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RESUMEN 

 

El pez blanco Menidia estor es una especie endémicas de México cuyas 

poblaciones naturales se ha reducido por factores antropogénicos. En la actualidad 

se ha logrado cerrar su ciclo de vida en condiciones de cultivo. Sin embargo, se ha 

observado problemas reproductivos en los machos mantenidos en cautiverio como 

volumen reducido de esperma, bajas tasas de fertilización y eclosión.  

 

El objetivo del presente estudio fue determinar la calidad espermática de los 

reproductores cultivados de pez blanco (M. estor), y para ellos se evaluó la vitalidad, 

volúmen y la densidad espermática, además la evaluación de la motilidad 

espermática con diferentes concentraciones salinas y el efecto de la salinidad en la 

fertilización así como la determinación de la proporción esperma/huevo. El promedio 

de volúmen de esperma (μl), densidad espermática (x109 espermas ml-1) y vitalidad 

espermática (% de espermas vivos) fue de 46.7 ± 3.8, 2.44 ± 1.33, 92.81 ± 1.11, 

respectivamente. La motilidad espermática se inició inmediatamente después de que 

el esperma fue activado con soluciones salinas (5, 10, 15, 20, 25 y 30 o/oo) en 

comparación con el agua dulce (0 o/oo), prolongando su periodo de motilidad en 

salinidades de 25 y 15 o/oo. El efecto que tuvo la salinidad en el porcentaje 

fertilización no fue bueno ya a medida que incrementaba la salinidad, el porcentaje 

disminuía drásticamente 0 o/oo (95.7 ± 0.88), 5 o/oo (32.3 ± 1.44), 10 o/oo (16 ± 1.0), 15 

o/oo (4.66 ± 0.66), 20 o/oo(0), 25 o/oo(0), 30 o/oo (0). La proporción esperma/ovocito que 

se encontró para una adecuado porcentaje de fertilización fue de 5.22 x108 

espermatozoides por ovocito. 
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1. INTRODUCCIÓN 

La acuicultura o el cultivo de organismos acuáticos se ha practicado durante 

varios siglos; los primeros registros datan de más de mil años de actividad en el 

lejano oriente. En México el desarrollo de la acuicultura se ha basado principalmente 

en especies exóticas, de las cuales se cuenta con información básica para su cultivo, 

mientras que de las especies nativas se conoce muy poco sobre su biología y por 

ende el desarrollo de su cultivo es aún deficiente (Bardach et al., 1972). 

 

En el Estado de Michoacán, una de las especies nativas de mayor interés para 

su estudio y cultivo a nivel comercial es el  pez blanco de Pátzcuaro (Menidia estor). 

Esta especie presenta un alto valor en el mercado además de ser una especie 

representativa de la región. Debido a lo anterior el cultivo del pez blanco además de 

ser una alternativa para su explotación, representa una fuente de empleos en la 

región e inclusive una estrategia para su conservación (Campos et al., 2009). 

 

Uno de los aspectos más importantes para fortalecer las estrategias de 

conservación y manejo en condiciones controladas del pez blanco es el conocer el 

ciclo gonádico de los reproductores e identificar la temporada reproductiva y evaluar 

la calidad de los gametos.  

 

Debido a que los patrones reproductivos varían para cada especie y entre 

poblaciones; es importante evaluar la madurez gonádica de los reproductores, ya 

que dichas variaciones influyen directamente sobre las tasas de fecundidad, 

supervivencia y el reclutamiento de la especie (Rodríguez, 1992). 

 

La evaluación de las células sexuales incluye, el conocimiento de la calidad 

espermática, la cual se define como la habilidad del esperma para fertilizar 

exitosamente un óvulo. Para determinar la calidad de los espermatozoides se evalúa 

el tiempo total de viabilidad, el  porcentaje de motilidad, la concentración 

espermática, el porcentaje de fertilización, etc.). Esta evaluación puede aportar 

información de gran valor ya que las pruebas in vitro de esperma fresco pueden ser 



2 
 

utilizadas para estimar la calidad espermática y predecir el éxito de la fertilización 

(Jenkins, 2000). La producción de espermatozoides y en consecuencia el volumen 

está influenciado por un gran número de factores ambientales tales como la estación, 

la alimentación y por las diferencias individuales entre los organismos (variabilidad 

genética) (Peinado et al., 1998). 

 

La producción de esperma es un factor crucial para el potencial reproductivo 

de los machos en los vertebrados (Nakatsuru y Kramer, 1982), especialmente 

cuando se encuentran sometidos a una fuerte competencia espermática, un mayor 

número de espermatozoides eyaculados le asegura al macho el éxito en la 

fertilización (Parker et al., 1996). La producción  de esperma presenta limitaciones 

fisiológicas, como por ejemplo el tamaño del testículo; el cual con frecuencia 

depende del tamaño del cuerpo del macho (Schärer y Robertson, 1999). En varias 

especies de peces, machos grandes producen un mayor número de 

espermatozoides en comparación con machos pequeños (Petersen y Warner, 1998). 

 

Los espermatozoides de los peces son almacenados en el plasma del fluido 

seminal en el tracto genital. En contraste con los mamíferos; la mayoría de los 

teleósteos presenta fertilización externa, ya que tienen un esperma que se encuentra 

inmóvil en el tracto genital, la carencia de motilidad es provocada por factores tales 

como la concentración de iones, el pH y la osmolaridad (Billard et al., 1995), sin 

embargo, los espermas adquieren el potencial para la motilidad durante su 

transferencia al ducto espermático, en donde solo son activados después de 

liberarse en el medio y al entrar en contacto con el agua y/o el fluido ovárico 

((Morisawa y Morisawa, 1986). 

 

Los espermatozoides al ser liberados al agua cuentan con un breve periodo de 

activación expresada en motilidad y velocidad de desplazamiento progresivo para 

lograr la fertilización. Al contrario de lo que sucede en mamíferos, los 

espermatozoides de los teleósteos  no poseen acrosoma, por lo que penetran  al 

óvulo a través de un orificio llamado micrópilo (Andrade et al., 2001; Grassiotto et al., 
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2001). Al ser liberados los huevos en el agua, se hidratan y cierran su micrópilo, por 

lo cual los espermatozoides liberados deben activarse y moverse en el agua para 

lograr la fertilización antes de que el micrópilo se cierre. En general, la motilidad 

espermática es inducida por la presión hiposmótica en peces de agua dulce y por 

presión hiperosmótica en peces marinos (Cosson et al., 1999). 

 

Existen especies de agua dulce, en las cuales los espermatozoides 

usualmente se mueven por menos de 2 min y en muchos casos solo presentan una 

alta actividad inferior a 30 segundos (Perchec et al., 1993; Billard et al., 1995; Kime 

et al., 2001). Algunas especies de peces marinos,  tales como el pez manchado 

(Anarhichas minor) y los peces espinosos (Gasterosteous aculeatus, Spinachia 

spinachia) se caracterizan por liberar sus huevos dentro de una masa adhesiva y 

gelatinosa y sus espermatozoides permanece motiles por  un periodo de tiempo 

prolongado (1 a 2 días) después de ser liberados al agua (Kime y Tveiten, 2002; 

Elofsson et al., 2003; 2003a;).  

 

Los espermatozoides de estas especies presentan características especiales, 

las cuales difieren de la mayoría de las otras especies de teleósteos, ya que en estos 

peces los espermatozoides son motiles al momento de ser liberados y  permanecen 

así alrededor de 1 a 2 días y llegan a ser inmótiles en contacto con el agua salada, 

esto se debe principalmente al fluido ovárico el cual les brinda los nutrientes 

necesarios para seguir activos. Los gametos de los peces condrósteos, tales como el 

esturión (Scaphirhynchus platorynchus) y el pez espátula (Polyodon spathula) 

difieren del modelo general de los teleósteos. En el caso del esturión, el 

espermatozoide presenta un acrosoma y los huevos presentan múltiples micrópilos 

(Linhart y Kudo, 1997; Linhart et al., 1995). 

 

1.1. Calidad  espermática 
El uso de gametos viables y de alta calidad es de gran importancia para 

garantizar la producción de crías de buena calidad para la acuicultura. Las granjas 

acuícolas se han enfocado más en la calidad  de los huevos y de las larvas que a la



4 
 

 calidad espermática, incluso aunque la calidad de los espermatozoides de los 

reproductores  afecte la producción de larvas sanas (Bromage y Roberts, 1995). 

 

 Sin embargo, en granjas comerciales con frecuencia el esperma  es 

inadecuado en términos de cantidad y calidad y no siempre tiene éxito en la 

fertilización, por lo que los procedimientos de fertilización artificial son usados 

comúnmente. Este es el caso de las especies que no liberan el esperma con 

facilidad, tales como el bagre africano (Clarias gariepinus), y especies que requieren 

inducción hormonal para inducir la espermiación o que el esperma suele quedar 

expuesto a la contaminación por orina durante la presión abdominal. No obstante, 

existen algunas especies de peces que liberan cantidades muy limitadas de 

esperma; como el caso del pez plano (Psetta maxima) y en el lenguado 

(Pleuronectes ferrugineus)  que producen menos de 1 mL de esperma (Suquet et al; 

1992; Clearwater y Crim, 1998).  

 

Una práctica muy común en el cultivo de muchas especies comerciales ha 

sido la mezcla de esperma de diferentes machos, de manera que mientras el 

proceso de fertilización parece ser exitoso, es posible que no todos los machos 

contribuyan igualmente al pool de genes debido a la competencia entre los 

espermatozoides (Bekkevold et al., 2002; Vladic et al., 2002; Wirtz y Steinmann, 

2006). 

 

1.2. Evaluación de la calidad espermática en peces 
Históricamente el interés por desarrollar herramientas para evaluar la calidad 

espermática en peces ha sido motivado por varios factores entre los que se incluye la 

necesidad de mejorar los métodos de fertilización artificial y la criopreservación de 

los gametos con la finalidad de mejorar el proceso reproductivo e intensificar la 

producción de peces.   

 

La calidad espermática usualmente se refiere a la motilidad, la cual es un 

factor que determina la habilidad fertilizadora del los espermatozoides (Billard 1978;
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Cosson et al., 1991; Lahnsteiner et al., 1997a). La calidad espermática es una 

medida de la habilidad del espermatozoide  para fertilizar  un huevo. Cualquier 

parámetro físico cuantificable que se correlacione directamente con la capacidad 

fertilizadora del esperma puede ser usado como una medida de la calidad 

espermática. En circunstancias naturales los machos se encuentran compitiendo  y 

dependen de una estrategia reproductiva. El resultado es que diferentes especies de 

teleósteos producen diferentes tipos y cantidades de esperma (Taborsky, 1998). En 

algunos casos, procesos tales como la competencia espermática puede provocar 

que los individuos produzcan un exceso de espermatozoides para garantizar  la 

fertilización (Mjolnerod et al., 1998). 

 

Los estudios que describen las características del esperma (el cual puede 

influenciar la capacidad fertilizadora de los espermatozoides) han mostrado gran 

variación individual en los diferentes parámetros  investigados esto hace difícil el uso 

de una variable única para definir la buena calidad del espermatozoide (Dreanno et 

al., 1998). 

 

En general, la motilidad espermática es difícil de analizar debido a que el 

movimiento inmediatamente después de la activación es muy rápido (mayor a 300 

μm/s), declina gradualmente hasta detenerse por completo (Billard y Cosson, 1989); 

aunque en especies como la carpa común (Cyprinus carpio) se ha mostrado que hay 

una segunda fase de activación espermática (Linhart et al., 2008). 

 

Los espermatozoides de peces se han clasificado en aquaespermatozoides  y 

en introespermatozoides, según su modo de fertilización externo o interno (Grassiotto 

et al., 2001). El espermatozoide de los peces con fertilización externa tiene una 

estructura simple de tipo primitivo, el cual está compuesto de tres partes principales: 

la cabeza, la pieza media y el flagelo. La cabeza mide entre 2-4 micras y es casi 

esférica y en algunas especies de peces como el esturión y el pez espátula la cabeza 

del espermatozoide presenta un acrosoma, enseguida se encuentra la pieza media 

donde se encuentran los centriolos  y esta presenta  2-9 mitocondrias y finalmente el
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flagelo que por lo general está constituido por el axonema en un arreglo de nueve 

pares de microtúbulos periféricos y un par central. (Fig. 1). El flagelo de algunos 

peces neotropicales de agua dulce como el denton (Bryconops affinis) mide entre 20 

y 100 μm (Cosson et al., 1999; Andrade et al., 2001). 

