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INTRODUCCIÓN 

1. Anfibios 

La clase Amphibia fue el primer grupo de vertebrados que desarrolló patas y que consiguió salir 

del agua para conquistar la tierra. Aunque en ocasiones se considera a estos animales simples y 

primitivos, los anfibios muestran una gran diversidad de estrategias de supervivencia que les 

permiten ocupar gran parte de hábitats terrestres y de agua dulce. 

1.1. Historia y evolución de los anfibios 

La clase Amphibia se originó en el Devónico (Era Paleozoica), hace aproximadamente 350 

millones de años, y sufrió una gran diversificación durante el Carbonífero y el Pérmico, 

apareciendo por un lado los antepasados de los anfibios actuales y, por el otro, los animales que 

más tarde darán lugar a los reptiles. 

Los anfibios evolucionaron a partir de peces de aletas lobuladas (clase Sarcopterygii, orden 

Osteolepiformes), desarrollando adaptaciones fisiológicas importantes como pulmones, narinas 

internas y extremidades tipo quiridio, aunque el origen de los anfibios actuales sigue siendo 

controvertido. 

Según algunos autores, existieron cuatro grandes grupos de anfibios primitivos (Clack 2007). El 

primer grupo, orden Ichthyostegalia, incluye a los primeros animales que salieron del agua, 

dando lugar al resto de grupos de anfibios antiguos. Un segundo grupo, el clado Reptiliomorpha, 

contiene a los antepasados de los amniotas (reptiles, aves y mamíferos), y estaba formado por 

animales con adaptaciones más avanzadas para la vida en tierra, aunque seguían poniendo sus 

huevos en el agua y tenían formas larvarias con branquias (los primeros amniotas, que eran 

capaces de poner los huevos en tierra, no se independizaron del medio acuático hasta finales 

del Carbonífero). Finalmente, los otros dos grupos, ambos candidatos a ser los ancestros de los 

anfibios modernos, están formados por el orden Temnospondyli, el grupo más diverso de 

anfibios primitivos que sobrevivió hasta a principios del Cretácico, y orden Lepospondyli, 

animales primitivos que aparecieron a principios del Carbonífero y que desaparecieron a finales 

del Pérmico. 

Alternativamente, para explicar el origen de los anfibios se consideran tres subclases: 

Labyrinthodontia, Lepospondyli y Lissamphibia. De éstas, sólo la última tendría representantes 

vivos, con registros fósiles desde el Triásico (Era Mesozoica), hace aproximadamente 170 

millones de años. Las otras dos subclases, ya extintas hace millones de años, corresponden a los 

anfibios fósiles desde finales de la Era Paleozoica (Devónico) hasta principios de la Mesozoica 
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(Triásico). De éstos, los Labyrinthodontia fueron quienes dieron lugar a los primeros reptiles 

durante el Carbonífero (Era Paleozoica), hace aproximadamente 250 millones de años. 

Independientemente del origen inicial, los tres órdenes principales de la clase Amphibia se 

establecen durante el Triásico: Caudata o Urodelos (salamandras y tritones), Anura (ranas y 

sapos) y Gymnophiona (cecilias o ápodos). A lo largo del Jurásico y Cretácico aparece en el orden 

Anura el suborden Neobatrachia, que a finales de Cretácico - comienzo del Paleógeno dará lugar 

al desarrollo de Nobleobatrachia, donde se incluye la familia Bufonidae (Figura 1). Finalmente, 

a principios de la era Cenozoica todos los órdenes sufren su mayor diversificación (Roelants et 

al. 2007).  

Figura 1. Propuesta de clasificación global de anfibios basada en los trabajos de Frost et al. (2006) y otros. Sacado de 
http://www.livescience.com y http://www.amnh.org.  

 

http://www.livescience.com/
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Actualmente se conocen 7.530 especies pertenecientes a la clase Amphibia (Frost 2016), y 

siguen describiéndose especies nuevas. De ellas, 6.624 especies (57 Familias) son del orden 

Anura, 701 pertenecen al orden Caudata y 205 son del orden Gymnophiona (Ortega-Andrade et 

al. 2012; Jungfer et al. 2016). 

Su distribución es cosmopolita, exceptuando las regiones árticas y antárticas, los desiertos más 

áridos y la mayoría de las islas oceánicas, por la escasez de agua dulce y las dificultades de 

colonización. De esta forma, los anuros se distribuyen por todo el planeta, desde el trópico hasta 

las regiones subárticas (salvo la Antártida), con su máxima diversidad en los trópicos. Las 

salamandras, por otro lado, prefieren las zonas templadas del Hemisferio Norte, y las cecilias las 

zonas tropicales, a excepción de Australia, Madagascar y Nueva Guinea. 

1.2. Características y peculiaridades fisiológicas de los anfibios 

Los anfibios son vertebrados anamniotas, tetrápodos y ectotermos (regulan su temperatura a 

partir de la temperatura ambiental). Este hecho les hace ser muy vulnerables a variaciones en la 

temperatura ambiental y del agua, ya que ésta influye directamente en su desarrollo, 

crecimiento y ciclo reproductivo. De hecho, las variaciones latitudinales y altitudinales están 

relacionadas con variaciones en sus ciclos biológicos (Morrison et al. 2003). Por este motivo, no 

es de extrañar que las regiones con mayor diversidad de anfibios sean las zonas templadas o 

cálidas. 

Cuando las temperaturas bajan, los anfibios pueden hibernar, entrando en estado latente, 

reduciendo su actividad y ralentizando su metabolismo. Esta atenuación de funciones vitales 

también se puede dar en casos de sequía extrema o calor intenso, en cuyo caso recibe el nombre 

de estivación. 

Las adaptaciones fisiológicas y morfológicas que permitieron a los anfibios ancestrales adaptarse 

para vivir en la tierra son, en gran parte, sistemas fisiológicos simples y primitivos a partir de los 

cuales se desarrollaron y evolucionaron sistemas similares que observamos en animales 

superiores. Entre estas adaptaciones están el sistema respiratorio, con respiración branquial 

durante la fase larvaria y pulmonar al alcanzar el estado adulto; el aparato circulatorio, con doble 

circuito (arterial y venoso); el desarrollo de extremidades de tipo quiridio (esquema anatómico 

básico que, con algunas variantes, se repite en reptiles, aves y mamíferos); el desarrollo de 

órganos sensoriales, con una importante mejora en la visión, audición, olfato y tacto; y los 

sistemas muscular, esquelético, renal, nervioso y tegumento entre otros. Todas estas 

características hacen de los anfibios animales modelo útiles en estudios de los sistemas 

fisiológicos mencionados (Burggren et al. 2007). 
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Los anfibios son un buen bioindicador por la necesidad que tienen para su subsistencia tanto del 

medio acuático como del terrestre. Así, por un lado, su ciclo biológico les hace vulnerables a 

alteraciones producidas tanto en medios acuáticos como en medios terrestres. Por otro lado, su 

piel es muy sensible a contaminantes disueltos en el agua, a la lluvia ácida o a las radiaciones 

(Freda 1991; García-Muñoz et al. 2009, 2010). 

1.3. Reproducción y metamorfosis 

Los anfibios son dioicos, es decir, poseen sexos separados, y con frecuencia presentan 

dimorfismo sexual en forma de diferencias en el tamaño de los individuos (la hembra suele ser 

mayor que el macho), en la coloración, en la habilidad para emitir ciertos sonidos o en los 

órganos reproductores. 

En anfibios la determinación del sexo es genética, lo que implica que la diferenciación gonadal 

se pone en marcha por un interruptor genético (bien por un gen localizado en el cromosoma 

específico de sexo, o por la diferencia de dosis de genes entre el sexo homogamético y el 

heterogamético). 

En función de la constitución genética del individuo, la gónada se diferenciará como ovario o 

como testículo. Existen, sin embargo, casos curiosos en los que la diferenciación gonadal resulta 

de especial interés. Este es el caso de los individuos de la familia Bufonidae (excepto en el género 

Melanophryniscus), que tanto los machos como las hembras poseen un pequeño ovario 

rudimentario, llamado órgano de Bidder, localizado en la región craneal de la gónada y que 

contiene ovocitos no funcionales. En ausencia de la gónada, el órgano de Bidder puede 

desarrollarse como un ovario funcional, independientemente del sexo genético del individuo, 

convirtiéndose el individuo en una hembra fértil. Esta particularidad hace que los animales de la 

familia Bufonidae sean de especial interés en estudios relacionados con la evolución y el 

desarrollo del sistema reproductor y la determinación de sexo (Farias et al. 2002; Falconi et al. 

2007; Scaia et al. 2011). 

Independientemente de la presencia de un gen determinante del sexo en anfibios, el sexo 

gonadal de algunas especies puede cambiar en función de factores externos como la 

temperatura, la presencia de hormonas, etc. Así, en algunas especies las temperaturas extremas 

pueden causar reversión sexual (Wallace et al. 1999). Esto es lo que ocurre en Pleurodeles waltl, 

donde altas temperaturas pueden producir masculinización, o en Bufo vulgaris, donde las 

temperaturas bajas causan feminización (Wallace et al. 1999). 
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Otro factor que afecta a la diferenciación sexual son las hormonas. En general, los renacuajos 

de las familias Ranidae e Hylidae producen individuos de sexo masculino cuando son tratadas 

con testosterona o con altas concentraciones de estradiol (el estradiol a dosis bajas a veces 

causa una feminización leve o temporal). En la mayoría de anfibios y en urodelos, sin embargo, 

el tratamiento con estradiol produce individuos de sexo femenino, mientras que la testosterona 

normalmente reprime el desarrollo de las gónadas. El efecto del tratamiento hormonal puede 

ser temporal (reversión sexual temporal), como ocurre en Bufo americanus, donde un 

tratamiento con estradiol da lugar a una población femenina que, al cesar el tratamiento, se 

convierte en una población de machos e individuos indiferenciados (debidos al efecto del 

tratamiento, que causa la supresión del crecimiento de oviducto y la esterilidad en las hembras 

y, por tanto, una baja tasa de hembras fértiles) (Wallace et al. 1999). 

El periodo reproductivo habitualmente coincide con la llegada de las estaciones lluviosas. Sin 

embargo, el inicio del periodo reproductor puede ser muy variable a lo largo del rango de 

distribución de la especie. Por ejemplo, en Bufo bufo y Epidalea calamita puede ir desde 

diciembre, en algunas áreas meridionales, hasta mayo o junio en la alta montaña del centro y 

norte de la Península Ibérica. 

Durante el periodo reproductivo los anfibios se agrupan y muestran una alta filopatría, 

retornando a los mismos lugares de puesta año tras año. Por este motivo los animales pueden 

recorrer varios kilómetros desde sus zonas de hibernación hasta sus lugares de cría habituales. 

Los machos son los primeros en acercarse al lugar de reproducción y suelen emitir vocalizaciones 

para atraer a las hembras. La fecundación es externa en medio acuático (anuros), aunque hay 

casos de reproducción interna (caudata), en su mayor parte ovíparos. Durante la fecundación 

externa, tanto el macho como la hembra descargan sus gametos en el agua, donde se unen para 

formar los embriones. Para asegurar el éxito de la reproducción es importante que la liberación 

de los gametos tenga lugar de manera simultánea. Es por ello que en muchas especies de sapos 

y ranas el macho se aferra fuertemente a la hembra con sus extremidades anteriores, provistas 

de callosidades especiales que proporcionan mejor adhesión. Esta forma de acoplamiento para 

la reproducción se denomina amplexo, es característica de anuros, y permite a la hembra liberar 

sus huevos al tiempo que el macho deposita sus espermatozoides. 

Para realizar las puestas los anfibios prefieren masas de agua profunda, estable, duradera y con 

vegetación acuática. En zonas montañosas también utilizan charcas pequeñas y arroyos, 

siempre que sean estables. Sin embargo, en zonas áridas del sur son capaces de aclimatarse a la 

temporalidad de los medios acuáticos disponibles (Kulkarni et al. 2011; Gomez-Mestre et al. 
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2013). En este sentido, algunos anfibios, como Pelobates cultripes, pueden acortar su periodo 

de desarrollo larvario hasta un 30% cuando hay desecación del medio acuático. Esta plasticidad 

conlleva, sin embargo, importantes costes biológicos para los animales, como una disminución 

considerable del tamaño del animal, o un elevado estrés oxidativo debido a la aceleración de su 

metabolismo. Por todo ello, la destrucción de las zonas acuáticas de reproducción de anuros, el 

gran problema de la Península Ibérica debido a sequias prolongadas o a la desecación de los 

pantanos, resulta impactante para las poblaciones de anuros. 

Las puestas están formadas por multitud de pequeños huevos cubiertos por una o varias 

membranas que los protegen, unidos todos ellos entre sí por una sustancia gelatinosa. El 

proceso que sufren las larvas hasta llegar a la fase adulta se denomina metamorfosis y se puede 

dividir en tres etapas. La primera consiste en el crecimiento del individuo, durante la segunda se 

desarrollan las extremidades posteriores y en la tercera se produce la transformación de la larva 

en un individuo juvenil. 

Las larvas de anuros sufren una metamorfosis bastante compleja que transforma un renacuajo 

de vida acuática en un adulto de vida terrestre. Por este motivo, durante la metamorfosis deberá 

perder las branquias y adquirir pulmones, además de tener que adaptar otras estructuras 

corporales a su nuevo hábitat. En general este proceso dura de tres a cinco meses, aunque es 

posible detenerla artificialmente. 

Las larvas son bastante diferentes entre especies, pero reúnen algunas características comunes. 

Inicialmente todas dependen de las reservas de nutrientes que les aporta el vitelo. Cuando éste 

se agota, la larva deberá ser capaz de alimentarse por sí misma a partir del medio acuático donde 

se desarrolla. En todos los casos se trata de formas móviles que necesitan vivir en agua y que 

respiran mediante branquias y respiración cutánea. 

1.4. Declive anfibio 

Desde los años 50 se observa un declive dramático en las poblaciones de anfibios de todo el 

mundo, caracterizado por colapsos de poblaciones y extinciones masivas localizadas. Este 

declive se ha vuelto más lento en los últimos 30-35 año, pero sigue siendo continuado, con una 

desaparición global, incluso en áreas de menor influencia humana (Blaustein et al. 1990). Según 

los últimos datos de la UINC Red List, el 32% de especies de anfibios (unas 2.063) se encuentran 

amenazadas o en peligro de extinción. Además, el 43% de las poblaciones están en recesión, por 

lo que el número de especies amenazadas puede aumentar en el futuro. Solo un 24% de las 

poblaciones se encuentran estables, y únicamente el 1% muestran crecimiento. Hasta la fecha 

se han extinguido alrededor de 160 especies, unas 120 no han sido documentadas en estado 
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salvaje en los últimos años, y no hay datos suficientes que permitan determinar con precisión el 

estado del 25% de las especies. Los últimos datos indican que el declive sigue aumentando, y se 

plantea considerarlo una extinción masiva de anfibios (Wake et al. 2008; Butchart et al. 2010). 

El declive anfibio afecta a miles de especies en todo tipo de ecosistemas, y constituye una de las 

amenazas más críticas a la biodiversidad global, ya que este grupo representa un escalón 

importante en la cadena trófica. Existen numerosas hipótesis para explicar el origen de este 

declive y, aunque su origen es global, debe estar causado por varios factores que amenazan a 

poblaciones de anfibios en mayor o menor grado. Las principales amenazas descritas son: 

 Destrucción, modificación y fragmentación del hábitat (impacta en el 90% de las 

especies). Entre las causas más importantes están: la desecación de las tierras húmedas 

o la construcción de barreras que dificultan los desplazamientos reproductores anuales; 

la desecación de charcas, humedales y áreas encharcadas a causa de la 

sobreexplotación de los acuíferos; el desarrollo urbano que conlleva la eliminación de 

masas de agua; muertes por atropello; los incendios forestales; la agricultura intensiva; 

la desaparición de riberas naturales y ribazos (Cushman 2006). 

 Contaminación química, agropecuaria y urbana-industrial de aguas dulces, charcas y 

lagunas, que acumulan pesticidas (herbicidas e insecticidas), fertilizantes (nitratos y 

nitritos) o sufren el efecto de la lluvia ácida, haciendo que súbitamente mueran las 

larvas, se disminuya o se distorsione su desarrollo y aumente la incidencia de 

enfermedades infecciosas. También tienen una influencia negativa muchos 

fitosanitarios e insecticidas de aplicación directa sobre especies de la cadena trófica de 

los anfibios. 

 Cambio climático; modificaciones de temperatura y precipitación, que alteran los 

microclimas y afectan a patrones reproductivos de los anfibios. 

 Aumento de la radiación ultravioleta (UV-B) que daña la piel de los adultos y afecta a la 

viabilidad y desarrollo de huevos y larvas. 

 Comercio con las especies de coloración más llamativa; muerte directa producida por 

su ancestral mala fama, uso en rituales o en juegos. 

 Pesca y captura; ya sea como deporte o como alimento, provocando como 

consecuencia indirecta un excesivo desarrollo de mosquitos y plagas asociadas. 

 Introducción de especies foráneas para favorecer la pesca deportiva (salmónidos, 

cangrejos y galápagos), que representan un gran problema para los anfibios, pues 

favorecen la depredación excesiva de adultos, larvas y puestas, la competencia trófica 

y la transmisión de enfermedades. 
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 Enfermedades infecciosas emergentes: por iridovirus, muy contagiosas y mortales; por 

bacterias como Aeromonas hydrophila, que en grandes concentraciones provoca 

mortalidades en masa de adultos y larvas; por protistas del genero Saprolegnia, que 

causan gran mortandad de huevos y larvas de anfibios; y por el hongo Batrachochytrium 

dendrobatidis, que provoca la quitridiomicosis, causante de la muerte masiva de 

anfibios en todo el mundo. 

1.5. Anfibios en la Península Ibérica y en las Islas Baleares 

En la Península Ibérica habitan treinta y tres especies de anfibios de los órdenes Anura y 

Caudata. Existen representantes de las familias Salamandridae (Caudata), Alytidae, Pelobatidae, 

Pelodytidae, Bufonidae, Hylidae y Ranidae (Anura). De las 33 especies, tres se consideran 

introducidas (Discoglossus pictus, Bufotes balearicus, Lithobates catesbeianus), aunque 

actualmente existen poblaciones estables de éstas. De las restantes, 15 especies son endémicas 

de la Península Ibérica, 1 es endémica de las Islas Baleares (Palma de Mallorca) (Alytes 

muletensis) y 5 son de distribución más amplia (Península Ibérica, sur de Francia y norte de 

África). De todas las especies presentes en España, 6 se consideran amenazadas según UINC Red 

List (Vié et al. 2009). 

Las tres especies de la familia Bufonidae presentes en España son Bufo bufo1 o sapo común, 

Epidalea calamita2, comúnmente conocido como sapo corredor o sapo verde y Bufotes 

balearicus3 o sapo balear. 

B. bufo se distribuye por Asia noroccidental, pequeñas regiones del noreste africano, y por toda 

Europa salvo Irlanda, Islandia y algunas islas mediterráneas. En la Península Ibérica B. bufo (ssp 

spinosus) se extiende por el sur hasta el noroeste de África, y por el norte hasta el suroeste de 

Francia, quedando aún por determinar la zona de separación de las otras subespecies de B. bufo. 

Ocupa todos los hábitats, desde las áreas termomediterráneas hasta la alta montaña del área 

crioromediterránea, y aparece sobre cualquier substrato geológico, desde el nivel del mar hasta 

los 2.600 m en los Pirineos. 

E. calamita se encuentra ampliamente distribuida por toda Europa, desde la Península Ibérica 

hasta Bielorrusia y el oeste de Ucrania. El límite norte de su distribución está en el Reino Unido, 

                                                           
1 Actualmente se propone la denominación B. bufo ssp spinosus o B. spinosus. 

2 Anteriormente conocida como Bufo calamita. 

3 Previamente conocida como Bufo balearicus o Pseudepidalea balearicus. 
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el sureste de Irlanda y el sur de Suecia, mientras que el límite por el sur está en el norte de 

Austria y Eslovaquia, corriendo al pie de los Alpes. 

B. balearicus, la especie menos estudiada, es autóctona de Palma de Mallorca, aunque parece 

tener una estrecha relación filogenética y evolutiva con Bufo viridis. 

1.6. Estado actual de la taxonomía de la familia Bufonidae 

La clasificación actual de la clase Amphibia resulta bastante polémica. Prueba de ello es que los 

anfibios son uno de los grupos animales con mayor actividad taxonómica. De hecho, a lo largo 

del desarrollo de esta tesis doctoral la nomenclatura y clasificación taxonómica de la familia 

Bufonidae, con 589 especies, ha cambiado 4 veces. 

Se ha discutido mucho sobre el origen monofiletico o parafiletico de familia Bufonidae, aunque 

la mayoría de autores coinciden en que se trata de una gran familia taxonómica de origen 

monofiletico. Sin embargo, sus taxones más pequeños necesitan ser revisados por no estar muy 

claro el origen monofiletico o parafiletico de éstos (Graybeal 1997; Pramuk et al. 2008; Van 

Bocxlaer et al. 2010). 

Los primeros cambios producidos en la taxonomía implicaban clasificar a numerosos géneros de 

este taxón como subgéneros (Smith et al. 2006), dejando el género Bufo restringido a aquellas 

especies inicialmente consideradas dentro del grupo Bufo bufo (Frost et al. 2006). Esto ocasionó 

que numerosas especies fueran excluidas de este género, quedando en el limbo taxonómico de 

“Bufo” a la espera de su asignación a un género. 

A continuación, se describirán los principales cambios en la taxonomía de la familia Bufonidae 

que han afectado a las especies que se han utilizado en este trabajo. 

1.6.1. Bufo bufo 4 

Tradicionalmente se ha considerado que todas las poblaciones de B. bufo pertenecen a la misma 

especie, aunque sea posible diferenciar poblaciones utilizando microsatélites y marcadores 

mitocondriales. De hecho, se han encontrado similitudes entre algunas poblaciones de la 

Península Ibérica y poblaciones de las islas Británicas (Martínez‐Solano et al. 2008; Beukema et 

al. 2013). Sin embargo, existen autores que consideran la existencia de distintos linajes 

evolutivos de B. bufo, entre los que distinguen el linaje Ibérico, considerándolo como una 

subespecie de B. bufo (B. bufo ssp. spinosus frente a B. bufo ssp. bufo) (Garcia-Porta et al. 2012). 

Hoy día se vislumbra un nuevo cambio, ya que algunos autores consideran que los B. bufo de la 

                                                           
4 En este trabajo se ha utilizado el nombre Bufo bufo, especificando la procedencia geográfica. 
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península Ibérica pertenecen a una especie: Bufo spinosus, diferente de Bufo bufo, y se propone 

una posible zona de contacto para ambas especies, a pesar de no estar clara la distribución 

geográfica de ambos taxones (Schneider et al. 2004; Recuero et al. 2012; Arntzen et al. 2013a; 

Arntzen et al. 2013b). 

1.6.2. Bufotes ssp. 5 

Tradicionalmente se ha considerado que las especies de este género pertenecían al grupo Bufo 

viridis. Sin embargo, en su revisión sobre la clasificación de los anfibios, Frost et al. (2006) 

proponen situarlas en un nuevo género, Pseudepidalea, debido a la distancia genética que 

presentan con Epidalea calamita, especie con la que previamente se había asumido un 

parentesco monofiletico basado en las distribuciones geográficas de individuos diploides y 

triploides (Borkin et al. 2000). 

El debate sobre la clasificación de este grupo puede resumirse en tres posturas: algunos autores 

defienden la existencia de una relación estrecha entre estos sapos y el género Bufo (Smith et al. 

2006; Speybroeck et al. 2010); otros autores proponen situarlos alejados filogenéticamente 

tanto del genero Bufo, como del genero Epidalea (Van Bocxlaer et al. 2009; Van Bocxlaer et al. 

2010); finalmente, también se propone su posible relación con el género Schismaderma (Pyron 

et al. 2011). Actualmente se plantea recurrir al antiguo nombre genérico propuesto por 

Rafinesque en 1815, Bufotes, considerándolo como un género nuevo (Dubois et al. 2010). 

1.6.3. Epidalea calamita 6 

En el año 1882 esta especie fue catalogada como bufónido, sinónimo de Bufo (Boulenger 1966). 

Sin embargo, en 2006 se proponen dos nuevas clasificaciones: situar a este anfibio en un género 

nuevo, Pseudoepidalea, junto con algunas especies del género Bufotes (Stöck et al. 2006). 

Alternativamente, se propone dejar a esta especie como único representante del genero 

Epidalea (Smith et al. 2006). 

La posición de este género dentro de la familia Bufonidae tampoco está clara. Hay autores que 

lo consideran un taxón próximo a Bufo (Van Bocxlaer et al. 2009; Van Bocxlaer et al. 2010; I. 

2014), si bien hay trabajos que sugieren que el género Epidalea está más próximo al género 

Leptophryne que a Bufo (Pyron et al. 2011). 

                                                           
5 En este trabajo se ha utilizado el nombre Bufotes ssp. 

6 En este trabajo se ha utilizado el nombre Epidalea calamita. 
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1.6.4. Barbarophryne brongersmai 7 

Desde que fue descrita por Hoogmoed (1972), se consideró que esta especie pertenecía al 

género Bufo. A partir de 2009 su clasificación está menos clara. Inicialmente se propuso su 

inclusión en el género Pseudepidalea (Frost 2009), aunque posteriormente se propone crear el 

género Barbarophryne para incluirla (Beukema et al. 2013), siendo por tanto, la única 

representante de dicho género.  

1.6.5. Duttaphrynus melanostictus 8 

Desde el año 1931 existen trabajos que reportan la presencia de este sapo en distintas regiones 

de Asia, si bien en cada caso se utiliza una nomenclatura diferente. También conocida como 

Bufo melanostictus de Nepal (Anders et al. 2002), a partir del año 2000 comienzan a proponerse 

distintos géneros para clasificar a esta especie. Así, se sugiere que se encuentra alejada del 

genero Bufo y se propone situarla en el género Duttaphrynus (Frost et al. 2006), que debe ser 

un subgénero de Bufo (Smith et al. 2006); que esta especie es próxima al género Pelophryne 

(Matsui et al. 2007), o que debe estar situada junto con Schismaderma y Phrynoidis (Pramuk et 

al. 2008). En los últimos años se han publicado evidencias moleculares sobre la proximidad del 

genero Duttaphrynus con Xanthophryne, situándolo en el mismo grupo parafiletico que el 

género Bufotes (Van Bocxlaer et al. 2010; Pyron et al. 2011). 

1.6.6. Rhinella marina 9 

Originalmente todas las especies del género Rhinella estaban incluidas en el género Bufo, por lo 

que en la mayoría de los artículos que se refieren a esta especie aparece como Bufo marinus de 

Sudamérica. Las primeras propuestas de separar a los Bufos de Ecuador y Perú del resto de 

bufónidos son del año 2003 y se apoyan en filogenias moleculares de los Bufos de América 

(Pramuk et al. 2003; Pauly et al. 2004). Inicialmente se propuso separarlos en dos géneros 

parafiléticos: Chaunus y Rhamphophryne, que posteriormente fueron considerados sinónimos 

de Rhinella (Kwet et al. 2006; Pramuk 2006). A partir de entonces se han propuesto varias 

clasificaciones para el género Rhinella (Pramuk 2006). Así, ha sido considerado tanto como 

subgénero del género Bufo (Van Bocxlaer et al. 2010), como un género independiente (Maciel 

et al. 2010). 

Rhinella marina es una especie ampliamente distribuida por América central y del sur, desde 

donde se introdujo en numerosas islas del pacifico, en Australia, en Japón, etc. Dado que hoy 

                                                           
7 En este trabajo se ha utilizado el nombre Barbarophryne brongersmai. 

8 En este trabajo se ha utilizado el nombre Duttaphrynus melanostictus. 

9 En este trabajo se ha utilizado el nombre Rhinella marina. 
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día es difícil distinguir poblaciones y subespecies de esta especie, se considera más un grupo 

(grupo Rhinella marina) que una única especie. 

1.6.7. Amietophrynus arabica 10 

Inicialmente se conocía a esta especie como Bufo arabicus o Bufo orientalis (Dubois et al. 1999) 

o, incluso, como especie del grupo de Bufo viridis. A partir del año 2000 se cuestiona su 

pertenencia al grupo de Bufo viridis (Stöck et al. 2001) y es excluida del género Bufo (Frost et al. 

2006), pero no se coloca en ningún otro género. Portik et al. (2015), basándose en estudios 

filogenéticos y moleculares, proponen situar a esta especie en el género Amietophrynus debido 

a su proximidad con otras especies de este género. Posteriormente, sin embargo, se ha 

propuesto cambiar el nombre del genero Amietophrynus por Sclerophrys (Ohler et al. 2016). 

2. Estudios citogenéticos y moleculares en Anfibios 

Los anfibios, a pesar de ser uno de los grupos de animales más antiguos de la Tierra y de haber 

logrado superar cuatro extinciones masivas (Wake et al. 2008), han sido poco estudiados si se 

les compara con otros grupos de vertebrados. 

Sobre los anfibios se conoce bastante bien su fisiología, son de fácil mantenimiento en 

cautividad, la fecundación y el desarrollo son externos y puede analizarse el efecto de distintos 

compuestos simplemente adicionándolos al agua (Browne et al. 2006; Pérez et al. 2009). 

A pesar de todas estas ventajas, los análisis citogenéticos y moleculares en especies de este 

grupo siguen siendo escasos. Por ejemplo, si se compara la información existente en bases de 

datos de secuencias sobre mamíferos con la que existe sobre anfibios, la diferencia entre ambos 

grupos es notable (Pruitt et al. 2014). De hecho, para mamíferos existen 136 proyectos genoma, 

33 de ellos terminados y ensamblados en cromosomas, mientras que en anfibios solo existen 4 

proyectos genoma, dos como versión preliminar (Ambystoma mexicanum (Keinath et al. 2015) 

y Nanorana parkeri (Sun et al. 2015)) y dos completos (Xenopus tropicalis (Hellsten et al. 2010) y 

Xenopus laevis (Session et al. 2016)). 

2.1. Bandeos cromosómicos 

En los años 80s y principio de los 90s se realizaron importantes aportaciones a las descripciones 

cromosómicas de muchas especies de anuros y salamandras utilizando distintas técnicas de 

bandeo cromosómico, (ver la serie “Chromosome banding in Amphibia” publicada por M. 

Schmid y diversos colaboradores en “Chromosoma” y “Cytogenetic and Genome Research”). 

                                                           
10 En este trabajo se ha utilizado el nombre Amietophrynus arabica. 
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Estos trabajos permitieron distinguir citogenética y molecularmente familias, géneros y especies 

de anfibios. 

Las principales técnicas de bandeo cromosómico utilizadas en este grupo son: 

 Bandas G: Los cromosomas se digieren de manera controlada con tripsina para ser 

posteriormente teñidos con Giemsa. Las bandas G (oscuras) se replican más tarde en la 

fase S, son regiones ricas en A+T, y contienen cromatina más condensada y menos activa 

transcripcionalmente. Las bandas R (claras) suelen replicarse temprano en la fase S, 

están menos condensadas y suelen ser regiones ricas en G-C. 

 Bandas Q: El tratamiento es similar al del bandeo G, salvo por el hecho de que los 

cromosomas se tiñen con un colorante fluorescente, la quinacrina (Q) (a veces pueden 

utilizarse otros compuestos fluorescentes como la cromomicina A o el DAPI). Con esta 

técnica de bandeo las regiones ricas en AT presentan fluorescencia positiva, mientras 

que las regiones ricas en GC son menos fluorescentes. 

 Bandas C: los cromosomas se tratan con una solución alcalina (NaOH o (Ba)₂OH), se 

lavan en solución salina caliente y se tiñen con Giemsa. Con esta técnica se identifican 

regiones de heterocromatina constitutiva, que corresponden principalmente a 

secuencias de ADN altamente repetitivas. Las bandas C positivas se encuentran 

principalmente en centrómeros, en telómeros, en el ADN satélite y, en ocasiones, en 

constricciones secundarias como las NORs (Regiones Organizadoras Nucleares). 

 Tinción Ag-NOR: mediante esta técnica se tiñen las NOR activas, debido a la afinidad de 

las proteínas asociadas a estas regiones por el nitrato de plata. La tinción con plata no 

es exclusiva de las regiones NOR, ya que la plata también puede presentar afinidad por 

otras proteínas ácidas (no histonas) responsables de señales positivas distintas de las 

NOR (Haaf et al. 1984). 

2.1.1. Bandeo G, bandeo Q y bandeo C en anfibios 

En urodelos las bandas G, Q y C coinciden a menudo (Birstein 1982), mientras que en anuros no 

suelen identificarse patrones claros de bandas G o Q (Schmid 1978). 

Se ha propuesto que la ausencia de bandas G en anfibios se debe a que las proteínas eliminadas 

con el tratamiento se distribuyen uniformemente a lo largo de los cromosomas. De este modo, 

las estructuras cromoméricas son más susceptibles al ataque de agentes desnaturalizantes que 

en los cromosomas de mamíferos (Birstein 1981). Otros autores proponen que la ausencia de 

bandas G se debe al alto grado de espiralización de los cromosomas de anfibios, que haría que 



INTRODUCCIÓN 
 

 
14 

 

las bandas G se colocasen tan próximas entre sí en estos cromosomas que no se podrían 

distinguir al microscopio óptico (Greilhuber 1977; Schmid 1978; Aleksandrovskaya et al. 1979). 

Las bandas Q son dependientes del estado de condensación de los cromosomas. Así, cuanto más 

contraídos estén los cromosomas, más uniformemente se distribuye la fluorescencia y menos 

evidentes son las bandas. Según esto, la falta de bandas Q en los cromosomas de anuros podría 

atribuirse al grado de condensación de los cromosomas en metafase. Existen algunas 

excepciones a la ausencia de bandas Q en anuros. Este es el caso de la especie X. mulleri, en la 

que mediante bandeo Q es posible identificar el satélite AT, que constituye el 4% del genoma 

total de esta especie (Pardue 1974). 

La mayoría de anfibios estudiados presentan bandas C positivas centroméricas en casi todos los 

cromosomas, algo que no es de extrañar dado que el bandeo C pone de manifiesto la presencia 

de regiones heterocromáticas, que suelen asociarse a la presencia de ADN satélite (Obara et al. 

1975; Schmid 1978; Birstein 1981). Con el tratamiento adecuado también es posible observar 

bandas C en los telómeros de la mayoría de cromosomas, además de una señal positiva asociada 

a la constricción secundaria en la que se localiza la NOR. En algunas especies también se han 

observado 1 a 5 bandas intersticiales, responsables de la variación cariotípica intra- e inter- 

especifica observada. 

El empleo combinado de un tratamiento con (Ba)₂OH (bandeo C) y una tinción posterior con 

quinacrina (bandeo Q) permite mejorar la resolución de las bandas de heterocromatina 

constitutiva terminales e intersticiales (Schmid 1978). De este modo se han encontrado bandas 

C que coinciden con las bandas Q heterocromáticas en la constricción secundaria y en los 

telómeros de algunas especies de las familias Bufonidae e Hylidae de (Schmid 1978). 

Las comparaciones entre bandas Q y C en la familia Bufonidae muestran, con algunas 

excepciones, que las regiones heterocromáticas fluorescentes siempre son C-positivas. Las 

excepciones (B. terrestris, con una banda Q intersticial en el brazo largo del cromosoma 7 y B. 

viridis, con 2 bandas intersticiales en ambos brazos del cromosoma 9) pueden deberse a que el 

bandeo C no proporcione suficiente resolución por tratarse de bandas intersticiales muy 

pequeñas. 

En general, las especies de bufos de Norte-América presentan heterocromatina fluorescente en 

las regiones teloméricas de los cromosomas 7 a 11, mientras que entre las especies europeas 

esto solo ocurre en B. viridis y en las africanas se observan bandas intersticiales en los 
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cromosomas medianos y pequeños y, a veces, una banda telomérica en la pareja 10 en la especie 

B. mauritanicus. 

2.1.2. Tinción Ag-NOR en anfibios 

Las NOR suelen ser muy conservadas en número, normalmente en una pareja cromosómica, 

pero no así en la posición, que suele ser muy variable entre especies del mismo géneros (Schmid 

1978). La variación intraespecífica también es posible, habiéndose descrito polimorfismos 

intraespecíficos en la posición y en el número de las NORs (Schmid 1978). 

Si las NORs se localizan en los cromosomas sexuales, los polimorfismos para el tamaño de las 

NORs pueden estar ligados a los cromosomas sexuales. Por ejemplo, en B. buergeri y en R. 

marina las diferencias en el tamaño y la posición de las NORs, respectivamente, parecen estar 

ligadas a los cromosomas sexuales (Schmid et al. 1993; Abramyan et al. 2009). 

Las regiones Ag-NOR también pueden estar asociadas a heterocromatina constitutiva C positiva, 

como ocurre en la familia Bufonidae. Si se tiene en cuenta que en el género Bufo las rupturas 

cromosómicas ocurren preferentemente en las regiones de heterocromatina constitutiva, esta 

asociación podría explicar por qué las NORs en la familia Bufonidae están flanqueadas por 

bloques de heterocromatina, (Bogart 1980). 

2.2. Cariotipos en la familia Bufonidae 

En anfibios existe una tendencia evolutiva hacia la adquisición de cariotipos de cromosomas 

meta- y submetacentricos con un bajo número de cromosomas (Morescalchi 1973; Morescalchi 

1977). 

Los sapos de la familia Bufonidae, dada su amplia distribución, pueden agruparse por regiones 

geográficas en americanos, europeos, africanos y asiáticos. Los cariotipos de estas especies, 

independientemente de la región geográfica a la que pertenezcan, presentan algunas 

características comunes: 

- El cariotipo es muy conservado, con 2n=22 cromosomas (Beccari 1926; Makino 1932; 

Volpe et al. 1968; Odierna et al. 2007; Baraquet et al. 2011; Al-Shehri et al. 2012). Son 

excepciones el género Amietophrynus (Sclerophrys), con un número de cromosomas 

que puede variar entre 2n=20, 40 o 44 según la especie, y B. viridis, que puede ser 

diploide, triploide o tetraploide (Stöck et al. 1999; Stöck et al. 2002). 

- Las 11 parejas cromosómicas se pueden dividir en dos grupos: 6 pares grandes y 5 

pequeñas. Las parejas grandes contienen el 80% del genoma total y las pequeñas el 20% 

restante (Kuramoto 1990). 
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- La tinción con plata revela que todas las especies analizadas de esta familia tienen una 

única pareja de cromosomas portadora de NOR. Esto es cierto también en B. viridis 

tetraploides, debido a la re-diploidizacion de las NORs (Stöck et al. 2002; Odierna et al. 

2004). La posición de las NORs, sin embargo, es variable entre especies. Los sapos 

americanos, por ejemplo, tienen la NOR en el brazo corto de la pareja 7, y en la mayoría 

de ellos no hay heterocromatina asociada a las NORs (exceptuando R. ictericus (Azevedo 

et al. 2003)). En los sapos asiáticos, por otro lado, la posición de la NOR depende de la 

especie y puede estar localizada en la pareja 6 (B. viridis), en la pareja 5 (B. latastii), o 

en la o pareja 7 (D. melanostictus) (Stöck et al. 2001; Odierna et al. 2004; Saba et al. 

2014). Finalmente, en los sapos europeos las parejas portadoras de NOR son la 6 (B. 

bufo) y la 11 (E. calamita) (Schmid 1978). También es frecuente la existencia de 

polimorfismos para el tamaño de la NOR, que pueden deberse a diferencias en la 

actividad de cistrones ribosomales (Amaro-Ghilardi et al. 2008), o a diferencias reales 

en el tamaño de éstos (Abramyan et al. 2009). 

La tinción Ag-NOR y el bandeo C y permiten identificar polimorfismos en especies, subespecies 

o poblaciones relativos a estas características citogenéticas (Birstein et al. 1982; Foote et al. 

