucker, 1998; Cerqueira, 2002). 

 

 Para este proyecto de tesis, se trabajó con reproductores silvestres de robalo 

paleta (Centropomus medius). Con diferentes objetivos nos planteamos conocer la 

época de puesta durante el ciclo anual llevando un seguimiento del desarrollo 

gonadal; para ello empleamos técnicas histológicas, cálculo de índices biológicos y 

cambios en la composición bioquímica (lípidos totales, proteínas, triglicéridos y 

colesterol) de los reproductores principalmente en tejido de músculo, gónada e 

hígado y la cuantificación de grasa perivisceral. 

 

 En general, la información que se obtenga de los diferentes tejidos a 

distintas etapas del desarrollo ontogénico, tanto de triglicéridos, como lípidos 

totales, proteínas, colesterol y ácidos grasos, es necesaria para la formulación de 

dietas, para reproductores como para larvas. Esta información es importante 

porque se conocerá la preparación de los reproductores al desove. También es 

indicativo del grado de bienestar fisiológico y puede darnos considerable 

información acerca del grado de nutrición que se transfiere de los padres a las 

siguientes generaciones. 

 

 Por consiguiente, este trabajo pretende generar conocimiento sobre la 

biología reproductiva del robalo paleta C. medius y algunos de los cambios 

bioquímicos relacionados con la misma, orientado a establecer las bases iniciales 

para el control reproductivo en cautiverio de esta especie. 
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II. Antecedentes 

1. Biología de la familia Centropomidae 

1.1. Taxonomía y distribución 

 Las especies del género Centropomus están representadas por peces 

comúnmente conocidos como robalos (inglés: snook). La estructura actual de la 

familia Centropomidae, según la interpretación de Greenwood (1976), consta de 

las subfamilias Centropominae y Latinae. La familia Centropomidae incluye 

únicamente el género Centropomus y la subfamilia Latinae está compuesta de los 

géneros Lates y Pseudoperca (Psammoperca). Rivas y Cook (1968) (Tabla I). 

Tabla I. Clasificación taxonómica de C. medius. 

  Género Especie 

Reino Animalia   
Phylum Chordata   
Clase Osteichthyes   
Orden Perciformes   
Familia Centropomidae   
Subfamilia Centropominae   
  Centropomus 

Centropomus 
Centropomus 

medius 
undecimalis 
paralellus 

Subfamilia Latinae   
  Lates lates 
  Lates calcarifer 
  Pseudoperca Waigiensis 
Rivas (1986).  

Las especies de Centropomus forman un grupo homogéneo y compacto muy 

distinto a los otros dos géneros de la familia. Además, Centropomus se encuentra 

solamente en los trópicos y subtrópicos del Atlántico y Pacífico Americano, 

mientras que Lates y Pseudoperca están presentes solamente en Asia, África y la 

región de Indo-Pacífico. Se han descrito 30 especies del género Centropomus y 
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según Rivas (1986) solo se reconocen doce: seis especies en el Atlántico occidental 

considerando el Golfo de México y seis especies en el Pacífico oriental (Tabla II). 

 

 Las especies del género Centropomus son muy similares y a simple vista no 

pueden ser diferenciadas. El color de la línea lateral obscura, cuerpo similar, forma 

de las aletas y la coloración uniforme del cuerpo, es similar en todos los robalos. La 

familia Centropomidae, fue descrita por Poey (1860) y el género Centropomus por 

Lacepede (1802), estableciendo entre ambos una diagnosis del género Centropomus 

la cual taxonómicamente describe a los robalos como peces percamorfos que en 

ocasiones alcanzan un gran tamaño (más de dos metros). 

 

El género Centropomus lo ha descrito ampliamente Chávez (1963), como a 

continuación se describe; Los poros de las escamas de la línea lateral son continuos 

hasta el margen posterior de la aleta caudal la cual tiene de 24 o 25 vértebras, las 

primeras dos vértebras de la columna no tienen costillas. Tres huesos predorsales. 

Aleta dorsal claramente separada. La primera, de espinas (siete u ocho), la segunda 

con una espina y de 8 a 11 radios ramificados, las dos partes de la aleta separadas 

claramente por un espacio. Aleta anal con tres espinas y de cinco a nueve radios 

ramificados. Aleta caudal con 17 radios principales, su margen posterior 

redondeado, truncado o furcado. 

 

Escamas ctenoideas pequeñas o de tamaño moderado, dorsalmente no se 

extienden hacia delante sobre la cabeza mas allá del nivel del punto medio del ojo 

(por lo general solo a nivel del margen posterior de la órbita); presentes sobre 

mejillas y opérculo, con unas vainas de escamas en la base de la aleta anal y dorsal 

blanda; las escamas se extienden hacia las membranas de las aletas (incluyendo la 

caudal). Sin escamas sobre la maxila; presentan un supramaxilar pequeño. Dientes 

sobre el premaxilar, dentario y dientes de la mandíbula pequeña en viarias hileras. 
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El número de radios, espinas y la talla, son características particulares de cada una 

de las especies del género Centropomus (Chávez, 1963). 

Tabla II. Lista de especies Centropomus distribuidas en el océano Atlántico y Pacífico. 

Especie Autor Nombre 
común Distribución 

C. undecimalis Bloch, 1792 Robalo 
común 

Costas del Océano Atlántico desde Pamlico Sound, 
Norte de Carolina, hacia el Sur de Río de Janeiro, Brasil. 
Costa de Florida, Golfo de México (Veracruz y Tabasco). 

C. parallelus  Poey, 1860 
Robalo gordo 
de escama 
chica 

Costas del Océano Atlántico y costas del Golfo del 
Suroeste de Florida (Sebastian hasta Sarasota) y costas 
del Golfo de México (Tamaulipas y Tabasco), hacia el sur 
de Florianópolis, Brasil. Río Changres, Panamá. Lago de 
Nicaragua, Río de San Juan. 

C. pectinatus Poey, 1860 Robalo sábalo 

Océano Atlántico y costas del Golfo de Florida (del 
fuerte Pierce a la ciudad de Panamá), Sureste del Golfo 
de México (Veracruz a Campeche), de las Antillas al Sur 
de Bahía, Brasil. 

C. ensiferus Poey, 1860 Robalo de 
espolón 

Costas del Océano Atlántico. Costas del Golfo de México 
(Veracruz), Costas del Atlántico hacia el sur de Florida 
desde el río de san Lucie hacia el sur del río de Janeiro, 
Brasil.  

C. poeyi  Chávez, 1961 Robalo 
mejicano 

Costas del Océano Atlántico. Costas del Golfo de 
México, Tampico, Tamaulipas hacia el sur de la frontera 
Veracruz-Tabasco.  

C. mexicanus Bocourt, 1868 
Robalo gordo 
de escama 
grande 

Costas del Océano Atlántico. Costas del Golfo de México 
(Tamaulipas y Tabasco), Las Antillas hacia el sur de 
Porto Alegre, Brasil. 

C. armatus Gill, 1863 Robalo de 
espina larga 

Costas del Océano Pacífico Mexicano (Mazatlán, Sinaloa) 
hacia el sur de Tola, Ecuador. 

C. nigrescens Günther,1864 Robalo prieto 
Costa del Océano Pacífico Mexicano, Mazatlán, Sinaloa, 
La Paz. Hacia el Sur de Buenaventura, Colombia. Paita, 
Perú. 

C. unionensis Bocourt, 1868 Robalo de 
giba 

Costas del Océano Pacífico. Bahía Unión, El salvador 
hacia el Sur de Tumbus, Perú. 

C. viridis Lockington, 1877 Robalo 
blanco 

Costas del Océano Pacífico, Isla Asunción, Baja 
California Sur y Golfo de California (Guaymas, Sonora y 
Bahía Concepción, Baja California, México) hacia el sur 
de Paita, Perú e Islas Galápagos.  

C. robalito Jordan y Gilbert, 
1882 Robalito Costas del Océano Pacifico. Lago de San Juan, Sonora, 

México. Hacia el sur de Panamá. Norte de Perú. 

C. medius Günther, 1864 
Robalo de 
aleta prieta o 
paleta 

Costas del Océano Pacífico. Baja California Sur (Bahía 
Magdalena) reportado localmente como paleta, Golfo de 
California (Guaymas) México, hacia el sur de 
Buenaventura, Colombia. Ecuador y Perú, reportado 
localmente como chirichigno. 

Autores: Marshall, 1958; Chávez, 1963; Fuentes, 1973; Carvajal, 1975; Vasconcelos, 1978; Rivas, 1986; 
Tucker, 1987; Cerqueira et al, 2001.  
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 El robalo paleta C. medius, se ha descrito por Rivas (1986) como un pez de 

tamaño medio (40 cm), alargado y algo comprimido en el dorso pero no 

lateralmente; dorso elevado y vientre recto. El tamaño comercial es a partir de los 

25 cm. Taxonómicamente se considera con una cabeza alargada, de perfil anterior 

casi recto. El maxilar alcanza el borde anterior del ojo. La altura del cuerpo es de 

3.5 a 4 veces con respecto a su longitud patrón. Pre-orbital y preopérculo 

fuertemente aserrados; este con dos o cuatro prolongaciones alargadas en el 

ángulo. Borde preopercular con una o dos espinas débiles en el ángulo; la 

membrana opercular no llega a la vertical del origen de la primera aleta dorsal. De 

16 a 17 branquiespinas, incluidos dos rudimentos de la parte inferior del primer 

arco branquial. Escamas en una línea longitudinal de 56 a 65. Aleta dorsal con ocho 

espinas y 10 radios; aleta anal con espinas y siete radios; la segunda espina de igual 

o de menor tamaño que la tercera. La aleta pectoral, corta y redondeada, no 

alcanza el extremo posterior de la aleta pélvica. El cuerpo es plateado, dorso 

oscuro, línea lateral sobre una banda oscura. La primera aleta dorsal de espinas y 

membrana entre la segunda y tercera espina anal oscuras; aletas pélvicas 

oscurecidas en su extremo distal, (Rivas, 1986) (Fig.1).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig.1. Ejemplar reproductor de robalo paleta Centropomus medius 
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1.2. Hábitat 

Las especies del género Centropomus son marinas, que se han encontrado en 

aguas tropicales y subtropicales, en zonas estuarianas, en lagunas costeras con 

aporte de agua dulce, cerca de la costa en mar abierto, en zonas poco profundas 

próximos o cercanos a la desembocaduras de ríos o canales, en aguas salobres, en 

zonas características con fondos fangosos, arenosos, con piedras y en ocasiones 

cubierto de conchas de ostiones o almejas. No están presentes o son muy raras en 

islas con ausencia de corrientes permanentes o semipermanentes. Su migración 

entre agua dulce y agua salada es estacional con salinidades desde 10 ppm hasta 38 

ppm y temperaturas desde 15 a 30 °C. Habitan en aguas poco profundas, se sugiere 

que soportan fluctuaciones térmicas considerables. La talla de madurez sexual 

varía desde 150 a 1230 milímetros.  

 

En etapas tempranas de crecimiento, se asocian a comunidades de manglares, 

de lirios acuáticos o pastos marinos. Los juveniles soportan rangos entre 12 y 40 °C 

y salinidades desde 0 a 40 ppm (Marshall, 1958; Volpe, 1959; Chávez, 1963; 

Vasconcelos et al., 1980; Gilmore et al., 1983; Rivas 1986; Tucker, 1987; Peters et al., 

1998; Taylor et al., 2001). 

1.3. Alimentación 

Se han realizado estudios de hábitos alimenticios del robalo Centropomus 

undecimalis y Centropomus parallelus, encontrando en la mayoría de estudios que la 

alimentación está relacionada al hábitat, distribución y época del año y que se 

alimentan principalmente durante el cambio de marea o en la noche; la 

alimentación, en general, consiste en peces (57.3 %) (como anchoveta, mojarra, 

ronco, bagre, curvina, lenguado, mojarra blanca, sardina y lisa) y crustáceos 



 

 

8

(camarones 41.0 % y cangrejos el 18 %) (Marshall, 1958; Vasconcelos et al, 1980; 

Tucker, 1987). 

 

Entre los peces más abundantes encontrados están (Diapterus sp, Callinectes 

sapidus), y peces de la familia Leiognathidae (Eucinostomus sp), Haemulidae 

(Orthopristis chrysopterus), Eleotridae, Gobidae, Mugilidae (Mugil sp, M. cephalus), 

Sparidae (Lagodon sp), Engraulidae (Anchoa sp), Gerridae (Eucinostomus sp) y 

Poecilidae (Mollienisia sp y Gambusia sp), entre los crustáceos están las familias 

Palaemonidae, Penaeidae y Alphaeidae. En etapa juvenil se han encontrado larvas 

de crustáceos, larvas de camarones de la familia Penaeus, larvas de peces, 

Isopodos, Holoturideos, larvas de insectos, restos de poliquetos, restos de 

moluscos, foraminíferos y restos de vegetación (Marshall, 1958; Chávez, 1963; 

Vasconcelos et al., 1980; Tucker, 1987; Peters et al., 1998; Muller, 2000). 

1.4. Importancia económica 

Los robalos tienen un alto valor comercial principalmente por su carne. El 

filete de robalo está considerado como uno de los más cotizados dentro de la 

industria culinaria por su aroma, la textura y el sabor de la carne, además porque 

contiene del 20-21% de proteína y 0.83 % de lípidos (Tucker et al., 1985). 

 

El robalo es objeto de cultivo en sus respectivas regiones, con precio de venta 

bastante elevado y una oferta insuficiente para cubrir toda la demanda. Existe, por 

tanto, un buen potencial de colocación en el mercado internacional (Patrona, 1984; 

Cerqueira et al., 2001). Brasil y México son de los países de América Latina que más 

pescan estos peces obteniendo juntos más del 70% de capturas de los últimos 10 

años (Tabla III). En las estadísticas mundiales no incluyen Estados Unidos, porque 

la pesca comercial del robalo y su comercialización fue prohibida en 1958 debido a 
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la sobreexplotación de la especie (Volpe, 1959; Cerqueira et al., 2001; Álvarez-

Lajonchère, 2001a). 

 

En cuanto al valor de comercialización, Tucker y Jory (1991) estimaron que el 

precio de venta en los Estados Unidos sería de USD$5.00 por Kg., para individuos 

de 500 g, en Brasil varía entre los USD$3.47 a USD$5.21 por Kg. dependiendo del 

peso, época del año y el tamaño del pez (Cerqueira, 2002). En México en el 

Mercado de abasto del DF el precio de venta fluctúa de USD$5.24 a USD$6.99 

dependiendo de la frescura del pez, la época del año y la talla del mismo y en La 

Paz, Baja California Sur el precio de venta va de USD$3.49 a USD$7.87 

dependiendo de sí la compra es directa con el pescador o en el supermercado. 

 

Tabla III. Captura de robalo (Centropomus spp) en diversos países de América Latina, de 
1990 a 1999 (en toneladas). 

País 90 91 92 93 94 95 96 97 98 99 

Costa Atlántica 

Brasil 2300 2351 2310 2310 2320 1820 1686 1866 2996 3090 

México 1145 1419 1995 2139 2090 2885 2955 3307 2990 3415 

Venezuela 1246 1354 2593 4783 4596 3023 2177 1560 2022 1704 

Colombia 118 61 387 86 13 22 111 5 <0.5 ---- 

Granada <0.5 1 1 <0.5 <0.5 <0.5 <0.5 <0.5 <0.5 1 

Dominicana 60 163 63 52 94 35 20 24 64 12 

Costa del Pacifico 

Colombia 78 34 97 64 63 86 341 73 96 62 

México 450 603 481 757 1026 563 587 684 752 996 

Total 6077 6586 8771 11627 11027 9558 9190 8659 9937 12405 

(FAO 2001 en Cerqueira, 2002)  
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2. Reproducción de los teleósteos 

2.1. Estrategias reproductivas 

En cuanto a sus estrategias reproductoras, así como en otros aspectos de su 

biología, los teleósteos son los vertebrados más diversificados. Balon (1981) ha 

propuesto una clasificación comprensible de estilos reproductivos basados en los 

sitios de desove, en las adaptaciones del huevo y embriones al sitio y al grado del 

cuidado paternal de los gametos después de la fertilización. Esta clasificación está 

relacionada con la supervivencia y el crecimiento de la progenie: una buena 

calidad de agua con suficiente disponibilidad de oxígeno, un riesgo mínimo de 

depredación de la descendencia y suficiente disponibilidad de alimento para las 

larvas que han iniciado la ingesta exógena, minimizando igualmente el impacto de 

la competencia Inter. e Intra., específica (Tabla IV). Balon (1981) establece una 

división básica entre desovadores pelágicos y desovadores demersales. 

 

Los huevos de desovadores pelágicos son característicos de especies marinas 

o litorales (Russell, 1976; Sale 1980; Thresher, 1984). En tales especies, el desove 

regularmente toma lugar en sitios que aseguran la dispersión de los huevos, 

liberándolos directamente en la columna de agua, dispersándose pasivamente a 

merced de las corrientes marinas. Los peces demersales mayoritariamente son 

peces marinos costeros y en menor cantidad son especies de agua dulce; los huevos 

son muy grandes, con mayor volumen y contenido nutricional en el vitelo; éstos 

son desovados sobre el sustrato. 

 

Los huevos y los estadios jóvenes de vida libre de los peces, ambos son 

vulnerables a condiciones abióticas desfavorables y al ataque de depredadores. 

Consecuentemente, el sitio del desove en la mayoría de las veces, determina la 

intensa naturaleza de los peligros que los huevos y las larvas encuentran. 
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Probablemente, el peligro potencial más importante para los huevos y las larvas 

sea la falta de oxígeno en el agua, el peligro de ser aplastados por sedimento, 

infecciones por microorganismos y principalmente la depredación. Sin embargo, 

los sitios de desove están bien concebidos para que el peligro de depredación esté 

reducido, así como el tener sitios con poco oxígeno, para evitar la colonización por 

microorganismos (Tabla VI). 

 

Tabla IV. Modelo de reproducción en teleósteos según Balon (1975 y 1981). 

Tipo de cuidado 
I. Sin cuidado parental (huevos y juveniles) 
A) Desovadores en sustratos descubiertos (dispersión de la puesta) 

1. Desovadores pelágicos 
2. Desovadores bentónicos 

B) Desovadores sobre sustratos ásperos (rocas, grava, etc) 
1. Pelágicos, embrión y larvas de vida libre. 
2. Bentónicos, embrión y larvas de vida libre. 

C) Desovadores en plantas 
1. No-obligatorio 
2. Obligatorio 

D) Desovadores sobre sustratos arenosos 
E) Desovadores con nidadas ocultas (ocultación de la puesta) 

1. Desovadores bentónicos 
2. Desovadores en cuevas 
3. Desovadores sobre invertebrados 
4. Desovadores en playas 

II. Cuidado parental 
A) Seleccionadores de sustrato (dispersión de la puesta) 

1. Desovadores en rocas 
2. Desovadores en plantas 
3. Desovadores terrestres 
4. Desovadores pelágicos 

B) Desovadores en nido (ocultación de la puesta) 
1. En rocas y grava 
2. Sobre arena 
3. Sobre plantas 

a) producen sustancias adherentes 
b) no-producen sustancias adherentes 

4. Sobre burbujas 
5. Sobre cavidades 
6. Sobre varios materiales 
7. Sobre anémonas 



 

 

12

 
III. Portadores (transporte de la puesta) 
A) Portadores externos 

1. Transferencia de cría. 
2. Cría en la parte frontal  
3. Cría dentro de la boca  
4. Cría incubada en un receptáculo en agallas  
5. Cría pegada al cuerpo del pez  

B) Portadores internos (dentro del sistema reproductor) 
1. Ovi-ovovivíparos 
2. Ovovivíparos 
3. Vivíparos 

 

Estas estrategias reproductoras responden también a las características del 

hábitat de cada especie, las cuales vendrán determinadas en gran medida por la 

influencia de los ciclos ambientales, que en muchos casos son moderadamente 

predecibles. De este modo, otro aspecto de la reproducción de muchas especies es 

su estacionalidad, es decir que se manifiestan en una determinada estación del año 

y en un ambiente concreto, adecuado para el posterior desarrollo y supervivencia 

de la progenie (Munro, 1990). 