 

 
Fig. 1. Estructura del espermatozoide. 

 

La estructura responsable de la motilidad es el flagelo, el cual presenta 

mitocondrias que son las encargadas de proveer energía y de cubrir la demanda 

energética que necesita el espermatozoide. Se piensa que esta demanda energética 

de adenosina trifosfato (ATP) podría ser la responsable de la disminución  en el 

porcentaje de espermatozoides mótiles (Jenkins, 2000). 

 

La calidad final de los espermatozoides depende de una serie de factores, 

entre los cuales destacan las condiciones de espermatogénesis y el tiempo de 

almacenamiento de los espermatozoides dentro del aparato reproductor del macho 

(Ciereszko et al., 2000). Aún si la calidad del esperma es excelente, regularmente el 

procedimiento de colecta de los espermatozoides puede ser susceptible a la 

contaminación. Un corto tiempo de exposición de los espermatozoides a pequeñas 

concentraciones de impurezas tales como la orina o heces pueden tener un 

significativo efecto sobre la habilidad fertilizadora del esperma (Ciereszko et al., 

2000). 

 

Una de las estructuras involucradas en la calidad de los espermatozoides es la 

membrana plasmática; dado que es una de las principales estructuras que son 

afectadas en el momento en el que el espermatozoide es liberado al medio acuático
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debido al choque osmótico, además la membrana es una estructura importante para 

el mantenimiento de la viabilidad del espermatozoide.  En pruebas morfológicas que 

impliquen  tinciones diferenciales, la membrana  plasmática del espermatozoide debe 

estar  intacta  para excluir al tinte. Estas pruebas morfológicas también  han sido 

utilizadas para diferenciar a las células muertas de las vivas (Jenkins, 2000).  

 

1.3. Capacidad fertilizadora 
La medición indirecta de la calidad espermática, utilizando su capacidad 

fertilizadora puede no ser muy confiable ya que además de la calidad del 

espermatozoide también se tiene que tomar en cuenta la calidad del huevo, la cual 

es variable y puede afectar el proceso de fertilización. Otros factores tales como el 

número de espermatozoides por huevo, la duración del contacto entre los gametos o 

el protocolo de fertilización utilizado, pueden influir en el proceso de fertilización 

(Suquet et al., 1995; Cherenguini et al., 1999).  

 

Se han buscado la medición de otros parámetros o indicadores de la calidad 

espermática que se encuentran relacionados directamente con la capacidad 

fertilizadora del espermatozoide. Los biomarcadores de calidad espermática hasta 

ahora documentados incluyen 

 

A. El espermatocrito 

B. La densidad espermática 

C. La osmolaridad y el pH del plasma seminal 

D. La composición química del plasma seminal 

E. La actividad enzimática 

F. La concentración de adenosina trifosfato (ATP) 

G. La motilidad 

H. La morfología y la ultraestructura 

I. La capacidad fertilizadora 
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entre otros (Billard y Cosson, 1992; Cierezko y Dabrowski, 1993; Billard et al., 1995; 

Fauvel et al., 1998; Lahnsteiner et al., 1998; Geffen y Evans, 2000). 

 

1.4. Espermatocrito y concentración espermática 
La concentración de espermatozoides en el plasma seminal se ha usado 

tradicionalmente para evaluar la calidad espermática en peces. El método estándar 

para la determinación de la densidad espermática (células/mL) ha sido el 

espermatocrito, ya que determina la proporción de células espermáticas con relación 

al plasma seminal. Este protocolo es útil cuando se desea determinar de manera 

rápida la densidad espermática (Buyukhatipoglu y Holtz, 1984). 

 

El espermatocrito y la viscosidad de la muestra espermática varían entre 

organismos y especies y a través de la estación reproductiva (Christ et al., 1996; 

Rakitin et al., 1999). En el caso de la trucha arcoiris (Oncorhynchus mykiss) la 

concentración de espermatozoides disminuye conforme la estación de desove 

avanza (Buyukhatipoglu y Holtz, 1984) tanto que en la carpa común, (C. carpio) 

(Christ et al., 1996; Lubzens et al.,1997) y en el esturión (Acipenser fluvescens) se 

presentan cambios  en el espermatocrito de un año al otro (Toth et al., 1997).   

 

En diferentes especies de peces marinos se han realizado estudios para 

conocer la concentración espermática, tal es el caso del bacalao silvestre y cultivado 

(Melanogrammus aeglefinus) (Rideout et al., 2004), de los peces planos como el 

halibut del Atlántico (Hippoglossus hippoglossus) (Tvedt et al., 2001) y de agua dulce 

como la perca (Perca fluviatilis) (Alavi et al., 2007), la  tilapia (Oreochromis 

mossambicus)  tanto aclimatada a agua dulce como marina (Linhart et al., 1999). 

 

La concentración espermática es calculada también por el número de células 

espermáticas colectadas por kilogramo de peso corporal (cel/kg), por gramo de 

testículo o por pez (cel/pez). Aunque el número de espermatozoides por mL de 

esperma es el más apropiado, este a su vez puede ser complementado  por el 

volumen total de esperma producido. El esperma altamente concentrado  no siempre
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presenta la mayor tasa de motilidad ni la mayor tasa de fertilización (Geffen y Evans, 

2000; Williot et al., 2000).  

 

1.5. Análisis de la motilidad espermática 
Varios parámetros han sido utilizados para evaluar la motilidad, el más usado 

en el pasado fue la duración total del periodo de motilidad espermática (Stoss, 1983). 

Estudios más recientes utilizan al porcentaje de espermatozoides mótiles observados 

en el campo visual del microscopio (Cosson et al., 1999). Estas evaluaciones han 

dependido de estimaciones subjetivas de las características de motilidad (McMaster 

et al., 1992), tales como el porcentaje de células espermáticas mótiles (Levandusky y 

Cloud, 1988), la duración total del movimiento (Duplinsky, 1982) y/o la combinación 

de estos parámetros (Baynes et al., 1981). El porcentaje de espermatozoides mótiles 

y el vigor  de nado han sido evaluados por medio de una escala arbitraria que va de 

0 (inmótiles) a 5 (todos los espermatozoides se mueven vigorosamente) (Guest et al., 

1976).  

 
Algunas escalas subjetivas menos descriptivas han definido la motilidad  en 

términos de porcentaje de movimiento de los espermatozoides en el campo de visión 

(McMaster et al., 1992). Este tipo de escalas evalúan el porcentaje de células en 

movimiento como: 0, cuando no se observa movimiento; 1, cuando el movimiento se 

encuentra por arriba de 25% de células; 2, cuando el movimiento es por arriba de 

50% de células moviéndose; 3, cuando el 75% de células están en movimiento y 4, 

cuando hay más del 75% de células en movimiento (Viveiros et al., 2003).  

 

Aproximaciones más cuantitativas de la motilidad espermática utilizan un 

sistema más sofisticado el cual por sus siglas en inglés se conoce como sistema 

computarizado asistido para el análisis de esperma (CASA). Para este protocolo se 

requiere un equipamiento  y sistemas más sofisticados, así como de un programa 

especializado y un sistema cerrado de video (Toth et al., 1995; Lahnsteiner et al., 

1996; Cosson et al., 1997; Dreanno et al., 1999; Kime et al., 2001).
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1.6. Factores que regulan la motilidad espermática en peces 
En peces ovíparos, la fecundación externa está sometida al estrés del medio 

ambiente. La manipulación del esperma in vitro para almacenaje y fertilización 

requiere de la determinación de las condiciones óptimas de temperatura, pH, 

osmolaridad, cationes y sustratos metabolizables para la iniciación y mantenimiento 

de la motilidad espermática (Goodall et al., 1989; Billard y Cosson, 1995; Cosson et 

al., 1999).  

 

Los espermatozoides de los peces muestran diferencias en el inicio (Cosson et 

al., 1995) en su duración (Billard y Cosson, 1992) y el patrón de motilidad (Ravinder 

et al., 1997). Las diferencias  en la concentración de iones Potasio (K+) (en 

salmónidos) o la presión osmótica (en ciprínidos e ictalúridos) entre el plasma 

seminal y el agua, se dispara la iniciación de los movimientos (Billard, 1986). La 

presión osmótica parece ser el mayor factor que controla la motilidad en ciprínidos 

(Redondo-Müller et al., 1991; Billard et al., 1995) y en parte controla la motilidad en el 

espermatozoide del pez espátula (Polyodon spathula) (Linhart et al., 1995). El 

periodo tan corto de motilidad espermática y el tiempo que tiene este para entrar al 

micrópilo es limitado (Kime et al., 2001). Los principales factores que regulan la 

motilidad espermática se describen a continuación. 

 

1.6.1. Osmolaridad 
Todos los organismos acuáticos se enfrentan con problemas osmóticos en 

alguna etapa de su ciclo de vida. Por esto, han desarrollado una variedad de 

mecanismos que emplean para mantener las concentraciones osmóticas internas 

apropiadas y prevenir el desarrollo de presiones osmóticas que puedan provocar 

problemas. La osmorregulación implica el mantenimiento de una concentración 

osmótica interna diferente de la del medio, además de la regulación de la 

composición y de las concentraciones iónicas en diversos compartimentos para 

asegurar el funcionamiento correcto de las células y tejidos. Algunas investigaciones 

han evaluado el efecto de la osmolaridad y de los iones en la iniciación y duración de 

la motilidad espermática en los peces, encontrándose que participan en la
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prolongación y duración de la motilidad espermática, además de mejorar la 

reproducción. Algunos ejemplos son el caso de los salmónidos (Morisawa y Susuki, 

1980; Billard y Cosson, 1992), los ciprínidos (Morisawa et al., 1983; Krasznai et al., 

1995; Lahnsteiner et al., 1996) y en peces marinos como el halibut del Atlántico 

(Hippoglossus  hippoglossus), el rodaballo (Lota lota) y la lamprea marina 

(Petromyzon marinus) (Billard et al., 1993; Lahnsteiner et al., 1997a; Ciereszko y 

Dabrowski, 2002). 

 

Varios estudios han enfatizado los efectos de la osmolaridad en la motilidad 

espermática en teleósteos marinos, de agua dulce y de especies vivíparas como los 

poecílidos (Cosson et al., 1999; Darszon et al., 1999). La presión osmótica del 

plasma seminal es más alta en los peces marinos que en los peces de agua dulce, 

además cabe mencionar que la presión osmótica puede variar entre individuos y está 

correlacionada con la hidratación del esperma (Morisawa et al., 1979). 

 

Los espermatozoides de teleósteos marinos, tales como el pez globo 

(Tetraodon pustulatus), la dorada (Sparus aurata), el lenguado (Ancylopsetta 

dendritica) y de peces dulceacuícolas como la carpa (C. carpio), el pez cebra (Danio 

rerio) y el pejerrey (Odontesthes bonariensis) se ha encontrado que permanecen 

inmóviles en soluciones con o sin electrolitos cuando la osmolaridad es isotónica con 

el plasma seminal de 300 mOsmol Kg -1. La motilidad sólo comienza cuando los 

espermatozoides son diluidos en una solución hipotónica para el caso de peces de 

agua dulce y con una solución hipertónica para peces de agua salada (Morisawa, 

1994). Para el caso de la carpa (C. carpio) la motilidad es iniciada por completo en 

un medio con una presión osmótica por debajo de 150-200 mOsmol Kg-1 (Perchec et 

al., 1997).  

 

En el bagre (Silurus glanisel) la presión osmótica del fluido seminal es de 280 

mOsmol Kg- ¹ y la activación ocurre en agua dulce o en soluciones salinas si la 

concentración osmótica es más baja que 70 mOsmol Kg- ¹ (Billard et al., 1997).
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En salmónidos, las altas presiones osmóticas (400 mOsmol Kg-1) inhiben la 

motilidad espermática (Billard y Cosson, 1992), en tanto que en la perca 

(Amphistichus argenteus) la motilidad espermática es suprimida por altas 

osmolaridades (Lahnsteiner et al., 1995). Un mecanismo similar de inhibición 

osmótica de la motilidad espermática se encuentra en los ciprínidos (Morisawa et al., 

1983), y en la lamprea marina (Petromyzon marinus) especies en las que la motilidad 

espermática es inhibida a altas osmolaridades  (80 mMol NaCl o KCl) (Cieresko y 

Dabrowski, 2002). 

