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La presente es una guía práctica que proporciona información sobre la pro-

ducción y el uso de reclutas sexuales de coral para realizar restauración de 

arrecifes. Esta guía está dirigida a personas interesadas y /o involucradas en 

la restauración de arrecifes y reúne un compilado de experiencias adquiridas 

a lo largo de diez años por parte del equipo de trabajo bajo la responsabili-

dad de la Dra. Anastazia T. Banaszak en la Unidad Académica de Sistemas 

Arrecifales del Instituto de Ciencias del Mar y Limnología, de la Universi-

dad Nacional Autónoma de México. 

Durante este tiempo, se han desarrollado e implementado técnicas para la 

producción de reclutas sexuales de Acropora palmata, Orbicella (antes cono-

cida como Montastraea) faveolata, Diploria labyrinthiformis y Favia fragum, 

empleando materiales y métodos de bajo costo y fácil acceso. Los logros 

obtenidos han sido gracias a la colaboración con diversas personas e insti-

tuciones nacionales e internacionales interesadas en la ecología y biología 

reproductiva de corales.

 

Aunque este protocolo se enfoca en Acropora palmata, que es una especie 

clave constructora de arrecifes en el Caribe Mexicano, provee información 

y herramientas que facilitan la aplicación de las técnicas en otras especies y 

regiones.

La información presentada, se encuentra dividida en las siguientes secciones:  

•	 Introducción a los conceptos básicos sobre la restauración (sección 

II).

•	 Una descripción de los preparativos para el desove, la recolecta de 

gametos y los requerimientos para el cuidado de los corales durante 

las etapas tempranas del ciclo de vida (sección III).

•	 Estrategias de restauración con reclutas sexuales; con una etapa en un 

vivero marino o por siembra directa (sección IV). 

•	 Un caso de estudio de la siembra directa (sección V).

•	 Un anexo con protocolos y un glosario. 
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1. Introducción
1.1. Restauración o recuperación de arrecifes

El término “restauración” hace referencia al proceso de asistir la recupera-

ción de un ecosistema que ha sufrido algún proceso de degradación o daño 

y que evidencia un cambio respecto a la composición de especies, estructura 

de la comunidad, funciones ecológicas e idoneidad del ambiente físico para 

sostener la biota (Edwards 2010) (Figura 1). Esta asistencia puede incluir 

acciones pasivas o indirectas y acciones activas o directas. Las primeras invo-

lucran acciones de manejo para el control de actividades humanas que están 

afectando el ecosistema e impidiendo los procesos naturales de recuperación 

(p.ej. aguas contaminadas” entrando en las zonas de influencia de los arre-

cifes); mientras que las segundas involucran la intervención humana para 

iniciar o acelerar la recuperación física y/o biológica del ecosistema (p.ej. la 

crianza de corales), es decir; cuando la capacidad natural de recuperación del 

ecosistema está seriamente limitada, es necesario implementar otras accio-

nes de manejo orientadas al mantenimiento y recuperación de condiciones 

ambientales aceptables antes de realizar cualquier intervención para que las 

medidas tomadas tengan alguna probabilidad de éxito (Edwards 2010).

La restauración en ambientes marinos es una estrategia derivada de técnicas 

de reforestación en ecosistemas terrestres. Debido a las analogías estructu-

II. ESTRATEGIAS PARA LA RESTAURACIÓN DE ARRECIFES 

rales y funcionales entre bosques y arrecifes coralinos, los conceptos para la 

restauración de ecosistemas terrestres se han venido adaptando en el ámbito 

marino. La restauración de arrecifes coralinos surgió ante la creciente de-

gradación del ecosistema, donde las medidas de restauración pasiva no han 

tenido la efectividad esperada (Rodríguez-Martínez et al. 2014).

Dada la dificultad de devolver la funcionalidad del arrecife coralino degra-

dado de manera natural, se han implementado técnicas para la restauración 

activa de especies clave; una aproximación más realista hacia la conservación 

del ecosistema coralino (Figura 2). 

Figura 2. Algunas especies formadoras de 
arrecifes que se encuentran en la lista roja 
de especies amenazadas (IUCN, 2014). (A) 
Acropora palmata, (B) A. cervicornis, (C) Or-
bicella annularis, (D) O. faveolata, (E) Diplo-
ria labyrinthiformis, (F) Dendrogyra cylindri-
cus.

2

Figura 1. Imágenes de un arrecife degrada-
do (izquierda) y saludable (derecha), repre-
sentando las posibles rutas ante la presión de 
tensores (proceso de degradación) y ante la 
intervención humana para acelerar su recu-
peración (proceso de restauración).


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Figura 3. Rango de distribución de Acropora palmata. (•) Registros del Sistema de Informa-
ción Biogeográfica del Océano (OBIS 2015, modificado por M. Schutter). 

1.2. ¿Por qué el enfoque en Acropora palmata?

Restringida a la región del Gran Caribe (Figura 3), esta especie forma colo-

nias ramificadas en ambientes someros de alta energía. Es uno de los cora-

les formadores de arrecifes más importantes, por su alta tasa de crecimiento 

(hasta 10 cm por año; Gladfelter et al. 1978), altas tasas de acreción (7-15 kg 

CaCO3 m-3 por año; Gladfelter y Gladfelter 1979) y altas tasas de fijación 

de carbono (fijación neta de 84–109 mg C por día; Bythell 1988). Además, 

proporciona hábitat para una gran cantidad de especies de invertebrados y 

peces (Figura 4A, Gladfelter y Gladfelter 1978), algunas de ellas de impor-

tante valor pesquero; además de proteger las costas al disipar eficientemente la 

energía del oleaje propia de su hábitat (Williams et al. 1999, Aronson y Precht 

2001b). En una meta-análisis Ferreiro et al. (2014) mostraron que los arrecifes 

coralinos proveen protección reduciendo la energía del oleaje en un 97%. Sólo 

la cresta arrecifal reduce la mayoría de esta energía (86%). 

Las poblaciones de A. palmata han sufrido un declive regional, atribuido 

principalmente a su susceptibilidad a síndromes blancos como la banda 

blanca (Figura 4B, Gladfelter 1982, Aronson y Precht 2001a) y perturba-

ciones físicas como tormentas y huracanes. Pérdidas de hasta un 95% en la 

cobertura del tejido coralino (Figura 4C) en algunas zonas han alarmado a 

diferentes grupos, teniendo en cuenta que en los registros geológicos no hay 

evidencia de un suceso semejante (Gladfelter 1982, Porter et al. 1982, Hu-

bbard et al. 1993, Jaap y Sargent 1993, Hughes 1994, 

Aronson y Precht 1997, Aronson et al. 2002, Bruckner 

et al. 2002, Miller et al. 2002, Weil et al. 2002). 

La extensa mortalidad de A. palmata es sin duda un 

fenómeno trascendental a gran escala que genera in-

certidumbre sobre sus consecuencias ecológicas en el 

mediano y largo plazo. Ante esta problemática se han 

creado diferentes normas de uso y protección de la 

especie; así mismo, se han generado propuestas para 

seguir lineamientos de investigación que permitan la 

recuperación y mantenimiento de las poblaciones en 

su rango de distribución (Figura 5). 

1.3. Biología reproductiva:  

reproducción sexual y asexual

En los corales, la plasticidad morfológica representa 

un importante valor adaptativo; las colonias grandes y 

masivas presentan una mayor resistencia a disturbios 

físicos y biológicos, implicando una longevidad. Las 

morfologías ramificadas, como A. palmata, pueden 

presentar una mayor extensión en la cobertura de áreas 

arrecifales, pero son más susceptibles a disturbios físi-

cos. Aunque las tasas de reclutamiento sexual en cora-

les son bajas, la habilidad para persistir como especie, 

tanto de las formas masivas con tasas de crecimiento 

bajas, como de los corales ramificados con tasas de cre-

cimiento altas, depende del éxito de la reproducción 

sexual (Szmant 1986).

El coral A. palmata presenta reproducción asexual por 

fragmentación, por la cual se generan reclutas clonales 

de una colonia madre fragmentada. La especie tam-

bién presenta reproducción sexual. Cada colonia posee 

la capacidad de producir óvulos y espermatozoides, 

Figura 4. Acropora palmata proporciona hábitat para otras especies, 
contribuyendo a la biodiversidad en los sistemas arrecifales. (A) Am-
biente típico de la especie, (B) síndrome blanco (caracterizado por un 
borde de tejido de coral sin simbiontes) y (C) pérdida de cobertura viva.

a
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b
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(genet) puede ocurrir varias veces (ramets) en una población solo como re-

sultado de la fragmentación (Baums et al. 2006). La dinámica poblacional 

de varios corales formadores de arrecifes en el Caribe está determinada por 

la formación y mortalidad de ramets, ya que el reclutamiento de nuevos 

genets por medio del reclutamiento sexual de la larva plánula es limitado 

(Lirman 2000). 

