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“El amor por todas las criaturas vivientes es el más noble atributo del 
hombre” 

Charles Darwin 

 

 

 

 

“La libertad es para que se pueda pensar distinto, por que para estar de 
acuerdo no se precisa libertad” 

José Mujica 
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Resumen 

 
 
La estrella de mar Pisaster ochraceus, es un equinodermo clave dentro del 
intermareal de la costa del Pacífico de Baja California y de Norteamérica. Es un 
recurso que en México ha sido explotado para abastecer el mercado regional y 
nacional, sin embargo, se desconocen muchos aspectos de su ciclo de vida en 
nuestras costas, incluyendo la duración de su desarrollo larvario y sus patrones 
de reclutamiento. Conocer el desarrollo larvario en el límite sur de su 
distribución resulta fundamental para entender la dinámica y conectividad de 
sus poblaciones, además de que con esta información, se puede contribuir 
para que con esfuerzos futuros que se ayude la conservación y al mejor 
manejo de la pesquería. El objetivo del presente trabajo es describir el 
desarrollo larvario de P. ochraceus proveniente de sus poblaciones sureñas y 
analizar su respuesta ante posibles inductores de la metamorfosis. La 
inducción al desove de P. ochraceus extraída de las costas de Ensenada, Baja 
California, México se llevó acabo inyectando 1-metiladenina [10-4 M]. Los 
óvulos son color salmón y los espermatozoides color beige. En condiciones de 
laboratorio, el desarrollo embrionario y larvario de la especie es heterogéneo. 
La primera división ocurre aproximadamente a los 30 min después de la 
fertilización a una temperatura de 21 ºC ± 1 ºC. Una vez pasados los estadios 
de mórula, blástula y gástrula el embrión se desarrolla al tercer día de cultivo 
en una larva bipinaria. En un cultivo con una temperatura de 18 ºC ± 1 ºC la 
larva bipinaria se transforma en braquiolaria al transcurrir 25 días; una larva 
braquiolaria bien desarrollada llega a medir hasta 2178 µm; la metamorfosis 
espontánea de las primaras larvas ocurrió después de 30 días a partir de la 
fertilización; durante éste proceso el cuerpo larval es reabsorbido por el 
rudimento juvenil y las postlarvas miden aproximadamente 722 µm de 
diámetro. Se observó que las larvas crecen de manera continúa hasta que el 
rudimento juvenil se desarrolla completamente; además las larvas braquiolarias 
con rudimento bien desarrollado son capaces de metamorfosearse en 
presencia de distintas concentraciones de KCl como inductor.  
 
Palabras clave: estrella de mar, desarrollo larvario, metamorfosis, Pisaster 
ochraceus, desarrollo embrionario.  
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Introducción 

 
La clase Asteroidea Blainville, 1830 agrupa a las estrellas de mar que son 

organismos de forma estelada y con un disco central, del que se proyectan 

brazos (rayos), los cuales generalmente son cinco, aunque se han reportado 

especies que llegan a tener hasta 50 (Hendler et al., 1995).  

La estrella de mar, Pisaster ochraceus (Brandt, 1835) pertenece al género 

Pisaster, Müller & Troschel, 1840, la familia Asteriidae, Gray, 1840 y al orden 

Forcipulatida, Perrier, 1884. En México existen aproximadamente 185 especies 

de las cuales 73 habitan en el Pacífico mexicano (Solís-Marín et al., 2013). P. 

ochraceus es un organismo que tiene cinco brazos o radios, un disco central y 

puede vivir hasta 20 años (Menge, 1975). Presenta coloraciones variables 

pudiendo ser morada, ocre, amarilla o naranja (Fig. 1) (Harley et al., 2006). La 

distribución más norteña de ésta especie es en Prince William Sound, Alaska, 

E. U. A. y al sur en Isla Cedros, Baja California (BC), México (Frontana-Uribe, 

2005). Su distribución batimétrica se extiende desde la zona intermareal hasta  

aproximadamente 97m de profundidad (Lambert, 2007).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Pisaster ochraceus en su coloraciones ocre y naranja. Fotografía de E. 
Carpizo Ituarte. 

Esta especie es un depredador tope de las comunidades litorales rocosas, ya 

que determina muchos de los patrones de la estructura de las poblaciones de 

las presas en esta comunidad (como distribución, abundancia, talla, entre 

otros). Tiene preferencia por las zonas expuestas al oleaje (Menge, 1994) 
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donde se alimenta principalmente del mejillón californiano Mytilus californianus 

(Fig. 2) y de otros organismos de la comunidad intermareal (Feder, 1959; 

Strathmann, 1987). Para encontrar su alimento ésta estrella de mar es capaz 

de desplazarse más de 10 m (Sanford, 2002).  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Pisaster ochraceus alimentándose de Mytilus californianus. Fotografía de E. 
Carpizo Ituarte. 

 
Reproducción  
La mayoría de los equinodermos se reproducen solo sexualmente y son 

gonocóricos, es decir tienen sexos separados. Éstos organismos producen 

gametos que son liberados en la columna de agua donde se lleva a cabo una 

fertilización o fecundación externa; posteriormente el embrión se convierte en 

una larva que de acuerdo a su tipo de alimentación puede clasificarse en tres 

tipos: planctotrófica, lecitotrófica o incubada (Menge, 1975; Lawrence, 1987). 

Los asteroideos suelen tener varias gónadas y gonoductos que desembocan 

en gonoporos localizados en el interambulacro. La mayoría de los miembros de 

esta clase tiene un par de gónadas por radio y uno o dos gonoporos. El ciclo 

gametogénico de cada especie está regulado, entre otros factores, por el 

fotoperiodo, lo que asegura que los organismos de una misma población 

desoven casi al mismo tiempo (Strathmann, 1987; Brusca y Brusca, 2005). 

Internamente, el desove se inicia gracias a la acción de un polipéptido 

denominado 1-metiladenina (1-MA), que se encuentra en el nervio radial del 

organismo. Este compuesto se utiliza para inducir el desove en condiciones 
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controladas de laboratorio (Kanatani & Ohguri, 1966; Kanatani & Shirai, 1969; 

Stevens, 1972; Pearse & Eernisse, 1982; Strathmann, 1987). 

Los organismos que pertenecen al género Pisaster tienen las gónadas  

distribuidas a lo largo de los interradios y tienen dos gonoporos por radio (Fig. 

3) (Lawrence, 1987). P. ochraceus generalmente desova en primavera o 

verano dependiendo de la latitud a la que habite (Strathmann, 1987; Sanford & 

Menge, 2007). Se sabe que los desoves inician en forma simultánea a los 

florecimientos (“blooms”) primaverales de plancton debido a la dependencia de 

las larvas del alimento disponible. Se cree que desoves en cualquier otra época 

del año provocarían mayor mortalidad por hambre y un desarrollo más lento, 

con el consecuente aumento de la exposición de las larvas a la depredación 

(Menge, 1975).   

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figura 3. Macho de Pisaster ochraceus en la que se observa el ciego pilórico (CP) en 
café y las gónadas (G) en color crema. 

 

Desarrollo larvario  
Los huevos desovados por la mayoría de los equinodermos son isolecitos, con 

poca cantidad de vitelo. La segmentación es radial y holoblástica. Una vez que 

el óvulo ha sido fecundado, comienzan una serie de divisiones celulares hasta 

que el embrión alcanza el estadio de mórula, para posteriormente formar una 

esfera constituida por células denominada blástula, cuyo interior se denomina 

blastocele. La blástula suele tener cilios y eclosiona de la membrana de 

fertilización, por lo que el embrión puede nadar libremente. Posterior a la 

formación de la blástula comienza la migración de células que dan origen al 
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arquénteron lo que determina el estadio de gástrula. En esta etapa parte de las 

migraciones celulares al interior del embrión darán origen a la formación de los 

celomas para concluir en la organogénesis y la formación del primer estadio 

larval (Gilbert, 2003; Brusca y Brusca, 2005). 

De manera general el tipo de larva a partir de la cual se presume derivaron las 

formas actuales en equinodermos se denomina dipleurula (larva hipotética) y 

se caracteriza por la presencia de una banda ciliada continua (Levin & Bridges, 

1995; Gilbert, 2003). Las distintas clases de equinodermos tienen larvas 

morfológicamente diferentes: doliolaria (Crinoidea y Holothuroidea), bipinaria y 

braquiolaria (Asteroidea), echinopluteus (Echinoidea), ophiopluteus 

(Ophiuroidea) y auricularia (Holothuroidea) (Levin & Bridges, 1995). 