1991; Miura 1995; Spasic-Boskovic et al. 2000; Gigantino et al. 2002). Esto hace de estas técnicas 

una herramienta fácil, útil como primera aproximación a la hora analizar especies, subespecies 

o poblaciones de anfibios. 

2.3. Cromosomas sexuales 

Los cromosomas sexuales se originan a partir de autosomas (Ohno 2013), pero difieren en la 

información genética que portan ya que son diferentes en ambos sexos, y activan o reprimen la 

diferenciación gonadal específica de un sexo. 

El sexo heterogamético produce dos tipos de gametos, cada uno con un cromosoma sexual 

diferente, mientras que el sexo homogamético produce un solo tipo de gametos. A los 

cromosomas sexuales de las especies con heterogamia masculina se les llama X e Y (las hembras 

son XX y los machos son XY). A los cromosomas sexuales de las especies con heterogamia 

femenina se les llama Z y W (los machos son ZZ, mientras que las hembras son ZW). 

La presencia de ambos tipos de heterogamia en anfibios sugiere que los cromosomas sexuales 

evolucionaron varias veces en este linaje (Ogata et al. 2008). De hecho, los cromosomas sexuales 

están todavía en el proceso activo de evolución. Prueba de ello es la coexistencia de ambos 

sistemas de cromosomas sexuales en la especie Rana rugosa, en la que es posible encontrar 

poblaciones con cromosomas ZZ/ZW heteromórficos, o con cromosomas XX/XY homo- o 
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heteromórficos (Nishioka 1993, Miura 1998). Otro ejemplo interesante lo proporciona la especie 

X. tropicalis en la que coexisten tres cromosomas sexuales: Y, Z y W, y los dos tipos de 

heterogametismo. De este modo, es posible identificar tres tipos de machos (YZ, YW y ZZ), y dos 

de hembras (ZW y WW), todos ellos viables y fértiles (Roco et al. 2015). 

El heteromorfismo de los cromosomas sexuales no es frecuente en anfibios. De hecho, en el 95% 

de las especies analizadas los cromosomas sexuales son homomórficos y no es posible 

distinguirlos entre sí. Esto podría explicar la elevada frecuencia de especiación poliploide y de 

poliploidía espontánea observada en anfibios. 

La existencia de cromosomas sexuales heteromórficos en anuros ha sido atribuida 

principalmente a tres tipos de eventos: 1) inversiones (Nishioka et al. 1993; Nishioka et al. 1994; 

Miura et al. 1996; Miura et al. 1997), 2) heterocromatinización (Yadav et al. 1975; Schmid 1983; 

Schmid et al. 1990) y 3) translocación (Hanada 2002). Según esto, podemos encontrar especies 

con cromosomas sexuales completamente heteromórficos que pueden diferenciarse fácilmente 

entre sí, especies en las que es necesario alguna técnica de bandeo para poner de manifiesto las 

diferencias, o especies en las que no es posible la diferenciación. 

Los cromosomas sexuales de Amolops mantzorum, con un sistema del tipo XX/XY, son un 

ejemplo de cromosomas sexuales heteromórficos identificables a simple vista donde el 

cromosoma Y es subtelocéntrico con una banda C intensa en el brazo largo, mientras que el 

cromosoma X es metacéntrico y no presenta esta banda C intensa (Wu et al. 1987; Yang 1993). 

Algo similar ocurre en Pyxicephalus adspersus, con un cromosoma W mucho más pequeño que 

el cromosoma Z, y con su brazo corto completamente heterocromático (Schmid 1980), o con D. 

melanostictus, donde es posible identificar la pareja de cromosomas sexuales por diferencias de 

tamaño (Saba et al. 2014). 

En ocasiones los cromosomas sexuales homomórficos pueden diferenciarse utilizando alguna 

técnica citogenética, como ocurre con la pareja de cromosomas sexuales de Rana margaretae. 

En esta especie, se pone de manifiesto la presencia de una banda C intersticial en el cromosoma 

X, mientras que en el cromosoma Y la banda C es telomérica (Yang 1993). En Buergeria buergeri 

los cromosomas sexuales homomórficos pueden identificarse mediante bandeo C, G y tinción 

Ag-NOR. Además, el cromosoma Z de esta especie tiene asociado un ADN satélite específico 

(Hanada 2002). Otros ejemplos de técnicas citogenéticas que han permitido identificar cuál es 

la pareja de cromosomas sexuales son los patrones de replicación en B. viridis (Odierna et al. 

2007), o la tinción Ag-NOR en R. marina (Abramyan et al. 2009). 
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2.4. Poliploidía 

Se conocen 50 especies de anuros poliploides, con distintos niveles de ploidía en la misma 

especie o en especies muy próximas (Bogart 1980; Stöck et al. 2002; Evans et al. 2012). Las 

ploidías en la familia Bufonidae se han estudiado principalmente en el grupo de Bufo viridis, 

donde se han encontrado individuos poliploides en Bufotes danatensis (4n), Amietophrynus 

(Sclerophrys) sp. (2n y 4n) y B. pseudoraddei, B. zugmayeri y B. asiomontanus (3n y otros). 

Las especies de este grupo de sapos ofrecen un sistema de ploidías particularmente interesante 

porque incluye tres niveles de ploidías (2n=22, 3n=33 y 4n=44), siendo uno de los pocos 

ejemplos de vertebrados que incluye poblaciones naturales de individuos poliploides bisexuales 

y fértiles (Stöck et al. 2010). Esto es lo que ocurre con la especie B. danatensis en la región de 

Asia Central, donde se observan zonas de reemplazamiento de diploides por tetraploides a lo 

largo de la transición vertical desde tierras bajas hasta las montañas (Borkin et al. 2013). Los 

individuos tetraploides habitan las regiones montañosas, mientras que las estepas y las llanuras 

de la misma área están ocupadas generalmente por poblaciones diploides. Por otro lado, en 

algunas áreas como la cordillera del Karakórum, existen poblaciones estables de individuos 

triploides con reproducción bisexual (Stöck et al. 2002). 

La poliploidizacion proporciona la materia prima para la evolución del genoma a través de la 

redundancia génica. Las alteraciones posteriores de estas copias se traducirán en la adquisición 

de nuevas funciones y en especiación. Además, la coexistencia de pares de homólogos puede 

dar lugar a la rediploidización mediante la eliminación o el silenciamiento de partes redundantes 

del genoma (Odierna et al. 2004; Stöck et al. 2005; Ainouche et al. 2010; Buggs et al. 2011; 

Braasch et al. 2012). Algunos autores sugieren que la poliploidizacion, seguida de eventos 

genéticos y epigenéticos, condujo a la diversificación rápida en Anura (Becak 2014). 

2.5. Características de los genomas de anfibios 

2.5.1. Contenido en GC y metilación del genoma de anfibios 

En general, un incremento en el contenido en G+C proporciona estabilidad al ADN, al ARN y a 

las proteínas. De hecho, los codones ricos en GC codifican preferentemente aminoácidos que 

confieren estabilidad térmica a las proteínas correspondientes. 

El rango de variación del porcentaje en G+C depende del tamaño del genoma: entre los genomas 

de menor tamaño se observa el mayor rango de variación para el porcentaje en G+C, pero a 

medida que aumenta el tamaño de los genomas el rango de variación se hace menor 

(Vinogradov 1998). Por otro lado, aunque en anuros el tamaño del genoma muestra gran 



INTRODUCCIÓN 
 

 
19 

 

variación entre especies en comparación con otros vertebrados, el rango de variación en el 

porcentaje de G+C es mayor cuando se comparan especies de distintos géneros o familias que 

cuando se comparan especies del mismo género (Vinogradov 1998). 

El elevado porcentaje de G+C, junto a la gran cantidad de secuencias repetidas presentes en el 

genoma de anfibios, le confiere estabilidad física y una cierta protección frente al daño químico 

si el ADN repetitivo enriquecido en G+C se sitúa en la periferia del núcleo, ya que puede absorber 

más eficazmente los efectos de los mutágenos químicos, que tienen mayor afinidad por la 

guanina. Esto explicaría una cierta presión selectiva en favor del ADN repetitivo enriquecido en 

G+C, por su posible función protectora del genoma. 

Los genomas de peces y anfibios están, en promedio, dos veces más metilados (1,7% y 1,98% 

respectivamente) que en mamíferos (0,88%), aves (1,02%) y reptiles (1%) (Jabbari et al. 1997; 

Jabbari et al. 2004). En cultivos celulares se observan diferencias similares (por ejemplo, un 4% 

en cultivos celulares de X. laevis comparado con el 1-2,9% en mamíferos (Browne et al. 1977). 

Dado que los niveles medios de G+C están cerca del 42,5% en estas cinco clases de vertebrados, 

esto significa que aproximadamente el 9% de todas las citosinas se metilan en peces y anfibios 

frente al 4,5% en mamíferos, aves y reptiles. Estas diferencias podrían estar relacionadas con la 

proporción de secuencias repetidas, que es mayor en peces y anfibios (59-77%), que en reptiles, 

mamíferos y aves (27-41%) (Olmo et al. 1989). 

Figura 2. Comparación del tamaño de los cromosomas de las especies B. bufo, B. viridis y E. calamita. Extraído de 
Ullerich (1966). 
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La metilación del ADN eucariota se produce habitualmente en la posición 5 del dinucleótido CpG 

(5mC). Sin embargo, al contrario de lo que cabría esperar, la frecuencia del dinucleótido CpG 

disminuye con el aumento en el contenido en G+C, por lo que la metilación del ADN de anfibios 

debe localizarse en sitios diferentes a CpG. 

2.5.2. Tamaño del genoma en anfibios 

Los anfibios se caracterizan por tener una elevada cantidad de ADN nuclear, que puede ser 10, 

100 ó 1.000 veces superior a la de mamíferos (Morescalchi 1973; Fredga 1977). Por ejemplo, a 

comparación de los cromosomas humanos con los de algunas especies de la familia Bufonidae 

muestra que el contenido medio de ADN por nm de longitud de un cromosoma metafásico es 

1,5 a 3 veces mayor en Anura (Schmid 1978). 

Por regla general, en la mayoría de géneros de anuros el tamaño del genoma en las especies del 

sur es más pequeño que en las especies del norte (Morescalchi 1977). Este hecho podría estar 

relacionado con la correlación inversa en anuros entre contenido de ADN nuclear y la velocidad 

de desarrollo embrionario: en animales con mayor tamaño del genoma la metamorfosis se 

completa más tarde que en las especies con genomas más pequeños. 

La cantidad de ADN por núcleo muestra un alto grado de variabilidad interespecífica (2 a 25 

pg/núcleo), incluso entre especies pertenecientes al mismo género y con un número similar de 

cromosomas (1,5 2,0 pg/núcleo) (Bachmann et al. 1978; Olmo et al. 1978). 

Por ejemplo, se ha estimado que el contenido relativo de ADN en las especies B. bufo, B. viridis 

y E. calamita es 6,03, 4,69 y 4,16 pg/núcleo respectivamente (Vinogradov 1998)). Por otro lado, 

el contenido relativo de ADN por núcleo en estas tres especies se corresponde con el tamaño 

relativo de sus cromosomas. De hecho, los cromosomas de B. bufo, B. viridis y E. calamita 

guardan respectivamente la siguiente proporción: 1,49:1,07:1,00; exceptuando los 5 pares de 

cromosomas pequeños que presentan un tamaño similar en B. viridis y E. calamita (Figura 2) 

(Ullerich 1965; Ullerich 1966).  

Podría pensarse que las diferencias de tamaño entre los genomas de distintas especies están 

relacionadas con diferencias en los patrones de heterocromatina. Sin embargo, no existen 

evidencias claras de ello, ya que el número de bandas C y Q por cromosoma es el mismo en las 

tres especies de la familia Bufonidae (Schmid 1978). Dado que las diferencias en el contenido de 

ADN no pueden atribuirse a la heterocromatina constitutiva visible, es posible que las 

diferencias se deban al ADN moderadamente repetitivo. 
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2.5.3. Organización genómica 

Los primeros trabajos sobre organización genómica señalan que el aumento de tamaño del 

genoma parece estar relacionado con el aumento en la cantidad de ADN repetitivo (Straus 1971; 

Morescalchi et al. 1974; Rosbash et al. 1974). Esta hipótesis se confirmó mediante estudios de 

cinética de reasociación del ADN y el análisis de su composición mediante centrifugación en 

gradiente de CsCl. 

En anfibios urodelos la centrifugación en gradiente de CsCl diferencia 3 fracciones: mayor, 

menor y satélite, mientras que en anuros solo se observan 2, no habiéndose encontrado la 

fracción correspondiente al ADN satélite. La ausencia de la fracción de ADN satélite en anuros 

indica que el ADN repetitivo de estos animales probablemente presente una composición similar 

a la del resto de genoma. De este modo, independientemente de si este ADN satélite se 

encuentra disperso en el genoma u organizado en tándem, pasará desapercibido en 

experimentos de centrifugación en gradiente de CsCl. 

El análisis de las curvas de reasociación de fragmentos de ADN pequeños también revela 

diferencias entre especies. Así, la diferencia entre el tamaño de genoma de X. laevis y B. bufo (3 

y 7 pg por genoma respectivamente) probablemente se deba a diferencias en la fracción de ADN 

altamente y moderadamente repetido, ya que el contenido en ADN de copia única es muy 

similar en las dos especies (1,5 pg por genoma haploide) (Baldari et al. 1976, 1977). 

El ADN moderadamente repetido parece ser el principal responsable de los cambios en el 

contenido de ADN, aunque las estructuras repetidas son muy distintas en cada caso. Las especies 

con alto contenido de ADN/núcleo, como B. bufo, presentan secuencias de copia única más 

cortas (760 pb) que las especies con menor cantidad de ADN/núcleo, como X. laevis, con 

secuencias de copia única más largas (1600 pb). Por otro lado, el tamaño medio de las secuencias 

de ADN repetitivo no varía en longitud a lo largo de la evolución (300-400 pb), pero sí en número 

de copias. Esto explica por qué las 11 parejas de cromosomas de la familia Bufonidae han 

mantenido su morfología, con todos los cromosomas metacéntricos o submetacéntricos a lo 

largo de la evolución de la familia Bufonidae, aunque muestran distinto tamaño cuando se 

comparan entre especies. 

3. ADN Repetitivo 

La cantidad de ADN por genoma (valor C) es característica de cada especie, pudiendo variar no 

solo entre organismos de grupos taxonómicos diferentes, sino entre especies próximas. El 

tamaño del genoma de un organismo no está directamente relacionado con su complejidad. De 
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hecho, a medida que aumenta la complejidad de los organismos los rangos de tamaño de los 

genomas son más amplios (Figura 3). 

A excepción de las plantas, los anfibios constituyen el grupo de organismos en el que el rango 

de variación de la cantidad de ADN es más amplio. La gran diferencia en el tamaño del genoma 

de estos animales probablemente se deba al ADN repetido. En humanos entre el 5% y 10% del 

genoma está constituido por secuencias de copia única. De éstas, las secuencias que codifican 

para proteínas representan el 2% 

del total, incluyendo regiones 

intergénicas, intrones y 

secuencias reguladoras (20.000 y 

25.000 genes) (Lander et al. 

2001). El resto del genoma 

representa el ADN repetitivo y 

secuencias no codificantes. 

El porcentaje de ADN repetitivo 

(fragmentos de ADN que están 

presentes en múltiples copias en 

el genoma) puede variar en 

eucariotas entre el 30% y el 99% 

del genoma (Elgar et al. 2008). 

Estas secuencias presentan un 

alto número de polimorfismos 

debido a la variación en el 

número de unidades de 

repetición. Además, las 

secuencias repetitivas son 

elementos dinámicos que pueden 

modificar el genoma en el que se encuentran mediante la generación de reordenamientos, 

invadiendo o arrastrando genes y modulando el patrón de expresión de éstos. Este dinamismo 

da lugar a divergencias evolutivas que se pueden utilizar en la identificación de especies, la 

inferencia filogenética o en estudios de mutaciones esporádicas y selección natural. De este 

modo, la hipervariabilidad entre las secuencias de ADN repetitivo de organismos relacionados y 

no relacionados convierte a estas secuencias en excelentes marcadores filogenéticos. 

Figura 3. Rango de variación en el tamaño del genoma haploide (pb) 
en diferentes grupos de organismos. 
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3.1. Clasificación del ADN repetitivo 

Existen numerosos criterios para clasificar al ADN repetitivo: según el número de copias que 

presenta, por la forma en la que está organizado, según su función, o según forme parte o no de 

la heterocromatina. Ninguno de estos criterios se adata completamente a todos los casos, y 

siempre es posible encontrar excepciones. En esta tesis hemos adoptado la clasificación 

propuesta por Pathak y Ali (2012) con algunas modificaciones (Figura 4). 

Según esta clasificación, el genoma total puede dividirse en dos grandes grupos de secuencias: 

 Secuencias de copia única; representan la fracción menor del genoma y están presentes 

en una o pocas copias por genoma. Entre estas secuencias se incluyen las secuencias 

que codifican para proteínas, las secuencias reguladoras, los espaciadores y los intrones. 

 Secuencias repetidas; se encuentran entre 10 y más de 106 copias por genoma. Su 

tamaño es muy variable, entre pocas pares de bases y unas 5kb, aunque estas últimas 

son poco frecuentes (el tamaño medio es de 300 pb). Independientemente del tipo de 

secuencias o de su tamaño, éstas pueden estar dispersas por el genoma, o pueden estar 

agrupadas en tándem. 

Dentro de los ADNs repetidos solía considerarse la categoría de ADNs satélite, en la que se 

incluyen moléculas de ADN repetido organizadas en tándem que forman heterocromatina, 

independientemente de la longitud del monómero, de su secuencia, de la complejidad o de su 

abundancia. Hoy día se sabe que los ADNs satélite, repetitivos inicialmente identificados 

mediante centrifugación en gradiente de ClCs, también pueden localizarse en regiones 

eucromáticas. Por este motivo, hemos optado por no separar a los ADNs satélite en un grupo 

Figura 4. Clasificación de ADNs repetitivos. Tomado de Pathak y Ali (2012), con algunas modificaciones. 
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independiente, clasificando a los ADNs repetidos organizados en tándem en función del tamaño 

de la unidad que se repite en: 

Microsatélites: también conocidos como SSRs (“simple sequence repeats”) o STRs (“short 

tandem repeats”). Se pueden encontrar tanto en regiones codificantes como no codificantes, 

incluidas las secuencias reguladoras. Las repeticiones en tándem de tri- o hexa- nucleótidos son 

más frecuentes en las regiones codificantes, ya que no afectan el marco de lectura. Estas 

secuencias presentan una alta tasa de variación en el número de copias, y una tasa de mutación 

entre 10 y 10⁵ veces superior a la del resto del genoma. Esta particularidad hace de estas 

secuencias herramientas útiles para estimar la diversidad genética inter- e intrapoblacional. Los 

mecanismos implicados en su expansión/contracción son el deslizamiento sobre la hebra 

(“strand-slippage”) que puede tener lugar durante la replicación, y el entrecruzamiento desigual. 

Estas secuencias repetidas son elementos inestables del genoma que permiten la evolución, ya 

sea causando importantes desordenes genéticos, como ocurre con los síndromes de Huntington 

o el del X frágil (Orr H 2007), o permitiendo adaptaciones beneficiosas, como en el caso del 

promotor del receptor de la vasopresina, o como el microsatélite de Drosophila melanogaster 

implicado en la adaptación del ciclo circadiano y la compensación de temperatura. 

Minisatélites: son secuencias algo más grandes que las anteriores, entre 6-100 pb por unidad 

repetida. Pueden estar organizadas en tándem (como ocurre en las regiones subteloméricas o 

pericentroméricas), pero también pueden estar dispersas en las regiones transcritas y 

reguladoras. En el genoma humano, y con un porcentaje similar en otros eucariotas, el 17% de 

los genes contienen repeticiones intragénicas en sus marcos de lectura abiertos (Gemayel et al. 

2010). 

Curiosamente, los minisatélites suelen predominar en los genes que codifican para proteínas 

extracelulares o de superficie celular, mientras que los microsatélite son más frecuentes en los 

genes implicados en la regulación, incluyendo algunos factores de transcripción y proteínas de 

unión a ADN y ARN (Legendre et al. 2007) 

Satélite: El tamaño de las unidades monoméricas suele estar entre 100 y 1.000 pb. En general, 

se trata de secuencias de ADN altamente repetido agrupadas en tándem, que representan un 

porcentaje importante del genoma total, siendo el componente principal de la heterocromatina. 

Entre los ADNs satélite más conocidos se encuentran: 

 El satélite centromérico: se extienden sobre casi todos los centrómeros nativos y la 

heterocromatina pericentromérica circundante. Las secuencias de los satélites 
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centroméricos pueden variar no solo entre especies sino entre diferentes parejas de 

cromosomas. Este tipo de ADN repetitivo es fundamental para la función centromérica, 

permitiendo la compactación de la cromatina y la interacción con proteínas específicas. 

Paradójicamente, mientras que la función centromérica se conserva en todos los 

eucariotas, la secuencia de los ADNs satélite en esta región es casi siempre específica de 

especie (Plohl et al. 2008). 

 El satélite telomérico: puede localizarse en la región telomérica y subtelomerica, y se 

asocia a las ribonucleoproteínas que forman el complejo que protege a los cromosomas 

impidiendo el acortamiento de los extremos por la replicación. La secuencia satélite 

telomérica es bastante conservada y consta de varios miles de repeticiones de 

hexanucleótidos (5´-TTAGGG-3´ en todos los vertebrados analizados). 

Macrosatélites: suelen ser secuencias largas, de ≈1 kb, repetidas en tándem a lo largo de varias 

Kb o Mb. A este grupo pertenecen varias familias multigénicas como: 

 ADN ribosómico: es uno de los ejemplos más conocidos de familia multigénica. Juegan 

un papel importante en la síntesis de las proteínas que forman parte de los ribosomas. 

Constan de 3 genes ribosómicos (18S, 5.8S, 28S) y sus espaciadores internos (ITS) y 

externos (ETS), separados por un espaciador no transcrito (NTS) (los dos últimos 

constituyen el espaciador intergénico (IGS)). Los ADNs ribosómicos están organizados 

en unidades repetidas en tándem, que habitualmente se localizan en la NOR. El número 

de repeticiones en eucariotas varía entre 39 y 19.300 por genoma, y su evolución 

depende del componente que se analice. Así, por ejemplo, el ADNr 18S tiene una 

evolución muy lenta, mientras que los espaciadores presentan una tasa evolutiva muy 

alta. Esto permite utilizar las secuencias de los ADNr 18S y 28S como marcadores de 

grandes grupos filogenéticos, mientras que los espaciadores permiten distinguir 

relaciones filogenéticas entre especies próximas, siento útiles en estudios 

poblacionales. 

 Histonas: son genes organizados en tándem que codifican para proteínas implicadas en 

la correcta función y formación del nucleosoma. Suelen localizarse en grandes clústeres, 

aunque no siempre organizadas en tándem. El número de copias varía según la especie, 

aunque su secuencia es muy conservada. 

En relación a los ADNs repetidos dispersos, éstos se originan a partir de transposones, 

secuencias que, por sí solas o con ayuda de otros elementos, son capaces moverse por el 

genoma. Se han encontrado transposones, o restos degenerados de éstos, en todos los 
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organismos analizados. Debido a su alta capacidad para moverse, son esenciales en la 

evolución del genoma, aunque su efecto puede ser tanto beneficioso como perjudicial. Así, 

dependiendo del sitio de inserción, pueden resultar beneficiosos generando nuevas 

funciones, o perjudiciales, provocando desórdenes genéticos (Konkel et al. 2010). De hecho, 

se consideran precursores de elementos importantes del genoma, como las secuencias 

teloméricas, y juegan un papel importante en la estructura de cromatina y en la regulación 

de la expresión génica y el control epigenético. 

Según su mecanismo de transposición se pueden dividir en retrotransposones 

(transposones de ARN) y transposones de ADN. Entre los primeros destacan los LTRs (de las 

siglas en ingles de “Long Terminal Repeats”) y los no LTRs, también conocidos como LINEs 

(“Long Interspersed Nuclear Elements”) y SINEs (“Short Interspersed Nuclear Elements”). A 

la segunda clase pertenecen elementos como los transposones Mariner (poco frecuentes en 

el genoma humano (3%) pero muy abundantes en Xenopus tropicalis (Hellsten et al. 2010). 

3.2. Organización del ADN repetido 

Los ADNs repetitivos pueden estar distribuidos por el genoma en forma dispersa o pueden estar 

agrupados en tándem. Estos últimos, a su vez, pueden organizarse en forma de unidades 

complejas de repeticiones (HOR de las siglas en inglés de “higher-order repeats”) (Modi et al. 

2004). 

Las repeticiones de orden superior tienden a formarse en regiones con bajas tasas de 

recombinación, como ocurre en la heterocromatina, donde los monómeros repetidos tienden a 

formar repeticiones de orden superior a partir de dos o más monómeros y secuencias repetidas 

cortas, pudiendo ir acompañadas de inversiones de subunidades completas (Mravinac et al. 

2005; Mravinac et al. 2010). Las HORs son el resultado de la homogeneización conjunta de 

variantes monoméricas adyacentes, que da lugar a repeticiones más largas que mantienen una 

alta similitud de secuencia entre HORs pero no entre los monómeros que las componen, 

preservando una estructura repetitiva de orden superior. Esto es lo que ocurre en el α-satélite 

humano, donde las unidades monoméricas y las HOR tienen distintas tasas evolutivas a la hora 

de acumular mutaciones, divergiendo las HORs mucho más rápido que los monómeros (Rudd et 

al. 2006). 

Aunque los tamaños de los monómeros pueden ir desde solo unos pocos pb hasta la Kb, los 

tamaños de monómeros entre 150-180 y 300-360 pb parecen estar favorecidos evolutivamente. 

Estos tamaños se corresponden aproximadamente con la longitud de una hebra de ADN que 

envuelve a uno o a dos nucleosomas, por lo que esta preferencia para el tamaño de los 
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monómeros podría estar ligada a una función estructural de estos ADNs repetitivos. De hecho, 

aproximadamente el 50% de las secuencias de ADN repetitivo estudiadas son capaces de formar 

estructuras terciarias lo suficientemente prominentes como para tener un significado 

estructural y/o funcional (Fitzgerald et al. 1994). Por otro lado, independientemente de la 

longitud de las unidades monoméricas, las inserciones y deleciones son escasas y la longitud del 

monómero frecuentemente permanece fija, por lo que es posible que sea necesario mantener 

un espaciamiento adecuado de los sitios funcionales de los monómeros. 

Según todo lo anterior, no es de extrañar que los cambios en la secuencia nucleotídica de los 

ADNs repetidos tengan lugar siempre y cuando la estructura general no se vea afectada. Esto es 

lo que ocurre con el satélite S1 de especies del género Rana (Picariello et al. 2002; Feliciello et 

al. 2005, 2006). Se trata en realidad de dos ADNs satélite homólogos (S1a y S1b) originados por 

eventos de deleción diferentes. Ambos satélites se localizan en la misma región heterocromática 

y pueden recombinar entre ellos. Sin, embargo, las variantes repetidas de S1 difieren de la 

secuencia consenso genómica en un número limitado de posiciones variables (5-6 posiciones 

nucleotídicas de 70 posibles posiciones variables), mostrando todas las repeticiones diferentes 

combinaciones de bases variables. La presencia de un gran número de variantes con una 

variabilidad restringida podría indicar que la acumulación de mutaciones se produce, pero sólo 

en posiciones específicas de la unidad repetitiva. Esto implica la presencia de algún mecanismo 

que elimina las unidades repetidas con mutaciones en las posiciones “no permitidas”, 

seleccionando únicamente las unidades funcionales (por ejemplo, aquellas capaces de 

mantener una unión “correcta” con las proteínas de la cromatina). Según esto, la variabilidad 

intraespecífica de un ADN satélite estaría determinada por las restricciones estructurales y 

funcionales de éste, y no por su origen. 

Otra particularidad observada con bastante frecuencia en los ADNs repetidos es la presencia de 

secuencias duplicadas invertidas, tanto en el ADN satélite en general, como en las unidades 

monomericas de éste. Estas secuencias duplicadas invertidas pueden ser reconocidas por 

diversos mecanismos de transposición, haciéndolas evolutivamente favorables e importantes 

para la dispersión del ADN repetitivo. 

3.3. Función del ADN repetitivo 

Los ADNs repetidos son uno de los componentes más abundantes de los genomas eucariotas. A 

principio de los años 70s se consideraba que este componente del genoma era “ADN basura”. 

La ausencia de regiones codificantes para proteínas, la extrema diversidad de los ADNs 

repetitivos y la falta de evidencia directa de cualquier función propició que el término de “ADN 
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basura” permaneciera durante un largo período de tiempo. Sin embargo, esta hipótesis no 

resolvía una pregunta clave: si los ADNs satélites y la heterocromatina no aportan ningún 

beneficio evolutivo, ¿por qué estas fracciones genómicas tan grandes no se pierden o 

disminuyen? 

En las últimas décadas se han ido acumulando evidencias que apuntan a la importancia funcional 

del ADN repetitivo. De hecho, la alta variabilidad y la tasa de mutación de las secuencias 

repetitivas están en contraposición con la conservación y preservación evolutiva de la 

organización, tamaño y localización del ADN repetitivo. 

En estas secuencias nunca se han encontrado marcos de lectura abiertos, y no se han 

identificado patrones típicos de traducción. Sin embargo, cada vez existen más evidencias sobre 

la importancia funcional de este tipo de secuencias, apoyadas por su transcripción activa y por 

la presencia de promotores activos y sitios de unión para factores de transcripción. Por el 

momento no se conoce el papel funcional de la mayoría de los transcritos identificados, aunque 

se propone su implicación en la modificación epigenética de la cromatina, en la regulación de la 

expresión de genes, en la actividad de ribozimas y en el reclutamiento de factores para el corte 

y empalme del ARN, como ocurre con el satélite III en humanos. Estos ejemplos sugieren un 

papel activo de los transcritos de ADNs repetitivos en la modulación de la cromatina, en la 

regulación de la transcripción y en la maduración de los transcritos. Dado que la transcripción 

de la mayoría de los ADNs repetidos se regula de forma temporal y específica de tejido, es 

plausible que estos transcritos sean responsables del ajuste fino de la expresión génica 

(Ugarkovic 2005). 

Finalmente, la dinámica evolutiva de los ADN repetitivos puede ampliar la barrera reproductiva 

entre diferentes grupos de organismos, favoreciendo la aparición de secuencias nuevas y 

promoviendo de esta forma la especiación, como indican los trabajos sobre ADN repetido en 

híbridos (Malik et al. 2001; Ferree et al. 2009). 

3.4. Modelos de evolución de ADN repetidos 

La evolución de un ADN repetitivo está determinada por una compleja red de interacciones que 

dependen de la propia secuencia del ADN repetitivo, de sus interacciones funcionales, de su 

ubicación en el genoma, de la tasa de homogeneización/fijación y de factores poblacionales 

(Navajas-Perez et al. 2009). Es por esto que un mismo ADN repetitivo puede presentar 

diferencias en la dinámica de las secuencias y distintas tasas de evolución, no solo entre especies 
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diferentes, sino entre distintas agrupaciones de secuencias localizadas en varias regiones del 

mismo genoma (Kuhn et al. 2008). 

A continuación, se indican los principales modelos evolutivos propuestos para explicar cómo 

cambian las secuencias de ADN repetitivo a lo largo del tiempo. 

3.4.1. Evolución Concertada 

En general, cualquier secuencia de ADN acumula mutaciones a lo largo del tiempo, de modo que 

dos secuencias divergen con una tasa inversa a las limitaciones impuestas por dichas secuencias. 

Inicialmente se supuso que el ADN repetitivo seguía un modo de evolución neutral. Sin embargo, 

la divergencia entre monómeros generalmente es más baja de lo que cabría esperar teniendo 

en cuenta la tasa de mutación. Esta homogeneidad de las secuencias de ADN repetitivo es el 

resultado de una evolución no independiente de las unidades que se repiten. Esto significa que 

las mutaciones no se acumulan de forma independiente en las secuencias monoméricas, sino 

que se propagan entre unidades repetidas o se eliminan. Este modo particular de evolución, 

conocido con el nombre de evolución concertada (“molecular drive”), surge como consecuencia 

de dos procesos: 1) la homogeneización de las secuencias de un genoma mediante mecanismos 

de transferencia no recíproca de secuencias, y 2) la fijación de los cambios en la población 

mediante su propagación a todos los individuos como el resultado de la reproducción sexual 

(debido al reordenamiento aleatorio del material genético que tiene lugar en la meiosis y en la 

segregación cromosómica) (Dover et al. 1982; Dover et al. 1986). 

La baja variabilidad entre las unidades monoméricas del ADN repetitivo es, por tanto, el efecto 

neto de dos procesos contrarios, la acumulación de mutaciones, por un lado, y su velocidad de 

propagación o eliminación por el otro. 

En organismos aislados reproductivamente los ADNs repetitivos evolucionan de forma 

divergente porque la tasa a la que ocurre la homogeneización intraespecifica es mayor que la 

tasa a la que aparecen mutaciones, pero menor que la tasa de fijación. De esta forma la 

evolución concertada da lugar a una homogeneización intraespecifica y una divergencia 

interespecifica de las secuencias repetidas mayor que en otras regiones del genoma. 

Según el modelo de evolución concertada, las mutaciones se acumulan y se propagan 

gradualmente dentro de los ADN repetidos, permitiendo detectar las tasas de divergencia en la 

especie (Bachmann et al. 1993; Garrido-Ramos et al. 1999), la población o el ecotipo (Hall 1999). 
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Si en la evolución concertada no tiene lugar la fijación, como ocurre en organismos con 

reproducción asexual, la variabilidad de los monómeros del ADN repetitivo es comparable en 

todos los niveles taxonómicos (Mantovani 1998; Lorite et al. 2004). Por otro lado, en los casos 

en los que no existe homogeneización de secuencias, se produce una evolución no concertada 

del ADN repetitivo, con acumulación de mutaciones sin posibilidad de propagación o 

eliminación. Este es el patrón que se observa en el ADN repetitivo de organismos con un número 

limitado de reproductores, como las termitas (Luchetti et al. 2006). Por consiguiente, estos ADNs 

repetitivos se conservan durante largos periodos evolutivos, en los que predomina la 

acumulación de mutaciones, una propagación limitada y una evolución no concertada. 

3.4.2. Bibliotecas de ADNs repetidos 

Las diferencias en la composición de las secuencias de ADN satélite entre especies 

estrechamente relacionadas pueden explicarse como consecuencia de la evolución gradual de 

estas secuencias en linajes separados (Dover et al. 1982; Strachan et al. 1985; Dover et al. 1986). 

Existe, sin embargo, una hipótesis que permite explicar diferencias en la aparición de un perfil 

específico de especie a partir de amplificaciones y/o contracciones diferenciales en un conjunto 

de secuencias compartidas por genomas relacionados (Fry et al. 1977). Las primeras evidencias 

experimentales a favor de esta última hipótesis se encontraron en el género Palorus (Mestrovic 

et al. 1998). Los cuatro ADNs satélite altamente repetidos específicos de especie identificados 

en el género Palorus en realidad están presentes en bajo número de copias en todas las especies 

analizadas. Cuando se comparan las variantes monoméricas del ADN altamente repetido de una 

especie con el mismo ADN repetido de otra especie en la que está en bajo número de copias, se 

observa una alta conservación interespecífica de las secuencias y una completa ausencia de 

mutaciones diagnósticas de especie (Mestrovic et al. 1998). 

Actualmente se cree que este modelo de evolución probablemente representa el modo más 

común de evolución del ADN repetido (Lin et al. 2006; del Bosque et al. 2011; Quesada del 

Bosque et al. 2013; Rojo et al. 2015). 

A modo general, la biblioteca de ADNs repetidos representa una fuente permanente de 

secuencias que coexisten en el genoma de la especie y que pueden amplificarse de forma 

independiente en ADNs altamente repetidos o dominantes. Estas bibliotecas no solo estarían 

formadas por diferentes ADNs repetidos, sino también por variantes de monómeros de un solo 

repetitivo (bibliotecas de variantes), que podrían estar distribuidas en número de copias variable 

en especies relacionadas (Cesari et al. 2003). 
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Estos resultados sugieren dos fases diferentes en la evolución del ADN repetitivo: 

- En la primera fase se constituye la biblioteca, formándose un conjunto de nuevos ADNs 

repetitivos a partir de un ancestro común, que cambiarían impulsados por una evolución 

concertada y modulados por restricciones funcionales. 

- Durante la segunda fase, las secuencias de ADN repetitivo permanecen conservadas 

durante largos periodos, sometiéndose posteriormente a amplificación diferencial en 

genomas relacionados. Los análisis de mutaciones sugieren que en la segunda fase se 

acumulan cambios, pero éstos no se propagan entre los monómeros. Según estos datos, 

los mecanismos de homogeneización actuarían sobre el conjunto de monómeros de 

ADNs repetitivos favoreciendo la persistencia de secuencias ancestrales. 

En algunos casos particulares las variaciones en el número de copias que presentan distintas 

variantes de un ADN repetitivo centromérico están relacionadas con la evolución cariotípica de 

los cromosomas (Bulazel et al. 2007). Así, las contracciones en los ADNs satélite centroméricos 

suelen asociarse a fusiones cromosómicas, mientras que las expansiones de estos ADNs satélite 

son consecuencia de eventos de translocación. 

Las bibliotecas de ADNs repetitivos contribuyen a la estabilidad genómica al mismo tiempo que 

ofrece una variabilidad significativa a través del proceso de amplificación diferencial de las 

variantes. Según esto, las altas tasas de cambios de secuencias observadas durante la evolución 

concertada no son la única causa posible que puede explicar la diversidad entre ADNs repetitivos 

de especies relacionadas. Por otro lado, la distribución de los ADNs repetitivos en la biblioteca, 

en términos de presencia/ausencia en genomas relacionados, puede utilizarse como estudio 

complementario de la filogenia (Meštrović et al. 2009). 

3.4.3. Evolución de las familias multigénicas por el modelo de “nacimiento y 

muerte génica”. 

La mayoría de familias multigénicas y las secuencias asociadas a éstas presentan demasiada 

diversidad intraespecífica (genética y funcional), una característica que no es coherente con la 

existencia de un mecanismo de homogeneización como el que se espera en la evolución 

concertada. Para explicar esta elevada diversidad intraespecífica se ha propuesto un nuevo 

modelo de evolución por nacimiento y muerte génica (“birth and death”) (Nei et al. 1992). Este 

modelo se basa en niveles diferenciales de duplicación de genes y la subsiguiente pérdida o 

mantenimiento de copias de genes dentro de una familia multigénica. Algunos ejemplos de este 

tipo de evolución del ADN repetido los encontramos en familias multigénicas como la de las 

histonas o el ADNr. 



INTRODUCCIÓN 
 

 
32 

 

Cuando la duplicación da lugar a nuevas copias de un gen y estas copias no evolucionan por 

ningún otro modelo, algunas de las copias pueden persistir en el genoma durante largos 

períodos de tiempo. Eventualmente, las copias divergen de tal manera que ya no son idénticas 

ni poseen extensas regiones de similitud. Por otro lado, algunas copias del gen original pueden 

degenerar en pseudogenes o pueden ser eliminadas del genoma. 

Si no se realiza un análisis exhaustivo y no ha pasado suficiente tiempo para la divergencia de 

los genes duplicados, este modelo puede pasar desapercibido o confundirse con el de evolución 

concertada. En los genes codificadores de proteínas la causa de la restricción de secuencias 

puede ponerse de manifiesto analizando los niveles de divergencia de los sitios sinónimos frente 

a los no sinónimos, que revelarán si se deben a la selección purificadora y no la evolución 

concertada. De hecho, bajo selección purificadora los sitios sinónimos también presentan 

divergencia, incluso cuando los sitios no sinónimos no muestran ninguna variación (Piontkivska 

et al. 2002). En el caso de las secuencias no codificantes, como los ADNr y los espaciadores, el 

análisis es aún más complejo ya que es necesario el estudio de sustituciones nucleotídicas y la 

comparación entre divergencias de regiones conservadas y de los intrones, espaciadores 

intergénicos y regiones flanqueantes (Rooney 2004). 

