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Resumen de la tesis que presenta Jesús Rodríguez Núñez como requisito parcial para la obtención del 
grado de Maestro en Ciencias en Ecología Marina  
 
 

Respuesta fisiológica en anémonas simbióticas y aposimbióticas del género Anthopleura, en el 
intermareal rocoso de Ensenada, Baja California. 

 
Resumen aprobado por: 

 
  

Dr. Rafael Andrés Cabral Tena 
Codirector de tesis 

 Dr. Manuel Alejandro Delgadillo Nuño 
Codirector de tesis 

 

Las anémonas del género Anthopleura mantienen una relación endosimbiótica con el dinoflagelado 
Breviolum muscatinei, similar a la simbiosis coral-Symbiodiniaceae, con excepción de que las 
anémonas pueden subsistir sin sus endosimbiontes (aposimbiósis). Las anémonas simbióticas y 
aposimbióticas se ven expuestas a las mismas fluctuaciones ambientales, pero pueden presentar 
distintos mecanismos de respuesta fisiológica debido a la plasticidad fenotípica. Este estudio analiza 
dos marcas epigenéticas en Anthopleura sp. a lo largo de un ciclo anual, la metilación global del ADN 
(metilación) y el daño al ADN por estrés oxidativo (daño oxidativo), con el fin de identificar regulaciones 
epigenéticas relacionadas con la variabilidad estacional y el estado de la simbiosis. Para esto, en 2023-
2024, se realizaron muestreos bimensuales durante la bajamar inferior en el intermareal rocoso de 
Ensenada, Baja California, México. Se recolectó tejido de cinco anémonas simbióticas y aposimbióticas, 
se cuantificó la densidad del endosimbionte y se determinó el porcentaje de metilación y daño 
oxidativo. Las anémonas simbióticas mostraron alta densidad endosimbionte a lo largo del año, con 
un incremento durante los meses con mayor temperatura y radiación solar (cálido-lumínico), mientras 
que las anémonas aposimbióticas mantuvieron bajas densidades durante el año, con excepción del 
mes más cálido-lumínico, en donde se presentó un estado de transición de aposimbiósis a simbiósis. 
En anémonas simbiontes, tanto la metilación como el daño oxidativo fue mayor durante los meses 
cálidos-lumínicos. Sin embargo, en anémonas aposimbióticas se observó un aumento en ambos 
marcadores cuando la luz y temperatura comenzaron a disminuir. Adicionalmente, se encontró una 
correlación positiva entre la metilación y el daño oxidativo (p=0.006, r=0.1994). Estor resultados 
reflejan los efectos de la variación ambiental estacional sobre la regulación epigenética en 
Anthopleura, posiblemente relacionados con la regulación de la simbiosis a lo largo del año. Emplear 
anémonas del género Anthopleura como modelo de estudio, resulta útil para establecer una línea base 
en la investigación epigenética en ecología de antozoos endosimbiontes, como los corales formadores 
de arrecifes, dada su importancia biológica y económica. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Palabras clave: anémonas, simbiosis, intermareal rocoso, densidad endosimbionte, epigenética 
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Abstract of the thesis presented by Jesús Rodríguez Núñez as a partial requirement to obtain the 
Master of Science degree in Marine Ecology. 
 
Psychological response in symbiotic and aposymbiotic sea anemones of the genus Anthopleura, in 

the rocky intertidal zone of Ensenada, Baja California. 
 

Abstract approved by: 
 

Dr. Rafael Andrés Cabral Tena 
Thesis codirector 

 Dr. Manuel Alejandro Delgadillo Nuño 
Thesis codirector 

  

The sea anemones of the genus Anthopleura have a facultative endosymbiotic relationship with the 
dinoflagellate Breviolum muscatinei, similar to symbiosis in coral-Symbiodiniaceae, with the exception 
that some anemones survive without their endosymbionts (aposymbiosis). The symbiotic and 
aposymbiotic anemone are exposed to the same environmental fluctuations. However, they can 
present different physiological response mechanisms due to their phenotypic plasticity. This study 
analyzed two epigenetic marks in Anthopleura sp. during an annual cycle: the global DNA methylation 
and DNA oxidative damage, to identify the epigenetic regulation mechanisms concerning seasonal 
variability and the state of symbiosis. In 2023-2024, bimonthly sampling was carried out during low 
tide in the rocky intertidal zone of Ensenada, Baja California, Mexico. The collected tissue of five 
symbiotic and aposymbiotic anemones was analyzed to determine endosymbiont density, global DNA 
methylation, and DNA damage. The symbiotic anemones had higher endosymbiont density during 
high-temperature and solar radiation months. In contrast, the aposymbiotic anemones present lower 
densities all over the year, except for the hottest month with high solar irradiation.. In symbiotic 
anemones, DNA methylation and oxidative damage were greater during the hottest and most solar-
irradiated month of the year. However, in aposymbiotic anemones, an increase is observed in both 
epigenetic markers when the solar irradiation and the temperature begin to decrease. Additionally, a 
positive correlation was found between DNA methylation and oxidative damage (p= 0.006, r= 0.1994). 
These results reflected the effects of seasonal environmental variation on epigenetic regulation in 
Anthopleura sp., possibly related to the regulation of symbiosis throughout the year. Employing 
Anthopleura anemones as a study model proves helpful in establishing a baseline in ecological 
epigenetic research of endosymbiotic anthozoans, such as reef-building corals, given their biological 
role and economic importance. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Keywords: anemones, symbiosis, rocky intertidal zone, endosymbiont density, epigenetic   
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Capítulo 1 Introducción 

La zona del intermareal rocoso es una franja costera que se ve cubierta por agua durante la marea más 

alta y expuesta por la marea más baja. El intermareal rocoso es un ecosistema con una alta diversidad y 

productividad y de gran importancia para la regulación y estructura de las poblaciones y comunidades 

costeras (M. E. Johnson, 2024). Desempeña un papel crucial al proveer de espacios adecuados para el 

asentamiento y reclutamiento de diversos invertebrados marinos, además de ofrecer refugio a una amplia 

variedad de organismos bentónicos adultos y las fases larvarias planctónicas de numerosas especies (L. 

Ladah et al., 2005). Los organismos del intermareal rocoso presentan adaptaciones notables ante la alta 

heterogeneidad ambiental del ecosistema (Gómez-Gutiérrez y Guerra-Rivas, 2010; Sanders y Palumbi, 

2011), que se caracteriza por variaciones extremas en la radiación solar, temperatura, salinidad, exposición 

al oleaje y una compleja estructura de interacciones bióticas como la competencia por espacio y 

depredación (Cornwell y Hernández, 2021; Dayton, 1971; Paine y Levin, 1981; Sebens y DeRiemer, 1977; 

Verde y McCloskey, 1996). Sin embargo, el equilibrio ecosistémico del intermareal rocoso se encuentra 

amenazado por diversas actividades antropogénicas, como la sobre explotación, la introducción de 

especies invasoras y el aporte de contaminantes (Mieszkowska et al., 2021; Schiel et al., 2004). Estas 

actividades, combinadas con problemas a mayor escala como eventos estacionales extremos y el cambio 

climático, generan alteraciones ambientales y ecológicas importantes (Mieszkowska et al., 2021). 

Las anémonas marinas del género Anthopleura son habitantes frecuentes en las comunidades del 

intermareal rocoso y, particularmente en la costa del Pacífico nororiental, tienen una distribución amplia 

desde Alaska hasta Baja California Sur (Bingham et al., 2011; Cornwell y Hernández, 2021; Daly et al., 2017). 

La capacidad de las anémonas para acumular contaminantes como microplásticos y metales pesados, así 

como sus respuestas fisiológicas a los factores ambientales, proporcionan información valiosa sobre el 

estado de los ecosistemas marinos (Aksun Tümerkan, 2023; Kalsom y Mehman, 2020). Particularmente, el 

estado de la simbiosis entre ciertas especies de anémonas con dinoflagelados fotosintéticos de la familia 

Symbiodiniaceae puede reflejar cambios ambientales(Davy et al., 2012; T. C. LaJeunesse et al., 2018) Un 

ejemplo de esto es la relación mutualista entre las anémonas de mar del género Antopleura  (Duchassaing 

de Fonbressin y Michelotti, 1860) con el dinoflagelado Brevolium muscatinei (sensu LaJeunesse et al., 

2018), anteriormente clasificada como Symbiodinium, e identificada mediante el biomarcador ITS2 type 

B4 (Lajeunesse y Trench, 2000), la cual se ve influenciada por factores como el estrés térmico, la condición 

de marea y los aportes de agua dulce (Hossfeld et al., 2020; Ruggeri et al., 2024). 
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Una característica importante en las especies del género Anthopleura es la capacidad facultativa de su 

relación simbiótica, ya que en condiciones de poca luz, al encontrarse oculta en cavidades de grietas o 

cuevas de rocas, el número de células del simbionte disminuye significativamente (Muscatine, 1961; V. B. 

Pearse, 1974b), por lo que estos organismos pueden controlar su entorno lumínico y cumplir su funciones 

metabólicas sin la necesidad de albergar grandes densidades de simbionte (aposimbiosis), lo que da como 

resultado  un fenotipo blanco debido a la ausencia de pigmentos fotosintéticos en sus tejidos (Dimond et 

al., 2013; Suggett et al., 2008). Por otro lado, para Anthopleura, la estabilidad de la endosimbiosis con sus 

dinoflagelados proporciona una ventaja metabólica dada la cantidad de carbono fijado por la actividad 

fotosintética, que puede representar hasta el 95% de la energía traslocada al hospedero (Koch et al., 2020; 

Leggat et al., 2002). Sin embargo, albergar simbiontes conlleva el costo metabólico de la respuesta al estrés 

oxidativo, tanto enzimática como no enzimática (Asada, 2006; Cubillos et al., 2015, 2023; Lesser, 2006; 

McGinty et al., 2012), para hacer frente a la producción de especies reactivas de oxígeno (ROS por sus 

siglas en inglés), que producen daño celular en lípidos, proteínas, membranas y en el ADN (Cubillos et al., 

2015, 2023; McGinty et al., 2012). 

Tanto las anémonas simbióticas como las aposimbióticas, se encuentran expuestas, de manera natural, a 

los cambios físicos en la franja del intermareal rocoso, como lo son los períodos sucesivos de inmersión, 

desecación y exposición solar por efecto de las mareas (Bingham et al., 2011). De tal forma, las anémonas 

están sometidas a diversos factores de estrés fisiológico debido a los cambios constantes y extremos de 

las condiciones ambientales (Schiel et al., 2004). Por lo tanto, su capacidad de tolerar el estrés determina 

la distribución de esta especie y las relaciones simbióticas de sus fenotipos simbiótico y aposimbiótico, a 

lo largo del gradiente de zonación en el intermareal rocoso (Menge y Branch G. M., 2001). Por esta razón, 

las especies de Anthopleura han desarrollado respuestas fisiológicas que les permiten tolerar dichas 

fluctuaciones (Cubillos et al., 2015), a través de distintas respuestas biológicas compensatorias ante los 

cambios ambientales de corto plazo, que les proporciona una alta capacidad de aclimatación que puede 

dar lugar a características evolutivas heredables (adaptación) a largo plazo (Ghalambor et al., 2015). 

Uno de los mecanismos que actúa en la regulación de las respuestas fisiológicas es la plasticidad fenotípica, 

es decir, en la capacidad de los organismos para modificar o alterar su fenotipo en respuesta a los cambios 

ambientales (Hochachka y Somero, 2002). La plasticidad fenotípica está mediada por factores 

epigenéticos, como la metilación del ADN, los ARN no codificantes (como los miARNs) y de las proteínas 

asociadas al ADN (histonas), en la cual, estas marcas de metilación en el ADN pueden ser heredables pero 

sin alterar la secuencia de nucleótidos del ADN (Castel y Martienssen, 2013; Li et al., 2018). Estas marcas 

epigenéticas son clave en la plasticidad fenotípica y permiten que, a partir del mismo material genético, 
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se produzcan múltiples cambios en la cromatina (Feil y Fraga, 2012; Greer y Shi, 2012) y en la metilación 

del ADN y ARN (Bird, 2002; Feil y Fraga, 2012), siendo la metilación del ADN el mecanismo epigenético 

más estudiado en cnidarios simbiontes (Putnam et al., 2016). 

Considerando todos los aspectos previos, en este estudio se realizó un análisis comparativo de la respuesta 

fisiológica entre anémonas simbióticas y aposimbióticas del género Anthopleura, ante la variabilidad 

ambiental estacional, y ésta se correlacionó con las marcas epigenéticas. Particularmente, se evaluaron 

los cambios en la densidad de simbiontes, el porcentaje de metilación global del ADN y daño al ADN por 

estrés oxidativo en relación con la variación de la temperatura del mar y la irradiancia solar a lo largo de 

un ciclo anual (enero 2023 a enero 2024). Este enfoque permite comprender cómo los estados de simbiosis 

facultativa (simbiosis y aposimbiosis) influyen en la respuesta al estrés ambiental, lo que tiene una 

relevancia ecológica y evolutiva significativa, para estas y otras especies de cnidarios simbiontes como los 

corales formadores de arrecifes. Además, ayudará a comprender cómo los cnidarios simbiontes responden 

a las condiciones cambiantes de su entorno y mantienen la plasticidad fenotípica. Este conocimiento 

novedoso es crucial para entender su capacidad de aclimatación, supervivencia y distribución dentro de 

los ecosistemas marinos en los que habitan. 

1.1 Antecedentes 

1.1.1 Simbiosis cnidarios-dinoflagelados  

En estudios ecológicos, se ha identificado una gran complejidad en los procesos de simbiosis entre 

dinoflagelados de la familia Symbiodiniaceae con anémonas y corales (Casado-Amezúa et al., 2016; 

Jacobovitz et al., 2023; T. C. LaJeunesse et al., 2018; Nitschke et al., 2022). Entre estos, el intercambio de 

nutrientes, un entorno celular protegido y las respuestas a factores ambientales que permiten la 

prosperidad de estos invertebrados en los ecosistemas marinos (Cunning et al., 2015; Hoadley et al., 2021; 

Marzonie et al., 2024; Wong et al., 2021). La simbiosis Cnidaria-Symbiodiniaceae está influenciada por su 

diversidad genética, dinámicas ecológicas e interacciones biológicas (Cunning et al., 2018; Davies et al., 

2023; Howe‐Kerr et al., 2020; Howells, 2011). Estos procesos favorecen la supervivencia del cnidario y 

optimizan la eficiencia energética, a través de la fotosíntesis (Mohammad Aslam et al., 2023; Roberty et 

al., 2014), por medio de la cual los dinoflagelados reutilizan y reciclan los nutrientes inorgánicos y 

suministran el carbono orgánico necesario al hospedero (Casado-Amezúa et al., 2016; Huang et al., 2024; 
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Ros et al., 2020), contribuyendo al equilibrio metabólico del holobionte (cnidario, simbiontes y 

microbiota). Sin embargo, los cambios en las condiciones ambientales, principalmente de luz y 

temperatura, pueden afectar la salud y el rendimiento del holobionte (Meyer y Weis, 2012; Stat et al., 

2008; Technau et al., 2005).  

Los dinoflagelados de la familia Symbiodiniaceae presentan diversas respuestas al estrés ambiental, 

térmico y lumínico, que implican cambios bioquímicos y fisiológicos (Iglesias-Prieto et al., 1992; Lesser, 

2019; Rosic et al., 2024). Estudios en el Indo Pacífico encontraron una dominancia de Cladocopium sp. 

(anteriormente clado C) en corales sanos, mientras que en eventos de blanqueamiento estos fueron 

desplazados temporalmente por Durusdinium (clado D) (Berkelmans & van Oppen, 2006; Stat & Gates, 

2011), los cuales presentan una mayor resistencia y resiliencia al calor debido a la duplicación del genoma 

completo (Dougan et al., 2022; Hoadley et al., 2016). Por lo tanto, desde una perspectiva de la biología 

celular, los estudios de la simbiosis Cnidaria-Symbiodiniaceae que emplean modelos de estudio y 

desarrollan técnicas moleculares permiten comprender cómo ésta simbiosis responde funcionalmente a 

los cambios en las condiciones ambientales, así como su capacidad de adaptación y aclimatación en el 

ecosistema(Denis et al., 2024; Jacobovitz et al., 2023; Lesser, 2019; Nitschke et al., 2022; Scharfenstein et 

al., 2023).  

Particularmente, las anémonas simbióticas de diferentes regiones templadas y tropicales son excelentes 

organismos modelo de la simbiosis Cnidaria-Symbiodiniaceae(Bucher et al., 2016; Tortorelli et al., 2020). 

Además, son fáciles de manipular en entornos de laboratorio (Dungan et al., 2020; Weis, 2008). Un 

ejemplo que destacar son las anémonas del género Anthopleura, que, durante su ciclo de vida, cuando la 

anémona se reproduce sexualmente forma gametos y larvas carentes de dinoflagelados simbióticos, es 

durante su desarrollo que los organismos tienen la capacidad de hospedar de forma facultativa a sus 

simbiontes (Weis et al., 2005), la simbiosis comienza durante la alimentación en las fases larvales (A. E. 

