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Prólogo

Alejandro Damian-Serrano
University of Oregon

Desde que tuve mi primer encuentro con una medusa, suspendida en calma bajo la su-
perficie, supe que los organismos gelatinosos no eran simples adornos marinos: eran 

testigos antiguos de una evolución silenciosa, intrincada y profundamente fascinante que 
desafía nuestra intuición como vertebrados terrestres. El zooplancton gelatinoso, en par-
ticular, parece una paradoja: seres sin esqueleto, sin velocidad, sin cerebro centralizado 
y, sin embargo, dominantes en muchos escenarios marinos, a menudo en silencio, invisi-
bles a los métodos de estudio tradicionales y a los prejuicios humanos. Este libro nace del 
deseo de explorar esa paradoja e invitar a otros a observarla con nuevos ojos.

La historia de la evolución marina suele centrarse en vertebrados carismáticos: ani-
males rápidos, inteligentes, robustos, con cuerpos hidrodinámicos y una sola boca fron-
tal. Pero el mar, especialmente la columna de agua —ese inmenso desierto líquido sin 
estructuras, sin refugios ni fronteras— también está habitado por criaturas de otro tipo: 
lentas, frágiles, pequeñas, a veces casi invisibles. Y estas formas blandas que a primera 
vista parecen indefensas han sobrevivido, persistido y prosperado gracias a un repertorio 
de adaptaciones que no solo son efectivas, sino extraordinariamente creativas. La evolu-
ción, en el mar abierto, no premia únicamente la fuerza, la inteligencia o la rapidez. Tam-
bién recompensa la eficiencia, la transparencia, la flotabilidad pasiva, la simbiosis y la 
economía energética. Este libro es, en parte, una celebración de esa creatividad evolutiva 
y la biodiversidad a la que ha dado lugar.

Tradicionalmente, los animales gelatinosos han sido descritos por lo que les “falta”: sin 
esqueleto, sin sistema nervioso central, sin órganos complejos, sin pigmentación. Bajo 
esta óptica, se les presenta como “primitivos”, “simples” o “menos evolucionados”. Esta 
perspectiva no solo es limitada, sino también engañosa. En lugar de medirlos contra un 
ideal vertebrado, deberíamos centrarnos en lo que sí tienen: estructuras únicas y alta-
mente especializadas, como los nematocistos, capaces de disparar con precisión molecular; 
sistemas de filtración que superan en eficiencia a muchos dispositivos humanos; colo-
nias formadas por zooides polimórficos altamente diferenciados, organizados con una 
eficiencia que rivaliza con la de los vertebrados. Estas innovaciones no solo son dignas de 
admiración, sino que además abren nuevas ventanas a la biología comparativa, la evolu-
ción del desarrollo, la neurociencia y la ecología de sistemas.

Este libro también refleja una revolución metodológica. Muchos de los avances re-
cientes en el estudio del zooplancton gelatinoso no habrían sido posibles sin el desarrollo 
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de técnicas de muestreo cuidadosas y específicas, capaces de preservar estructuras extre-
madamente frágiles que antes se destruían por completo en las redes convencionales. 
La fotografía submarina de alta resolución, los sistemas de cultivo en laboratorio, los ve-
hículos operados remotamente (ROVs) y los sistemas de videoplancton no solo nos han 
permitido ver a estos organismos en su contexto natural, sino también entenderlos como 
actores ecológicos dinámicos. La imagen ya no es un mero recurso estético: es una he-
rramienta científica fundamental. La fotografía nos conecta con lo invisible, nos permite 
describir lo efímero y nos ayuda a comunicar, enseñar e inspirar.

Además, es importante destacar el papel de la ciencia ciudadana en esta nueva era 
de exploración gelatinosa. Cada vez más, observadores costeros, buzos, navegantes y 
fotógrafos submarinos contribuyen con registros valiosos que complementan los datos 
científicos tradicionales. Esta sinergia entre ciencia profesional y participación pública no 
solo enriquece nuestras bases de datos, sino que también democratiza el conocimiento 
marino, involucrando a más personas en la conservación y el estudio de los océanos.

A lo largo de este libro, los autores presentan un panorama integral del zooplancton 
gelatinoso, desde los ctenóforos hasta las salpas y apendicularias, abordando tanto su 
diversidad taxonómica como sus roles ecológicos, patrones de distribución, innovacio-
nes fisiológicas y trayectorias evolutivas. Invito a los lectores a que aprendan a ver a estos 
organismos no como rarezas marginales o reliquias de un pasado primitivo, sino como 
agentes biológicos modernos y componentes esenciales de los ecosistemas pelágicos, 
especialmente en un contexto de cambio climático, acidificación, sobrepesca y alteración 
de las redes tróficas.

Este trabajo no sería posible sin el impulso de generaciones de zooplanctólogos 
que abrieron camino en condiciones adversas, ni sin la colaboración incansable de cole-
gas, estudiantes y exploradores de lo que se esconde bajo la superficie. Mi esperanza es 
que estas páginas sirvan no solo como una referencia científica rigurosa, sino también 
como una invitación a mirar de nuevo al océano y a sus habitantes gelatinosos con la hu-
mildad y el asombro de quien la está redescubriendo. Que fomente nuevas vocaciones y, 
sobre todo, contribuya a que el zooplancton gelatinoso ocupe el lugar que merece en el 
estudio y la conservación del mar.
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El zooplancton gelatinoso: 
aspectos generales e interesantes de una comunidad 

que podría dominar los océanos

Eduardo Suárez Morales
 El Colegio de la Frontera Sur (ECOSUR) Unidad Chetumal, Chetumal, México

El zooplancton se puede definir como la parte animal del plancton, una comunidad 
altamente dinámica y compleja representada por una gran variedad de animales in-

vertebrados y vertebrados que viven suspendidos en la columna de agua y que son trans-
portados pasivamente por las corrientes y los movimientos de las masas de agua (Gasca 
y Suárez Morales, 1996). Entre los grupos de invertebrados del zooplancton destacan los 
crustáceos, representados por los grupos holo- y meroplanctónicos; los primeros comple-
tan todo su ciclo de vida como parte del zooplancton (como los abundantísimos copépo-
dos) y en el caso de los meroplanctónicos solamente forman parte del zooplancton du-
rante sus etapas juveniles (como las larvas de los camarones y las langostas, entre otros).

Una fracción del zooplancton que recientemente ha cobrado gran relevancia es la 
que se ha designado como zooplancton gelatinoso (ZG), también reconocida como los 
gelata (Haddock, 2004). El ZG comprende diversos grupos de animales cuyos cuerpos 
tienen una textura gelatinosa, como en el caso de sifonóforos, medusas, ctenóforos, ta-
liáceos y otros grupos. Esta característica gelatinosa se ha interpretado como una adap-
tación que los grupos del ZG han desarrollado de manera independiente para sobrevivir 
en un ambiente tan complejo y variable. La elevada proporción de agua corporal en los re-
presentantes del ZG les confiere un mayor control hidrostático para mantenerse suspen-
didos en la columna de agua con un menor gasto energético. Otra ventaja que obtienen 
de su naturaleza gelatinosa es el mimetismo, principalmente en la zona fótica (0-200 m); 
esto les permite pasar desapercibidos ante sus depredadores y presas. Además, la eleva-
da proporción de agua en sus tejidos y su bajo valor alimenticio los convierten en presas 
poco deseables para depredadores potenciales. Evolutivamente, el ZG representa el grado 
más exitoso dentro de la comunidad del zooplancton. Como veremos más adelante, estas 
grandes capacidades competitivas convierten al ZG en una fracción dominante que puede 
alterar profundamente la dinámica no solo de la comunidad sino de los ecosistemas.

De acuerdo con diversos autores (viz. Madin y Harbison, 2001; Nogueira Júnior et al., 
2022), los principales grupos que constituyen el ZG son las medusas, los ctenóforos, los 
sifonóforos y las salpas. Varios de estos grupos tienen la capacidad de formar agregacio-
nes masivas bajo ciertas condiciones que se pueden registrar acústicamente y pueden 
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desplegarse por grandes superficies (miles de millas náuticas) en áreas neríticas (Alvarez 
Colombo et al., 2003). Se ha acuñado el término “fluid-like scatterers” o “weak scatterers” 
para referirse al débil efecto acústico de estas capas dispersoras de ZG (Stanton et al., 
1998; Alvarez Colombo et al., 2003).

Si bien el ZG comprende depredadores voraces muy competitivos y con una gran 
capacidad reproductiva, existe un grupo de crustáceos zooplanctónicos que se han adap-
tado para utilizar al ZG de maneras diversas; por ejemplo, los anfípodos hipéridos han 
desarrollado estrategias para usar al ZG como transporte, protección, descanso o guar-
dería (Madin y Harbison, 1977; Diebel, 1988). Algunos copépodos, como el ciclopoide 
Pseudolubbockia dilatata Sars G. O., 1909, los utilizan como sitios seguros para aparearse 
(Gasca et al., 2007) y para otros, como algunas especies de Sapphirina, el ZG es fuente de ali-
mento (Gasca et al., 2015).

Se mencionan aquí algunos miembros del ZG y se describen, para cada grupo, los 
temas que podrían resultar de interés para el lector.

Ctenóforos
Los ctenóforos son organismos gelatinosos, depredadores voraces del zooplancton ma-
rino; habitan en todos los océanos a todas las profundidades y en ambientes oceánicos 
y costeros (Harbison et al., 1978; Puente-Tapia et al., 2021). Son formas de gran belleza y 
extremadamente frágiles. Muchas de las especies de aguas profundas se han observado 
mediante sumergibles, pero se desintegran ante la mínima perturbación (R. Gasca, com. 
pers.). Se reconocen unas 33 especies en aguas mexicanas; su mayor diversidad parece 
encontrarse en las aguas profundas. De acuerdo con Chen et al. (2007), los ctenóforos 
tienen, al igual que las medusas, un origen antiguo en el planeta, representado por un 
estadio juvenil del ctenóforo †Maotianoascus octonarius Chen y Zhou, 1997, descubierto en 
registros del Cámbrico temprano (ca. 540 millones de años). El nombre del filo hace refe-
rencia a ocho estructuras acanaladas en forma de peine (kten) equipadas con cirros mó-
viles que baten en sincronía como medio de locomoción y que además son herramientas 
muy eficientes para alimentarse. Su dieta se compone de copépodos, larvas de peces y 
una gran variedad de zooplancton, incluyendo otras formas gelatinosas; son muy eficien-
tes como depredadores, creando corrientes suaves y continuas que atrapan a presas del 
microplancton sin que estas se percaten de que están siendo llevadas a la boca del cte-
nóforo (Colin et al., 2010). Los ctenóforos suelen ser presas de otros organismos del ZG, 
como las medusas y otros ctenóforos, que los devoran enteros (a pesar de ser de mayor 
tamaño que la medusa) o en partes. Es interesante que las partes remanentes puedan 
regenerarse (Purcell y Cowan Jr., 1995; Haddock, 2007).

La especie Mnemiopsis leidyi A. Agassiz, 1865, es sin duda el ctenóforo mejor estudia-
do. Su gran capacidad como depredador del microplancton y su eficiencia trófica han sido 
referidas como causantes de una drástica disminución de la abundancia y diversidad del 



23Eduardo Suárez Morales

zooplancton en la región del Mediterráneo y del mar Caspio (Roohi et al., 2008; 2010). Su 
distribución se ha expandido rápidamente y muchos autores la consideran una especie 
invasora con efectos severos al alterar profundamente las comunidades zooplanctónicas 
locales principalmente en zonas costeras y áreas pesqueras, pues no solo compiten por 
alimento con las larvas de peces, sino que son depredadores activos de estas larvas, dete-
riorando el reclutamiento en pesquerías bien establecidas (Purcell, 1985). Es interesante 
mencionar que M. leidyi es la presa favorita de otro ctenóforo (Beroe ovata Bruguière, 1789) 
y ambas especies suelen encontrarse con patrones de distribución coincidentes en la re-
gión del Mediterráneo-mar Negro y mar Caspio, Beroe modulando las poblaciones de M. 
leidyi (Galil et al., 2011). Un estudio más reciente reveló que los huevos de peces repre-
sentan tan solo una fracción de la dieta de este ctenóforo, cuyo consumo se enfoca en los 
copépodos (Hamer et al., 2011).

Medusas 
Las medusas representan, sin duda, el grupo más conspicuo y llamativo del ZG. La singu-
lar belleza de sus formas y colores, así como la innegable gracia de sus movimientos, 
acompañan su gran importancia en el zooplancton y su influencia en los ecosistemas 
oceánicos y costeros. Estas formas depredadoras han evolucionado por cientos de mi-
llones de años de modo tal que sobrevivieron a las grandes extinciones de la vida marina. 
Los primeros registros fósiles reconocidos de medusas provienen del periodo Cámbri-
co (Young y Hagadorn, 2010); de este periodo también proviene el registro notable de 
una narcomedusa (Cartwright et al., 2007). Debido a las características corporales de las 
medusas, se ha afirmado que algunos de estos registros podrían referirse a estructu-
ras sedimentarias radiales generadas por procesos geológicos locales y no a restos fósi-
les de medusas (Hagadorn y Miller, 2011). Respecto a su clasificación, las agrupaciones 
propuestas parecen no tener relación con su filogenia y su ciclo de vida, por lo que no 
hay un acuerdo entre los especialistas en cuanto a la adopción de una clasificación úni-
ca (Gasca y Loman-Ramos, 2014). Al igual que las salpas, las medusas pueden formar 
grandes agregaciones poblacionales bajo ciertas condiciones. Estos son fenómenos 
que resultaban ocasionales en estudios rutinarios del zooplancton, pero actualmente 
se están investigando los patrones que subyacen a estos eventos. Se sabe que las agre-
gaciones masivas en cada área geográfica son protagonizadas por algunas especies de 
medusas; tan solo tres a cinco especies en el mar Adriático, particularmente Pelagia 
noctiluca (Forsskål, 1775) (Benovic y Lucic, 2001), y en aguas argentinas las medusas 
Lychnorhiza lucerna Haeckel, 1880, y Aequorea sp. (Alvarez Colombo et al., 2003). Benovic 
y Lucic (2001) y Genzano et al. (2008) señalaron que las causas de estos incrementos 
poblacionales permanecen desconocidas, pero proponen que factores de estrés (i. e., 
cambios de salinidad y temperatura, hormesis o estrés ambiental) podrían ser los des-
encadenantes de estos fenómenos, principalmente en sistemas costeros. Se ha sugeri-
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do que el cambio climático, la eutrofización, la sobrepesca, la construcción costera y la 
translocación de especies son factores de estrés que incrementan los eventos de blooms, 
pero los datos científicos para alcanzar consensos al respecto son aún escasos. Si bien 
las agregaciones de medusas tienen efectos potenciales al alterar la dinámica trófica en 
zonas costeras y oceánicas, hay casos en los que la presencia masiva de ciertas especies 
representa también un problema de salud. Una de estas especies es Linuche unguiculata 
(Swartz, 1788), también conocida como “dedal”. Esta pequeña medusa tiene una amplia 
distribución tropical, pero en aguas costeras del Caribe e incluso en Brasil (Haddad Jr. et 
al., 2001) llega a formar agregaciones que se extienden por varios kilómetros a lo largo de 
las costas, incluyendo las playas turísticas. Su picadura causa una dermatitis muy caracte-
rística, la “erupción del bañista”; se pensaba que la conspicua fase medusa era la respon-
sable de este problema, pero Segura-Puertas et al. (2001) reconocieron que todas las fases 
del ciclo de vida (incluyendo las etapas larvarias éfiras y plánulas) pueden causar esta 
erupción cutánea; además, Segura-Puertas et al. (2008) confirmaron que en L. unguiculata 
la estrobilación (formación y liberación de éfiras) se activa al aumentar la temperatura, 
lo que provoca que después de la aparición de las medusas en las playas (usualmente ha-
cia el final del periodo invernal) se produzca un incremento de sus fases larvarias (inicio 
de primavera), prolongando el riesgo de incidencias dermatológicas. Aquí es necesario 
mencionar aspectos de salud mucho más serios respecto a las medusas, como lo es la 
picadura de un grupo conocido como cubomedusas, entre las que destaca la “avispa de 
mar”, Chironex fleckeri Southcott, 1956, cuya picadura es letal, causando un dolor incapaci-
tante, una profunda alteración de los signos vitales y un paro cardiaco final. No hay anti-
toxina ni tratamiento que se considere efectivo para contrarrestar este veneno (Piontek et 
al., 2020). Las “avispas de mar” son medusas relativamente grandes, con umbrelas (cam-
panas) angulares de hasta 35 cm de diámetro y grupos de 15 tentáculos en cada ángulo. Su 
distribución parece estar restringida a las aguas cálidas de Australia y zonas adyacentes 
del Indopacífico, lo que incluye varias formas afines o mesopoblaciones con distribucio-
nes limitadas (Kingsford et al., 2021) que deben ser estudiadas con detalle mediante los 
criterios taxonómicos actuales. Además de las “avispas”, existen especies más pequeñas 
de cubomedusas que resultan ser casi tan peligrosas como C. fleckeri. A estas pequeñas 
cubomedusas cuya umbrela tiene tan solo unos 2 cm de diámetro pero que cuentan con 
larguísimos tentáculos se les conoce como irukandji, que es el nombre de una feroz tribu 
aborigen del norte de Australia. También se aplica este nombre al síndrome causado por 
su picadura (dolor muy intenso, desmayo, debilidad, ansiedad extrema, hipertensión y 
edema pulmonar). La letalidad es ligeramente menor que en los casos de picadura por 
C. fleckeri (Gershwin, 2014). Los accidentes pueden llegar a ocurrir en áreas arrecifales sin 
registros previos (Gershwin y Hannay, 2014). Las medusas irukandji de los géneros Malo, 
Carukia, Morbakka, Gerongia y Alatina parecen encontrarse también restringidas a aguas 
australianas, pero la picadura de otras cubomedusas como Carybdea y formas relaciona-
das puede tener efectos similares en aguas del Atlántico tropical (Grady y Burnett, 2003). 
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Así, las medusas tienen aspectos sumamente interesantes desde diferentes pers-
pectivas, por lo que representan un grupo cuya relevancia justifica todos los recursos que 
se puedan destinar a su investigación. Un aspecto adicional, que contrasta con los temas 
que se han expuesto, es el aprovechamiento de estos organismos para el consumo huma-
no. Las medusas han sido explotadas comercialmente en la cultura china como alimento 
desde hace más de mil años. Las medusas desecadas representan un negocio relevante en 
Asia. Aunque su contenido proteico es bajo (4-5 %), aportan colágeno de buena calidad 
(Hsieh et al., 2001). Las especies más importantes desde el punto de vista comercial son 
Stomolophus meleagris Agassiz, 1860, y Stomolophus sp. 2, que en México, particularmente 
en el golfo de California, se han convertido en pesquerías cuyo valor económico resulta 
equiparable al del camarón. Estudios recientes sugieren que la población de medusas 
que sostiene a la pesquería en el golfo de California está representada por al menos dos 
formas genéticamente distintas. Su dinámica como pesquería suele tener drásticos cam-
bios interanuales en sus poblaciones explotables (Cruz-Colín et al., 2021; Méndez Barrón 
y Carrillo Cisneros, 2023), aunque sigue representando un recurso pesquero y exportable 
muy importante para México, por lo que la biología, ecología y genética de sus poblacio-
nes deben seguir siendo motivo de investigación.

Sifonóforos
Están representados mayoritariamente por organismos holoplanctónicos, aunque in-
cluyen también al grupo de especies crípticas neustónicas, como Physalia, comúnmente 
conocidas como fragatas portuguesas y a una pequeña familia epibéntica (Rhodaliidae). 
Actualmente se conocen cerca de 180 especies de este grupo de organismos, 89 de ellas 
reconocidas en aguas mexicanas (Gasca, 2002; Pugh y Gasca, 2009; Mapstone, 2014). 
Desde el punto de vista biológico, los sifonóforos son organismos coloniales confor-
mados por grupos de individuos (zooides) especializados y de naturaleza medusoide o 
polipoide que realizan distintas funciones para la colonia. Son organismos gelatinosos 
estructuralmente complejos y sus diferentes grupos de individuos se disponen en una 
apretada y funcional armonía, formando un conjunto móvil de frágil belleza que ha sido 
igualmente apreciado por artistas y zoólogos marinos desde hace más de doscientos 
años. Los sifonóforos son formas depredadoras que se alimentan de una gran variedad de 
presas en la comunidad del zooplancton, incluyendo copépodos, larvas de crustáceos, os-
trácodos, quetognatos, moluscos pelágicos, peces (adultos, juveniles y larvas), y también 
de otros grupos del ZG (sifonóforos, medusas, salpas y ctenóforos), con aparente compor-
tamiento trófico más especializado a mayores profundidades que en aguas epipelágicas 
(Hetherington et al., 2022). Si bien los sifonóforos no forman agregaciones poblacionales 
comparables a las descritas para medusas, salpas y ciertos ctenóforos, destaco aquí dos 
aspectos interesantes de este grupo:
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1. Muchos sifonóforos poseen un neumatóforo axial con gas, cuya regulación les per-
mite desplazarse verticalmente en la columna de agua. Por ello, desde hace varias déca-
das estas formas se han reconocido como parte de las capas dispersoras profundas junto 
con distintos grupos de peces (Barham, 1966), además de que muestran cambios pobla-
cionales detectables en áreas con procesos oceanográficos activos, como surgencias y gi-
ros a mesoescala (Gasca y Suárez, 1991; Suárez y Gasca, 1991; Suárez-Morales et al., 2002).

2. Distintas especies de sifonóforos y de medusas se han podido asociar con cier-
tas masas de agua y se han señalado como indicadores de estas masas o de condicio-
nes hidrográficas (Alvariño, 1971; Gasca y Suárez, 1991; Biggs et al., 1997; Gasca, 1999; 
Suárez-Morales et al., 2002). Para poder hacer estas interpretaciones es necesario 
contar con una taxonomía sólida que permita distinguir las especies de una manera con-
fiable. Es indudable, sin embargo, la gran relevancia de los sifonóforos para poder per-
filar las redes tróficas oceánicas, particularmente en los estratos superficiales (0-200 m) 
(Hetherington et al., 2022).

Salpas
Las salpas, junto con las apendicularias y los taliáceos (doliólidos y pirosomas), son un 
grupo que se conoce como tunicados pelágicos que habitan aguas oceánicas y neríticas 
en todas las latitudes. Pertenecen a los cordados por presentar una notocorda y son fil-
tradores muy eficientes. Su morfología, con un cuerpo gelatinoso en forma de barril y es-
tructurado por bandas musculares, los convierte en verdaderas bombas de succión-filtra-
ción; su taxonomía actual se basa en la estructura y número de bandas musculares, entre 
otros caracteres (Hereu y Suárez-Morales, 2012). Su distribución y abundancia como par-
te del ZG son ecológicamente relevantes, pues su tipo de alimentación como filtradores 
suspensívoros los ubica más cerca de las bases tróficas que los copépodos, los herbívoros 
más abundantes del ambiente marino (Alldredge y Madin, 1982; Andersen, 1998; Suther-
land et al., 2010). Esta posición trófica ha llamado la atención de los investigadores hacia 
el hecho de que grandes poblaciones de salpas tienen el potencial para alterar la dinámi-
ca del fitoplancton y la producción primaria en amplias regiones oceánicas, al consumir 
enormes cantidades de fitoplancton en la franja epipelágica y trasladar parte de este re-
curso a mayores profundidades como pélets fecales, incrementando significativamente 
la eficiencia de la bomba biológica de carbono (Décima et al., 2023), pero reduciendo la 
disponibilidad de fitoplancton para otros herbívoros del zooplancton. Algo equivalente 
ocurre con otro grupo de tunicados pelágicos, los pirosomas, que forman grandes agre-
gaciones en ciertas condiciones hidrográficas, como es el caso de Pyrosoma atlanticum 
Péron, 1804, cuya proliferación tras un periodo de calentamiento del agua intensificó 
de manera anómala la bomba de carbono en la zona norte de la corriente de California 
(Lyle et al., 2022). Como consecuencia de este mismo efecto, se ha comprobado que los 
elevados consumos de fitoplancton por parte de las salpas provocan una disminución de 
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las poblaciones antárticas de krill (Perissinotto y Pakhomov, 1998). Las salpas se encuen-
tran entre los grupos más diversos de tunicados pelágicos (Van Soest, 1998) y, al igual que 
otros taliáceos, pueden formar enormes agregaciones estacionales. Son relativamente 
pocas las especies de salpas capaces de formar booms en aguas oceánicas y costeras (Ma-
din et al., 2006; Deibel y Paffenhöfer, 2009). Las floraciones de salpas ocurren de manera 
limitada e intermitente en sistemas tropicales y subtropicales (Madin et al., 1996; Hereu 
et al., 2010) y pueden formar capas acústicas muy extensas, como es el caso de Soestia 
zonaria en las costas argentinas (Alvarez Colombo et al., 2003). Estos autores reportaron 
que en un solo lance de la red de plancton obtuvieron 46 kg solamente de esta salpa. En 
aguas tropicales del Atlántico, incluyendo el golfo de México y el mar Caribe occidental, 
las especies dominantes son Thalia cicar Van Soest, 1973, T. democratica (Forskål, 1775), 
Weelia cylindrica (Cuvier, 1804) y Salpa fusiformis Cuvier, 1804 (Michel y Foyo, 1976; Esnal, 
1978; Hereu y Suárez-Morales, 2012). Estas especies tienen una amplia distribución mun-
dial (Andersen, 1998) y se han documentado booms de algunas de ellas en aguas del Cari-
be occidental y del golfo de México (Michel y Foyo, 1976; Esnal y Daponte, 1999). Es claro 
que este grupo del ZG merece ser estudiado con mayor detalle para describir su efecto de 
pastoreo anómalo en diferentes condiciones hidrográficas en latitudes tropicales y sub-
tropicales, lo cual permitiría desarrollar modelos de predictibilidad de los patrones de 
productividad en diferentes áreas geográficas (Deibel y Paffenhöfer, 2009).

Comentarios finales
A partir de la información presentada en esta breve contribución, se hace evidente que 
los distintos grupos que forman parte del ZG tienen el potencial para aprovechar de ma-
nera rápida y eficiente condiciones favorables para propagarse masivamente y convertir-
se en las formas dominantes del zooplancton tanto en ambientes costeros como oceáni-
cos, alterando profundamente el perfil y la dinámica ecológica de los ambientes marinos. 
Existe evidencia documentada que indica que estos procesos podrían estar vinculados 
al cambio climático global (Mills, 2001; Goldstein y Steiner, 2020). El potencial de que 
este escenario ocurra es innegable y se reconoce como un problema de alcance global, en 
particular en el caso de las medusas (Levy et al., 2024). La perspectiva de una expansión 
descontrolada de estos gelatinosos depredadores del zooplancton ha motivado el diseño 
de estrategias de control biológico que permitirían mitigar o prevenir los blooms pobla-
cionales de medusas y sus efectos mediante la regulación o la inhibición reproductiva de 
sus pólipos (Liu et al., 2025). También es claro que estos temas merecen mayores esfuer-
zos de investigación que permitan construir modelos predictivos del comportamiento 
poblacional de estos grupos (Henschke et al., 2018).
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Descripción general
El filo Ctenophora se estableció como tal en 1889 por Hatschek como un filo distinto en 
la organización de los cnidarios. No obstante, el término fue ya acuñado por Eschscholtz 
en 1829 (quien se considera su descriptor original) al considerar a los ctenóforos como 
un orden dentro de Coelenterata. Los ctenóforos son un grupo de invertebrados exclu-
sivamente marinos, con representantes pelágicos y bentónicos que se caracterizan ex-
ternamente por su aspecto gelatinoso y por la presencia de ocho hileras longitudinales 
de peines (también conocidos como paletas natatorias), constituidos por placas de cilios 
fusionados (ctenes). Estos peines dan origen al nombre común de los ctenóforos, el cual 
se deriva del griego Κτενός (ctenos) o peines y φόρος (phoros) portador, es decir, portador 
de peines. Sin embargo, también son conocidos con una amplia variedad de nombres de-
pendiendo de la región, por ejemplo “medusas peine”, “nueces de mar” o “comb jellies”, en 
inglés. Además, los ctenóforos son los únicos animales que poseen coloblastos, un tipo 
celular especializado en la captura de presas (Leonardi et al., 2020).

Los ctenóforos, junto con las medusas, sifonóforos, salpas y ciertos moluscos, forman 
parte de un grupo funcional no emparentado filogenéticamente, denominado zooplanc-
ton gelatinoso, caracterizado por un alto contenido de agua en sus cuerpos, lo que les con-
fiere ese aspecto gelatinoso (Figura 1). Sin embargo, las últimas evidencias disponibles 
sitúan a los ctenóforos como el grupo animal que divergió primero dentro del árbol de la 
vida, situándose como el grupo hermano del resto de los animales, incluso antes que las 
esponjas (Dunn et al., 2008; Whelan et al., 2017; Schultz et al., 2023). Aún se desconocen 
muchos aspectos de la biología y ecología de la mayoría de las especies, debido a fac-
tores como la complejidad del muestreo para recolectar e identificar a algunas de ellas, 
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principalmente las de aguas profundas, así como por su extrema fragilidad corporal (p. ej. 
Hosia et al., 2017; Pantiukhin et al., 2024), lo que provoca que, con ciertas excepciones, 
suelen destruirse total o parcialmente durante el muestreo o posteriormente mediante 
los procesos de fijación convencional (p. ej. formaldehído y etanol) (Mianzan, 1999).

Este grupo está compuesto por 185 especies actualmente aceptadas a nivel mundial 
(Moroz, 2024) clasificadas en dos clases (Harbison, 1985; Hyman, 1940), nueve órdenes, 
33 familias y > 50 géneros. La primera es la clase Nuda (ctenóforos sin tentáculos), que 
incluye un orden, una familia y dos géneros (Neis y Beroe). La segunda es la clase Ten-
taculata (ctenóforos con tentáculos), que incluye ocho órdenes (Cambojiida, Cestida, 
Cryptolobiferida, Cydippida, Ganeshida, Lobata, Platyctenida y Thalassocalycida), 32 fa-
milias y 47 géneros (Mills 1998-presente). Sin embargo, se espera que la sistemática del 
grupo cambie en los próximos años, ya que se conoce que algunos de estos grupos son 
polifiléticos (p. ej. Whelan et al., 2017). Además, la diversidad real en número de especies 
de ctenóforos sigue siendo sustancialmente subestimada, con numerosas especies, prin-
cipalmente de aguas profundas, que aún no han sido descubiertas o formalmente descri-
tas (Mills, 1998-presente; Christianson et al., 2022; Moroz, 2024).

Como referencia específica de los mares de México, la información más reciente so-
bre la diversidad de ctenóforos se encuentra en el trabajo de Puente-Tapia et al. (2021), 
el cual compila toda la información disponible sobre el filo Ctenophora en aguas mexi-
canas, incluyendo las especies meso- y batipelágicas. En este trabajo se reporta un total 
de 33 taxones, 26 de ellos identificados a nivel de especie y los siete restantes a nivel de 
género, todos pertenecientes a dos clases: Nuda (5) y Tentaculata (28). Posteriormente, 
Puente-Tapia et al. (2023) registraron por primera vez para México una especie de cte-
nóforo bentónico (Vallicula multiformis). Si se toma en consideración el número total de 
especies reconocidas en la actualidad (Moroz, 2024) (n=185), la diversidad reportada en 
las aguas de México representaría casi el 18 % del total.

En general, los ctenóforos habitan todos los ambientes marinos del gran océano, 
desde los trópicos hasta aguas polares (Harbison et al., 1978), desde aguas costeras hasta 
el mar abierto, y desde la superficie hasta profundidades abisales, con un récord de pro-
fundidad de 10.040 metros (Jamieson et al., 2023). Si bien la mayoría de los ctenóforos 
son pelágicos, distribuidos a lo largo de la columna de agua, existen especies bentóni-
cas que pertenecen al orden Platyctenida, las cuales durante su fase adulta viven asocia-
das a algún tipo de sustrato, ya sea de origen biótico o abiótico (Mills 1998-presente). La 
mayoría de los ctenóforos son hermafroditas simultáneos con fertilización externa (ver 
sección “Ciclo biológico y reproducción”) y presentan dos capas embrionarias, ectodermo 
y endodermo, separados por una matriz gelatinosa llamada mesoglea. La alta densidad 
de cilios en los ctenes de ctenóforos provoca la refracción de la luz al atravesarlos, pro-
duciendo un efecto de iridiscencia característico que genera una apariencia multicolor 
(Tamm, 2014; Moroz, 2024). Se ha sugerido que la iridiscencia en ctenóforos cumple una 
función de prevención de la depredación (Welch et al., 2005), aunque podría considerarse 
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un epifenómeno, porque su iridiscencia no es visible sin ayuda de una linterna artificial 
(Damian-Serrano, com. pers.). Además de producir iridiscencia por refracción de la luz, 
algunas especies se caracterizan por ser bioluminiscentes, especialmente las especies 
planctónicas (Haddock y Case, 1995; 1999). La bioluminiscencia en ctenóforos está me-
diada por un grupo específico de fotoproteínas, las celenterazinas (Haddock et al., 2010; 
Mashukova et al., 2023). Sin embargo, se desconoce el papel funcional de su bioluminis-
cencia, con funciones hipotéticas no demostradas que van desde la comunicación intra-
específica hasta la protección contra agentes oxidantes (cf. Mashukova et al., 2023).

Los ctenóforos tienen numerosos roles ecológicos dentro del ambiente marino, y 
algunos de ellos pueden impactar de forma negativa en actividades socioeconómicas 
del humano (p. ej. Ivanov et al., 2000). Tal es el caso de su papel dentro de las tramas 
tróficas, donde, durante mucho tiempo, estos organismos, al igual que las medusas, 
se habían considerado como los finales muertos de las cadenas tróficas (“trophic dead-
ends”), es decir, organismos que rara vez son consumidos por otros predadores. Sin em-
bargo, ciertas evidencias han mostrado que su papel en las redes tróficas es mucho más 
complejo (p. ej. Dischereit et al., 2024). Estudios de los últimos años han demostrado su 
importancia como presa para una gran variedad de especies marinas como medusas, 
otros ctenóforos, tortugas, peces y aves (Tilves et al., 2013; Thiebot et al., 2017). En algu-
nos de estos casos, como el de ciertas especies de peces, se pueden alimentar exclusi-
vamente de los ctenóforos o algún otro tipo de zooplancton gelatinoso, por lo que se 
pueden considerar organismos especializados en este tipo de alimento (Diaz Briz et al., 
2017; 2018). Por otra parte, los ctenóforos también cumplen un papel importante como 
depredadores de una amplia variedad de grupos zooplanctónicos, incluyendo huevos y 
larvas de peces, por lo que pueden impactar de forma significativa tanto en la dinámica 
de las redes alimenticias como en las poblaciones de sus presas (p.  ej. Monteleone y 
Duguay, 1988; Cowan y Houde, 1992; Shiganova, 1998; Potter et al., 2023; Shiganova et al., 
2024; Irvine et al., 2025).

De esta manera, la alta capacidad depredadora de los ctenóforos, y sus elevadas ta-
sas de crecimiento y reproducción, les permiten alcanzar enormes biomasas en periodos 
de tiempo breves (explosiones demográficas o blooms), por lo cual pueden afectar de ma-
nera significativa el reclutamiento de ciertos recursos pesqueros debido al consumo del 
zooplancton en general (Arai, 1997; Mianzan, 1999; Bouillon, 1999), incluyendo las etapas 
tempranas de especies de importancia comercial (p. ej. huevos y larvas de peces y crustá-
ceos), haciendo que en ciertas regiones las pesquerías de dichas especies colapsen. Un 
claro ejemplo de lo anterior es lo ocurrido con el ctenóforo americano Mnemiopsis leidyi en 
el mar Negro (Oguz et al., 2008). Cuando dichos factores en la ecología de los ctenóforos 
ocurren (depredación, reproducción y crecimiento), los efectos “top-down” (efectos que 
los depredadores ejercen sobre los niveles bajos de las cadenas tróficas) se intensifican, 
agotando los recursos disponibles y modificando drásticamente la composición de la co-
munidad zooplanctónica (Purcell, 1991; 2003).
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Figura 1. Ejemplo de la amplia variedad de formas corporales de los ctenóforos. A Beroe 
gracilis (orden Beroida); B Beroe cf. Abyssicola (o. Beroida); C Pleurobrachia pileus (o. Cydi-
ppida); D Mertensia ovum (o. Cydippida); E Callianira bialata (o. Cydippida); F Euplokamis 
dunlapae (o. Cydippida); G Coeloplana meteoris (o. Platyctenida); H Cestum veneris (o. Cesti-
da); I Leucothea multicornis (o. Lobata); J Bolinopsis infundibulum (o. Lobata); K Mnemiopsis 
leidyi, fase lobada (o. Lobata); L Mnemiopsis leidyi fase larvaria cidípida (o. Lobata). Imá-
genes: A-C L. Joan y J. Soto-Angel; D, F, H e I Alexander Semenov; E, J y K Alexandre Jan; 
G Sho Toshino.
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Otro rol ecológico importante por mencionar es la interacción que se describe entre 
algunas especies de ctenóforos y diversos grupos de invertebrados marinos, ya sea como 
hospedadores de una amplia variedad de parásitos, incluyendo tremátodos, céstodos, 
nemátodos, isópodos, dinoflagelados, anfípodos, larvas de anémonas, etc., o bien por las 
relaciones de simbiosis entre especies de ctenóforos y otros zooplanctívoros (p. ej. Diaz 
Briz et al., 2012; 2015). Por ejemplo, la asociación entre Ocyropsis crystallina y el anfípodo 
hipérido Oxycephalus clausi en el golfo de California (Gasca y Haddock, 2004), entre Be-
roe cucumis y el anfípodo hipérido Hyperoche mediterranea (Gasca y Browne, 2018), entre 
el ctenóforo Cestum veneris y el anfípodo hipérido Brachyscelus crusculum, entre los ctenó-
foros M. leidyi, Pleurobrachia pileus y Beroe ovata con el anfípodo hipérido Hyperoche marti-
nezii (Puente Tapia et al., 2016). Estos trabajos hacen referencia al papel de los ctenóforos 
como hospedadores en el ciclo vital de este tipo de crustáceos. En general, los anfípodos 
utilizan al ctenóforo como refugio para su progenie (Gasca y Haddock, 2004), sin embar-
go, también se ha documentado que esta relación es perjudicial para el ctenóforo, ya que 
el hipérido puede ejercer una micropredación sobre él (Laval, 1980) o incluso las larvas 
del hipérido tienen la capacidad de acceder a los canales del hospedador y consumir el 
alimento que el ctenóforo ingirió (Laval, 1965).

El hecho de que los ctenóforos sean más distantes al resto de los metazoos ha 
abierto muchas oportunidades para la investigación de ciertas innovaciones evolutivas 
potencialmente únicas dentro del grupo, las cuales comprenden desde estudios sobre 
su peculiar desarrollo (p. ej. Martindale y Henry, 1997; Babonis et al., 2018; Martindale, 
2022), hasta la plasticidad de sus ciclos vitales (p. ej. Soto-Angel et al., 2023; Soto-Angel y 
Burkhardt, 2024), su potencial de regeneración (Ramon-Mateu et al., 2019; Edgar et al., 
2021; Mitchell et al., 2024) y el origen del sistema nervioso en animales (Sachkova et al., 2021; 
Burkhardt, 2022; Burkhardt et al., 2023), entre otros. Estos aspectos, junto con caracterís-
ticas previamente mencionadas, han establecido a M. leidyi como una especie modelo 
clave en estudios sobre biología evolutiva, bioinvasiones, ciclos vitales, desarrollo y neu-
rociencia (Oguz et al., 2008; Jaspers et al., 2013).

Morfología
El plan corporal básico de los ctenóforos es similar al de los cnidarios pero presenta algu-
nas diferencias al respecto, como es el caso de los músculos mesenquimales, el órgano 
aboral (un motor sensorial provisto de estatocistos) y las aperturas anales, aunque estas 
últimas se han considerado recientemente como transitorias (Tamm, 2019). Estos orga-
nismos tienen una simetría bilateral (como sucede en Bilateria) en el plano oral-aboral y 
en el plano tentacular, aunque también puede considerarse como una simetría rotacio-
nal de 180° en cualquier plano (con excepción de la apertura anal). En cualquier caso, solo 
hay una manera de dividirlo para obtener partes exactamente iguales, salvo los poros 
anales. Esto representa un cambio evolutivo notable entre las medusas y los ctenóforos. 
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La simetría bilateral se establece durante su desarrollo embrionario y continúa a lo largo 
de toda su vida (Dunn et al., 2015).

Dentro de su estructura corporal, los ctenóforos cuentan con un epitelio externo o 
ectodérmico y un epitelio interno o endodérmico, el cual es un saco ciego con un orificio 
único que funciona como boca y se comunica con el exterior. Entre las dos capas epitelia-
les se encuentra la mesoglea, que funciona como esqueleto hidrostático. La mesoglea es 
gelatinosa y está principalmente constituida por agua y tejido conectivo, pero además 
contiene células y fibras musculares, una red neuronal subepidérmica y otras células lla-
madas amebocitos con función inmunitaria, así como una matriz acelular compuesta por 
proteínas y glúcidos complejos (Hernandez-Nicaise, 1991).

Como se mencionó anteriormente, los ctenóforos se caracterizan por la presencia 
de ocho hileras longitudinales de peines o paletas natatorias que corren a lo largo de la 
superficie externa de su cuerpo, las cuales están orientadas para ir desde la zona cerca-
na a la boca (polo oral) hasta el extremo opuesto (polo aboral). Estos peines tienen una 
función destinada a la locomoción o a la natación del organismo. Para ello, los peines 
baten en secuencia en cada una de estas hileras empezando por el respectivo extremo 
aboral, de tal forma que el movimiento secuencial de los peines es hacia el polo oral 
del organismo, por lo que el ctenóforo presenta un movimiento con la boca o extremo 
oral hacia adelante. Todos los ctenóforos utilizan estos peines en algún momento de 
su ciclo de vida, sin embargo, hay algunas especies que también pueden desplazarse 
puntualmente usando estructuras como los lóbulos, como es el caso de Ocyropsis spp. 
(Gemmel et al., 2019).

El cuerpo de los ctenóforos es completamente gelatinoso, lo que les permite regular 
la flotabilidad mediante intercambio de iones con el medio. Los tentáculos de los cte-
nóforos, a diferencia de los cnidarios, no se encuentran en la superficie del cuerpo, sino 
que emergen del fondo de un canal epidérmico ciliado denominado vaina tentacular. La 
mayoría de los individuos son transparentes, lo que se considera una de las formas más 
comunes de camuflaje entre los organismos gelatinosos, por ello, se cree que esta trans-
parencia podría ser una adaptación defensiva (Johnsen, 2001). A pesar de esto, mientras 
que la mayoría de los ctenóforos de aguas superficiales y medias se caracterizan por esta 
transparencia corporal, aquellos organismos de aguas profundas suelen presentar tona-
lidades rojizas (p.  ej. Lampocteis cruentiventer, Vampyroctena delmarvensis o Bathyctena 
chuni), ya que las longitudes de onda rojas son las primeras en ser absorbidas por el agua, 
y por lo tanto esa condición les favorece en la oscuridad de la profundidad. Otra hipótesis 
para la presencia de pigmentos rojos, sobre todo cuando estos se sitúan alrededor del sis-
tema digestivo, es la de ocultar la bioluminiscencia de sus presas con el fin de continuar 
pasando desapercibidos para sus propios depredadores (Haddock, 2007).

A pesar de la relativa sencillez de su anatomía interna y de la ausencia de órganos 
diferenciados, la estructura del cuerpo de los ctenóforos es compleja. Presentan una 
amplia plasticidad o variedad de formas, tamaños y tonalidades corporales, pudiendo 
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distinguirse a modo general cinco formas corporales características entre los diversos 
grupos de ctenóforos: cidípidos, lobados, beroideos, céstidos y platicténidos (Figura 2).

Los cidípidos tienen una forma más o menos esférica u ovalada, con dos tentáculos 
opuestos largos y retráctiles que cuando se retraen son alojados en las vainas tentacula-
res, de posición y morfología variables. Los tentáculos presentan ramificaciones a lo largo 
de los mismos llamadas tentillas. Algunos cidípidos presentan morfologías más comple-
jas, en ocasiones con expansiones o proyecciones aborales como es el caso de los Merten-
siidae (p. ej. Mertensia y Callianira) o Duobrachium sparksae.

Los lobados se caracterizan por tener un cuerpo comprimido en el plano adesofagial, 
dándoles una forma de “gota” con dos grandes lóbulos en el extremo inferior del cuerpo, 
y por la presencia de estructuras ciliadas más o menos puntiagudas, conocidas como aurí-
culas, que en algunos casos pueden ser móviles (p. ej. Leucothea multicornis). En el caso de 
Lobatolampea tetragona, los lóbulos están fusionados, formando una especie de umbrela 
similar en estructura a la de las medusas. Los lobados presentan una larva cidipoide ten-
taculada, pero en la gran mayoría de especies los tentáculos son reabsorbidos durante 
la transición de cidípido a lobado, mientras que las tentillas quedan reducidas al surco 
tentacular.

Los beroideos tienen un cuerpo comprimido, de forma cilíndrica, dándoles un as-
pecto de bolsillo o de saco abierto en uno de los extremos (boca) y cerrado en la parte 
opuesta. A diferencia del resto de ctenóforos, los beroideos carecen de tentáculos duran-
te todas las etapas de su ciclo de vida.

Los céstidos presentan una forma aplanada similar a un cinturón o cinta plana alar-
gada, pudiendo alcanzar hasta 1.5 metros de longitud, presentando un amplio número 
de tentillas a lo largo del cuerpo.

Los platicténidos tienen una morfología que los hace ctenóforos únicos, pues presen-
tan una forma vermiforme, en ocasiones con una apariencia más similar a una planaria 
o un nudibranquio. Son ctenóforos bentónicos, ya que la mayoría han perdido los peines 
en la fase adulta y, por lo tanto, la capacidad de nadar (posiblemente como adaptación a 
las condiciones bentónicas). No obstante, los platicténidos presentan una fase larvaria 
cidipoide planctónica con presencia de peines únicamente en esta fase. Una vez que se 
asientan en el sustrato, su cuerpo se modifica hacia una forma más o menos aplanada. En 
esta fase bentónica adulta, los ctenóforos platicténidos poseen tentáculos ramificados si-
milares a los de las especies del orden Cydippida, lo cual a menudo permite reconocerlos 
como ctenóforos. Vistas lateralmente, algunas especies presentan dos expansiones abo-
rales a partir de las cuales surgen los tentáculos, dándoles un aspecto de cabeza de conejo 
(p. ej. Lyrocteis imperatoris). Curiosamente, los platicténidos son los únicos ctenóforos don-
de existe una incubación larvaria en cámaras de incubación especializadas, presentando 
por lo tanto fecundación interna (Glynn et al., 2019a).
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Figura 2. Anatomía básica de los principales grupos morfológicos dentro del filo Cte-
nophora. A Beroe gracilis, como representante del orden Beroida; B Mnemiopsis leidyi 
como representante del o. Lobata; C Mertensia ovum como representante del o. Cydippi-
da; D Cestum veneris como representante del o. Cestida; E Coeloplana sp. como represen-
tante del o. Platyctenida. Leyendas: au aurículas; b boca; bt bulbos tentaculares; lo 
lóbulos; oa órgano aboral; pn paletas natatorias (o peines); st estomodeo (o faringe); te 
tentáculos, tl tentillas; tr tronco; sut surco tentacular; vt vainas tentaculares.

Locomoción
Una de las grandes diferencias entre los ctenóforos y las medusas es la forma de loco-
moción que presentan. Los ctenóforos utilizan principalmente las grandes placas ciliadas 
para desplazarse, siendo los animales más grandes que utilizan cilios para la locomoción 
(Matsumoto, 1991; Tamm, 2014), mientras que las medusas utilizan principalmente la 
movilidad muscular a través de pulsaciones de la umbrela, por lo tanto, se mueven me-
diante propulsiones musculares de tipo jet, también llamada propulsión a chorro.

En los ctenóforos, los cilios presentan una gran diversidad y complejidad, conside-
rándose una estructura esencial en muchos sentidos y básica para la locomoción (Tamm, 
2014), ya que son los cilios los principales efectores y no los músculos, como ocurre en 
otros grupos animales. De hecho, a los músculos de los ctenóforos se les describen más 
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funciones relacionadas con la captura de las presas que con la locomoción, excepto en 
algunas especies, como es el caso de O. crystallina, en la cual se describe una locomo-
ción de propulsión mediante la rápida contracción de los lóbulos gracias a su desarrollo 
muscular (Gemmel et al., 2019). Otro ejemplo es la especie C. veneris, que se mueve por 
ondulaciones sinusoidales de todo el cuerpo impulsadas por la contracción muscular 
como respuesta de escape (Matsumoto, 1991). Al contrario de lo que cabría esperar para 
los ctenóforos bentónicos, estos presentan un amplio repertorio de movimientos más 
allá de su fase sésil típica, incluyendo deslizamiento, reptación, liberación del sustrato 
y natación activa, esta última probablemente como respuesta antidepredación (Rankin, 
1956; Glynn et al., 2019b).