La estrella P. ochraceus produce un gran número de ovocitos, una hembra 

puede desovar hasta 40 millones (Menge, 1975), los cuales se dispersan en la 

columna de agua y tienen un diámetro aproximado entre 150 y 160 µm (Fig. 4). 

El ciclo de vida de ésta estrella de mar incluye un periodo larvario planctotrófico 

y de vida libre, que una vez que alcanza el estadio de competencia, tiende a 

asentarse en el fondo, aunque durante la etapa larvaria se mueven fácilmente 

gracias a las corrientes marinas (Strathmann, 1987; McEdward & Janies, 

1993). 

P. ochraceus tiene durante su desarrollo dos estadios larvarios que se 

suceden; al primero se le denomina bipinaria (Fig. 5a, b) y posee simetría 

bilateral, bandas ciliadas (continuas) pre y post-orales que le permiten nadar y 

alimentarse (Strathmann, 1970), así como pequeños brazos que son 

extensiones de la pared del cuerpo. El segundo y más avanzado durante el 

desarrollo, se conoce como braquiolaria (Fig. 6a, b y c) que se caracteriza por 

la presencia de estructuras especializadas de fijación en el lóbulo pre-oral que 

son los brazos braquiolares y los discos de sujeción, que son capaces de 

detectar estímulos para asegurar un buen asentamiento de la larva 

(Strathmann, 1970; Murabe et al., 2007). En esta especie el estadio de larva 

braquiolaria solo ocurre después del de bipinaria (Menge, 1975; McEdward & 

Janies, 1993). 

El desarrollo larvario es regulado principalmente por la temperatura y 

disponibilidad de alimento (Strathmann, 1987). De acuerdo con la literatura, la 

metamorfosis ocurre entre 76 y 228 días de desarrollo, aunque en cultivos en 
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laboratorio éste periodo puede variar. Sin embargo, en la actualidad no se 

cuenta con registros que indiquen la duración de su desarrollo larvario en las 

poblaciones sureñas de su distribución geográfica, donde las temperatura 

superficial del océano suele ser mayor. Las pequeñas estrellas recién 

metamorfoseadas tienen una longitud transversal aproximada de 0.5 mm y 

maduran al alcanzar un peso húmedo de 70-95 g (Menge, 1975) o un radio 

mayor de 6.5 cm (Romero, 2007; Romero et al., 2008). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Huevo de P. ochraceus. Escala 100µm. 

 

Figura 5. A) Larva bipinaria temprana de Pisaster ochraceus, escala 100µm; B) 
esquema de larva bipinaria, abreviaciones: (a) ano, (b) boca, (bc) banda ciliar, (hp) 

hidroporo, (i) intestino, (sc) saco celómico, escala 250µm (modificada de Strathmann, 
1987). 



	   17	  

 

Figura 6. A) Larvas braquiolarias de Pisaster ochraceus de 21 días de cultivo, escala 
1000 µm; B y C) esquemas de larvas braquiolarias, abreviaciones: (a) ano, (adb) 

brazo anterodorsal, (b) boca, (bb) brazo braquiolar, (pb) brazo preoral, (pdb) brazo 
posterodorsal, (plb) brazo posterolateral, (pob) brazo post-oral, (rj) rudimento juvenil; 

(modificada de Strathmann, 1987). 

 
Metamorfosis 

Para todos los organismos que en su ciclo de vida pasan por un estadio larval, 

la metamorfosis (Fig. 7a y b) implica la pérdida de estructuras específicas de la 

larva (comúnmente aquellas que le permitían nadar y ser parte del plancton) y 

la aparición de órganos exclusivos de un organismo juvenil/adulto (McEdward 

& Janies, 1993; Hadfield et al., 2001; Hadfield & Paul, 2001). 
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Las larvas solo pueden metamorfosearse si son competentes, esto es, 

responden a la presencia de estímulos ambientales para iniciar la metamorfosis 

(Hadfield et al., 2001). El estadio de competencia suele estar determinado por 

la formación de ciertas estructuras larvales morfológicas específicas (Hadfield 

et al., 2001), sin embargo cuando no existe un marcador morfológico o 

biológico confiable que indique el inicio de la competencia metamórfica en una 

larva, entonces la única forma de saber si una larva ha alcanzado la 

competencia es inducir la metamorfosis (Pechenik & Heyman, 1987).  

 

 
Figura 7. A) Postlarva de Pisaster ochraceus. Escala 500µm B) esquema de post-

larva recién metamorfoseada del género Henricia, abreviaciones: (bb) brazo 
braquiolar, (da) disco adhesivo, (md) madreporita, (pa) pie ambulacral, tomada y 

(modificada de Strathmann, 1987). 
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Se sabe que el asentamiento de las larvas puede ser estimulado mediante la 

presencia de películas bio-orgánicas. En el mar las superficies pueden formar 

biopelículas iniciando con la depositación de moléculas orgánicas, después la 

colonización de bacterias, diatomeas y otros organismos. Mientras la 

biopelícula se forma, ésta puede ser una fuente dinámica de señales físicas y 

químicas que le permiten a las larvas identificar un sustrato adecuado para 

asentarse (Unabia & Hadfield, 1999). Se ha documentado que organismos de 

diversos fila responden ante la presencia de películas bacterianas 

metamorfoseándose, algunos de ellos son: Porifera, Cnidaria, Mollusca, 

Echinodermata, Annelida, Bryozoa y Chordata (Unabia & Hadfield, 1999). 

La metamorfosis también puede ser inducida por cationes, como por ejemplo el 

ion K+ (Yool et al., 1986). Algunos autores sugieren que una elevada 

concentración del ion K+ en el agua despolariza las membranas excitables en 

el sistema sensorial de la larva provocando una cadena de eventos que 

culminan en la metamorfosis (Baloun & Morse, 1984; Yool et al., 1986). 

Estudios hechos usando estímulos eléctricos sugieren que las 

despolarizaciones de la membrana están involucradas, aunque los cambios 

morfológicos o fisiológicos que permiten que la larva se metamorfosee aún son 

desconocidos (Pechenik & Heyman, 1987). 

 

Especie en peligro 
P. ochraceus ha sido explotada a lo largo de la costa de BC desde finales de la 

década de los 60’s y actualmente es una pesquería importante para la zona. 

Los organismos capturados (Fig. 8a) se destinan a la producción de artesanías 

en toda la República Mexicana (Fig. 8b) y en el extranjero (Diario Oficial, 2004; 

Lunn et al., 2008).  

La pesca no ha sido el único factor que afecta a P. ochraceus, recientemente 

las poblaciones de esta estrella también se han visto afectadas por una 

enfermedad: sea-star wasting disease (SSWD por sus siglas en inglés) que ha 

atacado a 20 especies de asteroideos en las costas del Pacífico norte, el 

patógeno que la causa es un virus de la familia de los Parvoviridae, es 

altamente infeccioso y la enfermedad generalmente comienza con cambios en 

el comportamiento, letargo, torsión de los brazos, seguida de lesiones, 



	   20	  

autotomía de brazos, pérdida de turgencia y la muerte (Fig. 9) (Hewson et al., 

2014).  

 

Figura 8. A) Mapa que muestra las 4 principales ciudades de BC: Tijuana, Rosarito, 
Ensenada y San Quintín donde P. ochraceus es extraída para después ser llevada 

(flechas negras) a toda la República  Mexicana y E. U. A. (Modificado de Lunn et al., 
2008).B) Captura de Pisaster ochraceus en Campo Kennedy, BC. Fotografía de 

Quetzalli Hernández.  
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Una mortalidad de estrellas a esta escala puede tener consecuencias 

importantes en el ecosistema ya que en su mayoría son depredadores tope, 

por ejemplo, se ha documentado que cuando el número de estrellas disminuye 

existe un incremento en el número de erizos que provoca sobrepastoreo de los 

bosques de macroalgas, en consecuencia a los peces que habitan estás zonas 

les sería más difícil encontrar refugio o alimento (Stokstad, 2014).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9. Estrellas con SSWD en distintas localidades de la costa de BC. 
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Justificación 
 

Conocer el desarrollo larvario de los animales marinos nos permite entender 

mejor como es la historia de vida de éstos P. ochraceus es una especie clave 

en las comunidades intermareales rocosas de Baja California, las cuales 

albergan una gran diversidad de organismos que son aprovechados para el 

consumo humano.  