Bates et al., 2010; Bingham et al., 2014; Schwarz et al., 2002; Weis et al., 2005).  

Desde los primeros estudios en la cuantificación de la expresión génica y proteica en anémonas 

Anthopleura (Weis y Levine, 1996), hasta las primeras investigaciones en las ciencias ómicas (Meyer y 

Weis, 2012), las especies de Anthopleura han proporcionado conocimientos sobre los mecanismos 

moleculares involucrados en la regulación de la simbiosis y la respuesta a factores de estrés como la 

temperatura, intensidad de la luz y estrés oxidativo (Chen et al., 2016; Mihirogi et al., 2023; Rädecker et 

al., 2018; Thornhill et al., 2013; Xiang et al., 2020). Por ejemplo, entre las características que comparten 

las anémonas Anthopleura, distribuidas en el Pacífico nororiental, es su asociación con el dinoflagelado 
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Breviolum muscatinei (anteriormente Symbiodinium Clado B), por lo que, los estudios recientes han 

demostrado que las distintas poblaciones de Anthopleura muestran  tasas altas de flujo génico, lo que 

limita su adaptación local, salvo sus límites sur de su distribución y su simbionte Breviolum muscatinei 

exhiben fuerte estructura genética lo que sugiere una mayor capacidad de adaptación local especialmente 

en ambientes extremos como la temperatura y la radiación solar y su ubicación en la zona del intermareal 

(Cornwell et al., 2022; Cornwell & Hernández, 2021). 

1.1.2 Intermareal rocoso del Pacífico nororiental  

El intermareal rocoso del Pacífico Norte Oriental abarca varias regiones a lo largo de la costa occidental de 

Norteamérica incluyendo Canadá, E.E.U.U y México, particularmente desde Alaska hasta Baja California 

Sur, el cual se caracteriza por una elevada biodiversidad, complejidad estructural y heterogeneidad 

ambiental que afectan la distribución y zonación de las especies de peces, invertebrados y organismos 

autótrofos (Blanchette et al., 2008; Dayton, 1971). Además, existe una similitud significativa de especies 

presentes en estas áreas, correlacionada con los factores ambientales como la exposición al oleaje, niveles 

de marea, tasas de sedimentación y surgencias (Cruz-Motta et al., 2010), incluso considerando las 

distancias geográficas extensas que separan estas regiones (Blanchette et al., 2008).  

Debido a la alta complejidad estructural y heterogeneidad ambiental, las comunidades de invertebrados 

marinos que habitaban en el intermareal rocoso presentan un equilibrio ecológico delicado regido por la 

competencia por el espacio disponible, la presión ejercida por la depredación y la aclimatación 

influenciada por las variables ambientales  cómo el oleaje, mareas, sedimentación, temperatura, luz 

(Dayton, 1971; Blanchette et al., 2008) y además, la estructura y complejidad del ecosistema se ven 

seriamente afectados por las actividades antropogénicas locales y el cambio climático global, que generan 

variaciones significativas en la calidad de agua y un aumento en la temperatura el nivel del agua, dando 

como resultado cambios en la diversidad y  distribución de las especies del intermareal (Kaplanis, 2023; 

Kaplanis et al., 2024). 

En este contexto, por su alta complejidad esta tesis aborda la dinámica del intermareal rocoso del Pacífico 

Norte Oriental mediante el estudio de anémonas del género Anthopleura en estado simbiótico y 

aposimbiótico. Estos organismos actúan como bioindicadores del estado ambiental del intermareal y 

permiten analizar su relación con factores físicos, como la temperatura y la radiación solar, los cuales 

presentan variaciones a lo largo del año. 
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1.1.3 Especies de Anthopleura del intermareal rocoso de Ensenada, BC, Méx.  

A lo largo de los hábitats del intermareal rocoso en el Pacífico nororiental, se ha estudiado la filogenia de 

Actiniidae Rafinesque, 1815, la Familia más grande conocida de anémonas de mar (Cnidaria: Anthozoa: 

Actinaria), que contiene más de 43 géneros y 200 especies (Carlgren, 1949). Particularmente, el género 

Anthopleura Duchassaing (Duchassaing de Fonbressin y Michelotti, 1860), que actualmente cuenta con 47 

especies conocidas (Daly y Fautin, 2019), alberga algunas de las especies de anémonas de mar más 

estudiadas gracias a su diversidad, abundancia y distribución (Daly, 2004), ya que constituyen gran parte 

de las comunidades del intermareal rocoso y se pueden encontrar comúnmente tanto en hábitats 

templados como tropicales (Daly et al., 2017; Spano y Häussermann, 2017). Además, muestran 

características ecológicas y biológicas relevantes, como lo son sus respuestas fisiológicas al estrés térmico 

y lumínico, así como estrategias nutricionales que combinan depredación oportunista y simbiosis 

facultativa con dinoflagelados fotosintéticos Symbiodiniaceae (Ayala-Sumuano et al., 2017; Fitt et al., 

1982). 

A pesar del conocimiento extenso del género Anthopleura y la cantidad de estudios que utilizan a sus 

especies para comprender fenómenos ecológicos o biológicos, la diversidad y filogenia de este grupo 

apenas comienza a ser comprendida (Daly et al. 2017). Dentro de los primeros estudios filogenéticos, 

Smith y Potts, (1987) emplearon datos de electroforesis de enzimas (alozimas) para describir la presencia 

de tres especies coexistentes distribuidas en zona del intermareal del Pacífico nororiental: A. elegantissima 

Brandt, (1835), A. xanthogrammica  Brandt, (1835) y A. artemisia Dana, (1846). Particularmente, A. 

elegantissima presenta la facultad de formar grupos clonales y formas solitarias con diferencias en 

reproducción (tanto sexual como asexual), frecuencia, distribución biogeográfica y microhábitat (Fitt et 

al., 1982; Francis, 1979; Hand, 1955). Lo que ocasionó un debate acerca de si las dos formas clonales y 

solitarias representan taxones aislados reproductivamente y, por lo tanto, constituyen dos especies 

distintas (Francis, 1979; McFadden et al., 1997; Smith y Potts, 1987). Un análisis filogenético posterior de 

alozimas determinó que la forma clonal conserva el binomio A. elegantissima, mientras que la forma 

solitaria se describe y se denomina como Anthopleura sola (Pearse y Francis, 2000). Estos resultados 

fueron confirmados utilizando genes mitocondriales 16S rDNA y citocromo oxidasa subunidad III (Geller y 

Walton, 2001).  

En el caso de las especies A. xanthogrammica y A. artemisia, estas presentan distancias genéticas mayores 

entre sí y con respecto a sus congéneres A. elegantissima y A. sola (Smith y Potts, 1987; McFadden et al., 

1997). Aunque las formas más grandes de A. sola a menudo se han confundido con A. xanthogrammica, 
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debido a su similitud en tamaño, morfología y hábitat (Smith y Potts, 1987). Además, recientemente se ha 

descrito la presencia de otros miembros del género Anthopleura en la costa del Pacífico nororiental, 

particularmente en México (Daly, 2004), como lo son: Anthopleura dowii Verrill, (1869), A. radians Spano 

y Häussermann, (2017), A. mariae sp. nov. Vassallo-Avalos et al., (2020) y A. variata sp. nov. Vassallo-

Avalos et al., (2024). Lo que sugiere que las áreas de distribución de las especies de Anthopleura del 

Pacifico occidental pueden extenderse hacia el norte y superponer su distribución con los límites 

septentrionales de las especies del Pacífico nororiental (Carlgren, 1951). Entre estos registros, los de A. 

dowii y A. variata sp. nov., fueron documentados utilizando marcadores moleculares mitocondriales (ADNr 

12S, ADNr 16S y COIII) y ribosomales (ADNr 18S, ADNr 28S); para la zona del intermareal de Ensenada, Baja 

California (Ayala-Sumuano et al., 2017) y la zona del intermareal de Cerritos, Baja California Sur (Vassallo-

Avalos, et al. 2024). Mientras que los registros de A. radians y A. mariae sp. nov., respectivamente, en 

Punta Eugenia, Baja California Sur y Punta Morro, Baja California se realizaron únicamente a partir de la 

descripción de caracteres morfológicos e histológicos (Vassallo-Avalos, Acuña, et al., 2020; Vassallo-

Avalos, González-Muñoz, et al., 2020b) y, por lo tanto, no figuran dentro de la filogenia molecular de 

Anthopleura (Daly et al., 2017; Vassallo-Avalos et al., 2024). 

En términos biogeográficos del Pacífico Norte, los resultados de Daly et al. (2017), sugieren que hay al 

menos dos eventos de colonización de las especies de Anthopleura en el Pacífico nororiental y que estas 

abarcan dos grupos principales: un clado que incluye las especies: A. dowii, A. elegantissima y A. sola, 

(incluida A. variata, ver: Vassallo-Avalos, et al. 2024) y otro clado que incluye a A. xanthogrammica y A. 

artemisia. Las especies generalmente están asociadas entre sí en todos los análisis, aunque no 

corresponden a grupos hermanos y las inferencias sobre ellos son provisionales (Daly et al., 2017). En la 

Tabla 1 se resumen las diferencias en morfología, hábito simbiótico y reproducción de las seis especies de 

Anthopleura con distribución potencial en la zona del intermareal rocoso de Ensenada, Baja California, 

México. No obstante, muchas de las inconsistencias taxonómicas y filogenéticas en Anthopleura se derivan 

de problemas con la documentación e interpretación de sus características anatómicas (Daly et al., 2017). 

1.1.4 Respuesta fisiológica en anémonas Anthopleura 

Las anémonas de mar del género Anthopleura presentan una notable plasticidad en sus respuestas 

fisiológicas y conductuales aparentemente asociada con las relaciones simbióticas que establecen con 

endosimbiontes fotosintéticos: Symbiodiniaceae o Chlorophyta (Carlton, 2023; Hiebert et al., 2015). 
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Tabla 1. Caracteres diagnósticos en las especies de Anthopleura de Baja California, después de Barragan et al., 
(2019), Daly, (2004), Daly et al., (2017), J. D. Espinoza, (2023), Hand, (1955), Rudy et al., (2013), Sebens, (1984), Smith 
y Potts, (1987), Vassallo-Avalos, et al., (2020, 2020b, 2024) 

Especie Coloración  Tamaño 
(mm) 

# Ciclos de 
tentáculos 

Simbiontes Reproducción 
asexual 

A. artemisia Columna negra, gris o 
marrón. Disco oral rojo, 
marrón, gris o negro. 
Tentáculos rojos, blancos, 
naranjas, negros o azules. 

60-70 5 Ausentes Fisión 
longitudinal 

A. dowii Columna oliva o pardusca. 
Disco oral verde, naranja o 
rosa alrededor de la boca, con 
líneas naranja, marrón, gris o 
violeta. Tentáculos gris, 
violeta o naranja con 
manchas anaranjadas  

25–50 alto 5–6 Sin 
informació
n 

Fisión 
longitudinal 

A. 
elegantissima 

Columna verde oscuro a 
brillante. Disco oral verde, 
verde oscuro u oliva con un 
tinte gris o azul y líneas verde 
oscuro a rojo o marrón rojizo. 
Tentáculos grises oscuro a 
azulado o azul medio, verde o 
lavanda, con puntas rosadas o 
lavanda y puntos o bandas 
blancas.  

8-42  5–6 Presentes Fisión 
longitudinal 

A. mariae sp. 
nov. 

Columna verde parduzco, 
grisáceo o oliva con manchas 
rojas. 

3–16 diam. 
4–20 alto  

4–5 Presentes Sin evidencia 

A. sola Columna verdosa. Disco oral 
verde, verde oscuro u oliva 
con un tinte gris o azul. 
Tentáculos gris, oscuro, azul, 
verde o lavanda, puntas 
rosadas o lavanda con puntos 
o bandas blancas. 

40 5–6 Presentes Ausente 

A. 
xanthogrammi
ca 

Columna verde o marrón 
verdoso oscuro a pálido. 
Disco oral verde, verde 
oscuro o azul verdoso, azul, 
gris azulado o gris. Tentáculos 
generalmente de un solo 
color verdoso, azulado o 
blanco,  

60 -120 6 Presentes Ausente 

 

Cuando estas especies albergan endosimbiontes, subsisten como fotoautótrofas en condiciones óptimas 

de luz (Dimond et al., 2013; Suggett et al., 2012). Pero, cuando es necesario, son heterótrofas y se 

alimentan enteramente de presas y detritos (Bergschneider y Muller-parker, 2008; Hiebert y Bingham, 
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2012). En consecuencia, estás anémonas exhiben una alta plasticidad fenotípica relacionada tanto a su 

simbiosis como a factores genéticos y ambientales. Por ejemplo, los fenotipos de color varían entre y 

dentro de las especies de Anthopleura (Manchenko et al., 2000; Pearse y Francis, 2000), de acuerdo con 

la abundancia y la composición de sus simbiontes (Bates, 2000; Bates et al., 2010), en adición a 

polimorfismos genéticos de coloración (Clarke et al., 2024) y factores de estrés (Staats et al., 2024). Por lo 

tanto, su función ecológica está determinada por esta variabilidad genética, fisiológica y ambiental 

(Saunders y Muller-Parker, 1997). 

La plasticidad fenotípica en anémonas y particularmente en las de este estudio del género Anthopleura 

depende principalmente de las condiciones de radiación lumínica a las que se ven expuestas y su 

interacción con las variables relacionadas al cambio de marea e intercambio de agua dulce, como lo son, 

la temperatura, salinidad, pH y al consumo y producción de oxígeno y CO2 (Dimond et al., 2017; Dykens y 

Shick, 1984; Shick y Dykens, 1984; Towanda y Thuesen, 2012; E. A. Verde y McCloskey, 2007; E. Verde y 

McCloskey, 2002; Woodhouse, 2014). Los experimentos de Pearse, (1974b), (1974a), demostraron una 

relación positiva en la fototaxis de anémonas con dinoflagelados simbiontes en periodos de baja 

intensidad lumínica, en los que el organismo se mueve y expande sus tentáculos hacia la fuente de luz, y 

de fototaxis negativa en altas intensidades de luz, donde la anémona busca refugio y contrae sus 

tentáculos. Por otro lado, Pearse (1974a, 1974b), no encontró diferencias significativas en la fototaxis de 

las anémonas que carecían de simbiontes, incluso en aquellas que previamente los habían albergado, 

aunque estas si se expandían y contraían con los cambios de luz como una posible respuesta condicionada. 

De igual modo, los estudios de Saunders y Muller-Parker, (1997), demostraron que existe un cambio en la 

densidad de células simbiontes en A. elegantissima aumentando bajo condiciones de baja luz, mientras 

que no se ve afectada de forma significativa por la temperatura. Esto sugiere que la disponibilidad de luz 

es un factor clave en la regulación de su densidad dentro del hospedador. 

La plasticidad en la relación simbiótica no solo influye en el comportamiento y la fisiología de Anthopleura, 

sino que también tiene implicaciones fundamentales para su metabolismo energético. Uno de los 

principales resultados de la relación simbiótica entre Anthopleura elegantissima y el dinoflagelado 

Breviolum muscatinei, es la transferencia directa de carbono fotosintético desde el simbionte hacia el 

hospedero(Engebretson y Muller-Parker, 1999) . Se ha estimado que entre el 60% el 99% del carbono 

fijado por la fotosíntesis (fotosintato) es transferido al hospedero, quien lo utiliza para en procesos 

metabólicos, de crecimiento y reproducción (Coffroth y Santos, 2005; Muscatine L. et al., 1984). La 

transferencia de fotosintetatos es facilitada por la enzima anhidrasa carbónica, cuya actividad es 

significativamente mayor en individuos simbióticos en comparación con los aposimbióticos (Leggat et al., 
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2002; Weis y Reynolds, 1999). Además del carbono, los dinoflagelados simbiontes transfieren otros 

productos como glicerol, lípidos y algunos aminoácidos que contribuyen al metabolismo del hospedero 

(Battey y Patton, 1984; Kellogg y Patton, 1983; Muscatine L. et al., 1994). Debido a su alta densidad 

poblacional en los tejidos del hospedero, estos simbiontes se consideran los principales productores 

primarios en el ecosistema del intermareal rocoso (Muscatine, 1980), y desempeán un papel crucial en los 

ciclos biogeoquímicos, particularmente en los procesos de remineralización y transformación de energía, 

similar al de las algas bentónicas y de vida libre (Barnes y Chalker, 1990; Muscatine y Weis, 1992). 

Recientemente, el aumento en las temperaturas en los océanos, ha impulsado numerosos estudios en los 

cnidarios para describir el impacto que tiene el estrés térmico en organismos simbióticos y aposimbióticos. 

Se ha propuesto que la presencia de organismos fotosintéticos, como las microalgas, en condiciones de 

mayor temperatura y radiación lumínica, incrementa el estrés oxidativo en los cloroplastos, lo que provoca 

daño al fotosistema II (PSII), lo que generaría mayor producción en los niveles de especies reactivas de 

oxígeno (ROS) (Lesser, 1997, 2006; Venn et al., 2008). 