Alimentación y sistema digestivo
Los ctenóforos son carnívoros depredadores de una gran variedad de organismos del 
zooplancton, incluyendo otros ctenóforos u organismos gelatinosos (Mills y Miller, 1984; 
Carré et al., 1989; Haddock, 2007; Cordeiro et al., 2022). De forma particular, ctenóforos 
del género Haeckelia pueden incorporar a sus propios tentáculos los cnidocitos que ob-
tienen de sus presas (medusas). Sin embargo, aún se desconoce si estos cnidocitos son 
usados para la captura del alimento o como defensa (Mills y Miller, 1984).

Para capturar el alimento, los ctenóforos poseen en sus tentáculos unas estructuras 
multicelulares especializadas y exclusivas de este filo llamadas coloblastos (Leonardi et 
al., 2020; Townsend et al., 2020). Los coloblastos son células pegajosas microscópicas que 
poseen una estructura con forma de ramillete conocida como colosfera, la cual tiene grá-
nulos adhesivos sujetos por un hilo central envueltos por un filamento en espiral. Frente a 
un estímulo, el filamento en espiral se endereza y activa el coloblasto, lo que hace estallar 
los gránulos y libera el pegamento. Los coloblastos son parecidos a una cuerda cubierta 
de miel que “atrapa” el alimento, por lo tanto, solo tienen la función de retención del ali-
mento y no de defensa (Figura 3), a diferencia de los nematocistos de los cnidarios.

El comportamiento alimenticio de los ctenóforos es diverso, dependiendo de la es-
tructura corporal utilizada para la depredación. De esta manera, la estrategia de captura 
de alimento se puede clasificar en tres tipos principales, dependiendo de si utiliza los ló-
bulos, los tentáculos o los macrocilios (cf. Haddock, 2007). Según el grupo de ctenóforo 
y su morfología, pueden utilizar una de las tres estructuras o una combinación de varias. 
Cabe destacar que en algunos ctenóforos pueden darse cambios ontogenéticos en la es-
trategia de captura utilizada. Es el caso de los lobados, donde existe una transición en 
el modo de alimentación al pasar de la larva cidípida al adulto lobado. Las larvas cidípi-
das utilizan los tentáculos para capturar mayoritariamente microzooplancton (Sullivan 
y Gifford, 2004). En cambio, la fase lobada, de tamaño mayor, utiliza una combinación 
de aurículas y lóbulos para capturar a sus presas. Esto conlleva, por lo tanto, un cambio 
importante en la dieta y la estrategia trófica (Jaspers et al., 2013).
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Los lóbulos, característicos de los ctenóforos lobados, son estructuras de gran tama-
ño situadas en el extremo oral del cuerpo. En su parte interna, el surco tentacular contie-
ne tentillas en serie originadas a partir de la vaina tentacular, las cuales presentan una 
gran cantidad de coloblastos. La estrategia utilizada por los ctenóforos lobados consiste 
primero en generar una “corriente de alimentación” a través del batido sinuoso de las au-
rículas, creando una especie de embudo succionador hacia las dos superficies pegajosas 
de la cara interna de los lóbulos. Las presas que llegan a pasar entre estos lóbulos per-
turban el flujo de agua creado por el movimiento de las aurículas y, en su esfuerzo por 
escapar, a menudo tienen contacto con la superficie interna de los lóbulos, quedando ad-
heridas a ellos (Cordeiro et al., 2022).

Los tentáculos de los ctenóforos son mucho más complejos que los de otros organis-
mos gelatinosos y presentan básicamente dos formas: 1) un par de tentáculos retráctiles 
con ramificaciones llamados tentillas, las cuales le dan un aspecto emplumado, y 2) ten-
táculos orales, que son menos llamativos que los anteriores, los cuales rodean la boca en 
algunas especies. Los primeros consisten en filamentos paralelos dispuestos en un plano, 

Figura 3. Estructura de un colo-
blasto donde se observan las célu-
las adhesivas contenidas en la co-
losfera, que son las que se rompen 
al contacto, liberando la sustancia 
pegajosa que permite atrapar a las 
presas.
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dando una apariencia de pestañas, mientras que los tentáculos orales son simples y rec-
tos, pero ambos están totalmente cubiertos de coloblastos, convirtiéndolos en estructu-
ras esenciales para la captura de sus presas. Los ctenóforos que usan los tentáculos para 
su alimentación muestran una estrategia pasiva en la captura; es decir, parecen simple-
mente esperar el encuentro con sus presas para después llevar el tentáculo hacia la zona 
de su boca, en ocasiones mediante giros de su propio cuerpo para enrollar el tentáculo 
alrededor de este, acercándolo así a la boca (Haddock, 2007).

El tercer tipo de estrategia alimenticia es aquella que utilizan los ctenóforos que ca-
recen de tentáculos o lóbulos durante todo su ciclo de vida, como los beroideos. Este gru-
po posee macrocilios, que son una variación de los cilios ubicados tanto alrededor como 
en el interior de la boca, los cuales pueden utilizar a modo de “dientes” con los que pare-
cerían morder a sus presas, incluso llegando a extraer trozos de estas cuando el tamaño 
les impide ingerirlas completamente. Además, este grupo de ctenóforos son depreda-
dores activos, que generalmente se alimentan de otros ctenóforos y de otras especies de 
invertebrados pelágicos (Haddock, 2007).

El sistema digestivo de los ctenóforos es más sofisticado y elaborado que el de la 
mayoría de los cnidarios, con intestinos tripartitos muy bien desarrollados (Hyman, 
1940). Son organismos no bilaterales con un intestino pasante, análogo al de otros ani-
males de origen más reciente, con orificios separados para la ingesta de alimentos (boca) 
y la salida de desechos (poros anales que funcionan como ano). Su sistema gastrovas-
cular consiste en un “intestino” dispuesto de forma axial. Este intestino se compone de 
una boca, localizada en el extremo oral, que conecta con el estomodeo o faringe, que 
corresponde a la cavidad gástrica que abre desde la boca. En la faringe se generan rami-
ficaciones que amplían la superficie de absorción de agua y alimento. Dos de las cinco 
ramificaciones son los canales faríngeos, que se dirigen hacia la boca, pero terminan en 
fondo ciego. Otras dos son los canales transversales, más cortos, que se dividen en tres 
ramas: el canal tentacular (junto a las vainas tentaculares) y dos canales interradiales, 
los cuales se bifurcan en canales meridionales. Estos últimos (ocho en total) recorren el 
cuerpo en sentido oral-aboral y se encargan de nutrir las gónadas. Finalmente, el canal 
aboral o infundíbulo conecta el estómago con los dos poros anales situados en la parte 
aboral del cuerpo (Figura 4). Por lo tanto, el alimento entra por la boca, se acumula en el 
estomodeo y la digestión ocurre en el infundíbulo. Los nutrientes absorbidos se trans-
portan por el sistema de canales gastrodérmicos ramificados (canales meridionales) y 
se distribuyen al resto del cuerpo. Los desechos pasan a través de un par de poros anales 
(Tamm, 2023), situados a ambos lados del órgano aboral, la parte del animal que contro-
la sus acciones nerviosas.
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Figura 4. Esquema de las principales estructuras del sistema digestivo ilustrado en el 
orden Cydippida.

Ciclo biológico y reproducción
El ciclo reproductivo de los ctenóforos es un aspecto muy complejo debido a las nume-
rosas estrategias que presentan estos organismos. La mayoría de los ctenóforos son típi-
camente hermafroditas, es decir, poseen gónadas masculinas y femeninas simultánea-
mente en el mismo individuo. Sin embargo, existen ciertas excepciones, como es el caso 
del género Ocyropsis, que agrupa a organismos dioicos, con sexos separados (Harbison y 
Miller, 1986).

Las gónadas de los ctenóforos derivan del endodermo, concretamente de los canales 
meridionales que se forman a lo largo de los lados de sus hileras de peines, con los ovarios 
en un lado y los testículos en el otro. Los gametos se liberan a través de los poros de la epi-
dermis o a través de los canales meridionales y los poros anales (Moroz, 2024). En la ma-
yoría de los ctenóforos esta liberación ocurre en la columna de agua, donde se produce la 
fertilización externa. Sin embargo, en especies del orden Platyctenida la fertilización es 
usualmente interna, en donde el huevo permanece en una especie de cámara incubadora 
hasta que eclosiona (Glynn et al., 2019a).
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Los huevos fecundados se desarrollan en una fase larvaria esférica llamada larva 
cidípida, la cual está presente en todos los grupos con excepción de los beroideos 
(Soto-Angel et al., 2023; Moroz, 2024). Esta larva, que nada libremente, posee ocho hi-
leras cortas de peines y generalmente un par de tentáculos, y luego se transforma en 
una pequeña versión de la forma adulta que crece rápidamente y madura sexualmen-
te. En la mayoría de las especies, el desarrollo de la larva a la forma juvenil y, poste-
riormente adulta, ocurre gradualmente, con una serie de cambios morfológicos más o 
menos acusados en función del grupo y la especie. En el orden Cydippida, por ejemplo, 
las larvas tienen pocos cambios notables, solo aumentan de tamaño, desarrollan las 
gónadas (testículos y ovarios) para la reproducción sexual y adquieren las estructuras 
propias de los adultos (como tentáculos orales o proyecciones aborales) (Jaspers et al., 
2012). Las larvas de los ctenóforos lobados al transicionar de fase cidípida a fase lobada 
pierden los tentáculos (con excepción de Leucothea), que son sustituidos por el surco 
tentacular localizado a los lados de la boca y hacia la parte interna de los lóbulos, para 
subsecuentemente comenzar a formar sus característicos lóbulos y aurículas (Jaspers 
et al., 2013). Por otra parte, en las formas juveniles de la clase Nuda, que se caracterizan 
por carecer de cualquier rastro de tentáculos en todas sus fases de vida, el cambio prin-
cipal es una gran expansión del cuerpo y el estómago a medida que el organismo crece 
(Ikeda et al., 2023). En el caso del género Beroe, su desarrollo es directo: del huevo eclosio-
nan individuos juveniles con aspecto similar al de los adultos, pero con una talla menor. 
Por su parte, en los ctenóforos bentónicos (platicténidos) la fase larvaria se desarrolla en 
el plancton. Las larvas, además de ocupar un nicho diferente al de los adultos, tras asen-
tarse en el sustrato sufren una metamorfosis hasta adoptar una forma aplanada típica de 
los adultos (Glynn et al., 2017). A su vez, en estos ctenóforos platicténidos puede ocurrir 
un tipo de reproducción asexual, en el que se ha observado la fisión del cuerpo del orga-
nismo adulto, generando un organismo clonal (Glynn et al., 2017).

En cuanto a la fecundación, en los ctenóforos se describen varios fenómenos, como 
la polispermia en ctenóforos como Beroe, donde hasta 20 espermatozoides entran en el 
huevo, el pronúcleo femenino se mueve y “selecciona” un pronúcleo masculino, y la po-
sición de la selección determina la posición del poro blastoporal (Sardet et al., 1990). Por 
otra parte, en el ctenóforo lobado M. leidyi se describe la capacidad de autofecundar sus 
propios huevos con su propio esperma (Baker y Reeve, 1974).

Algunas especies de ctenóforos presentan una gran plasticidad en su ciclo de vida 
(Figura 5). Por ejemplo, se ha documentado que algunas especies, como Mertensia ovum, 
M. leidyi o Bolinopsis vitrea, pueden realizar una reproducción temprana en fase cidípida 
con descendencia normal y fértil, previa transición a fase lobada en el caso de M. leidyi 
y B. vitrea (Chun, 1892; Martindale, 1987), o de adquirir su morfología típica de adulto 
en el caso de M. ovum (Jaspers et al., 2012). Este fenómeno se enmarca en una pauta re-
productora única en el reino animal, conocida como disogonia (o disogenia), la cual fue 
originalmente descrita por Chun (1892). En especies disogónicas, la reproducción sexual 
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ocurre en dos fases: una durante la etapa larvaria y otra en la fase adulta, con una fase 
intermedia no reproductiva. Estudios recientes han mostrado que al menos M. leidyi 
es capaz de reproducirse temprana y continuamente, lo que ha llevado a la conclusión 
de que los ctenóforos no tienen fase larvaria y presentan desarrollo directo (Edgar et al., 
2022). Aunque el conocimiento de la biología reproductora en Ctenophora está todavía 
muy fragmentado, centrándose en unas pocas especies modelo, existen razones válidas 
para seguir considerando que los ctenóforos tienen desarrollo indirecto y fases larvarias 
verdaderas (Soto-Angel et al., 2023). Siguiendo con la plasticidad de ciclos vitales, recien-
temente se ha podido observar en condiciones de laboratorio que, después de un perio-
do de estrés, M. leidyi tiene la capacidad de revertir su ciclo de vida de forma gradual, al 
pasar de un individuo lobado maduro a la fase cidípida larvaria (Figura 5) (Soto-Angel y 
Burkhardt, 2024), lo que ayuda a explicar su éxito como especie invasora. Este hallazgo 
supone la primera evidencia para el filo de su potencial para exhibir desarrollo inverso, de 
forma análoga a la que presentan algunas especies de Hydrozoa, Scyphozoa y Anthozoa 
(cf. Soto-Angel y Burkhardt, 2024).

Figura 5. Representación general del ciclo de vida del ctenóforo lobado Mnemiopsis 
leidyi, mostrando la gran plasticidad que presenta en su ciclo vital, capaz de reproducir-
se como larva cidípida y de experimentar desarrollo inverso desde adulto a larva.
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Estructuras sensoriales y sistema nervioso
Los ctenóforos son organismos que no tienen cabeza ni cerebro o un sistema nervioso 
central, en cambio, poseen un sistema nervioso difuso y descentralizado, compuesto por 
una red nerviosa subepidérmica que se densifica cerca de estructuras como las paletas 
natatorias, la faringe, las vainas tentaculares, la boca y el órgano aboral, por lo que su 
sistema tiene una mayor concentración neuronal que las medusas. Esta red neuronal está 
formada por un conjunto de neuronas cuyas proyecciones (las neuritas) están claramente 
anastomosadas (fusionadas, en contacto directo) con la membrana plasmática formando 
un sincitio, a diferencia de las típicas células neuronales discretas que establecen sinapsis 
tal y como se conoce para el resto de los animales (Burkhardt et al., 2023). No obstante, 
esto se ha descrito únicamente en larvas de M. leidyi, por lo que se desconoce si el adulto 
o si otras especies también cuentan con esa particularidad anatómica (Sachkova, 2024). 
Además, los ctenóforos también presentan neuronas y células sensoriales adicionales en 
la mesoglea y en los tentáculos (Sachkova, 2024). El órgano aboral (también conocido 
como órgano apical) es el complejo sensitivo localizado en la región aboral, formado por 
un estatocisto con diversos estatolitos, soportado por cuatro balancines, a su vez conec-
tados al inicio de las hileras de peines. Como su nombre indica, el órgano aboral se sitúa 
en el lado opuesto a la boca. Su función consiste en detectar la orientación y coordinar la 
velocidad, además de regular la dirección de la natación del animal mediante la activa-
ción diferencial de las paletas natatorias (Tamm, 2014).

Las neuronas de la mesoglea en ctenóforos son multipolares, neuronas que presen-
tan un solo axón y múltiples dendritas. Aunque no se han identificado sinapsis entre neu-
ronas de la mesoglea y la red nerviosa subepidérmica, sí parecen hacer contacto físico 
(Burkhardt et al., 2023). Varias sinapsis conectan células sensoriales con la red nerviosa 
subepidérmica, las neuronas de la mesoglea y las células de las paletas natatorias. Los 
ctenóforos exhiben diferentes tipos de sinapsis, incluidas las asimétricas, simétricas y re-
cíprocas (cf. Sachkova, 2024). La fisiología de las neuronas de los ctenóforos es un campo 
muy poco estudiado. No obstante, se conoce que los neurotransmisores comunes como 
acetilcolina, serotonina y dopamina no están involucrados en la neurotransmisión de cte-
nóforos (cf. Sachkova, 2024).

Aunque se asume que los ctenóforos no tienen estructuras especializadas para la 
fotorrecepción, se ha demostrado que los cuerpos lamelares del órgano aboral presen-
tan células fotosensibles. De la misma manera, los cténoforos presentan opsinas (los re-
ceptores que forman la base de la visión en la mayoría de los animales multicelulares), 
aunque su papel en la fotorecepción está todavía bajo debate (Krivenko et al., 2024). En 
cualquier caso, existen evidencias que apuntan a que varias especies de ctenóforos res-
ponden a ciertos estímulos lumínicos, que podrían a su vez controlar y explicar varios as-
pectos de su comportamiento, incluidas sus pautas reproductivas (cf. Mashukova et al., 
2023; Krivenko et al., 2024).
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El filo Cnidaria presenta una simetría radial externa, organizada según su eje corporal 
oral-aboral, representado por la boca (denominada oral) y la región opuesta a esta (de-
nominada aboral). Algunos linajes del filo exhiben una amplia diversidad morfológica, 
derivada de su alternancia de generaciones (metagénesis) en la que las diferentes fases 
de pólipo y medusa ocurren durante su ciclo de vida. Ambas fases son diblásticas, es de-
cir, están formadas por una capa externa llamada epidermis y una capa interna llamada 
gastrodermis, separadas por una mesoglea (Daly et al., 2007). La característica distintiva 
de los cnidarios es la presencia de células urticantes (cnidocistos), que contienen orgánu-
los (cnidae) con diversas toxinas (p.  ej. neurotoxinas, citolisinas, toxinas hemorrágicas, 
enzimas). La diversidad de las cnidas es muy grande, y sus distintos tipos (nematocistos, 
espirocistos, pticocistos y cápsula polar) cumplen diversas funciones, tales como captu-
ra de presas, defensa, fijación/adhesión o construcción de tubos (Östman, 2000; Fautin, 
2009; Jaimes-Becerra et al., 2017; Americus et al., 2020). Esta diversidad de cnidas está 
relacionada con la diversidad de funciones biológicas demandadas a lo largo del tiempo 
evolutivo, lo que refleja la evolución de los linajes y, por tanto, es de gran ayuda para de-
finiciones taxonómicas en el grupo.

Los cnidarios se componen de 12 597 especies (WoRMS, s. f.), distribuidas en tres su-
bfilos: Anthozoa, Endocnidozoa y Medusozoa (Marques y Collins 2004; Kayal et al., 2018; 
Xiao et al., 2022). Tanto el subfilo Anthozoa como Medusozoa están representados en el 
zooplancton gelatinoso: los antozoos en su fase de larva y los medusozoos en fase de lar-
va, juveniles y adultos. El subfilo Medusozoa está formado por cuatro clases: Staurozoa, 
Cubozoa, Scyphozoa e Hydrozoa, cuyas relaciones filogenéticas fueron investigadas con 
base en morfología, ciclos de vida y datos genéticos. Los medusozoos se caracterizan por 
tener ácido desoxirribonucleico (ADN) mitocondrial lineal, ciclos de vida que general-
mente alternan entre el pólipo y la medusa, y nematocistos que presentan un opércu-
lo con cnidocilo (Marques y Collins, 2004; Collins et al., 2006; Van Iten et al., 2006; 2014; 
Kayal et al., 2015; 2017; 2018). Son animales solitarios o coloniales, casi exclusivamente 
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Figura 1. A-C Ejemplos de tipos de cnidas antes de la descarga; A Nematocisto de pre-
sencia universal en los cnidarios, excepto en los endocnidozoos; B Espirocisto presen-
te solo en algunos antozoos; C Pticocisto presente solo en ceriántidos; D Cápsula polar 
presente solo en endocnidozoos; E Nematocisto después de la descarga.

marinos, aunque algunos habitan en ambientes estuarinos, lagunares o de agua dulce. 
Se encuentran desde la zona intramareal hasta profundidades abisales, en regiones tro-
picales y polares, poblando los componentes bentónicos y planctónicos (Storer y Usinger, 
1991; Mendoza-Becerril et al., 2009; Miranda et al., 2018, Jarms y Morandini, 2019). En el 
plancton, específicamente en el zooplancton, se encuentran las medusas, larvas (plánula, 
actínula) y pólipos (sifonóforos y algunas colonias de pólipos) (Martin y Koos, 2025).

En el zooplancton gelatinoso las medusas, los sifonóforos y los pólipos son depreda-
dores que actúan en los primeros niveles de la cadena trófica, afectando la abundancia de 
estadios larvarios y adultos de diversos organismos zooplanctónicos (Alvariño, 1981; Lasker, 
1981; Purcell, 1985; Arai, 1997). El aumento de sus poblaciones (p. ej., hay registros de 2 978 
– 4.70 x 106 ind/m3) puede repercutir en la dinámica de la red trófica planctónica e incluso 
causar daños graves para la salud humana (Mianzan et al., 2000; Gili y Pagès, 2005; Yilmaz, 
2015). Por su papel en la reestructuración de las comunidades de plancton, pueden provocar 
un cambio temporal de régimen, pasando de un sistema controlado por microcrustáceos a 
otro controlado por medusas, hasta llegar incluso a la desaparición de especies dominantes 
(Purcell y Arai, 2001; Purcell et al., 2001; Costello y Colin, 2002; Purcell, 2018).

CBA

E

D



57Mendoza-Becerril   l    Marques

Los medusozoos poseen importancia evolutiva, ecológica y económica, fundamen-
talmente relacionada con sus estrategias reproductivas, papel depredador, toxicidad y 
contenido proteico que presentan (Chalfie, 1995; Pitt et al., 2009; Roda, 2010; Brotz et al., 
2017; Brylinski et al., 2016).

Figura 2. Cnidarios. A Larva de Anthozoa; B Staurozoa (Manania auricula); C Cubo-
zoa, Carybdeida; D Scyphozoa, Coronatae; E Scyphozoa, Semaeostomeae (Aurelia sp.); 
F Scyphozoa, Rhizostomeae (Cassiopea xamachana); G Hydrozoa, Narcomedusae; H Hy-
drozoa, Trachymedusae (Liriope tetraphylla); I Hydrozoa, “Anthoathecata”; J Hydrozoa, 
Leptothecata; K Hydrozoa, Siphonophorae. Imágenes: A, C-E, G-K Yolotzin Jonguitud; 
B Miranda y Collins, 2019; F Iván A. Castellanos Osorio.



Medusozoa58

Clase Nombre común de la 
fase zooplanctónica

Subclase Superorden / Orden / Suborden

Staurozoa

Cubozoa

Scyphozoa

Hydrozoa

Medusas 
pedunculadas

Cubomedusas, 
medusas caja

Escifomedusas, 
verdaderas medusas

Hidromedusas, 
medusas bebé

Coronamedusae

Discomedusae

Trachylina

Hydroidolina

Suborden Amyostaurida

Suborden Carybdeida

Orden Coronatae

Orden Semaeostomeae

Suborden Myostaurida

Suborden Chirodropida

Orden Rhizostomeae

Orden Actinulida

Orden Limnomedusae

Orden Narcomedusae

Orden Trachymedusae

Figura

“Anthoathecata”

Superorden Leptothecata

Superorden Siphonophorae

2B

2C

2D

2E

2F

2G

2H

2I

2J

2K

Tabla 1. Clasificación general del subfilo Medusozoa
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Cubozoa
Los miembros de la clase Cubozoa, comúnmente conocidos como cubomedusas o me-
dusas caja en su fase de medusa y como cubopólipo en su fase de pólipo, son organismos 
marinos con tolerancia a ambientes estuarinos, distribuidos principalmente en regiones 
tropicales y subtropicales a templadas, especialmente en aguas subtropicales y tropica-
les del Indo-Pacífico (Jarms y Morandini, 2019). Sus hábitats son cercanos a la costa, en la 
zona nerítica. Existen 51 especies descritas (WoRMS, s. f.).

Las cubomedusas se caracterizan por tener una umbrela (campana) cuadrangular. La 
umbrela es más alta que ancha, con un margen umbrelar liso, cuatro ropalios (ropalias) 
con ojos complejos, velarium, y tentáculos periféricos interradiales que se originan de 
una pedalia simple o varios de una pedalia ramificada. Actualmente, las cubomedusas 
se dividen en dos subórdenes: Carybdeida, con cinco familias, y Chirodropida, con tres 
familias (Bentlage et al., 2010).

Para su clasificación se han considerado diferentes tipos de caracteres; sin embargo, 
es necesario conocer más sobre la biología de estos organismos. La división taxonómica 
de los dos grandes grupos mencionados se basa en el número de tentáculos por pedalia 
y la presencia de sacos gástricos subumbrelares: Carybdeida tiene un solo tentáculo por 
pedalia y carece de sacos gástricos subumbrelares, mientras que Chirodropida presenta 
múltiples tentáculos en pedalias ramificadas y sacos gástricos en la subumbrela.

Morfología
Los pólipos que originan a las cubomedusas se caracterizan por ser pequeños, solitarios, 
sin un exoesqueleto en el cuerpo, con tentáculos capitados, una cavidad gastrovascular 
sin septos, aunque pueden presentar cámaras verticales, y con un disco basal quitinoso 
(exoesqueleto). Los pólipos pueden desarrollar cistos en la parte basal, como ocurre en 
la cubomedusa conocida como Sivickis o herpes (Copula sivickisi), y estos cistos pueden 
desprenderse y, bajo condiciones adecuadas, dar lugar a un nuevo pólipo (Straehler-Pohl 
y Jarms, 2005; 2011).
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Las cubomedusas varían en tamaño desde unos milímetros hasta aproximadamente 
16 centímetros de diámetro de la umbrela. En las cubomedusas, en vista oral, de cada una 
de las cuatro esquinas interradiales de la umbrela cuelga una pedalia (tallo corto en forma 
de ala) que lleva uno o más tentáculos largos, delgados y huecos. En el margen interior de 
la umbrela se encuentra el velarium (de origen subumbrellar) (Mayer, 1910; Gibbons et al., 
2022). Este velarium reduce la apertura de la umbrela y genera un chorro potente durante 
la pulsación de la umbrela, lo que permite a la cubomedusa desplazarse más rápido que 
otras medusas. Existen registros de velocidades de hasta 9 m/min (Schlaefer et al., 2018). 
En el centro de la subumbrela se encuentra un manubrio corto con una boca cruciforme 
en su extremo. Encima del manubrio hay un estómago central conectado a cuatro bolsas 
o sáculos gástricos perradiales, parcialmente separadas por septos interradiales que, en 
posición, corresponden a los bordes de la umbrela. Cada uno de estos septos lleva un par 
de gónadas, de origen gastrodérmico, en forma de hoja, mientras los márgenes supe-
riores poseen haces de cirros gástricos pequeños. La información sensorial que perciben 
proviene, en gran medida, de los ojos ubicados en cuatro estructuras sensoriales denomi-
nadas ropalios (Mayer, 1910; Jarms y Morandini, 2019; Gibbons et al., 2022).

El sistema nervioso de los cubozoos está parcialmente asociado a los ropalios, locali-
zados dentro de diminutas cavidades en la pared corporal, una en cada lado del margen 
inferior de la exumbrela. Estos ropalios están conectados por cordones nerviosos y po-
seen estructuras sensoriales complejas. En el extremo inferior de cada ropalio se encuen-
tra un estatolito compuesto de yeso que actúa como contrapeso y coordina la respuesta 
de dirección de natación de la medusa. Cada ropalio tiene seis manchas oculares sensi-
bles a la luz, alineadas en tres filas verticales desiguales. Los ojos centrales tienen lente, 
retina y córnea, y pueden formar imágenes, análogos, en términos funcionales, a los ojos 
humanos (Coates et al., 2006).

Figura 3. Morfología 
general de los cubopó-
lipos. A Cubopólipo sin 
cámaras en la cavidad 
gastrovascular; B Cubo-
pólipo con cavidad gas-
trovascular dividida en 
dos cámaras. Imágenes: 
redibujadas de Straehler-
Pohl y Jarms, 2011; origi-
nal en Jarms, 2003.
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Figura 4. Morfología general. A Orientación general de una medusa y planos radiales: 
ejes radiales de primer orden (perradiales) que coinciden con los cuatro tentáculos pri-
marios, ejes de segundo orden (interradiales) que intercectan a los perradios en un án-
gulo de 45° y ejes de tercer orden (adradiales) que intercectan a los perradios en un 
ángulo de 22.5°; B Cubomedusa con pedalia de más de un tentáculo; C Cubomedusa con 
pedalia de un solo tentáculo. Imágenes: B-C redibujadas de Mayer, 1910.

Reproducción
Los sexos están siempre separados, y el hermafroditismo es desconocido en este grupo. 
La mayoría de las especies liberan los óvulos y los espermatozoides en el agua, pero en 
algunas especies las hembras retienen los óvulos y la fecundación es interna con incu-
bación de los embriones. Existe evidencia de dimorfismo sexual en las gónadas y de 
comportamiento de cortejo en algunos cubozoos, como en los miembros de la familia 
Tripedaliidae. La larva plánula tiene forma de lágrima y presenta una serie de pequeños 
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ojos oscuros alrededor de la parte más ancha. Esta larva se desplaza en forma espiral 
a través de los cilios que posee. Transcurridos un par de días, la larva se fija en un sus-
trato duro, como conchas o rocas, y posteriormente se transforma en pólipo. Su ciclo de 
vida continúa en el bentos (Straehler-Pohl y Jarms, 2005; 2011; Gordon y Seymour, 2012; 
Gershwin, 2018).

Los cubopólipos son delgados y alargados, de hasta un centímetro de longitud. Tie-
nen una boca en un extremo, rodeada por una corona de tentáculos. Los pólipos se des-
plazan unos días con la boca hacia delante, hasta fijarse a un sustrato y transformarse en 
un pólipo secundario. Los pólipos secundarios crecen hasta un milímetro de altura y se 
fijan a las superficies mediante un pie pegajoso. Bajo ciertas condiciones estacionales, 
experimentan una transformación (metamorfosis) y dan lugar a una cubomedusa pe-
queña. Al empezar la transformación, la forma redondeada que rodea la boca adquiere 
una forma cuadrangular, y los tentáculos del pólipo se agrupan en las cuatro esquinas. 
Los tentáculos se reabsorben, y sus bases se fusionan y engrosan para formar los ropalios 
y los puntos pigmentados en ojos. En el pólipo en metamorfosis crecen cuatro nuevos 
tentáculos entre los ropalios. Estos tentáculos darán lugar a las pedalias, estructuras que 
soportan los tentáculos o grupos de tentáculos. La metamorfosis puede tardar de cuatro 
días a doce semanas y el desarrollo de la medusa juvenil hasta su madurez y reproduc-
ción tarda de uno a dos años (Straehler-Pohl y Jarms, 2005; 2011). 

Figura 5. Ciclo de vida generalizado para un cubozoo.
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Scyphozoa
Los miembros de esta clase se conocen comúnmente en su fase de medusa como escifo-
medusas o medusas verdaderas y en su fase de pólipo como escifopólipos. Se han descri-
to 244 especies (WoRMS, s. f.), distribuidas en todos los océanos. Tienen tolerancia a la hi-
poxia, incluso se benefician del agotamiento del oxígeno; por ejemplo, mientras que los 
peces evitan o mueren en aguas con poco oxígeno, las medusas toleran niveles menores 
a 1 mg O2 L-1 (Purcell et al., 2001; Shoji et al., 2005). Su fase de medusa tiene la capacidad 
de desplazarse en la columna de agua, aunque existen especies que pasan la mayor parte 
del tiempo con la umbrela sobre el sedimento, como las escifomedusas invertidas, Cassio-
pea spp., que en esta posición pasan el día pulsando la umbrela de forma ocasional para 
mover el agua a través de los tejidos, los cuales contienen algas simbióticas (zooxantelas) 
que cubren casi 90 % de sus necesidades nutricionales (Lampert, 2016; Ames et al., 2020; 
Australian Museum, 2026).

Actualmente la clase Scyphozoa está dividida en dos subclases: Coronamedusae y 
Discomedusae. Las coronamedusas se agrupan en un único orden, Coronatae, mientras 
que las discomedusas se dividen en los órdenes Semaeostomeae y Rhizostomeae. Den-
tro de los rizóstomos hay tres subórdenes: Daktyliophorae (Rhizostomida), Kolpophorae 
(Cepheida) y Ptychophorae, este último solo incluye una especie que no ha sido registra-
da actualmente, por lo que se necesita confirmar su existencia (Helm, 2018; Bayha et al., 
2017; Jarms y Morandini, 2019). La taxonomía de estos organismos ha estado tradicio-
nalmente basada en su morfología, aunque estudios recientes muestran la presencia de 
especies crípticas. Por ejemplo, la especie globalmente distribuida Aurelia aurita, que, al 
ser analizada genéticamente, se dividió en 28 especies diferentes (Lawley et al., 2021).

Dentro de los Discomedusae se pueden distinguir los semeóstomos por la presencia 
de cuatro brazos orales y tentáculos marginales huecos. La umbrela de los rizóstomos es 
hemisférica, carece de tentáculos marginales, presenta ocho brazos orales, surcos bifur-
cados con bocas terminales y gónadas de origen gastrodérmico. Finalmente, los corona-
dos se caracterizan por su surco coronal en la umbrela, tentáculos marginales sólidos y 
lóbulos marginales (Mayer, 1910; Jarms y Morandini, 2019).

Morfología
Los escifopólipos (más correctamente llamados escifistomas) tienen forma de copa y 
miden entre menos de un milímetro y casi un centímetro de altura. Su cavidad gastro-
vascular tiene septos que van desde el polo oral hasta el aboral y sus tentáculos son fili-
formes. Pueden estar fijados a rocas, algas o conchas mediante un disco basal ubicado 
en la parte inferior del cuerpo. En la parte superior, presentan una corona de tentáculos 
que rodea la boca. Generalmente, las éfiras tienen ocho brazos petaloides, con un di-
minuto órgano sensorial en el extremo de cada uno de ellos. A medida que las éfiras 
se desarrollan en los estróbilos, empiezan a pulsar y, a los pocos días, se liberan una 
a una, convirtiéndose en nadadoras libres (Straehler-Pohl et al., 2011). Estas éfiras se 
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alimentan vorazmente de plancton, y, tras unos días, sus brazos se fusionan para for-
mar la umbrela, mientras que se desarrollan el resto de las estructuras. Las medusas ju-
veniles se alimentan de manera constante y crecen rápidamente. Varias especies pasan 
por estrobilación en primavera, cuando la temperatura del agua aumenta; entonces 
crecen, se reproducen y mueren en otoño.

Los pólipos de los coronados presentan exoesqueleto (tubo quitinoso) y su morfolo-
gía general es diferente de la subclase Discomedusae. Llegan a formar colonias con más 
de tres pólipos, ramificados o no, que crecen a partir de la esciforriza extendida sobre 
el sustrato. La abertura del tubo tiene aproximadamente un milímetro de diámetro. El 
cuerpo blando del pólipo está formado por dos partes: la columna del cuerpo siempre 
oculta en el interior del tubo, y el disco oral con tentáculos, que puede extenderse hacia 
el exterior desde la abertura del tubo (Werner, 1973; Jarms et al., 2002; Straehler-Pohl et 
al., 2011).

Figura 6. Morfología general de los escifopólipos. A-B Escifopólipo y larva éfira de Dis-
comedusae; C Escifopólipo y larva éfira de Coronamedusae. Imágenes: redibujadas de 
Jarms et al., 2002; Straehler-Pohl et al., 2011; Mendoza-Becerril et al., 2016.

C
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El tamaño de las medusas es variable: pueden medir desde menos de dos milíme-
tros hasta alcanzar los dos metros de diámetro de la umbrela. La umbrela es gruesa y 
sólida, y es más estrecha hacia los márgenes. En las coronamedusas (Coronatae), el mar-
gen umbrelar está segmentado por surcos radiales y separado del disco central por un 
surco coronal. Los surcos radiales dividen al margen umbrelar en pedalias (lóbulos). A lo 
largo del margen se ubican los órganos sensoriales, denominados ropalios, cuyo número 
puede variar, aunque generalmente son ocho, y cada uno contiene un estatocisto y ocelos 
(Mayer, 1910; Jarms y Morandini, 2019).

El margen umbrelar posee un número variable de tentáculos marginales que pue-
den ser sólidos en los Coronatae o huecos en los Semaeostomeae. Algunas medusas 
semeóstomas tienen numerosos tentáculos agrupados, y la subumbrela presenta mus-
culatura ectodérmica organizada en sistemas musculares radiales y circulares (múscu-
lo coronal). La contracción del músculo coronario es la principal responsable de la típica 
natación pulsátil. En el centro de la subumbrela se encuentra una estructura cruciforme 
hueca llamada manubrio. Desde las comisuras perradiales del manubrio se extienden 
cuatro estructuras alargadas, los brazos orales, que a menudo se encuentran plegados 
(Mayer, 1910; Cornelius, 1997; Mianzan y Cornelius, 1999).

En la base de los brazos orales de los semeóstomos se sitúa la boca centralmente 
y el sistema gastrovascular irradia hacia la periferia de la umbrela; estos brazos orales 
son largos y lanceolados. En los rizóstomos la boca central está sellada y, en su lugar, los 
brazos orales soportan varias bocas que se alimentan individualmente de una serie de ca-
nales internos que ascienden por los brazos para irradiar después hacia la periferia de 
la umbrela a través de la compleja red de canales. Estos brazos orales están fusionados y 
pueden ser mayores que el radio de la umbrela o la mitad; pueden presentar ramificacio-
nes con canales unidos y estructuras accesorias, como los apéndices del género Cassiopea 
(Mayer, 1910; Ames et al., 2020).

El manubrio se comunica con un estómago central que contiene los filamentos gás-
tricos (o cirros gástricos) y las gónadas de origen gastrodérmico. Desde el estómago se 
originan bolsas o numerosos canales, conformando el sistema de canales radiales, que 
constituye una red de canales anastomosados en Rhizostomeae. Estos canales se extien-
den hacia el margen de la umbrela, dando origen al sistema gastrovascular. En algunas 
medusas, los canales o bolsas pueden comunicarse con un canal anular (también cono-
cido como canal circular) continuo cerca del margen de la umbrela. En los Coronatae, 
las bolsas se interconectan mediante un canal festoneado (Mayer, 1910; Cornelius, 1997; 
Mianzan y Cornelius, 1999; Fransozo y Negreiros-Fransozo, 2016).

En Coronatae, las gónadas son ocho, adradiales, y se encuentran en la periferia del 
estómago central, con forma variable (Mayer, 1910; Jarms et al., 2002). En las Semaeosto-
meae y Rhizostomeae, las gónadas son cuatro cintas subumbrelares, interradiales, situa-
das en la periferia de los filamentos gástricos en el estómago. Estas cintas pueden estar 
fuertemente plegadas y definen con su subumbrela una cavidad plana, conocida como 



Medusozoa  l  Medusas66

seno genital, cuya abertura se orienta hacia el estómago en Coronatae y hacia la periferia 
en Semaeostomeae y Rhizostomeae (Mayer, 1910; Jarms y Morandini, 2019).

Las medusas coronadas se caracterizan por tener surcos profundos a lo largo del 
margen de la umbrela, que separan crestas gruesas o “pedalias”. Cada pedalia puede es-
tar asociada a un solo tentáculo. Las medusas coronadas también se distinguen de otras 
medusas por sus ovocitos no pigmentados y su boca simple sostenida por un tallo (cono-
cido como “manubrio”) (Jarms et al., 2002).

A B C

Figura 7. Morfología general de escifomedusas en vista oral. A Discomedusa Semaeos-
tomeae; B Discomedusa Rhizostomeae; C Coronamedusa; D Pelagia noctiluca, orden Se-
maeostomeae; E Rhizostoma noctiluca, orden Rhizostomeae; F Linuche unguiculata, orden 
Coronatae. Imágenes: D-E Alexandre Jan; F Frida Yolotzin Jonguitud.
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Reproducción
En la mayoría de los escifozoos, el ciclo de vida es meroplanctónico y se divide en tres 
etapas. Las escifomedusas producen óvulos o espermatozoides (raramente ambos, es 
decir, hermafroditismo), que son liberados para la fecundación y se desarrollan en lar-
vas ciliadas denominadas plánulas. En la mayoría de las especies, una plánula se asienta 
en el bentos y se transforma (metamorfosis) en la etapa sésil del ciclo de vida, conocida 
como escifistoma o, más comúnmente, simplemente pólipo. La escifomedusa es la fase 
de reproducción sexual y la unidad de dispersión, mientras que las escifistomas son la 
fase de reproducción asexual y desarrollo de estructuras de resistencia. En la mayor par-
te de los escifozoos, la etapa de pólipo da lugar a la medusa juvenil, denominada larva 
éfira, a través de un proceso metamórfico denominado estrobilación (Jarms et al., 2002; 
Straehler-Pohl et al., 2011).

Los pólipos pueden desarrollarse a través de dos vías de crecimiento distintas: por 
metamorfosis de la larva plánula o por gemación de un pólipo progenitor. La gemación, 
a su vez, puede ocurrir por numerosas vías. La mayoría de los escifopólipos se reprodu-
cen por gemación lateral, aunque algunas especies desarrollan podocistos, que son frag-
mentos de tejido protegido que, posteriormente, darán lugar a otro pólipo; ambos son los 
tipos de reproducción asexual más conocidos (Chapman, 1968a; Vagelli, 2007). Los des-
encadenantes de las diferentes vías de desarrollo varían de una especie a otra y pueden 
estar relacionados con factores biológicos (como la disponibilidad de alimento) o físicos 
(como la temperatura) (p. ej. Schiariti et al., 2014; Wang et al., 2023).

Tabla 2. Características morfológicas de los tres órdenes de escifomedusas

Características	              Coronatae	                             Semaeostomeae           Rhizostomeae

Margen umbrelar Segmentado y separado 
del disco central

Lobulado	 Lobulado

Tentáculos marginales Sólidos	 Con o sin tentáculos 
huecos

Ausentes

Manubrio Simple Con brazos orales 
alargados

Con brazos orales 
fusionados

Boca Sin brazos orales Abertura central en 
el manubrio

Con numerosas 
bocas adradiales

Red de canales 
radiales

Ausente Presente Presente

Gónadas	 Subumbrelares 
adradiales

Subumbrelares 
interradiales	

Subumbrelares 
interradiales
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Los escifopólipos pueden vivir varios años. Los pólipos más antiguos registrados da-
tan de 1935 y han estado reproduciéndose asexualmente desde entonces en condiciones 
de laboratorio (Werner, 1973). Cuando las condiciones son adecuadas, generalmente una 
vez en primavera y otra en otoño, los pólipos experimentan un proceso de formación de 
pequeñas medusas por fisión transversal. Durante este proceso, denominado estrobila-
ción, el pólipo se alarga y se diferencia en una pila de discos en la región oral. Este pólipo, 
conocido como estróbilo, presenta una apariencia de costillas entre la corona y la base. 
Cada costilla corresponde a una éfira, que a su vez dará lugar a una medusa. Durante la 
estrobilación, los pólipos reabsorben sus tentáculos y son incapaces de alimentarse. Bási-
camente, puede haber dos tipos de estrobilación: aquella en la que se produce una éfira a 
la vez (monodisco) o en la que se producen múltiples éfiras en serie (polidisco) (Straehler-
Pohl et al., 2011; Helm et al., 2015; Helm, 2018; Kienberger et al., 2018).

Pocas escifomedusas carecen de una fase de pólipo en su ciclo de vida y son ho-
loplanctónicas. En estas especies, los huevos fertilizados producen un embrión redon-
deado que crece hasta alcanzar la fase tres, en la cual se observa una forma piriforme 
con margen liso, y en el centro se detecta el primer indicio de la boca. En la fase cuatro, 
la forma piriforme se completa con un margen ligeramente curvado, el surco coronal 
aún no se forma completamente, la subumbrela presenta cuatro depresiones que hacen 
que los septos gástricos se introduzcan en su interior, y la exumbrela es lisa, sin cilios ni 

Figura 8. Ciclos de vida meroplanctónico y holoplanctónico.
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nematocistos. En la fase cinco, se forma completamente el surco coronal (en Coronatae), 
el disco central, el margen con 16 lóbulos redondeados y cuatro brotes ropaliares en los 
interradios. En la fase seis, el margen y los ropalios se diferencian aún más, mientras que 
en la fase siete se desarrollan todos los órganos marginales y adquiere la apariencia de 
una medusa adulta (Jarms et al., 1999).

En síntesis, podemos agrupar los ciclos de vida de los escifozoos en dos tipos: 
1. Meroplanctónico
Medusas adultas   g fertilización g embrión g larva plánula g pólipo (escifistoma)
 g estrobilación g larva éfira (p. ej., medusa luna o Aurelia spp.).
2. Holoplanctónico 
Medusas adultas g fertilización g embrión g medusa (p. ej., medusa casco o
Periphylla periphylla).

Hydrozoa
Las medusas de esta clase son en su mayoría pequeñas, con tamaños que van de menos 
de un milímetro hasta poco más de diez centímetros de diámetro de la umbrela (Russell, 
1953). Se les conoce comúnmente como hidromedusas o medusas bebé. La clase Hydro-
zoa incluye aproximadamente 3 823 especies, entre ellas especies con fase de medusa 
(WoRMS, s. f.). Estas medusas están distribuidas en todos los océanos y también en aguas 
salobres y cuerpos de agua dulce. Latitudinalmente, se han registrado desde aguas tropi-
cales hasta las polares. Algunas especies son capaces de tolerar alta salinidad (> 50 ups) 
y pueden sobrevivir en zonas con bajos niveles de oxígeno (Hirano et al., 2000; Purcell et 
al., 2001; Mendoza-Becerril et al., 2009). Aunque nadan activamente, su desplazamiento 
también depende de su entorno; por ejemplo, de la hidrodinámica. Sin embargo, algu-
nas hidromedusas tienen la capacidad de adherirse a sustratos naturales como algas o 
mangles, como es el caso de las hidromedusas del género Cladonema.

Según análisis moleculares, la clase Hydrozoa se divide en dos subclases monofilé-
ticas: Hydroidolina y Trachylina. Hydroidolina incluye a Siphonophorae, “Anthoathecata” 
(no monofilético) y Leptothecata. En el grupo Siphonophorae no está representada la 
fase de medusa. Trachylina incluye a Actinulida, Limnomedusae, Narcomedusae y Tra-
chymedusae (Marques y Collins, 2004; Cartwright et al., 2008; Collins et al., 2008; Leclère 
et al., 2009; Maronna et al., 2016; Mendoza-Becerril et al., 2018).

Las hidromedusas se caracterizan por la presencia de un velo, un canal circular y dos 
anillos nerviosos. Estas medusas surgen de brotes laterales de los pólipos, y sus tejidos 
gametogenéticos son de origen ectodérmico (Russell, 1953; Mills et al., 2007; Houliston 
et al., 2010). El superorden “Anthoathecata” comprende los órdenes monofiléticos Apla-
nulata y Capitata, así como el “orden” no monofilético “Filifera”. Las hidromedusas de 
este superorden son tradicionalmente conocidas como antomedusas. Por otro lado, el 
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superorden Leptothecata, cuyas medusas son conocidas como leptomedusas, está com-
puesto por los grupos monofiléticos Lafoeida, Laodiceida y Macrocolonia (Marques y 
Collins, 2004; Cartwright et al., 2008; Maronna et al., 2016).

Morfología
Los pólipos de Hydroidolina, conocidos como hidroides, son más complejos y desarrolla-
dos que los pocos limnopólipos de la clase Trachylina. Los hidroides, que en su mayoría 
son bentónicos y de tamaño variable (de milímetros a metros), se componen de un tallo 
común o eje del cual crecen numerosos zooides, carecen de septos en su cavidad gastro-
vascular y pueden tener tentáculos filiformes, capitados o ambos. Cuando son coloniales, 
el eje consta de una porción horizontal, la hidrorriza, que se asemeja a una raíz o a un 
tallo reptante, y de ejes verticales llamados hidrocaules, los cuales pueden originar ra-
mas laterales cortas y alternadas, que llevan los zooides en sus extremos. Los zooides o 
hidrantes son estructuras cónicas, cada una envuelta o no por un exoesqueleto, que surge 
desde la hidrorriza. En la parte apical de los hidrantes surgen los tentáculos alrededor de 
la boca (Millard, 1975; Mills et al., 2007).

Los hidroides que forman parte del zooplancton gelatinoso pertenecen a la fami-
lia Porpitidae, superorden “Anthoathecata”, y habitan específicamente en el pleuston, 
es decir, en la superficie del agua, parcialmente sumergidos. Estos hidroides se carac-
terizan por la formación de colonias flotantes, compuestas por múltiples individuos 
(zooides) que pierden su identidad individualizada y se especializan en distintas fun-
ciones: los dactilozooides, que son tentáculos largos provistos de nematocistos y tienen 
funciones de defensa y captura de presas; los gastrozooides, encargados de la alimen-
tación; y los gonozooides, responsables de la reproducción (Kirkpatrick y Pugh, 1984; 
Schuchert, 2010).

