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Introduccion

El robalo blanco o robalo comun (Centropomus undecimalis) es
un pez que se encuentra distribuido en la costa occidental del
océano Atlantico que incluye paises en el mar Caribe y el Golfo
de México. Este pez no tolera aguas de temperaturas bajas por
lo que se le considera una especie tropical. En algunos sitios se
le considera de alto valor deportivo y comercial (Rivas, 1962).
Se sabe que la mayor parte del afo se les localiza en estuarios
o rios, particularmente si son juveniles. Los robalos migran al
océano a desovar y, generalmente esto ocurre en dreas cercanas
a las bocas de los esteros y lagunas costeras, durante la marea
baja para facilitar el movimiento de los juveniles al interior de
los estuarios y lagunas costeras (Gilmore et al., 1983). También
se ha reportado que el robalo es hermafrodita protandrico, es
decir, todos los miembros de su poblacion nacen como machos
y en algiin momento de su vida cambian de sexo hacia hembras
(Tringali y Bert, 1996). Se sugiere que la reversion sexual de
machos ocurre muy rapidamente después de la tltima liberacion
de espermatozoides (Peters et al., 1998 y Taylor et al., 2000).

La temporada de desove del robalo blanco ocurre desde abril
hasta octubre. Sin embargo, la mayoria de los desoves se presentan
en julio y agosto, aparentemente inducidos por la disminucién de
lalongitud de los dias y por las temperaturas altas que se presentan
en esta temporada. El final de la temporada puede deberse a la

reduccion en la salinidad del agua (Tucker y Campbell, 1988).



Algunos autores sugieren que el desarrollo larvario
y primeros estadios de vida de este pez se llevan a cabo en un
ambiente completamente marino, mientras que los juveniles se
desarrollan en agua dulce o salobre para su crecimiento. Es una
especie gregaria la cual tolera altas densidades en confinamiento,
amplios rangos de salinidad y temperatura, asi como niveles bajos
de oxigeno de hasta Img/L (Reyes et al., 2004).

Por su importancia econdémica y soporte de grandes
pesquerias en el Golfo de Meéxico, se considera al robalo
blanco como uno de los peces mas importantes tanto para los
pescadores riberefios como para los de aguas marinas, por ello la
importancia de generar informacion para la reproduccion de esta
especie en condiciones de cautiverio, lo que permitira no solo la
repoblacion de cuerpos de agua sino también su produccién y
engorda involucrando a los pescadores creando conciencia en la

necesidad de producir para cosechar.



Obtencion y mantenimiento
del lote de reproductores

Para la obtencion de un lote de reproductores de robalo blanco
es necesario capturarlos del medio silvestre en los sitios donde
ocurren los desoves. De acuerdo a los datos registrados por
personal del Laboratorio de Acuicultura Tropical (LAT) de la
Universidad Judrez Auténoma de Tabasco (UJAT) esto ocurre
a unos 7km de la costa. El protocolo a seguir es colocar las
redes en los sitios de desove (Fig. 1a) por la tarde y revisarlas
preferentemente muy noche o hacia el amanecer. Posteriormente,
los peces se transportan en contenedores de plastico a los tanques
de cuarentena de 25m’ de capacidad (Fig. 1b), manteniéndolos a
temperatura ambiente alrededor de 28°C a la salinidad del mar.
En este sitio, los peces son sometidos a tratamientos profilacticos;
para eliminar pardsitos se emplean bafios de agua dulce por
espacio de uno a dos dias. También se pueden emplear bafios
organofosforados como el Neguvéon® en dosis de 7.5g diluidos

en un tanque de 9m de didmetro durante un dia para eliminar

crustaceos ectoparasitos.

Figura 1. (a) Colocacion de redes para captura de robalo en sitios de desove y

(b) tanques de cuarentena y mantenimiento de robalos en cautiverio.
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El uso del bactericida y parasiticida Azoo® también se recomienda
usararazon de4gpor cada2000 L, cambiando el agua parcialmente
en un 50% por un dia y repetir el tratamiento durante tres dias. En
caso de ser necesario, se aplican tratamientos para la cicatrizacion
de las heridas causadas por las redes usando 3-Sulfas®; inyectando
3mL en el musculo del pez (Fig. 2a) o Topazone® esparciendo el
producto en la zona afectada (Fig. 2b).

