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RESUMEN 

 

Variación estacional de la composición de pigmentos fotosintéticos y su importancia (o 

impacto) fisiológico en el quitón Chiton articulatus (Polyplacophora: Chitonida) 

 

Los pigmentos fotosintéticos (PF) son biomoléculas con protección antioxidante, que sirven 

además como biomarcadores para identificar las fuentes de alimento (i.e. halófitas, plantas 

vasculares, micro– y macroalgas) consumidas por los organismos acuáticos. El quitón C. 

articulatus es un molusco bentónico cuya alimentación, reproducción y locomoción están 

estrechamente asociados al intermareal rocoso que habitan. Por lo tanto, se determinó la 

composición de pigmentos analizados por HPLC en las vísceras, gónada y pie (músculo) y su 

relación con los índices somáticos de los tejidos en quitones adultos muestreados 

mensualmente durante un año en Barras de Piaxtla, Sinaloa. Los PF encontrados en vísceras 

muestran que los quitones se alimentan, de diversas fuentes de algas y detritus. El índice 

viscerosomático (IVS) se correlacionó positivamente (r = 0.80) con la abundancia de algas 

verdes (zeaxantina, violaxantina, luteína) y cafés (fucoxantina) en el invierno y primavera, 

para disminuir durante el verano y otoño. La presencia de astaxantina sugiere la ingesta de 

crustáceos, o parte ellos a manera de detritus. Los niveles de clorofila-a en vísceras sugieren 

que las fuentes vegetales son permanentes a lo largo del año. Los pigmentos en la gónada (i.e. 

cantaxantina) se incrementaron con la disponibilidad del alimento (r = 0.84) y disminuyeron 

tanto con el incremento de la temperatura (r = –0.85), como con el incremento del índice 

gonadosomático (IGS, r = –0.85), sugiriendo más su utilización como antioxidantes ante el 

estrés ambiental, en lugar de sostener la reproducción del quitón. De manera similar, la 

acumulación de PF disminuyó en el pie de los quitones con el aumento de la temperatura 

superficial del mar, sugiriendo un papel importante para contrarrestar el estrés (i.e.  desecación 

y exposición área, irradiancia solar, temperatura, etc.) ambiental que caracteriza la zona 

intermareal en que habitan los quitones. 

 

Palabras clave: antioxidante, biomarcador, cantaxantina, HPLC, fisiología. 

  



iv 

ABSTRACT 

 

Seasonal variation of photosynthetic pigment composition and its physiological 

importance (or impact) on the chiton Chiton articulatus (Polyplacophora: Chitonida) 

 

Photosynthetic pigments (PP) are biomolecules with antioxidant protection, which also serve 

as biomarkers to identify food sources (i.e. halophytes, vascular plants, micro- and 

macroalgae) consumed by aquatic organisms. The chiton C. articulatus is a benthic mollusk 

whose feeding, reproduction and locomotion are closely associated with the rocky intertidial 

they inhabit. Therefore, both the pigment composition analyzed by HPLC in the viscera, 

gonad and foot (muscle) and its relationship with the somatic indices of the tissues, were 

assessed in adult chitons sampled monthly for one year in Barras de Piaxtla, Sinaloa. The PP 

found in viscera show that chitons feed on various sources of algae and detritus. The 

viscerosomatic index (VSI) was positively correlated (r = 0.80) with the abundance of green 

(zeaxanthin, violaxanthin, lutein) and brown (fucoxanthin) seaweeds during winter and 

spring, decreasing during summer and autumn. The presence of astaxanthin suggests the 

ingestion of crustaceans or parts of them as detritus. The chlorophyll-a levels in viscera 

suggest that the vegetable sources are permanent throughout the year. Pigments in the gonad 

(i.e. canthaxanthin) increased with food availability (r = 0.84) and decreased both with 

increasing temperature (r= - 0.85), and with increasing gonadosomatic index (GSI, r = - 0.85), 

suggesting that were used more as antioxidants in order to face environmental stress 

conditions instead of holding chiton’s reproduction. Similarly, PP accumulation decreased in 

the foot (muscle) of the chitons with increasing sea surface temperature (SST), suggesting an 

important role in counteracting the environmental stress (i.e. desiccation and area exposure, 

solar irradiation, temperature, etc.) of the which characterize the intertidal zone in which the 

chitons inhabit.  

 

Key words: antioxidant, biomarker, canthaxanthin, HPLC, physiology. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

En la naturaleza, la gran variedad de coloración que existe en los vegetales y en los animales 

terrestres y marinos se debe principalmente a los fenómenos de reflexión o difracción de la 

luz, pero también a la presencia de pigmentos (Nelson y Cox 2009). La palabra pigmento, 

etimológicamente proviene del latín pigmentum, la cual hace referencia a materiales que 

generalmente implican color, como la pintura o el maquillaje (Ghidalia 1985); es decir, su 

función principal es dar color, teniendo un origen natural o sintético.  

Estas moléculas están presentes, prácticamente en todos los grupos taxonómicos, 

desde las bacterias hasta metazoarios, ya que la presencia de pigmentos les ha permitido 

a los organismos tener la capacidad de cambiar o de incorporar el color en sus actividades 

biológicas de comportamiento, como la exhibición de cortejo y selección de pareja (Detto 

2007; Baldwin y Johnsen 2009), desarrollando con ello estrategias de supervivencia 

(Pereira et al. 2014). 

De manera específica, en los animales marinos, los pigmentos intervienen en 

funciones anatómicas y fisiológicas. Anatómicamente, en la adaptación al entorno a través 

de la coloración de su cuerpo para la mimetización contra depredadores, la señalización y la 

visión (Schmidt-Nielsen 1976). Fisiológicamente, actúan en los tejidos para la fotoprotección 

y estrés térmico, o se acumulan en diversos órganos para intervenir en procesos como 

metabolismo, nutrición, crecimiento, y reproducción (Maoka 2011). 

Los pigmentos naturales son un grupo de moléculas orgánicas químicamente diversas 

constituidas principalmente por dobles enlaces, caracterizadas por poseer en su estructura 

electrónica un cromóforo (Pereira et al. 2014), siendo este el responsable de determinar el 

tipo, tono e intensidad de color que se va a reflejar dependiendo de su posición, tipo y 

complejidad en su estructura química (Stevens y Ruxton 2011). Dentro de los pigmentos 

naturales, se incluyen los fotosintéticos, los cuales son capaces de absorber luz de la región 

visible del espectro y reflejar el color de la luz no absorbida, son reactantes, inestables, 

fotosensibles y poseen propiedades antioxidantes en los procesos fisicoquímicos del 

metabolismo (Guerrero-Legarreta et al. 2018).  
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Las clases de pigmentos más extendidos en la naturaleza son los pigmentos 

fotosintéticos como las clorofilas, seguido de los carotenoides (Goodwin 1980), se pueden 

encontrar principalmente en los niveles tróficos inferiores debido a su estrecha relación con 

la fotosíntesis en los vegetales y posteriormente son adquiridos por los animales a través de 

la alimentación (Maoka 2009). Los organismos animales no tienen la capacidad de sintetizar 

pigmentos fotosintéticos; por lo tanto, los obtienen directamente de los alimentos; y una vez 

adquiridos, son parcialmente modificados a través de reacciones metabólicas para intervenir 

en procesos fisiológicos del animal, como en la absorción de nutrientes en las vísceras, la 

fotoprotección ante el estrés ambiental del hábitat en el pie o como actividad antioxidante en 

las reservas, particularmente de lípidos en las gónadas (Maoka 2020).  

En los moluscos, diversos pigmentos han sido aislados principalmente de 

bivalvos, gasterópodos, cefalópodos y poliplacóforos (quitones). Los quitones, 

pertenecientes a la clase Polyplacophora, se destacan por ser uno los habitantes más 

comunes de las zonas intermareales (Eernisse 2007), con patrones de pigmentación muy 

diversos respecto de otros moluscos (Tsushima et al. 1989). Además, han sido 

generalizados como herbívoros, por el hecho de que se han observado sobre algas que se 

encuentran adheridas a las rocas en la zona intermareal. Sin embargo, se ha indicado que 

los quitones pueden presentar hasta ocho tipos de alimentación tales como: herbívora, 

carnívora, detritívora, omnívora, espongívora, xilófaga, epizóofaga y depredadora 

(Fulton 1975, Sirenko 2000, Sigwart y Schwabe 2017). 

 Por otro lado, se sabe que la composición de pigmentos en micro- y macroalgas son 

especie-específicos (Jeffrey et al. 1997), por lo tanto, a partir de los pigmentos es posible 

inferir las diferentes fuentes de alimento que están consumiendo los animales, sin que por 

ello se determiné que son herbívoros sensu stricto. Es decir, los pigmentos pueden ser 

utilizados como biomarcadores para inferir un posible tipo de alimentación que están 

consumiendo los organismos y como éstos varían en el tiempo (Wolff y Garrido 1991). En 

un estudio realizado con el ostión Crassostrea corteziensis se utilizó el patrón de 

acumulación que tuvieron los pigmentos en los tejidos del ostión con el objetivo de poder 

inferir la variación estacional de la abundancia del alimento (Hurtado-Oliva et al. 2012). 
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Trabajos previos enfocados en la búsqueda de pigmentos en quitones destacan que 

los principales carotenoides que se han encontrado son luteína, zeaxantina, cantaxantina, 

fucoxantina y sus metabolitos (Tsushima et al. 1989). Sin embargo, los estudios sobre 

pigmentos en el phylum Mollusca son muy limitados, particularmente en la clase 

Polyplacophora, ya que existe una escasez de información en este tema. 

En México, Chiton articulatus es una especie endémica de las costas del Pacífico 

tropical mexicano (Reyes-Gómez 2003), donde dentro de su hábitat cumple con un 

importante rol ecológico al ser basibionte (Alvarez-Cerrillo 2017) y presa de otras especies 

de moluscos (i.e. gasterópodo Plicopurpura pansa); además, al habitar la zona intermareal 

rocosa, la cual es altamente dinámica por tener una interface triple que conecta parte terrestre 

con el agua y la exposición aérea, por lo que los organismos son expuestos a la desecación, 

intemperismo, temperaturas fluctuantes, alta irradiancia solar y fuerte oleaje; lo que ha 

obligado a los organismos (i.e. C. articulatus) que habitan este nicho, a una adaptación de 

sus procesos fisiológicos como la nutrición, locomoción y reproducción a estas condiciones 

altamente estresantes. Por lo tanto, C. articulatus al ser un molusco bentónico cuya 

alimentación, reproducción y locomoción están estrechamente relacionados con su hábitat y 

la importancia fisiológica que constituyen los pigmentos en los animales marinos, el presente 

estudio tiene como principal objetivo determinar la acumulación de pigmentos en los tejidos 

del quitón C. articulatus y analizar su variación estacional, así como su impacto fisiológico 

en esta especie de molusco. 
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2. ANTECEDENTES 

 

2.1. Pigmentos fotosintéticos 

 

Los organismos fotosintéticos (i.e. plantas vasculares, micro- y macroalgas y cianobacterias) 

tienen la capacidad de convertir la energía solar en energía química, ya que contienen 

pigmentos fotosintéticos que absorben longitudes de onda específicas (350-700 nm) de la luz 

visible (Purves et al. 2004, Voet et al. 2016) y reflejan aquellas que el pigmento no absorbió, 

por lo que esa luz reflejada otorga color. De esta manera, no todas las longitudes de onda son 

utilizadas por igual durante la fotosíntesis, por lo que surgen distintos tipos de pigmentos 

fotosintéticos con un único espectro de absorción (Dickey et al. 2016). La mayoría de los 

organismos fotosintéticos tienen múltiples pigmentos que les permiten absorber energía de 

diferentes longitudes de onda; sin embargo, los principales son clorofilas, carotenoides y 

ficobilinas (Jacob-Lopes et al. 2020).  

En el medio marino, para llevar a cabo la fotosíntesis, las plantas vasculares son 

reemplazadas por microalgas (fitoplancton), macroalgas (algas marinas) y cianobacterias, de 

igual manera, realizan este proceso en los cloroplastos donde se encuentran los pigmentos 

fotosintéticos, los cuales captan y utilizan la energía solar disponible (Reis et al. 2009). Sin 

embargo, a medida que aumenta la profundidad del agua la intensidad de la luz disponible 

disminuye, por lo que no es posible que todas las longitudes de onda de la luz solar penetren 

el agua de la misma forma (Jacob-Lopes et al. 2020). 

Por ejemplo, la luz roja captada por las clorofilas se absorbe principalmente en los 

primeros metros de profundidad, en cambio a grandes profundidades se absorbe mayormente 

la luz verde, azul y violeta (Figura 1). Por lo tanto, para poder hacer un uso más eficiente en 

la fotosíntesis de la luz disponible entran en rol los pigmentos fotosintéticos accesorios: 

carotenoides y ficobiliproteínas (Jacob-Lopes et al. 2020).  
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Figura 1. Absorción de la luz con el cambio de la profundidad del océano (Tomado de Kuczynska 

et al. 2015). 

 

2.2. Principales pigmentos fotosintéticos 

 

2.2.1 Clorofilas: características principales 

 

Las clorofilas son pigmentos de color verde que sintetizan las plantas vasculares, halófitas, 

micro- y macroalgas y cianobacterias; en las plantas y algas se encuentran presentes en las 

membranas de los tilacoides de los cloroplastos (Nelson y Cox 2006), mientras que en las 

cianobacterias en las laminillas fotosintéticas distribuidas en su citoplasma; por esta razón, 

se caracterizan como los pigmentos más abundantes en la naturaleza (Taran 1999; Malkin y 

Niyogi 2000). Sin embargo, la clorofila no solo es el pigmento más abundante, sino también 

el más importante, ya que sustenta un importante proceso: la fotosíntesis (Oksana et al. 2018). 

Conjuntamente, la clorofila es considerada como un pigmento primario porque su principal 

función es la captación de la energía lumínica, y además participa en la conversión de energía 

(Li y Chen 2015). La estructura química de la molécula de clorofila está compuesta por anillos 
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conjugados por dos partes: un anillo de porfirina y una larga cadena hidrocarbonada llamada 

fitol. Este último está constituido por cuatro moléculas de isoprenos (Scheer 1991); en cambio, 

el anillo de porfirina está formado por cuatro moléculas de pirrol, es decir, un tetrapirrol (el cual 

es un derivado biosintético de la protoporfirina), en su centro se encuentra un átomo de magnesio 

(Mg++) que está unido mediante enlaces covalentes (Hörtensteiner y Kräutler 2011). 

La clorofila puede presentarse en moléculas de clorofila a y clorofila b, ambas 

difieren en su estructura química (Figura 2), ya que la clorofila a presenta un radical metilo 

(-CH3) en el anillo tetrapirrólico, mientras que la clorofila b presenta un grupo funcional 

formilo (-CH=O), tal diferencia hace que absorban luz de longitudes de onda ligeramente 

diferentes dentro del espectro visible (Schliep et al. 2013); ambas moléculas juegan un papel 

clave en las plantas fotosintéticas debido a que generan oxígeno solo en la etapa luminosa de 

la fotosíntesis (Nelson y Cox. 2006). Universalmente, la clorofila a se encuentra en todas las 

clases de micro- y macroalgas; mientras que, la clorofila b está restringida en gran parte o 

por completo a las algas verdes (Chlorophyta) (Cahoon y Timko 2003). 

Por lo tanto, en la vida marina las micro- y macroalgas establecen la base de la vida 

en una gran diversidad de ecosistemas marinos y de agua dulce, ya que sintetizan clorofila a, 

que es el principal pigmento fotosintético (Nelson y Cox 2006) más abundante que se 

encuentra en todas las especies de algas; además, es el que les confiere color y es esencial 

para que estos organismos puedan obtener energía para su metabolismo y reproducción; 

generalmente, en complejos pigmento-proteína (Nelson y Cox. 2009). 
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Figura 2. Estructura química típica de clorofila a y clorofila b (Tomado de Diaz-Uribe et al. 2018). 

 

 

2.2.2 Carotenoides: características principales 

 

Los colores característicos de los carotenoides son los rojos-anaranjados, los cuales 

varían en tonalidad e intensidad, ampliamente distribuidos en la naturaleza, más 

notoriamente, en algunos vegetales y en tejidos de animales (McLean 2021). Este color 

característico se debe a que este tipo de pigmentos tienen la capacidad de absorber 

solamente la luz visible verde-azulada y violeta, reflejando la luz que no fue absorbida, 

es decir, la roja-anaranjada (Jáuregui et al. 2011). Los carotenoides, tienen un rol 

importante en el proceso de la fotosíntesis, ya que pueden funcionar como pigmentos 

accesorios en la captación de energía lumínica ampliando el espectro de absorción de los 

pigmentos primarios y como sistemas de protección, al actuar como moléculas capaces de 

disipar la energía de excitación excesiva en forma de calor evitando daños importantes al 

organismo (Manrique Reol 2003). 

La estructura química general de los carotenoides consta de dos cadenas insaturadas 

(presencia de dobles enlaces) de 40 carbonos (tetraterpenos, derivados del isopreno), que se 

distinguen por tener la presencia de anillos en los carbonos de los extremos de la cadena, por 

lo que estos últimos van a determinar las características funcionales, principalmente su 

actividad antioxidante (Ezquerra-Brauer y Chan-Higuera 2021).  



8 

Por lo descrito anteriormente, los carotenoides se clasifican en carotenos y 

xantófilas (Figura 3), en donde los primeros contienen en sus moléculas carbonos e 

hidrógenos, diferenciándose así del segundo grupo, pues éste tiene un átomo adicional de 

oxígeno (Quintana-López et al. 2018).  

Los carotenos, como el β-caroteno, α-Caroteno, γ-caroteno y licopeno se pueden 

encontrar en mayor proporción en las micro- y macroalgas y en los alimentos que son de 

fácil acceso como las zanahorias, melones, papayas, tomates y naranjas. Se conoce que, 

aproximadamente, existen alrededor de 50 tipos diferentes de carotenos (Galasso et al. 