De forma general, las técnicas propuestas para la restauración de A. pal-

mata, han girado en torno al uso de ramets y genets. La producción de 

ramets o clones se realiza fragmentando n-veces un genet conocido como 

colonia madre y se crían en acuarios, o in situ en lugares previamente esta-

blecidos conocidos comúnmente como viveros marinos. En ambos casos 

Figura 5. Algunas acciones legislativas creadas para la protección de la especie.

Figura 6. Ciclo de vida de A. palmata que 
tiene dos etapas distintas: una sésil como 
coral adherido al sustrato y la otra etapa 
pelágica, que permite a la especie migrar y 
ocupar nuevos sitios.

por lo que es considerada hermafrodita; anualmente se da un proceso de 

gametogénesis donde se desarrollan los oocitos (precursores de los óvulos) y 

los espermátides (precursores de los espermatozoides) (Szmant 1986). Una 

vez maduros los espermatozoides y óvulos forman pequeños paquetes esfé-

ricos que son liberados por las bocas de los pólipos de coral. No es posible 

la autofecundación en A. palmata (Hagedorn et al. 2012). Los paquetes de 

gametos suben lentamente a la superficie del agua debido a que contienen 

altas concentraciones de lípidos. En la superficie del mar, los paquetes se 

disgregan, por el movimiento de las olas y se combinan con gametos prove-

nientes de otras colonias. El desarrollo embrionario y el estadio larval duran 

de 5 a 14 días, tiempo en el que ocurre una gran dispersión. Finalizado este 

periodo, se inicia el asentamiento larval; las larvas buscan un sustrato favo-

rable al cual adherirse formando mediante metamorfosis un nuevo pólipo 

de coral (Szmant 1986) (Figura 6).

1.4. Restauración y reclutas sexuales

Las colonias de coral están formadas por módulos (ramets) capaces de so-

brevivir independientes o en pequeños grupos. La suma de todos los ramets 

que derivan de un solo cigoto constituye el genet del coral. Así, un genotipo 

ciclo de vida de acroporta palmata
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los fragmentos son adheridos artificialmente a bases y una vez pasado un 

periodo de recuperación, se trasplantan en el arrecife. Este método modifica 

la estructura clonal (al incrementar el número de clones) de la población y 

la distribución espacial natural de ramets en las poblaciones naturales, con 

consecuencias evolutivas desconocidas. 

La restauración por medio de genets se logra mediante la colecta de game-

tos de muchas colonias, la fertilización, el desarrollo embrionario, la etapa 

larval y el asentamiento. El uso de corales provenientes de la reproducción 

sexual tiene tres ventajas principales sobre las técnicas que emplean corales 

provenientes de la fragmentación. En primer lugar, no hay necesidad de 

fragmentar colonias, lo que reduce el daño colateral en los arrecifes y colo-

nias donantes; en segundo lugar, los corales producidos sexualmente no son 

clones, lo que incrementa la diversidad genética de los corales a trasplantar 

con resultados a largo plazo exitosos en términos de conservación de stocks 

genéticos de las poblaciones donantes. En tercer lugar, es posible obtener 

altos niveles de fertilización y asentamiento.

2. Los preparativos para EL desove
2.1. Permiso de recolecta 

Antes de planear o realizar cualquier actividad, es indispensable contar con 

los permisos de recolecta expedidos por las entidades pertinentes. En el caso 

particular de México los permisos para recolecta de especies listadas en la 

NOM-059 son otorgados por la Dirección General de Vida Silvestre de la 

Secretaría de Medio Ambiente y Recursos Naturales. Recordemos que en 

el Caribe Mexicano, A. palmata ha sido incluida en el listado dentro de la 

Norma oficial Mexicana NOM-059 (SEMARNAT 2010) como especie 

con protección especial, por lo que es muy importante que todos los parti-

cipantes tengan conocimiento de la normativa. En el caso de las especies de 

coral no listadas en la NOM-059, la autoridad encargada es la Comisión 

Nacional de Acuacultura y Pesca de SAGARPA y se debe de pedir permiso 

de Pesca de Fomento a través de la Dirección General de Ordenamiento 

Pesquero y Acuícola.

2.2. Requerimientos básicos del área de trabajo

Es fundamental contar con los requerimientos necesarios para el cuidado de 

corales en las primeras etapas de su desarrollo, pues es en este punto donde 

los organismos son más vulnerables. De manera general, son tres los reque-

rimientos básicos con los que debe contar el área de trabajo: estaciones de 

trabajo, incubadoras y agua de mar filtrada.

El agua de mar es utilizada para la limpieza y el mantenimiento de cora-

les, desde las primeras etapas de desarrollo hasta el asentamiento. Antes de 

usarla, el agua mar se debe filtrar a través de filtros de cartuchos de 20, 5 y 1 

µm (tamaño de poro) colocados en serie y si es posible, a través de un filtro 

de UV (radiación ultravioleta) para finalmente ser almacenada a 28° C en 

un reservorio para su uso futuro (Figura 7). El agua en este sistema no se 

debe almacenar durante más de un par de días. Para evitar la obstrucción de 

los filtros y la descomposición de materia orgánica, estos se deben reempla-

zar y limpiar cada dos días.

Las estaciones de trabajo, son lugares preestablecidos para la manipulación 

de embriones y larvas. Estas deberán contar con distintos implementos que 

ayuden en la limpieza; mangueras de distintos calibres (0.6 – 15 mm de 

diámetro), pipetas de transferencia de plástico, pipetas Pasteur de vidrio, 

recipientes de distintos volúmenes (transparentes y con bordes lisos), cintas 

para marcar, marcadores, filtros de 100 y 200 µm (estos se pueden elaborar 

Figura 7. Esquema general de un sistema 
de filtración de agua del mar. Este sistema 
usa una bomba sumergible que bombea el 
agua desde el reservorio con agua de mar sin 
filtrar a los filtros de 20, 5 y 1 µm y el filtro 
de UV hasta el reservorio para agua de mar 
filtrada (La capacidad de la bomba sumer-
gible debe coincidir con las especificaciones 
del filtro de UV).

III. Reclutas sexuales: del arrecife al laboratorio3
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con tubos de PVC y mallas), además de jarras separadoras de grasa (“fat 

separators”), utilizadas en la cocina para separar las grasas de alimentos 

líquidos (Figura 8). Se recomienda usar recipientes transparentes para po-

der visualizar los gametos y embriones. Los bordes de los recipientes deben 

ser lisos para evitar dañar a los gametos y embriones.

En las incubadoras es donde se mantendrán a los corales durante todo su 

desarrollo, consisten en cajas de plástico de paredes lisas con capacidad de 90 

l (aprox.). Para facilitar el drenado, se colocan válvulas en el fondo (Figura 9). 

Durante las primeras fases de desarrollo la mortalidad es particularmente 

alta, por lo cual los cuidados son importantes y los materiales que se utilicen 

para el mantenimiento de los organismos deben ser lavados con abundante 

agua y enjuagados con agua de mar filtrada; no se debe de utilizar jabón, 

pues es nocivo para los embriones y larvas. Así mismo, cualquier pegamento 

que se utilice para la fabricación de las incubadoras o filtros, uniones de 

PVC etc., debe ser enjuagado con abundante agua de mar por 24 horas ya 

que estos pegamentos suelen ser altamente tóxicos.

2.3. Redes de recolecta

Las redes de recolecta de gametos pueden variar de tamaño así como en el 

diseño, no obstante todas comparten un plano general (Figura 10A, Ane-

Figura 8. Materiales en las estaciones de 
trabajo.

Figura 9. Incubadoras para el cultivo de 
corales en las etapas tempranas de desarro-
llo.

xo I Elaboración de red para recolecta); están conformadas por una malla 

(no mayor a 2mm de abertura para evitar pérdida de gametos) en forma 

de cono, la cual termina en un copo recolector. Este sistema es puesto en 

vertical por una boya (Figura 10B). El tamaño de la red dependerá de la 

talla de la colonia objetivo; sin embargo, es recomendable trabajar con redes 

de tamaño medio (1.5 m de alto y 90 cm de diámetro de la base), pues son 

prácticas en espacios reducidos tal como los que ocurren en las poblaciones 

de A. palmata. 

Comúnmente, la red usa unos plomos en la base para proporcionarle estabi-

lidad, no obstante, en condiciones de corriente alta, no presentan un “agarre” 

que podría dañar a la colonia, por lo que los plomos se pueden reemplazar por 

una cinta ajustable en la base de la red, de tal forma que la red se pueda “atar a 

la colonia”. El copo recolector, es un frasco invertido con rosca, el tamaño debe 

ser adecuado (de 200 a 250 ml) para poder manejarlo con comodidad (Figura 

10). Se recomienda que los copos tengan paredes lisas para evitar dañar los 

gametos.