La morfología de estos hidroides pelágicos incluye un neumatóforo, que consiste 
en un cuerpo discoidal quitinoso, redondo u ovalado, con cámaras de aire selladas y dis-
puestas concéntricamente, lo que proporciona flotabilidad. El disco mide de uno a seis 
centímetros de diámetro, puede tener o no una vela oblicua y de él cuelgan los zooides. El 
borde del disco contiene los dactilozooides, mientras que en la superficie inferior central 
del disco crece el gastrozooide, que posee una amplia cavidad gastrovascular y conecta 
con la cámara de gas a través de un sistema traqueal y con el resto de los zooides a tra-
vés del sistema gastrovascular. Rodeando al gastrozooide están los gonozooides que son 
capaces de alimentarse y producir brotes medusoides (blastostilo) (Kirkpatrick y Pugh, 
1984; Schuchert, 2010; Chowdhury et al., 2016; Gershwin, 2018; De la Cruz-Francisco y 
Mendoza-Becerril, 2022).

Las hidromedusas, en su forma típica, presentan un cuerpo cóncavo-convexo con 
una superficie externa (exumbrela) y una interna (subumbrela). La umbrela tiene forma 
de una campana semiesférica o adopta un aspecto deprimido. El grado de rigidez de la 
umbrela depende de la cantidad de mesoglea, que puede ser delgada y frágil, regular o 
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gruesa, y puede variar en las diferentes regiones de la umbrela. En algunas especies, la 
umbrela llega a formar un cono (proyección o proceso apical) en el ápice. Desde el centro 
de la subumbrela surge una formación tubular de longitud variable, de forma cilíndrica o 
cúbica, que se divide en boca y manubrio (cavidad gastrovascular). Algunas especies tie-
nen una prolongación de la umbrela que se conecta con el manubrio, llamada pedúnculo 
(Russell, 1953; Ramírez y Zamponi, 1981).

Figura 9. Hidroides coloniales. A Bentónico; B Zooplanctónico.
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La boca puede presentar un borde liso o crenulado, y puede originar tentáculos en 
número variable, simples o dicotómicamente ramificados. La boca es responsable de 
la digestión y distribución del alimento y se conecta con la cavidad gástrica del manu-
brio para distribuirlo al sistema gastrovascular. Este sistema está constituido por cana-
les radiales internos que pueden ser simples o ramificados, generalmente en número 
de cuatro o más. Las gónadas son de origen epidérmico y se localizan en las paredes del 
manubrio o en los canales radiales, con posiciones y formas variables. En el margen de 
la umbrela se encuentra un velo (de origen umbrelar) y tentáculos, cuyo número varía 
y puede aumentar con la edad. Además, en esta región se encuentran estructuras sen-
soriales como tentáculos secundarios, cirros, ocelos, cordyli y estatocistos (Russell, 1953; 
Chiaverano et al., 2004).

Las hidromedusas traquilinas (subclase Trachylina) suelen tener un margen umbre-
lar entero o dividido en lóbulos, con cuatro canales radiales o más. Sus gónadas usual-
mente están ubicadas justo en los canales radiales. Las medusas tienen tentáculos margi-
nales sólidos, huecos o ambos. Sus estatocistos son de origen endodérmico, y pueden ser 
libres o cerrados. Mientras que las hidromedusas hidroidolinas tienen margen umbrelar 
entero con cuatro o más canales radiales, sus gónadas están sobre el manubrio o canales 
radiales. Los tentáculos suelen ser de un solo tipo, ya sean huecos o sólidos, y surgen del 
margen umbrelar; los estatocistos, de origen epidérmico, pueden ser abiertos o cerrados. 
Además, algunas especies presentan ocelos (Mayer, 1910; Russell, 1953).

Figura 10. Estructuras morfológicas de una hidromedusa. A Vista lateral; B Vista oral.
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Figura 11. Hidromedusas. A Detalles de las estructuras morfológicas de una hidrome-
dusa hidroidolina; B Koellikerina fasciculata, subclase Hydroidolina, con gónadas en el 
manubrio señaladas con una flecha; C Hidromedusa traquilina; D Olindias muelleri, sub-
clase Trachylina. Imágenes: B y D Alexandre Jan.

Tabla 3. Características morfológicas generales de las dos subclases de hidromedusas

Características	           

Margen umbrelar Entero o lobulado Entero

Tipo de tentáculos Sólidos, huecos, ambos	 Sólidos o huecos

Origen de estatocistos Endodérmico Epidérmico

Tipo de estatocistos Libres o cerrados Abiertos o cerrados

Gónadas Canales radiales Canales radiales o manubrio

Trachylina	            Hydroidolina	           
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Reproducción
Algunas especies presentan alternancia de generaciones en su ciclo de vida, lo que im-
plica una fase de pólipo, generalmente fija a un sustrato, y una fase de medusa, general-
mente libre nadadora. Otras especies son holoplanctónicas, es decir, no poseen fase de 
pólipo en su ciclo de vida. La fase de medusa también puede estar ausente en algunas es-
pecies de la clase Hydrozoa, y en este caso la reproducción sexual ocurre directamente en 
el pólipo (Boero et al., 1992; Slobodov y Marfenin, 2004; Mills et al., 2007). La fertilización 
puede suceder en la hidromedusa o en el agua para la fertilización externa. Posterior a la 
fertilización, se forma la larva plánula o actínula, que puede dar lugar a un pólipo o una 
medusa, dependiendo de la especie. La larva plánula es ciliada y lecitotrófica (no tiene 
boca y generalmente no tiene cavidad gastrovascular).

Figura 12. Ciclo de vida generalizado para hidromedusas.

Las hidromedusas tienen un tiempo de vida variable que va de horas a meses. Sin 
embargo, existe la hidromedusa inmortal (Turritopsis dohrnii), la cual, al igual que otras 
hidromedusas, tiene una fase sexual de medusa y una fase asexual de pólipo. No obstan-
te, cuando sufre estrés o heridas graves, en lugar de desintegrarse y pasar a un proceso 
de descomposición, sus células se reagrupan y vuelven a formar parte de una colonia de 
pólipos a través del proceso celular de transdiferenciación (Martell et al., 2016; Gershwin, 
2018). Por lo tanto, son capaces de revertir a una fase inmadura después de haber alcanzado 
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la madurez sexual; también son capaces de transformarse al sentir un cambio ambiental 
que les provoque estrés en alguna de las fases de su crecimiento.

Las principales formas de reproducción asexual en las hidromedusas son poco comu-
nes e incluyen fisión y brotes medusoides y de pólipos a partir de la fase de medusa, así 
como por la formación de frústulas. La fisión ocurre cuando una medusa se divide en dos o 
más medusas; los brotes medusoides surgen en sitios específicos, como el margen umbre-
lar o canales radiales (Uchida y Sugiura, 1975; Stretch y King, 1980; Boero et al., 2002; Dańko 
et al., 2020). Los pólipos son generalmente producidos por la fase de medusa mediante 
reproducción sexual, pero en algunas especies los pólipos pueden formarse directamente 
en el cuerpo de la hidromedusa o en otras hidromedusas (Carré y Carré, 1990).

Diversidad y ecología
El ciclo de vida de las especies de cnidarios que incluyen medusas, resumido como la 
presencia de una fase de reproducción asexual y sexual, es más complejo de lo que se 
dice, ya que cada fase del ciclo de vida interactúa de manera independiente. Los pólipos 
bentónicos interactúan con los factores bióticos y abióticos del bentos, los cuales, a su 
vez, son completamente diferentes de los del zooplancton, donde generalmente viven 
las medusas. Parecería que fueran dos especies distintas, pero en realidad tienen el mis-
mo genoma. Además, varias de sus especies tienen numerosos clones con morfología y 
ecología diferentes viviendo al mismo tiempo: es como si tuviéramos varias copias de no-
sotros mismos, en diferentes etapas de nuestra vida (bebé, niño, joven, adulto, anciano), 
viviendo en lugares completamente distintos.

Todos estos aspectos siguen una dinámica de desarrollo determinada por factores 
evolutivos históricos, que en la actualidad son también ambientales. Por ejemplo, aun-
que la temperatura puede determinar si se acelera o no la reproducción asexual, produ-
ciendo más o menos medusas mediante estrobilación, también influyen las condiciones 
ambientales óptimas para el reclutamiento de larvas plánulas, que son el producto de la 
reproducción sexual. En la escifomedusa Cassiopea sp. de regiones tropicales, las tempe-
raturas más elevadas del agua de mar disminuyen la tasa de estrobilación, pero al mismo 
tiempo aumentan el reclutamiento (asentamiento con éxito) de larvas plánulas (produc-
tos de su reproducción sexual) (Hofmann et al., 1978). El desarrollo en el ciclo de vida de 
las medusas también está relacionado con su dinámica poblacional; como es el caso de la 
escifomedusa Nemopilema nomurai, que muestra un crecimiento acelerado, alcanzando 
dimensiones de un metro de diámetro de umbrela, ante la inminente disminución esta-
cional de la población (Kitajima et al., 2020).

En un contexto de cambio climático, en el que observamos un calentamiento gra-
dual de las aguas oceánicas, si bien puede disminuir la estrobilación y la producción de 
éfiras en algunas especies, también suele asociarse a explosiones demográficas (blooms). 
La temperatura es solo una de las hipótesis relacionadas con los blooms, porque también 
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han sido asociados con variaciones de factores ambientales, por ejemplo, en la salinidad, 
cambios en el régimen de lluvias, disponibilidad de alimento y concentración de clorofila.

Los blooms de medusas son fenómenos de relevancia en la actualidad, principal-
mente por el impacto que tienen en la industria pesquera (debido a las variaciones que 
provocan en las poblaciones de peces al actuar como depredadores de las larvas y como 
alimento de algunas especies), energética (al obstruir las tuberías de refrigeración o las 
tomas de agua de las centrales eléctricas), turística (al reducir la demanda de determina-
das zonas con altas concentraciones de medusas) y médica (por las picaduras que pueden 
ocasionar a las poblaciones humanas).

El cambio climático también puede afectar la distribución geográfica de diversas es-
pecies. La escifomedusa Cyanea lamarckii, especie característica de aguas más frías, mues-
tra su producción de larvas enquistadas de origen asexual (planuloquistes) y la posterior 
metamorfosis de estos planuloquistes en pólipos (Holst et al., 2024); ambos fenómenos 
forman parte de una estrategia de resistencia a factores ambientales adversos, altamente 
dependiente de la temperatura. En una perspectiva temporal más amplia, esto podría 
significar un aumento en la presencia de esta especie hacia regiones con aguas más cáli-
das, contribuyendo en última instancia a su expansión geográfica.

Los estudios sobre el efecto de la acidificación en medusas son aún incipientes. Hay 
indicios de que la acidificación de los océanos, debida también al cambio climático glo-
bal, perjudica la movilidad y el crecimiento de éfiras de la escifomedusa Rhizostoma, lo 
cual repercute en la dinámica de sus poblaciones (León-Cobo et al., 2024). Esto está 
asociado a que los estatocistos, estructuras esenciales para la locomoción de muchas 
especies de medusas, están compuestos por minerales de carbonato de calcio y, por 
tanto, son vulnerables a la solubilización en entornos más ácidos. Otro impacto a nivel 
mundial se refiere a la contaminación por microplásticos: hay evidencia de que estos se 
acumulan en el sistema gastrovascular y en epitelios, especialmente en las células muco-
sas, de las medusas. La presencia de microplásticos se ha observado en las escifomedusas 
Aurelia, Cassiopea, Cotylorhiza y Rhizostoma, así como en la hidromedusa Cosmetira pilosella 
(Devereux et al., 2021). El contenido de microplásticos en medusas suscita preocupación 
por sus repercusiones y potenciación a lo largo de la cadena alimentaria.

Las medusas son esencialmente expresiones evolutivas de cuatro clases distintas de 
cnidarios y tienen hábitos alimentarios variados. La generalización de que sus hábitos 
alimentarios o su posición trófica son únicos es una simplificación excesiva, porque equi-
valdría a afirmar que todos los mamíferos (clase Mammalia) son carnívoros. Las medusas 
pueden ser especies casi autótrofas (como ocurre en algunas escifomedusas Cassiopea y 
Mastigias, que utilizan la energía producida por sus simbiontes zooxantelas) (McCloskey 
et al., 1994; Arai, 1997; Lampert, 2016), pueden capturar partículas orgánicas e incluso ser 
las principales depredadoras en determinados ecosistemas, regulando las poblaciones 
de fitoplancton, zooplancton (p. ej. copépodos y larvas de crustáceos) y peces (huevos y 
larvas) (Alvariño, 1981; Arai, 1997; Raskoff, 2002; Dönmez y Bat, 2019).
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La variación en la dieta de las medusas, además de responder a factores filogenéti-
cos, también modula su eficiencia metabólica, por ejemplo, a través de la ingestión de 
larvas nauplios (mayor eficiencia) y fitoplancton (menor). Del mismo modo, la dieta y las 
relaciones tróficas también modulan la interacción de las medusas con otras especies, 
diferenciando la concentración de nematocistos y el tipo y cantidad de veneno producido 
en cada individuo.

Las interacciones de las medusas con otros organismos no se limitan a las tróficas. 
Hay evidencia de que las medusas interactúan con diversos organismos y desempeñan 
distintos papeles ecológicos. En algunas especies se dan relaciones de comensalismo, 
como en el caso de la escifomedusa Catostylus y los crustáceos que utilizan su compleja 
estructura corporal como refugio (Muffett y Miglietta, 2021). También se han documen-
tado casos de parasitismo, con helmintos que se encuentran en el sistema gastrovascular 
de las medusas, o medusas (y estadios relacionados con ellas, como en las hidromedusas 
Cunina) que parasitan a otras medusas (Diaz Briz et al., 2012; Puente-Tapia et al., 2020).

Otro tema de interés es el comportamiento de nado en las medusas: nadan por pro-
pulsión a chorro, es decir, acumulan en la subumbrela agua que es expulsada con fuerza 
cuando la umbrela se contrae (Leclère y Röttinger, 2017). Sin embargo, existen excepcio-
nes: algunas medusas recurren a la natación a paletas, en la que el desplazamiento es 
más sutil, o a patrones extraños, como en hidromedusas Obelia spp. (Chapman, 1968b), 
que carecen de velo y, por tanto, tienen una forma de nadar única. Es importante señalar 
que una misma medusa puede cambiar su forma de nadar en función de su desarrollo y 
tamaño, como ocurre en la hidromedusa Liriope tetraphylla (Blough et al., 2011). La nata-
ción de las medusas está relacionada con la depredación (tanto para localizar como para 
acercarse a sus presas), con la orientación en relación con la luz en ecosistemas de man-
glares y con evitar ser arrastradas a las playas por las corrientes de marea.

La natación de las medusas tiene funciones ecofisiológicas importantes, como la mi-
gración vertical. Durante el día, las medusas permanecen en el fondo oceánico (en una 
condición conocida como demersal) o en profundidades intermedias (mesopelágicas), 
pero por la noche migran a aguas más superficiales. Este comportamiento está modula-
do por variaciones en la dosis de melatonina, la misma hormona que regula la actividad 
diurna y nocturna en los humanos (Arai, 1997; Nath et al., 2017).

Las interacciones entre el ser humano y las medusas tienen importantes repercusio-
nes económicas y ecológicas. En el sudeste asiático, la pesca comercial de medusas, como 
Crambionella annandalei, y en México, con las medusas Stomolophus, ha crecido significa-
tivamente, con miras a la exportación (Behera et al., 2020; Brotz et al., 2021). En el mar 
Adriático, el aumento de la biomasa de medusas ha llevado a estudios sobre su posible 
uso en biotecnología, en los que se exploran aplicaciones en las industrias alimentaria y 
farmacéutica. Por otro lado, las medusas representan un desafío para el turismo y la pes-
ca, especialmente en áreas donde las picaduras a bañistas son frecuentes.
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Toxicidad
En los medusozoos los nematocistos se localizan principalmente en los tentáculos, aun-
que también pueden encontrarse en la umbrela u otra estructura de su cuerpo, como el 
manubrio o la boca. La toxicidad de las medusas depende de la composición del veneno, 
su volumen basado en la cantidad y la dimensión de los nematocistos que lo contienen, y 
otros factores como la capacidad de inoculación, que tiene sus propias variables, como la 
longitud del tubo que inyecta el veneno. Los nematocistos de las medusas, que provocan 
dolor de intensidad moderada a intensa en los humanos, tienen una longitud mayor a 
200 micras, lo que les permite penetrar la epidermis humana, estimular físicamente las 
terminaciones nerviosas y causar dolor agudo, además de inyectar veneno en el epitelio 
de la piel, lo que provoca dolor e inflamación persistentes (Kitatani et al., 2015). Algunas 
investigaciones sugieren que factores ecológicos, como la temperatura ambiental, la sa-
linidad, la localización geográfica y la dieta, pueden influir en la composición del veneno 
(O’Hara et al., 2021).

Las picaduras de medusas representan una amenaza significativa para los seres hu-
manos, siendo las más peligrosas aquellas ocasionadas por las cubomedusas. Por ejem-
plo, la avispa de mar (Chironex fleckeri) tiene una picadura extremadamente urticante, 
que causa dolor intenso y puede ser fatal para los humanos, aunque ya existe un antídoto 
(Santhanam, 2020). En México, se reportan picaduras muy urticantes de cubomedusas 
como la búho (Alatina alata), avispón de mar (Carybdea xaymacana), cuatro manos (Chirop-
salmus quadrumanus), cubomedusas de fuego (Tamoya spp.), cubomedusa trialmohadilla 
(Tripedalia cystophora) y la cubomedusa de patas aladas (Chiropsalmus alipes). 

En cuanto a las escifomedusas, no se han reportado casos de picaduras mortales 
para el ser humano, aunque existen especies que pueden llegar a ocasionar problemas 
a los bañistas. En México, se han documentado especies urticantes como la escifome-
dusa dedal (Linuche unguiculata), que causa la “erupción del bañista”, y que puede picar 
en sus tres fases libres nadadoras (Segura-Puertas et al., 2001). También se encuentran 
otras especies, como la escifomedusa clavel de mar (Pelagia noctiluca), ortiga de mar 
(Chrysaora spp.), escifomedusa dorada (Mastigias papua) y las escifomedusas invertidas 
(Cassiopea spp.).

En lo que respecta a las picaduras de hidromedusas en los seres humanos, las de la 
subclase Trachylina son de especial relevancia. Entre ellas, la tapioca del mar o pica-pica 
(Liriope tetraphylla), cuya picadura es poco urticante, pero que, en abundancia, como se 
ha reportado en Argentina, puede ocasionar dermatitis (Lecanda et al., 2016). También la 
hidromedusa olindias (Olindias spp.) provoca picaduras de intensidad urticante (Weston 
et al., 2013; Haddad et al., 2019). Además, especies como el hidroide botón azul (Porpita 
porpita) y la vela de mar (Velella velella) causan picaduras de baja intensidad urticante.
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Aspectos generales del grupo
Los sifonóforos son hidrozoos coloniales, principalmente planctónicos, que habitan ex-
clusivamente en ambientes marinos. A lo largo de la historia, y debido a su estructura cor-
poral altamente compleja, estos organismos han sido descritos de maneras evocadoras, 
ya sea como “criaturas extrañas que vagamente se asemejan a medusas” (Wilson, 1975) o 
bien como “una masa confusa y enredada de tentáculos y apéndices” (Winsor, 1976). En 
realidad, cada colonia de sifonóforos está formada por numerosos y diferentes zooides 
individuales, tanto medusoides (derivados homólogos a las medusas) como polipoides 
(derivados homólogos a los pólipos), que funcionan en conjunto como una sola unidad 
fisiológica, mostrando un nivel extraordinario de organización biológica.

El grupo es conocido en español simplemente como sifonóforos, pero su nombre 
común en otros idiomas refleja su complejo nivel de organización: por ejemplo, en 
inglés se les llama coloquialmente string jellyfish (“medusas de cuerda”) debido a la 
forma alargada del cuerpo de algunas especies; en alemán se les conoce como Staats-
qualle (“medusas-estado” o “medusas-nación”), en referencia a que sus colonias están 
compuestas por múltiples unidades; y en noruego son llamados kolonimaneter (“me-
dusas coloniales”), subrayando su naturaleza colectiva. Mientras que existen nume-
rosos ejemplos de colonias polimórficas entre los animales invertebrados, incluidos 
muchos hidrozoos bentónicos, los sifonóforos son únicos en su alto grado de integra-
ción fisiológica y funcional, además de su elevada interdependencia entre zooides 
(Mackie, 1986).
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Las 194 especies válidas de sifonóforos reconocidas hasta 2026 (WoRMS, s. f.) exhi-
ben una amplia gama de tamaños y formas (Figura 1), desde las pequeñas colonias de 
menos de un centímetro de algunas especies de Sphaeronectes, hasta el espécimen más 
largo registrado, un apolémiido gigante de aproximadamente 46 metros de longitud 
que fue filmado y recolectado a una profundidad de 600 metros durante la Expedición 
Schmidt Ocean Institute – Ningaloo Reef en 2020 (Kirkendale et al., 2023). A pesar de esta 
asombrosa diversidad, los sifonóforos siguen siendo, en gran medida, desconocidos para 
el público general. La excepción más notable es la carabela portuguesa (Physalia physalis), 

Figura 1. Representantes de los principales grupos de sifonóforos, sin corresponden-
cia de escala. A Agalma elegans (colonia completa), suborden Physonectae; B Dimophyes 
arctica (nectóforo anterior y sifosoma retraído, fase poligástrica), suborden Calyco-
phorae; C Physalia physalis (colonia varada en playa), suborden Cystonectae; D Apolemia sp. 
(fragmento de sifosoma), suborden Physonectae; E Chelophyes appendiculata (colonia com-
pleta, fase poligástrica), suborden Calycophorae. Imágenes: A, D y E Alexandre Jan; B y C 
Joan Soto-Angel. Edición de imágenes A, D y E Lara Maleen Beckmann.

que a pesar de ser el sifonóforo más conocido también es uno de los miembros más atípi-
cos del grupo en términos de morfología, hábitat e historia de vida.

Los sifonóforos son organismos polimórficos, ya que sus colonias están compuestas 
por diversos tipos de zooides especializados, cada uno con una función distinta. Los zooi-
des medusoides (por ejemplo, los nectóforos y los gonóforos) se asemejan a medusas y 
se encargan principalmente de la propulsión y la reproducción sexual de la colonia, res-
pectivamente. En cambio, los zooides polipoides (como los gastrozooides y los palpones) 
son similares a pólipos y están enfocados en alimentar y defender a la colonia, además 
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de contribuir a su flotabilidad. Los zooides de una misma colonia están altamente coor-
dinados gracias a grandes fibras nerviosas que recorren el cuerpo del animal, formando 
una red nerviosa epidérmica que permite a las colonias nadar a diferentes velocidades y 
en distintas direcciones (Mackie, 1984; Du Clos et al., 2022). 

Los sifonóforos se encuentran entre los organismos carnívoros más abundantes en 
los ecosistemas marinos (Mackie et al., 1987; Silguero y Robison, 2000; Hosia y Båmstedt, 
2008). Como grupo, están presentes en todos los océanos del mundo y a lo largo de toda 
la columna de agua, con la mayoría de las especies viviendo en aguas oceánicas y solo 
unas pocas en ambientes neríticos (Mapstone, 2014; Claver et al., 2024). En general, son 
depredadores pasivos que emplean una estrategia de emboscada, permaneciendo inmó-
viles mientras despliegan una red de tentáculos casi invisibles para capturar a sus presas, 
las cuales entran en contacto con sus nematocistos mientras pasan nadando cerca de 
ellos (Mackie et al., 1987). Se alimentan de una amplia variedad de presas y, dependien-
do de la especie, pueden ser generalistas o especialistas (Damian-Serrano et al., 2021). 
La dieta de los sifonóforos incluye peces adultos, larvas y huevos de peces, crustáceos, 
quetognatos y otros zoopláncteres gelatinosos (Mapstone, 2009; Damian-Serrano et al., 
2022; Hetherington et al., 2024). A su vez, las colonias de sifonóforos sirven como alimen-
to para otros cnidarios, ctenóforos, heterópodos y diversas especies de peces (Mapstone, 
2009; Dischereit et al., 2024; Ruiz et al., 2024). Algunas especies de gran tamaño tienden a 
mantener los tentáculos extendidos durante largos periodos de tiempo, recogiendo uno 
cada vez que se captura una presa; otras especies más pequeñas, como los calicóforos 
difiomorfos, frecuentemente recogen toda la colonia y nadan para recolocarse y explotar 
densidades de presas en nuevos volúmenes de agua (Mackie et al., 1987).

Gracias a su estructura colonial, los sifonóforos pueden convertirse rápidamente en 
el taxón dominante en ciertos ambientes cuando las condiciones del entorno son favora-
bles. En estos casos, pueden ejercer una presión depredadora considerable sobre otros 
organismos planctónicos, incluidos peces de pequeño tamaño (Mackie et al., 1987; Purcell, 
1997). En algunos casos, ciertas especies han sido responsables de eventos de mortalidad 
significativos en poblaciones de peces cultivados (Båmstedt et al., 1998).

Capturar sifonóforos intactos representa un desafío significativo, ya que sus frági-
les colonias suelen desintegrarse con facilidad al emplear métodos tradicionales como 
redes de plancton o dragas de fondo. La recolección de especímenes intactos se logra de 
manera más eficaz utilizando frascos de vidrio o bolsas de plástico manejados por sub-
marinistas, o mediante vehículos operados remotamente (ROVs, por sus siglas en inglés), 
que pueden capturar al animal completo mediante bombas de succión o contenedores 
especiales (Haddock, 2004).

La taxonomía de los sifonóforos ha experimentado revisiones significativas en los 
últimos años, impulsadas por avances en la filogenética molecular y observaciones deta-
lladas de ejemplares vivos. Aunque la monofilia del orden Siphonophorae está bien esta-
blecida (Bentlage y Collins, 2021), estudios recientes han puesto en duda la clasificación 
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tradicional de los sifonóforos, que durante mucho tiempo se ha basado en la morfología 
de un número limitado de zooides. Históricamente, Siphonophorae se ha dividido en 
tres subórdenes: Cystonectae, Physonectae y Calycophorae. Las evidencias moleculares y 
morfológicas sugieren que Cystonectae es el grupo hermano de todos los demás sifonó-
foros, que en conjunto se denominan Codonophora (Dunn et al., 2005; Munro et al., 2018). 
Dentro de Codonophora, los datos moleculares revelan que el suborden Physonectae no 
es un grupo monofilético, ya que Calycophorae está incluido dentro de él, lo que sugiere 
que las relaciones evolutivas entre estos grupos son más complejas de lo que se pensaba 
y que el concepto de Physonectae podría necesitar una revisión o incluso ser abandona-
do (Dunn et al., 2005; Munro et al., 2018). La sistemática de los sifonóforos sigue siendo 
un campo en rápida evolución, ya que la integración de datos moleculares con estudios 
morfológicos profundos de ejemplares vivos continúa remodelando nuestra compren-
sión de la historia evolutiva de estos notables animales. En este capítulo, mantenemos el 
uso de Cystonectae, Physonectae y Calycophorae como unidades analíticas, ya que este 
enfoque facilita la explicación y el entendimiento de las características morfológicas y de 
las historias de vida; sin embargo, advertimos al lector que es probable que las definicio-
nes de algunos de los taxones de sifonóforos utilizados aquí (en particular Physonectae) 
cambien en un futuro cercano.

Morfología
La especie Agalma elegans es un buen ejemplo que sirve para ilustrar uno de los planes 
corporales más comunes en los sifonóforos (Figura 2). Cada colonia adulta de A. elegans 
posee un flotador apical lleno de gas (neumatóforo), así como dos regiones corporales 
adicionales: el nectosoma y el sifosoma. El neumatóforo no es un zooide, sino una región 
subespecializada del tallo colonial que lleva dentro monóxido de carbono producido por 
unas glándulas especializadas. Está equipado con numerosas neuronas sensoriales y tie-
ne generalmente una función geotáctica que informa a la colonia de la dirección gravita-
toria y la presión ambiental (Church et al., 2015), aunque también contribuye a la postura 
y flotabilidad de la colonia.

El nectosoma, situado a continuación del neumatóforo, contiene un conjunto de 
campanas natatorias o nectóforos para la propulsión, dispuestas en pares y cada una con 
un nectosaco muscular que realiza la contracción. Los nectóforos se contraen en un mo-
vimiento sincronizado (o a veces desincronizado) y mueven la colonia en una dirección 
determinada mediante la propulsión a chorro (Du Clos et al., 2022).

El sifosoma es una estructura lineal que alberga los zooides encargados de la ali-
mentación, la reproducción y la defensa. Ubicado después del nectosoma, está compues-
to por paquetes de zooides llamados cormidios, que son unidades repetidas en serie que 
contienen cada una un gastrozooide, una bráctea y uno o dos gonóforos (zooides especia-
lizados en la alimentación, flotabilidad y reproducción, respectivamente). Los zooides de 
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alimentación, o gastrozooides, capturan y digieren presas con la ayuda de un tentáculo 
basal armado con tentilas (ramificaciones). Es en las tentilas en donde se concentran las 
baterías de nematocistos. A menudo, los gastrozooides están asociados a uno o más pal-
pones (“estómagos” adicionales, que ayudan en la digestión y a bombear el fluido gastro-
vascular a lo largo de la colonia). Completan el cormidio las brácteas, que son estructuras 
gelatinosas que proporcionan flotabilidad y defensa al sifosoma. Finalmente, los zooides 
reproductores, conocidos como gonóforos, son los responsables de la producción de los 
gametos. Estos pueden ser masculinos o femeninos, presentes en colonias distintas (en 
especies dioicas) o en la misma colonia (en especies monoicas).

Figura 2. Esquema de una colonia de Agalma elegans, suborden Physonectae. A Vista 
general de la colonia madura; B Detalle de un cormidio sifosomal mostrando diferentes 
zooides. Imagen: Lara Maleen Beckmann.

Existen tres tipos de planes corporales básicos en los sifonóforos, cada uno corres-
pondiente a los tres subórdenes tradicionales dentro del orden Siphonophorae. Las co-
lonias de Physonectae poseen las tres regiones corporales descritas anteriormente para 
A. elegans: neumatóforo, nectosoma con numerosos nectóforos y sifosoma con muchos 
cormidios. Las colonias de Cystonectae tienen neumatóforo y sifosoma, pero carecen de 
nectosoma. En contraste, las colonias de Calycophorae no tienen neumatóforo y presen-
tan un nectosoma corto que normalmente incluye solo uno o dos nectóforos (Figura 3).
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Figura 3. Representación de los tres tipos de planos corporales básicos en sifonóforos. 
A Physonectae, basado en Agalma elegans; B Cystonectae, basado en Rhizophysa filiformis; 
C Calycophorae, basado en Lensia conoidea. Imagen: Lara Maleen Beckmann.

Physonectae
Con más de setenta especies válidas, Physonectae es el segundo suborden más diverso 
dentro de Siphonophorae (WoRMS, s. f.). A menudo considerados los sifonóforos arquetí-
picos, las colonias de Physonectae poseen las tres regiones corporales descritas anterior-
mente: neumatóforo, nectosoma y sifosoma. El grupo se divide en diez familias, incluyen-
do, entre otros, los ampliamente distribuidos y diversos Agalmatidae (Mapstone, 2014; 
Hosia et al., 2024), los económicamente relevantes Apolemiidae (Båmstedt et al., 1998) 
y los bentopelágicos Rhodaliidae (Mapstone et al., 2017), cada uno con adaptaciones 
morfológicas únicas (Figura 4).

Aunque la organización básica de las colonias de Physonectae sigue la estructura des-
crita anteriormente para A. elegans, la disposición exacta de los distintos componentes de 
la colonia es distinta entre las diferentes familias del suborden. Por ejemplo, el sifosoma 
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Figura 4. Representantes del suborden Physonectae, sin correspondencia de escala. A Na-
nomia cara (colonia completa); B Forskalia edwardsii (colonia completa); C Physophora hy-
drostatica (colonia completa); D Larva tipo “athorybia” de Agalma elegans; E Agalma elegans 
(colonia completa). Imágenes: A, C y E Joan Soto-Angel; B Alexandre Jan; D Luis Martell. 
Edición de imágenes: Lara Maleen Beckmann.

no es lineal en los miembros de Physophoridae (los sifonóforos de “falda hawaiana” o de 
“faldón de hula”), y tanto el nectosoma como el sifosoma están altamente modificados 
en ciertos géneros de Agalmatidae (Athorybia, Melophysa) y en los miembros de Rhodali-
idae (Totton, 1965). En esta última familia, dichas modificaciones están relacionadas con 
el hábitat epibentónico de todas sus especies (Mapstone et al., 2017).

Las colonias de Physonectae suelen ser muy frágiles y se desintegran fácilmente al 
ser recolectadas con redes de plancton. Los zooides que se observan con mayor frecuen-
cia en las muestras de plancton son los nectóforos, por lo que la taxonomía del grupo se 
ha desarrollado tradicionalmente en torno a la morfología y disposición de estas estruc-
turas. En particular, la forma general de los nectóforos, la presencia y disposición de cres-
tas, la distribución y forma de los canales radiales y las características del nectosaco (la ca-
vidad central del nectóforo, abierta al exterior a través del ostio) se utilizan comúnmente 
para diferenciar las especies de Physonectae (Figura 5). Otros caracteres relevantes para 
la identificación de las especies en este suborden incluyen la presencia en el nectosoma 
de otros zooides además de los nectóforos, los tipos y disposición de los zooides en el 
sifosoma, y la morfología de las tentilas (Pugh, 1999; Mapstone, 2014; Tabla 1).
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Tabla 1. Resumen de las características morfológicas clave de las familias del suborden 
Physonectae, basado en Mapstone (2014), Pugh y Baxter (2014), Pugh (2016), 

y Pugh y Haddock (2016).

Apolemiidae

Pyrostephidae

Erennidae

Rhodaliidae

Agalmatidae	

5 especies. Colonias con sifosoma largo y con zooides nectosomales 
(únicos entre todos los sifonóforos); dioicas; nectóforos sin canal 
palial descendiente y sin zona libre de músculos. 

7 especies. Colonias con sifosoma largo; dioicas; nectosoma dorsal 
(característica única entre los Physonectae dioicos); nectóforos sin 
canal palial descendiente y con zona libre de músculos.

6 especies. Colonias con sifosoma largo caracterizadas por sus tentilas 
únicas, desenrolladas y con una banda hipertrofiada de nematocistos; 
dioicas; nectóforos sin canal palial descendiente y con zona libre de 
músculos.

15 especies. Colonias con sifosoma corto, asociadas al fondo marino 
(hábitat único entre los sifonóforos); dioicas; nectóforos sin canal 
palial descendiente y sin zona libre de músculos.

22 especies. Predominantemente colonias con sifosoma largo, aun-
que este es corto en las especies de Athorybia y Melophysa; monoicas; 
nectosoma dorsal; nectóforos con canal palial descendiente y sin 
zona libre de músculos.

Cordagalmatidae 7 especies. Colonias con sifosoma largo; monoicas; nectosoma 
ventral; nectóforos con característica forma de corazón, distinta a la 
de cualquier otro sifonóforo, con canal palial descendiente y sin zona 
libre de músculos.

Forskaliidae 6 especies. Colonias con sifosoma enrollado en espiral y con nectófo-
ros aplanados dispuestos en múltiples series; monoicas; con gas-
trozooides pedunculados; nectosoma ventral; nectóforos con canal 
palial descendiente y sin zona libre de músculos.

Physophoridae 2 especies. Colonias con nectosoma largo y sifosoma corto; monoicas; 
nectosoma ventral; nectóforos con canal palial descendiente y sin 
zona libre de músculos.

Resomiidae 5 especies. Colonias con sifosoma largo, con tentáculos de morfología 
única, con dos tipos de tentila; monoicas; nectosoma ventral; nectó-
foros con canal palial descendiente y sin zona libre de músculos.

Stephanomiidae 1 especie. Colonias con sifosoma largo; dioicas; nectosoma ventral; 
nectóforos sin canal palial descendiente y con zona libre de músculos.



Medusozoa  l  Sifonóforos96

Figura 5. Principales características morfológicas de los nectóforos en Physonectae, 
ilustradas en Agalma elegans. A Disposición de los nectóforos en el nectosoma, vista late-
ral; B Detalle del nectóforo y sus principales características morfológicas, vista superior. 
Imagen: Lara Maleen Beckmann.

Cystonectae
Con solo ocho especies válidas, el suborden Cystonectae es el grupo más pequeño dentro 
de Siphonophorae (WoRMS, s. f.). Sus miembros se distinguen por un plan corporal rela-
tivamente simple, compuesto únicamente por el neumatóforo y el sifosoma (Mapstone, 
2014; Pugh, 2019). Este suborden incluye solo dos familias: Rhizophysidae y Physaliidae 
(WoRMS, s. f.) (Figura 6).

En las colonias de cistonectos, los zooides no alimenticios del sifosoma están orga-
nizados en gonodendros, que son estructuras compuestas por gonóforos, palpones sin 
tentáculos y nectóforos no nadadores (Pugh, 2019). En los miembros de la familia Phy-
saliidae, los gonodendros incluyen además un tipo único de zooide conocido como “póli-
po gelatinoso”, que es un nectóforo reducido con una función desconocida (Munro et al., 
2019). Los cistonectos son dioicos, lo que significa que todos los gonóforos en una misma 
colonia son del mismo sexo (Pugh, 2019).

Los miembros de la familia Rhizophysidae suelen considerarse los cistonectos me-
nos modificados, ya que presentan un neumatóforo anterior relativamente pequeño y un 
sifosoma largo que alberga todos los zooides de la colonia dispuestos en una secuencia 
lineal. Las diferencias entre los géneros y especies de esta familia se basan en caracterís-
ticas como la presencia de alas laterales en los gastrozooides juveniles y la presencia de 
tentilas tricornes en los tentáculos (Pugh, 2019).
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Los miembros de la familia Rhizophysidae suelen considerarse los cistonectos me

Figura 6. Representantes del suborden Cystonectae, sin correspondencia de escala. A-B 
Physalia sp.; C Bathyphysa conifera. Imágenes: A-B Luis Martell; C Gilberto Diosdado.

Por el contrario, la carabela portuguesa (Physalia physalis) presenta una morfología 
única en comparación con otros cistonectos y con el resto de sifonóforos, ya que es el único 
sifonóforo pleustónico, con colonias que viven en la interfaz entre el mar y el aire (Totton, 
1960; Munro et al., 2019). Las carabelas portuguesas poseen un neumatóforo expandido 
y lleno de gas que permite a la colonia flotar en la superficie del océano, con el neumató-
foro por encima del agua y el resto de la colonia sumergido. Este neumatóforo lleva una 
cresta que actúa además como una vela, desplazando a la colonia mediante la acción de 
los vientos. A diferencia de otros cistonectos, en Physalia los zooides del sifosoma están fi-
jados al lado ventral del neumatóforo de una manera distintiva y no lineal (Totton, 1960) 
y este género es el único taxón de sifonóforos en el que los gastrozooides carecen de ten-
táculos para capturar presas (Munro et al., 2019), ya que sus tentáculos surgen de otro tipo 
de zooide llamado ámpula o dactilozooide. Finalmente, es importante notar que, si bien 
tradicionalmente se ha reconocido a Physalia physalis como la única especie válida dentro 
del género Physalia, recientes estudios taxonómicos sugieren que la diversidad en este 
grupo es mayor de lo que se creía y que el concepto actual de P. physalis podría englobar 
múltiples especies (Church et al., 2025).
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Tabla 2. Resumen de las características morfológicas clave de las familias del suborden 
Cystonectae, basado en Mapstone (2014) y Pugh (2019).

Rhizophysidae

Physaliidae

4 especies. Colonias planctónicas con sifosoma largo; neumatóforo 
sumergido; zooides sifosomales dispuestos linealmente; gastrozooi-
des con tentáculos; sin pólipos gelatinosos en los gonodendros.

1 especie (probablemente más en espera de ser reconocidas). Colo-
nias pleustónicas; neumatóforo expandido, flotante por encima de la 
superficie del agua; zooides sifosomales dispuestos en el lado ventral 
del neumatóforo; gastrozooides sin tentáculos; con pólipos gelatino-
sos en los gonodendros.

Calycophorae
El suborden Calycophorae es el grupo más diverso dentro de los sifonóforos, compren-
diendo 110 especies válidas (WoRMS, s. f.) (Figura 7). Los calicóforos son a menudo los 
sifonóforos más abundantes en aguas costeras (Guerrero et al., 2018; Martell et al., 2022), 
y el suborden incluye todas las especies verdaderamente neríticas de sifonóforos, por 
ejemplo, las de los géneros Muggiaea y Sphaeronectes (Mapstone, 2014). Las colonias de 
calicóforos carecen de neumatóforo y poseen un nectosoma reducido generalmente for-
mado solo por uno o dos nectóforos, excepto en la familia Hippopodiidae, donde puede 
haber hasta 16 (Bouillon et al., 2004).

Actualmente, existen siete familias de calicóforos que difieren ampliamente en ri-
queza de especies, hábitat y estrategias de historia de vida. Las especies de las familias 
Diphyidae y Abylidae, por ejemplo, son generalmente pequeñas, en su mayoría epipelá-
gicas y a menudo constituyen los taxones dominantes de sifonóforos en el plancton cos-
tero; mientras que los miembros de Prayidae y Clausophyidae tienden a ser oceánicos 
y por lo general habitan a mayores profundidades (Mapstone, 2014). Tradicionalmente, 
las familias de calicóforos se dividen en dos grupos, prayomorfos y difiomorfos, con base 
en la forma y disposición de sus nectóforos (Mackie et al., 1987) (Figura 8); sin embargo, 
la evidencia molecular sugiere que esta división probablemente es artificial (Dunn et al., 
2005; Munro et al., 2018). Los prayomorfos suelen tener un par (o varios pares) de nectófo-
ros similares, opuestos y redondeados, a menudo equipados con un pequeño nectosaco 
muscular y una abundante mesoglea. En contraste, los difiomorfos generalmente tienen 
dos nectóforos aerodinámicos y desiguales, dispuestos de manera secuencial y denomi-
nados nectóforo anterior y nectóforo posterior según el eje principal de la colonia. Los 
nectóforos de los difiomorfos a menudo tienen nectosacos grandes y poca mesoglea.

Al igual que sucede en Physonectae, las colonias de Calycophorae también tienden a 
disgregarse fácilmente en sus diferentes zooides al ser colectadas con redes de plancton. 
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Figura 7. Representantes del suborden Calycophorae, sin correspondencia de esca-
la. A Bassia bassensis (colonia completa, fase poligástrica); B Lensia conoidea (nectóforo 
anterior, fase poligástrica); C Chelophyes contorta (nectóforo anterior, fase poligástrica); 
D Lensia conoidea (fase eudoxia); E Sphaeronectes sp. (nectóforo, fase poligástrica); 
F Hippopodius hippopus (colonia completa). Imágenes: A Luis Martell; B, D y E Joan 
Soto-Angel; C y F Alexandre Jan. Edición de imágenes: Lara Maleen Beckmann.

En dichas muestras, los zooides que se observan con más frecuencia suelen ser los nectó-
foros y, en ocasiones, las brácteas y los gonóforos de la fase eudoxia, por lo que la taxono-
mía del grupo se ha desarrollado históricamente en torno a la morfología y características 
de estas estructuras. A diferencia de los nectóforos de las colonias de Physonectae, los 
de los calicóforos incluyen una cavidad ventral llamada hidroecio, en la que el sifosoma 
puede retraerse parcial o completamente. Además, los nectóforos de los calicóforos nor-
malmente poseen una prominente rama ciega del sistema gastrovascular llamada so-
matocisto, la cual en algunas especies puede llevar gotas de lípidos que contribuyen a 
la flotación. De la misma manera, las brácteas de algunos calicóforos pueden llevar una 
rama ciega llamada filocisto. La morfología de los nectóforos, incluyendo su forma y ca-
racterísticas específicas como crestas, dientes y espinas, así como el tamaño y la estruc-
tura detallada tanto del nectosaco (incluidos los canales radiales) como del somatocisto, 
son características cruciales para identificar las especies de calicóforos.

En la mayoría de las colonias de calicóforos, los cormidios son producidos secuencial-
mente a lo largo del sifosoma hasta que alcanzan la madurez. Una vez que esto sucede, 
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se desprenden de la colonia para nadar libremente en la columna de agua, momento en 
el cual se les conoce como eudoxias. Una eudoxia típica consta de una bráctea, un gas-
trozooide con un solo tentáculo que lleva tentilas, y una serie de gonóforos (Figura 8). 
Las eudoxias de calicóforos generalmente carecen de palpones (con la posible excepción 

Figura 8. Representación de las 
características morfológicas bá-
sicas de los «tipos» de calicóforos 
(prayomorfos frente a difiomor-
fos); A Difiomorfos representados 
por Lensia conoidea (Diphyidae), 
incluyendo su estado eudoxia; B 
Prayomorfos representados por 
Praya sp. (Prayidae). Imagen: 
Lara Maleen Beckmann.
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Tabla 3. Resumen de las características morfológicas clave de las familias del suborden 
Calycophorae, basado en Mapstone (2014).

Prayidae	

Hippopodiidae

Tottonophyidae

Sphaeronectidae

Diphyidae	

27 especies. Colonias típicamente con 2 nectóforos similares, opues-
tos, lisos y redondeados (excepto en la subfamilia Nectopyramidinae, 
en la que solo existe un nectóforo definitivo); los nectóforos no tienen 
placa oral; todos los nectóforos tienen un somatocisto; los cormidios 
sifosomales tienen brácteas (excepto en Gymnopraia); las brácteas 
típicamente tienen 6 canales bracteales pero carecen de un filocisto 
bien definido.

5 especies. Colonias con 6 o más nectóforos similares, dispuestos de 
forma intercalada de lado a lado, pero no en un nectosoma alargado; 
nectóforos lisos o angulares y con crestas, sin placa oral; todos los 
nectóforos con somatocisto delgado y simple; cormidios sifosomales 
sin brácteas.

1 especie. Colonias con 2 nectóforos desiguales, redondeados, casi 
esféricos, uno ligeramente más grande y en posición un poco más 
anterior que el otro, con nectosaco amplio e hidroecio ocupando la 
mayor parte de cada nectóforo; sin aletas en las paredes laterales del 
hidroecio; cormidios con brácteas; brácteas con un par de canales 
bracteales y un nectóforo especial.

11 especies. Colonias con un nectóforo pequeño y redondeado, el 
cual representa el nectóforo larvario que se conserva en las colonias 
maduras; nectóforos sin placa oral; somatocisto simple; cormidios con 
brácteas; brácteas con un filocisto sencillo y sin canales bracteales.

45 especies. Colonias típicamente con 2 nectóforos desiguales y 
angulares (algunas especies solo tienen un nectóforo); nectóforo an-
terior cónico, unido al nectóforo posterior que generalmente es más 
alargado; nectóforos con placa oral y típicamente con crestas longitu-
dinales; somatocisto solamente en el nectóforo anterior, típicamente 
sencillo; cormidios con brácteas; brácteas con un filocisto pero sin 
canales bracteales (con excepción de la subfamilia Giliinae).

Clausophyidae 11 especies. Colonias con 1 o 2 nectóforos angulares desiguales, 
cuando dos nectóforos están presentes entonces el nectóforo anterior 
está parcialmente superpuesto sobre el nectóforo posterior; somato-
cisto presente en ambos nectóforos.

Abylidae	 10 especies. Colonias típicamente con 2 nectóforos desiguales, rígi-
dos y angulares; nectóforo anterior más pequeño y unido al nectóforo 
posterior, que tiende a ser más grande; somatocisto solamente en el 
nectóforo anterior; cormidios con brácteas; brácteas con filocistos de 
distintas formas, incluyendo algunas especies en las que el filocisto 
tiene dos cuernos laterales.
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de las del género Stephanophyes) y típicamente no tienen nectóforos especializados, aun-
que algunos miembros de la subfamilia Nectopyramidinae (Prayidae) pueden poseerlos. 
Aunque los nectóforos son los zooides principalmente utilizados para la identificación de 
especies en Calycophorae, las brácteas y las eudoxias también pueden ser identificadas a 
nivel de género o incluso de especie, particularmente en ciertas especies de las familias 
Abylidae, Prayidae y Diphyidae. Tales identificaciones son extremadamente relevantes, 
ya que confirman la ocurrencia de la reproducción sexual y, por lo tanto, la continuidad de 
las especies en un área determinada (Grossmann et al., 2014; Guerrero et al., 2018).