 

1.6.2. pH 
El pH intra o extra celular de teleósteos marinos y dulceacuícolas es 

reconocido como un importante regulador de la motilidad espermática (Márian et al., 

1997). El pH en las soluciones activadoras de la motilidad espermática también 

afecta de distintas maneras la actividad flagelar del espermatozoide dependiendo de 

la especie (Cosson et al., 1999). Se ha determinado que el espermatozoide de la 

perca (Perca fluviatilis ) tiene un pH óptimo en un  intervalo de 7,0 a 8,5 (Lahnsteiner 

et al., 1995). 

  

En salmónidos y ciprínidos el pH óptimo para la motilidad y fertilidad es de 9,0 

(Billard y Cosson, 1989). En trucha arcoiris (Oncorhynchus mykiss) un pH inferior a 

7.8 no induce la motilidad espermática (Baynes et al., 1981). La aplicación de 

bicarbonato (NaHCO3) extra celular y un elevado pH es necesario para la activación 

de la motilidad espermática en trucha arco iris (O. mykiss) y el salmón 

(Oncorhynchus keta) (Morisawa et al.,1993). Para el caso de la lamprea marina (P. 

marinus) la duración de la motilidad espermática disminuye con el incremento en el 

pH (Ciereszko y Dabrowski, 2002). El pH en el conducto seminal (pH 8) del salmón 

(Oncorhynchus keta) es más alto que el pH en los testículos (pH 7,5), haciendo que 

adquiera mayor potencial de motilidad en el desplazamiento desde el testículo al 

conducto seminal (Morisawa, 1994). Mientras que los espermatozoides de especies 

marinas como la lisa (Mugil capito), son activados a pH entre 5.5 y 10.0; siendo el 

óptimo 7,0 (Hines y Yashov, 1971). 
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1.6.3. Composición iónica 
Darszon et al (1999), enfatiza la importancia de la composición iónica del 

medio externo sobre la motilidad espermática y cómo los canales iónicos son un 

elemento esencial en la motilidad. La disminución en las concentraciones del ion 

potasio (K+) inhibe la motilidad espermática (Lin y Dabrowski 1996). Scheuring (1925) 

fue el primero en observar que en la trucha arcoiris los espermatozoides 

permanecían inmóviles después de una dilución con soluciones que contenían altas 

concentraciones de potasio.  En salmónidos, la dilución del fluido seminal en 

soluciones con potasio inhibe la motilidad espermática (Billard, 1988; Cussac y 

Maggese, 1988; Billard y Cosson, 1995; Darszon et al., 1999; Cosson et al., 1999; He 

y Woods, 2003). 

 

El efecto del potasio en otros peces teleósteos es menos claro, pero se ha 

determinado que no inhibe la motilidad flagelar en algunas especies (Morisawa, 

1994). En el bagre (Rhadmia sapo) la presencia de potasio en distintas 

concentraciones no afecta la motilidad espermática (Cussac y Maggese, 1988). De 

igual manera ocurre para especies de agua dulce tales como el pez dorado 

(Carassius auratus) y el pez cebra (D. rerio) (Darszon et al., 1999). 

 

El potasio puede incrementar la velocidad y frecuencia de la motilidad de los 

espermatozoides de la carpa común (C. carpio)  (Billard y Cosson, 1992)  y otros 

peces (Lin y Dabrowski, 1996). La presencia de K+
 es necesaria para la iniciación de 

la motilidad espermática en la anguila japonesa (Anguilla japonica) (Ohta et al., 

1997). Cosson et al (1999) reportan que la presencia del ion K+ en muy bajas 

concentraciones de aproximadamente 0.01 mM, muestra un control sobre la 

activación espermática en el  pez espátula (P. sphatula) y el esturión (Acipenser 

baeri). 

  

Además del K+ existen otros iones que influyen en la motilidad espermática. 

Sheuring (1924) fue el primero en reportar que iones como  el sodio (Na+), calcio 

(Ca++) y magnesio (Mg++) reducían el efecto inhibidor del K+. En la actualidad se sabe
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que la presencia de Ca++
 es importante para la iniciación de la motilidad espermática 

en salmónidos al contrarrestar el efecto inhibidor del K+
, también en el pez espátula 

(P. sphatula) y en el esturión (A. baeri) la presencia de Ca++ es importante para la 

iniciación de la actividad espermática (Billard y Cosson, 1989; 1995; Cosson et al., 

1999; Darszon et al., 1999). 

 

En contraste con lo observado en salmónidos, los espermatozoides de carpa 

presentan una independencia del ion Ca++ un efecto similar es observado en varios 

peces teleósteos como el rodaballo, peces planos como el halibut del Atlántico, los 

silúridos y las anguilas (Cosson et al., 1999). Asimismo, los iones sodio juegan un 

papel central en la percepción o transducción de la señal osmótica para la activación 

de los espermatozoides (Krasznai et al., 1995; Perchec et al., 1997). Los iones de 

sodio y potasio participan en una cascada de eventos, sin embargo, los detalles de 

estas cascadas aún no se comprenden del todo (Morisawa et al., 1993.). Por otro 

lado, la dilución en un medio isotónico de cloruro de sodio (NaCl) dispara de 

inmediato la activación de la motilidad en salmónidos (Billard, 1978; Gatti et al., 

1990).  

 

1.6.4. Temperatura 
La temperatura es otro factor importante que incide en el metabolismo de los 

espermatozoides, dado que bajas temperaturas prolongan la motilidad a través del 

tiempo y reducen la velocidad de desplazamiento (Billard y Cosson, 1988). En 

especies como el salmón del Atlántico (Salmo salar) y la trucha marrón (Salmo trutta) 

la fertilización puede ocurrir en intervalos más amplios de temperatura (2 a 16 ºC) 

(Vladic y Järvi, 1997). En el bacalao del Atlántico (Gadus morhua) la mayor motilidad 

espermática ocurre a una temperatura de 7°C. 

 

La fertilización artificial es usada ampliamente para especies de peces de 

agua dulce tal como los cláridos (Hogendoorn y Vismans, 1980), salmónidos y 

ciprínidos (Billard, 1988, 1990), pero el éxito de la fertilización en granjas comerciales 

y laboratorios es altamente variable. La motilidad, la tasa de fertilización y la tasa de
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eclosión han sido usadas como criterio de la calidad espermática, sin embargo, la  

proporción esperma/ovocito es muy poco utilizada.  

 

2. JUSTIFICACIÓN DEL TRABAJO 
 
 El pez blanco del Lago de Pátzcuaro (M. estor) es una de las especies más 

representativas de la cultura purépecha y del estado de Michoacán, por su gran 

importancia histórica, ecológica y económica, el pez blanco ha sido la base de la 

pesquería artesanal de este lago; sin embargo a mediados de la década  de 1980 se 

registró por primera vez una reducción en su captura, debida principalmente a la 

degradación  ambiental del lago, la explotación irracional y la introducción de 

especies exóticas, posteriormente en los años posteriores esta disminución se 

incrementó considerablemente (Marez-Báez y Morales-Palacios, 2003). Por todo ello, 

se ha optado por el uso de la acuicultura como una estrategia de conservación  para 

y así evitar que el pez blanco desaparezca por completo.  

 

A pesar de que existen algunos trabajos referentes a la reproducción de M. 

estor, hasta la fecha no se cuentan con estudios de calidad espermática, ni se cuenta 

con la descripción morfológica de los espermatozoides; que es de gran importancia 

para su manejo en cautiverio. 
 

En la planta de producción de pez blanco se ha logrado reproducir a esta 

especie bajo condiciones de cultivo, a través de diversos experimentos se han tenido 

avances importantes en la utilización del fotoperiodo, se ha controlado en su totalidad 

el ciclo reproductivo, por lo que ahora se obtienen larvas y juveniles de pez blanco en 

cualquier época del año (Campos-Mendoza et al., 2004). 

 

Cabe mencionar que el pez blanco es una especie que se estresa muy 

fácilmente con el manejo, por ello se han propuesto métodos en los cuales se utiliza 

la salinidad para disminuir el estrés y proporcionarle a los peces un ambiente más 

isotónico  que les permite  disminuir las pérdidas osmóticas (Pickering, 1993). Por lo
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tanto, una de las soluciones que son utilizadas en la planta de producción para 

disminuir el estrés es mantener a los peces en agua con salinidad (5-7°/°°) lo cual  a 

su vez permite tener un mejor manejo de los reproductores. 

 

A pesar de que la salinidad resulta benéfica para el manejo del pez blanco, se 

ha observado que cuando los reproductores son mantenidos en un medio con 

salinidad (5-7°/°°), el porcentaje de ovocitos fertilizados que son recolectados es nulo 

y muchas de las veces las hembras no llegan a desovar bajo estas condiciones;  y 

cuando los peces son transferidos a agua dulce (0°/°°), las hembras comienzan a 

desovar y por lo tanto hay mayor número de ovocitos fertilizados. Sin embargo, aun 

cuando se mantiene a los reproductores  en agua dulce, los porcentajes de 

fertilización siguen siendo bajos (�  del 50%). Por lo tanto con este trabajo se 

pretende incrementar el porcentaje de fertilización de los ovocitos y por consiguiente 

mejorar la producción de crías de pez blanco, teniendo un mejor manejo de las 

condiciones que son más adecuadas para los gametos, tanto de machos como 

hembras. 
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3. OBJETIVOS 

 
3.1. Objetivo general. 

 
Evaluar diversos indicadores de calidad espermática, así como el efecto de la 

salinidad en el esperma de reproductores de pez blanco (Menidia estor) bajo 

condiciones controladas. 

 

3.2. Objetivos específicos. 
 

 Determinar el volúmen y la concentración espermática (cel/mL) de 

reproductores cultivados de pez blanco. 

 

 Evaluar la viabilidad espermática en reproductores cultivados de pez blanco. 

 
 Evaluar  la motilidad espermática  a diferentes salinidades (0, 5, 10, 15, 20, 25 

y 30 °/°°) en reproductores cultivados de pez blanco M. estor. 

 

 Determinar la proporción espermatozoide/ovocito para una adecuada 

fertilización de desoves de pez blanco. 

 

 Evaluar el efecto de la salinidad en el proceso de fertilización in vitro de 

desoves de pez blanco. 

 
 
4. Hipótesis de trabajo 
 
 Los ambientes salobres afectan la motilidad espermática, ocasionando bajas 

tasas de fertilización en los reproductores de pez blanco. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 
 
Para la realización de los diversos experimentos que incluye este trabajo se 

utilizaron individuos adultos de pez blanco del Lago de Pátzcuaro (Menidia estor), 

sexualmente maduros cultivados en la planta de producción del Laboratorio de  

Acuacultura del Instituto de Investigaciones Agropecuarias y Forestales (IIAF) de la 

Universidad Michoacana de San Nicolás de Hidalgo (UMSNH). Los reproductores de 

2 años, fueron mantenidos durante todo el periodo experimental en tanques 

circulares de 3 m de diámetro, a una temperatura de 21 ± 1°C con un fotoperiodo de 

18 horas luz y 6 horas obscuridad. Los peces fueron alimentados a saciedad 5 veces 

al día de 9-1 pm, con intervalos de una hora entre cada alimentación, la rutina de 

alimentación consistió en dar las primeras cuatro alimentaciones con un alimento 

artificial (AZOO) y la última alimentación consistió de adultos de artemia (Artemia 

franciscana). 

 
5.1. Colecta de los gametos 

Previo a la colecta de la muestra de esperma, los machos fueron anestesiados 

por inmersión durante 3-5 minutos en una solución de una sal de etil 3-

aminobenzoato metenesulfonato (MS 222, Sigma) a una concentración de 0.05 g/L; 

una vez que los peces fueron anestesiados se retiraron inmediatamente de la 

solución tranquilizadora; posteriormente el pez fue secado cuidadosamente para 

evitar el contacto del esperma con agua durante la obtención de la muestra, ya que 

el agua activa la motilidad de los espermatozoides.  