Las descripciones que se han hecho sobre el desarrollo embrionario, larvario y  

la metamorfosis de ésta estrella de mar requieren ser actualizadas, ninguno de 

los trabajos previos se ha realizado con organismos que habiten en el estado 

de Baja California en donde los organismos están expuestos a regímenes 

térmicos distintos de los que experimentan en las costas de E. U. A o Canadá 

Éste trabajo contribuye con una serie de fotografías de todos los estadios 

embrionarios y larvarios de la estrella Pisaster ochraceus, así como la 

descripción morfológica detallada desde la fertilización hasta el asentamiento, 

obtenidas a partir de cultivos larvarios cuyos progenitores fueron organismos 

adultos de poblaciones ubicadas en la región más al sur de su distribución 

geográfica. Al ser un organismo que es explotado en la costa Pacífico de Baja 

California y que además se vio en peligro debido a que sus poblaciones a todo 

lo largo de la Costa Este del Pacifico se vieron afectadas por el SSWD, la 

información que aquí se presenta facilitará seguir con nuevos estudios sobre la 

especie que involucren determinación de periodos de veda, condiciones para el 

desarrollo de su cultivo y conectividad entre sus poblaciones, entre otros.  
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Objetivo general 

 
 Documentar el desarrollo embrionario, larvario y la metamorfosis de la 

estrella de mar P. ochraceus (Brandt, 1835) en condiciones de 

laboratorio, a partir de adultos obtenidos de una de sus distribuciones 

más sureñas en donde la temperatura superficial del océano es mayor 

que las que se presentan en el norte de su distribución. 

 

 

 

Objetivos particulares 
 

 Evaluar la efectividad de distintos métodos para inducir al desove a P. 

ochraceus. 

 Desarrollar un método de producción de larvas competentes de la 

estrella de mar P. ochraceus. 

 Describir los estadios embrionarios y larvarios de la estrella de mar P. 

ochraceus. 

 Evaluar posibles inductores de la metamorfosis para larvas competentes 

de la estrella de mar P. ochraceus. 
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Antecedentes 
 

El estudio de cómo se forma y desarrolla un organismo en su etapa 

embrionaria y larvaria ha sido una interrogante muy antigua. Aristóteles fue el 

primero en trabajar con la biología del desarrollo cuando observó el desarrollo 

de un pollo al romper cada día un huevo de gallina que era incubado 

artificialmente. En los inicios del desarrollo de ésta disciplina la mayor parte de 

los trabajos se enfocaban en el estudio de los embriones de vertebrados 

(Gilbert, 2003). 

Durante mediados del siglo XIX las publicaciones comenzaron a hacer énfasis 

en el estudio y descripción de las formas larvales de los animales. La mayoría 

de los invertebrados marinos presentan desarrollo indirecto y por lo tanto tienen 

al menos un estadio larval (Emlet et al., 2009). 

A principios del siglo XX la mayoría de las publicaciones sobre Biología del 

desarrollo de equinodermos describían los factores físicos que afectan la 

fertilización o desarrollo larvario (Loeb, 1902; Garrey, 1919; Lillie & Cattell, 

1925). En ese mismo siglo Mortensen en su publicación Studies of the 

development and larval forms of echinoderms (1921), es uno de los pioneros 

en describir e ilustrar el desarrollo larvario de numerosas especies de 

equinodermos incluida la larva bipinaria de P. ochraceus.  

Desde mediados del siglo XX hasta la actualidad se siguen publicando 

artículos que describen el desarrollo embrionario y/o larvario de equinodermos, 

algunos de éstos trabajos han sido re-descritos con más detalle y con la ayuda 

de nuevas y mejores herramientas (Henderson & Lucas, 1971; Strathmann, 

1987; Komatsu, 2000; McEdward et al., 2002; Smith et al., 2008; Vellutini & 

Migotto, 2010).  

 

Los primeros en describir todos los estadios larvales de P. ochraceus fueron 

Fraser y colaboradores (1981) que realizaron cultivos en laboratorio a una 

temperatura de 12 ºC, además elaboraron una descripción de los tiempos en 

que aparecen los estadios embrionarios y larvarios (hasta bipinaria) de la 

especie para las costas del Pacífico norte estadounidense. Strathmann (1987) 

elaboró un resumen de ese  trabajo en su libro Reproduction and Development 

of Marine Invertebrates of the north Pacific Coast, en el que también se 
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incluyen trabajos sobre el desarrollo larvario, reproducción, recolecta, inducción 

al desove y mantenimiento en el laboratorio de las distintas clases de 

equinodermos.  

 

Desde el siglo XX hasta la fecha P. ochraceus ha sido una de las especies de 

asteroideos más usada para entender la dinámica del intermareal rocoso y 

como modelo biológico. Al ser un organismo que habita esta comunidad, dónde 

es fácil de ubicar y recolectar, numerosos trabajos se han realizado con ésta 

especie; así se han escrito trabajos que hablan de tópicos variados entre los 

que se incluyen, estrategias de reproducción y desarrollo larvario (Mauzey, 

1966; Schuetz, 1969; Bryan & Sato, 1970; Kanatani & Shirai, 1970; Lacalli 

1996; George, 1999; Lowe & Wray, 1999; Shuetz, 2000; Vickery & McClintock, 

2000;  Sanford & Menge, 2007; Romero, 2007; Romero et al., 2008; Jalali & 

Crawford, 2011); alimentación (Feder, 1959; Mauzey, 1966; Landenberger, 

1968); fisiología (Perry, 1966; Pincebourne et al., 2009); depredación (Sanford, 

2002); genética poblacional (Frontana-Uribe, 2005; Harley et al., 2006; 

Raimondi et al., 2007) y estudios de carácter ecológico (Menge et al., 1994; 

Garza y Robles, 2010; Fly et al., 2012), entre otros.  
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Metodología 
 
Recolecta de organismos 
Las estrellas de mar fueron recolectadas, en la zona intermareal de  Bajamar 

(diciembre 2012, enero 2014), el Ejido Eréndira (febrero 2013, marzo 2014), 

Punta Morro y San Miguel (junio 2014) y de la zona submareal de la Isla Todos 

Santos y de Campo Kennedy (febrero-mayo 2013), en la costa del Pacífico de 

BC (Fig. 10). Entre 10 y 30 estrellas fueron recolectadas por sitio y al finalizar 

los experimentos se les regresaba al mar.  

 
Figura 10. Mapa que muestra las localidades de recolecta marcadas con viñetas 

amarillas. 

 

 

 

 

 

 



	   27	  

Los organismos fueron extraídos por medio de buceo autónomo (Fig. 11)  y 

búsqueda directa debajo de las rocas en la zona intermareal (Fig. 12). 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11. Recolecta por buceo autónomo en la localidad de Campo Kennedy. 
Fotografía de Quetzalli Hernández. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Recolecta por búsqueda directa en el intermareal del Ejido Eréndira. 
Fotografía de Quetzalli Hernández. 
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Las estrellas se trasladaron al Laboratorio de Ecología y Biología del Desarrollo 

del Instituto de Investigaciones Oceanológicas (IIO) en hieleras sin agua en las 

cuales se formaron capas de organismos cubriéndolos con ice gel, para bajar 

su metabolismo y con macroalgas para mantenerlas húmedas durante el 

traslado (Fig. 13). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Grupo de estrellas recolectadas en Campo Kennedy, colocadas en una 
hielera con ice gel y macroalgas para su transporte. Fotografía de Quetzalli 

Hernández. 

 

Mantenimiento de adultos en tanques 
Las estrellas fueron colocadas en 3 estanques con aireación y un flujo 

aproximado de 50 ml/seg de agua de mar con una temperatura promedio de 17 

± 2 ºC. Los tanques se limpiaron dos veces por semana para extraer restos de 

materia orgánica del fondo.  

Las estrellas se alimentaron con distintas especies de mejillón (Mytilus spp.) o 

con trozos de pescado que fueron colocados cerca de ellas, procurando que 

siempre tuvieran alimento disponible. 

 
Inducción al desove  
Para inducir el desove de los organismos se emplearon dos métodos, en el 

primero se trató de estimular la liberación de gametos mediante “shock” térmico 
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y en el segundo se usó el compuesto 1-metiladenina (1-MA). A continuación 

se describe lo realizado en ambos. 

 

 “Shock” térmico. 

Se realizaron dos pruebas para intentar hacer desovar a los organismos sin el 

empleo de sustancias químicas. En la primera se sometió a 3 grupos de 11 

organismos a un cambio súbito de temperatura de 10 a 23 ºC, cada recipiente 

contenía 20 L de agua marina (AM) y pasados 30 min a 10 ºC se les cambió a 

otro recipiente con agua a 23 ºC y se les dejó ahí 30 min más. Durante la 

segunda prueba de inducción al desove se separaron 5 organismos y se les 

colocó en tinas de 5 L, se les mantuvo con AM a 10 ºC  por 30 min y se les hizo 

un cambio repentino de AM a 26 ºC por 30 min.  