 

Desde las primeras investigaciones fue evidente que la reproducción de los 

peces abarca una gran diversidad de posibilidades: gonocorismo permanente y 

temporal (sexos separados); hermafroditismo sincrónico o simultáneo; 

hermafroditismo secuencial protogíneo (funcionan como hembras y después como 

machos) y protándrico (funcionan como machos y después como hembras); 

oviparidad (fertilización externa, los huevos son expulsados al medio para su 

fertilización), ovoviviparidad (fertilización interna, los huevos son retenidos hasta 

la eclosión) y viviparidad (fertilización interna, tiene a la cría ya como juveniles 

completamente formados) (Hoar, 1969). En los teleósteos es posible encontrar todo 

el espectro de estrategias de vida con respecto a la frecuencia de sus desoves, 

desde uno solo en toda la vida reproductiva llamado semelparía (ej. anguila y 

salmón del pacifico), varias reproducciones (ej. lubina, rodaballo y dorado) hasta 
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una reproducción continua (ej. anchoveta de Hawai), llamado iteroparía (Lambert 

y Ware, 1984). 

 

 Lambert y Ware, (1984), mencionan que la gran mayoría de peces presentan 

una estrategia de reproducción típica para cada especies y pueden tener estrategias 

reproductivas alternativas dentro de una población, puede haber subpoblaciones, 

que maduren a edades y tallas diferentes y que ejecuten comportamientos de 

reproducción diferentes. Algunas caen dentro de la situación en las cuales, las 

estrategias reproductivas alternativas, son para garantizar la supervivencia de la 

descendencia, de generación a generación. 

 

La influencia de los factores medioambientales sobre la reproducción de los 

teleósteos, y de cómo pueden éstos últimos sincronizan sus estrategias 

reproductoras con los cambios ambientales, ha recibido una importante atención. 

En este sentido, se ha distinguido una serie de factores determinantes, los cuales 

determinarían la concentración del esfuerzo reproductor de una especie en un 

momento y lugar concreto; y otros factores que capacitarían al individuo para el 

reconocimiento de ese adecuado periodo (Baker, 1938). 

 

El ciclo reproductor de la mayoría de las especies de teleósteos comprende 

una sucesión de estadios de diferente duración: gametogénesis, mantenimiento de 

la gónada, maduración final de los gametos, puesta y regresión gonadal. Por otra 

parte, los factores denominados próximos iniciarían su influencia sobre los ciclos 

gonadales sincronizando su desarrollo con el medio ambiente, maximizando la 

fecundidad potencial y la fertilización y consecuentemente la supervivencia de la 

progenie. Cada una de estas fases puede estar, a su vez, bajo diferente control 

exógeno o endógeno, y de acuerdo con ésto, los factores próximos se han 



 

 

14

diferenciado según el estadio determinado que influencian inicialmente (Mañanos 

et al., 1997). 

 

La clasificación de la influencia ambiental en estos dos factores (exógeno o 

endógeno) puede resultar algo artificial en ciertas ocasiones, ya que un factor 

considerado como último puede actuar también como señal sincronizadora. Así 

por ejemplo, las fluctuaciones del plancton, principal fuente potencial de alimento 

para las larvas, pueden actuar como señales sincronizadoras en algunas especies lo 

que conduce a la emisión de la puesta (Carrillo, 1989; Carrillo y Zanuy, 1993). 

 

En las distintas especies de Centropomus, se ha determinado que la madurez 

sexual se alcanza a diferentes tallas: C. undecimalis entre 35 y 50 cm de longitud 

(Bertoni, 1995), C. pectinatus entre 26 y 30 cm y en C. parallelus alrededor de los 15 

cm (Chávez, 1963). Igualmente, existen diferencias importantes en cuanto a la 

fecundidad de estas especies ya que C. undecimalis presenta desoves de 2.6 

millones de óvulos, C. poeyi de 1.8 millones y C. parallelus de 376 mil óvulos 

(Chávez, 1963). Finalmente, las épocas de desove presentan también diferencias 

importantes: el desove principal de C. parallelus ocurre en los meses de noviembre 

a abril, para C. pectinatus desova en los meses de junio a noviembre. En C. 

undecimalis, se ha reportado que la época de desove comienza en el mes de abril y 

finaliza en el mes de octubre (Roberts, 1987; Peters et al., 1998; Taylor et al., 1998; 

Grier y Taylor, 1998; Grier, 2000); otros autores han reportado ha C. undecimalis 

como un hermafrodita protándrico (Taylor et al., 2000); en Lates calcarifer se ha 

reportado una reproducción con inversión de sexo (Moore, 1979; Guiguen et al., 

1994).  
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2.2. Desarrollo gonadal 

La gónada, previa a la ovulación y a la puesta, inicia una fase de crecimiento 

y maduración, en la cual tienen lugar los procesos de gametogénesis; oogénesis y 

espermatogénesis. Bajo la influencia hormonal del hipotálamo y de la pituitaria, las 

gónadas a su vez también sintetizan y secretan a la circulación sistémica esteroides 

sexuales, los cuales regulan diferentes procesos metabólicos. En el ciclo 

reproductor de las hembras podemos distinguir las siguientes fases: 

previtelogénesis, vitelogénesis, maduración, ovulación y atresia. 

2.2.1. Desarrollo testicular y espermatogénesis 

 En la mayoría de los teleósteos, los testículos son órgano par, situado en la 

parte dorsal de la cavidad peritoneal, compuesto de numerosos lóbulos separados 

por tejido conectivo. La espermatogénesis tiene lugar en los cistes, situados en los 

lóbulos, constituidos por las células de Sertoli que contienen las espermatogonias. 

Entre estos lóbulos, existen otras células somáticas intersticiales, llamas células 

Leydig (Grier, 2000). 

 

 Los diferentes estadios en la espermatogénesis se han definido de acuerdo 

con las características estructurales de las células germinales y de su núcleo. Al 

inicio de este proceso, las espermatogonias primarias pasan a espermatogonias 

secundarias, mediante divisiones mitóticas. Estas últimas se transforman en 

espermatocitos primarios, los cuales más tarde comenzarán la primera división 

meiótica y se convertirán en espermatocitos secundarios. Mediante la segunda 

división meiótica, estas células darán las espermátidas haploides, las cuales se 

diferenciarán en espermatozoides durante el proceso de espermiogénesis (Miura y 

Miura, 2001) 
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2.2.2. Desarrollo ovárico 

Para conocer el estado de madurez de la gónada se han implementado dos 

métodos; el macroscópico donde se establece el grado de madurez del ovario de 

acuerdo a su tamaño, color, presencia o ausencia de ovocitos (Nielsen et al., 1983; 

Groman, 1982), o el microscópico donde se emplean técnicas histológicas para 

clasificar los ovarios (Herrera et al., 1988). Ésta última se ha empleado en varias 

especies de teleósteos (Jones, 1940; Henderson, 1962 Smith y Young, 1966; Macer, 

1974; Shikhshabekov, 1972; Shrestha y Khanna, 1976; Shikhshabekov, 1978; 

Shrestha y Khanna, 1978; Grier y Abraham, 1983; Goodall et al., 1987; Billard, 1987; 

Brown-Peterson et al., 1988; Scott y Sumpter, 1989; Ntiba et al., 1990; Wilson et al., 

1994; Crabtree et al., 1997). En Centropomus undecimalis, algunos son los autores que 

han aplicado esta metodología, basándose principalmente en el conocimiento de la 

maduración de los testículos y descripción del ovario (Gilmore et al., 1983; Grier et 

al., 1998; Wallace et al., 1993; Taylor et al., 1998; Neidig et al., 2000). 

 

El ovario también es un órgano par, aunque en algunas especies se puede 

fusionar constituyendo un solo órgano. Durante la oogénesis, transformación de 

las ogonias en ovocitos, las oogonias dispersas en el ovario comienzan la primera 

división meiótica, pero quedan detenidas en el diploteno de la primera profase. 

Estos ovocitos primarios comienzan un largo periodo de crecimiento, en el que 

básicamente se pueden distinguir dos estadios: la fase previtelogénica, en el cual 

los ovocitos aumentan de tamaño mediante un crecimiento del citoplasma, y la 

fase de vitelogénesis, en la cual los nutrientes de reserva para el embrión son 

depositadas en el ovocito (Zanuy y Carrillo, 1991) después de esta última fase 

sucederán los procesos de maduración y ovulación y el huevo estará totalmente 

formado para ser fertilizado. 
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El desarrollo de los ovocitos en el ovario de los teleósteos se ha clasificado 

en tres tipos básicos (Wallace y Selman, 1981). En primer lugar se distinguen los 

ovarios sincrónicos, en los cuales todos los ovocitos se desarrollan y ovulan al 

unísono, y no hay reposición de ovocitos más tempranos en desarrollo. Estos 

ovarios se encuentran en especies que tienen una sola puesta al año y después 

mueren. Los ovarios sincrónicos por grupo son aquellos en los cuales existen al 

menos dos poblaciones de ovocitos de tamaños diferentes; uno de ellos, el más 

numeroso, es relativamente sincrónico y más homogéneo, el otro es más pequeño y 

está compuesto por ovocitos más jóvenes. Éste es el modelo de desarrollo 

ovocitario más común en especies de teleósteos. En este caso, la maduración, 

ovulación y puesta ocurren generalmente una vez durante el ciclo reproductor. Por 

ultimo, existe el ovario asíncrono, en el cual pueden encontrarse ovocitos en todos 

los estados de desarrollo. Las especies con estos ovarios, como la dorada (Sparus 

aurata, etc), presentan varias puestas diferentes a lo largo del ciclo reproductor 

(Wallace y Selman, 1981). En algunas especies de teleósteos, se ha observado que 

las hembras a pesar de considerarse con el ovario sincrónico por grupo, pueden 

poner varias veces durante la misma estación de puesta (Zanuy et al., 1986; Prat et 

al., 1987; Carillo et al., 1989). 

 

En el caso de los Centropomus, se ha observado que C. undecimalis presenta 

un desarrollo ovárico del tipo sincrónico por grupo (Peters et al., 1998), mientras 

que C. medius, a través de la observación de los ovocitos extraídos de una biopsia 

del ovario, presenta una oogénesis del tipo asincrónico (Álvarez-Lajonchère et al., 

2001b). La inducción al desove de especies con desarrollo ovárico del tipo 

asincrónico o sincrónico por grupo ofrece ventajas en su manejo para acuicultura 

ya que permite la obtención de desoves múltiples a lo largo de la época de 

reproducción (Carrillo y Zanuy, 1993). 
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2.2.3. Vitelogénesis y maduración final de los ovocitos 

El proceso de vitelogénesis representa el principal acontecimiento fisiológico 

durante el crecimiento del ovocito (Carrillo et al., 1993). Inicialmente se presenta la 

previtelogénesis; ésta fase marca el inicio de la actividad ovárica después de la 

úٍltima puesta, lo que produce una multiplicación de oogonias por mitosis; 

posteriormente se inicia la división meiótica formándose los ovocitos primarios. En 

un principio se hallan organizados en cistes, pero finalmente se aíslan y empiezan 

a rodearse de células foliculares hasta establecerse finalmente en su definitivo 

folículo, formado por dos capas de células, la granulosa y la teca. 

 

Durante la fase de vitelogénesis, se produce la síntesis y acumulación de 

vitelo en el ovocito, por lo que estos presentan un gran crecimiento. La 

composición del vitelo es, primordialmente, de lípidos y proteínas que pueden ser 

sintetizados por el mismo ovocito (vitelogénesis endógena) o fuera de él 

(vitelogénesis exógena). Existen tres tipos de material vitelínico en el ovocito: las 

gotas lipidicas, las vesículas de vitelo o alvéolos corticales y los gránulos de vitelo. 

Las vesículas de vitelo son las primeras en aparecer las cuales están formadas por 

polisacáridos y proteínas de síntesis endógena (Mañanos et al., 1992), las gotas 

lipidicas suelen aparecer juntamente con las vesículas de vitelo. La síntesis proteica 

es mayoritariamente exógena y es la responsable del crecimiento de los ovocitos; 

ésta síntesis se produce en el hígado, en el cual se observa un incremento del 

tamaño de los hepatocitos, de su actividad citoplasmática y del metabolismo 

hepático. Los gránulos del vitelo aparecen cuando hay una fusión de las gotas 

lipidicas y el vitelo, que darán origen a la formación de un citoplasma homogéneo 

(Carrillo et al., 1993; Zanuy et al., 1986). 
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Los estudios realizados sobre este proceso han indicado la secuencia de 

mecanismos que contribuyen a la vitelogénesis: la síntesis hepática y secreción de 

la fosfolipoglicoproteína, conocida como vitelogenina (VTG), en respuesta a los 

estrógenos circulantes; la distribución de VTG en la superficie del ovocito por la 

circulación materna; la entrada selectiva de VTG al ovocito a través de endocitosis 

medida por receptor, y la translocación y rotura de la VTG en dos subunidades 

polipeptídicas, lipovitelina y fosvitina, que pasarán a formar parte del vitelo 

(Carrillo et al., 1993). 

 

La síntesis hepática de la VTG por estrógenos ha recibido una detallada 

atención, tanto en anfibios como en teleósteos. Este proceso comienza cuando, al 

inicio de la vitelogénesis, las células de la granulosa del folículo ovárico sintetizan 

el estradiol, el cual entra en los hepatocitos y se une a receptores citoplasmáticos 

altamente específicos. En el paso siguiente, el complejo hormona-receptor se unirá 

a puntos de alta afinidad en la cromatina, lo que llevará a la modulación de la 

expresión de genes específicos. Al cabo de unas pocas horas, los hepatocitos 

experimentan una serie de aparentes cambios ultraestructurales y bioquímicos, los 

cuales en definitiva indican un aumento de la síntesis proteica, que desembocarán 

en la síntesis y secreción de VTG (Zanuy y Carrillo, 1987). 

 

La maduración se inicia cuando la vitelogénesis está finalizando. Durante 

esta fase se produce la migración del núcleo, que estaba en posición central o 

ligeramente excéntrica, hacia el polo animal donde se halla situado el micrópilo, 

lugar por donde penetra el espermatozoide; en el citoplasma se van fusionando los 

gránulos de vitelo por una parte, y las gotas de grasa por otra, mientras que se 

produce un rápido aumento del tamaño debido a la hidratación. Cuando el núcleo 

ha alcanzado la periferia, se rompe la membrana nuclear (Germinal) y el material 

se entremezcla con parte del citoplasma que lo rodea. Generalmente, con esta fase 
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finaliza la primera división meiótica, formándose los ovocitos secundarios y el 

primer corpúsculo polar. En este momento, los ovocitos ya están listos para la 

ovulación o expulsión del folículo a la cavidad ovárica; cuando ésto ha ocurrido, se 

inicia la segunda división meiótica que cuando llega a la metafase, la fecundación 

ya es posible (Mañanos et al., 1997). 

 

En algunas especies de teleósteos mantenidas en cautividad, y sobre todo 

cuando las condiciones de cultivo no son las adecuadas, a pesar de que el proceso 

vitelogénico puede completarse, la maduración y ovulación del ovocito no se 

producen. Por el contrario, durante el proceso conocido como atresia ovocitaria, los 

ovocitos degeneran y son reabsorbidos. Este fenómeno es muy conocido y puede 

ser importante en condiciones de cautividad, aunque también se detecta durante el 

ciclo ovocitario en condiciones naturales (Zanuy y Carrillo, 1987). Durante el 

proceso de atresia las células de la granulosa se hipertrofian y se rompe la zona 

radiata que está formada por las ínterdigitaciones del ovocito y de las células de la 

granulosa (Mayer et al., 1988). Las células foliculares hipertrofiadas se transforman 

en fagocitos y migran hacia el interior del ovocito, donde absorberán los 

componentes del vitelo. Al final de este proceso se forma el corpus luteum, el cual 

consta de una capa de células de la teca rodeando un amasijo de células foliculares. 

Esta masa de células posteriormente desaparece, probablemente debido a la 

desintegración y posterior reabsorción (Zanuy y Carrillo, 1987).  

2. 3. Control ambiental de la reproducción. 

Los mecanismos implicados en el control de la reproducción de los peces son 

múltiples e influenciados por el medio ambiente en que viven; en este medio 

existen determinadas condiciones ambientales que controlan, facilitan o favorecen 

la reproducción.  
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Las señales ambientales, como la temperatura o el fotoperiodo, son 

traducidos en señales hormonales, las cuales a su vez regularán los procesos de 

gametogénesis. La mayoría de la información que se tiene acerca de la ruta que 

siguen esas señales ambientales hace referencia al fotoperiodo. En esta función, los 

ojos y la glándula pineal, órgano fotorreceptor y glándula endocrina (secreción de 

melatonina), son las estructuras implicadas en la recepción de la información fótica 

y en su traducción en señales hormonales.  

 

En las regiones tropicales, el fotoperiodo apenas varia a lo largo del año y la 

temperatura puede variar ligeramente, según se trate de estación seca o de lluvia. 

La tendencia de las especies tropicales es la de presentar un periodo dilatado de 

puesta o incluso una reproducción continua a lo largo del año. A pesar de ello 

siempre se observan picos de puesta y generalmente están asociados con las lluvias 

y/o inundaciones estacionales. Como hecho general, los factores asociados a las 

lluvias o inundaciones, están relacionados con la sincronización de la maduración 

final y con la puesta. La temperatura, la calidad del agua (pH y conductividad) y la 

intensidad de la luz son factores importantes que pueden influenciar el desarrollo 

gonadal (Zanuy y Carrillo, 1987). 

 

Los peces marinos tropicales varían desde especies en las cuales algunos 

peces desovan a lo largo del año a otras especies en las cuales tiene bien definida 

su estación de desove; aún en los grupos formados, hay frecuentemente claras 

variaciones estacionales en la proporción de peces en una población que son 

activamente reproductivos (Pawson et al., 2000). 

 

Los estudios recientes confirman que algunos teleósteos responden primero 

al cambio de la temperatura para regular su ciclo reproductivo, la cual influye y 

juega un importante rol sobre las hormonas del sistema reproductivo de los 
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teleósteos (Carrillo et al., 1989; Handeland y Stefansoon, 2001). La fluctuación de la 

temperatura permite el aumento o decremento de las respuestas hormonales 

(Stacey, 1984). Esta respuesta puede ser determinada por la presencia del 

colesterol, el cual es el precursor de las hormonas esteroideas como los andrógenos 

y estrógenos, que se encuentra principalmente en la gónada y empieza a 

acumularse durante el desarrollo sexual (Bentley, 1998; Carrillo et al., 2000; 

Álvarez-Lajonchère, 2001b). Otras maneras de inducción al desove es por medio de 

la proporción entre machos y hembras, manipulación manual o bien por la 

utilización de hormonas (Pavlidis et al., 2000; Grier y Taylor, 1998). 

3. Fisiología de la reproducción 

A través de la alimentación, los reproductores silvestres acumulan energía 

que en un patrón estacional es utilizada para su crecimiento somático 

(acumulación de proteínas y lípidos) y para el crecimiento de la gónada (hay una 

disminución de proteínas y lípidos en el músculo) (Montgomery y Galzin, 1993). 

En el caso de reproductores cultivados, se pueden esperar cambios similares en la 

composición corporal cuya energía es proporcionada por la manipulación de las 

dietas y de las condiciones ambientales.  

 

El conocimiento que se puede adquirir de los organismos silvestres, es básico 

para evaluar la calidad y condición fisiológica de los organismos cultivados (Smith 

et al., 1990; Craing et al., 2000). El éxito en la madurez gonádica y en la inducción al 

desove en condiciones controladas conlleva a una serie de efectos sinérgicos con 

otras variables como la nutrición, la densidad de los peces en cautiverio, el estrés y 

otros factores. Un manejo inadecuado de las variables antes mencionadas puede 

producir la inviabilidad de los huevos (Bromage y Roberts, 1995).  
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3.1. Movilización de reservas 

En general, durante la fase de reproducción, el metabolismo de los teleósteos 

soporta importantes modificaciones, principalmente debidas al crecimiento y 

diferenciación de las gónadas (Bromage y Roberts, 1995). Fontaine y Olivereau 

(1975) revisaron detalladamente las modificaciones en la nutrición debidas a la 

maduración gonadal. Estos autores describieron que algunas especies manifiestan 

importantes cambios en su comportamiento de ingesta durante la reproducción. 