Reproducción 
Los sifonóforos muestran una notable variabilidad en sus estrategias reproductivas entre 
especies, lo que dificulta generalizar sobre sus ciclos de vida. En general, la fase en la que 
las colonias albergan múltiples zooides funcionales especializados en diferentes tareas 
se denomina fase poligástrica (el término “poligástrico” hace referencia a la presencia de 
múltiples estructuras similares a estómagos, los gastrozooides, dentro de la colonia). Di-
cha fase crece mediante la gemación (reproducción asexual) de nuevos zooides, produ-
ciendo en última instancia los gonóforos para la reproducción sexual. Dependiendo del 
grupo, los gonóforos que liberan los gametos pueden desarrollarse directamente en la 
colonia poligástrica, o pueden producirse en eudoxias (Figura 9).

La mayoría de las especies de sifonóforos son monoicas, lo que significa que una 
sola colonia produce tanto gonóforos masculinos como femeninos, aunque típicamente 
no al mismo tiempo. En contraste, algunas especies, como las pertenecientes al subor-
den Cystonectae y los miembros de ciertas familias de Physonectae, son dioicas o con 
sexos separados y tienen colonias que producen solo gonóforos masculinos o femeni-
nos (Siebert et al., 2013; Pugh, 2019). En todos los casos en los que se ha estudiado la 
reproducción, los óvulos y el esperma se liberan en la columna de agua, y la fertilización 
ocurre externamente (Carré y Carré, 1991; Sherlock y Robison, 2000). A partir de aquí, los 
óvulos fecundados experimentan una rápida diferenciación embrionaria, transformán-
dose en una larva plánula en unas pocas horas (Russell, 1938). Mientras que esta etapa 
del desarrollo embrionario es bastante consistente entre los distintos grupos de sifonó-
foros, el desarrollo posterior a la larva varía significativamente entre especies (Mańko et 
al., 2023).

En los miembros del suborden Physonectae, el desarrollo larval comienza con la 
gastrulación, seguida de la formación de una invaginación apical que representa el pri-
mordio del neumatóforo. Debajo del neumátóforo en desarrollo, se forma un anillo de 
brácteas larvales, y aparecen el gastrozooide primario y su tentáculo asociado (Carré, 
1969a; 1971; Mańko et al., 2023). Esta etapa de postlarva (en general llamada sifónula) 
puede adquirir una configuración característica que varía dependiendo del grupo, por 
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Figura 9. Representación de los ciclos de vida de los tres tipos básicos de sifonóforos, 
Physonectae, Calycophorae y Cystonectae, divididos en seis etapas: adulto poligástrico, 
zooides reproductivos, fertilización, larva inicial, larva posterior y maduración. Imagen: 
Lara Maleen Beckmann.

ejemplo, la larva “athorybia” de Agalma elegans o el estadio “mica micula” de Pyrostephos 
vanhoeffeni (Totton, 1965; Panasiuk et al., 2019). A medida que avanza el desarrollo, la 
postlarva se alarga y experimenta diferenciación estructural, formando finalmente la 
disposición lineal de los cormidios característica de las colonias maduras de Physonec-
tae (Carré, 1969a; 1971).

En contraste, las larvas de los calicóforos siguen una trayectoria de desarrollo distinta 
para generar la postlarva (también llamada calicónula). En lugar de formar un polo apical 
invaginado, el polo apical se reabsorbe, produciendo un único nectóforo larval en lugar 
de un anillo de brácteas (Carré, 1967; 1969b). Este nectóforo larval puede persistir como 
el nectóforo anterior de la colonia madura o ser reemplazado más tarde por un nectófo-
ro definitivo (Carré, 1967; 1969b; Mańko et al., 2023). Finalmente, el desarrollo larval en 
los cistonectos es el más desconocido, con la notable excepción de la carabela portugue-
sa (Physalia physalis), para la cual se han descrito algunas etapas posteriores a la plánula 
(Munro et al., 2019).
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Toxicidad
La investigación sobre las toxinas de los sifonóforos sigue siendo relativamente limitada 
en comparación con otros organismos marinos venenosos, en parte porque solo unas po-
cas especies producen veneno lo suficientemente potente como para afectar a los seres 
humanos. La más relevante de estas es Physalia physalis (la carabela portuguesa), la única 
especie de sifonóforo que hasta la fecha se ha vinculado de manera inequívoca con enve-
nenamientos médicos significativos (Stein et al., 1989; Labadie et al., 2012). Debido a la 
relevancia médica de P. physalis, casi todo el conocimiento existente sobre el veneno y la 
toxicidad de los sifonóforos proviene de estudios realizados en esta especie.

Figura 10. Reinterpretación del mecanismo de captura de una presa (copépodo) por las 
tentilas de un sifonóforo del tipo Physonectae, Agalma elegans. A Sifosoma; B Detalle de 
la morfología de una tentila capturando una presa; C Detalle de la morfología de un ne-
matocisto (descargado) del tipo estenotele. Imagen: Lara Maleen Beckmann (basado en 
Chun, 1891).
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Los síntomas locales del envenenamiento por Physalia generalmente incluyen do-
lor intenso, inflamación de la piel con progresión necrótica y, en casos graves, síntomas 
más generales como alteraciones cardiacas o neurológicas, depresión del sistema ner-
vioso central y dificultad respiratoria (Labadie et al., 2012). Aunque el envenenamiento 
por Physalia puede ser grave, la muerte de la persona afectada es un fenómeno raro 
(Fenner, 2002; Cazorla-Perfetti et al., 2012), posiblemente debido a la alta prevalencia de 
la variedad “blue bottle” que presenta un solo tentáculo alargado en lugar de los múltiples 
tentáculos que se encuentran en otros morfotipos de P. physalis (Church et al., 2025). La 
composición exacta del veneno de esta especie aún no está completamente caracteriza-
da, pero las investigaciones sugieren que contiene varias proteínas, incluida la potente 
toxina fisalitoxina (Tamkun y Hessinger, 1981).

Las toxinas en los sifonóforos son importantes para aturdir rápidamente a la presa y 
evitar que esta luche al intentar escapar durante la captura, lo que de otro modo dañaría 
las delicadas colonias (Mapstone, 2014). En la mayoría de los sifonóforos, los nematocistos 
para la captura de presas se agrupan en baterías en las tentilas de cada tentáculo (Figura 
10). Las presas, como los copépodos o las larvas de peces, inicialmente se enredan con un 
filamento terminal que cuelga de la batería de nematocistos. Los movimientos de lucha de 
la presa provocan que la banda de nematocistos en la batería se abra y golpee sobre ella, y 
estos nematocistos liberan aún más toxinas (Mackie et al., 1987).
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Tunicata es un grupo de invertebrados del filo Chordata cercano evolutivamente a los ver-
tebrados (Figura 1). La ubicación de los tunicados en el filo Chordata se debe a la presen-
cia de la notocorda en la cola, carácter perdido en adultos de tunicados sésiles (ascidias) y 
en algunos tunicados pelágicos, la cual tiene función locomotora (Lacalli, 1999). Otros ca-
racteres representativos de Chordata incluyen la presencia de un cordón nervioso dorsal 
y una cola muscular postanal (Fodor et al., 2021). Los tunicados están cubiertos por una tú-
nica (de allí su nombre), constituida por un polisacárido denominado tunicina (Apelgren 
et al., 2022). La tunicina es la única celulosa de origen animal, cuyos genes de síntesis y 
digestión probablemente fueron transmitidos de un simbionte procarionte del tunicado 
ancestral por evolución horizontal (Inoue et al., 2019). La mayoría de los tunicados son 
filtradores (con excepción de algunas especies de profundidad) de materia en suspensión 
(Holland, 2016), la cual queda adherida a un moco producido en el endostilo del saco 
faríngeo para luego ser digerida en el tracto digestivo (Jiang et al., 2023).

Estudios filogenómicos ubican a Tunicata como un grupo monofilético y hermano 
de Vertebrata en un clado denominado Olfactores (Delsuc et al., 2006). En la Figura 2 se 
presentan las relaciones filogenéticas de los tunicados, mediante análisis realizados con 
los transcriptomas de los principales grupos, que resuelven a Appendicularia como clado 
hermano del resto de tunicados (taliáceos y ascidias). Ascidiacea y Phlebobranchia apa-
recen como grupos parafiléticos (Figura 2). Es importante destacar la posición de Thalia-
cea como grupo hermano de ((Corellidae + Ascidiidae) + Aplousobranchia) + Cionidae, y 
a su vez, Stolidobranchia (Molgulidae + (Pyuridae + Styelidae)) como grupo hermano de 
los clados anteriores (Delsuc et al., 2018; Kocot et al., 2018; DeBiasse et al., 2020).

Se destacan grupos monofiléticos (Olfactores y Tunicata) y Ascidiacea se mues-
tra como un grupo parafilético al igual que Phlebobranchia. Los grupos terminales 
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Figura 1. Tunicados. A Larváceo (Appendicularia); B Salpa (Thalia democratica); C Piro-
soma; D Doliolido. Las imágenes A-D representan grupos exclusivamente planctónicos; 
E Phlebobranchia adulta (Phallusia nigra); F Larva de P. nigra; G Aplousobranchia adulta 
(Clavelina oblonga); H Larva de C. oblonga; I Stolidobranchia adulta (Botrylloides niger); 
J Larva de botrílido (Styelidae). Las imágenes E-J corresponden a representantes de los 
tres órdenes de Ascidiacea, con la etapa adulta sésil (E, G e I) y su fase larval planctónica 
(F, H y J). Imágenes: A Curso de Embriología Comparativa de Invertebrados Marinos en 
el Centro de Biología Marina (CEBIMAR-USP); B, D y J Alvaro E. Migotto (CEBIMAR); 
C, F, H e I imágenes propias; E y G imágenes obtenidas de Cifonauta (https://cifonauta.
cebimar.usp.br/).

https://cifonauta.cebimar.usp.br/
https://cifonauta.cebimar.usp.br/
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representan familias, las clases y órdenes se indican a la derecha. El resaltado en color 
naranja pálido representa a los grupos con formas pelágicas tanto en estado larval como 
adulto (exclusivamente planctónicos), mientras que el resaltado en turquesa representa 
a grupos con adultos sésiles y cuya fase planctónica se limita a la etapa larval.

Figura 2. Relaciones filogenéticas de Tunicata de acuerdo con Kocot et al. (2018), Del-
suc et al. (2018) y DeBiasse et al. (2020). Imágenes: PyloPic/Michael Keesey, 2023. 
https://www.phylopic.org/

Ciclo de vida y desarrollo
Los tunicados son organismos pelágicos y bentónicos, y pueden existir como formas soli-
tarias o formando colonias. Los tunicados pelágicos que completan su ciclo en la columna 
de agua y forman parte de lo que se conoce coloquialmente como zooplancton gelatinoso 
incluyen principalmente las clases Appendicularia y Thaliacea. Sin embargo, las larvas de 
los tres órdenes de Ascidiacea (Phlebobranchia, Aplousobranchia, Stolidobranchia) tam-
bién se pueden encontrar como plancton en la columna de agua, pero sus formas adultas 
son siempre bentónicas y sésiles. Mientras que los Appendicularia son siempre solitarios 
y de reproducción sexual exclusivamente, los Thaliacea son siempre coloniales y de re-
producción tanto sexual como asexual por gemación; Ascidiacea contiene formas solita-
rias (con reproducción exclusivamente sexual) y coloniales (con reproducción asexual y 
sexual). Todos los tunicados son hermafroditas: en el caso de los solitarios, generalmente 
presentan fertilización externa, mientras que los coloniales son generalmente ovíparos u 
ovovivíparos (Shenkar y Swalla, 2011; Rosner y Rinkevich, 2024).

https://www.phylopic.org/
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Los Appendicularia, conocidos coloquialmente como “larváceos” (mantienen su 
cola en el estadio adulto, al contrario de lo que ocurre en las ascidias), representan una 
clase de tunicados de vida libre, con apenas 68 especies, pero sumamente abundantes 
en el plancton, que constituyen el segundo grupo más abundante del mesozooplancton 
(Jaspers et al., 2023). Tienen una importancia significativa en las redes tróficas al consu-
mir el plancton pequeño y bacterias, así como al ser presas de diversos organismos mari-
nos. De esta manera facilitan la transferencia de energía y nutrientes a lo largo de dichas 
redes, conectando el grupo microbiano con niveles tróficos superiores (Alves et al., 2025). 
Este grupo se caracteriza por producir estructuras mucosas de celulosa animal denomi-
nadas “casas”, utilizadas para filtrar partículas del agua. Estas casas son desechadas y re-
generadas varias veces al día, actuando como centros de agregación de material orgánico 
que desciende desde la zona fótica hacia el fondo del mar, también conocido como nieve 
marina (marine snow). De esta manera cumplen un papel importante en el secuestro de 
carbono y en la bomba biológica (Jaspers et al., 2023; Taucher et al., 2023).

Thaliacea es una clase de tunicados pelágicos de vida libre, con 72 especies descritas 
(Godeaux, 1998; Govindarajan et al., 2011). Tienen ciclos de vida complejos, con alternan-
cia de generaciones y presentan zooides polimórficos (Brusca y Brusca, 2003). Las salpas, 
en particular, tienen la capacidad de aumentar sus poblaciones rápidamente en respues-
ta a proliferaciones de algas y condiciones ambientales favorables debido a sus altas ta-
sas de reproducción asexual y sexual (Pitt et al., 2023; Décima et al., 2023). Durante estas 
proliferaciones masivas (denominadas blooms), las salpas son responsables de un gran 
porcentaje del secuestro del carbono oceánico. Eso se debe a su alta tasa de ingestión, 
capacidad de alimentarse de una gran variedad de tamaños de presas y, por último, a la 
producción de grandes bolas (pellets) fecales que se hunden rápidamente (Décima et al., 
2023). Otra característica de Thaliacea es la producción de bioluminiscencia en el género 
Pyrosoma, cuyo nombre deriva del griego “pyro” que significa fuego y “soma” que significa 
cuerpo (cuerpo de fuego). Cada zooide dentro de la colonia puede detectar la luz y emitir 
bioluminiscencia en respuesta. Este proceso se da por la actividad de la coelenterazina 
(una luciferina específica de eucariotas) (Bowlby et al., 1990; Tessler et al., 2020).

Ascidiacea es una clase de tunicados muy diversa en número de especies, con alre-
dedor de 3000 especies descritas, representada por un grupo parafilético que incluye 
los tres órdenes: Aplousobranchia (aproximadamente 1480 especies), Phlebobranchia 
(aproximadamente 315 especies) y Stolidobranchia (aproximadamente 1020 especies) 
(Schenkar y Swalla, 2011). Sus larvas “renacuajo”, caracterizadas por la presencia de una 
cabeza con los órganos sensoriales y una cola con un cordón nervioso dorsal y notocorda, 
son de vida libre y pasan por un periodo pelágico corto que generalmente dura algunas 
horas. En el inicio de la fase bentónica se da el asentamiento larval mediante una meta-
morfosis radical, caracterizada por la pérdida de órganos sensoriales y las estructuras de 
la cola, al mismo tiempo que se termina de diferenciar el sistema digestivo, formando un 
organismo filtrador sésil y bentónico (Stolfi y Brown, 2015).
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Intereses científicos
La proximidad evolutiva de los tunicados con los vertebrados los ha convertido en un 
grupo clave para comprender la evolución de los cordados. Un claro ejemplo es Oiko-
pleura dioica (Appendicularia), actualmente utilizada como un modelo animal atractivo 
debido a su rápido desarrollo y ciclo de vida, genoma compacto con una gran pérdida 
de genes y embriogénesis con un número reducido de células en comparación con otros 
tunicados (Ferrández‑Roldán et al., 2019). Estudios en esta especie han revelado el im-
pacto de la pérdida de genes sobre vías de señalización importantes del desarrollo em-
brionario (Sánchez-Serna et al., 2025) y han ayudado a entender cómo la aceleración del 
desarrollo embrionario puede afectar procesos tan importantes como el desarrollo 
del corazón (Ferrández-Roldán et al., 2021).

En el campo de la biotecnología, existe un gran interés por estudiar los nanocristales 
de celulosa y las nanofibras de las túnicas, con propiedades únicas para la producción de 
biomateriales que pueden servir en la medicina regenerativa o en la ingeniería de teji-
dos (Zhao et al., 2015). Las túnicas, al tener una función defensiva, representan ambientes 
únicos para poblaciones microbianas complejas y diversas. La exploración de compues-
tos bioactivos de varias especies de ascidias ha revelado un potencial antimicrobiano y 
anticancerígeno particularmente interesante (Ramesh et al., 2021).

En relación con el valor alimenticio de los tunicados, algunas especies de ascidias ya 
forman parte de la dieta humana en diversas regiones costeras del mundo. Debido a sus 
altos valores nutritivos en proteínas, minerales y ácidos grasos esenciales, así como por 
su facilidad de cultivo como recurso pesquero y su bajo impacto ecológico, las ascidias 
pueden ser una opción sustentable para contribuir a la seguridad alimentaria de varias 
regiones del mundo (Gao et al., 2023). Por otro lado, varias especies de ascidias tienen un 
alto potencial invasor por su fácil reproducción y capacidad de asentarse en diferentes 
tipos de sustratos, lo que ha generado y sigue generando alerta en cultivos acuícolas de 
peces y moluscos alrededor del mundo (Carman et al., 2010; Aranceta-Garza et al., 2025). 
Sin embargo, está en prospección el desarrollo de algunas especies con potencial de co-
cultivo/extracción en la acuicultura multitrófica integrada (Marques et al., 2022).

Conclusión
Entre el plancton gelatinoso pelágico, Appendicularia y Thaliacea son las clases de tunica-
dos menos diversos en número de especies, pero representan una gran biomasa en todos 
los océanos del mundo. En contraste, Ascidiacea, con un alto número relativo de especies, 
son abundantes en sistemas bentónicos, pero sus larvas pelágicas representan apenas 
una pequeña fracción del plancton marino. Diversas investigaciones son desarrolladas en 
tunicados que responden preguntas de su diversidad, papel ecológico y evolución (p. ej. 
el origen evolutivo de los cordados). También se realizan investigaciones aplicadas para 
transferencia al desarrollo biotecnológico (p. ej. biomateriales, alimentación o biomedicina). 
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Sin embargo, aún existen vacíos, sobre esos aspectos, en especial de los tunicados pelági-
cos, por lo que renovados estudios contribuirán a un conocimiento más acabado de estos 
organismos y su potencial en diferentes campos de aplicación.
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Clasificación general del grupo
Las apendicularias o larváceos constituyen una clase dentro del subfilo Urochordata o 
Tunicata. Al igual que los vertebrados, los tunicados forman parte del filo Chordata y ex-
hiben las tres características comunes a todos los cordados en al menos una parte de su 
ciclo de vida: hendiduras branquiales, un cordón tubular nervioso y una columna espinal 
primitiva llamada notocorda. A diferencia de otros tunicados, como las ascidias, retienen 
la notocorda en su forma adulta. Presentan una estructura mucosa denominada vulgar-
mente “casa” mediante la cual se alimentan.

Las apendicularias fueron descritas por primera vez por Chamisso y Eysenhardt en 
1821. Hasta la actualidad, se han descrito 15 géneros y aproximadamente 70 especies. La 
clasificación actual (Tabla 1) se basa en las extensas revisiones del grupo realizadas por 
Fenaux (1993; 1998) y disponible en WoRMS (s. f.).

La clase Appendicularia está compuesta por tres familias: Fritillariidae, Kowalevski-
idae y Oikopleuridae (Figura 1). La mayoría de los géneros y especies de apendicularias 
pertenecen a esta última familia.
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Morfología
El cuerpo está constituido por un tronco y una cola, la cual se inserta ventralmente y es 
varias veces más larga que el tronco. El largo del tronco, comúnmente denominado “talla”, 
no sobrepasa los 5 mm, salvo excepciones como es el caso de algunas especies batipelági-
cas cuya talla puede alcanzar los 25 mm.

En la organización del tronco se pueden distinguir tres regiones —faringobranquial, 
digestiva y genital— cuya anatomía general varía entre las familias. La capa cuticular que 
recubre la cola se prolonga hacia los bordes, formando aletas continuas. La cola posee en 
la parte central la notocorda y a ambos lados de esta se encuentra la musculatura encar-
gada de batir la cola.

Los criterios diagnósticos más utilizados para la identificación de estos tunicados 
son la forma general del tronco y la cola; la forma y posición del endostilo, el cual pro-
duce enzimas digestivas y secreciones mucosas para retener el alimento; la presencia o 
ausencia del par de glándulas bucales; la forma de los espiráculos, esófago, estómago, 
intestino y recto, así como la presencia o ausencia de células subcordales (ubicadas en 

Reino Animalia
          Filo Chordata
                     Subfilo Urochordata o Tunicata
                                Clase Appendicularia
                                            Orden Copelata
                                                       Familia Fritillariidae
                                                                       Género Appendicularia
                                                                       Género Fritillaria
                                                                       Género Tectillaria
                                                       Familia Oikopleuridae
                        		             Género Althoffia
                       		             Género Bathochordaeus

                        Género Chunopleura
                        Género Folia
                        Género Megalocercus
                        Género Mesochordaeus
                        Género Mesoikopleura
                        Género Oikopleura
                        Género Pelagopleura
                        Género Sinisteroffia
                        Género Stegosoma

                                                       Familia Kowalevskiidae
                         Género Kowalevskia

Tabla 1. Clasificación sistemática de Appendicularia (WoRMS, s. f.)



121Capitanio   l  Aguirre  l  Spinelli     

Figura 1. Aspecto general de las tres familias de apendicularias y la estructura de sus 
respectivas casas. Oikopleuridae: vista ventral A y casa B; Fritillariidae: vista ventral C y 
casa D; y Kowalevskiidae: vista ventral E y casa F. La casa rodea completamente al ani-
mal en Oikopleuridae y Kowalevskiidae B y F, pero solo parcialmente en Fritillariidae D. 
Imágenes: Gorsky y Castellani (2017) y las referencias allí citadas.

una hilera en la musculatura del lado derecho de la cola) o de células anficordales (ubi-
cadas a ambos lados de la notocorda); el número, forma y posición de estas células en la 
cola, entre los principales criterios. Las glándulas bucales, también llamadas orales, se 
cree que están relacionadas con la producción de luminiscencia (Fredriksson y Olsson, 
1991). La presencia de estas glándulas está siempre acompañada por la presencia de las 
células subcordales, las cuales desempeñarían la misma función. Se desconoce la función 
de las células anficordales.

En la familia Oikopleuridae (Figura 2) el tronco es ovoide. La boca, con un labio inferior 
prominente, comunica con la faringe. En el piso de esta, en la parte anterior, se ubica el 
endostilo, que es recto, y en la parte ventral lateralmente se encuentran los tubos bran-
quiales que comunican al exterior por medio de espiráculos ciliados. El esófago se ubi-
ca dorsalmente, es curvado y desemboca en la parte superior del estómago, cuya forma 
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varía según el género: desde una simple dilatación del tubo digestivo hasta formar dos 
lóbulos, generalmente muy similares, a excepción de Oikopleura fusiformis, cuyo lóbulo 
izquierdo se prolonga en un ciego postcardial con forma ahusada. Al estómago le sigue 
el intestino que, curvándose hacia la región anterior, desemboca en el ano. El corazón se 
ubica en la región digestiva ventralmente al estómago. Las gónadas se sitúan en la parte 
posterior del tronco y la disposición de ovario y testículo varía según la especie, a excep-
ción de O. dioica, que no es hermafrodita y presenta sexos separados. A ambos lados del 
endostilo se ubican, en algunas especies, las glándulas bucales. La cola es lanceolada, a 
veces presenta células subcordales, y termina en forma aguzada o redondeada.

En la familia Fritillariidae (Figuras 3 A-B) el tronco es alargado y deprimido dorsoven-
tralmente, la boca presenta varios lóbulos, los tubos branquiales son más cortos y el en-
dostilo es más pequeño con sus extremos curvados hacia arriba. En la región digestiva, el 
estómago es globoso y el corazón se ubica delante de este. La disposición de las gónadas 

Figura 2. Detalle de la familia Oikopleuridae. A-B aspecto general del tronco; C parte 
anterior del tronco; D-E aspecto general de la cola. Leyendas: o ovario; t testículo; i in-
testino; e esófago; le lóbulo estomacal; c corazón; es espiráculos; a ano; cf canal faríngeo; 
en endostilo; gb glándulas bucales; g ganglio; b boca; pf pellet fecal; m musculatura; 
n notocorda; cs células subcordales; tu túnica. Imágenes: modificado de Esnal (1999); 
fotografías de O. rufescens (escala 0.75 mm) tomadas por Nicolás Lemiña.
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es más variada que en Oikopleuridae y se utiliza como criterio taxonómico. La cola es por 
lo general más ancha y termina, en la mayoría de las especies, en una escotadura distal. 
En ocasiones, aparecen dispuestas simétricamente a ambos lados de la notocorda las cé-
lulas anficordales. El resto de los caracteres no presenta diferencias con Oikopleuridae.

En la familia Kowalevskiidae (Figuras 3 C-D) el tronco es comprimido dorsoventral-
mente en la parte anterior y globoso en la parte posterior. La boca no posee labios, la ca-
vidad faríngea está dividida en tres partes por peines ciliados y carece de endostilo. El 
esófago es corto y el estómago es globoso. No presenta corazón y la sangre es impulsada 
por los movimientos de la cola, la cual es de forma típicamente lanceolada. La región ge-
nital no presenta diferencias notables con Fritillariidae.

A continuación, en la Tabla 2 se presentan las características generales usadas para 
identificar las tres familias, según Gorsky y Castellani (2017).

Figura 3. Detalle del tronco y de la cola en la familia Fritillariidae A-B y Kowalevskiidae 
C-D. Leyendas: p prolongaciones cuticulares; cg células glandulares; t testículo; o ovario; 
e estómago; es esófago; i intestino; gf glándula faríngea; en endostilo; co capa oicoplás-
tica; ca células anficordales; b boca; h hendiduras branquiales. Imágenes: modificado de 
Esnal (1999). Escala: 0.25 mm.
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Tabla 2. Appendicularia. Características generales para la clasificación en familias 
(Gorsky y Castellani, 2017)

Fritillariidae	           

Tronco elongado, dorso-
ventralmente comprimido 
o con forma fusiforme.

Tronco compacto u ovoide. Tronco corto y deprimido 
anteriormente.

Endostilo curvado hacia 
arriba.

Endostilo recto. Endostilo y corazón ausentes.

Aperturas branquiales (es-
piráculos) localizadas en 
la parte anterior de la cavi-
dad faríngea y conectando 
la faringe con el exterior 
sin un pasaje tubular.

Espiráculos localizados cerca 
del ano.

Espiráculos grandes y con 
forma elipsoidal.

Cola raramente más larga 
que el tronco.

Cola recta y varias veces más 
larga que el tronco, estrechán-
dose distalmente.

Cola con forma fusiforme.

Oikopleuridae	            Kowalevskiidae	           

Alimentación
Se trata de organismos suspensívoros con un método de alimentación sofisticado. Las 
apendicularias producen una estructura gelatinosa llamada casa, compuesta principal-
mente de mucopolisacáridos y proteínas, secretadas por células epidérmicas especializa-
das que conforman la capa oicoplástica ubicada en la parte anterior del tronco (Fenaux, 
1986). La casa posee un complejo sistema de filtros y utiliza los movimientos de la cola 
para concentrar y remover las partículas en suspensión en la columna de agua (Flood et 
al., 1990). Estas estructuras les permiten filtrar desde partículas menores a 0,2 µm hasta 
30 µm (Flood et al., 1992). 

El agua ingresa a la casa por los filtros externos, los cuales están formados por fi-
bras que se entrecruzan en una compleja malla, donde se realiza la primera selección 
de partículas por tamaño. El flujo de agua en el interior de la casa es impulsado por los 
movimientos de la cola, como se mencionó anteriormente (Figura 4). En el filtro interno 
concentrador de alimento son retenidos los microorganismos que son llevados hacia la 
boca por la acción de las cilias de los espiráculos. Las partículas de alimento son retenidas 
por el mucus producido por el endostilo y movilizadas hacia el estómago (Fenaux, 1986; 
Flood y Deibel, 1998). 

Estas casas se descartan periódicamente, incluso más de una vez al día, como res-
puesta a la saturación de los filtros dependiendo del alimento disponible en el medio. 
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Figura 4. Familia Oikopleuridae. A Estructura general de una casa; B circulación del 
agua en su interior. Leyendas: t tronco; c cola; fe filtro externo por donde ingresa el agua 
con el alimento; fi filtro interno concentrador de alimento. Imágenes: modificado de Ca-
pitanio (1995).

Una vez descartadas, se depositan en el lecho marino y constituyen un importante aporte 
de materia orgánica, principalmente en forma de carbono (Lenz, 2000). Experimental-
mente, Sato et al. (2001) observaron que la tasa de renovación de las casas de las apen-
dicularias se incrementa con el aumento de la temperatura y la disminución de la sali-
nidad. En O. dioica, la eficiencia de asimilación del alimento disminuye al aumentar sus 
concentraciones (Lombard et al., 2009).
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Reproducción
Las apendicularias son organismos semélparos, es decir, se reproducen una vez durante 
todo su ciclo de vida, un evento de gran importancia para su descendencia. En su gran 
mayoría, son hermafroditas, a excepción de una sola especie O. dioica, que presenta los 
sexos separados. Su ciclo de vida es relativamente simple, con desarrollo directo, no for-
man colonias y su tasa de crecimiento es rápida en comparación con otros grupos de 
tunicados.

Todas las apendicularias hermafrofitas son protándricas. En un primer momento, 
ocurre la maduración de las gametas masculinas y en el testículo se forma un espermi-
ducto por donde son descargados los espermatozoides. Seguidamente ocurre la madu-
ración de los ovocitos, que terminan por ocupar toda la región genital. Una vez maduros, 
estos son liberados por la ruptura de la pared del cuerpo, hecho que provoca la muerte del 
animal. En O. dioica, los machos y las hembras tienen un desarrollo similar, liberando cada 
uno sus gametas al exterior (Deibel y Lowen, 2012).

Los estudios estacionales permiten detectar la presencia de diferentes estadios de 
madurez en una población, los cuales inician con estadios muy incipientes donde las 
gónadas no están aún diferenciadas, como se muestra para la especie Fritillaria borealis 
(Figuras 5 A-B). Al iniciar la madurez, se forma un surco dorsal en forma de V en la pa-
red posterior del testículo, por donde comienza la evacuación de los espermatozoides, 
así como una expansión lateral del saco genital (Figuras 5 C-D). En una etapa de madurez 
tardía, la gónada exhibe solo ovocitos maduros y, una vez descargados, el saco genital 
se observa vacío, transparente y flácido (Figuras 5 E-F) (Presta et al., 2015). El periodo en 
que los ovocitos ocupan toda la gónada es muy fugaz, y generalmente no se encuentran 
individuos en esas condiciones en las muestras de plancton.

La fecundación es externa en todas las especies. Una hembra puede producir más de 
300 huevos con tamaños que varían con la especie (en promedio 150 μm de diámetro), 
los cuales eclosionan en pequeños juveniles con aspecto de larva (Troedsson et al., 2002; 
Deibel y Lowen, 2012). En estudios experimentales bajo condiciones controladas de tem-
peratura y óptima concentración de alimento, el tamaño de puesta de una hembra de O. 
dioica puede acercarse a 650 huevos (Lobón et al., 2011).

La temperatura es un factor regulador de la duración del ciclo de vida, el cual puede 
variar entre uno y dos días en ambientes tropicales hasta más de treinta días en ambien-
tes polares, dependiendo además de la abundancia y tipo de alimento disponible (Sato 
et al., 2001). En líneas generales, cuando la temperatura decrece, el tiempo generacional 
aumenta y los organismos logran alcanzar sus mayores tallas. Por ejemplo, en los ciclos 
estacionales de los mares templados, cuando la temperatura es de 11 °C, O. dioica comple-
ta su maduración con tallas máximas de 1400 μm, lo cual contrasta con la población de 
verano, donde a 20 °C esas tallas apenas alcanzan los 900 μm en el fin de su ciclo de vida 
(Capitanio et al., 2018).
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Figura 5. Fritillaria borealis. Estadios inmaduros con gónadas sin diferenciar A, inci-
piente B y en desarrollo C, y estadios maduros con testículo desarrollado D, ovario en 
expansión E y ovario parcialmente descargado F. Leyendas: g gónadas incipientes; o 
ovario; t testículo; s surco dorsal; ex expansión del saco genital; ovo ovocitos. Imágenes: 
modificado de Presta et al. (2015). Escalas: A 50 µm, B-C 100 µm, D-F 150 µm.

Estas características ventajosas —alcanzar la madurez rápidamente (es decir, jóve-
nes) para reproducirse antes de ser depredados o limitados por las condiciones variables 
del ambiente pelágico— hacen que este grupo de tunicados alcance generalmente altas 
densidades, cumpliendo así con un rol relevante en los ecosistemas marinos.

Distribución en los distintos océanos
Las apendicularias se encuentran en todos los océanos del mundo, siendo más abundan-
tes en áreas costeras y sobre las plataformas continentales. Las mayores diversidades se 
han reportado en aguas cálidas, si bien muchas especies son euritérmicas extendiendo su 
distribución a ambientes templados y fríos (Esnal, 1999).

La mayoría de las especies son epipelágicas (0 a 200 m profundidad), si bien se han 
registrado algunas apendicularias en profundidades mesopelágicas (200 a 1000 m) y ba-
tipelágicas (1000 a 4000 m). Recientemente, Jamieson y Linley (2021) hallaron apendi-
cularias en varias fosas oceánicas a más de 5000 m de profundidad, entre ellas la fosa de 
Puerto Rico en el Océano Atlántico. En particular, de las catorce nuevas especies descritas 
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en los últimos veinticinco años, solo dos de ellas fueron colectadas con redes de plancton. 
Las otras doce especies fueron descubiertas mediante el uso de vehículos sumergibles a 
grandes profundidades (Gorsky y Castellani, 2017).

La familia Oikopleuridae incluye especies con amplia distribución, siendo tanto epi-
pelágicas como mesopelágicas, costeras y oceánicas. Las especies de la familia Fritillarii-
dae también tienen una distribución cosmopolita, siendo la mayoría costeras y epipelá-
gicas. Recientemente, algunas fritillarias mesopelágicas han sido observadas y descritas 
por primera vez gracias al uso de vehículos operados remotamente. Finalmente, las dos 
especies de la familia Kowalevskiidae —Kowalevskia oceanica y K. tenuis— se distribuyen 
tanto en áreas costeras como océanicas. Son epipelágicas y relativamente abundantes en 
los primeros 50 m. 

En México, la mayor parte de los estudios sobre apendicularias se ha realizado 
principalmente en el golfo de México y el Caribe mexicano (océano Atlántico), donde se 
han registrado veinticinco especies pertenecientes a las tres familias de apendicularias 
(Castellanos-Osorio, 2003; Castellanos y Suárez-Morales, 2009; Flores-Coto et al., 2010). 
Por el contrario, en el Pacífico mexicano el estudio de este grupo ha sido más limitado y 
centrado en el registro de O. dioica en diversos ambientes oceánicos, costeros y estuarinos 
(Álvarez Silva et al., 2006; Álvarez-Silva y Torres-Alvarado, 2013; Álvarez-Tello et al., 2015). 
Recientemente, Sandoval-Navarrete et al. (2024) reportaron por primera vez la presencia 
de las especies Appendicularia sicula, Fritillaria formica, F. haplostoma y F. pellucida en aguas 
del Pacífico tropical mexicano. Asimismo, indicaron la presencia de las oikopleuras O. al-
bicans, O. cophocerca, O. fusiformis, O. longicauda y O. rufescens.

Dentro de los patrones de distribución vertical, si bien las apendicularias no exhiben 
un fuerte comportamiento de migración nictimeral, dada su baja motilidad, algunos es-
tudios en áreas costeras han señalado que pueden ser abundantes en ciertas profundida-
des y momentos del día, sugiriendo patrones de distribución relacionados con factores 
ambientales (corrientes, mareas) o biológicos como la presencia de predadores (Spinelli 
et al., 2013; 2015; Giménez et al., 2023).

Rol ecológico en los ecosistemas 
Las apendicularias desempeñan un papel fundamental en la dinámica trófica de los 
ecosistemas marinos ya que actúan como un nexo entre el bucle microbiano y la red 
trófica clásica. Estos organismos gelatinosos son filtradores eficientes capaces de cap-
turar partículas de un amplio rango de tamaños, incluyendo bacterias, fitoplancton y 
detritos orgánicos, lo que les permite aprovechar recursos en las fracciones más peque-
ñas del sistema pelágico (Deibel y Lowen, 2012). El bucle microbiano es un proceso clave 
en los ecosistemas marinos, en el que la materia orgánica disuelta es reciclada a través 
de bacterias heterotróficas y protistas antes de incorporarse a niveles tróficos superio-
res (Azam et al., 1983). Las apendicularias facilitan este proceso al ingerir directamente 
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bacterias y pequeños flagelados, transfiriendo esta energía a consumidores secundarios 
como copépodos y larvas de peces (Gorsky y Fenaux, 1998). También forman parte de la 
cadena trófica clásica, al consumir fitoplancton y ser consumidas por quetognatos, me-
dusas y ctenóforos, así como por larvas y adultos de peces (Purcell et al., 2005) (Figura 6).

Figura 6. Representación esquemática de la red alimentaria pelágica marina que mues-
tra el rol de las apendicularias en las redes microbiana y tradicional.

Asimismo, las casas que utilizan para alimentarse, al ser descartadas, forman parte 
de lo que conocemos como “nieve marina”. Estos copos de nieve están compuestos por 
restos de organismos, excreciones y partículas orgánicas, y funcionan como un vehículo 
para la exportación de carbono desde la superficie hacia las profundidades del océano 
(Hansen et al., 1996). La velocidad de sedimentación de estos copos depende de mu-
chos factores, como el tamaño y el tipo de partícula (Lombard y Kiørboe, 2010), siendo 
las apendicularias una de las mayores productoras de nieve marina mediante el descarte 
diario de sus casas (Alldredge, 2005). 

Además, son una importante fuente de alimento gracias a su alto valor energético 
para diversos organismos de niveles tróficos superiores, como es el caso de las larvas de 
peces, cuya supervivencia y crecimiento dependen fuertemente de la disponibilidad y 
abundancia de alimento en sus primeros días de vida (Fortier et al., 1994). 

El papel de las apendicularias en los ecosistemas es fundamental, ya que sus casas 
gelatinosas descartadas aceleran la transferencia de carbono, favoreciendo el secuestro 
de CO₂ en los fondos marinos y contribuyendo así a la regulación del clima. 
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Efectos de la contaminación en apendicularias
El modo de alimentación y la amplia distribución de este grupo lo posicionan como un 
organismo susceptible a los efectos de la contaminación marina, especialmente en regio-
nes costeras influenciadas por actividades humanas. Dentro de los taxones bioindicado-
res destacan las especies del género Oikopleura, que, dada su tolerancia, son utilizadas en 
estudios de monitoreo ambiental como bioindicadores de eutroficación y contaminación 
inorgánica por metales, entre otros (De Carvalho et al., 2016; Martins Rocha et al., 2025). 

En los últimos años, se ha detectado con mayor frecuencia la presencia de contami-
nantes en ambientes acuáticos, debido a la eliminación incompleta en los tratamientos 
de aguas residuales. Entre ellos, los compuestos fenólicos como el bisfenol A (BPA) son 
utilizados ampliamente en productos como resinas, plásticos de policarbonato y envases 
de alimentos. Experimentalmente, Li et al. (2024) evaluaron los efectos de distintas con-
centraciones de BPA en adultos de O. dioica. Estos autores detectaron que este compuesto 
es de alta toxicidad para la especie, ya que inhibe el crecimiento somático y el desarrollo 
gonadal, reduce la fecundidad en hembras y afecta la expresión génica en machos inclu-
so en concentraciones ambientalmente seguras. 

Asimismo, los residuos plásticos han sido documentados en muchos ambientes ma-
rinos, incluso en aguas profundas. En la bahía de Monterrey (California), Katija et al. (2017) 
detectaron que la apendicularia mesopelágica Bathochordaeus stygius, que habita a 1000 m 
de profundidad, es capaz de filtrar diversas partículas microplásticas, ingerirlas y luego em-
paquetarlas en sus heces. Los microplásticos se adhieren fácilmente a las casas, hecho que 
aceleraría el hundimiento de la nieve marina. Estos hallazgos sugieren que uno de los re-
servorios más grandes de microplásticos marinos podría estar en las comunidades de aguas 
profundas, donde las apendicularias actúan como un medio de transporte de estos.
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Los miembros del orden Doliolida (del latín dolium, en forma de barril) son uno de los tres 
órdenes pertenecientes a la clase Thaliacea. El orden fue descrito por Delage y Hérouard 
(1898), quienes originalmente describieron a los individuos como un barril transparente, 
liso y pequeño, el cual se encuentra abierto por ambos extremos y se pueden observar 
estructuras anatómicas internas, entre las que destacaban un vaso ventral (endostilo) y 

Figura 1. A Orden Doliolida. Descripción original redibujada sobre el orden Doliolida de 
Delage y Hérouard (1898); B nodriza madura de Dolioletta gegenbauri obtenida frente a Baja 
California, México, al sur de la Corriente de California.
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dos láminas de branquias (Figura 1). Sin embargo, algunas especies de doliólidos ya ha-
bían sido descritas anteriormente asociadas a otros grupos como moluscos o el grupo 
“Zoophyten” (actualmente no reconocido).

La primera descripción de un doliólido como especie fue realizada por Otto (1823), 
quien describió a Doliolum mediterraneum (Figura 2A, especie no reconocida) como un 
animal simple, gelatinoso, pequeño y en forma de barril con aparente carencia de órga-
nos. Este espécimen fue recolectado cerca de Nápoles, Italia, y ya había sido clasificado 
anteriormente como parte de los “Zoophyten” (animales parecidos a plantas). Posterior-
mente, Quoy y Gaimard (1835) describieron al género Doliolum junto con dos nuevas 
especies. Sin embargo, estos autores los consideraron moluscos pelágicos en Indone-
sia. Quoy y Gaimard (1835) observaron la semejanza de los doliólidos con un barril, por 
lo cual taxonómicamente los clasificaron dentro del antiguo taxón “Barillet”, creando al 
género actualmente aceptado Doliolum. Dentro de este género identificaron dos nuevas 
especies: 1) “Barillet Denticulé” o barril con pequeños dientes (del francés) para la espe-
cie actualmente reconocida Doliolum denticulatum y 2) “Barillet à Queue” o barril con cola 
para la especie no reconocida Doliolum caudatum (Figura 2). La descripción se basó en su 
morfología, destacando las bandas musculares, aperturas en cada extremidad, presencia 
o ausencia de cola, así como de terminaciones lisas o dentadas.

Figura 2. Imágenes originales redibujadas de A Doliolum mediterraneum por Otto en 
1823; B Doliolum denticulatum por Quoy y Gaimard en 1835; C y D Doliolum caudatum por 
Quoy y Gaimard en 1835.
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Otros autores también aportaron a las primeras investigaciones sobre doliólidos, 
como Krohn (1852), quien los describió como un taxón intermedio entre las ascidias ben-
tónicas y las salpas pelágicas, además de describir tres nuevas especies, entre ellas la 
actualmente reconocida Doliolina muelleri (descrita como Doliolum muelleri). Asimismo, 
Claus (1876) describió detalladamente la anatomía interna de los doliólidos y propuso 
el orden “Cyclomyaria”, que posteriormente fue identificado como sinonimia del orden 
Doliolida. Actualmente, el orden cuenta con dos subórdenes: Doliolidina y Doliopsidi-
na, cada uno con dos familias (Godeaux, 2003). Doliolidina se diferencia por la presencia 
de una túnica más delgada, con una disposición de los órganos internos simple, múscu-
los del I al VIII completos o abiertos, entre ocho y nueve anillos musculares y un órgano 
vibrátil enfrente del cerebro; mientras que Doliopsidina cuenta con una túnica más grue-
sa, músculo III abierto en forma de S, solamente cinco anillos musculares, un órgano 
vibrátil detrás del cerebro y la presencia de pigmentos (Godeaux, 2003).

Morfología
Los doliólidos (Figura 3) presentan un cuerpo pequeño y apariencia transparente; su mor-
fología varía entre la forma de barril y una estructura esférica y alargada. Cuentan con dos 
sifones, uno bucal y otro atrial, situados en ambos extremos del organismo. Se caracteri-
zan por tener entre cinco y nueve bandas musculares paralelas en todo el cuerpo, las cua-
les pueden o no rodearlo por completo, y un ganglio dorsal (cerebro), que no se presenta 

Figura 3. Morfología de un gonozooide de un doliólido.
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durante la fase larvaria. Su cavidad corporal se observa dividida por una cavidad faríngea 
anterior de mayor espacio y una cavidad atrial posterior de menor espacio, separadas por 
un par de hendiduras branquiales ciliadas transversales. Presentan un endostilo simplifi-
cado con dos bandas ciliadas en el borde ventral. El tracto digestivo simplificado consiste 
en un estómago, esófago, intestino y ano. Presentan un corazón y durante la fase repro-
ductiva sexual (gonozooides) desarrollan órganos sexuales: testículos y ovarios, debido a 
que son hermafroditas (Godeaux, 1998; Barnes et al., 2001).

Asimismo, los doliólidos cuentan con una túnica transparente y gelatinosa, de con-
sistencia blanda y frágil, con un grosor de entre 1 y 2 μm. Está hecha de celulosa tipo I con 
una alta cristalinidad, lo que la hace más liviana, adaptada para la vida pelágica (Hirose 
et al., 1999).

Pese a que los doliólidos comparten una morfología tradicional de barril, cabe 
destacar una excepción morfológica recientemente descrita. Robison et al. (2005a) des-
cribieron el nuevo género Pseudusa del suborden Doliopsidina con una única especie P. 
bostigrinus. Esta especie fue encontrada en el Pacífico norte, aproximadamente entre 
1161 y 1890 m de profundidad; el hábitat batipelágico generó que el doliólido desarro-
llara variantes morfológicas y adoptara una forma acampanada de medusa diferente a 
la forma tradicional de barril (Figura 4). Robison et al. (2005a) describen que esta espe-
cie cuenta con únicamente cuatro bandas musculares, aparte de un sifón bucal y una 

Figura 4. Diagrama de Pseudusa bostigrinus. Imagen: redibujada de Robison et al., 2005a),  
más detalles en el Anexo 1.
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cavidad faríngea de mayor proporción respecto a la parte atrial reducida. Las branquias, 
al igual que el endostilo, se encuentran reducidas también, ubicándose en el centro de 
la cavidad faríngea. De las cuatro bandas musculares (M), los autores mencionan que el 
músculo entre el MI y MII es muy flexible; esto aumenta su diámetro, que simula así el 
velo de una medusa expandible. Esta flexibilidad entre MI y MIII le permite al doliólido 
realizar un movimiento similar al de la propulsión de una medusa. En observaciones de 
laboratorio de esta especie se logró documentar cómo este doliólido abandona la forma 
tradicional de alimentación por filtración (reducción de endostilo y hendiduras bran-
quiales) para emplear un modo de alimentación mediante la expansión de su apertura 
bucal orientada hacia arriba, formando un canasto en el que entra la materia suspendida. 
Asimismo, la expansión del MI y MII y la contracción del MIV permiten que el doliólido 
cuente con un nado activo (Robison et al., 2005a).

Ciclo de vida
Los doliólidos desarrollan un ciclo de vida complejo y polimórfico, con reproducción 
asexual y sexual. Dentro de las diferentes etapas morfológicas de los doliólidos se en-
cuentran 1) la etapa larvaria, seguida de cuatro formas en la etapa adulta: 2) oozoide (no-
driza joven), el cual se transforma en una nodriza madura dando lugar a los 3) trofozooi-
des, 4) forozooides y 5) gonozooides (Figura 5). Las larvas y los oozooides son el resultado 
de la fertilización de un huevo por reproducción sexual, mientras que el resto de zooides 
son el resultado de una gemación por reproducción asexual (Pickett et al., 2024).

De la fertilización del huevo surge la larva, de morfología muy similar a la larva de 
las ascidias o a la de un renacuajo; los doliólidos son los únicos taliáceos que cuentan con 
esta etapa larval (Pickett et al., 2024). Las larvas constan de dos regiones: el cefalenterón 
(tronco anterior), inicialmente carente de órganos digestivos y de sistema nervioso (los 
cuales se desarrollan conforme crece la larva), y una cola posterior muscular con función 
locomotora (Godeaux, 2003). Una vez que la larva madura, da paso al oozoide o nodriza 
joven, etapa en la cual termina de desarrollarse la anatomía interna del doliólido y ya 
cuenta con la forma tradicional de barril, el cefalenterón se ensancha y algunos órganos 
se van especializando, tales como el ganglio dorsal y el endostilo; además se desarrollan 
las cavidades faríngeas y atriales, así como los sifones, las hendiduras branquiales y las 
bandas musculares (Godeaux, 2003). Conforme el oozoide madura, da lugar a la nodriza 
madura, que se diferencia por la pérdida de órganos internos (con la conservación única-
mente del ganglio y del endostilo), la fusión o ensanchamiento de las bandas musculares 
y la presencia de un cadóforo, estructura que se desarrolla en la parte dorsal posterior de 
la nodriza en forma de tallo o cola y puede llegar a medir 15 cm (Godeaux, 2003; Pickett 
et al., 2024).