1.1.5 Densidad simbionte en Anthopleura 

Los estudios de Saunders y Muller-Parker (1997), demostraron que existe un cambio en la densidad de 

simbiontes en A. elegantissima en respuesta a los cambios de temperatura y luz y, por lo tanto, su función 

ecológica está determinada por la variabilidad ambiental. De igual modo, la plasticidad fenotípica en las 

anémonas depende principalmente de las condiciones de intensidad de luz a las que se vea expuesta. Los 

experimentos de Pearse, (1974), demostraron una relación positiva entre las anémonas con dinoflagelados 

simbiontes en periodos de baja intensidad de luz y de forma negativa con altas intensidades de luz, en 

donde la anémona busca refugio. Por otro lado, Pearse (1974), no encontró diferencias significativas en el 

comportamiento de las anémonas que carecían de simbiontes en relación con la intensidad de luz.  

Los cnidarios albergan una amplia diversidad de simbiontes pertenecientes a la familia Symbiodinaceae, 

cuya especificidad y densidad está influenciada por variables ambientales como la temperatura y la 

radiación lumínica, permitiendo la capacidad de adaptación y tolerancia a los cambios ambientales, 

además de que la mayoría de los huéspedes albergan un único tipo dominante de simbionte (LaJeunesse, 

2002). En anémonas de mar del género Anthopleura, las poblaciones alojadas en el tejido pueden alcanzar 

densidades de varios millones o más por centímetro cuadrado de tejido del hospedero (Muscatine y 

Porter, 1977). 
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Los dinoflagelados del género breviolum son organismos que se han descrito como genéticamente 

diversos y ecológicamente exitosos en diferentes regiones tropicales (Goulet et al., 2008), así como en 

aguas templadas del Pacífico oriental, donde forma asociaciones simbióticas con cnidarios (Rodriguez-

Lanetty et al., 2001) como las anémonas de mar. 

En los estudios de Verde y McCloskey, (2001); Verde y McCloskey, (2002), realizaron comparaciones de 

fotosíntesis, respiración, y balance de carbono de A. elegantissima, con simbiontes de dinoflagelados y 

algas verdes en condiciones controladas. Verde y McCloskey (2001), estudiaron el efecto de la 

temperatura y demostraron que una temperatura elevada aumenta la fotosíntesis del simbionte, lo que 

se traduce en mayor traslocación de carbono fijado de forma significativa en simbiontes de dinoflagelados 

y, por otro lado Verde y McCloskey (2002) realizaron estudios sobre el efecto de la luz a temperatura 

constante, lo que demostró que la fotosíntesis se relaciona con la intensidad de luz para ambos simbiontes, 

con una tasa fotosintética mayor para dinoflagelados simbiontes. 

Se han descrito pocos estudios sobre la dinámica estacional de la densidad simbionte en anémonas del 

género Anthopleura a lo largo de su distribución del intermareal del Pacifico nororiental. Uno de los 

trabajos que aborda este tema en la densidad simbionte es el de Verde y McCloskey, (2007),  quienes 

reportaron que existe una variabilidad estacional en la densidad de simbiontes a lo largo de un periodo de 

muestreo, donde las densidad simbionte fue más alta durante el verano hasta principios del invierno 

(temporada cálida), y bajas durante la primavera y principios de verano (temporada baja), estas 

densidades se compararon con relación a los parámetros ambientales de temperatura del agua, intensidad 

de luz y duración de luz, así como parámetros fisiológicos y metabólicos como fotosíntesis, traslocación de 

carbono y respiración de la anémona. Por otro lado, con el trabajo de  (Dimond et al., 2011), a pesar de 

que no encontraron diferencias significativas, se observó una tendencia en el aumento de la densidad 

simbionte en los meses de julio y noviembre en comparación con febrero y abril, a pesar de la variación 

estacional de factores como la temperatura y la radiación solar. 

1.1.6 Daño al ADN por estrés oxidativo en anémonas  

Las especies reactivas de oxígeno (ROS por sus siglas en inglés) son moléculas que se forman cuando el 

oxígeno molecular (O2) se excita a oxígeno singlete (¹O₂) por la absorción de energía (por ejemplo, de la 

luz), o cuando el O2 es reducido por transferencias secuenciales de electrones para formar radicales 

superóxido (•O₂⁻), peróxido de hidrógeno (H₂O₂) y, en presencia de hierro (Fe²⁺), el H₂O₂ puede ser 
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reducido a radical hidroxilo (•OH), altamente reactivo (Asada et al., 1974, 1987). En sistemas biológicos, 

las ROS son subproductos que surgen de forma normal a partir de reacciones involucradas en el  

metabolismo aeróbico de los organismos, como la fotosíntesis y respiración (Asada, 1987), y que están 

implicados en rutas de señalización para controlar procesos como la muerte celular programada 

(apoptosis), respuestas al estrés, defensa contra patógenos y señalización sistémica (Mittler, 2002). De 

acuerdo con Polle, (2001), en condiciones normales, la producción de ROS en las células es baja (240 µM 

s−1 •O₂⁻) y su nivel es estable en los cloroplastos (0.5 µM H₂O₂). Mientras que muchos factores de estrés 

ambiental, que alteran la homeostasis celular, aumentan la producción de ROS (720 µM s−1 •O₂⁻) a niveles 

sostenidos (5–15 µM H₂O₂). Estos factores de estrés incluyen choques térmicos (por frío o calor), alta 

irradiancia, radiación ultravioleta, desecación, cambios de salinidad, presencia de metales pesados y otros 

contaminantes, privación de nutrientes, daño físico y ataque de patógenos (Dat et al., 2000). 

Durante los episodios de estrés ambiental, los altos niveles de ROS son capaces de ocasionar daño 

citotóxico y genotóxico por estrés oxidativo a las células (Cadet et al., 1997; Cooke et al., 2003; Skrypnyk y 

Maslova, 2007), causando oxidación y alteración irreversibles en los ácidos nucleicos (ADN y RNA). En el 

ADN, se produce modificaciones en las bases, como la formación de 8-oxoguanina, genera errores y 

mutaciones, además de ruptura en cadenas y enlaces que dificultan la replicación y la transcripción. En el 

ARN el daño incluye la oxidación y fragmentación de moléculas, afecta la producción de proteínas. 

Además, ocurre peroxidación lipídica de ácidos grasos poliinsaturados (como los fosfolípidos de la 

membrana celular) y oxidación de enzimas y otras proteínas (Davalli et al., 2018; Hawkins y Davies, 2019; 

Ito et al., 2019; Yan y Zaher, 2019), impidiendo que tanto la célula como el organismo completo realicen 

sus funciones normales (Andrés Juan et al., 2021). Particularmente, los daños por estrés oxidativo al ADN 

implican oxidación de las bases nitrogenadas, roturas mono- y bicatenarias, y enlaces cruzados entre 

moléculas ADN-proteína (Beckman y Ames, 1997; Dizdaroglu, 1991; Epe, 1995; Wiweman y Halliwell, 

1996). Sin embargo, la inducción del daño por estrés oxidativo ocurre cuando se presenta un desequilibrio 

entre la producción de ROS y los sistemas de defensa antioxidante, que incluyen, las enzimas superóxido 

dismutasa (Zn-Cu SOD, SOD1, Mn-SOD y SOD2), que reducen el •O₂⁻ en H₂O₂, y las enzimas catalasa, 

glutatión peroxidasas y tiorredoxina reductasa que convierten los niveles de H₂O₂ en H₂O y O₂ (Juan et al., 

2021; Wen y Garg, 2018). 

El estrés oxidativo en las anémonas de mar, especialmente en aquellas que albergan microalgas 

simbióticas, es un factor clave en el daño del ADN (Nii y Muscatine, 1997; Skrypnyk y Maslova, 2007). 

Debido principalmente a la producción de ROS durante la respiración animal y la fotosíntesis de las 

microalgas, especialmente bajo las condiciones de estrés ambiental más comunes en sus hábitats como 
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altas temperaturas o luz intensa (Richier et al., 2005, 2006; Rideb et al., 2022). El aumento de la luz altera 

el aparato fotosintético de las microalgas ocasionando hiperoxia y una acumulación de electrones que 

reaccionan con las moléculas de oxígeno en los cloroplastos, formando peróxido de hidrógeno (H₂O₂) y 

radicales superóxido (•O₂⁻ ) e hidroxilo (•OH), además, el aumento de la temperatura incrementa la tasa 

metabólica y respiratoria de las anémonas lo que contribuye a la producción de ROS en las mitocondrias 

(Asada, 2006; McGinty et al., 2012; Merle et al., 2007). Para neutralizar el aumento de ROS durante la 

fotosíntesis de las microalgas y reducir el daño al ADN por estrés oxidativo, las anémonas simbióticas 

muestran una mayor actividad y diversidad de isoformas de enzimas antioxidantes, como la SOD y 

catalasa, en comparación con especies no simbióticas o aposimbióticas (Richier et al., 2005).  

En el estudio de Dykens y Shick, (1982), por ejemplo, se observó que las anémonas simbióticas de 

Anthopleura elegantissima tuvieron una mayor producción de oxígeno en niveles altos de luz, lo que 

produjo un alto contenido de clorofila y una mayor actividad de la enzima SOD, en comparación con las 

anémonas A. elegantissima aposimbióticas. Las cuales presentaron una menor actividad de SOD y un bajo 

contenido de clorofila. Estas diferencias se atribuyen a las  adaptaciones en las células huésped de las 

anémonas simbióticas para neutralizar el exceso de ROS y soportar el estrés oxidativo  durante la 

fotosíntesis de las microalgas simbiontes, reduciendo así el daño celular de las anémonas simbiontes en 

condiciones de hiperoxia mientras que las anémonas no simbióticas (o aposimbióticas) muestran mayor 

daño y menor actividad de la SOD (Coffroth y Santos, 2005; Cubillos et al., 2015; Richier et al., 2006; Weis 

y Levine, 1996). Otras adaptaciones en anémonas simbiontes incluyen la producción de proteínas 

fluorescentes que ayudan en el anclaje de los simbiontes al citoesqueleto de las células endodérmicas 

(Banaszak y Trench, 1995). La actividad de la anhidrasa carbónica en la hidratación reversible del dióxido 

de carbono (CO₂) y agua (H₂O), en ácido carbónico (H₂CO₃) y sus iones disociativos (HCO₃⁻ y H⁺), necesaria 

para la fijación del carbono fotosintético (Koch et al., 2020). Además de la producción de compuestos 

fotoprotectores, como los aminoácidos similares a micosporinas (MAAs) que absorben la radiación 

ultravioleta (UVR) y los pigmentos accesorios (clorofila b y c, ficobilinas y carotenoides) que presentan una 

actividad antioxidante (no enzimática) que también permite neutralizar los altos niveles de ROS (Weis y 

Levine, 1996).  

Las ventajas adaptativas de las anémonas simbióticas para responder al estrés oxidativo y ser menos 

vulnerables al daño oxidativo del ADN, resalta los beneficios evolutivos de la simbiosis en condiciones de 

estrés ambiental, particularmente por estrés térmico y lumínico (Richier et al., 2005; Rideb et al., 2022). 

No obstante, el grado de protección antioxidante puede variar según las condiciones ambientales y los 

tipos específicos de simbiontes involucrados (Coffroth & Santos, 2005; Cubillos et al., 2015; Richier et al., 
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2008; Weis & Levine, 1996). Además, cuando las defensas antioxidantes se ven superadas, son 

insuficientes o inhibidas, las ROS pueden aumentar y dañar la estructura y funcionalidad del ADN y de 

otros componentes celulares (como lípidos y proteínas) provocando muerte celular (Nii y Muscatine, 1997; 

Skrypnyk y Maslova, 2007). Entender este proceso es fundamental para comprender y predecir la 

vulnerabilidad de las anémonas de mar y los corales formadores de arrecifes ante el cambio climático y 

otros desafíos ambientales. 

1.1.7 Metilación del ADN en corales y anémonas  

La metilación global del ADN es un mecanismo epigenético en el cual, los grupos metilo (CH3) se añaden a 

una de las cuatro bases nitrogenadas del carbono (5-metilcitosina) en gran parte de los sitios CpG, estos 

sitios son regiones específicas donde una citosina está seguida de una guanina, unidas por un enlace 

fosfodiéster y se encuentran dispersas a lo largo del genoma (Li et al., 2018). Las investigaciones de este 

proceso bioquímico muestran que, las modificaciones en las regiones del ADN las cuales interactúan con 

las proteínas implicadas en su empaquetamiento y regulación transcripcional se llevan a cabo sin cambiar 

la secuencia de nucleótidos (Bird, 2002; Putnam et al., 2016).  

Los trabajos de (Li et al., 2018) mostraron que la metilación del ADN cumple funciones importantes en 

muchos procesos biológicos durante el desarrollo de plantas y animales. Además, se encontró que actúa 

como mecanismo de regulación fenotípica en organismos adultos, el cual es sensible al medio ambiente y 

proporciona una vía de plasticidad fenotípica que permite una rápida aclimatación a las condiciones 

cambiantes del entorno (Li et al., 2018; Rando y Verstrepen, 2007). Esta aclimatación fenotípica puede 

favorecer la adaptación genética de las especies ante condiciones ambientales cambiantes asegurando su 

transmisión celular, esto ocurre a través de la replicación celular, donde la ADN metiltransferasa de 

mantenimiento (DNMT1) copia los patrones de metilación en la nueva hebra de ADN durante la división 

celular, por lo que garantizará la conservación de las características fenotípicas de la progenie (Putnam et 

al., 2016). Otro mecanismo de herencia es la inducción ambiental de la metilación del ADN, mediada por 

la actividad de ADN metiltransferasas de novo (DNMT3), dando paso a que estas enzimas inicien 

modificaciones en respuesta a las señales en el entorno, permitiendo que la memoria epigenética influye 

en la plasticidad fenotípica y bajo ciertos casos se transmita a futuras generaciones (Feil y Fraga, 2012; 

Okano et al., 1999).  
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Además, la herencia transgeneracional de estas modificaciones puede ocurrir si la metilación se mantiene 

en la línea germinal, aunque en muchos organismos los patrones de metilación se restablecen durante la 

gametogénesis, en algunos casos persisten y son heredados por la descendencia afectando su fenotipo sin 

alterar su secuencia de ADN (Rando y Verstrepen, 2007) 

El grupo de invertebrados marinos más estudiado en los mecanismos epigenéticos son las ostras del 

Pacífico de la especie Magallana (previamente Crassostrea) gigas, probablemente por su importancia 

económica (Hofmann, 2017). Además, otras investigaciones se han llevado a cabo en el pulpo Octopus 

vulgaris y en poliquetos marinos (Hofmann, 2017). Por otro lado, de los trabajos medulares de esta tesis 

se encuentran trabajos en corales realizado por Putnam et al. (2016), examinaron el impacto en la 

acidificación oceánica en los corales, a través de la metilación del ADN en dos especies, Pocillopora 

damicornis, mostró una mayor plasticidad fenotípica y mayor respuesta en la metilación del ADN bajo 

condiciones de bajo pH y por el contrario, la especie más resistente Montipora capitata, mostró una 

aclimatización más rápida con cambios mínimos en la calcificación, los perfiles metabólicos y la metilación 

del ADN. Otro estudio que analizó la metilación del ADN en el contexto de la simbiosis en cnidarios fue el 

realizado por Li et al. (2018), utilizando como modelo la anémona de mar Aiptasia y al dinoflagelado de la 

familia Symbiodiniaceae, donde comparó patrones genómicos de metilación del ADN, la modificación de 

histonas y perfil de expresión génica en anémona de estado simbiótico y aposimbiótico, en el cual 

demostraron que la metilación regula la expresión génica como parte de un mecanismo epigenético en 

función a su estado simbiótico. De los estudios más recientes que se realizaron para describir los 

mecanismos de metilación del ADN y la relación simbiótica entre la anémona de mar Anthopleura 

elegantissima y su simbionte algal, la clorofita Elliptochloris marina y estado aposimbiótico está el trabajo 

de Dimond et al., (2021), quienes utilizaron secuenciación de nanopore y encontraron que no existió 

diferencia entre los perfiles de metilación en anémonas simbióticas y aposimbióticas, probablemente 

debido a varios factores como la cobertura de secuenciación, a que el simbionte tiene menor impacto 

nutricional o por el diseño experimental. 

Estos estudios previos y la propuesta en este estudio de organismos modelo como las anémonas del 

género Anthopleura aportan una base importante para poder comprender los mecanismos epigenéticos 

en antozoos endosimbiontes como los corales formadores de arrecife, por su importancia ecológica frente 

a los cambios ambientales como el cambio climático. 
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1.2 Justificación 

Existe evidencia de que la metilación del ADN influye en la expresión de genes a través de silenciamiento 

de elementos transcripcionales y la regulación celular en el desarrollo de plantas y animales, además de 

que estos procesos están influenciados por los factores ambientales (Feil y Fraga, 2012; Okano et al., 1999). 