 

 Fecundación in vitro, expulsión de gametos óvulos usando 1-MA.  

Para poder iniciar con el desove se preparó una solución con una 

concentración de 10-4 M del compuesto 1-MA y agua de mar filtrada hasta 1µm 

e irradiada con luz UV (AMF). Posteriormente una hembra se disectó y se le 

removieron los 4 pares de gónadas (había perdido un brazo). A cada gónada 

se le cortó un pequeño fragmento para tener un total de 10. Cada fragmento se 

colocó en una caja de Petri y se le añadieron 3 ml de la solución de 1-MA para 

permitir que los ovocitos fueran expulsados. 

Después de 90 min de reposo con la solución de 1-MA, se les agregó a los 

óvulos obtenidos 1 ml de espermatozoides concentrados de una macho que 

desovó espontáneamente. 

Una vez transcurridos 30 min el exceso de espermatozoides fue removido 

enjuagando con AMF, para así evitar la acumulación de materia orgánica en 

descomposición y la contaminación por virus o bacterias. 

Los embriones obtenidos de la fertilización se colocaron en 10 cubetas de 5L 

con aireación continua. Se revisaron dos días después de la fertilización para 

observar si había presencia de larvas.  

 

 
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  
	  El 1-MA para esta prueba se obtuvo por donación del Dr. José Luis Stephano Hornedo (FC-
UABC).	  
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 Primer desove (29 de mayo 2013)  

Se les inyectó a 10 organismos adultos en la cavidad celómica 3 ml de 1-MA. 

Las estrellas se colocaron en 10 cubetas de 5L con AMF. Según un estudio 

hecho por Benítez-Villalobos et al. (2006) con la estrella de mar Marthasterias 

glacialis, el tiempo aproximado en el que comenzaron a desovar los machos 

fue de 20 min y 40 min para las hembras. En el caso de P. ochraceus se les 

dejó desovar por 3 hrs para permitir que todos los huevos y espermatozoides 

fueran expulsados. 

Debido a la gran cantidad de ovocitos expulsados por una sola hembra, se 

hicieron 3 fertilizaciones. Para todas ellas los gametos fueron colocados en una 

jarra de 3 L y mezclados cuidadosamente; una vez agregada la solución con 

espermatozoides, 1 ml de esperma concentrado se diluyó en 9 ml de AMF, se 

les dejó reposar por 1 hr, después de la cual se tomó una pequeña muestra 

para comprobar la presencia de la membrana de fertilización en el microscopio 

compuesto.  

Una vez hecho lo anterior se retiró el exceso de espermatozoides al enjuagar 

con AMF. La densidad de larvas colocada en cada tanque cónico fue de 3 a 4 

larvas/ml (Fig. 14). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Tanques cónicos de 40 L en los que fueron colocados los embriones para 
que continuaran su desarrollo hasta el estadio de postlarva. 
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 Segundo desove (3 de marzo 2014) 

En este desove se inyectaron a 15 organismos con 5 ml de 1-MA. 

Transcurridos 90 min después de la inyección, comenzaron a desovar las 

primeras estrellas (Fig. 15). Se tomó una muestra de los gametos obtenidos y 

se observó al microscopio que estuvieran en buen estado para la fertilización 

(movilidad en espermatozoides y ruptura de la vesícula germinal en óvulos). 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15. Adultos inyectados con 1-MA el 3 de marzo de 2014. 

 

Transcurridos 15 min los gametos y embriones que pudieran encontrarse se 

filtraron a través de una malla de 80 µm, se concentraron en una jarra de 3 L y 

se distribuyeron en 5 cubetas de 20 L; diariamente se les hizo el cambio de 

agua (al 100%) y se alimentaron con la microalga Rhodomonas sp. a una 

concentración de 5000 cél/ml (200ml), hasta que alcanzaron el estadio larval 

de bipinaria. A partir de este periodo, las larvas se mantuvieron en un tanque 

cónico de 40 L a una densidad de 4 larvas/ml. Una vez en el tanque la cantidad 

de alimento proporcionada varió desde 5000 cél/ml hasta 10000 cél/ml (250 a 

500 ml) en los estadios más avanzados. 
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 Tercer desove (15 de junio 2014) 

La metodología usada en éste desove no varió mucho de la empleada en la 

anteriormente descrita. Se inyectaron 8 organismos con 5 ml de 1-MA cada 

uno y se les colocó en cubetas de 8 L con AMF; 90 min después se les aplicó 

una segunda inyección de 5 ml y comenzaron a desovar casi inmediatamente 

un macho y una hembra. Se tomó una muestra de los gametos obtenidos y se 

observó al microscopio que estuvieran en buen estado para la fertilización, de 

la misma forma que en desoves anteriores. Se comprobó la movilidad en 

espermatozoides y la ruptura de la vesícula germinal en los óvulos.  

Después de 30 min se retiró el exceso de espermatozoides enjuagando 

cuidadosamente; una vez realizada la fertilización los embriones se 

distribuyeron en 2 cubetas de 20 L. Se realizaron cambios de agua diariamente 

al 100% hasta que alcanzaron el estadio de bipinaria temprana.  

 

Mantenimiento de larvas en el laboratorio 
 Larvas obtenidas en la prueba A con 1-MA (maduración in vitro de los 

ovocitos) 

Las larvas obtenidas por este método se mantuvieron en cubetas de 5 L a una 

temperatura de 16º ± 1 ºC por 7 días. Durante ese tiempo se les alimentó con 

una concentración de 5000 a 10000 cél/ml de Rhodomonas sp. y se les cambió 

el agua diariamente; además, se tomaron muestras cada 2 días para 

documentar el desarrollo. A los 7 días de desarrollo la totalidad de las larvas se 

separaron en 2 tanques cónicos. Una vez en los tanques la alimentación siguió 

siendo la misma y fue de 5000 a 10000 cél/ml de Rhodomonas sp. siguiendo 

con el método descrito por Salas-Garza et al. (2005) en el desarrollo larvario de 

erizo rojo.   

 

 Larvas obtenidas en el primer desove (29 de mayo 2013) 

Los embriones obtenidos por este método fueron dispuestos en 3 tanques de 

fondo cónico de 40 L con AMF y aireación constante. La temperatura promedio 

de este desarrollo larvario fue de 16.5 ºC ± 1 ºC. 

Las larvas se alimentaron diariamente con la misma concentración de alimento 

que en la prueba mencionada anteriormente.  
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 Larvas obtenidas en el segundo desove (3 marzo 2014) y tercer desove 

(15 de junio 2014) 

Cuándo las larvas alcanzaron el estadio de bipinaria temprana se les colocó en 

un tanque cónico de 40 L con AMF y aireación constante a una densidad de 4 

larvas/ml para el cultivo del 3 de marzo y de 1.2 larvas/ml para el cultivo del 15 

de junio. La cantidad de alimento proporcionada fue la misma concentración de 

alimento que en la prueba mencionada anteriormente. Los cambios de agua se 

hicieron cada tercer día.  

La temperatura de cultivo promedio fue de 18 ºC ± 1 ºC para el cultivo del 3 de 

marzo y de 21 ºC ± 1 ºC para el cultivo del 15 de junio.  

 

Documentación del Desarrollo larvario 
 Larvas obtenidas en la prueba A con 1-MA (maduración in vitro de los 

ovocitos) 

Durante el desarrollo del cultivo, cada vez que se realizaron los cambios de 

agua se tomaron 500 µl  de muestra en un tubo Eppendorf para observar 

posteriormente las larvas en el microscopio compuesto Axioskop motorizado 

(Carl Zeiss). Después de documentar en vivo a las larvas, se procuró 

regresarlas a su recipiente de cultivo correspondiente.  

 

 Larvas obtenidas en primer desove (29 de mayo 2013) 

En cada cambio de agua se tomaron 3 muestras de 500 µl las cuales fueron 

fijadas con 2-3 gotas de formol al 4%.  

En el laboratorio estas muestras fueron fotografiadas con un microscopio 

Axioskop de luz invertida Carl Zeiss.  

 

 Larvas obtenidas en el segundo desove (3 marzo 2014) 

Para las fotografías y conteos larvales se tomaron muestras de 100 µl (entre 15 

y 20 larvas). Cada larva observada fue fotografiada con la ayuda de un 

microscopio invertido (Carl Zeiss) y medida usando el programa Axiovision 

versión 4.7. Las medidas de longitud total de cada larva fueron hechas 

midiendo desde el extremo posterior del cuerpo larval hasta el extremo anterior 

sin incluir los brazos, cuando estaban presentes. El ancho se midió haciendo 

una línea transversal que atravesaba el cuerpo por el límite del esófago y el 
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estómago y llegaba al extremo derecho e izquierdo de la larva, únicamente se 

usó para ejemplares que estuvieran en posición dorsal o ventral, nunca lateral.  