 

Las muestras de esperma fueron obtenidas mediante un ligero masaje del 

abdomen en dirección cráneo-caudal. Para evitar al máximo la contaminación con 

agua, orina o heces, el esperma inicial que se obtuvo fue descartado y el poro 

urogenital fue limpiado con una toalla de papel absorbente. Una vez que el esperma 

quedó nuevamente expuesto se extrajo con ayuda de una punta de pipeta con 

capacidad de 200 μl unida a una jeringa tipo insulina de (1 mL)  y se almacenó en



19 
 

tubos Eppendorf de 0.6 mL a temperatura ambiente para su posterior utilización (Fig. 

2). 

 

 
Fig. 2. Proceso de obtención de la muestra de esperma. 

 

5.2. Evaluación de la viabilidad espermática 

Para la evaluación de la viabilidad espermática se utilizaron 30 machos 

sexualmente maduros, a los cuales se les extrajo el esperma mediante el método 

anteriormente descrito. 

 Previo a la obtención de la muestra de esperma se preparó un colorante 

especial de acuerdo con la técnica de eosina-nigrosina para teñir a los 

espermatozoides, este protocolo fue diseñado para ser usado en humanos 

(Björndahl et al., 2003). El colorante contenía 0.67 g de eosina amarilla (Hicel de 

México) y 0.9 g de cloruro de sodio (Baker) los cuales fueron disueltos en 100 mL de 

agua destilada en una placa de calentamiento. Una vez disuelta la eosina se agregó 

10 g de nigrosina (Hicel  del México) finalmente la mezcla se dejó enfriar y se pasó 

por un papel filtro  y se almacenó en un frasco ámbar de vidrio a temperatura 

ambiente. 

 

De la muestras de esperma  se obtuvieron alícuotas de 20 μL, los cuales se 

coloraron en tubos Eppendorf de 0.6 mL y posteriormente se les adicionaron 20 μL 

del colorante, posteriormente, las muestras se mantuvieron a temperatura ambiente 

por 30 segundos. Transcurrido el tiempo se tomó una alícuota de 12 μL, los cuales 

fueron transferidos a un portaobjetos de vidrio, en el cual se impregnó la muestra con
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ayuda de un cubreobjetos. Este procedimiento se realizó por triplicado. Los 

portaobjetos impregnados con el colorante y la muestra fueron secados al aire y 

examinados directamente bajo un microscopio compuesto (Carl Zeiss, Axioscop 2 

plus) con un aumento de 100X. Los espermatozoides observados blancos fueron 

clasificados  como vivos y aquellos que mostraron coloración rosa o roja en el interior 

del citoplasma fueron clasificados como muertos. De manera que el porcentaje (%) 

de viabilidad se determinó observando la proporción de espermatozoides muertos 

(%) con respecto al total de espermatozoides observados. Las muestras de esperma 

fueron evaluadas dentro de la primera hora después de su extracción. 

 

5.3. Dilución y cuantificación espermática 
Para el experimento se utilizaron 30 peces, los cuales se seleccionaron al 

azar;  las muestras de esperma se tomaron de acuerdo al protocolo previamente 

descrito, una vez obtenidas las muestras estas se colocaron en tubos Eppendorf  de 

0.6 mL a temperatura ambiente y se realizaron las siguientes diluciones de 

esperma/agua (1:10, 1:100, 1:500 y 1:1000), utilizando las cantidades presentadas 

en el Tabla 1. 

 

Tabla 1.Tasas de dilución utilizadas para la cuantificación espermática. 
 

 
 
 

*Las unidades son expresadas en μL 
 

Para realizar las diluciones, las cantidades de esperma y agua se tomaron con 

una micropipeta y se colocaron en tubos Eppendorf de 1.5 mL que contenían la 

cantidad de agua correspondiente para cada una de las diluciones. 

 

El tubo que contenía la mezcla de esperma/agua se agitó por un espacio de 5 

segundos con la finalidad de homogeneizar la mezcla. Posteriormente, se tomó una 

cantidad suficiente para cargar la cámara de Neubauer y observarla en un 

microscopio compuesto (Carl Zeiss, Axioscop 2 plus) con un aumento de 20X y de

DILUCIÓN 1:10 1:100       1:500           1:1000 
Cantidad de agua 9  99        499              999  
Cantidad de esperma 1  1        1                  1  
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esta manera se determinó cuál era la dilución más adecuada que nos permitió contar 

las células espermáticas. 

 

5.4.   Evaluación del volumen y de la concentración espermática 
Para determinar el volumen total de esperma se seleccionaron 30 peces 

reproductores al azar con un peso promedio de 41.96 ± 3.2 g y una longitud total 

promedio de 17.32 ± 0.42 cm, los cuales se dividieron en grupos  de acuerdo a las 

tres tallas (chicos, medianos y grandes). Posteriormente se les extrajo la muestra de 

esperma de la forma anteriormente descrita, la cual fue colectada directamente en 

tubos capilares de vidrio graduados. Cada tubo permitió determinar el volumen total 

de esperma producido por pez (Fig. 3). 

 

 
Fig. 3. Determinación del volumen espermático. 

 

Para la determinación de la concentración espermática se utilizaron dos 

métodos a) Evaluación del espermatocrito y b) Conteo celular en hematocitómetro. 

Para la medición del espermatocrito se prepararon 30 muestras de esperma 

contenidas en tubos capilares de 75.0 mm de largo y 0.2 mm de diámetro interno, los 

cuales se llenaron aproximadamente en un 90% con esperma y posteriormente se 

sellaron uno de sus extremos con plastilina. Seguidamente los capilares se 

centrifugaron a 1200 rpm durante 5 minutos en una centrífuga para 

microhematocritos (Insesa, Mod. 2). Una vez transcurrido el tiempo de centrifugación 

se sacaron los tubos e inmediatamente después se midió la altura del paquete
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celular (columna blanca) y se calculó su proporción (%) con relación a la altura total 

de la columna de esperma (Fig. 4). 

 

Fig. 4. Procedimiento para la determinación del espermatocrito. 

 

Para el método del hematocitómetro se evaluó la densidad espermática que 

fue evaluada bajo un microscopio compuesto (Carl Zeiss, Axioscop 2 plus) con un 

aumento de 40X usando una cámara de Neubauer. El esperma de cada macho fue 

diluido en una proporción de 1:500 con una solución a base de formol (formol al 37% 

+ 5 g de bicarbonato de sodio) la cual inhibe la motilidad de los espermatozoides en 

la solución. Para obtener una solución homogénea, las muestras fueron mezcladas 

en un vórtex por 10 segundos para evitar la aglutinación de los espermatozoides. Las 

diluciones se hicieron por triplicado para cada muestra, para cada dilución se hicieron 

tres conteos de cinco cuadrantes (1 mm2). El promedio de los tres conteos  de cada 

dilución  fue calculado, y después el promedio de estos dos valores fue usado para 

determinar la densidad espermática (cel/mL) por macho (Fig. 5). 
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Fig. 5. Evaluación de la concentración espermática. 

 

El número total de espermatozoides se calculó de la siguiente manera: 

 

Concentración espermática= (Xcel) (10,000) (d) (2) 

 

Xcel: Promedio del número de espermatozoides observados. 

d: Tasa de dilución. 

 

5.5. Evaluación del tiempo y motilidad espermática 

La motilidad espermática fue examinada después de activar la muestra con 

diferentes soluciones salinas (0, 5, 10, 15, 20, 25 y 30 º/ºº). Se utilizaron diluciones de 

1: 250, esta dilución se eligió ya que fue la que mostró mejores resultados en cuanto 

a la duración de la motilidad en comparación con las diluciones de 1:3, 1:80, 1:100, 

1:200 y 1:300 en una prueba preliminar. 

 

La motilidad fue evaluada sobre un portaobjetos de vidrio con y sin 

cubreobjetos bajo un microscopio compuesto (Carl Zeiss, Axioscop 2 plus) con un
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Aum4ento de 20 X en un cuarto a temperatura ambiente. El grado de motilidad fue 

estimado usando una escala de unidades arbitrarias de 0 a 5 propuesta por 

Sanchéz-Rodríguez y Billard (1977) (Tabla 2). La estimación de la motilidad 

espermática fue iniciada inmediatamente (aproximadamente 30 seg) después de la 

dilución. Las determinaciones se realizaron por cuadruplicado con el esperma de 30 

machos (Fig. 6). 

 

 
Fig. 6. Procedimiento para la determinación de la motilidad espermática. 

 

Tabla 2. Índice numérico para la evaluación de la motilidad espermática. 

Índice Características de motilidad 
5 La mayoría de los espermatozoides muestran movimiento rápido, es 

imposible seguir la trayectoria de cualquier espermatozoide. 
4 

Muchos espermatozoides se mueven rápidamente mientras que algunos se 
mueven lentamente. 

3 
Tres clases de espermatozoides pueden  ser encontrados  en números 
equivalentes: espermatozoides con movimiento rápido, espermatozoides 
con movimiento lento o vibratorio, y aquellos que permanecen inmóviles. 

2 
Muchos espermatozoides tienen vibración o están inmóviles, mientras que 
algunos presentan movimiento hacia delante. 

1 
Muchos espermatozoides son inmóviles y algunos presentan vibración 
lateral.  



 

 
Todos los espermatozoides están inmóviles 

Adaptado de Sánchez-Rodríguez y Billard, 1977. 
 
 
 
5.6. Determinación de la proporción espermatozoide/ ovocito 

Para este experimento se utilizaron 3 hembras y 8 machos. Para la obtención 

de los ovocitos, las hembras anestesiadas que mostraron signos de ovulación, tales 

como el alargamiento del abdomen se les extrajeron los ovocitos  mediante presión a
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lo largo de la cavidad abdominal hacia la abertura del poro genital. Los gametos 

obtenidos se almacenaron en una caja de Petri cubierta, para protegerlos de la luz 

solar y posteriormente se utilizaron. 

 

5.7. Fertilización artificial 
Una vez que los  ovocitos fueron colectados, se mezclaron para formar una 

mezcla, una vez hecho esto se colocaron 100 ovocitos (100±1 ovocito) dentro de 

cajas de Petri de 55 x 12 mm utilizando para ello una pequeña espátula de metal. 

Los ovocitos fueron fertilizados con distintas concentraciones de esperma; 

1:1.74x107, 1:3.48x107, 1:6.96x107, 1:1.04x108, 1:1.39x108, 1:1.74x108, 1:3.48x108, 

1:5.22x108, 1:8.70x108, para cada concentración de esperma se hicieron triplicados. 

Las adiciones de las concentraciones de esperma se realizaron con ayuda de una 

micropipeta con un volúmen de esperma conocido (ajustada de acuerdo a la 

densidad espermática requerida). Inmediatamente después de que el esperma sin 

diluir fue adicionado a las cajas de Petri con los ovocitos, se agregaron 10 mL de 

agua dulce a cada una de las cajas de Petri. Después de 5 minutos los huevos 

fueron enjuagados con agua (0°/°°) en una malla de nylon de 150 μm, para eliminar el 

exceso de esperma y fluido ovárico. Después los huevos fueron transferidos a un 

recipiente que contenía 27 divisiones con agua  dulce (0°/°°) en las cuales se 

colocaron los huevos para ser incubados a una temperatura controlada de 24 ±1°C  

con una luz constante por aproximadamente 4 horas. 

 

5.8. Evaluación del efecto de la salinidad sobre la tasa de fertilización 
Para este experimento se utilizaron 13 machos y 3 hembras, los gametos se 

extrajeron de la manera anteriormente descrita. Una vez obtenidos los ovocitos, 

estos fueron colocados en cajas de Petri de 55 x 12 mm utilizando una pequeña 

espátula de metal. Posteriormente, se procedió a la obtención del esperma, para ello 

se realizó una ligera presión abdominal en el vientre del macho y con ayuda de una 

micropipeta ajustada al volúmen deseado (de acuerdo a la proporción 

esperma/ovocito obtenida anteriormente) se extrajo el esperma, el cual fue colocado 

dentro de cada una de las cajas de Petri que contenían los ovocitos  e
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inmediatamente se agregó el agua que contenía las diferentes concentraciones de 

salinidad (0, 5, 10, 15, 20, 25, 30 °/°°), después los ovocitos con el esperma fueron 

mezclados ligeramente para obtener una mezcla homogénea. A continuación se 

dejaron 5 minutos en las cajas de Petri y posteriormente los huevos fueron 

enjuagados con una malla de nylon 150 μm para eliminar el exceso de fluido ovárico, 

esperma y sal de los huevos ya fertilizados. Seguidamente los huevos fueron 

colocados en un recipiente que contenía 27 divisiones para cada uno de los grupos 

de huevos tratados con diferentes salinidades; el recipiente se mantuvo en 24 ±1°C  

con una luz constante por aproximadamente 4 horas. 