2017). Con respecto a las xantófilas, estas se caracterizan por poseer en sus moléculas 

distintos grupos funcionales con átomos de oxígeno, asimismo, pueden llegar a formar 

complejos con proteínas o ácidos grasos; se han identificado en la naturaleza 

aproximadamente 800 tipos de estos pigmentos, los más comunes son fucoxantina, luteína, 

zeaxantina, astaxantina y cantaxantina (Maoka 2020).  

De manera general, se han identificado la existencia de alrededor de 750 carotenoides 

de los cuales más de 250 son de origen marino (Maoka 2020); aunado a ello, la investigación 

de los pigmentos marinos ha tenido un gran interés por las importantes características que 

poseen, ya que tienen la capacidad de ejercer fuertes efectos antioxidantes, antiinflamatorios 

y reparadores, así como también pueden ser utilizados en forma de ingredientes bioactivos 

en la fotoprotección contra los rayos UV (industria cosmética) o en nutracéuticos (industria 

alimentaria) con el objetivo de ayudar en la prevención de enfermedades asociadas con el 

estrés oxidativo (Sathasivam y Ki 2018). 
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Figura 3. Estructura química típica de carotenos (A) y xantófilas (B) (Tomado de Maoka 2020). 

 

2.3. ¿Cómo se transfieren los pigmentos fotosintéticos a los animales marinos? 

 

De manera general, los animales no sintetizan pigmentos de novo; por lo tanto, los 

pigmentos que se encuentran en ellos los obtienen solamente a través de los alimentos, 

modificándolos parcialmente a través de reacciones metabólicas (Maoka 2020). De igual 

manera, ocurre en el medio marino, por ejemplo, a varias profundidades del mar, la 

energía absorbida por los pigmentos de las micro- y macroalgas y cianobacterias, es 

utilizada para ser convertida en energía química, y así producir carbohidratos 

(“azúcares”) que sirven como fuente de energía para estos mismos organismos y para 

otros no fotosintéticos (Voet et al. 2016), es decir, el proceso de transferencia de 

pigmentos fotosintéticos y otras sustancias nutritivas es a través de los diferentes niveles 

tróficos: iniciando con los organismos fotosintéticos que tienen la capacidad de producir 

pigmentos, eventualmente, serán consumidos de forma directa o indirecta por organismos 

herbívoros (i.e. moluscos), los cuales a su vez serán ingeridos por organismos carnívoros 

(i.e. crustáceos) (Matsuno 1989, 2001). 

Por ejemplo, los invertebrados marinos, al no tener la capacidad de sintetizar 

pigmentos fotosintéticos (Maoka 2011, Maoka 2020) los obtienen a través de su 

alimentación, es decir, los van acumulando selectivamente a través de reacciones y 

transformaciones metabólicas de oxidación, reducción, traslación de dobles enlaces y 

A

B

Carotenos

β‒Caroteno Licopeno

Xantofilas

β‒Criptoxantina Luteína

Zeaxantina

Fucoxantina Peridinina

Astaxantina
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división oxidativa de dobles enlaces (Maoka 2020). Estas conversiones metabólicas se 

realizan con el objetivo de cumplir funciones específicas en los distintos tejidos (i.e. 

vísceras, gónadas, músculos, caparazones y tegumentos) de dichos organismos (Liaanen-

Jensen 1990, Matsuno y Hirao 1989).  

 

2.4. Función de los pigmentos fotosintéticos en los organismos marinos 

 

En ambientes marinos, los carotenoides constituyen uno de los grupos más comunes de 

pigmentos fotosintéticos, teniendo más de 250 tipos de origen marino, mostrando de esta 

manera una amplia variedad estructural, lo que permite que desempeñen distintas funciones 

vitales en estos organismos, principalmente, interviniendo en funciones de nutrición, 

reproducción y fotoprotección en sus tejidos (Britton et al. 2004, Maoka 2011).  

Así pues, los carotenoides juegan un papel importante en la nutrición de los 

animales marinos, interviniendo en la actividad precursora de la vitamina A y formando 

parte de la modulación inmunológica. Durante la nutrición, la digestión tiene lugar en las 

vísceras, de esta manera, los carotenoides son solubilizados antes de ser absorbidos por las 

células epiteliales del intestino (Yonekura y Nagao 2007). Es decir, al alimentarse de una 

dieta rica en carotenoides, los lípidos que forman parte de esa misma dieta, facilitan la 

disolución de estos pigmentos, para posteriormente ser dispersados en forma de emulsión 

en el líquido digestivo, esta emulsión se produce gracias a enzimas y al líquido biliar; 

finalmente, los carotenoides son solubilizados en forma de micelas mixtas para poder ser 

trasportados a través del sistema circulatorio y eventualmente absorbidos o acumulados en 

los tejidos de los organismos (Nagao 2014).  

Los carotenoides se acumulan significativamente en los órganos reproductores 

(ambos sexos) de algunos organismos marinos; por ejemplo, la equinenona es un carotenoide 

que comúnmente se acumula en gónadas femeninas maduras, ya que tiene la posibilidad de 

unirse a lipoproteínas para formar complejos (pigmento-proteína) característicos que son 

distribuidos en óvulos y ovarios (Zagalski et al. 1967). Así también, los complejos que han 

sido identificados en gónadas sirven como componentes estructurales que ayudan a 

estabilizar las proteínas en el animal en desarrollo. Por lo tanto, se ha logrado determinar que 

un alto nivel de carotenoides en gónadas, y su acumulación durante la maduración, sugieren 
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una función específica, principalmente como antioxidante y fotoprotector, además de otorgar 

color (Griffiths 1966, Gilchrist y Lee 1972, Shina et al. 1978). Sosteniendo la idea anterior, 

también se ha comprobado que los carotenoides se encuentran en mayor concentración en 

los huevos de animales terrestres y en animales marinos de aguas someras en comparación 

de aquellos que habitan aguas de mayor profundidad. Particularmente, son los 

invertebrados marinos como los equinodermos, gasterópodos, bivalvos, cefalópodos y 

poliplacóforos los que presentan una gran diversidad de pigmentos en sus huevos 

(Cheesman et al. 1967, Galasso et al. 2017). 

En cuanto a las funciones antioxidantes y fotoprotectoras que tienen los carotenoides 

principalmente en los productores primarios y posiblemente en los tejidos de animales 

marinos al acumularlos, son las de ofrecer disipación de energía excedente de luz y, sobre 

todo, una desintoxicación de radicales libres, especialmente en aquellos animales que habitan 

lugares donde están expuestos periódicamente a la irradiación solar excesiva y a los daños 

de los rayos UV (Schneider et al. 2016). De la misma manera, los carotenoides son 

antioxidantes; es decir, tienen la capacidad de retrasar, modificar, reducir, prevenir o eliminar 

el daño oxidativo en las células vegetales o animales (Rodrigues et al. 2012). Por ejemplo, el 

α y el β-caroteno, la luteína y la astaxantina son carotenoides que juegan un papel importante 

como respuesta antioxidante y de resistencia al estrés oxidativo, ya que son los principales en el 

proceso de defensa en micro- y macroalgas (Gammone et al. 2015). 

Además, los pigmentos fotosintéticos y sus metabolitos funcionan como 

biomarcadores bioquímicos (Baldrick et al. 2011) para determinar el eventual consumo de 

diversas fuentes dietéticas en animales marinos y su variabilidad en la abundancia de su 

consumo a través del tiempo (Feller et al. 1985, Hopkins 1985, Howell et al. 2004). 

Generalmente, el análisis de biomarcadores de pigmentos se utiliza con frecuencia como 

marcador dietético en redes tróficas pelágicas (Howell et al. 2004) debido, a que estos 

organismos son los principales en incorporar en su dieta distintos grupos de micro- y 

macroalgas. Por lo tanto, este tipo de análisis ayuda a proporcionar información importante 

sobre sus posibles fuentes de alimento. 

Todas las micro- y macroalgas contienen clorofila a como principal pigmento 

fotosintético (Rowan 1989); por esta razón, es ampliamente utilizado como una medida de la 
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abundancia en la productividad primaria, por lo que es una de las variables bioquímicas 

mayormente utilizadas en oceanografía física y biológica (Jeffrey et al. 1997). Con el avance 

de la tecnología, se han ido mejorando las técnicas de separación y cuantificación de 

pigmentos, lo que ha permitido una amplia identificación de pigmentos accesorios que se 

encuentran en los organismos fotosintéticos. De esta manera, los pigmentos fotosintéticos 

son utilizados como biomarcadores, ya que algunos de estos pigmentos o combinaciones de 

los mismos, son especie-específicos, es decir, son exclusivos de taxones de algas específicas 

(Jeffrey y Vesk 1997). En cuanto, a la inferencia de biodisponibilidad de alimento, 

generalmente, se utiliza la concentración de clorofila a como indicador de la disponibilidad 

de la productividad primaria o biomasa de fitoplancton, que, junto con los patrones de 

desarrollo gonadal, la acumulación y movilización de reservas endógenas en los organismos 

marinos, se puede obtener información útil sobre disponibilidad de alimento en el ambiente 

a través del tiempo (Hurtado-Oliva et al. 2012). 

 

2.5.  Pigmentos fotosintéticos en invertebrados marinos 

 

Generalmente, los invertebrados marinos acumulan pigmentos fotosintéticos que obtienen 

directamente de la ingesta de sus alimentos o mediante transformaciones metabólicas; 

concretamente, en sus distintos tejidos almacenan una amplia gama de pigmentos (i.e. 

carotenoides) que muestran una gran variedad estructural (Maoka 2011). Entre los 

invertebrados marinos, se encuentran las esponjas (poríferos), anémonas (actiniarios), los 

corales y medusas (cnidarios), moluscos y crustáceos, que se caracterizan por sus colores 

vivos; sin embargo, esas distintas tonalidades exhiben la más extensa gama de pigmentos 

fotosintéticos, que actúan no solo para otorgarles color sino para intervenir en algunos 

procesos fisiológicos (Tsushima y Matsuno 1990, Matsuno 2001, Tsushima 2007). 

Por ejemplo, las esponjas (poríferos) se caracterizan por tener la capacidad de 

adaptarse a distintos hábitats marinos, desde el hielo hasta ecosistemas tropicales; esta 

adaptabilidad la relacionan con el hecho de que poseen en sus tejidos más de 40 tipos de 

carotenoides, como renierateno e isorenierateno (presente en cianobacterias) (Liaaen-Jensen 

et al. 1982). Las funciones que realizan los carotenoides en las esponjas, están relacionadas 

con la alimentación y la defensa inmunológica, ya que se han identificado pigmentos 
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fotosintéticos en células especializas, llamadas amebocitos, involucradas con este tipo de 

funciones (Liaaen-Jensen et al. 1982). Además, de la especie Ianthella basta se aislaron 

nuevos carotenoides identificados como metabolitos de la fucoxantina, carotenoide 

sintetizado en micro- y macroalgas.  

En Japón, las gónadas de los erizos de mar (equinodermos) alcanzan un alto valor 

comercial por su color naranja-amarillento, sabor y textura (Robinson et al. 2002). 

Característicamente, son los carotenoides los que otorgan ese color a sus gónadas, actuando 

al mismo tiempo, en su reproducción, específicamente en el desarrollo y función gonadal. En 

la especie Tripneustes gratila se han caracterizado los carotenoides encontrados en las 

gónadas de ambos sexos, siendo los predominantes: la equinenona, β-caroteno y pigmentos 

menores (Shina et al. 1978); por lo que, se ha determinado que el β-caroteno se ingiere 

selectivamente y posteriormente, se metaboliza a equinenona, almacenándose ambos 

pigmentos en el tejido gonadal, con el objetivo de actuar como fotoprotectores o formar 

complejos estructurales con proteínas para dar estabilidad a las mismas (Griffiths 1966). 

Así también, los carotenoides son utilizados como biomarcadores para inferir la dieta 

de la especie de erizo de mar Paracentrotus lividus, en donde lograron determinar que se 

alimentaba de algas pardas al identificar en sus vísceras, carotenoides como la luteína, β-

caroteno, fucoxantina y sus metabolitos: equinenona y fuxocantinol, respectivamente 

(Boudouresque y Verlaque 2013). Y al alimentarse de algas rojas, se identificó clorofila a, 

luteína y zeaxantina. Estas fuentes dietéticas naturales están limitadas por la estacionalidad 

ambiental; es decir, estos cambios temporales son afectados por aspectos ambientales como 

la temperatura y el fotoperiodo, y, por ende, se afecta a la disponibilidad de los recursos en 

términos de abundancia y tiempo (Rocha et al. 2019). 

Los copépodos (crustáceos muy pequeños) forman parte del zooplancton, se 

caracterizan por poseer una pigmentación rojiza, dicha coloración se debe a la acumulación 

de carotenoides, principalmente de astaxantina (Matsuno 2001, Andersson et al. 2003, 

Rhodes 2006). De esta manera, se ha demostrado que el principal pigmento entre los 

crustáceos es la astaxantina, la cual puede presentarse en el organismo en forma esterificada 

a ácidos grasos o formando complejos con proteínas. Este pigmento se caracteriza por ser un 

poderoso antioxidante, por lo que se ha determinado que la acumulación de astaxantina en el 
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zooplancton está relacionada a una fotoprotección contra la radiación ultravioleta (UV), así 

también a una protección de otras fuentes de estrés oxidativo como el ocasionado por la 

acumulación de metales pesados (Schneider et al. 2016). 

 

2.5.1 Pigmentos fotosintéticos identificados en moluscos 

 

Los patrones de pigmentación en el tejido blando y conchas de los moluscos están 

relacionados principalmente con el tipo de alimento que consumen (Wolff y Garrido 1991), 

por lo tanto, estos organismos contienen una amplia variedad de carotenoides, los cuales son 

movilizados a través de reacciones metabólicas hacia las células especializadas que 

constituyen a los distintos tejidos para intervenir en sus procesos fisiológicos (Schiedt 1998). 

Los principales carotenoides identificados dentro del phylum Mollusca son luteína, β-

caroteno, zeaxantina, cantaxantina, diatoxantina, diadinoxantina, aloxantina, astaxantina, 

fucoxantina y peridinina (Maoka 2011).  

En especies de bivalvos como los ostiones, almejas o mejillones se han 

identificado varios tipos de carotenoides, diferenciándose principalmente por su 

estructura (Liaaen-Jensen 1998). Los bivalvos al alimentarse por filtración obtienen 

directamente los pigmentos de las microalgas que consumen; se han identificado 

principalmente fucoxantina, diatoxantina, diadinoxantina y aloxantina, ya que las 

microalgas son ricas en este tipo de carotenoides (Maoka 2011).  

En gasterópodos marinos se han identificado carotenoides derivados del β-caroteno, 

luteína y zeaxantina, llamados apocarotenos, los cuales se caracterizan por tener en su 

estructura menos de 40 átomos de carbono y desempeñar un importante papel frente al estrés 

oxidativo de los organismos (Britton et al. 2004); mayoritariamente se han detectado una 

serie de este tipo de pigmentos en las babosas marinas, concretamente en la especie Aplysia 

kurodai (Yamashita y Matsuno 1990). 

Los factores ambientales, como la luz, la salinidad y la temperatura pueden afectar los 

patrones de pigmentación en los tejidos de algunos moluscos, así como también intervenir en 

sus procesos fisiológicos de manera selectiva (Sokolova y Berger 2000). Por ejemplo, en 

gasterópodos el color de sus estructuras accesorias es muy importante, ya que cumplen con 

funciones específicas en la mimetización contra depredadores y la termorregulación, de esta 
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manera un cambio en el ambiente podría estar afectando su pigmentación (Endler 1978). En el 

caracol Littorina saxatilis, se estudió el efecto de la salinidad en el color de su concha y 

consecutivamente, en sus funciones fisiológicas; y se llegó a la conclusión de que los caracoles 

con conchas de color marrón fueron más sensibles a los cambios de salinidad y temperatura al 

refugiarse dentro de su concha, en cambio, aquellos que no presentaron dicha coloración, 

mostraron una ventaja fisiológica al adaptarse a los cambios ambientales en la zona intermareal 

donde habitan (Sokolova y Berger 2000). 

Con respecto a los bivalvos, se tienen estudios enfocados en la concha del molusco 

Mytilus edulis, en donde se encontraron diferencias en la pigmentación basal, lo cual podría 

asociarse con distintos parámetros de crecimiento y con variaciones ambientales, ya que si 

se observan rayas pálidas sobre su concha éstas afectarían la absorción de la irradiación 

solar con lo que causarían mortalidades diferenciales por estrés estacional, ya sea por calor 

o por frío (Mitton 1977). Así también, los factores ambientales influyen en la disponibilidad 

de alimento, y uno de los biomarcadores utilizados para inferir este hecho, son los 

pigmentos fotosintéticos. Durante un año (abril 2005-abril 2006) se realizó un estudio con 

hembras de ostión Crassostrea corteziensis, en donde se utilizaron pigmentos fotosintéticos 

como biomarcadores y analizaron su variación estacional. Se identificaron: feoforbide a, 

feofitina a, zeaxantina, luteína y fucoxantina. Con los resultados, se determinó que hubo 

una alta disponibilidad de alimento al final del otoño. Los pigmentos feoforbide a y 

feofitina a son productos metabólicos de clorofila a, y, además, buenos indicadores de una 

alta disponibilidad de alimento; por lo que, sus valores incrementaron de noviembre 2005 

a abril 2006 coincidiendo con el fin del otoño. La zeaxantina es el pigmento típico de las 

cianobacterias; la luteína y fucoxantina son indicativos de otro tipo de fitoplancton 

proveniente de algas verdes y diatomeas, respectivamente; estos pigmentos presentaron un 

patrón de variación similar, teniendo una floración inicial y una abundancia hasta el final 

del periodo analizado (Hurtado-Oliva et al. 2012). 
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2.5.2  Pigmentos fotosintéticos identificados en la clase Polyplacophora 

 

Los estudios de pigmentos fotosintéticos en la clase Polyplacophora son muy limitados y 

fragmentados; es decir, existen pocas investigaciones basadas en la composición de pigmentos 

en quitones, los cuales se han limitado en solo identificar los tipos de pigmentos que hay en 

sus tejidos. Son casi nulos, los trabajos que se enfocan en utilizarlos como biomarcadores para 

inferir posibles fuentes de consumo de alimento y como varían estacionalmente en el tiempo. 