 

Durante cada recambio de agua los tanques eran revisados para detectar 

postlarvas. A las postlarvas encontradas, se les despegó cuidadosamente del 

tanque y se les colocó en un recipiente con aireación para su posterior cuidado 

y mantenimiento. Las postlarvas fueron fotografiadas usando un microscopio 

Axioskop motorizado y una cámara Sony Ciber Shot DSC-S75. 

 

 Embriones y larvas obtenidos en el tercer desove (15 de junio 2014)  

Para las fotografías y mediciones de cada estadio embrionario se tomaron 

muestras de 50 µl cada 30 min hasta que se alcanzó el estadio de mórula y 

cada 6 horas hasta que se alcanzó el estadio de gástrula temprana.  

En el caso de las larvas se tomó una muestra de 100 µl. Cada larva observada 

fue fotografiada con la ayuda de un microscopio invertido marca Carl Zeiss y 

una cámara  Sony Ciber Shot DSC-S75. Posteriormente las larvas se midieron 

usando el programa Axiovision versión 4.7.  

 
Inducción a la metamorfosis 

Una vez que las larvas tuvieron un rudimento juvenil bien desarrollado (cultivos 

29 de mayo 2013 y 3 de marzo 2014), se realizó un experimento para 

inducirlas a la metamorfosis utilizando como inductor KCl a diferentes 

concentraciones. La evaluación de la respuesta a inductores naturales y 

artificiales en equinodermos, en particular equinoideos, es una práctica común 

en el laboratorio de Ecología y Biología del Desarrollo del IIO, en donde se ha 

documentado al menos para 3 especies de erizos de mar regulares y uno 

irregular. 

 

 Larvas obtenidas en primer desove (29 de mayo 2013)  

Para inducir a la metamorfosis a las larvas que tenían un rudimento bien 

desarrollado se probaron distintas concentraciones de KCl. 

En este experimento, se incluyó un tratamiento control en agua de mar filtrada 

e irradiada con UV (sin KCl) para evaluar el porcentaje de metamorfosis en 

ausencia del inductor. En este control las larvas permanecieron hasta el final 
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del periodo experimental, el mismo tiempo que en los tratamientos 

experimentales. Asimismo, se incluyeron 3 tratamientos experimentales 

correspondientes a concentraciones de KCl de 10, 30 y 40 mM. Para cada 

tratamiento se incluyeron 6 réplicas y se cuantificó el porcentaje de 

metamorfosis a las 48 horas después de agregar el KCl.  

A los datos obtenidos se les realizó una prueba de normalidad de Kolmorógov-

Smirnov y una ANOVA no paramétrica: Kruskal-Wallis (KW) 95% de confianza 

para determinar si al menos un tratamiento era distinto al resto. Posteriormente 

se hizo un análisis de Wilcoxon de suma de rangos (WLX) con un porcentaje 

de confianza del 95% para establecer cual o cuales eran los tratamientos 

distintos. Los detalles de los análisis estadísticos se presentan en el anexo I. 
 

 Larvas obtenidas en el segundo (desove 3 marzo 2014) 

Estos experimentos se realizaron con larvas que tenían un rudimento bien 

desarrollado (roseta bien formada, Fig. 16) de 57 y 80 días de cultivo. En 

ambos se incluyó un tratamiento control con agua de mar filtrada e irradiada 

con UV (sin KCl) y 4 tratamientos experimentales de KCl a una concentración 

de 10, 20, 30 y 40 mM, cada uno con 6 réplicas. Las larvas fueron expuestas al 

compuesto por 48 horas para después realizar  la evaluación. Los análisis de 

datos fueron los mismos empleados en el experimento de inducción antes 

mencionado y se muestran a detalle en el anexo I.  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. Acercamiento al rudimento bien desarrollado de una larva braquiolaria.  
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La hipótesis estadística de ambos experimentos fue la siguiente: 

Hipótesis 

HO: Todos los tratamientos tienen el mismo efecto para inducir la metamorfosis 

de las larvas de P. ochraceus.  

HI: Al menos un tratamiento tiene un efecto diferente para inducir la 

metamorfosis en las larvas de P. ochraceus.  
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Resultados  

 

Inducción al desove, documentación del desarrollo embrionario y larvario.  

 Shock térmico 

En ninguna de las dos pruebas de shock térmico los organismos expulsaron 

gametos, a pesar de que se sabe que algunos equinodermos responden ante 

cambios de la temperatura del agua expulsando sus gametos (ver: Jiaxin, 

1990; James, 1994; Dabbagh et al., 2011).  

Durante la segunda prueba de inducción por shock térmico se aumentó el 

rango de variaciones de temperatura y se disminuyó el tiempo entre cambio. Al 

no tener respuesta, se decidió utilizar el 1-MA que según la literatura funciona 

contrayendo los ovarios y desintegrando la sustancia cementante entre los 

ovocitos para permitir su liberación por los gonoductos (Kanatani & Ohguri, 

1966; Kanatani & Shirai, 1969; Shirai et al., 1981).  

 

 Primer desove (29 de mayo de 2014).  

Al inyectar a 10 organismos adultos con 3 ml de 1-MA, seis expulsaron sus 

gametos (cuatro fueron machos y dos hembras). Aunque el cultivo fue 

heterogéneo las últimas BRc/r se metamorfosearon en el día 60 de cultivo. Las 

fotografías y descripciones de los embriones y larvas obtenidas se muestran a 

continuación. 
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Figura 17. Día cero. Embriones. A) ovocito, B) embrión de 2 células, C) embrión en 
división, D y E) embrión en estadio de 16 células. Fotografías tomadas con un ocular 
de 20x. 

 

 

 

 

	  

	  



	   39	  

	  

Figura 18. Día 3. Larvas bipinarias (A-E). Se observan larvas bipinarias con más de 
300µm de longitud. Fotografías tomadas con un ocular de 20x.  
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Figura 19. Día 10. Larvas bipinarias (A–F). Fotos tomadas con ocular de 20x. 
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Figura 20. Día 18. Larvas bipinarias (A-E). Las larvas tienen pequeñas prolongaciones 
que se convertirán en los brazos cuando llegue a ser una larva braquiolaria. 
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Figura 21. Día 25. Se observan aún larvas bipinarias, pero comienzan a aparecer 
larvas braquiolarias, las cuales se distinguen por la presencia de estructuras de 
sujeción como los brazos. Fotografía tomadas con un ocular de 10x. 
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Figura 22. Día 33. Larvas braquiolarias (A-F), día 33 de cultivo, las cuales se 
distinguen por la presencia de discos sectores y largos brazos que les permiten 
“palpar” el fondo para fijarse.  
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Figura 23. Día 39. La fotografía A muestra una larva bipinaria, lo que significa que el 
desarrollo no es homogéneo en todo el cultivo. En las demás imágenes se observan 
larvas braquiolarias (B-F), todas ellas con un rudimento bien desarrollado.  
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Figura 24. Día 45. En las imágenes B y F se observan 2 larvas bipinarias. Larvas 
braquiolarias (A, B, C, D, E y F); las larvas de esta edad fueron usadas para el 
experimento de inducción a la metamorfosis. Escala 500µm, fotos B y F; 1000µm para 
fotos A, C, D y E.	  
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 Segundo  y tercer desove (3 de marzo y 15 de junio 2014). 

En el segundo desove dos hembras y cinco machos desovaron (Fig. 17) y los 

embriones obtenidos fueron el producto de la fertilización de los huevos de una 

sola hembra con los espermatozoides de un macho. La temperatura promedio 

de éste cultivo fue de 18 ºC ± 1 ºC. En la tabla 1 se muestran los tiempos a los 

cuales se presentó cada estadio larval.  

En el tercer desove, de los cinco organismos que se inyectaron solo dos de 

ellos expulsaron gametos y correspondieron a un mancho y una hembra. El 

cultivo se desarrolló a una temperatura promedio de 21 ºC ± 1 ºC. 

 

 
Figura 25. Hembra (A) y macho (B) de Pisaster ochraceus desovando. 
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Tabla 1. Tiempos del desarrollo larvario de P. ochraceus, cultivadas en laboratorio a 
una temperatura de 18º ± 1 ºC. Abreviatura N/A: no aplica.  