 

Una vez transcurrido el tiempo de incubación, los huevos fueron observados 

en un microscopio compuesto (Carl Zaiss, Axiostar) con un aumento de 10X para 

evaluar la tasa de fertilización (%), la cual se determinó a partir  de que los huevos 

empezaron la división celular hasta el  estadio de mórula. Solamente los huevos 

claros y transparentes  se consideraron como fertilizados. 

 

5.9. Análisis estadístico. 
Los resultados fueron comparados por medio de un análisis de varianza de 

una vía y las diferencias entre las medias de los tratamientos se identificaron con la 

prueba de rangos múltiples de Tukey con una confiabilidad (� 0.05)  con ayuda del 

paquete estadístico Minitab versión 13.2. Todos los resultados son expresados como 

la media ± el error estándar de la media (X ± S.E.) 
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6. RESULTADOS Y DISCUSIONES. 
 
6.1. Dilución y concentración espermática 

Aunque se prepararon cuatro diluciones, 1:10, 1:100, 1:500 y 1:1000, 

finalmente solo se observaron tres, ya que la dilución de 1:10 era imposible de 

realizar la cuantificación debido al gran número de células espermáticas que 

presentaba. La mejor dilución que se encontró fue la que permitió realizar un mejor 

conteo celular que fue de 1:500. 

 

En la figura 7 se presenta el  número de células espermáticas por mm3 en la 

cual se observa que la dilución 1:500 es la que presenta el número de células 

espermáticas más adecuado de acuerdo al número de células mínimo para poder 

llevar a cabo el conteo. En tanto la dilución de  1:100 presenta un gran número de 

células que hacen muy difícil la cuantificación y finalmente en la dilución 1:1000 el 

número de células que se observan son muy pocas y no son las mínimas requeridas 

para realizar la cuantificación en la cámara de Neubauer. 

 

 
     Fig. 7. Concentración espermática (cel/mL) en las diferentes diluciones.
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6.2. Evaluación del volumen y concentración espermática 
El pez blanco (M. estor) es una especie que presenta un esperma muy 

concentrado en muy poco volúmen, por lo que las unidades de esperma que se 

obtienen son en microlitros, en comparación con otras especies de peces en las que 

se obtienen volúmenes mayores (Tabla 3). 

 

Tabla 3. Volumen de esperma obtenido en distintas especies de peces. 
Especie Volumen de 

esperma 
Autor/año 

Hippoglossus hippoglossus 1 – 60 mL Methven y Crim, 1991 
Scophthalmus maximus 1.6 mL Suquet et al., 1992 
Brycon amazonicus 8.9 mL Cruz-Casillas et al., 2006 
Osmerus eperlanus 10-100  μl Kowalski et al., 2006 
Perca fluviatilis 0.55 – 6.78 mL Alavi et al., 2007 
Diplidus puntazo 50-100 μl Papadaki et al., 2008 
M. estor 11-101  μl Presente trabajo 
 

La producción de esperma que presenta M. estor es muy variable (Fig. 8), 

dependiendo del peso de los organismos, dichas variaciones pueden estar 

relacionadas con las condiciones en las que han sido cultivados los reproductores, la 

duración y tiempo de espermiación dentro de la estación reproductiva (Alavi et al., 

2007a), así como a la frecuencia con la que los peces son muestreados, ya que la 

extracción continua reduce la cantidad de esperma producido, además de alterar la 

tasa de fertilización y la densidad espermática durante la temporada reproductiva 

(Aas et al., 1991). 
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Figura 8. Volumen de esperma obtenido en reproductores de M. estor.  

 

 Al analizar si existe alguna relación entre el volumen de esperma producido y 

el peso de los reproductores de M. estor se encontró que existe una correlación 

positiva entre estas dos variables ajustándose al modelo de la recta, con un 

coeficiente de correlación bajo de 0.53; de manera que podemos decir de cierta 

manera, el volumen de esperma producido por reproductores de M. estor depende 

del peso de los individuos (Fig. 9). 
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Figura. 9. Correlación entre el volumen de esperma producido y el peso de los 

reproductores de M. estor. 

 

Al evaluar las muestras de esperma obtenidas de los 30 machos 

reproductores de M. estor, se encontró que la concentración espermática que 

presenta esta especie en promedio es de 2.44 x108 cel/mL (Fig. 10). 

 

 
Figura 10. Concentración espermática en M. estor. 

CH: 21.66-30.68                   M: 39.09-50.99                    G: 51.17-75.30 

a a 

a 
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            La concentración espermática observada para M. estor (2.21 - 2.55X109) 

difiere a las de las otras especies de peces (Tabla 4), siendo mayor que la 

concentración mínima para el bacalao (Melanogrammus aeglefinus) (1.84X109) y 

menor a la concentración mínima para el pez plano (Hippoglossus hippoglossus) 

(2X1011). Esto puede deberse a varios factores, uno de ellos es el tamaño que 

presenta M. estor en comparación con las demás especies. 

 

Tabla 4. Concentración espermática en otras especies de peces. 

Especie Concentración 
espermática cel/mL 

Referencia 

Salmo salar 9.54 X109 Aas et al., 1991 
Scophthalmus maximus 38.3 X109 Suquet et al., 1992 
O. mossambicus (agua dulce) 9.9X109 Linhart et al., 1999 
O. mossambicus (agua salada) 4.9X109 Linhart et al., 1999 
Gadus morhua 3.92 – 29.07 X109 Rakitin et al., 1999 
Hippoglossus hippoglossus 2 X1011 – 6X1011 Tvedt et al., 2001 
Melanogrammus aeglefinus 1.84 - 13.15X109 Rideout et al., 2004 
Brycon amazonicus 4.8 – 14.2 X106 Cruz-Casallas et al., 2006 
Perca fluviatilis 18.8 – 127.5 X109 Wirtz y Steinmann, 2006 
Perca fluviatilis 3.20 - 43.91X 109 Alavi et al., 2007 
M. estor 2.21 – 2.55 X109              Presente trabajo 
 

La concentración espermática en M. estor fue más baja que la reportada en 

otras especies de peces, a excepción del yamu (Brycon amazonicus), pero la 

magnitud de densidad espermática (109) fue similar a la mayoría de los otros 

teleósteos (Tabla 4). 

 

M. estor es una especie que presenta una concentración espermática elevada 

(2.21-2.55 x109) en un volumen muy pequeño (11-101 μL) en comparación con su 

talla esto puede deberse a varios factores entre los que se encuentra la fuerte 

presión a la que se encuentra sometida la especie, así como a la competencia que 

se da entre los machos para llevar a cabo la fertilización de los ovocitos (Nakatsuru y 

Kramer, 1982) ya que el macho al liberar un gran número de espermatozoides está 

incrementando sus posibilidades  de fertilización (Parker et al., 1996).  
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En muchas especies de peces, machos más grandes producen un múltiple 

número de espermatozoides, comparado con machos más pequeños (Petersen y 

Warner, 1998).  Sin embargo, la estrategia reproductiva puede variar de acuerdo al 

tamaño y estatus de un macho o a su cantidad de esperma disponible (Gross, 1996; 

Tabosrky, 1998). Se han realizado alometrias en la producción de esperma y 

características de las gónadas entre machos pequeños y grandes en varias 

especies, los machos pequeños tienen relativamente testículos mas grandes o mayor 

densidad espermática en el fluido seminal (Leach y Montgomerie, 2000). Este podría 

ser el caso de M. estor, el cual al estar sometido a diversos tipos de presiones, 

compensa su tamaño pequeño produciendo poca cantidad de esperma pero 

sumamente concentrada lo cual favorece sus posibilidades de fertilizar la mayor 

cantidad de ovocitos. 

 

La variación en cuanto a la concentración espermática en M. estor podría 

deberse a las condiciones en las que se mantienen los peces, el método de 

obtención del esperma, las condiciones de cultivo, el periodo de descanso que se les 

da a los machos entre un muestreo y otro, así como de la estación reproductiva 

como ocurre en otras especies de peces (Alavi et al., 2007). 

 

Por otro lado, al hacer la evaluación del espermatocrito se encontró que su 

valor es de 61.4 ± 1.23%; este valor es similar al reportado en el rodaballo 

(Scophthalmus maximus) (40.4 ± 5.8%) (Suquet et al., 1992) y mayor que el 

reportado para el yamu (Brycon amazonicus) (13.6 ± 0.6%) (Cruz-Casallas et al., 

2006), salmón del Atlántico (Salmo salar) (23.4%) (Aas et al., 1991) y menor que en 

el bacalao del Atlántico (Gadus morhua) (18-91.3%) (Rakitin et al., 1999) ya que en 

esta especie el valor del espermatocrito va incrementando conforme avanza la 

estación reproductiva y lo mismo ocurre con el halibut del Atlántico (Hippoglossus 

hippoglossus) (23-99%) (Tvedt et al., 2001). Pero hay otras especies como el 

rodaballo (Scophthalmus maximus) (Suquet et al., 1992) en la que no existe una 

correlación directa entre el valor del espermatocrito y la estación reproductiva.
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En varios trabajos se ha reportado una relación entre la concentración 

espermática y el espermatocrito (Rideout et al., 2004; Rakitin et al., 1999; Tvedt et 

al., 2001; Aas et al., 1991; Cruz-Casillas et al., 2006). En este trabajo no se 

estableció esta relación, pero podría esperarse que esta relación se deba a que el 

esperma en esta especie es sumamente denso y muy concentrado.  

 

Para el caso de la tilapia (Oreochromis mossambicus) que es una especie 

eurialina, la cual se reproduce en ambos ambientes tanto en agua dulce como en  

agua salobre (Chimists, 1955); al evaluar el efecto de estos distintos ambientes de 

cultivo sobre la concentración espermática se encontró que las tilapias aclimatadas a 

ambientes salinos su concentración espermática se ve disminuida (4.6 x109), 

mientras que las aclimatadas a agua dulce su concentración espermática es superior 

(9.9x109) (Linhart et al.,1999). 

 

6.3. Viabilidad espermática 
La vitalidad espermática es un parámetro importante ya que nos ayuda a 

conocer la integridad de la membrana plasmática del espermatozoide y a descartar 

algún otro problema que pudiera estar relacionado con la integridad de la membrana. 

La membrana plasmática juega un papel fundamental en la respuesta del 

espermatozoide al entorno, las características propias de la membrana del 

espermatozoide le confieren la capacidad y la dinámica para regular diferentes 

actividades celulares y rutas de señalización que pueden resultar en la activación de 

la motilidad. 

 

En la literatura existe nula o muy escasa información referente a este tipo de 

evaluación en los peces, siendo más frecuente en los análisis de calidad espermática 

en humanos, cerdos y ganado bovino (Gallardo, 2007; Björndahl et al., 2003). 

 

En la figura 11 se muestra la evaluación de la vitalidad espermática en la cual 

podemos observar que las muestras de esperma obtenidas en M. estor presentan 

92.14±1.14%  de células espermáticas vivas, lo que nos indica que la membrana
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plasmática de la mayoría de los espermatozoides en esta especie no presenta 

ningún problema por el cual su motilidad se vea afectada al momento de ser 

activados.  Un resultado similar fue reportado en bagre Africano (Clarias gariepinus) 

(Rurangwa et al., 1998). 

 

 
Figura 11. Viabilidad espermática en reproductores de M. estor. 

 

A continuación se muestran las imágenes obtenidas de las tinciones 

realizadas con la técnica eosina-nigrosina en las cuales se observan que la mayoría 

de los espermatozoides de M. estor están vivos (espermatozoides con citoplasma no 

teñido con el colorante) (Fig. 12). 
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                 100X                                                              100X 

       
                              40X                                                                 40X 

Fig. 12. Tinciones de espermatozoides de M. estor con la técnica eosina-nigrosina. 