La nodriza madura se especializa en la locomoción y la reproducción asexual por me-
dio de la gemación, lo que da origen a diferentes zooides con funciones especializadas 
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(Godeaux, 2003). Los trofozooides emergen en dos filas a cada lado del cadóforo y cuen-
tan con una anatomía simplificada en forma de “cuchara”, con un sifón bucal y hendiduras 
branquiales de mayor tamaño, ya que estos zooides se especializan en la alimentación 
y nutrición de la nodriza por medio de un tallo peduncular que los mantiene unidos a 
ella (Pickett et al., 2024). De igual manera, en la parte media posterior del cadóforo se 
desarrollan los forozooides, zooides con la morfología tradicional de barril, también uni-
dos al cadóforo por un tallo peduncular. Los forozooides se alimentan de los nutrientes 
proporcionados por los trofozooides hasta que completan su maduración y son capaces 
de alimentarse de manera independiente; durante este tiempo, en la parte posterior de 
los forozooides se forman los brotes de gonozooides (Godeaux, 2003, Pickett et al., 2024). 
Una vez maduros, los forozooides se separan de la nodriza y tienen la función de nutrir 
y transportar a los gonozooides, los cuales pueden llegar a ser docenas. Los gonozooides 
maduran en un doliólido hermafrodita y cuando son capaces de alimentarse se separan 
del forozooide para adoptar una vida libre. Una vez maduros, los gonozooides se repro-
ducen de manera sexual y dan lugar a un huevo; dependiendo de la especie, la fecunda-
ción puede ser interna o externa. A partir de ese huevo se desarrolla la larva, con lo que se 
completa el ciclo de vida (Figuras 5 y 6) (Pickett et al., 2024). 

Este complejo ciclo de vida de los doliólidos ha sido difícil de estudiar, sin embar-
go, gracias a estudios en laboratorio se han logrado determinar las tasas de crecimiento, 
principalmente en la reproducción asexual. Una vez que el cigoto es fecundado, pasan 
entre cinco y seis días para que la larva eclosione; esta larva metamorfosea rápidamente 

Figura 5. Ciclo de vida de Dolioletta gegenbauri. Imagen: redibujada de Pickett et al. (2024).
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y en dos días puede observarse el oozoide (Paffenhöfer y Gibson, 1999). Pasados tres días 
se observa una nodriza joven con el cadóforo y dos trofozooides en desarrollo (Figura 5), 
con lo que se pasa de la larva a una nodriza joven en solo cinco días. El tiempo de desa-
rrollo de la nodriza madura, así como del cadóforo con los trofozooides y los forozooides, 
es de entre cinco y siete días. Una vez madura la nodriza, los trofozooides crecen cada día 
y dos días después se desarrollan los primeros forozooides (Paffenhöfer y Gibson, 1999; 
Walters et al., 2019). Después de entre seis y nueve días, la nodriza cuenta con hasta 85 
trofozooides (Figura 6), que brindan el alimento suficiente para que se liberen los pri-
meros forozooides maduros, proceso que puede durar de tres a cinco días en promedio, 
ya que se pueden liberar hasta 60 forozooides al día. Una vez liberados, los forozooides 
desarrollan un conglomerado de gonozooides en tres días (Figura 7A). Los gonozooides 
maduran y son liberados según las condiciones del medio (Figura 7B), con una liberación, 
en condiciones óptimas, de entre 9 y 14 gonozooides al día durante un periodo de entre 8 
y 18 días (Paffenhöfer y Köster, 2011). Los gonozooides liberados maduran dependiendo 
de las condiciones del medio, y cuando las gónadas femeninas y masculinas están com-
pletamente desarrolladas, liberan entre 10 y 14 huevos al día junto a descargas intermi-
tentes de esperma, lo que resulta en la fecundación y el desarrollo de una larva, con lo 
que se completa el ciclo (Paffenhöfer y Köster, 2011).

Figura 6. Nodriza madura (Nm) de un doliólido con trofozooides (Tz) y forozooides (Fz) 
sobre cadóforo. Imagen: Phil Lemley (instagram.com/ocean_phil/).

http://instagram.com/ocean_phil/
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Observaciones en series temporales y experimentos de laboratorio han permitido 
determinar las condiciones óptimas de reproducción y de fecundidad de los doliólidos. 
En el medio ambiente, se han relacionado incrementos en la densidad de doliólidos con 
la estratificación de la columna de agua y con proliferaciones de fitoplancton (Deibel y 
Lowen, 2012). Gibson y Paffenhöfer (2002) determinaron en experimentos de laborato-
rio que las condiciones óptimas de temperatura para D. gegenbauri se encontraban entre 
16.5 °C y 20 °C, rango en el que la cantidad de oozoides formados en las diferentes etapas 
asexuales era mayor, al igual que su longevidad y tamaño; a partir de 25 °C, los nuevos 
oozoides eran menos numerosos, más pequeños y con menor longevidad. Por otro lado, 
determinaron que la concentración de alimento también desempeña un papel impor-
tante. En concentraciones menores a 7 μg C l-1 los forozooides contaban con una mayor 
longevidad (~ 36 días), pero la producción de gonozooides era menor (2.4 gonozooides al 
día), mientras que en concentraciones mayores a 160 μg C l-1 se invertía esta relación, con 
una longevidad del forozooide menor (~ 7 días) pero una liberación de gonozooides de 
mayor tamaño y en mayor número (~ 11 gonozooides al día). En concentraciones interme-
dias, entre 20 y 60 μg C l-1, los forozooides contaban con una longevidad de entre 17 y 24 
días, mientras que lograban liberar de 5 a 8 gonozooides al día, con lo que esta concentra-
ción resulta idónea para la reproducción asexual en laboratorio. 

Figura 7. A Forozooide (Fz) de Dolioletta gegenbauri con racimo de gonozooides (Gz); B Go-
nozooide maduro de Doliolum denticulatum. Espécimen colectado frente a Baja California, 
México, al sur de la Corriente de California. Imagen: A Linda Ianniello (https://lindaipho-
tography.com/).

https://lindaiphotography.com/
https://lindaiphotography.com/
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Filogenia
Debido a la naturaleza frágil de los doliólidos, a su difícil preservación y cultivo, a la falta 
de estandarización en metodologías para el grupo y al maltrato ocasionado por las téc-
nicas de recolecta, la información sobre la filogenia de los doliólidos es escasa. Yokobori 
et al. (2005) describieron por completo el ADN mitocondrial de Doliolum nationalis, el cual 
fue comparado con ADN de ascidias para encontrar indicios sobre el antecesor común a 
los tunicados. Entre sus resultados, encontraron que D. nationalis comparte con el grupo 
de las ascidias filobranquios o “Phlebobranchs” 12 genes mitocondriales que codifican pro-
teínas. Con base en el resultado de estos genes mitocondriales y al compartir genes con 
los doliólidos, los autores concluyen que las ascidias pasarían de ser un grupo monofilé-
tico a uno polifilético y que el antecesor común sería un organismo sésil, semejante a las 
ascidias actuales, y que la vida pelágica de los taliáceos habría evolucionado posterior-
mente (Yokobori et al., 2005; Govindarajan et al., 2011). 

En la filogenia de los taliáceos (Thaliacea), conformada por las salpas, pirosomas y 
doliólidos, también han existido problemas y teorías contradictorias. La mayoría de las 
investigaciones coinciden en que los taliáceos son un grupo monofilético (Govindarajan 
et al., 2011; DeBiasse et al., 2020; Pickett et al., 2024). DeBiasse et al. (2020), con base en 

Figura 8. Filogenia de taliáceos propuesta por Pickett et al. (2024) con base en las dife-
rentes etapas morfológicas de los doliólidos, pirosomas y salpas, donde los doliólidos 
forman un clado hermano al clado conformado por pirosomas y salpas. Original en 
Pickett et al. (2024).



143Silveyra Bustamante

datos transcriptómicos (ARN mensajero), determinaron que los doliólidos son un grupo 
hermano del clado que incluye a las salpas y los pirosomas, coincidiendo con Pickett et al. 
(2024), quienes con base en estudios genéticos sobre el polimorfismo de los tunicados 
(taliáceos, ascidias y apendiculares) señalan que los doliólidos forman un clado hermano 
al de los pirosomas y salpas, por las diferentes etapas morfológicas que presentan duran-
te su ciclo de vida (Figura 8).

Sin embargo, esta teoría contradice lo propuesto por Govindarajan et al. (2011), 
quienes señalan que los pirosomas forman un clado hermano del grupo conformado 
por los doliólidos y las salpas, debido a la adquisición de bandas musculares por parte de 
ambos grupos. De igual manera, los análisis genéticos basados en ADN ribosómico 18S 
respaldan esta relación filogenética (Wada, 1998; Damian-Serrano et al., 2023) (Figura 
9). En este contexto, la relación filogenética que agrupa a pirosomas, doliólidos y sal-
pas como clados hermanos sugiere que estos linajes comparten innovaciones evolutivas 
—como las bandas musculares asociadas a la propulsión— derivadas de un antecesor 
común que, a su vez, descendía de un tunicado primitivo sésil, que habría sido morfo-
lógicamente similar a las ascidias actuales (Wada, 1998; Yokobori et al., 2005). Como se 
observa, la escasez de información, secuenciación y protocolos de investigación sobre 

Figura 9. Propuesta de Wada (1998) sobre la filogenia de los taliáceos con base en el ADN 
ribosómico 18S y la presencia de una fase larval con cola donde los pyrosomas forman un 
clado hermano al clado en conjunto de los doliólidos y salpas. El clado 1 y 2 de las ascidias 
hace referencia a los órdenes Pleurogona y Enterogona (actualmente no reconocidos). 
Modificado de Wada (1998).
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tunicados genera discrepancias entre las teorías propuestas en diferentes investigacio-
nes. Entre los taliáceos, los doliólidos son los menos estudiados, tanto en lo relativo a su 
ciclo de vida como genéticamente, y varios autores ya han expresado la falta de atención 
a este grupo que podría ser clave para entender no solo la filogenia de taliáceos sino tam-
bién la de tunicados y cordados (Godeaux, 2003; Govindarajan et al., 2011).

Ecología
Los doliólidos, al igual que otros organismos del zooplancton gelatinoso, han empeza-
do a llamar la atención por su importancia ecológica. Los doliólidos cuentan con una 
distribución cosmopolita, desde aguas someras y neríticas hasta las zonas pelágicas 
(Purushothaman et al., 2017) y batipelágicas (Robison et al., 2005a). Su amplia distribu-
ción y su complejo ciclo de vida, que les permite producir nuevas generaciones en poco 
tiempo, les han conferido la capacidad de adaptarse rápidamente al medio ambiente y a 
los cambios oceanográficos (Paffenhöfer, 2013). 

Pinchuk et al. (2021) reportan una baja presencia de doliólidos (< 0.05 ind. m-3) du-
rante condiciones promedio en el golfo de Alaska y un incremento de sus poblaciones 
solamente durante eventos de surgencia en primavera. Sin embargo, durante la onda ca-
liente (“The Blob”) que se presentó durante 2014-2016, la abundancia de Dolioletta trito-
nis se incrementó hasta > 100 ind. m-3, mostrando una asociación de los doliólidos con el 
aumento de la temperatura, la alta salinidad de la corriente de Alaska y giros locales que 
permitieron el desarrollo de esta especie. Deibel (1985) reportó la presencia de prolifera-
ciones de D. gegenbauri de hasta >1000 ind. m-3 en las regiones de frentes entre corrientes 
frías y calientes formados por los remolinos que se desprenden de la corriente del Lazo 
del golfo de México. Estas proliferaciones estaban relacionadas con procesos de mezcla 
entre la corriente del Lazo y remolinos locales que favorecieron la reproducción asexual 
de los doliólidos. Pitt et al. (2023) reportan que los doliólidos aumentaron su abundancia 
en otoño de 2021 respecto a la primavera de 2019 en la corriente del este de Australia, lo 
que se debió principalmente a un flujo más cálido en la zona costera y a condiciones más 
productivas en la costa. Asimismo, reportan que hay una diferenciación en la distribución 
costa-océano de los diferentes taliáceos. Los doliólidos fueron más abundantes sobre la 
plataforma continental, en zonas más productivas y con una mayor saturación de partí-
culas orgánicas suspendidas, y fueron más tolerantes a estas condiciones; por otro lado, 
las salpas se encontraron más alejadas de la plataforma continental, asociadas a concen-
traciones mayores de clorofila relacionada con remolinos y a frentes. Por último, los piro-
somas estuvieron en las condiciones más oligotróficas, lejos de la costa, lo que indica una 
separación de los taliáceos según las diferentes condiciones oceanográficas.

Proliferaciones de tal magnitud tienen consecuencias ecológicas importantes. 
Haskell et al. (1999), mediante modelación de niveles tróficos, reportan que los incremen-
tos rápidos de doliólidos inhiben las proliferaciones de otros organismos zooplanctónicos 
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herbívoros como copépodos, lo que afecta la producción secundaria como consecuencia 
de la competencia con los doliólidos por el alimento. Asimismo, las tasas de consumo de 
los doliólidos durante las altas proliferaciones pueden alcanzar diariamente entre el 14 y 
el 120 % de la producción primaria (Deibel, 1985; Takahashi et al., 2015), superando la ca-
pacidad de renovación del fitoplancton, provocando así un desbalance entre la produc-
ción primaria y secundaria del medio. Contrario a lo que se creía, los doliólidos cuentan 
con una alimentación selectiva y muy diversa.

Análisis genéticos del contenido estomacal de D. gegenbauri (Walters et al., 2018) reve-
lan diferentes fuentes de alimento para la especie: no solamente fitoplancton, sino también 
algunos invertebrados como hidrozoos, copépodos o peces. Estos últimos representaron el 
21.5 % de la dieta, las diatomeas representaron el 24.7 % mientras que los picodinoflage-
lados (< 3 micrómetros) representaron el 28.7 %, siendo estos últimos los más consumidos 
por los doliólidos. Asimismo, encontraron que D. gegenbauri puede llegar a almacenar con-
centraciones de diatomeas en su intestino, incluso mayores que las del medio ambiente 
de donde se alimenta, siendo los gonozooides los que almacenaban las mayores concen-
traciones de diatomeas (Walters et al., 2018). Los autores concluyeron que los productores 
primarios de tamaño menor a 8 μm benefician el crecimiento asexual de los gonozooides, 
lo que favorece la proliferación de los doliólidos en el océano. Asimismo, Conley et al. (2018) 
demostraron que los taliáceos tienen una alimentación selectiva, la cual depende del tama-
ño, forma y propiedades de la superficie de la partícula; además, los doliólidos y las salpas 
pueden alejarse de una partícula nadando hacia atrás para evitar consumirla.

Pese a que las proliferaciones de doliólidos tienen un impacto en la producción pri-
maria y secundaria del océano, se ha reportado que alcanzan una duración máxima de 
nueve días (Deibel, 1985). Durante las proliferaciones de los doliólidos y otros tunicados, 
el carbono orgánico particulado producido durante la excreción puede llegar a represen-
tar hasta el 72 % (3.3-4.5 PgC y-1) de total anual de toda la materia orgánica que se hunde, 
lo que brinda alimento en zonas donde es escaso, como debajo de la zona eufótica, las 
zonas oceánicas y el fondo marino (Luo et al., 2020). Asimismo, después de una prolife-
ración, los cadáveres generados que empiezan a hundirse pueden llegar a contribuir con 
un 8 a 17 % (16-29 mgC m-2 d-1) al día del carbono orgánico particulado en los primeros 
150 m de profundidad (Takahashi et al., 2015). Esto refleja la importancia ecológica de los 
doliólidos en la transferencia de energía y los ciclos biogeoquímicos en la columna de 
agua, tanto en la zona superficial como en las zonas mesopelágicas y abisales.

Las interacciones simbióticas de los doliólidos con otras especies han sido pobremen-
te estudiadas, y la mayoría de las descritas se basan en relaciones de competencia (Haskell 
et al., 1999) o de parasitismo (Walters et al., 2018). Sin embargo, Raskoff y Robison (2005) 
describieron una nueva especie de hidrozoo Bythotiara dolioeques (pólipo del superor-
den Anthoathecata) y designaron el nombre específico en referencia a la nueva espe-
cie de doliólido Doliolula equus (suborden Doliopsidina) (Robison et al., 2005b) debido 
a que se encontró una relación mutualista entre el doliólido y el pólipo hidrozoo. La 
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presencia de estos pólipos se registró en más de 500 doliólidos, fijados mediante pro-
tuberancias en la base del hidrocaule, cerca del sifón bucal del doliólido. Estas protu-
berancias se extendien como raíces a través de la túnica del doliólido, y de ellas surgen 
tentáculos autónomos. Se desconoce cómo llegó el pólipo al doliólido, pero se cree que 
la plánula se fijó en la túnica de D. equus o que la plánula logró evitar ser digerida por el 
doliólido (Raskoff y Robison, 2005). 

La relación mutualista entre estas especies se debe a que el pólipo dispone de una 
superficie de fijación libre de competencia con otros organismos bentónicos; además, 
cuenta con una fuente de alimento sin competencia al encontrarse en una zona pelágica 
y cerca del sifón bucal del doliólido, lo que le permite aprovechar directamente las co-
rrientes de filtración que este genera. Por otro lado, el doliólido cuenta con una armadura 
de tentáculos autónomos en el cuerpo, los cuales lo protegen de depredadores potencia-
les. Asimismo, el pólipo beneficia a la nutrición del doliólido debido a que logra capturar 
presas más grandes que el doliólido es incapaz de digerir, y cuando esta materia es dige-
rida, los desechos del pólipo llegan directamente al sifón bucal del doliólido (Raskoff y 
Robison, 2005). Esta es la primera relación mutualista reportada entre un hidrozoo y un 
tunicado pelágico. Para más detalles e ilustraciones, ver Anexo 2.

Taxonomía
El orden Doliolida está compuesto por 25 especies reconocidas con una distribución 
global (Purushothaman et al., 2017). Estas se dividen en dos subórdenes: Doliolidina 
Godeaux, 1996 y Doliopsidina Godeaux, 1996. El suborden Doliolidina cuenta con dos fa-
milias: Doliolidae Bronn, 1862, con cuatro géneros, y Doliopsoididae Godeaux, 1996, con 
un género, mientras que el suborden Doliopsidina cuenta con tres familias: Doliolunidae 
Robison, Raskoff y Sherlock, 2005, con un género; Doliopsidae Godeaux, 1996, con dos 
géneros, y Paradoliopsidae Godeaux, 1996, con un género (Purushothaman et al., 2017).

A continuación se describen los principales subórdenes y sus familias con base en 
Godeaux (2003) y Pickett et al. (2024).

Filo Chordata Bateson, 1885
Subfilo Tunicata Lamarck, 1816
Clase Thaliacea Nielsen, 1995
Orden Doliolida Delage y Hérouard, 1898
Suborden Doliolidina Godeaux, 1996: cuerpo totalmente en forma de barril más lar-

go que ancho, con 8 a 9 bandas musculares completas, órganos internos visibles 
y el órgano vibrátil enfrente del ganglio 

Familia Doliolidae Bronn, 1862
Oozoide o nodriza: 9 bandas musculares, MVII incompleto dorsalmente con 
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extremos dirigidos a la zona atrial, ganglio frente a MV, presencia de cadóforo.
Forozooide o gonozooide: 8 bandas musculares completas y paralelas, sin ca-
dóforo, órganos internos presentes, ganglio frente a MIV. (Figura 10A).

Familia Doliopsoididae Godeaux, 1996: 8 bandas musculares, algunas bandas 
fusionadas entre sí o incompletas (MV-VI-VII), órganos internos presentes, 
ganglio frente a MIII (Figura 10B).

Suborden Doliopsidina Godeaux, 1996: cuerpo más globoso igual de largo que an-
cho, 5 bandas musculares, banda del MIII incompleta y en forma de S, órgano 
vibrátil detrás del ganglio:

Familia Doliopsidae Godeaux, 1996: cuerpo más ancho que largo, MIII corto en 
forma de S, órgano vibrátil detrás del ganglio (Figura 10C).

Familia Paradoliopsidae Godeaux, 1996: cuerpo más largo que ancho, MIII largo 
en forma de S, dos agregaciones de pigmentos al final del endostilo, órgano 
vibrátil a la derecha y detrás del ganglio (Figura 10D).

Familia Doliolunidae Robison, Raskoff & Sherlock, 2005: cuerpo en forma de 
campana más ancho que largo, 4 bandas musculares, sifón bucal más grande 
que el sifón atrial, endostilo y hendiduras branquiales reducidas, MIV contor-
neado que cubre la zona dorsal y lateral (Figura 4).

Figura 10. A gonozooide de Doliolum denticulatum; B gonozooide de Doliopsoides meteori; 
C gonozooide de Doliopsis rubescens; D gonozooide de Paradoliopsis harbisoni. Leyendas: 
c corazón; En endostilo; HB hendiduras branquiales; G ganglio; O ovario; OV órgano 
vibrátil; p pigmentos; SA sifón anal; SB sifón bucal; T testículo; TD tracto digestivo. Ima-
gen: redibujada de Godeaux, 2003.
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Los organismos llamados pirosomas (del griego pyro, fuego, y soma, cuerpo) son tunica-
dos coloniales holoplanctónicos, conocidos por sus destellos bioluminiscentes (Brodeur 
et al., 2018; Santhanam y Ramesh, 2020; Thompson et al., 2021). Junto con las salpas y los 
doliólidos forman parte de la clase Thaliacea (filo Chordata). Las ocho especies descri-
tas pertenecen al orden Pyrosomatida y se clasifican en las subfamilias Pyrosomatinae 
(géneros Pyrosoma y Pyrosomella) y Pyrostremmatinae (género Pyrostremma) (Van Soest, 
1981; Henschke et al., 2016).

Principalmente presentan una morfología tubular, de coloración blanquecina, rosá-
cea o amarillenta, y tienen una textura gelatinosa más o menos consistente (Esnal, 1999). 
Hay una gran variedad de tamaños en las colonias, desde pocos centímetros hasta 20 m 
de longitud (Pyrostremma spinosum) (Van Soest, 1981; Henschke et al., 2016; DORIS, 2022). 
Son organismos que realizan todo su ciclo vital en la columna de agua, se han observado 
típicamente en las zonas epipelágica y mesopelágica superior y, aunque también se han 
detectado frecuentemente cerca del fondo marino, probablemente este no es su hábitat 
principal. Igual que otros organismos planctónicos, pueden formar densas agregaciones 
de colonias (blooms) y su distribución está principalmente dominada por corrientes, fren-
tes, giros, etc. (Pastor-Prieto et al., 2022). Su presencia se ha documentado globalmente 
en aguas tropicales, subtropicales y templadas, en zonas oceánicas, así como en zonas 
neríticas (Van Soest, 1981; Sutherland et al., 2018). Entre 2017 y 2018 se detectaron gran-
des agregaciones de Pyrosoma atlanticum en el océano Pacífico, con multitud de colonias 
llegando a las playas y atrayendo la atención de parte de la comunidad científica (Brodeur 
et al., 2018; Sutherland et al., 2018). A pesar de ello, aún quedan por estudiar aspectos bá-
sicos de la ecología de este grupo y la mayoría de la información disponible corresponde 
precisamente a P. atlanticum, la especie más abundante y de la que se han realizado más 
estudios. Así, en este capítulo, los apartados de morfología y reproducción están centra-
dos en las generalidades del grupo, mientras que los restantes contienen principalmente 
información sobre P. atlanticum, salvo que se indique lo contrario. El término “pirosoma” 
se refiere a los miembros del orden Pyrosomatida en general. 
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Morfología
Las colonias tienen forma tubular o ligeramente globular, están vacías en el interior 
y presentan uno de sus extremos cerrado (la zona más antigua de la colonia) y el otro 
abierto (Bone, 1998). Aunque el rango de tamaños es amplio, la mayoría de las colonias 
de P. atlanticum observadas en el océano Pacífico y en el mar Mediterráneo suelen medir 
entre 1 y 60 cm de largo (Esnal, 1999).

Figura 1. A Colonia de Pyrosoma atlanticum observada en el Caribe mexicano; B detalle de 
los ascidiozooides. Imágenes: Frida Yolotzin Jonguitud.

En la pared de las colonias de los pirosomas se disponen decenas o miles de indi-
viduos llamados ascidiozooides, de pocos milímetros de tamaño y recubiertos por una 
única túnica. Estos ascidiozooides presentan una morfología similar a la de las ascidias 
solitarias, pero con el sifón oral y el cloacal en extremos opuestos. La cavidad faríngea, 
con la cesta branquial en su interior, ocupa gran parte del organismo y el endostilo está 
orientado hacia el extremo cerrado de la colonia (orientación ventral). Igual que otros 
tunicados pelágicos, presentan un sistema nervioso centralizado que inerva al endosti-
lo, la cavidad faríngea y otros órganos (Trégouboff y Rose, 1957; Bone, 1998; Esnal, 1999). 
Además, disponen de fotorreceptores y órganos luminiscentes, un tema que se ha abor-
dado en los últimos años, aunque no está claro cuál es el origen de la luz que producen 
(Thompson et al., 2021). Los ascidiozooides son esencialmente independientes, pero se 
mantienen uno al lado del otro con el sifón oral orientado hacia el exterior de la colonia 
y el sifón cloacal hacia el interior de esta. De este modo, el agua entra por el sifón oral de 
los ascidiozooides, se filtra en la cavidad faríngea y es expulsada a través del sifón cloacal 
hacia el interior de la colonia. Finalmente, el agua sale por el extremo abierto de la colo-
nia proporcionándole una propulsión lenta y constante (Bone, 1998; Esnal, 1999).
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Existen algunas diferencias generales en la morfología de ambas subfamilias, aun-
que también debe considerarse una elevada variabilidad en las características morfoló-
gicas. Las principales características para diferenciar entre ambas subfamilias y géneros 
son la morfología de la colonia y de la pared, la presencia de un diafragma en la abertura de 
la colonia y la ordenación de los ascidiozooides. En la subfamilia Pyrosomatinae, las colo-
nias del género Pyrosomella presentan una túnica suave y los ascidiozooides se disponen 
en filas paralelas o en verticilos. Además, los ascidiozooides más jóvenes se sitúan en el 
extremo abierto de la colonia, de forma que hay una progresión de tamaños desde el ex-
tremo abierto hasta el extremo cerrado de la colonia. En cambio, las del género Pyrosoma 
no muestran un orden en la disposición de los ascidiozooides, de modo que las colonias 
más pequeñas están densamente empaquetadas, y presentan algunas protuberancias 
en la túnica. Las colonias de esta subfamilia (Pyrosomatinae) presentan un diafragma en 
su extremo abierto en diferentes estados de desarrollo. Por otro lado, las colonias de la 
subfamilia Pyrostremmatinae tienen unas denticulaciones en el exterior de la túnica, 
y en el extremo abierto de la colonia no disponen de un diafragma, pero sí presentan 
algunas proyecciones siguiendo el mismo eje de la colonia (Bone, 1998; Esnal, 1999).

Figura 2. A Sección longitudinal de una colonia de Pyrosoma atlanticum. Se puede apre-
ciar la disposición de los ascidiozooides y las flechas indican el flujo del agua; B detalle 
de un ascidiozooide. Imágenes: a partir de Metcalf y Hopkins, 1919.
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Reproducción
Los organismos del orden Pyrosomatida siguen un ciclo reproductivo con alternancia de 
generaciones sexual y asexual. Los ascidiozooides son hermafroditas, con un ovario y un 
testículo, presentando protoginia, protandria o un desarrollo sexual sincronizado en fun-
ción de la especie, aunque también se reproducen asexualmente por gemación (Fraser, 
1981; Bone, 1998; Esnal, 1999). 

Durante la reproducción sexual, el ovario produce un único óvulo, que es fecunda-
do internamente. El desarrollo embrionario varía según la subfamilia y ocurre dentro de 
la colonia materna. En Pyrosomatinae el embrión da lugar a un ciatozooide (individuo 
asexual) simple que se divide en cuatro ascidiozooides primarios y que será el inicio de 
la nueva colonia llamada tetrazooide. En cambio, en Pyrostremmatinae el ciatozooide 
presenta prácticamente los mismos órganos que un ascidiozooide normal y da lugar a 
entre 30 y 80 ascidiozooides primarios dispuestos en espiral. Posteriormente y en ambas 
subfamilias (Pyrosomatinae y Pyrostremmatinae), estas colonias iniciales de pocos milí-
metros son liberadas a través del extremo abierto de la colonia materna y se reproducirán 
asexualmente (Van Soest, 1981; Bone, 1998; Esnal, 1999).

En estas nuevas colonias, los estolones de los ascidiozooides primarios dan lugar 
por gemación (reproducción asexual) a los ascidiozooides secundarios, que se mantie-
nen dentro de la colonia contribuyendo al crecimiento de esta. Inicialmente, la gemación 
solo se produce en los estolones de los ascidiozooides primarios, mientras que posterior-
mente aparecen estolones en el resto de ascidiozooides dando lugar a más ascidiozooi-
des y provocando un crecimiento exponencial de la colonia. Esta reproducción asexual 
por gemación también se produce en ascidiozooides de colonias viejas, de modo que 
siguen creciendo. Se calcula que en una colonia de 1 m de longitud puede haber 20 000 
ascidiozooides (Décima et al., 2019). El crecimiento de la colonia es diferente en cada 
subfamilia, lo que resulta en una organización espacial de los ascidiozooides específica. 
Mientras que en Pyrosomatinae los nuevos ascidiozooides son movilizados hasta su po-
sición definitiva en la colonia por células de la túnica, en Pyrostremmatinae no se pue-
den mover una vez se han separado del estolón y se mantienen en la posición donde tuvo 
lugar la gemación. Sin embargo, el crecimiento de la túnica puede alejarlos de ese lugar 
(Bone, 1998; Esnal, 1999). 

En el Mediterráneo, la observación periódica de numerosas colonias tetrazooides de 
P. atlanticum ha sugerido varios picos de reproducción sexual a lo largo del año, aproxi-
madamente cada tres a cuatro meses. Posteriormente al pico de colonias tetrazooides, 
el tamaño de las colonias observadas va aumentando paulatinamente y más tarde vuel-
ven a observarse colonias tetrazooides (Braconnot, 1974). En esta especie la reproducción 
sexual se produciría en colonias de más de 4 a 6 cm de largo, ya que es cuando aparecen 
ascidiozooides sexualmente maduros (Van Soest, 1981; Esnal, 1999).
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Alimentación
Los pirosomas son organismos filtradores, ya que se alimentan de las partículas suspen-
didas en el agua que pasa por el interior de la colonia. La filtración de partículas tiene 
lugar en la cesta branquial ciliada, donde el movimiento continuado de los cilios propulsa 
el agua hacia el interior del ascidiozooide. El endostilo genera un moco que recubre la 
cesta branquial, donde quedan retenidas las partículas, y a través del movimiento ciliar 
es transportado en dirección dorsal, donde se acabará enrollando y formando un cordón 
que será digerido (Bone, 1998; Perissinotto et al., 2007). 

En P. atlanticum este moco puede capturar un gran rango de presas fitoplanctónicas 
y, aunque hay resultados dispares, parece que es más eficiente al retener células mayores 
de 10 μm, pudiendo capturar también células de hasta 1 a 3 μm de tamaño (Perissinotto 
et al., 2007; Thompson et al., 2021). Entre las presas principales de los pirosomas se en-
cuentran las diatomeas, dinoflagelados y haptófitas, aunque también se han observa-
do cocolitóforos, silicoflagelados y fragmentos de pequeños crustáceos en los paquetes 
fecales (Drits et al., 1992; Perissinotto et al., 2007). Sin embargo, la gran abundancia de 
fitoplancton en el agua puede ser contraproducente, ya que el filtro puede obstruirse, 
lo que dificulta la alimentación (Harbison et al., 1986; Lyle et al., 2022). Por otro lado, hay 
estudios que sugieren la posibilidad de que consuman partículas más pequeñas, del ta-
maño del nanoplancton o picoplancton, lo que les permitiría sobrevivir en condiciones 
relativamente oligotróficas (Conley et al., 2018; Sutherland y Thompson, 2022). Según los 
escasos estudios sobre P. spinosum, parece que las colonias de esta especie se alimentan 

Figura 3. Pyrosomella verticilata. A Ciatozooide mostrando los cuatro ascidiozooides pri-
marios; B tetrazooide. Imágenes: a partir de Godeaux, 1987.



Tunicata  l  Pirosomas156

de flagelados y cianobacterias principalmente, y de diatomeas y dinoflagelados en me-
nor medida (Gauns et al., 2015; Décima et al., 2019).

La alimentación y locomoción constantes hacen que los pirosomas sean considera-
dos unos filtradores muy eficientes, con una de las tasas más elevadas de remoción de 
partículas entre el zooplancton herbívoro (Alldredge y Madin, 1982; Perissinotto et al., 
2007; Conley et al., 2018). Esto los posiciona virtualmente en competencia con otros orga-
nismos filtradores; de hecho, durante un bloom de pirosomas la cantidad de fitoplancton 
en el agua se puede ver reducida en un 53 a 95 % debido a estos organismos (Drits et al., 
1992; O’Loughlin et al., 2020). Otra consecuencia de su elevada eficiencia de filtración es 
una rápida y abundante producción de paquetes fecales (aproximadamente dos por asci-
diozooide y hora), los cuales son ricos en carbono (Drits et al., 1992; Henschke et al., 2019).

Distribución
Los pirosomas habitan principalmente en mares cálidos y templados, aunque en el océa-
no Pacífico también se han observado en aguas más frías. Pyrosoma atlanticum se ha des-
crito entre los 50º N y 50º S y es la única especie presente en el Mediterráneo. En cam-
bio, P. spinosum, la segunda especie más frecuente, presenta un rango de distribución un 
poco más estrecho, entre 40º N y 45º S (Van Soest, 1981). Como ocurre en los organismos 
gelatinosos, la distribución de los pirosomas está extremadamente influenciada por es-
tructuras hidrodinámicas como las corrientes, los frentes, los giros, etc., que tienden a 
agregar o dispersar a los organismos. Además, los gradientes físicos y biológicos de la 
columna de agua, como la termoclina o el máximo profundo de clorofila, modelan su 
distribución limitando o no su movimiento vertical (Graham et al., 2001; Guerrero et al., 
2016; Pastor-Prieto et al., 2022). De hecho, en la dimensión vertical hay mayor abundan-
cia en el máximo profundo de clorofila debido a que se alimentan principalmente de or-
ganismos fotosintéticos (Gauns et al., 2015; Sutherland et al., 2018; Lilly et al., 2023). Así, 
todos estos procesos contribuyen a que la distribución de los pirosomas no sea unifor-
me, sino parcheada (Décima et al., 2019). Por otro lado, la elevada capacidad de filtración 
de estos organismos, junto con la rápida reproducción y crecimiento de las colonias, les 
proporciona la capacidad de responder rápidamente a las fluctuaciones en la disponibi-
lidad de alimento (resultando en la formación de blooms), lo que también influye en su 
distribución (Alldredge y Madin, 1982). De hecho, P. atlanticum es una especie conocida 
por su capacidad de formar blooms (Braconnot, 1974; Brodeur et al., 2018). Se han observa-
do agregaciones de 187 a 900 colonias/1000 m3 en el Mediterráneo (Andersen y Sardou, 
1994; Granata et al., 2020) y de 5000 col./1000 m3 y 41 000 col./1000 m3 en los océanos Pa-
cífico y Atlántico, respectivamente (Drits et al., 1992; Schram et al., 2020). No obstante, su 
presencia parece ser errática y, a pesar de que los organismos fotosintéticos son una parte 
importante de su dieta, en algunos casos su distribución no estaría correlacionada con 
niveles muy altos de clorofila, ya que su sistema de alimentación se podría colmatar. De 
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hecho, es probable que su presencia esté más determinada por la calidad del fitoplancton 
que por la cantidad (Schram et al., 2020). 

Un aspecto muy relevante en relación con la distribución de estos organismos es su 
gran capacidad migradora (Franqueville, 1970; Roe et al., 1987). Igual que ocurre con otros 
organismos zooplanctónicos, los pirosomas también realizan migraciones nictimerales, 
en las que durante la noche emergen hacia las capas superficiales de la columna de agua 
(primeros 75 m aprox.), en busca de alimento, mientras que durante el día se desplazan 
hacia zonas más profundas donde los niveles de luz son menores, para evitar ser vistos 
y depredados (Palma, 1985; Andersen et al., 1992; Andersen y Sardou, 1994; Granata et 
al., 2020). Esta migración es simétrica con relación al mediodía; las colonias más largas 
son las últimas en llegar a las capas superficiales después del atardecer y las primeras en 
empezar a descender antes del amanecer (Andersen y Sardou, 1994). Además, la profun-
didad a la que llegan estos organismos aumenta con la longitud de la colonia, llegando a 
detectarse a 2500 m en el océano Atlántico (Roe et al., 1987). Las observaciones en el Me-
diterráneo sugieren que las colonias tetrazooides siempre están en niveles superficiales, 
mientras que cuando miden alrededor de 4 a 7 mm de largo empiezan a realizar estas 
migraciones llegando a detectarse migraciones de 761 m entre día y noche en colonias de 
51 mm (Palma, 1985; Andersen y Sardou, 1994).

Los pirosomas avanzan lentamente gracias al agua que propulsan continuamen-
te los cilios de la cesta branquial de cada ascidiozooide durante la alimentación, y que 
emerge por el extremo abierto de la colonia. Y, a diferencia de otros tunicados, no presen-
tan un movimiento direccionado, de forma que solo se pueden mover en una dirección 
(Bone, 1998). Sin embargo, parece que esta propulsión no sería suficiente para explicar 
las grandes migraciones verticales que realizan estos organismos, y aunque todavía no se 
sabe con certeza, es probable que los cambios en la flotabilidad de la colonia tengan un 
papel relevante en este proceso. En cualquier caso, aún se desconocen muchos aspectos 
de la distribución de estos organismos tanto a nivel horizontal como vertical.

Relaciones interespecíficas
Hasta hace unos años se creía que los organismos gelatinosos no eran relevantes en las 
redes tróficas de los ambientes marinos. Sin embargo, y cada vez más, se publican nuevos 
estudios describiendo relaciones tróficas incluyendo al zooplancton gelatinoso y su im-
portancia en los flujos de energía. 

Los cuerpos de los pirosomas, junto con los de otros tunicados planctónicos, tienen 
un elevado contenido en agua y poco valor calórico, pero en términos de peso seco los ni-
veles de nutrientes y de carbono son altos. De hecho, los pirosomas presentan un elevado 
contenido de carbono (9.2 a 39.2 % de C en peso seco) en comparación con la mayoría de 
los organismos gelatinosos, por lo que podrían ser presas valoradas por algunos organis-
mos (Lebrato y Jones, 2009; Henschke et al., 2019). En efecto, igual que otros tunicados, 
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son una parte importante de la dieta de organismos pelágicos y bentónicos (Archer et 
al., 2018; Stenvers et al., 2021). En el ambiente pelágico se ha observado a 62 especies de 
peces alimentándose de pirosomas, además de aves marinas, cetáceos, tortugas y leo-
nes marinos (Harbison, 1998; Childerhouse et al., 2001; Hedd y Gales, 2001; Lindley et al., 
2001; Brodeur et al., 2021). En ambientes bentónicos, donde llegan los cadáveres de colo-
nias muertas, aunque también pueden llegar esporádicamente a través de las migracio-
nes verticales, los pirosomas son parte de la dieta de hasta 33 especies, desde anémonas 
hasta tiburones, pasando por estrellas de mar, erizos, cangrejos y otros crustáceos y peces 
bentónicos (Carrassón y Cartes, 2002; Lebrato y Jones, 2009; Archer et al., 2018; Stenvers 
et al., 2021). 

Figura 4. Diversos organismos alimentándose de Pyrosoma atlanticum. A Drymonema 
gorgo; B Pandalopsis sp.; C decápodo de la familia Oplophoridae. Imágenes: Henk-Jan 
Hoving, submarino tripulado JAGO, GEOMAR Helmholtz Centre for Ocean Research 
(Stenvers et al., 2021).

La combinación de la gran eficiencia filtradora de los pirosomas y las grandes migra-
ciones que realizan permite acelerar el transporte de carbono, otorgándoles un papel rele-
vante en los flujos de este elemento. Así, el carbono asimilado rápidamente en superficie 
es transportado hacia zonas más profundas tanto a través de los paquetes fecales, como 
a través de la depredación de las colonias de pirosomas vivas o muertas, sobre todo en si-
tuaciones de bloom (Henschke et al., 2019). Cabe decir que las zonas profundas dependen 
principalmente del aporte de nutrientes desde la superficie, por lo que este transporte 
podría incrementar el crecimiento de las comunidades bentónicas (Carrassón y Cartes, 
2002). Todas estas relaciones tróficas otorgarían a los pirosomas un papel importante en 
las redes tróficas marinas. Adicionalmente, el hecho de filtrar partículas diminutas y a la 
vez ser presa de organismos de gran tamaño como leones marinos, tortugas o cetáceos, 
pondría la energía directamente a disposición de los niveles tróficos más altos sin pasar 
por niveles intermedios (Henschke et al., 2016; Conley et al., 2018).
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Además de la depredación directa por parte de depredadores y de la competen-
cia con otros organismos filtradores, debido a su gran capacidad de filtración, también 
se han observado a copépodos, anfípodos, gambas, peces y cefalópodos en el interior 
de las colonias (Trégouboff y Rose, 1957; Harbison, 1998; Stenvers et al., 2021). Segu-
ramente estos organismos encuentren protección frente a depredadores, aunque no 
se pueden descartar otras relaciones interespecíficas, como la ingestión de partes de 
la colonia observada en anfípodos del género Phronima. También se han detectado 
microorganismos simbiontes en los órganos luminiscentes de los ascidiozooides, que 
podrían ser los responsables de la bioluminiscencia de las colonias (Berger et al., 2021; 
Thompson et al., 2021).
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Introducción
Las salpas son un orden de tunicados pelágicos metagénicos que forman parte de la clase 
Thaliacea junto con los doliólidos y pirosomas. Son similares a las ascidias por la presencia 
de una túnica, pero estas últimas son sésiles en su vida adulta después de una fase lar-
val de vida libre, mientras que las ascidias pueden ser solitarias o coloniales y solo estas 
últimas presentan alternancia de generaciones —generalmente en Thaliacea hay una al-
ternancia entre una generación asexual y otra sexual—. Actualmente los tunicados son 
considerados un subfilo dentro de los cordados, pero inicialmente habían sido clasificados 
formando parte de los moluscos. Lamarck fue el primero en considerar a las ascidias y las 
salpas como entidades diferentes a los moluscos. Con base en la presencia de una túnica 
protectora, las llamó tunicados para referirse al conjunto formado por ascidias, salpas y pi-
rosomas (Piette y Lemaire, 2015). No obstante, las salpas y pirosomas son tunicados estric-
tamente pelágicos, mientras que las ascidias son bentónicas excepto por su fase larval de 
vida libre. Forbes y Hanley (1853) hicieron notar que las salpas son diferentes a las ascidias: 
“Son libres y habitualmente nadan en el océano. En su forma se asemejan a tubos cortos y 
más bien anchos, a menudo de considerable tamaño. El tubo está compuesto de una testa 
o túnica semi-cartilaginosa o gelatinosa en estructura, que parece haber sido tallada en 
cristal”. Actualmente las salpas son descritas por tener un cuerpo con forma de barril, con 
diferentes grados de asimetría según la especie. Están cubiertas por una gruesa túnica ge-
latinosa constituida por celulosa, siendo junto con otros miembros de los urocordados los 
únicos animales capaces de producir celulosa. El grosor y firmeza de la túnica varía de una 
especie a otra, así como la presencia de asperezas y proyecciones. Poseen una serie de 
músculos en forma de bandas alrededor del cuerpo y sus contracciones rítmicas permiten 
que ingrese agua por la abertura oral y salga por la abertura atrial; de esta forma la salpa se 
desplaza al tiempo que aprovecha las partículas en suspensión para alimentarse.

Su alta tasa de crecimiento y un ciclo de vida corto les permiten producir grandes 
enjambres o blooms, los cuales ejercen una fuerte presión de pastoreo sobre el fitoplanc-
ton con repercusiones en el flujo vertical de materia orgánica. Tienen una amplia distri-
bución en regiones templado-cálidas, aunque también existen especies adaptadas a las 
aguas frías del Antártico.
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Subfamilia Cyclosalpinae

Cyclosalpa        (11 spp.)
Helicosalpa        (3 spp.)

Forman cadenas cerradas     Túnica blanda sin proyecciones
Intestino tubular o como una argolla

Subfamilia Salpinae

Brooksia         (3 spp.)
Iasis                (1 sp.)
Ihlea               (3 spp.)
Metcalfina      (1 sp.)
Pegea            (3 spp.)
Ritteriella        (3 spp.)
Salpa              (7 spp.)
Soestia           (1 sp.)
Thalia             (7 spp.)
Thetys            (1 sp.)
Traustedtia     (1 sp.)

Forman cadenas abiertas     Túnica firme puede tener 
proyecciones       Intestino compacto (núcleo)

Figura 1. Clasificación de las salpas. Pertenecen al orden Salpida, que consta únicamen-
te de la familia Salpidae. Se muestran los géneros, número de especies y un ejemplar de 
cada subfamilia. Imágenes: Cyclosalpa affinis cortesía de Spanglers’ Scuba; Iasis cylindrica: 
Alejandro Damian Serrano.

Las salpas pertenecen al orden Salpida, que consta únicamente de la familia Salpidae. 
Esta se divide en dos subfamilias dependiendo principalmente del tipo de cadenas que for-
man, la consistencia y proyecciones de la túnica y la morfología del intestino (Figura 1). 



165Lavaniegos

Morfología y clasificación
Un antecedente notable en el estudio de las salpas fueron las observaciones de A. Chamisso 
y J. F. Eschscholtz durante la expedición rusa de circunnavegación a bordo del barco Rurik 
durante 1815-1818 (Glaubrecht y Dohle, 2012). Ellos hicieron observaciones de las salpas 
vivas. Las vieron nadar y reproducirse y llegaron a la conclusión de que pasaban por una 
alternancia de generaciones. Este hallazgo fue desestimado por la comunidad científica 
y ello frenó el avance taxonómico de este grupo por varios años, con lo que se trataron las 
morfologías de diferentes fases de vida como si fueran especies diferentes. Fue Johan J. 
Steenstrup quien en 1842 reivindicó las observaciones de Chamisso sobre la alternancia 
de generaciones. Una vez comprendido el ciclo de vida de las salpas, la taxonomía se sim-
plificó considerablemente. 

Figura 2. Morfología general en vista dorsal del oozoide o forma solitaria (asexual) y el 
blastozooide o forma agregada (sexual). Se indica la numeración de los músculos cor-
porales. Leyendas: a.at. abertura atrial; a.or. abertura oral; b.br. barra branquial; en. 
endostilo; es. estolón; in. intestino; m.in. músculos intermedios; m.or. músculos orales; 
o.fi. órgano de fijación; p.at. palpo atrial; te. testículos. Imágenes: Thalia democratica, to-
madas de Metcalf (1918).
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Las características principales usadas en su clasificación son el número y arreglo de 
los músculos corporales y la morfología del intestino (Figura 2). Los músculos pueden ser 
continuos, formando anillos cerrados, pero algunos pueden estar interrumpidos en la 
parte ventral o dorsal. Los músculos son mayormente paralelos y guardan una separación 
entre sí, pero en algunas especies pueden presentar uniones en parte de su trayectoria. 
Además de las bandas musculares principales que propician la locomoción, hay otros 
músculos delgados que rodean las aberturas oral y atrial. 

Figura 3. Corte transversal esquematizado de la anatomía de una salpa en sus fases 
oozoide A y blastozooide B. ap arcos pericoronales; b barra branquial; c corazón; ca cá-
mara atrial; cf cámara faríngea; e esófago; en endostilo; es estómago; g ganglio neural; 
i intestino; mc músculos corporales; mcl músculos cloacales; mo músculos orales; o ojo; 
ov órgano vibrátil o tubérculo; ova ovario; sb sifón bucal; sc sifón cloacal; st estolón; 
t testículos. Imagen: tomado de Esnal (1996).
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Internamente, hay una barra branquial que divide al cuerpo en dos cavidades: una 
faríngea y otra cloacal o atrial (Figura 3). La cavidad faringea actúa como un contenedor 
del filtro mucoso elaborado por el endostilo (Figura 4). Este último es una estructura 
glandular alargada característica de todos los tunicados. La faringe se conecta con el esó-
fago y este con el estómago, los cuales están situados posteroventralmente.

