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Abstract.- The first experiments in maturation, spawning and larval rearing of spotted seatrout Cynoscion nebulosus in
Sisal, Mexico were conducted. Sexual maturation and spontaneous spawning in wild captured fish after  20 months in
captivity were obtained. In a spawning period of 88 days, 28 spawns were observed, of which 17 were viable. In total 28
x 106 eggs were collected, 70% of viability and 91% of fertilization was observed. The spawned eggs had mean diameter of
710 ± 8 µm with an oil droplet of 199 ± 9 µm. The percentage hatching of viable eggs was 96% and larval survival at 48 h after
hatching was 79%. At 48 h post-hatch (PH), no traces of yolk and only traces of the oil droplet were observed. The most
appropriate period for first feeding period is between 30 and 42 h PH, after which the mean survival decreases sharply to
9.3 ± 4.4% and 11.3 ± 4.8% at 54 h PH and 66 h PH, respectively. The larval rearing was done in 2 tanks, 4-m3 with an initial
density of 75 viable eggs L-1 (95.6% fertilization, hatching 97.7% and 88.8% survival at 48 h). Survivals were 0.4 and 1.2% at
26 days, with 1011 and 2903 juveniles harvested, with wet weights of 0.13 ± 0.04 g and 0.16 ± 0.03 g and total lengths of
25.3 ± 2.6 mm and 27.4 ± 1.9 mm respectively. Final densities and biomasses were 0.25 and 0.50 juveniles L-1 and 0.03 and
0.08 kg m-3, respectively.
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Resumen.- Se realizaron los primeros experimentos de maduración, desove y cría larval de la corvina pinta, Cynoscion
nebulosus en Sisal, México. Se obtuvo la maduración sexual y el desove espontáneo de reproductores capturados en el
medio natural después de 20 meses en cautiverio. En un periodo de desove de 88 días, se obtuvieron 28 desoves, de los
cuales 17 fueron viables. En total se colectaron 28 x 106 huevos, se observó 70% de viabilidad y 91% de fecundación. Los
huevos desovados presentaron un diámetro promedio de 710 ± 8 µm con gota de aceite de 199 ± 9 µm. El  porcentaje de
eclosión de los huevos viables incubados fue 96% y la supervivencia larval a las 48 h después de la eclosión fue 79%. A las
48 h post-eclosión (PE), no se apreció restos de vitelo y solo vestigios de la gota de aceite. Se estimó que el periodo más
adecuado para el suministro del primer alimento es entre 30 y 42 h PE, posterior a lo cual la supervivencia promedio
disminuye abruptamente a 9,3 ± 4,4% y 11,3 ± 4,8% a las 54 h PE y 66 h PE, respectivamente. La cría larval se realizó en 2
tanques de 4 m3 a una densidad inicial de 75 huevos viables L -1 (95,6% de fecundación, 97,7% de eclosión y 88,8% de
supervivencia a las 48 h) tuvo sobrevivencias de 0,4 y 1,2% a los 26 días. Se cosecharon 1011 y 2903 juveniles, con pesos
húmedos de 0,13 ± 0,04 g y 0,16 ± 0,03 g y longitudes totales de 25,3 ± 2,6 mm y 27,4 ± 1,9 mm respectivamente. Las
densidades y biomasas finales fueron de 0,25 y 0,50 juveniles L -1 y 0,03 y 0,08 kg m-3, respectivamente.

Palabras clave: Desoves espontáneos, consumo del saco vitelino, inanición, cultivo larval, C. nebulosus

INTRODUCCIÓN

El cultivo de los peces marinos en México ha tenido mucha
importancia en los últimos años debido a la necesidad de
crear nuevas alternativas de producción para la industria
privada y el sector social. La Universidad Nacional
Autónoma de México, a través de la estación marina

Unidad Multidisciplinaria de Docencia e Investigación
(UMDI-Sisal), ha venido realizado investigaciones
enfocadas al desarrollo de protocolos de reproducción y
producción controlada de juveniles de 3 especies marinas
de gran importancia comercial para la costa del Golfo de
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México: Ocyurus chrysurus (Bloch, 1791), pargo canané,
Cynoscion nebulosus (Cuvier, 1830), corvina pinta y
Centropomus undecimalis (Bloch, 1792), robalo blanco.
A nivel mundial la producción de peces marinos por
acuicultura ha alcanzado 24,7 millones de toneladas en
2012 (FAO 2014), mientras que en México la producción
de peces marinos por acuicultura es limitada respecto a
su potencialidad. A pesar que en México existen muchas
especies con potencial acuícola, no se cuenta con una
tecnología de producción que comprenda desde la
producción controlada de huevos hasta su cosecha y
comercialización final del producto a escala comercial. En
este contexto, el éxito comercial del cultivo de peces
marinos depende en gran medida de la producción
controlada de un número suficiente de juveniles; por lo
tanto, generar conocimiento sobre biología reproductiva
y primeros estadios de vida en condiciones controladas
es de suma importancia para que se establezcan dichos
protocolos.