En cuanto al impacto fisiológico, realmente no se sabe con certeza cuál es la función que 

desarrollan los pigmentos fotosintéticos en los distintos tejidos de los quitones. 

Sin embargo, en uno de los pocos trabajos de pigmentos fotosintéticos realizado en 

quitones, se lograron identificar, principalmente luteína, zeaxantina, cantaxantina, fucoxantina 

y sus metabolitos. Este estudio se llevó a cabo en las costas de Japón, en donde se analizó el 

tejido de seis especies de quitones: Liolophura japonica (familia Chitonidae); Placiphorella 

japonica y P. stimpsonii (familia Mopaliidae); Acanthochiton defilippi, A. rubrolineatus y 

Cryptochiton stelleri (familia Acanthochidonidae). Se determinó en ellos la composición y 

cuantificación de pigmentos encontrados en vísceras, gónada y pie (músculo). Identificaron 25 

tipos de carotenoides previamente ya identificados en otras especies y lograron aislar e 

identificar dos nuevos tipos (Tsushima et al. 1989). Así también, determinaron que los 

pigmentos más dominantes en los tejidos de las seis especies fueron la cantaxantina y la 

equinenona, con un 40% y 29%, respectivamente (Tsushima et al. 1989). En la comparación 

que hicieron entre tejidos, encontraron que en la gónada se tuvo la mayor concentración de 

carotenoides, relacionándolos de tal manera que, solamente infirieron una posible participación 

de estos pigmentos en la reproducción de los quitones. 

En otro estudio, se identificó el pigmento feomelanina en los estetos de la especie de 

quitón Acanthopleura granulata. Los estetos son estructuras sensoriales que se encuentran 

incrustadas en las placas dorsales de los quitones (Connors et al. 2012), constituidos por 

microvellosidades, células nerviosas, células secretoras y células fotorreceptoras (Eernisse y 

Reynolds 1994). La feomelanina se identificó en células con pigmentación interna que rodean 

a las células fotorreceptoras (Kaas y Van Belle 1985) y en forma de puntos sobre la superficie 

de las placas. Se cree que dicha pigmentación, en conjunto con la actividad que realizan los 
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estetos, podrían tener la capacidad de formar imágenes rudimentarias en los quitones, y así 

también formar parte de su sistema sensorial (Speiser et al. 2011). Asimismo, es posible que 

estas estructuras tengan distintos roles, los cuales varían dependiendo de la especie 

(Vendrasco et al. 2008). 

En cuanto a la relación de los pigmentos fotosintéticos y su variación en el tiempo, 

se encontró una investigación basada en la identificación de pigmentos en placas de ocho 

especies de quitones: Acanthochitona zelandica, Chiton glaucus, Ischnochiton maorianus, 

Leptochiton inquinatus, Notoplax violacea, Onithochiton neglectus, Sypharochiton 

pelliserpentis y S. sinclairi; distribuidas principalmente en Nueva Zelanda (Peebles et al. 

2017). La identificación se llevó a cabo a través de espectrofotometría RAMAN. Los 

resultados del análisis de los espectros arrojaron la identificación de pigmentos tipo 

carotenoides en el tegmento (capa intermedia) de las placas, concluyendo que su presencia 

podría estar relacionada con el entorno donde habitan los quitones; esta relación se basa en 

el hecho de que los quitones al no sintetizar carotenoides, los incorporan a través de su 

dieta basada en micro- y macroalgas (que sí sintetizan pigmentos fotosintéticos) 

distribuidas en la zona intermareal, con el objetivo de participar en los distintos procesos 

fisiológicos de los organismos. 

Además, estudios han confirmado que los quitones son tróficamente diversos al 

tener 8 tipos de alimentación: herbívora, carnívora, omnívora, detritívora, epizóofaga y 

xilófaga (Sirenko 2000, Latyshev et al. 2004, Sigwart y Schwabe 2017); esta idea se basa 

en que los quitones al ser organismos ectotermos van a depender directamente de la 

temperatura del ambiente, es decir de las variaciones ambientales que ocurren en su hábitat. 

Las cuales, estarán afectando consecutivamente a la abundancia, tipo y calidad del 

alimento, influyendo de esta manera en sus hábitos alimenticios (Sanhueza et al. 2008). 

Esta variación estacional, también afectará la maduración de los gametos de los quitones y 

sus ciclos reproductivos (Giese et al. 1959).  
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2.6. Índices biológicos como evaluadores de procesos fisiológicos 

 

Ningún organismo existe o puede existir independiente o ajeno del ambiente, puesto que 

necesita utilizar los diversos recursos que el ambiente proporciona (i.e. refugio o nicho 

ecológico, acceso a presas como alimento, etc.), además deben ser capaces de afrontar y sortear 

a través de la adaptación, los diversos cambios que ocurren en el ambiente (Schmidt-Nielsen 

1976). Por ejemplo, los habitantes del intermareal rocoso han desarrollado estrategias de 

supervivencia ante la irradiancia solar, desecación, altas temperaturas y fuerte oleaje.  

Algunos otros se apoyan de moléculas con propiedades antioxidantes, como los 

pigmentos, para contrarrestar los efectos del estrés ambiental u oxidativo ocasionado por el 

metabolismo del organismo (Başkan et al.2013). Estas moléculas son absorbidas a través de su 

dieta (Maoka 2011), por lo que tienen la capacidad de acumularlos en distintos tejidos, como 

en la gónada, músculo, vísceras, piel e hígado Los pigmentos no solo sirven para dar color, 

sino que intervienen en diversos procesos fisiológicos (Bandaranayake 2006), como el 

mantenimiento metabólico, la nutrición, el crecimiento y la reproducción de los organismos. 

La fisiología hace referencia a las funciones que realizan los organismos como la 

alimentación, la ingestión y digestión del alimento, la excreción de desechos, la respiración, 

la locomoción, la reproducción (Randall et al. 1998), entre otros más; acentuando a todos los 

mecanismos y adaptaciones que hacen los organismos para mantenerse vivos (Hill et al. 

2012). De manera general, la fisiología estudia cómo el organismo vivo pueda funcionar para 

obtener y regular los recursos alimenticios, el cómo se mueve para encontrar un hábitat 

adecuado para alimentarse y sobre todo cómo se adapta a las condiciones cambiantes del 

ambiente para la obtención de la energía necesaria para realizar todas funciones fisiológicas, 

incluyendo la reproducción (Escaso Santos et al. 2010). 

De manera específica, todo proceso fisiológico forma parte de una función 

integradora en el organismo; o bien, es un proceso relativo al funcionamiento de los seres 

vivos de forma integrada (Campbell y Reece 2007). Acotando lo anterior, a la perspectiva de 

este estudio, en la zona intermareal se centran en tres procesos básicos como la nutrición, 

locomoción, y reproducción. Dichas funciones pueden cuantificarse a través de índices 

biológicos (o somáticos y reproductivos) y factores de condición con el objetivo de conocer 

el estado fisiológico de sus órganos, y del organismo en general. 
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2.6.1 Índices biológicos o somáticos y reproductivos 

 

Los índices somáticos y reproductivos se utilizan para cuantificar el estado fisiológico de un 

organismo; es decir que, mediante evaluaciones de proporcionalidad en magnitud masa/masa 

se cuantifican procesos internos; así también, ayudan a indicar aspectos morfológicos y 

fisiológicos del organismo (Bayne y Newell 1983). Se entiende por procesos internos al uso 

y almacenamiento de energía a través de diversos órganos como vísceras, gónada y músculo, 

que están relacionados intrínsecamente con los ciclos reproductivos, almacenamiento y 

utilización de energía; y extrínsecamente con la disponibilidad del alimento y temperatura 

del medio donde habitan para conocer la adaptación que tiene el organismo a diferentes 

condiciones ambientales (Bayne y Worral 1980, Barber y Blake 1981, Bayne y Newell 1983, 

Avila-Poveda 2013). Los principales índices somáticos son el viscerosomático y el 

pedalsomático; y el reproductivo corresponde al índice gonadosomático.  

Mediante el índice viscerosomático (IVSM) se pueden determinar los periodos en los 

que las vísceras tienen mayor contenido de alimento (crestas) y, por lo tanto, mayor 

capacidad para suministrar energía hacia otros órganos, mientras que los valores mínimos 

(valles) indicarían que las vísceras están vacías o con poco alimento (Ramirez-Santana 2021). 

El índice pedalsomático (IPS), desde el punto de vista de producción, puede estimarse con el 

objetivo de conocer el rendimiento cárnico del pie, o bien, cuantificar la masa muscular desde 

el punto de vista fisiológico. 

En cuanto a la reproducción, el índice gonadosomático (IGS) se estima para conocer 

e indicar los ciclos o temporadas reproductivas de una población; es decir, los valores 

máximos (picos o crestas, es igual, escoge y homogeniza a lo largo del texto) indicarían una 

mayor cantidad de compuestos bioquímicos en la gónada con gametos maduros, mientras 

que los subsecuentes descensos (valles) indicarían un menor grado de maduración o desove. 

Por lo tanto, los diversos picos o crestas en la curva del IGS en un periodo anual se interpretan 

como temporadas reproductivas (Alvarez-Garcia 2021).  
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2.6.2  Factor de condición 

 

Adicional, el factor de condición tiene como propósito reflejar las características biológicas 

del organismo como la salud, el bienestar, el estado reproductivo y las condiciones de 

nutrición provocadas por las condiciones ambientales como la calidad del hábitat, la calidad 

del agua y la disponibilidad de alimento (Nash et al. 2006). El factor de condición (K) es una 

función de la magnitud de la relación masa/longitud (Datta et al. 2013) del cuerpo del 

individuo; es decir, asume que cuanto más pesado es un animal a una determinada longitud, 

mayor es el factor e implícitamente mejor será su estado de “condición”, por lo que la 

obtención de valores más altos de “K” indican que se encuentra en una buena condición 

corporal fisiológica (Sutton et al. 2000, Kumar et al. 2013). 

 

2.7. Zona intermareal 

 

El hábitat de algunas especies de quitones es la zona intermareal, también llamada zona 

litoral, comprende la estrecha franja a lo largo de la costa entre la ola más alta (pleamar) y la 

ola más baja (bajamar) (Tomanek y Helmuth 2002). La zona intermareal es única entre los 

diferentes ecosistemas marinos porque está expuesta periódicamente al aire y experimenta 

cambios extremos de temperatura, salinidad e irradiancia solar, en comparación con 

cualquier otro ambiente marino (Broekhuysen 1940). El sustrato del intermareal se divide 

verticalmente en hábitats blandos, fangosos o arenosos y en rocosos (Wolcott 1984). 

Generalmente, los sustratos rocosos aparecen en las costas empinadas sin acumulación de 

sedimentos, son levantamientos o están en formación como consecuencia de acontecimientos 

geológicos (Castro y Huber 2007). 

La zonación vertical se refiere a la distribución de organismos a lo largo de la zona 

intermareal; es decir, una determinada especie no se puede encontrar en toda el área, sino 

solo en cierta área vertical (McLachlan y Jaramillo 1995). A los animales y organismos 

vegetales que viven sobre una superficie del sustrato rocoso o blando se denominan 

epifauna y epiflora, respectivamente. Los organismos animales se desplazan sobre las 

rocas, aunque existen otros que son sésiles; es decir, que están adheridos a las rocas 

(Menge y Branch 2001).  
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La disposición de los organismos en la zona intermareal, generalmente, está 

determinada por las interacciones entre el ambiente y las especies que habitan ese medio 

ambiente. Varios estudios han demostrado que los factores biológicos como la competencia 

y la depredación, están influenciados por la tolerancia fisiológica a factores físicos como la 

temperatura, irradiancia solar y salinidad (Bell 1995, Tomanek y Helmuth 2002). La 

temperatura superficial del mar es menos extrema (por la capacidad calorífica del agua) en 

comparación con las temperaturas del aire, es decir, cuando baja la marea los organismos 

intermareales quedan expuestos a las altas temperaturas y los intensos rayos solares en verano 

y a los cambios temporales del frio en invierno (Castro y Huber 2007). Asimismo, la 

temperatura superficial del mar (TSM) se ha utilizado como variable ambiental, debido a que 

ésta varía principalmente con la latitud, pues a medida que los océanos absorben más calor 

la TSM aumenta, y por ende, se modifican los patrones de circulación oceánica que 

transportan agua fría y caliente ocasionando cambios en los ecosistemas marinos, 

principalmente en la disponibilidad y calidad de los nutrientes (Helmuth y Hofmann. 2001). 

Otro factor que les afecta es la salinidad, ya que varía ampliamente en el intermareal, 

pues cuando llega la temporada de lluvias intensas, algunos organismos tienen la capacidad 

de soportar el agua dulce, mientras que para otros puede ser letal (Hoegh-Guldberg y Pearse 

1995). Así mismo pasa con el agua marina estancada en las charcas intermareales, ya que se 

disminuye su salinidad a causa del agua dulce que cae de la lluvia; en cambio, en días muy 

calurosos la salinidad aumenta debido a la evaporación, por lo que, también tienen que resistir 

los cambios extremos de la salinidad. Debido a estos procesos físicos los organismos que 

viven en esta zona deben estar adaptados a los cambios de estas condiciones climáticas y al 

estrés ambiental (Doty 1946). 

 

2.8. Estrés ambiental en la zona intermareal 

 

El estrés ambiental puede definirse como el conjunto de respuestas bioquímicas o fisiológicas 

que se tiene a un desequilibrio en el organismo para resistir, evitar o escapar de estímulos 

ambientales negativos (Pasarakli 2010). Sin embargo, los organismos intermareales han 

desarrollado varios mecanismos de adaptaciones fisiológicas para evitar o resistir ambientes 
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extremos y continuar llevando a cabo sus funciones básicas como la alimentación, 

locomoción y reproducción dentro de la zona intermareal. 

En este hábitat, el principal estrés que experimentan los organismos es la pérdida de 

agua o desecación a causa de la marea baja. Esta exposición supone problemas para los 

organismos que viven en la parte más alta del intermareal (Robles 1996), ya que esta área 

solo se sumerge temporalmente durante la marea alta, de hecho, es posible que no esté 

completamente sumergida sino solamente humedecida (Chadwick 1997) por las salpicaduras 

del oleaje. Para sobrevivir a la desecación, algunos organismos intermareales han 

desarrollado estrategias para evitarla, tolerarla o ambas cosas. Por ejemplo, los organismos 

sésiles como las algas viven en áreas húmedas todo el tiempo; cuando hay bajamar, algunos 

organismos móviles van en búsqueda de refugios húmedos y quedan en espera de la pleamar; 

también hay animales, como los balanos, que tienen la capacidad de retener la humedad 

cerrando sus conchas (Mangin 1990).  

En la zona intermareal, los organismos se enfrentan al estrés extremo por el cambio 

en la temperatura, salinidad e irradiancia solar, así como también al oleaje. Cuando hay 

mareas altas, la vida para estos organismos también se complica, ya que las olas liberan gran 

energía que transportan (Dahlhoff y Menge 1996), al estrellarse sobre el intermareal rocoso 

por lo que quedan expuestos afectándolos severamente. Se necesitan adaptaciones especiales 

(Booth y Brosnan 1995) para poderse mantener adheridos a las rocas, así como poseer 

conchas gruesas para resistir los golpes de la ola. 

Para los organismos intermareales es un poco complicado alimentarse durante la 

marea baja; por ejemplo, los animales filtradores deben permanecer sumergidos para 

alimentarse; los animales móviles son ramoneadores (Denny y Wethey 2001), es decir, 

utilizan la rádula para raspar algas, bacterias, detritos u otros alimentos que se encuentran 

sobre las rocas; sin embargo, al llegar la bajamar necesitan movilizarse para buscar refugio 

y no para alimentarse; aquellos animales que viven en la parte alta del intermareal (Tindall 

2004) no están sumergidos y tienen poco alimento. 

Así también, los organismos intermareales tienen fuentes de estrés por 

contaminación; por ejemplo, varios metales pesados o metaloides como el zinc, cadmio o 

selenio son absorbidos en gran medida en forma de partículas, esta absorción puede estar 
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ligada a alimentos contaminados en el sustrato (Akberali y Trueman 1985); causando en los 

organismos estrés oxidativo, ya que se considera como uno de los mecanismos de toxicidad 

ocasionados por la acumulación de contaminantes. El estrés oxidativo sucede cuando el 

organismo tiene demasiadas moléculas inestables (radicales libres) y no tiene los suficientes 

antioxidantes para deshacerse de ellas, lo que muy probablemente cause daño a las células y 

tejidos (Gammone et al. 2015). Por lo tanto, algunos organismos intermareales han 

desarrollado estrategias para contrarrestar este tipo de estrés a través de mecanismos 

endógenos (i.e. enzimas) y exógenos (i.e. pigmentos) (Ellington y McMahon 1988). 

 

2.8.1 Pigmentos fotosintéticos como mecanismo endógeno el estrés ambiental 

 

Los mecanismos endógenos y exógenos trabajan en conjunto en el sistema de defensa 

antioxidante de los organismos marinos; es decir, los compuestos endógenos dependen de 

una amplia variedad de antioxidantes exógenos (Alves de Almeida et al. 2007) que 

obtienen a través de la dieta. Los carotenoides son antioxidantes exógenos que tienen 

distintas funciones, las principales pueden ser actuando como inhibidores del oxígeno 

molecular singlete (átomo de oxígeno excitado por radiación) prevenir la formación de 

radicales libres (Shimidzu et al. 1996), mediante el bloqueo de reacciones de oxidación y 

convertir derivados del hierro y cobre en moléculas capaces de actuar como quelantes 

(compuestos que se unen a iones metálicos) de metales. Es decir, las actividades más 

importantes de los carotenoides en los organismos es la respuesta antioxidante y la 

resistencia al estrés oxidativo (Miki 1991, Miki et al. 1994). 