 
Evento o estadio de desarrollo  

 

Tiempo de 
cultivo (días) 

 
Porcentajes 

Aparición de larva bipinaria temprana. 
Larvas con capacidad para alimentarse  

3 
 

67.2% 

Bipinaria media 10 62.2% 
Bipinaria tardía 13 52.48% 
Braquiolaria con rudimento 25 82.4% 
Aparecen las primeras Post-larvas 30 N/A 
Braquiolaria con rudimento bien 
desarrollado 

35 58.4% 

Larvas competentes, disminuyen 
consumo de alimento 

76 N/A 

Braquiolaria con rudimento bien 
desarrollado 

78 92% 

 

 

Con las observaciones obtenidas del desarrollo, se establecieron 11 estadios 

embrionarios: primera división celular (2 células o blástomeros), segunda 

división celular (4 células), tercera división celular (8 células), cuarta división 

celular (16 células), quinta división celular (32 células), sexta división celular 

(64 células), séptima división celular (128 células), mórula, blástula, gástrula 

temprana y gástrula tardía; 5 estadios larvales: bipinaria temprana (BE), 

bipinaria media (BM), bipinaria tardía (BT), braquiolaria sin rudimento 

desarrollado (Brs/r), braquiolaria con rudimento bien desarrollado (Brc/r) y un 

estadio post-larval denominado postlarva (PL). 

El primer estadio embrionario o primera división celular se observó a los 20 min 

después de la fertilización (temperatura 21 ºC ± 1 ºC). Los tiempos de aparición 

de cada estadio posterior fueron los siguientes: 4 células 40 min después de la 

fertilización (DF), 8 células 60 min DF, 16 células 90 min DF, 32 células 130 

min DF, 64 células 180 min DF, 128 células 230 min DF y mórula 8 horas DF. 

El estadio de blástula fue observado 14 hrs DF, gástrula temprana 24 hrs DF y 

gástrula tardía 31 hrs DF.  
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A continuación se enlistan las características morfológicas principales que 

distinguen a cada estadio larval. 

 
Larva BE:  

 Larvas con cuerpo reniforme. 

 Formación del sistema digestivo tripartita: esófago-estómago-intestino. 

 Aparición de la boca y de la capacidad para alimentarse. 

 Lóbulos oral y anal presentes.  

 Comienza la formación del somatocele.   

 

 
 
 
 

 
 
 
 

 
 

 

 

 

Figura 26. Larva en estadio BE se puede observar la boca (b) y el sistema digestivo 

tripartita compuesto por: el esófago (ef), estómago (es) e intestino (i), éste estadio 

larval se caracteriza también por ser reniforme. 
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Larva BM:  
 Larva con cuerpo en forma de horquilla. 

 Comienzan a aparecer los lóbulos post-oral, pre-anal y los laterales. 

 Lóbulos anterior y posterior muy evidentes, forman pliegues. 

 Somatocele ha migrado más de la mitad de la longitud total del cuerpo y 

ha alcanzado la altura del inicio de la boca. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

Figura 27. Larva en estadio BM se puede observar como se comienzan a formar los 

lóbulos post-orales (lpo) y pre-anal (lpa). En éste estadio el somatocele (sc) ya ha 

migrado y ha alcanzado la altura de la boca. 
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Larva BT: 
 Desarrollo completo del somatocele  

 Formación del axiocele en la región anterior.  

 Aparición de los brazos que no tienen soporte calcáreo 

 Formación de proyecciones ventrales y dorsales del lóbulo pre-oral.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 28. Larva en estadio BT, el somatocele ha migrado en su totalidad y se han 

fusionado formando el axiocele (ax), se comienzan a observan los brazos (sin soporte 

calcáreo) de la larva. 
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Larva Brs/r: 
 Aparición de brazos braquiolares. 

 Formación de disco suctor. 

 Comienza la formación de los brazos preorales, posterodorsales y 

posteroventrales.  

 

 
 
 
 

 
 
 
 

 
 
 
 

 
 

Figura 29. Larva en estadio BRs/r, se han formado los brazos braquiolares (bb) y el 

disco suctor (ds), el rudimento juvenil no está presente aún. 
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Larva Brc/r:  
 Desarrollo del rudimento juvenil en la región posterior izquierda del 

cuerpo larval. 

 10 brazos larvales bien formados. 

 Se observan espículas en el rudimento. 

 Rudimento juvenil formando en el que se observa la formación de cinco 

protuberancias que serán los brazos de la estrella joven.    

 Larvas capaces de reaccionar a estímulos que induzcan la 

metamorfosis. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 30. Larva en estadio BRc/r, se ha formado el rudimento juvenil en la región 

posterior izquierda del cuerpo larval, las larvas en éste estadio tiene 10 brazos 

larvales. 
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PL: 
 Forma del cuerpo estelada. 

 Algunos organismos pueden tener remanentes del disco suctor o brazos 

braquiolares. 

 Pérdida del cuerpo larval. 

 Formación de brazos. 

 Desarrollo de pies ambulacrales. 

 Capacidad de movimiento sobre el sustrato. 

 
Figura 31. Post-larva, en éste estadio se a reabsorbido el cuerpo larval y solo quedan 

remanentes (rcl), hay presencia de pies ambulacrales (pa) y comienzan a 

desarrollarse los futuros brazos de la estrella juvenil. 
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Las fotografías y descripciones de los embriones y larvas obtenidos durante el 

segundo y tercer cultivos se muestran a continuación:  

 

Figura 32. Embriones en distintos estadios de desarrollo I. A, embriones recién 
fecundados se observa la membrana de fertilización y el conjunto de espermatozoides 
intentando entrar; B, embrión en primera división celular con 2 células; C embriones 
en segunda y tercera división celular de izquierda a derecha primer embrión con 4 
células o blastómeros y segundo embrión con 8 células; D, embrión de 16 células; E, 
embriones con 32 células; F, embrión con 64 células; G, mórula, se observan una gran 
cantidad de blastómeros pero es imposible contabilizarlos, en éste estadio todavía 
todos los embriones conservan la membrana de fertilización; H e I blástula se 
observan el nuevo rearreglo celular. 
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Figura 33. Embriones en desarrollo II. J, Blástula, las células del mesenquima 
comienzan a aglutinarse en la zona que formará el arcoporo; K, Gástrula temprana, 
comienza la evaginación celular a través del líquido celómico y el arquénteron es 
evidente; L, M y N, Gástrulas medias, el arquénteron ha migrado más de la mitad de la 
longitud total del embrión y comienza a alongarse; O, P y Q, Gástrulas tardías el 
arquénteron forma una T y empiezan a formarse los vestigios de lo que será la boca 
de la larva.  
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Figura 34. Larvas en estadio de bipinaria temprana. Se ha formado el sistema 
digestivo tripartita y son capaces de alimentarse. En las fotografías A y E se observa a 
las larvas en una vista ventral donde se aprecia todo el contorno de la boca; B, D y F 
muestran vistas laterales de las larvas en éstas imágenes se aprecian claramente el 
esófago, estómago e intestino; C, fotografía de una vista dorsal de la larva donde se 
puede ver en forma circular a cada lado del esófago al celoma formándose. 
Abreviaturas: b (boca), a (ano), es (estómago), ef (esófago), s (somatocele). 
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Figura 35. Larvas en estadio de bipinaria media. Las larvas en éste estadio 
presentan los lóbulos posterior y anterior muy bien desarrollados, por lo que su cuerpo 
tiene forma de horquilla. Los lóbulos laterales comienzan a aparecer, fotografías A, B, 
D y E. Fotografías A, C, D, E, F y G el somatocele ha migrado hasta la altura de la 
boca o más (anterior). Abreviaturas: b (boca), a (ano), es (estómago), ef (esófago), s 
(somatocele). 
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Figura 36. Larvas en estadio de bipinaria tardía. Fotografías A, B, C, D, E, F, G, H e 
I, las larvas han desarrollado por completo el somatocele y el axiocele aparece en la 
región posterior del cuerpo. Se ha formado el lóbulo pre-oral y los brazos sin soporte 
calcáreo. Abreviaturas: b (boca), a (ano), es (estómago), ef (esófago), s 
(somatocele), ax (axiocele), br (brazo).  
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Figura 37. Larvas en estadio braquiolaria sin rudimento desarrollado. Fotografías 
A, B, C, D y E. En éste estadio las larvas han desarrollado en su totalidad los brazos 
posterodorsales, los brazos braquiolares y el disco adhesivo también están bien 
formados. Las larvas braquiolarias son muy activas sin embargo cuando el flujo del 
aire de los tanques se detiene tienden a asentarse en el fondo debido al gran tamaño 
del cuerpo. Abreviaturas: b (boca), es (estómago), ef (esófago), bb (brazo 
braquiolar), ds (disco suctor).  
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Figura 38. Larvas en estadio de braquiolaria con rudimento bien desarrollado. A, 
muestra el acercamiento del rudimento que tiene forma de flor con 5 bordes que 
formaran cada uno de los brazos al finalizar la metamorfosis; B, brazos braquiolares y 
disco adhesivo (al centro), cada brazo tiene una gran cantidad de células sensoriales 
que se permiten a la larva caracterizar e identificar un buen sitio para asentarse; C, 
boca de una larva BRAc/r. D, E, F, G y H; larvas con rudimento bien desarrollado, el 
rudimento se observa en las fotografías como una mancha blanca y se desarrolla a lo 
largo del costado posterior izquierdo del cuerpo larval hasta rodear toda la región 
posterior. Abreviaturas: b (boca), es (estómago), ef (esófago), bb (brazo braquiolar), 
ds (disco suctor), rj (rudimento juvenil).  
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Una vez que las larvas tuvieron el rudimento bien desarrollado se comenzó a 

detectar la presencia de larvas algunas metamorfoseadas en forma 

espontánea en las paredes del tanque.  