La corvina pinta Cynoscion nebulosus constituye un
importante recurso pesquero para el sureste mexicano
(Vega-Cendejas & Hernandez de Santillana 2004).
Pertenece a la familia Sciaenidae, la cual incluye 70 géneros
(Nelson 2006) y 291 especies en todo el mundo
(Eschmeyer & Fong 2014). Se caracteriza por tolerar
variaciones amplias de salinidad y temperatura en todas
las etapas de su ciclo de vida (Johnson & Seaman 1986,
Kucera et al. 2002a, b). Sin embargo, a pesar de que tolera
un amplio rango de salinidad, los desoves solamente se
llevan a cabo entre salinidades de 20 a 40  (Simmons 1957,
Helser et al. 1993). No obstante, se ha documentado que
a salinidad 15 se obtienen mayores tasas de eclosión (Gray
& Colura 1988). Esta especie puede desovar de 14 a 80
veces en un solo año y tiene la capacidad de desovar de
40 a 50 veces en una estación reproductiva (Brown-
Peterson et al. 2002). Se ha documentado la inducción a
la maduración final, ovulación y desove de C. nebulosus
en cautiverio mediante la aplicación de gonadotropina
coriónica humana cuando los ovocitos alcanzan un
diámetro mínimo de 462 µm. También se ha demostrado
que el uso de análogos de la hormona liberadora de
gonadotropina (LHRHa), administrada por vía oral en
dosis de 1 mg kg-1 de pez, induce efectivamente al desove
(Thomas & Boyd 1989), así como también se han obtenido
desoves naturales con control de temperatura y
fotoperiodo (Wisner et al. 1996). Por otro lado, la cría de
larvas de esta especie ha recibido gran atención y ha sido
estudiada con enfoques fisiológicos (Banks et al. 1991),
metabólicos (Wuenschel & Werner 2004, Wuenschel et

al. 2004), alimentarios, como la determinación de la
densidad del alimento óptima en los primeros días del
cultivo larvario (Lemus et al. 2010) y el efecto de la
densidad sobre el comportamiento agresivo (canibalismo)
(Manley et al. 2014).

El propósito de la presente investigación fue establecer
conocimientos preliminares para la producción masiva
de juveniles de corvina pinta en la región sureste de
México. En este trabajo se abordaron los objetivos de: a)
evaluar el desempeño reproductivo de C. nebulosus en
cautiverio y b) caracterizar el desarrollo larvario de C.
nebulosus.

MATERIALES Y MÉTODOS

CAPTURA Y MANTENIMIENTO DE REPRODUCTORES

Los experimentos fueron realizados en Sisal, 21º09"N;
90º02"O, a 45 km de Mérida, Yucatán, México. En
septiembre 2008 se capturaron en la dársena de Sisal
(Yucatán, México) con línea de mano, 11 reproductores (8
hembras, 1963 ± 157 g; 3 machos, 1167 ± 120 g) y se
trasladaron a las instalaciones de la UMDI-Sisal. Después
de 2 semanas de cuarentena en tanques de 2000 L y hasta
que los peces aceptaron alimento vivo (Poecila sp.), se
cambiaron a un tanque de 12 m3 (tanque de maduración).
Una vez en el tanque de mayor tamaño, se mantuvieron
con un flujo continuo de agua marina (2 volúmenes por
día). Las condiciones de fotoperiodo y temperatura fueron
naturales. Los peces fueron alimentados a saciedad con
sardina fresca en trozos Opisthonema oglinum  (Lesueur,
1818), 3 veces por semana. A partir de enero 2010 se
suministró Sarda sarda (Bloch, 1793) y sardina en trozos,
en una ración correspondiente al 5% de la biomasa, cada
tercer día. La dieta fue complementada con un alimento
semihúmedo para reproductores de peces marinos (Fish-
Breed M, INVE Aquaculture, México; 40% de proteína y
12% de lípidos). A partir del mismo año se incrementó el
flujo de agua a 5 ± 1 volúmenes por día. A lo largo del año,
la temperatura se mantuvo entre 24 y 27°C y la salinidad
promedio fue de 37,7 ± 0,4.

DESOVES ESPONTÁNEOS Y MEDICIÓN DE VARIABLES

REPRODUCTIVAS

Para la obtención de huevos, el tanque de cultivo fue
provisto de un recolector con malla de 300 m, el cual fue
revisado cada mañana. Una vez que se presentaron los
desoves espontáneos, los huevos fueron removidos de
los recolectores (entre 10-12 h post-fecundación) y
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medidos volumétricamente en recipientes de plástico con
un volumen estándar de 3 L. Del recipiente, con una pipeta
plástica de 1 ml, se tomaron 9 muestras de 0,250 ml previa
mezcla con aireación. En cada una de las muestras se estimó
el número de huevos totales, huevos vivos, huevos
muertos y ovocitos no fecundados. Posteriormente, se
calculó el número de huevos totales desovados
multiplicando el promedio de las sub-muestras por el
volumen total del recipiente, porcentaje de fecundación y
número de huevos vivos entre 10-12 h post-fecundación.
Para medir el diámetro de los huevos y la gota de aceite, se
utilizó una muestra >100 huevos flotantes en cada uno de
los desoves obtenidos durante todo el periodo, utilizando
un microscopio Zeingen® con un ocular graduado a 11,1
µm por unidad de medición, a 400 aumentos.