Teniendo en cuenta que este modelo evolutivo eventualmente puede actuar después o en 

combinación con la evolución concertada (Nei et al. 2005; Teruel et al. 2014), puede concluirse 

que la evolución del genoma repetido es un proceso complejo en el que pueden interactuar 

combinaciones de modelos y mecanismos evolutivos que aún están por descubrir. 

3.5. Mecanismos implicados en la homogeneización de las secuencias 

La homogeneización del ADN repetitivo se produce por mecanismos de transferencia no 

reciproca de secuencias como ocurre en: entrecruzamientos desiguales (Dover et al. 1986), 

conversión génica (Smith 1976; Mravinac et al. 2005; Glinka et al. 2006), replicación por el 

modelo del círculo rodante (Walsh 1987; Feliciello et al. 2006; Cohen et al. 2009), y transposición 

(Okumura et al. 1987; Miller et al. 2000; Cafasso et al. 2003). 

 Cruzamiento desigual 

La tasa de recombinación por entrecruzamientos desiguales en secuencias repetidas depende 

de factores como la divergencia entre los monómeros, la longitud total del ADN repetido y su 

posición en el cromosoma. Todos estos factores conducen a la diferenciación de grupos 

determinados de ADN repetido. 
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Por norma general, la eficiencia de recombinación disminuye a medida que aumenta la 

divergencia entre las secuencias. Sin embargo, en el α-satélite se ha demostrado que el 

entrecruzamiento desigual entre monómeros tolera hasta un 30% de divergencia entre las 

secuencias. Este umbral puede variar según el ADN repetitivo, pero las partes conservadas de 

las secuencias monoméricas podrían ser suficientes para que éstas recombinen. 

 Conversión génica 

La conversión génica es otro mecanismo de recombinación homóloga que se considera 

implicado en la homogeneización de repeticiones en tándem. Puede ser fácilmente identificada 

en secuencias de ADN repetido en forma de tramos de mutaciones compartidas por un grupo 

de variantes monoméricas, a menudo de longitud más pequeña que el monómero (Mravinac et 

al. 2005). 

 Transposición 

Ésta se ha observado tanto en animales (Miller et al. 2000), como en plantas (Cafasso et al. 

2003). Este mecanismo presenta estrecha relacion con distintos transposones, ya que éstos en 

su estructura pueden contener regiones hipervaraibles con pequeñas secuencias repetidas o 

regiones de secuencias invertidas, ambas susceptibles de ser amplificadas como ADN satelite. 

Aunque la similitud entre transposones y algunas secuencias monoméricas de ADN repetido es 

evidente, no se conoce el mecanismo exacto de amplificacion, por lo que no puede descartarse 

que los fragmentos de ADN repetitivo sean capturados por elementos geneticos moviles 

(Kejnovsky et al. 2006). 

 Circulo rodante 

Las secuencias de ADN repetido pueden ser un componente común del ADN extracromosómico 

circular. Es por esto que se supone que en la evolución de las repeticiones del ADN repetitivo 

juegan un papel importante la escisión, la replicación por el método del círculo rodante y la 

reinserción del ADN extracromosómico circular (Walsh 1987; Cohen et al. 2009). 

Algunos autores van más allá y proponen que este mecanismo sirve no solo como motor para la 

homogeneización de las secuencias en la evolución concertada, sino que está implicado en los 

procesos de reparación y mantenimiento de la funcionalidad de ADNs repetitivos 

heterocromáticos (Feliciello et al. 2006). 

Según el mecanismo propuesto por Walsh (1987), la homogeneización por el círculo rodante es 

un proceso ocasional y al azar, que conlleva la rápida expansión de mutaciones en las posiciones 
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invariables y causa una pérdida de la estructura específica del satélite. Esto no es lo que ocurre 

con el satélite S1 de Rana, en el que las unidades repetidas se amplifican selectivamente 

reemplazando a las unidades “funcionalmente mutadas”. Teniendo en cuenta la alta variabilidad 

en la organización de este ADN satélite, podría tratarse de un nuevo mecanismo de reparación 

del ADN satélite, frecuente y altamente direccional. Este mecanismo no requiere de la 

desnaturalización de la heterocromatina, ya que puede actuar reconociendo las unidades 

repetidas no funcionales, reemplazándolas por bloques de unidades repetidas funcionales. Al 

permanecer la heterocromatina siempre ensamblada se evita la recombinación no homologa de 

las unidades repetidas, manteniendo así el cariotipo de forma estable. 

3.6. Dinámica evolutiva del ADN repetitivo 

Comprender la dinámica de los ADNs repetitivos es importante por dos razones. En primer lugar, 

porque al constituir estas secuencias una fracción significativa de los genomas, conocer los 

mecanismos que controlan su número de copias ayudará a entender por qué los genomas 

eucariotas difieren tanto en tamaño, estructura y función. En segundo lugar, porque la dinámica 

evolutiva del ADN repetitivo puede ayudar a descifrar la interacción entre los factores selectivos 

y neutros en la evolución de los genomas, un aspecto muy polémico en el campo de la genómica 

comparativa. Al mismo tiempo, debe tenerse en cuenta que las restricciones evolutivas 

impuestas tanto en la longitud de los monómeros como en la estructura inducida por la 

curvatura de la hélice de ADN pueden explicar la forma en la que evolucionan algunos ADNs 

repetitivos (Plohl et al. 1998). 

En la secuencia nucleotídica de los ADNs repetitivos suelen quedar reflejadas marcas 

características que permiten el seguimiento de su historia evolutiva y la contribución de cada 

uno de estos mecanismos en su evolución. De este modo, en los ADNs repetidos se pueden 

identificar distintos patrones evolutivos: 

 Diversificación intragenómica de ADNs repetitivos en tándem 

Los monómeros de ADNs repetitivos pueden formar grupos o subfamilias, de modo que es 

posible observar mayor grado de similitud entre repeticiones adyacentes que entre repeticiones 

obtenidas al azar. Esto indica que la eficiencia de la homogeneización es mayor entre 

monómeros adyacentes, menor entre distintos clústeres del mismo cromosoma, y aún menor 

entre clústeres de cromosomas homólogos o heterólogos (Plohl 2010). Como consecuencia, se 

produce una acumulación de divergencias entre distintos clústeres del mismo ADN repetitivo. 

Es decir, los ADNs repetitivos pueden presentar alta divergencia dentro del genoma, llegando a 
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formar variantes monoméricas específicas de cromosomas o subfamilias. Esta acumulación de 

divergencias reduce la eficiencia de homogeneización, hasta que finalmente llega a suprimirla 

por completo. Así, por ejemplo, las variantes mutadas en los extremos de las repeticiones en 

tándem largas pueden amplificarse en un nuevo ADN repetitivo, ya que son demasiado 

divergentes para ser homogeneizadas junto con el clúster original (Mravinac et al. 2007). 

 Homogeneidad genómica de los ADNs repetitivos en tándem 

Algunos ADN repetidos no muestran signos de diversificación intragenómica, sino que se 

muestran uniformemente homogeneizados en todos los cromosomas. 

El ADN satélite S1 en Rana es un ejemplo claro de la implicación de distintos procesos de 

homogenización en la evolución del ADN repetitivo (Feliciello et al. 2006). La estructura y la 

secuencia de las repeticiones S1 son homogéneas en el genoma de distintas especies del genero 

Rana. Esta homogeneidad del ADN repetitivo S1 dentro de cada genoma y cada especie indica 

la presencia de un mecanismo de evolución concertada que mantiene una secuencia consenso 

característica en todos los individuos de la misma especie (explicado más adelante). Por otro 

lado, la heterogeneidad restringida a unas posiciones de las variantes monoméricas (variabilidad 

no aleatoria, Apartado 3.2) es responsable de la homogeneidad de las variantes repetidas en 

individuos de diferentes poblaciones de la especie. El mantenimiento de la misma variabilidad 

no aleatoria en todas las poblaciones, incluso cuando éstas están separadas por barreras 

geográficas que impiden el flujo genético recíproco, indica que la estructura de las repeticiones 

específicas se ha mantenido en cada especie mediante un mecanismo no estocástico. 

La homogeneidad intraespecífica del ADN repetitivo S1a en muestras de la especie R. temporaria 

obtenidas de poblaciones aisladas geográficamente no se puede explicar por recombinación 

homóloga, cruzamiento desigual o conversión génica entre unidades repetidas de un ADN 

satélite (ver apartado 3.5), dado que cada una de las de variantes repetidas encontradas en una 

población tiene una distribución diferente de mutaciones en las mismas posiciones variables. 

Para explicar esta homogeneización se propone la acción conjunta de un mecanismo de 

amplificación por círculo rodante (extra- o intra-cromosómico), seguido por la 

inserción/sustitución-reparación por recombinación homóloga de las repeticiones amplificadas 

en el genoma (Feliciello et al. 2005, 2006). 

Las expansiones o contracciones rápidas de subpoblaciones de unidades repetidas específicas 

de cada población pueden ocurrir mediante la producción de matrices amplificadas que 

reemplacen segmentos de ADN satélite con una organización diferente mediante 
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recombinación homóloga. De esta forma, la amplificación aleatoria de unas variantes con 

mutaciones determinadas en posiciones variables causaría la expansión rápida de estas 

variantes. Por otro lado, únicamente serían amplificadas y utilizadas para reemplazar las 

variantes defectuosas aquellas variantes que mantengan intacta su función. Esto explicaría la 

presencia en la especie de un número muy grande de variantes repetidas con una variabilidad 

restringida en las posiciones nucleotídicas que cambian. 

 ADNs repetitivos conservados evolutivamente 

Algunos ADN repetitivos pueden presentar bajas tasas de evolución, permitiendo diferenciar 

rangos taxonómicos más altos, como el género o la familia. En estos ADNs repetitivos las 

diferencias intraespecífica e interespecífica son similares, indicando que estas secuencias de 

ADN han persistido en los genomas durante largos períodos evolutivos (Plohl 2010). Esta 

estabilidad podría explicarse si algunos monómeros presentan ventajas evolutivas (ya sea por 

una posible función, por una combinación de nucleótidos o por una particularidad estructural) 

de modo que estas secuencias se ven favorecidas por los mecanismos de homogeneización 

(Strachan et al. 1985). Otra posibilidad es que la baja frecuencia de recombinación de la 

heterocromatina, junto con otros factores biológicos-reproductivos de la especie, ralenticen los 

procesos de mutación, homogeneización y fijación de las secuencias de ADN satélite (Luchetti 

et al. 2006). 

3.7. Ejemplos de ADNs repetitivos en anuros 

Los ADNs repetitivos y la heterocromatina siguen siendo los compartimentos genómicos menos 

comprendidos por tres motivos: 

 Falta de interés causada por su inicial identificación con ADN basura. 

 Evolución peculiar, que se rige por reglas y mecanismos diferentes a los que afectan a 

cualquier otro componente genómico. 

 Organización en tándem de secuencias repetidas que dificulta su secuenciación, 

ensamblaje y mapeo, por lo que son subestimados notablemente (Wang et al. 2008). 

A pesar del gran número de secuencias repetitivas descritas gracias a la secuenciación masiva, 

los estudios centrados en la organización, la localización, la función, el origen y la evolución de 

éstos, son escasos y revelan una alta complejidad en su evolución (Plohl et al. 2012). Estas 

dificultades pueden resolverse en parte por los métodos clásicos de búsqueda de ADNs 

repetidos en tándem, que permitan analizar la estructura compleja de estas secuencias de ADN. 
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A continuación, se resumen algunos ADNs repetitivos identificados en anfibios utilizando 

métodos clásicos para su búsqueda: 

ADNs repetitivos derivados de transposones 

El ADN altamente repetido R.e./Tc1 de Rana esculenta está organizado en tándem y su unidad 

monomérica presenta una estructura compleja: la región interna de 40 pb, que probablemente 

deriva de la transposasa Tc1 de Haematobia irritans, se encuentra flanqueada por repeticiones 

directas de 9 pb, seguidas de otra región de 22 pb homóloga al gen del síndrome de Werner de 

Homo sapiens (Pontecorvo et al. 2000). La unidad monomérica tiene una longitud de 650 pb y 

presenta altos niveles de metilación en las citosinas del par CpG. Se localiza en los centrómeros 

de cuatro parejas cromosómicas. 

ADNs repetitivos derivados de secuencias teloméricas: ITRs 

En algunas especies del género Xenopus (incluida Xenopus tropicalis) es posible observar 

secuencias teloméricas en posiciones intersticiales. Así, por ejemplo, en X. borealis y X. muelleri 

estas secuencias teloméricas se localizan en la posición de la NOR, mientras que en el cariotipo 

de X. clivii se observan múltiples señales intersticiales no necesariamente asociadas a telómeros 

ancestrales, y que probablemente forman parte de otros ADNs altamente repetidos (Nanda et 

al. 2009). 

ADN Satélite 1 de X. laevis 

Uno de los componentes principales del genoma de X. laevis es un ADN repetitivo llamado 

Satélite 1 (puede representar hasta el 1,35% del total) que se encuentra altamente conservado 

en ésta y otras especies relacionadas (X. borealis y X. muelleri) (Lam et al. 1983). La unidad 

monomérica tiene una longitud de unos 750 pb, aunque puede llegar a 1.050 pb por la presencia 

de inserciones en algunas variantes (Pasero et al. 1993), y presenta una estrecha relación con 

las SINEs (Okada 1991). Este ADN repetitivo está organizado en tándem formando largos arrays 

que se transcriben en los oocitos (Ackerman 1983). La organización compleja que presenta el 

ADN satélite 1 dentro de los clústeres le permite adoptar una curvatura intrínseca en la hélice 

de ADN. Esta curvatura es altamente conservada y está asociada con la estructura de la fibra 

cromatínica y, por consiguiente, con su función. 

ADN satélite pBv en B. viridis 

La unidad monomerica del ADN repetivo pBv de B. viridis tiene una longitud de 420 pb y un 

contenido bajo en A+T (45.9%) (Odierna et al. 2004). pBv está presente en todas las poblaciones 

de B. viridis analizadas, mostrando el mismo patrón de bandas que en B. bufo y B. mauritanicus, 

pero diferente al de B. regularis, o al de otros dos miembros de la familia Bufonidae, 
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Wolterstorffina sp. y Werneria mertensi, en los que solo se observa hibridación para los 

monómeros. Estas secuencias se encuentras dispersas por todos los cromosomas de B. viridis, 

aunque también se observa una fuerte señal positiva en la región pericentromerica del brazo 

corto del tercer par cromosómico. 

ADN satélite S1 en el género Rana 

El ADN S1 es un ADN repetitivo identificado en distintas especies del genero Rana (R. graeca, R. 

italica, R. temporaria, R. dalmatina, R. pirenaica, R. arvalis, R. camerani, R. holtiz, R. 

macrocnemis y R. m. tavasensis) pero no en Pelophylax kl. esculentus (Rosati et al. 1993), siendo 

uno de los ADNs satélites de anfibios mejor caracterizados (secuencias, organización, 

localización, evolución, especificidad etc) (Cardone et al. 1997; Picariello et al. 2002; Feliciello et 

al. 2005, 2006; Picariello et al. 2016). 

Un estudio detallado revela que en realidad son dos ADNs satélites relacionados: S1a (con 494-

476 pb) y S1b (con 363-281 pb) ambos ligeramente ricos en A+T%. En algunas especies como R. 

temporaria y las ranas de Anatolia (R. macrocnemis, R. macrocnemis tavasensis, R. camerani y 

R. holtzi) solo está presente el ADN S1a. Los satélites S1a y S1b se organizan en agrupaciones 

separadas, pero también pueden formar unidades complejas compuestas de una o más copias 

de cada uno de los satélites. Cuando ambos satélites están presentes, muestran distintos 

patrones de bandas en el “Southern Blot”, lo que indica que ambos repetitivos presentan 

organizaciones diferentes en cada una de las especies. Así, por ejemplo, S1a es más abundante 

en R. graeca que en R. italica; en R. italica predominan los arrays separados de cada uno de los 

satélites (S1a y S1b), mientras en R. dalmatina solo una pequeña fracción de S1 está organizada 

en tándem separados, prevaleciendo los largos tándem de combinación de ambos (S1a-S1b). En 

conjunto representa aproximadamente entre 2% y 0,1% del genoma total en distintas especies, 

siendo este repetitivo más abundante en las especies europeas que en las ranas de Anatolia. 

No se observan diferencias significativas entre las secuencias nucleotídicas de las unidades S1a 

de todas las especies, pero sí en las S1b. El análisis de estas secuencias revela que el satélite S1b 

deriva del S1a por una deleción de 213 pb en R. italica, de 133 pb R. graeca y de 162 pb en R. 

dalmatina, siendo la similitud entre las regiones correspondientes de ambos repetitivos 

aproximadamente del 97%. Estos datos indican que el satélite S1b podría haberse originado a 

partir de la repetición S1a por deleciones completamente diferentes en cada una de las especies. 

Por otro lado, todas las secuencias S1a parecen haberse originado a partir de un ancestro 

común. 
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S1 presenta una distribución cromosómica específica en cada especie. Así, en R. italica se localiza 

principalmente en las regiones centroméricas y pericentroméricas de todos los cromosomas, 

mientras que en R. graeca estas secuencias se localizan en posición pericentromerica de cuatro 

parejas cromosómicas (1p/1q, 4p, 5p y 8q). 

ADNs repetitivos en Discoglossus 

pDS  

El ADN satélite pDS está presente en 4 especies de Discoglossus (D. pictus, D. galganoi, D. 

montalentii y D. sardus) (Odierna et al. 1999). La unidad monomérica de este ADN satélite es de 

288 pb, es ligeramente rico en A+T (58,3%) y está organizado en tándem. La hibridación sobre 

cromosomas de D. pictus muestra una distribución dispersa por todos los cromosomas y, 

ocasionalmente, en regiones centroméricas y pericentroméricas de algunos cromosomas. 

Dp-Sat1 

La digestión del ADN genómico de D. pictus con distintas enzimas (SpeI y HindIII), pone de 

manifiesto bandas de ADN repetido. La clonación y el análisis de las secuencias obtenidas reveló 

que se trata de un ADN satélite (Dp-sat1) cuya unidad monomérica (HC) está representada por 

la suma de dos fragmentos homogéneos en tamaño y en secuencia (HA+HB). Este ADN repetido 

está organizado en tándem a lo largo del genoma, pudiendo representar hasta el 6% del genoma 

total de D. pictus. Tiene una composición rica en A+T (71%), completa ausencia de repeticiones 

internas, y una divergencia entre las variantes monoméricas del 4 al 30%. La hibridación sobre 

cromosomas de D. pictus muestra la presencia de señal en 7 parejas de cromosomas pequeños 

(parejas 8-13), en posición centromérica, pericentromérica o disperso en ambos brazos. La 

pareja 13 presenta un polimorfismo asociado al ADN repetitivo Dp-sat1 que podría estar ligado 

al sexo, y que indicaría que ésta es la pareja de cromosomas sexuales. 

La distribución del ADN satélite (y por tanto de los cromosomas pequeños) es un poco peculiar 

durante la interfase, ya que la heterocromatina que contiene al ADN Dp-sat1 se localiza 

solamente en uno de los polos del núcleo (Amor et al. 2009). 

Mediante hibridación se ha confirmado la presencia de Dp-sat1 en 5 especies del género 

Discoglossus (D. montalentii, D. galganoi, D. pictus, D. sardus y D. scovazzi), mostrando en todas 

ellas un patrón de bandas muy similar. Estos resultados podrían indicar que se trata de un ADN 

satélite especifico del genero Discoglossus, ya que no se ha observado en especies de otros 

géneros (Alytes dickhilleni) o familias (X. laevis, R. temporaria). 

Dp-sat2 y Dp-sat3  
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De la digestión del ADN genómico de D. pictus con StuI se aisló una banda que, tras la clonación 

y secuenciación, resulto estar formada por dos tipos de fragmentos distintos: Dp-sat2 (de 150 

pb aproximadamente) y Dp-sat3 (de 180 pb). Dp-sat2 representa el 2.6% del genoma total de 

esta especie (2.3×10⁶ copias por genoma diploide), tiene un contenido ligeramente rico en A+T 

(58%) y una similitud entre los monómeros del 84%-97%. Dp-sat3 representa el 2.2% del genoma 

total (1.6×10⁶ copias por genoma diploide), también presenta un alto contenido en A+T (56%) y 

una similitud entre monómeros del 89-95%. La hibridación sobre ADN genómico de otras 

especies de este género (D. pictus, D. sardus, D. scovazzi, D. galganoi y D. montalentii) 

demuestra su alta conservación. Los dos ADNs repetidos presentan un patrón de bandas en 

escalera, típico de un ADN repetido en tándem, en las cuatro primeras especies. En la especie 

de D. montalentii la cantidad de estos satélites es inferior y/o las secuencias son muy diferentes 

y predomina otra organización. La distribución cromosómica en la especie de D. pictus muestra 

que ambos satélites (Dp-sat2 y Dp-sat3) están localizados de forma dispersa en todos los 

cromosomas, predominando grandes clústeres en regiones centroméricas y pericentroméricas 

de los cromosomas grandes (parejas 2-5). Sin embargo, a diferencia de Dp-sat1, estos dos 

satélites no presentan una distribución localizada en el núcleo durante la interfase. 
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OBJECTIVES 

 

1. To characterize cytogenetically the individuals of the species B. bufo, E. calamita and B. 

viridis analysed in this study. 

2. To search for repetitive DNA sequences in the genome of B. bufo. 

3. To perform a molecular and cytogenetic characterization of the repetitive DNAs 

identified in B. bufo. 

4. To evaluate the extent of these repetitive DNA sequences in other species of the 

Bufonidae family and to perform a molecular and cytogenetic characterization those 

species where these sequences are present. 

5. To analyze the evolution of the repetitive DNAs found in the Bufonidae family. 
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MATERIAL Y MÉTODOS 

1. Material Analizado 

1.1. Animales utilizados 

Los animales silvestres utilizados fueron capturados tras la obtención de los correspondientes 

permisos de captura por parte de las autoridades competentes (Junta de Andalucía). Además de 

animales silvestres, también se han utilizado animales mantenidos en cautividad. En todos los 

casos, el mantenimiento, manipulación y sacrificio de los animales vivos empleados en este 

estudio se ha realizado con el visto bueno del Comité de Bioética de la Universidad de Jaén, y 

siguiendo la normativa según la legislación nacional y comunitaria vigente. 

En este trabajo se han utilizado 16 especies de anfibios pertenecientes a las familias Bufonidae 

(13), Alytidae (1), Pipidae (1) y Ranidae (1). En la Tabla 1 se muestra el origen de los individuos y 

de las líneas celulares utilizados en este trabajo. 

Especie Familia Población 2N Cultivos celulares 

Bufo bufo Bufonidae Italia (Bolonia) 2n=22  

Bufo bufo Bufonidae España (Jaén) 2n=22 
Bbu12 P6; Bbu12 P16; 
Bbu12 D1; Bbu12 D2; 
Bbu12D P7 

Bufo bufo Bufonidae España (Jaén-Cañada) 2n=22  

Bufo bufo Bufonidae Marruecos 2n=22  

Epidalea calamita Bufonidae España (Jaén) 2n=22 
Bca 3.2 P15 M4 
Bca 3.2 P15 M6 

Epidalea calamita Bufonidae España (Ardales) 2n=22  

Barbarophryne brongersmai Bufonidae Grecia 2n=22  

Bufotes viridis Bufonidae Grecia 2n=22 
Bvir P13 n2 
Bvir P15 n5 

Bufotes boulengeri Bufonidae Marruecos 2n=22  

Bufotes latastii Bufonidae Pakistán 2n=22  

Bufotes luristanicus Bufonidae Irán 2n=22  

Bufotes surdus Bufonidae Irán 2n=22  

Bufotes siculus Bufonidae Italia (Sicilia) 2n=22  

Bufotes balearicus Bufonidae Italia (Sicilia) 2n=22  

Sclerophrys arabica Bufonidae Yemen 2n=20  

Rinella marinus Bufonidae Australia 2n=22  
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Especie Familia Población 2N Cultivos celulares 

Duttaphrynus melanostictus Bufonidae Nepal 2n=22  

Discoglossus galganoi Alytidae España 2n=28 Dgal P3 

Silurana tropicalis Pipidae Nigeria (laboratorio) 2n=20 
Xt F2 P5 H 
Xt M 1b 
Xt M 2b 

Pelophylax perezi Ranidae España (Jaén) 2n=26  

Tabla 1. Especies de anfibios utilizados en este trabajo. Para cada especie se indica la familia a la que pertenece, la 
procedencia, el número de cromosomas y, en su caso, el nombre de línea celular establecida. 

1.2. Líneas celulares 

Para evitar tener que utilizar individuos adultos para la obtención de cromosomas metafásicos, 

se han establecido líneas celulares a partir de cultivos primarios y secundarios realizados a partir 

de larvas. Las líneas celulares disponibles se indican en la Tabla 1. 

2. Métodos 

2.1. Aislamiento y cuantificación de ácidos nucleicos 

2.1.1. Obtención de ADN genómico de alto peso molecular 

Como material de partida para la obtención de ADN genómico se ha utilizado tejido fijado en 

etanol al 70%, tejido fresco y células procedentes de cultivos celulares. En todos los casos el 

protocolo de extracción de ADN genómico fue el mismo. Para la extracción y aislamiento del 

ADN se siguió el método de Sambrook et al. (2001) con algunas variaciones. 

- Homogeneizar unos 100 mg de tejido utilizando N2 líquido. Cuando la extracción se realiza a 

partir de células procedentes de cultivos celulares se omite la homogeneización inicial, 

resuspendiendo el pellet de células directamente en el tampón de extracción. Resuspender 

el tejido homogeneizado en 800 µl de tampón de extracción11. Añadir 2,5 µl de proteinasa 

K12 y 200 µl de tampón de lisis13. Mezclar por inversión e incubar 10-15 horas a 56°C. 

- Añadir 10 µl de solución de RNasa14 e incubar a 37°C durante 3 horas. 

- Extraer con fenol utilizando un volumen igual al de muestra. Mezclar por inversión (6-8 veces) 

y centrifugar a 10.000 rpm durante 10 min. 

                                                           
11 Tampón de extracción: 10mM Tris-HCl pH 7,5; 10mM NaCl; 2mM EDTA. 

12 Proteinasa K: 10 mg/ml en H2O ultrapura estéril. Conservar a -20°C. 

13 Tampón de lisis: 10mM Tris-HCl pH 7,5; 10mM NaCl; 2mM EDTA; 5% SDS. 

14 Solución RNasa: 10mg/ml en 10mM Tris-HCl pH 7,5; 15 mM NaCl. Para inactivar posibles DNasas, la solución se 

calienta a 100°C durante 15 minutos y se deja enfriar a temperatura ambiente. Conservar a -20°C. 
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- Transferir la fase acuosa a un tubo limpio y volver a extraer con fenol:cloroformo:alcohol 

isoamílico (proporciones 25:24:1) utilizando un volumen igual al de muestra. Mezclar por 

inversión y centrifugar a 10.000 rpm durante 10 min. 

- Transferir la fase acuosa a un tubo limpio y extraer con cloroformo:alcohol isoamílico 

(proporción 24:1) utilizando un volumen igual al de muestra. Mezclar suavemente por 

inversión y centrifugar a 10.000 rpm durante 10 min. 

- Transferir la fase acuosa a un tubo limpio y precipitar el ADN. Para ello se añade NaCl 5M 

(concentración final 0,2 M) y dos volúmenes de etanol al 100%. Mezclar suavemente por 

inversión y dejar enfriar al menos 30 min a -20°C. 

- Centrifugar a 13.000 rpm durante 15 min. Decantar el etanol. Lavar con etanol al 70% (un 

volumen). Centrifugar 13.000 r.p.m. durante 10 min. Decantar el sobrenadante y dejar secar 

hasta que todo el etanol se haya evaporado. Resuspender el ADN en H2O ultrapura estéril. 

Almacenar a 4°C. 

2.2. Aislamiento de ADN a partir de geles de agarosa 

El aislamiento y purificación de fragmentos de ADN a partir de geles de agarosa se llevó a cabo 

mediante protocolo basado en la técnica descrita por Duro et al. (1993). 

- Cortar el bloque de agarosa que contiene la banda de ADN de interés con un bisturí estéril y 

separar del resto del gel. Es muy importante evitar la exposición prolongada del ADN a la luz 

U.V. para evitar los daños que ésta pueda ocasionar sobre el ADN. 

- Depositar el bloque de agarosa dentro de un cono de papel de filtro, que se encuentra a su 

vez encajado dentro de un tubo eppendorf con el fondo perforado. Este montaje se introduce 

en otro tubo eppendorf sin perforar y se centrifuga 15 min a 14.000 rpm. 

- Precipitar el ADN presente en el eluido con NaCl 5 M (concentración final 0.2 M), 1 μl de 

glicógeno y dos volúmenes de etanol absoluto. Incubar la mezcla a -20°C durante 10-15 

horas. 

- Recuperar el ADN centrifugando a 14.000 rpm durante 30 min. 

- Lavar con etanol al 70%. 

- Decantar el sobrenadante, dejar secar y resuspender en 10 μl de H2O milliQ. 

2.2.1. Purificación de ADN plasmídico mediante lisis alcalina 

Para el aislamiento de ADN plasmídico a partir de cultivos bacterianos se empleó el método de 

lisis alcalina descrito por Sambrook et al. (2001). Brevemente:  
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- Sembrar una colonia de bacterias en 5 ml de LB líquido e incubar en agitación a 37°C durante 

10-12 h. 

- Centrifugar a 5.000 rpm durante 5 min. Tirar el sobrenadante. 

- Resuspender las bacterias en 100 µl de Solución I15 fría. 

- Añadir 200 µl de Solución II16, mezclar por inversión 6-8 veces. Incubar en hielo 5 min. 

- Añadir 150 µl de Solución III17, mezclar por inversión 6-8 veces. Incubar en hielo 5 min. 

- Centrifugar durante 15 min a máxima velocidad. Pasar el sobrenadante a un tubo limpio. 

- Precipitar el ADN plasmídico con 2 volúmenes de etanol absoluto y mezclar por inversión 6-

8 veces. Incubar la mezcla a -20°C durante 10-15 horas. 

- Centrifugar 10 min a máxima velocidad.  

- Decantar, lavar con etanol al 70% y centrifugar 10 min a máxima velocidad. 

- Decantar y dejar secar. 

- Resuspender en 50 µl de H2O ultrapura estéril. Conservar a -20°C. 

2.2.2. Purificación de ADN plasmídico mediante kits comerciales 

Si el plásmido iba a ser utilizado en reacciones de secuenciación, para su extracción se utilizó el 

kit comercial “Qiaprep spin minipreps kit” (Qiagen) o el kit “MiniSpin Plasmid” (MN) siguiendo 

las instrucciones del fabricante. 

2.3. Cuantificación de ácidos nucleicos 

La cuantificación y pureza del ADN obtenido se realiza por espectrofotometría midiendo la 

absorbancia a 260 y 280 nm. Para la medida de la concentración de ADN se tiene en cuenta que 

a una absorbancia de 1 medida a 260 nm le corresponde a una concentración de ADN de cadena 

doble de 50 ng/µl. 

Para medir la pureza de la muestra se obtiene el cociente entre las absorbancias a 260 y 280 nm 

(A260/A280). Este valor indica si existe contaminación con proteínas. Se considera que una 

solución de ADN está limpia cuando este cociente tiene un valor entre 1,8 y 2 (Wilfinger et al. 

1997). 

La concentración de ADN también puede estimarse por comparación de la muestra problema 

con un ADN patrón de concentración conocida tras la electroforesis de ambas en un gel de 

agarosa. 

                                                           
15 Solución I: 50mM glucosa, 25mM Tris-HCl pH8.0, 10mM EDTA, 100 µl/ml RNasa A. 

16 Solución II: 0.2M NaOH, 1% SDS. 

17 Solución III: 3M acetato potásico. 
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2.4. Electroforesis en geles de Agarosa 

Las muestras de ADN pueden separarse según su tamaño mediante electroforesis en geles de 

agarosa. Para ello se utilizan geles de agarosa al 1% en tampón TAE18 1x, a un voltaje de 5V/cm. 

De este modo es posible visualizar las muestras de ácidos nucleicos y determinar la calidad de 

las mismas. 

2.5. Aislamiento y amplificación de secuencias de ADN repetitivo 

2.5.1. Aislamiento de ADN repetitivo mediante restricción de ADN genómico 

Las restricciones del ADN genómico fueron realizadas según 

la reacción que se indica en la Tabla 2. La mezcla obtenida se 

incuba a la temperatura óptima de cada enzima de 

restricción, siendo la más frecuente de 37°C. 

Una vez digerido, el ADN se separa mediante electroforesis 

en geles de agarosa al 1% en TAE 1x y con un voltaje de 

5V/cm. 

Tras la electroforesis, los geles se tiñen en una solución de bromuro de etidio (10 μg/ml) y el 

ADN se visualiza mediante exposición a U.V. en un transiluminador. La fotografía del gel se toma 

junto con una regla, de modo que posteriormente se pueda estimar permite realizar una 

estimación del tamaño de las bandas obtenidas. 

2.5.2. Amplificación de secuencias de ADN repetitivo 

DISEÑO DE OLIGOS 

La clonación de las bandas intensas que se observan tras la digestión de ADN genómico con 

enzimas de restricción permite obtener secuencias de unidades monoméricas de distintas 

familias de ADN repetido. A partir de estas secuencias se diseñaron los cebadores específicos 

para cada una de estas familias de ADN repetido con el fin de obtener monómeros, dímeros, etc 

mediante PCR. Los cebadores utilizados en este trabajo se muestran en la  

GEN NOMBRE SECUENCIA 5'-3' Tamaño Tm 
 

%GC 

BbuBamHI 800 Bbu-BamHI-800-F1 GGATCCATGCACATCAACAGGTATG 25 56,06 48 

BbuBamHI 800 Bbu-BamHI-800-R1 GGATCCACACCTGACTGAAGAATG 24 55,23 50 

BbuBamHI 800 Bbu-BamHI-800-F2 GACATCACAATAGACCCTTGCTG 25 56,06 48 

                                                           
18 Tampón TAE 50x: (Tris-Acetato EDTA): Disolver 242 g de Tris base, 57,1 ml de ácido acético glacial y 100 ml de una 

solución 0,5 M (pH=8) de EDTA en 1000 ml de H2O milliQ. 

Reacción de restricción 

 
5-10 μg ADN genómico 
4 μl Tampón 10x 
1-3 U enzima 
H2O ultrapura estéril 
 

Volumen final = 40 μl 

Tabla 2. Reacción de digestión del 
ADN genómico 
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GEN NOMBRE SECUENCIA 5'-3' Tamaño Tm 
 

%GC 

BbuBamHI 800 Bbu-BamHI-800-R2 
Bbu-BamHI-800-int-R 

ATCATCCATGGATGCTGAAGGG 22 54,23 50 

BbuBamHI 210A Bbu-BamHI-210A-F1 CCAGACTTGCAGGGATGGTAGAAG 24 56,75 54 

BbuBamHI 210A Bbu-BamHI-210A-R1 TCGCTGGGCTGAACTTCCATGA 22 58,24 54 

BbuBamHI 210A Bbu-BamHI-210A-F2 GGGACTTGGGCTCCAAGAGGAG 22 58,30 63 

BbuBamHI 210A Bbu-BamHI-210A-R2 
Bbu-BamHI-210A-int-R 

CCTCTACCATCCCTGCAAGTCTGG 24 58,28 58 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-F1 GTTCCTGGGCAGACATTTCCA 21 54,84 52 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-R ATTTTCCGATTTTGCCCCGC 20 54,05 50 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-F2 CGGATGTCATGGAACTGATGG 21 54,89 52 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-Fint AGCCAGGTTTGATCTCATAGCTG 23 51,05 43 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-Rint GTTCTCTTTCTCAAAACGGCCA 22 51,83 45 

BbuBamHI 210B BbuBam210B-F ATAGAGCTTCCTGCCTGGA 19 51,41 52 

BbuBamHI 210B BbuBam210B-R ATCTGGCAACCAGAGAAGTG 20 51,69 50 

BbuBamHI 210B Bbu-BamHI-210B-int-R CTACGGATCCGGATCCG 17 50,30 64 

BbuBamHI 210B Bbu-BamHI-210B-int-R2 ATCCGGAGGGTAGCGTTCT 19 54,18 57 

BbuBamHI 190 Bbu-BamHI-190-F1 GGATCCGCTAAACGCATAC 19 50,73 52 

BbuBamHI 190 Bbu-BamHI-190-R1 GGATCCGTAAAAATCATGCGG 21 52,04 47 

BbuBamHI 190 Bbu-BamHI-190-int-F GTGATCAATGACTGTGGTGATC 22 51,37 45 

BbuBamHI 190 Bbu-BamHI-190-int-R TCCCCTGTAAGGCTCCATT 19 51,56 52 

Tabla 3. 

GEN NOMBRE SECUENCIA 5'-3' Tamaño Tm 
 

%GC 

BbuBamHI 800 Bbu-BamHI-800-F1 GGATCCATGCACATCAACAGGTATG 25 56,06 48 

BbuBamHI 800 Bbu-BamHI-800-R1 GGATCCACACCTGACTGAAGAATG 24 55,23 50 

BbuBamHI 800 Bbu-BamHI-800-F2 GACATCACAATAGACCCTTGCTG 25 56,06 48 

BbuBamHI 800 Bbu-BamHI-800-R2 
Bbu-BamHI-800-int-R 

ATCATCCATGGATGCTGAAGGG 22 54,23 50 

BbuBamHI 210A Bbu-BamHI-210A-F1 CCAGACTTGCAGGGATGGTAGAAG 24 56,75 54 

BbuBamHI 210A Bbu-BamHI-210A-R1 TCGCTGGGCTGAACTTCCATGA 22 58,24 54 

BbuBamHI 210A Bbu-BamHI-210A-F2 GGGACTTGGGCTCCAAGAGGAG 22 58,30 63 

BbuBamHI 210A Bbu-BamHI-210A-R2 
Bbu-BamHI-210A-int-R 

CCTCTACCATCCCTGCAAGTCTGG 24 58,28 58 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-F1 GTTCCTGGGCAGACATTTCCA 21 54,84 52 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-R ATTTTCCGATTTTGCCCCGC 20 54,05 50 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-F2 CGGATGTCATGGAACTGATGG 21 54,89 52 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-Fint AGCCAGGTTTGATCTCATAGCTG 23 51,05 43 

BbuBamHI 210ins Bbu-BamHI-210ins-Rint GTTCTCTTTCTCAAAACGGCCA 22 51,83 45 

BbuBamHI 210B BbuBam210B-F ATAGAGCTTCCTGCCTGGA 19 51,41 52 

BbuBamHI 210B BbuBam210B-R ATCTGGCAACCAGAGAAGTG 20 51,69 50 

BbuBamHI 210B Bbu-BamHI-210B-int-R CTACGGATCCGGATCCG 17 50,30 64 
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GEN NOMBRE SECUENCIA 5'-3' Tamaño Tm 
 

%GC 

BbuBamHI 210B Bbu-BamHI-210B-int-R2 ATCCGGAGGGTAGCGTTCT 19 54,18 57 

BbuBamHI 190 Bbu-BamHI-190-F1 GGATCCGCTAAACGCATAC 19 50,73 52 

BbuBamHI 190 Bbu-BamHI-190-R1 GGATCCGTAAAAATCATGCGG 21 52,04 47 

BbuBamHI 190 Bbu-BamHI-190-int-F GTGATCAATGACTGTGGTGATC 22 51,37 45 

BbuBamHI 190 Bbu-BamHI-190-int-R TCCCCTGTAAGGCTCCATT 19 51,56 52 

Tabla 3. Secuencias de cebadores utilizados para la amplificación por PCR de los ADN repetitivos analizados en este 
trabajo. Para cada cebador se indican su nombre, su secuencia en dirección 5’-3’, su tamaño, su Tm y el % GC. 