Entre los carotenoides encontrados en organismos marinos, la astaxantina (pigmento 

rojo) posee una fuerte actividad de eliminación de radicales libres y otras moléculas, 

ayudando en la protección lipídica al evitar su oxidación (Yokoyama et al. 1994). Su 

estructura química es única, se caracteriza por poseer anillos iónicos polares y enlaces 

conjugados carbono-carbono no polares; esta estructura le confiere a la astaxantina una 

propiedad antioxidante 10 veces mayor en comparación a la luteína, cantaxantina y β-

caroteno (Jyonouchi et al. 1993). 
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2.9. Chiton articulatus (Mollusca: Polyplacophora): especie objeto de estudio 

 

2.9.1  Distribución geográfica y hábitat 

 

Chiton articulatus Sowerby en Broderip y Sowerby, 1832, es una especie de quitón que se 

distribuye a lo largo de la costa del Pacífico tropical mexicano, es endémico de las regiones 

desde Barras de Piaxtla, Sinaloa hasta Puerto Ángel, Oaxaca y es conocido comúnmente 

como “cucaracha de mar” o “lengua de perro”. El quitón, C. articulatus habita la zona rocosa 

intermareal como herbívoro dominante y llega a alcanzar una talla de hasta 90 mm (Ferreira 

1983, Reyes-Gómez 2004, Ríos-Jara et al. 2006, Holguín-Quiñones et al. 2008, Avila-

Poveda 2020, Reyes-Gómez et al. 2022), además es la especie más abundante de estas costas 

y una de las más consumidas por los humanos. Dentro de su hábitat cumple un importante 

rol ecológico al ser basibionte de otras especies intermareales (Alvarez-Cerrillo et al. 2017), 

además de ser presa del gasterópodo Plicopurpura pansa (Naegel 2004). 

 

2.9.2  Taxonomía y morfología 

 

La clase Polyplacophora, también llamados quitones constituyen una de las ocho clases del 

phylum Mollusca y son uno de los representantes más antiguos de los moluscos.  

La clasificación taxonómica aceptada para la especie C. articulatus (MolluscaBase 2022):  

Reino: Animalia 

Filo: Mollusca 

Clase: Polyplacophora (Gray 1821) 

Subclase: Neoloricata (Bergenhayn 1955) 

Orden: Chitonida (Thiele 1909) 

Suborden: Chitonina (Thiele 1909) 

Superfamilia: Chitonoidae (Rafinesque 1815) 

Familia: Chitonidae (Rafinesque 1815) 

Subfamilia: Chitoninae (Rafinesque 1815) 

Género: Chiton (Linnaeus 1758) 

Especie: Chiton articulatus  

(Sowerby I en Broderip y Sowerby I 1832) 
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Se caracterizan por su pequeño tamaño; sin embargo, las tallas pueden variar según la 

especie; poseen un cuerpo ovalado-alargado y comprimido de manera dorso-ventral.  

 

2.9.3 Anatomía y función 

 

La anatomía externa ventral de C. articulatus está compuesta por el pie, la cabeza y el 

surco paleal (que se encuentra rodeando al pie); el pie o músculo es una estructura muy 

importante en los quitones debido a que les permite desplazarse, además de que los ayuda 

a adherirse a los sustratos rocosos sobre los que viven (Brusca y Brusca 2003). El pie 

(músculo) de C. articulatus se caracteriza por secretar mucosidades que le permite 

adherirse a las rocas con gran firmeza, además, es el único tejido blando que queda 

expuesto al ambiente (Brusca y Brusca 2003); asimismo, este tejido es consumido por  el 

humano. Ventralmente, el mayor espacio es ocupado por el pie, por delante de este, se 

encuentra la cabeza que en su centro se abre una boca que lleva en la base un órgano 

raspador llamado rádula (Liuzzi 2014). 

Durante la alimentación, los quitones extienden la parte anterior de la rádula y 

exponen el órgano subradular; el estómago es un saco grande, muscular que está conformado 

por lóbulos de la glándula digestiva, el intestino mide de 4 a 5 veces lo largo del animal y se 

encuentra enrollado, el alimento pasa directamente a las vísceras del quitón (integradas 

anatómicamente por la glándula digestiva, el estómago y los intestinos). 

El sistema reproductor está constituido por una única gónada, la cual es una estructura 

lobulada ubicada en posición medio-dorsal que se extiende aproximadamente entre las placas 

III y VI; la superficie externa de la gónada esta revestida por tejido muscular conectivo 

mientras que la parte dorsal, el epitelio germinal, es ciliado. Este organismo tiene 

fecundación externa, es decir, desova todos los gametos al medio (Abadia-Chanona et al. 

2018) con temporadas reproductivas de seis meses entre julio y diciembre. Debido a que el 

sistema reproductor de C. articulatus se constituye solamente por una gónada y dos 

gonoductos (Higley y Heath 1912); la gónada se caracteriza por ser una sola estructura 

(Avila-Poveda y Abadia-Chanona 2013), diferenciada entre hembras y machos por su color. 

La gónada de las hembras se caracteriza por tener un color verde-olivo y el de los machos 
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rojo anaranjado (cuando la gónada está inmadura) y un color salmón crema en gónadas 

maduras (Rojas-Herrera 1988, Abadia-Chanona et al. 2016). 

Particularmente, en la gónada de las hembras se forman células foliculares en los 

ovocitos maduros, éstas se encuentran en forma de prolongaciones que forman parte de las 

proyecciones del casco (“egg hull”) que recubre al ovocito (Abadia-Chanona 2015). 

Específicamente, en la familia Chitonidae estas prolongaciones están en forma de cúpula, 

taza, cono, aletas o espinas (Eernisse y Reynolds 1994, Buckland-Nicks y Brothers 2008). 

Sin embargo, se desconoce la función específica que tiene el casco, pero se cree que evita 

que los ovocitos se aplasten al entrar en el medio ambiente, ya que se encuentran en un medio 

externo al de la gónada; así también puede ayudar a retener los huevos en el sustrato (Eernisse 

1988, Buckland-Nicks y Eernisse 1993) o bien pueden servir como una forma de atraer 

espermatozoides para la fertilización (Buckland-Nicks y Eernisse 1993).  

 

2.9.4  Interés gastronómico 

 

El pie muscular de C. articulatus se comercializa en las diferentes localidades que 

comprenden el Pacífico tropical mexicano, se ofrecen crudos o preparados con otros 

alimentos para consumo humano en distintos platillos en restaurantes y marisquerías (Olea-

de la Cruz et al. 2013). Cabe mencionar, que los platillos solamente los ofrecen con la leyenda 

“en temporada”, debido a que la disponibilidad del recurso se relaciona con las condiciones 

ambientales de la región donde se está recolectando y de las problemáticas que posiblemente 

enfrenten las personas dedicadas a su captura y comercialización (Flores-Campaña et al. 

2012). De esta manera, C. articulatus al consumirse de manera local es un importante recurso 

alimenticio que provee sustento económico y alimenticio (Flores-Garza et al. 2012). Cabe 

resaltar que C. articulatus tiene un importante valor nutricional, ya que un análisis proximal 

de la especie mostró que tiene una importante cantidad de proteína (69.96 g/100g) y grasa 

(4.70 g/100g), así como de magnesio, potasio y sodio, por lo que su consumo podría mejorar 

el estado nutricional de las personas que con regularidad los consumen (Melo et al. 2011). 
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2.9.5 Recolecta “pesquería” 
 

A lo largo de la costa del Pacífico tropical mexicano, se lleva a cabo la actividad pesquera de 

C. articulatus siendo considerada de pequeña escala puesto que se captura un número 

limitado de estos invertebrados con un arte de pesca tradicional, en el caso de esta pesquería 

se utilizan métodos manuales de recolección empleando utensilios como ganchos, espátulas 

o cuchillos (Olea-de la Cruz et al. 2013). Sin embargo, es importante resaltar que existe muy 

poca información sobre la pesquería de moluscos poliplacóforos; por lo tanto, no existe 

ningún tipo de normatividad o vigilancia sobre la captura y comercialización de esta especie 

lo que indica que es una actividad pesquera libre de ejercer. De tal manera, que esta recolecta 

no recibe ningún tipo de evaluación, regulación o medidas de manejo; es decir, no recibe la 

misma atención que otras pesquerías (García-Ibáñez et al. 2013). La recolecta de C. 

articulatus es considerada como de subsistencia en algunos estados del Pacífico tropical 

mexicano, debido a esto la explotación de este recurso va en aumento. Al no existir 

programas para su regulación y aprovechamiento sostenible (Olea-de la Cruz et al. 2013) se 

corre el riesgo de llevar a esta especie a un estado de sobreexplotación y consecuentemente 

al colapso de sus poblaciones. Por lo tanto, el “Proyecto quitón del Pacífico tropical 

mexicano” inició una evaluación biológico-pesquera de C. articulatus, que ha tenido 

resultados favorables debido a que esta especie ya será incluida en la Carta Nacional Pesquera 

como recurso pesquero (Avila-Poveda 2021). 

 

2.9.6 Otros intereses  
 

Chiton articulatus podría considerarse una especie con potencial innovador y biotecnológico, 

como se ha visto en otros poliplacóforos p.ej. Cryptochiton stelleri (Weaver 2010). 

Investigaciones actuales, han encontrado que a través de los dientes radulares de esta especie 

se podría obtener un material biomimético que sirva en el rendimiento mecánico para que en 

un futuro pueda aplicarse en la elaboración de herramientas de uso industrial; esto podría 

llevarse a cabo gracias a las características de los dientes de los quitones, al ser extremadamente 

duros y resistentes a abrasiones (Weaver 2010). Asimismo, se ha evaluado el potencial 

biotecnológico que podrían tener los quitones al analizar el quitosano proveniente de estos 

moluscos como un posible uso de este biopolímero en la elaboración de hidrogeles dirigidos a 

la industria farmacéutica (Cakmak et al. 2022). 
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3. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

Chiton articulatus, al ser un molusco bentónico cuya alimentación, reproducción y 

locomoción están estrechamente asociados al intermareal rocoso que habita, se podría 

esperar que las biomoléculas como los pigmentos fotosintéticos incorporados a través de 

la dieta podrían estar relacionados tanto con sus procesos fisiológicos en tejidos, en 

particular a la nutrición en vísceras, locomoción en pie y reproducción en gónada, como 

con las condiciones ambientales de su hábitat y sus variaciones en el tiempo. Además, los 

pigmentos fotosintéticos en moluscos pueden considerarse como biomarcadores para 

inferir aspectos básicos del tipo de alimentación, lo que posiblemente pueda permitir un 

futuro desarrollo de su cultivo. 

Además, C. articulatus es una especie endémica de las costas del Pacífico tropical 

mexicano, habitando el intermareal rocoso con un rol ecológico como basibionte dentro de 

su hábitat (García-Ibañez et al. 2013, Abadia-Chanona 2015, Alvarez-Cerrillo et al. 2017); 

también representa un interés gastronómico debido a que su pie es utilizado como alimento 

para el consumo humano; un interés artesanal, ya que sus conchas se utilizan en la 

elaboración de artesanías; y recientemente se descubrió un hidrogel en su manto con 

posible uso biotecnológico (Cakmak et al. 2022). 
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4. PREGUNTAS DE INVESTIGACIÓN E HIPÓTESIS 

 

Pregunta 1: ¿La composición de pigmentos fotosintéticos será similar en los tres tejidos: 

vísceras, gónada y pie de C. articulatus? 

Hipótesis 1: No se encontrarán diferencias en la composición (o cantidad) de pigmentos en 

los tres tejidos analizados de C. articulatus. 

 

Pregunta 2: ¿La talla y peso de C. articulatus tendrán una relación con la cantidad de 

pigmentos fotosintéticos en cada tejido? 

Hipótesis 2: La composición (o cantidad) de pigmentos no se incrementará con el aumento 

de la talla y el peso de los quitones. 

 

Pregunta 3: ¿La composición de pigmentos fotosintéticos en los tejidos de C. articulatus 

variará en relación a la estación durante el año de muestreo? 

Hipótesis 3: El intermareal rocoso que habita C. articulatus es heterogéneo a lo largo del 

tiempo, por ende, la abundancia y el tipo del alimento variará a lo largo del año; por lo tanto, 

considerando las variaciones estacionales en la productividad primaria, se espera encontrar 

que la composición de pigmentos de los tejidos del quitón varíe en relación a la productividad 

primaria disponible en el ambiente, siendo mayor durante la primavera-verano, y menor 

durante el otoño-invierno.  

 

Pregunta 4: Si se toma en cuenta que los índices viscerosomático, gonadosomático y 

pedalsomático de C. articulatus se relacionan con el alimento consumido, las reservas 

bioquímicas almacenadas y utilizadas durante el ciclo reproductivo y el mantenimiento de la 

masa muscular, respectivamente ¿habrá una correlación positiva entre los índices somáticos 

y la cantidad de pigmentos fotosintéticos entre tejidos? 

Hipótesis 4: La composición de pigmentos en cada órgano (i.e. vísceras, gónada y pie) se 

correlacionarán positivamente con su respectivo índice somático y reproductivo.  
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5. OBJETIVO GENERAL 

 

Determinar la variación estacional de la composición de pigmentos fotosintéticos y su 

relación con los procesos fisiológicos que ocurren en vísceras, gónada y pie de C. 

articulatus proveniente del intermareal rocoso en Barras de Piaxtla, Sinaloa, México. 

 

5.1  Objetivos particulares  

 

1. Determinar la variabilidad climática (Chl-a y TSM) en la zona de estudio a través 

de sensores remotos.  

2. Determinar la relación de la talla y peso de C. articulatus con la cantidad de 

pigmentos fotosintéticos determinados en sus tejidos. 

3. Identificar y cuantificar la composición de pigmentos fotosintéticos que se 

encuentran en vísceras, gónada y pie de C. articulatus durante el año de muestreo. 

4. Evaluar la variación estacional de la composición de pigmentos fotosintéticos en 

vísceras, gónada y pie de C. articulatus.  

5. Estimar los índices biológicos (o somáticos y reproductivos), factor de condición 

y potencial antioxidante de cada tejido de C. articulatus. 
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6. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

6.1 Área de muestreo 

 

El área de muestreo está ubicada en el intermareal rocoso de la playa “Las Tinajas” en la 

localidad Barras de Piaxtla, perteneciente al municipio de San Ignacio, Sinaloa, México entre 

las coordenadas geográficas latitud norte 23°38’51.0’’ y longitud oeste 106°48’16.6’’. Esta 

zona de recolección representa la localidad más norteña de la distribución que tiene la especie 

C. articulatus. Barras de Piaxtla posee una playa con más de 14 kilómetros de litoral que se 

caracteriza por tener un extenso intermareal rocoso. 

 

 
Figura 4. Localidad de muestreo playa Las Tinajas en Barras de Piaxtla, en el municipio de San 

Ignacio, Sinaloa, México. 

  

Playa

Las Tinajas 
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6.2 Obtención de variables ambientales: Chl-a y TSM 

 

Las series de tiempo de Chl-a (clorofila a) y TSM (temperatura superficial del mar) se 

obtuvieron a partir del análisis de imágenes mensuales derivadas de los sensores OCTS-

SeaWiFS (1996-2007) y AVHRR (1996-2006), respectivamente; las imágenes fueron 

procesadas con el programa WIMMR (www.wimsoft.com; v- 6.5). Las series de tiempo se 

construyeron para el área correspondiente al sur de Sinaloa, específicamente en Barras 

de Piaxtla, en el intervalo de 10-100 km, el promedio mensual de Chl-a y TSM se estimó 

considerando el número total de pixeles válidos en el área. 

Se calcularon imágenes de anomalías para cada variable, mostrando la diferencia 

de la imagen en cada mes y la imagen promedio general de ese mes en el respectivo 

periodo de estudio. Las anomalías de Chl-a se calcularon como una razón, mientras que 

en el caso de la TSM se estimaron como una diferencia (Manzano-Sarabia y Salinas-

Zavala 2008). 

 

6.3  Recolección, relajación y almacenamiento de muestras 

 

La recolección de organismos se llevó a cabo manualmente de manera mensual en la 

localidad de Barras de Piaxtla, Sinaloa, México (Figura 4) durante el periodo comprendido 

de noviembre 2020 a noviembre 2021. Solamente se recolectaron quitones adultos, los cuales 

comprenden las tallas mayores o igual a los 40 mm de longitud total (LT), en donde se incluye 

el cinturón del manto del organismo (Avila-Poveda y Abadia-Chanona 2013). Se 

recolectaron aleatoriamente un promedio de 8 ± 2 quitones que se encontraban ubicados en 

distintos puntos de la zona intermareal del área de muestreo.  

El quitón fue separado de la roca con una espátula, la cual fue insertada de manera 

cuidadosa por debajo del cinturón del manto y del pie haciendo palanca para poder separarlo 

(Avila-Poveda 2013). Posteriormente, los organismos se depositaron en una hielera con agua 

de mar, cuidando que permanecieran adheridos a las paredes para que se mantuvieran con el 

cuerpo extendido. Posteriormente, fueron relajados (máxima extensión del cuerpo) y 

almacenados en frío a -70°C hasta su posterior análisis. 

 

http://www.wimsoft.com/
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6.4  Pesaje y medición morfométrica 

 

Cada uno de los quitones recolectados fueron medidos con un vernier (± 0.1 mm), registrando 

la longitud total (LT) y ancho total (AT); es decir, incluyendo el cinturón del manto del 

quitón. Posteriormente, para conocer su peso corporal total (PT) los organismos fueron 

pesados en una balanza analítica (± 0.001 g). 

 

6.5 Disección de organismos 

 

Para la obtención de tejidos: vísceras, gónada y pie se siguió parcialmente la metodología 

descrita por Abadia-Chanona et al. (2014) y Abadia-Chanona (2015), debido a que los 

organismos no estaban fijados en alcohol, sino que estaban almacenados en frío.  

Cada uno de los organismos recolectados fue colocado en un recipiente con hielo 

para la disección (Figura 5). A todos los quitones se le realizaron cortes paralelos a su 

longitud en ambos lados del surco de inserción, una vez que la parte blanda (vísceras, 

gónada y pie) de los quitones se separó de las placas, los tejidos obtenidos fueron pesados 

en una balanza analítica (± 0.001 g) y consecutivamente colocados en tubos de centrifuga 

de 15 mL (Falcon®). 