Algunas de ellas cesan totalmente de ingerir de alimento bastante antes del 

periodo de puesta (salmón del Atlántico, Salmo salar), mientras que otras especies 

lo manifiestan justo antes de la emisión de los huevos (abadejo, Melanogrammus 

aeglefinus). Sin embargo, en condiciones de cultivo generalmente la disminución de 

la ingesta no es tan marcada (Brawn, 1962; Kato, 1975; Hislop et al., 1978). 

 

Al mismo tiempo que ocurre esta reducción de la ingesta de alimento, hay un 

considerable aumento de peso de la gónada (Luquet y Watanabe, 1986). Estos 

datos sugieren que el animal debe movilizar sus reservas para obtener la energía 

necesaria para un activo metabolismo dirigido a la elaboración de la gónada. No 

obstante, no todo el material depositado en las gónadas, y especialmente en el 

ovario de las hembras posee un origen endógeno, sino que también existe un 

importante aporte de nutrientes a través de la dieta (Nassour y Leger, 1989). Este 

aporte puede darse en etapas anteriores al desarrollo gonadal, como durante el 

periodo de emisión de la puesta. Por tanto, la calidad y la cantidad de alimento 

pueden suponer importantes condicionantes para un éxito reproductivo. 

 

Las reservas de los huevos de los teleósteos, se componen de una gran 

variedad de sustancias, tanto de origen maternal como endógeno. Algunas de estas 

sustancias son almacenadas en grandes cantidades, las cuales tendrán una gran 
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importancia en el desarrollo del embrión y de la larva. Otras, constituirán un 

reservorio para aquellos procesos dependientes de una elevada energía. No 

obstante, en algunos casos la importancia fisiológica de estos componentes de 

reserva es desconocida y solo puede inferirse a partir de evidencias 

circunstanciales (Heming y Buddington, 1988; Osse et al., 1997; Sargent et al., 1997; 

Izquierdo, 1996). 

 

Los huevos de los teleósteos aptos para ser fertilizados, los cuales contienen 

del 8 al 32 % de lípidos (% de peso seco), poseen varios tipos de lípidos, diferentes 

a los derivados de la VTG, cuya proporción relativa depende de la especie. En el 

caso de lubina europea, Dicentrarchus labrax (Devauchelle et al., 1982), lubina 

americana, Morone saxatilis; (Eldridge et al., 1982), y la perca, Micropterus salmoides 

(Kaitaranta y Ackman, 1981), los huevos acumulan grandes cantidades (>80%) de 

ésteres de ceras y de colesterol, localizados principalmente en la llamada gota 

lipídica (Nakagama y Tsuchiya, 1971). Esta gota también puede contener algunos 

triglicéridos y el vitelo acumula principalmente fosfolípidos (Bailey, 1974; 

Kaitaranta y Nicolaides, 1981). Respecto al origen de estos esteres se ha postulado 

que podrían originarse en gran medida por síntesis endógena en el ovocito, a partir 

de ácidos grasos constituyentes de lipoproteínas (Sand et al., 1971; Wiegand e Idler, 

1982). El significado biológico de la acumulación de estas sustancias ha sugerido 

que podría controlar la flotabilidad del huevo y de la larva, además de suponer 

una fuente de energía para el embrión (Sand et al., 1971). El glucógeno también es 

activamente sintetizado a partir de glucosa, la cual es incorporada desde la sangre 

durante todo el desarrollo de los ovocito (Yurowitzky y Milman, 1975; Mommsen 

y Walsh, 1988). Todos estos metabolitos supondrán la primera fuente de energía 

metabolizable, y pueden ser movilizados con relativa facilidad, reservando las 

proteínas y aminoácidos para las vías anabólicas (Mommsen y Walsh, 1988; 

Rainuzzo et al., 1997; Sargent et al., 1997). 
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Para el crecimiento en peces es de mayor importancia la síntesis de proteína 

que la de lípidos (Saxena y Zandee, 1971). El almacenaje de carbohidratos no es 

importante por que su contribución es pequeña comparándola con el valor 

energético de los depósitos lipídicos o el aumento en volumen del músculo por 

proteínas. Inclusive, las elevadas concentraciones de glucógeno acumulado en los 

vertebrados (alrededor del 20% de la masa del hígado) como la carpa, Carassius 

carassius, tienen una mínima contribución al peso del pez o a su contenido calórico. 

Los carbohidratos almacenados en el hígado y cerebro, representan una pequeña 

proporción de la masa del pez, al contrario del músculo cuya acumulación de 

glucógeno sirve como una reserva limitada de corto plazo (Saxena y Zandeel, 1971; 

Evans, 1993). Las rutas principales del metabolismo de carbohidratos pueden 

coincidir con la síntesis de proteína a través de aminoácidos comunes y generar 

precursores para la síntesis de lípidos (Saxena y Zandee, 1971; Evans, 1993). 

 

Evans (1993) menciona, que los teleósteos poseen varios sitios para el 

almacenamiento de lípidos (hígado y músculo), y depósitos de lípidos 

(principalmente triglicéridos), localizados tanto subcutáneos como en la cavidad 

abdominal, muy frecuentemente asociados con el intestino y los ciegos pilóricos.  

 

Cantidades importantes de triglicéridos se encuentran en el músculo de 

algunas especies marinas; presentando cambios muy pronunciados durante la 

migración reproductiva (ej. Trucha, Oncorhynchus mykiss) (Wourms y Evans, 1974; 

Saxena y Zandee, 1971).  

 

Es evidente que existe una mayor atención hacia el estudio sobre el control 

hormonal de la lipólisis, y menor sobre la biosíntesis lipídica; especialmente, 

algunos estudios sobre la síntesis de lípidos en membrana, se han centrado en las 

adaptaciones térmicas (Wourms y Evans, 1974; Evans, 1993). 
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Los triglicéridos producidos en el hígado y almacenados en otros lugares, se 

agrupan como lipoproteínas de muy baja densidad para su transporte. La siguiente 

fase se manifiesta por la captura de lípidos en lugares remotos ayudada por la 

actividad de la lipoproteína lipasa (LPL) de las células endoteliales del tejido. 

Finalmente, los lípidos almacenados son movilizados por una hormona sensible a 

la triglicerol lipasa (TAG Lipasa). El costo metabólico de la lipogénesis puede ser 

bajo, particularmente si se otorgan en la dieta los triglicéridos, evitando la nueva 

síntesis de ácidos grasos (Saxena y Zandee, 1971; Wourms y Evans, 1974;Evans, 

1993).  

 

En cambio, la síntesis de proteínas es un proceso que consume una mayor 

proporción de energía del pez. Por ejemplo, para el bacalao del Atlántico (Gadus 

morhua) se ha estimado un consumo entre el 23 y 42% del consumo total de 

oxígeno. Estos porcentajes comúnmente muestran una relación inversa de acuerdo 

a los niveles de actividad; por ejemplo, para la carpa (Ctenopharyngodon idellus), un 

pez muy activo, se han hecho estimaciones que van del 11 al 22% del consumo de 

oxígeno, las cuales pueden variar de acuerdo a los diferentes estadíos de vida, 

demandas metabólicas competitivas, y factores ambientales (Wourms y Evans, 

1974; Evans, 1993). 

3.2. Moléculas implicadas en la reproducción. 

3.2.1. Proteínas. 

Las proteínas son polímeros y los monómeros que se combinan para 

formarlas son los α-aminoácidos. Las proteínas desempeñan una enorme variedad 

de funciones: unas transportan y almacenan moléculas pequeñas; otras constituyen 

gran parte de la organización estructural de las células y los tejidos. Los 

anticuerpos son proteínas, como lo son los factores de coagulación de la sangre; las 
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más importantes de todas las proteínas son las enzimas (catalizadores que 

promueven la enorme variedad de reacciones que canalizan el metabolismo en 

rutas esenciales). Cada tipo de célula de todos los organismos poseen varios miles 

de clases de proteínas para cumplir esta diversidad de funciones (Mathews, 1998). 

 

En los peces, las proteínas son los nutrientes esenciales para el crecimiento y 

el mantenimiento, constituyendo el material orgánico más abundante en el tejido 

del músculo de los peces, donde representa entre un 65-75% del total corporal en 

peso seco (Halver, 1989). La proteína consumida por los peces es hidrolizada en 

aminoácidos, los cuales son absorbidos en el tracto intestinal y usados por varios 

tejidos para sintetizar nuevas proteínas; los aminoácidos en exceso son utilizados 

como fuente de energía. Durante la maduración de la gónada, los reproductores 

aumentan su consumo para poder mantener sus funciones vitales ganando mayor 

cantidad de tejido corporal y un incremento en la gónada (Tacon et al., 1985). En 

términos generales cabe esperar que la composición en aminoácidos de la proteína 

corporal de los peces sea una buena referencia de las necesidades cuantitativas de 

aminoácidos que requiera el organismo, así como el porcentaje total de proteína 

corporal necesaria para llevar a cabo sus funciones de reproducción (Cowey y 

Tacon, 1984). 

3.2.2. Lípidos y triacilgliceridos. 

Los lípidos son biomoléculas insolubles en el agua que poseen un carácter 

graso o aceitoso. Desarrollan diversas funciones en el metabolismo energético y en 

otros procesos son componentes de la membrana lipídica. Las membranas son 

mucho más que paredes pasivas, puesto que contienen unas puertas muy 

selectivas que facilitan el paso de determinadas sustancias permitiendo que las 

distintas partes de las células realicen sus operaciones especificas (Mathews, 1998). 
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Además, los lípidos funcionan como hormonas esteroideas y prostaglandinas, 

vitaminas liposolubles, aislantes térmicos y reguladores biológicos (Mathews, 

1998). 

 

La mayor parte de los lípidos se encuentran en triacilgliceroles 

(denominados también como triglicéridos); en los mamíferos están representados 

como grasa o grasas neutras, almacenada en el tejido adiposo, constituyendo la 

reserva energética principal. En los sistemas animales, la grasa se almacena en 

unas células especializadas, los adipocitos, en las que hay unos glóbulos de grasa y 

ocupan la mayor parte del espacio intracélular. En el citoplasma se acumula como 

una gota oleosa. Los triglicéridos se sintetizan en el hígado y se transportan a los 

tejidos periféricos (cavidad abdominal y al ovario de los peces, entre otros) en 

forma de lipoproteínas de muy baja densidad, las cuales constituyen el principal 

vehículo para el transporte del colesterol a los tejidos periféricos (Mathews, 1998). 

Los triacilglicéridos se hallan mucho mejor adaptados que el glucógeno para 

desempeñar el papel de reserva de energía (Lehninger, 1978). 

3.2.3. Glucógeno. 

El glucógeno es una molécula biológica que pertenece al grupo de los 

hidratos de carbono. Está formada por unidades de glucosa con ramificaciones. 

Los polisacáridos realizan una amplia gama de funciones en los organismos vivos. 

Algunos, como el almidón y el glucógeno, se emplean principalmente como 

azúcares de reserva en las plantas y animales. El glucógeno en los animales, se 

almacena en forma de gránulos dentro de las células, principalmente se depositan 

en el hígado, que actúa como un órgano central de almacenamiento de energía en 

numerosos organismos; como en los camarones y principalmente en los peces, se 
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deposita en el músculo, el cual esta disponible de manera más inmediata para la 

liberación de energía (Lehninger, 1978; Mathews, 1998). 

3.2.4. Colesterol. 

 El colesterol es un componente lipídico importante de muchas membranas. 

Pertenece a un amplio grupo de sustancias denominadas esteroides, que incluyen 

diversas hormonas importantes, entre las que se encuentran las hormonas sexuales 

de los animales superiores. El colesterol es considerado como la fuente biosintética 

de todas las hormonas esteroideas (andrógenos y estrógenos, entre otras); la 

gónada de los peces es el principal órgano implicado en esta síntesis. Una 

característica general de las hormonas esteroideas es que no se almacenan para su 

liberación tras la síntesis. En consecuencia, la concentración de una hormona 

circulante se controla fundamentalmente mediante su tasa de síntesis, la cuál esta a 

menudo bajo un control final de señales procedentes del cerebro, principalmente 

de las células del hipotálamo en respuesta a los estímulos procedentes del sistema 

nervioso central (Mathews, 1998). 
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III. Hipótesis 

En especies de la familia Centropomidae, como Lates niloticus, L. calcarifer y 

C. undecimalis, se ha logrado la reproducción bajo condiciones controladas. Para C. 

medius se espera que las características de su biología reproductiva sean similares a 

otras especies de la misma familia, haciéndolo un candidato a ser manejado bajo 

condiciones controladas de cultivo. 

IV. Objetivos. 

1. Objetivo general. 

Estudiar la biología reproductiva y su relación con la composición bioquímica 

corporal del robalo paleta Centropomus medius en el medio natural. 

2. Objetivos particulares. 

1) Describir el desarrollo gonadal y tipo de ovario, determinar la época de puesta y 

morfometría de los reproductores, relacionándolos con el fotoperiodo y 

temperatura durante el ciclo anual. 

 

2) Determinar la composición bioquímica (proteínas, triglicéridos, lípidos totales, 

colesterol y glucógeno) en músculo, hígado y gónada de reproductores, durante un 

ciclo anual, relacionándola con la biología reproductiva. 
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V. Material y métodos. 

1. Colecta de organismos. 

1.1. Área de colecta. 

La colecta de reproductores de C. medius se llevó a cabo en el sur de Bahía 

Magdalena, ubicada entre los entre los 24º 15’ y 24o 20’de latitud norte y los 111o 30’ 

y los 112º 12’ de longitud oeste, dentro de la península de Baja California Sur, en 

las costas del Pacífico Noroeste (Fig. 2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig.2. Área de captura dentro del complejo lagunar de Bahía Magdalena. 



 

 

32

Es considerada desde el punto de vista de la estructura termohalina, una de 

las regiones más complicadas en el Pacífico Norte, debido a la confluencia de 

diferentes masas de agua (subártica, subtropical y tropical); se considera que la 

región está dentro de una zona de transición subtropical (Norton et al., 1985). Las 

condiciones oligotróficas entre septiembre-diciembre están vinculadas con la 

presencia de aguas más saladas provenientes del sudeste y con la mínima 

actividad de surgencias. En tanto que julio, agosto, enero y febrero se consideran 

periodos de transición (Bakun y Nelson, 1977). Las condiciones eutróficas que 

ocurren entre marzo y junio están asociadas con vientos fuertes del noroeste, con la 

corriente de California bien desarrolladas y con los máximos índices de surgencias. 

Identificándose como punto principal de generación de surgencias a Isla Margarita 

(Lynn, 1967; Bakun y Nelson, 1977). El conjunto de estas condiciones hacen que 

exista una variación de temperatura marcada de un mínimo de 17 oC en invierno y 

34 oC en verano como máximo (Lluch-cota et al., 2000), mientras que las 

condiciones de horas luz:oscuridad en esta latitud son en invierno 11L:14D y en 

verano 14L:11D; considerando lo anterior, las variaciones de temperatura deben 

influir en la reproducción en mayor medida que las variaciones de fotoperíodo. 

1.2. Método de colecta. 

Los reproductores de C. medius fueron capturados durante dos ciclos anuales 

(de abril del 2001 a Noviembre del 2002), se capturaron un total de 301 hembras y 

193 machos. 

 

 Para la colecta de reproductores se utilizó una red tipo agallera de 75 cm luz 

de malla, con la cual se realizó un encierro alrededor de los mangles dentro de los 

esteros. Fue necesario sumergirse debajo de las raíces de los mangles para 

provocar la huida de los robalos hacia la red; después de la captura, la red fue 
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llevada a la costa en donde fueron desprendidos cada unos de los reproductores. 

Los cuales fueron transportados en hielo hasta el lugar de procesamiento. 

 

En cada lugar de captura se registró la temperatura 0C y la salinidad gL-1 del 

agua de mar (refractometer SR3, gL-1), se registró mensualmente el fotoperiodo 

natural en horas luz, específico para esta zona (24o 15’ N y 111o 30’ W) con la base 

de datos establecidas por la Comisión Federal de Electricidad (CFE) en relación a la 

luminosidad dependiendo de la latitud, día y mes. La representación grafica se 

hizo según Rodríguez et al., (2001). 

2. Biología reproductiva. 

2.1. Procesamiento de muestras (técnicas histológicas) 

De cada reproductor se obtuvo el peso y longitud total. Los reproductores 

fueron disectados, la gónada y el hígado fueron separadas y ambos fueron pesados 

en una balanza analítica (Rossenblum et al., 1987; Heron et al., 1988; Garza et al., 

1988).  

 

Las gónadas disectadas fueron analizadas macroscópicamente y de cada una 

se determinó el grado de madurez y el sexo de acuerdo a Rodríguez y Garza 

(1986). Las gónadas disectadas fueron también analizadas microscópicamente 

mediante técnicas histológicas, utilizando tres soluciones fijadoras: 1. solución 

Davidson AFA compuesta por etanol (330 ml), formalina (220 ml), ácido acético 

glacial (115 ml) y agua potable (335 ml) (Humanson, 1972). Esta solución resulta 

ser adecuada para la estabilización de las lipoproteínas en los tejidos según 

Dorothy et al., (1983); 2. solución formol–calcio compuesta de formaldehído al 37 % 

(10 ml), cloruro de calcio anhydro (10 ml), agua destilada (40 ml) y agua marina (40 

ml), descrita por Bayliss (1984) para preservar mejor los fosfolípidos de los tejidos; 
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y solución Karnovsky compuesta por Glutaraldehido (20 ml), sucrosa (40 ml), agua 

de mar filtrada a 1 µm y esterilizada mediante ultravioleta (40 ml) descrita por 

Karnovsky (1965) específica para cortes finos en resina. 

 

Desde abril hasta agosto del 2001, las gónadas de machos y hembras, fueron 

disectadas en tres secciones (parte anterior, media y posterior). Estas muestras 

fueron fijadas en solución Davidson.  

 

Desde septiembre del 2001 a noviembre del 2002, las gónadas se disectaron en 

tres (anterior, media y posterior) que aleatoriamente fueron fijadas en solución 

Davidson, solución formol–calcio y solución Karnovsky. 

 

 Las muestras fijadas en solución Davidson y solución formol-calcio fueron 

procesadas de la siguiente manera: Al término del proceso de fijación 

(aproximadamente 48 horas) las muestras fueron transferidas a una solución de 

alcohol etílico al 70%, siguiendo la técnica descrita por Thomas et al., (1988), donde 

pasaron por un proceso de deshidratación consistente en llevar los tejidos de una 

concentración de alcohol etílico del 70% al 100% en forma gradual, con un tiempo 

de inmersión de una hora en cada una de las soluciones alcohólicas, para después 

incluirlas en una solución de xileno. Posteriormente, el xileno es desalojado por la 

parafina, infiltrándose en los tejidos. 

 

 Posterior a la infiltración en parafina, se realizó la inclusión de los tejidos en 

parafina pura. Una vez elaborados los bloques se procedió a cortar con microtomo 

a un grosor de 5 µm. Los cortes se extendieron en una batea con agua a 45 ºC y 

0.12% de gelatina pura por litro. Se montaron sobre un portaobjetos y se dejó secar 

el tejido. Tras 24 h, pasaron por diferentes procesos de tinción. 
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Las muestras fijadas con solución Davidson fueron teñidas con Harris 

hematoxilina y eosina-floxina (H-E) (Luna, 1968) que es una técnica que nos 

proporciona información general de los estados de madurez de los ovocitos por 

que define núcleos y citoplasma. Por esta tinción se establece un contraste entre los 

dos colorantes para poner de manifiesto estructuras de diferente composición 

química.  