AMPLIFICACIÓN POR PCR DEL ADN REPETIDO 

Con los cebadores de la Tabla 3 se realizan PCRs para la amplificación de distintas unidades 

monoméricas de las familias de ADN repetido analizadas en este trabajo. Las condiciones de PCR 

se muestran en la Tabla 4 sustituyendo los cebadores correspondientes y el tiempo de extensión 

requerido en cada caso en función del tamaño del amplicón. Para la obtención de dímeros, 

trímeros, etc, los tiempos de extensión se alargan lo suficiente. 

PCR (Vf = 15 µl) PERFIL DE TEMPERATURAS 

0,5 µl plásmido con inserto (o bacterias) 
0,6 µl dNTPs (10 mM) 
0,6 µl MgCl2 50 mM 
0,6 µl cebador Forward 
0,6 µl cebador Reverse 
1,5 µl Tampón 10X 
0,3 U Taq polimerasa (Bioline) 
10,5 µl H2O ultrapura estéril 

95°C - 4 min 
 
95°C - 30 s 
Tm°C - 30 s 
72°C – según la longitud 
del inserto amplificado 1kb/min 
 
72°C - 5 min 

Tabla 5. Reacción de PCR 

 

x 30 ciclos 

REACCIÓN DE LIGADO - BANDAS DE DIGESTIÓN INCUBACIÓN 

vol. inserto (obtenido según fórmula anterior) 
0,6 µl de vector pUC19 (0,5 µg/µl) 
7,5 µl tampón 2X 
1 µl Ligasa de T4 
0,5 µl de ATP 20 mM 
H2O ultrapura estéril (hasta 15 µl) 

12-20h (19-22 °C) 

REACCIÓN DE LIGADO - PRODUCTOS DE PCR INCUBACIÓN 

vol. inserto (obtenido según fórmula anterior) 
1 µl de vector pGEM-T Easy (50 ng/µl) 
7,5 µl tampón 2X 
1 µl Ligasa de T4 
0,5 µl ATP 20 mM 
H2O ultrapura estéril (hasta 15 µl) 

o/n (4°C) 

Tabla 4. Reacciones de ligado empleadas en este trabajo en función del origen del inserto (digestión de ADN 
genómico o producto de PCR). 
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2.6. Clonación de fragmentos de ADN 

2.6.0. Reacción de ligado 

La reacción de ligado (Tabla 5) se realizó de dos modos distintos en función de si los fragmentos 

de ADN utilizados procedían de la digestión de ADN genómico con el enzima BamHI, o de 

productos de PCR obtenidos mediante amplificación con Taq polimerasa. 

En primer caso, para la clonación se empleó el vector pUC19 previamente digerido con el enzima 

BamHI y desfosforilado (Fermentas). En el segundo caso, para la clonación se utilizó el vector 

pGEM-T Easy (Promega). 

 En la reacción de ligado se utilizó una relación inserto:vector de 3:1, que fue la relación que 

proporciona mejor eficiencia en la obtención de ADN recombinante. Teniendo esto en cuenta, 

para calcular la cantidad de inserto necesaria en cada reacción de ligado se empleó la siguiente 

fórmula: 

𝐶𝑎𝑛𝑡𝑖𝑑𝑎𝑑 𝑑𝑒 𝑣𝑒𝑐𝑡𝑜𝑟 (𝑛𝑔)𝑥 𝑇𝑎𝑚𝑎ñ𝑜 𝑑𝑒𝑙 𝑖𝑛𝑠𝑒𝑟𝑡𝑜 (𝐾𝑝𝑏)

𝑇𝑎𝑚𝑎ñ𝑜 𝑑𝑒𝑙 𝑣𝑒𝑐𝑡𝑜𝑟 (𝐾𝑝𝑏)
×

inserto

𝑣𝑒𝑐𝑡𝑜𝑟
= cantidad inserto (ng) 

2.6.1. Obtención de bacterias competentes 

Las bacterias empleadas pertenecen a la cepa JM109 de la especie Escherichia coli. Para la 

obtención de bacterias competentes se utilizó el siguiente protocolo en condiciones de 

esterilidad: 

- Sembrar las bacterias en una placa de Petri con medio de LB-agar19. 

- Incubar a 37°C durante 12-15h. 

- Picar una colonia e inocular en 4 ml de LB20 líquido. 

- Incubar a 37°C en agitación, durante 12-15h. 

- Inocular los 4 ml del cultivo anterior en 100 ml de medio TYM21 e incubar a 37°C en agitación 

hasta conseguir una densidad óptica a 550 nm entre 0,5 y 0,8. 

- Enfriar el cultivo y alicuotar en dos tubos de 50 ml. A partir de este paso se debe trabajar en 

condiciones de frío y esterilidad. 

                                                           
19 Medio LB-agar: Disolver 10 gr de bacto-triptona, 5 gr de extracto de levadura y 10 gr de NaCl en 950 ml de H2O 

ultrapura estéril. Añadir 15 gr de bacto-agar. Ajustar el pH a 7 con NaOH 5N. Completar el volumen hasta 1 

litro. Esterilizar mediante autoclave. 

20 Medio LB - líquido (Luria-Bertani): Disolver 10 gr de bacto-triptona, 5 gr de extracto de levadura y 10 gr de NaCl en 

950 ml de H2O ultrapura estéril. Ajustar el pH a 7 con NaOH 5N. Completar el volumen hasta 1 litro. Esterilizar 

mediante autoclave. 

21 Medio TYM: 2% Triptona; 0,5% extracto de levadura; 0,1% NaCl; 0,01% MgCl2. Esterilizar mediante autoclave. 
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- Centrifugar a 3.000 rpm durante 15 min a 4°C.  

- Retirar el sobrenadante y resuspender suavemente en 15-20 ml de Tfb I22. 

- Incubar en hielo durante 15-30 min. 

- Centrifugar durante a 3.000 rpm durante 8 min a 4°C. 

- Retirar el sobrenadante y resuspender en 2 ml de Tfb II23. 

- Incubar en hielo durante 30 min. 

- Hacer alícuotas de 50 µl y congelar rápidamente sumergiendo los tubos en nitrógeno líquido. 

- Conservar a -80°C. 

Para establecer el grado de competencia alcanzado por las bacterias, se realiza un análisis de la 

eficiencia de transformación. Para ello se transforman 50 μl de bacterias competentes con 100 

pg de vector pUC19 (ver protocolo de transformación). La eficiencia de transformación se mide 

como el número de colonias transformadas por μg de ADN. Con este protocolo suelen obtenerse 

eficiencias de transformación que oscilan entre 10⁶ - 10⁸ (valores superiores a 10⁶ se consideran 

una buena eficiencia de transformación). 

2.6.2. Transformación de bacterias competentes 

Para introducir ADN exógeno en el interior de bacterias competentes se ha utilizado el protocolo 

de transformación mediante choque térmico. El protocolo seguido para transformar bacterias 

competentes es el siguiente: 

- Añadir los 15 µl de la reacción de ligado a 50 µl de bacterias competentes. 

- Incubar 30 min en hielo agitando suavemente cada 10 min. 

- Incubar 2 min en un baño a 42°C. 

- Colocar rápidamente en hielo durante 5 min. 

- Añadir 950 µl de medio LB líquido e incubar durante 1 hora a 37°C. 

- Sembrar 100 µl de bacterias transformadas en una placa con medio LB sólido con 

ampicilina/IPTG/X-Gal (medio selectivo). 

- Centrifugar el resto de bacterias durante 5 min a 5000 rpm. 

- Decantar, resuspender el sedimento y sembrar todo en una placa con medio LB sólido con 

ampicilina/IPTG/X-Gal. 

- Incubar las placas a 37°C durante 10-12 h. 

                                                           
22 Medio Tfb I: 30 mM Acetato potásico; 50 mM MnCl2; 100 mM KCl; 10 mM CaCl2; 15% glicerol. Esterilizar por 

filtración. 

23 Medio Tfb II: 10 mM NaMOPS pH 7,2; 75 mM CaCl2; 10 mM KCl; 15% glicerol. Esterilizar por filtración. 
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Los vectores pGEM-T Easy y pUC19 permiten la identificación de clones recombinantes en medio 

LB sólido al que se añade ampicilina/IPTG/X-gal. En ese caso, los clones recombinantes serán de 

color blanco, mientras que los clones no recombinantes serán de color azul. En estas condiciones 

las bacterias no transformadas no crecerán, por ser sensibles a la ampicilina. 

2.6.3. Identificación de clones recombinantes de interés 

Los clones recombinantes positivos se identificaron por distintos métodos: 

MEDIANTE ELECTROFORESIS EN GELES DE AGAROSA 

La electroforesis de plásmidos recombinantes en geles de agarosa al 1% en TAE 1X permite 

identificar aquellos que tienen insertos de tamaño específico al compararlos con controles 

positivos (plásmidos con inserto de tamaño conocido) y negativos (plásmidos recircularizados 

sin inserto). Este método se utilizó en aquellos casos en los que el tamaño del inserto era 

superior a 500 pb. 

MEDIANTE PCR CON LOS CEBADORES M13 F/R 

Este método se utilizó principalmente para clones con insertos de tamaños menores de 500 pb, 

ya que la variación del tamaño del plásmido con y sin inserto no se aprecia con bastante claridad 

en la electroforesis de plásmidos. Se utilizaron cebadores genéricos M13 F/R y la reacción se 

muestra en la Tabla 6. 

PCR (Vf = 15 µl) PERFIL DE TEMPERATURAS 

0,5 µl plásmido con inserto (o bacterias) 
0,6 µl dNTPs (10 mM) 
0,6 µl MgCl2 50 mM 
0,6 µl cebador M13 Forward 
0,6 µl cebador M13 Reverse 
1,5 µl Tampón 10X 
0,3 U Taq polimerasa (Bioline) 
10,5 µl H2O ultrapura estéril 

 
95°C - 4 min 
 
95°C - 30 s 
52°C - 45 s 
72°C - 45 s 
 
72°C - 5 min 

Tabla 6. Reacción de PCR M13 F/R 

MEDIANTE HIBRIDACIÓN SOBRE PLÁSMIDOS 

Este método se utilizó en los casos cuando no se conocía el tamaño sobre los clones obtenidos 

y esta descrito en el apartado 3.2. 

MEDIANTE SECUENCIACIÓN DE LOS CLONES 

Las reacciones de secuenciación de ADN plasmídico se realizaron en un secuenciador 

automático CEQ 2000XL (Beckamn Coulter). La secuenciación se ha llevado a cabo en los 

x 30 ciclos 
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Servicios Técnicos de Investigación de la Universidad de Jaén y en el Servicio de Secuenciación 

de ADN del Centro Nacional de Investigaciones Oncológicas (CNIO). 

2.6.4. Crio preservación de los clones 

Los clones de interés se conservaron a -80°C. Para ello se realizaron cultivos en 3 ml en medio 

LB con ampicilina a 37°C en agitación durante toda la noche. Los cultivos se centrifugan (6.000 

rpm, 5 min) y las células se resuspenden en 150 μl de medio LB:glicerol (1:1). El material así 

preparado se almacena a -80°C. 

2.7. Marcaje de ácidos nucleicos 

En este trabajo se han utilizado dos métodos diferentes para marcar sondas. El marcaje por PCR 

se ha utilizado cuando se conoce la secuencia del fragmento a marcar y, por tanto, es posible 

obtener de oligonucleótidos específicos para poder amplificar la región de interés. La técnica de 

marcaje mediante cebado al azar (“Random primer”) permite marcar cualquier secuencia de 

ADN utilizando hexanucleótidos aleatorios como oligos para la síntesis de nuevas moléculas de 

ADN marcadas. Esta técnica se ha utilizado para marcar fragmentos de ADN de secuencia 

desconocida o fragmentos muy largos, como pueden ser plásmidos. 

2.7.0. Marcaje por PCR 

 

En este trabajo se han utilizado sondas no 

radiactivas, marcadas con biotina-16-dUTP (Roche) (utilizadas en experimentos de FISH sobre 

cromosomas metafásicos), o con digoxigenina-11-dUTP (Roche) (utilizadas en experimentos de 

hibridación sobre membranas). 

El protocolo de PCR utilizado está basado en el desarrollado por Lo et al. (1990) y se detalla en 

la ¡Error! No se encuentra el origen de la referencia.. El programa de amplificación varía en f

unción de la Tm de los oligonucleótidos utilizados y de la longitud del producto a amplificar. 

                                                           
24dNTPs para marcaje: 1mM dATP, 1mM dCTP, 1mM dGTP, 0,65 mM dTTP, 0,35 mM dig-11-dUTP o biotin-16-dUTP. 

Tabla 7. . Reacción de PCR para marcaje de sonda. 

PCR (Vf = 50 µl) PROGRAMA DE AMPLIFICACIÓN 

0,5 µl plásmido con inserto (10 ng plásmido) 
1 µl biotina-16-dUTP® / dig-11-dUTP (Roche) 
1 µl dNTPs para marcaje24 por PCR 
1,25 µl MgCl2 50 mM 
1,25 µl cebador Forward 
1,25 µl cebador Reverse 
5 µl Tampón de Taq polimerasa 10X 
1 U Taq polimerasa (Bioline) 
36,75 µl H2O ultrapura estéril 

95°C 4 min 
 
95°C 30 s 
Temperatura de Unión de cebadores 45 s 
72°C Tiempo de Extensión 
 
72°C 5 min 

X 30 ciclos 
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Las sondas marcadas se precipitan (ver apartado 2.7.2) y se conservan a -20°C. 

2.7.1. Marcaje por “Random Primer” 

Con este método se marcaron las bandas purificadas a partir de las digestiones del ADN 

genómico con BamHI, así como insertos de clones recombinantes positivos que posteriormente 

se utilizaron utilizados en la identificación de clones recombinantes positivos. La reacción de 

marcaje se muestra en la Tabla 8. Para la desnaturalización, el ADN se incuba durante 10 min a 

100ºC y se enfría rápidamente en el hielo, para evitar la renaturalizacion. 

2.7.2. Precipitación de la sonda marcada 

La precipitación de la sonda se realiza para eliminar restos de oligos y de otros reactivos 

presentes en la reacción de marcaje (ya sea por PCR o por “random primer”) y que pueden 

interferir en reacciones posteriores. Para ello, una vez obtenida la sonda marcada con 

digoxigenina, se añade 1 μl de glicógeno, 10 μl de acetato amónico 10M, 5 μl de ADN de esperma 

de salmón (100µg/ml) y 100 μl de etanol absoluto. La mezcla se incuba durante toda la noche 

(10-15 h) a -20°C. Posteriormente se centrifuga 30 min a 13.000 rpm, se elimina el sobrenadante 

y se realiza un lavado con 1 volumen de etanol al 70%, centrifugando posteriormente 5 min a 

13.000 rpm. El sobrenadante se decanta y se deja secar el precipitado. Una vez secado, éste se 

resuspende en 30 μl de H2O ultrapura. La sonda se conserva a -20°C. 

En el caso cuando se trata de la sonda marcada con biotina (para realización de la FISH) se utiliza 

otra reacción para la precipitación: 1 μl de glicógeno, 3 μl de acetato sódico 3M a pH 5.2, 5 μl de 

ADN de esperma de salmón (100µg/ml), 5 μl de ARNt de levaduras (100µg/ml) y 150 μl de etanol 

absoluto. El resto del protocolo es idéntico que en el caso de marcaje con digoxigenina. 

2.8. Comprobación de la eficiencia de marcaje 

2.8.1. Dot-Blot 

La eficiencia de marcaje de las sondas puede comprobarse mediante comparación con un ADN 

control marcado a una concentración conocida. El protocolo empleado es el siguiente: 

- Realizar diluciones seriadas (1/2, 1/4, 1/8, etc.) del ADN marcado control (100 ng/µl) y de la 

sonda marcada (concentración desconocida). 

- Depositar estas diluciones en una membrana de nailon cargada positivamente (Amershan). 

- Cuando la membrana esté seca, fijar el ADN a la membrana mediante exposición a luz U.V. 

durante 2 min. 
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- Lavar25 dos veces la membrana durante 2 min cada vez en tampón maléico26. 

- Incubar 1 hora en el tampón de bloqueo27 para evitar las uniones inespecíficas del 

anticuerpo. 

- Incubar la membrana durante 30 min en la solución de anticuerpo28. 

- Realizar dos lavados de 15 min cada uno en tampón maléico. 

- Equilibrar la membrana durante 5 min en tampón alcalino29. 

- Incubar la membrana en la solución de color30. La detección de la señal se lleva a cabo de 

forma indirecta, por la actividad de la fosfatasa alcalina conjugada al anticuerpo, utilizando 

NBT/BCIP como sustrato. 

- Incubar la membrana en oscuridad hasta que la señal adquiera la intensidad adecuada. 

- Detener la reacción lavando la membrana con agua destilada. 

La comparación de las señales obtenidas en las diluciones seriadas del ADN marcado control y 

con las señales de las diluciones de sonda marcada permite estimar de forma aproximada la 

cantidad de sonda marcada. 

2.8.2. Electroforesis en gel de agarosa 

Una estima menos precisa del grado de marcaje de una sonda puede realizarse comparando el 

tamaño de fragmento de ADN sin marcar con el del fragmento de ADN marcado mediante 

electroforesis en geles de agarosa al 1% en TAE 1x. La incorporación al ADN de bases modificadas 

(digoxigenina-11-dUTP o biotina-16-dUTP) da lugar a un retardo en la migración de las moléculas 

de ADN. Mayor retardo indica mayor grado de marcaje. 

                                                           
25 Todos los lavados se hacen en agitación, a temperatura ambiente salvo que se especifique lo contrario. 

26 Tampón Maléico: ácido maléico 0.1 M, NaCl 0.1 M, pH=7.5. 

27 Tampón de Bloqueo: reactivo de bloqueo (Roche) al 1% en tampón maléico. 

28 Solución de Anticuerpo: anticuerpo anti-digoxigenina conjugado con fosfatasa alcalina, dilución 1:5.000 en tampón 

de bloqueo. 

29 Tampón alcalino: Tris-HCl 100 mM; NaCl 100 mM; MgCl2 50 mM pH=9.5. 

30 Soluciónde color: 20 µl de NBT/BCIP en 1 ml de tampón alcalino. 

REACCIÓN DE MARCAJE INCUBACIÓN 
 

15 μl ADN desnaturalizado (0.1-3 μg) 
2 μl mezcla de hexanucleótidos 10x (Roche) 
2 μl mezcla de dNTPs para marcaje 
1 μl (10 U) ADN polimerasa fragmento Klenow (Roche) 
 

Volumen final= 20 μl 

37ºC 
10-15 h 

Tabla 8. Reacción para marcaje de sonda por Random Primer. 
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3. Identificación de secuencias específicas de ADN en membranas de 

nailon 

3.1. “Southern-Blot” 

La identificación de secuencias específicas de ADN (obtenidas mediante digestión de ADN 

genómico con enzimas de restricción, o mediante PCR) puede realizarse tras la separación de 

los fragmentos de ADN mediante electroforesis en geles de agarosa y su posterior transferencia 

a membranas de nailon mediante "Southern-blot". Para ello es necesario: transferir el ADN a 

una membrana, hibridar la membrana con una sonda marcada y detectar de la sonda. 

3.1.1. Transferencia del ADN a una membrana 

Los fragmentos de ADN, procedentes de la digestión de ADN genómico con enzimas de 

restricción, o de resultado de reacciones de PCRs, son separados según su tamaño mediante 

electroforesis en geles de agarosa. Finalizada la electroforesis, el ADN se transfiere a una 

membrana de nailon cargada positivamente. La transferencia se realizó por capilaridad, 

siguiendo el protocolo descrito por Sambrook et al. (2001): 

- Teñir el gel con bromuro de etidio y fotografiar con una regla. Lavar con agua destilada16. 

- Incubar el gel en la solución de depurinación31 durante 10-20 min. 

- Lavar 5 min con agua destilada. 

- Incubar, dos veces 20 min cada una, en solución de desnaturalización32. 

- Lavar 5 min con agua destilada. 

- Incubar, dos veces 20 min cada una, en 

solución de neutralización33. 

- Transferir el ADN por capilaridad desde 

el gel a una membrana de nailon 

cargada positivamente utilizando 

20xSSC (pH= 7.5) como solución de 

transferencia. La transferencia se 

realiza durante toda la noche, como se 

muestra en la Figura 5. 

                                                           
31 Solución de depurinación: HCl 0.25 M. 

32 Solución de desnaturalización: NaCl 1.5 M; NaOH 0.5 M. 

33 Solución de neutralización: Tris-ClH 0,5 M; NaCl 1.5 M, pH=7.4. 

Figura 5. Esquema de la transferencia por capilaridad para 
Southern Blot. 



MATERIALES Y METODOS 
 

 
62 

 

- Lavar la membrana en 6xSSC durante 5 min y dejar secar. 

- Fijar el ADN a la membrana mediante exposición a luz U.V. durante 2 min. La membrana se 

puede conservar durante 1 - 4 semanas a temperatura ambiente en un lugar seco y oscuro. 

3.1.2. Hibridación 

La hibridación se realizó como sigue: 

- Incubar la membrana en solución de prehibridación34 a 65°C, al menos durante 3 h. 

- Preparar la sonda diluyendo el ADN marcado con digoxigenina a una concentración final de 

25-50 ng/ml en solución de prehibridación. Desnaturalizar la sonda (incubar en agua 

hirviendo durante 10 min) y enfriar rápidamente en hielo. La sonda se puede reutilizar 

almacenándola a -20 °C. 

- Añadir la sonda a la membrana e hibridar durante 10-15 horas a la temperatura de 

hibridación. La temperatura de hibridación empleada depende de la homología entre las 

secuencias que van a hibridar, de modo que cuanto mayor sea la temperatura, más específico 

será el apareamiento entre la sonda y el ADN que queremos detectar. Según esto, para la 

identificación de clones recombinantes positivos la hibridación se realizó a 68°C, mientras 

que para analizar el ADN repetitivo la temperatura de hibridación osciló entre 64°C y 68°C 

según la homología del repetitivo a detectar con la sonda utilizada. Las temperaturas de 

hibridación óptimas se obtuvieron de forma experimental. 

3.1.3. Detección de la señal 

Para el revelado se siguió el siguiente protocolo: 

- Lavados post-hibridación 1: realizar dos lavados, de 15 min cada uno, en agitación y a 

temperatura ambiente en una solución de 2xSSC/0.1% SDS. 

- Lavados post-hibridación 2: realizar dos lavados, de 30 min cada uno, a la temperatura de 

hibridación (64-68°C) en una solución de 0.5xSSC/0.1% SDS (ADN repetitivo) o de 

0.1xSSC/0.1%SDS (“screening”) o 0.2xSSC/0.1%SDS (productos de PCR). 

- La detección de la sonda se llevó a cabo de forma indirecta, mediante métodos 

inmunológicos, utilizando un anticuerpo anti-digoxigenina conjugado con fosfatasa alcalina. 

El protocolo seguido es el mismo que se indica en el apartado 2.8.1, comenzando a partir del 

lavado con tampón maleico. 

                                                           
34 Solución de Prehibridación: 5XSSC; 0,1% N-lauroilsarcosina; 0.02% SDS; 1% reactivo de bloqueo. 
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3.2. Identificación de clones positivos mediante hibridación sobre 

plásmidos. 

La identificación de clones positivos se realizó hibridando plásmidos inmovilizados en una 

membrana con sondas específicas. Para ello se depositan aproximadamente 100 ng de cada 

plásmido desnaturalizado35 sobre una membrana de nailon. El ADN se fija a la membrana 

mediante exposición a luz U.V. durante dos minutos. A continuación se incuba la membrana en 

solución de desnaturalización36 durante 10 min. Posteriormente, se retira esta solución y se trata 

la membrana con solución de neutralización37 otros 10 min. A partir de este punto prosigue con 

la hibridación (ver apartado 3.1.2 ). 

3.3. “Dot- Blot” de ADN genómico (semicuantitativo) 

Para estimación aproximada de número de copias de ADN repetitivo en distintos genomas, se 

realizó la técnica de Dot-Blot con ADN genómico. En este caso se compara la intensidad de las 

diluciones de ADN genómico con la intensidad de diluciones de un plásmido de concentración y 

tamaño conocidos, que contiene como inserto una unidad monomérica del ADN repetitivo que 

se quiere cuantificar. 

Sobre la membrana de nailon se depositan concentraciones decrecientes del ADN genómico 

desnaturalizado25 que se quiere analizar, junto con diluciones decrecientes de un plásmido de 

concentración conocida positivo para una unidad monomérica del ADN repetitivo a cuantificar. 

A partir de este punto se prosigue el protocolo descrito en el apartado 3.2 a partir del paso de 

fijación del ADN sobre la membrana mediante exposición a la luz U.V. 

Para estimar el número de copias de ADN repetido por núcleo en las muestras de ADN genómico 

se utilizó la cantidad de ADN por núcleo en cada especie disponible en la “Animal Genome Size 

Database” (Release 2.0). 

3.4. Análisis del grado de metilación de secuencias repetidas 

El estudio del grado de metilación del ADN repetitivo se llevó a cabo mediante restricción del 

ADN genómico con parejas de isoesquizómeros en las que ambos enzimas reconocen la misma 

                                                           
35 Plásmido (ADN) desnaturalizado: incubar el plásmido (ADN) durante 10 min en agua hirviendo y posterirmente 

enfriar en hielo. 

36 Solución de desnaturalización: NaCl 1,5 M y NaOH 1,5 M. 

37 Solución de neutralización: 37 Tris-HCl 1 M y NaCl 1,5 M a pH= 7,4. 
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secuencia diana, pero presentan diferente sensibilidad a la metilación del ADN: uno de ellos es 

insensible a la metilación, mientras que el otro es sensible a la metilación. 

Los fragmentos de ADN obtenidos tras la digestión de ADNs genómicos con estas parejas de 

isoesquizómeros se separan por su tamaño mediante electroforesis en geles de agarosa, y el 

ADN se transfiere a membranas de nailon mediante “Southern-blot”. 

Las membranas se hibridan con sondas marcadas. La aparición del mismo patrón de bandas con 

ambos isoesquizómeros indica que las secuencias analizadas no están metiladas en la diana para 

los enzimas de restricción utilizados, mientras que un patrón diferente indica la existencia de 

metilación en dichas secuencias. 

4. Técnicas citogenéticas 

4.1. Obtención de cromosomas metafásicos 

La obtención de cromosomas metafásicos de diferentes especies de sapos se ha llevado a cabo 

a partir de células de la médula ósea de individuos, o utilizando cultivos realizados a partir de 

diversos tejidos de larvas en desarrollo. 

4.1.1. Cromosomas metafásicos a partir de células de medula ósea 

La obtención de cromosomas metafásicos a partir de células de la médula ósea de individuos 

adultos se llevó a cabo según el método descrito por Burgos et al. (1986). Brevemente: 

- Inyectar por vía subcutánea una dosis de levaduras activadas38 (0.2 ml/25 g de peso corporal). 

De este modo se consigue estimular la división de las células hematopoyéticas de la médula 

ósea. 

- Pasadas 24 horas, inyectar, por vía intraperitoneal, una solución de colchicina en una dosis 

de 0.2 ml por cada 25 gr de peso corporal. 

- Pasados 45 min, sacrificar al animal y recoger las células de la médula ósea de los huesos 

largos utilizando 8-10 ml de solución hipotónica de KCl al 0.56% en agua. 

- Realizar un choque hipotónico incubando las células en la solución anterior durante 30-45 

min. 

- Centrifugar (1.100 rpm, 10 min) y desechar el sobrenadante. 

- Fijar el material añadiendo 5-8 ml de fijador Carnoy39. 

                                                           
38 Levaduras activadas (Saccharomyces cerevisiae): mezclar 2-3 gr de levaduras, 5-6 gr de glucosa y 25 ml de agua. 

Calentar a 37°C hasta que las levaduras se activen. 

39 Fijador Carnoy: Metanol y ácido acético glacial, en proporciones 3:1. 
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- Incubar a 4°C durante 1 h. 

- Centrifugar (1.100 rpm, 10 min) y resuspender el material en 5-8 ml de fijador Carnoy frío. 

- Repetir el paso anterior tres veces, resuspendiendo la última vez las células en 1-2 ml de 

fijador Carnoy. El volumen final depende de la densidad de células. 

- Realizar la extensión del material sobre un portaobjetos húmedo para comprobar la cantidad 

y calidad de las metafases obtenidas. 

Las suspensiones cromosómicas pueden almacenarse a -20°C. 

4.1.2. Obtención de cromosomas metafásicos a partir de cultivos celulares 

Para obtener cromosomas metafásicos a partir de cultivos celulares, se parte de 10 ml de cultivo 

de células confluentes: 

- Añadir 100 µl de colchicina 10ng/µl (Colcemida, Karyomax) e incubar entre 5 y 6 horas a 28°C 

y 6% de CO2. 

- Tripsinizar el frasco de cultivo y recolectar las células centrifugando a 1.100 rpm durante 10 

min. 

- Eliminar el sobrenadante y resuspender las células en 6 ml de KCl al 0.56% para realizar el 

choque hipotónico. Incubar 20 min a temperatura ambiente. 

- Prefijar añadiendo 1ml de fijador Carnoy frío (metanol y ácido acético en proporción 3:1), 

mezclando con suavidad. 

- Centrifugar a 1.100 rpm durante 10 min y desechar el sobrenadante. 

- Resuspender el material lentamente en 5-8 ml de fijador Carnoy frío e incubar a 4°C durante 

1 hora (fijación). 

- Centrifugar a 1.100 rpm durante 10 min. Desechar el sobrenadante. 

- Realizar otros dos lavados con 5-8 ml fijador Carnoy frío. 

- Tras el último lavado, resuspender en fijador Carnoy frío. El volumen final dependerá de la 

cantidad de material disponible. 

- Las suspensiones cromosómicas se conservan a -20°C hasta su utilización, momento en el 

que se realizarán las extensiones del material sobre portas secos. 

5. Bandeo cromosómico 

En términos generales, las técnicas de bandeo cromosómico someten a los cromosomas 

metafásicos a desnaturalizaciones, digestión enzimática o ambas, seguido de una tinción con un 

colorante específico para ADN. Esto permite identificar bandas en los cromosomas en función 

de distintas características de la estructura cromosómica. 
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En este trabajo se han utilizado dos técnicas de tinción cromosómica: bandeo C y tinción Ag-

NOR. No se ha empleado el bandeo G, ya que esta técnica no permite diferenciar bandas en 

anfibios (Schmid 1978; Birstein 1982). 

El material utilizado en ambos casos fueron cromosomas metafásicos extendidos sobre 

portaobjetos, y envejecidos durante 24-36 horas mediante incubación a 37°C en estufa. 

5.1. Bandeo C 

Para la técnica de Banda C se utilizó el protocolo descrito por Sumner (1972) que permite poner 

de manifiesto la presencia de grandes regiones de heterocromatina, que suele asociarse a la 

presencia de ADN satélite. Brevemente: 

- Los cromosomas envejecidos se incuban en HCl 0.15N durante 20 min a temperatura 

ambiente. 

- Posteriormente se incuban en Ba(OH)₂ al 5% durante 20 min a 50⁰C. 

- Lavar con agua destilada. 

- Incubar 45 min en 2XSSC (preparar a partir de 20xSSC40) a 60⁰C. 

- Lavar las muestras con agua destilada y teñir con Giemsa al 10% en PBS41 durante 30 min. 

- Por ultimo las muestras se montan con agua destilada o aceite, sellando el cubreobjetos. 

- Para la observación de las muestras y realización de fotos se utilizó microscopio convencional 

Olympus BX-51 con 40X o 100X aumentos. 

5.2. Tinción con plata (tinción Ag-NOR) 

La impregnación argéntica permite la tinción diferencial de las regiones organizadoras del 

nucléolo (NOR), en las que se localiza el ADNr. Como particularidad de la técnica, destacar que 

sólo aquellos cromosomas que presentaban las regiones NORs activas durante la interfase, 

presentarán esta tinción en la metafase mitótica posterior. 

En este trabajo se ha aplicado la técnica descrita por Rufas et al. (1982), sobre cromosomas 

metafásicos envejecidos. Brevemente: 

- Añadir 40 µl de solución fresca de nitrato de plata42 en una solución de ácido fórmico43. 

- Incubar en cámara húmeda a 60°C hasta que se produzca la tinción. 

                                                           
40 20xSSC: (Solución Salina Citrato) 3M NaCl, 0,3 M Citrato Sódico; disolver 176.32 g de NaCl y 88.2 g de citrato sódico 

dihidratado en 800 ml de H2O. Ajustar a pH 7.0 con NaOH 1N y completar el volumen hasta 1 L (esterilizar). 

41 PBS: (tampón fosfato salino) para 1 litro, 8.0 g ClNa; 2.0 g ClK, 1.4 g PO4HNa2·2H2O. 

42 Solución de nitrato de plata: 0,2 g de AgNO3 en 200 µl de la solución de ácido fórmico. 

43 Solución de ácido fórmico: 3 gotas de ácido fórmico en 200 ml de agua destilada. 
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- Lavar las muestras con agua destilada. 

- Montar con agua. 

- Para la observación de muestras y realización de fotos se utilizó un microscopio convencional 

Olympus BX-51 con 40X o 100X aumentos. 

5.3. Hibridación in situ fluorescente (FISH) 

La técnica de FISH utilizada en este trabajo utiliza la fluorescencia indirecta para la detección de 

la sonda, marcada con biotina, que es detectada posteriormente mediante una reacción 

inmunológica con un anticuerpo conjugado con un fluorocromo (isotiocianato de fluoresceína 

(FITC)). La técnica de FISH empleada está basada en la descrita por Pinkel et al. (1986): 

5.3.1. FISH repetitivo 

PRETRATAMIENTO 

Los cromosomas metafásicos extendidos sobre portaobjetos y envejecidos son pretratados 

según el protocolo que sigue a continuación. 

- Tratar con RNasa A44, 1 hora a 37°C en cámara húmeda. 

- Lavar tres veces durante 5 min cada una en 2xSSC. 

- Tratar con pepsina45, durante 2 min a 37°C en cámara húmeda. 

- Lavar tres veces durante 5 min cada una en PBS. 

- Fijar con 50 ml de solución de fijación FIX46. 

- Lavar dos veces durante 5 min cada una en PBS. 

- Deshidratar en una serie creciente de alcoholes (70°, 90°, 100°), 5 min cada uno, y dejar secar. 

HIBRIDACIÓN 

- Desnaturalizar los cromosomas en 70% formamida/2xSSC/0,1M EDTA47 a 70°C en el baño 

durante 2 min. 

- Lavar en 2xSSC durante 5 min. 

- Deshidratar los cromosomas en una serie creciente de alcoholes (70°, 90°, 100°), 5 min cada 

uno, y dejar secar.  

- Poner 10μl de sonda marcada con biotina, previamente desnaturalizada durante 6 min a 73°C 

y enfriada en hielo. Colocar cubreobjetos evitando que se forman burbujas de aire. 

                                                           
44 RNasa A: 100 μg/ml en 2xSSC. 

45 Pepsina: 0,005% en HCl 0,01N. 

46 Solución de Fijación FIX: 1% de Formaldehido, 50mM MgCl2 en PBS. 

47 EDTA: ácido etilendiaminotetraacético. 
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- Incubar durante 10-12 horas a 37°C en cámara húmeda. 

LAVADOS POST-HIBRIDACIÓN 

- Lavar durante 5 min en 2xSSC. 

- Lavar tres veces durante 5 min cada una en 50% formamida/2xSSC a 37°C. 

- Lavar dos veces durante 5 min cada una en 2xSSC. 

BLOQUEO DE LAS UNIONES INESPECÍFICAS 

- Lavar en 4T48 durante 5 min. 

- Bloquear con 100 μl de 4M49 e incubar en cámara húmeda durante 1 hora a temperatura 

ambiente. 

- Lavar una vez durante 5 min en 4T. 

REVELADO 

 Fluorescencia directa 

- Lavar las preparaciones a temperatura ambiente durante 5 min en 2X SSC. 

- Incubar a 55-65°C durante 2 min en una solución de Nonidet P40 al 0.3% en 0.4X SSC. La 

temperatura de incubación depende del % de identidad de la sonda con la secuencia que 

se quiere detectar. 

- Incubar a temperatura ambiente durante 30 seg en una solución de Nonidet P4050 al 0.1% 

en 2X SSC. 

- Deshidratar mediante pasos seriados por etanol al 90% y etanol absoluto durante 5 min 

cada uno. 

- Dejar secar y montar con Vectashield51-DAPI52 (Vector). 

 Fluorescencia indirecta 

- Incubar 30 min con 40 µl de avidina-FITC (dilución 1:1000 en 4T). 

- Lavar tres veces durante 5 min cada una en 4T. 

- Incubar 20 min con 40 µl de anti-avidina-Biotina (dilución 1:100 en 4M). 

- Lavar tres veces durante 10 min cada una en 4T. 

                                                           
48 4T: 4xSSC; 0,05% Tween 20. 

49 4M: 0.5 g de reactivo de bloqueo en 10 ml 4T. 

50 Nonidet P40: Detergente no iónico, no desnaturalizante. 

51 Este medio de montaje amortigua la pérdida de fluorescencia que ocurre al someter la muestra a la acción de la 

lámpara UV para su observación. 

52 DAPI: 4 ',6-diamino-2-fenilindol. 
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- Incubar 20 min con 40 µl de avidina-FITC (dilución 1:1000 en 4T). 

- Lavar tres veces durante 10 min cada una en 4T. 

En caso de ser necesario, es posible amplificar la señal de hibridación. Para ello hay que repetir 

entre 2 y 3 veces el proceso de incubación con anti-avidina biotinilada seguido de incubación 

con avidina-FITC tal y como se ha descrito anteriormente. 

- Lavar cuatro veces durante 5 min cada una en PBS. 

- Deshidratar en una serie creciente de alcoholes, dejar secar y montar con Vectashield-

DAPI (Vector). 

Las imágenes fueron tomadas con los filtros FITC y DAPI en un microscopio de fluorescencia 

(Olimpus BX-51) equipado con una cámara refrigerada Olimpus DP-70, y procesadas con el 

programa integrado en el software de la cámara. 

5.3.2. FISH doble 

En el caso de la FISH doble (ribosómico 5S y ADN repetitivo o dos ADN repetitivos diferentes 

BamHI-800 y BamHI210A) una de las sondas, marcada con dig-11-dUTP, se detecta mediante 

fluorescencia directa, mientras que la otra, marcada con biotina-16-dUTP, se detecta mediante 

fluorescencia indirecta, siguiendo los protocolos que se indican en el apartado anterior 5.3.1. 

5.3.3. FISH ADN ribosómico y GISH (Genome In Situ Hybridization) 

En el caso de la FISH para localizar ADNr se ha utilizado como sonda la secuencia del cistrón del 

ADNr de Drosophila melanogaster (1 µg de plásmido pDMra51) y se ha utilizado el método de 

arcaje por “Random Primer” (Apartado 2.7.1). 

En el caso de la GISH también se ha utilizado el método de marcaje por “Random Primer” 

(Apartado 2.7.1) utilizando 1 µg de ADN genómico total de B. bufo, E. calamita o B. viridis. 
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6. Herramientas bioinformáticas 

6.1. Bases de datos 

En este trabajo se han utilizado las siguientes bases de datos: Scopus53, WOS54, Animal Genome 

Size Database Release 2.055, American Museum of Natural History56, IUCN Red List57, 

AmphibiaWeb58, Xenbase59, NCBI60. Ocasionalmente se han utilizado otras bases de datos. 

6.2. Análisis de secuencias y oligos 

Las secuencias obtenidas fueron analizadas y editadas con el programa BioEdit versión 7.1.3.0 

(Hall 1999). Para buscar posibles homologías, estas secuencias se compararon con las secuencias 

disponibles en bases de datos de secuencias (Genbank61, EMBL62, REPBASE63, XenBase). La 

búsqueda se realizó utilizando el programa BLAST64 (Altschul, Madden et al. 1997), con los 

parámetros suministrados por defecto por el programa. 