 

 

Figura 5. Disección en frío de vísceras, gónada y pie en C. articulatus. 
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6.6 Extracción de pigmentos 

 

Para la extracción de pigmentos se siguió el protocolo establecido por Quintana-López et al. 

(2019). Los tejidos (vísceras, gónada y pie) obtenidos de los quitones se colocaron en tubos con 

5 mL de acetona al 90% (Figura 6); las muestras fueron almacenadas a 4°C en oscuridad total 

hasta su posterior análisis. Posteriormente, se recuperaron 1.5 mL de sobrenadante, 

consecutivamente cada una de las muestras obtenidas fueron pasadas a través de filtros de jeringa 

de Nylon con un tamaño de poro de 0.22 µm (Figura 6); los extractos de pigmentos fueron 

almacenados a -70°C hasta su análisis por cromatografía líquida de alta precisión (HPLC). 

 

 

Figura 6. Extracción de pigmentos en vísceras (A), gónada (B) y pie (C) de C. articulatus. 

 

A 

B 

C 
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Figura 7. Extractos filtrados de los pigmentos obtenidos de las muestras de tejidos. 

 

6.7 Análisis de pigmentos por cromatografía líquida de alta precisión (HPLC) 

 

El método para el análisis de pigmentos se realizó de acuerdo con lo descrito por Zapata et 

al. (2000) con las modificaciones descritas en Osuna-Ruíz et al. (2019). Los extractos de 

pigmentos fueron analizados en un equipo HPLC Agilent Technologies 1200 Infinity Series, 

equipado con una columna Zorbax C8 (4.6 × 100 mm y un tamaño de partícula de 3.4 μm) y 

un detector de arreglo de diodos (DAD). Los solventes orgánicos utilizados en la preparación 

de las fases móviles son grado HPLC (Tedia, OH, USA) y fueron filtrados a vacío con filtros 

de membrana con un tamaño de poro de 0.45 μm. 

Se utilizaron dos eluyentes como fases móviles: eluyente A constituido por metanol: 

acetonitrilo en una solución acuosa de piridina 0.25 M (50:25:25, v: v: v) y como eluyente B 

se utilizó metanol: acetonitrilo: acetona (20:60:20, v: v: v). Para la preparación de la solución 

acuosa de piridina 0.25 M (Figura 8) se agregaron 900 mL de agua grado HPLC en un matraz 

volumétrico de 1 L, posteriormente se adicionaron 10 mL de ácido acético glacial y 20 mL 

de piridina y se mezclaron homogéneamente con ayuda de un agitador magnético. El pH de 

la solución se ajustó a 5.0 agregando gotas de ácido acético glacial, finalmente se aforó a 

1000 mL con agua grado HPLC. Todo el procedimiento se llevó a cabo dentro de una 

campana de extracción. 
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Figura 8. Preparación y filtración a vacío de fases móviles y solución acuosa de piridina. 

 

Se programaron las condiciones de operación del equipo: para cada muestra se tuvo un 

tiempo de corrida de 40 minutos y una post-corrida de 10 minutos, se mantuvo el flujo de las 

fases móviles (A y B) a 1 mL/min, la presión máxima de la bomba se programó a 400 bares 

y el volumen de inyección fue variable entre muestras: 5 μL para los extractos de pigmentos 

provenientes de vísceras, 40 μL para los extractos de gónada y 100 μL para los de pie. La 

columna analítica se mantuvo a 25 °C y la detección se efectúo a una absorbancia de 350-

750 nanómetros (nm). Finalmente se obtuvieron los cromatogramas de cada una de las 

muestras analizadas.  

 

6.8 Identificación y cuantificación de pigmentos 

 

Una vez obtenidos los cromatogramas de todas las muestras, a través del software OpenLab 

(offline) se integró de manera manual cada uno de los picos que no fueron integrados por el 

software. Posteriormente se comenzó con la identificación de los pigmentos, la cual se llevó 

a cabo mediante la comparación de los tiempos de retención (min) obtenidos de las muestras 

de tejidos y los tiempos de retención de 19 estándares (DHI Lab, Dinamarca) (Tabla 1, 

Hurtado-Oliva 2020), adicionalmente se verificó el espectro de absorción de cada una de 

ellas (Zapata et al. 2000, Osuna-Ruíz et al. 2019). 



37 

Para entender aspectos del valor nutricional de los tejidos se calculó la concentración 

(µg/g) de los pigmentos identificados en vísceras, gónada y pie. Esta concentración se estimó 

con base en las curvas de calibración de cada estándar de los pigmentos. Para el cálculo de 

la concentración se siguió la siguiente fórmula:  

[𝑝𝑖𝑔𝑚𝑒𝑛𝑡𝑜 𝑋] =
(Am/FC) ∗ (VE/VI)

P 
 

En donde: 

Am= Área del pico de la muestra en el cromatograma (mAU*s-1) 

FC= Factor de corrección de cada estándar (mAU·s-1/µg) 

VE= Volumen de acetona utilizado para la extracción (µL) 

VI= Volumen de muestra inyectado (µL) 

P= Peso húmero de la muestra (g) 

 

El factor de corrección (FC) se calcula utilizando la tasa de aumento del área (mAU*s) 

en función de la cantidad de pigmento (µg) de cada estándar. Los datos obtenidos para el 

cálculo de esta variable se muestran en la Tabla 1 (Hurtado-Oliva 2020).  
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Tabla 1. Estándares utilizados en la identificación de pigmentos en los tejidos de C. articulatus 

(tomado de Hurtado-Oliva 2020). 

 

Con el objetivo de comprender la relación de los pigmentos y los aspectos fisiológicos, se 

calculó también el porcentaje relativo (%PR) de cada uno de los pigmentos identificados con 

base en la siguiente fórmula: 

%𝑃𝑅 = (𝐴𝑚) ∗ (𝐴𝑡) ∗ 100 

Donde: 

Am= área del pico de la muestra en el cromatograma (mAU·s-1) 

At= área total de los picos registrados en el cromatograma (mAU·s-1). 

  

No. 

Tiempo 

de 

retención Pigmento Proveedor FC R2 Intervalo cantidad (ng) 

Intervalo 

área 

(mAU*s) 

1 10.95 Peridina DHI 4805.3 0.9699 1.1 22.9 5.06 103.3 

2 13.65 *Feorbide-a DHI 416.6 0.9772 6.9 68.8 3.64 30 

3 14.56 19-but-Fucoxantina DHI 8614.2 0.9977 1 20.5 8.04 179.9 

4 14.63 *Feofitina-1 DHI 278.13 0.9543 33.6 167.8 5.4 49.87 

5 14.65 Neoxantina DHI 10757 0.9954 1 30.5 12.12 319.77 

6 15.24 Fucoxantina DHI 7102 0.9979 1.4 40.8 10.3 283.77 

7 17.43 Violaxantina DHI 12923 0.9980 0.9 26.3 11.36 344.04 

8 20.02 Diadinoxantina DHI 14941 0.9998 0.5 15.7 6.15 233.16 

9 21.30 Dinoxantina DHI 9321.7 0.9989 0.5 14.4 4.64 88.43 

10 21.60 Astaxantina DHI 7956.7 0.9997 0.5 48.6 3.45 387.65 

11 22.83 Aloxantina DHI 10350 0.9999 1 20.7 11.09 214.88 

12 24.36 Diatoxantina DHI 11518 0.9994 0.8 23.1 7.53 268.56 

13 25.97 Zeaxantina DHI 9432.9 0.9997 0.5 36.2 4.39 340.02 

14 26.26 Luteína DHI 12095 0.9987 0.6 47.4 7.51 560.01 

15 28.42 Cantaxantina DHI 8336.2 0.9993 0.4 31.4 3.4 265.8 

16 30.32 Clorofila-b DHI 2924 0.9985 7 56 19.11 167.4 

17 31.57 Clorofila-a DHI 2133.5 0.9938 1 63 1.49 140.84 

18 34.87 α-Caroteno DHI 11693 0.9987 0.5 46.2 2.12 543.7 

19 35.24 β-Caroteno DHI 10222 0.9972 0.4 44.7 2.79 469.7 
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6.9 Índices biológicos (o somáticos y reproductivo) 

 

Para estimar el índice viscerosomático, gonadosomático y pedalsomático se utilizó la 

metodología establecida por Avila-Poveda (2013). Estos índices somáticos y reproductivos 

se utilizan para cuantificar procesos internos y fisiológicos de un organismo; mediante 

evaluaciones de proporcionalidad en magnitud masa/masa (Bayne y Newell 1983). Así los 

valores más altos de cada índice (picos) a lo largo del tiempo indicarían respectivamente para 

vísceras un mayor consumo o cantidad de alimento, en gónada un mayor número de gametos 

maduros y por ende una mayor maduración y finalmente en pie el mejor mantenimiento del 

músculo, representando un estado robusto, tonificado y resistente (Avila-Poveda 2013). 

 

6.9.1 Índice viscerosomático 

 

En el índice viscerosomático se toman en cuenta los datos del peso total del animal y el peso 

de las vísceras, en esta última variable se excluye la masa bucal, la rádula y la gónada; 

posteriormente, se aplica la siguiente fórmula: 

𝐼𝑉𝑆𝑀 =
𝑃𝑉

𝑃𝑇
 𝑋 100 

Donde: 

IVSM: índice viscerosomático 

PV: peso vísceras, en gramos 

PT: peso total del organismo (incluyendo placas) en gramos 

 

6.9.2  Índice gonadosomático 

 

En el índice gonadosomático se toman en cuenta los datos del peso total del organismo y el 

peso de la gónada, posteriormente se aplica la siguiente fórmula: 

𝐼𝐺𝑆 =
𝑃𝐺

𝑃𝑇
 𝑋 100 

Donde: 

IGS= índice gonadosomático 

PG: peso gónada en gramos 

PT: peso total del organismo (incluyendo placas) en gramos 



40 

 

6.9.3 Índice pedalsomático 

 

En el índice pedalsomático (IPS) se toman en cuenta los datos del peso total del organismo 

y el peso del pie, posteriormente se aplica la siguiente fórmula:  

𝐼𝑃𝑆 =
𝑃𝑃

𝑃𝑇
 𝑋 100 

Donde: 

IPS: índice pedalsomático 

PP: peso del pie en gramos  

PT: peso total del organismo (incluyendo placas) en gramos 

 

6.9.4  Factor de condición 

 

La condición corporal (K) se estimó utilizando el factor de condición de Fulton (Ricker 

1975). Este índice asume que cuanto más pesado es un animal en una determinada longitud, 

mayor es el factor y por implicación mejor será su "condición" corporal fisiológica. Lo cual 

es el reflejo general en conjunto de la salud, el bienestar, el estado reproductivo y las 

condiciones de nutrición provocadas por condiciones ambientales (Nash et al., 2006). 

 

𝐾 =
𝑃𝑇

𝐿𝑇𝑏
 𝑋 100,000 

Donde:  

K: factor de condición  

PT: peso total del organismo (incluyendo placas) en gramos 

LT: longitud total del organismo en milímetros  

b: coeficiente de alometría entre la longitud y el peso, considera como 3 

 

El factor de escala “100,000” se aplicó para escalar pequeños decimales cuando se usan 

unidades métricas de gramos y milímetros para que los números puedan comprenderse más 

fácilmente. 
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6.9.5  Índice de potencial antioxidante 

 

La medición del potencial antioxidante supone la cuantificación de todos los pigmentos con 

mayor capacidad antioxidante presentes en cada tejido respecto de la cantidad total de 

clorofila, como el pigmento universal encontrado en todas las fuentes vegetales.  Su medición 

es útil para valorar la calidad de un alimento, la cantidad de antioxidantes que tiene un sistema 

o bien la disponibilidad de compuestos (pigmentos) antioxidantes en tejidos de un organismo. 

Este índice de potencial antioxidante (IAOxidante) toma en cuenta los pigmentos 

que tienen un alto potencial antioxidante, particularmente los carotenoides y xantofilas 

encontrados en los tejidos, así mismo, como base se toma en cuenta la clorofila total .  

𝐼𝐴𝑂𝑥𝑖 =
∑[𝑃𝑖𝑔 𝑐𝑎𝑟𝑜𝑡]

∑[𝐶𝑙𝑎 + 𝐶𝑙𝑏]
 

Donde: 

IAOxi: índice de potencial antioxidante 

∑[Pig carot]: sumatoria del porcentaje relativo o concentración (% o µg/g) de 

pigmentos carotenoides.  

∑[Cl-a + Cl-b]: sumatoria del porcentaje relativo o concentración (% o µg/g) de las 

clorofilas y sus isómeros. 

 

6.10 Análisis estadísticos 

 

Se aplicó una correlación entre los datos de longitud y peso total del organismo y la 

cantidad de pigmentos acumulados en cada tejido: vísceras, gónada y pie. 

En vísceras se encontró la mayor cantidad de pigmentos en comparación con los otros 

dos tejidos: gónada y pie. Por esta razón, se tomó la decisión de analizar solamente los datos 

de porcentaje relativo (%PR) de la composición de pigmentos de vísceras a través del análisis 

estadístico multivariado de componentes principales (PCA). Este análisis permitió extraer la 

máxima variabilidad común de todos los pigmentos identificados en vísceras y conformar 

con ellos los componentes o factores principales para que de esta manera se pueda determinar 

cuáles son los pigmentos que contribuyen significativamente en la variación total de cada 
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componente principal; se consideró la ponderación de factores (factor loadings) ≥ 0.7 y 

eigenvalor > 1 (Krzanowski 1993, Manly 1994). 

Posteriormente, los componentes principales junto con los datos de la concentración 

de pigmentos de los tejidos de gónada y pie, se analizaron a través de una ANOVA para 

determinar la variación estacional anual, seguido de un análisis Fisher LSD para establecer 

las diferencias entre las fechas de muestreo. Asimismo, se aplicaron las correlaciones de la 

variación estacional con la variabilidad ambiental (Chl-a y TSM). Los datos se reportaron 

como valores promedio ± desviación estándar y fueron analizados por Statistica v. 13.0 

(Hurtado-Oliva et. al. 2012; Osuna-Ruíz 2016). 
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7. RESULTADOS  

 

7.1. Variabilidad ambiental de Chl-a y TSM en el área de muestreo 
 

Durante el tiempo de muestreo (noviembre 2020 a noviembre 2021) la concentración de 

clorofila-a (Chl-a) tuvo un valor promedio de 2.10 mg m-3, teniendo una mayor 

concentración durante la finalización de 2020 y la primera mitad del año 2021 (Nov-20 a 

Mar-21), época que corresponde a las estaciones de invierno-primavera. La temperatura 

superficial del mar (TSM) tuvo un valor promedio de 26.4 °C a lo largo del tiempo, 

aumentado su temperatura hasta 31.0 °C en la segunda mitad del año (Abr-Nov 21), es 

decir en verano y otoño (Figura 9). Los resultados de estas variables ambientales indican 

que durante el fin del invierno e inicio de la primavera se tuvo una mayor concentración 

de Chl-a con un pico máximo de 7.4 mg m-3 en el mes de marzo, coincidiendo con las 

bajas temperaturas que se registraron durante ese periodo, por lo que se tuvieron las 

condiciones ideales para una abundancia de nutrientes. En cambio, con el aumento de la 

temperatura a 31.0 °C durante el verano y el otoño, la concentración de Chl-a disminuyó. 

 

 

Figura 9. Variables ambientales Chl-a y TSM a lo largo del tiempo de muestreo. 
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7.2. Cantidad de pigmentos en relación a la talla y peso de C. articulatus 
 

La talla de los quitones fue de 60 ± 6 mm, confirmando que todos los organismos muestreados 

eran adultos. La relación de la cantidad (como número) de pigmentos identificados en cada uno 

de los tejidos analizados respecto de la talla o longitud total (Figura 10) de C. articulatus muestra 

una correlación negativa no significativa en vísceras (r = -0.15, p = 0.18), y una relación positiva 

y significativa en gónada (r = 0.49, p = 0.00) y pie (r = 0.54, p = 0.00). 
 

 

Figura 10. Relación de la longitud total (LT) y la cantidad de pigmentos identificados en los 

tejidos de C. articulatus. 
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El peso promedio de los quitones fue de 16 ± 5 g. La correlación de la cantidad (como número) 

de pigmentos identificados respecto al peso total (Figura 11) de C. articulatus mostró una 

correlación inversa no significativa en vísceras (r = -0.12, p = 0.27), y una correlación positiva y 

significativa en gónada (r = 0.46 p = 0.00) y pie (r = 0.50, p = 0.00). 

 

Figura 11. Correlación del peso total y la cantidad de pigmentos identificados en los tejidos de 

C. articulatus. 
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7.3.  Identificación y cuantificación de la composición de pigmentos entre tejidos 

 

De acuerdo con los estándares disponibles y sus cromatogramas, se lograron identificar en 

general para los tres tejidos (víscera, gónada, pie) 19 pigmentos carotenoides, principalmente 

del grupo de las xantofilas. En particular, en las muestras de vísceras se encontró un pigmento 

del grupo de los carotenos (α-Caroteno) y además un pigmento que no fue posible identificarlo 

y se etiquetó como X1. La cantidad, tipo y promedio ± desviación estándar de pigmentos 

identificados en cada tejido se muestran en la Tabla 2. Dos pigmentos del grupo de las 

xantofilas fueron comunes para los tres tejidos: cantaxantina y zeaxantina (Tabla 2). 

Asimismo, se encontraron metabolitos e isómeros de clorofila a que se comparten entre los 

tres tejidos (Tabla 2). 

El pigmento X1, a pesar de que no pudo ser identificado, mostró un espectro de 

absorción caracterizado por tres picos máximos de longitud de onda: 387, 423 y 693 nm. Este 

pigmento X1 fue aislado para una posterior identificación. 
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Tabla 2. Pigmentos identificados en vísceras, gónada y músculo de C. articulatus. Los pigmentos 

están ordenados de acuerdo conl tiempo de retención observados en los cromatogramas. 