 

Las muestras fijadas en solución formol-calcio fueron teñidas con sudan-

negro, tinción que permite distinguir triglicéridos de color azul-negro y 

fosfolípidos en color gris. Ayuda a determinar los lípidos en el citoplasma (Bayliss 

1984); y con azul Alciano-Schiff (AB-PAS), que es una técnica específica para 

detectar la presencia de glicoproteínas para identificar los alvéolos corticales 

(Sheehan y Hrapchak, 1973).  

 

Las muestras fijadas en solución de Karnovsky fueron procesadas de la 

siguiente manera: 2 días después de la fijación se lavaron con agua destilada 

durante dos horas. Se dejaron en etanol al 70% para después ser procesadas en el 

laboratorio de histología del Instituto de Acuacultura de Torre la Sal, en Castelló, 

España, se llevó a cabo este procesamiento histológico. El proceso de infiltración 

consistió en lavados cortos (1-2 h) de deshidratación con etanol (70%, 80%, 96%), 

seguido de impregnación etanol 96%-resina (2 h) y resina (4-5 h). Una vez pasado 

el proceso de infiltración, se pusieron las muestras en los moldes de polimerización 

(histoform), preparando la solución de inclusión (15 ml de resina, 1 ml de 

endurecedor). Transcurridos unos 5 minutos comenzó la polimerización y tras un 

periodo de 30-45 minutos se adquiere la consistencia suficientemente dura para 

poderse manipular.  
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Una vez polimerizadas las muestras, se colocaron los adaptadores 

(histoblock) en los moldes de teflón y se hizo una mezcla con Technovit 3040 

(polvo: líquido, 2:1). Después de 30 minutos, las muestras estuvieron listas para ser 

cortadas. Los cortes se realizaron en un microtomo a 3 micras de grosor, se 

montaron sobre un portaobjetos para luego seguir con el proceso de tinción 

policrómica, la cual consistió en emplear la tinción Cleveland Wolf’s. Esta contiene 

una solución de policrómico I (0.325 g de Azul de Metileno, 0.050 g de Azure II, 25 

ml de Glicerol, 25 ml de Metanol y 200 ml de agua destilada) en donde las 

muestras fueron teñidas durante 2 minutos; después de ese tiempo, las laminillas 

fueron lavadas durante 15 minutos con agua destilada, pasando a una solución de 

policrómico II (0.5 g de Fucsina básica, 250 ml de agua destilada) durante un 1 

minuto y después permanecieron durante 15 minutos en agua destilada. Mas 

tarde, se dejaron secar durante 24 horas. Para el montaje se utilizó resina acrílica y 

antioxidante, agregando 2 o 3 gotas en un lado del portaobjetos. Las laminillas 

obtenidas fueron etiquetadas y guardadas para su posterior observación. 

2.2. Criterios de clasificación gonadal. 

Para establecer los criterios de la clasificación en los machos de C. medius se 

siguió lo descrito por Grier (2001) en C. undecimalis en base en los cambios del 

epitelio germinal; histológicamente, estos cambios pueden observarse fácilmente. 

Se basan en la definición del epitelio germinal continuo o discontinuo, y en los 

estadios de las células germinales presentes (Grier y Taylor 1998). Los estadios de 

maduración son; Quiescencia (estadio I); maduración temprana (estadio II); 

maduración intermedia (estadio III); maduración avanzada (IV) y en regresión 

(estadio V). 

 

Para validar los criterios del estadio reproductivo en las hembras de C. 

medius, fue necesario establecer una escala de madurez con relación al desarrollo 
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de los ovocitos. En la mayoría de estudios en teleósteos, la escala de madurez se 

establece en función de las características de la gónada más avanzada (Rodríguez, 

1992) o a través del análisis estadístico de la proporción de los diferentes estadios 

presentes en cada preparación histológica (West, 1990). 

 

Para establecer la escala de madurez sobre el desarrollo de los ovocitos en la 

gónada de C. medius, se hizo una comparación célular con diferentes métodos de 

fijación (soluciónes; Davidson y formol-calcio) y tinción (tinciones; H-E, AB-PAS y 

Cleveland Wolf’s) de la gónada. Los ovocitos fueron clasificados según la 

descripción de estadíos propuesta por Neidig (2000) para Centropomus undecimalis 

y Mayer (1998) para Morone saxatilis. De ambas descripciones morfológicas se 

estableció una clasificación de los estadios de maduración de la gónada para C. 

medius. Las etapas de maduración de los ovocitos son: previtelogenesis (estadio I), 

alvéolos corticales (estadio II), vitelogénesis (estadio III), maduración (estadio IV) y 

atresia o reabsorción (estadio V). 

2.3. Abundancia relativa y diámetro celular 

Para determinar el tipo celular, la variabilidad anual y describir la estrategia 

de desove, un promedio mensual de 12 testículos y 12 ovarios (95% de intervalo de 

confianza 4-20 gónadas de hembras y machos) desde abril del 2001 hasta 

noviembre del 2002. 

 

La abundancia relativa en cada tipo celular fue calculada contando el número 

total de cada tipo de celular que aparecen en una área total de 11.2 mm2 en las 

preparaciones histológicas de cada gónada. El área total se obtuvo de la selección 

aleatoria de nueve áreas de 1.24 mm2 de cada una de las gónadas observadas en un 

microscopio óptico (OLYMPUS Bx 41) a un objetivo de 10x (magnificación=100x) 

para hembras y 20x (magnificación=20x) para machos. 
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 El diámetro celular en cada tipo de célula, fue determinado a través del 

valor del área total, calculando el diámetro (mm) según la formula de Área = 

Л*(radio)2. El tipo de células en el testículo y el ovario, fueron observados en sus 

diferentes estadios, consideraron los estadios de madurez mas avanzados en cada 

mes durante abril del 2001 a marzo del 2002. En el ovario, la talla máxima y 

mínima dentro de cada estadío de madurez en lo ovocitos, fue determinada.  

 

Todas las imágenes fueron capturadas con cámara digital (Cool-SNAP-Pro 

color) y procesadas con el programa Sigma Scan Pro (v. 5.0) diseñado para una alta 

resolución de análisis de imágenes. En las nueve áreas seleccionadas 

aleatoriamente del ovario de 10 a 150 ovocitos de cualquier estadio de madurez 

presente fueron analizados, considerando de 27 a 162 imágenes mensuales (94 

promedio). El software automáticamente calcula el área contando el número de 

pixeles en cada ovocito. 

2.4. Índices biológicos 

La temperatura registrada en cada muestreo, fue promediada mensualmente 

desde abril del 2001 a noviembre del 2002.  

 

La época de reproducción fue determinada empleando los siguientes índices 

biológicos: 

 

1) Índice gonadosomático (IGS) (Rodríguez, 1992):  

IGS (%) = (Pg / Pt) x 100. 

Pg = peso de la gónada. 

Pt = peso total del organismo.  
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2) Índice hepatosomático (IHS) (Garza et al., 1988):  

IHS (%)= (Ph / Pt) x 100.  

Ph = peso del hígado. 

Pt = peso total del organismo. 

 

 La talla de reproducción fue determinada en función del peso (g) y de la 

longitud (cm) de los reproductores. La proporción de sexos se determinó contando 

el número de hembras y machos capturados; los números obtenidos fueron 

divididos. 

2.5. Análisis estadísticos 

 Los resultados del peso y de la longitud total fueron expresados en 

porcentaje (%). La normalidad de las variables fue comprobada con la prueba de 

Kolmogorov–Smirnov; después se realizó una transformación logarítmica. En el 

análisis de varianza se aplicó una prueba One-way ANOVA y la homogeneidad 

entre los meses se determinó con una prueba de Tukey HSD o Newman-Keuls con 

una P<0.05. En cada grafica se determinó el error estándar de la media al 95% de 

confianza. Los resultados fueron procesados con el programa STATISTICA (5.5), el 

StatSigma (8.0), Microsoft Excel2000 y Sigmaplot (8.0).  

3. Fisiología de la reproducción. 

3.1. Procesamiento de muestras 

Los reproductores fueron disectados. De la masa visceral, fue separada y 

pesada la gónada, el hígado y la grasa perivisceral. Bajo de la primera espina 

dorsal, se extrajo una fracción de músculo (Rossenblum et al., 1987; Heron et al. 

1988).  
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Se tomó 0.1 ± 0.05 g de las muestras de gónada, hígado y músculo (se pesaron 

en una balanza analítica). Se colocaron dentro de unos tubos ependorff de 1 ml, los 

cuales fueron almacenados en frío a –80 oC antes de ser procesados (Gatlin, 1995; 

Craing et al., 2000). 

 

Las muestras de músculo, gónada e hígado fueron liofilizadas y 

posteriormente homogenizados en 1 ml de solución salina; de cada muestra se 

tomó 100 µl, para los diferentes análisis bioquímicos, para los cuales se utilizaron 

“Kits” comerciales de colorimetría. Estas técnicas se adaptaron en placas Elisa 

(microplacas), en las cuales se leyó la absorbancia en un fotocolorímetro (Uniscan 

II Labsystem).  

3.2. Análisis bioquímicos. 

3.2.1. Determinación de proteínas  

Para la determinación de proteínas se empleó la técnica de Bradford (1976) 

con el colorante azul de Coomassie. Inicialmente se realizo un curva tipo son 

solución estandar (albúmina bovina), cuya concentración es de 2 mg/ml, con las 

siguientes concentraciones: 1.0, 0.5, 0.25 y 0.125 mg/ml. Como blanco se utilizo 

una solución isotópica (NaCl 450 mM). 

 

En el caso del hígado y la gónada se tomaron 5 a 10 µl de cada una de las 

muestras de tejido dependiendo de su concentración y se diluyeron en 20 µl de 

NaOH 0.1 N. De esta dilución se tomaron 5 µl y se hicieron reaccionar con 1 ml de 

la solución reactiva (Bradford). Posteriormente se midió la absorbancia a 595 nm en 

un espectrofotómetro.  
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En la determinación del músculo, se tomó 5 µl de la muestra, que fue 

diluido en 90 µl de NaOH 0.1 N. De esta dilución, se tomó 5 µl y se hicieron 

reaccionar con 1 ml de la solución reactiva (Bradford). Posteriormente se midió la 

absorbancia a 595 nm en un espectrofotómetro.  

 

El compuesto colorido formado por los grupos amino (de cada uno de los 

tejidos) reacciona con el colorante azul de Coomassie, ácido fosforito y metanol. El 

compuesto colorido formado por la reacción es directamente proporcional a la 

concentración de proteínas en cada una de las muestras (Bradford, 1976). 

3.2.2. Determinación de lípidos totales  

 Para la determinación de lípidos totales se utilizó el kit Diagnostica Merck 

(Zöllner et al., 1962). El tejido del músculo, hígado y gónada fueron determinados 

siguiendo la misma técnica; se tomaron 0.1 ml de cada una de las muestras de 

tejido y se mezclaron con 1 ml de ácido sulfúrico. Se agitaron y se calentaron en un 

baño maría a 90 oC durante 10 min. Se dejaron enfriar en baño de hielo y de cada 

una de las mezclas obtenidas, se tomaron 15 µl que se hicieron reaccionar con 0.2 

ml de solución reactiva (ácido fosfórico-vainillina). Se elaboró una curva tipo con 

solución estándar y posteriormente se medió la absorbancia a 560 nm en placas 

Elisa (microplacas)  

 

El compuesto colorido formado por los lípidos de cada una de las muestras, 

reaccionan con el reactivo fosforito-vainillina, obteniéndose un producto color 

rosado, cuya concentración es directamente proporcional a la concentración de 

lípidos en la muestra (Barnes et al., 1973). 
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La grasa de la cavidad perivisceral que se acumula alrededor de la gónada y 

del sistema digestivo fue removida y pesada. El índice IGP fue determinado por la 

siguiente relación: 

 

IGP = ( total del peso de GP / P) x 100 

GP= Peso de la grasa perivisceral 

P= Peso total 

3.2.3. Determinación de triglicéridos 

 Para la determinación de los triglicéridos se empleó el método de McGoma 

et al., (1983), con el reactivo de GPO-Trinder, en el cual los triglicéridos son 

hidrolizados por lipasas hasta glicerol y ácidos grasos libres. El glicerol es oxidado 

hasta dihidroxiacetonafosfato con producción de peróxido para dar un compuesto 

colorido 4-(p-benzoquinona-monoimino)-fenazona, el cual es directamente 

proporcional a la concentración de triglicéridos presentes en la muestra.  

 

Inicialmente se realizó una prueba del reactivo usando como control una 

concentración conocida de triglicéridos (tales como los de Sigma 

CARDIOLIPIDTM). Para la determinación en gónada, hígado y músculo, se tomó 

de 10 a 15 µl de la muestra, y se hizo reaccionar con 200 µl de la solución reactiva 

por un período de 20 minutos a temperatura ambiente. Se elaboró una curva tipo 

con la solución estándar; posteriormente se medió su absorbancia a 540 nm. Con 

los resultados de absorbancia de cada muestra se hicieron los cálculos 

correspondientes. El incremento de la absorbancia es directamente proporcional a 

la concentración de triglicéridos de la muestra. 
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3.2.4. Determinación de glucógeno 

Se utilizó el método de Antrona (Van Andel, 1965), que consiste en 

precipitar el glucógeno presente en la muestra del músculo con etanol y se 

centrifuga; después es eliminado completamente el etanol y el precipitado es 

resuspendido en agua destilada (0.5 ml); éste se hace reaccionar con la solución de 

Antrona al 0.1% en baño María a temperatura de 80 a 90 0C de 15 a 20 minutos. Da 

un compuesto colorido, que es directamente proporcional a la concentración de 

glucógeno presente en la muestra, y se lee en un espectrofotómetro a 620 nm. Se 

elaboró una curva tipo, con una solución estándar de glucógeno de 2 mg/ml, con 

las siguientes concentraciones; 0.5, 0.25, 0.125 y 0.065 mg/ml.  

3.2.5. Determinación de colesterol 

 En cuanto al colesterol se utilizó el método CHOD-PAP, según Sledel et al., 

(1981) con el cual el colesterol y sus ésteres son separados de las lipoproteínas por 

detergentes. Los ésteres de colesterol son hidrolizados por la enzima colesterol 

esterasa. El colesterol producido, junto con el colesterol libre, es oxidado por la 

colesterol oxidasa, con formación de peróxido de hidrógeno, el cual reaccionará 

con 4 –amino-antipirina y fenol en la presencia de peroxidasa, produciendo una 

quinoneimina coloreada, cuya concentración es directamente proporcional a la 

concentración de colesterol en la muestra. 

 

 Para las pruebas del reactivo, se tomó 20 µl de la muestra, y se hizo 

reaccionar con 200 µl de la solución reactiva por un periodo de 15 minutos a 

temperatura ambiente. Posteriormente se medió su absorbancia a 492 nm. Se 

elaboró una curva tipo con la solución estándar. 
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3.3. Análisis estadístico.  

 Los resultados fueron expresados en miligramos de tejido. La normalidad 

de las variables fue comparada por la prueba de Kolmogorov–Smirnov; después se 

realizó una transformación logarítmica. En el análisis de varianza se aplicó una 

prueba General Lineal Model (GLM) múltiple dependet variable (MANOVA); la 

homogeneidad entre los meses se determinó con una prueba de Tukey HSD a un 

rango crítico de diferencia significativa (P< 0.05). En cada gráfica se determinó el 

error estándar con el 95% de confianza. Los resultados fueron procesados con el 

programa STATISTICA (5.5), el StatSigma (8.0), Microsoft Excel2000 y Sigmaplot 

(8). 
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VI. Resultados 

1. Biología reproductiva 

1.1. Proporción de sexos, talla y peso de los organismos. 

 De abril del 2001 a noviembre del 2002 se capturaron un total de 494 robalos 

paleta (C. medius) dentro del complejo lagunar Bahía Magdalena. Del total de peces 

capturados, 301 fueron hembras de 415 ± 145 mm de longitud total, con un peso 

promedio de 594.5 ± 311.5 g y 193 machos de 370 ± 100 mm de longitud total, con 

un peso promedio de 444 ± 206 g (Fig. 3). 

 

 La proporción de sexos se determino de 1.0:1.6 (machos:hembras) durante 

los dos años de captura, se realizo una prueba chi cuadras para ver si había 

diferencias entre la proporción de sexos, calculando que estadísticamente el valor 

obtenido en las hembras de 1.6 no es significativo (X2 = 16.7, df=1, P >0.33).  

 

 Durante el ciclo anual se observó que durante el periodo reproductivo (PR) 

los robalos tienen el menor peso (≤ 250 g), del mes de enero a marzo se observa un 

pico determinado como periodo de crecimiento y engrasamiento (CPE) (Fig. 3), en 

este periodo estuvo muy activo el crecimiento de esta especie, observándose 

nuevamente un descenso en cuanto al peso durante el PR del 2002 (Fig. 3). 

 

 La talla de las hembras y machos maduros durante el periodo reproductivo 

se observó en un intervalo de 390 a 400 mm, y de 330 a 370 mm (Fig. 3). Desde 

junio a septiembre del 2002 no se registraron datos, ya que no fue posible capturar 

reproductores por cuestiones logísticas. 
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Figura.3. Variación mensual de la longitud total y del peso en hembras y machos de C. 
medius, durante dos ciclos anuales. Las diferentes letras indican diferencias significativas 
entre los meses (P < 0.05). En círculo se expresa la media y las barras son los errores 
estandar. H= hembras; CPE= crecimiento y periodo de engrasamiento; M= machos; PR= 
Periodo reproductivo. 
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1.2. Desarrollo gonadal 

1.2.1. Desarrollo testicular 

 Los testículos maduros de C. medius son organos pares de color blanco, cada 

uno de los testículos presenta un conducto deferente el cual se fusiona con su 

homólogo y posteriormente desemboca en el poro genital. Los testículos por 

dentro están organizados dentro de lóbulos. Cada lóbulo contiene numerosos 

tubulos seminíferos, irregularmente distribuidos, formando una red que converge 

en el ducto deferente de la pared de la gónada. Basados en la clasificación de Grier 

y Taylor (1998), los testículos de C. medius pertenecen al tipo lobular 

espermatogonial, en los cuales las espermatogonias se distribuyen a lo largo del 

lóbulo. De acuerdo a los estadios de células espermatogénicas más avanzados en 

las muestras histológicas, se identificarón cinco estadios en la espermatogénesis 

(Fig. 4). 

 

 Estadio I, quiescencia (de enero a abril). Se define por la presencia de 

espermatogonias en el testículo; se observan agrupamientos de espermatogonias 

primarias (diámetro de 5.60 – 8.4 µm); las espermatogonias tambien están 

presentes a lo largo de la pared lobular, delineada por una membrana basal. Se 

observan células intersticiales. Durante este estadio los espermatocitos y 

espermatidas están ausentes (Fig.4A). 

 

 Estadio II, maduración temprana (de mayo a junio). Se ha iniciado la 

espermatogénesis. Se incrementa el ancho de los lóbulos, debido a que la 

espermatogénesis involucra la formación de espermatocitos dispersos conteniendo 

espermatocitos primarios (diámetro 3.10 – 3.9 µm) y a la división mitótica de las 
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espermatogonias. Los lóbulos se elongan considerablemente y el testículo se alarga 

(Fig. 4B). 

 

 Estadio III, maduración intermedia (de julio a octubre). Se presentan todos 

los estadios de desarrollo de células espermatogénicas. El diámetro del lóbulo 

aumenta con espermatocitos primarios (3.10 – 4 µm) y secundarios (2.3 – 3.9 µm) 

en meiosis; aparecen espermatidas (1.41 - 2.33 µm). Hay maduración de esperma 

que es liberado por los espermatocistos dentro del lóbulo cerca del ducto deferente 

(Fig. 4C). 

 

 Estadio IV, maduración completa (de septiembre a diciembre). La 

espermiación o liberación de los espermatozoides se hace más evidente, en 

combinación con el decremento de las espermatogonias primarias. Las 

espermatidas están presentes; los espermatocistos y espermatozoos maduros 

llenan la longitud total de los túbulos. Las cabezas del esperma miden 0.73 – 1.18 

µm (Fig. 4D). Durante este estadio los peces son completamente reproductivos. 