No obstante, se han realizado pocos estudios de los procesos epigenéticos relacionados con la ecología de 

invertebrados marinos, en especial de cnidarios (Dixon et al., 2016; Putnam et al., 2016). Por lo anterior, 

las anémonas de mar del género Anthopleura podrían ser un excelente modelo de estudio epigenético en 

cnidarios dada su abundancia e importancia en el intermareal rocoso. Además, la simbiosis facultativa que 

establece con el dinoflagelado B. muscatinei representa una oportunidad única para evaluar el efecto de 

la simbiosis y la vida libre de simbiosis (aposimbiosis) en la epigenética y platicidad fisiológica en respuesta 

a las diferentes presiones ambientales y de cambio climático. Lo cual podría depender de la interacción 

entre los mecanismos epigenéticos como la metilación del ADN, la presencia o ausencia de dinoflagelados 

fotosintéticos y los niveles de daño al ADN por estrés oxidativo.  

1.3 Hipótesis 

Las anémonas del género Anthopleura tienen diversos mecanismos de respuesta fisiológica al estrés 

ambiental, que dependen del estado de la simbiosis, el daño en el ADN causado por estrés oxidativo y la 

metilación diferencial del ADN entre los genomas de anémonas simbióticas y aposimbióticas. Por lo tanto, 

las anémonas simbióticas tendrán una mayor metilación del ADN relacionada con mayores niveles de daño 

por estrés oxidativo en comparación con las anémonas aposimbióticas. 

1.4 Objetivos 

1.4.1  Objetivo general 

Analizar las diferencias en la respuesta fisiológica entre anémonas simbióticas y aposimbióticas del género 

Anthopleura, sujetas a la variabilidad ambiental estacional, con la finalidad de comprender el efecto de la 

simbiosis frente al daño por estrés oxidativo y su influencia en la metilación del ADN. 
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1.4.2 Objetivos específicos 

● Cuantificar la variación de la densidad de simbiontes en anémonas simbióticas y aposimbióticas a 

lo largo de un año. 

● Evaluar los cambios en el porcentaje de metilación global del ADN entre las anémonas simbióticas 

y aposimbióticas a lo largo de un año. 

● Evaluar el daño al ADN por especies reactivas de oxígeno (ROS) en las anémonas simbióticas y 

aposimbióticas a través del año. 

● Comparar la respuesta fisiológica en anémonas simbióticas y aposimbióticas a través del año. 
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Capítulo 2. Metodología 

2.1 Área de estudio 

2.1.1 Bahía todos Santos, Baja California.  

La Bahía Todos Santos está ubicada en el noroeste de Baja California, dentro del sistema de la corriente 

de California, es una bahía de afloramiento, que al ser impulsado por la circulación del viento a lo largo de 

la costa actúa como trampa de aguas frías y ricas en nutrientes que suben a la superficie, y se encuentra 

delimitada por dos elevaciones, San Miguel al norte y Punta Banda al sur (Largier, 2020). El sistema cuenta 

con una estratificación debido a diferencias de temperaturas entre la capa superficial y subsuperficial, 

además de ser un lugar ideal para el reclutamiento larval de diferentes organismos bentónicos y cercanos 

a la costa (Espinoza et al., 1991). 

2.1.2 Playa Tres Emes 

El estudio se realizó en la zona del intermareal rocoso de la Playa Tres Emes, ubicado en la Bahía de Todos 

Santos al norte de la costa de Ensenada, Baja California, México, con coordenadas 31° 89’ N y 116° 71’ O 

(Fig. 1). La zona del intermareal de Tres Emes está compuesta morfológicamente por un acantilado 

formado por terrazas de roca ígnea, playa arenosa y por sustrato rocoso formado por cantos volcánicos y 

basálticos, su topografía es irregular y se forman pozas intermareales intermitentes durante los periodos 

de marea baja (García-Pamanes y Chee-Barragán, 1976).  

Dentro de la zona intermareal se pueden observar, de acuerdo con la temporada, especies de sargazo 

Egregia menziessii y Macrocystis pyrifera, también algas verdes del género Ulva spp. y pastos marinos del 

género Phyllospadix spp. (Aguilar-Rosas et al., 2005; Ladah et al., 2012). Además, la zona del intermareal 

también cuenta con una gran comunidad de invertebrados marinos entre los que destacan los mejillones 

de la especie Mytilus californianus, estrellas de mar del género Pisaster spp., el erizo morado 

Strongylocentrotus purpuratus, el cangrejo de roca rayado Pachygrapsus crassipes y una variedad de 

balanos Balanus glandula, Pollicipes polymerus, Tetraclita spp. y Chthamalus spp. (Ladah et al., 2005), y las 
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dos especies de anémonas de interés: Anthopleura elegantissima y A. sola, además de su congénere A. 

xanthogrammica. 

 

Figura 1. Mapa del área de estudio, el recuadro rojo muestra la ubicación de Bahía de Todos Santos, al Norte del 
Pacífico Mexicano. El círculo azul muestra la ubicación del intermareal rocoso de Playa Tres Emes; entre Playa San 
Miguel y el Puerto pesquero de El Sauzal, al norte de Ensenada, B.C., México. 

2.2 Trabajo en campo 

Desde abril de 2023 y hasta febrero de 2024, se realizaron muestreos bimensuales en la zona del 

intermareal rocoso de Playa Tres Emes durante un ciclo anual, desde. Los muestreos se realizaron durante 

las mareas más bajas (bajamar inferior), utilizando los calendarios de mareas de 

CICESE (predmar.cicese.mx) para la estación de El Sauzal B.C., se determinaron las fechas de muestreo de 

acuerdo con los ciclos lunares y mareas vivas (González et al., 2006). Al llegar al punto de muestreo se 

registró la fecha y hora de muestreo. Posteriormente, se realizó la búsqueda e identificación de anemonas 

en cada poza intermareal. 

Se identificaron las especies de acuerdo con las descripciones de los patrones de coloración, tamaño y 

características ecológicas realizadas por diversos autores (Barragan et al., 2019; Daly, 2004; Daly et al., 

2017; Hand, 1955; Vassallo-Avalos, Acuña, et al., 2020; Vassallo-Avalos et al., 2024; Vassallo-Avalos, 
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González-Muñoz, et al., 2020b), aunque estas especies pueden presentar variaciones en coloración y 

morfología, lo que dificulta su identificación, la especie con mayor probabilidad de ser recolectada fue A. 

sola (Cornwell et al., 2022; Cornwell y Hernández, 2021). Sin embargo, debido a las similitudes 

morfológicas entre anémonas del género Anthopleura existe la posibilidad de haber recolectado 

especímenes de tamaños y coloraciones similares, pero de especies distintas p. ej., A. elegantissima o A. 

mariae (Daly et al. 2017; Vassallo-Avalos et al. 2022). Mientras que otras especies que si bien presentan 

una distribución potencial en la región de Baja California, México, se distinguen por ser de mayor tamaño 

(A. xanthogrammica) o de rasgos ecológicos distintos (A. artemisa y A. dowii) y, por lo tanto, tienen una 

menor probabilidad de haber sido recolectadas.  

La condición simbiotica de los organismos recolectados se determinó de forma visual, para anémonas 

simbióticas por su color verde, marrón o iridiscente y en el caso de las anémonas aposimbióticas de 

coloración blanca (Figura 2), todas las anémonas recolectadas fueron registradas fotográficamente. Se 

recolectó el tejido tentacular de cinco anémonas simbióticas y aposimbióticas (10 anémonas en total), se 

recolectaron de 3 a 6 tentáculos con ayuda de tijeras y pinzas de disección estériles. Inmediatamente 

después, las muestras de tejido fueron almacenadas en microtubos de 1.5 mL con 1 mL de solución 

RNAlater para estabilizar los tejidos y preservar los ácidos nucleicos (ADN y ARN), proteínas y células 

endosimbiontes. Todas las muestras se recolectaron por duplicado para obtener un total de 20 muestras 

por organismo. Posteriormente, las muestras fueron mantenidas a 4°C y trasladadas al Laboratorio de 

Genómica Funcional en CICESE donde fueron almacenadas a ‐20 ͦC hasta su procesamiento en laboratorio. 

 

Figura 2. Identificación visual de anémonas del género Anthopleura en pozas de marea formadas en el intermareal 
rocoso, la imagen muestra las diferencias de coloración. A)  Anémona simbiótica, se caracteriza por presentar una 
coloración verde brillante en tentáculos; B) Anémona aposimbiótica, se caracteriza por presentar una coloración 
blanca en tentáculos; C) Anémona en estado de transición de aposimbiósis a simbiósis, fotografiada en el mes de 
agosto, que se caracteriza por presentar palidez y coloración morada en tentáculos. 
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2.3 Trabajo en laboratorio 

2.3.1 Lavado y homogeneización de tejido 

La homogeneización y separación del tejido de anémona se llevó a cabo mediante una modificación de 

(Hawkins y Warner, 2017). Las muestras de anémonas se descongelaron y se mantuvieron a una 

temperatura de 4°C en cada paso, desde el lavado del tejido hasta homogeneización y separación de 

simbiontes, cada una de las muestras se tomó tejido y se pesó en una balanza analítica en mg marca 

(OHAUS®, PIONEER™), de 10 – 40 mg de los tentáculos preservados en RNAlater, se colocaron en un 

microtubo de 2 mL (Simport Scientific Inc.) y se realizaron lavados con 0.5 ml de solución de Fosfato salino 

Tamponado (PBS 3X, pH 7.4) tres veces dejando actuar 15 min, con la finalidad de retirar el exceso de 

RNAlater. Posteriormente, se añadieron 0.5 mL de Buffer de lisis (Tris 25 mM, pH 7.8, EDTA 1 mM, glicerol 

al 10% [v/v]) actuando por 15 min se añadió 1 mL de Buffer de lisis para proceder a la homogeneización 

con perlas de vidrio (0.4 mm) en un batidor de cuentas (FastPrep-24™ 5G, marca MP Biomedicals, Santa 

Ana, CA, USA) durante 60 segundos a una velocidad de 6 m s-1 

2.3.2 Separación del tejido de anémona y células simbiontes  

Del homogeneizado resultante, se procedió a separar la epidermis de la anémona con ayuda de unas 

pinzas de disección estériles y se almacenó en un microtubo de 1.5 mL a -20°C para su procesamiento en 

la extracción de ADN. 

La separación del tejido de la gastrodermis de la anémona y los simbiontes se realizó por centrifugación, 

colocando las muestras homogeneizadas en una centrífuga marca (Eppendorf® Microcentrifuge, 5424 R) 

a 3 000 x g por 30 seg. a -4°C, el sobrenadante resultante se tomó una alícuota de 100 μL y se colocó en 

un vial de Eppendorf de 1.5 mL. Posteriormente el mismo procedimiento se realizó dos veces de 

centrifugación a 700 x g por 10 min a -4°C y el sobrenadante resultante se transfirió al vial para finalmente 

almacenarlo a -20°C. Finalmente, las células simbiontes se centrifugaron a 16 000 x g por 20 min a -4°C, se 

descartó el sobrenadante y el pellet resultante se fija en formaldehido al 2% para su cuantificación por 

microscopía (ver ANEXO A). 
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2.3.3 Cuantificación de simbiontes 

El conteo de las células simbiontes se realizó con un microscopio óptico marca (ZEISS) y un 

hematocitómetro que contiene una cámara de recuento con superficie cuadriculada. Antes de realizar el 

conteo, se realizaron diluciones de 1:10 con agua de mar filtrada en las muestras con alta densidad 

simbionte en anémonas simbióticas. En el caso de las anémonas aposimbióticas, las células simbiontes se 

contabilizaron sin diluir. Posteriormente, se realizaron los conteos de cada muestra de anemona simbiótica 

y aposimbióntica. Para ello, se colocó una gota en el hematocitómetro y se observó a microscopio con un 

aumento de 40x. La cámara cuenta con nueve zonas cuadradas; el conteo se realizó en los cuatro cuadros 

de las esquinas, cada una con su repetición. Los datos se registraron en una hoja de cálculo, donde se 

calculó el promedio de los conteos y se multiplico por el factor del hematocitómetro y el factor de dilución 

en las muestras diluidas. El conteo de células se expresó en Cel/mg y, por último, se realizaron los análisis 

estadísticos correspondientes. 

2.3.4 Extracción de ADN 

La extracción del ADN se llevó a cabo siguiendo las modificaciones de (LaJeunesse et al., 2003) para 

Wizard® Genomic DNA Purification Kit (Promega, Madison, WI, USA). Se utilizó la epidermis separada de 

cada anémona y se añadió 300 µL de solución de lisis nuclear posteriormente, la muestra se homogeneizó 

mediante vortex, después del lisado se incubó agregando 0.05 mg mL-1 (8.75 μL) de proteinasa K durante 

3 horas a 65 °C. Posteriormente, para la precipitación de proteínas se añadieron 150 µl de Solución de 

proteínas, se mezcló en Vortex y se incubó en hielo durante 20 minutos, después de la incubación se 

centrifugó a 15 000 x g durante 5 minutos. Para la precipitación de ADN rehidratado, se transfirió el 

sobrenadante a un tubo limpio con 350 µl de isopropanol a temperatura ambiente, se mezcló suavemente 

por inversión y se centrifugó a 15 000 x g durante 5 minutos. Se retiró el sobrenadante y se añadió 150 µL 

de etanol al 70% a temperatura ambiente y mezcló, se centrifugó a 15 000 x g durante 5 minutos (Mismo 

procedimiento se realizó dos veces). Posteriormente, se descartó el sobrenadante y se secó el pellet al 

aire durante 15 minutos. Se rehidrató el ADN en 25 µL de agua milli Q se dejó reposando durante la noche 

a 4°C (Ver ANEXO B). 

La cuantificación y pureza de los ácidos nucleicos se determinó con un espectrofotómetro NanoDrop 2000 

(Thermo Fisher Scientific) evaluando su absorbancia a 260nm (A260) y su nivel de pureza en la relación 

260/280 (>1.8) y 260/230 (>1.8). Posteriormente la integridad del ADN se determinó mediante un gel de 
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agarosa al 1% por electroforesis y finalmente se observó en un sistema de documentación transiluminador 

de luz ultravioleta (UV) Bio-Rad. 

Se seleccionaron las muestras de extracción de ADN cuyas características cumplieran con una buena 

cantidad de ADN y pureza, así como aquellas que se visualizaron con una óptima integridad de su ADN 

para proceder a realizar diluciones en las muestras.  

2.3.5 Cuantificación de la metilación global del ADN 

La cuantificación global de grupos metilo se midió mediante el uso del kit Methylflash™ Methylated 5mC 

DNA Quantification kit (Colorimetric), siguiendo las especificaciones del fabricante. La sensibilidad del kit 

permite identificar un rango de 20 ng a 200 ng de ADN. Por lo tanto, la técnica se basó en la captura de 

anticuerpos específicos de 5-metil-citosina y posteriormente cuantificados de manera colorimétrica en el 

ensayo de una placa ELISA y posteriormente obteniendo las lecturas mediante un lector de placas 

Multiskan GO (Thermo Scientific) a 450 nm. Las lecturas obtenidas con la densidad óptica (DO) fueron 

normalizadas a 200 ng de ADN, en la cual se representaron por cada mes muestreado tres organismos de 

anémonas simbióticas y tres anémonas aposimbióticas y cada una de las muestras biológicas con 

duplicado. Posteriormente, para obtener el porcentaje de cada valor del ADN metilado se generó una 

curva estándar con los valores obtenidos en la DO un control negativo (CN) y de controles positivos (CP) a 

diferentes concentraciones, la pendiente se obtuvo mediante una regresión lineal utilizando el software 

Microsoft Excel. Finalmente, se realizaron los cálculos para obtener el porcentaje de ADN metilado (5-

hmC%) de cada una de las muestras de ADN y su duplicado con la siguiente fórmula: 

 

5 − ℎ𝑚𝐶% =
𝑀𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 𝐷𝑂 − 𝐶𝑁 𝐷𝑂

𝑃 × 𝑆
 × 100% 

(1) 

Donde: 

Muestra DO: absorbancia de la muestra obtenida en el lector de placas  

CN DO: absorbancia del control negativo 

P: pendiente 

S: Concentración de ADN de la muestra (200ng) 
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2.3.6 Cuantificación del daño oxidativo (8-OHdG) del ADN 

La cuantificación del daño oxidativo del ADN 8-hydroxy-2’-deoxyguanosine (8-OhdG) se realizó con el kit 

EpiQuik™ 8-OHdG DNA Damage Quantification Direct Kit Colorimetric (Epigentek), siguiendo las 

indicaciones y especificaciones del fabricante.  La técnica consistió en que cada muestra de ADN se une a 

los pocillos para detectar el porcentaje absoluto de 8-OHdG en el ADN de cada muestra usando 

anticuerpos de captura y detención. Posteriormente, cuando la señal es amplificada en la DO se cuantifica 

por colorimetría mediante un lector de placas Multiskan GO (Thermo Science) a 450 mn. Las lecturas 

obtenidas con la densidad óptica (DO) fueron normalizadas a 300ng de ADN, en la cual se representaron 

por cada mes muestreado tres organismos de anémonas simbióticas y tres anémonas aposimbióticas y 

cada una de las muestras biológicas con duplicado. Posteriormente, para obtener el porcentaje de cada 

valor absoluto del daño oxidativo 8-OHdG del ADN se generó una curva estándar con los valores obtenidos 

en la DO un control negativo (CN) y de controles positivos (CP) a diferentes concentraciones, la pendiente 

se obtuvo mediante una regresión lineal utilizando el software Microsoft Excel. Posteriormente, se calculó 

el porcentaje absoluto del daño oxidativo 8-OHdG del ADN usando las siguientes fórmulas: 

 

8 − 𝑂𝐻𝑑𝐺(𝑛𝑔) =
𝑀𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎 𝐷𝑂 − 𝐶𝑁𝐷𝑂

𝑃
 

 

(2) 

Donde: 

Muestra DO: absorbancia de la muestra obtenida en el lector de placas 

CN DO: Absorbancia del control negativo 

P: pendiente 

 

8 − 𝑂𝐻𝑑𝐺% =
8 − 𝑂𝐻𝑑𝐺(𝑛𝑔)

𝑆
× 100% 

(3) 

Donde: 

S: concentración de la muestra (300ng) 
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2.4 Trabajo de gabinete 

Se obtuvieron los datos de temperatura promedio en el sitio de muestreo a partir de los registros de la 

temperatura superficial del mar, proporcionados por la Red Mareográfica en la estación de El Sauzal del 

Centro de investigación Científica y de Educación Superior de Ensenada (CICESE) 

(http://redmar.cicese.mx/emmc/DATA/ENSB/MIN/).  Los datos de radiación solar en el sitio de muestreo 

se obtuvieron solicitando al M.C. Ismael Velázquez del Laboratorio de Pronóstico Meteorológico de 

(CICESE). Se graficaron los promedios de la temperatura y radiación solar para analizar posible tendencia 

entre la metilación del ADN y los parámetros físicos.   