Para estimar el porcentaje de eclosión, supervivencia a
la eclosión y supervivencia a las 48 h, se tomaron 10 ml de
huevos del recipiente de 3 L y se colocaron en cajas de
Petri. A continuación, se seleccionaron grupos de
aproximadamente 50 huevos vivos que se colocaron en 6
recipientes de 1 L con agua marina y se incubaron a 28°C.
Se utilizaron 3 recipientes para evaluar al momento de la
eclosión y 3 a las 48 h. El agua utilizada siempre fue filtrada
con la siguiente secuencia de tratamiento: filtración con
filtros de arena presurizados, filtros de cartucho (20 µm
retención relativa), desinfección con radiación UV (30,000
µWs cm-2) y filtración con filtro de bolsa 10 µm. El
procedimiento se repitió durante todo el periodo de los
desoves naturales. El porcentaje de eclosión y
supervivencia a la eclosión fue estimado como el promedio
de 3 recipientes de 1 L. El porcentaje de supervivencia a la
primera alimentación fue estimado 48 h después de la
eclosión, utilizando el resto de los recipientes de 1 L.

Una vez realizadas las tareas de evaluación de la
calidad del desove, se lavó el recolector y se secó al sol
para colocarlo nuevamente por la tarde, antes del desove
nocturno.

CONSUMO DEL VITELO

Una vez que se detectaron los desoves naturales, un grupo
de huevos se incubó en un tanque cilindrocónico de fibra
de vidrio con capacidad de 400 L. El tanque de incubación
fue previamente llenado con agua de mar tratada, como se
describió anteriormente y se mantuvo un flujo constante
de 0,5 L min-1 durante todo el experimento.

La incubación se realizó a una densidad de 500 huevos
L-1 a 27,1°C, 38 de salinidad, a una concentración de
oxígeno disuelto de 6,7 mg L-1 y 102% de saturación.

Desde el momento de la eclosión y hasta el final del
experimento, en intervalos de 6 h, se midió el largo y ancho
del saco vitelino y la longitud notocordal de 50 larvas,
utilizando el mismo método que se usó para medir los
huevos. Para calcular el volumen del saco vitelino se utilizó
la fórmula: V= (LH2, donde L= longitud y H= altura
del saco vitelino, mientras que para calcular el volumen
de la gota de aceite se utilizó la fórmula: V= 3r, donde ‘r’
es el radio de la gota de aceite (Arul 1991).

ESTIMACIÓN DEL PUNTO DE NO RETORNO EN LA PRIMERA

ALIMENTACIÓN

Para determinar el tiempo más propicio para la primera
alimentación en esta especie, se transfirieron 50 larvas de
24 h de vida a vasos de precipitado plásticos de 1 L. Los
tratamientos experimentales tuvieron 3 réplicas cada uno
y consistieron en iniciar la alimentación de las larvas al
cumplir 30, 42, 54, 66, 78 y 90 h post-eclosión (HPE). Las
larvas fueron alimentadas con rotíferos (Brachionus
rotundiformis) y su concentración se ajustó una vez al
día para mantener un mínimo de 20 rotíferos m L-1 en cada
uno de los recipientes. Diariamente, se registró la
concentración de oxígeno disuelto y la temperatura con
un multianalizador HQ 40d Hach® y la salinidad con
refractómetro. Todas las unidades experimentales se
mantuvieron con fotoperiodo natural y sin aireación. La
duración del bioensayo fue de 10 días, durante los cuales
la temperatura fue de 25,3 ± 1,3°C, la salinidad fue 37 ± 1,
el oxígeno disuelto 6,5 ± 0,3 mg L-1 y 97,2 ± 12,7% de
saturación, con pH de 7.8 y NH3 < 0,001 mg L-1, para todos
los tratamientos. En cada tratamiento diariamente se
registró el número de larvas muertas en las unidades
experimentales para calcular el porcentaje de mortalidad.
Para la medición de la longitud total (LT) al inicio y final
del experimento, las larvas fueron anestesiadas con una
gota de eugenol y se les tomaron fotografías usando un
estereoscopio Nikon SMZ-800® equipado con cámara
Nikon DS-L, la LT de las larvas fue registrada con el
software libre ImageJ 1.30V. La supervivencia se obtuvo
con el número total de larvas vivas al final del bioensayo,
en relación al número de larvas sembradas.

 MANEJO DEL CULTIVO LARVARIO

La incubación y el cultivo larvario se realizó en 2 tanques
de fibra de vidrio, con paredes negras y de fondo blanco.
La densidad de siembra fue de 75 huevos L-1 y fueron
puestos a eclosionar directamente en cada uno de los
tanques de cultivo con capacidad de trabajo de 4 m3, sin
ningún tratamiento profiláctico previo. Para determinar el
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porcentaje de eclosión y supervivencia a las 48 h se empleó
el mismo procedimiento usado para evaluar la calidad de
los huevos de los desoves espontáneos. Los tanques de
cría de larvas fueron ubicados en un área recubierta por
un invernadero (12 x 30 m), con agua de mar tratada,
fotoperiodo natural e intensidad de luz de 2000 lux.
Durante la incubación y cultivo larvario, las variables
ambientales fueron: temperatura 26,5 ± 1,3°C, salinidad
37,3 ± 1,0, oxígeno disuelto 6,5 ± 1,8 mg L-1, saturación de
oxígeno 83,2 ± 12,5%, pH 7,8 ± 0,7 y NH3 < 0,001 mg L-1,
manteniendo diariamente un flujo del 20% constante a
partir del día 8 post-eclosión (PE).