 

 Estadio V, regresión (diciembre). Caracterizada por la presencia de 

espermatogonias y de espermatocitos. Los conductos y los lóbulos están llenos de 

espermatozoides que son fagocitados por las células de Sertoli y consecuentemente 

hay una reducción de la producción de esperma (Fig. 4E). 
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Figura 4. Representación en fotografías ilustrando el estado de desarrollo de los testículos 
observados durante el ciclo reproductivo de C. medius. A) Quiescencia (x40), no ha iniciado la 
espermatogénesis. B) Maduración temprana (x40), ha iniciado la espermatogénesis. C) Maduración 
intermedia (x40), presencia de esperma, los peces están listos para reproducirse. D) Maduración 
completa (x40). E) Regresión (40X), la espermatogénesis termina. Técnica de tinción H-E y AB-PAS. 
BM= membrana basal; CY= espermatocistos; 1CY= espermatocitos primarios; 2CY= espermatocitos 
secundarios; IC= células intersticiales; L= Lumen, SC= espermatocitos; SG= espermatogonias; ST= 
espermatidas; SP= espermatozoides. 
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1.2.2. Desarrollo ovárico 

Se identificaron cinco estadios de desarrollo de los ovocitos para C. medius; 

los cuales están descritos de acuerdo a su incidencia a lo largo del ciclo 

reproductivo, como se describe a continuación (Fig. 5). 

 

Estadio I, previtelogénicos (de diciembre a junio, son mas evidentes). Se 

caracteriza principalmente por una proliferación de ovogonias. El núcleo (N) de 

estas ovogonias comparado con el citoplasma (Cy) es más grande. En este estadio 

los ovocitos no presentan vitelo, el citoplasma es de naturaleza basófilo. El 

diámetro celular oscila entre los 23 a 55 µm. En el estadio I avanzado, las células 

pregranulosas se multiplican para formar un epitelio granuloso, más allá de la 

cubierta de soporte; un acomodo irregular de células mesoepiteliales forma una 

cubierta tecal, rodeando y constituyendo así el folículo ovárico. Al final de este 

estadio la proporción del tamaño del núcleo disminuye con respecto al citoplasma 

mientras crece el ovocito y aparecen múltiples nucleolos en la periferia del núcleo 

(Fig. 5A). 

 

Estadio II, alvéolos corticales (de junio a octubre). Diámetro celular varía de 

56 a 250 µm. El diámetro del núcleo varía de 51-182 µm, y éste va disminuyendo de 

tamaño con relación al citoplasma aproximadamente del 50 al 45 %; las gotas 

lipídicas van aumentando de número y de tamaño (diámetro, 7.77- 20.63 µm). Por 

primera vez, una delgada membrana llamada zona radiata o corium (grosor, 2.20 -

3.45 µm) se hace visible alrededor de la periferia del ovocito y el folículo epitelial es 

más evidente, observándose la presencia de alvéolos corticales (diámetro, 3.31-6.59 

µm). En el centro del citoplasma. Con la tinción Azul Alciano PAS, los alvéolos se 

observan como esferas vacías. Estas vesículas (PAS positivo) son 
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mucopolisacáridos o glicoproteinas y son las primeras estructuras que aparecen en 

el citoplasma durante esta fase de crecimiento (Fig. 5B).  

 

Estadio III, vitelogénesis (de julio a noviembre). El diámetro celular oscila 

de 251 a 340. Los gránulos de vitelo aparecen en mayor proporción en la periferia 

del citoplasma; al mismo tiempo que la zona radiata y el epitelio folicular van 

aumentando de grosor. Durante esta fase, los gránulos de vitelo (diámetro, 5.73-

16.98 µm), aumentan considerablemente de número y de tamaño y se desplazan 

centripetamente, para ir ocupando el citoplasma. Los alvéolos corticales se 

desplazan hacia la periferia del citoplasma observándose una corona bien definida 

de alvéolos corticales. La zona radiata o corium (ch) es muy prominente de 15.21-

26.43 µm de grosor, asumiendo una apariencia finamente estriada. En esta etapa 

final de crecimiento el citoplasma está completamente ocupado por gotas lipídicas 

y gránulos de vitelo (Fig. 5C).  

 

 Estadio IV, maduración (de julio a noviembre). El diámetro celular varía de 

los 341 a 645 µm. La maduración de los ovocitos consiste de múltiples cambios 

bioquímicos y físicos. Con el rompimiento de la vesícula germinal o núcleo, los 

gránulos de la proteína del vitelo y las gotas lipídicas se disuelven. Debido a un 

proceso de hidrólisis de un derivado de la vitelogenina, se crea un incremento en 

aminoácidos libres (FAA) que provocan una presión osmótica que conduce el agua 

al interior del ovocito y comienza a aumentar rápidamente su tamaño 

(hidratación), iniciándose al mismo tiempo el proceso de maduración final del 

ovocito (Roderick et al., 1996). El contenido es homogéneo y translucido. Durante la 

maduración, el folículo se adelgaza y se reduce debido a un rápido aumento en el 

volumen celular, mientras que la zona radiata o corium permanece visible (Fig. 

5D). 
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Estadio V, atresia (folículos postovulatorios) (de septiembre a marzo). Los 

ovocitos atrésicos que no han iniciado la etapa de maduración y, por tanto, no han 

sido ovulados, permanecen en el ovario hasta que son degradados y reabsorbidos 

por las células foliculares que les rodean. Las células del folículo granuloso y 

posiblemente las células tecales se vuelven abundantes e hipertróficas para formar 

una estructura compacta vascularizada llamada corpus atreticum. La reacción 

ocurre con una fagocitosis de las células de la granulosa, una vez rota la zona 

radiata que rodea al ovocito (corium), y finalmente las células foliculares también 

degeneran y en su lugar queda una masa rodeada de tejido conjuntivo (Fig. 5E). 
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Figura 5. Representación en fotografías ilustrando el estado de desarrollo de los ovocitos 
observados durante el ciclo reproductivo de C. medius. A) Estadio I, ovocitos 
previtelogénicos (x40). B) Estadio II, ovocitos con alvéolos corticales (x20). C) Estadio III, 
ovocitos vitelogénicos (x20). D) Estadio IV, ovocitos maduros. El núcleo migra hacia la 
periferia del citoplasma y vesícula del vitelo empiezan a fusionarse. El corium incrementa 
(x20). E) Estadio V, ovocitos atrésicos (x10). Técnica de tinción H-E y AB-PAS Cy= 
citoplasma; N= nucleo; n= nucleolos; I= lipidos del vitelo; ca= alveolo cortical; P= proteina; 
pv; previtelogénicos; ch= corium; Oo= Ovogonia; POF= Foliculos postovulatorios. 
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1.3. Tipo de ovario 

 En las hembras de C. medius en los meses de abril a mayo, se observan un 90 % 

ovocitos del tipo I y un porcentaje mínimo del 10 % de ovocitos del tipo V. Los 

ovocitos previtelogénicos de junio a septiembre disminuyen hasta un 10 % en el 

mes de septiembre. A partir del mes de octubre a los siguientes meses, se observa 

un incremento, hasta un aumento máximo del 90 % de abundancia en marzo (Fig. 

6A).  

 

Los ovocitos del tipo II (alvéolos corticales), se hacen presentes durante el 

mes de junio con un 30 %, incrementándose hasta el 40 % de abundancia durante el 

mes de julio. De agosto a octubre se observa un decremento, principalmente se 

observan los valores mas bajos de abundancia durante el mes de octubre (Fig. 6A). 

 

Los ovocitos vitelogénicos (estadio III) fueron observados durante el mes de 

julio con un porcentaje del 20 %, de agosto a octubre se observa un incremento 

hasta el 40 % de abundancia. Durante el mes de noviembre se observa una 

reducción hasta el 10%. 

 

Los ovocitos del tipo IV (maduros), se observan a partir del mes de julio con 

un 10 % de abundancia, de agosto a octubre se observa un aumento hasta un 40 % 

de abundancia (Fig. 6A). Este pico en la proporción de ovocitos del tipo IV, 

coincide con los altos valores de IGS (Fig. 7), con la aparición del 5 % de ovocitos 

atrésicos durante el mes de septiembre (Fig. 6A). La presencia de ovocitos del tipo 

IV estuvo presente hasta el mes de noviembre con un porcentaje del 10 %.  

 

 La máxima abundancia de ovocitos atrésicos fue observada en diciembre, 

coincidiendo con una reducción del IGS e indicando el fin del periodo de desove 
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(Zanuy et al., 1986). Los ovocitos atrésicos de enero a marzo presentan una 

reducción. Los ovocitos atrésicos se presentan junto con los ovocitos de los estadios 

I y II, antes del periodo de desove, posteriormente los ovocitos en estadio I 

disminuyen en abundancia desde mayo a septiembre y reaparecen posteriormente 

después del periodo de desove (Fig. 6A). Estas observaciones nos llevan a definir 

que los ovarios del robalo paleta, son del tipo sincrónico por grupo, mostrando un 

solo periodo de reproducción, del mes de septiembre a noviembre (Fig. 6A).  

 

En los machos de C. medius, se observa la presencia de espermatogonias del 

84 % de abundancia, presentándose una disminución durante los meses de mayo a 

agosto, principalmente se observa el valor mas bajo (12 %) de espermatogonias 

durante el mes de junio. En el mes de septiembre, no se observa la presencia de 

espermatogonias, sin embargo reaparecen incrementando en porcentaje durante 

los meses de octubre a marzo, alcanzando el máximo valor durante marzo (85 %).  

 

Durante el mes de abril se observa el 16 % de espermatocitos, estos 

aumentan de mayo a julio, disminuyendo en el mes de agosto e incrementandose 

nuevamente durante el mes de septiembre y octubre, en noviembre disminuye su 

abundancia hasta un 5% hasta desaparecer en el mes de diciembre, reapareciendo 

nuevamente de enero a marzo con mayor porcentaje.  

 

Las espermatidas se observan a partir del mes de mayo con un 23 % de 

abundancia, manteniéndose el mismo porcentaje hasta el mes de agosto, en 

septiembre se observa una reducción del 10 % de abundancia, presentando un 40 

% de abundancia durante octubre. Durante el mes de noviembre disminuye al 5 % 

de abundancia, hasta desaparecer durante los meses de diciembre a abril.  
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Los espermatozoides se observan a partir del mes de mayo a diciembre, 

presentando durante el mes de noviembre y diciembre el máximo pico.  

 

Con los métodos histológicos se observa un adelanto en el periodo 

reproductivo de los machos, en comparación de las hembras, y un retrazo hasta el 

mes de diciembre. Esta misma estrategia reproductiva puede ser encontrada en 

otras especies de teleósteos (Piferrer, 2001). El mes de septiembre puede definirse 

como el pico reproductivo en machos por la ausencia de espermatogonias, 

alcanzando mas del 50 % de las células germinales en el testículo (Fig. 6B). 

Finalmente la regresión aparece durante el mes de diciembre con el incremento de 

espermatogonias (Fig. 6B). 
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Figura 6. Variación mensual en la abundancia relativa en los diferentes tipos de ovocitos y 
las células espermatogénicas presentes en C. medius, durante un ciclo reproductivo. St-I= 
estadio I, previtelogénesis; St-II= estadio II, alvéolos corticales; St-III= estadio III, 
vitelogénesis; St-IV= estadio IV, maduración; St-V= estadio V, atresia o folículo 
postovulatorio; SG= espermatogonias; SC= espermatocitos; ST= espermátidas; SP= 
espermatozoides. 
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1.4. Época de puesta 

 El periodo reproductivo durante el 2001 para C. medius estuvo comprendido 

entre mediados de julio y noviembre según los valores del IGS y los resultados 

histológicos.  

 

 Durante el periodo reproductivo del año 2002, solo se capturaron hembras 

en julio y agosto, y machos de julio a noviembre, a excepción del mes de 

septiembre para ambo sexos; sin embargo, los resultados obtenidos fueron 

adecuados para permitirnos verificar la época reproductiva de esta especie.  

 

La figura 7, muestra una tendencia similar para el IGS en ambos sexos 

durante el periodo reproductivo (PR) del 2001 y 2002. Los valores de IGS en 

machos durante el periodo de pre-gametogénesis (P-PG) de enero a mayo del 2002 

fueron bajos (0.23 ± 0.02 %). Indicando una reducción en la madurez testicular y 

una supresión rápida de la función reproductiva. Al igual que en los machos, las 

hembras durante enero a marzo del 2002, presentan los valores mas altos que en 

los machos (0.4 % ± 0.05 %), con una disminución de abril a mayo. 

 

 Él Índice gonadosomático para machos se incrementó gradualmente a un 

pico en septiembre (durante el periodo de desove) (Fig. 7), cuando la presencia de 

fluido espermático fue mas evidente en los machos. Los valores de IGS en hembras 

fueron mas altos durante el periodo de desove, (septiembre a noviembre), y 

especialmente durante el mes de septiembre, cuando las hembras alcanzan su 

máximo valor (0.98± 0.07%) (Fig. 7), además los ovocitos maduros fueron 

detectados durante este periodo. 
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  Los cambios mensuales en IHS en hembras y machos mostraron una 

inversa relación con el IGS, el cual fue particularmente evidente en hembras (Fig. 

7). El IHS alcanza su mínimo valor durante el mes de septiembre, a mediados del 

periodo reproductivo.  

 

 En relación a las horas luz para esta latitud, se observa que en junio se 

presenta el solsticio de verano con un máximo de 14 horas luz, a partir de 

mediados de junio, cuando ha iniciado el periodo reproductivo se observa un 

decremento en las horas luz, hasta el solsticio de invierno (diciembre) con 11:14 

(Luz: Oscuridad). Incrementando nuevamente durante el periodo de pre-

gametogénesis (Fig. 7). La temperatura, muestra una tendencia inversa en relación 

a las horas luz, durante el mes de junio se observan las temperaturas mas bajas 

entre 17 y 18 °C, a partir de mediados de junio se observa un incremento, hasta 

alcanzar su máximo en septiembre (28 °C) justo cuando inicia el periodo de 

desove, disminuyendo a partir del mes de noviembre y diciembre (23 °C), continua 

disminuyendo en los siguientes meses hasta el mes de junio (Fig. 7). 
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Figura 7. Cambios mensuales en el índice gonadosomático (IGS) y hepatosomático (IHS) 
en hembras y machos de C. medius, relacionados con el fotoperiodo natural y a la 
temperatura del agua, durante dos ciclos reproductivos. Las diferentes letras indican 
diferencias significativas entre los meses (P <0.05). Los valores están expresados por la 
media (± ES). H= hembras; PG= periodo de gametogénesis; CPE= Crecimiento y periodo 
de engarzamiento; M= machos; P-PG= Periodo de pre-gametogénesis; PPD= periodo de 
pos-desove; PR= periodo de reproducción; PD= periodo de desove. 
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1.5. Cambio de sexo 

 Durante marzo y abril del 2001, y noviembre del 2002, macroscópicamente 

se observaron las gónadas de 11 peces con una apariencia delgada y alargada, sin 

fluido espermático. Las gónadas no presentaban característica de ningún sexo 

aparente. 

 

La longitud media de los peces indeterminados fue de 30.87 mm (± 1.63) 

promedio y de peso de 230 g (± 48.0) promedio. 

 

En los análisis histológicos, se observó en la sección longitudinal la 

presencia de ovogonias en la lámela de la gónada (Fig. 8A). Así como la presencia 

de ovogonias y ovocitos previtelogénicos simultáneamente con espermatozoides 

(Fig.8B), los conductos espermáticos con un remanente de esperma residual, 

espermatocitos y espermátidas fueron observados (Fig. 8C). Los conductos 

presentan células de espermatozoides y se observa los nidos de ovogonias (Fig. 

8D). 
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Figura 8. Cambio de sexo. A) sección longitudinal de la gónada (10X). Técnica de tinción 
H-E. B) presencia de ovogonias y ovocitos primarios, presencia de espermatozoides (40x). 
C) ovogonias y conductos espermáticos (10x). D) presencia de ovogonias y conductos 
espermáticos en la región distal de la gónada. Técnica de tinción Cleveland Wolf. Oo= 
ovogonia; SC= espermatocitos; ST= espermatidas; SP= espermatozoides. 

2. Fisiología de la reproducción. 

2.1. Grasa visceral. 

 Los valores mas altos del índice de grasa perivisceral en ambos sexos, 

fueron observados durante el periodo de recuperación (PRp), disminuyendo 

durante el periodo reproductivo (PR) del 2002. En las hembras, el valor mas alto de 

IGP fue de 1.5 % durante el mes de febrero, presentando una disminución de 

marzo a mayo, con un porcentaje mínimo de 0.4 %. Del mes de mayo a agosto del 

2002, no se observan diferencias significativas entre los IGP (Fig. 9). 
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En machos se observa durante el mes de enero, el valor mas alto del IGP de 

1.2 %, mostrando una tendencia a disminuir de febrero a mayo, alcanzando el 

valor mas bajo en agosto y octubre del 2002 (IGP, 0.3) (Fig. 9). 
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Figura. 9. Variación mensual de la grasa en la cavidad perivisceral (IGP) durante dos ciclos 
reproductivos. Las diferentes letras indican diferencias significativas entre los meses (P 
<0.05). Los valores están representados por la media (± ES). PD= periodo de desove; PRp = 
periodo de recuperación; PR= Periodo reproductivo. 

2.2. Análisis bioquímico del músculo 

 

 Los patrones de concentración de proteína en el músculo de hembras y 

machos son parecidos a los de la grasa perivisceral (IGP), con los valores más bajos 

durante el periodo reproductivo (PR) (enero) y más altos durante la primera mitad 
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del periodo de recuperación (PRp), para volver a disminuir abruptamente en los 

siguientes meses (Fig. 10A).  

 

 La concentración de lípidos en el músculo fue muy baja durante todo el RP, 

y presentaron un aumento estable durante la primera mitad del PRp, y hasta un 

máximo en el mes de febrero para machos (alrededor de 10 mg por gramo) y un 

mes después para las hembras (alrededor de 8 mg por gramo). En el mes de abril, 

ambos sexos alcanzan valores bajos que se mantienen en los siguientes meses (Fig. 

10B).  

 

 Los triglicéridos en músculo siguen un patrón diferente al de los lípidos 

musculares. Un primer máximo aparece al final del PR y principio del PRp, siendo 

el de los machos de mayor magnitud que el de las hembras. Una progresiva 

disminución de sus valores fue observada durante todo el PRp. Un segundo 

máximo aproximadamente igual para ambos sexos, aparece en el inicio del PR (Fig. 

10C). 

 

 En ambos sexos, valores altos de glucógeno fueron encontrados de 

diciembre a marzo y bajos de abril a noviembre. Sus patrones de variación fueron 

muy similares a los observados para las proteínas y lípidos del músculo (Fig. 10D). 
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Figura. 10. Cambios bioquímicos mensuales en músculo de hembras y machos de C. 
medius durante un ciclo reproductivo. A) Proteína en músculo; B) Lípidos en músculo; C) 
Triglicéridos en músculo; D) Glucógeno en músculo. Los valores están representados por 
la media (± ES). Las diferentes letras indican diferencias significativas entre los meses (P 
<0.05). Los asteriscos muestran las diferencias entre hembras y machos durante el mismo 
mes. PD= periodo de desove; PRp= periodo de recuperación; PR= Periodo reproductivo. 

2.3. Análisis bioquímicos del hígado 

Las proteínas en el hígado tuvieron valores altos durante la parte media del 

PR en ambos sexos, y una disminución progresiva en los siguientes meses, hasta 

alcanzar un valor mínimo durante febrero, y volver a aumentar en marzo y abril 

(Fig. 11A). 
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Una variación inversa fue observada en los lípidos del hígado, presentando 

bajos niveles durante la segunda mitad del PR y altos niveles durante la mayor 

parte del PRp (Fig. 11B).  

 

Los triglicéridos en el hígado también presentaron un patrón similar de 

variación, aunque de menor magnitud que aquellos observados en los lípidos del 

hígado, por ejemplo, niveles bajos durante la segunda mitad del PR y niveles altos 

durante PRp en ambos sexos (Fig. 11C). 