Con los datos obtenidos, se realizaron análisis estadísticos de los componentes biológicos de la densidad 

simbionte, metilación del ADN y daño al ADN, así como de los parámetros físicos de temperatura y 

radiación solar, utilizando el software estadístico R (R Core Team, 2017). Se evaluaron los supuestos de 

normalidad con la prueba de Shapiro-Wilks y de homocedasticidad con la prueba de Bartlett. En el caso de 

la densidad simbionte realizó una prueba no paramétrica de Kruskall-Wallis con el fin de determinar si 

existían diferencias estadísticamente significativas en los meses de muestreo entre anémonas simbióticas 

y anémonas aposimbióticas. Asimismo, se realizó el análisis con los datos obtenidos en la metilación y 

daño al ADN realizando una prueba no paramétrica de kruskall-Wallis y una prueba post-hoc de coeficiente 

de correlación de Pearson para evaluar si existe una relación lineal entre las variables cuantitativas. 

 

  

http://redmar.cicese.mx/emmc/DATA/ENSB/MIN/
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Capítulo 3.     Resultados 

3.1 Caracterización ambiental temperatura y radiación lumínica 

La temperatura de la superficie del mar más baja se presentó en abril con 13.48 °C, posteriormente la 

temperatura fue incrementando durante los siguientes meses donde se registró la temperatura más alta 

en el mes de agosto con 23.73 °C, en los meses posteriores la temperatura comenzó a descender hasta el 

registro en febrero del 2024 con 16.36 °C (Figura 3).  

 

Figura 3. Variación temporal de la temperatura del agua (°C) y radiación lumínica (w/m2) en el intermareal rocoso 
de la Playa Tres Emes, en Ensenada, Baja California. 

  

En el caso de la radiación solar, se puede observar en la (Figura 3), que en el mes de abril la radiación es 

de 464.47 wm-2, posteriormente el mes con mayor radiación fue junio con 555.69 wm-2, para los siguientes 

meses, la radiación comenzó a descender hasta diciembre con 296.16 wm-2 y, para el último mes de 

muestreo mostró un ligero incremento de 360.05 wm-2.  

3.2 Densidad de simbiontes 

Se encontraron diferencias en la densidad de simbiontes a lo largo del año con relación a su estado 

simbiótico y aposimbiótico. En el caso de las anémonas simbióticas en los meses de estudio se encontró 
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que tienen una alta densidad de 4.09x104 1.63 x104 cél.mg-1 y en el caso de las anémonas aposimbióticas 

7.44 x103 ± 1.63 x104 cél.mg-1 observando una menor densidad simbionte (Tabla 2). 

Tabla 2. Densidad simbionte. Se incluyen los datos promedios de todos los meses procesados para las anémonas 
simbióticas, aposimbióticas y en estado de transición (agosto). 

Densidad simbionte cél.mg-1 

Anémonas simbióticas 4.09x104 ± 1.63x104 

Anémonas aposimbióticas 1.40x103 ± 3.08x103 

Estado de transición  3.77x104 ± 2.36x104 

 

Las mayores densidades de simbiontes en anémonas simbióticas, se encontraron entre abril con 5.74x104 

± 8.92x103 cél.mg-1 y agosto con 5.14 x104 ± 9.20 x103 cél.mg-1. Después se observó un descenso ligero en 

diciembre con 2.91 x104 ± 1.80 x104 cél.mg-1 y en febrero con 3.06 x104 ± 2.22 x104 cél.mg-1 (Figura 4).Esto 

coincidió los cambios estacionales en la temperatura de la superficie del mar (Figura 4) y radiación solar 

(Figura 5) En el caso de la densidad simbionte en anémonas aposimbióticas, las densidades son más bajas 

a lo largo del año, particularmente en diciembre con 7.26x101 ± 1.73 x101 cél.mg-1 (Figura 4) 

correspondiente al mes con la temperatura y radiación solar bajas (Figuras 4 y 5). Sin embargo, se encontró 

una alta densidad en anémonas en transición simbiótica/aposimbiótica en el mes de agosto con 3.77 x104 

± 2.36 x104 cél.mg-1, lo anterior corresponde con la temperatura más alta registrada a lo largo del año 

(Figura 4). 

 

Figura 4. Densidad endosimbionte en anémonas simbióticas, aposimbióticas y en transición del género 
Anthopleura entre cada uno de los meses de muestreo, en relación con la temperatura de la superficie del mar. 
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Figura 5. Densidad endosimbionte en anémonas simbióticas, aposimbióticas y en transición del género 
Anthopleura entre cada uno de los meses de muestreo, en relación con la radiación solar. 

 

Al no cumplir con los supuestos de normalidad y homocesdasticidad, se determinó que se aplicaría una 

prueba no paramétrica de Kruskall-Wallis para comparar las medianas de las densidades entre condición 

y cada uno de los meses, donde se obtuvo un valor de (H (11) = 29.492, p=0.001***), comprobando que 

existe una diferencia estadísticamente significativa con un 95% de confianza. Posteriormente, se realizó 

una prueba post-hoc por el método de Dunn test donde se encontraron diferencias entre estados 

simbióticos y aposimbióticos para cada mes, las diferencias significativas se encontraron en el mes de abril 

(p=0.02*), en el mes de junio (p=0.03*), en el mes de diciembre (p=0.02*) y en el mes de febrero (p=0.05*). 

Así mismo, se encontraron diferencias significativas en el número de simbiontes en los estados simbióticos 

y aposimbióticos entre diferentes meses de muestreo, dichas diferencias se encontraron en anémonas 

aposimbióticas de octubre (p=0.01*) y anémonas aposimbióticas de febrero (p=0.002*). También, en el 

mes de abril se encontraron diferencias significativas entre anémonas aposimbióticas con anémonas en 

transición de agosto (p=0.05*). De igual forma, para el mes de junio se encontraron diferencias 

significativas entre anémonas aposimbióticas con anémonas en trancisión de agosto (p=0.008*). En el mes 

de agosto se encontraron diferencias significativas entre anémonas en transición con anémonas 

aposimbióticas de octubre (p=0.02*), anémonas aposimbióticas de diciembre (p=0.001*), y anémonas 

aposimbióticas de febrero (p=0.007*) (Tabla 3).  
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3.3 Análisis cuantitativo de la metilación global de ADN en anémonas 

Durante la extracción de ADN a partir del tejido de anémonas simbióticas y aposimbióticas, la calidad del 

ADN fue evaluada mediante cocientes de absorbancia 260/280 y 260/230. El cociente 260/280, indicador 

de contaminación por proteínas, mostro valores entre 1.88 y 2.02, lo cual se considera adecuado para ADN 

de alta pureza. Por su parte el cociente 260/230, asociado a contaminantes orgánicos y sales residuales, 

presentó valores entre 1.86 y 2.49, también dentro del rango aceptable, lo cual sugiere una adecuada 

eliminación de impurezas durante el proceso de extracción y una buena calidad de ADN para el análisis de 

metilación de ADN y daño al ADN. Se comprobó la cantidad de fragmentos de ADN por medio de un gel 

de electroforesis (Figura 13, ANEXO). 

 

Tabla 3. Prueba estadística post-hoc Dunn test, de la comparación de la densidad endosimbionte en anémonas 
simbióticas (s), aposimbióticas (a) y en transición (t) entre los meses de muestreo. Los valores que presentan 
diferencias estadísticamente significativas (p<0.05) están marcados en negritas y señaladas con un *. 

 abr  jun jun ago ago oct oct dic dic feb  feb 

 s a s a s a s a s a s 

abr a 0.02*  0.461 0.163 0.05* 0.194 0.727 0.175 0.215 0.304 0.438 0.261 

abr s  0.003* 0.415 0.756 0.362 0.010* 0.393 0.001* 0.237 0.002* 0.277 

jun a   0.03* 0.008* 0.04* 0.698 0.03* 0.614 0.077 0.969 0.062 

jun s    0.614 0.922 0.081 0.969 0.008* 0.712 0.03* 0.786 

ago t     0.548 0.02* 0.587 0.001* 0.383 0.007* 0.438 

ago s      0.099 0.953 0.01* 0.786 0.03* 0.861 

oct a       0.088 0.372 0.168 0.669 0.140 

oct s        0.009* 0.741 0.033* 0.816 

dic a         0.023* 0.641 0.01* 

dic s          0.071 0.922 

feb a           0.057* 

 

Los resultados obtenidos en el análisis cuantitativo del metiloma en anémonas simbióticas indican que un 

incremento en la metilación del ADN 5-mC% y la temperatura (°C), en el mes de junio. En este mes, se 

registró una temperatura de 19.8 °C y se observó el mayor porcentaje de metilación del ADN en anémonas 

simbióticas 1.630 ± 0.386 5-mC% y anémonas aposimbióticas 1.541 ± 0.395 5-mC% (Figura 6). Por otro 

lado, durante el mes de agosto la temperatura aumentó hasta 23.7 °C, pero se observó que la metilación 

del ADN disminuyó en anémonas simbióticas a 1.026 ± 0.276 5-mC% y anémonas aposimbióticas a 1.018 

± 0.272 5-mC% y. Los meses posteriores se observó que los valores de metilación y temperatura del agua 

descendieron gradualmente, a excepción del mes de octubre donde la metilación del ADN incrementó en 
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las anémonas aposimbióticas con un valor de 1.350 ± 0.368 5-mC% en comparación con el mes de agosto 

(Figura 6). 

 

Figura 6. Análisis cuantitativo de la metilación global del ADN (5-mC%), en anémonas simbióticas, aposimbióticas 
y en transición del género Anthopleura entre cada uno de los meses de muestreo, en relación con la temperatura 
de la superficie del mar. 

 

Al comparar la metilación del ADN 5-mC% con la radiación solar (Wm-2), se observó la mayor metilación 

del ADN en anémonas simbióticas 1.630 ± 0.386 5-mC% y anémonas aposimbióticas 1.541 ± 0.395 5-mC%, 

en el mes de junio, cuando la radiación solar de 555.69 wm-2 fue la más alta entre todos los meses (Figura 

7). En comparación con el mes de agosto, se observó una disminución en la radiación solar y en la 

metilación del ADN en anémonas simbióticas de 1.026 ± 0.276 5-mC% y anémonas aposimbióticas de 1.018 

± 0.272 5-mC%. En los siguientes meses, la radiación solar y la metilación del ADN en anémonas simbióticas 

y aposimbióticas continuó disminuyendo hasta febrero, alcanzando los valores más bajos metilación del 

DNA de 0.751 ± 0.190 5-mC% en anémonas simbióticas y 0.730 ± 0.203 5-mC% en aposimbióticas, con 

excepción de la metilación de 1.350 ± 0.368 5-mC% en anémonas aposimbióticas del mes de octubre 

cuando la radiación solar alcanzó fue de 233.88 Wm-2 (Figura 7). 

Los análisis estadísticos realizados en las metilaciones de las anémonas por su condición simbionte y entre 

los meses de muestreo, mostraron que los datos cumplieron con los supuestos de normalidad y 

homocedasticidad por lo que se procedió a realizar una prueba paramétrica con una anova de dos vías, 

donde se encontraron diferencias estadísticamente significativas en la metilación del ADN de las 

anémonas entre los meses de muestreo (F (5,25) =10.55, p=0.001***), con un 95 % de confianza. En el 
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caso de la condición de simbiosis en las anémonas, no se encontraron diferencias significativas y por 

último, no se encontraron diferencias estadísticamente significativas en la interacción entre mes y 

condición simbionte. Posteriormente se realizó una prueba post-hoc de rangos múltiples de Tukey para 

conocer donde se encontraban las diferencias entre los meses de muestreo, el estadístico mostró que el 

mes de junio presentó diferencias significativas con todos los meses de muestreo, abril (p=0.001***), 

diciembre (p=0.001***), febrero (p=0.001**), agosto (p=0.01) y octubre (p=0.01). Las diferencias que se 

encontraron en la prueba de rangos múltiples se cotejaron con un diagrama de barras, encontrando dichas 

diferencias (Figuras 6 y 7). 

 

Figura 7. Análisis cuantitativo de la metilación global del ADN (5-mC%), en anémonas simbióticas, aposimbióticas 
y en transición del género Anthopleura entre cada uno de los meses de muestreo, en relación con la radiación 
solar. 

3.4 Análisis cuantitativo del daño oxidativo 8-OHdG del ADN en anémonas  

El indicador del daño al ADN 8-OHdG en anémonas simbióticas y aposimbióticas, no muestra una 

tendencia entre este indicador con la temperatura a lo largo de los meses muestreados. En abril la 

temperatura superficial del agua se registró en 13.4 °C y el dañó al ADN en anémonas simbióticas fue de 

0.399 ± 0.058 8-OHdG y en anémonas aposimbióticas de 0.539 ± 0.355 8-OHdG, mientras que. En 

comparación con el mes de agosto donde se registró la temperatura más alta de 23.73 °C, el daño al ADN 
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en anémonas simbióticas fue de 0.403 ± 0.080 8-OHdG y en anémonas en transición fue de 0.451 ± 0.087 

8-OHdG (Figura 8). 

 

Figura 8. Análisis cuantitativo del daño al ADN (8-OHdG%), en anémonas simbióticas, aposimbióticas y en 
transición del género Anthopleura entre cada uno de los meses de muestreo, en relación con la temperatura de la 
superficie del mar. 

 

En relación con el daño celular del ADN 8-HOdG y la radiación solar wm-2 entre cada uno de los meses de 

muestreo. Se observó la radiación solar más baja en el mes de octubre con 233.88 wm-2, mientras que el 

daño al ADN en anémonas simbióticas fue de 0.370 ± 0.106 8-OHdG y en anémonas aposimbióticas fue de 

0.519 ± 0.175 8-OHdG. En comparación con el mes de junio se observó la radiación solar más alta, alta 

entre los meses de muestreo, de 555.69 wm-2. Mientras que el daño al ADN en anémonas simbióticas fue 

de 0.576 ± 0.235 8-OHdG y en anémonas aposimbióticas fue de 0.448 ± 0.008 8-OHdG. Por lo que se puede 

observar que no existió relación entre los indicadores de daño al ADN y el parámetro ambiental de la 

radiación solar (Figura 9). 

Se realizaron las pruebas estadísticas de normalidad y homocedasticidad en los valores del porcentaje 

absoluto del daño celular 8-OHdG en el ADN de las anémonas por su condición simbionte entre los meses 

de muestreo. Al analizar los datos se encontró que no se cumplieron los supuestos de normalidad y 

homocedasticidad por lo que, se procedió a realizar una prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis, donde 

no se encontraron diferencias estadísticamente significativas (H (11) = 12.604, p=0.32) en el daño al ADN 

de las anémonas entre los meses de muestreo (Figuras 8 y 9). 
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Figura 9. Análisis cuantitativo del daño al ADN (8-OHdG%), en anémonas simbióticas, aposimbióticas y de 
transición del género Anthopleura entre cada uno de los meses de muestreo, en relación con la radiación solar. 

3.5 Relación entre densidad endosimbionte e indicadores epigenéticos  

Se realizaron pruebas de correlación de Pearson para evaluar la relación entre los indicadores de la 

metilación del ADN, el daño celular y la densidad de simbiontes en anémonas del género Anthopleura. Los 

resultados indicaron que existe una correlación significativa entre la metilación del ADN y el daño celular 

(p=0.006**), mientras que no se observaron correlaciones significativas con la densidad de los simbiontes 

(Tabla 4). 