Su sistema nervioso consiste en un cerebro o ganglio central que inerva los diferen-
tes órganos. Poseen un epitelio excitable que propaga la señal de estímulos mecánicos. 
El ojo es pequeño con forma de herradura y algunas especies tienen ojos accesorios. El 
ganglio y las inervaciones son difíciles de ver, ya que son transparentes.

Cada salpa consta de dos morfologías, ya que hay una alternancia de generaciones. 
Por lo tanto, se encontrarán diferentes estructuras reproductivas en cada una de ellas. 
En la forma solitaria u oozoide se presenta el estolón, que es una estructura generadora 
de cadenas de salpas. La forma del estolón es característica de cada especie. En la forma 
agregada o blastozooide están presentes las gónadas, pero dependiendo de la etapa en 
que se encuentre van a estar maduros el ovario o los testículos. Las salpas son vivíparas, 
por lo que en su fase femenina el blastozooide desarrollará los ovarios y cuando ha sido 
fecundado puede observarse la presencia del embrión en diferentes etapas de desarrollo, 
así como la placenta. Si el blastozooide está en su fase masculina los testículos serán visi-
bles en la superficie del intestino (Figura 3B).

Figura 4. Filtro mucoso producido por el endostilo de la salpa para atrapar partículas 
alimenticias. La morfología corresponde a la especie Thalia democratica. 
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Como se mencionó previamente, existen dos subfamilias, las cuales presentan dife-
rencias en sus túnicas. La subfamilia Salpinae presenta una túnica con diferentes grados de 
firmeza según la especie y puede tener proyecciones o asperezas. Los blastozooides están 
dispuestos en cadenas abiertas. El intestino forma una masa compacta que recibe el nom-
bre de núcleo. La subfamilia Cyclosalpinae tiene una túnica blanda, lisa y sin proyecciones. 

Figura 5. Morfología de la subfamilia Cyclosalpinae mostrando al oozoide con una ca-
dena en forma de espiras generada por el estolón y al blastozooide con su prominente 
pedúnculo con el que está unido a la cadena. Se indica la numeración de los músculos cor-
porales. a.at. abertura atrial; a.or. abertura oral; b.br. barra branquial; co. Corazón; em. 
embrión; en. endostilo; eo. esófago; es estolón; in. Intestino; m.in. músculo intermedio; 
pe. pedúnculo; te. testículos; t.do. tubérculo dorsal. Imágenes: de Cyclosalpa affinis toma-
das de Ritter y Johnson (1911); esquemas del tubérculo tomadas de Van Soest (1974).
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Recibe su nombre de la ordenación característica en forma de espiras u orlas de los blas-
tozooides en la cadena generada por el estolón (Figura 5). Los blastozooides están dis-
puestos en forma radial y unidos entre sí por un pedúnculo corto o largo. El intestino se 
extiende longitudinalmente junto con la barra branquial. En los agregados, el intestino 
puede curvarse formando una argolla o presentar una proyección ciega. En esta subfami-
lia también es importante, en la identificación taxonómica de las especies, el número y la 
posición de los órganos luminosos, así como la forma del tubérculo (abertura de la glán-
dula neural). Sin embargo, hay que tomar en cuenta que la forma del tubérculo puede 
sufrir cambios durante el desarrollo (Van Soest, 1974; Esnal y Daponte, 1999). 

Reproducción
Las salpas presentan una alternancia obligada entre una generación sexual y otra asexual 
con tipos morfológicos distintos (blastozooide y oozoide), a menudo nombradas como 
generación agregada y la generación solitaria. El organismo solitario genera una cadena 

Figura 6. Ciclo de vida de una salpa por alternancia de generaciones. El oozoide se re-
produce asexualmente y genera cadenas de blastozooides a partir del estolón. Cada blas-
tozooide es un hermafrodita secuencial protógino, o sea que primeramente es funcional 
el sexo femenino y producirá un embrión al ser fecundado. Posteriormente el blasto-
zooide se transforma en macho. La morfología corresponde a Salpa fusiformis.
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de salpas hijas por gemación a partir de una estructura conocida como el estolón (Figura 
6). Las salpas en la cadena son genéticamente idénticas y por un tiempo se mantienen 
unidas y son acarreadas por la madre mientras se desplaza. Los individuos en la cadena 
son independientes y no pueden considerarse colonias ya que no comparten nutrientes; 
sin embargo, sí presentan una integración neurofisiológica.

La forma blastozooide es hermafrodita secuencial protógina, es decir, madura pri-
mero como hembra y posteriormente cambia de sexo. Una vez desprendido el blasto-
zooide de la cadena, el ovario madura y es fertilizado por el esperma liberado por los blas-
tozooides pertenecientes a una cadena más vieja. El embrión se desarrolla dentro de la 
túnica hasta que reabsorbe los nutrientes contenidos en la placenta. Al llegar a término, 
el joven oozoide se desprenderá de la placenta y saldrá a través de la abertura atrial para 
dar paso a un nuevo ciclo (Figura 6).

La fase asexual es altamente productiva. Por ejemplo, el oozoide de Cyclosalpa bakeri 
puede llegar a producir hasta 900 blastozooides (Madin y Purcell, 1992). Por lo tanto, 
cuando el alimento es abundante pueden formarse grandes agregaciones o enjambres. 
Estos enjambres son efímeros. Así, la población de salpas puede cambiar rápidamente 
su densidad y adaptarse a las condiciones alimenticias.

Distribución y migración vertical
Las salpas se distribuyen ampliamente en el océano mundial. Su distribución vertical ha 
sido estudiada en unas pocas especies. Son consideradas como especies epipelágicas ya 
que es en aguas superficiales donde encuentran alta disponibilidad de fitoplancton. Sin 
embargo, el intervalo de distribución es más amplio y se ha encontrado que algunas es-
pecies realizan migración vertical diaria.

Purcell y Madin (1991) sugirieron que la migración vertical que registra Cyclosalpa 
bakeri está relacionada con la reproducción. Esta especie realiza cortas migraciones den-
tro de la zona eufótica, con el fin de agregarse cerca de la superficie durante la noche 
para incrementar el éxito de fertilización. Otras especies realizan extensas migraciones, 
como Salpa aspera, que desciende hasta los 600 a 800 m durante el día (Wiebe et al., 
1979), o Salpa thompsoni, que desciende hasta 200 a 400 m (Conroy et al., 2020). En estas 
últimas se ajusta mejor la hipótesis de que la migración obedece a una evitación de los 
depredadores. Se trata de especies grandes y, si bien son transparentes, el “núcleo” intes-
tinal está fuertemente pigmentado.

La distribución vertical de Salpa fusiformis se ha estudiado en diversas localidades 
con resultados contradictorios. Es claro que su intervalo de distribución es amplio (0 a 
800 m), pero no siempre se observa que haya una porción significativamente grande de 
la población que esté migrando regularmente entre el día y la noche. Pascual et al. (2017) 
mostraron que S. fusiformis puede realizar una migración diaria típica, pero también pue-
de realizar una migración inversa, dependiendo de su ciclo reproductivo.
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Thalia democratica es muy abundante alrededor del mundo y se ha observado que es 
una especie epipelágica no migradora (Gibbons, 1997; Weikert y Godeaux, 2008).

La migración vertical de las salpas es importante para los ciclos biogeoquímicos de-
bido a sus masivas poblaciones, constituyendo un transporte activo de biomasa hacia es-
tratos profundos del océano.

Alimentación
Las salpas, como el resto de los tunicados, son organismos filtradores que atrapan partí-
culas alimenticias mediante redes mucosas. Estas redes son secretadas por el endostilo, 
que consiste en un surco de la faringe dividido por una línea de cilios y células glandulares 
(Figura 4). La estructura de la red mucosa consiste en fibras muy finas y las aberturas de 
los poros miden alrededor de 1 µm (Bone et al., 2003). Las partículas atrapadas por las 
redes mucosas son subsecuentemente enrolladas y movidas hacia el esófago y luego al 
estómago. 

El espectro de tamaños de partículas que pueden filtrar las salpas es amplio (<1 µm 
hasta 1 mm; Sutherland et al., 2010). Esto explica por qué cuando se forman grandes en-
jambres de salpas pueden remover una gran cantidad del fitoplancton. Además, las par-
tículas fecales de las salpas son pesadas y se hunden rápidamente. Estas, junto con las tú-
nicas de salpas moribundas, constituyen una biomasa considerable de materia orgánica 
que se hunde al mar profundo. Una vez en el fondo pueden servir de fuente de alimento 
para los organismos bentónicos. 

El análisis del material contenido en el estómago e intestino de las salpas ha reve-
lado la presencia de células de fitoplancton, principalmente (Tabla 1). Diversos estudios 
apuntan hacia una alimentación no selectiva (Madin y Purcell, 1992; Vargas y Madin, 
2004; Iguchi y Kidokoro, 2006; Tanimura et al., 2008). Sin embargo, otros autores han 
sugerido selectividad, principalmente relacionada con la capacidad de retención de 
las partículas más pequeñas (Vargas y Madin, 2004). Dadon-Pilosof et al. (2019) com-
pararon la alimentación de tres especies de salpas (Salpa fusiformis, S. maxima y Thalia 
democratica) sobre fitoplancton de pequeño tamaño. Usaron un citómetro de flujo en 
combinación con microscopía epifluorescente para discriminar entre bacterias hete-
rótrofas y autótrofas (Prochlorococcus y Synechococcus), picoeucariotes y nanoeucariotes. 
Encontraron un alto consumo de picoeucariotes en las tres especies analizadas. Sin 
embargo, tuvieron una selectividad hacia las cianobacterias, siendo Synechococus más 
eficientemente consumida por S. fusiformis, Prochlorococcus por T. democratica, mientras 
que S. maxima casi no las consumió.
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Salpa Área Contenido estomacal Método

Cyclosalpa
affinis

Atlántico N Microscopía 
(epifluorescencia, 
invertido)

Fuente

4

Tabla 1. Alimento contenido en el estómago/intestino de las salpas. Los porcentajes 
son abundancia relativa excepto en (*), que es masa de carbono

Nanoflagelados y bacterias 
(principalmente), diatomeas, 
dinofíceas

Cyclosalpa 
bakeri

Pacífico N Microscopía (elec-
trónico de barrido)

3Diatomeas (67 %), dinofíceas 
(13 %), cocolitofóridos (8 %)

Iasis 
cylindrica

Atlántico N Microscopía 
(epifluorescencia, 
invertido)

4Dinofíceas (principalmente), 
dinoflagelados heterótrofos, 
diatomeas

Ihlea        
racovitzai

Antártico Microscopía 
(electrónico 
de barrido)

7Diatomeas (9 spp.), silicoflagela-
dos (Octactis speclum), 
radiolarios

Molecular (ADN) 8Dinofíceas (70 %), clorofitas, 
diatomeas

Pegea 
coenfoederata

Índico Microscopía 1Diatomeas, cocolitofóridos,     
foraminíferos

Salpa 
fusiformis

Índico Microscopía 1Diatomeas, cocolitofóridos, fo-
raminíferos

Mar de 
Tasmania

Microscopía 
(electrónico
 de barrido)

9Diatomeas (7 spp.), clorofitas 
(Pyramimonas grossii), 
cocolitofóridos (Emiliana 
huxleyi), restos de copépodos

Mediterráneo Citometría 
de flujo, 
microscopía 
epifluorescente

10Picoeucariotes (37 %), cianofí-
ceas (Synechococcus 33 %, 
Prochlorococcus 7 %), bacterias 
heterótrofas (19 %), nanoeuca-
riotes (4 %) *

Salpa 
maxima

Mediterráneo Citometría 
de flujo, 
microscopía 
epifluorescente

10Picoeucariotes (55 %),  nanoeu-
cariotes (25 %), bacterias 
heterótrofas (15 %), cianofíceas 
(Synechococcus 4 %, Prochloro-
coccus 1 %) *
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Fuentes: 1 Bradbury et al. (1971); 2 Hopkins y Torres (1989); 3 Madin y Purcell (1992); 4 Vargas y Ma-
din (2004); 5 Iguchi y Kidokoro (2006); 6 Tanimura et al. (2008); 7 Von Harbou et al. (2011); 8 Metfies 
et al. (2014); 9 Ahmad-Ishak et al. (2017); 10 Dadon-Pilosof et al. (2019).

Salpa Área Contenido estomacal Método

Salpa 
thompsoni

Antártico Microscopía 
(óptico)

Fuente

2

Tabla 1. (Continuación)

Diatomeas (15 %), dinofíceas 
(15 %), silicoflagelados (15 %), 
tintínidos (15 %), radiolarios 
(11 %), foraminíferos (5 %), 
pterópodos (Limacina helicina), 
poliquetos (Pelagobia longici-
rrata), nauplios y copépodos

Microscopía 
(invertido)

6Diatomeas 64 % (5 géneros), co-
colitofóridos 33 % (Phaeocystis)

Microscopía 
(electrónico 
de barrido)

7Diatomeas (9 spp.), silicofla-
gelados (Octactis speculum), 
radiolarios

Molecular 8Dinofíceas (70 %), clorofitas, 
diatomeas, ciliados	

Microscopía 1Diatomeas, dinofíceas, cocoli-
tofóridos, foraminíferos, radio-
larios

Soestia 
zonaria

Índico

Thalia 
democratica

Atlántico N Microscopía 
(epifluorescencia, 
invertido)

4Dinofíceas (principalmente), na-
noflagelados, bacterias heterótro-
fas, diatomeas, bacterias

Mar de     
Tasmania

Microscopía 
(electrónico 
de barrido)

9Diatomeas (9 spp.), dinofíceas (4 
spp.), clorofitas (Pyramimonas 
sp.), cocolitofóridos (3 spp.), 
restos de copépodos

Mediterráneo Citometría de 
flujo, microscopía 
epifluorescente

10Picoeucariotes (50 %), na-
noeucariotes (15 %), bacterias 
heterótrofas (17 %), cianofíceas 
(Prochlorococcus 13 %, Synecho-
coccus 5 %) *

Thetys
 vagina

Mar de Japón Microscopía 
(invertido)

5Diatomeas (90 %), silicoflage-
lados (6 %), tintínidos (3.5 %), 
dinofíceas, copépodos
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Depredadores y simbiontes
Las salpas como alimento para otros organismos no han sido exhaustivamente estu-
diadas debido en parte a su consistencia gelatinosa, que deja pocas huellas en el con-
tenido estomacal de los potenciales depredadores, pero también por una concepción 
errónea sobre un bajo contenido energético (Dubischar et al., 2012; Henschke et al., 
2016). Ciertamente poseen un alto contenido acuoso, pero estudios recientes indican 
que la energía contenida en el peso seco de salpas grandes es equivalente a la del fito-
plancton (Henschke et al., 2013). 

Existen evidencias de que las salpas son consumidas por una amplia gama de orga-
nismos. Entre los vertebrados, los mayores consumidores son los peces (Kashkina, 1986; 
Harbison, 1998), especialmente en áreas donde son muy abundantes, como los alrededo-
res de Nueva Zelanda, Australia y el Antártico. Otros vertebrados consumidores de salpas 
reportados en la literatura son las tortugas marinas (Montenegro-Silva et al., 1984; Herrera 
Galindo et al., 2015), aves marinas (Cavallo et al., 2018) y cetáceos (Fraija-Fernández et al., 
2018). Cuando se multiplican las salpas formando enormes enjambres, llegan a agotar 
los recursos alimenticios y sus cuerpos muertos descienden en la columna de agua como 
una catarata de comida para el ecosistema bentónico. Se han reportado corales que se 
alimentan de salpas (Hoeksema y Waheed, 2012).

Ciertos crustáceos planctónicos mantienen una relación simbiótica con las salpas, 
usándolas como un refugio de descanso o para protección de sus crías y apropiándose 
de las partículas alimenticias de que se alimenta la salpa. Este comportamiento es parti-
cularmente habitual en los anfípodos pelágicos (Laval, 1980), pero también se ha obser-
vado en copépodos del género Sapphirina (Gasca et al., 2015). Algunos peces en estadios 
tempranos de desarrollo se refugian en la cavidad de las salpas; tal es el caso del rubí 
Erythrocles schlegelii, que permanece en el interior o alrededor de las cadenas de Pegea 
confoederata (Pastana et al., 2022).

Entre las salpas e hipéridos existe una interacción parasitoide distintiva, ya que los 
hipéridos Phronima atlantica y Phronima sedentaria utilizan el cuerpo de las salpas como 
estructura para formar un barril que sirve de refugio y soporte para el desarrollo de sus 
crías (Laval, 1978).

Se ha sugerido que las salpas podrían ser un vector en la transmisión de toxinas produ-
cidas durante florecimientos de fitoplancton (Mianzan et al., 1997). A finales de enero y todo 
febrero de 2016 se encontraron tortugas muertas en la costa de Oaxaca, cuyos contenidos 
estomacales eran de Pegea confoederata, las cuales a su vez contenían Pyrodinium bahamense 
var. compressum, un dinoflagelado productor de saxitoxina (Herrera Galindo et al., 2015).

Evolución
Se han propuesto diversas explicaciones sobre la evolución de los tunicados pelágicos a 
partir de las ascidias. Una de ellas propone que emergieron de una larva con forma de 
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renacuajo similar a la que se presenta en el ciclo de vida de las ascidias (Wada, 1998). Otra 
hipótesis sugiere que provienen de uno o más ancestros sésiles de las ascidias (Piette y 
Lemaire, 2015). Aunque por algún tiempo predominó la hipótesis de un origen polifilé-
tico de Thaliacea, a partir de diferentes linajes de las ascidias, estudios moleculares han 
contravenido dicha hipótesis y parece más plausible un origen monofilético, con una re-
lación estrecha entre salpas, doliólidos y pirosomas (Swalla et al., 2000; Govindarajan et 
al., 2011). 

Se ha propuesto que las salpas evolucionaron de las ascidias por neotenia como lar-
vas que renunciaron a la fijación al sustrato y se convirtieron en organismos pelágicos 
solitarios. Por lo tanto, el origen de las salpas a partir de tunicados sésiles se fundamenta 
no solo en una apariencia corporal relativamente similar y diversos rasgos propios de las 
ascidias adultas, sino también en su cercanía genética. 

Dentro de las salpas, Metcalf (1918) consideraba a las especies de la subfamilia Cy-
closalpinae (antes considerada una familia) en la base del árbol filogenético, siendo las 
especies más simétricas (Cyclosalpa affinis, C. pinnata, C. polae y C. floridiana) más primitivas 
que las asimétricas (C. bakeri y Helicosalpa virgula). Según Metcalf (1918), de las Cyclosalpi-
nae se desprenden dos ramas: 1) las salpas con un intestino esférico compacto tanto en la 
forma solitaria como agregada (Ihlea, Salpa y Iasis) y 2) las salpas con un intestino curvado 
en la forma solitaria, pero no compactado (Brooksia, Ritteriella, Metcalfina, Soestia, Thalia, 
Thetys, Pegea y Traustedtia). 

Las conclusiones de Metcalf (1918) estaban basadas en aspectos meramente morfo-
lógicos y no se sustentan en recientes estudios filogenéticos basados en el gen 18S rDNA 
(Govindarajan et al., 2011). Esta filogenia del gen 18S rDNA indica que las especies del 
género Cyclosalpa son un grupo hermano del género Salpa, y por tanto estarían incluidas 
dentro de las Salpinae. En cambio, Ritteriella, Pegea y Thalia se ramificaron más tempra-
namente en la evolución, separándose del resto. Por otro lado, esto es consistente con 
la estructura del endostilo, al ser más primitiva en Pegea, Thalia y Thetys y derivada en 
Cyclosalpa y Salpa.

Actualmente se presentan nuevas relaciones filogenéticas para las salpas basadas 
en el mismo gen 18S: 1) Metcalfina hexagona, de cadena lineal, es hermana de todas las 
demás especies de salpas; 2) el género Helicosalpa es monofilético y hermano del gé-
nero Cyclosalpa; 3) el género Ihlea es polifilético, siendo I. punctata hermana del género 
Ritteriella y no de Ihlea racovitzai; 4) Cyclosalpa pinnata se encuentra anidada dentro de un 
clado de especies de Cyclosalpa genética y morfológicamente similares a otras especies 
del género; 5) Ritteriella amboinensis es hermana de Ritteriella retracta (Damian-Serrano 
et al., 2023).
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El principal reto para recolectar el zooplancton gelatinoso se debe a la fragilidad de sus 
cuerpos con gran contenido de agua (alrededor del 95 % de su peso húmedo). Por esta ra-
zón, no siempre es adecuado usar métodos convencionales de muestreo de zooplancton, 
que tienden a romperlos y deteriorarlos. Esto es especialmente relevante cuando el ob-
jetivo es obtener especímenes en condiciones óptimas para mantenerlos vivos en el 
laboratorio. Asimismo, es fundamental minimizar los impactos asociados al proceso de 
recolección y transporte, de manera que no se comprometa su capacidad de adaptación 
en condiciones de cultivo. Otro aspecto relevante que se debe tener en cuenta es la forma 
de fijar las muestras, debido a que los métodos clásicos de fijación, como el etanol, no 
permiten una buena preservación de los tejidos gelatinosos y en general los deshidratan, 
encogiendo y deformando su cuerpo.

La distribución espaciotemporal del zooplancton gelatinoso suele ser irregular, lo 
que complica la realización de estudios cuantitativos a media y gran escala (Raskoff et al., 
2005; Graham et al., 2003). Además, esta irregularidad dificulta la recolección de ejem-
plares de una determinada especie cuando es necesario. Por tanto, el método de colecta 
dependerá del tipo de estudio que se pretenda llevar a cabo, ya sea experimental en acua-
rios, taxonómico o relacionado con la distribución espaciotemporal, entre otros. También 
será necesario considerar la consistencia y el tamaño de las especies que se requieren 
muestrear; por ejemplo, los ctenóforos suelen ser significativamente más frágiles que las 
escifomedusas. A continuación, se explicarán los métodos de muestreo más utilizados 
para el zooplancton gelatinoso, tanto mediante observación in situ como a través de téc-
nicas de recolección de muestras, así como los métodos de fijación de estas. Algunos de 
ellos están representados en la Figura 1.
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Métodos por observación in situ
En este capítulo, el término “observación in situ” se emplea para referirnos a cualquier 
avistamiento, registro o descripción de zooplancton gelatinoso realizado directamente 
en su entorno natural de ocurrencia.

Los métodos de observación in situ son los más adecuados cuando se requiere 
muestrear individuos de zooplancton gelatinoso de gran tamaño, ya sea para recolectar 
animales vivos para experimentación o para preservarlos para diferentes tipos de aná-
lisis, así como para el estudio de la distribución espaciotemporal (Graham et al., 2003; 
Haddock, 2004). Usando alguno de los siguientes métodos se puede disminuir o incluso 
evitar dañar al zooplancton gelatinoso o subestimar las abundancias de este en un am-
biente tridimensional pelágico (Raskoff et al., 2003; Hosia et al. 2017).

Figura 1. Ejemplos de algunos métodos de muestreo y muestras de plancton gelatinoso. 
A Vehículos submarinos operados de forma remota (ROV); B Red neustónica; C Mues-
tra de zooplancton gelatinoso y otros organismos; D Red bongo; E Avistamientos desde 
embarcación; F Redes MOCNESS. Imágenes: A Carlos Dominguez-Carrió; B, D y F Pilar 
Olivar; C y E Maria Pascual-Torner.
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Las tecnologías de imagen directa (cámara y videocámara) ofrecen el mejor punto 
de partida para la cuantificación de la abundancia in situ de especies de zooplancton ge-
latinoso (Johnson et al., 2025). Aunque se han desarrollado varios sistemas de imagen 
digital, estos pueden agruparse en dos categorías principales: equipos que capturan imá-
genes de animales sin perturbarlos y aquellos que concentran a los organismos antes de 
la captura de imágenes.

Los equipos que capturan imágenes de animales sin perturbarlos son adecuados 
para la captura de imágenes de medusas de mayor tamaño. Estas cámaras registran imá-
genes digitales de organismos individuales sin perturbar los delicados campos de flujo 
que los rodean. En esta categoría se incluyen el buceo (esnórquel o SCUBA), los sumergi-
bles tripulados, los vehículos submarinos operados de forma remota o autónoma (ROV 
y AUV) y los sensores ópticos. Estos son los que trataremos en este apartado. También 
se abordarán otros métodos como prospecciones acústicas, estudio de imágenes aéreas, 
avistamientos desde una embarcación y avistamientos desde tierra y varamientos. Por 
último, se tratará la ciencia ciudadana, una herramienta cada vez más en auge utilizada 
para el monitoreo de poblaciones de numerosas especies marinas.

 
Observación in situ mediante diferentes técnicas
El buceo SCUBA es el método más accesible para la investigación in situ del zooplancton 
gelatinoso, ya que permite manipular, recolectar y observar detalladamente a los orga-
nismos sin prácticamente ninguna alteración de su entorno natural (Graham et al., 2003). 
Por esta razón, se utiliza ampliamente en estudios sobre la distribución o comportamien-
to de las medusas. Un ejemplo de la aplicación de esta técnica es el estudio realizado 
en la costa catalana, en el cual se describió la asociación positiva entre los juveniles de 
los peces Trachurus mediterraneus y Caranx rhonchus y las medusas Cotylorhiza tuberculata y 
Rhizostoma pulmo (Tilves et al., 2018).

Además, facilita la observación directa y la recolección de la fase sésil de las medu-
sas, los pólipos, lo que permite hacer un seguimiento de las poblaciones en los sustratos 
donde se establecen, como muelles o rocas (Makabe et al., 2014; Punnarak et al., 2023). 
Los muestreos realizados mediante buceo autónomo son relativamente fáciles de pro-
gramar y ejecutar, con la ventaja de que el equipamiento necesario es más accesible en 
términos económicos en comparación con costosos cruceros oceanográficos. No obstan-
te, el buceo autónomo también presenta desventajas metodológicas, como la limitada 
duración de la inmersión o la reducida cobertura espacial y profundidad de muestreo 
alcanzable por el equipo científico (Graham et al., 2003). Por esta razón, esta metodolo-
gía es más utilizada en zonas costeras, aunque también es frecuente en aguas oceánicas 
cerca de la superficie.

Las primeras investigaciones in situ sobre zooplancton marino en mar abierto se lle-
varon a cabo con sumergibles tripulados. Sin embargo, no fue hasta principios de la dé-
cada de 1980 que estos vehículos fueron empleados sistemáticamente para estudiar la 
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distribución vertical de las medusas y otros organismos gelatinosos (revisado en Graham 
et al., 2003). El uso de los sumergibles tripulados ha permitido la observación directa del 
comportamiento y la realización de experimentos fisiológicos in situ en organismos que, 
de otro modo, estarían fuera del alcance de la investigación humana (Haddock, 2004). 
Sin embargo, la limitada autonomía de estos sumergibles y su alto costo operativo res-
tringen su uso a unos pocos proyectos científicos oceanográficos. 

Los ROV son vehículos sumergibles no tripulados controlados de forma remota cuyo 
tamaño, capacidad de inmersión y aplicaciones varían según el modelo. Han ganado una 
gran popularidad en el estudio de organismos de estratos intermedios (mesopelágicos) 
y profundos (batipelágicos y hadales) debido a sus importantes ventajas en comparación 
con los sumergibles tripulados: los ROV tienen menor costo de inversión y operación, ma-
yor duración de inmersión y menor tiempo de operación (Haddock, 2004; Raskoff et al., 
2005; Hosia et al., 2017; Hoving et al., 2019). Los ROV pueden incorporar diversos senso-
res, como los sistemas de imagen, y algunos cuentan con muestreadores especializados 
integrados que facilitan tanto la manipulación de objetos como la recolección de orga-
nismos frágiles y el muestreo del agua que los rodea. En el estudio de medusas, los ROV 
suelen estar equipados con cámaras de alta definición (o estándar) y múltiples fuentes 
de iluminación de gran potencia para obtener imágenes de alta resolución que permi-
ten la identificación de especies. Los vehículos ROV han sido fundamentales para el des-
cubrimiento y descripción de nuevas especies de animales gelatinosos, así como para la 
observación de su comportamiento en aguas profundas, como por ejemplo interacciones 
depredador-presa (Haddock, 2004; Choy et al., 2017; Johnson et al., 2025). Así, un estudio 
de 27 años basado en observaciones de este tipo de interacciones permitió elaborar un 
esquema de la trama trófica pelágica en California, donde se destacó el alto consumo de 
crustáceos por los sifonóforos fisonectos (Choy et al., 2017). Los ROV también han permi-
tido cuantificar de manera sistemática la distribución y abundancia de medusas (Raskoff 
et al., 2005). Además, han servido para medir la variabilidad interanual y estacional, y 
las tasas metabólicas de estos organismos a partir de las muestras recolectadas por los 
muestreadores y los datos medidos por los sensores. Mediante el uso de estos vehículos 
ROV, se ha podido estudiar especies que, de otro modo, serían difíciles o imposibles de 
investigar, como son los frágiles ctenóforos lobulados, los fisonectos largos, algunas espe-
cies de medusas y organismos que habitan justo por encima del fondo marino (Haddock, 
2004; Hosia et al., 2017).

Uno de los principales retos del uso de los ROV es la enorme cantidad de datos de 
video que se generan, lo que implica un laborioso procesamiento y análisis posterior 
(Hoving et al., 2019; Lombard et al., 2019). Además, el coste operativo de estos vehículos 
es elevado, lo que limita su uso generalizado en estudios de zooplancton. La operación 
de los ROV de mayor tamaño requiere el apoyo de un barco oceanográfico, lo que incre-
menta considerablemente los costos de operación (Haddock, 2004; Raskoff et al., 2005; 
Hosia et al., 2017). Por otro lado, los modelos más pequeños, aunque más accesibles 
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económicamente, presentan limitaciones tecnológicas en cuanto a propulsión, alcance y 
carga útil disponible (Hosia et al., 2017).

Los vehículos submarinos autónomos (AUV, por sus siglas en inglés) son vehículos 
robóticos programables que, según su diseño, pueden desplazarse por el océano sin el 
control en tiempo real de operadores humanos (Gemmell et al., 2025). La comunicación 
con los operadores puede realizarse de manera periódica o continua mediante señales 
satelitales o balizas acústicas submarinas, lo que permite cierto nivel de control sobre 
sus movimientos tridimensionales. Existen numerosos sistemas AUV que abarcan des-
de dispositivos compactos diseñados para operar en aguas someras hasta sofisticados 
robots diseñados para aguas profundas con propulsión de hélice. También se incluyen 
los planeadores submarinos y una reciente modalidad híbrida que combina la gran auto-
nomía de los planeadores con las características de los AUV convencionales (Rife y Rock, 
2001; Gemmell et al., 2025). Los AUV pueden llevar sensores oceanográficos como CTD, 
fluorómetros, oxímetros y sondas químicas, así como sensores específicos para el estudio 
de medusas, incluyendo ecosondas calibradas, sistemas por conteo o sistemas de imagen 
para censos de zooplancton y necton (Cimino et al., 2018; Gemmell et al., 2025).

Los AUV cuentan con la autonomía suficiente como para recopilar datos durante pro-
longados periodos de tiempo (días a semanas). Además, los vehículos empleados en es-
tudios oceanográficos o biológicos están diseñados para cubrir grandes áreas (Gemmell 
et al., 2025). Ambas características hacen que sean una buena opción para el estudio de 
organismos gelatinosos, ya que estos se distinguen por su lento desplazamiento en la 
columna de agua (Cimino et al., 2018). Así, un AUV diseñado para el seguimiento de me-
dusas permitiría la observación prolongada de estos organismos en su hábitat natural 
(Cimino et al., 2018), proporcionando datos precisos de su comportamiento natural sin 
causarles daño físico (Rife y Rock, 2001).

Los sensores ópticos han sido una herramienta frecuentemente utilizada para el 
estudio del zooplancton gelatinoso, especialmente de las medusas, ya que permiten su 
caracterización mediante el conteo directo de individuos y la captura de imágenes di-
gitales in situ (Lombard et al., 2019; Magalhães et al., 2020). Sin embargo, el registro en 
imagen y video de estos organismos, así como su uso en estudios a largo plazo, enfrenta 
dos desafíos principales. El primero está relacionado con la naturaleza de los organismos 
gelatinosos, ya que su transparencia reduce significativamente el contraste en las imá-
genes, dificultando su detección. Además, su tamaño varía considerablemente, desde 
milímetros en el mesozooplancton hasta metros en el caso de las grandes medusas. Esto 
significa que un método de muestreo adecuado para un determinado rango de tallas 
puede no ser útil o eficaz para otros rangos de tallas (Tabla 1) (Lombard et al., 2019; 
Magalhães et al., 2020). El segundo desafío radica en la gran cantidad de datos genera-
dos en estudios geográfica y temporalmente extensos. Para optimizar la eficiencia del 
análisis, es imprescindible contar con herramientas de procesamiento automatizado 
que permitan gestionar y analizar la información de manera eficiente, algo que en el 
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futuro posiblemente sea resuelto mediante inteligencia artificial (IA). Recientes trabajos 
con IA en plancton sugieren un gran impacto para conocer las respuestas biológicas a im-
portantes características oceanográficas (Schmid et al., 2023).

Tabla 1. Métodos de muestreo, los sensores utilizados y el tamaño de los organismos que 
puede muestrear cada sensor (tabla modificada a partir de Magalhães et al., 2020)

Método de muestreo	           

Buceo Observación visual
Cámaras y video subacuáticas

mm a metros
> 1 cm

ROV Ecosondas científicas
Sistemas de imagen

> 1 mm
1 μm a 100 cm

AUV Ecosondas científicas
Sistemas de imagen

> 1 mm
> 10 cm

Sensores ópticos Contadores de plancton
Citómetros de flujo
Sistemas de imagen (VPR, UVP, 
ISIIS, SIPPER, PELAGIOS, JellyCam)

< 40 mm 
200 a 5000 μm 
1 μm a 100 cm 

Sensor utilizado	            Tamaño del organismo 
muestreado	           

Estudios acústicos Ecosondas científicas y de uso 
pesquero

> 1 mm

Estudios aéreos Cámaras de alta resolución, drones > 10 cm a metros 

Avistamientos desde 
embarcación

Observación visual > 1 cm 

Recolección de datos 
desde costa

Observación visual > 1 cm 

Los sensores ópticos diseñados para el estudio del plancton pueden clasificarse en tres 
tipos: contadores de plancton, dispositivos de citometría de flujo y sistemas de imagen. 

Los contadores de plancton están diseñados para contar el número de organismos 
planctónicos dentro de un rango de talla morfológica específico, en un volumen determi-
nado de agua de mar. Se emplean principalmente para estimar la abundancia y la bioma-
sa (Herman et al., 2004), aunque, por lo general, proporcionan poca o nula información 
sobre la identificación taxonómica de las especies (Magalhães et al., 2020).
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Los dispositivos de citometría de flujo analizan automáticamente diversas propie-
dades ópticas de células en suspensión, como la dispersión de luz en distintos ángulos 
y la intensidad de fluorescencia en múltiples longitudes de onda. Están diseñados para 
estudiar organismos planctónicos unicelulares y su aplicación en el estudio de zooplanc-
ton gelatinoso es limitada. En el caso del zooplancton, uno de los sistemas utilizados es 
el FLOWCAM, el cual integra la tecnología de citometría de flujo con un microscopio, lo 
que permite la adquisición continua de imágenes para un análisis detallado de los orga-
nismos en estudio (Le Bourg et al., 2015).

Los sensores de imagen para plancton capturan imágenes de los organismos en un 
volumen de agua determinado, lo que permite no solo el conteo y la estimación de bio-
masa, sino también la identificación de especies. Estos instrumentos están diseñados 
para capturar imágenes en alta resolución del plancton en su entorno natural, facilitan-
do su estudio sin necesidad de recolección directa. Algunos de estos sistemas son el Vi-
deo Plankton Recorder (VPR), el Underwater Vision Profiler (UVP), el ISIIS, el Shadowed 
Image Particle Profiling and Evaluation Recorder (SIPPER), el Pelagic In situ Observation 
System (PELAGIOS) y la JellyCam (Magalhães et al., 2020). La mayoría de estos sensores 
están diseñados para micro y mesozooplancton y solo la JellyCam ha sido desarrollada 
específicamente para organismos gelatinosos de mayor tamaño (Tabla 1) debido a que el 
plancton gelatinoso observable a simple vista puede ser registrado con cámaras digitales 
convencionales (Hoving et al., 2019; Magalhães et al., 2020). La capacidad de estos siste-
mas de transmitir datos en tiempo real al operador a bordo facilita su uso en estudios 
ecológicos. Sin embargo, presentan ciertas limitaciones; algunos de ellos, como el VPR, 
no pueden identificar plancton a nivel de especie y tienden a subestimar la presencia de 
taxones poco comunes (Magalhães et al., 2020).

Muchos de estos sensores se integran con otros dispositivos de medición de las pro-
piedades del agua de mar, como el CTD, que mide temperatura, conductividad y profun-
didad, con las cuales se calcula la salinidad y densidad del agua de mar; el oxímetro, con 
el cual se estima la concentración de oxígeno disuelto; o los fluorómetros, para estimar 
la concentración de clorofila-a del fitoplancton, permitiendo la recopilación simultánea 
de datos ambientales adicionales junto con cada imagen de video (Hoving et al., 2019; 
Lombard et al., 2019; Magalhães et al., 2020). 

Avistamientos desde embarcación
Cuando no es posible realizar muestreos in situ mediante buceo autónomo o equipos de 
operación remota, las observaciones visuales desde la superficie de una embarcación 
pueden proporcionar información sobre la distribución y abundancia de medusas distin-
guibles a simple vista (Tabla 1) (Doyle et al., 2008; Ferraris et al., 2012). La metodología es 
sencilla: se define un área de observación desde una cubierta de la embarcación, a una 
altura determinada, y si los avistamientos se realizan por la noche, se emplea un pro-
yector de luz para iluminarla. El recuento de medusas se lleva a cabo visualmente por al 
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menos dos observadores, garantizando una cobertura continua del área de observación. 
Para asegurar la precisión del estudio y prevenir la fatiga en los observadores, se esta-
blecen intervalos alternos de observación y descanso. Además, se determinan categorías 
de abundancia absoluta y se registra la posición GPS de cada avistamiento; alternativa-
mente, esta se registra en intervalos regulares durante la travesía, lo que permite anali-
zar patrones espaciales en la distribución de las medusas. Mediante esta metodología, 
por ejemplo, se describió la distribución espacial de Pelagia noctiluca en la costa catalana 
(noreste de España), permitiendo además investigar una posible correlación con las va-
riables ambientales presentes en la región (Tilves et al., 2016).

Estas observaciones realizadas mediante avistamientos de embarcación permiten 
estimar la abundancia de medusas por unidad de superficie (Doyle et al., 2008; Ferraris 
et al., 2012; Tilves et al., 2016). Esta información se puede combinar con la obtenida de 
arrastres de redes para estimar la abundancia en la columna de agua. Además, es una 
metodología adecuada para analizar patrones de distribución temporales e interespecí-
ficos (Doyle et al., 2008; Tilves et al., 2016). No obstante, presenta ciertas limitaciones. Su 
aplicabilidad se restringe a especies de zooplancton gelatinoso que sean suficientemente 
grandes, visibles y reconocibles como para permitir la identificación a simple vista (Doyle 
et al. 2008; Ferraris et al., 2012), lo que excluye organismos transparentes, como los ctenó-
foros (por ejemplo, la especie Mnemiopsis leidyi), cuya baja visibilidad en el agua dificulta 
su observación (Raskoff et al., 2005). Asimismo, este método tiende a estar sesgado hacia 
individuos adultos o de un tamaño fácilmente perceptible, omitiendo las fases más tem-
pranas del ciclo de vida o especies de menor tamaño que puedan pasar desapercibidas.

Estudios acústicos
Las técnicas de prospección acústica, comúnmente utilizadas para estimar la distribución 
y abundancia de peces, también pueden aplicarse al estudio de poblaciones de organis-
mos gelatinosos (Brierley et al., 2001). La implementación de ecosondas de alta reso-
lución en embarcaciones, de los ROV o de perfiladores de video ha permitido obtener 
mediciones detalladas sobre la abundancia, el tamaño y la distribución vertical de estos 
organismos, y ha posibilitado el análisis de variaciones en el comportamiento y de ve-
locidades de natación en distintas profundidades (Brierley et al., 2001; Kaartvedt et al., 
2011; Choy et al., 2017). Gracias a estas técnicas acústicas se han conseguido identificar 
patrones de migración vertical en Periphylla periphylla en Noruega (Kaartvedt et al., 2011).

El zooplancton gelatinoso —excepto los sifonóforos con neumatóforo con gas, que 
refleja el sonido (Warren et al., 2001)— muestra un bajo contraste acústico con el medio 
acuático debido a su alto contenido en agua; sin embargo, es posible detectar los débiles 
ecos que genera (Brierley et al., 2001; Kaartvedt et al., 2011). En particular, los organismos 
de mayor tamaño presentan propiedades acústicas más marcadas. El desarrollo de eco-
sondas de haz dividido representa un avance significativo, ya que facilita la localización 
precisa de individuos dentro del haz acústico.
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Las prospecciones acústicas no tienen la capacidad de detectar individuos pequeños 
(Tabla 1). De esta forma, la biomasa determinada acústicamente debe complementarse 
con datos de abundancia obtenidos mediante otros métodos, como muestreos con re-
des. Esto implica la combinación de dos metodologías que, dependiendo del objetivo, no 
siempre son las más adecuadas para el estudio del zooplancton gelatinoso (Brierley et al., 
2001; Hosia et al., 2017).

Estudios aéreos
La formación de enjambres de medusas (o su equivalente en inglés, blooms, término am-
pliamente utilizado en la literatura científica) cerca de la superficie del mar facilita su 
observación, y esto ha impulsado el uso de los estudios aéreos como herramienta para 
investigar estos procesos de agregación (Purcell et al., 2000). La utilización de fotografías 
aéreas ha permitido, durante décadas, localizar y cuantificar la presencia de medusas, 
además de estimar densidades de diferentes especies (Purcell, 2009). Aunque resulta 
una metodología atractiva, su uso ha sido relativamente limitado, probablemente debi-
do a las restricciones prácticas y económicas que conlleva: su resolución espacial es res-
tringida, lo que dificulta la detección de agregaciones dispersas o de especies pequeñas, 
y su implementación con aeronaves tripuladas implica un alto costo operativo (Purcell 
et al., 2000; Purcell, 2009). En los últimos años, la tecnología de vehículos aéreos no tri-
pulados (drones) ha tenido grandes avances, haciendo que los estudios aéreos sean una 
herramienta tecnológica económicamente más accesible. Los drones ofrecen imágenes 
de mayor resolución y son más asequibles que los métodos aéreos tradicionales (Schaub 
et al., 2018). Además, permiten realizar mediciones tanto cualitativas como cuantitativas 
de los blooms, con la ventaja de que las imágenes georreferenciadas facilitan la localiza-
ción exacta de las agregaciones y el cálculo detallado de su extensión espacial (Schaub 
et al., 2018). Además de los estudios sobre la formación de blooms de medusas, el uso de 
drones permite la investigación del comportamiento de estas especies. Gracias a esta téc-
nica, se ha podido demostrar, por ejemplo, cómo Rhopilema nomadica tiene una capacidad 
de natación direccional sincronizada que le permite alejarse de la costa y nadar en contra 
de la dirección de las olas, lo que disminuye el riesgo de encallamiento y mejora su super-
vivencia en el entorno marino (Malul et al., 2024).

Recolección de datos desde la costa
Algunos de los registros más antiguos de la presencia de medusas en la costa se han ob-
tenido a partir de estudios realizados desde tierra (Cargo y King, 1990). Se han reportado 
numerosos estudios que analizan registros diarios de observaciones realizadas desde 
muelles, registros de medusas varadas en la arena y reportes de atenciones por picadu-
ras u otro tipo de interacciones entre personas y medusas (Marambio et al., 2021; Edelist 
et al., 2025; Roca et al., 2025). Estas metodologías han permitido analizar las tendencias 
a largo plazo en la abundancia, distribución y estacionalidad de especies de medusas, 
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como Chrysaora quinquecirrha (Cargo y King, 1990) o Pelagia noctiluca (Bernard et al., 2011). 
Las observaciones desde la costa proporcionan información valiosa sobre la influencia 
de factores ambientales en las poblaciones (Cargo y King, 1990; Bernard et al., 2011). A 
partir de medusas varadas, además de su registro, es posible recolectar especímenes 
para estimar tallas y pesos corporales. El peso puede calcularse posteriormente median-
te la relación entre el diámetro de la umbrela y el peso seco o húmedo de cada especie 
(Houghton et al., 2007).

Ciencia ciudadana
La ciencia enfrenta actualmente desafíos sociales y económicos globales. Debido a las 
limitaciones en el financiamiento para investigación, los científicos han comenzado a in-
volucrar activamente a la población general para abordar de manera conjunta problemas 
ambientales específicos y ampliar la obtención de datos a escala temporal y espacial. En 
este contexto, la ciudadanía desempeña un papel cada vez más relevante en programas 
científicos enmarcados dentro de la denominada ciencia ciudadana, que se refiere a la 
participación de personas no profesionales en investigaciones científicas. Gracias a esta 
colaboración se puede obtener información y muestras biológicas de zonas geográficas 
más amplias en un periodo determinado, algo que de forma tradicional posiblemente 
sea más complicado conseguir (McKinley et al., 2017; García-Soto et al., 2021). 

La ciencia ciudadana se está convirtiendo en una herramienta clave para el monito-
reo de poblaciones de muchas especies marinas; entre ellas, el zooplancton gelatinoso. 
Una de las plataformas usadas es iNaturalist, que contiene registros de zooplancton ge-
latinoso a nivel mundial y cuenta con respaldo en varios artículos científicos. Existen tam-
bién otras iniciativas de largo plazo y con resultados significativos para el avance cien-
tífico. Uno de los programas más antiguos y reconocidos es el Jellywatch (https://www.
jellywatch.org/), cuyo objetivo es registrar la presencia de medusas en distintas partes 
del mundo mediante avistamientos reportados en línea por la ciudadanía. Otra iniciativa 
destacada es el proyecto Med-Jellyrisk (https://www.facebook.com/Jellyrisk/), lanzado en 
2013 con el fin de hacer un seguimiento y ampliar el conocimiento sobre las proliferacio-
nes de medusas en diversos sitios del Mediterráneo, agrupando diversas iniciativas de 
ciencia ciudadana de Italia, España, Malta y Túnez (Marambio et al., 2021). En España des-
tacan iniciativas como el Projecte Meduses del ICM-CSIC de Barcelona, que fue pionero 
en involucrar a las administraciones, los municipios costeros y las empresas de salvamen-
to y socorrismo de Cataluña. Esto condujo a la creación de una aplicación (iMedjelly), des-
afortunadamente inactiva en la actualidad, que durante su funcionamiento informaba 
en tiempo real sobre la presencia o ausencia de medusas en las playas. Su éxito propició 
la réplica de este modelo en otras zonas de España y del mundo. Desde 2012, el proyecto 
Alerta Medusas de la plataforma Observadores del Mar (https://observadoresdelmar.es) 
ha sido otra iniciativa pionera en el ámbito de la ciencia ciudadana. Esta organización 
surgió de la inquietud de la propia ciudadanía, que buscaba recibir respuestas sobre las 

https://observadoresdelmar.es
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especies de medusas que observaban en las playas y en el mar (Marambio, 2026). A nivel 
más local, en México existe Medusozoa México, que alberga una galería fotográfica y ha 
obtenido datos de relevancia científica para publicaciones.

Los datos recopilados a través de estos proyectos de ciencia ciudadana han permi-
tido detectar y describir nuevas especies para la ciencia, monitorear especies exóticas 
(Deidun et al., 2017; Marambio et al., 2025) y analizar los patrones estacionales y geo-
gráficos de las medusas (Boero, 2011; Mańko et al., 2017; Mannino y Balistreri, 2018; 
Marambio et al., 2021; Zampardi et al., 2025). Además, han contribuido a la evaluación 
del impacto de las medusas tanto a nivel ecológico, en las redes tróficas marinas, como 
en el ámbito socioeconómico, en las diferentes actividades humanas. Estos proyectos 
han demostrado cómo la colaboración entre la comunidad científica y la ciudadanía 
puede generar conocimiento valioso y contribuir a la gestión de los ecosistemas marinos.

Es importante destacar que la ciencia ciudadana incluye diferentes metodologías y 
aproximaciones, como observaciones desde tierra, avistamientos mediante esnórquel o 
buceo SCUBA, avistamientos desde embarcaciones, recolección de muestras mediante el 
uso de redes u otros métodos de recolección de individuos. Estas herramientas ofrecen 
diversas formas de recopilar información valiosa, fomentando la participación constante 
de la comunidad en la investigación y el monitoreo del entorno.