La alimentacion de estos peces al inicio de su cautiverio
es indispensable llevarla a cabo mediante el suministro de
peces vivos, que posteriormente (alrededor de unos 15 dias) se
reemplaza parcialmente por trozos de peces y al término de una
semana se cambia por alimento balanceado (Alimento para trucha
Silver Cup® y/o Breed-M Inve®). Los peces se alimentan cada
segundo dia dividiendo el alimento en dos raciones. Este régimen
de alimentaciones se mantiene durante la fase de recuperacion y
es importante la observacion para, de ser necesario, suministrar
esporadicamente alimento vivo o fresco en caso de que algunos

ejemplares presenten baja ingesta, lo que podria ocasionar

desnutriciéon y/o mortalidad.

Figura 2. (a) Aplicacion de 3-Sulfas® y (b) aplicacion de Topazone® en las zonas afectadas
por danos causados por las redes durante la captura de robalos.
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Elaboracion de implantes

La metodologia para la preparacion de los implantes de GnRH-a,
es la descrita por Alvarez-Lajonchere y Herndndez-Molejon
(2001), la cual consiste en disolver la hormona GnRH-a (5 viales
de Img) en etanol al 50%-80%. Esta solucion se mezcla con 475mg
de colesterol y 25mg de celulosa hasta obtener una consistencia
pastosa y se coloca en una incubadora a 35-40°C para secarla
por una hora aproximadamente. El polvo resultante se mezcla
con 13.15mg de manteca de cacao que sirve como aglutinante.
Al final la mezcla se empaca poco a poco con una espatula de
metal, estrecha para cantidades pequenas, de 15cm de longitud
y en un molde de acrilico (orificio hecho en un acrilico con una
broca de 2mm de didmetro x 5cm de longitud) comprimiendo la
mezcla con la broca y un martillo pequefio de aproximadamente
17cm de longitud. Se debe colocar una placa de acrilico (10cm de
ancho x 14cm de largo y 0.5cm de grueso) sin perforaciones en
una mesa y sobre esta placa colocar otra placa que debe contener
el molde hecho con la broca. Se prensan las dos placas (Fig. 3)
con las prensas de 3” de altura. Posteriormente el implante se
saca cuidadosamente del molde para evitar fracturas, usando
el martillo pequefio y la broca. Finalmente los implantes estan
listos para usarse o se guardan en refrigeracién a 5°C en tubos de

polietileno individuales.
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Figura 3. Elaboracién de implantes hormonales usando una placa de acrilico para empacar
la mezcla.
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Induccion al desove

La maduracion ovarica del robalo blanco reportada para el Golfo
de México comienza en marzo o abril y finaliza en octubre. Las
hembras desovan cada 1.1-2.5 dias entre las 14 y las 20 horas
(Taylor et al., 1998). Los machos presentan el mismo patrén de
maduracion, estando listos para el desove en las mismas fechas.
La maduracién temprana se observa de febrero a junio; en ésta
se presenta un aumento en volumen, anchura y altura de los
testiculos. Posteriormente la etapa de maduracion media ocurre
de abril a agosto y la maduracion avanzada se presenta de mayo
a octubre; durante este lapso las partes proximales de los l6bulos
se llenan de espermatozoides. Finalmente, se presenta otra etapa
de regresion que abarca los meses de agosto a diciembre; en ella
hay una disminucion en longitud y ancho testicular que empieza
en la maduraciéon avanzada (Grier y Taylor, 1998). El periodo
de reproduccién para esta especie es de abril a septiembre,
presentando una relacion con la época de lluvias y la temperatura.
La edad de la primera madurez sexual reportada en machos es de
5.8 afios y para hembras ocho afios (Perera-Garcia et al., 2009).
Sin embargo, no se descarta que puedan ser menores.