Tabla 4. Correlación de Pearson entre los indicadores de metilación global del ADN (5-mC%), el daño al ADN (8-
OHdG%) y la densidad endosimbionte en anémonas del género Anthopleura. Las correlaciones se estimaron con 
una (p<0.05), con un nivel de confianza del 95%. Número de pares de datos analizados (36) y el valor de la 
correlación (r). 

 METILACIÓN ADN DAÑO ADN DENSIDAD SIMBIONTE 

METILACIÓN ADN  p=0.006** p=0.617 

DAÑO ADN r=0.446  p=0.706 

DENSIDAD SIMBIONTE r=-0.086 r=0.064  

 

Diferencias significativas se identifican con p=0.01*, p=0.001**, P<0.001*** 
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En el análisis estadístico de regresión lineal entre la metilación del ADN 5-mC% y el daño al ADN 8-OHdG 

se encontró una tendencia positiva obteniendo como coeficiente de determinación R2= 0.199 y la 

pendiente de 1.165, lo que indicaría que, a mayor metilación del ADN, mayor será el daño del ADN (Figura 

10). 

 

Figura 10. Análisis de regresión lineal entre la metilación del ADN 5-mC% y el daño al ADN 8-OHdG%, con pendiente 
y su coeficiente de determinación. 

 

El análisis estadístico de regresión lineal entre la metilación global del ADN 5-mC% y la densidad simbionte 

cel/mg de anémonas simbióticas y aposimbióticas del género Anthopleura se observó con un coeficiente 

de determinación de R2=0.007 y la pendiente de -2.0x10-6, no se encontró una tendencia significativa entre 

el daño celular al ADN y la densidad simbionte (Figura 11). 

 

Figura 11. Análisis de regresión lineal entre la metilación del ADN 5-mC% y la densidad simbionte cel/mg, con 
pendiente y su coeficiente de determinación. 
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El análisis estadístico de regresión lineal entre el daño celular del ADN 8-OHdG% y la densidad simbionte 

en cel/mg de anémonas simbióticas y aposimbióticas del género Anthopleura indica que se observó con 

un coeficiente de determinación de R2=0.0043 y la pendiente de 4.0x107, no se encontró alguna tendencia 

significativa entre la metilación del ADN y la densidad simbionte (Figura 12). 

 

Figura 12. Análisis de regresión lineal entre el daño al ADN 8-OHdG% y la densidad simbionte cel/mg, con 
pendiente y su coeficiente de determinación. 
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Capítulo 4. Discusión   

Este trabajo empleó anémonas de mar del género Anthopleura como modelo de estudio de la epigenética 

de anthozos simbiontes. Además, establece un nuevo registro de aposimbiósis en anémonas Anthopleura 

dentro de sus límites de distribución sur en el Pacífico nororiental y, representa el primer esfuerzo para 

investigar el efecto de la variación estacional en la simbiosis entre Anthopleura sp. y el dinoflagelado 

endosimbionte Breviolum muscatinei (Symbiodiniaceae), en relación con el daño al ADN inducido por 

estrés oxidativo y la metilación global del ADN en el hospedero.  

4.1 Primer registro de aposimbiosis en Anthopleura sp. en Baja California 

Es importante destacar la presencia de anémonas aposimbióticas en este trabajo, dada la falta de 

información, tanto de su condición simbionte como de su respuesta fisiológica, en el Pacífico mexicano. La 

aposimbiósis en anémonas Anthopleura se caracteriza por una ausencia natural de células endosimbiontes 

(Weis y Levine, 1996), lo que causa una despigmentación del tejido del hospedero (Figura 2), similar al 

blanqueamiento en corales (Dimond et al., 2013; Suggett et al., 2008). Sin embargo, las anémonas 

aposimbiontes son capaces de mantener sus requerimientos metabólicos exclusivamente a través de la 

heterotrofia (Hiebert y Bingham, 2012), de tal manera que la simbiosis/aposibiosis en Anthopleura spp. se 

considera facultativa (Weis et al., 2005). Los resultados del presente trabajo mostraron diferencias 

significativas en la densidad de células endosimbiontes entre anémonas con apariencia simbióticas y 

aposimbióticas (Figura 2). En las anémonas que mantenían su coloración (simbióticas), se observaron 

densidades celulares casi diez veces mayor en comparación con las anémonas blancas (aposimbióticas). 

Lo que corroboró la baja o nula presencia de células endosimbiontes en las anémonas aposimbióticas del 

Intermareal de Playa Tres Emes a lo largo de casi todo el año (Figura 4), con excepción del mes de agosto, 

en el que se sugiere que existe un periodo de transición entre los estados de simbiosis (Figura 4 y 5).  

La presencia de aposimbiósis en el intermareal rocoso de Playa Tres Emes, fue relativamente escasa en 

comparación con la alta abundancia de anémonas simbiontes. Si bien la abundancia relativa de anémonas 

aposimbióticas no fue cuantificada durante los muestreos, aproximadamente, las anémonas 

aposimbióticas se encontraron en solo una de cada diez o más posas intermareales, con una proporción 

aproximada de una anémona aposimbiótica por cada tres o más anémonas simbióticas. De acuerdo con 

Shick et al., (2002), la aposimbiósis es prevalente en la especie Anthopleura elegantissima, con respecto a 
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sus congéneres: A. sola y A. xanthogrammica, y es más común en las latitudes altas de su distribución, al 

norte de Estados Unidos, Alaska y Canadá (Bates et al., 2010; Secord y Augustine, 2000). Además, la 

abundancia de A. elegantissima y A. xanthogrammica disminuye hacia el sur de su distribución mientras 

que la abundancia de A. sola aumenta en California y Baja California (Cornwell, 2020; Cornwell & 

Hernández, 2021). Por lo tanto, se esperaría una menor abundancia de A. elegantissima aposimbiontes en 

relación con las anémonas simbiontes en esta región. Sin embargo, existe la posibilidad de que los 

especímenes aposimbiontes en el intermareal de Playa Tres emes pertenezcan a una especie distinta a A. 

elegantissima, con distribución simpátrica, como: A. sola, A. dowii o A. mariae sp. nov. (Ayala-Sumuano et 

al., 2017; Vassallo-Avalos, Acuña, et al., 2020; Vassallo-Avalos et al., 2024; Vassallo-Avalos, González-

Muñoz, et al., 2020b). Lo que indica un potencial de diversidad de especies y patrones de distribución de 

aposimbiósis no reportado en esta región. 

Además de la latitud, la presencia de aposimbiósis está influenciada tanto por diferencias locales en la 

altura de la costa y los microhábitats sombreados y de poca luz (Bates, 2000; Bingham et al., 2014), así 

como los gradientes regionales de temperatura y altura de la marea (Saunders y Muller-Parker, 1997; 

Secord y Muller-Parker, 2005). La Bahía de Todos Santos es una conocida región de surgencias (Durazo-

Flores et al., 2024), con fuertes cambios de temperatura y forzamiento de las mareas a escalas locales 

(Durazo et al., 2024; Fernández-Aldecoa et al., 2019). Además, en el intermareal rocoso de Playa Tres Emes 

los microhábitats sombreados son bastante comunes debido a una gran cantidad de rocas grandes (Ibarra-

Macias y Montaño-Moctezuma, 2024), en comparación con otros intermareales de Baja California 

compuestos principalmente por plataformas y terrazas (García-Pamanes y Chee-Barragán, 1976; Peña, 

2011). Por lo tanto, la presencia de anémonas aposimbiontes, en el intermareal rocoso de Playa Tres Emes, 

puede deberse a las características particulares del sitio, dentro la Bahía de Todos Santos, que lo hacen 

propicio para albergar individuos aposimbióticos. Este primer registro de anémonas aposimbiontes en Baja 

California, abre la puerta a estudios adicionales sobre las interacciones simbióticas en anémonas 

Anthopleura del Pacífico nororiental, así como de las potenciales respuestas de aclimatación o adaptación 

diferencial en anémonas simbiontes y aposimbiontes dentro de sus límites de distribución sur. 

4.2 Variabilidad estacional de la endosimbiosis en Anthopleura sp. 

Se observó estabilidad en la densidad endosimbionte en anémonas simbióticas y en la ausencia de células 

endosimbiontes en anémonas aposimbióticas a lo largo del año (Tabla 2), aunque con una tendencia al 

incremento en los meses de abril a agosto y una disminución en los meses de octubre a febrero (Figura 4 
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y 5). Sin embargo, resulta interesante que, durante el mes de agosto, no se observaron anémonas 

aposimbióticas en el intermareal de Playa Tres Emes. Incluso aquellos individuos que aparentaban 

aposimbiosis presentaron una alta densidad endosimbionte, similar a la densidad de células presentes en 

las anémonas simbióticas (Tabla 2). A pesar de la palidez y poca coloración de estos individuos, en los 

cuales variaban las tonalidades de sus tejidos (Figura 2). Igual de interesante fue la presencia, nuevamente, 

de individuos aposimbóticos a partir del mes de octubre. Los cuales permanecieron en el intermareal de 

Playa Tres Emes hasta concluir el muestreo y apenas presentaron células endosimbiontes en sus tejidos 

(Figura 4 y 5). Esto coincide con lo reportado anteriormente para individuos simbióticos adultos de A. 

elegantissima (Secord y Muller-Parker, 2005; Verde y McCloskey, 1996), en donde las poblaciones 

endosimbiontes previamente establecidas permanecieron relativamente estables ante la variación 

ambiental, mientras que los adultos aposimbióticos adquirieron nuevas poblaciones de endosimbiontes 

apropiadas para las condiciones locales, principalmente de radiación solar.     

Los incrementos en la densidad endosimbionte, tanto de anémonas simbióticas como aposimbióticas en 

transición, pueden explicarse por el aumento estacional de la radiación solar y la temperatura del agua de 

mar, que inicia en el mes de abril y alcanza su máximo en el mes de agosto (Figura 4). Los resultados aquí 

presentados, coinciden con lo reportado en otros estudios de A. elegnatissima (Verde y McCloskey, 1996, 

2001, 2002; Secord y Muller-Parker, 2005), los cuales sugieren que los factores que influyen 

significativamente en el crecimiento de los endosimbiontes son la luz y la temperatura. Estos factores 

actúan directamente en la eficiencia fotosintética y estabilidad de la endosimbiosis (Verde y McCloskey, 

2007), de manera que el aumento de la luz y la temperatura puede incrementar la actividad fotosintética 

y estimular la tasa de crecimiento y división de células endosimbiontes (Dimond et al., 2011; E. A. Verde y 

McCloskey, 2007), lo que se traduce en una mayor densidad celular como la observada en los meses con 

la luz y temperatura más altas (abril-agosto). Es probable que, con el aumento estacional de la luz y la 

temperatura en primavera-verano, particularmente en el mes de agosto, se viera favorecida la 

proliferación de células endosimbiontes en las anémonas que previamente habían permanecido en estado 

aposimbiótico, alcanzando una densidad endosimbionte similar a las anémonas simbióticas (Figuras 5 y 6). 

En el recuento inicial de densidad endosimbionte (en abril), las anémonas aposimbióticas presentaron una 

pequeña población de células (3.3%). Es posible que esta población residente haya incrementado 

significativamente (en agosto), tras el aumento de luz y temperatura (Secord y Muller-Parker, 2005). 

Alternativamente, es posible que las anémonas se hayan infectado con las células naturalmente 

expulsadas por las anémonas simbióticas a su alrededor (Bates, 2000), en el intermareal de Playa Tres 

Emes. 
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Por otro lado, la disminución de la densidad endosimbionte en anémonas simbióticas, en los meses más 

fríos y con poca luz, así como el resurgimiento de anémonas aposimbióticas en el mes de octubre y su 

prevalencia hasta el invierno (diciembre-febrero), podría deberse principalmente a la disminución 

significativa de la radiación solar y, en menor medida, al descenso de la temperatura del agua de mar. En 

los meses de octubre, diciembre y febrero los valores promedio en la radiación solar fueron casi dos veces 

menores a los valores registrados en abril, junio y agosto (Figura 4), mientras que la temperatura 

disminuyó hasta tres grados centígrados entre agosto y octubre. Este cambio en la radiación solar y 

temperatura coincide con los cambios en la densidad endosimbionte (Figuras 5 y 6). Las tasas 

fotosintéticas de los endosimbiontes que albergan Anthopleura spp., se correlacionan directamente con 

los perfiles de temperatura y radiación lumínica (Fitt et al., 1982; Saunders y Muller-Parker, 1997; Verde y 

McCloskey, 2002), donde la menor actividad fotosintética ocurre en los meses más fríos (Muller‐Parker y 

Davy, 2001), lo que se relaciona con las densidades de células endosimbiontes más bajas (Verde y 

McCloskey, 2007). Se ha reportado, además, que tanto las anémonas aposimbióticas como las simbióticas 

presentan tasas similares de respiración y asimilación de carbono de origen heterotrófico (Muller‐Parker 

y Davy, 2001), de esta forma se puede explicar que se presenten anémonas con una baja densidad 

endosimbionte en los meses más fríos y con menor cantidad de luz en el intermareal de Playa Tres Emes. 

En conjunto, estos resultados sugieren que el aumento y disminución de la densidad poblacional de 

endosimbiontes en anémonas Anthopleura spp. adultas, está directamente relacionada con los cambios 

estacionales en las condiciones de luz y temperatura en el intermareal de Playa Tres Emes. Además, la 

simbiosis facultativa Anthopleura-Symbiodiniaceae presenta una alta plasticidad y flexibilidad, debido a 

que ciertas anémonas adultas pueden transitar entre estados simbiótico y aposimbiótico. La plasticidad 

de la regulación endosimbionte probablemente se lleve a cabo mediante el crecimiento o infección, 

expulsión y regeneración o reinfección de células endosimbiontes (Lajeunesse y Trench, 2000; Secord y 

Muller-Parker, 2005; Towanda y Thuesen, 2012). Sin embargo, estudios previos han observado que los 

individuos adultos de A. elegantissima, naturalmente aposimbióticos, se infectan de endosimbiontes muy 

lentamente en el medio natural (Weis y Levine, 1996; Secord y Muller-Parker, 2005) y con gran dificultad 

en el laboratorio (Buchsbaum, 1968; Weis y Levine, 1996). Mientras que los adultos de A. elegantissima, 

experimentalmente aposimbióticos, son más propensos a la reinfección de células endosimbiontes cuando 

son incubados en presencia de otros individuos simbióticos y en condiciones óptimas de luz (Weis y Levine, 

1996). Por lo tanto, es posible que exista un menor número de oportunidades para la infección o 

reinfección endosimbionte en A. elegantissima, posterior a las etapas del desarrollo larvario (Schwarz et 

al., 2002; Weis et al., 2002; Weis y Levine, 1996). Adicionalmente, es posible que la capacidad de 

infección/reinfección, así como su flexibilidad y plasticidad en anémonas, sea especie-específica (Muller‐
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Parker y Davy, 2001; Parkinson et al., 2018). De esta forma, la respuesta observada podría corresponder a 

una especie con distribución simpátrica pero distinta de A. elegantissima (Ayala-Sumuano et al., 2017; 

Vassallo-Avalos et al., 2022, 2024), y/o el dinoflagelado B. muscatinei (Cornwell et al., 2022; Cornwell y 

Hernández, 2021). Esta posibilidad, abre la puerta a estudios adicionales de la regulación endosimbionte 

especie-específica en anémonas Anthopleura del Pacífico nororiental. 

4.3 Metilación global del ADN 

Los resultados derivados del análisis de metilación global 5-hmC%, muestran una variación estacional en 

los niveles de este indicador (Figuras 6) Posiblemente la variación estacional esté vinculada a los cambios 

de temperatura y radiación solar (Figura 6 y 7). Se puede observar que los porcentajes de metilación global 

del ADN en anémonas simbióticas y aposimbióticas son menores en los meses más fríos y de menor 

radiación lumínica (diciembre y febrero). Sin embargo, con el aumento progresivo de la temperatura y 

radiación solar (desde abril) y en los meses más cálidos (junio y agosto) se observó un notable incremento 

en la metilación del ADN, la cual fue hasta dos veces mayor en comparación con los meses de diciembre, 

febrero y abril (Figuras 6 y 7).  