El muestreo de larvas se realizó cada 7 días a partir de la
eclosión en cada uno de los tanques. En los primeros 3
muestreos las observaciones y mediciones fueron realizados
con el estereoscopio Nikon SMZ-800® descrito
anteriormente; mientras que en el resto se utilizó un calibrador
pie de rey digital (modelo CALDI-6MP Trupper®, con una
precisión de 0,01 mm). Finalmente, al día 26, momento de la
cosecha, los organismos fueron pesados individualmente
en una balanza OHAUS con precisión de 0,1 g.

El esquema de alimentación usado para el cultivo
larvario fue la técnica de agua verde, manteniendo
aproximadamente 80,000 células m L-1 de Nannochloropsis
oculata, a partir del día 1 y hasta el día 11 (ajustando la
densidad una vez al día); 10 rotíferos m L-1, a partir del día
1 hasta el día 18 (dosificando los rotíferos por goteo de
9:00 am a 6:00 pm); Artemia sp. enriquecida, a partir del
día 15 y hasta el día 25 (manteniendo un promedio de 3
nauplios m L-1 y ajustando la densidad 3 veces al día). Se
utilizó un alimento artificial (NRD 3/5 INVE, México) que
fue tamizado a 100, 200 y 300 µm e introducido desde el
día 4 y hasta el final del experimento (con un promedio de
8 raciones por día, alimentando manualmente). La limpieza
del fondo de los tanques de cultivo se realizó diariamente
con un sifón, desde el día 11 y hasta el final del
experimento.

ANÁLISIS ESTADÍSTICO

La información fue procesada estadísticamente utilizando
el software SigmaStat 3.5 para Windows. Los resultados
se presentan como media ± el error estándar de la media.
La homogeneidad de las varianzas (Prueba de Levene) y
distribución normal (Shapiro-Wilk) de los datos fueron
analizados siguiendo los procedimientos estadísticos del
software, todos los análisis fueron realizados a un nivel
de significación del 95%.

RESULTADOS

DESOVES ESPONTÁNEOS

Los desoves espontáneos ocurrieron durante 88 días (del
8 de junio al 3 de septiembre del 2010). De un total de 28
desoves, sólo 17 de ellos presentaron huevos viables. No
se pudo determinar si todas las hembras desovaron, pero
por el comportamiento de cortejo iniciado a la puesta del
sol con ‘ronquidos’ típicos de las corvinas y nado alrededor
del tanque de no menos de 5-6 reproductores, se estimó
que todas pudieron haber desovado con alternancia de
hembras. Los desoves ocurrieron durante 7 periodos, cada
uno con 4 días de duración, y espaciados por 10 días. Se
recolectó un total de 28 x 106 huevos con un 70% de
viabilidad y un promedio del 91% de fecundación. El
diámetro de los huevos fue de 710 ± 8,5 µm, con una gota
de aceite de 199 ± 9,2 µm. El desarrollo embrionario fue de
17 h a 27°C. El porcentaje de eclosión promedio de los
huevos viables fue de 96%, con un promedio de 79% de
supervivencia a la apertura de la boca (Tabla 1). Las larvas
recién eclosionadas tuvieron una longitud notocordal de
1,76 ± 0,12 mm, con un volumen de 0,13 ± 0,03 mm3 de
vitelo y 0,03 ± 0,001 mm3 de gota de aceite.

Tabla 1. Desarrollo reproductivo de la corvina pinta (C. nebulosus)
en condiciones de cautiverio / Reproductive behavior of spotted
seatrout (C. nebulosus) in captivity condition
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CONSUMO DEL VITELO

Las larvas de corvina pinta consumieron en 12 h PE el 82
y 46% del total del saco vitelino y la gota de aceite,
respectivamente, mientras que el resto fue consumido en
42 h. Las larvas mostraron un consumo exponencial de
ambas estructuras en las primeras 60 h (Fig. 1). Al mismo
tiempo la longitud notocordal se incrementó en las
primeras 12 h y posteriormente se mantuvo estable hasta
el consumo total del vitelo y la gota de aceite (Fig. 2). A
las 36 h PE se produjo la apertura de la boca y la
pigmentación de los ojos en el 100% de las larvas (n= 50).
Mientras que a las 54 h PE se observó la formación de la

vejiga gaseosa en el 30% de las larvas (n= 50), mientras
que un 13% del total de las anteriores larvas (54 h PE),
había consumido todo su vitelo, el resto de ellas aun
presentaba remanentes de vitelo y gota de aceite.
Finalmente, después de 60 h PE el 86% de las larvas (n=
50) tuvo la vejiga gaseosa perfectamente formada y el
100% de larvas había consumido el 100% del vitelo y un
15% de larvas, aun presentó restos de la gota de aceite
(Fig. 1). En el crecimiento inicial de larvas, se presentó
una disminución de LT promedio entre las 18 y 42 h post-
eclosión (Fig. 2).