Peters et al. (1998) mencionan que, en general las hembras
de robalo blanco son mas grandes en talla y edad con respecto alos
machos y que los desoves ocurren cerca de las desembocaduras de
los rios. Los cambios lunares o de mareas estimulan la maduracién

final antes del desove, siendo la temporada de desove de mayo
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a septiembre con multiples desoves. En primavera, los desoves
ocurren a temperaturas mayores a 22 °C y salinidades mayores
a 27ppm con incrementos en la actividad de desoves cuando
se presenta la luna nueva o llena. El comportamiento previo al
desove se caracteriza porque la hembra es acompafnada de dos
y hasta siete machos. La fecundidad promedio esta estimada en
mas de tres millones de huevos por hembra (Gardufio-Dionate et
al., 2009).

En la literatura se reporta una amplia gama de hormonas
y técnicas de aplicacion de éstas para la inducciéon al desove
de robalo blanco. Algunos resultados importantes que se han
obtenido en diferentes partes del mundo permiten mencionar el
uso exitoso de Gonadotropina Coriénica Humana (GCH) con
dosis de 500 IU/kg de peso produciendo ovulaciéon, huevos de
buena calidad y sobrevivencia larval (Neidig et al., 1999). Peters
et al. (1998) realizaron desoves en cautiverio de robalo blanco.
Estos investigadores determinaron que los huevos alcanzan
un didmetro de 700 um y eclosionan entre 17 y 18 horas post-
fertilizacion a temperaturas de 26 a 29 °C y salinidades de 28 a
38 ppm.

Por otro lado, el uso de liberadores de gonadotropina
también ha mostrado interesantes resultados como los de Skapura
et al. (1999), usando implantes de cuatro andlogos de hormonas
liberadoras de gonadotropina (GnRH; Salmén (sGnRH), pollo
(cGnRH-II), Sparidae (sbGnRH) y mamiferos (mGnRH)), en
dosis de 10pg/kg/dia durante cinco dias, indicando que el uso de
estos implantes permite el éxito en la ovulacion. También Soligo
(2007) realiz6 induccién al desove de robalo blanco con hembras
silvestres y machos de cautiverio usando LHRHa con 50ug/kg.

Con base en los resultados se determind que las hembras ovularon
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36 horas post-inducciéon y obtuvieron un porcentaje del 6% de
fertilizacidn, obteniendo como resultado 16,000 embriones.

De acuerdo con los resultados obtenidos en el LAT, para
llevar a cabo la induccion al desove de robalo blanco, es necesario
revisar los peces para evaluar el estado fisico y descartar el empleo
de aquellos que pudieran estar muy delgados y tener algun tipo
de herida causada por el manejo. Las hembras se canulan (Fig.
4a) para obtener una muestra de ovocitos (Fig. 4b) y determinar
si es viable implantarlas con una concentraciéon de 100 o 200 pg/
hembra. El diametro de ovocitos ideal para aplicar el implante
debe ser mayor 300um. A los machos preferentemente se les
hace una ligera presion abdominal para observar la presencia
de semen; en caso de no obtenerse, también se canulan y se les
implanta un pellet de 100pug/macho (Contreras-Garcia, 2011).
Cabe destacar que se ha observado que atin cuando no se obtengan
muestras de ovocitos, es posible obtener desoves exitosos durante
la temporada natural de reproduccién del robalo blanco (datos
no publicados) debido probablemente a la condiciéon de madurez
gonadal fraccionada que presentan estos peces. Posteriormente,
de acuerdo con Alvarez-Lajonchere y Herndndez-Molejon

(2001), se aplica el implante hormonal de GnRH-a debajo de la

aleta pectoral (Fig. 4c).