 
6.4. Evaluación de la motilidad espermática a diferentes salinidades en M. estor 

Los resultados encontrados en este estudio muestran que M. estor es una 

especie que por sus orígenes marinos puede tolerar concentraciones de sal en el 

agua (Nelson, 1994) y esto se ve reflejado en sus gametos masculinos. 

 

Se encontró que la salinidad tiene un gran efecto sobre la motilidad de los 

espermatozoides de M. estor además de que existe una gran diferencia entre utilizar 

o no el cubreobjetos en el momento de la evaluación (Fig. 13 y 14). Se observó que 

las muestras en las que se utilizó cubreobjetos el periodo de motilidad en el que el
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esperma aún es capaz de fertilizar (índice 2) fue en promedio entre todas las 

salinidades de 3 minutos (180 s), mientras que en las muestras en las que no se 

utilizó el cubreobjetos el tiempo de motilidad promedio fue de 7 minutos (420 s), por 

lo que el periodo de motilidad de los espermatozoides en las muestras sin 

cubreobjetos se incrementó en un 200%. Esto se debe a que el cubreobjetos impide 

el libre movimiento de los espermatozoides debido al roce de éstos con el vidrio; 

además de que el cubreobjetos limita la incorporación de oxígeno  a la muestra, es 

decir, al tener el cubreobjetos no hay oxígeno atmosférico que pueda ser utilizado 

por  los espermatozoides y por lo tanto el periodo de motilidad se ve disminuido. 

Debido a los resultados obtenidos se decidió utilizar los datos de la motilidad sin 

cubreobjetos ya que mostraron tiempos de motilidad superiores (Fig. 13 y 14). 

 

 
Figura 13. Motilidad espermática con diferentes soluciones salinas con cubreobjetos.
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Figura 14. Motilidad espermática con diferentes soluciones salinas sin cubreobjetos. 

 

Los espermatozoides de los peces son usualmente inmóviles en el fluido 

seminal (Ciereszko et al., 2000) de manera que pueden ser transferidos a una 

solución que los active; esta solución activadora contiene solutos (iones o 

compuestos no ionizables) los cuales afectan la presión osmótica del fluido que 

rodea al espermatozoide por arriba o por debajo de la presión osmótica del fluido 

seminal ya sean especies marinas o de agua dulce. Lo que significa que  la presión 

osmótica de la solución activadora es más alta o más baja que el fluido seminal en el 

caso de especies marinas o de agua dulce.  

 

 Los índices de motilidad disminuyeron rápidamente después de la dilución del 

esperma en agua dulce (0°/°°) a un índice de inmovilidad total, mientras que algunos 

otros todavía presentaban vibración lateral en un tiempo aproximado de 2 min (120 

s), tal comportamiento persistió hasta el minuto 3 (170 s), mientras que al minuto 4 

(240 s) hubo una ligera recuperación de algunos de los espermatozoides, pero 

finalmente alrededor del minuto 5 (300 s) todos se detuvieron. Al utilizar las 

soluciones salinas, el comportamiento de los espermatozoides cambió, ya que en
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todas la salinidades (5 - 30°/°°) los índices de motilidad que son considerados 

apropiados para poder llevar a cabo la fertilización (índice del 5 al 2) se prolongaron 

hasta por 11 minutos (660s) en la salinidad de 25°/°°  (Fig. 14), lo cual es muy 

benéfico para el proceso reproductivo ya que los espermatozoides al encontrarse en 

un medio con salinidad les permite prolongar su periodo de motilidad y por lo tanto 

tener más posibilidades de fertilizar el ovocito.   

 

 Se realizó un análisis de varianza (ANOVA) de las pendientes de los datos de 

motilidad y se encontraron diferencias significativas entre los índices de motilidad de 

0°/°° y el resto de las salinidades (5, 10, 15, 20, 25 y 30 °/°°) (Fig. 15 ) (Tabla 5) así 

mismo no se encontró diferencia significativa en los índices de motilidad entre las 

salinidades de 5, 10, 15, 20, 25 y 30°/°°, pero si se observó que la salinidad de 25°/°° 

prolonga por más tiempo los índices de motilidad que son los adecuados para poder 

realizar la fertilización (índice del 5 – 2), mientras que con las salinidades de 5, 10, 

15, 20°/°° se observa como los índices de motilidad  se prolongan por más tiempo 

conforme se incrementa la salinidad en el medio de dilución de los espermatozoides 

(Fig. 14). 
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Fig. 15. Pendientes de motilidad con diferentes soluciones salinas. 

 

Tabla 5. Pendientes de la motilidad espermática. 

Salinidad (°/°°) Pendientes de la  
motilidad espermática 

0 1.0693a 
5 0.1257b 
10 0.1126b 
15 0.1003b 
20 0.0893b 
25 0.0980b 
30 0.1238b 
 

 

El pez blanco de Pátzcuaro aún conserva ciertas características de sus 

ancestros marinos ya que en el caso de los peces marinos, los espermatozoides 

inician su motilidad en respuesta a la presión hiperosmótica del agua marina; 

mientras que la mayoría de los espermatozoides de peces  de agua dulce inician su 

motilidad en respuesta a una presión hiposmótica del medio en el que se encuentran 

(Cosson et al., 1999). 

 

 La duración total de la motilidad  de esperma se estimo por medio de 

observación visual de los movimientos del esperma hasta el cese total de su 

actividad. En el pez blanco se observó que la duración total de motilidad varió 

dependiendo de la salinidad que se presentaba el medio de activación (Tabla 6). 

Encontrándose que en salinidades bajas el tiempo total de motilidad es menor, en 

comparación con salinidades mayores, así como también se observó que en la 

salinidad más alta  (30 °/°°) el tiempo de motilidad empezó a disminuir, esto debido 

probablemente a la elevada presión osmótica que ejercía el medio sobre los 

espermatozoides lo cual provocó que los espermatozoides acortaran su periodo de
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motilidad, así como sus índices de motilidad, los cuales fueron disminuyendo 

rápidamente en el primer minuto (Fig. 14). 

 

Tabla 6. Periodo de motilidad total en M. estor. 
Salinidad °/°° Duración total 

de motilidad (min) 
0 5 
5 21 
10 24 
15 30 
20 34 
25 27 
30 20 

 

El tiempo de motilidad total en M. estor  es superior al reportado para otras 

especies de peces (Tabla 7), incluso es mayor que el tiempo reportado para las 

especies marinas. Por lo general el tiempo de motilidad espermática en peces de 

agua dulce es menor que en los peces marinos (Lahnsteiner et al., 1997b; Alavi y 

Cosson, 2006) pero existen excepciones como el jurel del Mediterráneo (Trachurus 

mediterraneus) y el salmonete de fango  (Mullus barbatus) las cuales son especies 

marinas y presentan un periodo de motilidad muy corto (menos de 1 min) 

(Lahnsteiner y Patzner, 2008). 

 

Tabla 7. Duración de la motilidad espermática en varias especies de peces marinos y 
de agua dulce. 
Especies de peces Motilidad  alcanzada (s) Referencia 
Lenguado spp. 110-120 Billard et al., 1993 
Jurel del mediterráneo 
(Trachurus mediterraneus) 

Menor de 60 s Lahnsteiner y Patzner, 1998 

Salmonete de fango (Mullus 
barbatus) 

90 Lahnsteiner y Patzner, 1998 

Mero (Dicentrachus labrax) 50-60 Dreanno et al., 1999 
Bacalao (Gadus morhua) 7-800 Cosson et al., 2008ª 
Merluza (Merluccius 
merluccius) 

4-500 Cosson et al., 2008ª 

Atún sp. 140 Cosson et al., 2008b 
Anguilas Mayor a 20 minutos Cosson et al., 2008b 
Perca (Perca fluviatilis) 35  Alavi  et al., 2007 
Espáridos y Lábridos Mayor a 15 minutos Lahnsteiner y Patzner, 2008; 

Cosson et al., 2008b 
Boga (Boops boops) Menor de 60 s Lahnsteiner y Patzner, 2008 
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Al evaluar las diferencias en la activación de la motilidad espermática en el 

pez lanco con el agua con respecto a las soluciones salinas se ha encontrado que la 

duración de la motilidad cuando los espermas son activados con agua dulce es 

generalmente muy corta, incluso menor de 60 segundos, en muchas especies 

incluyendo a los salmónidos, carpa, esculpínidos de agua dulce, lubina, como se 

mencionó anteriormente (Billard, 1978; Scott y Baynes, 1980; Cosson et al., 1985; 

Christen et al., 1987; Lahnsteiner et al.,  1997b y He y Woods, 2003).  

 

La corta duración de la motilidad en el agua dulce ha sido reportada para otros 

atherinópsidos como el Pejerrey (Odontesthes bonariensis) en el cual se observo una 

disminución en el índice y tiempo de motilidad de los espermatozoides al ser 

activados con agua corriente (2 min) hasta llegar al índice 2 (Strüssman et al., 1994).  

 

Los espermatozoides de salmónidos, ciprínidos e ictalúridos muestran que la 

corta duración de la motilidad  en el agua dulce está asociada con una gran pero no 

completa deplección  de los niveles de ATP (Christen et al., 1987; Billard y Cosson, 

1992; Fauvel et al., 1999). La motilidad en estas especies puede ser reiniciada   

después de la activación por medio de una dilución con salinidad (Redondo-Müller et 

al., 1991; Perchec et al., 1995) indicando que la corta  duración en agua dulce no es 

el resultado de daños osmóticos irreversibles. De manera similar, la motilidad del 

espermatozoide de la perca y el pez plano son muy cortos en agua dulce y la 

activación en soluciones salinas no incrementa la motilidad (Lahnsteiner et al., 1995, 

1997a).  

 

En la lisa (Mugil cephalus), se probaron 5 diferentes salinidades (10, 15, 20, 

25 y 32°/°° para evaluar la motilidad espermática y se encontró que conforme 

incrementaba la salinidad del medio de activación incrementaba la duración de la 

motilidad de los espermatozoides. La motilidad máxima fue observada a 25 y 32 °/°° 

con una duración de 108.33 y 117.5 s. Sin embargo en esta especie la salinidad de 

10°/°° no inducía el inicio de la motilidad espermática (Yeganch et al., 2008). 
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Los resultados nos indican que los espermatozoides de M. estor no tienen 

problema alguno con la salinidad y que por el contrario requieren de esta para tener 

un mejor desempeño. En otras especies de peces también se has reportado los 

beneficios de la salinidad en la producción de esperma como en el caso del arenque 

del Ártico, en el cual se encontró que la salinidad fue un factor clave para asegurar la 

reproducción de los machos, ya que cuando estos eran mantenidos en agua marina 

presentaban un mayor número de espermatozoides y una osmolaridad más alta que 

la del plasma seminal (Atse et al., 2002). 

 

En el caso del salmón del Atlántico (Salmo salar), se encontró una 

osmolaridad en el plasma seminal significativamente más alta en machos que fueron 

mantenidos en agua con sal (347 mOsmol Kg-1) comparados con machos 

mantenidos en agua dulce (265 mOsmol Kg-1). Sin embargo, el esperma de los 

machos que estuvieron en agua salada mostraron una baja capacidad fertilizadora 

(Haffray et al., 1995). Linhart et al (1999) confirmó la alta osmolaridad del plasma 

seminal en tilapias aclimatadas a agua marina (351 mOsmol Kg-1) comparado con 

machos aclimatados a agua dulce (336 mOsmol Kg-1). Estas diferencias pueden ser 

atribuidas de manera parcial a las diferencias en la osmolaridad de la orina  entre los 

machos aclimatados a agua marina (305 mOsmol Kg-1) y los machos aclimatados a 

agua dulce (78 mOsmol Kg-1) ya que en este trabajo se reportó la contaminación del 

esperma  con orina. 

 

Los espermatozoides de la tilapia nilótica (Oreochromis nilotica) son activos  a 

varios intervalos de salinidad, tal como 0-0.5°/°° y de 0-1.5°/°° para la tilapia (Tilapia 

zilli) (Chao et al., 1987). 