Figura 1. Media ± error estándar de la media en consumo del saco vitelino y gota de aceite de larvas de C. nebulosus / Mean ± standard error
mean in yolk sac consumption and oil droplet in larvae of C. nebulosus

Figura 2. Media ± desviación estándar de
longitud notocordal en larvas de C.
nebulosus / Mean ± standard deviation of
notocordal length in larvae of C.
nebulosus
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ESTIMACIÓN DEL PUNTO DE NO RETORNO EN LA PRIMERA

ALIMENTACIÓN DE LARVAS

En los tratamientos a los que se les suministró la primera
alimentación entre 30 h y 42 h post-eclosión (HPE),
presentaron valores de supervivencia de 60,8 ± 7,4% y
68,4 ± 8,1%, respectivamente, mientras que a los
tratamientos que se les suministró alimento a las 54 y 66
HPE, presentaron supervivencias de 9,3 ± 4,4% y 11,3 ±
4,8%, respectivamente (Fig. 3). El crecimiento en LT de
larvas al final del periodo también fue mayor cuando el
alimento se suministró entre 30 y 42 HPE (Fig. 3), aunque
dichas diferencias no fueron significativas (P > 0,05).

CULTIVO LARVARIO

Los huevos sembrados presentaron 95,6% de fecundación.
Para ambos tanques se obtuvo un porcentaje de eclosión
de 100% (285,000 larvas), con una supervivencia al
momento de la eclosión de 97,7% (280,000 larvas) y una
supervivencia a la primera alimentación (48 h) de 88,8%
(249,000 larvas). Por lo tanto, la densidad inicial de larvas
de primera alimentación fue de 62,3 larvas l-1.

El periodo de cría larval tuvo una duración de 26 días
hasta la cosecha. Las larvas presentaron un crecimiento
exponencial en ambos tanques (Fig. 4), con una ecuación
peso-longitud de P= 0,009e0.1029L y una R2= 0,909.

Figura 3. Tiempo de primera alimentación, media ± desviación estándar en supervivencia y longitud total registrada al día 10 de cultivo en
larvas de C. nebulosus / Time at first feeding, mean ± standard deviation in survival and total length after 10 days of culture in larvae of C.
nebulosus

Figura 4. Relación peso longitud de larvas de C. nebulosus al
día 26 de cultivo / Weight-length ratio of larval  of C.
nebulosus at 26 days of culture
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Los dientes aparecieron entre los días 6 y 7 PE y el
canibalismo se observó a partir de los días 8 y 9 PE. Para
el día 10, la incidencia del canibalismo fue alta, al sifonear
el tanque se colectaron 6,000 larvas muertas con signos
de haber sufrido ataques por canibalismo, cuyo número
se incrementó día a día hasta alcanzar 15,000 larvas
muertas (día 15), que fue el número más alto registrado.
La flexión se terminó entre el día 13 y 14 después de la
eclosión y la metamorfosis fue completa entre los días 18
y 19 después de la eclosión. Para el día 20 PE, todas las
larvas presentaron su complejo hipural completamente
formado y la supervivencia larvaria se observó
severamente afectada, principalmente por el canibalismo.

En uno de los tanques se cosecharon 1.011 juveniles
(con un peso húmedo de 0,13 ± 0,04 g y LT de 25,3 ± 2,6
mm), en el que se obtuvo una supervivencia de 0,4%, una
densidad y biomasa finales de 0,25 juveniles l-1 y 0,03 kg
m-3, respectivamente. En el otro tanque se cosecharon
2,903 juveniles con un peso húmedo de 0,16 ± 0,03 g y LT
de 27,4 ± 1,9 mm, con una supervivencia de 1,2%, una
densidad y biomasa final de 0,5 juveniles L-1 y 0,08 kg m-

3 respectivamente y una supervivencia de 1,2%. El
coeficiente de variación para el peso en cada tanque fue
de 29,7 y 10,1% y el de la LT fue de 18,1 y 6,9%,
respectivamente.

DISCUSIÓN

REPRODUCTORES Y DESOVE

El presente estudio es el primero que se realiza en la corvina
pinta en México y reviste gran importancia por aportar
diversos conocimientos sobre los aspectos básicos de la
maduración y desove en cautiverio de la especie, así como
las características del desarrollo embrionario y primeras
fases larvales. Estos conocimientos permitirán avanzar en
el desarrollo de una tecnología de producción masiva de
juveniles de esta especie con alta potencialidad para su
cultivo, aspecto esencial para poder lograr producciones
de peces por cultivo hasta la talla comercial (Alvarez-
Lajonchere et al. 2007).

Se tienen reportes del uso de tratamientos hormonales
para inducir el desove de la corvina pinta (Colura 1974,
Taniguchi 1982, Thomas & Boyd 1989) y otras especies
de corvinas (Haydock 1971, Prentice & Thomas 1987,
Thomas & Boyd 1988, Thomas et al. 1994, Sink et al.
2010), con buenos resultados, especialmente para mejorar
el control y la sincronización del desove, para incrementar
la producción de huevos. Sin embargo se ha logrado
controlar el ciclo completo de la reproducción con

tratamientos de fotoperiodo y temperatura en Sciaenops
ocellatus (Linnaeus 1766), para lograr desoves todo el
año (Arnold 1988, Roberts 1990), mientras que Arnold
(1984) reportó desoves continuos por 27 meses en la
corvina pinta.