Los alineamientos múltiples de las secuencias se realizaron con los programas Clustal W265, 

Clustal Omega66 y MUSCLE67. 

El diseño de los “oligos” empleados en este estudio se realizó con el programa OLIGO68 versión 

7.0, y mediante Primer Blast69. 

                                                           
53 Scopus: https://www.scopus.com/ 

54 WOS: https://apps.webofknowledge.com/ 

55 Animal Genome Size Database: http://www.genomesize.com/ 

56 American Museum of Natural History: http://www.amnh.org/  

57 IUCN Red List: http://www.iucnredlist.org/ 

58 AmphibiaWeb: http://www.amphibiaweb.org/ 

59 Xenbase: http://www.xenbase.org/ 

60 NCBI: http://www.ncbi.nlm.nih.gov/ 

61 Genbank: www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/ 

62 EMBL: www.embl.org/ 

63 REPBASE: www.girinst.org/repbase/ 

64 BLAST: https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi 

65 Clustal w2: http://www.ebi.ac.uk/Tools/clustalw2/ 

66 Clustal Omega: http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/ 

67 MUSCLE: http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/muscle/ 

68 OLIGO: http://www.oligo.net/  

69 Primer Blast: https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-blast/ 

https://www.scopus.com/
https://apps.webofknowledge.com/
http://www.genomesize.com/
http://www.amnh.org/
http://www.iucnredlist.org/
http://www.amphibiaweb.org/
http://www.xenbase.org/
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/
http://www.embl.org/
http://www.girinst.org/repbase/
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi
http://www.ebi.ac.uk/Tools/clustalw2/
http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/
http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/muscle/
http://www.oligo.net/
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6.3. Filogenias 

El análisis filogenético se realizó con el programa MEGA6, versión 6.06 (Tamura et al. 2013). Para 

la construcción de árboles filogenéticos, en cada familia de repetitivo se eligió el modelo de 

sustitución nucleotidica con menor parámetro de AICc (Akaike information criterion corrected). 

El método estadístico utilizado ha sido el de Maxima Verosimilitud (ML) con 1.000 réplicas de 

bootstrap.
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RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

1. Análisis cromosómico 

En la familia Bufonidae es posible encontrar variaciones intraespecíficas relativas a la posición 

de bandas C (Schmid 1978; Spasic-Boskovic et al. 2000), al tamaño y número de las Regiones 

Organizadoras Nucleolares (NORs) (Foote et al. 1991; Azevedo et al. 2003), o a la ploidía (Stöck 

et al. 2010). 

Para determinar si existen variaciones respecto a las características citogenéticas anteriormente 

mencionadas, se ha realizado un análisis citogenético mediante bandeo C, tinción Ag-NOR e 

hibridación in situ genómica (GISH, de sus siglas del inglés “Genome In Situ Hybridization") en 

algunas de las especies estudiadas en este trabajo. 

Concretamente, este análisis se ha realizado en las especies Bufo bufo, Epidalea calamita y 

Bufotes viridis, ya que en éstas ha sido posible la obtención de cromosomas metafásicos 

utilizando la médula ósea de individuos adultos, o cultivos primarios/secundarios establecidos a 

partir de larvas en desarrollo. 

1.1. Bandeo C 

El bandeo C, que pone de manifiesto la presencia de regiones de heterocromatina constitutiva, 

se ha realizado siguiendo el protocolo de Sumner (1972), probando distintos tiempos y 

temperaturas de incubación. Los mejores resultados se han observado con tratamientos de 20 

min en HCl 0.15 N a temperatura ambiente, 20 min en 5% Ba(OH)2 a 50⁰C y 45 min en 2XSSC a 

60⁰C. Con este protocolo, además de observar las bandas más intensas, también pueden 

apreciarse algunas bandas de heterocromatina que coinciden con bandas Q (tinción con 

quinacrina) descritas por Schmid (1978) en posiciones terminales e intersticiales. Con 

incubaciones más cortas, sin embargo, solo se ponen de manifiesto las bandas C más intensas, 

por lo que a veces no se aprecian las señales centroméricas y/o teloméricas de las especies de 

E. calamita y B. viridis. Por otro lado, con incubaciones más prolongadas apenas se observaban 

bandas y los cromosomas adoptan un aspecto “deshilachado” (datos no mostrados). 

En la especie B. bufo se aprecia con claridad la presencia de bandas C positivas en todos los 

centrómeros, tanto de los cromosomas grandes como de los pequeños (Figura 6). Este patrón 

de bandas C centroméricas coincide con el descrito por otros autores en muestras de B. bufo 

procedentes de Alemania, Yugoslavia y oeste de Rusia (Olmo 1973; Baldari et al. 1976; Schmid 

1978; Birstein et al. 1982; Spasic-Boskovic et al. 2000). Además de las bandas C centroméricas, 
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también se observan señales positivas en la región próxima al centrómero del brazo corto de la 

pareja 1 (1p), en el brazo largo de la pareja 5 (5q) y a ambos lados de la constricción segundaria 

correspondiente a la NOR. Estas señales positivas coinciden con bandas Q previamente descritas 

para esta especie (Schmid 1978; Spasic-Boskovic et al. 2000). Sin embargo, no hemos podido 

identificar con claridad la banda telomérica del brazo largo de la pareja 4 (4q) descrita por 

Schmid (1978), ni la banda C pericentromérica del brazo corto de la pareja 2 (2p), descrita por 

Spasic-Boskovic et al. (2000). Estas señales podrían ser ejemplos de variabilidad en los patrones 

Figura 6. Bandeo C en cromosomas metafásicos de B. bufo, E. calamita y B. viridis. Para cada especie se incluye, junto 
a la foto de una metafase teñida mediante bandeo C, el cariotipo correspondiente en el que se observa que todos los 
centrómeros son C positivos. Mediante flechas negras se señalan las bandas C positivas ya descritas por otros autores, 
mientras que mediante flechas rojas se señalan bandas C positivas no descritas (algunas coinciden con bandas Q 
débiles). Escala 2,5 µm. 
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de bandas C de B. bufo, ya que Spasic-Boskovic et al. (2000) describen la señal en 2p precisando 

en su trabajo que es específica de poblaciones de B. bufo de Yugoslavia, por no estar presente 

en poblaciones de B. bufo de Alemania (Schmid 1978) o del oeste de Rusia (Birstein 1982). 

En la especie E. calamita también se observan bandas C positivas en la heterocromatina 

centromérica de todas las parejas cromosómicas. Además, en la mayoría de los cromosomas 

aparecen señales positivas próximas a la región centromérica, como ocurre en los brazos cortos 

de las parejas 1, 3 y 4 (1p, 3p y 4p). Por otro lado, en esta especie la NOR (localizada en posición 

terminal del brazo largo de la pareja cromosómica 11) también podría estar delimitada a ambos 

lados por bandas C positivas, aunque el pequeño tamaño de la pareja portadora no permite 

diferenciarlo con nitidez. 

En la especie B. viridis, además de las bandas centroméricas C positivas características de 

numerosas especies de la familia Bufonidae, en la mayoría de las parejas cromosómicas se 

observan señales teloméricas. La mayor parte de estas señales teloméricas fueron descritas por 

Schmid (1978) como bandas con fluorescencia débil tras la tinción con quinacrina. Por otro lado, 

al igual que en B. bufo y E. calamita, las NORs de B. viridis (localizadas en posición subterminal 

del brazo largo de la pareja 6) se encuentran delimitadas por bandas C positivas. En esta especie 

también se han observado algunas bandas C positivas no descritas previamente. 

Concretamente, en posiciones terminal y próxima al centrómero del brazo corto de la pareja 2 

(2p), en posición terminal del brazo corto de la pareja 3 (3p), en posición subterminal del brazo 

largo de la pareja 4 (4q) y a ambos lados del centrómero de la pareja 7 (7p y 7q). Estas señales 

parecen indicar la existencia de diferencias poblacionales, algo que no sería de extrañar en una 

especie con un rango de distribución tan amplio como el de B. viridis. 

1.2. Tinción Ag-NOR 

Cuando las NORs activas se ponen de manifiesto mediante tinción Ag-NOR, en las tres especies 

analizadas se observa una única señal en una de las parejas cromosómicas (Figura 7). En las 

especies B. bufo y B. viridis las NORs están localizadas en posición subterminal del brazo largo 

de la pareja 6, mientras que en E. calamita se localizan en posición terminal en el brazo largo de 

la pareja 11 (Figura 7). En ocasiones, en la especie B. bufo también se observan señales positivas 

en posiciones diferentes a las de la NOR, que pueden localizarse en los centrómeros de las 

parejas grandes y/o, en ocasiones, a uno o ambos lados del centrómero (Figura 9). Esta señal no 

se debe a la presencia de cistrones ribosómicos en otras posiciones, ya que mediante FISH la 

señal positiva en esta especie está presente en una única pareja de cromosomas (Figura 8). 
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En las tres especies analizadas (B. bufo, E. calamita y B. viridis) se ha observado un polimorfismo 

para el tamaño de la NOR, aunque en B. viridis no es tan evidente como en las otras dos especies. 

Para comprobar si este polimorfismo está causado por diferencias en el número de secuencias 

repetidas del clúster de ADNr, y no por una activación diferencial de la expresión de los genes 

ribosómicos, se ha analizado el tamaño de las NORs mediante hibridación in situ fluorescente 

(FISH) sobre cromosomas metafasicos de cada una de estas especies, utilizando como sonda la 

secuencia del cistrón del ADNr de Drosophila melanogaster. Los resultados obtenidos en las tres 

especies (Figura 8) muestran una única señal positiva que coincide con la señal observada en 

tinciones con plata y con las descritas por otros autores (Schmid 1978; Spasic-Boskovic et al. 

Figura 7. Tinción Ag-NOR en cromosomas metafásicos de las especies B. bufo, E. calamita y B. viridis. Para cada especie 
se muestra, junto a la foto de una metafase teñida con plata, el cariotipo correspondiente. En cada una de las especies 
se señala, mediante flechas negras, la pareja cromosómica con señal positiva para la tinción con plata. Escala 2,5 µm. 
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2000; Stöck et al. 2001; Odierna et al. 2004; Amaro-Ghilardi et al. 2008). En cuanto al tamaño 

de la señal, en E. calamita se observan diferencias en la intensidad de la misma, mientras que 

en B. bufo y B. viridis éstas no son evidentes. 

Con estos resultados no puede descartarse que las NORs con mayor expresión den lugar a mayor 

descondensación y, por tanto, dejen más expuestas a estas regiones cuando se realiza 

hibridación con sondas específicas. Sin embargo, esto no es lo que se observa en la especie B. 

bufo, que presenta polimorfismo mediante tinción Ag-NOR, pero no mediante FISH con ADNr. 

Por tanto, las diferencias en la intensidad de la señal de FISH observadas en E. calamita podrían 

explicarse por la existencia de diferencias en el número de copias de ADNr en la pareja portadora 

de la NOR. 

Las señales Ag-positivas identificadas en B. bufo en posiciones diferentes a las de la NOR no son 

debidas a la existencia de cistrones ribosómicos en otras regiones, ya que mediante FISH la señal 

positiva en esta especie está presente en una única pareja de cromosomas. Por otro lado, estas 

señales se localizan en los centrómeros de las parejas grandes, pudiendo adquirir la forma de 

dos señales simétricas localizadas a uno o ambos lados del centrómero en cromosomas poco 

condensados (Figura 9). La presencia de señales Ag-positivas diferentes a las de las NORs activas 

también se han observado en otras especies (Haaf et al. 1984; Jimenez et al. 1988; Sudman et 

al. 1989; Murray et al. 1992). Se ha propuesto que se originan por la unión del nitrato de plata 

a proteínas ácidas (no histonas) localizadas en regiones como el centrómero, similares a las que 

se pueden encontrar en la NOR durante su fase transcripcional activa. Esto explicaría las señales 

Figura 8. Hibridación in situ fluorescente (FISH) sobre cromosomas metafásicos de B. bufo, E. calamita y B. viridis, 
utilizando como sonda la secuencia del cistrón del ADNr de Drosophila melanogaster. Las preparaciones utilizadas en 
experimentos de FISH son del mismo individuo que las preparaciones mostradas en la Figura 2. Escala 2,5 µm. 
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centroméricas Ag-positivas de B. bufo, atribuidas a la presencia de amplias regiones de 

heterocromatina asociadas a las regiones centroméricas y pericentroméricas a las que se unirían 

estas proteínas. 

Una explicación alternativa propone que se originan por la descondensación de la 

heterocromatina (Murray et al. 1992), exponiendo al ADN satélite centromérico, que se 

extiende sobre los centrómeros nativos y la heterocromatina pericentromérica circundante. 

Este satélite pueden variar no solo entre especies sino entre diferentes parejas de cromosomas, 

lo que explicaría la presencia de señal solo en las parejas de cromosomas grandes de la especie 

B. bufo (Plohl et al. 2008). 

Por regla general, las especies de la familia Bufonidae presentan una única pareja portadora de 

NOR, aunque ésta no se localiza en la misma posición en todas las especies (Schmid 1978; Spasic-

Boskovic et al. 2000; Amaro-Ghilardi et al. 2008). Independientemente de su localización (pareja 

6 en B. bufo y B. viridis y pareja 11 en E. calamita), las NORs en estas tres especies se encuentran 

delimitadas a ambos lados por bandas C positivas de heterocromatina constitutiva. Teniendo en 

cuenta que en la familia Bufonidae las rupturas cromosómicas parecen producirse 

preferentemente en regiones con heterocromatina constitutiva (Bogart 1972), se ha propuesto 

que las NORs se transferirían entre cromosomas mediante translocaciones e inversiones, en 

forma de paquetes completos y no como unidades múltiples más pequeñas (Schmid 1978). Los 

resultados de bancas C y NORs obtenidos en estas tres especies apoyarían esta hipótesis. 

1.3. Hibridación in situ genómica (GISH) 

Cuando se comparan preparaciones cromosómicas de las especies B. bufo, E. calamita y B. 

viridis, puede apreciarse una importante diferencia en el tamaño de los cromosomas. Así, los 

Figura 9. Tinción Ag-NOR en cromosomas de B. bufo mostrando señal positiva en la pareja 6, en posición subterminal. 
También se observan señales en algunos centrómeros de las parejas grandes (señalados mediante flechas negras). 
Escala 2,5 µm. 
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cromosomas de B. viridis son de mayor tamaño que los cromosomas de E. calamita y menores 

que los de B. bufo (B. bufo > B. viridis > E. calamita) (Figura 10 y Figura 6). 

Estas diferencias de tamaño podrían explicarse por diferencias en la compactación de la 

cromatina. Sin embargo, la existencia de diferencias en el contenido de ADN parece la 

explicación más plausible ya que, según la base de datos “Animal Genome Size Database” 

(Release 2.0), el contenido de ADN por núcleo en B. bufo varía entre 5.88 y 7.75 pg, mientras 

que en B. viridis y E. calamita este valor está comprendido entre 3.82-6.84 pg y 4.01-5.7 pg 

respectivamente. 

Si tenemos en cuenta que los cariotipos de bandas C o Q no muestran grandes bloques de 

heterocromatina en estas especies (Figura 6 y (Schmid 1978), no es probable que las diferencias 

en el tamaño de los cromosomas se deban a diferencias en la cantidad de heterocromatina 

constitutiva. Por otro lado, el análisis de la cinética de reasociación del ADN indica que las 

diferencias en el tamaño cromosómico y, por tanto, en el tamaño del genoma por núcleo de 

estas especies, se deben a diferencias en la cantidad de secuencias altamente repetidas y, en 

mayor medida, a diferencias en la cantidad de secuencias medianamente repetidas (Baldari et 

al. 1976). 

Los anuros presentan gran cantidad de secuencias medianamente repetidas que pueden pasar 

desapercibidas mediante técnicas citogenéticas clásicas, como el bandeo C o G. Para obtener 

información sobre la cantidad y distribución de secuencias de ADN repetido en estas especies 

Figura 10. Cariotipos de las especies B. bufo, B. viridis y E. calamita obtenidos a partir de cromosomas metafásicos 
teñidos con DAPI. Escala 2,5 µm. 
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se han realizado hibridaciones in situ sobre cromosomas metafásicos de cada una de estas 

especies utilizando ADN genómico como sonda (GISH). De este modo es posible obtener 

información sobre la cantidad y distribución de las secuencias repetidas en cada especie, así 

como sobre las similitudes entre ADNs repetitivos de especies relacionadas. 

Cuando los cromosomas de las tres especies analizadas se hibridan con ADN genómico de la 

propia especie se obtienen los resultados que se muestran en la Figura 11. El patrón de 

hibridación en las tres especies indica que éstas presentan gran cantidad de secuencias 

repetidas distribuidas uniformemente a lo largo de todos los cromosomas. Por otro lado, en B. 

bufo, y B. viridis se observa gran acumulación de ADN repetitivo en los centrómeros de todos 

los cromosomas, mientras que en E. calamita esta acumulación no es tan evidente y se localiza 

preferentemente en los extremos de los cromosomas. 

La GISH cruzada entre las especies B. bufo y E. calamita revela que las secuencias de ADN 

repetitivo son comunes, aunque su cantidad relativa y distribución es diferente en cada una de 

ellas (Figura 12). Así, cuando se hibridan los cromosomas de B. bufo utilizando como sonda el 

ADN genómico de E. calamita, la señal dispersa se observa en todos los cromosomas, pero la 

acumulación se localiza ahora en los extremos de todos los cromosomas y no en los 

centrómeros. 

Si el experimento se realiza a la inversa y los cromosomas de E. calamita se hibridan con ADN 

genómico de B. bufo, se aprecia una distribución uniforme de la señal a lo largo de todos los 

ambas especies tienen secuencias repetidas similares, aunque con número de copias distinto y 

Figura 11. GISH sobre cromosomas metafásicos de B. bufo, E. calamita y B. viridis utilizando como sonda en cada caso 
el ADN genómico de la propia especie. Escala 2,5 µm. 
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cromosomas, con mayor acumulación de la señal en sus extremos. Estos resultados indican que 

distribuidas de forma diferente en el genoma de cada una de estas especies. 

2. Identificación de secuencias de ADN repetido en la especie Bufo 

bufo 

Uno de los métodos clásicos más utilizados para buscar secuencias de ADN repetitivo es la 

digestión del ADN genómico con enzimas de restricción. Con algunas enzimas de restricción es 

posible identificar patrones de bandas intensas en geles de agarosa cuando los ADNs digeridos 

se separan por sus tamaños mediante electroforesis. Estas bandas más intensas indican la 

presencia de ADN repetido con dianas para el enzima de restricción utilizado localizadas dentro 

de la unidad de repetición. En función de la complejidad del ADN repetido, el patrón de bandas 

observado puede variar. 

Utilizando este método se han identificado familias de ADN repetido en humanos (Miller et al. 

1988) y en distintas especies animales, como ratón (Horz et al. 1981), peces (Garrido-Ramos et 

al. 1994), o anfibios (este es el caso de salamandras del género Hydromantes (Nardi et al. 1999), 

Xenopus laevis (Botchan et al. 1977; Hummel et al. 1984), Rana graeca italica (Cardone et al. 

1997), Discoglossus pictus (Amor et al. 2009) o Bufote viridis (Odierna et al. 2004). 

Figura 12. GISH cruzada. Los cromosomas metafásicos de B. bufo y E. calamita son hibridados utilizando como sonda 
el ADN genómico de E. calamita y B. bufo respectivamente. Escala 2,5 µm. 
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Cuando el ADN genómico de B. bufo se digiere con las enzimas de restricción EcoRI, HindIII, PstI, 

BamHI, AluI, SalI, KpnI y SmaI (Figura 13), es posible observar bandas más intensas con algunas 

de las enzimas utilizadas (PstI, BamHI y AluI), que ponen de manifiesto la presencia de 

secuencias repetidas (Figura 13). 

El mayor número de bandas se obtiene con el enzima BamHI, con bandas más intensas de 190, 

210, 600 y 800 pb (Figura 14A). Además, con este enzima se observan otras bandas de 400, 1.000 

y > 1.000 pb, de menor intensidad y de reproducibilidad menor, ya que solo aparecen en algunas 

digestiones (Figura 14B y Figura 14C). 

Para comprobar si las bandas observadas tras la digestión con BamHI forman parte de la misma 

familia de ADN repetitivo, a partir del gel de agarosa se purificaron los fragmentos de 190, 210, 

600 y 800 pb. En cada caso las bandas fueron marcadas con digoxigenina mediante “random 

priming”. Las sondas así obtenidas se hibridaron por separado con ADN genómico de B. bufo 

digerido con BamHI y transferido a una membrana de nailon mediante “Southern Blot” tras su 

electroforesis en geles de agarosa (Figura 15). 

Cuando se utilizan como sondas los fragmentos de 190 y 600 pb se observa una única banda en 

cada caso (Figura 15A y Figura 15B), que se corresponde en tamaño con la banda del gel de 

agarosa de la que procede la sonda. 

Por otro lado, cuando se utilizan como sondas los fragmentos de 210 y 800 pb, se obtiene un 

patrón de bandas múltiple y diferente en cada caso: con la sonda BamHI-210 se observan bandas 

Figura 13. ADN genómico de B. bufo (1 y 2) y X. tropicalis (3 y 4) digerido con distintas enzimas de restricción y 
separado mediante electroforesis en geles de agarosa al 1% en TAE 1X. El ADN genómico de partida corresponde a 
(1) B. bufo macho, (2) B. bufo hembra, (3) Xenopus tropicalis macho y (4) X. tropicalis hembra. M: marcador de peso 
molecular. 
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de unos 210, 425, 560*, 640, 810 y 

1030 pb (Figura 15C), mientras que 

con la sonda BamHI-800 las bandas 

son de unos 810, 1630, 2060* y 

2480 pb (Figura 15D). 

Con ambas sondas (BamHI-210 y 

BamHI-800) se obtienen patrones 

en escalera con tamaño de 

monómero de 210 y 800 

respectivamente. La excepción la 

constituyen las bandas de 56070 y 

206071 pb. Estos patrones de 

bandas podrían explicarse si ambos 

ADNs repetidos están organizados 

en tándem, correspondiendo cada 

una de las bandas a monómeros, dímeros, trímeros, ... de la unidad repetida. Por otro lado, dado 

que el patrón de bandas obtenido con las sondas BamHI-210 y BamHI-800 es diferente, puede 

concluirse que ambas familias de ADN repetitivo no están relacionadas. 

A continuación, se analizan 

los resultados obtenidos tras 

el estudio citogenético y 

molecular de estas familias 

de ADN repetitivo en 

especies de la familia 

Bufonidae.  

                                                           
70 La banda de 560 pb está formada por otro ADN repetitivo que será analizado más adelante (210A-inserto). 

71 La banda de 2.060 pb puede explicarse por la actividad estrella que presenta el enzima BamHI cuando actúa en 

condiciones no óptimas, ya que esta banda no se observa en todos los casos. 

Figura 15. “Southern Blot” de ADN genómico de B. bufo (5 µg) digerido con 
BamHI e hibridado con distintas sondas: (A) banda de 600 pb; (B) banda de 
190 pb; (C) banda de 210 pb y (D) banda de 800 pb (D). 

Figura 14. ADN genómico de B. bufo (macho 2 de Bolonia) digerido 
con BamHI y separado mediante electroforesis en geles de agarosa al 
1% en TAE 1X. En cada carril se muestra la digestión de 10 µg de ADN. 
A: Se señalan las bandas de 190, 210, 400, 600, 800 y 1000 pb. B: 
Detalle de las bandas mayores de 1000 pb (señaladas con flechas). C: 
Detalle de las bandas de 400 y 1000 pb. 
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3. Análisis de la familia de ADN repetido 

BamHI-800 en la especie Bufo bufo 

3.1. Patrones de hibridación 

En ocasiones la presencia/ausencia de un ADN repetitivo, 

o la variación en su patrón de bandas, puede servir de 

marcador para diferenciar individuos de distintas 

poblaciones (Avise et al. 1979; Xiao et al. 1993; Hikosaka 

et al. 2000; Hikosaka et al. 2004) o incluso de la misma 

población (Cardone et al. 1997). Por otro lado, cuando los 

ADNs repetidos están asociados a los cromosomas 

sexuales, éstos pueden poner de manifiesto diferencias 

ligadas al sexo en los patrones de bandas si están 

localizados fuera de la región pseudoautosómica (Tone et 

al. 1982). 

Para comprobar si la familia de ADN repetitivo BamHI-800 

presenta diferencias entre individuos de distintas 

poblaciones, o entre individuos de distinto sexo, se analizó el patrón de bandas de muestras de 

ADNs de individuos procedentes de Bolonia (Italia) y Jaén (España) (Figura 16A), y de individuos 

de ambos sexos (Figura 16B). 

Los resultados indican que el patrón de bandas del ADN repetitivo BamHI-800 no presenta 

polimorfismos en muestras de distintas poblaciones, o entre muestras de distintos sexos. 

3.2. Clonación y análisis de las secuencias BamHI-800 en B. bufo 

La banda de 800 pb que se obtiene tras la digestión de ADN genómico de B. bufo con BamHI, 

fue purificada a partir del gel de agarosa, ligada a un vector de clonación y utilizada para 

transformar bacterias competentes. 

Los clones positivos para el ADN repetido BamHI-800 se identificaron transfiriendo el ADN 

plasmídico de clones recombinantes a membranas de nailon, e hibridando éstas con la sonda 

BamHI-800 marcada con digoxigenina. De este modo se identificaron 8 clones positivos que 

fueron posteriormente secuenciados (Tabla 9). 

Figura 16. “Southern Blot” de ADN 
genómico de B. bufo (10 µg) digerido con 
BamHI e hibridado con la sonda BamHI-
800. A: Comparación del patrón de 
bandas de muestras de B. bufo 
procedentes de Bolonia (Italia) y de Jaén 
(España). B: Comparación del patrón de 
bandas de muestras de B. bufo de ambos 
sexos procedentes de Bolonia. 
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El tamaño de los fragmentos clonados oscila entre 800 y 

817 pb, que es el tamaño esperado para la unidad 

monomérica (800 pb), aunque en dos casos los insertos 

fueron menores de 500 pb. El análisis posterior de las 

secuencias reveló que se trataba de fragmentos 

incompletos, por lo que fueron excluidos del análisis. 

 Las secuencias obtenidas fueron alineadas utilizando 

ClustalW y editadas con BioEdit (Figura 17). Los resultados 

indican que todos los clones alinean entre sí, mostrando 

variaciones únicamente en algunas posiciones 

nucleotídicas y, en un caso (Bbu_BamHI-800_BH2_88) una 

pequeña deleción interna de 22 pb. 

Figura 17. Alineamiento de los monómeros de BamHI-800 de B. bufo obtenidos a partir de la banda de 800 pb 
observada tras la de digestión del ADN genómico con BamHI. El alineamiento se ha realizado con el programa 
ClustalW, mientras que las secuencias se han editado con BioEdit. Mediante flechas se han marcado las posiciones 
en las que hibridan los cebadores utilizados para amplificar el ADN repetido BamHI-800 mediante PCR. 

Nombre de clon Tamaño 

Bbu_BamHI-800_BH2-86 816 pb 

Bbu_BamHI-800_BH2-88 795 pb 

Bbu_BamHI-800_BH2-89 816 pb 

Bbu_BamHI-800_BH2-95 817 pb 

Bbu_BamHI-800_BH2-105 817 pb 

Bbu_BamHI-800_BH2-113 817 pb 

Bbu_BamHI-800_BH2-118 498 pb 

Bbu_BamHI-800_BH2-135 480 pb 

 
Tabla 9. Clones BamHI-800 
procedentes de la banda de 800 pb 
aislada a partir de ADN genómico de 
B. bufo digerido con BamHI y 
separado mediante electroforesis 
en geles de agarosa. 
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Las secuencias obtenidas a partir de la banda de 800 pb permiten diseñar cebadores específicos 

localizados en las regiones más conservadas. Para comprobar que este ADN repetido se 

encuentra organizado en tándem, se han diseñado dos parejas de cebadores: una mirando hacia 

dentro (Bbu.BamHI-800-F1 y Bbu.BamHI-800-R1) y otra hacia fuera (Bbu.BamHI-800-F2 y 

Bbu.BamHI-800-R2) en relación a las secuencias de la Figura 17 (Figura 18 y Tabla 3). De este 

modo, si el ADN repetitivo BamHI-800 estuviese organizado en tándem, ambas parejas de 

oligonucleótidos darían lugar a una banda de 810 pb, junto con bandas formadas por dímeros, 

trímeros, etc. 

Cuando estos cebadores se utilizan en 

reacciones de PCR con ADN genómico de B. 

bufo se obtiene una banda intensa de 800 pb, y 

bandas de menor intensidad de 1.600 y 2.400 

pb (Figura 19A). Estas bandas corresponden al 

ADN repetitivo BamHI-800, ya que dan lugar a 

señales positivas cuando son hibridadas con la 

sonda BamHI-800 después de ser transferidas a 

una membrana de nailon (Figura 19B). 

Los patrones de bandas son similares con las 

dos parejas de cebadores (Bbu.BamHI-800-

F1/R1 y Bbu.BamHI-800-F2/R2), por lo que este 

ADN repetido debe encontrarse organizado en 

tándem, dada la orientación y localización de 

los sitios de unión de estos cebadores (Figura 

18). 

Figura 18. Sitios de unión de los cebadores a la unidad monomérica de BamHI-800 y tamaño de los amplicones que 
se obtendrían con éstos. 

Figura 19. A: Electroforesis en gel de agarosa al 1% del 
producto de PCR obtenido con la pareja de cebadores 
Bbu.BamHI-800-F1/Bbu.BamHI-800-R1 sobre ADN 
genómico de B. bufo. B: “Southern Blot” del producto 
de PCR1 (cebadores Bbu.BamHI-800-F1/Bbu.BamHI-
800-R1) y PCR2 (cebadores Bbu.BamHI-800-
F2/Bbu.BamHI-800-R2) hibridado con la sonda BamHI-
800 de B. bufo. 
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 Los fragmentos de 800 pb72 se 

clonaron y se secuenciaron. En 

total se han obtenido 11 

secuencias a partir de PCRs en 

las que se utilizaba la pareja de 

cebadores Bbu.BamHI-800-

F1/R1, y 25 con la pareja 

Bbu.BamHI-800-F2/R2 (Tabla 

10). 

Estas secuencias se alinearon 

utilizando los programas 

ClustalW y Muscle, y se editaron 

con BioEdit o MEGA 

respectivamente (Material 

suplementario S1). Para facilitar 

el alineamiento de las 

secuencias procedentes de PCRs 

realizadas con las dos parejas de 

cebadores, éstas se alinearon 

frente a las secuencias 

obtenidas inicialmente a partir 

de la banda de 800 pb aislada 

tras la digestión de ADN 

genómico con BamHI. 

Todas las secuencias alinean 

entre sí, mostrando un alto 

número posiciones conservadas 

(718), frente a posiciones 

variables (99), de las que más de 

la mitad son polimorfismos de 

un único nucleótido. 

                                                           
72 Obtenidos con ambas parejas de cebadores y de PCRs con ADN de individuos de distinta procedencia. 

Procedencia Nombre Tamaño 

(pb) 

Banda 
B. bufo (Bolonia) 
Italia 

Bbu-BamHI-800-BH2-86 816 

Bbu-BamHI-800-BH2-88 795 

Bbu-BamHI-800-BH2-89 816 

Bbu-BamHI-800-BH2-95 817 

Bbu-BamHI-800-BH2-105 817 

Bbu_BamHI-800_BH2-113 817 

PCR F1/R1 
B. bufo (Jaén) 
España 

BbuC-BamHI-800-PCR11-1 815 

BbuC-BamHI-800-PCR11-2 816 

BbuC-BamHI-800-PCR11-3 816 

BbuC-BamHI-800-PCR11-4 815 

BbuC-BamHI-800-PCR11-6 817 

 
PCR F1/R1 
B. bufo Marruecos 

BbuM-BamHI-800-PCR11-1 816 

BbuM-BamHI-800-PCR11-2 815 

BbuM-BamHI-800-PCR11-4 815 

BbuM-BamHI-800-PCR11-5 816 

BbuM-BamHI-800-PCR11-6 814 

Bbu-BamHI-800-JH6-PCR6-14 816 

 
PCR F2/R2 
B. bufo (Jaén) 
España 

Bbu-BamHI-800-JH6-PCR2-3 810 

Bbu-BamHI-800-JH6-PCR2-6 779 

Bbu-BamHI-800-JH6-PCR2-9 810 

Bbu-BamHI-800-JH6-PCR2-11 810 

Bbu-BamHI-800-JH6-PCR2-14 789 

Bbu-BamHI-800-JH6-PCR2-15 810 

Bbu-BamHI-800-JH6-PCR2-16 811 

Bbu-BamHI-800-JH2-PCR2-18 811 

Bbu-BamHI-800-JH2-PCR2-19 810 

Bbu-BamHI-800-JH2-PCR2-20 810 

Bbu-BamHI-800-JH2-PCR2-24 811 

Bbu-BamHI-800-JH2-PCR2-25 810 

Bbu-BamHI-800-JM2-PCR2-26 811 

Bbu-BamHI-800-JM2-PCR2-27 810 

Bbu-BamHI-800-JM2-PCR2-28 811 

Bbu-BamHI-800-JM2-PCR2-29 781 

Bbu-BamHI-800-JM2-PCR2-30 810 

Bbu-BamHI-800-JM2-PCR2-31 811 

Bbu-BamHI-800-JM2-PCR2-32 811 

Bbu-BamHI-800-JM3-PCR2-33 810 

Bbu-BamHI-800-JM3-PCR2-35 810 

Bbu-BamHI-800-JM3-PCR2-36 810 

Bbu-BamHI-800-JM3-PCR2-39 810 

Bbu-BamHI-800-JM3-PCR2-40 811 

Bbu-BamHI-800-JM3-PCR2-42 810 

 
Tabla 10. Monómeros de ADN repetitivo BamHI-800 de B. bufo analizados 
en este trabajo. Para cada monómero se indica el nombre, el tamaño, la 
pareja de cebadores utilizada y el origen geográfico del ADN genómico 
empleado en las reacciones de PCR. 

file:///D:/Tesis%20y%20Memorias/Tesis%20Katy%20Guzman/Tesis%20Completa/Carpeta%20de%20trabajo%20Tesis%20Defiitiva/S1%20%20Alineamiento%20BamHI-800%20Banda%20PCR1%20PCR2%20en%20B.%20bufo.xlsx
file:///D:/Tesis%20y%20Memorias/Tesis%20Katy%20Guzman/Tesis%20Completa/Carpeta%20de%20trabajo%20Tesis%20Defiitiva/S1%20%20Alineamiento%20BamHI-800%20Banda%20PCR1%20PCR2%20en%20B.%20bufo.xlsx
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La composición nucleotídica 

es ligeramente rica en A-T 

(57,56%), con una alta 

frecuencia en di-nucleótidos 

del tipo AA, TT, CC y GG, algo 

bastante frecuente en 

familias de ADN repetido de 

distintas especies (Amor et al. 2009), mientras que los menos representados son GC, CG y TA 

(Tabla 11). 

La banda de 1.600 pb, supuestamente formada por dímeros, también fue aislada y clonada. De 

este modo se obtuvieron 12 clones, de los que 5 fueron secuenciados (Tabla 12). De éstos, solo 

se obtuvieron las secuencias completas de 3 al poder solapar las secuenciaciones a partir de 

cada uno de los extremos secuenciados. El alineamiento de estas secuencias muestra que en 

todos los casos se trata de dímeros de unidades monoméricas separadas por dianas para el 

enzima BamHI (Figura 20). 

Para comprobar si existen diferencias entre unidades monoméricas en función de su posición 

en el dímero, se alinearon todas las unidades monoméricas y se calculó la distancia entre éstas 

utilizando el programa MEGA, que permite determinar el modelo de sustituciones nucleotídicas 

que se ajusta mejor a los datos. Las distancias genéticas, calculadas mediante el modelo de 

sustitución nucleotídica de 3 parámetros de Tamura con distribución gamma, oscilan entre 0,03 

y 0,09 (Tabla 13), independientemente de si se comparan unidades monoméricas de distintas 

posiciones (localizadas en 1ª y 2ª posición o viceversa), o unidades monoméricas localizadas en 

que el ADN repetitivo BamHI-800 muestra una organización sencilla, consistente en repeticiones 

NOMBRE TAMAÑO 

Bbu-BamHI-1600-PCR1.2-4 (INCOMPLETA) 1592 pb (no secuenciada completamente) 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-9 (INCOMPLETA) 1488 pb ( no secuenciada completamente ) 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-15 1625 pb 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-18 1604 pb (deleción de 23 pb) 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-26 1627 pb 

 
Tabla 12. Clones de dímeros BamHI-800 de B. bufo secuenciados. En cada caso se indica la longitud de la secuencia 
disponible y en qué casos se ha obtenido la secuencia completa. 

 2ª Posición Nucleotídica 

1ª Posición 

Nucleotídica 

 

 C G T A 

C 21,45% 0,25% 0,49% 0,37% 

G 0,12% 19,11% 0,37% 0,49% 

T 0,49% 0,37% 28,11% 0,25% 

A 0,37% 0,62% 0,37% 26,77% 

Tabla 11. Frecuencias di-nucleotídicas de las secuencias de BamHI-800 de B. 
bufo. 
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la misma posición (ambas localizadas en la 1ª o en la 2ª posición). Estos resultados confirman en 

tándem de unidades monoméricas. 

El empleo de productos de PCR en el análisis de esta familia de ADN repetido plantea la 

posibilidad de que se estén amplificando selectivamente monómeros específicos. Para 

Figura 20. Alineamiento de las secuencias de dímeros BamHI-800 de B. bufo. Para el alineamiento se ha utilizado el 
programa ClustalW y la edición se ha realizado con BioEdit. 

 3.2-15a 3.2-18a 3.2-26a 1.2-4a 3.2-9a 3.2-18b 3.2-26b 3.2-9b 3.2-15b 1.2-4b 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-15a  0,006 0,008 0,010 0,010 0,010 0,009 0,010 0,006 0,006 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-18a 0,029  0,009 0,011 0,012 0,012 0,010 0,012 0,008 0,008 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-26a 0,038 0,052  0,011 0,011 0,012 0,010 0,012 0,009 0,009 

Bbu-BamHI-1600-PCR1.2-4a 0,060 0,076 0,078  0,007 0,007 0,010 0,011 0,008 0,010 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-9a 0,064 0,079 0,085 0,032  0,007 0,010 0,011 0,009 0,011 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-18b 0,065 0,081 0,083 0,037 0,040  0,011 0,011 0,009 0,011 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-26b 0,050 0,062 0,067 0,064 0,065 0,072  0,012 0,009 0,009 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-9b 0,078 0,094 0,090 0,078 0,083 0,074 0,090  0,010 0,010 

Bbu-BamHI-1600-PCR3.2-15b 0,027 0,043 0,050 0,052 0,057 0,060 0,050 0,074  0,008 

Bbu-BamHI-1600-PCR1.2-4b 0,027 0,040 0,050 0,064 0,074 0,073 0,054 0,064 0,038  

 
Tabla 13. Distancias genéticas (esquina inferior izquierda) y error estándar (esquina superior derecha) entre 
unidades monoméricas localizadas en 1ª y/o 2ª posición (a y b respectivamente) de dímeros de ADN repetitivo 
BamHI-800 de B. bufo. Las distancias han sido calculadas con el programa MEGA, utilizando el modelo de sustitución 
nucleotídica de 3 parámetros de Tamura con distribución gamma. La varianza se estimó por el método de 
“bootstrap” utilizando 1000 réplicas. 
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comprobar esta hipótesis se han comparado las secuencias obtenidas a partir de las digestiones 

de ADN con las secuencias de los productos de distintas PCRs (obtenidos con ambas parejas de 

cebadores y utilizando ADNs de individuos de distinta procedencia). Para ello, las secuencias se 

han dividido en grupos según su procedencia (digestión, PCR1 (pareja de cebadores Bbu.BamHI-

800-F1/R1) o PCR2 (pareja de cebadores Bbu.BamHI-800-F2/R2)), y se han calculado varias 

distancias genéticas. En concreto, las distancias medias de cada grupo de secuencias, las 

distancias entre grupos y las distancias netas73 entre grupos (Tabla 14). 