Figura 4. (a) Canulacién de una hembra de robalo blanco para obtencion de muestras
de ovocitos, (b) Observacion al microscopio de una muestra de ovocitos obtenidos por
canulacion y (c) Colocacion del implante hormonal debajo de la aleta pectoral.
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Después de aplicar los implantes, se coloca una hembra y dos
machos en un tanque de 4m de didmetro para que se lleve a cabo
el cortejo entre los peces. Nuestras investigaciones han permitido
observar que los peces nadan en circulos y suben a la superficie
formando un espiral, regresan al fondo del tanque y repiten esta
conducta una y otra vez. Al final se obtienen desoves 27 horas
post-implante. El diametro de huevos fertilizados alcanza tallas
de hasta 746.50 + 2.12 um en promedio. Para observar si los
huevos se encuentran fecundados, se realiza una observacién al
microscopio y se determina el desarrollo del embrion a diferentes
horarios: Durante la primera hora de fertilizaciéon se pueden
observar huevos en diferentes etapas de division celular (Fig. 5a)
y aproximadamente dos horas después es facilmente observable
el embrion en desarrollo (Fig. 5b). El porcentaje de fertilizacion
que se ha obtenido es de 76.84% en promedio. Aunque hembras
individuales han presentado una fertilizaciéon de 100 + 0.00%.
La eclosion se presenta alrededor de cuatros horas después de la
fertilizacion y ha mostrado porcentajes desde 50 + 60.10% hasta
100%. Se han obtenido entre 540 000 y 3 119 999 larvas de robalo
con promedios de entre 1.56 + 0.09 y 1.98 + 0.05 mm de longitud.

Figura 5. (a) Huevos en diferentes etapas de division celular y (b) embriones en desarrollo.
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Fase larval y juvenil

Algunosaspectos delabiologia, ecologiay cultivo del robalo blanco
han sido estudiados durante décadas. Entre los temas abordados
se encuentran la alimentacion, la reproduccion, la descripcion del
habitat, la determinacion de edad y el crecimiento de esta especie
en el medio natural. Sin embargo, existe poca informacion en
condiciones de cautiverio. Los juveniles se encuentran en zonas
poco profundas, areas riberefas protegidas y vegetacion flotante
como el mangle. Estos peces consumen principalmente copépodos
y misidaceos cuando son menores alos 4.5cmy en tallas superiores
consumen camarones palaemonidos y peces como ciprinidos y
poecilidos (McMichael et al., 1989 y Texeira, 1997).

Algunos autores sugieren que el robalo blanco tiene ciertas
limitaciones morfoldgicas; puesto que larvas de tres dias post
eclosion tienen un aparato digestivo pobremente desarrollado,
lo cual limita su capacidad para consumir presas como los
rotiferos en la primera alimentacién. También mencionan que las
larvas en la primera alimentacién consumen ciliados, tintinidos,
dinoflagelados y pequefos nauplios de copépodos (Main et al.,
2009). Wittenrich et al. (2009) sugieren que las altas tasas de
mortalidad en los sistemas cerrados de cultivo de robalo blanco
pueden ser atribuidas a la ausencia de un organismo pequefio
adecuado para el consumo de las larvas. En el LAT se ha observado
que las larvas recién nacidas de robalo blanco presentan un
diametro de boca de alrededor de 100pum y aunque los rotiferos
presentan un tamafo pequefio (100-240um; Prieto, et al., 2006)
no lo es tanto para el tamafio de boca de las larvas recién nacidas
por lo que es dificil la captura e ingestion de éstos.
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Al momento de la eclosion las larvas (Fig. 6a) pueden ser
facilmente manipuladas y transferidas a los tanques en los cuales
se llevara a cabo la larvicultura. Sin embargo, se ha observado que
durante los tres primeros meses de vida las larvas son muy sensibles,
por lo que es indispensable evitar siempre el contacto fisico y
suministrar el alimento adecuado; de lo contrario, éstas mueren. Los
recambios de agua se realizan cuidadosamente, usando un pequefio
contenedor de 10L de capacidad aproximadamente, con una pequefa
ventana en la cual se coloca una tela de 50um de abertura de malla,
aproximadamente para permitir el paso del agua hacia el interior del
contenedor; en el cual se coloca un pequefio sifén para bajar el nivel de
agua del tanque de la larvicultura, evitando asi el contando directo del
sifén con las larvas. El agua se repone por gravedad lentamente hacia el
interior del tanque de larvicultura. En el LAT se ha obtenido a la fecha
un pequerio lote de juveniles de robalo (Fig. 6b) blanco cuyo manejo es
relativamente sencillo una vez superada la fase de alimento vivo.