Es importante haber logrado la maduración y desove
espontáneo de los reproductores aclimatados al
cautiverio, lo cual coincide con lo logrado en diversas
especies de corvinas (Arnold et al. 1976, 1977; Colura et
al. 1976, Chen et al. 2006), siendo este el primer paso
importante para el control de la producción masiva de
juveniles de alta calidad.

Se han documentado diferencias en diversos aspectos
reproductivos en el medio natural en ejemplares de C.
nebulosus provenientes de distintos sitios, tales como la
duración del periodo de desove, fecundidad parcial,
frecuencia de los desoves y tallas de primera maduración.
Estas variaciones no solo han sido atribuidas a diferencias
de temperatura (Brown-Peterson & Thomas 1988), sino
también al origen geográfico o poblacional de los
reproductores y a la salinidad (Banks et al. 1991, Brown-
Peterson et al. 2002). Por lo anterior, los resultados del
presente estudio pudieran ser importantes, ya que
podrían dar una idea cercana a lo que estaría pasando
con la población local que en lo futuro podría ser objeto
de cultivo controlado.

Los reportes de las corvinas sobre el periodo de desove
en cautiverio varían desde las 9 semanas (Epifanio et al.
1988) hasta los 4 a 7 meses (Johnson & Seaman 1986,
Barbieri et al. 1994, Kupschus 2004, Aalbers 2008, Sink et
al. 2010). En el caso de C. nebulosus se han reportado
hasta 13 meses de desoves consecutivos en cautiverio a
26ºC (Arnold et al. 1977). Hay reportes de otras especies
de corvinas con desoves durante 2, 4 o más noches
consecutivas (Epifanio et al. 1988, Aalbers 2008).

De acuerdo a Fable et al. (1978), Moser et al. (1983) y
Holt et al. (1988), el diámetro de los huevos y gotas de
aceite en otras especies de corvinas son similares o
ligeramente superiores a los obtenidos en este estudio;
sin embargo hay especies como la corvina roja, Sciaenops
ocellatus (Roberts et al. 1978, Holt 1990), la corvina
blanca, Atractoscion nobilis (Ayres, 1860) (Moser et al.
1983) y la totoaba, Totoaba macdonaldi (Gilbert, 1890)
(True 2012), que presentan huevos de mayor diámetro,
similar a otras especies tropicales Chanos chanos
(Forsskål, 1775) (sabalote), Lates calcarifer (Bloch, 1790)
(barramundi) y Siganus canaliculatus (Park, 1797) (pez
conejo) (Bagarinao 1986).
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El tiempo de incubación fue similar al reportado en
otros estudios con la corvina pinta (Colura 1974, Rotman
et al. 2005) y otras especies de corvinas (Holt 1990, Holt
et al. 1990, Colura et al. 1991, True 2012), excepto el reporte
de Sink et al. (2010) para la corvina del Atlántico,
Micropogonias furnieri (Desmarest, 1823) con 3 a 5 h
adicionales de duración, de acuerdo a la temperatura.
El tamaño de larvas a la eclosión fue similar a otros reportes
de la especie (Fable et al. 1978, Johnson & Seaman 1986)
o superior (Colura 1974) e inferiores a los de corvina roja
(Roberts et al. 1978, Holt 1990), la corvina blanca (Moser
et al. 1983) y la totoaba (True 2012), con una correlación
positiva respecto al diámetro de los huevos, como en
muchas especies de peces marinos (Shirota 1970,
Bagarinao 1986). Los resultados indican que la corvina
pinta puede desovar espontáneamente de forma continua
durante 4 meses con huevos de la calidad requerida para
realizar el cultivo de sus larvas.

CONSUMO DEL VITELO

La presente investigación comprobó que la absorción
del vitelo fue más rápida durante las primeras 24 h, como
ocurre en muchas especies tropicales (Kuo et al. 1973,
Houde et al. 1976). La tasa de absorción del vitelo y la
eficiencia de su utilización son parte importante en las
primeras fases del desarrollo, crecimiento y supervivencia
de las larvas (Alvarez-Lajonchère & Hernández-Molejón
2001). El vitelo y la mayor parte de la gota de aceite se
consumieron durante las primeras 48 h, lo cual coincide
con otros reportes de la corvina pinta (Colura 1974), otras
especies de corvinas (Epifanio et al. 1988, Holt 1990) y en
especies tropicales como el pargo rojo de mangle,
Lutjanus argentimaculatus (Forsskål, 1775) (Doi &
Singhagraiwan 1993), el robalo chucumite, Centropomus
parallelus Poey, 1860,  (Alvarez-Lajonchere et al. 2004),
y la cobia, Rachycentron canadum (Linnaeus, 1766)
(Benetti et al. 2008) y algunas subtropicales (Bagarinao
1986, Houde 1974). Lo anterior se diferencia de las especies
de aguas frías en que el periodo puede variar entre 23 y
42 días, para el bacalao, Gadus morhua Linnaeus, 1758,
(Finn et al. 1995) y el lenguado del Atlántico Hippoglossus
hippoglossus (Linnaeus, 1758), (Harboe et al. 1994),
respectivamente.