Además, dado que los cebadores quedan incluidos en el producto final que posteriormente se 

clona y se secuencia, la parte de la secuencia que corresponde a los cebadores debe ser 100% 

homologa en todas las secuencias obtenidas a partir de las mismas parejas de cebadores. Para 

comprobar si la presencia o ausencia de los cebadores en la secuencia final influye en la distancia 

entre las secuencias, se han realizado dos análisis de distancias en paralelo, utilizando las 

secuencias BamHI-800 con y sin cebadores. 

Las distancias genéticas muestran valores muy similares, independientemente de los grupos 

considerados o de si los cebadores se eliminan o no. De hecho, la distancia neta entre los grupos 

                                                           
73 Distancia neta entre grupos los x e y (dA): 𝑑𝐴 = 𝑑𝑥𝑦 −

(𝑑𝑥+𝑑𝑦)

2
; donde dxy es la distancia entre grupos x e y; dx y dy 

son las distancia media dentro de cada grupo. 

Distancias genéticas medias en cada grupo 

Con cebadores Sin cebadores F1 R1 Sin cebadores F2 R2 Sin cebadores 

Banda 0,059 ± 0,007 Banda 0,063 ± 0,008 Banda 0,060 ± 0,007 Banda 0,062 ± 0,008 

PCR1 0,055 ± 0,006 PCR1 0,060 ± 0,007 PCR1 0,055 ± 0,006 PCR1 0,058 ± 0,007 

PCR2 0,052 ± 0,005 PCR2 0,055 ± 0,006 PCR2 0,054 ± 0,006 PCR2 0,055 ± 0,006 

Distancias genéticas entre grupos 

Con cebadores Sin cebadores F1 R1 Sin cebadores F2 R2 Sin cebadores 

 Banda PCR1  Banda PCR1  Banda PCR1  Banda PCR1 

Banda   Banda   Banda   Banda   

PCR1 0,058± 0,006  PCR1 0,062± 0,007  PCR1 0,058± 0,006  PCR1 0,060± 0,006  

PCR2 0,053± 0,005 0,055± 0,006 PCR2 0,057± 0,006 0,059± 0,006 PCR2 0,055± 0,005 0,056± 0,006 PCR2 0,056± 0,006 0,058± 0,006 

Distancias genéticas netas entre grupos 

Con cebadores Sin cebadores F1 R1 Sin cebadores F2 R2 Sin cebadores 

 Banda PCR1  Banda PCR1  Banda PCR1  Banda PCR1 

Banda   Banda   Banda   Banda   

PCR1 0,001± 0,001  PCR1 0,001± 0,001  PCR1 0,000± 0,001  PCR1 0,000± 0,001  

PCR2 0,002± 0,001 0,002± 0,001 PCR2 0,002± 0,001 0,002± 0,001 PCR2 0,002± 0,001 0,001± 0,001 PCR2 0,002± 0,001 0,001± 0,001 

 Tabla 14. Distancias genéticas medias en cada grupo, entre grupos y netas entre grupos de secuencias de unidades 
monoméricas del ADN repetitivo BamHI-800 de B. bufo (± error estándar). Las distancias fueron calculadas con el 
programa MEGA utilizando el modelo de sustitución nucleotídica de 3 parámetros de Tamura con distribución 
gamma. La varianza se estimó por el método de “bootstrap” utilizando 1000 réplicas. 

mediante una cita importante extraída del documento o utilice este espacio para resaltar un 
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es aproximadamente 0 en todos los casos. Estos resultados indican que las secuencias 

procedentes de PCRs con cebadores específicos no presentan menor distancia que las 

secuencias obtenidas tras digestión y clonación. Por lo que se puede concluir que las PCRs con 

cebadores específicos no seleccionan grupos concretos de secuencias monoméricas BamHI-800, 

sino que amplifican sus variantes monomericas de forma no selectiva y equivalente a la 

digestión-clonación. Según esto, la PCR puede ser una herramienta útil para obtener secuencias 

de esta familia de ADN repetido. 

El estudio de ADNs repetitivos mediante PCRs con cebadores específicos y posterior 

secuenciación del producto obtenido se ha utilizado con éxito en el satélite S1 de distintas 

especies del genero Rana (Picariello et al. 2002; Feliciello et al. 2005, 2006; Picariello et al. 2016). 

En este caso, cuando se compara la variabilidad entre secuencias procedentes de bandas de 

digestiones y las procedentes de PCRs específicas, los resultados son similares a los observados 

por nosotros en el ADN repetitivo BamHI-800 de B. bufo: las secuencias obtenidas mediante el 

método tradicional de digestión-clonación forman parte de la variabilidad de secuencias 

obtenidas tras secuenciar productos de PCRs específicas del satélite S1. Por tanto, en este caso 

la PCR tampoco selecciona grupos de secuencias particulares, sino que amplifica un gran rango 

de variantes del ADN repetitivo S1. 

3.3. Patrón de metilación del ADN satélite BamHI-800 

Según algunos autores, anfibios y peces son los grupos de vertebrados que presentan mayor 

tasa de metilación en su ADN (Jabbari et al. 1997). Esta peculiaridad guarda estrecha relación 

con la cantidad de ADN repetitivo que presentan, ya que la metilación del ADN está implicada 

en la correcta formación, mantenimiento y regulación de la heterocromatina (Lippman et al. 

2004; Feliciello et al. 2013), además de su implicación en la diferenciación celular (Reik et al. 

2001; Shiura et al. 2014). 

Para comprobar si el ADN repetido BamHI-800 está metilado, se han buscado dianas en su 

secuencia para parejas de isoesquizómeros que presenten distinta sensibilidad a la metilación 

del ADN. No se ha encontrado ninguna diana para parejas de isoesquizómeros que detecten 

diferencias en metilación en islas CpG, siendo MboI/Sau3A la única pareja de isoesquizómeros 

que corta en BamHI-800. 
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Los enzimas MboI (sensible a la metilación) y Sau3A 

(insensible) reconocen la secuencia diana /GATC y 

cortan la unidad monomérica tres veces, dejando 

fragmentos de 315, 462 y 22 pb (Figura 22). En algunas 

secuencias la diana central puede estar mutada, 

dejando fragmentos de 780 y 22 pb. 

Cuando se compara el patrón de bandas obtenido tras 

la digestión del ADN genómico de B. bufo con MboI y 

Sau3A no se aprecian diferencias en el tamaño de las 

bandas o en la intensidad de las mismas (Figura 21), por 

lo que puede concluirse que este ADN repetitivo no 

está metilado en la adenina de la secuencia GATC. 

No es posible extraer más información sobre la 

metilación de este ADN repetitivo en pares CpG ya que 

no existen parejas de isoesquizómeros que corten las 

secuencias BamHI-800 y que además sean sensibles a la metilación en CpG. 

3.4. Localización cromosómica de BamHI-800 en la especie B. bufo 

La distribución cromosómica de esta familia de ADN repetitivo se ha establecido mediante 

experimentos de hibridación in situ fluorescente (FISH) utilizando la sonda Bbu.BamHI-800 sobre 

cromosomas metafásicos de la especie B. bufo. 

Figura 21. ADN genómico de B. bufo (BH2) 
digerido con los enzimas MboI (sensible a 
metilación), Sau3A (insensible) y BamHI, 
junto al “Southern blot” de esta digestión 
hibridado con la sonda BamHI-800. 

Figura 22. Mapa de restricción de una unidad monomérica del ADN repetitivo BamHI-800 para los enzimas BamHI, 
MboI y Sau3A. 
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En cromosomas metafásicos procedentes de individuos adultos (Hembra 3 Jaén y Macho 2 Jaén) 

y tras una única ronda de amplificación, se observa una señal muy intensa en la pareja de 

cromosomas de menor tamaño (pareja 11) (Figura 23A). Además, en algunos casos es posible 

observar una señal menos intensa en el brazo corto de algunas parejas de cromosomas de mayor 

tamaño (Figura 23B). 

Cuando la FISH se realiza sobre cromosomas procedentes de cultivos secundarios obtenidos a 

partir de larvas de B. bufo, y se hacen 3 rondas de amplificación en el revelado inmunológico, el 

patrón observado es ligeramente diferente. Además de las señales intensas de la pareja de 

cromosomas de menor tamaño, se observa una señal en el brazo corto de una de las parejas de 

cromosomas grandes, señales pericentroméricas en todos los cromosomas grandes, y una señal 

en el extremo del brazo largo de la pareja 6, próxima a la constricción secundaria en la que se 

localiza la NOR de esta especie (Figura 24). Dado que la NOR en B. bufo está delimitada a cada 

lado por heterocromatina constitutiva, es posible que la señal telomerica de la pareja 6 

Figura 23. FISH sobre cromosomas metafásicos de individuos adultos de la especie B. bufo, utilizando como sonda la 
secuencia Bbu.BamHI-800. A: Hembra 3 (Jaén). B: Macho 2 (Jaén). Mediante puntas de flecha blancas se indican las 
parejas de menor tamaño con señal intensa tras la hibridación con Bbu.BamHI-800. Mediante puntas flechas huecas 
se indican las posiciones de señales de hibridación menos intensas observadas en algunas metafases. Escala: 2,5 µm. 
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observada en la FISH con BamHI-800 se corresponda con una de las bandas C positivas que 

delimita la NOR. 

4. Análisis de la familia de ADN repetido BamHI-800 en las especies 

Epidalea calamita y Bufotes viridis  

La presencia del ADN repetitivo BamHI-800 en la especie B. bufo plantea el interrogante de si 

esta familia de ADN repetitivo es específica de esta especie, si está presente en otras especies 

del género Bufo, o si se extiende a otros géneros de la familia Bufonidae. Con este fin se han 

analizado las especies E. calamita y B. viridis, consideradas inicialmente dentro del género Bufo, 

aunque actualmente la primera se considera perteneciente al género Epidalea y la segunda al 

género Bufotes. 

Figura 24. FISH sobre cromosomas obtenidos a partir de cultivos celulares de B. bufo (B. bufo 12 P6 (A y C) y B. bufo 
12D P7 (B y D)), utilizando como sonda la secuencia Bbu.BamHI-800. A y B tinción con DAPI; C y D FISH con sonda 
Bbu.BamHI-800. Mediante flechas se indican las posiciones de las constricciones secundarias correspondientes a las 
NORs. Escala: 2,5 µm. 
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4.1. Patrones de hibridación 

Cuando el ADN genómico de las especies E. 

calamita y B. viridis es digerido con BamHI y 

separado según su tamaño mediante 

electroforesis en geles de agarosa, el patrón de 

bandas que se obtiene no es completamente 

idéntico al observado en B. bufo. En la especie E. 

calamita se aprecia con claridad una única banda 

de 800 pb (Figura 25A), mientras que en B. viridis 

no se distinguen bandas claramente (Figura 

25B). 

Tras transferir el ADN de los geles a una 

membrana de nailon e hibridar utilizando como 

sonda la secuencia BamHI-800 de B. bufo, es 

posible observar bandas positivas (Figura 25). El patrón de hibridación en ambas especies es 

similar al de B. bufo, con bandas que podrían indicar la existencia, en ambos casos, de unidades 

monoméricas, diméricas y triméricas del ADN repetitivo BamHI-800. 

4.2. Clonación y análisis de secuencias BamHI-800 en E. calamita y B. 

viridis 

La banda de 800 pb obtenida a partir de digestiones de ADN 

genómico con BamHI solo pudo clonarse en la especie E. 

calamita, ya que en B. viridis no se observan bandas tras la 

digestión del ADN genómico con este enzima. Por otro lado, 

para observar la banda en E. calamita es necesario utilizar 20 

µg de ADN genómico, el doble que el utilizado en la especie B. 

bufo, hecho que podría indicar que este ADN repetitivo está 

presente en menor cantidad en E. calamita. 

Cuando la pareja de cebadores Bbu.BamHI-800-F1/R1 se utiliza 

en reacciones de PCR con ADN genómico de estas especies, en 

ambos casos se obtienen amplicones de 800 y 1.600 pb (Figura Figura 26. Electroforesis en gel 
de agarosa al 1% de los 
productos de PCR obtenidos con 
la pareja de cebadores 
Bbu.BamHI-800-F1/R1 en E. 
calamita (A) y B. viridis (B). 

Figura 25. ADN genómico de B. bufo (B.bu), E. 
calamita (E.cal) y B. viridis (B.vir) (20 µg) digerido con 
BamHI e hibridado con la sonda BamHI-800 de B. 
bufo. A: B. bufo y E. calamita. B: B. bufo y B. viridis. 
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26). A partir de estos productos de PCR se han clonado las bandas de 800 y 1.600 pb de E. 

calamita y la banda de 800 pb de B. viridis. 

De este modo, en E. calamita se han obtenido 13 secuencias procedentes de la banda de 

digestión y 12 secuencias procedentes de distintas PCRs en las que se utilizaron individuos de 

diferentes localizaciones (Tabla 15). Como puede observarse por su tamaño, dos de las 

secuencias obtenidas a partir de la banda de digestión presentan deleciones de 29 y 47 pb. 

Estos monómeros muestran un tamaño medio de 818 pb y su composición nucleotídica es 

ligeramente rica en A-T (57,90%). El alineamiento de estas secuencias muestra 702 sitios 

conservados frente a 116 sitios variables, de los cuales 51 son informativos y 65 son SNPs. 

En E. calamita también se ha clonado la 

banda de 1.600 pb obtenida mediante PCR 

con la pareja de cebadores Bbu.BamHI-

800-F1/R1. En este caso se ha logrado la 

secuencia de 9 clones correspondientes a 

dímeros de BamHI-800 (Tabla 16). Todos 

ellos alinean entre sí (Figura 27), y están 

formados por la repetición en tándem de 

dos unidades monoméricas separadas por 

dianas para BamHI. 

Nombre Tamaño (pb) 

Bca-BamHI-1600-PCR4.3-10 1.632 

Bca-BamHI-1600-PCR4.3-13 1.632 

Bca-BamHI-1600-PCR4.3-18 1.629 

Bca-BamHI-1600-PCR4.3-21 1.630 

Bca-BamHI-1600-PCR4.3-22 1.630 

Bca-BamHI-1600-PCR4.3-23 1.631 

Bca-BamHI-1600-PCR4.3-26 1.631 

Bca-BamHI-1600-PCR4.3-33 1.631 

Bca-BamHI-1600-PCR6.2-32 1.630 

 
Tabla 16. Dímeros del ADN repetitivo BamHI-800 de E. 
calamita obtenidos a partir de productos de PCR. Para 
cada monómero se indica el nombre, la PCR que lo originó 
y su tamaño (en pb). 

Nombre pb Nombre pb Nombre pb 

Bca-BamHI-800-MJ4-1 818 Bca-BamHI-800-MJ4-35 818 Bca-BamHI-800-JM1-PCR7-24 817 

Bca-BamHI-800-MJ4-4 818 Bca-BamHI-800-MJ4-36 818 Bca-BamHI-800-JM1-PCR7-41 818 

Bca-BamHI-800-MJ4-5 817 Bca-BamHI-800-MAlc2-8 823 BcaA-BamHI-800-Ren4-PCR1-7 818 

Bca-BamHI-800-MJ4-7 818 Bca-BamHI-800-MAlc2-37 809 BcaA-BamHI-800-Ren4-PCR1-8 818 

Bca-BamHI-800-MJ4-10* 789 Bca-BamHI-800-JM1-PCR6-3 818 Bca-BamHI-800-JM1-PCR6-3 818 

Bca-BamHI-800-MJ4-11 818 Bca-BamHI-800-JM1-PCR6-9 818 Bca-BamHI-800-JM1-PCR6-9 818 

Bca-BamHI-800-MJ4-12 818 Bca-BamHI-800-JM1-PCR6-16 818 Bca-BamHI-800-JM1-PCR6-16 818 

Bca-BamHI-800-MJ4-26* 771 Bca-BamHI-800-JM1-PCR7-1 818 Bca-BamHI-800-JM1-PCR7-1 818 

Bca-BamHI-800-MJ4-31 818     

 Tabla 15. Monómeros del ADN repetitivo BamHI-800 de E. calamita obtenidos en este trabajo. Para cada 
monómero se indica su nombre (con información sobre su origen: digestión o PCR), el nombre de la muestra de 
ADN y su tamaño (en pb). Con un * se han marcado las secuencias con deleciones en su extremo 3’. 
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En esta especie, al igual que ocurría en B. bufo, no hay predisposición de determinadas 

secuencias BamHI-800 a estar en la 1ª o 2ª posición del dímero (resultados del análisis no 

mostrados). Por tanto, puede decirse que, tanto en B. bufo como en E. calamita, el ADN 

repetitivo BamHI-800 está organizado en forma de unidades monoméricas repetidas en tándem. 

 Para confirmar que la PCR específica de BamHI-800 no selecciona ningún subtipo de secuencias 

en E. calamita, se ha realizado un análisis comparativo de las secuencias procedentes de la 

banda de digestión y de las PCRs, eliminando las regiones correspondientes a los 

Figura 27. Alineamiento de los dímeros de BamHI-800 de E. calamita obtenidos mediante PCR. Para el alineamiento 
se ha utilizado el programa ClustalW y la edición se ha realizado con BioEdit. 
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oligonucleótidos. De este modo se han obtenido las distancias genéticas dentro de cada grupo 

considerado, las distancias entre distintos grupos y las distancias netas entre grupos (Tabla 17). 

El análisis de las distancias confirma que la PCR con cebadores específicos no actúa amplificando 

unidades monoméricas de forma selectiva, ya que las distancias netas entre grupos se 

aproximan a cero. Estos resultados son similares a los obtenidos con las secuencias BamHI-800 

de B. bufo y establecen que la PCR podría ser una herramienta útil para obtener secuencias de 

otras especies. 

En la especie B. viridis los monómeros del ADN 

repetitivo BamHI-800 se han obtenido a partir 

de PCRs específicas, debido a la ausencia de 

bandas visibles al digerir ADN genómico con 

BamHI. Tras la clonación de los productos de 

PCR se ha obtenido la secuencia de 10 clones 

positivos correspondientes a monómeros 

BamHI-800 de esta especie (Tabla 18). 

Todas las secuencias alinean entre sí, 

presentan un tamaño medio de 817 pb y un 

contenido en A-T del 56,8%. El alineamiento 

Distancias genéticas medias en cada grupo 

Con cebadores Sin cebadores F1 R1 Sin cebadores F2 R2 Sin cebadores  

Banda 0,030 ± 0,004 Banda 0,031 ± 0,004 Banda 0,031 ± 0,004 Banda 0,031 ± 0,005 

PCR1 0,032 ± 0,005 PCR1 0,034 ± 0,005 PCR1 0,031 ± 0,005 PCR1 0,033 ± 0,006 

PCR2 0,026 ± 0,003 PCR2 0,024 ± 0,003 PCR2 0,027 ± 0,004 PCR2 0,025 ± 0,004 

Distancias genéticas entre grupos 

Con cebadores Sin cebadores F1 R1 Sin cebadores F2 R2 Sin cebadores  

 Banda PCR1  Banda PCR1  Banda PCR1  Banda PCR1 

Banda   Banda   Banda   Banda   

PCR1 0,030± 0,004  PCR1 0,032± 0,004  PCR1 0,031± 0,004  PCR1 0,032± 0,004  

PCR2 0,029± 0,004 0,033± 0,004 PCR2 0,026± 0,003 0,030± 0,004 PCR2 0,031± 0,004 0,033± 0,005 PCR2 0,027± 0,004 0,030± 0,004 

Distancias genéticas netas entre grupos 

Con cebadores Sin cebadores F1 R1 Sin cebadores F2 R2 Sin cebadores  

 Banda PCR1  Banda PCR1  Banda PCR1  Banda PCR1 

Banda   Banda   Banda   Banda   

PCR1 0,001± 0,001  PCR1 -0,001± 0,001  PCR1 0,000± 0,001  PCR1 0,000± 0,001  

PCR2 0,001± 0,001 0,003± 0,002 PCR2 -0,001± 0,000 0,001± 0,001 PCR2 -0, 001± 0,002 0,004± 0,002 PCR2 -0,001± 0,000 0,001± 0,001 

 Tabla 17. Distancias genéticas medias (± error estándar) en cada grupo, entre grupos y netas entre grupos, de 
secuencias de unidades monoméricas del ADN repetitivo BamHI-800 de E. calamita. Las distancias fueron 
calculadas con el programa MEGA utilizando el modelo de sustitución nucleotídica de 3 parámetros de Tamura con 
distribución gamma. La varianza se estimó por el método de “bootstrap” utilizando 1000 réplicas. 

Nombre Tamaño pb 

Bvir-BamHI-800-PCR1F1R1-2 817 

Bvir-BamHI-800-PCR1F1R1-22 818 

Bvir-BamHI-800-PCR2F1R1-2 810 

Bvir-BamHI-800-PCR2F1R1-3 817 

Bvir-BamHI-800-PCR2F1R1-5 817 

Bvir-BamHI-800-PCR2F1R1-24 817 

Bvir-BamHI-800-PCR2F1R1-26 817 

Bvir-BamHI-800-PCR2F1R1-27 817 

Bvir-BamHI-800-PCR2F1R1-37 817 

Bvir-BamHI-800-PCR2F1R1-38 817 

 Tabla 18. Monómeros del ADN repetitivo BamHI-800 
de B. viridis obtenidos mediante PCR. Para cada 
monómero se indica su nombre, la PCR de 
procedencia y su tamaño. 
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revela la existencia de 684 posiciones conservadas y 134 variables, de las cuales 95 son SNPs. 

A partir de las secuencias del ADN repetitivo BamHI-800 de las tres especies estudiadas (B. bufo, 

E. calamita y B. viridis), se han calculado las distancias genéticas intra- e interespecíficas (Tabla 

19). 

Los resultados muestran que las distancias genéticas intraespecíficas (0,03-0,05) son menores 

que las distancias interespecíficas (0,18-0,2). Esto indica que las secuencias de ADN repetitivo 

BamHI-800 presentan alta homogeneidad dentro de cada especie, pero son más divergentes 

cuando se comparan secuencias de distintas especies. 

4.3. Localización cromosómica de BamHI-800 en las especies E. calamita 

y B. viridis 

La localización cromosómica del ADN repetitivo BamHI-800 en las especies E. calamita y B. viridis 

se analizó mediante FISH utilizando como sondas secuencias BamHI-800 de E. calamita y B. 

viridis respectivamente. 

En E. calamita el ADN repetitivo BamHI-800 se localiza en el brazo corto de dos de las parejas de 

cromosomas grandes (parejas 1 y 3). En ambas parejas la señal se observa en posición próxima 

al centrómero, siendo la señal de la pareja 1 más intensa que la de la pareja 3 (Figura 28A). 

En la especie B. viridis este ADN repetitivo se localiza en una de las parejas de cromosomas 

grandes, en posición pericentromérica a ambos lados del centrómero, siendo la señal más 

intensa en los brazos cortos y la de menor intensidad en los brazos largos (Figura 28B). Además, 

existe señal positiva en la pareja de cromosomas portadores de la NOR (pareja 6), localizada en 

este caso en el brazo largo y próxima al centrómero. 

Cuando se compara la localización del ADN repetido BamHI-800 en las tres especies analizadas 

(B. bufo, E. calamita y B. viridis) se observa que su posición no está conservada, siendo distinta 

en cada una de estas especies (Figura 29). En relación con este punto, es de destacar la 

Distancias intraespecificas Distancias interespecificas 

   B. bufo E. calamita B. viridis 

B. bufo 0,051± 0,004 B. bufo    

E. calamita 0,030± 0,003 E. calamita 0,181± 0,014   

B. viridis 0,047± 0,004 B. viridis 0,192± 0,015 0,203± 0,016  

 
Tabla 19. Distancias genéticas intraespecíficas (izquierda) e interespecíficas (derecha) ± error estándar entre las 
secuencias de ADN repetitivo BamHI-800 obtenidas en las especies B. bufo, E. calamita y B. viridis. Las distancias 
fueron calculadas con el programa MEGA utilizando el modelo de sustitución nucleotídica de 3 parámetros de 
Tamura con una distribución gamma. La varianza se estimó por el método de “bootstrap” utilizando 1.000 réplicas. 
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asociación entre la NOR y acumulaciones de BamHI-800 en B. bufo, asociación que no se observa 

en las otras dos especies, a pesar de que en una de ellas (B. viridis) existen acumulaciones de 

este ADN repetitivo en los cromosomas portadores de la NOR. 

Figura 28. FISH sobre cromosomas metafásicos de E. calamita y B. viridis, utilizando como sonda la secuencia BamHI-
800 de la propia especie. Escala: 5 µm. 

Figura 29. Cariotipos de las especies B. bufo, E calamita y B. viridis realizados con cromosomas hibridados mediante 
FISH utilizando como sondas secuencias BamHI-800 de la propia especie. En cada cariotipo, bajo la pareja portadora 
de la NOR, se ha añadido la imagen de la tinción con plata de dicha pareja de cromosomas. Escala: 2,5 µm. 
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Por otro lado, resulta de interés la asociación de este ADN repetido con regiones 

centroméricas/pericentroméricas de cromosomas grandes de la especie B. bufo y, en menor 

medida en B. viridis. El patrón de señales observado en experimentos de GISH en estas especies 

mostraba fuertes señales centroméricas en todos los cromosomas, por lo que puede concluirse 

que las secuencias BamHI-800 en estas especies no son un componente mayoritario de las 

secuencias de ADN repetido localizadas en los centrómeros de todos los cromosomas. 

5. Secuencias BamHI-800 en otras especies de la familia Bufonidae 

5.1. Patrones de hibridación y amplificación por PCR 

El ADN repetitivo BamHI-800 está presente en las tres especies de la familia Bufonidae 

analizadas (B. bufo, E. calamita y B. viridis). En principio, y teniendo en cuenta que estas especies 

pertenecen a géneros distintos, podría considerarse que este ADN repetido no es específico de 

género. Sin embargo, debido a la controversia sobre la taxonomía de las especies de esta familia, 

y teniendo en cuenta que las tres especies analizadas estuvieron incluidas en el género Bufo, 

resulta de interés comprobar si este ADN repetido está presente en otras especies de la familia. 

Nombre de la especie Origen geográfico Tipo de secuencias Nº de clones 

Bufo bufo 

(Bolonia) Italia 
Banda 6 + 2 inc. 

PCR F2/R2 25 

(Jaén) España PCR F1/R1 6 

Marruecos PCR F1/R1 5 

Epidalea calamita 
(Jaén) España 

Banda 13 

PCR F1/R1 6 +2 del. 

(Ardales) España PCR F1/R1 2 

Bufotes viridis Grecia PCR F1/R1 10 

Bufotes boulengeri Marruecos PCR F1/R1 13 

Barbarophryne brongersmai Marruecos PCR F1/R1 14 

Bufotes latastii Pakistán PCR F1/R1 7+1 del. 

Bufotes luristanicus Irán PCR F1/R1 14+1 inc. 

Bufotes surdus Irán PCR F1/R1 13 

Bufotes siculus (Sicilia) Italia PCR F1/R1 4 

Bufotes balearicus (Sicilia) Italia PCR F1/R1 4 

Amietophrynus arabicus (*) Yemen PCR F1/R1 13 + 2 del. 

Rhinella marina Australia (**) PCR F1/R1 7+1 del. 

Duttaphrynus melanostictus Nepal PCR F1/R1 20+1 del. 

 Tabla 20. Especies de la familia Bufonidae analizadas. En la tabla se indica, junto al nombre de la especie, el origen 
geográfico de las muestras analizadas, la forma en la que se obtuvieron las regiones clonadas (banda de digestión 
o PCR) y numero de clones obtenidos. (del.) Secuencias con deleción. (inc.) Secuencias incompletas. (*) Especie 
anteriormente clasificada como Bufo arabicus o Duttaphrynus arabicus. (**) Introducidos desde Hawái en 1935. 
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Para llevar a cabo este análisis se han considerado especies pertenecientes a distintos géneros 

de la familia Bufonidae que habitan varias regiones geográficas (Tabla 20). 

La disponibilidad de suficiente ADN genómico de Bufotes boulengeri, Bufotes luristanicus, 

Bufotes surdus, Barbarophryne brongersmai y Rhinella marina permitió analizar la presencia del 

ADN repetitivo BamHI-800 en estas especies mediante digestión con BamHI, “Southern-blot” e 

hibridación con la sonda BamHI-800. 

El resultado obtenido muestra que todas estas especies (B. boulengeri, B. brongersmai, B 

luristanicus, B. surdus y R. marina) presentan un patrón de bandas similar al de B. bufo, E. 

calamita y B. viridis, con bandas de unos 800, 1.600 y 2.400 pb (Figura 30). 

Además del análisis anterior, en todas las especies se han realizado PCRs utilizando los 

cebadores específicos Bbu.BamHI-800-F1/R1. En todos los casos la PCR produce una banda de 

800 pb y, en algunos casos, también la banda de 1.600 pb (Figura 31). Cuando estos amplicones 

se transfieren a una membrana y se hibridan con la sonda BamHI-800 de B. bufo, las bandas de 

PCR dan señal positiva, confirmando que se trata de secuencias de la familia de ADN repetido 

BamHI-800 (datos no mostrados). 

Figura 30. ADNs genómicos de distintas especies de la familia Bufonidae (B. brongersmai, B. boulengeri, B luristanicus, 
B. surdus y R. marina) digeridos con BamHI y separados mediante electroforesis en geles de agarosa. El ADN de los 
geles fue transferido a una membrana mediante “Southern-Blot” y posteriormente hibridado utilizando como sonda 
la secuencia BamHI-800 de B. bufo. Como controles se han utilizado muestras de B. bufo, E. calamita y B. viridis. 
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5.2. Clonación y análisis de las secuencias BamHI-800 en otras especies 

de la familia Bufonidae 

A partir de los productos de PCR se han clonado las bandas de 800 pb en las 10 especies restantes 

de familia Bufonidae que fueron analizadas (B. boulengeri, B. brongersmai, B. latastii, B. 

luristanicus, B. surdus, B. siculus, B. balearicus, A. arabicus, R. marina y D. melanostictus). El 

número de clones positivos obtenidos en cada caso se indica en la Tabla 20, siendo excluidos del 

análisis los clones con deleciones superiores a 100 pb (5 clones en total de especies diferentes). 

El alineamiento de todas las secuencias BamHI-800 agrupa a las secuencias en función de su 

similitud (Material suplementario S2). En algunos casos este agrupamiento coincide con la 

especie de la que proceden, aunque en otros casos los agrupamientos incluyen secuencias de 

varias especies (variantes). Por otro lado, en las secuencias de A. arabicus y D. melanostictus se 

observa que las distancias genéticas abarcan rangos mayores que en las otras especies (0,000-

0,354 y 0,000-0,406 respectivamente). 

El análisis de las distancias genéticas74 entre todas las secuencias BamHI-800 de A. arabicus 

revela que hay un subgrupo de 5 secuencias (Gr_2 de A. arabicus) que presenta distancias 

mayores que el resto de secuencias (Gr_1 de A. arabicus) (Tabla 21). 

                                                           
74 Calculadas según el modelo de sustitución nucleotídica de 3 parámetros de Tamura, con distribución gamma. 

Figura 31. Electroforesis en geles de agarosa al 1% en TAE 1X de los productos de PCR obtenidos con la pareja de 
cebadores Bbu.BamHI-800-F1/R1 en distintas especies de la familia Bufonidae: R. marina, D. melanostictus, B. 
boulengeri, B. brongersmai, E. calamita, B. latastii, B. luristanicus, B. surdus, B. bufo, A. arabicus, B. viridis, B. siculus 
y B. balearicus. 

file:///D:/Tesis%20y%20Memorias/Tesis%20Katy%20Guzman/Tesis%20Completa/Carpeta%20de%20trabajo%20Tesis%20Defiitiva/S2%20Alineamiento%20BamHI-800%20todas%20secuencais.xlsx
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Si estas secuencias se analizan como dos variantes independientes, las distancias entre las 

secuencias de cada variante y el error estándar correspondiente se reducen notablemente, 

aunque la distancia genética neta entre estas dos variantes sigue siendo elevada (Tabla 22). 

Estas diferencias numéricas pueden apreciarse visualmente en el árbol filogenético de las 

secuencias BamHI-800 de A. arabicus. Utilizando un total de 15 secuencias con 685 posiciones 

informativas75, se realizó una filogenia mediante el método de máxima verosimilitud76, 

estimando la varianza mediante “bootstrap” con 1000 réplicas (Figura 32). La topología obtenida 

separa claramente las secuencias de las dos variantes (grupos 1 y 2) con una probabilidad del 

100% para esta agrupación. 

                                                           
75 Eliminando los “gaps”. 

76 Modelo de sustitución nucleotídica de 3 parámetros de Tamura con distribución gamma. 

Variantes A. arabicus Distancia en cada variante Distancia entre variantes Distancia neta entre variantes 

A. arabicus Gr_1 0,151 ± 0,009  Gr_1  Gr_1 

A. arabicus Gr_2 0,103 ± 0,008 Gr_2 0,276 ± 0,016 Gr_2 0,151 ± 0,014 

 
Tabla 22. Distancias genéticas entre las dos variantes para las secuencias BamHI-800 de A. arabicus: distancias entre 
secuencias de una dentro de cada grupo; distancia entre los dos grupos y distancia neta entre éstos. 

 4-1 4-3 4-4 4-7 3-2 3-1 3-3 3-5 3-7 3-8 2-8 3-6 3-9 3-15 3-20 

Aara-BamHI-800-PCR4-1  0,018 0,018 0,017 0,016 0,011 0,017 0,018 0,002 0,016 0,022 0,021 0,023 0,021 0,021 

Aara-BamHI-800-PCR4-3 0,200  0,002 0,019 0,017 0,017 0,018 0,002 0,018 0,017 0,023 0,023 0,026 0,023 0,023 

Aara-BamHI-800-PCR4-4 0,201 0,004  0,020 0,017 0,017 0,018 0,001 0,018 0,017 0,023 0,023 0,026 0,023 0,023 

Aara-BamHI-800-PCR4-7 0,175 0,219 0,217  0,012 0,017 0,015 0,019 0,017 0,012 0,024 0,021 0,024 0,021 0,021 

Aara-BamHI-800-PCR2.3-2 0,159 0,174 0,173 0,098  0,016 0,015 0,017 0,016 0,004 0,022 0,021 0,023 0,021 0,021 

Aara-BamHI-800-PCR3-1 0,092 0,178 0,177 0,172 0,150  0,016 0,017 0,011 0,015 0,021 0,021 0,023 0,021 0,021 

Aara-BamHI-800-PCR3-3 0,176 0,190 0,188 0,157 0,138 0,165  0,018 0,017 0,015 0,022 0,022 0,023 0,022 0,022 

Aara-BamHI-800-PCR3-5 0,199 0,003 0,001 0,215 0,171 0,175 0,186  0,018 0,017 0,023 0,023 0,026 0,023 0,023 

Aara-BamHI-800-PCR3-7 0,003 0,200 0,198 0,172 0,156 0,089 0,172 0,196  0,015 0,022 0,020 0,023 0,020 0,020 

Aara-BamHI-800-PCR3-8 0,156 0,174 0,173 0,098 0,009 0,147 0,138 0,171 0,152  0,022 0,021 0,023 0,021 0,021 

Aara-BamHI-800-PCR2-8 0,275 0,293 0,291 0,282 0,263 0,260 0,251 0,289 0,271 0,259  0,018 0,020 0,018 0,018 

Aara-BamHI-800-PCR3-6 0,251 0,297 0,295 0,262 0,250 0,256 0,261 0,293 0,247 0,245 0,175  0,012 0,001 0,000 

Aara-BamHI-800-PCR3-9 0,286 0,344 0,341 0,310 0,295 0,299 0,287 0,339 0,281 0,295 0,211 0,095  0,012 0,012 

Aara-BamHI-800-PCR3-15 0,253 0,300 0,298 0,264 0,252 0,258 0,263 0,295 0,249 0,248 0,176 0,001 0,097  0,001 

Aara-BamHI-800-PCR3-20 0,251 0,297 0,295 0,262 0,250 0,256 0,261 0,293 0,247 0,245 0,175 0,000 0,095 0,001  

Tabla 21. Distancias genéticas entre las secuencias BamHI-800 de A. arabicus (diagonal inferior) y error estándar 
correspondiente (diagonal superior). Para el cálculo de las distancias se utilizó el programa MEGA utilizando el modelo 
de sustitución de 3 parámetros de Tamura con distribución gamma. La estima de la varianza se realizó mediante 
“Bootstrap” con 1000 réplicas. En la tabla se muestran los dos grupos de secuencias de A. arabicus en dos colores: 
verde (Gr_1) y naranja (Gr_2). 
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En la especie de D. melanostictus se realizó un análisis similar con las secuencias BamHI-800, 

observándose, también en este caso, la existencia de dos grupos de secuencias en función de 

las distancias genéticas entre ellas (Tabla 24). Si estas secuencias se analizan como dos variantes 

independientes (Tabla 23), las distancias dentro de cada variante y la estima del error estándar 

se reducen notablemente. 

Utilizando 21 secuencias, con 739 posiciones informativas77, se calculó el árbol filogenético 

mediante el método de máxima verosimilitud78, estimándose la varianza mediante 

“Bootstrap”con 1000 réplicas. La topología obtenida para estas secuencias separa claramente  

                                                           
77 Eliminando “gaps”. 

78 Distancias calculadas según el modelo de 3 parámetros de Tamura con 5 categorías de distribución gamma. 

Figura 32. La filogenia de las secuencias BamHI-800 de A. arabicus divide a éstas en dos grupos que coinciden con 
los grupos observados en función de las diferencias en las distancias genéticas que presentan. 

Variantes D. melanostictus Distancia en cada variante Distancia entre variantes Distancia neta entre variantes 

D. melanostictus Gr_1 0,131 ± 0,010  Gr_1  Gr_1 

D. melanostictus Gr_2 0,048 ± 0,004 Gr_2 0,381 ± 0,027 Gr_2 0,291 ± 0,025 

 Tabla 23. Distancias genéticas entre las dos variantes para las secuencias BamHI-800 de D. melanostictus: distancias 
dentro de cada variante; distancia entre las dos variantes y distancia neta entre éstas. 
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las dos variantes de D. melanostictus (Gr1 y Gr2) con una probabilidad del 100% (Figura 33). La 

rama del grupo 1 a su vez se divide en otras dos subramas. Éstas podrían ser consideradas, a su 

vez, como dos variantes, pero debido al bajo número de secuencias de una de ellas (4 

secuencias) se han considerado una única variante para el análisis posterior. 

El análisis del conjunto de secuencias BamHI-800 se realizó teniendo en cuenta las dos variantes 

de las secuencias BamHI-800 de A. arabicus y D. melanostictus. Para determinar el modelo de 

sustitución nucleotídica más apropiado se utilizaron dos criterios: BIC (“Bayesian Information 

Criterion”) y AICc (“Akaike Information Criterion corrected”). Ambos son medidas de calidad 

relativa de un modelo estadístico mediando entre la bondad de ajuste del modelo y su 

complejidad. Así, valores menores de BIC o AICc implican un menor número de variables 

explicativas, un mejor ajuste, o ambos. Si tenemos en cuenta estos dos parámetros, los modelos 

de sustitución nucleotídica propuestos por MEGA para las secuencias BamHI-800 son el Modelo 

Figura 33. Árbol filogenético de máxima verosimilitud para las secuencias BamHI-800 de D. melanostictus, que 
diferencia dos variantes en función de sus distancias genéticas.  
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de 3 parámetros de Tamura con corrección para la distribución gamma (T92+G) y el modelo 

“General Time Reverse” con corrección para la distribución gamma (GTR+G) (Tabla 25). 