Métodos de recolección de muestras

Recolección con redes planctónicas
Para el muestreo de zooplancton gelatinoso se han utilizado distintos tipos de redes 
zooplanctónicas seleccionadas según el tamaño del grupo a estudiar y siguiendo los 
métodos estándar de muestreo del zooplancton. El principio básico de funcionamien-
to de estas redes es concentrar el plancton en un volumen reducido de agua. Una vez 
fijada la muestra, los organismos se identifican y cuantifican en el laboratorio. Este tipo 
de muestreo se emplea tradicionalmente para obtener datos sobre la densidad media 
de organismos por volumen de agua y la riqueza de especies en relación con el tiempo 
y el espacio.

Aunque estos métodos de colecta y preservación puedan provocar cierto deterioro 
físico en los organismos gelatinosos, dicho impacto se considera aceptable siempre que 
no se comprometa la correcta clasificación taxonómica morfológica de los especímenes.

Además, la pesca con red permite identificar y separar especies de interés de la 
muestra de zooplancton vivo, lo que facilita la realización de análisis posteriores, como 
los filogenéticos, ómicos o bioquímicos. Para garantizar la integridad de los organismos 
es fundamental que el arrastre se lleve a cabo a baja velocidad (menos de 2 nudos). Las 
partes genéricas de una red de zooplancton se describen a continuación (Figura 2).
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Partes de la red
·	 Boca de la red: estructura rígida, de forma circular o rectangular, que sostiene la 

boca de una red planctónica y la mantiene abierta durante el muestreo. El tamaño 
de la apertura, junto con el tamaño de la malla y la velocidad de arrastre, determina 
la eficiencia de filtración de la red.

·	 Depresor: peso unido a la red que facilita su hundimiento y mantiene estabilidad 
durante el arrastre de la red.

·	 Flujómetro: dispositivo con hélices utilizado para estimar el volumen de agua fil-
trado por la red durante el muestreo. Funciona mediante una hélice que gira al paso 
del agua cuando la red es arrastrada. La hélice hace girar el contador de revoluciones 
que permitirá calcular el volumen de agua muestreado. Antes de su uso, se realiza 
una calibración estándar para determinar el volumen de agua por unidad de revo-
lución en esa red específica (k) (Smith y Richardson, 1977). Durante el muestreo, se 
registra el número inicial (antes del arrastre) (Ri) y el número final (una vez finali-
zado el arrastre) (Rf ) del contador. Para calcular el volumen de agua filtrado (V ), se 
multiplica la diferencia entre las revoluciones registradas por el volumen de agua 
correspondiente a cada unidad de revolución, multiplicado por el área de la boca de 
la red en m² (A):  V = (Rf - Ri) x k x A (Smith y Richardson, 1977).

Figura 2. Esquema de una red de zooplancton cilindro-cónica con cada una de sus par-
tes. La flecha azul representa el flujo de agua, mientras que los puntos naranjas repre-
sentan el zooplancton.
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·	 Malla: estructura reticular formada por monofilamentos generalmente de nailon, 
aunque antes de los años ochenta del siglo XX las redes se fabricaban con algo-
dón. La luz de malla determina el tamaño mínimo de partículas que pueden ser 
retenidas, definiendo así la selectividad de la red. Se recomienda utilizar una luz 
de malla equivalente al 75 % de la anchura mínima del rango de organismos que 
se requiere analizar (Omori y Ikeda, 1984).

·	 Colector o copo: parte final de la red donde se acumulan y retienen los organismos. 
Como su nombre indica, está diseñado específicamente para recolectar el plancton 
concentrado. Debe contar con dos o cuatro ventanas cubiertas con malla, que per-
miten la salida del agua y evitan la formación de corrientes de retorno hacia afuera 
de la red (Omori y Ikeda, 1984).

Tipos de red
No existe un único modelo de red de zooplancton que sea adecuado para todo tipo de or-
ganismo. Por lo tanto, la elección del equipo debe responder a los objetivos específicos de 
cada estudio. A continuación, se describen algunos de los modelos más utilizados para el 
estudio del plancton gelatinoso. En estos modelos, características como el diámetro de la 
boca de la red o la luz de malla pueden variar según las especies que se desee muestrear 
y el tipo de muestreo que se vaya a realizar (Wiebe y Benfield, 2003). Estas redes están 
diseñadas para recolectar parte de la megadiversidad de la comunidad del zooplancton. 
Hasta donde sabemos, no existe aún un tipo de red especialmente diseñada para recolec-
ción de zooplancton gelatinoso.
·	 Red simple: la boca de la red es cilíndrica y la malla es cónica o en ocasiones cilindro-
·	 cónica para incrementar su eficiencia de filtración hasta el extremo final, donde se 

sitúa el colector. Es la red más sencilla y la que permite mayor versatilidad en los 
tipos de arrastre superficial (horizontal), oblicuo o vertical. Por ejemplo, este tipo de 
red se usó para estudiar la distribución del zooplancton gelatinoso en dos localida-
des de la costa argelina (mar Mediterráneo) en función de las variables ambientales 
(Khames et al., 2023).

·	 Red neustónica: esta red está diseñada para muestrear el plancton localizado en los 
primeros centímetros de la columna de agua. La boca es rectangular y tiene dos flo-
tadores, uno a cada lado. La boca de red se suele caracterizar por tener dimensiones 
mayores que las de otros tipos de red y por ser cuadrada (por ejemplo, 1 m x 1 m) o 
más ancha que alta (por ejemplo, 1 m x 0.4 m). Este tipo de red se usó en un estudio 
que caracteriza los cambios estacionales de zooplancton gelatinoso epipelágico en 
función de los cambios ambientales en el mar Rojo (Sola et al., 2019).

·	 Red Bongo: este tipo de red está compuesta por dos redes de boca cilíndrica unidas 
por un eje, donde se anclan el cabo de arrastre y el depresor. Las mallas de cada red 
pueden tener tamaños iguales o diferentes. Si son iguales, solo es necesario colocar 
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un flujómetro en una de las bocas; si son diferentes, se debe colocar uno en cada red, 
ya que el volumen de filtrado será diferente. A modo de ejemplo, este tipo de red fue 
una de las que usaron los autores de un estudio sobre la distribución a escala inter-
media de Pyrosoma atlanticum durante el invierno en el noroeste del Mediterráneo 
(Pastor-Prieto et al., 2022).

·	 Redes MOCNESS: como sus siglas indican, “Multiple Opening/Closing Net and En-
vironmental Sensing System” es un sistema de redes diseñado para realizar mues-
treos de múltiples estratos en un mismo lance oblicuo. Este sistema cuenta con va-
rios modelos que varían en el tamaño de la boca de la red (de 0.25 m² a 20 m²), la luz 
de malla (de 64 µm a 3 mm) y el número de redes (entre 5 y 20) (Wiebe et al., 1985). 
Las redes suelen ser oscuras para minimizar la evasión de los organismos. Cuantas 
más redes tenga el sistema, más estratos de la columna de agua se podrán mues-
trear en un solo lance.

La apertura y cierre de las redes se controla mediante un único cable óptico 
conectado a la cubierta del barco. Además, estas redes están equipadas con senso-

Figura 3. Tipos de redes planctónicas más usadas para recolección de zooplancton 
gelatinoso.
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res que miden en tiempo real datos ambientales como temperatura, profundidad 
y conductividad (CTD), oxígeno disuelto (oxímetro) o concentración de clorofila-a 
(Wiebe et al., 1985). Este sistema es ideal para estudiar la distribución vertical de las 
especies y los patrones de migración vertical diaria. Antes de la existencia de estas 
redes, era mucho más complicado y lento realizar estudios enfocados en la distribu-
ción vertical. Su aparición permitió estudiar fenómenos que requieren un muestreo 
más rápido y eficiente, como la migración vertical diaria (Wiebe y Benfield, 2003). 
Por ejemplo, se usó en un estudio para determinar los patrones de migración ver-
tical diurna de Salpa fusiformis en diferentes puntos del noroeste del Mediterráneo 
(Pascual et al., 2017).
El tipo de red utilizada debe estar en consonancia con la logística del muestreo. Por 

ejemplo, una red MOCNESS requiere un buque de mayor envergadura equipado con sis-
temas de grúa hidráulica y cable óptico para su operación, mientras que una red simple 
puede emplearse en una embarcación pequeña y manipularse manualmente para su 
lanzamiento y recogida por una sola persona (Wiebe et al., 2015).

Tipos de arrastre
El arrastre de una red planctónica se puede realizar de manera vertical, horizontal, obli-
cua o en arrastre estratificado (Figura 4) (Kingsford y Battershill, 1998; Wiebe et al., 2015).
·	 Arrastre vertical: se realiza sin movimiento, lanzando la red hasta la profundidad 

deseada y recogiéndola a una velocidad de entre 0.7 y 1 m/s. Permite estudiar el 
zooplancton gelatinoso integrando toda la columna de agua en un punto concreto. 
Por ejemplo, en el estudio sobre la diversidad de zooplancton gelatinoso en la costa 
argelina (Khames et al., 2023), se utilizó una red simple que fue arrastrada vertical-
mente desde los 60 m de profundidad hasta la superficie, en doce ocasiones distri-
buidas a lo largo del año en cada una de las dos localidades estudiadas. 

·	 Arrastre horizontal: se realiza en movimiento, siempre a una misma profundidad, tí-
picamente en la superficie o cerca de la superficie del mar. Permite muestrear el zoo-
plancton gelatinoso en un transecto y analizar los organismos dentro de ese rango 
de profundidad. Por ejemplo, este tipo de arrastre se usó en el estudio del plancton 
gelatinoso epipelágico en la costa central del mar Rojo (Sola et al., 2019).

·	 Arrastre oblicuo: se realiza desde una mayor profundidad con el barco en movimien-
to. A medida que se arrastra, se va reduciendo la profundidad y de esta manera se 
puede muestrear un determinado transecto integrando todas las profundidades. Este 
tipo de muestreo puede aportar datos representativos de una zona, pero se pierde la 
variabilidad entre estratos de distintas profundidades. En este caso, resulta especial-
mente útil si se desea realizar transectos que abarquen un rango de profundidades, 
por ejemplo, de 0 a 500 m, como se puede ver en un estudio de Pastor-Prieto et al. 
(2022) sobre la distribución de P. atlanticum durante el invierno a nivel de mesoescala.
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·	 Arrastre estratificado: en este tipo de arrastre se muestrea el plancton gelatinoso en 
distintos estratos de la columna de agua. Normalmente, se realiza con sistemas de 
múltiples redes, como la MOCNESS o la red Tucker, por ejemplo, y las capturas den-
tro de cada estrato pueden ser en arrastre oblicuo u horizontal. El estudio sobre la 
migración vertical diurna de Salpa fusiformis utiliza un arrastre estratificado (Pascual 
et al., 2017).

Recolección de organismos vivos para cultivo y experimentos 
en laboratorio
Diversas especies costeras pueden recolectarse fácilmente en aguas superficiales desde 
una pequeña embarcación o practicando esnórquel. Para la recolección, dependiendo del 
tamaño de los organismos que se requiera muestrear, los recipientes de vidrio con bordes 
lisos (vasos o frascos) son lo más adecuado, ya que la mayoría de los tentáculos de cnida-
rios no se adhieren al vidrio con la misma facilidad que al plástico (Raskoff et al., 2003). Si 
los especímenes son de mayor tamaño, pueden recolectarse con una red de cuchara, en 
cubetas o bolsas plásticas —estas últimas son más adecuadas para evitar cualquier roce 
o adherencia— (Tilves et al., 2018). Para algunas especies más resistentes puede hacerse 
uso de redes de inmersión manual o de pequeñas redes de plancton para atraer los espe-
címenes a la embarcación o a la superficie (Raskoff et al., 2003), y después usar alguno de 
los materiales previamente mencionados para su recolección. Para este propósito, es pre-
ferible que la luz de malla sea lo más pequeña posible, ya que las de mayor tamaño pue-
den dañar el tejido gelatinoso (Raskoff et al., 2003). La malla más efectiva para redes de 
inmersión manuales es aquella sin nudos, hecha de material suave y con forma de bolsa. 
Es muy importante minimizar el estrés y la perturbación de los organismos recolectados, 

Figura 4. Diferentes clases de arrastre de red planctónica, dependiendo del tipo de 
muestreo.
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así como evitar la introducción de burbujas de aire en su cavidad corporal, ya que estas 
son difíciles de eliminar y pueden causar embolias tisulares.

Existe una gran diversidad de especies que no se encuentran en la interfaz aire-agua, 
por lo que se requiere de otros métodos de recolección. El buceo con equipo autónomo es 
una de las opciones. Entre estas opciones, el buceo en aguas oscuras (blackwater) es una 
modalidad que se lleva a cabo durante la noche en aguas oceánicas, que ha proporcio-
nado, entre otros resultados, información hasta entonces inexistente sobre la apariencia 
y el comportamiento de larvas de peces y organismos invertebrados epipelágicos, entre 
ellos, diferentes medusas y salpas (Villanueva et al., 2024). Por ejemplo, ha permitido 
identificar adaptaciones morfológicas en larvas de peces epipelágicos que imitan a inver-
tebrados nocivos, como cnidarios, lo que sugiere el uso del mimetismo batesiano como 
estrategia de defensa contra depredadores (Johnson et al., 2025). Siguiendo las medidas 
de seguridad establecidas, las técnicas de buceo en mar abierto permiten una recolección 
segura y eficaz de especímenes, así como la observación de su comportamiento en su en-
torno natural sin perturbaciones.

Para la recolección de organismos en profundidades mayores a las permitidas por el 
buceo seguro, o cuando las condiciones de inmersión no son óptimas, pueden emplearse 
diversas redes desplegadas desde la superficie, siempre que se trate de una especie rela-
tivamente resistente. Las redes de arrastre de aguas intermedias y de fondo, así como las 
redes de plancton, han demostrado ser efectivas en la captura de organismos gelatinosos 
siguiendo ciertas pautas: velocidades de arrastre reducidas (aproximadamente 1 km/h), 
periodos cortos, y colectores amplios y sin ventanas laterales, para minimizar la turbulen-
cia dentro del sistema de recolección y daño morfológico. 

En zonas profundas donde el uso de redes no es viable, los sumergibles y vehículos 
operados remotamente (ROV) han resultado ser una muy buena opción, permitiendo re-
colectar especies gelatinosas de manera totalmente segura, aunque el costo operativo 
es típicamente elevado. Algunos de estos vehículos están equipados con unos cilindros 
abiertos en ambos extremos, lo que permite al piloto maniobrar el vehículo para encap-
sular cuidadosamente al organismo antes de cerrar el contenedor. Sin embargo, algunas 
especies son tan frágiles que no han sobrevivido ni siquiera a estos métodos de recolec-
ción más sutiles.

Fijación y preservación de las muestras
Inmediatamente después de recolectar las muestras de zooplancton gelatinoso, se re-
quiere fijarlas lo antes posible para minimizar su deterioro. El tipo de fijación dependerá 
del tipo de análisis que se quiera realizar posteriormente.

El análisis taxonómico morfológico y cuantitativo requiere que los organismos con-
serven su forma y, en la medida de lo posible, su color. Para ello, tradicionalmente se 
emplea una solución de formaldehído al 4 % saturada con borato de sodio (bórax) di-
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suelto en agua de mar, especialmente utilizada para la mayoría del zooplancton gelati-
noso. También se podría emplear etanol al 70 al 95 %, pero hay que tener en cuenta que 
la muestra perderá completamente el color. En el caso de las especies gelatinosas más 
frágiles, como los ctenóforos, se recomienda el uso de Lugol (5 a 20 %) en lugar de formol 
(Engell-Sørensen et al., 2009). Una vez fijadas, las muestras pueden mantenerse a tem-
peratura ambiente preferentemente en la oscuridad.

Cabe destacar que estas sustancias fijadoras, como el formol y particularmente el 
etanol, suelen provocar la contracción de los organismos durante la fijación, lo que pue-
de dificultar su análisis morfológico posterior para la identificación taxonómica. Por esta 
razón, es recomendable realizar un paso previo de relajación. En el caso de los cnidarios, 
por ejemplo, se emplean cristales de mentol o cloruro de magnesio para inducir la re-
lajación antes de la fijación definitiva (Arossa et al., 2022). Si el objetivo es un análisis 
genético y filogenético, se puede utilizar etanol al 70 % o al 95 % no desnaturalizado (el 
desnaturalizado rompe y compromete el material genético de la muestra), ya que este 
tipo de análisis tolera cierto grado de fragmentación del ADN. Este etanol debe cambiar-
se totalmente a las 24 horas y después mantener las muestras en refrigeración y en la 
oscuridad. Alternativamente, para realizar estudios ómicos (genómicos, transcriptómi-
cos, epigenéticos, etc.), donde se requiere ADN genómico de alta calidad (con muy baja 
fragmentación) o ARN conservado, no se debe usar etanol. Se recomienda congelar rá-
pidamente las muestras, idealmente con nitrógeno líquido o hielo seco, o bien usar pro-
ductos específicamente diseñados para la preservación de ADN y ARN como RNAlater®. 
Si las muestras se van a analizar en un tiempo relativamente corto, pueden mantenerse 
a -20 °C; sin embargo, para almacenamiento prolongado es recomendable conservarlas a 
-80 °C. La congelación también es el método de fijación ideal para otros análisis, como 
los de isótopos estables o de componentes bioactivos (lípidos, proteínas, etcétera) (Leo-
ne et al., 2015; MacKenzie et al., 2017).

En conclusión, el muestreo del plancton gelatinoso requiere métodos adaptados 
a su fragilidad y distribución irregular. La elección del método dependerá del objetivo 
del estudio y la calidad deseada de las muestras. Si se intenta no dañar ni extraer a los 
organismos, las técnicas de observación in situ mediante ROV y sensores ópticos o acústi-
cos son las más adecuadas. En cambio, si se tolera cierto grado de deterioro, las redes de 
zooplancton son sumamente útiles para estudios de densidad en función del espacio y el 
tiempo. Para experimentación, la recolección individual es el método ideal. Finalmente, 
la preservación de las muestras dependerá del tipo de análisis posterior.
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El cultivo de zooplancton gelatinoso, previamente restringido a unos pocos biólogos 
marinos, ha cobrado una atención significativa desde su inicio a principios del siglo 
XX. El creciente interés global del cultivo de medusas y de otro zooplancton gelatino-
so deriva de sus múltiples aplicaciones en la investigación, así como de su uso como 
fuentes de alimento y para exhibiciones en zoológicos y acuarios. Desde los primeros 
montajes experimentales hasta metodologías específicas, acuaristas, técnicos e inves-
tigadores han refinado técnicas para cultivar estas delicadas criaturas, abordando los 
desafíos que plantea su biología, particularmente en lo que respecta a sus complejos 
ciclos de vida. Este capítulo está destinado principalmente a servir como punto de par-
tida para aquellos que no están familiarizados con el cultivo de zooplancton gelatino-
so, pero también para usuarios más avanzados que buscan consejos específicos para 
especies concretas, a través de una recopilación exhaustiva de información y recursos 
disponibles de manera accesible e ilustrada. Primero, comenzamos con los orígenes de 
la acuicultura de zooplancton gelatinoso, seguido de una sección técnica con algunas 
consideraciones sobre la calidad del agua y los diseños de tanques actualmente dispo-
nibles, los requisitos de cultivo para los principales grupos de zooplancton gelatinoso, 
ejemplos de métodos de cultivo específicos por especie, recomendaciones y desafíos 
actuales, y las contribuciones de instituciones pioneras que muestran prácticas de van-
guardia en el cultivo de zooplancton gelatinoso.
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Sobre el origen 
y la necesidad del cultivo de organismos gelatinosos

Los orígenes del cultivo de zooplancton gelatinoso: desde los trabajos pioneros 
hasta la actualidad
El cultivo de zooplancton gelatinoso ha avanzado significativamente en las últimas dé-
cadas, con tanques altamente sofisticados que logran mantener vivos y sanos a animales 
de extrema fragilidad, caracterizados por su elevada demanda de agua y alimento de alta 
calidad. Sin embargo, esto solo ha sido posible gracias al esfuerzo y la perseverancia de 
los trabajos pioneros de finales del siglo XIX y principios del XX, coincidiendo con la fas-
cinación del Art Nouveau por estos animales y los dibujos de Ernst Haeckel, que llevaron 
a la creación de exquisitos modelos de vidrio por parte del dúo Blaschka, conformado por 
padre e hijo (Figura 1A-B). Estos modelos fueron realizados con una finalidad eminente-
mente estética, aunque sí servían para dar una idea más realista del porte de animales de 
fragilidad extrema. Los animales eran recolectados cuidadosamente en la superficie del 
agua. De este modo mantenían su integridad, revelando formas más naturales que fue-
ron recreadas en las esculturas de los Blaschka y sirvieron de inspiración posterior para 
naturalistas como Ernst Haeckel.

Los primeros intentos de cultivar medusas se remontan a finales del siglo XIX, cuan-
do Maude Jane Delap, una bióloga marina irlandesa autodidacta, capturó medusas en la 
isla Valentia (suroeste de Irlanda) y alrededores, y las estudió en su laboratorio casero. A 
pesar de ser la primera en observar y documentar el ciclo de vida de varios escifozoos ex 
situ (ver más abajo para referencias), su figura y la relevancia de su investigación no reci-
ben, a día de hoy, suficiente reconocimiento.

En 1895, Edward T. Browne llegó a Valentia para estudiar plancton y medusas, convir-
tiéndose en mentor de Maude Delap. Maude, junto con su hermana Constance, lo ayudó 
a recolectar y documentar varias especies de medusas. Después de su estudio, Browne 
regresó a Plymouth y continuó experimentando con medusas en un medio controlado. 
Sus intentos fracasaron constantemente hasta que descifró el aspecto más notorio del 
diseño de tanques para medusas, que sigue plenamente vigente hoy: “para mantener 
medusas vivas en un acuario, es necesario tener el agua en movimiento para que una me-
dusa pueda flotar como lo hace en el mar, sin tener que pulsar constantemente su campa-
na” (Browne, 1899). Su invención, el “tarro de émbolo” (plunger jar, Figura 1E), facilitaba la 
circulación del agua, prolongando así la supervivencia de algunas especies de medusas.

En paralelo, Maude continuó experimentando en su laboratorio casero. En 1899, co-
menzó a investigar el desarrollo de la medusa Chrysaora hysoscella desde larvas plánulas 
hasta éfiras. Maude mantenía sus pólipos y medusas en simples cuencos y frascos trans-
parentes, pero con mucha perseverancia y un cuidado adecuado que incluía cambios de 
agua diarios. Sus detalladas observaciones sobre los hábitos alimenticios le permitieron 
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proporcionar la primera evidencia que vinculaba la dieta de las medusas con su crecimien-
to y su mortalidad. Su éxito culminó el 8 de julio de 1900, cuando logró obtener un indivi-
duo de C. hysoscella de tamaño adulto, convirtiéndose así en la primera en observar el ciclo 
de vida completo de una medusa en un medio controlado, lo cual fue publicado en The 
Irish Naturalist (Delap, 1901) (Figura 1C-D). Delap continuó sus investigaciones pioneras, 

Figura 1. Técnicas pioneras de arte y cultivo de zooplancton gelatinoso. A-B Modelos 
de medusas de vidrio creados por los artistas alemanes Blaschka; C-D Ilustraciones de 
Delap en 1901 que muestran las diferentes etapas del ciclo de vida de la medusa Chrysaora 
hysoscella; E El tarro de émbolo (plunger jar), el primer sistema para mantener animales 
suspendidos en la columna de agua descrito por Browne en 1899; F El planktonkreisel di-
señado por Greeve en 1968, precursor de los tanques kreisel actuales, ampliamente uti-
lizados para el cultivo de zooplancton gelatinoso. Imágenes: A-B Wikimedia Commons; 
C-D The Irish Naturalist 10(2), febrero, 1901; E Journal of the Marine Biological Association of the 
United Kingdom 5(2); F Marine Biology 1, 1968.
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publicando estudios adicionales sobre la cría de otras especies de medusas como Cyanea 
lamarckii (Delap, 1905), Aurelia aurita y Pelagia noctiluca (Delap, 1906). Maude Delap fue 
autora de todos sus artículos científicos, lo cual era muy poco común para la época, desa-
fiando así las normas de género en el ámbito científico.

Durante los años siguientes, Maude mantuvo correspondencia con Edward Browne y 
compartió con él su abundante conocimiento y las observaciones que realizó sobre varias 
especies de hidromedusas y sus pólipos. Estas observaciones fueron fundamentales para 
resolver varios ciclos de vida en Hydrozoa (p. ej., Browne, 1907). Más tarde, en el mismo 
siglo, el primer tanque de recirculación específico para medusas fue descrito por el ecó-
logo alemán Wulf Greve (Greve, 1968): el planktonkreisel. Greve documentó una forma in-
novadora de conservar medusas en un acuario siguiendo el mismo principio descrito por 
Browne: mantener a los animales flotando y alejados del fondo. Esta vez, la rotación del 
agua se logró mediante un compresor de aire, generando burbujas que movían el agua 
desde el embudo inferior a un nivel más alto en la columna central, que a su vez empu-
jaba el agua en dirección a un sifón colocado en el fondo del acuario, sostenido por un 
fondo de arena fina (Figura 1F). El posterior desarrollo del kreisel constituyó un punto de 
inflexión en el cultivo de medusas y permitió simular patrones de circulación con un flujo 
laminar más natural y suave. Las técnicas de cultivo de medusas más refinadas comenza-
ron a expandirse significativamente a finales del siglo XX y en el siglo XXI, y se describen 
en detalle en las siguientes secciones de este capítulo.

¿Por qué cultivar zooplancton gelatinoso?
La década de 1990 vio un auge de acuarios públicos que exhibían medusas, con una de-
manda creciente que derivó en la necesidad de protocolos de cultivo fiables y eficientes 
(Knowles, 2016). Hoy, el cultivo de zooplancton gelatinoso no solo se limita a una finali-
dad divulgativa, sino que también es una pieza clave en la investigación básica y aplicada 
en múltiples campos, desde la neurobiología (Burkhardt et al., 2023) y la toxicología (Rin-
gwood et al., 2025), hasta la biomecánica (Costello et al., 2021), entre muchos otros (Duar-
te et al., 2022). Las medusas son un alimento tradicional en los mercados asiáticos (Omori 
y Nakano, 2001), con un creciente interés en los mercados occidentales (Torri et al., 2020). 
Se consumen más de 35 especies, predominantemente del orden Rhizostomeae (Brotz 
et al., 2017; Reinicke et al., 2024). Los avances en el cultivo de medusas podrían abordar 
de manera eficiente las limitaciones derivadas de las fluctuaciones estacionales en su 
suministro, minimizando en parte los impactos inherentes a la pesca extractiva. Varias 
industrias a gran escala también se benefician de los bioproductos obtenidos a partir de 
las medusas. Las medusas proporcionan compuestos bioactivos con aplicaciones poten-
ciales en una amplia gama de ámbitos, desde las industrias nutracéutica, cosmética y far-
macéutica hasta los sectores agrícolas y ambiental. Sus tejidos gelatinosos y proteínas 
se están explorando para la cicatrización de heridas y como agentes antiinflamatorios 
(por ejemplo, De Domenico et al., 2019; Lv et al., 2022), como fertilizantes (Emadodin et 
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al., 2020) y por su potencial en la captura de contaminantes plásticos (Lengar et al., 2021), 
entre otras aplicaciones.

El éxito del cultivo de zooplancton gelatinoso enfrenta desafíos biológicos y téc-
nicos, como la optimización de técnicas de cultivo masivo, la gestión de la variabilidad 
en las poblaciones silvestres y la atención a los requisitos nutricionales y reproductivos 
específicos de cada especie. Además, algunas medusas son medusívoras, por lo que 
dependen de especies gelatinosas para su sustento, lo que complica su mantenimien-
to cuando sus presas preferidas no se cultivan fácilmente. Los esfuerzos actuales en el 
campo del cultivo de animales gelatinosos se centran en mejorar los sistemas de cultivo 
para la producción masiva, desarrollar prácticas sostenibles y explorar aplicaciones en 
la bioeconomía azul. Existe un potencial significativo para que el cultivo de medusas se 
extienda como una solución sostenible en la producción de alimentos, la biotecnología 
y la divulgación científica.

Sistemas de cultivo y diseño de tanques 
para zooplancton gelatinoso
Los diseños de tanques y los sistemas de filtración forman la columna vertebral del man-
tenimiento de zooplancton gelatinoso, asegurando que estos organismos tan delicados 
prosperen en acuarios. Al adaptar los tanques a las necesidades específicas de cada es-
pecie e incorporar sistemas avanzados de filtración, regulación de flujo e iluminación, 
incluso las especies más desafiantes pueden alcanzar altas tasas de supervivencia y un 
crecimiento saludable. La innovación continua en estas áreas será crítica para la futura 
expansión de la acuicultura de medusas y de otro zooplancton gelatinoso.

Factores a considerar antes de empezar el cultivo
Las técnicas de cultivo de zooplancton gelatinoso han progresado significativamente en 
los últimos años, con tanques especializados que proporcionan un flujo de agua adecua-
do para evitar daños a sus comúnmente frágiles y delicados cuerpos gelatinosos. Antes 
de abordar los diferentes tanques y sistemas de cultivo, presentamos una lista de aspec-
tos relacionados con los sistemas de filtración que deben tenerse en cuenta durante las 
primeras etapas de la planificación de un sistema de cultivo de medusas u otros animales 
gelatinosos. La calidad del agua y la monitorización de los parámetros fisicoquímicos, 
una filtración eficiente, fuentes y regímenes de alimentación idóneos y una iluminación 
adecuada son cruciales para un crecimiento óptimo y para minimizar enfermedades.

El agua de mar
Las medusas son organismos marinos que dependen de agua de mar de alta calidad para 
su supervivencia y mantenimiento exitoso. Existen dos fuentes de agua marina: natural y 
artificial, cada una con sus ventajas e inconvenientes.
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·	 Agua de mar natural. Debe ser recolectada de áreas no contaminadas. Depen-
diendo de las necesidades de la especie a cultivar, puede usarse directamente no 
tratada, o bien tras una combinación de filtración mecánica hasta 1 µm, tratada 
con filtración UV-C o autoclavada. Sin embargo, es importante enfatizar que la 
calidad del agua de mar natural puede variar a lo largo del año, especialmente 
tras blooms importantes de fitoplancton en época de aumento de temperaturas 
o tras eventuales vertidos de residuos, entre otros, por lo que los controles ruti-
narios de los parámetros físicoquímicos son necesarios para garantizar una pro-
visión de agua adecuada.

·	 Agua de mar artificial. Esta opción se utiliza a menudo cuando no hay una fuente 
de agua de mar natural disponible en las inmediaciones de la zona de cultivo. Se 
consigue mezclando agua de ósmosis inversa con una mezcla de sal comercial o 
una fórmula de laboratorio especialmente diseñada. La principal ventaja de utili-
zar agua de mar artificial es que permite un control preciso sobre cada elemento 
en la mezcla, lo que puede ser ventajoso para experimentos fisiológicos o de com-
portamiento. Sin embargo, puede ser cara y, con el tiempo, la ausencia de ciertos 
oligoelementos puede obstaculizar la capacidad de algunas especies para prosperar 
en estas condiciones.

Sistema de filtración para el cultivo de zooplancton gelatinoso
La calidad y estabilidad de los parámetros del agua son cruciales para mantener satisfac-
toriamente un cultivo de zooplancton gelatinoso. Dependiendo de la fuente de agua de 
mar, el cultivo se puede mantener en un sistema abierto o en un sistema de recirculación 
(ya sea semiabierto o cerrado). En el caso de un sistema de recirculación, los sistemas de 
filtración son esenciales para el cultivo de los animales, asegurando alimentación ópti-
ma, calidad del agua y estabilidad ambiental. 

Un sistema bien diseñado típicamente incorpora los siguientes componentes:

·	 Circulación y filtración del agua (Figura 2).
1.	 Un aljibe (sump) recoge el agua utilizada por los tanques de crecimiento o exhi-

bición y lleva a cabo la filtración mecánica y biológica. Una bomba devuelve el 
agua de este aljibe al tanque.

2.	 La filtración mecánica elimina partículas más grandes a través de capas de ma-
lla (por ejemplo, capas de 500 µm a 50 µm), mientras que la filtración biológica 
(por ejemplo, biobolas) fomenta la presencia de bacterias nitrificantes benefi-
ciosas que convierten el amoníaco en nitrito y este en nitrato.

3.	 Los esterilizadores UV eliminan patógenos y microorganismos no deseados, 
protegiendo la salud de los animales.

4.	 El espumador de proteínas elimina desechos orgánicos aprovechando su adhe-
rencia a las burbujas que genera en la columna o cámara de reacción.
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·	 Control de la temperatura del agua. Las enfriadoras y los calentadores equipados 
con termostatos mantienen rangos de temperatura específicos adecuados para 
cada especie, los cuales varían significativamente entre las especies de medusas de 
aguas frías y las tropicales.

·	 Regulación del flujo del agua. Las flautas de impulsión (spray bars) crean corrientes 
de agua para mantener a los animales en suspensión, evitando la formación de bur-
bujas de aire dentro de los tanques. Las burbujas de aire pueden quedar atrapadas 
en las umbrelas o en la cavidad gastrovascular de las medusas, causando daños fí-
sicos. Se debe prestar especial atención al caudal, ya que diferentes especies tienen 
requisitos de flujo específicos. La principal ventaja de los sistemas impulsados por 
aire es su sencillez y bajo coste, aunque su mayor inconveniente es conseguir un flu-
jo adecuado para la especie en cuestión.

·	 Iluminación y fotoperiodo. Ciertas medusas pueden sobrevivir a condiciones y ci-
clos de luz irregulares y a variaciones en la intensidad de la luz en acuarios, pero es 
muy recomendable regular estas condiciones cuando esto sea posible, con el fin de 
disminuir el estrés de los animales. Los cultivos deben evitar la luz solar directa para 
prevenir la fotooxidación y el exceso de calor, utilizando fotoperiodos de bajo nivel o 
de días cortos (10 a 12 horas de luz) para minimizar el crecimiento de algas. Algunos 
cultivos pueden mantenerse en luz tenue o en la oscuridad para asegurar una distri-
bución uniforme de larvas y presas.

El fotoperiodo es crucial para los ciclos reproductivos de muchas medusas, y el 
desove suele ocurrir en momentos específicos. A menudo, las fases larvarias son ini-
cialmente atraídas por la luz, pero la evitan a medida que maduran, lo que puede 
afectar su crecimiento y comportamiento bajo iluminación artificial.

Para especies fotosintéticas como Cassiopea, Cotylorhiza, Mastigias y Phyllorhiza, 
la intensidad y los espectros de luz adecuados son esenciales para aportar a sus al-
gas endosimbióticas las longitudes de onda necesarias (Pierce, 2005).
Mantenimiento y monitorización. La limpieza regular de las mallas y las superfi-
cies del tanque previene el crecimiento de algas y otro biofouling no deseado, mien-
tras que la monitorización frecuente de los parámetros clave del agua (por ejemplo, 
temperatura, salinidad, pH, oxígeno disuelto, potencial redox, amoníaco, nitritos y 
nitratos) garantiza un ambiente estable.
Cultivos auxiliares. Las microalgas vivas (como Nannochloropsis o Tetraselmis), los 
rotíferos vivos (Brachionus), los nauplios de Artemia y los copépodos son a menudo 
esenciales para que ciertas especies de zooplancton gelatinoso prosperen en condi-
ciones de cultivo. Otras especies son menos exigentes y pueden alimentarse con su-
ministros congelados o pellets. Algunas especies altamente especializadas pueden 
requerir un cultivo paralelo de otras especies como copépodos vivos, Mysis u otras 
especies de zooplancton gelatinoso. Puede encontrarse más información sobre cul-
tivos auxiliares en Bubel et al., 2018; Garg et al., 2024 y Soto-Angel et al., 2024.
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Figura 2. Elementos principales en un aljibe para filtración. A vista lateral y B vista su-
perior; E Enfriadora; FM Filtro mecánico; FB Filtro biológico; EP Espumador de proteí-
nas; BE Bomba hacia la enfriadora; BR Bomba de retorno al kreisel. Flechas: Azul claro, 
agua de mar limpia; marrón, agua de drenaje desde el kreisel o hacia la evacuación; rojo, 
agua antes de la regulación de temperatura por la enfriadora; azul oscuro, agua después 
de la regulación de temperatura por la enfriadora; verde, agua limpia y termorregulada 
hacia el kreisel.

Principales tipos de tanque para el cultivo de zooplancton gelatinoso
Debido a su modo de vida pelágico, la mayoría de las medusas y de otro zooplancton ge-
latinoso requieren tanques específicos para evitar hundirse y poder permanecer suspen-
didas permanentemente en la columna de agua, a la vez que se minimiza el contacto con 
las superficies del tanque (Baker, 1963; Greve, 1968). El cultivo de animales gelatinosos se 
ha beneficiado significativamente del desarrollo continuado de tanques especializados 
y sofisticados sistemas de filtración que atienden los más estrictos requisitos biológicos. 
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Su diseño garantiza condiciones óptimas, facilitando un crecimiento saludable en las 
diversas fases del ciclo vital, desde pólipos (de haberlos) hasta individuos adultos. Esta 
sección explora los diferentes diseños de tanques conocidos hasta la fecha y los sistemas 
de filtración asociados, enfatizando su importancia para mantener la calidad del agua y 
proporcionar una dinámica de flujo del agua adecuada para los diferentes grupos de zoo-
plancton gelatinoso. Se proporcionan gráficos que ilustran los patrones de flujo de agua 
y los diseños de los diferentes tanques para comparar la funcionalidad y aplicabilidad de 
estos diseños, enfatizando la necesidad de adaptar el tipo de tanque y el flujo de agua a 
la biología y el ciclo de vida de las especies objetivo. Cabe destacar que reguladores de 
flujo adicionales (como válvulas de distintos tipos) pueden intercalarse en varios puntos 
del circuito, facilitando una regulación del caudal del agua a varios niveles, que suele tra-
ducirse en una mayor precisión.
·	 Kreisel. Este tanque está considerado como el estándar para el cultivo de medusas 

y su uso está ampliamente extendido en acuarios y centros de investigación en todo 
el mundo (Raskoff et al., 2003). Inspirado en el “meteor-planktonkreisel” de Greve 
(Greve, 1975), Hamner (1990) desarrolló el diseño que conocemos hoy como kreisel 
(Figura 3A). Este tanque circular cuenta con un frente y un fondo planos y una en-
trada de agua que crea un flujo laminar circular suave, que a su vez produce una 
cortina de agua sobre el filtro de salida, previniendo que los animales salgan o que-
den retenidos por él. En condiciones idóneas, el flujo de agua del kreisel evita que 
los animales choquen contra las paredes del tanque y asegura que permanezcan 
suspendidos en la columna de agua. Para éfiras y animales pequeños, a menudo se 
utiliza un sistema cerrado (sin salida), donde una entrada de aire controlada genera 
el movimiento del agua. Este diseño recibe el nombre de air-kreisel o bubble-kreisel 
(Figura 3B).

Recientemente, Ballesteros et al. (2022a) introdujeron un diseño innovador y 
versátil que combina un air-kreisel con un sistema de recirculación, permitiendo el 
cambio de agua a través de una malla intercambiable de 150 µm. Este nuevo diseño 
asegura una calidad óptima del agua y minimiza el trabajo de mantenimiento al 
cultivar especímenes pequeños.

·	 Kreisel de doble giro (stretch kreisel). Estos tanques rectangulares con dos giros 
(uno en sentido horario y otro en sentido antihorario) producen un flujo que fomen-
ta que las medusas se congreguen en el centro del tanque (Figura 3C). Este diseño 
es ideal para especies de natación activa que se orientan naturalmente hacia las co-
rrientes, como las de la familia Pelagiidae.

Un buen ejemplo de este tipo de kreisel es el “lago de medusas” en el Acua-
rio de Sumida (Japón), donde mantienen alrededor de 500 medusas luna (Aurelia 
sp.). Este “lago” es el resultado de colocar un tanque kreisel tumbado en horizon-
tal. A los japoneses les encanta observar a los koi desde una vista superior en un 
estanque o un tanque. Inspirados en esto, desarrollaron un tanque similar para 
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medusas (comunicación personal de T. Oyama, conservador general del Acuario 
de Kioto y Sumida).
Pseudokreisel. Un kreisel modificado, el pseudokreisel, tiene un perfil cuadrado con 
esquinas redondeadas y ofrece un patrón de flujo similar, aunque no laminar, con un 
diseño más simple y rentable (Figura 3D). Es adecuado para especies menos sensi-
bles al contacto con la superficie del tanque, como Mnemiopsis leidyi, Bolinopsis mikado 
o Aurelia aurita.
Tanques cuadrados o rectangulares. Cualquier tanque rectangular puede ser modi-
ficado como pseudokreisel, lo que los hace altamente personalizables, de fácil adap-
tación y de coste reducido (Figura 3E). El tanque rectangular para medusas fue in-
troducido por primera vez por Ward (1974). Luego, el Acuario de Kamo modificó el 
concepto inicial para crear un diseño único y popularizó este tanque en Japón (Miyake 
et al., 2012; Miyake y Lindsay, 2013; Purcell et al., 2013; Minemizu et al., 2015; Murakami, 
2016; Ikeda et al., 2022; 2023; Murai, 2024). El modelo japonés se caracteriza por dos 
entradas de agua en forma de flautas de impulsión, una que fluye en el fondo del 
tanque y la segunda que fluye en el filtro de la pared trasera horizontalmente, con 
pantallas de salida ajustables para regular la intensidad del flujo (Figura 3F).
Tanque rectangular de captación de éfiras (Rectangular Screened Flow-Through 
Tank). Estos sistemas vinculan un tanque de cultivo de pólipos a un tanque de captu-
ra de éfiras adyacente que presenta una pantalla con una malla fina (100 a 500 µm) 
con forma de arco circular (Figura 3G). El flujo de agua permite que las éfiras libera-
das sean transportadas de manera segura al tanque de captura sin sufrir daños. La 
pantalla con malla fina impide que las éfiras se vayan por el desborde. La limpieza 
regular de dicha malla es crucial para prevenir obstrucciones y mantener la calidad 
del agua.
Tanques con fondo en V. Estos tanques, popularizados por el Acuario de Berlín (Lan-
ge y Kaiser, 1995; Lange et al., 2016), están construidos con un fondo de vidrio en for-
ma de V y una flauta de impulsión vertical situada por detrás de la pared trasera del 
compartimento principal. La flauta de impulsión presenta tres filas de agujeros en el 
centro y el punto más profundo del tanque. Dos de las tres filas están orientadas ha-
cia los lados y la restante hacia la parte superior. La pared trasera del compartimento 
principal está cubierta por una malla fina (Figura 3H).
Tanques cilíndricos. Con un flujo de agua ascendente generado en el fondo, estos 
tanques son adecuados para especies que toleran y prefieren corrientes verticales 
suaves, como Cotylorhiza tuberculata y Mastigias papua. Este diseño es popular en 
acuarios públicos para exhibir medusas de tamaño medio-grande, principalmente 
Aurelia spp. Sin embargo, encontrar el ajuste de flujo adecuado suele ser un desafío 
(Figura 3I).
Sistemas de tubos de difusión. Concebido como una modificación de los tanques 
cilíndricos, este sistema altamente innovador para cultivar especies pelágicas deli-
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cadas fue desarrollado por el Monterey Bay Aquarium (Patry et al., 2020). El sistema de 
tubos de difusión fue diseñado específicamente para abordar las limitaciones de los 
métodos de cultivo tradicionales, como los kreisels, que a menudo no son óptimos 
para el crecimiento de juveniles frágiles debido a una calidad del agua inadecuada 
y que pueden provocar daños mecánicos por flujo. Está compuesto por dos cilindros 
acrílicos anidados con intercambio pasivo de agua facilitado por una malla de nailon 
fina en la base del tubo interior (Figura 3J). Este diseño minimiza las turbulencias, 
favorece un flujo de agua suave y crea una termoclina vertical, lo que permite una 
alimentación y natación óptimas. Los tubos de difusión son especialmente efecti-
vos para fases juveniles de especies frágiles o sensibles que no son cultivadas satis-
factoriamente usando kreisels, como son algunos ctenóforos y los sifonóforos. Estos 
sistemas proporcionan condiciones de crecimiento superiores mientras reducen el 
biofouling y la acumulación de desechos, convirtiéndolos en una adición inestimable 
para acuarios e instalaciones de investigación.
Tanques con dispositivos de rotación. El movimiento del agua es generado por un 
pequeño motor de corriente continua ubicado sobre el centro del tanque de cultivo, 
que opera a una velocidad entre 5 y 30 revoluciones por minuto (RPM) dependiendo 
de la velocidad de flujo necesaria, y acoplado a una paleta o un tubo sumergido 
(Figura 3K) (p. ej., Bouquet et al., 2009; Soto-Angel et al., 2024). Cualquier recipiente 
cilíndrico con paredes lisas puede ser utilizado para este montaje: desde un peque-
ño vaso de precipitados hasta un cubo cilíndrico grande. Las RPM, el área de su-
perficie de la paleta o el diámetro del tubo se ajustan según los requisitos de cada 
especie. Este sistema es probablemente el mejor para mantener y alargar la viabi-
lidad de plancton recién capturado, o de especies pequeñas y delicadas, incluyendo 
pequeñas hidromedusas y apendicularias. También es rentable para proyectos a cor-
to plazo o cuando no se necesita un sistema de filtración complejo.

Tanques para el cultivo de fases tempranas del ciclo de vida
Cultivo de pólipos. La mayoría de las especies de Hydrozoa y Scyphozoa pasan por 
una etapa de pólipo en su ciclo de vida. Estos pólipos bentónicos se adhieren a 
varios sustratos, como conchas, piedras, cerámica, plásticos, cubreobjetos o placas 
de Petri, y producen la fase medusa cuando las circunstancias lo permiten. Depen-
diendo de la especie, los pólipos pueden ser cultivados en pequeños frascos con o 
sin flujo de agua, o en tanques rectangulares dentro de sistemas abiertos o cerra-
dos. Las medusas inmaduras recién producidas pueden ser recolectadas por pipe-
teo o por desbordamiento en un tanque de recolección, como un tanque rectangu-
lar de captación de éfiras (Rectangular Screened Flow-Through Tank), para luego ser 
trasladadas a un tanque de crecimiento. Un recambio de agua adecuado es crucial 
para la supervivencia de los pólipos, especialmente en recipientes pequeños sin 
flujo de agua.



Métodos de cultivo216

Figura 3. Resumen gráfico de los principales tipos de tanque para cultivo de zooplanc-
ton gelatinoso. A Kreisel; B Air-kreisel; C Kreisel de doble giro (stretch kreisel); D Pseu-
dokreisel; E Tanque cuadrado de Kamo.
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Figura 3 (continuación). F Tanque rectangular; G Tanque rectangular de captación de 
éfiras (Rectangular Screened Flow-Through Tank); H Tanque con fondo en V; I Tanque cilín-
drico; J Sistema de tubos de difusión; K Tanque con dispositivo de rotación; a Impulsión; 
b Malla de salida; c Desborde. Las flechas azules indican la entrada de agua y el flujo prin-
cipal. Las flechas rojas indican la salida del agua del compartimento principal. Las flechas 
moradas indican el agua pasando a través de una malla. Imágenes: Alexandre Jan.
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Tanques de crecimiento de medusas inmaduras. Las medusas inmaduras —la pri-
mera etapa pelágica de los medusozoos— son altamente sensibles al flujo de agua 
y a las condiciones del tanque, lo que requiere entornos de cultivo especializados. 
Se han adaptado varios diseños de tanques para proporcionar condiciones óptimas 
para el crecimiento de dichas medusas inmaduras. Entre ellos, los air-kreisel (el mé-
todo preferido para la mayoría de las especies); tanques cilíndricos y cilindrocónicos 
equipados con flujo de aire para crear un movimiento ascendente del agua, o con 
dispositivo de rotación; tanques rectangulares de captación de éfiras (Rectangular 
Screened Flow-Through Tank), tanques con fondo en V y tubos de difusión. Además de 
los mencionados, frascos, bols y otros recipientes pequeños colocados en una mesa 
de agitación o inclinación constituyen también una forma fácil de criar un número 
reducido de medusas inmaduras. Los cambios de agua diarios y la minimización de 
acumulación de residuos son necesarios para mantener una calidad óptima del agua.

·	 De formas juveniles a adultas. La mayoría de los diseños descritos en la sección “Sis-
tema de filtración para el cultivo de zooplancton gelatinoso” pueden ser utilizados 
para criar formas juveniles, tanto en sistemas abiertos como cerrados. Se prefieren 
los diseños con un flujo de agua laminar y más suave para aquellas especies más de-
licadas. En los acuarios públicos, los kreisels de poco volumen y sus variaciones son 
los más valorados dada su disponibilidad, adaptabilidad y fácil manejo.