La tasa y eficiencia de absorción del vitelo están
determinadas principalmente por diversos factores, que
involucran tanto a los reproductores (características
poblacionales y condiciones durante la maduración
sexual, especialmente su nutrición), como características
ambientales en la cría larval (Alvarez-Lajonchère &

Hernández-Molejón 2001), lo cual debe ser objeto de
futuros estudios en la población local de corvina pinta.
De acuerdo a la definición de Blaxter & Hempel (1963) del
punto de no retorno, Lasker et al. (1970) determinaron
que en la anchoa Engraulis mordax, (Girard, 1854), se
podía demorar el suministro de alimento hasta 1,5 días
después de terminarse el vitelo sin incrementar la
mortalidad. En el sabalote (Chanos chanos) el punto de
no retorno fue de 78 h con el 99% del vitelo reabsorbido;
en barramundi (Lates calcarifer) y pez conejo (Siganus
guttatus) fue después de las 56 h (dentro de las 24 h de la
pigmentación de los ojos) (Bagarinao 1986).

Entre los factores ambientales en la cría larval que más
influyen en la absorción del vitelo se encuentra la
temperatura (Houde 1974, Bagarinao 1986, Gray & Colura
1988). McGurk (1984) calculó una ecuación con los datos
de 25 especies de peces marinos pelágicos, considerando
la temperatura de cría larval y el logaritmo natural del periodo
desde la fecundación hasta el punto de no retorno, con
una correlación de r= 0,91. Sin embargo, en el sabalote,
barramundi y pez conejo se sobrestimó en 24 h (Bagarinao
1986). En general las mejores condiciones ambientales para
la incubación y cría de los primeros estadios larvales se
corresponden con las que caracterizan las áreas de desove
natural (Alvarez-Lajonchère & Hernández-Molejón 2001).
En el caso de la corvina pinta y otras especies de corvinas,
las temperaturas más empleadas para el desove y la cría
larval en sistemas controlados se encuentran entre 25 y
29ºC (Colura 1974, Holt 1990, Holt et al. 1990, Colura et al.
1991, Kupschus 2004, Rotman et al. 2005, True 2012),
aunque se han reportado resultados significativos a
temperaturas de 24ºC o menos (Arnold et al. 1977, Roberts
et al. 1978, Sink et al. 2010).

CULTIVO LARVARIO

Las larvas obtenidas fueron de buena calidad, de acuerdo
a los porcentajes de fecundación y eclosión, así como
por su supervivencia a la primera alimentación. Lo anterior,
unido al crecimiento logrado por las larvas en ese primer
periodo de cultivo, permiten estimar que no hubo
dificultades significativas en el ambiente larval, ya que la
longitud promedio a la primera alimentación en el periodo
de no retorno (4,6 mm) fue 6,4 veces el diámetro de los
huevos y 2,5 veces la talla de las larvas recién
eclosionadas. Las tallas a la primera alimentación fueron
mayores que las reportadas por Shirota (1970) en
Sardinops melanosticta (Temminck & Schlegel, 1846),
Katsuwonus pelamis  (Linnaeus, 1758), y Thunnus
albacares (Bonnaterre, 1788), cuyas proporciones
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estimadas se cumplieron en sabalote, barramundi y pez
conejo (Bagarinao 1986).

Respecto a los factores ambientales en general, es
importante que correspondan a los intervalos adecuados
para lograr un desarrollo larval armónico, donde la
utilización del vitelo y la gota de aceite sea óptima y que
los cambios morfológicos generalmente no sincrónicos,
relacionados con el inicio de la alimentación exógena (la
pigmentación de los ojos, boca funcional, formación del
tracto digestivo, aparición de los movimientos
peristálticos y formación de las aletas pectorales) se
realicen antes de que se termine de consumir el vitelo y/o
la gota de aceite, o como máximo que ocurran antes de
alcanzar el punto de no retorno, de forma tal que las larvas
logren iniciar y establecer su nutrición exógena para
asegurar una alta supervivencia (Houde 1974, Santerre &
May 1977, Fukuhara 1990, Polo et al. 1991, Doi &
Singhagraiwan, 1993, Alvarez-Lajonchere & Hernández-
Molejón 2001). En los experimentos realizados se logró el
desarrollo morfológico adecuado para iniciar la
alimentación antes de las 48 h con el desarrollo
morfológico requerido, cumpliendo lo recomendado por
Houde (1974). Este umbral fue superior al margen estimado
para la anchoa de bahía, Anchoa mitchilli (Valenciennes,
1848), similar al del lenguado lineado Achirus lineatus
(Linnaeus, 1758), e inferior al del espárido Archosargus
rhomboidalis (Linnaeus, 1758) y también inferior a los
márgenes de seguridad para el sabalote, barramundi y
pez conejo reportados por Bagarinao (1986).