 
Figura 39. Estadio de Post-larva. A, región abactinal de una post-larva recién 
metamorfoseada, los 5 brazos apenas comienzan a desarrollarse; B, C y D; 
fotografías de la región actinal, se observan los pies ambulacrales y el vestigio 
(mancha naranja oscuro) de los brazos braquiolares y el disco suctor; E y F, post-larva 
capaz de desplazarse usando sus pies ambulacrales, los brazos están bien definidos. 
Abreviaturas: rds (rudimento del disco suctor), bz (brazo post-larva), pa (pie 
ambulacral), ac (región actinal), ab (región abactinal).  
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El 21 de mayo 2014 (día 78 de cultivo) el 92% de las larvas que se 

encontraban aún en cultivo tenían un rudimento bien desarrollado. Desde el día 

de cultivo 76 las larvas redujeron su consumo de alimento. 

Los promedios de las mediciones hechas a cada estadio larval se incrementan 

conforme aumenta el estadio larval (hasta BRc/r) (tabla 2), una vez que las 

larvas se han metamorfoseado el promedio de su longitud diminuye (Fig. 40). 

 

Los promedios del ancho máximo tuvieron el mismo comportamiento (Fig. 41) 

que el largo, aunque ésta medida no tuvo diferencias significativas (α ≤ 0.05) 

entre los estadios de BT, BRs/r, BRc/r y PL.  

 
Tabla 2. Promedios de mediciones de larvas (largo y ancho máximo), expresadas en 
µm,. Los datos presentados para los estadios BE y BM son de un cultivo hecho a 21 
ºC ± 1 ºC, los datos de los estadios restantes son de larvas cultivadas a 18 ºC ± 1 ºC.  

Estadio larval Largo máximo (µm) Ancho máximo (µm) 
BE 489.3±79.6 299.3±46.5 
BM 769.8±159 452±83.8 
BT 1463.9±215 826.2±132 

BRs/r 1824.9±224  932.9±151 
BRc/r 2178.7±247 768.8±104 
PL 722.8±69 683±67 
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Figura 40. Longitud máxima de cada estadio larval. Los datos de los estadios BE y 
BM fueron tomados del cultivo hecho a 21 ºC ± 1 ºC, el resto de datos corresponden al 
cultivo que tuvo una temperatura promedio de 18 ºC ± 1 ºC. (Promedios ± desviación 
estándar). 

 

Figura 41. Ancho máximo de cada estadio larval. Los datos de los estadios BE y BM 
fueron tomados del cultivo hecho a 21 ºC ± 1 ºC, el resto de datos corresponden al 
cultivo que tuvo una temperatura promedio de 18 ºC ± 1 ºC. (Promedios ± desviación 
estándar). Sigmaplot  
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Inducción a la metamorfosis 
 

El tratamiento en el que las larvas se mantuvieron en presencia de KCl [40mM] 

fue el único distinto al resto (KW, α ≤ 0.05) y fue el que produjo un mayor 

porcentaje de larvas metamorfoseadas, además fue significativamente mayor 

al resto de los tratamientos (WLX, α ≤ 0.05) (Fig. 42). En el resto de los 

tratamientos, que incluyeron concentraciones de KCl de 10, 20 y 30 mM, así 

como el control negativo con solo AMF, se obtuvieron porcentajes similares de 

metamorfosis, todos ellos muy cercanos a cero. Los detalles de los análisis 

estadísticos se muestran en el anexo I. 
 

 

Figura 42. Porcentaje de larvas metamorfoseadas en presencia de KCl como inductor 
de la metamorfosis (cultivo hecho el 29 de mayo 2013, larvas con 45 días de cultivo).  

 

Para el segundo cultivo (realizado el 3 de marzo) en donde se utilizaron larvas 

de 57 y 80 días de cultivo que tenían el rudimento bien desarrollado, los 

resultados mostraron nuevamente que el tratamiento en el que se mantuvieron 

las larvas a una concentración de  KCl 40 mM fue el único distinto al resto (KW, 

α ≤ 0.05) y es en el cual se obtuvieron nuevamente los valores más altos de 

metamorfosis (WLX, α ≤ 0.05) (Fig. 43) ver anexo I. 
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Figura 43. Porcentaje de larvas metamorfoseadas por tratamiento. En barras amarillas 
se observan los porcentajes de las larvas a los 57 días de cultivo y en barras azules a 
los 80 días de cultivo.  
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Discusión 

Existen trabajos que hablan acerca de cómo los cambios abruptos de 

temperatura provocan el desove en asteroideos (Mercier & Hamel, 2009). Sin 

embargo para el caso de la estrella P. ochraceus las pruebas hechas 

induciendo el desove por shock térmico no tuvieron resultados positivos. Esto 

se puede deber a que los rangos de temperatura a los que se sometieron no 

fueron suficientes y es que al ser un organismo que habita en el intermareal se 

ve sujeto a variaciones de temperatura a lo largo del día y durante las mareas 

bajas (Pincebourne et al., 2009). Los experimentos para inducir al desove por 

shock térmico son más comunes utilizando holoturoideos que son animales 

mucho más sensibles a pequeños cambios de temperatura. Trabajos hechos 

con especies de éste grupo muestran que variaciones de tan solo 4-5 ºC 

pueden provocar la expulsión de gametos (James, 1994; Morgan, 2000; 

Battaglene et al., 2002; Dabbagh, 2011).  

Todas las inducciones hechas durante la primavera y verano con inyección de 

1-MA fueron exitosas y produjeron cultivos viables que llegaron hasta la 

metamorfosis espontánea.  

Las inducciones con 1-MA se realizaron durante los meses de marzo, mayo y 

junio porque según la literatura el desove de P. ochraceus, al igual que el de 

varios equinodermos que habitan en el Pacífico Norte, está regulado por el 

fotoperiodo (Pearse & Eernisse, 1982) y por los blooms de fitoplancton que 

ocurren en primavera y principios del verano (Strathmann, 1987); en la Bahía 

de Ensenada la temporada en la que existe una mayor concentración de 

nutrientes en el agua es marzo-junio y la época en la que hay una menor 

cantidad de nutrientes es septiembre-enero (Espinosa et al., 2001). Los 

resultados de respuesta al desove mediante 1-MA sobre la temporada de 

madurez de P. ochraceus coinciden con los datos encontrados por Romero 

(2007). Una cuarta inducción con 1-MA desove se realizó durante el mes de 

septiembre, sin que ningún organismo arrojara gametos debido a que es un 

mes en el cual las estrellas se encuentran en periodo de recuperación 

(Romero, 2007).  
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El desarrollo larvario de P. ochraceus a una temperatura de 18 ºC ± 1 ºC y con 

alimentación exclusiva de Rhodomonas sp. [5000-10000 cel/ml] tuvo una 

duración entre 30 y 90 días. Los trabajos hechos a temperaturas menores con 

la misma especie muestran tiempos más largos de desarrollo (Fraser et al., 

1981; Lowe & Wray 1999; Pia et al., 2012). 	  

Los resultados confirman que existe una relación directa entre la temperatura y 

el tiempo de desarrollo, como ha sido reportado para una gran cantidad de 

organismos. El aumento de la temperatura en los cultivos promovió un 

desarrollo acelerado de las larvas, por lo que es posible encontrar mayor 

velocidad de desarrollo a temperaturas mayores de 21 ºC. Sin embargo es 

necesario tomar en cuenta que un incremento en la temperatura de cultivo 

aumenta la posibilidad de presentar problemas por la proliferación de bacterias 

o por un desarrollo anormal de las larvas (Reverol et al., 1998). 