Es necesario tomar registro de las concentraciones de amonio, los
niveles de oxigeno disuelto y de pH pues son los indicadores de
la calidad del agua y de cuando debe realizarse un recambio total o
parcial del agua. La salinidad que se mantiene en los tanques de
larvicultura en promedio es de 33ppm. Esta salinidad en promedio

se mantiene durante gran parte del afo frente a las costas de Jalapita,
Centla, Tabasco.

Figura 6. (a) Larvas y (b) juveniles de robalo blanco obtenidos en cautiverio.
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La alimentacion de larvas de robalo blanco debe llevarse a cabo en
tanques de 500L con una densidad de 200 larvas/L de agua, usando
microalgas (Nannochloropsis oculata y Tetraselmis chuii; Fig. 7a) desde
el primer dia de eclosion de las larvas a razén de 2-4 x 10° células hasta
los primeros 20 dias de vida; rotiferos (Brachionus plicatilis; Fig. 7b) a
una densidad de 10mL de rotifero por cada mL de agua durante los
primeros 11 dias. Esta cantidad se incrementa a 20 rotiferos/mL de
agua hasta alcanzar los 20 dias de vida. Debe haber un complemento
en la alimentacion a partir del dfa 13 con nauplios de Artemia a una
densidad de 1 mL de nauplio/mL de agua hasta el dia 20. Se agregan
3mL de metanauplios de Artemia del dia 19 al dia 36 y finalmente, se
utiliza alimento balanceado para trucha marca Silver Cup® a saciedad
del dia 34 en adelante (Fig. 8). En las experiencias del LAT es necesario
complementar la alimentacién al menos una vez a la semana con
Artemia adulta y pequefios peces para evitar la mortalidad de aquellos

peces que pudieran considerarse débiles.

Figura 7. (a) Cultivo de microalgas Nannochloropsis oculata y Tetraselmis chuii usadas en la
alimentacion de rotiferos y (b) rotifero; alimento de larvas de robalo.

Es importante tener en cuenta que la salinidad en que inician las crias
de robalo es a 33ppm en promedio, durante los primeros tres meses
de vida y posteriormente se debe ir bajando 5ppm diariamente hasta

llegar a 15ppm y mantenerlas asi durante los siguientes meses; de lo
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contrario pueden ser susceptibles de organismos patdgenos como
hongos o algtin otro tipo de infeccién que incluso causa baja de ingesta,
desnutricion o muerte. El protocolo de alimentacion utilizado se cred
con base en las metodologfas usadas por Alvarez-Lajonchere ef dl.,
(2004) y Cerqueira (comunicacion personal). Los juveniles deben ser
alimentados preferentemente tres a cinco veces al dia, usando alimento
balanceado para trucha marca Silver Cup® humedeciéndolo para que
se hunda y sea capturado por los peces. Los recambios de agua se
realizan cada tercer dia y los sifoneos diariamente o cada segundo dia

para eliminar restos de excretas y/o restos de alimentos.

Dias

1 2 4 6 8 10 12 14 15 16 18 20 22 24 26 28 30 32 34 36

Microalgas

10 mL de rotiferos/mLdeagua 20 mL de rotiferos/mL de agua

1 mL de nauplios de Arfemia

3 mL de metanaupliode Arfemia

Alimento balanceado

Figura 8. Representacion esquematica de la alimentacion de larvas de robalo blanco en cautiverio.
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Sistemas de produccion

En el LAT se observéd que juveniles de C. undecimalis con una
densidad de 25 peces/m’ y talla inicial en promedio de 14.65 +
4.66 cm (Fig. 9) se adaptan facilmente a condiciones de cautiverio.
La ganancia al final de un afio es de 13.17cm (1.09cm/mes;
0.03cm/dia). Estos peces con peso promedio de 26.30 + 24.05
g pueden tener una ganancia de 119.07g durante un afio (9.9g/
mes; 0.33g/dia). También se observé que la tasa de conversion de
alimento es de 2.43 usando un alimento balanceado semi-hiimedo
elaborado con harina de pescado, filete de pescado molido, harina
de camardn, aceite de pescado, lecitina de soya, premezcla de
vitaminas y minerales, vitamina C, grenetina sin sabor, leche de
soya y harina de sorgo. La sobrevivencia al final es de 65.5%. Estos
resultados se obtienen cuando el oxigeno disuelto se mantiene
en promedio en 6.83 (+ 0.98) mg/L; la temperatura en 28.09 (+
2.38)°Cyel pHen 7.04 (+ 0.62) Ul en un sistema de recirculacion

cerrado.