En corales, se han observado cambios en la metilación del ADN bajo diferentes regímenes de tolerancia al 

estrés térmico. Estos cambios parecen estar asociados con la homeostasis transcripcional en condiciones 

ambientales variables (Liew et al., 2020). En el presente estudio, el patrón observado de mayor metilación 

del ADN en los meses cálidos también podría representar una respuesta a la variabilidad ambiental. Sin 

embargo, es probable que existan diferencias entre las respuestas epigenéticas observadas en estudios de 

corales y anémonas, debido a las diferencias en los taxones de los hospedadores y sus endosimbiontes 

(Putnam et al., 2016), así como a sus diferencias de tolerancia térmica y exposición a fluctuaciones 

ambientales cotidianas entre los arrecifes de coral como en el intermareal rocoso. Además, los cambios 

en los niveles de metilación registrados en este estudio podrían estar asociados con cambios en la 

densidad endosimbionte (Figura 6). Esto concuerda con los hallazgos de Ishida‐Castañeda et al., (2023) 

donde revelaron que la presencia de simbiontes disminuyó la metilación basal del ADN a temperatura 

ambiente, pero la incrementó bajo estrés por calor. Lo que sugiere un efecto sinérgico de la variabilidad 

ambiental y los cambios en la densidad endosimbiontes a la que fue sometida la relación simbiótica en su 

medio natural, como, la disminución, pérdida y reinfección de células endosimbiontes. 
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Si bien se observa una tendencia general, entre el incremento de la temperatura y radiación solar con la 

metilación del ADN, también se presentó una mayor metilación del ADN en anémonas aposimbióticas en 

un mes relativamente frío y con una baja radiación solar (octubre). En el mes de agosto, la densidad de 

células endosimbiontes en anémonas clasificadas como aposimbióticas en transición, fue 99.4% mayor 

comparado con los meses anteriores. Posteriormente, en el mes de octubre, se observó que la densidad 

endosimbionte disminuyó cerca de 98.7% por ciento en anémonas aposimbióticas comparado con el mes 

de agosto (Figura 4). Sin embargo, los niveles de metilación del ADN incrementaron un 33% 

aproximadamente (Figura 6). Estos cambios mensuales probablemente sucedieron debido a que las 

anémonas aposimbióticas tiene la facultad de expulsar las células endosimbiontes por efecto de la 

disminución en temperatura y radiación lumínica (Verde y McCloskey, 2007). Este tipo de dinámica ha sido 

descrita en la anémona de mar Aiptasia pallida por Perez y Weis, (2006), quienes demostraron que el 

estrés ambiental puede activar vías de señalización que desencadena la ruptura de la simbiosis.  

Una posible explicación al fenómeno descrito en el párrafo anterior podría estar relacionada con una 

respuesta epigenética de regulación de la densidad endosimbionte, por parte del hospedador, tras el 

aumento exponencial en la densidad celular y la posterior disminución de endosimbiontes entre los meses 

de agosto y octubre. Estudios previos han demostrado cierta relación entre los cambios en la metilación 

global del ADN y la densidad endosimbionte en corales, los cuales son aparentemente mediados por las 

condiciones experimentales de temperatura y nutrientes inorgánicos. Por ejemplo, Rodriguez‐Casariego 

et al., (2018), revelaron incrementos rápidos (1 a 2 horas) y tardíos (27 a 35 días) en la metilación del ADN, 

asociados con aumentos significativo en las poblaciones endosimbiontes de corales Acropora cervicornis 

en condiciones ambientales naturales (common garden), pero sujetos al enriquecimiento de nutrientes 

(nitrógeno y fósforo), durante un periodo estacional de estrés térmico (29-30 °C) en verano (julio-agosto). 

Sus resultados coinciden con las respuestas observadas en el presente estudio, principalmente en lo que 

se refiere a los tiempos de respuesta tardía de la metilación del ADN. Lo que sugiere que la actividad 

enzimática de las ADN metiltransferasas (DNMTs), que dan lugar a las modificaciones epigenéticas de 

metilación (Feil y Fraga, 2012; Jeltsch y Jurkowska, 2016), pueden ocurrir rápidamente después de la 

exposición al estrés ambiental (Gonzalez-Romero et al., 2017; Rivera-Casas et al., 2017), seguidas de la 

activación de estas mismas enzimas u otros mecanismos complementarios que median la respuesta 

epigenética a más largo plazo (Rodriguez‐Casariego et al., 2018). Lo cual explica los cambios en el 

porcentaje de metilación entre los meses de muestreo con la mayor variación ambiental. Por otro lado, 

Ishida‐Castañeda et al., (2023), evaluaron los cambios en la metilación del ADN en pólipos primarios, en 

estado simbiótico y aposimbiótico, del coral Acropora digitifera en respuesta al aumento de temperatura, 

con un incremento de 1 °C por día hasta alcanzar la temperatura objetivo (32 °C) y mantenidos durante 10 
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días en estrés térmico con un fotoperiodo de luz:oscuridad (12:12 horas), que simulaba la luz del arrecife. 

Los autores encontraron que, en condiciones de temperatura ambiente (27 °C), los niveles de metilación 

del ADN en los pólipos fueron significativamente menores en presencia de simbiosis, en comparación con 

los pólipos aposimbióticos. Sin embargo, con el aumento de la temperatura observaron un incremento 

significativo en la metilación del ADN en pólipos simbióticos y una disminución no significativa en los 

pólipos aposimbióticos. Estas respuestas son consistentes con las observaciones del presente estudio, en 

relación con los cambios significativos de la metilación del ADN en los meses más cálidos (junio-agosto) y, 

particularmente, con los altos niveles de metilación del ADN en anémonas aposimbiontes (octubre). Esto 

sugieren que la simbiosis juega un papel fundamental en la respuesta epigenética frente al estrés 

ambiental, mientras que los mismos mecanismos epigenéticos, como la metilación del ADN, responden 

tanto a los estímulos ambientales como a los cambios en la condición simbiótica del hospedador y tales 

cambios operan bajo una dinámica epigenética altamente compleja, simultánea y asincrónica (Rodriguez‐

Casariego et al., 2018), frente al estrés ambiental. 

Como se describió anteriormente, la simbiosis entre el hospedador y sus dinoflagelados endosimbiontes 

es de vital importancia para el cumplimiento de diferentes funciones metabólicas de las anémonas 

simbióticas, debido a la capacidad de transferencia de carbono de origen fotosintético de los 

endosimbiontes a su hospedador (Coffroth y Santos, 2005; Muscatine L. et al., 1984). Además, de que la 

densidad de la población endosimbionte aumenta en condiciones favorables de luz y temperatura (Fitt, 

1982 Saunders y Muller-Parker, 1997; Verde y McCloskey, 2002). Por lo tanto, es de esperar que exista 

cierta respuesta epigenética de regulación de la densidad endosimbionte por parte del hospedador (Li et 

al., 2018; Nawaz et al., 2022) y una interacción epigenética en el holobionte, sobre todo en condiciones 

de estrés ambiental (Rodriguez‐Casariego et al., 2022), tal como lo sugieren los trabajos de Rodríguez-

Casariego et al., (2018) e Isidra-Castañeda et. al. (2023), mencionados arriba. Sin embargo, es importante 

resaltar posibles diferencias epigenéticas en relación con el establecimiento exitoso de endosimbiontes 

altamente compatibles o menos compatibles en especies Anthopleura del Pacífico nororiental (Cornwell 

et al., 2022; Cornwell y Hernández, 2021). El cual está regulado diferencialmente por la expresión genética 

y modificaciones postraduccionales del huésped (Matthews et al., 2017; Rodriguez-Lanetty et al., 2006; 

Weis y Levine, 1996). Por ejemplo, en su distribución más norteña, las anémonas Anthopleura 

elegantissima pueden asociarse con dinoflagelados de la especie Breviolum muscatinei o clorófitas 

Elliptochloris marina, esta última tiene una contribución relativamente limitada a la nutrición del 

hospedador (Bergschneider y Muller-parker, 2008), mientras que la asociación con dinoflagelados es 

mucho más eficiente en la transferencia directa de nutrientes (Coffroth y Santos, 2005; Muscatine L. et al., 
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1984). Lo que podría dar lugar a diferencias de metilación del ADN entre especies Anthopleura que 

albergan distintos taxones de simbiontes. 

Contrario a lo que se esperaría, no se observó una correlación significativa entre la metilación del ADN con 

la densidad endosimbionte (Figura 11) y tampoco se encontraron diferencias significativas en los niveles 

de globales de metilación del ADN entre anémonas Anthopleura simbióticas y aposimbióticas, con 

excepción del mes de octubre (Figuras 6 y 7). Una posible explicación podría ser que, en general, los niveles 

de metilación del ADN fueron bajos en ambos estados simbióticos. Ya que las diferencias de metilación no 

fueron mayores a 2% entre las condiciones de simbiosis y aposimbiósis, con excepción del mes de octubre 

(Figura 6). No obstante, estos niveles de metilación son comparables con los reportados en otros estudios 

(Dimond et al., 2021; Sarda et al., 2012), los cuales señalan que niveles bajos de metilación global del ADN 

son comunes en invertebrados con linajes evolutivos antiguos como en el caso de los cnidarios, lo que 

sugiere una herencia de mecanismos epigenéticos conservados, y refleja una continuidad funcional a lo 

largo de grandes escalas de tiempo evolutivo (Zhang y Jacobs, 2022). Adicionalmente, la estimación a nivel 

genómico global a la que se cuantificó la metilación del ADN, en el presente trabajo, proporciona una baja 

resolución (Rodriguez‐Casariego et al., 2018). Pues se ha observado que las respuestas al estrés, que 

implican un aumento en la metilación del ADN en ciertas regiones genómicas específicas, son 

acompañadas de una disminución de la metilación (hipometilación) en otras regiones, lo que resulta en 

un nivel neto de metilación del ADN en todo el genoma, con el mismo número de marcas de metilación 

del ADN, pero en diferentes regiones genómicas (Eirin-Lopez y Putnam, 2019; Li et al., 2018; Putnam et 

al., 2016). Por lo tanto, la falta marginal de significancia observada podría resultar de una baja resolución 

del método empleado y una comparación limitada con otros métodos de cuantificación de la metilación 

(Rodriguez‐Casariego et al., 2018). Un enfoque más adecuado para identificar regiones genómicas 

específicas con metilación diferencial (DMRs) es la secuenciación de bisulfito a todo el genoma (WGBS), 

que permite evaluar la metilación a nivel de citosina en todo el genoma (Li et al., 2018). Además, solo una 

pequeña fracción del genoma en invertebrados marinos, suele estar altamente metilada (Dimond et al., 

2021), por ejemplo, genes conservados de mantenimiento celular (Dimond y Roberts, 2016; Dixon et al., 

2014; Gavery y Roberts, 2010; Sarda et al., 2012). Sin embargo, a pesar de las limitaciones del método, la 

contribución de la metilación del ADN asociada a la condición simbionte de las anémonas queda 

evidenciada de forma parcial por las tendencias observadas en los meses con mayor variación ambiental. 

Además, a diferencia de otros trabajos (Ishida‐Castañeda et al., 2023; Rodriguez‐Casariego et al., 2018), 

en este estudio se cuantificó la metilación del ADN para el hospedador únicamente y no para holobionte 

en su totalidad, que incluye tanto al hospedador como al simbionte, lo que evitó otra fuente potencial de 

variabilidad (ver Putnam et al., 2016), que podría haber afectado los resultados obtenidos. 
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En este sentido, estudios previos en distintas especies de anémonas de mar, han observado diferencias 

interesantes en lo que respecta a las modificaciones epigenéticas en anémonas simbióticas y 

aposimbióticas. En individuos adultos de Aiptasia, se estudió el papel de la metilación del ADN en el 

mantenimiento de la homeostasis transcripcional que responde a la simbiosis, en la cual se observaron 

cambios en la metilación del ADN y de expresión génica con un enriquecimiento de los procesos 

relacionados con la simbiosis y las interacciones complejas entre las vías subyacentes, como la inmunidad, 

apoptosis, reconocimiento de la fagocitosis y la formación de fagosomas (Li et al., 2018). Además, un 

estudio epigenético en la anémona de mar Anthopleura elegantissima detectó cambios sutiles en el 

metiloma del hospedador, identificando una región genómica extendida, con una metilación 

consistentemente más alta entre los individuos simbióticos (Dimond et al., 2021). De acuerdo con los 

autores, esa región se observó para múltiples transcriptos asociados con una subunidad catalítica de la 

ADN polimerasa zeta, capaz de repararlas lesiones del ADN y completar la replicación del ADN dañado por 

una lesión común causada por radicales libres (Johnson et al., 2000), aunque a costa de posibles 

mutaciones (Gan et al., 2008). Dado que el estrés oxidativo es una consecuencia fisiológica importante de 

hospedar endosimbiontes (Weis, 2008), esto plantea interesantes posibilidades sobre cómo la simbiosis 

podría influir en este proceso epigenético y cómo las modificaciones epigenéticas afectan, a su vez, a la 

biología de la simbiosis. 

4.4 Daño al ADN por estrés oxidativo 

Este trabajo constituye uno de los primeros esfuerzos en describir la metilación del ADN en anémonas 

Anthopleura spp., durante las variaciones estacionales del estrés ambiental, incluidas la temperatura y 

radiación solar, que causan cambios en la asociación endosimbionte. A la par, este trabajo también amplía 

los esfuerzos recientes que combinan el estudio de las respuestas epigenéticas ambientales con el daño 

oxidativo del ADN en invertebrados marinos, particularmente el daño oxidativo 8-OHdG. Tal como se 

esperaba, se observó una correlación positiva (R2= 0.199) en los resultados del análisis de daño oxidativo 

y metilación global de ADN, es decir, a medida que aumenta el daño al ADN por estrés oxidativo, la 

metilación del ADN también incrementa (Tabla 3, Figura 10), y esta tendencia se acentúa por efecto del 

incremento en la temperatura, radiación solar y densidad endosimbionte. Estos resultados son 

consistentes con los estudios realizados por Franco et al., (2008) y Valinluck y Sowers, (2007), quienes 

demostraron que el estrés oxidativo regula la actividad de las ADN metiltransferasas (DNMTs), las cuales 

añaden grupos metilo a las citocinas (Feil y Fraga, 2012; Jeltsch y Jurkowska, 2016). A su vez, las enzimas 

TET (ten-eleven traslocation dioxygenases), que median la conversión de 5-metilcitosina a 5-
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hidroximetilcitosina (5-hmC), requieren cofactores sensibles al estado redox como Fe(II) y 2-oxoglutarato, 

por lo que su actividad puede alterarse por el estrés oxidativo (Skvortsova et al., 2018; Wu y Zhang, 2017). 

Estudios recientes en invertebrados marinos, encontraron un aumento en la metilación del ADN en genes 

relacionados con el sistema antioxidante del mejillón, Mytilus galloprovincialis, expuesto al estrés térmico 

y contaminantes (Gonzalez-Romero et al., 2017), mientras que en la ostra Crassostrea virginica expuesta 

al incremento de la temperatura del agua, aumentó significativamente la expresión de biomarcadores de 

daño al ADN, particularmente la expresión de histonas γH2AX (Rahman et al., 2023) y, en el caso del coral 

Acropora cervicornis, las modificaciones epigenéticas de fosforilación en esta familia de histonas 

involucradas en la reparación del ADN, se relacionaron con los pulsos de metilación del ADN en 

condiciones de estrés térmico y nutrientes inorgánicos (Rodriguez‐Casariego et al., 2018). Además, 

Diamond y Roberts (2020), observaron cambios en el metiloma del coral Porites astreoides, asociados a 

procesos de reparación del ADN y regulación de genes implicados en el mantenimiento de la simbiosis en 

ambientes arrecifales distintos. Adicionalmente, diversos estudios en corales y anémonas sugieren que la 

metilación del ADN, y otras modificaciones epigenéticas, regulan la transcripción de genes involucrados 

en la simbiosis y la respuesta al estrés oxidativo (Putnam et al., 2016; Li et al., 2018; Rodriguez‐Casariego 

et al., 2018; Liew et al., 2020; Dimond et al., 2021). Además, estas modificaciones epigenéticas también 

han sido descritas en plantas como parte de la respuesta a los factores ambientales que genera estrés 

oxidativo debido a la sequía, salinidad y temperatura. Como ejemplos, se encuentran los trabajos de 

Chinnusamy y Zhu, (2009) y Boyko y Kovalchuk, (2011), quienes reportaron que el aumento de radicales 

libres de oxígeno (ROS), inducido por el estrés ambiental, desencadena un reordenamiento del metiloma 

en plantas, modulando genes claves para la defensa antioxidante y la aclimatación ambiental.  

La correlación entre el daño por estrés oxidativo y el incremento en la metilación del DNA, en el presente 

estudio, parece estar asociada al incremento de la temperatura, radiación solar y densidad 

endosminbionte, las cuales registraron valores máximos entre los meses de junio y agosto. Durante este 

periodo, el aumento en dichos factores bióticos (endosimbiosis) y abióticos (luz y temperatura), podrían 

haber favorecido la producción de ROS. Lo que explicaría los incrementos del daño oxidativo 8-OHdG y, en 

consecuencia, el aumento del porcentaje global de metilación del ADN. Esta tendencia estacional sugiere 

que la densidad endosimbionte y los factores ambientales, de luz y temperatura, pueden inducir un 

aumento del estrés oxidativo en los cloroplastos, lo que provoca daño al fotosistema II (PSII), promoviendo 

la generación de ROS en las células endosimbiontes (Lesser, 1997, 2006; Weis, 2008; Oakley et al., 2016), 

liberando el exceso de ROS en los tejidos del hospedador y causando daño oxidativo al ADN (Richier et al., 

2006; Rodriguez-Lanetty et al., 2006; Venn et al., 2008). De esta manera, el estrés oxidativo habría alterado 
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la actividad de enzimas específicas (Feil y Fraga, 2012; Jeltsch et al., 2016; Wu y Zhang, 2017; Skvortsova 

et al., 2018), que incrementan las modificaciones epigenéticas (Rodriguez‐Casariego et al., 2018; Dimond 

et al., 2021). Posteriormente, con la disminución de la radiación solar y la temperatura, así como la 

densidad endosimbionte, se observó una disminución del porcentaje de la metilación de ADN y daño 

oxidativo para los meses de diciembre y febrero (Figuras 6-9).  