Figura 10. Red de recolecta de gametos de 
A. palmata. (A) Esquema general (B) Red 
sobre una colonia de A. palmata, notar que 
no toda la colonia está cubierta con la red.
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2.4. Estimación de los días del desove

El desove coralino de las especies de Acropora y Orbicella depende de la luna 

llena en los últimos meses del verano. Las predicciones de las fases lunares 

se encuentran disponibles en varios sitios en línea (Figura 11). Se debe ase-

gurar que al buscar las fechas de la luna llena se adecua al sitio de desove y se 

toma en cuenta el horario para determinar la fecha correcta de la luna llena. 

Según registros previos, Acropora palmata desova entre 2 y 5 noches después 

de la luna llena durante el verano (principalmente agosto, ocasionalmente 

en julio). El desove sucede aproximadamente dos horas posteriores al atar-

decer. Si se presentan dos lunas llenas durante el mismo mes (la segunda 

luna del mes conocida como “luna azul”), es posible que el desove ocurra 

en el mismo sitio durante ciclos lunares consecutivos. Se puede realizar una 

detección temprana de la presencia de oocitos, sin embargo ésta requiere 

acciones invasivas (ver Anexo II: Detección temprana de gametos).

3. Desove y recolecta de gametos
3.1. Reunión de trabajo

Previo a las salidas de campo para la recolecta de gametos, se realiza una re-

unión del grupo involucrado donde se discute el plan de trabajo, se designan 

equipos y tareas correspondientes. Los involucrados en el trabajo de campo 

durante el desove, deben comprender los procedimientos que esta actividad 

conlleva tales como la forma de utilizar las redes de recolecta, así como el 

manejo de los copos recolectores. Trabajar con colonias de A. palmata, par-

ticularmente durante la noche requiere contar con buzos con experiencia, 

para evitar cualquier daño a las colonias. La estrategia de trabajo podría 

cambiar dependiendo del clima y las experiencias de los participantes, esta 

se debe discutir cada día para identificar los errores cometidos y mejorarlos 

para la siguiente salida de campo. 

3.2. Trabajo de campo

Realizar un reconocimiento previo al desove del sitio de trabajo durante el 

día, facilita la ubicación de las colonias objetivo, así como las maniobras de 

anclaje.

La organización de los grupos de trabajo depende tanto del número de 

personas así como de la experiencia de los participantes. Sin embargo, el 

equipo básico de trabajo en campo, puede constar de: dos buzos, encargados 

de colocar y quitar las redes, monitorear el desove y cambiar los copos re-

colectores. Dos personas en buceo libre como apoyo en superficie las cuales 

asisten a los buzos y transportan los copos recolectores a la embarcación. 

Una persona en la embarcación encargada de realizar la fecundación asistida 

(ver sección 3.5). 

Una vez en el sitio, las redes de recolecta se organizan y se distribuyen en 

un parche de arena o pasto (Figura 12A). Posteriormente, los buzos colocan 

las redes sobre las colonias de A. palmata sin lastimarlas o romperlas (Figura 

12B). No es necesario abarcar toda la colonia con la red, sobre todo si esto 

compromete la forma cónica de la red, pues los paquetes de gametos se 

podrían atascar en la red en lugar de ascender al copo recolector, donde se 

Figura 11. Fase lunar durante el mes de 
agosto 2014 para la estimación de las posi-
bles fechas de desove de Acropora palmata. 
En amarillo: luna llena; en verde: 2 a 8 no-
ches después de la luna llena.
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rompen los paquetes y salen de la red. Si existe mucha corriente se pueden 

colocar las redes de recolecta una vez se observe el “setting” en preparación 

para el desove. 

Alrededor de las 21:00 a 21:30 h es posible reconocer lo que en inglés se ha 

denominado el “setting”, es la etapa previa al desove y puede durar de mi-

nutos a una hora. Durante este tiempo se puede observar a los paquetes de 

gametos como pequeñas esferas rosas o naranjas en las bocas de los pólipos. 

Debido al tamaño de los pólipos no siempre es fácil distinguir esta etapa, 

no obstante la característica más evidente es una serie de puntos rosas en el 

centro de los pólipos (Figura 13).

Generalmente el desove ocurre de forma sincrónica en las colonias, pu-

diendo durar 20 minutos como mínimo, sin embargo, puede tardar hasta 

una hora. Los paquetes de gametos poseen una flotabilidad positiva, por lo 

que una vez liberados, tienden a subir por las paredes de la red y acumularse 

en el copo recolector. Los buzos deben reemplazar los copos una vez que 

estos tengan una cantidad suficiente de paquetes (relación de 1:10 entre el 

volumen de paquetes y el volumen del frasco (Figura 14), o trascurridos 10 

minutos (aprox.) pues los paquetes pueden romperse liberando los ovulos y 

espermatozoides, con lo que se dificulta la fecundación asistida en la embar-

cación debido a la dilución del esperma. 

Durante el buceo, es importante no iluminar directamente el copo recolec-

tor para evitar atraer depredadores con fototactismo positivo ya que pueden 

alimentarse de los paquetes de gametos. 

Las personas de apoyo en superficie (buceo libre) deberán estar pendientes 

del cambio de los copos recolectores; una vez retirado el copo recolector, 

los buzos lo entregarán a la persona de apoyo, esta a su vez proporcionará 

un repuesto por si la colonia continua desovando y transportará los copos 

colectores con paquetes a la embarcación (a la brevedad posible), evitando 

agitar los contenedores durante el traslado para prevenir la ruptura de los 

paquetes de gametos.

Materiales para el trabajo de campo

•	 Redes de recolecta

•	 Tapas para los copos colectores; tres por cada red de recolecta

•	 Hoja para anotar las observaciones de desove

Equipo de seguridad para buceo nocturno

•	 Linterna de buceo para los buzos y personas de apoyo

•	 Luces de identificación (cialums) para los buzos, personas de apoyo 

y redes

3.3. Otras estrategias para recolectar  
gametos de corales

El uso de redes cónicas para la recolecta de gametos es uno de los métodos 

más frecuentes, sin embargo es posible utilizar redes de arrastre en superficie 

una vez ocurrido el desove, no obstante, es necesario que ocurra un desove 

grande y el trabajo de limpieza post recolecta es mayor. Así mismo, unos 

días previos al desove es posible recolectar partes de las colonias y mante-

nerlas en acuarios para obtener gametos, sin embargo, al ser una práctica 

muy invasiva, esta es cada vez menos popular, además que debido al estrés 

provocado por la fragmentación, la colonia puede no desovar o bien desovar 

de manera prematura.

3.4. Registro de observaciones de campo 

Es importante realizar anotaciones de las observaciones durante los eventos 

de desove, como las condiciones de las colonias y el ambiente. Estos datos 

complementan la comprensión de la biología reproductiva de los corales 

Figura 12. (A) Redes de recolecta distri-
buidas sobre un parche de arena. (B) Buzo 
colocando red sobre colonia de A. palmata.

Figura 13. Pólipos con la presencia de pa-
quetes de gametos en la zona aboral (“set-
ting”).

Figura 14. Cantidad aproximada de pa-
quetes de gametos para reemplazar el copo 
colector.

a b

Los paquetes de gametos 

(<2mm) que contienen es-

permas y óvulos (24-48 

óvulos por paquete) son 

expulsados por los pólipos 

y debido a la alta concen-

tración de lípidos tienden a 

flotar hacia la superficie del 

agua (Arai et al. 1993; Ver-

meij et al. 2006), donde fi-

nalmente se disgregan (entre 

10-40 min) para que ocurra 

la fecundación (Sánchez et 
al. 1999).
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y ayuda a la toma de decisiones para futuros desoves (ver formato sugeri-

do en el Anexo III). Las observaciones de desove en el gran Caribe están 

siendo compartidas en el grupo de Facebook “CORAL SPAWNING RE-

SEARCH” administrada por la Dra. Nicole Fogarty. Ahí se pueden com-

partir observaciones, además de aprender de las observaciones de otros gru-

pos de trabajo, en otras áreas.

3. 5. Fertilización asistida

La fertilización asistida consiste en facilitar que los gametos de diferentes 

colonias se fecunden para formar nuevos individuos. Para este proceso, es 

necesario tener los materiales para la fertilización asistida preparados, entre 

los que se incluyen: recipientes de 6, 10 y 20 litros y 100 ml para realizar 

la mezcla de gametos, pipetas de transferencia de plástico, tamices de 2 

y 3 mm de luz de malla, pisetas con agua de mar filtrada y contenedores 

de aproximadamente 20 litros de agua de mar filtrada (1μm) (Figura 15). 

Las personas involucradas en la fertilización asistida deben evitar el uso de 

detergentes, repelente de insectos, bloqueador solar u otros productos que 

pueden ser tóxicos para los gametos.