Cuando se comparan ambos modelos no se observan grandes diferencias en las distancias entre 

las secuencias, ni en la organización de éstas en árboles filogenéticos en los que el único 

parámetro que cambia es el modelo de sustitución nucleotídica. Los únicos cambios observados 

afectan a posiciones puntuales de secuencias dentro de su propio grupo o subgrupo, pero no 

muestran variaciones en las ramas principales del árbol (datos no mostrados). Teniendo en 

cuenta estos resultados, se utilizó el modelo T92+G por ser el que presenta menor número de 

parámetros. 

Considerando los clones de cada especie como grupos independientes, se han analizado los 

siguientes parámetros: tamaño medio, posiciones conservadas/variables y contenido en A-T. 

Además, utilizando el modelo T92+G, se ha calculado la tasa de transiciones/transversiones (R) 

y el rango de similitud entre las secuencias basado en las distancias genéticas calculadas con el 

modelo de sustitución propuesto (Tabla 26). 

De este análisis se deduce que todas las secuencias tienen un tamaño medio similar (816-818 

pb), exceptuando algunas inserciones y deleciones de pocos pares de bases (Material 

suplementario S3). Todos los grupos de secuencias considerados tienen un contenido en A-T 

que oscila entre 56,2% y 58,4%. Estos valores confirman que las secuencias BamHI-800 tienen 

una composición ligeramente rica en A–T en todas las especies. En relación al número de 

posiciones conservadas y variables, también es similar en todos los grupos, exceptuando B. 

siculus y B. balearicus, probablemente porque el número de secuencias analizadas es menor en 

estas especies. 

La tasa de transiciones/transversiones oscila entre 0,42 y 1,46. Esto es, hay especies (o variantes) 

en las que el número de transiciones es el doble que el de transversiones (D. melanostictus Gr_2) 

Modelo Param BIC AICc lnL Invariant Gamma R 

T92+G 322 27965,86867 24928,11676 -12140,93684 n/a 3,4791 0,888 

GTR+G 328 27992,95613 24898,64274 -12120,15763 n/a 3,2754 0,879 

 Tabla 25. Modelos de sustitución nucleotídica que mejor se ajustan a las secuencias BamHI-800. Criterios para 
cálculo de modelo: Param: número de parametros utilizados; BIC: “Bayesian Information Criterion”; AICc: “Akaike 
Information Criterion corrected”; InL: logaritmo de la verosimilitud; Invariant: fracción de posiciones 
evolutivamente invariables; Gamma: distribución gamma discreta; R: tasa de transiciones/transversiones. 

file:///D:/Tesis%20y%20Memorias/Tesis%20Katy%20Guzman/Tesis%20Completa/Carpeta%20de%20trabajo%20Tesis%20Defiitiva/S3%20Alineamiento%20BamHI-800%20con%20posiciones%20variables%20marcadas.xlsx
file:///D:/Tesis%20y%20Memorias/Tesis%20Katy%20Guzman/Tesis%20Completa/Carpeta%20de%20trabajo%20Tesis%20Defiitiva/S3%20Alineamiento%20BamHI-800%20con%20posiciones%20variables%20marcadas.xlsx
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y especies en las que ocurre todo lo contrario, el número de transiciones es la mitad que el de 

transversiones (Bufotes siculus). 

Si las mutaciones ocurriesen de forma aleatoria, esperaríamos que la tasa de transiciones sea la 

mitad que la de transversiones. Sin embargo, prácticamente todas las secuencias de ADN de 

cualquier genoma examinado, presentan frecuencias más altas de transiciones que 

transversiones (Brown et al. 1982; Gojobori et al. 1982; Curtis et al. 1984; Wakeley 1994, 1996). 

Esta desviación es diferente cuando se comparan regiones codificantes (R=1,9) y no-codificantes 

(R=1,5) (Zurawski et al. 1984), algo que puede ser explicado, en parte, por restricciones 

selectivas asociadas con las funciones de estas regiones no codificantes. Sin embargo, debido a 

la escasez de datos sobre las funciones de los ADNs repetidos, aún no han sido analizadas tasas 

de transiciones/transversiones en este tipo de secuencias. 

Las distancias genéticas obtenidas permiten calcular el porcentaje de similitud de estas 

secuencias dentro de cada grupo, con valores que oscilan entre 100% y 90%, salvo algunas 

excepciones. 

Si con estos parámetros calculamos las distancias genéticas intraespecíficas (o intraespecificas 

por variantes en el caso de B. arabicus y B. melanostictus), observamos que todos los grupos 

presentan una distancia media muy pequeña, que no supera 0,1 (Tabla 27). La única excepción 

Nombre N T NC 
NV 

% A-T R % similitud 
I SNP 

Bufo bufo 17 818 pb 643 56 119 57,1% 0,98 98,1-91,8% 

Epidalea calamita 21 818 pb 702 51 65 58,0% 0,83 100,0-94,4% 

Bufotes viridis 10 817 pb 684 38 95 56,8% 0,63 98,9-91,9% 

Bufotes boulengeri 13 818 pb 655 59 104 56,6% 0,67 98,5-90,8% 

Barbarophryne bronguersami 14 818 pb 627 52 139 56,6% 0,64 97,8-90,0% 

Bufotes latastii 7 818 pb 652 69 97 56,7% 1,00 96,6-89,2% 

Bufotes luristanicus 14 818 pb 646 71 101 56,2% 0,76 100,0-88,9% 

Bufotes surdus 13 818 pb 644 66 121 56,5% 1,11 99,9-89,7% 

Bufotes siculus 4 817 pb 789 10 18 56,9% 0,42 99,9-97,4% 

Bufotes balearicus 4 817 pb 747 9 61 57,1% 0,90 96,9-94,9% 

Rhinella marina 8 817 pb 705 29 83 57,4% 1,01 100,0-93,2% 

Amietophrynus arabicus Gr_11 10 818 pb 554 173 104 57,1% 1,10 99,9-80,0% 

Amietophrynus arabicus Gr_21 5 818 pb 702 51 65 58% 1,13 100,0-80,0% 

Duttaphrynus melanostictus Gr_1 12 816 pb 582 150 87 56,6% 1,08 100,0-77,5% 

Duttaphrynus melanostictus Gr_2 9 817 pb 688 29 100 60,6% 1,46 98,5-90,8% 

 

Tabla 26. Análisis de secuencias BamHI-800 en distintas especies de la familia Bufonidae. N: número de secuencias 
analizadas en cada especie. T: tamaño medio de las secuencias. NC: Número de posiciones conservadas. NV: 
número de posiciones variables: (I) Informativas, (SNP) Polimorfismo de un solo nucleótido. (1) Anteriormente 
considerada como Bufo arabicus o Duttaphrynus arabicus. 
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la constituyen las dos variantes de 

A. arabicus, con distancias de 

0,155 y 0,108 respectivamente, y 

una de las variantes de D. 

melanostictus (grupo 1), con una 

distancia de 0,137. Las distancias 

interespecíficas son lo 

suficientemente pequeñas como 

para afirmar que se trata de 

secuencias muy similares entre sí 

en cada uno de los grupos. Se 

trata, por tanto, de secuencias 

que comparten numerosas 

características, y que 

posiblemente tengan origen en un 

ancestro común.  

Si analizamos las distancias 

interespecíficas (entre diferentes 

especies y variantes) (Tabla 28), se aprecia que algunos grupos (como B. bufo, E. calamita, R. 

marina), presentan una distancia genética con otras especies de 0,2, pudiendo llegar a 0,3 y 0,4 

en A. arabicus Gr_1 y D. melanosticus Gr_2 respectivamente. Esto ocurre tanto con la distancia 

interespecífica propiamente dicha, como con la distancia interespecífica neta, que disminuye 

ligeramente aunque manteniendo las diferencias significativas (Tabla 28). 

Por otro lado, existen especies cuyas secuencias no presentan distancia genética interespecífica, 

como ocurre entre B. boulengeri y B. brongersmai (distancia = 0,000), o especies con distancias 

interespecíficas muy bajas, como ocurre entre las dos especies anteriores y B. siculus y B. 

balearicus (0,003-0,007). Esto indica que las secuencias BamHI-800 de estas especies presentan 

un alto grado de similitud a pesar de provenir de especies diferentes. Algo similar ocurre con el 

grupo B. latastii, B. luristanicus, B. surdus y B. viridis, hecho que no resulta extraño si 

consideramos que todas esas especies pertenecen al género Bufotes, a excepción de B. 

brongersmai que se ha separado recientemente en otro género. 

La distancia de las secuencias de A. arabicus y D. melanostictus con el resto de especies 

consideradas depende de la variante analizada. Esto podría indicar que las secuencias BamHI-

Nombre Distancia 

Bufo bufo 0,057±0.005 

Epidalea calamita 0,027±0.004 

Bufotes viridis 0,049±0.005 

Bufotes boulengeri 0,057±0.005 

Barbarophryne brongersmai 0,055±0.005 

Bufotes latastii 0,090±0.008 

Bufotes luristanicus 0,060±0.006 

Bufotes surdus 0,050±0.004 

Bufotes siculus 0,019±0.004 

Bufotes balearicus 0,044±0.006 

Rhinella marina 0,052±0.006 

Amietophrynus arabicus grupo 1 0,155±0.011 

Amietophrynus arabicus grupo 2 0,108±0.010 

Duttaphrynus melanosticus grupo 1 0,137±0.011 

Duttaphrynus melanosticus grupo 2 0,045±0.005 

 
Tabla 27. Distancia genética intraespecífica del BamHI-800 dentro de 
cada especie o subgrupo. 
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800 de las variantes A. arabicus Gr_2 y D. melanosticus Gr_1 son más heterogéneas y presentan 

elevada similitud con las secuencias de otras especies. 

 

Distancias Interespecíficas 

 Bbu Bca Bvir Bbo Bbr Blat Blus Bsur Bsic Bbal Bmar 
Bara 
G1 

Bara 
G2 

Bmel 
Gr1 

Bmel 
Gr2 

Bufo bufo  0,017 0,018 0,018 0,018 0,016 0,016 0,016 0,020 0,019 0,019 0,023 0,013 0,013 0,032 

Epidalea calamita 0,177  0,019 0,019 0,019 0,018 0,017 0,018 0,020 0,019 0,019 0,022 0,016 0,016 0,032 

Bufotes viridis 0,209 0,201  0,007 0,008 0,011 0,010 0,012 0,009 0,007 0,019 0,025 0,010 0,009 0,032 

Bufotes boulengeri 0,213 0,209 0,070  0,005 0,010 0,009 0,011 0,005 0,005 0,020 0,025 0,010 0,008 0,033 

Barbarophryne brongersmai 0,217 0,210 0,076 0,056  0,010 0,010 0,011 0,004 0,005 0,020 0,025 0,010 0,008 0,033 

Bufotes latastii 0,200 0,194 0,113 0,111 0,114  0,007 0,006 0,012 0,011 0,018 0,022 0,007 0,010 0,031 

Bufotes luristanicus 0,195 0,188 0,098 0,096 0,099 0,075  0,006 0,011 0,010 0,018 0,022 0,007 0,009 0,031 

Bufotes surdus 0,188 0,187 0,111 0,108 0,110 0,072 0,070  0,013 0,012 0,018 0,022 0,006 0,011 0,032 

Bufotes siculus 0,215 0,210 0,070 0,045 0,042 0,113 0,097 0,110  0,005 0,021 0,026 0,011 0,009 0,034 

Bufotes balearicus 0,215 0,207 0,069 0,053 0,052 0,113 0,097 0,110 0,041  0,021 0,025 0,010 0,008 0,033 

Rhinella marina 0,210 0,190 0,211 0,215 0,216 0,204 0,197 0,196 0,210 0,218  0,023 0,017 0,017 0,029 

Amietophrynus arabicus Gr1 0,305 0,280 0,330 0,332 0,334 0,306 0,299 0,297 0,337 0,327 0,305  0,021 0,022 0,035 

Amietophrynus arabicus Gr2 0,159 0,181 0,117 0,113 0,115 0,100 0,092 0,081 0,112 0,112 0,198 0,299  0,010 0,030 

Duttaphrynus melanosticus Gr1 0,162 0,193 0,118 0,115 0,117 0,141 0,130 0,135 0,109 0,112 0,211 0,322 0,129  0,030 

Duttaphrynus melanosticus Gr2 0,390 0,379 0,401 0,410 0,413 0,405 0,400 0,400 0,406 0,403 0,374 0,472 0,386 0,404  

Distancias Netas Interespecíficas 

 Bbu Bca Bvir Bbo Bbr Blat Blus Bsur Bsic Bbal Bmar 
Bara 
G1 

Bara 
G2 

Bmel 
Gr1 

Bmel 
Gr2 

Bufo bufo  0,016 0,017 0,017 0,018 0,015 0,015 0,016 0,019 0,018 0,019 0,021 0,009 0,007 0,032 

Epidalea calamita 0,135  0,018 0,018 0,018 0,016 0,016 0,017 0,020 0,019 0,018 0,020 0,014 0,013 0,032 

Bufotes viridis 0,156 0,163  0,003 0,004 0,008 0,007 0,010 0,007 0,005 0,019 0,024 0,006 0,004 0,032 

Bufotes boulengeri 0,156 0,167 0,017  0,000 0,007 0,006 0,009 0,002 0,001 0,019 0,023 0,005 0,002 0,032 

Barbarophryne brongersmai 0,161 0,169 0,024 0,000  0,007 0,007 0,009 0,002 0,001 0,019 0,023 0,006 0,003 0,032 

Bufotes latastii 0,127 0,136 0,044 0,038 0,042  0,001 0,001 0,010 0,008 0,016 0,020 0,001 0,003 0,031 

Bufotes luristanicus 0,136 0,144 0,043 0,038 0,041 0,001  0,003 0,009 0,008 0,017 0,020 0,002 0,004 0,031 

Bufotes surdus 0,134 0,148 0,061 0,055 0,058 0,003 0,014  0,012 0,011 0,018 0,021 0,001 0,006 0,032 

Bufotes siculus 0,177 0,187 0,036 0,007 0,005 0,059 0,057 0,075  0,003 0,020 0,025 0,008 0,004 0,033 

Bufotes balearicus 0,165 0,171 0,023 0,003 0,003 0,046 0,044 0,063 0,009  0,020 0,024 0,007 0,003 0,032 

Rhinella marina 0,156 0,150 0,161 0,161 0,163 0,133 0,140 0,145 0,174 0,170  0,022 0,015 0,014 0,029 

Amietophrynus arabicus Gr1 0,199 0,189 0,228 0,226 0,229 0,184 0,192 0,194 0,250 0,228 0,202  0,019 0,019 0,035 

Amietophrynus arabicus Gr2 0,076 0,114 0,038 0,031 0,033 0,001 0,008 0,002 0,049 0,036 0,118 0,167  0,002 0,029 

Duttaphrynus melanosticus Gr1 0,065 0,111 0,025 0,018 0,021 0,028 0,031 0,041 0,031 0,021 0,116 0,176 0,007  0,029 

Duttaphrynus melanosticus Gr2 0,339 0,343 0,355 0,359 0,363 0,338 0,348 0,353 0,374 0,359 0,325 0,372 0,309 0,313  

 
Tabla 28. Distancias genéticas interespecíficas y netas interespecíficas entre las secuencias BamHI-800 analizadas. 
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5.3. Estimación del número de copias del ADN repetitivo BamHI-800 

mediante “Dot-Blot” sobre ADN genómico 

Para estimar el número aproximado de copias del ADN repetitivo BamHI-800 en las especies en 

las que la calidad y cantidad del ADN genómico lo permitía se realizó un “Dot-Blot”. Para ello, 

concentraciones decrecientes de ADN genómico previamente desnaturalizado y transferido a 

una membrana de nailon se hibridaron con la sonda BamHI-800. En concreto, se utilizó ADN 

genómico de distintas 

poblaciones de B. bufo 

(Bolonia y Jaén), de E. 

calamita de distintos sexos, 

y de las especies R. marina, 

B. brongersmai y B. viridis, 

junto con varias diluciones 

de un plásmido control de 

concentración conocida que 

contiene un monómero de 

BamHI-800 de B. bufo. La 

sonda utilizada corresponde 

a uno de los monómeros de 

BamHI-800 de B. bufo 

(Figura 34). 

Los valores para la cantidad de ADN nuclear de estas especies, necesarios para estimar el 

número de copias del ADN repetitivo BamHI-800, se obtuvieron a partir de la base de datos 

“Animal Genome Size Database” (Gregory et al. 2007). Éstos se escogieron procurando que los 

Figura 34. “Dot-Blot” sobre ADN genómico de distintas especies de la familia 
Bufonidae. Diluciones ½ de: (A) 10 ng/µl de plásmido con inserto BamHI-800 
de B. bufo; (B) 1 ng/µl del mismo plásmido; (C) 100 ng/µl de ADN genómico de 
B. bufo de Bolonia; (D) 100 ng/µl de ADN genómico de B. bufo de Jaén; (E) 200 
ng/µl de ADN genómico de E. calamita de Jaén (macho); (F) 200 ng/µl de ADN 
genómico de E. calamita de Jaén (hembra); (G) 200 ng/µl de ADN genómico 
de R. marina (hembra ); (H) 200 ng/µl de ADN genómico de B. bronguersmai ; 
(I) 200 ng/µl de ADN genómico de B. viridis. 

Especie Procedencia Señal  Valor C (pg ADN /núcleo) Nº copias/núcleo 

B. bufo Italia (Bolonia) 500 pg 6,03 pg/nucleo1  3,66 x 10⁷ copias 

España (Jaén) 500 pg 6,03 pg/nucleo1  3,66 x 10⁷ copias 

E. calamita ♂ (Jaén) 125 pg 4,16 pg/nucleo1 6,31 x 10⁶ copias 

♀ (Jaén) 125 pg 4,16 pg/nucleo1 6,31 x 10⁶ copias 

R. marina Australia 250 pg 4,22 pg/nucleo1 6,40 x 10⁶ copias 

B. bronguersmai Marruecos 125 pg 5,70 pg/nucleo2 4,40 x 10⁶ copias 

B. viridis Grecia 250 pg 4,69 pg/nucleo1 7,12 x 10⁶ copias 

 Tabla 29. Estimación del número de copias del ADN repetitivo BamHI-800 mediante “Dot-Blot". 1Vinogradov (1998). 
2Bachinann et al. (1978). 
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métodos utilizados para su cálculo fuesen los mismos en todas las especies analizadas (Tabla 

29). 

El análisis mediante “Dot-Blot” revela que el número de copias del ADN repetitivo BamHI-800 

en B. bufo es un orden de magnitud superior al número de copias en otras especies, en las que 

parece mantenerse aproximadamente en un millón de copias por núcleo diploide. Estos datos 

concuerdan con los resultados obtenidos mediante FISH en las especies B. bufo, E. calamita y B. 

viridis, en la cual B. bufo tenía más señal positiva para BamHI-800 que las otras dos especies 

(Figura 29). 

5.4. Análisis filogenético de las secuencias BamHI-800 

5.4.1. Estado actual de la taxonomía de la familia Bufonidae 

Todas las especies de la familia Bufonidae analizadas en este trabajo estuvieron inicialmente 

incluidas en el género Bufo. En algunas ocasiones se hacían distinciones por grupos: como el 

grupo de Bufo bufo y el de Bufo viridis. En otros casos la nomenclatura utilizada hacía referencia 

a su procedencia geográfica tipo: “Bufo africano”, “Bufo de Nepal”, “Bufo asiático” o “Bufo 

americano”, en lugar de emplearse su nombre específico. De este modo, el sapo Bufo de Nepal 

o D. melanostictus, podía encontrarse con nombres diferentes en distintas referencias (Bufo 

melanostictus, Bufo chlorogaster, Rana dubia, Bufo scaber, Bufo bengalensis, Bufo flaviventris, 

Bufo carinatus, Bufo isos, Bufo gymnauchen, Docidophryne spinipes, Bufo longecristatus, Bufo 

tienhoensis, Bufo camortensi, Ansonia kamblei, Bufo melanostictus hazarensis). 

A comienzo del siglo XXI surge la necesidad de revisar la taxonomía de la familia Bufonidae (Stöck 

et al. 2001; Frost et al. 2006; Stöck et al. 2012; Betto-Colliard et al. 2015). Las primeras 

propuestas de clasificación se basan en el empleo de distintos marcadores moleculares (ADN 

nuclear, ADN mitocondrial, microsatélites etc.) que permiten establecer las relaciones 

filogenéticas entre especies o poblaciones. De este modo se creó un género nuevo, 

Pseudepidalea (Frost et al. 2006), en el que se incluyen numerosos sapos que antiguamente 

pertenecían al grupo viridis, pero excluyendo a la especie Epidalea calamita, considerada 

actualmente como representante de su propio género. En revisiones posteriores se produce una 

redistribución de algunas especies del género Pseudepidalea en otros géneros. Así, el “Bufo de 

Nepal” (B. melanostictus) pasó al género Duttaphrynus, cuya proximidad a los géneros Bufo o 

Bufotes sigue siendo discutida hoy día. El “sapo de Marruecos” (Bufo brongersmai) paso a formar 

su propio género: Barbarophryne (Frost 2016), proponiéndose el género Bufotes para las 

especies del grupo viridis. La clasificación de los “sapos africanos” también se han revisado, de 

forma que algunos han quedado en el género Bufotes (B. boulengeri), mientras otros, como Bufo 



RESULTADOS Y DISCUSION 
 

 
115 

 

arabicus, han ido pasando por distintos géneros y grupos (grupo Bufo, Bufo viridis ssp arabica o 

Duttaphrynus arabicus), hasta que finalmente han sido separados en el género Amietophrynus 

junto con algunas especies próximas (Portik et al. 2015). Finalmente, la propuesta actual 

consiste en cambiar el nombre del género Amietophrynus por el de Sclerophrys (Ohler et al. 

2016). 

La revisión de la filogenia molecular de los “Bufos de américa” llevó a considerar dos géneros 

parafileticos: Chaunus y Rhinella (Pramuk 2006; Pramuk et al. 2008). Entre las especies de estos 

géneros cabe destacar a R. marina. Se trata de una especie ampliamente distribuida por 

Sudamérica y América central, que ha sido introducida en numerosas islas del Pacífico, Australia, 

Japón etc. Debido a la dificultad para distinguir poblaciones y subespecies, hoy día se considera 

a R. marina un grupo (grupo Rhinella marina) y no una única especie. 

El género Bufo, a pesar de ser el más antiguo y parecer el más claro taxonómicamente, hoy día 

tampoco está exento de polémica. Así, en los últimos años se ha propuesto separar a las 

poblaciones de B. bufo de la Península Ibérica, del sur de Francia y del norte de África en una 

especie diferente, B. spinosus, en lugar de considerarlas como subespecies de B. bufo (B. b. 

spinosus) (Arntzen et al. 2013a). En esta ultima propuesta, sin embargo, no queda claramente 

definida la zona geografica de contacto entre ambas especies (B. bufo y B. spinosus), por lo que 

su separación sigue sujeta a debate. 

5.4.2. Marcadores mitocondriales y filogenia de la familia Bufonidae 

Las particularidades del ADN mitocondrial (transmisión por vía materna y tasa de mutación 10 

veces superior al ADN nuclear) permiten utilizar los polimorfismos almacenados en estas 

moléculas de ADN para reconstruir relaciones evolutivas intra- e interespecíficas (Nijman et al. 

2003). Los marcadores mitocondriales más utilizados para este fin son el citocromo b, la 

citocromo oxidasa II, la NADH deshidrogenasa, el D-loop y el ARNr 12S rRNA–tRNA–16S rRNA. 

Para la reconstrucción de la filogenia de las especies de la familia Bufonidae analizadas en este 

trabajo se ha utilizado parte de la región del ARNr 16S, formada por los marcadores 12S rRNA–

tRNA–16S rRNA (Material suplementario S4), ya que es la única región secuenciada en todas las 

especies analizadas en este trabajo. 
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La filogenia de este grupo se obtuvo a partir de 13 secuencias, con 444 posiciones informativas79, 

utilizando el método estadístico de máxima verosimilitud80, estimando la varianza mediante 

“bootstrap” con 1.000 réplicas (Figura 35). 

En el árbol se puede apreciar que hay algunas especies que tienden agruparse, como ocurre con 

5 especies del genero Bufotes (B. viridis, B. luristanicus, B. balearicus, B. boulengeri y B. siculus), 

si bien dos de las especies que actualmente forman parte de este género (B. surdus y B. latastii), 

se sitúan en una rama separada. Otras especies, como R. marina y B. brongersmai, se sitúan 

juntas y próximas a B. bufo, mientras que D. melanostictus se encuentra en la misma rama que 

                                                           
79 Eliminando los “gaps”. 

80 El modelo de sustitución nucleotídica empleado fue el de 3 parámetros de Tamura con distribución gamma (T92+G). 

Figura 35. Filogenia de la familia Bufonidae basada en las secuencias mitocondriales del ADNr 16S. Árbol calculado 
mediante el método de máxima verosimilitud con el modelo de sustitución nucleotídica de 3 parámetros de Tamura 
con distribución gamma (T92+G). La varianza se estimó mediante “bootstrap” con 1000 réplicas. 
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la mayoría de las especies del genero Bufotes. Finalmente, las especies A. arabicus y E. calamita 

tienden a salir en ramas separadas. 

5.4.3. Árbol filogenético de las secuencias 

BamHI-800 

Teniendo en cuenta el análisis de las distancias, 

y considerando las variantes de algunas 

especies, calculamos el árbol filogenético de las 

secuencias BamHI-800 (ver Material 

suplementario S5 para el árbol filogenético 

completo). En el árbol filogenético comprimido 

puede verse que las secuencias de las especies 

B. viridis, B. boulengeri, B. siculus, B. balearicus, 

B. latastii, B. luristanicus y B. surdus aparecen 

agrupadas dentro del género Bufotes, si bien en 

esta rama también aparecen secuencias de B. 

brongersmai (Figura 36). 

Figura 37. Detalle de las ramas del árbol filogenético 
BamHI-800 en las que se agrupan las secuencias del 
Grupo 2 de A. arabicus y del Grupo 1 de D. 
melanostictus en dos ramas independientes 
soportadas por valores de “bootstrap” del 100%. 

Figura 36. Árbol filogenético comprimido de todas las secuencias BamHI-800 analizadas. El árbol se calculó a partir 
de 161 secuencias con 801 posiciones informativas (con eliminación de “gaps”) usando el método estadístico de 
máxima verosimilitud (lnL = -16.541,1883). El modelo de sustitución nucleotídica utilizado fue el de 3 parámetros de 
Tamura con distribución gamma. La varianza se estimó mediante “Bootstrap” con 1.000 réplicas. 
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Los clados pequeños correspondientes a 

distintos géneros se ven apoyados por 

valores de “bootstrap” del 100%. Entre estas 

ramas destacan las secuencias 

pertenecientes a las variantes D. 

melanosticus Gr_2 y A. arabicus Gr_1, que 

claramente se localizan en ramas 

independientes del árbol principal, 

soportadas por valores de “bootstrap” del 

100% (Figura 37). Existen otros dos grupos: R. 

marina y E. calamita, que también se agrupan 

en dos ramas separadas (Figura 38). Estos 4 

grupos de secuencias (R. marina y E. 

calamita, D. melanostictus Gr_2 y A. arabicus 

Gr_1) no presentan secuencias de ninguna 

otra especie que no sea la suya propia (o su 

propio subgrupo de secuencias). 

Las secuencias de B. bufo también se agrupan 

con 100% de probabilidad en una rama 

separada. Sin embargo, en esta rama 

aparecen algunas secuencias de D. 

melanostictus Gr_1 y A. arabicus Gr_2 (Figura 

39). 

La filogenia obtenida muestra a las secuencias BamHI-800 de las especies B. bufo, E. calamita y 

R. marina agrupadas según la especie de la que proceden, pero separadas del resto y entre sí de 

forma bastante definida. Estos resultados indican que estas secuencias evolucionan 

independientemente dentro de cada especie, de manera que la distancia genética 

intraespecífica se mantiene pequeña, mientras que las distancias con las secuencias de otros 

grupos (interespecíficas) son cada vez mayores a medida que aumenta el tiempo de divergencia 

entre las especies. 

La rama más grande del árbol, que incluye el resto de secuencias no mencionadas hasta ahora, 

está formada a su vez por dos grandes subramas (Figura 40 y Figura 41). En una de ellas (Figura 

40) se agrupan todas las secuencias de B. surdus (en el 83% de las réplicas de bootstrap), aunque 

Figura 38. Detalle de las ramas del árbol filogenético 
BamHI-800 en las que se agrupan las secuencias de E. 
calamita y R. marina. 
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entre ellas aparecen 

entremezcladas secuencias 

de B. luristanicus, B. latastii 

y A. arabicus Gr_2. Estos 

resultados concuerdan con 

los obtenidos para el árbol 

filogenético basado en 

ADN mitocondrial 16S, en 

el que las especies de B. 

surdus y B. latastii 

aparecen en una rama 

distinta del resto de las 

especies del genero 

Bufotes (Figura 35). 

En la otra subrama pueden 

destacarse algunas 

agrupaciones de 

secuencias apoyadas por 

valores de “bootstrap” 

elevados (Figura 41). Es el 

caso de la agrupación de 

secuencias de B. 

luristanicus (soportada por 

valores de “bootstrap” del 

99%), entre las que se 

encuentran el resto de las 

secuencias de B. latastii. Otra agrupación interesante la forman las secuencias de B. viridis, 

soportada con valores de “bootstrap” del 98%. Ademas en esta subrama de árbol aparecen de 

forma entremezclada todas las secuencias de B. brongersmai, B. boulengeri, B. siculus y B. 

balearicus. 

Esta agrupación es curiosa, ya que, aunque las especies B. boulengeri, B. siculus y B. balearicus 

pertenecen al mismo género (Bufotes), la especie B. brongersmai ha sido situada recientemente 

en un nuevo género, Barbarophryne, que se localiza separado del grupo de “Bufo viridis” (Stöck 

et al. 2006), más próximo al grupo de “sapos euroasiáticos”, con una posible separación de 20 – 

Figura 39. Detalle del árbol filogenético BamHI-800 en el que se muestra la 
rama con las secuencias de B. bufo. En otro color se indican las secuencias de 
D. melanostictus Gr_1 (rojo) y A. arabicus Gr_2 (rosa) que aparecen también 
en esta rama. 
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60 millones de años (Doglio et al. 2010; Garcia-

Porta et al. 2012). Si consideramos el repetitivo 

BamHI-800 como un marcador, las distancias 

genéticas de las secuencias de esta especie son 

muy próximas a las de algunas especies del genero 

Bufotes. De hecho, las secuencias BamHI-800 de B. 

brongersmai y B. boulengeri, dos especies que 

comparten el habitad geográfico, salen entremezcladas en el árbol filogenético de BamHI-800 

(Figura 41), mostrando una distancia neta de 0 (Tabla 27). Los resultados obtenidos para BamHI-

800 indicarían que en la especie de B. brongersmai se ha definido la misma variante de BamHI-

Figura 41. Detalle del árbol filogenético de las 
secuencias BamHI-800 en el que se muestra la rama 
en la que se agrupan las secuencias del género 
Bufotes. En color naranja se señalan las secuencias 
de B. viridis y en color marrón las de B. luristanicus. 

Figura 40. Detalle del árbol filogenético de las secuencias 
BamHI-800 en el que se muestra la rama en la que se agrupan 
las secuencias de B. surdus. 
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800 que en el género Bufotes. Lo que a su vez hace pensar que la estimación del tiempo de 

separación de la especie de B. brongersmai del “grupo viridis” es menor del estimado. 

Alternativamente, si esta especie no se encuentra aislada reproductivamente, podría ocurrir la 

homogenización de las variantes monomericas BamHI-800 de otra especie del genero Bufotes 

con la que hibridase. Este podría ser el caso de B. boulengeri, especie con la que comparte 

hábitat. La producción de híbridos fértiles no es un fenómeno extraño en anfibios. Algunas 

especies triploides viables y fértiles han aparecido por el cruzamiento de especies distintas con 

distintos niveles de ploidia (Bufo pewzowi (4n) y Bufo turanensis (2n)) (Stöck et al. 2002; Stöck 

et al. 2010; Borkin et al. 2013). También se han encontrado híbridos entre las especies Bufo bufo 

y Bufotes balearicus, posiblemente debidos a cambios de hábitat desencadenados por el cambio 

climático y la destrucción de sus hábitat naturales (Canestrelli et al. 2017). 

En cuanto a las secuencias de las variantes de A. arabicus y D. melanostictus que se agrupan con 

otras secuencias, las del grupo 2 de A. arabicus aparecen con mayor frecuencia junto con las 

secuencias de B. surdus (variante 2b de BamHI-800 del género Bufotes), aunque también pueden 

localizarse en otras ramas (variante 1a de BamHI-800 del género Bufotes). Las del grupo 1 de D. 

melanostictus, por el contrario, se sitúan de forma dispersa en el árbol, preferiblemente entre 

las secuencias de B. brongersmai y B. boulengeri, aunque también pueden encontrarse en otras 

ramas, incluida la rama correspondiente a las secuencias de B. bufo (Figura 39). El análisis 

filogenético de todas las secuencias BamHI-800 de D. melanostictus (Figura 33) mostraba la 

existencia de dos ramas, una en la que se agrupaban las secuencias del grupo 2 de D. 

melanostictus, y otra con las secuencias del grupo 1. Esta última rama se divide a su vez en dos 

subramas, las 4 secuencias presentes en una de ellas se corresponden con las secuencias que en 

el árbol general salen entremezcladas con las secuencias de B. bufo (variante 4 de BamHI-800 

del género Bufo), mientras que en la otra se localizan las secuencias que se entremezclan con 

las secuencias de B. boulengeri y B. brongersmai (variantes 1a y 2a de BamHI-800 del género 

Bufotes). 

El modelo evolutivo que explica la presencia de distintos perfiles de ADN repetitivo en especies 

relacionadas se basa en la hipótesis de Fry et al. (1977), que propone la existencia de una 

colección de secuencias ADN repetitivo (“library”) compartida por especies relacionadas. La 

confirmación experimental de esta hipótesis en distintas especies revela que en los genomas de 

especies relacionadas coexisten diferentes variantes de un ADN repetitivo, y éstas son 

amplificadas diferencialmente en distintas especies o en cromosomas diferentes de la misma 

especie (King et al. 1995; Vershinin et al. 1996; Mestrovic et al. 1998; Nijman et al. 2001; 
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Ugarkovic et al. 2002; Palomeque et al. 2008; Plohl et al. 2012) (ver Figura 42 para una 

explicación). 

Según este modelo evolutivo, la 

presencia de distintos perfiles de ADN 

repetitivo en especies relacionadas se 

explica por la fluctuación en el 

número de copias de las secuencias 

de la colección inicial, siendo el grado 

de fluctuación diferente en distintos 

organismos. A grandes rasgos, según 

esta hipótesis, todas las variantes de 

un ADN repetitivo estarían presentes 

en un grupo de especies relacionadas 

o en todos los cromosomas de un 

organismo. Sin embargo, solo un 

número reducido de variantes 

adquirirá la capacidad de expandirse. 

De esta forma, con el paso de tiempo 

acabará predominando una o unas 

pocas variantes de un determinado 

ADN repetitivo, mientras que las 

otras variantes estarán cada vez en menor proporción. Una vez diferenciado el perfil de ADN 

repetitivo de una especie, éste sufrirá su propio proceso evolutivo, haciendo que cada vez se 

parezca menos a la forma ancestral. 

Esta teoría permite explicar la presencia de distintas variantes de las secuencias BamHI-800 en 

las especies A. arabicus y D. melanostictus, mediante amplificación de secuencias distintas del 

ADN repetitivo BamHI-800 en cada una de ellas. De este modo, en cada una de las especies 

predominaría una de las variantes (grupo 1 en A. arabicus y grupo 2 en D. melanostictus), si bien 

también se han identificados otras variantes en ambos casos. 

Basándonos en la divergencia que presentan las secuencias, en la familia de ADN repetitivo 

BamHI-800 se han identificado 7 variantes de secuencias diferentes (Tabla 30), apoyadas por 

distancias genéticas (Tabla 27 y Tabla 28) y por el árbol filogenético (Material suplementario S5). 

Algunas de estas variantes presentan, a su vez, subvariantes (1a y 1b, 2a y 2b). Otras variantes 

solo se han encontrado en una especie/género (variantes 3, 5, 6 y 7), pero no se descarta su 

Figura 42. Representación esquemática de una biblioteca de ADN 
satélite compuesta de cinco satélites diferentes que se muestran en 
diferentes colores. La altura de cada columna indica el número de 
copias, mientras que un cambio en el color marca la divergencia de 
las secuencias. (A) Dentro de una especie el perfil de ADN satélite 
permanece conservado, tanto en secuencia como en número de 
copias. (B) Si tiene lugar un cambio en el número de copias de uno o 
más satélites de la biblioteca original, pero sin cambio en las 
secuencias, se obtiene una variación del perfil del satélite. En este 
ejemplo, se produce disminución en el número de copias de uno de 
los satélites y aumento de otro. (C) El perfil del satélite puede 
cambiar debido a divergencias en las secuencias nucleotídicas de uno 
o más satélites, permaneciendo inalterado el número relativo de 
copias. En este ejemplo, sólo cambian las secuencias del ADN satélite 
mayoritario, mientras que los satélites menores permanecen 
conservados en su secuencia. (D) La variación en el perfil de satélite 
puede deberse simultáneamente a cambios en la secuencia y en el 
número de copias de uno o más satélites de la biblioteca. Extraído de 
Ugarkovic et al. (2002). 
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presencia en número menor en otras especies/géneros, tal y como se plantea en la hipótesis de 

la biblioteca. Otras variantes, sin embargo, se han encontrado en distintas especies e incluso en 

distintos géneros (1, 2 y 4). 

Habitualmente, cualquier secuencia de ADN acumula mutaciones con el tiempo, y las copias de 

una secuencia repetida y dispersa a lo largo del genoma divergen con una tasa que está 

inversamente relacionada con las limitaciones impuestas a esta secuencia. La homogeneidad de 

las secuencias de ADN repetitivo es el resultado de la evolución no independiente de las 

unidades repetidas, esto significa que las mutaciones no se acumulan de forma independiente 

en secuencias monoméricas, sino que se propagan entre unidades repetidas o se eliminan. Este 

modo particular de evolución, conocido como evolución concertada o “molecular drive”, surge 

como consecuencia de dos procesos consecutivos: la homogeneización de las secuencias y su 

fijación posterior (Dover et al. 1982; Dover et al. 1986). 

La homogeneización de las mutaciones entre los miembros de una familia de ADN repetitivo 

puede realizarse mediante mecanismos de transferencia no recíproca de secuencias, como 

pueden ser el entrecruzamiento desigual, la conversión génica, la transposición o la replicación 

por círculo rodante. Por tanto, la baja variabilidad entre las unidades monoméricas del ADN 

repetitivo se debe a un efecto neto de dos procesos opuestos, la acumulación de mutaciones, 

por un lado, y la velocidad de propagación o eliminación por el otro. 

En el siguiente nivel, dentro de la población/especie/genero etc., las secuencias se fijan en los 

individuos como resultado de la reproducción sexual. Por este motivo, en organismos aislados 

reproductivamente la acumulación de mutaciones homogeneizadas dentro del ADN repetitivo 

producirá una rápida homogeneización de las repeticiones en el genoma de individuos no 

aislados, pero no entre grupos de organismos separados. Esto provoca la divergencia evolutiva 

Variantes Bbu Ecal Bvir Bbro Bbou Blat Blus Bsur Bsic Bbal Rmar Aara Dmel 

1a   10 14 13    4 4  1 7 

1b      2 7       

2a      2 2 2     1 

2b      3 5 11    3  

3  21            

4 17           1 4 

5           8   

6            10  

7             9 

TOTAL 161 

Tabla 30. Variantes de secuencias BamHI-800 encontradas en las especies de la familia Bufonidae analizadas. 
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de las secuencias de ADN repetitivo entre grupos de organismos, mientras que la homogeneidad 

de secuencias entre monómeros permanece inalterada dentro de cada uno de estos grupos. Por 

este motivo, según el modelo de evolución concertada, las mutaciones se acumulan y se 

propagan gradualmente dentro de los ADN repetitivos y permiten detectar las tasas de 

divergencia en la especie (Bachmann et al. 1993; Garrido-Ramos et al. 1999), población o 

ecotipo (Hall 1999). 