Figura. 11. Cambios bioquímicos mensuales en hígado de hembras y machos de C. medius 
durante un ciclo reproductivo. A) Proteína en hígado; B) Lípidos en hígado; C) 
Triglicéridos en hígado. Los valores están representados por la media (± SE). Las 
diferentes letras indican diferencias significativas entre los meses (P <0.05). Los asteriscos 
muestran las diferencias entre hembras y machos durante el mismo mes. ). PD= periodo 
de desove; PRp= periodo de recuperación; PR= periodo reproductivo. 

Pr
ot

ei
na

 (m
g/

g 
te

jid
o 

de
 h

íg
ad

o)

0

50

100

150

200

250

Sep. Oct Nov Dic Ene Feb Mar Abr May Jun Jul Ago Sep Oct. Nov.

Lí
pi

do
s 

(m
g/

g 
te

jid
o 

de
 h

íg
ad

o)

0

10

20

30

40

50

60

Meses

Sep. Oct Nov Dic Ene Feb Mar Abr May Jun Jul Ago Sep Oct. Nov.

Tr
ig

lic
ér

id
os

 (m
g/

g 
te

jid
o 

de
 h

íg
ad

o)

0.0

0.5

1.0

1.5

2.0

2.5

Macho
Hembra

a

ba

abc abc

c c c

abc

c
abc

cba

a
cba

ba
b

a

b

ba ba

b b b

ba
ba b

b
b

b

b
b

a
a

a a

a
a

aa

aa
a

b
b

b

b

b b

ed
ed ed

a
a ba a

b b b

ba ba
ba ba

ba

ba

ba

bc

ba

ed

b

ed
ed

ba

2001 2002

2001 2002

PD
PR

PD

PR

PD

PD

PRp

PRp

A

C

B

Macho
Hembra

Macho
Hembra



 

 

67

2.4. Análisis bioquímicos de la gónada 

El contenido proteínico de las gónadas femeninas presentan una variación 

con un máximo al final del periodo reproductivo (noviembre) y otro máximo 

durante febrero y marzo; los machos presentaron valores elevados de enero a 

marzo. Los valores más bajos fueron observados el resto del tiempo 

particularmente durante el PR (Fig. 12A). 
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Figura.12. Cambios bioquímicos mensuales en gónada de hembras y machos de C. medius 
durante un ciclo reproductivo. A) Proteína en gónada; B) Lípidos en gónada; C) 
Triglicéridos en gónada; D) Colesterol en gónada. Los valores están representados por la 
media (± SE). Las diferentes letras indican diferencias significativas entre los meses (P 
<0.05). Los asteriscos muestran las diferencias entre hembras y machos durante el mismo 
mes. ). PD= periodo de desove; PRp= periodo de recuperación; PR= Periodo reproductivo. 
 

Las concentraciones de lípidos en gónadas para ambos sexos fueron bajos 

(<3 mg/gr) a lo largo del ciclo sexual, excepto para las hembras durante la primera 
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mitad del RP (julio y agosto) los cuales estuvieron particularmente elevados (Fig. 

12B). 

 

Los valores mas bajos de triglicéridos en gónadas, se presentaron durante la 

primera mitad del PRp, mientras que durante la segunda mitad de este periodo se 

observó un aumento de estos valores culminando con un máximo en el inicio del 

PR (agosto) (Fig. 12C). 

 

El alto contenido de colesterol en gónada (>2 mg/gr) se observó de octubre 

a diciembre (final del PR y principio del PRp) y niveles basales fueron observados 

durante el resto del PRp (Fig. 12D). 
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VII. Discusión 

1. Biología reproductiva 

La biología reproductiva de Centropomus medius (robalo paleta), ha sido 

estudiada en este trabajo de tesis y por los resultados obtenidos podemos decir que 

es muy parecida a la que se conoce para C. undecimalis (robalo común), C. parallelus 

(robalo gordo) y Lates calcarifer (barramundi), que también son especies de la 

famila Centropomidae. 

 

La variabilidad de la proporción de sexos en un ecosistema está 

determinada por factores ambientales, genéticos y evolutivos (Potts 1989). Reay 

(1989) menciona que la proporción de sexos de manera natural es 1:1 pero en 

condiciones de cultivo puede variar.  

 

Por los resultados obtenidos en la proporción de sexos entre machos y 

hembras (1:1.6) para C. medius, podemos decir que la población se comporta como 

lo mencionado por Reay (1989); sin embargo Marshall (1958) menciona que la 

proporción de sexos puede variar dependiendo del arte de captura por que éstos 

son selectivos para la talla de captura de los organismos. En relación a lo antes 

mencionado, podemos notar diferencias con un estudio sobre el robalo C. 

undecimalis en las costas de Florida; Volpe (1959) reporta una proporción de sexos 

de 1:3 (machos:hembras), en peces mayores a 800 mm, Gilmore et al (1983), la 

encuentra de 3:1 en peces menores a 500 mm y de 1:11 para peces mayores a 800 

mm. Taylor et al (2000), reportan una proporción de sexos de 1.6:1 y Marshall 

(1958) la reporta de 1:1.1 para peces menores a 500 mm. Este último autor coincide 

con lo hallado para C. medius en este estudio. Marshall (1958) demuestra que al 
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utilizar una red de luz de malla de 114 mm, puede capturar peces de 568 a 836 mm 

(702 ± 134), mientras que con una red extendida, el rango de captura de peces varía 

de 439 a 879 mm (659±220). Para C. medius obtuvimos que con una red agallera de 

75 mm de luz de malla, se pueden capturar ejemplares de 270 a 560 mm.  

 

Esta variabilidad de tallas que se presenta con el uso de diferentes métodos 

de captura o diferente luz de malla de las redes en peces que presentan 

hermafroditismo, puede influenciar directamente la interpretación de los 

resultados respecto a la proporción de sexos; los robalos C. undecimalis y C. medius 

presentan hermafroditismo protándrico, siendo los organismos de menor tamaño 

machos y los de mayor tamaño hembras. El uso de una red de luz de malla menor 

de 75 mm tiene una mayor probabilidad de capturar machos cuyas tallas son 

menores a 260 mm.  

 

En condiciones de cultivo la proporción de sexos es variable. Mylonas et al. 

(2003), mencionan que cuando los huevos de lobina eclosionan, las larvas no tiene 

definido su sexo. Esto no sucede hasta unos meses después, cuando los juveniles 

llegan a una medida de entre 80 y 140 mm. Que lleguen a ser machos o hembras 

depende fundamentalmente de su componente genético, determinante del sexo. 

Pero éste puede ser modificado por algunos factores ambientales, principalmente 

por la temperatura del agua en la que se desarrollan las larvas. En una temperatura 

de 21ºC, que es más elevada de lo normal (13-18°C), la proporción de machos 

aumenta al 80, 90 o incluso al 100%. Piferrer (2001), determina que los tratamientos 

hormonales con estrógenos de peces en cautiverio pueden inducir a la 

feminización y esto lo atribuye a una respuesta que está en el gen cyp19, que 

codifica para el citocromo P450 aromatasa, una enzima responsable de la 

producción de estrógenos a partir de andrógenos, los dos tipos principales de 

esteroides sexuales necesarios para la diferenciación gonadal. Por eso han clonado 
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genes implicados en la síntesis, el transporte, la recepción y el efecto biológico de 

estos esteroides.  

 

Cuando se expresa la aromatasa se produce la síntesis de estrógenos (las 

hormonas femeninas). Sin embargo, el aumento de temperatura bloquearía la 

expresión del gen cyp19 y, por lo tanto, no se produciría esta síntesis. La 

consecuencia es que las larvas que tienen en su componente genético la 

información para llegar a ser hembras, no lo llegan a ser (Piferrer et al., 1994; 

Piferrer, 2001). De aquí que aumente la proporción de machos. Así, las gónadas 

sexualmente indiferenciadas son únicas entre todos los órganos de los vertebrados 

en cuanto que tienen dos opciones para su desarrollo durante el proceso de 

diferenciación sexual: devenir ovarios o testículos (Piferrer et al., 1994; Piferrer, 

2001).  

 

Estos estudios mencionados nos llevan a comprender que debido a los 

cambios de temperatura presentes en los lugares de captura es posible encontrar 

peces que presenten hermafroditismo. Principalmente esta característica 

reproductiva se reporta en especies costeras tropicales en donde las variaciones de 

temperatura varían de 15 a 35 °C (Guiguen et al., 1994). En los peces (más de 25.000 

especies identificadas) se dan todas las formas posibles de reproducción conocidas 

en los vertebrados, como: gonocorismo (sexos separados), o hermafroditismo 

sincrónico y secuencial (Zhou et al., 2001). Los hermafroditas secuenciales se 

dividen en dos: los protogíneos (funcionan como hembras y después como 

machos) y los protándricos (funcionan como machos y después como hembras) 

(Meyer, 1999). Esta última característica reproductiva (hermafroditas protándricos) 

se determinó por primera vez en C. medius a través de la observación por técnicas 

histológicas de la presencia de ovogonias y ductos espermáticos, en una misma 

gónada. Taylor et al. (2000), reporta que en C. undecimalis se presenta esta misma 
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característica reproductiva y Moore (1979) la reporta para Lates calcarifer. Esta 

característica reproductiva, no ha sido todavía identificada en ningún otro 

ejemplar de la familia Centropomidae. 

 

Taylor et al. (2000), menciona, que los machos de C. undecimalis, alcanzan la 

madurez sexual desde los 240 mm, a comparación de las hembras que son 

maduras a partir de los 400 mm. Estas tallas coinciden con las tallas de los 

organismos que presentaron cambio de sexo en C. medius. Taylor et al. (2000), 

menciona también que, a partir de un año de edad, los machos presentaban 

ovogonias en la periferia de la porción testicular hasta los 3.5 años de edad, (515 

mm) y que, las hembras de 7 años de edad (824 mm), aún presentaban remanentes 

de ductos espermáticos.  

 

Se observaron 11 peces que presentaban esta característica reproductiva, los 

cuales fueron capturados antes del periodo reproductivo (marzo) y al finalizar el 

periodo de desove (noviembre), lo cual coincide con lo mencionado por Taylor et 

al., (2000) en que la mayoría de C. undecimalis que presentaban cambio de sexo 

fueron capturados durante los meses de septiembre a noviembre al terminar el 

periodo de desove, y de febrero a marzo antes del desove. 

 

Los hermafroditas protándricos presentan la desventaja frente a los 

hermafroditas protogíneos que en cultivos intensivos de engorda los machos 

crecen un 35% menos que las hembras; las investigaciones actuales indican que es 

posible la producción de lotes de peces en los que todos los ejemplares sean 

hembras (Le comber y Smith, 2004). Todo esto se puede conseguir a partir de 

cruces deliberados o con técnicas genéticas consistentes en la manipulación de 

cromosomas en el momento de la fertilización (Crow, 1994; Venkatesh, 2003). Con 

estas técnicas se consigue producir ejemplares polyploides (con tres o más 
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dotaciones de cromosomas), que crecen normalmente pero que son estériles y por 

lo tanto no pueden reproducirse, o peces de herencia exclusivamente materna. 

Estas técnicas se están utilizando para la lubina y el rodaballo (Le comber y Smith, 

2004). 

 

Una de las ventajas que presenta una especie con cambio de sexo en relación 

a una especie gonocórica, es porque la inversión del sexo otorga al individuo un 

mayor éxito en su aspecto reproductivo cualquiera que sean las condiciones del 

medio ambiente, hábitos alimenticios, tallas, comportamiento, etc. Las especies que 

presentan cambio de sexo pueden ser herbívoras, zooplanctívoras, piscívoras, 

monógamas, polígamas, promiscuas, de pequeñas y grandes tallas, especies que 

viven en aguas someras o profundas, especies que mantienen agregaciones 

monoespecíficas o interespecíficas, que producen huevos pelágicos o sésiles, que 

defienden su territorio individualmente o en grupos, que presentan migraciones 

diurnas o son residentes permanentes, que se reproducen diario o mensualmente 

durante todo el año, o durante cortas y bien definidas estaciones de desoves. Estas 

ventajas se han mantenido durante la evolución. Esto demuestra que el beneficio 

de esta estrategia es mayor que el costo energético para mantenerla (Douglas y 

Shapiro, 1989). Ghiselin (1969), agrega además que el cambio de sexo presenta 

ventajas sobre el gonocorismo, ya que el potencial reproductivo se mantiene 

eficiente tanto en un sexo como el otro. En cambio las especies gonocóricas con el 

tiempo y la edad van perdiendo su potencial reproductivo (Shapiro, 1989). 

 

Las investigaciones actuales sobre los diferentes tipos de reproducción en 

los peces se están dirigiendo al estudio de las condiciones evolutivas y ecológicas 

durante este evento (Forsgren et al., 2004; Ghalambor et al., 2004; Seamons et al., 

2004).  
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Los factores medioambientales influyen en la reproducción de los teleósteos. 

La respuesta a esa influencia es diversa en función de la especie. Lambert y Ware 

(1984) mencionan que la gran mayoría de los peces presenta una estrategia de 

reproducción típica para cada especie y pueden tener estrategias reproductivas 

alternativas dentro de una población; puede haber subpoblaciones que maduren a 

edades y tallas diferentes y que tengan comportamientos de reproducción 

diferentes. Carrillo y Zanuy (1999) mencionan que el ciclo reproductivo de la 

mayoría de las especies de teleósteos comprenden una sucesión de estadios de 

diferente duración: gametogénesis, maduración final de los gametos, desove y 

regresión. Particularmente, en las hembras de C. medius, la ovogénesis ocurre igual 

que la reportada para las hembras de C. undecimalis (Peters et al., 1998; Taylor et al., 

1998; Grier, 2000). Presenta un epitelio germinal a partir del cual se van a 

diferenciar las ovogonias durante la época de diferenciación sexual (Takashima y 

Hibiya, 1995; Grier, 2000). Durante el proceso de maduración, los peces pueden 

presentar tres tipos básicos de desarrollo del ovario: sincrónico, sincrónico por 

grupo y asincrónico (Mylonas y Zohar, 2001). En los peces sincrónicos por grupo, 

en los ovarios se encuentran dos o más poblaciones distintas de ovocitos en 

diferentes estadios de desarrollo, en donde se encuentra una población de ovocitos 

primarios y una o más poblaciones de ovocitos en desarrollo. Durante la estación 

anual de desove, las hembras sincrónicas por grupo desarrollan un solo conjunto 

de ovocitos en su fase final de maduración y ovulan solo una vez como en la lubina 

rallada y en la trucha. Otras especies como Dicentrarchus labrax o Pleuronectes 

ferrugineus, tienen varios conjuntos de ovocitos que desarrollan múltiples 

ovulaciones en el transcurso de algunos días o semanas. Este patrón de desarrollo 

ovárico es igual al encontrado para C. medius muestra un solo periodo de desove 

de septiembre a noviembre, similar que el reportado por Taylor (1998) para C. 

undecimalis con un solo periodo de desove (de junio a agosto) y el reportado por 
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Burker et al., (1998) para L. calcarifer con un solo periodo de desove (noviembre a 

diciembre).  

 

En relación a los machos de C. medius, durante el mes de mayo hasta el mes 

de diciembre, se observó la presencia de esperma, en las muestras analizadas por 

técnicas histológicas. Por lo tanto, el periodo reproductivo de los machos es más 

amplio que el de las hembras, con un mes de adelanto (mayo) y terminando un 

mes después (diciembre). En los estudios realizados por Grier y Taylor (1998) y 

Grier (2000), este adelanto y atraso reproductivo en los machos se reporta en C. 

undecimalis. Esta característica reproductiva puede ser encontrada en otras especies 

de teleósteos (Piferrer, 2001). Basados en la clasificación de Grier (2001) para C. 

undecimalis, los testículos de C. medius pertenecen al tipo lobular espermatogonial, 

en los cuales las espermatogonias se distribuyen a lo largo del lóbulo al igual que 

la estudiada para C. undecimalis (Grier, 2001). 

 

Los índices gonadosomático y hepatosomático nos ayudan a comprender el 

ciclo reproductivo de los peces. Éstos nos expresan la dinámica en la utilización de 

la energía endógena de los órganos, tales como el hígado y la gónada (González y 

Oyarzun, 2002). La variación en el peso del hígado refleja unos procesos de 

almacenamiento y transferencia de proteínas y lípidos, asociados con el esfuerzo 

reproductivo (Santos et al., 1996). El crecimiento gonadal se ve reflejado en el 

aumento del IGS presentando una correlación con el periodo reproductivo y una 

disminución después del desove (Jobling, 1995, Zimmerman 1997).  

 

En nuestro estudio, para determinar el ciclo reproductivo del robalo paleta, 

empleamos los índices hepatosomático (IHS) y gonadosomático (IGS), calculados 

mensualmente durante dos años. Los resultados del IHS obtenidos para las 

hembras y los machos de C. medius mostraron una inversa relación con el IGS, lo 
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cual fue particularmente evidente en las hembras. El IHS alcanzó su mínimo valor 

durante el mes de septiembre, a mediados del periodo reproductivo (PR). La 

reducción del IHS durante este periodo reproductivo, puede ser explicada por la 

movilización de reservas lipídicas y especialmente la vitelogenina (Vg), y una 

lipofosfoproteína que se sintetizan en el hígado y son liberadas a la sangre en 

respuesta a los estrógenos circulantes (Carrillo y Zanuy, 1998).  

 

Este proceso incrementa el peso de la gónada aumentando el IGS y 

disminuye el peso del hígado. Esta variación en los índices se ha descrito en otras 

especies de teleósteos (Carrillo y Zanuy, 1993; Mañanos et al., 1997; Rodríguez et 

al., 2001). En el robalo común C. undecimalis se realizó un estudio comparativo 

entre el IGS y los niveles de esteroides hormonales de estradiol (E2) y testosterona 

(T) durante un ciclo anual, obteniendo los valores más altos de IGS, E2 y 

testosterona durante el periodo reproductivo (de mayo a septiembre) y los valores 

más bajos durante el periodo de reposo (de octubre a marzo), y un pico durante el 

periodo de desove (de junio a agosto) (Steven et al., 1999). En C. medius no se han 

determinado los niveles de esteroides hormonales; sin embargo, lo reportado para 

C. undecimalis indica que los cambios en el aumento o disminución de estradiol (E2) 

y testosterona (T) están asociados con la maduración reproductiva (Steven et al., 

1999). 

 

El inicio de la vitelogénesis en el robalo paleta C. medius, se produce cuando 

el fotoperiodo es de 14 horas de luz y 10 de oscuridad (solsticio de verano) y un 

aumento significativo de la temperatura del agua por encima de 22 o C. 

 

El máximo valor del IGS en C. medius, seguido probablemente de las 

puestas, coincide con la disminución del fotoperiodo (de julio a noviembre) y la 

máxima térmica anual. Estos cambios son percibidos por el robalo por los 
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fotorreceptores de la retina o quimiorreceptores del epitelio olfatorio y glándula 

pineal (Harpster and Henderson, 1978). Estos impulsos eléctricos son transmitidos 

sinapticamente a otras neuronas. De esta forma, la información fótica se transforma 

de forma directa en respuesta endocrina. Esta respuesta hormonal se hace a través 

de la melatonina la cual se sintetiza y se libera durante la noche y se inhibe durante 

el día; cuando las noches son cortas y las temperaturas elevadas, son capaces de 

disminuir la secreción de la melatonina y por consiguiente cambiar su ritmo diario. 

En cambio, durante el solsticio de invierno que inicia el 21 de diciembre, cuando 

las temperaturas son bajas y las noches mas largas, el periodo de niveles elevados 

de melatonina se alarga, aunque su amplitud de secreción no cambie (Zanuy y 

Carrillo, 1999). La duración de la elevación nocturna de melatonina está controlada 

por el fotoperiodo, pero su amplitud es más dependiente de la temperatura 

(Carrillo et al., 1995). Este proceso sugiere que en C. medius la producción de 

melatonina sigue unas pautas muy ajustadas a las fluctuaciones de la luz 

ambiental. 