3-8

Figura 9. Biometria de juveniles
de robalo blanco adaptados a
condiciones de cautiverio en el
LAT.
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En estudios realizados por Souza-Filho y Cerqueira (2003) se
evalud la influencia de las densidades de cultivo (3, 6 y 9 peces/
m’) sobre el crecimiento, tasa de conversion alimenticia y la
sobrevivencia de juveniles de robalo blanco colectados del medio
silvestre con 13+0,4 cmy 23+ 0.3 gy aclimatados a dietas artificiales
en tanques circulares de fibra de vidrio de 5000 L de capacidad.
Los resultados indican que la tasa de conversion alimenticia es de
1.88 + 0,11 y la mejor tasa de crecimiento 87.7 + 3 obtenidas en la
densidad de cultivo mas baja (3m°).

En otros estudios, como el de Reyes et al. (2004), se evalud el
comportamiento de 90 juveniles de robalo blanco (15 peces/m3) con
un peso promedio inicial de 371.5 + 77.8 g en tanques cilindricos de
fibra de vidrio de 5m®. Se suministraron dos dietas semi-hiimedas a
base de harina de pescado combinada con alimento fresco, hasta la
saciedad una vez al dia durante 10 meses. Los resultados indicaron que
no hubo mortalidad de estos organismos durante la fase experimental
y determinaron que ésta especie tiene un gran potencial al adaptarse
a las condiciones de cultivo y al alimento artificial. En los ultimos
5 meses se alcanzaron ganancias en peso promedios mensuales de
26.6g y Factor de Conversion del alimento de 3.75.

Fraga et al. (2006) desarrollaron un banco de reproductores de
robalo blanco por medio del manejo de la alimentacion. El estudio
consistio de tres etapas en la preparacion de los progenitores durante
18 meses. La primera etapa se caracterizo por realizar alimentaciones
alternando los dias; la segunda, alimentando todos los dias excluyendo
fines de semana y la tercera, alimentando diariamente dos veces al
dia. Posteriormente se suministré una dieta semi-hiimeda por tres
meses y alimento balanceado por un afo. El esquema de alimentacion
influyd en la dindmica del apetito de los robalos y el consumo result6
mayor cuando se les ofrecié alimento en dias alternos. Las hembras
mostraron mayor crecimiento (0.87 g/dia) que los machos (0.52 g/
dia) y la sobrevivencia fue de 100%.
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ANEXO
Técnicas de laboratorio

Tratamientos profildcticos recomendados

1. Bafios en agua dulce por uno o dos dias en un tanque de

4m de didmetro.

Banos con organofosforados como el Neguvon® para

eliminar crustaceos ectoparasitos:

Se diluyen 7.5g de Neguvéon® en agua en un vaso de
precipitado de 1Ly se distribuye en un tanque de 9m de
didmetro (donde se encuentran los peces) con aireacion
fuerte para ayudar que se mezcle con toda el agua del
tanque durante un dia.

Posteriormente los peces se pueden colocar en agua

marina.

Bafios con bactericidas y parasiticidas como el Azoo™:

Se vacia un sobre de 4g de Azoo® en un vaso de
precipitado de 1L y se diluye en agua. Esta dilucién
se distribuye en un tanque de 2000L (donde se les
da tratamiento a los peces) con aireacion fuerte para
ayudar que se mezcle con toda el agua del tanque.

El agua del tanque se cambia en su totalidad al final del
dia.

Se repite el procedimiento por tres dias.