Conforme los copos recolectores con gametos sean llevados a la embarca-

ción, se transfieren a un recipiente de 6 litros tratando de tomar el menor 

volumen de agua posible. Si se cuenta con el suficiente tiempo, es decir la 

frecuencia con la que el personal de apoyo en superficie lleva los copos a 

la embarcación, se deben extraer los depredadores mayores a 1 cm (peces, 

crustáceos, gusanos, etc.) con pipetas transferencia de plástico (Figura 16A).

Una vez que los paquetes de al menos dos colonias de distinto genotipo se 

encuentran en el recipiente de 6 litros, se comienzan a mezclar lenta y cui-

dadosamente con un recipiente pequeño (Figura 16B). La acción mecánica 

provoca que estos se rompan liberando los espermatozoides y los óvulos, 

iniciando el proceso de fertilización (Figura 17A). 

Durante la mezcla, los óvulos (de color rosa) pueden observarse flotando en 

la superficie mientras los espermatozoides se observan en la parte inferior 

del recipiente (coloración grisácea). La concentración de espermas reco-

mendada para la mezcla es de 105 a 106 espermas por mililitro (Oliver and 

Babcock 1992), sin embargo, en campo la forma más práctica de medir la 

concentración de estos es por medio del color; pues si la coloración es cer-

cana al blanco debe agregarse agua filtrada para evitar anoxia en la mezcla, 

la oxidación de los gametos y la polispermia (Figura 17B). El color ideal se 

aproxima al color de limonada.

Por lo general, los óvulos y espermas se mantienen mezclando cada 5 mi-

nutos por 20 segundos aproximadamente durante dos horas, para que la 

degradación de espermas y la anoxia resultante no limite la viabilidad de los 

óvulos fecundados (Mendoza-Quiroz, 2013, Figura 17C).

Figura 15. Materiales requeridos para rea-
lizar la fertilización asistida.

Figura 16. Manejo de copos de recolecta 
de gametos en la embarcación. (A) Perso-
nal de apoyo en superficie llevando el copo 
con gametos a la embarcación, se muestra la 
correcta posición del copo. (B) Transferen-
cia de gametos a un contenedor de 6 l para 
iniciar la mezcla.

a b
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Materiales para la fertilización asistida (en el campo o en el laboratorio)

•	 Nevera de 100 l.

•	 Guantes de látex.

•	 Pipetas de transferencia de plástico.

•	 Recipientes de diferentes tamaños.

•	 Cubeta con 20 l de agua de mar filtrada.

•	 Tamices de 2 y 3 mm de luz de malla

•	 Lámparas.

3.6. Limpieza de óvulos 

Al degradarse los espermatozoides que no fecundaron óvulos, se favorece el 

crecimiento bacteriano, además de un ambiente anóxico, por tal motivo es 

necesario remover este excedente. Para remover el exceso de espermatozoi-

des, fracciones de la mezcla se transfieren a una jarra separadora de grasas y 

se dejan reposar hasta que los óvulos se acumulen en la capa superior, debido 

a su flotabilidad. Con la ayuda de una pipeta de transferencia, se retiran la 

mayor cantidad de óvulos del orificio vertedor de la jarra separadora (Figura 

18A). Posteriormente, el agua que contiene los espermatozoides se vierte 

por el orificio de la jarra evitando a verter los óvulos (Figura 18B). Final-

mente se agrega agua de mar filtrada lentamente por los bordes de la jarra. 

Este proceso se repite hasta que los óvulos floten sobre agua limpia (tras-

parente, Figura 18C). Todo el proceso debe realizarse con el mayor cuidado 

posible para evitar que se dañen los embriones. 

Tres horas después del inicio de la fertilización, con ayuda de un microsco-

pio estereoscópico se puede observar las primeras fases del desarrollo em-

Figura 18. Limpieza de gametos. (A) Re-
moción de óvulos del orificio vertedor. (B) 
Eliminación de exceso de espermatozoides. 
(C) Apariencia de gametos limpios. 

a

b
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Figura 17. Proceso de mezcla de gametos. 
(A) Disgregación de paquetes de gametos. 
(B) Mezcla con alta concentración de esper-
matozoides (C) Mezcla con concentración 
de espermatozoides adecuada.

a cb

brionario; se pueden distinguir óvulos fertilizados, identificando las prime-

ras divisiones mitóticas. El éxito de fertilización se calcula a partir de una 

muestra, contando los óvulos fertilizados (primera división; dos células) y 

los no fertilizados (aspecto redondo). Si la fertilización es menor al 70%, es 
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muy probable que debido a la degradación de los óvulos no fertilizados, los 

embriones necesitarán más cuidado durante la noche. Esto debido a que la 

degradación de la materia orgánica provoca contaminación que es nociva 

para el desarrollo de los embriones.

4. Desarrollo embrionario:  
asistencia y cuidados 
4.1. Cuidado de los embriones

Una vez realizada la limpieza, los embriones se transfieren a las incubadoras 

(ver sección 2.2), donde transcurre el desarrollo. Desde la primera división 

de los blastómeros hasta la etapa de larva plánula temprana pueden transcu-

rrir de 20 a 32 horas (Mendoza-Quiroz, 2013) (Figura 19). 

Las incubadoras se deben mantener a 28°C (Randall y Szmant 2009) y con 

un periodo de 12 horas luz-12 horas oscuridad. Generalmente, se cultivan 

300 embriones de A. palmata por litro o 40 embriones por cm2 de superficie 

(Edwards 2010) (Figura 20A). La agregación de embriones en las pare-

des de la incubadora reduce la supervivencia (Figura 20B). Para prevenir 

la agregación, se debe aplicar agua de mar filtrada con una piseta de forma 

regular sobre las paredes. 

Debido a la mortalidad asociada al desarrollo embrionario, además de la 

liberación de desechos durante el mismo, es necesario remover dichos dese-

chos, además de realizar recambios parciales de agua (Figura 21A).

Los desechos sólidos de mayor tamaño pueden ser removidos del agua de 

las incubadoras con pipetas de transferencia de plástico. Los desechos más 

pequeños se remueven con ayuda de una película plástica (usada para em-

pacar alimentos). La película de plástico se extiende sobre la superficie del 

agua de la incubadora y de la misma forma (extendida) se retira. Los dese-

chos quedarán adheridos a esta. Finalmente se aplica agua de mar filtrada 

con una piseta sobre la película plástica extendida para remover a las larvas 

Figura 19. Las diferentes etapas de desa-
rrollo vistos a través del microscopio este-
reoscópico.

Figura 20. Cultivo de embriones de coral. 
(A) Densidad correcta de embriones. (B) 
Densidad alta de embriones.

Figura 21. Técnica de limpieza de dese-
chos. (A) Colocación de la película plástica 
sobre la superficie de agua. (B) Recuperación 
de las larvas adheridas a la película plástica.

Figura 22. Esquema de sifón para retirar 
agua de las incubadoras.

a b

a b
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adheridas (Figura 21B). Este procedimiento se repite las veces que sea ne-

cesario. 

La frecuencia de los recambios de agua depende de la limpieza aparente 

del agua (transparencia). Generalmente se realizan cada tercer día, sin em-

bargo de ser necesario deben realizarse diariamente. Por medio de un sifón 

(manguera de 5 mm diámetro, Figura 22) y un filtro (100 µm) en el extremo 

que hará contacto con el agua de la incubadora (sin sumergir por completo 

el tamiz, para prevenir la succión de las larvas), se retira del 60 al 90% del 

agua (Figura 22). Al mismo tiempo con una piseta, se lavan las paredes de 

la incubadora con agua de mar filtrada, lo que evita que los embriones y 

queden pegados en los bordes fuera del agua. Finalmente, se vierte agua 

de mar limpia por las paredes de la incubadora. En caso de crecimiento de 

bacterias es preferible aislar las incubadoras infectadas y utilizar materiales 

desechables, o interrumpir el cultivo en dicha incubadora.

4.2. Asentamiento

De tres a siete días posteriores a la fertilización, la larva plánula comienza a 

explorar el fondo en busca de un sustrato idóneo para su fijación, continuar 

con la metamorfosis y convertirse en un pólipo, dando inicio a su vida sésil. 

A este proceso se le conoce como asentamiento.

La correcta elección del tipo de sustrato y el adecuado 

acondicionamiento son dos factores muy importantes 

para el éxito de asentamiento larval. Existen una gran 

variedad de tipos de sustratos. Estos pueden comprarse 

o ser manufacturadas utilizando una mezcla de arena 

de mar y cemento para la construcción (proporción 

50:50). En nuestro laboratorio, hemos utilizado prin-

cipalmente dos tipos de sustratos; bases cilíndricas y en 

forma de tetrápodo (diseñado por SECORE Interna-

tional) ambas fabricadas por nuestro grupo de trabajo 

(Figura 23). 