 

  Al evaluar el efecto combinado del pH y la salinidad  sobre la motilidad 

espermática de la tilapia roja se encontró que más del 75% de la muestra 

espermática mantuvo una buena motilidad por 8 minutos a un pH de  7 y 8 (Chao et 

al., 1987). En la tilapia mosambica (Oreochromis mossambicus) aclimatados a 0 y 
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3°/°° de salinidad la inhibición de la motilidad espermática ocurre en niveles de 

salinidad menores a 1.5 y 4°/°° respectivamente (Wee y Lam, 1996). 

 

Racota, 2009 reportó la osmolaridad que presentan las distintas 

concentraciones salinas (0, 5, 10, 15, 20 y 25 °/°°) y al realizar la comparación de las 

osmolaridades con las salinidades utilizadas en este trabajo se encontró que en 

osmolaridades bajas  (25 mOsmol Kg-1) como la del agua dulce, la motilidad se ve 

afectada ya que dura muy poco (2 min) hasta llegar al índice 2;  mientras que a 

osmolaridades de 280 mOsmol Kg-1  (10°/°°), el periodo de motilidad se prolonga por 

mas tiempo (8 min), a 575 y 725 mOsmol Kg-1 (20 y 25°/°°) la motilidad es mucho 

mejor (9 y 11 min respectivamente) hasta el índice 2. Estos resultados son distintos a 

los reportados para otro atherínido como el Pejerrey (Odontesthes bonariensis), en el 

que se encontró que al incrementar la presión osmótica  del medio diluyente, los 

índices de motilidad se ven disminuidos (Strussman et al., 1994), en el pez blanco 

ocurre lo opuesto, ya que al incrementar la presión osmótica, la motilidad se ve 

favorecida. Los resultados de este estudio sugieren que la presión osmótica del 

medio puede regular el inicio de la motilidad de espermatozoides de pez blanco. Un 

incremento progresivo en la salinidad y por consiguiente en la presión osmótica del 

medio diluyente provoca un aumento paulatino en la motilidad, pero no más allá de 

25°/°° (725 mOsmol Kg-1), ya que por arriba de esta osmolaridad, la motilidad se ve 

afectada. 

 

La motilidad fue mantenida por más tiempo en salinidades altas (20 y 25°/°°) 

que en agua dulce; lo que nos indica que el agua dulce no es un diluyente adecuado 

para el esperma del pez blanco.  

 

Las soluciones salinas han mostrado que maximizan la motilidad espermática 

y consecuentemente las tasas de fertilización en peces de agua dulce como los 

salmónidos (Billard et al.,  1974), bagre de canal (Ictalurus punctatus) (Guest et al., 

1976) y carpa común (Cyprinus carpio) (Billard et al., 1986).  El efecto favorable de 

las soluciones salinas puede deberse a la acción protectora de las condiciones 
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isosmóticas, las cuales ayudan a prevenir la entrada excesiva  de agua y por 

consecuencia la ruptura la membrana plasmática del espermatozoide (Morisawa et 

al., 1983; Billard, 1978). 

 

Se ha visto que los espermatozoides de M. estor no tienen problema alguno con 

la salinidad y que por el contrario requieren de esta para tener un mejor desempeño. 

En otras especies de peces también se han reportado los beneficios de la salinidad 

en la producción de esperma como en caso del Arenque del Ártico (Salvelinus 

alpinus), en el cual se encontró que la salinidad fue un factor clave para asegurar la 

reproducción de los machos, ya que cuando estos se encontraban en agua marina 

presentaban un mayor número de espermatozoides y una osmolaridad mas alta que 

la del plasma seminal (Atse et al., 2002). 

 

6.5. Efecto de la salinidad en la fertilización 
La tolerancia de los huevos de M. estor fertilizados en diferentes salinidades 

no fue buena ya que el porcentaje de fertilización de los huevos disminuyó conforme 

se incrementaba la salinidad; mientras que en las salinidades más altas (20, 25 y 

30°/°°) no se registró fertilización alguna (Fig.16). 

 

 
 Figura 16. Porcentaje de fertilización con diferentes concentraciones salinas. 

a 

b 

c 

d 
e e e 
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Se encontró que existe una correlación negativa entre el porcentaje de 

fertilización y la salinidad con un valor de coeficiente de correlación de -0.81, lo cual 

nos indica que conforme la salinidad en el medio se va incrementando, el porcentaje 

de fertilización va disminuyendo (Fig. 17). 

 
Figura 17. Correlación entre la salinidad y el porcentaje de fertilización. 
 

El mayor porcentaje de fertilización se registró en la salinidad de 0°/°° (agua 

dulce) con un 95.66%; al momento de incrementar la salinidad a 5°/°° el porcentaje de 

fertilización disminuyó considerablemente a 32.33%, posteriormente a 10°/°° el 

porcentaje de fertilización fue de 16%, en la salinidad de 15°/°° el porcentaje de 

fertilización fue de 4.66% y finalmente en las salinidades de  20, 25 y 30°/°° no hubo 

fertilización (Tabla 8). 

 

Tabla 8. Porcentaje de fertilización a diferentes salinidades en M. estor. 

Salinidad  % Fertilización 
0 95.66  ±  0.88 
5 32.33  ± 1.44 
10 16.0 ± 1 
15 4.66 ± 0.66 
20 0 
25 0 
30 0 
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Se puede observar que conforme se incrementa la salinidad el porcentaje de 

fertilización disminuye (Fig. 16), esto probablemente puede deberse a que el ovocito 

al encontrarse en salinidades más elevadas se enfrenta a un medio más agresivo 

para el y por lo tanto comienza a perder agua y por lo tanto a secarse lo que propicia 

a su vez que el micrópilo se cierre y que las posibilidades de fertilización sean muy 

bajas. 

 

Durante el proceso de fertilización que se llevó a cabo, en el cual todos los 

huevos fueron incubados en agua dulce, se observó que los huevos se infectaron 

rápidamente con Saprolegnia, esta infección fue mayor en aquellos huevos que se 

fertilizaron con salinidad esto debido a hubo un mayor número de ovocitos no 

fertilizados (Fig. 18). Por otro lado en trabajos realizados en la misma especie (M. 

estor) se encontró que la salinidad es útil para evitar el ataque de los huevos con 

Saprolegnia (salinidad por arriba de 10°/°°). Además la salinidad tuvo un efecto 

importante en el porcentaje de huevos oculados con un máximo registrado a 10°/°°; 

en altas salinidades el porcentaje de huevos oculados  se redujo marcadamente. En 

salinidades  por arriba de 15°/°° los huevos se encontraban en un medio 

osmóticamente adverso, lo que resultó en altas mortalidades. Por el contrario el agua 

dulce tuvo un efecto benéfico en la eclosión, el cual se reflejo en el alto porcentaje de 

eclosión, lo que indica que los huevos  pierden progresivamente  la capacidad para 

soportar  el estrés osmótico por arriba de 15 °/°° (Martínez-Palacios et al., 2004). 

               

A B 



47 
 

                

                
Fig. 18. A, B, C y D, huevos de M. estor fertilizados; E y F, huevos no fertilizados y 

atacados por Saprolegnia sp. 

 

Tsuzuki et al (2000) mostro que las especies de atherínidos como 

Odontesthes bonariensis (Valenciennes 1835) y O. hatcheri (Eigenmann 1909) son 

eurihalinos, aunque las más altas tasas de eclosión fueron obtenidas en salinidades 

intermedias (5 a 20°/°°). 

 

          Aunque la mayoría de los miembros de la familia de los Atherinidos son 

marinos (Bera, 1981) muchos son eurihalinos y este caso aplica al pez blanco, 

incluso después de muchos años de aislamiento en ambientes de agua dulce. 

 

Las observaciones hechas en este estudio muestran que M. estor es una 

especie que tiene problemas para reproducirse en ambientes  que contengan 

salinidad, por lo que el proceso de fertilización es más efectivo en agua dulce.  

C D 

E F 
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Haynes (1940) y Holliday (1969) encontraron que antes del desove de los 

gametos de los teleósteos, estos gametos son isosmóticos o hiposmóticos al fluido 

del cuerpo de los padres. Como se mencionó anteriormente, la mortalidad de los 

huevos registrada en las salinidades más altas puede ser atribuida  a la 

deshidratación de estos. 

 

Las especies que invierten parte de su vida en agua marina y posteriormente 

migran a agua dulce para la reproducción, la salinidad del agua durante la estación 

reproductiva puede afectar de manera significativa el proceso reproductivo. En el 

salmón del Atlántico (Salmo salar) las hembras que permanecen en agua salada 

durante la estación reproductiva retardan o bloquean la ovulación (Haffray et al., 

1995).  Sin embargo, los ovocitos puestos por la hembra y mantenidos en agua 

marina y agua dulce presentan tasas de oculación similares. En contraste, cuando 

los ovocitos  son fertilizados  dos semanas después de la ovulación, la calidad de los 

ovocitos se ve significativamente reducida en los ovocitos  puestos por hembras 

mantenidas en agua marina. Estudios en el Salmon Oncorhynchus kisutch) muestran 

un resultado similar (Sower et al., 1982). Otro estudio mostró que en hembras de 

Salmón (O. kisutch) y Salmón rosa (Oncorhynchus gorbuscha) capturadas en 

estuarios  o agua dulce y colocadas en agua marina presentan una limitada pero 

significativa disminución  en el porcentaje de oculación (Werthemer, 1984). 

 

Existen trabajos de salinidad que se han realizado en ovocitos de M. estor, en 

este trabajo los ovocitos una vez que fueron fertilizados se colocaron en distintas 

salinidades (0, 5, 10, 15, 20, 25 y 30°/°°), los resultados que se encontraron muestran 

un patrón similar al reportado en el presente trabajo, los huevos mantenidos en agua 

dulce y en las salinidades más bajas (5 y 10°/°°)  presentaron el mayor porcentaje de 

oculación (superior al 80%), por lo tanto se puede decir que el desarrollo de huevos 

oculados fue mayor en agua dulce que en salinidades (Martínez-Palacios et al., 

2004).  Los porcentajes de oculación reportados en este trabajo son superiores a los 

porcentajes de fertilización que se obtuvieron en este trabajo para el pez blanco en 

las distintas salinidades, pero cabe mencionar que el ovocito una vez que es 
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fertilizado despliega una serie de reacciones corticales dentro de las que se 

encuentran la formación de una membrana de fecundación, la cual impide la 

polispermia, además de que esta reacción cortical provoca que el corion del huevo 

se modifique de manera que se hace más resistente al medio exterior.  

 

En especies de agua dulce como el bagre africano (Heterobranchus longifilis)  

se evaluó el efecto de distintas concentraciones salinas (0, 1.5, 3, 4.5, 6, 7.5, 9, 10.5, 

12, 13.5 y 15°/°°) sobre el porcentaje de eclosión y se encontró que el  porcentaje de 

huevos eclosionados e incubados a 3 °/°° de salinidad fue de 75%, y en las 

salinidades de 1.5 y 0°/°° fue de 74 y 71% respectivamente. A 4.5°/°° de salinidad la 

tasa de eclosión fue de  53%, mientras que a 6 y 7.5°/°° fue de de 45 y 41% 

respectivamente, sin embargo en las salinidades de 9, 10.5, 12, 13.5 y 15°/°°,  no se 

observó eclosión (Fascina-Bombata y Busari, 2003). 

 

En la platija (Rhombosolea tapirina) un pez marino,  la tasa de fertilización  de 

los huevos  fue significativamente  afectada por la salinidad. En esta especie la 

salinidad óptima para la fertilización estuvo entre 35-45°/°°, mientras que a bajas 

salinidades el porcentaje fue menor (Hart y Purser, 1995). 

 

Estudios realizados en el cabrilla sardinera (Mycteroperca rosacea) con 

soluciones salinas de 0, 8, 16, 24, 32, 40, 48, 56 y 64°/°°  muestran que los huevos 

mantenidos a 32 °/°° de salinidad presentan la mejor tasa de eclosión (80.7%), cabe 

mencionar que los ovocitos fueron fertilizados a una salinidad de 40°/°° y 

posteriormente incubados en las salinidades. Los huevos mantenidos en salinidades 

de 0 y 64°/°° tuvieron una tasa de eclosión de 0 (Gracia-López et al., 2004). 