Para el caso donde se han causado heridas en la captura o el

transporte de los peces, es necesario aplicar directamente
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sobre la herida o en el musculo para su cicatrizacion los

siguientes compuestos:

e Aplicar Topazone® en aerosol esparciendo el producto
sobre la herida del pez. De ser necesario se aplica el
producto durante varios dias hasta que desaparezca la
herida.

e Inyectar 3mL de 3 Sulfas® en el musculo del pez en una

dosis unica.

Preparacion de implantes

1. Se pesan en una balanza analitica 450mg de colesterol
Sigma® y 25mg de celulosa Sigma® (Fig. 10a).

2. Se usan 5 viales (5 mg) de GnRH-a; cada vial se diluye en
500uL de etanol grado reactivo al 50 u 80% usando una
jeringa para insulina.

3. En un vaso de precipitado de 10mL se colocan las
cantidades pesadas de colesterol y celulosa junto con
el contenido de los 5 viales de la hormona GnRH-a y se
mezclan perfectamente todos los reactivos.

4. La mezcla de todos los reactivos se coloca en una estufa
de laboratorio para secarla a 35 o 45 °C y obtener los
componentes en polvo. Este procedimiento dependiendo de
la estufa puede durar una hora o incluso un dia en su secado.

5. Una vez que estan secos todos estos componentes mezclados
seagregan 13.15mg de manteca de cacao que se pesan en una
balanza analitica. De esta mezcla que obtuvimos, pesamos
20mg y los vamos empacando poco a poco con una espatula
de metal de 15cm de longitud en un molde de acrilico. Se

colocan las dos placas sobre una mesa y se prensan. Para

28



6.

7.

obtener las placas y el molde se cortan dos placas de acrilico
de 10cm de ancho x 14cm de largo y 0.5cm de grueso. Una
de las placas nos servira para contener la mezcla que se
vaya empacando en el molde por lo que no debe perforarse.
La otra placa se perfora usando un taladro y una broca de
2mm de diametro x 5cm de longitud. Al final perdemos el
50% de la mezcla por que parte de ella se queda adherida a
la espatula, al acrilico o se pierde por las corrientes de aire
que pueden existir en el drea de trabajo, de tal modo que
el implante nos queda de 10 mg (100 pg). En la figura 10b
se observan los materiales que se usan para elaborar los
implantes.

Al terminar de comprimir la mezcla en el molde se quitan
las prensas de las placas de acrilico y con la broca y el
martillo se va golpeando lentamente el implante hasta que
se extrae del molde.

Elimplante estalisto para usarse o se guarda en refrigeracion
a 5°C.

Figura 10. (a) Pesaje de reactivos y (b) materiales usados para la elaboracion de
implantes: Reactivos, tubo Eppendorf, hormona, martillo, espétula, caja de Petri y
prensas.
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Aplicacion de implantes

L.

Los peces pueden anestesiarse usando aceite de clavo

(ImL/20L de agua), como se observa en la Fig. 11.

~

Figura 11. Reproductor de robalo blanco en proceso de anestesia.

Canular los peces usando una sonda para alimentacion
de prematuros de 90cm de longitud introduciéndola de
manera vertical en la entrada del gonoducto del pez y
posteriormente de manera horizontal en el conducto de
la génada paralelamente al cuerpo del pez. Se introducen
unos 5cm dentro de la génada y posteriormente a medida
que se va retirando la canula del cuerpo del pez se va
succionando con la boca la canula para atraer el ovocito al
interior de la canula.

Una vez obtenido el ovocito a través de la canulacidn,
se observa la posiciéon de la vesicula germinal en un
microscopio dptico. Otra opcidn es medir los ovocitos con
un microscopio estereoscopio. Cuando el didmetro del
ovocito es mayor a 300um, la hembra esta lista para ser

implantada.
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Se procede a colocar el implante usando una jeringa (Fig.
12) AVID® debajo de la aleta pectoral introduciendo la
jeringa con el implante en unos 45 grados con respecto al
cuerpo del pez para evitar choques con las espinas del pez.
Finalmente se coloca crema gentamicina en el sitio donde
se coloco el implante para evitar infecciones.

Se implanta una hembra y dos machos y posteriormente se
colocan en un tanque de 4m de didmetro.

Se obtienen desoves exitosos 27 horas después de aplicar

el implante.
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