Las bases cilíndricas proveen un mayor número de lu-

gares para el asentamiento, sin embargo la manipula-

ción es complicada, así como los cuidados posteriores 

al asentamiento. Sin embargo son fáciles de producir, 

pues se pueden emplear moldes de tubo PVC. Mien-

tras que las bases en forma de tetrápodo surgieron 

como una iniciativa de SECORE International (www.

secore.org) y requieren moldes especiales para su fa-

bricación. Estas bases resultan ser ventajosas para las 

actividades de restauración, pues a la vez que proveen 

una amplia gama de opciones de asentamiento (dife-

rentes caras y texturas de los tetrápodos, Figura 24A), 

son de fácil manipulación debido al tamaño, además 

que la introducción de estas al arrecife es relativamente 

sencilla (revisar sección 7.2 Siembra asistida).

Antes de usar cualquier base para el asentamiento, es 

necesario realizar un acondicionamiento de las bases 

(Figura 24B), para lo cual, se introducen cerca de un 

arrecife durante 60 días. En este periodo, se formará 

en las bases una biopelícula, indispensable para hacer 

el sustrato atractivo para las larvas. Se busca que las 

bases de asentamiento contengan un gran número de 

algas calcáreas incrustantes (Figura 24C). Después del 

Figura 23. Bases de asentamiento.

Figura 24. (A) Acondicionamiento de sustratos. (B) Sustrato acon-
dicionado. (C) base acondicionado con algas calcáreas incrustantes.

a
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c
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acondicionamiento, es necesario cepillar el exceso de sedimento de las bases 

así como algas filamentosas y posibles depredadores como gusanos.

Generalmente el periodo de asentamiento en Acropora palmata ocurre alre-

dedor de 2 a 3 días posteriores a la formación de la larva plánula (Albright 

et al. 2010, Ritson-Williams et al. 2010). Cuando las larvas comienzan a 

nadar hacia el fondo de la incubadora, es el momento ideal para introducir 

los sustratos para el asentamiento. Las bases deben ser colocadas en el fon-

do de la incubadora procurando cubrir toda la superficie de la misma. La 

acumulación excesiva de sustratos puede ocasionar anoxia en las primeras 

capas, por lo que una o dos capas de sustrato es suficiente (Figura 25). Adi-

cionalmente, se puede proporcionar aireación suave para oxigenar el agua. 

El asentamiento dura de 2 a 4 días, por lo que durante este tiempo se debe 

evitar la manipulación de las bases para que las larvas plánulas se fijen bien 

al sustrato. 

Al inicio, las larvas se verán como pequeñas esferas pegadas flojamente al 

substrato, posteriormente, se transformarán en círculos planos. Se puede 

confirmar la metamorfosis por observaciones en el microscopio estereos-

cópico. Los pólipos primarios también se pueden distinguir por la fluores-

cencia emitida utilizando una lámpara de fluorescencia (Tektite, Nightsea 

Bluestar) (Figura 26A, B, C).

Para fines prácticos de restauración, un mayor número de pólipos asentados, 

incrementará las posibilidades de contar con al menos un recluta sobrevi-

viente por sustrato, después de 6 meses. 

4.3. Tomar una decisión: introducción o cultivo

Una vez asentadas las larvas, para fines de restauración existen tres princi-

pales maneras de proceder: el cultivo de reclutas en sistemas de acuarios, la 

introducción de los reclutas a viveros para su posterior trasplante al arrecife, 

o la siembra directa de los reclutas en el arrecife. Cada una de las opciones 

anteriores se aborda de forma más detallada en las secciones siguientes.

El cultivo de reclutas sexuales en acuarios puede producir tasas de super-

vivencia relativamente altas, debido a que se mantiene el control de facto-

res ambientales como: luz, temperatura, salinidad y alimento, así como el 

control de depredadores, sobrecrecimiento de algas, sedimentación, etc. Sin 

embargo, resulta altamente costoso y demandante por el constante cuidado 

en las etapas tempranas post-asentamiento. Si se opta por esta opción es 

preciso inocular a los reclutas con simbiontes.

La inoculación con simbiontes se puede realizar de tres maneras; la más 

simple consiste en la introducción de fragmentos de coral procedentes de 

colonias cercanas al sitio en donde se trasplantarán finalmente los reclutas, 

es decir el sitio a restaurar. La segunda implica obtener fragmentos adultos 

de la misma especie y del mismo sitio donde se introducirán los nuevos 

Figura 26. Pólipos asentados. (A) Lámpara 
de fluorescencia. (B) Pólipo visto con luz na-
tural. (C) Pólipo visto con luz fluorescente.

Figura 25. Sustratos en el fondo de la in-
cubadora.

a

b

c
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reclutas, extraer simbiontes e inmediatamente inocular a todos los reclutas 

obtenidos (ver Anexo IV: Extracción de simbionte e inoculación) y la terce-

ra una combinación de las dos anteriores.

Por otra parte, la introducción de los reclutas a viveros para su posterior 

trasplante al arrecife o la siembra directa, no necesita inoculación de sim-

biontes ya que los reclutas pueden adquirirlos del medio natural, además de 

que se reducen significativamente los costos de producción.

5. Cultivo de reclutas  
en sistemas de acuarios
5.1. Condiciones para el cultivo

En acuarios al aire libre, la cantidad de luz incidente en los reclutas debe 

ser regulada por malla sombra para imitar la cantidad de luz que los cora-

les reciben en condiciones naturales; las larvas tienden a seleccionar sitios 

sombreados para asentarse por lo que la luz incidente no debe exceder a 400 

µmol m-2 s-1 durante los primeros dos meses, posteriormente la luz incidente 

se puede incrementar. La temperatura del agua debe oscilar alrededor de los 

28 °C, con una salinidad de 35-36 PSU. 

La limpieza del acuario y las bases debe realizarse una vez por semana, 

para evitar la formación de tapetes de algas, acumulación de sedimento y el 

crecimiento de otros organismos (Figura 27A, B, C). La limpieza del sedi-

mento y/o algas sobre o alrededor de los reclutas se realiza con pinceles y de 

acuerdo a la fortaleza y formación del esqueleto de los reclutas se pueden ir 

cambiando por brochas y cepillos suaves. 

5.2. Alimentación

Aunque los corales reciben productos de la fotosíntesis por parte de los 

simbiontes, es muy recomendable alimentar a los reclutas con alimento vivo, 

suplementos alimenticios comerciales o una mezcla de ambos. El alimento 

vivo se puede aplicar en varias etapas de acuerdo al tamaño de la boca del 

recluta; generalmente se inicia con la aplicación de rotíferos (Brachionus pli-

catilis) y posteriormente se emplea Artemia salina recién eclosionada. Por 

Figura 27. Agentes causantes de la mortalidad. (A) Sobrecreci-
miento de algas filamentosas y coralinas. (B) Competencia con 
otros organismos sésiles. (C) Depredadores.
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otra parte los suplementos comerciales, son muy variados, sin embargo, to-

dos poseen una mezcla de nutrientes para el coral así como calcio.

La alimentación se realiza durante el amanecer o el atardecer pues es cuan-

do los pólipos se encuentran más activos. Si el volumen del acuario es muy 

alto, las bases se deben transferir a recipientes de menor volumen para in-

crementar la probabilidad de ingesta, y evitar desperdicios.
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6. Viveros Marinos
Los viveros marinos o “coral nurseries”, son adaptaciones de los cultivos te-

rrestres en viveros. Ellos consisten en el uso de estructuras submarinas para 

el mantenimiento de corales (Rinkevich 1995, Bowden-Kerby 2001, Shafir 

et al. 2006, Shafir y Rinkevich 2008, Shaish et al. 2008). Existen diferentes 

diseños y técnicas para implementar un vivero, por lo que es importante 

considerar varios aspectos para elegir el sitio donde se construirá el vivero 

marino. Factores a considerar incluyen corrientes, sitios apropiados de an-

claje, las tasas de sedimentación, presencia de herbívoros e ingresos de agua 

dulce y contaminantes etc. Además, se deben tomar en cuenta las necesida-

des particulares de la(s) especie(s) a cultivar como irradiancia, temperatura, 

etc., así como los costos económicos, recursos humanos y los procedimien-

tos legales que conlleven.

En caso de que los reclutas se introduzcan dos semanas después de que ocu-

rra el asentamiento, el uso de rejas de plástico sujetas a las bases de concreto 

puede ser una alternativa (Figura 28A). Estas rejas o jaulas protegen a los 

reclutas del oleaje y de depredadores. Este método requiere menor inversión 

económica y cuidados menores, a comparación de los cultivos en acuarios. 