 

TEJIDOS PIGMENTOS 

Vísceras 

15 ± 3 pigmentos 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 X1 

 Fucoxantina 

 Violaxantina 

 Diadinoxantina 

 Dinoxantina 

 Astaxantina 

 Aloxantina 

 Diatoxantina 

 Zeaxantina 

 Luteína 

 Cantaxantina 

 Clorofila a  

 Epímero clorofila a 

 α-Caroteno 

Gónada 

7 ± 2 pigmentos 

 

 

 

 

 

 Astaxantina 

 Zeaxantina 

 Luteína 

 Cantaxantina 

 Clorofila a  

 Alomero clorofila a 

 Epímero clorofila  

Músculo 

5 ± 2 pigmentos 

 

 

 

 Zeaxantina 

 Cantaxantina 

 Clorofila a  

 Alomero clorofila a 

 Epímero clorofila a 

Los pigmentos resaltados en negritas son los comunes entre los tres tejidos analizados. 

 

En vísceras se encuentra la mayor cantidad de pigmentos totales con un promedio de 15 ± 

3 pigmentos, seguido de gónada 7 ± 2 y pie 5 ± 2 (Figura 12, Tabla 2). La composición de 

pigmentos muestra diferencias significativas entre los tejidos vísceras, gónada y pie (F (2, 

237) = 516.44, p = 0.00). Por otra parte, la composición de pigmentos por cada tejido no 

mostró diferencias significativas entre machos y hembras (F (1, 238) = 1.5961, p = 0.20) 

(Figura 12). 
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Figura 12. Total de pigmentos identificados en los tejidos de vísceras, gónada y pie de C. 

articulatus. 
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En las figuras 13, 14 y 15, se muestra de manera general, la variación estacional en 
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en un promedio del 44% durante todo el periodo de análisis, mínimamente en un 17% y un 

máximo del 63%. De igual manera, la cantaxantina y zeaxantina estuvieron presentes en 

un porcentaje menor al 10%. Particularmente, se encontró un mínimo del 4% y un máximo 
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Figura 13. Composición estacional de pigmentos (%) en vísceras. 

 

7.4.2 Pigmentos en gónada 

 

En gónada (Figura 14), la cantaxantina se encontró en un promedio del 77%, convirtiéndose 

así en el pigmento mayoritario de este tejido; mínimamente estuvo presente en un 73% y en un 

máximo del 84%. En cambio, la zeaxantina estuvo presente aproximadamente en un promedio 

del 4% durante todo el año; con un porcentaje mínimo del 2% y un máximo del 6%.  

 

Figura 14. Composición estacional de pigmentos (%) en gónada. 
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7.4.3 Pigmentos en pie 

 

Los resultados de la proporción de pigmentos identificados en el pie (Figura 15) durante 

el periodo de análisis fueron similares a los encontrados en gónada. Coincidió que el 

pigmento mayoritario fue cantaxantina presente en un promedio del 74% con un 

porcentaje mínimo del 56% y un máximo del 89%; como pigmento minoritario fue la 

zeaxantina presente en un promedio del 3% durante todo el periodo de análisis 

(mínimamente en un 0.2% y máximo un 7%).  

 

 

Figura 15. Composición estacional de pigmentos (%) en pie.  
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Tabla 3. Ponderaciones de los eigenvalores, varianza total y valores acumulativos para cada 

componente principal. 

Factores Eigenvalor Varianza total 

(%) 

Eigenvalor 

acumulativo 

Varianza 

acumulativa (%) 

1 4.2 30.1 4.2 30 

2 2.6 18.3 6.8 48 

3 1.4 9.9 8.2 58 

4 1.3 9.2 9.5 68 

 

 

Los valores de los factores-scores indican que las variables significativas (Tabla 4, Figura 

16) para el factor 1 fueron los pigmentos X1, violaxantina, diadinoxantina, astaxantina, 

diatoxantina, zeaxantina y luteína; lo cual permite inferir las posibles fuentes de alimento que 

C. articulatus estuvo consumiendo en ese periodo. Durante la primera mitad del año (Nov-

20 a Abr-21), que corresponde a las estaciones invierno-primavera, existe una correlación 

positiva para la diadinoxantina, astaxantina, diatoxantina, y zeaxantina; y en menor grado la 

violaxantina y luteína, indicando que en este periodo hubo una mayor disponibilidad de 

alimento en comparación con el resto del año. Con respecto al X1, este pigmento se 

correlacionó negativamente; es decir que, mientras hubo una mayor abundancia de alimento 

su concentración fue menor y cuando la disponibilidad de alimento disminuyó (en verano-

otoño) aumentó la concentración del pigmento X1 en las vísceras de C. articulatus, es decir, 

se muestra un patrón inverso a la mayor abundancia de Chl-a. Este primer factor se 

correlacionó positivamente (r = 0.76, p < 0.05) con la concentración de Chl-a e inversamente 

(r = -0.73, p < 0.05) con la temperatura superficial del mar (TSM), indicando que los quitones 

aprovecharon la mayor disponibilidad de alimento que ocurrió durante el invierno y 

primavera, la disminución en la cantidad de alimento también ser vio reflejada en los tejidos 

del quitón durante el resto del año. También es importante remarcar, la relación inversa entre 

la productividad primaria y la TSM. 
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Tabla 4. Ponderación de factores (factor loadings) obtenidos a través del análisis de la composición 

de pigmentos en vísceras a través de componentes principales (CP) y la correlación de los CP con la 

variabilidad ambiental 

Variación (%) Factor 1 Factor 2 Factor 3 Factor 4 

X1 –0.8   0.2   0.0   0.0 

Fucoxantina   0.1 –0.8   0.0   0.1 

Violaxantina   0.6 –0.2 –0.1   0.4 

Diadinoxantina   0.8 –0.2 –0.2   0.1 

Dinoxantina   0.4   0.3   0.2 –0.5 

Astaxantina   0.8 –0.1 –0.3   0.2 

Aloxantina –0.1 –0.5   0.6   0.4 

Diatoxantina   0.7 –0.3 –0.1 –0.2 

Zeaxantina   0.8   0.3   0.2 –0.2 

Luteína        0.6   0.4   0.4 –0.1 

Cantaxantina   0.4   0.4 –0.2   0.7 

Clorofila-a –0.1 –0.3   0.7   0.2 

α-Caroteno   0.2   0.6   0.4   0.1 

Coeficientes de correlación  

Chl-a   0.76   0.79 –0.02 –0.04 

TSM –0.73 –0.70 –0.21   0.41 

Los factores de porcentajes significativos (≥ 0.7) y correlaciones significativas con las variables ambientales se 

muestran en negritas. Significancia estadística = P < 0.05, P < 0.01. 

 

 

 
Figura 16. Variaciones estacionales del factor 1 obtenido a partir de la composición de pigmentos en 

vísceras de C. articulatus. 
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En el factor 2 (Figura 17), los valores de los factors-scores indican que las variables 

significativas (Tabla 4) son la fucoxantina, y en menor grado el α-Caroteno. Existe una 

correlación positiva con el α-Caroteno, por lo tanto, durante la primera mitad del año se 

observó una baja concentración para posteriormente aumentar en verano y otoño. En cambio, 

la fucoxantina se correlacionó negativamente, es decir, durante invierno-primavera (primera 

mitad del año) hubo una mayor concentración para luego disminuir durante el resto del año.  

Por lo tanto, se puede inferir que en invierno-primavera, C. articulatus también se 

estuvo alimentando de diatomeas y algas pardas, debido a que la fucoxantina es el pigmento 

característico de estos grupos de algas. Asimismo, el factor 2 se correlacionó significativa y 

positivamente (r = 0.79, p < 0.05) con la Chl-a, pero inversamente (r = -0.70, p < 0.05) con 

la TSM. Sosteniendo así, que específicamente en este periodo: Nov-20 a Abr-21 existió una 

gran variedad en los tipos de alimento y una abundancia del mismo, los cuales estuvieron 

fuertemente relacionados con las bajas temperaturas. 

 

 

Figura 17. Variaciones estacionales del factor 2 obtenido a partir de la composición de pigmentos en 

vísceras de C. articulatus durante los meses de muestreo. 
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Los resultados de los valores de los factores-scores indican que las variables 

significativas (Tabla 4 y Figura 18) para el factor 3 es clorofila a, y en menor grado la 

aloxantina. Ambos pigmentos se correlacionaron con el factor de manera positiva, 

manteniéndose relativamente constantes a lo largo de todo el periodo, con un leve aumento a 

inicios del invierno del 2021. La clorofila a se encuentra en todos los grupos de micro- y 

macroalgas y la aloxantina es específica de las criptofitas, las cuales comparten 

características con las algas rojas. Estos resultados sugieren que C. articulatus tuvo 

disponibilidad constante de alimento de origen vegetal durante todo el año. No se observó 

una correlación del factor 3 con las variables ambientales (Chl-a y TSM).  

 

 
Figura 18. Variables estacionales del factor 3 obtenido a partir de la composición de pigmentos en 

tejidos de C. articulatus durante los meses de muestreo. 
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La cantaxantina es un pigmento específico de algas verdes, algas doradas, haptofitas, 

bacterias, levaduras, y crustáceos o parte ellos, como detritos. Por lo que se puede inferir que 

C. articulatus se estuvo alimentando preferentemente de estas posibles fuentes de alimento 

en el invierno 2020 y parte del verano-otoño 2021.  No se observó una correlación del factor 

3 con las variables ambientales (Chl-a y TSM). 

 

 
Figura 19. Variable estacional del factor 4 obtenido a partir de la composición de pigmentos en 

tejidos de C. articulatus durante los meses de muestreo. 

  

7.6. Índices somáticos, reproductivos y factor de condición de los tejidos 
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mitad del año (verano-otoño) en particular en el mes de julio; este aumentó del IGS% se 

correlacionó inversamente con la variables ambientales de Chl-a (r= -0.80, p < 0.05) y 

positivamente con la TSM (r = 0.82, p < 0.05); es decir, que coincide el aumento de la 

temperatura con el incremento de la maduración de los gametos en la gónada de C. 

articulatus. El valor promedio anual del IGS% fue de 2.25 ± 0.81%.  

En el caso del índice pedalsomático (IPS%) (Figura 20C) este mostró una tendencia 

estable, es decir, sus valores se mantuvieron entre el 20 y 35% a lo largo del año lo que indicó 

que la masa muscular de C. articulatus fue constante. Sin embargo, en los meses de marzo y 

junio se señalan dos picos correspondientes al 33.64% y 33.47%, respectivamente; con un 

valor promedio anual del IPS% del 24.22 ± 4.71%. 

El factor de condición (K) (Figura 20D) mostró una tendencia constante con valores 

aproximados de 12 a 20 durante el periodo, lo que sugiere que C. articulatus se mantiene 

relativamente estable en sus funciones de nutrición, locomoción, reproducción y en sus 

procesos metabólicos. En los meses de Nov-20, Ene-21 (invierno) y Jul-21 (verano) se 

muestran los valores más altos con 19, 20 y 18, respectivamente. El valor promedio anual de 

K fue de 16 ± 2. 
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Figura 20. Índices biológicos y reproductivo analizados de los distintos tejidos de C. articulatus. 

A) Índice somático de vísceras: viscerosomático (IVSM%); B) Índice reproductivo de gónada: 

gonadosomático (IGS%); C) Índice somático de pie: pedalsomático (IPS%); D) Factor de condición 

(K). 

  

0

2

4

6

8

10

12

IV
S

M
 (

%
)

Tiempo (meses)

a
a

abc abc abc

def
def

ab

cd

bc

cde

ef

f

0

2

4

6

8

10

12
IG

S
 (

%
)

Tiempo (meses)

a
ab

a

e

c

bc

d
d

ab
a a a

d

0

5

10

15

20

25

30

35

40

45

IP
S

 (
%

)

Tiempo (meses)

a a aabc

abc
abc

abc abc
cd

dd

bcd

ab

0

5

10

15

20

25

K

Tiempo (meses)

a
b bc bcbcd bc

bcd cdecdef
defg efg

fg
g

A) Índice viscerosomático

B) Índice gonadosomático

C) Índice pedalsomático

D) Factor de condición



58 

7.7.  Potencial antioxidante (IAOxidante %) en los tejidos 

 

El índice de potencial antioxidante (IAOxidante%) de la composición de pigmentos en los 

tejidos de C. articulatus se comparó solamente con los pigmentos mayoritarios encontrados 

en los mismos, los cuales fueron el pignemto X1 para vísceras y el pigmento cantaxantina 

para gónada y pie. 

7.7.1. Potencial antioxidante versus pigmento X1 en vísceras 
 

En la Figura 21 se muestran los valores de porcentaje relativo (PR%) en el pigmento X1, los 

cuales se mantienen relativamente estables durante todo el año; sin embargo, se observa que 

en los meses de May-21 (73%) y Jul-21 (75%) tiene una tendencia a aumentar, coincidiendo 

con los valores altos de la TSM y con la correlación negativa que tuvo en el factor 1, 

sugiriendo de esta manera que durante las temperaturas altas características del verano, este 

pigmento se encuentra en abundancia en las vísceras de C. articulatus.  

En cuanto al IAOxidante%, los valores más altos (18-26%) se presentaron en el 

primer trimestre del año 2021 (Ene a Mar) correspondiente a invierno-primavera, 

posteriormente, disminuyó levemente a un 16% durante el verano-otoño; estos resultados 

coinciden con la tendencia que presentó en el IVSM%. Sin embargo, en la primera mitad del 

periodo se tiene una tendencia inversa, es decir, cuando el IAOxidante% aumenta, X1 

disminuye su porcentaje, sosteniendo nuevamente la participación de X1 en las vísceras del 

quitón cuando la abundancia de alimento disminuye y ocurren altas temperaturas. 
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Figura 21. Pigmento X1 e índice potencial antioxidante (%) en vísceras. 

 

7.7.2. Potencial antioxidante versus cantaxantina en gónada 
 

La mayor concentración de cantaxantina [Cx] en gónada se observó en la primera mitad del 

año de Dic 2020 a Abr 21, particularmente en el mes de Ene-21 se obtuvo un pico máximo 

de 287 µg/g; este periodo coincide con las gónadas inmaduras de C. articulatus; una vez, que 

inicia la segunda mitad del año, a partir de mayo a octubre 2021 la [Cx] disminuye 

drásticamente. En comparación con la tendencia del IGS% y [Cx], estos resultados indican 

un comportamiento inverso, indicando así que, al iniciar la maduración gonadal y, por ende, 

la etapa reproductiva de C. articulatus la [Cx] es muy baja (Figura 22).  

Además, se comparó la [Cx] con las variables ambientales Chl-a y TSM. En gónada, 

la Chl-a se correlacionó positivamente con la [Cx] (r = 0.86, p < 0.05) e inversamente con la 

TSM (r = -0.91, p < 0.05), es decir, la concentración de cantaxantina disminuyó con el 

aumento de temperatura.  

En comparación con el IAOxidante% este índice muestra una tendencia inversa, es 

decir, durante los meses de May a Jul y Oct 2021 su proporción aumentó, coincidiendo con 

los valores mínimos de [Cx] (3 µg/g); y en concentraciones altas de cantaxantina este índice 
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disminuye (primera etapa del periodo). Asimismo, se comparó los resultados obtenidos de 

este índice con las variables ambientales; IAOxidante% se correlacionó significativa- e 

inversamente (r = -0.73, p < 0.05) solamente con la TSM, sugiriendo que existe mayormente 

una participación de los pigmentos antioxidantes durante el verano (Figura 22). 

 

 

Figura 22. Concentración (µg/g) de cantaxantina e índice potencial antioxidante (%) en gónada. 

 

7.7.3. Potencial antioxidante versus cantaxantina en pie 
 

La concentración de cantaxantina en el pie de C. articulatus oscila entre 0.5 y 1.0 µg/g a lo 

largo del año. Esta tendencia es similar a los resultados obtenidos del IPS%, es decir, la [Cx] 

en el pie y la masa muscular de C. articulatus varía durante todo el periodo. Se observó un 

pico máximo de 2 µg/g en Abr-21, justo antes de iniciar el verano. Posteriormente, a partir 

de May-21 se observa una disminución de este pigmento que coincide con el incremento de 

la temperatura. Por lo tanto, se compararon estos resultados con las variables ambientales; la 

TSM fue la única variable que se correlacionó de manera inversa (r = -0.60, p < 0.05) con 

la [Cx] en el pie; es decir, la concentración de cantaxantina disminuyó con el aumento de 

la temperatura (Figura 23). 
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En cuanto al IAOxidante% se observa que, a partir de Feb-21 tiene una tendencia 

similar a la observada en [Cx], coincidiendo con el pico máximo de este pigmento (May-21). 

A pesar de que el potencial antioxidante no se correlacionó con las variables ambientales, 

este disminuyó en los meses de verano característico de las altas temperaturas (Figura 23). 

 

 

Figura 23. Concentración (µg/g) de cantaxantina e índice de potencial antioxidante en pie. 
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8. DISCUSIÓN 

 

8.1. Variabilidad ambiental de Chl-a y TSM en el área de muestreo  

 

En el área de Barras de Piaxtla, Sinaloa durante el invierno-primavera se tuvieron 

concentraciones altas de Chl-a (7.4 mg m-3) y temperaturas bajas; en cambio en la segunda 

mitad del año que corresponde a verano-otoño, la concentración de Chl-a disminuyó y la 

TSM aumentó. Estos resultados son similares con lo reportado por López Magaña (2022) 

para el periodo 1997-2016 en la región central de Mazatlán, Sinaloa; sus resultados indicaron 

que durante el invierno (diciembre a marzo) se presentó la mayor concentración de Chl-a 

acompañada de bajas temperaturas, en comparación con el verano (junio a septiembre) que 

registraron concentraciones bajas de Chl-a y altas temperaturas; previamente ya se ha reportado 

para esta zona valores máximos en la temperatura superficial del mar para los meses que 

corresponden al verano: julio y agosto (López Magaña 2022). Dichas variaciones en las 

concentraciones de Chl-a y la TSM se asociaron a las surgencias costeras que ocurren 

normalmente durante este periodo.  