 

En los peces, la secreción de melatonina y la respuesta reproductora ante el 

fotoperiodo están relacionadas (Reiter, 1993). Las señales electroquímicas que se 

dirigen vía neuronas sensoriales al cerebro y de ahí al hipotálamo (Bromage et al., 

1988), son procesadas induciendo la secreción de hormonas peptídicas como la 

hormona liberadora de la gonadotropina (GnRH). Éste tipo de hormonas se dirige 

a la glándula pituitaria donde inducen y regulan la producción de la hormona 

gonadotropina (GtH) (Mushiake et al., 1994). La gonadotropina es liberada en la 

sangre, llega al tejido gonadal, donde participa en la producción de esteroides que 

controlan las funciones reproductivas (Prat, 1990). Zanuy et al., (1995), menciona 

que otro de los factores relevantes que influyen en los ciclos reproductivos en el 

momento del desove de los peces es la temperatura del agua; hay otros factores de 

menor influencia (lluvias, tormentas, época de sequía, etc.) que contribuyen al 
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desove (Carrillo et al., 1989). Los efectos de la temperatura dependerán de la 

estrategia reproductora de las diferentes especies; las especies que se reproducen 

en verano precisarán de temperaturas elevadas para terminar las últimas fases del 

proceso reproductor, mientras que aquellas que se reproducen en invierno 

requerirán de temperaturas bajas (Zanuy y Carrillo, 1999). 

 

La influencia de la temperatura en la madurez gonadal para el robalo paleta, 

C. medius fue muy marcada, tal como ocurre en especies de áreas tropicales y 

subtropicales (Shilo y Sarig, 1989). Estos autores afirman que la temperatura 

induce el desarrollo reproductivo marcando el inicio de la época de reproducción 

cuando aumentan sus valores, de manera que el pico máximo de temperatura 

coincide con el mayor IGS, tal como ocurre para C. medius.  

 

Otros factores son las condiciones climáticas de la zona, la variabilidad 

ínter-específica y las condiciones ambientales, en distintas épocas del año. Ésta 

influencia, se ha observado en el comportamiento reproductivo de otros teleósteos 

(Zanuy et al., 1986; Taylor et al., 1998). 

 

En el robalo común (C. undecimalis), la influencia de la temperatura en el 

comportamiento reproductivo se ve reflejada al igual que C. medius. Taylor (1998), 

determina que el periodo reproductivo de C. undecimalis en las costas de Florida, se 

presenta desde finales de primavera y continua hasta mediados de otoño (de abril 

a octubre, a temperaturas de 15 a 31 °C); el desove ocurre de junio a agosto con 

temperaturas de 23 a 31 °C, con un pico reproductivo en el mes de julio. El período 

reproductivo de C. undecimalis ocurre durante un aumento del fotoperíodo de 11 a 

13.5 horas luz. 
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Peterson et al. (1998) mencionan que los estudios que definen el período de 

desove en base a la condición reproductiva del adulto, presentan cierta 

heterogeneidad debido a las diferencias interespecíficas en base a su lugar de 

colecta; estas diferencias se observan en C. undecimalis a lo largo de las costas del 

sur-este de Florida: Marshall (1958) demuestra que el periodo reproductivo se 

presenta de junio a noviembre; Volpe (1959) lo reporta de junio a julio; Fore y 

Schmidt (1973) lo encuentran desde mayo a mediados de noviembre; Tucker y 

Campbel (1988) mencionan que C. undecimalis se reproduce de abril a septiembre y 

McMichael et al. (1989), mencionan que en la bahía de Tampa desovan de mayo a 

diciembre con un pico de actividad de julio a septiembre. Por lo antes mencionado 

podemos decir que el periodo reproductivo de C. undecimalis reportado por los 

diferentes autores es similar al reportado por Taylor (1998) con cierta variabilidad 

de un mes de adelanto o atraso del periodo reproductivo. 

 

En el caso de C. parallelus en Florianópolis, Brasil (latitud 25° S) el desove 

ocurre en los meses de noviembre a abril coincidiendo con un fotoperiodo 

creciente (13 L: 11 O), y un pico reproductivo de enero a febrero en un intervalo de 

temperatura de 20.8 a 27.4 oC (Vinicius, 2002; Rocha et al., 2003). Lates calcarifer, al 

norte de Queensland, Australia (latitud 26° S), el periodo reproductivo es de 

octubre a enero, con un pico reproductivo de noviembre y diciembre a una 

temperatura de 28 a 29 oC y fotoperiodo de 13 horas luz (Burker et al., 1998). 

 

Por lo antes mencionado se corrobora la heterogeneidad del periodo de 

reproducción de C. medius, C. undecimalis, C. paralellus y L. calcarifer, con diferencias 

en condiciones de temperatura y fotoperíodo, aún cuando exista cierta 

coincidencia con el inicio del solsticio de verano en el hemisferio norte (21 de junio) 

y sur (21 de diciembre), señalando el comienzo del verano, aumento de 

temperatura y días mas largos. 
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2. Fisiología reproductiva 

Los estudios sobre la fisiología reproductiva de los peces marinos se han 

dirigido hacia su aplicación en acuacultura. Uno de los tópicos de gran 

importancia ha sido conocer la movilización de reservas para el proceso 

reproductivo. Para él genero Centropomus, no se tiene información relacionada con 

este tema, pero se conoce de otras especies de peces marinos (Tyler y Calow, 1985; 

Craig et al., 1999). 

 

En los peces carnívoros, las proteínas, los lípidos, las vitaminas y los 

minerales son los nutrientes esenciales para el crecimiento, mantenimiento y 

reproducción (Tacon, 1993). Las proteínas constituyen el material orgánico mas 

abundante en el tejido del músculo de los peces carnívoros, donde representa entre 

el 65 al 75 % del total corporal en peso seco (Halver, 1989). La proteína consumida 

por los peces es hidrolizada en aminoácidos, los cuales son absorbidos en el tracto 

intestinal y usados por varios tejidos para sintetizar nuevas proteínas; los 

aminoácidos en exceso son utilizados como fuente de energía. Durante el periodo 

de recuperación, los reproductores aumentan su consumo para poder mantener 

sus funciones vitales ganando mayor cantidad de tejido corporal (músculo) y un 

incremento del tamaño de la gónada durante el periodo de reproducción (Tacon et 

al., 1985). En el robalo paleta, C. medius, fue claro que durante el periodo de 

recuperación (PRp) la concentración de proteína aumentó en el músculo y la 

gónada, para posteriormente ser utilizada durante el periodo reproductivo. Esto lo 

podemos atribuir a la síntesis proteica que es responsable del crecimiento de los 

ovocitos; esta síntesis se produce en el hígado y las proteínas son transportadas por 

la sangre en forma de una sola proteína específica de las hembras, la vitelogenina, 
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que ha sido identificada en varias especies de peces marinos (Shimizu et al., 1983; 

Hagenmair, 1985; Hyllner et al., 1992). La vitelogenina es una fosfoglicoproteína, 

por lo que también aporta lípidos exógenos que al incorporarse a los ovocitos se 

disocian proteolíticamente en sus componentes principales; éstos son la 

lipovitelina y fosvitina, los cuales pasarán a formar parte del vitelo de las larvas 

(Hyllner et al., 2001). Por consiguiente, el cambio en la composición del hígado es 

debido a la movilización de proteína del hígado, siendo éste un órgano principal 

de almacenamiento, y conforme la maduración de la gónada avanza, una 

proporción significativa de nutrientes es requerida por los ovocitos. 

Consecuentemente, una vez que la maduración es completada, se apreciará un 

agotamiento de las reservas del hígado y consecuentemente una disminución de 

proteínas y lípidos durante el periodo de reproducción (Sheik-Eldin et al., 1995). 

Estos resultados se han observado en este estudio para el robalo paleta, C. medius. 

  

El glucógeno se almacena en forma de gránulos dentro de las células; 

principalmente, se deposita en el hígado, que actúa como un órgano central de 

almacenamiento de energía en numerosos organismos; en los camarones y 

principalmente en los peces, se deposita también en el músculo, por lo que está 

disponible de manera más inmediata para la liberación de energía (Mathews, 

1998). En C. medius, la concentración de glucógeno aumentó en el músculo durante 

el PRp y disminuyó durante el PR. Estos resultados nos indican que los nutrientes 

(proteínas y glucógeno) fueron movilizados para el crecimiento somático y que 

están asociados con la mayor síntesis de proteínas que requiere la hembra al 

prepararse para la actividad reproductiva. Esta utilización de los tejidos de reserva 

durante la maduración sexual ha sido descrita en condiciones naturales en varias 

especies (Sargent, 1995; Carrillo et al., 1989; Morehead et al., 2001).  
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En el lenguado, Solea solea (Devauchelle, 1987), en la perca, Micropterus 

salmoides (Girin y Devauchelle, 1978), en el capelin (Mallotus villosus), en el arenque 

(Clupea harengus) y en algunos salmónidos (Hansen et al., 1995), se ha observado 

que las reservas proteicas y lipídicas del cuerpo aumentan durante el PRp y 

descienden durante el PR, al igual que en C. medius. En otras especies como 

algunos salmónidos (Oncorhynchus sp), las reservas del músculo no se reducen 

significativamente durante la maduración de la gónada, sino que justo empiezan a 

descender durante el periodo de desove; el tejido del músculo y del hígado, juega 

un papel principal en el almacenamiento de reservas (proteínas y lípidos) y en su 

suministro posterior a la gónada (Bohemen et al., 1981). En casos críticos, en los 

cuales el incremento de peso del ovario está asociado con la migración de los peces 

para el desove, las reservas del músculo juegan un papel predominante en ese 

caso. En los salmones, principalmente los del género Oncorhynchus, consumen toda 

la energía para la reproducción (aproximadamente el 90% de lípidos y el 50 % de 

proteínas), quedándose sin energía disponible para sobrevivir (Zohar et al., 1984). 

 

La mayor parte de los lípidos se encuentran en forma de triacilgliceroles 

(denominados también como triglicéridos). Los triglicéridos se sintetizan en el 

hígado y se transportan a los tejidos periféricos de la cavidad abdominal y al 

ovario de los peces, en forma de lipoproteínas de muy baja densidad, (Mathews, 

1998). Los triglicéridos se encuentran mucho mejor adaptados que el glucógeno 

para desempeñar el papel de reserva de energía (Lehninger, 1978). Durante el PRp 

en C. medius la concentración de lípidos y triglicéridos fue menor en el músculo y 

mayor en el hígado, mientras que en la gónada la concentración de lípidos y 

triglicéridos fue en aumento durante el PRp y antes del desove (inicio del PR); 

ambas concentraciones, lípidos y triglicéridos disminuyen durante el desove. Esto 

se debe a que los lípidos son la fuente de energía metabólica para la formación de 

la gónada en las hembras (Sargent, 1995). 
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En el robalo paleta, la grasa perivisceral, al igual que el hígado, juega un 

papel importante de reserva ya que los mayores valores del IGP que también se 

observan durante el PRp, disminuyen hacia el PR, indicando que los lípidos se 

están movilizando hacia la gónada. Así, el total de lípidos y triglicéridos fueron 

movilizados del tejido del hígado y grasa perivisceral hacia las gónadas para ser 

usados durante el PR.  

 

Esto mismo ha sido observado en la macarela azul (Scomber australasicus), 

salmón australiano (Arripis trutta), merluza azul (Macruronus novaezealandiae) y en 

la brótola (Pseudophycis bachus) (Body, 1989); estos hallazgos también se observaron 

en el sargon (Abramis brama) (Komova y Khal’ko, 2003), lubina de mar negro, 

Centropristis Striata (Bruce et al., 1997; Carnevali, 1998) y en la lubina europea, 

Dicentrarchus labrax (Carnevali, 1998).  

 

En general, la grasa intraperitoneal, y principalmente el tejido del hígado y 

del músculo, juegan un papel principal en el almacén de reservas (proteínas y 

grasa) y en su suministro a la gónada (Devauchelle et al., 1982). Henderson et al., 

(1984) mencionan que el capelin (Mallutus villosus), puede acumular entre el 10 y el 

20% de grasa de su peso húmedo corporal en el tejido perivisceral y subcutáneo en 

la forma de triglicéridos. Además, más del 70 % de la grasa del músculo que 

incluye el tejido adiposo subcutáneo de la hembra del capelin, se moviliza durante 

el desarrollo de la gónada, donde el 40 % de los lípidos movilizados se depositan 

en los ovocitos. Por lo tanto el 60% de este lípido movilizado es catabolizado para 

proveer la energía metabólica para la formación de las gónadas de las hembras. El 

macho del capelin moviliza las mismas proporciones de grasa, pero deposita 

pequeñas cantidades de la grasa movilizada para la producción de esperma, 

indicando que hay mayor gasto metabólico o mayor gasto energético en la 
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actividad física del macho comparado con la hembra (Henderson et al., 1984; 

Sargent, 1995).  

 

De manera general, Sargent (1995), menciona que la variación estacional en 

los niveles de lípidos tiene estrecha relación con los ciclos reproductivos. Es una 

norma en el medio ambiente natural que los peces acumulen grandes reservas de 

lípidos durante finales de primavera y verano, debido a la mayor abundancia de 

alimento, justo antes del desarrollo de las gónadas durante finales de invierno y 

principios de primavera. La mayoría de peces marinos desovan en primavera y de 

esta manera los huevos fertilizados eclosionan cuando existe abundancia de 

alimento por los afloramientos fitoplanctónicos de primavera y principios de 

verano. Consecuentemente, los peces marinos contienen los mayores niveles de 

lípidos a principios de invierno y menores a principios de primavera (Sargent, 

1995).  

 

Sargent (1995) menciona que las variaciones en la composición corporal de 

los peces están estrechamente relacionadas con la alimentación, migración y 

cambios sexuales relacionados con el desove. Los peces presentan periodos de 

inanición por razones naturales y fisiológicas (como el desove o migración), o bien 

por factores externos como la escasez de alimento. La información obtenida por la 

composición bioquímica corporal nos puede orientar en el diseño de dietas 

específicas de la especie del pez, que contengan los requerimientos nutricionales 

necesarios para poder aplicar esta información a la acuacultura.  

 

El efecto del fotoperiodo sobre la movilización de reservas, ha sido estudiado 

en C. medius, C. undecimalis, C. paralellus y L. calcarifer, en las hembras de la trucha 

(Onchorinchus mykiss). Cuando se exponen a dos periodos de variación de horas 

luz, presentan una movilización de lípidos para la síntesis de lipoproteínas y la 
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síntesis vitelogénica durante el PR (Bromage et al., 1992). Otros estudios 

relacionados muestran que la temperatura afecta la ingesta de alimento 

modificando la actividad metabólica de los peces por su condición poiquiloterma 

(Sheridan, 1988) y esto directamente afecta la movilización maternal de nutrientes 

para el desarrollo de los embriones y consecuentemente la calidad en la 

producción de huevos de cualquier especie de pez. 

VIII. Conclusiones 

• La biología reproductiva del robalo paleta C. medius, se asemeja a la de las 

especies de la familia Centropomidae.  

• Durante el desarrollo gonadal de las hembras y machos de C. medius, se 

determinaron cinco estadios reproductivos, siendo la descripción 

morfológica de la gónada similar a la que se describe para C. undecimalis.  

• Se determinó el periodo reproductivo de las hembras de junio a mediados 

de noviembre; el inicio del periodo se relaciona con un máximo fotoperiodo 

(14 horas luz: 10 de oscuridad) y una temperatura de 22 ºC. El final del 

periodo reproductivo se relaciona con un fotoperiodo de 11 horas luz: 13 de 

oscuridad y una temperatura de 22 ºC. 

• Se comprobó que el periodo reproductivo de los machos se produce de 

mayo a diciembre, un mes antes y después en relación a las hembras.  

• El periodo de desove ocurre desde el mes de septiembre a mediados de 

noviembre, y se relaciona con un fotoperiodo decreciente. 

• La temperatura en el inicio del periodo de desove fue de 28 ºC y en el fin del 

periodo de desove de 24 ºC. 

• Se determinó que el tipo de ovario es sincrónico por grupo, ya que presenta 

un periodo de desove relativamente corto, con la presencia de dos o más 
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grupos predominantes de ovocitos en estadios de desarrollo ovárico 

distintos. 

• Presenta un solo periodo de desove durante un ciclo anual.  

• El robalo paleta C. medius presenta una estrategia reproductiva 

hermafrodita protándrico. 

• Durante el principio del periodo de recuperación (PRp), la concentración de 

proteína es elevada en el músculo y en la gónada y disminuye a partir de la 

mitad de ese periodo. Lo cual indicó que la proteína es utilizada por el 

organismo a partir de ese momento. 

• La concentración de glucógeno aumentó en el músculo durante el PRp y 

disminuyó durante el PR. Lo cual indica que el glucógeno fue movilizado 

para el crecimiento somático y es utilizado durante el PR. 

• La concentración de lípidos y triglicéridos, aumentó en la gónada y en el 

hígado durante el PRp y el PR disminuyendo antes del desove, lo cual 

indicó que los lípidos son las moléculas empleadas en la formación de la 

gónada. 

• La grasa perivisceral, el hígado y el músculo, juegan un papel principal de 

almacenamiento de reservas y en su suministro a la gónada del robalo 

paleta C. medius.  

• El patrón de variación de la composición corporal de C. medius, no difiere en 

relación con la de otros teleósteos estudiados y está influenciada por la 

temperatura y el ciclo reproductor. 
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X. Apéndice 

Aplicación a la acuacultura. 

Las necesidades de incrementar la dinámica productiva en todas las áreas 

del ámbito económico de México, han propiciado una gran demanda para 

desarrollar y adaptar las tecnologías de cultivo de peces marinos que ya han sido 

cultivados en otros países, basándose principalmente en estudios previos 

relacionados al conocimiento de la biología reproductiva. El entendimiento de este 

conocimiento es necesario para poder establecer la reproducción, la producción y 

la comercialización logrando la domesticación de la especie.  

 

Una de estas especies potenciales es el robalo paleta Centropomus medius 

cuya biología reproductiva se estudia en esta tesis, presentando características 

biológicas adecuadas para ser una especie con potencial a ser cultivada.  

 

En este apéndice, mencionaremos algunas consideraciones básicas referentes 

al potencial de cultivo de este robalo. Principalmente, hacemos mención de sus 

características biológicas, captura de reproductores vivos, transporte, aclimatación, 

inducción al desove y fecundidad. Finalmente hacemos referencia sobre la 

inducción a la maduración por fotoperiodo y temperatura, maduración precoz y 

posibilidades de policultivo. 

Características biológicas del robalo paleta 

Los robalos (Centropomus sp.) se ubican dentro del grupo de peces marinos 

con mayor potencial de cultivo en latitudes tropicales y subtropicales. Los robalos 

habitan en ambientes acuáticos continentales y en zonas estuarinas no muy 
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profundas con presencia de manglares y sustrato pedregoso (Marshal, 1958; 

Cerqueira, 2001).  

 

El robalo paleta presenta una amplia distribución desde las costas del océano 

Pacífico en Baja California Sur, principalmente dentro del complejo estuarino bahía 

Magdalena (24º Norte y 111o Oeste), Golfo de California, hasta el sur de Colombia 

y Ecuador. Las especies que coexisten con C. medius son C. nigrescens y C. viridis. 

 Las especies pertenecientes al género Centropomus son peces que tienen el cuerpo 

alargado y fusiforme, poseen una línea lateral remarcada por un color negro que 

recorre longitudinalmente todo el cuerpo. Los robalos se diferencian entre ellos 

principalmente por las siguientes características: en la región dorsal se encuentran 

dos aletas dorsales separadas, la anterior de forma triangular está formada por 

fuertes espinas conectadas entre sí por una membrana, la posterior de forma 

trapezoidal está compuesta por una espina y radios ramificados de número 

variable según la especie. La aleta anal está conformada por tres espinas y radios 

presentes en número variable según la especie (Chávez, 1963). 