 

  En el lenguado brasileño (Paralichthys orbignyanus) se probaron distintas 

soluciones salinas (10, 15, 25 y 30 °/°°) con las cuales fueron fertilizados los ovocitos 

y se encontró que los huevos fueron fertilizados en un intervalo de salinidad de 15 a 

35°/°°. La tasa de fertilización estuvo directamente relacionada con la salinidad, 
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aunque la tasa más baja de fertilización se obtuvo a 15°/°°, pero no se encontraron 

diferencias significativas entre las salinidades de 25 y 35°/°° (Sampaio et al., 2007). 

 

 En el sargo dorado (Sparus sarba) se probaron 12 salinidades, 8, 12, 16, 20, 

24, 28, 32, 36, 40, 44, 48 y 52°/°° de salinidad en la incubación de los huevos, en el 

cual se encontró entre 20 y 36°/°° (Mihelakakis, A y Kitajima, C. 1994). 

 

En el sigano rayas doradas  (Siganus guttatus), la incubación de los huevos en 

diferentes salinidades (4, 8, 16, 24, 32, 40, 50, 58, 66, 72, 78, 86 y 95°/°°) se encontró 

que la mejor salinidad para la incubación estuvo entre 7- 77°/°° con un 90% de los 

huevos eclosionados, encontrándose que a salinidades muy elevadas de 95°/°°, al 

colocar los huevos fertilizados a incubar en esta salinidad, inmediatamente 

comenzaban a morir, al igual que a 78 y 86°/°° (Young y Dueñas, 1993). 

 

La salinidad no solo tiene un efecto sobre la tasa de fertilización o eclosión en 

los peces, sino que también interviene en  

 

De acuerdo a los resultados obtenidos en el experimento de motilidad 

espermática en el que se demuestra que la salinidad no afecta a la motilidad 

espermática, sino que por el contrario le resulta benéfica, en el momento de la fusión 

de los gametos en distintos ambientes salinos los porcentajes de fertilización 

disminuyen a medida que la salinidad se incrementa, de manera que posiblemente 

las bajas tasas de fertilización que se presentan en salinidades se deben a un 

problema que existe con los ovocitos del pez blanco para mantenerse viables en 

soluciones salinas, tal vez debido a que el ovocito experimente una serie de 

reacciones al momento de encontrarse en un medio que le resulta agresivo y por ello 

no logre ser fertilizado por el espermatozoide. 

 

Debido a cuestiones de manejo para que se lleve a cabo el desove de las 

hembras y por consecuencia la fertilización de los ovocitos los reproductores deben 

mantenerse en un medio libre de salinidad ya que si esto no sucede las hembras no 
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desovan o si lo llegan a hacer, los ovocitos no son fertilizados por lo que debido a los 

resultados obtenido en este trabajo se recomienda que la fertilización se lleve a cabo 

en un intervalo de salinidad de 0- 5°/°° para asegurar un mayor porcentaje de 

fertilización.  

 

6.6. Proporción espermatozoide/ovocito 
La fertilización artificial  es un requisito para optimizar el uso de gametos 

viables en las granjas de cultivo de peces. La determinación  de la proporción mínima 

de espermatozoide/huevo nos permite la fertilización de todos los huevos. El 

establecimiento de una tasa óptima puede ser útil para lograr tener éxito en el 

proceso de fertilización. El esperma de los peces tiene una mínima posibilidad de 

alcanzar el micrópilo y fertilizar el ovocito debido a la presencia de solamente un 

micrópilo en la superficie del ovocito, así como de la corta trayectoria del 

espermatozoide en comparación con el diámetro del ovocito (Billard, 1992); sin 

embargo, el número de espermatozoides necesarios para fertilizar con éxito un 

ovocito es relativamente alto.  

 

El número de espermas por ovocito puede  ser incrementado cuando se han 

observado factores que pueden reducir la calidad del esperma, tales como  la 

contaminación por orina, contaminación por agua. 

 

Diferentes proporciones de espermatozoide/ovocito han sido sugeridas  para 

diferentes especies (Tabla 9). 

 

Tabla 9. Proporción óptima espermatozoide/ovocito en algunas especies de 
teleósteos. 
Especie Espermatozoides 

por ovocito 
Referencia 

Lucio europeo (Esox lucius L.) 2.6 x 104 Erdhal y Gram., 1987 
Trucha café (Salmo trutta L.) 4.3 x 104 Erdhal y Gram., 1987 
Turbot (Scophtalmus maximus 
L.) 

6 x 103 Suquet et al., 1995 

Bagre asiático (Clarias 
macrocephalus Günther) 

4-8 x 10 3 Tambassen-Cheong et al., 
1995 
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Bagre africano (Clarias 
gariepinus) 

1.5 x104 Rurangwa et al., 1998 

Lamprea marina (Petromyzon 
marinus) 

5.0 x 10 4  – 1.0 x 
105 

Ciereszko et al., 2000 

Carpa común (Cyprinus carpio) 8.5 x 103 Linhart et al., 2003 
Bagre europeo (Silurus glanis L) 8 x 10 2 Linhart et al., 2004 
Walleye (Sander vitreus) 2.5x104 Rinchard et al., 2005 
Bacalao del Atlántico (Gadus 
morhua L.) 

1.0 x 105 Butts et al., 2009 

Pez blanco (Menida estor) 5.1x 105 Presente trabajo 
 

Nuestros  resultados muestran que a medida que se incrementa la proporción 

esperma/ovocito, el porcentaje de fertilización también aumenta (Fig. 19). De 

acuerdo a los resultados obtenidos existe diferencia significativa en las proporciones 

de esperma/ovocito utilizadas, las  proporciones de 1.74 x10 4 nos dan porcentajes 

de fertilización bajos (20%); en cambio en proporciones mayores (3.48 x 105, 5.22 x 

105 y 8.70 x 105) los porcentajes de fertilización son mejores (90%).  

 

En las proporciones mayores no se encontró diferencia significativa, por lo que  

podemos utilizar lo que se decidió utilizar la proporción de 5.22 x 10 5, para asegurar  

la máxima fertilización y evitar el uso excesivo de esperma. Cabe mencionar que la 

calidad del esperma puede variar entre los machos o que tal vez pueda existir una 

ligera contaminación del esperma con orina, pero incluso aunque el esperma tenga 

una calidad baja puede contener suficientes espermatozoides viables para producir 

altas tasas de fertilización.  
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Figura 19. Fertilización con distintas proporciones esperma/ovocito.  

 

El número de espermatozoides para fertilizar un ovocito es relativamente alto, 

este elevado número de espermatozoides  es necesario ya que cada ovocito 

presenta un punto único para la penetración del espermatozoides, que es el 

micrópilo, y debido a esto el espermatozoide tiene muy pocas posibilidades de 

alcanzar el micrópilo si la concentración espermática es muy baja (Billard, 1988). 

 

La proporción esperma/ovocito encontrada para el pez blanco es muy elevada, 

en comparación con otras especies de peces (Tabla 8), lo cual nos podría indicar que 

el pez blanco presenta una baja capacidad fertilizadora debida a la corta duración de 

la motilidad espermática ya que la fertilización se llevo a cabo en agua dulce y este 

medio no  es muy  benéfico para los espermatozoides. 

 

 

 

 

 

 

a 
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7. CONCLUSIONES 
 

Con base en los resultados obtenido en el presente trabajo  se puede concluir: 

 

La mejor dilución para realizar el conteo de los espermatozoides fue la dilución de 

1:500. 

 

El volumen de esperma producido en el pez blanco presentó grandes variaciones 

entre los organismos en un intervalo de 11-101  μl. A pesar de las variaciones 

observadas entre las muestras, se encontró que existe una correlación muy baja 

entre la producción de esperma y la talla de los peces, esto debido como ya se 

mencionó a la gran variación en cuanto a volúmen que presentaron los machos. 

 

Los tres tamaños de peces que se utilizaron en este trabajo (CH: 21.66 - 30.68, 

M: 39.09 - 50.99, G: 51.77 - 75.30 g) no mostraron diferencias significativas (P<0.05) 

en cuanto a la concentración espermática, con un intervalo de 2.21–2.55 X109 

espermatozoides por mililitro. Cabe mencionar que la concentración espermática en 

esta especie es baja en comparación con otras especies de peces (Tabla 4). La 

concentración espermática en el pez blanco no muestra variación significativa entre 

los tamaños muestreados; de manera que para análisis futuros se puede elegir 

cualquier tamaño de pez sin el riesgo de algún cambio en la concentración 

espermática, pero teniendo en cuenta que existe una tendencia en los peces de 

menor tamaño de presentar concentraciones espermáticas mayores. 

 

Con respecto a la vitalidad espermática se encontró que el 92.14 ± 1.14 % de los 

espermatozoides del pez blanco se encuentran vivos y con la capacidad de ser 

activados, ya que su membrana plasmática se encuentra intacta y libre de daños. En 

el caso de los espermatozoides teñidos, estos también están vivos, solo que su 

viabilidad es limitada. 
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En cuanto a la activación de la motilidad espermática con las distintas 

concentraciones salinas se encontró que los espermatozoides de pez blanco al 

activarse con agua dulce (25 mOsmol-1), 4l agua provoca una reducción en el tiempo 

y porcentaje de espermas mótiles; en cambio al activar los espermatozoides con las 

soluciones salinas de 5, 10, 15, 20, 25°/°° (150, 280, 445, 575 y 725 mOsmol K-1) 

respectivamente, la motilidad se prolongó por más tiempo. En cambio, al activar los 

espermatozoides con 30°/°°, el comportamiento de la motilidad en esta salinidad fue 

muy similar al de 5°/°°. Por lo tanto, los resultados de este estudio sugieren que a 

medida que se incrementa la salinidad y por consiguiente la presión osmótica en el 

medio de dilución, la motilidad espermática se incrementa, lo que los 

espermatozoides del pez blanco se comportan mas como los de un pez marino que 

como los de un pez de agua dulce ya que incrementan su periodo de  motilidad en 

respuesta a un medio hiperosmótico, lo que no sucede con la mayoría de las 

especies de agua dulce. 
 

El efecto de la salinidad en el proceso de fertilización no fue muy exitoso, ya que 

a medida que la salinidad del medio se incrementó, el porcentaje de fertilización 

disminuyó drásticamente, encontrándose que en salinidades de O°/°° (agua dulce) el 

porcentaje de fertilización fue de 95.66 ± 0.88, en 5 °/°° fue de 32.33 ± 1.44, en 10°/°° 

fue de 16.0 ± 1, en 15°/°° fue de 4.66 ± 0.66 y en las salinidades de 20, 25 y 30°/°°, el 

porcentaje de fertilización fue de 0%. Al parecer existe un problema con los ovocitos 

del pez blanco en el medio salino, ya que los espermatozoides no presentan 

inconvenientes en salinidades, la reacción de los ovocitos ante el incremento de la 

salinidad en el medio puede resultar probablemente en un desecamiento del ovocito 

debido a la elevada presión osmótica que el medio ejerce sobre el. 
 

La proporción espermatozoide/ovocito encontrada en este estudio nos indica que 

para conseguir obtener el mayor porcentaje de fertilización se requiere de una 

proporción esperma/ovocito de 5.1x 105; que en comparación con otras especies de 

peces resulta ser mayor, lo cual nos podría que posiblemente el pez blanco presenta 

una baja capacidad fertilizadora debida posiblemente a la activación insuficiente de 



56 
 

los espermatozoides ya que la fertilización se llevo a cabo en agua dulce y este 

medio no  es muy  benéfico para los espermatozoides. 
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RECOMENDACIONES 
 

 Debido a que en este trabajo no se evaluó la correlación del 

espermatocrito con la densidad espermática se recomienda repetir el 

experimento para determinar si existe algún tipo de correlación entre estos 

dos. 
 

 Con respecto a la fertilización con diferentes salinidades, se sugiere 

realizar más pruebas de fertilización con las mismas salinidades e incluso 

utilizar salinidades menores a 5°/°° y su efecto en la fertilización. 
 
 Evaluar el efecto de la salinidad en la supervivencia de las larvas 

fertilizadas con las diferentes salinidades. 
 

 Evaluar si existe alguna variación en la producción de esperma durante la 

estación reproductiva. 
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