En el caso de las anémonas simbióticas, se registró un incremento de 44.3% en el daño al ADN (el mayor 

porcentaje de daño registrado en el estudio), en el mes de junio con respecto al mes de abril. Para el mes 

de agosto se observa que el daño al ADN disminuye un 42.9 % en las anémonas simbióticas, aunque la 

temperatura y la radiación solar continuaron en ascenso (Figuras 8 y 9). Este comportamiento coincide 

con lo reportado por Downs et al., (2002), quienes proponen que el incremento de la temperatura y la 

radiación lumínica en cnidarios simbiontes puede inducir al estrés oxidativo como resultado de la 

producción excesiva de ROS que se origina a partir del daño fototérmico del fotosistema II en los 

dinoflagelados endosimbiontes, lo que permite la liberación de peróxido de hidrógeno hacia el 

hospedador, resultado en el daño al ADN. Por otro lado, en el caso de las anémonas aposimbióticas, se 

observó que en el mes de abril se presentó el mayor daño al ADN en comparación con los demás meses 

de muestreo. Se sugiere que este porcentaje de daño está relacionado con el aumento estacional de la 

temperatura y radiación lumínica. Sin embargo, para el mes de junio se observa una disminución del 15.3 

% en el daño al ADN a pesar de que la temperatura y radiación lumínica seguían en aumento. Hasta 

alcanzar el punto máximo en agosto, con un incremento gradual en la temperatura del agua de hasta 10°C. 

No obstante, el daño al ADN sólo mostró en un incremento del 0.6% en agosto en comparación con el mes 

de junio. Además, no se observó ninguna correlación significativa entre el daño oxidativo y la densidad 

endosimbionte (Figura 12) y, contrario a lo esperado, tampoco se observaron de diferencias significativas 

en los niveles de daño oxidativo entre anémonas simbióticas y aposimbióticas. Esto sugiere que las 

anémonas simbióticas y aposimbióticas cuentan con múltiples vías antioxidantes que les proporcionan 

cierta capacidad de tolerancia al estrés oxidativo y una protección directa ante el daño oxidativo al ADN. 

De acuerdo con Downs et al. (2002), la capacidad de los organismos de modular sus defensas antioxidantes 

es determinada, en gran parte, por el umbral de tolerancia al estrés ambiental de los organismos. De 

acuerdo con Lehnert et al., (2014), las anémonas del género Aiptasia, en estado aposimbiótico, muestra 

mayor expresión basal de genes relacionados con el estrés oxidativo. Lo que sugiere una mayor capacidad 

de respuesta antioxidante en ausencia de simbiontes o una regulación más eficiente de sus mecanismos 

de defensa antioxidante. Esto podría deberse a la capacidad de amortiguamiento en la producción de ROS 

por parte de las anémonas, pues se ha demostrado que, en asociación con endosimbiontes, los 
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hospedadores deben ajustar su actividad antioxidante para contrarrestar el aumento de las ROS derivado 

de la fotosíntesis (Richier et al., 2006; Rodriguez-Lanetty et al., 2006; Venn et al., 2008). Además, la 

expulsión de células endosimbiontes es otra estrategia del hospedador para mitigar el estrés oxidativo de 

los ROS generados por los endosimbiontes (Lesser, 1997, 2006; Weis, 2008; Oakley et al., 2016) y, 

adicionalmente, en anémonas Aiptasia y Anthopleura simbióticas y aposimbióticas se han encontrado 

diferencias significativas en la expresión de genes relacionados con el control del estrés oxidativo tanto 

del hospedador como de los endosimbiontes, los que contribuye a la capacidad de aclimatación frente a 

las condiciones ambientales cambiantes (Rodriguez-Lanetty et al., 2006; Oakley et al., 2016). Esto plantea 

interesantes posibilidades de una compleja dinámica estacional del daño oxidativo, mediada por la 

temperatura y radiación solar y vinculada con la regulación de la asociación simbionte. Sin embargo, los 

mecanismos precisos siguen siendo un tema de estudio adicional que abre la puerta a futuras investigación 

sobre las respuestas de estrés oxidativo y los mecanismos de daño y reparación del DNA en cnidarios 

simbiontes.  
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Capítulo 5. Conclusiones 

El presente estudio analizó la respuesta fisiológica en anémonas del género Antopleura en estado 

simbiótico, aposimbiótico y en transición, frente a la variación estacional de temperatura y radiación solar, 

así como su efecto en la simbiosis en relación con marcas epigenéticas como el Daño al ADN por estrés 

oxidativo y metilación global del ADN. En primer lugar, se documenta por primera vez la presencia de 

anémonas del género Anthopleura en estado aposimbiótico en su distribución más al sur en el intermareal 

de Playa Tres Emes, Ensenada Baja California, con lo cual se amplía el conocimiento de la distribución de 

aposimbiósis y la ecología de la simbiosis de anémonas Anthopleura en esta región. 

Tal como se esperaba, se encontraron diferencias entre los estados simbióticos y aposimbióticos a lo largo 

de la variabilidad estacional. Con principal interés en el mes de agosto, donde se observó un aumento en 

la densidad simbionte en anémonas aposimbióticas en transición, debido probablemente al efecto del 

incremento de la temperatura y radiación solar. Este hallazgo podría sugerir un potencial para la 

reinfección simbiótica en condiciones ambientales favorables y es una evidencia de la plasticidad 

fisiológica de la anémona y la flexibilidad de la simbiosis. Esta variabilidad observada también podría estar 

relacionada con las características dinámicas locales como los cambios en las mareas y surgencias con 

aporte de nutrientes al intermareal. 

Los porcentajes de metilación global del ADN en las anémonas del género Anthopleura, mostraron una 

variación estacional, con tendencia a un incremento en los meses cálidos del año y disminución en la 

metilación en los meses fríos. Y a pesar de que no se encontró una correlación entre estado simbiótico y 

aposimbiótico con la metilación del ADN, sí se observó un aumento en la metilación en anémonas 

aposimbióticas durante el mes de con la menor radiación solar (octubre). Lo cual podría sugerir que existe 

una respuesta epigenética relacionada con los cambios en la densidad simbionte y la disminución de los 

parámetros ambientales, particularmente de luz en el intermareal. Por lo que estos resultados de 

metilación del ADN indican mecanismos epigenéticos vinculadas con la aclimatación estacional y la 

regulación de la simbiosis, aunque es probable que su dinámica y comportamiento sean complejos y 

dependan de múltiples factores biológicos y ambientales. 

El daño al ADN por estrés oxidativo (8-OHdG), mostró una ligera variación estacional en anémonas del 

género Anthopleura, con tendencia a incrementar en los meses más cálidos. Entre ambos estados 

simbióticos, se observó una tendencia al incremento en el daño al ADN con el aumento de la temperatura 
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del agua de mar y la radiación solar. Sin embargo, no se encontraron diferencias significativas entre ambos 

estados simbióticos, aunque las anémonas aposimbióticas mostraron menor variación en este indicador, 

probablemente debido a niveles más bajos de estrés oxidativo por la ausencia de endosimbiontes, se 

sugiere que esto podría indicar una respuesta diferencial al estrés ambiental., Además, la correlación que 

existe entre la metilación del ADN y el daño oxidativo, apoyan la hipótesis de una regulación estacional, a 

nivel epigenético, de la condición simbionte en Anthopleura, mediada por el estrés oxidativo del 

hospedador y el endosimbionte. 

De forma general, los resultados obtenidos en este estudio proporcionan nueva evidencia de los 

mecanismos epigenéticos que regulan la respuesta fisiológica de la relación simbiótica entre Anthopleura 

spp. y B. muscatinei en condiciones naturales, los cuales les permiten enfrentar las fluctuaciones 

ambientales del intermareal rocoso. Esta capacidad de aclimatación podría representar una ventaja 

adaptativa frente a escenarios de cambio climático, donde la flexibilidad simbiótica y la plasticidad de la 

respuesta epigenética será fundamental para la resiliencia de los cnidarios simbiontes. 
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Anexos  

Tabla 5. Información complementaria de datos biológicos obtenidos en laboratorio: Metilación ADN, Daño al ADN 
densidad simbionte y parámetros físicos del intermareal. 

ID Mes Cond Metilación Daño ADN Densidad 
simbionte 

Temperatura Luz 

A1  abril aposimbiotica 0.580 0.930 1.11E+04 13.48 464.47 

A2  abril aposimbiotica 0.517 0.408 6.16E+03 13.48 464.47 

A3  abril aposimbiotica 0.720 0.251 5.24E+02 13.48 464.47 

S2  abril simbiotica 0.636 0.354 6.12E+04 13.48 464.47 

S4  abril simbiotica 0.794 0.465 6.38E+04 13.48 464.47 

S5  abril simbiotica 0.705 0.378 4.72E+04 13.48 464.47 

A2  junio aposimbiotica 1.084 0.442 1.79E+02 19.80 555.69 

A4  junio aposimbiotica 1.762 0.445 3.42E+02 19.80 555.69 

A5  junio aposimbiotica 1.775 0.457 1.14E+02 19.80 555.69 

S1  junio simbiotica 1.917 0.846 2.47E+04 19.80 555.69 

S3  junio simbiotica 1.192 0.463 4.40E+04 19.80 555.69 

S5  junio simbiotica 1.781 0.419 5.19E+04 19.80 555.69 

A3  agosto aposimbiotica 0.963 0.543 6.19E+04 23.73 534.00 

A4  agosto aposimbiotica 0.778 0.370 4.47E+04 23.73 534.00 

A5  agosto aposimbiotica 1.313 0.440 4.75E+04 23.73 534.00 

S1 agosto simbiotica 0.967 0.367 1.21E+04 23.73 534.00 

S3 agosto simbiotica 0.784 0.347 4.24E+04 23.73 534.00 

S5 agosto simbiotica 1.327 0.494 5.85E+04 23.73 534.00 

A2 octubre aposimbiotica 1.541 0.396 8.59E+02 20.42 233.88 

A3 octubre aposimbiotica 0.926 0.442 2.31E+02 20.42 233.88 

A4 octubre aposimbiotica 1.584 0.719 3.81E+02 20.42 233.88 

S2 octubre simbiotica 0.959 0.491 2.91E+04 20.42 233.88 

S3 octubre simbiotica 0.529 0.297 3.32E+04 20.42 233.88 

S5 octubre simbiotica 0.607 0.321 4.86E+04 20.42 233.88 

A3 diciembre aposimbiotica 1.083 0.481 5.71E+01 17.73 296.16 

A4 diciembre aposimbiotica 0.625 0.320 9.12E+01 17.73 296.16 

A5 diciembre aposimbiotica 0.497 0.144 6.94E+01 17.73 296.16 

S2 diciembre simbiotica 0.599 0.307 2.73E+04 17.73 296.16 

S4 diciembre simbiotica 0.593 0.272 4.79E+04 17.73 296.16 

S5 diciembre simbiotica 0.709 0.325 1.21E+04 17.73 296.16 

A3 febrero aposimbiotica 0.525 0.230 1.40E+02 16.36 360.05 

A4 febrero aposimbiotica 0.733 0.191 6.88E+02 16.36 360.05 

A5 febrero aposimbiotica 0.932 0.378 6.21E+01 16.36 360.05 

S2 febrero simbiotica 0.666 0.533 1.86E+04 16.36 360.05 

S3 febrero simbiotica 0.618 0.479 5.62E+04 16.36 360.05 

S5 febrero simbiotica 0.969 0.318 1.69E+04 16.36 360.05 
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Figura 13. Cantidad de fragmentos de ADN por gel de electroforesis. El carril 1 corresponde al marcador molecular 
QuickLoad 1 kb. En los carriles 3 – 7 se muestra fragmento de ADN en anémonas aposimbióticas. Los carriles 9 – 
13 se muestra fragmento de ADN en anémonas simbióticas. La electroforesis se realizó a 80 volts por 40 min. 
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Anexo A. Protocolo de separación y homogeneización de simbionte y hospedero  

 

1. Lavado de tejido en PBS 

Las muestras de tejido fijadas en RNAlater se descongelan manteniéndolas a 4°C o sobre hielo. Con ayuda 

de pinzas de disección, se extrae un tentáculo de anémona del vial y se registra su peso (10–20 mg) 

utilizando una balanza analítica (OHAUS®, PIONEER™). La muestra se transfiere a un tubo FastPrep de 2 mL 

que contiene 0.5 mL de solución salina tamponada con fosfato (PBS 3X, pH 7.4), y se deja reposar durante 

15 minutos. 

Este procedimiento se repite dos veces más: se retira el sobrenadante y se añade nuevamente 0.5 mL de 

PBS fresco, dejando actuar por 15 minutos en cada lavado. Al finalizar, la muestra está lista para su 

homogeneización. 

2. Homogeneización 

Buffer de lisis: Tris 25 mM (pH 7.8), EDTA 1 mM, glicerol al 10% (v/v). 

Todos los pasos se realizan a 4 °C o sobre hielo. Tras el lavado, se elimina el sobrenadante de PBS y se 

añade 0.5 mL de buffer de lisis. La muestra se deja reposar durante 15 minutos, luego se retira el buffer y 

se añade 1 mL de buffer de lisis fresco para proceder con la homogeneización. 

Esta se realiza utilizando un batidor de cuentas (FastPrep-24™ 5G, MP Biomedicals) durante 60 segundos 

a una velocidad de 6 m/s, empleando una perla de vidrio de 4 mm de diámetro. 

Después de esta primera homogeneización, se realiza una segunda para separar la epidermis del resto del 

tejido. Para ello, se transfiere la muestra a un tubo de 1.5 mL y se separa la epidermis, que queda 

suspendida en el buffer de lisis, utilizando pinzas de disección o la punta de una aguja hipodérmica (23G × 

25 mm). 

 

3. Separación 

Para separar las fracciones del hospedero y de los simbiontes, se centrifugan las muestras homogeneizadas 

en una microcentrífuga refrigerada (Eppendorf® 5424 R) a 3,000 × g durante 30 segundos a –4 °C. Del 

sobrenadante se toman 100 μL y se transfieren a un vial cónico de 15 mL. 

 

Posteriormente, se realizan dos centrifugaciones sucesivas a 700 × g durante 10 minutos cada una, 

también a –4 °C. Los sobrenadantes obtenidos se combinan en el mismo vial y se almacenan a –20 °C. 
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Finalmente, para aislar los simbiontes, las células se centrifugan a 16,000 × g durante 20 minutos a –4 °C. 

El sobrenadante se descarta y el pellet (células simbiontes) se fija con formaldehído al 2% para su posterior 

cuantificación mediante microscopía. 
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ANEXO B. Aislamiento de ADN genómico de tejido de anémona simbiótica y aposimbiótica 

(Estandarización de cantidades de reactivo). 

 

1. Preparación del tejido 

Para cada muestra, se selecciona un tentáculo de anémona, fresco o previamente descongelado. Se pesa 

entre 10 y 20 mg de tejido y se transfiere a un tubo que contenga 300 μL de solución de lisis de núcleos. 

La muestra se enfría y se homogeneiza durante 10 segundos. A continuación, se añade 0.05 mg/mL de 

Proteinasa K (equivalente a 8.75 μL), y se incuba la mezcla a 65 °C durante 2 a 4 horas. 

 

2. Lisis y precipitación de proteínas 

1. (Paso opcional) Añadir 3 μL de solución de RNasa al lisado y mezclar suavemente. Incubar a 37 °C 

durante 15–30 minutos. Luego, enfriar a temperatura ambiente. 

2. Añadir 150 μL de solución precipitadora de proteínas, mezclar vigorosamente en vórtex y colocar 

en hielo durante 20 minutos. 

3. Centrifugar a 15,000 × g durante 5 minutos a 4 °C. 

 

3. Precipitación y rehidratación del ADN 

1. Transferir el sobrenadante a un tubo limpio que contenga 350 μL de isopropanol (a temperatura 

ambiente). 

2. Mezclar suavemente por inversión y dejar en hielo durante 15 minutos. 

3. Centrifugar a 15,000 × g durante 5 minutos. 

4. Descartar el sobrenadante con cuidado. Añadir 150 μL de etanol al 70% (a temperatura ambiente) 

y mezclar por inversión. 

5. Repetir la centrifugación como en el paso anterior. 

6. Descartar el sobrenadante y repetir el lavado con otros 150 μL de etanol al 70%. 

7. Centrifugar nuevamente a 15,000 × g durante 5 minutos. 

8. Retirar completamente el etanol y dejar secar el pellet al aire durante 15 minutos. 

9. Rehidratar el ADN en 25 μL de agua libre de nucleasas (milli-Q), incubando durante 1 hora a 65 °C 

o durante la noche a 4 °C. 