Es necesario tomar en cuenta las horas luz del
fotoperiodo al que estén sometidas las larvas en los casos
en que se trabaje con fotoperiodo normal, los fotoperiodos
menores a 12 h luz reducen el periodo de alimentación, lo
que puede provocar llegar al punto de no retorno antes
de que las larvas hayan alcanzado una alimentación
constante, por lo cual en algunas tecnologías se
recomienda utilizar fotoperiodo de 24 h en los primeros
días de cultivo (Alvarez-Lajonchère & Hernández-Molejón
2001). Por ejemplo, el sabalote debe ser alimentado entre
las 54 y 78 h después de la eclosión, mientras que el
barramudi y el pez conejo entre las 32 y 56 h de la eclosión
(Bagarinao 1986); plazos mayores que las 42 h para el
punto de no retorno en la corvina pinta. En general, las
larvas de peces tropicales deben tener el alimento
disponible durante las 24 h de habérseles abierto la boca,
pigmentado los ojos y un desarrollo funcional de órganos,
para asegurar una alta supervivencia (Houde 1974,
Bagarinao 1986, Alvarez-Lajonchère & Hernández-
Molejón 2001).

En el crecimiento inicial de las larvas durante las primeras
horas, se presentó una disminución de LT, lo cual también
ha sido reportado para otras especies de peces costeros
tropicales como el pargo rojo de mangle (Lutjanus
argentimaculatus) (Doi & Singhagraiwan 1993) y el róbalo
chucumite (Centropomus parallelus) (Alvarez-Lajonchere
& Hernández-Molejón 2001). En relación con lo anterior,
Lasker (1962) reportó un incremento en la demanda
energética de las larvas de la sardina del Pacífico (Sardinops
caerulea) (Girard 1854), al final del período de absorción
del vitelo y antes del inicio de la alimentación exógena, la
cual crea un déficit debido a que la absorción del vitelo no
puede cubrir dicha demanda y ello provoca una reabsorción
de tejidos larvales. Hay un concepto de periodo crítico
asociado a etapas de alta mortalidad, especialmente las
que coinciden con el inicio de la alimentación exógena,
tanto en biología pesquera como en acuicultura (May 1973),
aunque actualmente se ha ampliado a cualquier período de
altas mortalidades (Kinne 1977).

Una de las principales causas de mortalidad de las
larvas se debió al canibalismo. El canibalismo comenzó
muy temprano (entre el dia 9 y 10), tal y como se ha
reportado para la corvina pinta (Fable et al. 1978) y para
otras especies de corvinas (Arnold et al. 1977) y de peces
marinos carnivoros (Hecht & Pienaar 1993), a pesar de
que se suministró el alimento artificial junto con el alimento
vivo temprano, lo cual ha reducido el canibalismo en otras
especies (Rosenlund et al. 1997, Alvarez-Lajonchere et
al. 2002).

El incremento en las diferencias de tallas con el
crecimiento en el presente trabajo, característica típica de
diversas especies carnívoras (Edwards & Henderson 1987,
Dowd & Clarke 1989, Parazo et al. 1991, Alvarez-
Lajonchere et al. 2002) debe haber contribuido a establecer
jerarquías de tallas y con ello el surgimiento del
canibalismo. La diferencia de tallas fue mayor al 50%, lo
cual rebazó las diferencias reportadas para la especie por
Rotman et al. (2005) y fueron notablemente superiores a
las recomendaciones del 33% para algunas especies
carnívoras (Edwards & Henderson 1987, Dowd & Clarke
1989, Parazo et al. 1991).

Como el canibalismo es considerado causa y a la vez
efecto de la variabilidad en las tallas (Hecht & Pienaar 1993),
con lo cual se presenta un reforzamiento de ambos factores,
es sumamente importante reducir la diferencias en tallas de
todas las formas efectivas y prácticas. Se recomienda
aplicar la mayor parte de las recomendaciones de Hecht &
Pienaar (1993) y Manley et al. (2014), para evitar que las
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larvas de mayor talla se beneficien de las condiciones de
cría, especialmente los relacionados con los factores
ambientales y su manejo, así como los relacionados con el
régimen de alimentación y la separación por tallas frecuente
(cada 4-7 días) y desde la segunda semana dentro del propio
tanque de larvas, como se aplicó para el pargo flamenco
Lutjanus guttatus por Alvarez-Lajonchere et al. (2012).

En el régimen de utilización del alimento vivo se
recomienda extender el suministro de rotíferos y de
microalgas, incrementando en ambos su concentración en
los tanques de larvas, iniciar más temprano el suministro
de Artemia y, especialmente, suministrar copépodos para
cubrir más adecuadamente los requerimientos nutricionales
y se logre una mayor tasa de supervivencia y crecimiento
(Taniguchi 1982, Johnson & Seaman 1986, Colura et al.
1992), tratando de alcanzar no menos de 1-2 copépodos
mL-1 (Holt 1990) o mejor hasta 3-5 mL-1 (Alvarez-Lajonchère
et al. 2012).

Las bajas supervivencias alcanzadas indican la
necesidad de estudios posteriores dirigidos a optimizar el
manejo ambiental y el régimen de alimentación, con el objeto
de lograr supervivencias similares a las obtenidas para la
corvina pinta (Rotman et al. 2005) y otras especies de
corvinas (Holt 2005) en otras regiones.
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