Lo anterior puede explicarse a través del proceso oceanográfico de surgencia, el cual es 

ocasionada por el incremento de los vientos que provocan que las masas de agua fría del océano, 

ricas en nutrientes inorgánicos, ascienden hacia la superficie favoreciendo la proliferación de 

productividad primaria (Barocio-León et al. 2007); de esta manera, al aumentarse la 

productividad primaria del océano ésta se verá reflejada en los niveles de Chl-a. Además, se 

espera que las condiciones sean favorables para el resto de la productividad primaria del mar, 

incluyendo macroalgas y otros vegetales como pastos marinos que coincidan en el tiempo y 

espacio (Gaxiola-Castro et al. 2010).  

En contraparte, durante el verano que se caracteriza por sus altas temperaturas, la 

intensidad en los vientos disminuye, lo que provoca que las aguas oceánicas queden 

estratificadas ocasionando poca disponibilidad de nutrientes y en consecuencia una 

disminución en el crecimiento del fitoplancton (Muller-Karger et al. 1991, Alonso-Rodríguez 

2004). Por lo tanto, se infiere que en Barras de Piaxtla, Sinaloa la productividad primaria 

florece a finales del año cuando la temperatura disminuye (invierno-primavera) y genera una 

mayor disponibilidad de nutrientes y, por ende, una mayor abundancia de alimento.  
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8.2. Cantidad de pigmentos en relación a la talla y peso de C. articulatus 

 

Los resultados indican una correlación negativa entre la cantidad de pigmentos acumulados 

en vísceras y la longitud total de C. articulatus; es decir, en tallas más grandes se acumula 

una menor cantidad de pigmentos en las vísceras. Caso contrario sucedió con la gónada y el 

pie, ya que a mayor longitud mayor cantidad de pigmentos acumulados en estos tejidos. 

Asimismo, existió una correlación negativa entre la cantidad de pigmentos acumulados en 

vísceras y el peso total de C. articulatus, es decir, en pesos mayores se encontró menor 

acumulación en las vísceras en comparación con la gónada y el pie, ya que en estos tejidos 

hubo mayor acumulación de pigmentos en pesos mayores.   

Lo anterior podría explicarse desde la perspectiva de una posible selectividad por el 

alimento, es decir, probablemente los quitones adultos están consumiendo una mayor 

variación de alimento en comparación con los juveniles. Hipotéticamente, se podría pensar 

que los quitones adultos son más generalistas (comen de todo lo que se encuentran en el 

intermareal) y los juveniles más selectivos en su alimento (especialistas); por lo que se 

puede deducir que los quitones adultos y juveniles tienen distintos hábitos de alimentación.  

Con respecto a los resultados obtenidos en el pie, en este trabajo se observó que los 

quitones de mayor tamaño se encontraban expuestos al oleaje característico del intermareal. Lo 

anterior, coincide con lo descrito por Flores-Campaña et al. (2007), que dedujo que las mayores 

tallas de C. articulatus se encontraban en las rocas con una alta exposición al oleaje de la Isla 

Pájaros en Mazatlán. Por lo que, eventualmente se podría inferir que el quitón al estar expuesto 

a la energía que proviene de las grandes olas, estarían necesitando una mayor cantidad de 

pigmentos para facilitar la locomoción y proteger el pie del estrés térmico, la desecación, y la 

irradiancia solar que caracteriza a la zona intermareal.   
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8.3. Identificación y cuantificación de la composición de pigmentos entre tejidos 

 

La cantidad (como número) de pigmentos varío de acuerdo conl tejido de C. articulatus, 

encontrándose la mayor cantidad en vísceras, seguido de gónada y finalmente pie. Esta variación 

podría estar relacionada con el rol funcional que tienen los pigmentos en la fisiología de cada uno 

de los tejidos de acuerdo conl hábitat en el cual se encuentra el quitón. Tsushima et al. (1989) 

analizó pigmentos para seis especies de dos familias de quitones de dos hábitats diferentes 

(intermareal rocoso expuesto y submareal no expuesto) y observó un gradiente en la 

acumulación de la cantidad de pigmentos entre tejidos (11 pigmentos en vísceras, 10 en 

gónada y 8 en pie) en el quitón intermareal expuesto Liolophura japonica de la familia 

Chitonidae, mientras que para el quitón bentónico submareal Cryptochiton stelleri de la 

familia Acanthochitonidae, la cantidad de pigmentos fue similar entre los tejidos. 

Chiton articulatus, así como L. japonica son habitantes del intermareal rocoso 

expuesto al oleaje e intemperismo característico de este hábitat, ambos organismos 

pertenecen a la familia Chitonidae y mostraron este gradiente en la cantidad de pigmentos: 

la mayor cantidad en vísceras, seguido de gónada y finalmente en el pie. Esto sugiere que la 

cantidad de pigmentos tiene una relación con la alimentación disponible de acuerdo conl 

hábitat, en el que es de esperarse que haya diferencias en los tipos y cantidad de algas en el 

intermareal con respecto a las que se encuentran en el bentos, por lo que los chitones 

aprovechan diferentes fuentes de alimento, las cuales se ven reflejadas en la composición 

bioquímica (i.e. pigmentos) de los tejidos, particularmente en las vísceras (Sigwart y 

Schwabe 2017). El quitón C. articulatus de acuerdo con su anatomía radular y relación 

rádula-cuerpo sugiere ser un organismo con un tipo de alimentación detritívoro u omnívoro 

(Ramirez-Santana 2021); sin embargo, en este trabajo se puede apreciar que el componente 

vegetal (micro– y macroalgas) que consume este organismo es de gran importancia, por lo 

que a esta especie de chitón debe de considerarse también como una especie altamente 

herbívora.  
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8.4. Variación estacional de la composición de pigmentos en los tejidos 

 

Los resultados arrojaron que existió una notable variación estacional en la composición de 

pigmentos en los tejidos de vísceras, gónada y pie durante el periodo 2020-2021. Esta variación 

en la composición de pigmentos está directamente relacionada con las variables ambientales 

de Chl-a y TSM (Fig. 15), tal y como se ha descrito para otros ecosistemas (Barocio-León et 

al. 2007). Es decir, que la zona intermareal de Barras de Piaxtla, Sinaloa durante el invierno-

primavera (Nov-20 a Abr-21) tuvo las condiciones favorables para que se generará una mayor 

abundancia de productividad primaria (alimento), la cual disminuyó durante el verano-otoño 

(May-21 a Nov-21). Consecutivamente, al tener mayor disponibilidad de alimento C. 

articulatus aprovechó para alimentarse abundantemente durante este periodo, lo cual se reflejó 

una mayor acumulación de pigmentos en sus tejidos. Demostrando con esto, que los pigmentos 

pueden utilizarse de manera efectiva para determinar las fuentes de alimento que consumen los 

organismos durante alguna temporada.  

Lo anterior es similar a lo reportado por Hurtado-Oliva et al. (2012) que analizó la 

variación estacional (Abr-2005 a Abr-2006) del contenido de pigmentos en el tejido de las 

hembras de Crassostrea corteziensis con el objetivo de ser utilizados como indicadores 

indirectos de la disponibilidad de alimento. Esta especie fue recolectada en las raíces del 

mangle en una zona intermareal cerca de la Laguna de Ceuta, Sinaloa. Se encontró que la 

concentración total de pigmentos y sus metabolitos en los tejidos de C. corteziensis osciló 

durante todo el periodo de análisis: mostrando sus valores más bajos entre Abr-Oct 2005 y los 

valores más altos de Nov-2005 hasta Abr-2006 (correspondiente a invierno-primavera); de la 

misma manera, este patrón de variación se presentó en todos los pigmentos individualmente. 

Los principales pigmentos identificados en los tejidos de esta especie fueron clorofila a, 

feoforbide a, feofitina a, pirofeofitina, fucoxantina, zeaxantina y luteína; observando una 

mayor presencia de feoforbide a como el metabolito más abundante de la clorofila a. Esta 

variación en el patrón de pigmentos se atribuye a que existe al final del otoño e inicio del 

invierno una abundancia de fitoplancton y, por ende, se genera un incremento en la 

disponibilidad y tipo de alimento para C. corteziensis durante este periodo; además, lo anterior 

se respalda con los altos valores que se obtuvieron de los productos de degradación de la 
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clorofila (feoforbide a, feofitina a y pirofeofitina), ya que son buenos indicadores de una alta 

disponibilidad de alimento. De esta manera, Hurtado-Oliva et al. (2012) determinó que el 

contenido de pigmentos en los tejidos de C. corteziensis dependerá directamente del tipo y 

abundancia de alimento disponible que consuman los organismos.  

Sin embargo, a pesar de que hubo una acumulación de distintos tipos de pigmentos a 

lo largo del tiempo, la proporción de los pigmentos mayoritarios en los tres tejidos de C. 

articulatus fue de: X1 (44%), cantaxantina (76%) y zeaxantina (4%). Respecto a estos 

porcentajes relativos, son similares a lo reportado para el quitón L. japonica, siendo 

cantaxantina (3-40%) y zeaxantina (1-22%), entre otros pigmentos mayoritarios, los que 

encontró este autor (Tsushima et al. 1989). Probablemente, la cantaxantina y zeaxantina poseen 

importantes características en la fisiología de los tejidos en donde se acumulan en las especies 

de quitón, lo cual se discutirá más adelante. 

 

8.4.1  Pigmentos en vísceras 

 

Fue en las vísceras de C. articulatus donde se encontró la mayor cantidad de pigmentos 

acumulados (Anexo 1), debido a que es el primer órgano receptor de alimento. Es decir, además 

de obtener energía, el quitón puede almacenar diversos compuestos provenientes del alimento 

que no puede sintetizar (i.e. pigmentos) para posteriormente utilizarlos en necesidades 

específicas del organismo (Schmidt-Nielsen 1976). Asimismo, su alimentación está 

estrechamente relacionada con su hábitat, el intermareal rocoso, ya que utiliza la rádula (Shaw 

2003) para raspar el alimento que se encuentra incrustado en las rocas. Posteriormente, el 

alimento pasa directamente a las vísceras del quitón donde los nutrientes y compuestos 

bioactivos (i.e. pigmentos) son digeridos, metabolizados, y almacenados. 

A pesar de que no se logró la identificación del pigmento mayoritario X1 encontrado 

en las vísceras, el patrón que sigue este pigmento en el tejido de C. articulatus es que se 

encuentra en abundancia durante el verano-otoño, cuando hay menor disponibilidad de 

alimento y el quitón se encuentra en temporada reproductiva. Probablemente este pigmento se 

acumula como una reserva de alimento que el quitón necesita durante la reproducción. 
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8.4.2 Pigmentos en gónada 

 

Con los resultados obtenidos en gónada, se sugiere que ocurrió un proceso de movilización 

de pigmentos de vísceras hacia este tejido, pero en una menor cantidad; así como también 

disminuyó en su composición de pigmentos. Sin embargo, el pigmento mayoritario en la 

gónada fue cantaxantina, que se encontró presente durante todo el año. Esta movilización de 

pigmentos podría corresponder a las variaciones estacionales relacionadas directamente con 

los cambios en la composición del fitoplancton, la gametogénesis, vitelogénesis o en el 

desove del organismo, es decir, las variaciones ambientales van a generar mecanismos de 

adaptabilidad en los organismos para contrarrestar dichos cambios y como resultado 

cambiarán la composición de sus pigmentos en sus tejidos (Borodina y Zadorozhny 2021). 

Lo anterior también puede explicarse desde el punto de vista fisiológico, es decir, 

probablemente la cantaxantina está interviniendo en el desarrollo de la gónada, 

particularmente en la gametogénesis, de C. articulatus. 

Estos resultados podrían explicarse con lo descrito por Cheesman et al. (1967) que 

reporta que las carotenoproteínas son complejos pigmento-proteína que se encuentran 

principalmente en gónadas y exoesqueletos de invertebrados marinos. Menciona que la 

crustacianina (aislada de los crustáceos) es una carotenoproteína que funciona ayudando a 

estabilizar el pigmento astaxantina frente a una foto-oxidación y ayuda a la proteína a 

estabilizarse y proteger sus estructuras frente a una desnaturalización. Analógicamente, 

Cheesman et al. (1967) infiere que la cantaxantina al unirse estequiométricamente con 

proteínas simples, lipoproteínas y glicoproteínas estén formando complejos similares que 

estén participando en la coloración protectora, foto-sensibilidad, transporte de electrones y 

actividad enzimática en las gónadas y exoesqueletos de los organismos. Así pues, la 

cantaxantina estaría participando en forma de carotenoproteínas en la gónada del quitón para 

brindarle una fotoprotección a través de sus coloraciones características: verde-oliva para 

hembras y rojizo-salmón para machos. 

Además, es importante señalar que la cantaxantina, eventualmente, podría tener un 

efecto durante la gametogénesis de C. articulatus; proceso que se caracteriza por la formación 

de gametos, llamados óvulos y espermatozoides, respectivamente para cada sexo. En C. 
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articulatus se describen cinco estadios de desarrollo gonádico (Abadia-Chanona et al. 2016): 

I: Goniogénesis que corresponde a la proliferación de ovogonias en hembras y 

espermatogonias en machos; II: Desarrollo, III: Maduración, IV: Desovado y IV: Reposo. 

Los resultados de un estudio realizado en C. articulatus en el estado de Oaxaca por 

Abadia-Chanona (2015) indican que el estadio de Goniogénesis y Desarrollo en hembras 

ocurrió en los meses de enero a marzo y en machos únicamente en enero y febrero; al 

compararlos con los resultados de este estudio, las altas concentraciones de cantaxantina 

coinciden con los meses de estadio de Goniogénesis y Desarrollo de C. articulatus, infiriendo 

así, que probablemente la cantaxantina se acumula durante la gametogénesis para actuar como 

una protección química en el desarrollo de la gónada. Lo anterior puede sustentarse desde la 

perspectiva de que los ovocitos y espermatocitos ya maduros (vitelogénicos) poseen una 

“protección física” que los rodea, simulando un “casco” con el objetivo de protegerlos cuando 

son expulsados al medio o bien para sostenerse en el sustrato e iniciar la fertilización, dicha 

protección es característica de los poliplacóforos (Abadia-Chanona 2015). Por lo tanto, 

probablemente la cantaxantina esté actuando en C. articulatus como un tipo de “protección 

química” en los ovocitos y espermatocios en desarrollo.  

 

8.4.3 Pigmentos en pie 

 

Los resultados obtenidos en este tejido indican que hubo una movilización de pigmentos, 

principalmente de cantaxantina, hacia el pie de C. articulatus. Kantha (1989) menciona que 

los pigmentos carotenoides en los moluscos no se distribuyen de manera uniforme en los 

tejidos de estos organismos, sino que dependerán de los requerimientos funcionales de sus 

mismos tejidos.  

El pie es el órgano de locomoción de C. articulatus, es el que le permite desplazarse 

a lo largo del intermareal rocoso que habita. Sin embargo, varios estudios realizados sobre la 

zona intermareal han demostrado que los organismos que viven en esta área están 

fisiológicamente adaptados al estrés ambiental que caracteriza a la región, es decir, estos 

organismos se han adaptado a los cambios bruscos de temperatura y a la desecación; estas 

adaptaciones se relacionan según la posición que tenga el organismo dentro del intermareal, 
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lo que explica las diferencias en los microhábitats y la exposición al oleaje (Broekhuysen 

1940, Evans 1948). Además, es importante mencionar que los cambios de temperatura que 

sufren los organismos intermareales pueden afectar directamente en su tamaño, 

comportamiento y en sus adaptaciones morfológicas, ya que cada uno de los organismos 

experimentará distintos cambios corporales a pesar de que estén expuestos a las mismas 

condiciones agrestes (Helmuth 1998). 

Como ya se ha mencionado, los carotenoides tienen un rol de protección antioxidante 

ante el estrés oxidativo que generaran los factores ambientales de la zona intermareal. Por lo 

tanto, se deduce que los quitones que están expuestos al estrés ambiental de la zona 

intermareal rocosa de Barras de Piaxtla (que se caracteriza por sus altas temperaturas, alta 

irradiancia, desecación e intensidad del oleaje), probablemente estén teniendo una protección 

antioxidante en el pie por parte del pigmento cantaxantina. 

  

8.5. Composición de pigmentos en vísceras 

 

Los resultados obtenidos de la composición de pigmentos en vísceras, tuvieron una 

marcada variación estacional como consecuencia de los cambios en la composición del 

fitoplancton a lo largo del tiempo. Estas variaciones generaron pigmentos mayoritarios que 

estarían explicando las posibles fuentes de alimento de consumo de C. articulatus durante 

el periodo 2020-2021. 

Los productores primarios, como las micro- y macroalgas y cianobacterias, tienen una 

composición de pigmentos especie-específicas que les permite ser utilizadas como 

biomarcadores para inferir posibles fuentes de consumo de alimento (Jeffrey et al. 1997). Las 

micro- y macroalgas representan una importante fuente de alimento para los organismos de 

niveles tróficos superiores; en ellas se sintetizan de manera específica, diferentes compuestos 

bioactivos como los pigmentos (Guschina y Harwood 2006). 

Las costas de la bahía de Mazatlán, Sinaloa se caracterizan por ser uno de los centros 

principales con mayor productividad primaria (Osorio-Tafall 1943), ya que se han registrado 

169 especies de microalgas, de las cuales 115 son especies de diatomeas, 31 dinoflagelados, 

11 cianofitas, 7 clorofitas, 3 silicoflageladas y 2 euglenofitas; además, durante el otoño-
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invierno se han registrado aumentos en los florecimientos algales nocivos (FAN) en esta zona 

(Cortés-Altamirano 2002). 

Por lo tanto, de acuerdo con la composición de pigmentos encontrados en las vísceras, 

el quitón C. articulatus se alimentó de diversas fuentes vegetales, las cuales pudieron haber 

estado constituidas de lo siguiente: Durante la primera mitad del año que corresponde a 

invierno-primavera se infiere que se estuvo alimentando de micro- y macroalgas y 

cianobacterias por los pigmentos encontrados en sus vísceras durante este periodo: 

 

 Diadinoxantina: pigmento característico en diatomeas, dinoflagelados, crisofitas y 

euglenoides (flagelados verdes). 