Trabajos hechos con asteroideos y otros invertebrados marinos  muestran que 

dentro de los límites térmicos de tolerancia de las especies, las temperaturas 

cálidas aceleran el proceso de crecimiento (Watts et al., 1982; Reverol et al., 

1998; O’Connor et al., 2007). Esto se debe a que de manera general, en los 

invertebrados marinos la tasa metabólica aumenta conforme se incrementa la 

temperatura (Watts et al., 1982). En el caso de P. ochraceus fue notorio el 

acortamiento del tiempo de desarrollo larvario en las costas de BC con 

respecto al tiempo del mismo en su distribución más norteña: Prince William 

Sound en Alaska donde la temperatura promedio de la costa es de ≈  7.8 ºC 

(NOAA, 2015), esto implica que el periodo como parte del plancton también 

disminuye lo cual limita la conectividad entre poblaciones ya que para los 

asteroideos es el único momento en que pueden dispersarse lejos de la 

población parental (O’Connor et al., 2007). Esta reducción en el periodo 

larvario y su consecuente efecto en la conexión de las poblaciones de estrellas 

deberá ser una consideración adicional para el manejo, explotación y 

conservación de sus poblaciones en Baja California.  

En las observaciones hechas al microscopio se notó que desde el periodo 

embrionario hubo heterogeneidad en los cultivos. Esto puede ser debido a 

diferencias entre los óvulos y/o limitaciones técnicas en el laboratorio que 
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impiden que la fertilización sea sincrónica en todo el cultivo (Fraser et al., 

1981). 

En los cultivos hecho en el laboratorio se utilizó siempre a la microalga 

Rhodomonas sp. en concentraciones de 5 000-10 000cél/ml para alimentar a 

las larvas. Según lo descrito por Vickery y McClintock (2001) a altas 

concentraciones de alimento las larvas de ésta especie pueden llegar a 

clonarse lo cual aumentaría su tasa de reclutamiento; sin embargo en las 

pruebas que ellos hicieron no incluyeron a Rhodomonas sp. como alimento, en 

su lugar usaron a las microalgas Isochrysis galbana, Chaetocerous calcitrans y 

Dunaliella tertioecta. Para determinar si Rhodomonas sp. estimula la clonación 

de P. ochraceus será necesario hacer experimentos con concentraciones 

mayores a 10 000 cél/ml ya que en nuestros cultivos no se encontró rastro de 

alguna larva que pudiera estarse clonando.  

Según las diferencias morfológicas se proponen en el presente estudio cinco 

estadios larvarios dentro del desarrollo de P. ochraceus: bipinaria temprana, 

bipinaria media, bipinaria tardía, braquiolaria sin rudimento y braquiolaria con 

rudimento bien desarrollado. Para facilitar el estudio, cada estadio larval fue 

definido por un número de características morfológicas que se observaron por 

primera vez en ése estadio. La caracterización de éstos estadios mejorará el 

conocimiento de las estructuras larvarias para estudios posteriores. Un análisis 

más detallado de las estructuras permitirá entender la morfogénesis del 

rudimento juvenil y con esto poder responder a preguntas sobre cuales 

pudieran ser los factores morfogenéticos y moleculares que regulan la 

metamorfosis.  

George (1999) realiza una clasificación de estadios larvarios basándose en los 

cambios y migraciones de los sacos celómicos, en total enumera 15 estadios 

que le permitieron determinar con mucho detalle anormalidades en el 

desarrollo provocadas por el tamaño de los óvulos de los cuales provenían las 

larvas. Pia et al. (2012) proponen 20 estadios larvarios para la especie 

mediante esta clasificación pudo observar si la salinidad afectaba la morfología 

de las larvas. En ambos trabajos la clasificación de los estadios está basada en 

la formación y migraciones de los sacos celómicos. En el presente trabajo 
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además de ésta característica para diferenciar cada estadio larval, también se 

incluyen características morfológicas distintivas de cada estadio, como el 

número de brazos, forma del cuerpo, número de lóbulos, aparición del 

rudimento juvenil, entre otras. Ésta clasificación reduce y agrupa características 

para hacer más fácil diferenciar los estadios larvarios siendo una buena 

herramienta de apoyo didáctico, así como un apoyo para entender mejor como 

se distribuyen éstos organismos en las costas de BC.  

Los tres experimentos realizados para inducir la metamorfosis a las larvas en 

estadio BRc/r con distintas concentraciones de KCl mostraron que la presencia 

de K+ provoca la metamorfosis en P. ochraceus. Al incrementarse la 

concentración de KCl aumenta el porcentaje de larvas metamorfoseadas. La 

respuesta que dependió de la concentración y 40 mM de KCl fue la que indujo 

la metamorfosis a un mayor porcentaje de larvas en cada experimento, 

llegando casi al 100% en el cultivo del 29 de mayo 2013 y superando el 30% 

en el cultivo del 3 de marzo 2014. La inducción con exceso de KCl provoca, no 

solo en los asteroideos sino en varios phyla de invertebrados, cambios en el 

citoesqueleto que colapsan el epitelio larval. Un exceso de KCl ocasiona que 

las células músculo-epiteliales del somatocele se contraigan y se expulse el 

rudimento juvenil (Cameron et al., 1989) como es el caso de P. ochraceus 

donde ocurre el mismo fenómeno. 

La concentración de KCl capaz de inducir a la metamorfosis varía según el 

phyla. Concentraciones entre 5-10 mM de KCl son suficientes para inducir la 

metamorfosis a larvas de briozoarios (Wendt & Woollacott, 1995); larvas de P. 

ochraceus expuestas a una concentración de 10  mM por 48 hrs presentan solo 

un porcentaje ligeramente mayor a 10% de metamorfosis. Por otro lado en el 

caso de los erizos Strongylocentrotus franciscanus, S. purpuratus y Lytechinus 

pictus, las exposiciones a un exceso de K+ de 100 mM entre 15 y 30 min, 

fueron suficientes para iniciar la metamorfosis y llegar a un 100% de larvas 

metamorfoseadas (Carpizo-Ituarte et al., 2002).  

Además de la concentración de KCl, la edad de la larva puede influir en la 

cantidad de larvas que se metamorfosean. El K+ es un excelente estimulador, 

sin embargo las concentraciones necesarias para inducir la metamorfosis en 
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cada especie varían y la tasa de mortalidad larval aumenta cuando se 

incrementa la concentración. No hay estudios que prueben la efectividad del 

uso de películas biológicas para inducir la metamorfosis en Pisaster ochraceus, 

por lo que será importante continuar con investigaciones para conocer los 

procesos que permiten asentarse a ésta especie y así dar uno de los primeros 

pasos para entender mejor su distribución en el medio (Pawlik & Hadfield, 

1990).  

La descripción del desarrollo larvario de P. ochraceus para una de sus 

distribuciones más sureñas dio como resultado la clasificación de 5 estadios 

larvales y un estadio postlarval. Además se probó que el “shock” térmico no es 

capaz de inducir al desove a dicha especie, sin embargo las inyecciones de 1-

MA permiten que los organismos expulsen gametos durante el periodo de 

madurez gonádica. Al ser ésta estrella un recurso explotado en las costas de 

Baja California, éste trabajo contribuirá a entender su desarrollo lo cual 

coadyuvará al manejo adecuado de sus poblaciones para mantener el 

equilibrio de la trama trófica.  
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Conclusiones 

  Las inyecciones con 1-MA a una concentración de 10-4 M son el método 

más efectivo para inducir el desove de la estrella de mar P. ochraceus 

que habita en las costas de BC.  

 Las condiciones óptimas de cultivo para P. ochraceus incluye la 

alimentación con Rhodomonas sp. [5000 a 10000 cél/ml], el recambio de 

agua de al menos dos veces por semana para evitar la proliferación de 

microorganismos dañinos y la aireación continúa.  

 Las larvas de P. ochraceus cultivadas en condiciones de laboratorio a 

una temperatura 18 ºC ± 1 ºC alcanzan el estadio de PL en el día 30 de 

cultivo y pueden permanecer hasta 90 días en el estadio de BRc/r. 

 Se diferenciaron cinco estadios larvales, BE, BM, BT, BRs/r  y  BRc/r, 

cada uno de ellos con características distintivas que aparecen al inicio 

de cada división. 

 Cuanto más alta fue la temperatura de cultivo el tiempo en que los 

embriones y larvas de P. ochraceus se desarrollaron fue más corto.  

 La concentración de 40mM de KCl fue la que indujo un mayor porcentaje 

de larvas a la metamorfosis, lo cual puede ser utilizado para manipular 

éste periodo crítico en cautiverio.  
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