Para las colonias juveniles, se han utilizado plataformas de concreto (50 cm 

de largo x 50 cm de ancho x 20 cm de alto) con soportes de PVC (2.5 cm 

de diámetro, 45 cm de longitud). Cada soporte cuenta con un conector (co-

nector hembra-macho de PVC) en donde se pega el sustrato que contenga 

al recluta una vez que estos alcanzan los 3 cm de diámetro (Figura 28B).

6.1. Traslado de reclutas  
y colonias juveniles al vivero

Antes de transportarlas, las colonias juveniles (mayor a 3 cm de diámetro) 

deben ser fijadas con plastilina epóxica a conectores de PVC (hembras) que 

coincidan con la medida de los conectores en los viveros. Para facilitar los 

monitoreos subsecuentes, se pueden etiquetar cada una de las colonias.

Para el transporte de las colonias se utiliza un con-

tenedor que mantenga la temperatura del agua, evi-

tando la exposición directa a la luz solar por periodos 

prolongados, ya que estas son las principales causas de 

estrés. Llegando al sitio del vivero, se realiza un recam-

bio de agua parcial en los contenedores, para igualar la 

temperatura con la del sitio. Finalmente, los corales se 

introducen y sujetan a los conectores en las placas de 

concreto. 

6.2. Monitoreo y mantenimiento

Una vez que los reclutas o las colonias juveniles se en-

cuentran en el vivero, es necesario realizar monitoreos 

periódicos; cada mes durante el primer año (en el caso 

de los reclutas), posteriormente se puede realizar cada 

tres o seis meses (en el caso de las colonias juveniles). 

Durante el monitoreo, se registra la supervivencia y 

crecimiento, además de realizar observaciones de so-

brecrecimiento por algas, presencia de enfermedades, 

blanqueamiento, presencia de organismos depredado-

res, mortalidad parcial, recuperación de tejido vivo, y 

establecimiento de la simbiosis (en el caso de los re-

clutas sexuales).

El crecimiento puede ser medido mediante fotogra-

fías analizándolas posteriormente en programas para 

el análisis de imágenes (por ejemplo: el software Ima-

ge J) o para las colonias juveniles, se pueden realizar 

medidas in situ del diámetro mayor y menor, la altura 

de la colonia, así como el número de ramas (ver Anexo 

IV: Formato para el monitoreo de reclutas).

De igual manera, es necesario limpiar las estructuras y 

base de los corales para evitar el sobrecrecimiento de 

algas y la presencia excesiva de sedimento.

IV. Reclutas sexuales: del laboratorio al arrecife Figura 28.Vivero marino. (A) Reclutas en vivero marino. (B) Colo-
nias juveniles en vivero marino.4

a

b
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6. 3. Trasplante de colonias juveniles al arrecife

Los pegamentos para adherir las colonias de coral a la estructura arrecifal 

son diversos, sin embargo, uno de los menos costosos es la combinación de 

cemento con arena de mar (Figura 29). Es preferible separar las colonias 

trasplantadas unas de otras (2 metros). Al igual que en el vivero, es recomen-

dable continuar con el monitoreo de las colonias, por lo que es necesario 

saber la localizacion de las mismas dentro de la estructura arrecifal.

Siguiendo las indicaciones de SECORE International (www.secore.org) 

existen dos formas principales de sembrar: las siembra directa y la siembra 

asistida; la primera contempla la introducción de bases de manera aleatoria 

sobre la estructura arrecifal, es decir mediante buceo las bases se colocan 

sobre el área a restaurar sin importar demasiado dónde y cómo se coloquen. 

La segunda involucra el establecimiento de una parcela, seleccionada con 

anterioridad, así como un método de sembrado y monitoreo post siembra.

7.1. Selección del sitio para la siembra directa 

La densidad recomendada de siembra es de cuatro bases por metro cuadra-

do (esperando que al final, persista una colonia por metro cuadrado), por lo 

tanto, el tamaño de la parcela dependerá del número de bases que se desee 

introducir. Los sitios ideales para la introducción de bases son aquellos con 

indicios de existencia previa de la especie (A. palmata); es decir sitios con 

corales vivos y evidencia de colonias muertas,  en donde sus esqueletos estén 

cubiertos en su mayoría por algas calcáreas incrustantes.

Los esqueletos rotos proveen grietas en donde se pueden anclar los tetrápo-

dos. Se busca que el bentos esté cubierto en su mayoría por algas calcáreas 

incrustantes (cobertura mayor al 50%) ya que este grupo es el menor com-

petidor por espacio con los corales (Figura 30). Para determinar las cober-

Figura 29. Colonia trasplantada a un arre-
cife.

7. Siembra directa

En la siembra directa los reclutas son introducidos al arrecife dos semanas 

después de ocurrido el asentamiento, lo que disminuye significativamente 

los costos de producción en comparación con el mantenimiento de estos en 

acuarios, pues una vez sembrados, no se brinda ningún tipo de cuidado a 

los reclutas. Por otra parte, una vez en el sitio de introducción, los reclutas 

no necesitan cuidados, no se realizan mantenimiento como limpieza de las 

bases. Para este método se utilizan las bases de asentamiento en forma de 

tetrápodos (ver sección 4.2), ya que esta forma facilita el anclaje de las bases 

en los recovecos del arrecife.

Figura 30. Ejemplo de un sitio con caracte-
rísticas idóneas para la siembra.
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turas se puede utilizar el método AGRAA (Atlantic and Gulf Rapid Reef 

Assessment, Lang et al. 2010). 

Otro aspecto importante, son las posibles amenazas a las cuales se encuen-

tra sometida el área que se pretende restaurar, por ejemplo, sitios con alta 

incidencia de agua dulce o contaminación. Además se debe contemplar el 

empleo de medidas de gestión que podrían ayudar para la restauración, por 

ejemplo por la regulación de contaminación proveniente de aguas residua-

les, sedimento proveniente de escorrentía agrícola, etc.

7.2. Siembra asistida

Los sustratos se transportan en rejas de plástico dentro de contenedores de 

agua. Una vez en el sitio de siembra se debe realizar un recambio de agua 

para homogeneizar la temperatura del agua del contendedor con la del am-

biente. Posteriormente las rejas de plástico con los sustratos se introducen 

en un sitio cercano a la parcela a sembrar.

Con cuerdas previamente marcadas, se colocan transectos de 1 m de ancho 

sobre la parcela. Cada cuerda a su vez se encuentra marcada a cada metro a 

fin de cuadricular el área. Por medio de buceo autónomo, se colocan cuatro 

bases por metro cuadrado, asegurando las bases en las hendiduras o reco-

vecos naturales en el arrecife y evitando los sitios con alta abundancia de 

macroalgas. Por medio de un cuadrante de 1 m x 1 m marcado cada 20 cm, 

se registra la posición de cada base. Estos carriles deben ser removidos al 

finalizar la siembra.

7.3. Monitoreo

Es importante realizar monitoreos continuos para evaluar el desempeño de 

los sustratos así como de los reclutas cada dos meses, para determinar la tasa 

de pérdida de bases, la cementación de estas e integración a la estructura 

arrecifal, así como el estado de los reclutas. 

Para el monitoreo se pueden utilizar los mismos transectos utilizados para 

la siembra, con el fin de cuadricular la parcela. Se realiza un conteo de todas 

las bases en la parcela, así mismo, se evalúa un número representativo de 

cuadrantes al azar de 1 m2 en cada transecto. En cada cuadrante se realizan 

anotaciones de: número de bases, posición de la base dentro del cuadrante, 

categoría del número de reclutas por base (0, 1-10, >10 reclutas) y cemen-

tación de la base. Es importante anotar observaciones como la presencia de 

reclutas con simbiontes. 
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Se obtuvieron larvas del desove ocurrido en el sitio 

conocido como La Bocana Chica en Puerto Morelos 

Quintana Roo durante agosto del 2015. Una vez que 

las larvas empezaron a realizar movimientos hacia el 

fondo de las incubadoras, se introdujeron 500 sustratos 

tipo tetrápodo en 10 incubadoras. Al final del asenta-

miento (dos semanas después de la introducción de las 

bases) se registraron en promedio 150 reclutas por te-

trápodo. Estas bases fueron introducidas al arrecife dos 

semanas después del asentamiento. A continuación se 

presentan algunos de los resultados (Figura 31A, B). 

8.1. Selección del sitio de siembra

Para la introducción de tetrápodos, se seleccionó el 

sitio conocido como Picudas, dentro del Parque Na-

cional Arrecifes de Puerto Morelos, este sitio fue se-

leccionado debido a su bajo uso como destino turís-

tico, además de sus características aparentes. De una 

evaluación rápida se identificó una estructura formada 

por esqueletos de Acropora palmata, lo que indica su 

abundancia en el pasado. Además, había presencia de 

algunas colonias de A. palmata vivas. Así mismo, de 

Con cuerdas previamente marcadas, se colocaron tran-

sectos de un metro de ancho en la parcela seleccionada, 

cada transecto a su vez se encontraba marcado a cada 

metro (Figura 33 A). Estas cuerdas fueron removidas 

al finalizar la siembra. Por medio de buceo autónomo, 

se colocaron cuatro bases por metro cuadrado, anclan-

do cada base entre los recovecos y ranuras naturales 

del arrecife y evitando los sitios con alta abundancia de 

macroalgas (Figura 33 B y C). 