 

Las hembras del robalo, C. medius por lo general son más grandes que los 

machos. Sin embargo, la talla no debe tomarse como la única variable para 

diferenciar los sexos (Fig.13) 

 

El robalo paleta C. medius, durante el periodo de reposo (de enero a junio), 

no presenta características externas diferentes que ayuden a diferenciar las 

hembras de los machos. Sin embargo, durante el periodo reproductivo (de julio a 

noviembre) se observa una característica que puede dar una primera percepción 

del sexo de los individuos. 
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Fig 13. Ejemplares de robalo paleta C. medius, H=Hembras; M=Machos 
 

La característica externa más evidente en el periodo reproductivo es el poro 

genital; la hembra lo presenta más dilatado y el abdomen se observa más 

prominente y engrosado a diferencia de los machos por el volumen de la gónada 

(Fig. 14). 

 

Fig 14. Característica externa de diferenciación de hembras y machos durante el periodo 
reproductivo del robalo paleta. PG=Poro genital; A= Abdomen; M=Macho; H=Hembra. 
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El robalo paleta presenta una cavidad visceral en donde se localizan la 

mayoría de los órganos, hígado, riñón, páncreas, sistema digestivo (esófago, 

estómago, intestino) gónada, etc. El estómago está bien definido, por ser un pez de 

hábitos carnívoros.  

La grasa perivisceral se hace notar en el periodo de recuperación. El índice 

de grasa perivisceral es de 1.6 % para las hembras y de 1.4 % para los machos 

durante el periodo de recuperación (de enero a junio) (Fig. 15). Durante el periodo 

reproductivo, la presencia de grasa en la cavidad perivisceral es casi nula, ya que 

esta grasa es empleada como fuente de energía durante el proceso reproductivo 

(Evans, 1993). 

 

  

 
Fig 15. Cavidad abdominal de un reproductor masculino en proceso de  
maduración.1=hígado; 2=gónada; 3=grasa; 4=estómago; 5= músculo 

 

Durante el periodo reproductivo, los organismos reproductores se han 

observado agrupados cerca de una boca del complejo lagunar Bahía Magdalena 

que conecta la laguna con el mar abierto. También se observan en las raíces de los 

mangles. Generalmente, se encuentran a profundidades entre 1 y 13 metros. Los 
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juveniles prefieren zonas más someras, de 1 a 5 metros de profundidad 

(comunicación personal de los pescadores y observaciones de campo). 

 

El periodo reproductivo coincide con la veda del camarón y con la 

reproducción de otros peces dentro de los esteros, como el de la lisa, Mugil curema 

y el pargo Lutjanus argentiventris, entre otras. Esta observación es importante, 

porque los reproductores de robalo se alimentan de camarones y peces antes y 

durante la época reproductiva. Este evento ecológico de coordinar su reproducción 

con la de otros peces e inclusive con la de los camarones garantizaría la 

sobrevivencia de las larvas del robalo por la abundancia de alimento dentro del 

estero. 

 Durante el periodo reproductivo la característica interna más evidente que 

distingue a hembras de machos es la morfología y color de las gónadas. Los 

ovarios de las hembras maduras presentan una coloración naranja, aspecto 

granuloso y tiene diversos vasos sanguíneos en la superficie y son más grandes 

que las que apenas están en proceso de maduración (Fig. 16). 

 

                   
Fig 16. Ovarios de robalo paleta maduros (A) y en proceso de maduración (B). 
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Los testículos de los machos son de color blanco y lisos cuando ha iniciado 

la espermiación; durante el periodo de reposo son más delgados y la coloración es 

rosada (Fig. 17).  

 

Fig 17. Testículos de robalo paleta en proceso de maduración (A)  
y maduros (B). 

Captura de reproductores 

La captura de reproductores puede realizarse en el complejo lagunar Bahía 

Magdalena dentro de varios esteros. Los principales son; los troncones, estero la 

caseta, puerto Cancún, el cuervo y el lodazal (nombres según los pescadores de la 

localidad de Puerto Chale). No se descarta la existencia de esta especie más al 

norte, hasta los esteros de Adolfo López Mateos. 

Para el proceso de captura, una red agallera o chinchorro de 75 cm de luz de 

malla y 100 metros de largo, se extiende a lo largo de la orilla donde hay mangle, 

generalmente en depresiones (pozas) que van de 2 a 13 metros de profundidad. En 

ocasiones es necesario el uso de dos redes; es preciso que dos personas se 

introduzcan dentro del agua para asustar a los peces hacia la red. En el momento 

que los robalos se atoran a la red, uno por uno se desprenden rompiendo la red 
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con el mayor cuidado posible, llevándolos a la superficie (Fig. 18A y 18B) en donde 

son colocados en un recipiente de 250 litros lleno con agua del propio estero y con 

aireación continua (Fig. 19A y 19B).   

 

Fig. 18. Técnicas de colecta de reproductores vivos. A: pescador en el agua sosteniendo un 
robalo recién capturado. B: el pescador coloca el robalo en la red de cuchara para subirla a 
la embarcación. 

 

Durante el trayecto en lancha del lugar de colecta al vehículo en donde 

serán transportados es necesario ir haciendo recambios continuos de agua para 

mantener adecuados niveles de oxígeno (de 5 a 7 mg/L) y agua limpia. 

 

 

Fig 19. Recipientes de transportación del lugar de colecta hacia la orilla de la playa. A: tara 
de transporte en la embarcación. B: robalos en la tara. 
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Transporte 

Una vez que la embarcación llega donde está el vehículo, los reproductores 

son colocados, uno a uno, con la ayuda de una cubeta de 20 L, en tanques de 750 L 

de capacidad, llenados con agua del mismo estero. Para ello se coloca una 

manguera de 20 metros de largo conectada a una bomba sumergible puesta dentro 

del agua. La bomba sumergible será conectada a una planta de luz. Cada tanque es 

llenado hasta los 600 L y podrá contener hasta 10 reproductores. El tanque se tapa 

y se inyecta oxígeno puro con burbujas suaves, para mantener adecuadas 

concentraciones de oxígeno disuelto. Durante el transporte, la temperatura podría 

variar ± 2 °C de la temperatura del agua del estero. 

 

El transporte hasta las instalaciones de acondicionamiento puede durar hasta 

3 horas. Durante el trayecto, se realizan observaciones de las condiciones de los 

reproductores y se verifica el suministro continuo de oxígeno (Fig. 20). 

 

 

 

                      

Figura 20. Transporte de reproductores de la playa al laboratorio de aclimatación.  
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Aclimatación 

Los tanques de aclimatación pueden ser de 8 a 16 metros cúbicos de 

capacidad. Se regula la temperatura de cada uno de los tanques a la del sitio de 

captura. Durante la primera semana los organismos se mantienen en observación, 

con un recambio de agua continuo y una limpieza diaria del fondo. Los tanques 

tienen aireación suplementaria manteniendo los niveles de oxígeno disuelto entre 5 

y 6 mg/L. La salinidad es mantenida a 36 ppm. 

 

Después de 15 días, se transfieren a tanques con sistema de recirculación de 

agua. El agua sale de los tanques de los reproductores hacia el tanque de 

sedimentación en donde se apartaran los sólidos sedimentables y por gravedad el 

agua pasa a un biofiltro de malla de nylon y posteriormente a un filtro de arena 

que filtra partículas de 50 micras. Hay una posterior filtración (5 y 1 µm) y 

esterilización (UV). La temperatura no presenta variación brusca diaria. En verano, 

un enfriador ayuda a mantener la temperatura de bajo de los 28 °C. 

 

 El robalo paleta, por su tamaño mediano, presenta una ventaja frente a 

grandes reproductores ya que son más manejables en condiciones de cautiverio; 

además, se observa que se aclimata bien a las condiciones de confinamiento, 

sugiriendo que es una especie con posibilidades de mantenerse bajo condiciones de 

cautiverio.  

Alimentación 

Uno de los factores más importantes para lograr éxito en la reproducción es 

contar con lotes de reproductores en buen estado nutricional. Durante la primera 

semana de aclimatación, los reproductores no presentan consumo de alimento por 

falta de apetito provocado por el estrés. Se sugiere alimentar a los reproductores 
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con trozos de pescado fresco “ad libitum” una vez al día. El pescado fresco mojarra 

del género Eucinostomus es una buena alternativa ya que contiene 71 % de proteína, 

4.5 % de lípidos, 2.66 % de carbohidratos (Civera et al., 2000).  

 

Actualmente, los requerimientos nutricionales de los reproductores de robalo 

paleta no son conocidos. En muchas especies se ofrece  calamar, sardina, macarela, 

camarón, langostilla etc. Sin embargo, por sus hábitos alimenticios carnívoros 

durante el periodo reproductivo, una dieta adecuada para los robalos debería 

contener un porcentaje alto de proteínas y bajo de lípidos (incluyendo los 

triglicéridos) para aumentar la viabilidad de los huevos y aumentar la 

supervivencia de las larvas. 

 

Es importante no alimentar excesivamente con lípidos, ya que se ha 

observado en C. nigrescens que una dieta rica en lípidos inhibe la vitelogénesis 

(Carvajal, 1997). Es conveniente realizar estudios encaminados a la nutrición de 

reproductores en cautiverio, ya que el metabolismo puede variar en comparación 

con los reproductores que se encuentran silvestres.  

 

Inducción al desove 

 En el caso de no obtener huevos de manera natural, existe una forma 

alternativa de obtención que es la inducción hormonal. Para realizar la inducción al 

desove con el uso de hormonas es necesario asegurarse que las hembras y los 

machos se encuentren maduros. El signo externo de madurez en las hembras es el 

abdomen abultado y la dilatación de la papila genital. Las hembras con esas 

características son muestreadas para examinar la condición de madurez de los 

ovocitos. Las muestras pueden ser obtenidas a través de biopsias ováricas. La 

técnica consiste en introducir dentro del oviducto una cánula de material plástico 
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de aproximadamente de 1 mm de diámetro y succionar los ovocitos a través de la 

cánula, moviendo lenta y suavemente. 

 

Posteriormente, los ovocitos se colocan en un porta objeto, se les agrega una 

gota del líquido de Serra (clarificador del citoplasma) y se observa al microscopio 

si la hembra esta madura. Esto es evidenciado si, de la muestra tomada, una 

proporción elevada de los ovocitos observados presentan el núcleo en posición 

migratoria o periférica. Los ejemplares machos son considerados maduros cuando 

al ser presionados en la región abdominal aparece esperma. 

 

Los ovocitos maduros del robalo paleta tienen un diámetro celular superior 

a 450 micras, mientras que los ovocitos que son inmaduros presentan restos de 

tejido conectivo y son mas pequeños que esa medida (Fig 21). Para C. parallelus, la 

inducción puede realizarse con ovocitos maduros de 432 a 440 micras (Cerqueira, 

1995) y para C. undecimalis mayores de 500 micras (García, 1992). 

 

 

ovocitos

TC

Ovocito 
maduro

100 µm

ovocitos

TC

Ovocito 
maduro

ovocitos

TC

ovocitos

TC

Ovocito 
maduro

100 µm  
Figura 21. Ovocitos del róbalo paleta tomados a través de una biopsia ovárica. A: ovocitos 
maduros y tejido conectivo (TC). B: ovocito maduro. 
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Al conocer el diámetro de los ovocitos maduros sabremos el momento 

adecuado para realizar la inducción por medio de hormonas. 

 

Para el robalo paleta es posible hacer uso de la hormona Gonadotropina 

Coriónica Humana (HCG) inyectada en dos dosis, en un intervalo de 24 horas; la 

primera de 1000 IU HCG/kg y la segunda de 500 IU HCG/Kg. Después de la 

segunda inyección, se espera que en un intervalo de 5 a 7 horas la hembra tenga los 

ovocitos hidratados y puedan obtenerse mediante masaje abdominal (Fig. 22). En 

los reproductores de C. nigrescens con una dosis de 1.000 IU HCG/Kg se obtiene la 

ovulación y el desove al cabo de 36-40 horas a temperaturas de 26 y 29 °C 

(Carvajal, 1997). 

 

Una de las ventajas del tipo de ovario sincrónico por grupo es que las 

hembras puedan desovar 2 o más veces durante un mismo periodo reproductivo 

por presentar en la misma gónada ovocitos en 2 o 3 estadios de madurez. Al 

inducir las hembras con hormona, los ovocitos maduros se hidratan y podrán 

obtenerse. Los ovocitos inmaduros madurarán posteriormente y las hembras 

podrán ser inducidas de nuevo. Esto mismo se ha observado para el barramundi 

(Garrett y Connell, 1998). Los peces que presentan el ovario del tipo asincrónico, 

pueden presentar múltiples desoves, incrementando con esto el número de 

huevos. Sin embargo, al inducir con hormonas a los peces del tipo asincrónico, 

puede traer como consecuencia que los ovocitos que no han iniciado la etapa de 

maduración y que están en estadio II (alvéolos corticales) y III (vitelogénesis), por 

el estrés ocasionado por la manipulación presenten atresia (Hansen et al., 1995). 
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Figura. 22. Ovocitos hidratados del robalo paleta con presencia 

de la gota lipídica 
 

Por los resultados obtenidos conocemos que el fotoperiodo de 14 horas 

luz/10 oscuridad es el indicador para iniciar su periodo reproductivo con una 

temperatura de 26 a 28 °C. Esto nos permite usar esa información para acelerar o 

retrasar la maduración durante un ciclo anual, con el fin de optimizar y sincronizar 

la producción de gametos de machos y hembras. Además podemos adelantar o 

desfasar el desarrollo embrionario y la producción de juveniles. 

 

Es importante mencionar que la estimulación ambiental funciona cuando se 

tiene una dieta nutricional adecuada para los reproductores, por lo que se hace 

necesario el establecer una dieta específica para esta especie que podría difieren en 

sus periodos de maduración y reposo.  
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Fecundidad 

La fecundidad determina el potencial reproductivo de una población así 

como la subsecuente sobrevivencia del huevo al adulto. En el robalo paleta la 

fecundidad puede determinarse por el método gravimétrico a través de la 

fecundidad parcial considerando el número de ovocitos maduros por unidad de 

peso corporal presentes en el ovario antes del desove, según la formula de Oda et 

al. (1993). 

 

 Para el robalo paleta la fecundidad fue determinada en 16 hembras. En una 

hembra de 48.5 cm de longitud total y 890 gr de peso, la fecundidad parcial es de 

1,000,500 ovocitos maduros e hidratados. La observada por métodos volumétricos 

en C. undecimalis  es de 1,440,000 huevos en una hembra de 58.4 cm (Volpe, 1959) y 

en una hembra de 110 cm y 12 kg se encontró 2, 678,000 huevos (Chávez, 1963). 

 

Esta información nos da una idea de la alta fecundidad que presenta el robalo 

paleta y es parecida a otros peces que se cultivan comercialmente como la dorada 

(S. aurata) y la lubina (D. labrax). 

 

En relación a la temperatura y salinidad de incubación y crecimiento larval, 

hay estudios realizados por Cerqueira (2002) para C. Parallelus, y por Palmer et al 

(1998) para el barramundi (Lates calcarifer). En el caso del robalo paleta, no se 

cuentan con estudios relacionados al crecimiento larval; sin embargo podemos 

decir que las temperaturas de septiembre a noviembre-diciembre registradas de 28 

a 22 °C, son las que se pueden sugerir para el crecimiento larval. 
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Maduración precoz 

Una de las características biológicas del robalo paleta que podría considerarse 

como ventaja en la acuacultura es el presentarse como un hermafrodita 

protándrico; esto significa que primero nacen como machos hasta alcanzar la 

madurez sexual, se reproducen como machos y después una parte de la población 

se convierte a hembras.  

 

Este comportamiento reproductivo indica que los machos en lugar de 

emplear sus reservas para el crecimiento y engorda, presenten un desgaste 

energético para realizar la reproducción y consecuentemente obligar al productor a 

cosechar el producto antes de que haya logrado el peso de venta.  

 

Actualmente existen investigaciones dirigidas hacia técnicas genéticas, 

hormonales y ambientales del control del sexo que permiten retrasar esta 

maduración precoz, por ejemplo: 

 

• Modulación del ciclo de puesta por manipulación del fotoperiodo y 

temperatura para atrasar la maduración precoz. 

• El uso de compuestos androgenitos o estrogenitos en el momento apropiado 

durante las primeras etapas de desarrollo gonadal, permite dirigir la 

diferenciación sexual de los peces hacia el sexo deseado (Hastings, 1989). 

 

Piferrer (2001) menciona que entender las interacciones genotipo-ambiente 

son de gran interés no solo para la biología sino también para la aplicación a la 

acuacultura. Si una empresa mantiene los reproductores, producen los huevos y 

crían las larvas hasta unos 10 g. Otro grupo de empresas compra estas crías y las 

engordan hasta el peso de venta, alrededor de los 400 g. Una estrategia que usa el 
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primer grupo de empresas para optimizar los ciclos de producción y vender antes 

a las segundas, es aumentar la temperatura del agua. Así, las crías comen más y 

llegan antes a los 10 g. El problema es que la empresa que se dedica al engorde se 

encuentra con que prácticamente todos los peces son machos. Comercialmente, los 

machos no son rentables porque crecen un 35% menos que las hembras. Por lo 

tanto, no forzar el proceso natural y volver a temperaturas más habituales para las 

lubinas puede equilibrar la proporción machos-hembras, así como evitar el gasto 

que representa aumentar la temperatura del agua.  

 

Uso del robalo para policultivos. 

El policultivo es un sistema acuícola en donde más de una especie es 

cultivada simultáneamente con diferentes hábitos alimenticios. El principio se basa 

en que la producción de peces en estanques puede ser maximizada a través del 

cultivo de una combinación adecuada de especies de peces con diferentes hábitos 

alimenticios, lo cual permite una mejor utilización del alimento natural disponible 

en el estanque. (Nion,1977; Bocek, 1992). 

 

El robalo paleta presenta características biológicas adecuadas para ser 

considerado como una especie potencial para el policultivo. Las características 

biológicas principales son: habitar en aguas someras poco profundas, talla de 

reproducción a partir de los 350 mm y buena condición depredadora (carnívoro). 

 

Considerando su naturaleza predadora, es posible realizar cultivos de robalo 

con especies prolíficas tales como carpa, Ciprinus carpio (Nogueira, 1991), lisa Mugil 

brasiliensis (Rocha y Okada, 1980), tilapia Oreochromis mossambicus (Chapman et al., 

1982) en donde cumplen la función de controladores biológicos al alimentarse de 

los alevines que se originan durante el ciclo de cultivo evitando la producción 
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excesiva, permitiendo tener individuos de un mismo peso al momento de la 

cosecha. (Carvajal, 1997). 

Cultivo larval 

 El cultivo larval no ha sido estudiado para C. Medius; sin embargo, se conoce 

para Lates calcarifer, C. parallelus y C. undecimalis. La incubación de huevos es en 

tanques cilindro cónico con tela de 300 µm, con capacidad para 35 L y una 

renovación de agua constante de 10 a 20 %/hora. Las densidades normales son 500 

a 2,000 huevos por litro. 

De manera general, los huevos son incubados a la temperatura de 26 a 28 °C, 

y a una salinidad de 28 a 35 ppm. El agua de incubación es filtrada y tratada con 

luz ultravioleta y poseé de 5 a 7 mg/L de oxígeno disuelto. Después de 2 días de 

eclosionados, los robalos son alimentados conforme crecen con alimento de varias 

tallas como rotíferos, copépodos pequeños, artemia y copépodos adultos. Hasta 

llegar a trozos de almeja, pedazos de pescado y después de los 35 días  alimento 

peletizado (Tucker, 1987). El fotoperiodo inicial es de 1, 000 a 3,000 lux, hasta los 25 

días que se reduce a 500 lux. El pH se recomienda de  7.8 a 8.2, que es el más 

adecuado para las larvas.  

Engorde de juveniles 

El engorde de juveniles de robalo se lleva en densidades de 2-4 juveniles/L 

en los tanques de precría a los 45 días de eclosionar. La precría se determina 

cuando alcanza los 2 g, lo cual ocurre al cabo de un mes y medio. El alimento 

artificial se sugiere que contenga 60% de proteína y el 15 % de lípidos, 

principalmente los PUFA (n-3). El alimento es suministrado 9 veces al día en 

pequeñas cantidades durante las 2 primeras semanas. Los juveniles son separados 

en tallas durante su crecimiento, hasta llegar a los 150 g de peso después de los 4 

meses (Álvarez-Lajonchere, 2001; Cerqueira, 2002).  