 Astaxantina: pigmento característico en algunos grupos de bacterias, microalgas 

verdes de agua dulce y crustáceos o detritos de ellos. 

 Diatoxantina: pigmento característico en diatomeas y primnesofitas.  

 Zeaxantina: pigmento característico en cianobacterias, proclorofitas, algas rojas, 

algas verdes y flagelados verdes.  

 Luteína: pigmento característico en algas verdes. 

 

Sin embargo, el pigmento X1 se encontró de manera inversa, es decir, hubo mayor cantidad 

de este pigmento en verano-otoño; posiblemente debido a que se acumula como una reserva 

de alimento cuando el quitón está en temporada reproductiva. 

Posteriormente, en el segundo periodo (verano-otoño) C. articulatus disminuyó su 

consumo de diatomeas y algas pardas debido a que se encontró una menor cantidad de 

fucoxantina en sus vísceras; la fucoxantina es un pigmento carotenoide del grupo de las 

xantofilas que se encuentra formando parte del complejo proteína fucoxantina-clorofila, el cual 

participa en la recolección de la luz en las diatomeas, además funge como fotoprotector 

(Gelzinis et al. 2015); este pigmento también es característico de las algas pardas. Algunos 

estudios mencionan, que las concentraciones de los pigmentos en los organismos que los 

sintetizan estará regulado principalmente por las condiciones de luz lo que podría generar 

conversiones de los mismos, es decir, en algunas especies de diatomeas la alta intensidad de 

luz genera bajas concentraciones de fucoxantina (Sánchez-Saavedra y Voltolina 2002). 
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Además, indica que durante el verano-otoño C. articulatus aprovechó la abundancia 

de otras algas, probablemente de algas y flagelados verdes los cuales sintetizan α-Caroteno, 

pigmento encontrado en las vísceras de este quitón durante este periodo. La abundancia de 

algas y flagelados verdes coincide con la época de lluvias (verano) en Sinaloa, ya que durante 

este tiempo los aportes del agua de lluvia disminuyen la salinidad y, por ende, aumentan el 

crecimiento de grupos de fitoplancton asociados a aguas salobres y dulces, como lo son las 

prasinofitas o euglenofitas (López Magaña 2022). 

Asimismo, durante todo el año se encontró clorofila a en las vísceras, lo que indicaría 

que todo el tiempo C. articulatus tiene disponible alimento de origen vegetal. Además, al 

vivir en la zona intermareal queda expuesto al alimento que crece en las charcas 

intermareales; lo anterior se confirma ya que se detectó aloxantina en sus vísceras, un 

pigmento que sintetizan las criptofitas, las cuales crecen en aguas estancadas y provienen de 

agua dulce, además comparten características con las rodofitas. 

Preferentemente, C. articulatus se alimenta de detritos durante el otoño y el 

invierno, debido a que en este periodo se encontró en sus vísceras mayormente 

cantaxantina, probablemente proveniente de algunos grupos de algas verdes y algunos 

crustáceos o detritos de ellos.  

Estas variadas fuentes de alimento que estuvo consumiendo C. articulatus son 

similares a las deducidas por Tsushima et al. (1989), el cual infirió que en las vísceras de 4 

de las especies estudiadas que pertenecen a la familia Chidonidae y Acanthochitonidae tienen 

alimentación herbívora preferentemente por fitoplancton y las otras 2 pertenecientes a la 

familia Mopaliidae tienen preferencias por una alimentación carnívora, ya que en sus vísceras 

se encontró un alto porcentaje de astaxantina (34%) provenientes probablemente de restos de 

algunas especies de crustáceos, demostrando que los quitones no son estrictamente 

herbívoros, sino que probablemente omnívoros.  

Además, un estudio realizado con juveniles de Chiton virgulatus por Siqueiros 

Beltrones y Argumedo Hernández (2012) en la bahía de La Paz, Baja California, indican los 

quitones se alimentan de manera no selectiva pero que es similar a lo que consumen los 

abulones jóvenes que se encuentran compartiendo el mismo hábitat rocoso de esta región. Es 

decir, el alimento que encontraron en el contenido estomacal de los quitones se asocian a las 
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fuentes disponibles que tienen en su ambiente, por lo que concluyen que C. virgulatus se 

alimenta sin selectividad o descartan que tenga preferencias por alguna fuente de alimento, 

es decir, simplemente consume todo lo que encuentra disponible en el medio. Estos 

resultados se asemejan a lo encontrado para quitones adultos de C. articulatus, por lo que 

se puede inferir que tanto juveniles como adultos desarrollan una estrategia de alimentación 

oportunista-generalista. Además, la gran diversidad en el tipo de alimento que consumió 

C. articulatus a lo largo del periodo de estudio, fundamenta la idea que su alimentación se 

basa, principalmente en una dieta omnívora- detritívora (Ramírez- Santana 2021). 

 

8.6. Índices somáticos, reproductivos y factor de condición de los tejidos 

 

El índice viscerosomático (IVSM%) de C. articulatus indicó valores altos en invierno-

primavera y levemente bajos en verano-otoño (meses que corresponden al inicio de la 

reproducción del quitón). Estos resultados coinciden con Avila-Poveda (2013), que indica 

que previo al inicio de la reproducción este quitón se alimenta abundantemente, con el 

objetivo de tener la energía suficiente y los nutrientes necesarios para cumplir con la demanda 

energética necesaria para sostener la reproducción; además, demuestra que con el inicio del 

desarrollo gonadal las vísceras disminuyen su peso, quizá C. articulatus no requiera comer 

mucho cuando ya se encuentran en la época reproductiva.  

Con respecto al índice gonadosomático (IGS%) que indica las temporadas 

reproductivas, los valores más altos se registraron durante la segunda mitad del año, 

particularmente entre los meses de mayo a octubre, que coincide con las temporadas 

reproductivas de 6 meses entre julio y diciembre descritas para C. articulatus por Abadia-

Chanona et al. (2018). Asimismo, en este periodo el pico máximo de IGS% ocurrió en julio 

2021, de manera similar ocurrió con los resultados reportados por Álvarez-García (2021) que 

indicó que en Sinaloa el IGS% de C. articulatus tuvo dos picos máximos en junio y agosto 

durante el periodo 2015-2016. Además, se asume que la temperatura superficial del mar, la 

intensidad de la radiación solar y el inicio de la época de lluvias propician directamente el 

inicio de la temporada reproductiva de C. articulatus 

Los valores obtenidos para el índice pedalsomático (IPS%) indican variaciones a lo 

largo del tiempo, se observaron dos picos antes de iniciar la reproducción (marzo 2021) y 
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durante la misma (junio 2021) de manera análoga a lo observado por Avila-Poveda (2013) 

con valores del IPS% de quitones adultos de C. articulatus observando tres picos en los meses 

de abril, junio y noviembre 2011 en Oaxaca; infiriendo que durante la reproducción algunos 

constituyentes del tejido muscular del quitón se movilizan a corto plazo para satisfacer las 

necesidades de nutrirse y obtener energía durante este periodo. Esto es importante, puede ser 

que se movilicen proteínas del pie para sostener la reproducción. 

Los resultados del factor de condición (K) indican que tiende a disminuir levemente 

a lo largo del periodo. En la primera mitad del año C. articulatus aprovecha la abundancia 

del alimento y se dedica a alimentarse para aumentar sus reservas de alimento, no invirtiendo 

energía en la reproducción ni en mantener su masa muscular; en la segunda mitad del periodo 

que coincide con las temporadas reproductivas el quitón disminuye su alimentación para 

dedicarse exclusivamente a reproducirse, ya que este proceso fisiológico requiere de un gran 

aporte de energía por parte del organismo.   

Estos resultados se asemejan a los reportados por Acosta et al. (2011) para el 

mejillón Perna viridis, que indicaron que el factor de condición presentó variaciones a lo 

largo del periodo experimental, con tres picos representativos en octubre y diciembre 2007 

y en febrero 2008, estos resultados mostraron una relación directa con el comportamiento 

de la gónada, indicando que durante esta etapa el mejillón P. viridis invirtió su energía en 

reproducirse. 

 

8.7. Potencial antioxidante en los tejidos  

 

8.7.1 Potencial antioxidante versus pigmento X1 en vísceras 

 

Los valores del potencial antioxidante en vísceras siguieron la misma tendencia de los valores 

obtenidos para el IVSM%. En contraste, el pigmento “X1” muestra sus valores más altos en 

la segunda etapa del periodo (verano-otoño). Esto coincide con lo explicado por Avila-

Poveda (2013), que menciona que C. articulatus antes de iniciar su reproducción se alimenta 

abundantemente. De esta manera, al alimentarse en mayor proporción se acumula mayor 

cantidad de pigmentos, principalmente carotenoides, que se caracterizan por poseer 

propiedades antioxidantes. 
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8.7.2 Potencial antioxidante versus cantaxantina en gónada 

 

En invierno-primavera fue el periodo donde se registraron altas concentraciones de 

cantaxantina (pigmento mayoritario) en gónada, teniendo un descenso en verano-otoño. El 

potencial antioxidante se comportó de manera inversa, los valores más altos se mostraron en 

verano-otoño, que coincide con la etapa reproductiva de C. articulatus.  

Las altas concentraciones de cantaxantina coinciden con la gónada inmadura del 

quitón, que se distingue por su color rojizo intenso en los machos y verde intenso en las 

hembras. Probablemente, durante este periodo se acumula selectivamente la cantaxantina 

para ser utilizada como una protección química durante la gametogénesis; en cambio, durante 

la vitelogénesis la gónada cambia a un color salmón-blanquecino en machos y verde-oliva 

en hembras disminuyendo dicha protección química (que coincide con las bajas 

concentraciones de cantaxantina) para posteriormente obtener una protección física, ya que 

en los ovocitos o espermatocitos maduros de los poliplacóforos se crea un “casco” que los 

recubre para protegerlos cuando son expulsados al medio. Lo anterior coincide con lo 

descrito por Kelly y Symonds. (2013) que indica que si los erizos de mar (equinodermos) 

poseen una gónada naranja-amarillenta es reflejo de un alto contenido de carotenoides, en 

caso contrario, una deficiencia en el color indica un bajo contenido de carotenoides en este 

tejido. De esta manera, en los erizos de mar se exhibe un patrón de agotamiento y reposición 

estacional de pigmentos en sus gónadas. Así también, un estudio realizado por Schneider et 

al. (2016) el cual analizó el contenido de carotenoides (principalmente astaxantina) en 

copépodos y su relación con la reproducción; encontraron dos periodos de bajas 

concentraciones de astaxantina a finales del invierno y fines del verano, que coinciden con 

un aumento en la tasa de carga de huevos de los copépodos en ese tiempo; posteriormente, 

se concentró la mayor acumulación de astaxantina durante la baja proporción de huevos, lo 

que demuestra que estos procesos estaban temporalmente separados. Schneider et al. (2016) 

sugiere que la acumulación de reservas de astaxantina se contrarresta por la inversión en la 

reproducción, así también indican que la acumulación de astaxantina se relaciona 

principalmente con el metabolismo de los lípidos. Posiblemente, la cantaxantina en la gónada 

de C. articulatus se esté comportando de la misma manera.  
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Sin embargo, a pesar de que se ha demostrado una movilización activa de 

carotenoides en las gónadas de invertebrados marinos, no se sabe a ciencia a cierta cuál es la 

función exacta que tienen los pigmentos en la reproducción. Goodwin (1950) menciona que 

existe una gran variedad de información disponible sobre la identificación de carotenoides 

en estructuras reproductivas pero que se sabe muy poco sobre su participación directa en la 

reproducción de los organismos. No obstante, este autor infiere que las posibles funciones 

sexuales que tienen los carotenoides son principalmente como hormonas de fertilización y 

de transferencia hacia los huevos como una garantía de que las larvas estarán debidamente 

equipadas para enfrentarse al medio exterior ante posibles depredadores (mimetismo) o para 

enfrentar a condiciones agrestes que no favorezcan su desarrollo, además los pigmentos con 

su capacidad antioxidante que evita la peroxidación de los lípidos en las gónadas de los 

organismos. Los pigmentos carotenoides intervienen de distintas maneras en el metabolismo 

de algunos invertebrados marinos, particularmente en la maduración de las gónadas y en el 

desarrollo embrionario (Zheng et al. 2012).  

Por lo tanto, se puede deducir que C. articulatus almacena excesivamente cantaxantina 

durante la gametogénesis que se lleva a cabo durante el invierno-primavera; en cambio, durante 

el verano-otoño dicha concentración disminuye drásticamente coincidiendo con la maduración 

de la gónada del quitón. Por lo tanto, no existió una correlación entre la concentración de 

cantaxantina y el IGS%, por lo que la cantaxantina en las gónadas inmaduras está teniendo una 

función probablemente como protección química interna, que no va a necesitar durante su 

maduración (bajas concentraciones de cantaxantina) pues en este periodo se genera una 

protección física externa (“egg hull”). Sin embargo, el potencial antioxidante se mantiene elevado 

durante el verano, probablemente fotoprotegiendo a la gónada durante el desove externo que 

realiza C. articulatus, es decir, mientras el quitón desova el potencial antioxidante protege a la 

gónada y sus reservas energéticas de las condiciones agrestes que caracterizan al intermareal 

rocoso de Barras de Piaxtla y los demás pigmentos que estén formando parte del potencial 

antioxidante se consuman en la gónada para ser transferidas a los huevos que van al medio 

externo con el fin de protegerlos químicamente. 

 

8.7.3 Potencial antioxidante versus cantaxantina en pie 
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Los resultados indican que en el pie de C. articulatus existe una mayor concentración de 

pigmentos antioxidantes y cantaxantina (pigmento mayoritario) antes de iniciar su reproducción; 

es decir, que los acumulan en el invierno-primavera para ser utilizados durante el verano-otoño. 

C. articulatus es un organismo ectotermo por lo tanto sus funciones están moduladas por factores 

ambientales como la temperatura (Begg 2005); de esta manera, la temperatura de su hábitat 

influirá directamente en sus funciones fisiológicas. 

Principalmente, C. articulatus lleva a cabo sus funciones de locomoción en las rocas del 

intermareal rocoso, que durante el verano-otoño esta zona de Barras de Piaxtla se caracterizó por 

tener altas temperaturas, una alta intensidad en el oleaje y alta irradiancia solar. Por lo tanto, con 

el fin de enfrentarse a estas condiciones de estrés ambiental, C. articulatus necesita de una 

protección especial en su tejido muscular que le permita moverse a través de su hábitat sin afectar 

su organismo. Por lo tanto, se puede relacionar que los pigmentos antioxidantes junto con la 

cantaxantina al tener funciones fotoprotectoras, posiblemente le estén otorgando protección a la 

masa muscular de C. articulatus ante condiciones estresantes como lo son las altas temperaturas, 

salinidad, desecación e irradiancia solar, (Peebles et al. 2018) de la zona intermareal de Barras 

de Piaxtla, Sinaloa. Lo anterior puede relacionarse con lo descrito por Paredes-Molina (2015) 

que menciona que los organismos que habitan las zonas intermareales son los más afectados por 

la exposición a la radiación ultravioleta (UV), esta exposición estaría incitando alteraciones en 

las bases de ADN, es decir causando un daño celular directo; sin embargo, una de las estrategias 

para contrarrestar este estrés es mediante la utilización de mecanismos exógenos fotoprotectores, 

como los pigmentos, que ayudan a minimizar el daño celular generado por la alta exposición a 

los rayos UV. 
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9. CONCLUSIONES  

 

1. En la zona intermareal rocosa de Barras de Piaxtla, Sinaloa durante el invierno 

2020-primavera 2021 se generaron las condiciones ambientales ideales (Chl-a y TSM) que 

provocaron un incremento en la productividad primaria y consecutivamente una mayor 

abundancia de alimento disponible para C. articulatus. 

2. Se encontraron diferencias en la composición de pigmentos entre tejidos, teniendo 

un gradiente de acumulación: la mayor cantidad de pigmentos se acumuló en vísceras, 

después en gónada y, por último, en el pie de C. articulatus.  

3. Dicha abundancia de alimento se relacionó con la diversidad de pigmentos 

encontrados en los tejidos (i.e. vísceras, gónada y pie) de C. articulatus. Lo que indica que 

las variaciones en las fuentes de alimento (y pigmentos) se relacionan directamente con las 

variaciones estacionales del ambiente. 

4. Este organismo se alimenta principalmente de micro- y macroalgas, cianobacterias 

y detritos (proveniente de materia orgánica y restos de crustáceos). Además, su alimentación 

es diversa a lo largo del año por lo que se concluye que C. articulatus tiene una estrategia de 

alimentación tipo generalista-oportunista y una dieta detritívora-omnívora. 

5. En C. articulatus no se observó una acumulación de pigmentos antioxidantes durante 

la maduración de la gónada, como ocurre en otros invertebrados marinos, sino por el contrario, 

se acumularon durante la formación de los gametos (gametogénesis).  

6. La acumulación de cantaxantina durante la gametogénesis de C. articulatus sugiere 

una protección química interna antioxidante, para posteriormente disminuir al incrementar la 

protección física externa (“egg hull”) durante la maduración de la gónada.  

7. La acumulación de pigmentos antioxidantes en el pie de C. articulatus, 

probablemente le permite contrarrestar el estrés ambiental (i.e. irradiancia solar) del 

intermareal rocoso en el que vive este organismo.  

8. Los resultados obtenidos en esta investigación contribuyen significativamente en 

el conocimiento de la nutrición y fisiología del quitón C. articulatus.  
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11. ANEXOS 

11.1. Productos derivados de la tesis  
 

Simposio: 

Prado-Padilla M, Hurtado-Oliva MA, Avila-Poveda OH (2021) Variación estacional en la 

composición de pigmentos en tejidos del quitón Chiton articulatus 

(Polyplacophora:Chitonida) en Barras de Piaxtla, Sinaloa, México. II Simposio 

Internacional de Investigaciones Acuícolas y Pesqueras, 16-19 de noviembre, San Blas, 

Nayarit, México. Formato virtual (https://www.uan.edu.mx/avisos/ii-simposio-

internacional-de-investigaciones-acuicolas-y-pesqueras) 
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