8.3. Monitoreo

Se realizó un monitoreo dos meses posterior a la in-

troducción de las 500 bases de asentamiento con la 

presencia de reclutas sexuales de A. palmata. El área 

se dividió en 10 transectos de 12 m x 1 m, donde se 

contaron todas las bases. Se evaluaron seis cuadrantes 

de 1 m2 en cada transecto, para un total de 60 cuadran-

tes. Los cuadrantes fueron ubicados aleatoriamente en 

cada transecto a partir de la función de generación de 

números aleatorios (Microsoft EXCEL 2010). En cada 

cuadrante se realizaron anotaciones de: número de ba-

ses, categoría del número de reclutas por base (0, 1-10, 

>10 reclutas) y cementación de la base (Figura 34).

V. Caso de estudio

Figura 31. (A) Rango de variación de reclutas de Acropora palmata 
por bases de asentamiento, se muestra el valor promedio de reclutas 
por base de asentamiento, así como los valores mínimos y máximos. 
(B) Apariencia de reclutas asentados.

Figura 32. (A) Transporte de bases con reclutas. (B) Introducción de rejas con bases de asentamiento.

Figura 33. (A) Transectos usados para la siembra de bases. (B) Siem-
bra de bases. (C) Detalle de base anclada a la estructura arrecifal.

a

a

a

b

b

c

b

acuerdo a la evaluación de bentos realizado con el método AGRRA, se ob-

servó una alta cobertura de algas calcáreas incrustantes. Con estacas de acero 

inoxidable se marcaron las esquinas de una parcela de 10 m x 12 m. 

8.2. Siembra de tetrápodos

Las bases de asentamiento fueron transportadas de las instalaciones de la 

Unidad Académica de Sistemas Arrecifales al sitio de Picudas en rejas de 

plástico dentro de contenedores con agua de mar (Figura 32 A), una vez en 

el sitio de siembra, las cajas fueron introducidas al mar para su posterior uso 

(Figura 32 B). 

5
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De los 492 tetrápodos con presencia de reclutas sexuales de A. palmata, 

introducidos durante agosto de 2015, se encontró un estimado de 370 bases 

durante octubre de 2015. El 27% (122) de las bases de asentamiento no se 

observaron en el área de siembra (Figura 35). Las bases de asentamiento 

ausentes se pudieron haber reacomodado en la estructura arrecifal ya sea 

entre los restos de A. palmata muerta, donde se forman pequeñas cuevas 

resultando imposible detectar/alcanzar las bases, o bien fuera del área de la 

parcela (120 m2), donde pudieron haber sido arrastradas a un nuevo sustrato 

arrecifal por efecto de las corrientes.

A partir de las estimaciones realizadas del número de 

bases por unidad de área, se obtuvo que de las 4 bases 

por m2 (DE=0.9) sembradas en agosto de 2015, en oc-

tubre de 2015 se registraron 3 bases por m2 (DE=1.5). 

El máximo número de bases por m2 fue de 7 durante 

agosto y 10 durante octubre. A nivel general, una base 

por m2 no fue encontrada (Figura 36).

La categorización de número de reclutas por base de 

asentamiento se realizó con la finalidad de tener una 

aproximación de la mortalidad/supervivencia de reclu-

tas. Durante la siembra o introducción en agosto de 

2015, en el 99% de las bases de asentamiento se observaron más de 10 re-

clutas por base. El 1% restante correspondió a la categoría de 1-10 reclutas 

por base. Durante la evaluación de octubre de 2015, en el 82% de las bases 

se encontraron más de 10 reclutas por base, en el 10% de las bases se con-

taron entre 1-10 reclutas por base, y en el 8% de las bases no se observaron 

reclutas (Figura 37A).

Las bases de asentamiento donde no se encontraron reclutas de A. palmata, 

por lo general se observaron cubiertas total o parcialmente por cianobacte-

rias, Dictyota sp. y otros tipos de algas no calcáreas incrustantes. Además, 

se observaron reclutas con pigmentación (presencia de simbiontes) y sin 

pigmentación aparente (Figura 37B). Ninguna de las bases de asentamiento 

evaluadas se observó cementada al arrecife.

Figura 35. Número de tetrápodos de asen-
tamiento en la guardería de la unidad arre-
cifal de Picudas en la fecha de introducción 
(agosto de 2015) y la fecha de monitoreo 
(octubre de 2015).

Figura 34. Cuadrantes evaluados durante el 
monitoreo de reclutas sexuales en la unidad 
arrecifal de Picudas, conteo de bases y reclu-
tas en cuadrante aleatorio.

Figura 36. Número de tetrápodos de asen-
tamiento por unidad de área (m2). Se mues-
tra la media aritmética y la desviación están-
dar. (N=60 cuadrantes de 1m2).

Figura 37. (A) Cantidad de bases de asen-
tamiento (%) en cada grupo categorizado de 
acuerdo al número de reclutas por base que 
se observaron. (B) Reclutas con simbiontes.

a
b
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La tela de malla se corta de acuerdo al diagrama de la Figura I.1 A, es po-

sible usar un molde para agilizar el proceso Figura I.1 B. Posteriormente se 

pliega y cose el borde circular, finalmente, se unen (cosen) los extremos para 

formar el cono.

Figura I.1 (A) Molde para cortar la tela de 
malla. (B) Uso de molde para cortar la red. 

Anexo I. Elaboración de red para recolecta
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La parte superior de la red se fabrica con un par de embudos (12.5 cm de 

alto por 12 de diámetro de la base). Los embudos se cortan como lo indica 

Figura I.2. Dos embudos utilizados para 
la parte superior de la red, la línea punteada 
indica el corte. La parte de los embudos que 
se utiliza es la parte sombreada.

Figura I.3. Proceso de pegado de embudos. 
(A) Aplicación de pegamento a embudo A y 
red. (B) Aplicación de pegamento a la cara 
interior del embudo B. (C) Ensamble del 
embudo A, la red y el embudo B (D) As-
pecto final.

el esquema de la figura II.2.

Posteriormente, se lija la cara exterior del embudo A y la cara interior del 

embudo B. Finalmente, se introduce el embudo A en la red, se cubre con 

pegamento PVC, así como la cara interior del embudo B y se inserta el em-

budo B de tal forma que la red quede entre los dos embudos (Figura I.3) y 

se deja secar por 24 horas.

a

b

c

d
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Posteriormente, se recorta el cuello de una botella de PET (politereftalato 

de etileno) y la parte superior de la tapa de la botella como se muestra en el 

esquema de la figura I.4

Figura I.4. Esquema del corte de la botella  
PET. Se utiliza la parte superior de la botella 
y la tapa.

La parte superior de la botella se pega en el embudo como lo muestra la 

figura I. 5 A y finalmente, se ensambla la tapa del copo recolector en la parte 

superior de la botella ajustándola con la tapa de la misma (Figura I.5 B, C).

Para finalizar la red, mediante una cuerda sujetada al embudo, se coloca una 

boya para mantener en vertical a la red una vez que se encuentre en el agua 

(Figura I.6 A). Así mismo, se colocan ocho plomos (600 g cada uno apro-

ximadamente) de manera equidistante en la parte inferior de la red (Figura 

I. 6 B).

Figura I.5. Ensamble de la tapa del copo 
recolector a la red. (A) Pegado de la parte 
superior de la botella de PEt al. embudo. (B) 
Ensamble de la tapa del copo recolector y 
aseguramiento con la tapa de la botella de  
PET. (C) Aspecto final.