Diferentes grupos y sus necesidades específicas de cultivo
El cultivo de las diferentes especies de zooplancton gelatinoso varía ampliamente, de-
pendiendo de su morfología, tamaño, robustez, requisitos de alimentación y compleji-
dades del ciclo biológico. A continuación, describimos la especificidad de cultivo de los 
principales grupos:

Hidromedusas y sifonóforos
Las hidromedusas son el grupo de mayor diversidad de especies dentro de los medu-
sozoos. Debido a su tamaño, a veces pequeño, y a su cuerpo transparente, son todavía 
poco frecuentes en exhibiciones públicas. Sin embargo, ofrecen recursos valiosos para la 
investigación, como la Proteína Fluorescente Verde o GFP (Green Fluorescent Protein, por 
sus siglas en inglés) descubierta en Aequorea victoria, que contribuyó a que Shimomura 
et al. obtuvieran el Premio Nobel en 2008. Además, Clytia hemisphaerica, un importante 
modelo biológico a varios niveles, proporciona información sobre cuestiones genéticas, 
moleculares y de regeneración (Peron et al., 2021).

Su pequeño tamaño permite el uso de montajes compactos, que van desde vasos de 
precipitados en agitadores hasta sistemas de air-kreisel y kreisels pequeños o pseudokreisels 
(Lechable et al., 2020). Se alimentan principalmente de pequeño zooplancton, incluidos rotí-
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feros, nauplios de Artemia spp. y copépodos (Mills y Strathmann, 1987; Lechable et al., 2020).
Los sifonóforos son conocidos por su estilo de vida pelágico colonial, y su cultivo es 

todavía un desafío. Sus cuerpos muy frágiles y sus estrategias de alimentación especia-
lizadas son las principales razones por las que estos enigmáticos animales rara vez se 
mantienen en acuario. Ha habido pocas contribuciones sobre cultivo exitoso en medio 
controlado, incluidos estudios realizados por Patry et al. (2020), Mańko et al. (2023; 2024), 
Yamamoto (comunicación personal, 2024) y Jan (observación personal). Con los recientes 
esfuerzos del Monterey Bay Aquarium y su sistema de tubos de difusión, el cultivo de 
sifonóforos puede volverse más accesible.

Escifomedusas
Los acuarios públicos suelen exhibir determinadas especies de medusas debido a su gran 
tamaño, robustez, diversas formas y colores vivos. Las especies del género Aurelia son las 
dominantes en estas exhibiciones porque son las más fáciles de mantener (Abe y Hisada, 
1969; Lange y Kaiser, 1995; Lange et al., 2016; Knowles, 2016; Schaadt et al., 2017). La fase 
de pólipo de estas medusas permite un mantenimiento a largo plazo sin requerir especí-
menes maduros y facilita el intercambio de cepas entre diferentes instituciones.

Hasta hace poco, el cultivo de la medusa holoplanctónica Pelagia noctiluca planteaba 
ciertos desafíos. Sin embargo, en la última década varias instituciones han cerrado con éxito 
todo su ciclo biológico en medio controlado (Lilley et al., 2014; Ramondenc et al., 2019; Ba-
llesteros et al., 2021, 2022b; comunicación personal de M. Depuille, técnico de medusas en 
el Observatoire Océanologique de Banyuls-sur-Mer) y se está empezando a reconocer como 
especie modelo en biología evolutiva y del desarrollo (observación personal de Leclère y Jan).

Con algunas excepciones, las escifomedusas se crían inicialmente en air-kreisels y lue-
go se transfieren a kreisels (y sus diferentes variantes) a medida que alcanzan un tamaño 
suficiente. Las especies de Rhizostomeae como Cassiopea spp., Crambionella, Stomolophus, 
Rhopilema y Lychnorhiza son coloridas, presentan formas diversas y llaman la atención por 
su natación más robusta. Su cultivo es relativamente sencillo a partir de la éfira produci-
da por sus pólipos (Widmer, 2005). Los pólipos, por el contrario, son algo más difíciles de 
mantener. En Lychnorhiza, por ejemplo, solo pueden reproducirse formando podocistos. 
Hay muchos acuarios en Japón que exhiben varias de estas especies.

Su alimentación se basa principalmente en zooplancton pequeño, incluidos rotíferos, 
nauplios de Artemia y copépodos. Ocasionalmente también se pueden alimentar de plancton 
gelatinoso, gamba, krill, pescado o bivalvos troceados según la especie (observación personal 
de Jan). Por ejemplo, especies como Pelagia noctiluca o Chrysaora spp. crecen particularmente 
bien cuando son alimentadas con otro zooplancton gelatinoso, incluidos los ctenóforos.

Ctenóforos
Los ctenóforos, debido a su delicado epitelio, requieren cuidados específicos y un manejo 
delicado cuando se mantienen en acuario (Freeman et al., 1987).
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La alimentación de ctenóforos requiere una dieta variada de pequeños organismos 
planctónicos. Se recomienda alimentarlos diariamente con Artemia recién eclosionada, 
complementada con rotíferos vivos, nauplios de Artemia viva enriquecida con fitoplanc-
ton y copépodos vivos (Bubel et al., 2018). Algunas especies, como Mnemiopsis leidyi, pue-
den crecer y alcanzar la madurez sexual con una dieta compuesta principalmente de 
rotíferos (Soto-Angel et al., 2024), que son lo suficientemente pequeños como para ser 
capturados por las larvas cidípidas recién eclosionadas (Presnell et al., 2022).

El diseño del tanque es crucial para la salud de los ctenóforos. Los tanques ideales 
incluyen los kreisels (Bubel et al., 2018), tubos de difusión (Patry et al., 2020), vasos de 
precipitados y cilindros equipados con pipetas agitadoras (Soto-Angel et al., 2024) o tan-
ques cuadrados de Kamo (Ikeda et al., 2022, 2023) y air-kreisels (observación personal de 
Jan). Estas configuraciones evitan que los animales queden atrapados o se dañen. Con el 
cuidado adecuado, los ctenóforos pueden mantenerse en acuario durante periodos pro-
longados (Bubel et al., 2018; Soto-Angel et al., 2024).

Algunas instituciones han reportado el mantenimiento exitoso de ctenóforos duran-
te más de un año utilizando estos métodos (Patry et al., 2020). Los avances recientes han 
llevado incluso al establecimiento de cultivos de laboratorio estables de especies como 
M. leidyi, que proporcionan un suministro continuo de embriones con fines de investiga-
ción (Presnell et al., 2022; Garg et al., 2024; Burkhardt et al., 2023; Soto-Angel et al., 2024). 
Aunque la mayor parte de la literatura especializada e información sobre cultivo de cte-
nóforos se centra en Mnemiopsis leidyi, existen ejemplos de cultivo satisfactorio de otras 
especies de ctenóforos como Beroe cucumis (Ikeda et al., 2023), Bolinopsis microptera (Patry 
et al., 2020; Borromeo, 2024), Bolinopsis mikado (Ikeda et al., 2022), Hormiphora californensis 
(Patry et al., 2020), Lampocteis cruentiventer (Bubel et al., 2018), Leucothea pulchra (Bubel 
et al., 2018; Patry et al., 2020), Lyrocteis imperatoris (Yamauchi et al., 2017; Shepherd et al., 
2019) y Pleurobrachia spp. (Courtney et al., 2020; Patry et al., 2020).

Tunicados pelágicos: apendicularias y salpas
Estos tunicados planctónicos se cultivan con menos frecuencia. Su mantenimiento pre-
senta desafíos únicos debido a su alimentación a base de fitoplancton. La mayoría de las 
especies de apendicularias aún no se han criado con éxito en condiciones de laborato-
rio, con la excepción de Oikopleura dioica y Fritillaria borealis (Paffenhöfer, 1973; Galt, 1987; 
Sato et al., 1999, 2001; Henriet et al., 2022). La cría exitosa en laboratorio de O. dioica y F. 
borealis requiere una mezcla específica de microalgas vivas (Bouquet et al., 2009; Hen-
riet et al., 2022). En esta configuración, tanto los animales como las algas que les sirven 
de alimento se mantienen en suspensión mediante una suave rotación proporcionada 
por una paleta conectada a un motor eléctrico (Bouquet et al., 2009; Solans et al., 2015; 
Henriet et al., 2022).

Por el contrario, el mantenimiento de salpas es en gran medida anecdótico (Paffenhöfer 
y Harris, 1979; Deibel, 1982; Müller et al., 2024).
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Tabla 1. Resumen de los tanques para zooplancton gelatinoso y las especiespara los que 
son óptimos. Imágenes: PyloPic/Michael Keesey, 2023. https://www.phylopic.org/

Kreisel de doble giro 
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o rectangular
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Ejemplos de rutinas de cultivo específicas
A continuación se presentan varios ejemplos de especies de zooplancton gelatinoso que 
se cultivan exitosamente, incluyendo una hidromedusa, tres escifomedusas y un ctenó-
foro. Esta sección ofrece recomendaciones específicas para varias especies que se pueden 
utilizar como modelo para otras con necesidades similares. Cada especie tiene rutinas 
diarias y semanales particulares para garantizar un mantenimiento y una propagación 
exitosos en medio controlado.

En general, es importante:
·	 Alimentar a los animales con frecuencia (idealmente a diario), sifonar el fondo 

de los acuarios, comprobar los parámetros del agua como salinidad, pH, tempe-
ratura y compuestos nitrogenados y ajustarlos si es necesario. En caso de eva-
poración, utilizar agua de ósmosis o destilada para compensar el aumento de 
salinidad.

·	 Dos o tres veces por semana, limpiar los cristales del acuario y hacer un cambio 
parcial del agua del tanque (o aljibe) con un 25 a 50 % de agua nueva.

Clytia hemisphaerica
Esta hidromedusa modelo se usa frecuentemente en investigación sobre biología del de-
sarrollo.

  Protocolo de cultivo de Clytia hemisphaerica (Lechable et al., 2020).
Diseño del sistema
o	Utilizar sistemas de circuito cerrado con tanques separados para colonias de 

pólipos y medusas. El tanque más apropiado es el tipo kreisel para generar un 
movimiento de agua continuo.

o	Mantener la salinidad a 37 ppm y la temperatura a 18 °C.
Mantenimiento de la colonia de pólipos
o	Cultivar los pólipos en portaobjetos de vidrio y alimentarlos diariamente con 

nauplios de Artemia. Las colonias pueden duplicar su tamaño en siete días en 
condiciones óptimas.

o	Limpiar las superficies para eliminar las algas.
Fase medusa
o	Transferir los medusoides a un tanque air-kreisel y alimentarlos dos veces al día 

con nauplios de Artemia, usando los estadios más pequeños para las medusas 
juveniles.

o	Las medusas pueden alcanzar el tamaño adulto (10 a 12 mm) en catorce días 
aproximadamente.

Liberación de los gametos y fertilización
o	Utilizar un ciclo día/noche para las medusas maduras. Los gametos para llevar a 

cabo la fertilización se recolectan dos horas después de encenderse la luz.
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Fases embrionarias y larvarias
o	Cultivar los embriones en placas recubiertas de agarosa hasta la fase de larva 

plánula (tres días), utilizando péptidos sintéticos (neuropéptidos GLWamida) 
para la metamorfosis.

Completando el ciclo biológico
o	Las plánulas sufren metamorfosis para convertirse en un pólipo primario. Bajo 

condiciones óptimas, el ciclo biológico se completa en tan solo dos meses.

Aurelia spp. (medusa luna)
La rutina incluye el mantenimiento de un flujo de agua constante, limpieza de los kreisels 
cada uno o dos días y alimentación con Artemia o copépodos. Hay que prestar especial 
cuidado durante las etapas de pólipo y éfira.

·	 Protocolo de cultivo de Aurelia spp. (Abe y Isada, 1969; Widmer, 2008; Schaadt et al., 
2017; observación personal de Candelas et al.).

Configuración del tanque
o	Utilizar tanques circulares con superficies lisas.
o	Mantener una circulación de agua suave.

Parámetros del agua
o	Temperatura: 15 a 25 °C (depende de la especie): A. labiata: 7 a 15 °C; A. aurita 

(Taiwán): 19 a 32 °C; A. aurita (Suecia): 1 a 19 °C; A. solida (mar Menor, España): 
15 a 20 °C.

o	Salinidad: 28 a 37 ppm (A. solida del mar Menor puede tolerar salinidades supe-
riores a 40 ppm en el medio natural).

Gestión del ciclo biológico
o	Recolectar plánulas de medusas maduras.
o	Suministrar superficies adecuadas para el asentamiento de los pólipos.
o	Inducción de la estrobilación manteniendo los pólipos a una temperatura más 

baja durante varias semanas (dependiendo de la especie, un descenso de 5 a 
10 °C es suficiente para la inducción). Posteriormente se incrementa gradual-
mente la temperatura.

Alimentación
o	Alimentación de las medusas con nauplios de Artemia recién eclosionados dos 

a tres veces al día
o	Enriquecer la Artemia con fitoplancton o productos comerciales.

Mantenimiento
o	Realizar cambios de agua parciales periódicamente (diariamente/días alter-

nos).
o	Retirar la comida no consumida y los desechos.
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Crecimiento
o	Monitorizar el desarrollo de las medusas desde éfira hasta medusa adulta.
o	Ajustar la alimentación y las condiciones ambientales según sea necesario.

Pelagia noctiluca (clavel de mar o acalefo luminiscente)
Esta especie es conocida por su hábitat de mar abierto, su migración diaria desde las pro-
fundidades durante el día a la superficie durante la noche y la ausencia de fase polipoide. 
Para un crecimiento adecuado se puede mantener en sistemas pseudokreisel más gran-
des con una alimentación frecuente y rica en zooplancton.
·	 Protocolo de cultivo de Pelagia noctiluca (Lilley et al., 2014; Ramondenc et al., 2019; 

Ballesteros et al., 2021, 2022b; comunicación personal de M. Depuille, técnico de 
medusas en el Observatoire Océanologique de Banyuls-sur-Mer y observación per-
sonal de Leclère y Jan).

Recolección y montaje inicial
o	Recolectar individuos maduros de P. noctiluca usando salabres con malla de 

1 mm y separar por sexos en tanques de 20 L a 18 a 22 °C con un ciclo de 12 h luz/
oscuridad.

Fertilización y desarrollo inicial
o	Recolectar los gametos tres horas después de que se hayan encendido las luces. 

Realizar la fertilización in vitro en un tanque de 10 L con agua microfiltrada (34 
a 37 ppm de salinidad). Añadir los huevos usando una pipeta de cristal y apro-
ximadamente 20 mL de esperma concentrado. Crear una turbulencia lenta du-
rante unos minutos y luego transferir los huevos a agua de mar no turbulenta 
después de tres horas. Esperar tres a cuatro días para que se desarrollen las plá-
nulas y luego las éfiras.

Cultivo de las éfiras
o	Transferir 150 éfiras a un sistema cerrado (air-kreisel o tanque kreisel). Mante-

ner el agua a 18 a 22 °C y 34 a 37 ppm de salinidad con cambios de agua diarios 
del 15 %. Monitorizar el pH (alrededor de 8.2) y niveles de nitrógeno.

Alimentación 
o	Alimentar las éfiras varias veces al día con rotíferos, nauplios de Artemia spp., 

huevos de Paracentrotus lividus, mezcla de zooplancton, larvas de peces, comida 
encapsulada, gamba blanca congelada y Aurelia spp.

Monitorización del crecimiento y mantenimiento
o	Medir el diámetro umbrelar semanalmente y transferir a tanques de mayor ta-

maño según sea necesario. Realizar limpiezas semanales.
Maduración y cierre del ciclo biológico
o	Cultivar durante 84 a 165 días para obtener individuos reproductores. Incluir 

gamba blanca en la dieta para promover la maduración gonadal y después 
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o	recolectar huevos fertilizados de adultos maduros para iniciar nuevas genera-
ciones.

o	El Observatoire Océanologique de Banyuls-sur-Mer ha alcanzado cinco gene-
raciones en cultivo, lo que lo convierte en el centro con el mayor número regis-
trado hasta la fecha. Para promover la maduración gonadal, la alimentación 
de los adultos se basa en mejillón vivo, gamba blanca congelada y ostra viva 
(observación personal de Jan y comunicación personal de M. Depuille, técnico 
de medusas en el OOB).

Stomolophus meleagris (medusa bola de cañón)
El interés en utilizar esta especie como alimento ha aumentado recientemente debido a 
la alta demanda de los consumidores asiáticos (Hsieh et al., 2001) y ahora es el objetivo 
de una pesquería cada vez mayor en Estados Unidos y en otros lugares (Brotz et al., 2017). 
Esta explotación económica ha desencadenado un interés creciente por su cultivo (Sastré 
Velásquez et al., 2022). Esta especie requiere una alimentación rica en nutrientes y un 
control rutinario de la calidad del agua.

·	 Protocolo de cultivo de Stomolophus meleagris (observación personal de Candelas 
et al.).

Configuración del tanque
o	La pulsación activa y la dureza de esta especie permiten el uso de cualquier tipo 

de tanque.
o	Circulación del agua de baja a alta.

Parámetros del agua
o	Temperatura: 20 a 25 °C.
o	Salinidad: 20 a 37 ppm (a menor salinidad, mayor esperanza de vida y animales 

más sanos).
Gestión del ciclo biológico
o	Los pólipos se mantienen a 25 °C.
o	Estrobilación espontánea.

Alimentación
o	Alimentación de las medusas dos a tres veces al día con nauplios de Artemia 

recién eclosionados y nauplios de 48 horas enriquecidos (son medusas de na-
tación activa, por lo que necesitan una gran cantidad de comida de calidad).

o	Enriquecer la Artemia con fitoplancton o productos comerciales.
Mantenimiento
o	Realizar cambios de agua parciales periódicamente (idealmente diario/días 

alternos).
o	Retirar la comida no consumida y los desechos.
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Crecimiento
o	Monitorizar el desarrollo de las medusas desde éfira a fase adulta. Es una es-

pecie de crecimiento rápido, por lo que hay que transferirlas con frecuencia a 
tanques de mayor tamaño.

Mnemiopsis leidyi
El ctenóforo Mnemiopsis leidyi es una de las especies más cultivadas a nivel mundial. Su 
fragilidad y las dificultades para reproducirlo en cautividad con especímenes criados en-
teramente en acuarios lo convierten en una especie exigente. No obstante, con alimen-
tación, calidad del agua y cuidados adecuados, el cultivo es posible sin el uso de grandes 
instalaciones.

o	 Protocolo de cultivo de Mnemiopsis leidyi (Bubel et al., 2018; Patry et al., 2020; Presnell 
et al., 2022; Garg et al., 2024; Soto-Angel et al., 2024; Alexandre Jan: alexandre.jan@
uib.no)

Configuración del tanque
o	Las larvas de esta especie son resistentes y se pueden mantener en cualquier 

tipo de acuario con una superficie lisa como un vaso de precipitados, un tubo 
difusor o un kreisel. Sin embargo, los adultos son muy frágiles, por lo que se 
deben mantener solo en kreisels impecablemente limpios y manipular con 
mucho cuidado.

Parámetros del agua
o	Temperatura: 18 a 24 °C
o	Salinidad: 26 a 30 ppm (a baja salinidad, los animales parecen poner más 

huevos).
Liberación de los gametos
o	Aislar de uno a cuatro adultos maduros en tanques cerrados de 250 mL a 5 L 

para concentrar los gametos.
o	La liberación de los gametos ocurre tras un periodo de cuatro a siete horas de 

oscuridad.
Cultivo de las larvas
o	Mantener las larvas en pequeños frascos de 200 mL con tapa.
o	Alimentar las larvas diariamente con rotíferos.
o	Realizar cambios de agua dos veces por semana.
o	Transferir a tanques más grandes tras catorce días.

Mantenimiento de los juveniles/adultos
o	Trasladar a kreisels tras dos a tres semanas en función de su tasa de crecimiento.
o	Alimentar con rotíferos, copépodos, Artemia y larvas de peces cuando tengan 

lóbulos bien desarrollados.
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o	Mantener parámetros del agua constantes y tener particular cuidado al mover 
los animales entre tanques, ya que un cambio brusco a mayor salinidad puede 
dañarlos o incluso desintegrarlos completamente.

Consejos clave
o	Mantener el agua limpia, sifonando los acuarios a diario y cambiando entre el 

25 y el 50 % del agua dos a tres veces por semana.
o	Proporcionar una alimentación constante.
o	Monitorizar temperatura, pH y salinidad.
o	Usar tubos de difusión para cultivo en masa.

Figura 4. Imágenes de la diversidad de especies comentadas en los protocolos de la 
sección 4. A Clytia hemisphaerica; B Aurelia sp.; C Pelagia noctiluca; D Stomolophus meleagris; 
E Mnemiopsis leidyi; F Oikopleura dioica. Imágenes: A, B, C y E Alexandre Jan; D Oceano-
gràfic Valencia; F Anne Aasjord, Michael Sars Centre.
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Pioneros en el cultivo de zooplancton gelatinoso

Instituciones de investigación y acuarios de reconocido prestigio
A lo largo de la historia, laboratorios de investigación específicos, acuarios públicos e 
instituciones pioneras han avanzado en el cultivo de medusas. El reconocimiento de sus 
contribuciones resalta la naturaleza colaborativa de este campo.

La magnificencia del zooplancton gelatinoso y su fascinante movimiento han atraí-
do a un gran número de visitantes a los acuarios que exhiben estos animales tan parti-
culares. Esto hace que haya un interés cada vez mayor por estas criaturas gelatinosas en 
el mundo de los acuarios. El Acuario de Berlín (Alemania) y el Monterey Bay Aquarium 
(EE. UU.) fueron los centros pioneros en la acuicultura y exhibición pública de medusas 
en el mundo (Lange y Kaiser, 1995; Knowles, 2016). Desarrollaron técnicas complejas que 
probaron no solo la capacidad de mantener una galería de medusas a largo plazo sino 
también el interés del público en estas criaturas poco conocidas (Knowles, 2016). La sos-
tenida popularidad de las medusas ha llevado al Monterey Bay Aquarium (MBA) a pre-
sentar zooplancton gelatinoso de todo el mundo en varias exhibiciones temporales y a lo 
largo de los años se han cultivado y exhibido en ese recinto más de ochenta especies de 
medusas, sifonóforos y ctenóforos. La mayoría de estos animales son especies de aguas 
profundas, tan extrañas y difíciles de capturar que no se pueden ver en ningún otro lugar 
en acuario (comunicación personal de T. Knowles, biólogo senior de peces e invertebra-
dos en el MBA).

Siguiendo esta tendencia, los acuarios japoneses le han dado un gran impulso al 
campo del cultivo de medusas, con exhibiciones impresionantes y únicas que presen-
tan una gran variedad de especies. En este sentido, el Acuario de Kamo y el Acuario de 
Enoshima poseen las colecciones y exhibiciones de zooplancton gelatinoso más grandes 
del mundo (comunicaciones personales de K. Okuizumi, director general del Acuario de 
Kamo, y T. Sakiyama, director general del Acuario de Enoshima). Ambas instituciones co-
laboran apoyando a los investigadores en la descripción de nuevas especies y ciclos bioló-
gicos y en el desarrollo de técnicas de cultivo revolucionarias (Miyake et al., 2019; Calder et 
al., 2021; Murai, 2024), convirtiéndose en referentes mundiales de la cría de medusas. El 
Teatro de los Sueños de Medusas del Acuario de Kamo tiene el honor de ser la mayor co-
lección de zooplancton gelatinoso del mundo, con más de ochenta especies en exhibición 
(comunicación personal de K. Okuizumi, director general del Acuario de Kamo).

En Europa también hay un creciente interés por el zooplancton gelatinoso entre los 
acuarios públicos. El Acuario del Tiergarten Schönbrunn (Austria) alberga el banco de 
pólipos más grande del continente, con muchas colonias genéticamente identificadas 
y gran parte de sus localizaciones originales registradas (comunicación personal de A. 
Weissenbacher, conservador del Acuario del Tiergarten Schönbrunn). El Oceanogràfic 
Valencia (España) y el Acuario de París (Francia) han inaugurado recientemente las 
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Figura 5. Diferentes instalaciones para el cultivo de zooplancton gelatinoso. A Pseu-
dokreisel en Monterey Bay Aquarium; B Sistemas de tubos de difusión en Monterey Bay 
Aquarium; C Cultivo de juveniles F2 de Pelagia noctiluca en pseudokreisel en el Institut de 
la Mer de Villefranche; D Ctenóforos en kreisels en el Michael Sars Centre; E Cultivo de 
pólipos y medusas de Clytia hemisphaerica en el Institut de la Mer de Villefranche; F Cul-
tivo de medusas en tanques de Kamo en el Acuario de París. Imágenes: Alexandre Jan.
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mayores exposiciones de Europa y poseen algunas de las mayores colecciones del mun-
do. El Oceanogràfic Valencia está especializado en especies mediterráneas y atlánticas y 
realiza de forma rutinaria la recolección y el aislamiento de especies locales. Por su parte, 
el Acuario de París alberga la mayor exhibición dedicada a medusas de Europa y firmó un 
acuerdo con el Acuario de Kamo y MARBEC UMR (Universidad de Montpellier, Francia) 
para crear un banco de pólipos (la Jellyfish and Polyps Academy, JPA) dedicado a inves-
tigadores y acuarios públicos (comunicación personal de E. Bourgouin, conservador de 
medusas del Acuario de París).

En el continente americano, el Acuario de Vancouver, junto con el MBA, son las insti-
tuciones líderes en el cultivo de zooplancton gelatinoso. Aunque el Acuario de Vancouver 
ha reducido su número de especies en los últimos años, todavía conserva una gran expe-
riencia en la cría de la gran diversidad de medusas de sus costas (comunicación personal 
de M. Neale, directora de Cuidado Animal del Acuario de Vancouver).

Para completar la revisión global del mundo de las medusas, el Two Oceans Aqua-
rium de Sudáfrica mantiene una colección impresionante de especies locales. Este acua-
rio alberga la mayor colección de África, siendo pionero en el cultivo de varias especies 
(comunicación personal de K. Lewis, acuarista de medusas en el Two Oceans Aquarium).

La siguiente tabla resume los principales acuarios que son referentes mundiales en 
el cultivo y exhibición de zooplancton gelatinoso.

Tabla 2. Principales acuarios referentes mundiales en el cultivo y exhibición 
de zooplancton gelatinoso

Acuario	             	              Especialización	               Contribuciones   

Acuario de Berlín, 
Alemania

Pioneros en el cultivo y 
exhibición de medusas

Contribuciones histó-
ricas a las técnicas de 
exhibición de medusas

Acuario de Enoshima, 
Japón

Cultivo y exhibición de 
especies locales de zoo-
plancton gelatinoso

Investigación sobre 
especies pelágicas y 
tecnología avanzada de 
exhibición

Acuario de Kamo, 
Japón

Mayor colección 
mundial de medusas 
(Teatro de los Sueños 
de Medusas)

Experiencia en el cultivo 
de numerosas especies 
de medusas para exhi-
bición

Número 
aproximado 
de especies 
en cultivo

35

100

150
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El cultivo de medusas ha evolucionado desde técnicas rudimentarias hasta un campo 
sofisticado, uniendo la acuicultura, la participación pública y la investigación científica. A 
través de la innovación continua y las sinergias entre investigadores y acuaristas se han 
transformado los desafíos en oportunidades. Esto ha permitido el cultivo exitoso de diver-
sas especies, contribuyendo a una comprensión más amplia del zooplancton gelatinoso.

La siguiente tabla resume las principales instituciones a nivel mundial que trabajan 
con zooplancton gelatinoso y su campo de trabajo.

Tabla 2. (Continuación)

Acuario	             	              Especialización	               Contribuciones   

Acuario de Vancouver, 
Canadá

Especies autóctonas de 
la costa pacífica

Una de las mayores co-
lecciones del continente 
americano

Monterey Bay 
Aquarium, EE. UU.

Exhibiciones de medusas, 
sifonóforos y ctenóforos. 
Técnicas de cultivo

Desarrollan el sistema 
de tubos de difusión 
para cultivo de ctenó-
foros y exhibiciones 
impresionantes

Oceanogràfic Valen-
cia, España

Especies mediterráneas 
y atlánticas

Una de las mayores 
exhibiciones dedicadas 
a medusas de Europa. 
Recolección y aislamien-
to de especies locales

Sea World Marine Park 
Gold Coast, Australia

Especies autóctonas 
australianas

Mayor colección de 
Oceanía. Cultivo pionero 
de varias especies

Número 
aproximado 
de especies 
en cultivo

20

50

60

Sin datos 
disponibles

Acuario del Tiergarten 
Schönbrunn, Austria

Banco de pólipos con 
origen salvaje identifi-
cado

Mayor colección de póli-
pos de Europa y una de 
las mayores del mundo

Two Oceans Aqua-
rium, Sudáfrica	

Especies autóctonas 
sudafricanas

Mayor colección de 
África. Cultivo pionero 
de varias especies

80

40

Acuario de París, 
Francia

Mayor exhibición 
dedicada a medusas de 
Europa

Convenio con el Acuario 
de Kamo y la Universi-
dad de Montpellier para 
crear la JPA

 75
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Tabla 3. Principales instituciones y grupos de investigación a nivel mundial que trabajan 
con cultivo de zooplancton gelatinoso

Institución	             Especialización	             Contribuciones   

Friday Harbor Labora-
tories, Universidad de 
Washington, EE. UU.

Biología y ecología de 
organismos marinos 
bentónicos y planctó-
nicos

Biología, sistemática 
y ciclos biológicos de 
medusas

Institut de Ciències 
del Mar (ICM) CSIC, 
España

Biología, ecología y con-
servación de organismos 
marinos bentónicos y 
medusas

Diferentes enfoques que 
van desde la taxonomía 
y la sistemática hasta la 
biología de las especies 
y la estructura y diná-
mica de poblaciones y 
comunidades. Ciencia 
ciudadana

Institut de la Mer de 
Villefranche (IMEV), 
Francia

Ecología del plancton 
gelatinoso. Investi-
gación sobre Clytia 
hemisphaerica y Pelagia 
noctiluca (ahora en 
Banyuls-sur-Mer)

Pionero en estudios del 
plancton desde princi-
pios del siglo XIX. 
Estudios pioneros sobre 
ciclos biológicos de las 
medusas e investigación 
genética.

Institut für Zell- und 
Systembiologie der 
Tiere (IZS), Universi-
dad de Hamburgo,  
Alemania

Morfología, histología y 
relaciones filogenéticas 
de Cnidaria (principal-
mente Medusozoa)

Análisis estructural de 
las fases del ciclo bioló-
gico, graviceptores, ne-
matocistos y estructuras 
reproductivas. Cultivo y 
cría de cnidarios

Institute of Oceano-
logy, Academia China 
de las Ciencias, China

Proliferaciones de me-
dusas, acuicultura y su 
impacto ambiental

Investigación de las me-
dusas como recurso y su 
papel en los ecosistemas 
marinos

Japan Agency for 
Marine-Earth Science 
and Technology 
(JAMSTEC), Japón	

Oceanología, ecosiste-
mas de aguas profundas 
y medias. Acuicultura de 
medusas e interacciones 
ecológicas

Investigación aplicada 
sobre medusas para 
pesquerías y biorrecur-
sos. Técnicas avanzadas 
de imagen y estudios 
in situ

Número 
aproximado 
de especies 
en cultivo

Sin datos 
disponibles

5

2

 50

Sin datos 
disponibles

Sin datos 
disponibles
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Tabla 3. (Continuación)

Institución	             Especialización	             Contribuciones   

Laboratório de Cultivo 
e Estudos de Cnidaria 
(LaCuECa), Univer-
sidad de São Paulo, 
Brasil

Biología (principalmen-
te ciclo biológico) y 
sistemática de Cnidaria 
Medusozoa - Cubozoa y 
Scyphozoa

Descripción de nuevas 
especies. Sistemática y 
ciclos biológicos de me-
dusas. Mayor colección 
mundial de Coronatae 
en cultivo

Michael Sars Centre, 
Universidad de Ber-
gen, Noruega

Investigación sobre 
Appendicularia y Cte-
nophora

Estudios sobre la evo-
lución del genoma y la 
biología molecular de 
organismos gelatinosos

Monterey Bay 
Aquarium Research 
Institute (MBARI), 
EE. UU.

Ecología y comporta-
miento de medusas, 
sifonóforos y ctenóforos 
pelágicos y de aguas 
profundas

Técnicas avanzadas de 
imagen y estudios in situ

National Research 
Institute of Fisheries 
Science, Japón

Acuicultura de medu-
sas y sus interacciones 
ecológicas

Investigación aplicada 
sobre medusas para pes-
querías y biorrecursos

Whitney Laboratory 
for Marine Bioscience, 
Universidad de Miami, 
EE. UU.

Técnicas de cultivo de 
Mnemiopsis leidyi y 
biología del desarrollo 
de ctenóforos

Investigación pionera 
sobre reproducción 
y embriología de 
ctenóforos

Woods Hole Oceano-
graphic Institution 
(WHOI), EE. UU.	

Ecología de medusas 
y ctenóforos de aguas 
profundas

Estudios sobre el zoo-
plancton gelatinoso en 
ecosistemas globales

Número 
aproximado 
de especies 
en cultivo

70

10

50

Sin datos 
disponibles

Sin datos 
disponibles

Sin datos 
disponibles

Las medusas como mascotas en el ámbito doméstico
Además del cultivo de medusas con fines de exhibición e investigación, también existe 
un creciente interés en el sector de la acuariofilia, con el uso de medusas como mascotas. 
Investigaciones recientes han demostrado que los acuarios pueden contribuir a una sen-
sación de bienestar por parte de los observadores (Cracknell et al., 2018). En este senti-
do, se están haciendo esfuerzos para llevar la apariencia delicada y el modo de natación 
pausada de las medusas al ámbito doméstico, con la finalidad de simplificar al máximo 
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el cuidado y alimentación de algunas especies. Las especies que se suelen comercializar 
por su fácil mantenimiento y por tener un tamaño adecuado para el acuario doméstico 
son Aurelia aurita, Cassiopea spp. y Phyllorhiza punctata, entre otras.

Aunque se trata de un nicho bastante especializado todavía en expansión, existen 
algunas empresas especializadas en la comercialización de medusas y de accesorios para 
el mantenimiento de las mismas en el ámbito doméstico (acuarios tipo kreisel estéticos 
con filtración integrada, alimentos, material de limpieza, etc.). A continuación, se incluye 
un listado no exhaustivo de varias empresas dedicadas a la venta de medusas.

Tabla 4. Listado con ejemplos de empresas especializadas en la comercialización 
de medusas, tanques de medusas, accesorios y alimento para medusas

Empresa	           

Aquarium Industries

Design Jellyfish

Exotic Aquaculture

Jelly Farmer

Jellyfish Aquarium

Jellyfish Concept

Jellyfish Farm

Jellyfish Warehouse

Medusea	España

Sunset Marine Labs

Australia

República Checa

Hong Kong

España

Canadá

Francia

Alemania

EE. UU.

España

EE. UU.

País
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Desde su invención en el siglo XIX, la fotografía ha tenido un impacto profundo en múlti-
ples disciplinas, no solo en el arte o la comunicación, sino también en el avance del cono-
cimiento científico. Considerada inicialmente una mera curiosidad técnica, la fotografía 
se transformó rápidamente en una herramienta fundamental para la documentación 
objetiva de fenómenos naturales, procesos biológicos y eventos astronómicos. Su capa-
cidad para capturar con precisión detalles que escapan a la percepción humana directa 
permitió a los científicos no solo registrar sus observaciones, sino también analizarlas y 
compartirlas de manera sistemática y verificable. Newhall (1982) indicó que la fotografía 
introdujo una “nueva forma de ver” que revolucionó la manera en que el ser humano se 
relaciona con la naturaleza y sus investigaciones.

En disciplinas como la biología, la medicina y la astronomía, la fotografía no solo ha 
documentado hallazgos, sino que también ha revelado realidades invisibles al ojo huma-
no. Por ejemplo, el uso del microscopio combinado con la fotografía permitió visualizar 
estructuras celulares con una precisión inédita, mientras que la astrofotografía hizo po-
sible capturar imágenes de cuerpos celestes distantes, facilitando descubrimientos que 
serían imposibles de lograr únicamente con observación directa (Wilder, 2009). De igual 
forma, la fotografía médica ha sido crucial en el desarrollo de métodos de diagnóstico 
por imagen, como la radiografía, que desde finales del siglo XIX cambió radicalmente la 
práctica clínica (Röntgen, 1896).

Actualmente, con el desarrollo de tecnologías digitales, la fotografía científica ha 
alcanzado niveles de precisión y sofisticación nunca vistos. La integración de técnicas 
como la fotografía de alta velocidad, la imagen térmica o la captura multiespectral ha 
abierto nuevas posibilidades en campos tan diversos como la física de partículas, la ar-
queología o la ecología (Froggatt, 2021). Así, la fotografía no solo se mantiene como 
una herramienta auxiliar en las ciencias, sino que también se consolida como un medio 
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de investigación por derecho propio, capaz de expandir los límites de lo observable y 
lo comprensible.

La fotografía científica constituye una herramienta crucial para la documentación, 
análisis y divulgación del conocimiento en las ciencias naturales. En el contexto marino, 
su relevancia se ha incrementado significativamente gracias a los avances tecnológicos 
en cámaras submarinas, iluminación y vehículos operados remotamente (ROV). Este tipo 
de fotografía permite registrar hábitats, especies y comportamiento de los organismos 
marinos en sus entornos naturales sin perturbarlos. Además, la fotografía científica pro-
porciona una evidencia visual que es reproducible, comparable y verificable, lo cual es 
esencial en la investigación científica (Jaffe, 2015).

La fotografía científica marina se distingue de otras formas de fotografía por su en-
foque riguroso en la obtención de imágenes que cumplan con criterios técnicos de preci-
sión y objetividad. Esto implica el uso de métodos estandarizados de iluminación, escala, 
resolución y enfoque, así como la documentación adecuada de los metadatos asociados 
a cada imagen (Jaffe, 2015). Uno de los principales retos que enfrenta la fotografía marina 
es la propagación de la luz en el agua. La absorción y dispersión de la luz reducen la visi-
bilidad y alteran la percepción del color, particularmente en profundidades mayores a los 
10 metros (Lalli y Parsons, 1997).

En cuanto al zooplancton se utilizan principalmente dos diferentes formas de foto-
grafiar los especímenes: una es por medio de buceo, in situ, sin tocar la fauna o hacer una 
captura del espécimen a fotografiar y la otra consiste en hacerle algunas tomas en el bar-
co o en el laboratorio tras colectar los especímenes vivos en el medio marino. A continua-
ción, las técnicas más utilizadas.

Fotografía en aguas oscuras (blackwater)
El blackwater es una técnica de buceo que se realiza en mar abierto durante la noche, per-
mitiendo a los buzos fotografiar pequeñas criaturas pelágicas que se encuentran suspen-
didas en la columna de agua. 

Se trata de una inmersión nocturna que se realiza en aguas abiertas, buscando tener 
al menos 200 metros de profundidad batimétrica. La isla de Cozumel cuenta con estas 
condiciones muy cercanas a la costa, lo que la convierte en la candidata ideal para este 
tipo de actividad. 

A pesar de la gran profundidad, el buceo en sí es somero, alcanzando como máximo 
los 20 metros de profundidad. Para llevarlo a cabo, se coloca una boya flotante con una 
línea vertical a la que se atan luces cada dos metros (Figura 1). Estas luces no solo sirven 
como punto de referencia durante la inmersión, sino que también atraen gran cantidad 
de vida marina.

El buceo blackwater atrae principalmente a fotógrafos, tanto profesionales como afi-
cionados (Figura 2), que buscan poner a prueba no solo sus habilidades fotográficas, sino 
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también su control bajo el agua. Esto se debe a que los animales están en constante mo-
vimiento y, en la oscuridad del océano por la noche, los buzos no cuentan con referencias 
visuales, lo que dificulta mucho mantenerse en un solo lugar. Esta técnica requiere de 
parte del buzo un excelente control de la flotabilidad y una técnica de movimiento lento 
de las aletas para no perturbar a la fauna.

En estos buceos se aprovechan dos fenómenos oceánicos: la migración vertical diaria 
de los organismos y las fuertes corrientes marinas. La migración vertical es un fenómeno 
común en las comunidades pelágicas marinas y de agua dulce, que involucra una amplia 
variedad taxonómica de animales y puede ser el mayor desplazamiento natural diario 
de biomasa en el planeta (aunque los desplazamientos diarios humanos podrían supe-
rarlo) (Brierley, 2014). Los organismos planctónicos y pelágicos realizan una migración 
vertical desde las zonas profundas hacia la capa superficial del océano durante la noche, 
retornando a las profundidades durante el día. Esta estrategia de comportamiento res-
ponde a múltiples funciones ecológicas, entre las que destacan la búsqueda de alimento, 
la evasión de depredadores visuales y la optimización del éxito reproductivo. Las corrien-
tes marinas se encargan de distribuir esta infinita cantidad de especies de plancton. Este 

Figura 1. Fotografía de organismos zooplanctónicos en aguas oscuras (blackwater), en el 
canal de la isla de Cozumel. Imagen: Frida Jonguitud.
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patrón de migración facilita el transporte de materia orgánica hacia las profundidades 
y juega un papel esencial en el ciclo global del carbono, al mover grandes cantidades de 
carbono desde la superficie del océano a capas más profundas (Steinberg y Landry, 2017), 
lo que resulta especialmente relevante ante las extensas emisiones de carbono que los 
humanos generamos hoy en día. 

También es importante considerar que durante una inmersión nocturna de blackwa-
ter es posible encontrar una gran variedad de animales invertebrados, como medusas (es-
cifomedusas, hidromedusas y cubomedusas), sifonóforos, ctenóforos (medusas peine) 
(Figura 3) y una enorme variedad de formas larvales de crustáceos y moluscos pelágicos 
(heterópodos, pulpos, argonautas, nudibranquios) (Bartick, 2022). Es posible observar 
larvas de peces, peces voladores, peces con medusas, peces mesopelágicos e incluso al-
gunas especies abisales, así como calamares (Figura 4).

Para fotografiar estos seres diminutos en el mar abierto por la noche se debe con-
siderar que existe una gran diversidad de organismos que tienen características muy di-
ferentes entre sí, por lo que es necesario realizar ciertos ajustes en la cámara para lograr 
fotografías nítidas y correctamente expuestas.

Figura 2. Buzo con el equipo necesario (cámara y estrobos) para realizar fotografías en 
aguas oscuras. Imagen: Pedro Valencia.
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Figura 3. Medusozoos observados durante las inmersiones nocturnas en la isla de Co-
zumel. A Escifomedusa: Aurelia sp.; B Escifomedusa: Linuche unguiculata; C Hidrome-
dusa; D Cubomedusa; E Sifonóforo; F Ctenóforo. Imágenes: A, B, D-F Frida Jonguitud; 
C Pedro Valencia.
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Figura 4. Organismos del zooplancton fotografiados durante los buceos en aguas oscu-
ras en la isla de Cozumel. A Copépodo Sapphirina sp.; B Poliqueto; C Crustáceo decápo-
do; D Juvenil de pez volador. Imágenes: Pedro Valencia.

Estas mismas observaciones pueden ser invaluables para los investigadores que 
trabajan con estas especies, por lo que la colaboración entre las comunidades científicas 
y los buceadores recreativos es mutuamente beneficiosa.

Las imágenes y videos de esta actividad ofrecen una ventana fascinante al entorno 
epipelágico y a la forma en que las larvas de peces se ven, nadan y comportan dentro de él 
(Figura 5). El buceo blackwater permite observar los apéndices elaborados que presentan, 
así como otras estructuras especializadas de estas larvas, tal como aparecen in situ, antes 
de sufrir daños extensos por redes o fijación. Esto también lo permite el buceo pelágico 
efectuado durante el día (bluewater), pero esta modalidad reduce el contraste visual. Sin 
embargo, el buceo blackwater sigue siendo una actividad casi exclusivamente recreativa, 
particularmente popular entre los fotógrafos submarinos, quienes tienen poco interés 
en (o se oponen a) recolectar especímenes para los científicos. No obstante, un siguiente 
paso lógico es la recolección cuidadosa a mano de especímenes para su estudio científico. 
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Un número creciente de buceadores recreativos en todo el mundo tiene acceso a un 
hábitat que, de otro modo, sería costoso de investigar (Nonaka et al., 2021).

Además, este tipo de buceo busca cerrar la brecha entre la investigación científica y 
la ciencia ciudadana, invitando a cualquier buzo certificado a participar en la exploración 
de fauna planctónica y compartir los resultados con la sociedad académica. A medida que 
nos adentramos en el mundo oculto del zooplancton, nos damos cuenta de la inmensa 
importancia de estas pequeñas criaturas. No son simplemente organismos a la deriva, 
sino componentes vitales de un ecosistema complejo, que sostienen la vida desde las 
profundidades hasta la superficie.

Apilamiento de enfoque (focus stacking)
Otra técnica que se puede emplear para fotografiar organismos del zooplancton es el 
apilamiento de enfoque. Aunque su uso no es tan frecuente con organismos gelatinosos 
como las medusas y ctenóforos, ya que estos se deshidratan, se puede emplear (Figura 6). 

Figura 5A. Postlarva de monacántido alimentándose de una medusa; B Postlarva de ca-
rángido empleando a una salpa como refugio. Imágenes: Pedro Valencia.
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Esta técnica consiste en combinar varias fotos de un organismo, cada una de las cuales se 
enfoca en una parte diferente (Roca et al., 2018). Para ello es necesario colocar la cámara 
en un microscopio estereoscópico o utilizar un lente macro, empleando siempre los mis-
mos ajustes (tiempo de exposición, diafragma, sensibilidad e iluminación), mientras se 
desplaza el plano de enfoque hacia adelante o hacia atrás con cada disparo, moviendo el 
micrométrico del estereomicroscopio o la cámara montada sobre un riel. La imagen re-
sultante se crea seleccionando la zona más nítida de cada una de las fotografías apiladas, 
lo que da como resultado una imagen con mayor profundidad de campo y nitidez que la 
que se podría obtener con una sola fotografía.

Figura 6. Apilamiento de enfoque o focus stacking de fotografías de una cubomedusa.

Un aspecto a considerar cuando se realizan fotografías en las que se va a aplicar esta 
técnica es que el organismo de nuestro interés no se mueva, ya que esto ocasionaría, al 
apilar las fotografías, que la imagen final esté desenfocada (Plata, 2021). Para obtener un 
buen resultado también es importante realizar entre 14 y 60 fotografías, o más, depen-
diendo del volumen del organismo que se va a fotografiar.

En la actualidad hay varios programas que se pueden utilizar para apilar y combinar 
las fotografías y obtener un buen resultado, por ejemplo Helicon Focus, CombineZ o Pho-
toshop.



249Jonguitud  l  Castellanos Osorio  l Valencia  

Otro método
Si no se cuenta con una cámara submarina y se quiere tomar fotografías de los organis-
mos vivos y de su coloración, puede emplearse un método un poco más convencional y 
económico. Sencillamente se lleva al campo una pequeña pecera rectangular cuyo fondo 
termine de manera triangular, se coloca allí al organismo y se procede a fotografiarlo, em-
pleando una cámara con un lente macro (Figura 7).

Figura 7. Fotografiando hidrozoos en una embarcación en el mar Caribe, empleando 
una pecera.

Todo lo mencionado con anterioridad demuestra que la fotografía científica aplica-
da a los organismos marinos ha transformado la manera en que los investigadores obser-
van, documentan y analizan la biodiversidad marina. Más allá de su valor documental, 
las imágenes constituyen una herramienta analítica y educativa poderosa, capaz de acer-
car la ciencia a la sociedad y fomentar una conciencia ambiental más sólida.
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Zooplancton gelatinoso se terminó de editar 
en San Cristóbal de Las Casas, Chiapas, México,

en marzo de 2026.



Temidos ante el prejuicio humano y a menudo ignorados por 
los métodos de estudio tradicionales, los organismos gelatino-
sos  —ctenóforos, medusas, sifonóforos y tunicados pelágicos— 
constituyen un grupo funcional que desafía nuestra intuición 
evolutiva: seres sin esqueleto ni cerebro centralizado que, no 
obstante, dominan vastos escenarios acuáticos gracias a una efi-
ciencia energética y adaptativa extraordinaria.

Este libro ofrece una inmersión profunda en la biología, ta-
xonomía y ecología de estas “gelatinas”. A través de sus páginas, 
la obra analiza su papel en las redes tróficas, el secuestro de 
carbono y los procesos biológicos que regulan los ecosistemas 
acuáticos. Además, se documenta la revolución metodológica 
reciente, desde innovadoras técnicas de cultivo en laboratorio 
hasta el uso de la fotografía submarina de alta resolución 
como herramienta científica.

Orientada a académicos y estudiantes de biología, pero in-
cluso a especialistas de otras áreas, como ingeniería y biotecno-
logía, esta obra es también una invitación para que el público 
general descubra a estos organismos. Zooplancton gelatinoso es el 
testimonio de una evolución silenciosa y fascinante que nos 
obliga a mirar los cuerpos de agua con nuevos ojos.
     Una edición imprescindible para comprender la paradoja 
de la fragilidad que sostiene la vida en los ambientes acuáticos.