Figura I.6. (A) Boya de la red (B) Detalle 
de un plomo en la parte inferior de la red.
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Anexo III. Formato para observaciones de desove en campo Anexo II.- Detección temprana de gametos 

Aproximadamente un mes antes de que el desove ocurra es posible detectar 

y seleccionar las colonias de A. palmata que potencialmente desovarán, no 

obstante esta detección implica acciones invasivas. Con un alicate para uñas 

se cortan al menos tres fragmentos (1 cm2) de diferentes partes de la colonia 

procurando evitar el borde de crecimiento de la colonia (orilla de las ramas), 

pues generalmente esta parte no produce gametos. Al realizar cada corte se 

debe observar ambos lados del corte, la presencia de oocitos es evidente; se 

pueden apreciar como pequeñas esferas de color rosa. Los fragmentos cor-

tados pueden ser revisados con ayuda de un microscopio estereoscópico. Es 

recomendable tomar muestras de por lo menos 10 colonias para calcular el 

porcentaje de colonias que pueden desovar en el sitio. Figura II.1. Observación en campo de la 
presencia de gametos en Acropora palmata, 
Detalle de la detección de gametos en cam-
po.
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La metodología utilizada para la extracción de Symbiodinium spp. fue mo-

dificada a partir de la descrita por Tytler y Spencer (1983) y la técnica usada 

por Baird et al. (2006). El tejido de coral se remueve del esqueleto con agua 

de mar filtrada (1 µm) y aire a presión a través de un aerógrafo (Airbrush, 

USA). Se recomienda utilizar la menor cantidad de agua posible para faci-

litar el resto del proceso. Posteriormente, la solución obtenida se homoge-

neiza (por 3 minutos aprox.) por medio de un homogeneizador de tejidos 

de vidrio. Se toma una muestra del extracto homogeneizado y se observa 

con ayuda del microscopio para observar si las células simbiontes han sido 

separadas del tejido coralino. 

Finalmente, el extracto se resuspende en un volumen de agua de mar filtra-

da aproximadamente 5 veces el volumen del extracto y se mide el volumen 

total de la suspensión. La concentración de células simbiontes de esta sus-

pensión se determina mendiante conteos (por triplicado) utilizando un he-

Figura IV.1. (A) Ejemplo de la remoción de 
tejidos con el aerógrafo. (B) Tejido de coral 
homogeneizado.

Una vez homogeneizado, el extracto se transfiere a tubos Falcon de 50 ml 

y se centrifuga a 5000 rpm/ 5 min, el sobrenadante se desecha y el pellet se 

lava con 30 ml de agua de mar filtrada (1 µm) utilizando un vortex. El pellet 

se disuelve en el agua de mar filtrada. El lavado del pellet se repite 3 veces. 

Figura IV.2. (A) Tejido homogenizado 
transferido a tubos Falcon. (B) Extracto 
centrifugado. (C) Lavado del pellet.

Anexo IV. Extracción de simbiontes e inoculación

a

a

b b c
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mocitómetro. Con estos datos se puede calcular la densidad de simbiontes 

por mililitro de suspensión.

La inoculación se lleva a cabo directamente en los sistemas de cultivo 
(incubadoras), para lo cual se disminuye el volumen de agua. La con-
centración para la inoculación es de 1 x 105 a 1 x 106 células por ml. 
Después de 72 horas se debe monitorear el resultado de la inoculación 
mediante una lámpara de fluorescencia (Tektite, Nightsea Bluestar); 
los reclutas inoculados mostrarán una fluorescencia roja debido ala 
clorofila a contenida en los simbiontes, mientras que los reclutas no 
infectados mostrarán una verde debido a las “proteínas verde fluores-
centes” (GFPs por sus siglas en inglés). Si no se observa infección a 
los 5 días, es necesario repetir el procedimiento.

Figura IV.3. (A) Tejido de coral antes de 
ser homogeneizado y lavado. (B) Simbiontes 
después de la extracción.

Anexo V. Formato para el monitoreo de reclutasa b
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Anexo VI. Glosario

Acondicionamiento del sustrato: Adecuación que se hace al sus- 

trato cuando es inmerso en agua de mar durante algún tiempo, para que se 

desarrolle una biopelícula sobre el mismo y promover el asentamiento de 

larvas de invertebrados marinos.

Asentamiento: Etapa en la que la larva busca un sitio adecuado para 

fijarse, durante el cual se adhiere por el extremo aboral a un sustrato.

Biopelícula: : Colonización de bacterias, diato- meas y otros microorga-

nismos sobre superficies naturales o artificiales.

Capacidad de fecundación: Característica que posee el espermato-

zoide para poder fecundar un óvulo. 

Desarrollo irregular: Anomalías presentes durante el desarrollo de 

algunos embriones, que incluyen el crecimiento exagerado de blastómeros y 

la ausencia del patrón característico en el desarrollo de la especie.

Diversidad genética: La variedad de alelos y genotipos presentes en 

una población, se refleja en las diferencias morfológicas, fisiológicas y de 

comportamiento entre individuos y poblaciones. 

 

Embrión: Fase temprana de desarrollo de los huevos fecundados hasta la 

aparición de la larva. Su desarrollo ocurre en la columna de agua, sin pre-

sentar movimientos propios.

Espermátides: Precursores inmaduros de los espermatozoides.

Espermatozoide: Célula reproductora masculina, móvil y flagelada, des-

tinada a la fecundación del óvulo. 

Fecundación: También llamada singamia, es el proceso en el que el óvu-

lo y el espermatozoide se fusionan durante la reproducción sexual para crear 

un nuevo individuo con un genoma derivado de ambos progenitores. Da 

inicio a la del embrión y se le denomina cigoto.

Fecundación asistida: Consiste en facilitar la fecundación de células 

sexuales para formar nuevos individuos.

Fertilización: El proceso mediante el cual se inicia la reproducción se-

xual comenzando con la conjunción de dos células, cada una con su parte de 

información genética.

Fototactismo positivo: Respuesta positiva a un estímulo lumínico, 

provocando atracción al mismo.

Gametos: Célula germinal madura que participa en la fecundación, los 

gametos femeninos son los óvulos y los masculinos son los espermatozoides.

Genet: Ensamblaje de colonias genéticamente idénticas que son descen-

dientes de un mismo organismo ancestral. 

Genotipo: Conjunto de los genes que existen en el núcleo celular de cada 

individuo 

Inoculación: Proveer dinoflagelados simbiontes al cultivo de reclutas 

recién asentados con el fin de que se introduzcan, reproduzcan y crezcan 

dentro del tejido del coral.

Juvenil: Fase de desarrollo, después de la metamorfosis, donde el organis-

mo no ha alcanzado la madurez sexual, el tamaño y la forma adulta.

Larva: Periodo del desarrollo embrionario posterior a la organogenesis y 

que precede al asentamiento y/o la metamorfosis en una gran diversidad 

de fila de organismos marinos. En Cnidarios se le denomina plánula y se 
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caracteriza su forma alargada, ciliada y por nadar con su parte aboral hacia 

el frente, además de su búsqueda característica de sustrato en el momento 

del asentamiento. 

METAMORFOSIS: Transformación que experimentan determinados anima-

les en su desarrollo biológico y que afecta no solo a su forma sino también a 

sus funciones y su modo de vida; es típica de los poliquetos, equinodermos, 

insectos, crustáceos y anfibios.

Oocitos: Precursores inmaduros de los óvulos.

Óvulo: Célula sexual o gameto femenino, esférico e inmóvil, destinada a 

ser fecundada por el espermatozoide.

Óvulo no fecundado: Óvulo que no ha sido penetrado por un esper-

matozoide y cuya reacción acrosomática no haya iniciado.

Paquetes de gametos: Conjunto de sacos que contienen espermatozoi-

des y huevos compactados, que por el alto contenido de lípidos tienen una 

flotabilidad positiva. Coloración naranja o rosada.

Población: Conjunto de individuos de la misma especie que comparten 

un área geográfica y tienen la posibilidad de cruzarse o reproducirse entre 

ellos.

Pólipo: Es una de las dos estructurales del filo Cnidaria. Consiste en un 

saco contráctil, fijado a un sustrato por el extremo aboral (basal) mientras 

que por el extremo oral posee un orificio (boca y ano) rodeado de tentáculos.

Pólipo libre: Fase de desarrollo en la que la larva plánula realiza su me-

tamorfosis en la columna de agua formando un pólipo, puede vivir ahí du-

rante algún tiempo, hasta la reversión de la metamorfosis y su asentamiento 

o muerte.

Pólipo primario: Es el primer pólipo que se forma por el asentamiento 

de la larva y a partir del cual inicia el desarrollo de la colonia.

Potencial de fecundación: De los espermatozoides es la capacidad 

estructural y fisiológica que poseen estas células sexuales que incrementa la 

probabilidad de fecundación del óvulo.

Ramet: Colonia fisiológicamente distinta y funcional, que pueden sobrevi-

vir independiente, pero que hace parte de un genet.

Recluta: Pólipo formado posterior al asentamiento de la larva sobre un 

sustrato.

Reclutamiento: Es el proceso que implica que los nuevos organismos 

pasen a formar parte de la comunidad arrecifal.

RESTAURACIÓN: Modificación de una cosa para ponerla en el estado o es-

timación que antes tenía.

Setting: Etapa inmediatamente previa al desove, durante la cual la colonia 

se prepara para liberar los paquetes de gametos, mismos que se observan en 

las bocas de los pólipos de manera evidente. Usualmente el Setting tiene 

una duración de unos cuantos minutos a una hora.

TASA DE FERTILIZACIÓN: Es el número de oocitos con división celular en-

tre el número total de la muestra (huevos con división celular más huevos 

no fertilizados).
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