En resumen: 

 Las secuencias se expanden mediante recombinación desigual entre monómeros de 

unidades repetidas, y se homogeneizan por conversión génica o mecanismos 

equivalentes. 

 La tasa a la que ocurre la homogeneización intraespecifica es mayor que la tasa por la 

que aparecen mutaciones y, a la vez, menor que la tasa de fijación o divergencia 

interespecífica. Esto resulta en una elevada tasa de homogenización intraespecífica y 

alta divergencia interespecífica. 

Las secuencias BamHI-800 de la familia Bufonidae (exceptuando las secuencias del Grupo 2 de 

A. arabicus y las del Grupo 1 de D. melanostictus), parecen cumplir claramente con las premisas 

de la hipótesis de la evolución concertada. Así, los valores de las distancias interespecíficas son 

superiores a los de las distancias intraespecificas. Además, el número de posiciones conservadas 

en todas las especies es superior al de posiciones variables (Tabla 26), indicando que la tasa de 

homogeneización es más alta que la tasa de mutación de dichas secuencias. 

Un punto más a favor de la evolución concertada de las secuencias BamHI-800 es que la 

distribución de estas secuencias en los cromosomas de las tres especies que se han analizado 

(B. bufo, E. calamita y B. viridis) es distinta en cada una de ellas, aunque siempre organizadas en 

tándem. Esta organización en tándem facilitaría la transferencia no recíproca entre unidades 

monoméricas de este ADN repetitivo. 

Con estas dos teorías parece posible explicar la evolución del ADN satélite BamHI-800 en la 

familia Bufonidae, que presenta una colección de unidades monoméricas BamHI-800 (“library”) 

que con el paso de tiempo y mediante evolución concertada, tienden a definir variantes distintas 

en cada una de las especies. De este modo, podemos observar variantes definidas en algunas 

especies (B. bufo, E. calamita y R. marina), aunque otras especies presentan tipos múltiples de 

variantes de BamHI-800, con cierta tendencia a definirse en algún tipo de variante específico 

según la especie. 
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Estos datos son los primeros que indican la implicación de librerías de ADN repetitivo/s y de 

evolución concertada como procesos evolutivos simultáneos en un ADN repetitivo en anfibios. 

Incluir mayor número de secuencias y añadir nuevas especies de la familia Bufonidae permitirán 

seguir analizando la evolución de las variantes BamHI-800 para poder confirmar esta hipótesis. 

6. Familias de ADN repetido BamHI-210 

La banda de 210 pb procedente de la 

digestión del ADN genómico de B. bufo con 

BamHI pone de manifiesto otra familia de 

ADN repetido. Como se mencionó en el 

apartado 2, cuando esta banda se utiliza 

como sonda en experimentos de hibridación 

con ADN genómico previamente digerido y 

transferido a una membrana de nailon, se 

observa un patrón de bandas en escalera, 

aunque con algunas excepciones (Figura 43A 

y Figura 15C). Así, las bandas de 210, 425, 640, 

810 y 1.030 pb aproximadamente podrían ser 

multímeros de unidades monoméricas de 

unos 210 pb. La banda de 560 pb, sin 

embargo, no puede explicarse de este modo. 

La banda de 210 pb obtenida tras la digestión del ADN genómico de B. bufo con BamHI se 

purificó a partir del gel de agarosa, se ligó al vector pUC19 digerido con BamHI (Fermentas) y se 

clonó transformando bacterias competentes de la cepa JM109 (E. coli). Los clones 

recombinantes se seleccionaron en medio LB agar con ampicilina, IPTG y X-gal, y entre éstos se 

identificaron los clones portadores de este ADN repetitivo. Para ello se extrajo el ADN 

plasmídico, que fue desnaturalizado, transferido a una membrana de nailon y finalmente 

hibridado utilizando como sonda la banda BamHI-210 pb marcada con digoxigenina. En total se 

obtuvieron 44 secuencias con notables diferencias entre ellas, como puede observarse al 

analizar su alineamiento (Material suplementario S6). De hecho, a partir de los alineamientos se 

pueden distinguir 5 grupos diferentes de secuencias, junto a 5 secuencias que no alinean entre 

sí, ni con ninguna otra secuencia clonada en B. bufo. Las frecuencias con las que se obtienen 

secuencias pertenecientes a cada uno de los grupos identificados probablemente son indicativas 

de diferencias en el número de copias de dichas secuencias en el genoma de B. bufo (Tabla 31). 

Figura 43. Fragmento de la Figura 15. “Southern Blot” de 
ADN genómico de B. bufo (5 µg) digerido con BamHI e 
hibridado con distintas sondas: (A) Como sonda se utiliza 
la banda de 210 pb; (B) Como sonda se utiliza la banda de 
800 pb. 
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Las secuencias de los grupos 210A y 210B son las que se obtienen con mayor frecuencia, por lo 

que podrían ser las secuencias más representadas en el genoma de B. bufo. A continuación, se 

describe con detalle el análisis de las secuencias de los grupos 210A y 210B en varias especies 

de la familia Bufonidae. 

7. ADN repetido BamHI-210A 

7.1. Patrones de hibridación de BamHI-210A en B. bufo 

Se han realizado digestiones de ADN genómico de B. 

bufo de ambos sexos y de distintas procedencias 

poblacionales (Bolonia (Italia) y Jaén (España)). Las 

digestiones se transfirieron a una membrana de nailon y 

posteriormente se hibridaron con secuencias del grupo 

210A marcadas con digoxigenina. El patrón de bandas 

obtenido es idéntico entre muestras de distintas 

poblaciones o distintos sexos, indicando que BamHI-

210A no muestra diferencias debidas al sexo o 

procedencia poblacional de los individuos analizados 

(Figura 44). 

Por otro lado, las diferencias observadas en los patrones 

de hibridación de distintos experimentos de digestión y 

transferencia de ADN genómico a membranas de nailon 

son debidas a diferencias en la eficiencia de la 

transferencia o de la digestión (ver Figura 44B). 

Grupo Nº de 
secuencias 

Procedencia Notas 

210A 21 secuencias 10 ♀ (Bolonia y 

Jaén) 

 

210B 11 secuencias  10 ♀ (Bolonia) 

1 ♂ (Bolonia) 
 

210C 2 secuencias  2 ♀ (Bolonia) Similitud con secuencias BamHI-
190 210D 3 secuencias 2 ♀ (Bolonia)  

210E 2 secuencias 2 ♀ (Bolonia) Alinea con BamHI-190 

Secuencias 
desconocidas 

5 secuencias 4 ♀ (Bolonia y Jaén) 

1 ♂ (Bolonia) 
Secuencias que no alinean entre 
sí, ni con otros grupos   Tabla 31. Grupos de secuencias obtenidas a partir de la banda de 210 pb procedente de la digestión de ADN 

genómico de B. bufo con BamHI. Para cada grupo de secuencias se indica el número de clones obtenidos y la 
procedencia del ADN de origen. 

Figura 44. Digestión de 10 µg de ADN 
genómico de B. bufo digerido con BamHI 
e hibridación con el “Southern Blot” 
correspondiente utilizando la sonda 
BamHI-210A. A: B. bufo de Bolonia: 
macho 2 y hembra 2. B: B. bufo Bolonia 
(Italia) y Jaén (España). 
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7.2. Clonación y análisis de las secuencias BamHI-210A de B. bufo  

Las secuencias pertenecientes al grupo BamHI-210A, obtenidas tras la clonación de la banda de 

210 pb, fueron alineadas y sobre las zonas más conservadas se diseñaron cebadores específicos 

(Figura 45). 

Con estos cebadores se realizaron PCRs sobre ADNs genómicos de distintos individuos. 

Independientemente del sexo o la procedencia de las muestras de ADN utilizadas en las 

reacciones de PCR, siempre se observa el mismo patrón de bandas (210, 420, 560 y 650 pb) 

(Figura 46), de tamaños equivalentes a los que aparecen en las hibridaciones sobre ADN 

genómico digerido con BamHI e hibridado con la banda de 210 pb (Figura 43B). 

Los amplicones de 210 pb observados en las 

PCRs específicas para BamHI-210A fueron 

clonados y secuenciados. En total se han 

obtenido 32 secuencias de B. bufo procedentes 

de distintas poblaciones (Bolonia y Jaén), de 

distintos sexos (machos y hembras) y de distinto 

origen (digestión de ADN genómico y PCR) 

(Material suplementario S7). 

El alineamiento de estas secuencias muestra 

que tienen un tamaño medio de 212 pb, de las 

cuales 114 son posiciones conservadas y 99 son 

posiciones variables (con 62 son sitios 

informativos y 37 SNPs) (Figura 47). En 

promedio, las secuencias BamHI-210A 

muestran una composición ligeramente rica en 

Figura 45. Representación gráfica de la unidad monomérica BamHI-210A sobre la que se indica la localización de los 
cebadores utilizados para amplificar por PCR este ADN repetitivo.  

Figura 46. Electroforesis en gel de agarosa al 1,5% en 
TAE 1X de los productos de PCRs específicas para las 
secuencias BamHI-210A en distintos individuos de la 
especie B. bufo. Las diferencias observadas en la 
muestra de la hembra 3 de B. bufo se deben a 
diferencias en la concentración del ADN de partida. 
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G+C (52.1%), algo que no es habitual en ADNs repetitivos, ya que la mayoría suelen ser ricos en 

A+T. Existen, sin embargo, casos con alto contenido en G+C entre los que cabe destacar los 

descritos en anfibios (Odierna et al. 2004); algo que no es de extrañar ya que, por lo general, 

este grupo de animales presenta alto contenido en G+C en su genoma (Jabbari et al. 1997; 

Varriale et al. 2006). 

A pesar de presentar un contenido 

ligeramente rico en GC, si se analizan las 

frecuencias de di-nucleótidos, si se 

analizan las frecuencias de di-nucleótidos, 

los más frecuentes son CC y GG, mientras 

los menos representados son CG, junto 

con GT y TA (Tabla 32). 

 Para comprobar si la PCR amplifica secuencias de forma selectiva se realizó el mismo tipo de 

análisis que con las secuencias BamHI-800. En este caso las secuencias se dividieron en 2 grupos: 

Figura 47. Alineamiento de los clones positivos para BamHI-210A de B. bufo obtenidos a partir de PCRs y de la banda 
de digestión del ADN genómico. Para el alineamiento se ha utilizado el programa ClustalW, el procesamiento de las 
secuencias se ha realizado con BioEdit. Sobre las secuencias están marcadas las posiciones sobre las que hibridan los 
cebadores utilizados para amplificar BamHI-210A mediante PCR. 

 2ª Posición Nucleotídica 

1ª Posición 

Nucleotídica 

 

 C G T A 

C 10,7% 1,8% 6,6% 7,2% 

G 4,3% 9,9% 2,9% 8,4% 

T 6,8% 5,5% 8,2% 3,2% 

A 5,0% 7,8% 5,9% 5,8% 

 Tabla 32: Frecuencias di-nucleotídicas en secuencias de 
BamHI-210A de B. bufo. 
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procedentes de la banda de digestión y procedentes de PCRs en las que se empleó la pareja de 

cebadores Bbu.BamHI-210A-F2/R2. Las distancias se calcularon con el programa MEGA, 

utilizando en este caso el modelo de 2 parámetros de Kimura con distribución gamma (Tabla 

33). 

El análisis de las 

distancias genéticas 

muestra que existe una 

pequeña distancia 

neta entre los dos 

grupos considerados, 

tanto si se incluyen los 

cebadores (0,024), 

como si se eliminan 

(0,029). Sin embargo, 

en las distancias 

dentro de cada grupo 

se observa que las secuencias procedentes de PCRs son precisamente las que muestran mayor 

distancia media dentro de su propio grupo. De hecho, las distancias netas ente grupos son 

prácticamente iguales. Teniendo esto en cuenta, podemos suponer que, al igual que ocurría con 

el ADN repetitivo BamHI-800, la PCR no selecciona ningún subtipo de secuencias. 

Para analizar de forma sencilla si estas secuencias están agrupadas según el sexo o la localización 

geográfica de los individuos de las que proceden, se construyó un árbol filogenético mediante 

el método de máxima verosimilitud utilizando el modelo de sustitución nucleotídica de 2 

parámetros de Kimura, con 10 categorías discretas de distribución gamma y teniendo en cuenta 

que puede haber posiciones evolutivamente invariables. La varianza se estimó mediante 

“Bootstrap” con 1000 réplicas. En el árbol obtenido no se observa la agrupación de las 

secuencias de ADN repetitivo BamHI-210A en función del sexo o el origen geográfico de las 

muestras de B. bufo (Figura 48). Estos resultados coinciden con los patrones de hibridación en 

“Southern-blots”, que tampoco muestran diferencias significativas entre sexos o procedencia 

geográfica de las muestras (Figura 44). 

Distancias genéticas medias en cada grupo 

Con cebadores Sin cebadores F2/R2 

Banda 210A 0,107± 0,015 Banda 210A 0,127± 0,019 

PCR 210A 0,147± 0,019 PCR 210A 0,202± 0,026 

Distancias genéticas entre grupos 

Con cebadores Sin cebadores F2/R2 

 Banda 210A  Banda 210A 

PCR 210A 0,151± 0,018 PCR 210A 0,030± 0,004 

Distancias genéticas netas entre grupos 

Con cebadores Sin cebadores F2/R2 

 Banda 210A  Banda 210A 

PCR 210A 0,024± 0,004 PCR 210A 0,029± 0,006 

 Tabla 33. Análisis de distancias genéticas entre las secuencias BamHI-210A de B. 
bufo, incluyendo o no las regiones correspondientes a los cebadores. Para el 
análisis de las distancias se han considerado dos grupos de secuencias: 
procedentes de la banda de digestión y procedentes de PCRs. 
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Para comprobar si esta familia de ADN repetido está distribuida en tándem o si presenta algún 

tipo de organización más compleja, se clonaron las bandas de 420, 560 y 650 pb que se obtienen 

a partir de PCRs específicas con los cebadores Bbu.BamHI-210A-F2/R2. De cada banda de PCR 

se han obtenido 5 clones positivos (dan una fuerte señal de hibridación cuando el plásmido 

inmovilizado sobre una membrana de nailon se hibrida con una sonda de BamHI-210A). 

Figura 48. Filogenia de las secuencias BamHI-210 de B. bufo obtenidas en este trabajo. Las secuencias se 
encuentran marcadas en función del sexo y localización geográfica de procedencia. 
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De la secuenciación de estos clones positivos se obtuvo un dímero y un trímero del repetitivo 

BamHI-210A, que indican que estas secuencias pueden estar organizadas en tándem. 

Además del dímero y el trímero, se obtuvieron tres clones que alinean al principio y al final de 

su secuencia con la unidad monomérica de BamHI-210A. La región central, sin embargo, no 

alinea con ninguna de las secuencias obtenidas hasta el momento y se le ha dado el nombre de 

BamHI-210A-inserto. El análisis citogenético y molecular de las secuencias BamHI-210A-inserto 

y la posible relación entre las secuencias BamHI-210A y BamHI-210A-inserto se incluye en el 

punto 0. 

7.3. Análisis de la metilación de las secuencias BamHI-210A de B. bufo 

Puesto que el ADN repetitivo BamHI-210A de B. bufo presenta un contenido ligeramente rico en 

G+C, resulta de interés saber si estas secuencias están metiladas. Para ello se buscaron dianas 

para parejas de isoesquizómeros sensibles e insensibles a la metilación que cortasen en las 

secuencias BamHI-210A. De las 32 secuencias analizadas, 20 contienen la secuencia 5´-C/CGG-

3´, que es reconocida por los enzimas MspI (insensible a la metilación) y HpaII (sensible a la 

metilación). La posición de esta diana no es la misma en todas las secuencias, por lo que pueden 

identificarse 6 tipos de secuencias BamHI-210A en función de los tamaños de los fragmentos 

obtenidos tras el corte (Figura 49). 

El análisis de la metilación de las secuencias BamHI-210A se hizo, por tanto, digiriendo el ADN 

genómico de B. bufo con MspI y HpaII, y utilizando como control una digestión con BamHI.  Las 

digestiones se separaron mediante electroforesis en geles de agarosa, se transfirieron a 

membranas de nailon, y se hibridaron con la sonda BamHI-210A (Figura 50). El resultado 

obtenido muestra que la digestión con MspI da un patrón de bandas similar al de BamHI, aunque 

con mayor número de bandas debido a la cantidad de fragmentos que se forman tras la digestión 

Figura 49. Mapa de restricción del fragmento BamHI-210A para los enzimas BamHI, MspI y HpaII. (*) sensible a la 
metilación. 
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con MspI. En la digestión con HpaII, sin embargo, apenas se 

aprecia la banda de 210 pb, y las bandas de 420 y 650 pb tienen 

menor intensidad. Las bandas de más de 1.000 pb, por el 

contrario, son más intensas si las comparamos con la digestión 

con MspI. Estos resultados indican que el ADN repetido BamHI-

210A se encuentra parcialmente metilado en la diana 5´C/CGG 

3´. 

7.4. Localización cromosómica de las 

secuencias BamHI-210A en B. bufo 

Para averiguar la distribución cromosómica de esta familia de 

ADN repetitivo se realizaron hibridaciones in situ fluorescentes 

sobre cromosomas metafásicos procedentes de individuos 

adultos de la especie B. bufo (Macho 2 de Jaén y Hembra 3 de 

Jaén). Como sonda se utilizó una de las secuencias BamHI-

210A marcada con biotina, y no se realizó ninguna 

amplificación inmunológica de la señal. Los resultados 

obtenidos muestran un patrón similar en machos y hembras, e 

indican que el ADN repetitivo BamHI-210A se localiza en posiciones cromosómicas 

determinadas (Figura 51). 

Figura 50. ADN genómico de B. bufo 
(BH2) digerido con los enzimas 
HpaII* (sensible a metilación) MspI 
(insensible) y BamHI, junto al 
“Southern blot” de esta digestión 
hibridado con BamHI-210A. 

Figura 51. FISH sobre cromosomas metafásicos de individuos adultos de la especie B. bufo, utilizando como sonda la 
secuencia BamHI-210A. A: Macho 2 (Jaén). B: Hembra 3 (Jaén). Escala: 2,5 µm. 
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Concretamente se observan señales positivas en posición centromérica y/o pericentromérica de 

todas las parejas de cromosomas grandes, y una señal muy intensa en posición terminal del 

brazo largo de la pareja 6. 

Cuando la FISH se realiza sobre cromosomas metafásicos obtenidos a partir de cultivos celulares 

(permiten ver la señal con mayor claridad al estar los cromosomas menos condensados), y 

utilizando tres rondas de amplificación de la señal, los resultados obtenidos son similares (Figura 

52). 

Si los cromosomas se organizan por parejas, se puede observar que todas las parejas de 

cromosomas grandes presentan señal en posición pericentromerica. Además, la pareja 6 

presenta señales intensas en posición terminal del brazo largo, en la misma posición en la que 

se localiza la constricción secundaria correspondiente a la NOR. Finalmente, los cromosomas 

pequeños no presentan señales para BamHI-210A, lo que no descarta que tengan bajo número 

de copias de estas secuencias. 

Figura 52. FISH sobre cromosomas obtenidos a partir de cultivos celulares de B. bufo, utilizando como sonda la 
secuencia BamHI-210A y el cariotipo correspondiente. Tinción Ag-NOR sobre cromosomas de B. bufo en la que puede 
verse señal en posiciones distintas a la NOR y cariotipo correspondiente. Escala 2,5 µm. 
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Si comparamos el cariotipo obtenido mediante FISH utilizando la sonda BamHI-210A y el 

obtenido mediante tinción Ag-NOR se puede observar que las señales no específicas que 

aparecen con la tinción Ag-NOR en B. bufo coinciden con las señales positivas en las que se 

localizan las secuencias BamHI-210A (Figura 52). 

Como se comentó en el apartado 1.2, las señales Ag-positivas distintas de la NOR observadas en 

tinciones Ag-NOR se pueden originar por la unión del nitrato de plata a proteínas ácidas (no-

histonas) similares a las presentes en la región NOR durante la fase transcripcional activa del 

ARNr. Estas señales positivas normalmente se localizan en el centrómero y, en B. bufo, coinciden 

con la localización de las secuencias BamHI-210A, sugiriendo que éstas puedan tener un papel 

importante en la estructura de la heterocromatina centromérica, quizás por su interacción con 

proteínas centroméricas. 

Las señales intensas observadas en posición terminal del brazo largo de la pareja 6 coinciden 

con la localización de la NOR. Para comprobar si el ADN repetitivo BamHI-210A tiene alguna 

relación con el ADN ribosómico se realizó una FISH doble, marcando ambas sondas con 

fluorocromos distintos (Figura 53). Tras la hibridación doble se aprecia que las dos sondas se 

Figura 53. FISH doble sobre cromosomas metafásicos de B. bufo. (A) Hembra 3 de Jaén; (B) Macho 2 de Jaén. La sonda 
BamHI-210A fue marcada con FITC (verde), mientras que la sonda de ADNr de D. melanogaster fue marcada con 
Spectrum Orange (rojo). Las flechas indican la posición de las NOR, que coinciden con las señales de BamHI-210A y 
ADNr. Escala 2,5 µm. 
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solapan en la posición subterminal del brazo largo de la pareja 6, dando lugar a una señal de 

color amarillo (BamHI-210A marcada en verde y ADNr marcado en rojo). 

Aunque esta técnica no tiene buena resolución, muestra que ambas señales coinciden en su 

posición. Estos resultados indican que BamHI-210A es, junto a BamHI-800, otra de las secuencias 

de ADN repetitivo presente en la heterocromatina localizada a ambos lados de la NOR de B. 

bufo. Para poder establecer una la relación más precisa entre estas dos familias de ADN repetido 

y los cistrones ribosómicos será necesario recurrir a técnicas como FISH sobre fibras 

cromosómicas. 

Las secuencias BamHI-800 y BamHI-210A no presentan ningún tipo de homología y no se han 

obtenido clones que incluyan secuencias de ambos repetitivos al mismo tiempo. Sin embargo, 

el ADN repetitivo BamHI-800 se localiza en posiciones que, en ocasiones, pueden ser similares a 

las del ADN repetido BamHI-210A (regiones pericentroméricas de todas las parejas de 

cromosomas grandes). Para comprobar si existe alguna relación entre estas dos familias de ADN 

repetitivo se realizó una FISH doble utilizando una sonda frente a BamHI-800 marcada con FITC 

y otra frente a BamHI-210A marcada con Spectrum Orange (Figura 54). 

Tras la FISH doble, se observa que ambos ADNs repetitivos presentan una localización próxima 

en posiciones centroméricas/pericentroméricas, aunque no parecen solaparse. Por otro lado, 

en la posición terminal de la pareja 6, donde se localiza la NOR, ambos repetitivos tampoco se 

solapan, estando BamHI-800 más próximo al telómero y BamHI-210A más distal de la posición 

subtelomérica. 

Las diferencias en la longitud total del ADNr se producen por expansión o contracción de las 

regiones variables. Esto indica que las secuencias de los espaciadores son muy heterogéneas 

tanto en tamaño, como en secuencia nucleotídica o, incluso, en la estructura secundaria que 

forman. Esto no afecta a la estructura secundaria del transcrito final (ARNr) o a su función. Los 

espaciadores estudiados hasta el momento comparten varias características: alto contenido en 

G+C y presencia de secuencias de ADN repetido cortas en los espaciadores ETS y NTS. Estas 

secuencias de ADN repetitivo, además de estar asociadas a los genes ADNr también pueden 

encontrarse dispersas o en tándem en otras localizaciones del genoma, como la cromatina 

pericentromérica (Segal et al. 1976). El ADN repetido BamHI-210A cumple con dos de estas 

características: alto contenido en G+C, y su localización (coincide con ADNr y además se puede 

encontrar en otras regiones pericentroméricas). Sin embargo, no se han observado repeticiones 

internas (directas o invertidas, ni secuencias palíndromicas) dentro de estas secuencias. Para 
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determinar si el ADN repetido BamHI-210A presenta una relación estrecha con el ADNr serán 

necesarios más análisis en este sentido. 

Figura 54. FISH doble sobre cromosomas metafásicos de B. bufo (macho 2 de Jaén). A: Cromosomas teñidos con DAPI 
y sonda BamHI-210A marcada con Spectrum Orange. B: Cromosomas teñidos con DAPI y sonda BamHI-800 marcada 
con FITC. C: Sondas BamHI-210A y BamHI-800. Las flechas blancas indican las posiciones correspondientes a la 
constricción secundaria de la NOR. D: Cromosomas teñidos con DAPI en los que se muestra la señal de las sondas 
BamHI-210A y BamHI-800. Las flechas blancas indican algunas regiones en las que ambas señales aparecen próximas. 
Escala 2,5 µm. 
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7.5. Patrones de hibridación de las secuencias BamHI-210A en Epidalea 

calamita y otras especies de la familia Bufonidae 

La presencia del ADN repetitivo BamHI-210A en otras especies de la familia Bufonidae se 

analizó mediante “Southern-blot” y posterior hibridación con la sonda BamHI-210A, utilizando 

ADN genómico de E. calamita y B. viridis digerido con BamHI (Figura 55A). 

Los patrones de bandas observados en estas especies presentan diferencias con los de B. bufo. 

Así, aunque en todas las especies es posible identificar las bandas de 840 y 1.680 pb, las bandas 

de 210, 420 y 650 pb solo están presentes en B. bufo. 

La ausencia de las tres bandas de menor tamaño podría estar relacionada con una menor 

cantidad del ADN repetitivo BamHI-210A en estas especies. Aunque este no parece ser el caso 

en E. calamita, ya que cuando se digieren cantidades mayores de ADN genómico en esta especie 

(5 a 20 µg), siempre se observa el mismo patrón de bandas: 840 y 1680 pb, pero ninguna banda 

menor que pueda ser equivalente a los monómeros, dímeros o trímeros del repetitivo BamHI-

210A observados en B. bufo (Figura 55B). 

Estos resultados contrastan con los obtenidos mediante PCRs con los cebadores específicos 

Bbu.BamHI-210A-F2/R2 (Figura 55C). Con esta técnica, y contrariamente a lo que cabría esperar 

Figura 55. A: ADN genómico de B. bufo, E. calamita y B. viridis (10 µg) digerido con BamHI, transferido a una 
membrana mediante “Southern-blot”, e hibridado con la sonda BamHI-210A de B. bufo. B: “Southern-blot” de 
distintas concentraciones de ADN genómico de E. calamita (5, 10 y 20 µg) digerido con BamHI e hibridado con la 
sonda BamHI-210A. C: Electroforesis en el gel de agarosa al 1,5% en TAE 1X de productos de PCR obtenidos con los 
cebadores Bbu.BamHI-210A-F2/R2 en E. calamita, B. brongersmai y B. boulengeri. 
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según los patrones de hibridación, en la especie E. calamita se observa el mismo patrón de 

bandas que en B. bufo. 

Resultados similares se obtienen en otras especies, como B. brongersmai y B. boulengeri, donde 

se observa un patrón de bandas exactamente igual al de B. bufo para el ADN repetitivo BamHI-

210A. 

7.6. Análisis de las secuencias BamHI-210A en Epidalea calamita y otras 

especies de la familia Bufonidae  

Las bandas obtenidas tras la amplificación por PCR con los cebadores específicos Bbu.BamHI-

210A-F2/R2 fueron clonadas y secuenciadas en las especies E. calamita, B. brongersmai y B. 

boulengeri. En total se han obtenido 62 clones procedentes de distintas PCRs (Tabla 34). 

El modelo de sustitución nucleotídica que mejor se adapta a las secuencias BamHI-210A es el 

modelo de 2 parámetros de Kimura (K2+G) con distribución gamma (Tabla 35). 

Considerando los clones de cada especie como grupos independientes, se han analizado los 

siguientes parámetros: tamaño medio, posiciones conservadas/variables y contenido en A+T. 

Además, utilizando el modelo K2+G, se ha calculado la tasa de transiciones/transversiones (R) y 

Nombre Tamaño de banda Nº de clones Tamaño medio 

B. bufo 

210 pb 32* 211-213 pb 

420 pb 1* 412 pb 

650 pb 1* 620 pb 

Epidalea calamita 210 pb 10 212-213 pb 

Barbarophryne brongersmai 
210 pb 8 212-213 pb 

420 pb 9 412-414 pb 

Bufotes boulengeri 

210 pb 19 212-213 pb 

420 pb 13 412-415 pb (1) 

650 pb 3 617-618 pb (2) 

 
Tabla 34. Clones obtenidos a partir de bandas y productos de PCR con los cebadores Bbu.BamHI-210A-F2/R2 en 
distintas especies de la familia Bufonidae. (1) Uno de los clones está incompleto en el extremo 3’ (407 pb). (2) Uno 
de los clones presenta una deleción de 35 pb al comienzo de su secuencia (584 pb). (*) clones de B. bufo 
mencionados en el apartado 7.2. 

Modelo Param BIC AICc lnL Invariant Gamma R 

K2+G 253 8363.000 6293.532 -2891.352 n/a 1.22 1.24 

 
Tabla 35. Modelo de sustitución nucleotídica que mejor se ajusta a las secuencias BamHI-210A. Param: número de 
parametros utilizados; BIC: “Bayesian Information Criterion”; AICc: “Akaike Information Criterion corrected”; InL: 
logaritmo de la verosimilitud; Invariant: fracción de posiciones evolutivamente invariables; Gamma: distribución 
gamma discreta; R: tasa de transiciones/transversiones. 
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el rango de similitud entre las secuencias basado en las distancias genéticas calculadas con el 

modelo de sustitución propuesto (Tabla 36). 

De este análisis se deduce que todas las secuencias tienen un tamaño medio similar (211-212 

pb), alineando entre sí con un alto grado de similitud (100-71,5%) (Material suplementario S7). 

Todos los grupos de secuencias considerados tienen un contenido en A+T aproximadamente de 

un 47%. Estos valores confirman que las secuencias BamHI-210A tienen una composición 

ligeramente rica en G+C en todas las especies analizadas. 

En relación al número de posiciones conservadas y variables, éste varía considerablemente en 

cada una de las especies analizadas, lo que probablemente esté relacionado con el número de 

secuencias analizadas en cada caso. De hecho, si se calcula el número de posiciones conservadas 

y variables para todas las secuencias, el número de posiciones conservadas disminuye (60 

posiciones conservadas) mientras el número de sitios informativos aumenta (110). 

Cuando se calculan las distancias dentro de cada grupo, las distancias entre grupos y las 

distancias netas, se observa que las distancias intraespecíficas son bastante similares, 

exceptuando las secuencias de E. calamita, para las que este parámetro es ligeramente inferior 

(Tabla 37). 

Nombre N T NC 
NV 

% A-T R % similitud 
I SNP 

Bufo bufo 37 212 pb 106 64 43 47,9% 1,00 100-71,5% 

Epidalea calamita 10 211 pb 173 31 9 47,1% 1,00 100-84,6% 

Bufotes boulengeri 54 211 pb 92 74 48 47,5% 1,00 100-77,4% 

Barbarophryne bronguersami 26 212 pb 128 59 26 47,3% 0,95 100-77,2% 

 
Tabla 36. Análisis de secuencias BamHI-210A en distintas especies de la familia Bufonidae. N: número de secuencias 
analizadas en cada especie. T: tamaño medio de las secuencias. NC: Número de posiciones conservadas. NV: número 
de posiciones variables: (I) Informativas, (SNP) Polimorfismo de un solo nucleótido. 

Grupos 
Distancia 

intraespecifica 
Distancia interespecífica Distancia interespecífica neta 

B. bufo 0,129 ± 0,015  Bbu Ecal Bbou  Bbu Ecal Bbou 

E. calamita 0,089 ± 0,014 Ecal 
0,111 ± 
0,014 

  Ecal 
0,002 ± 
0,001 

  

B. boulengeri 0,114 ± 0,013 Bbou 
0,126 ± 
0,014 

0,105 ± 
0,014 

 Bbou 
0,004 ± 
0,001 

0,004 ± 
0,002 

 

B. brongersmai 0,125 ± 0,015 Bbro 
0,132 ± 
0,015 

0,115 ± 
0,014 

0,120 ± 
0,016 

Bbro 
0,005 ± 
0,010 

0,007 ± 
0,002 

0,001 ± 
0,001 

 
Tabla 37. Distancias genéticas intraespecíficas, interespecífica e interespecíficas netas entre secuencias BamHI-
210A. 
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Si se comparan las distancias interespecíficas, los valores son similares a los de las distancias 

intraespecíficas, algo corroborado por distancias netas próximas a 0 en todos los casos. Estos 

valores indican que las secuencias BamHI-210A, a diferencia de BamHI-800, presentan una 

distribución de variables monomericas muy homogénea entre las 4 especies analizadas. 

Con las secuencias analizadas se construyó un árbol filogenético que, al igual que las distancias, 

no mostró ninguna separación de las secuencias según la especie de la que proceden (Material 

suplementario S8). En el árbol se pueden observar dos grandes ramas, estando presentes en 

cada una de ellas las secuencias de las cuatro especies analizadas. Esto podría indicar que las 

secuencias son muy homogéneas, no solo dentro de cada especie. Estos resultados indican que, 

a diferencia de la familia de ADN repetido BamHI-800, las secuencias BamHI-210A no cumplen 

con una de las premisas principales de la evolución concertada. Es decir, su tasa de la 

homogeneización intraespecifica es igual que la tasa a la que aparecen mutaciones y, a la vez, 

igual que la tasa de fijación o divergencia interespecífica. 

7.7. Localización de las secuencias BamHI-210A en Epidalea calamita y 

Bufotes viridis 

Para localizar el ADN repetido BamHI-210A sobre cromosomas metafásicos de las especies E. 

calamita y B. viridis se realizaron experimentos de FISH utilizando cromosomas procedentes de 

cultivos celulares y tres rondas de amplificación de la señal (Figura 56). 

Figura 56. FISH sobre cromosomas metafásicos de E. calamita (A) y B. viridis (B), utilizando como sonda la secuencia 
BamHI-210A de la misma especie. Escala 2,5 µm. 
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En ninguna de las especies se observa señal alguna de hibridación en ninguna pareja 

cromosómica, independientemente de si la sonda utilizada procedía de clones de B. bufo o de 

E. calamita (datos no mostrados). La ausencia de señal no descarta la presencia de ADN 

repetitivo BamHI-210A en estas especies, ya que tanto los resultados de “Southern-Blot” como 

los de PCR indican que estas secuencias están presentes en E. calamita y B. viridis. Tenido en 

cuenta que se trata de secuencias monoméricas cortas (210 pb) presentes en estas especies en 

forma de repeticiones de 840 y 1.260 pb; si estas secuencias estuvieran en bajo número de 

copias y/o dispersas a lo largo del genoma, sería posible que pasasen desapercibidas mediante 

FISH convencional. Para comprobar esta posibilidad, se estimó el número aproximado de copias 

de BamHI-210A en distintas especies. 

7.8. Estimación del número de copias del ADN repetitivo BamHI-210A 

mediante “Dot-Blot” sobre ADN genómico 

Para averiguar el número aproximado de copias del ADN repetitivo BamHI-210A, se realizó una 

hibridación sobre diluciones seriadas de muestras de ADN genómico de concentraciones 

conocidas procedentes de distintas especies de la familia Bufonidae. Para ello las muestras de 

ADN fueron desnaturalizadas, transferidas a una membrana de nailon (“Dot-Blot”), y finalmente 

hibridadas utilizando como sonda un clon BamHI-210A de B. bufo. Como control se utilizó un 

plásmido con un inserto de 

BamHI-210A de B. bufo 

(Figura 57). Tras el 

revelado, en algunas de las 

muestras no se observó 

señal positiva alguna (B. 

latastii y R. marina).  

A partir de la información 

disponible sobre la 

cantidad de ADN por 

núcleo en estas especies, 

se obtuvieron valores 

aproximados para el 

número de copias del ADN 

Figura 57. “Dot-Blot” de ADN genómico de distintas especies de la familia 
Bufonidae (B. bufo, B. brongersmai, B. boulengeri, B. luristanicus, B. surdus, B. 
latastii, A. arabicus, B. viridis, R. marina y E. calamita) hibridado con una sonda 
BamHI-210A. En todas las especies se partió de una concentración de ADN de 
700 ng/µl, a excepción del ADN de B. bufo, con concentración de 20 ng/µl y 
del plásmido control BamHI-210A, con una concentración de 10 y 1 ng/µl. 
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BamHI-210A por núcleo diploide en aquellas especies en las que fue posible el cálculo (Tabla 

38). 

Los resultados obtenidos indican que el número de copias presentes en B. bufo es cuatro 

órdenes de magnitud superior (10¹⁰) al del resto de especies en las que se observó señal de 

hibridación (10⁶), algo esperado si se tienen en cuenta los resultados de FISH sobre cromosomas 

metafásicos. 

Se trata, por tanto, de un número considerable de copias (10⁶), que en las especies E. calamita 

y B. viridis no pueden ponerse de manifiesto mediante FISH. Estos resultados podrían indicar 

que el ADN repetitivo BamHI-210A está disperso en estas especies, ya que el pequeño tamaño 

de la unidad monomérica no se detecta mediante FISH. 

8. ADN repetitivo BamHI-210A-inserto 

8.1. Patrones de hibridación del ADN repetitivo BamHI-210A-inserto 

La banda de 560 pb obtenida mediante PCRs específicas para amplificar el ADN repetitivo 

BamHI-210A en B. bufo está formada por fragmentos de unos 560 pb que alinean con los 

monómeros del ADN repetitivo BamHI-210A de tal forma que la secuencia del monómero queda 

dividida en dos por un inserto de unos 350 pb (Figura 59). Este tipo de secuencias se han 

encontrado tanto en B. bufo como en B. boulengeri, y en ambos casos el inserto presenta 

elevado porcentaje se similitud cuando se compara entre ambas especies. A esta secuencia de 

350 pb se le dio el nombre de BamHI-210A-inserto. 

Cuando el ADN genómico de B. bufo digerido con BamHI se hibrida utilizando como sonda el 

fragmento BamHI-210A o el inserto de 350 pb (BamHI-210A-inserto), los patrones de bandas 

Especie Procedencia Señal de 
hibridación 

C-valor ADN 
pg/núcleo 

Nº copias/núcleo 

B. bufo España (Jaén) 5x10³ pg 6,03 pg/núcleo1 1,4 x 10¹⁰ copias 

B. brongersmai 
brongersmai 

Marruecos 31,25 pg 5,7 pg/núcleo2 2,3 x 10⁶ copias 

B. boulengeri Marruecos 15,625 pg --- --- 

B. luristanicus Irán 15,625 pg --- --- 

B. surdus Irán 31,25 pg --- --- 

B. latastii Pakistán Ausente 8,00 pg/núcleo2 --- 

A. arabicus Yemen 250 pg 5,99 pg/núcleo2 19,89 x 10⁶ copias 

B. viridis Grecia 250 pg 4,69 pg/núcleo1 15,50 x 10⁶ copias 

R. marina Australia Ausente 4,22 pg/núcleo1 --- 

E. calamita España (Jaén) 31,25 pg 4,16 pg/núcleo1 1,70 x 10⁶ copias 

 
Tabla 38. Estimación del número de copias del ADN repetitivo BamHI-210A mediante “Dot-Blot". 1Vinogradov 

(1998). 2Bachinann et al. (1978). 
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observados muestran algunas similitudes (Figura 58A y B). Así, con la sonda BamHI-210A se 

Figura 59. Alineamiento de las secuencias BamHI-210A de B. bufo y B. boulengeri obtenidas a partir de la banda de 
560 pb de PCRs específicas para BamHI-210A con secuencias BamHI-210A procedentes de la banda de 210 pb 
obtenida tras la digestión del ADN genómico de B. bufo con BamHI. El fragmento de 350 pb central constituye el ADN 
repetitivo BamHI-210A-inserto. El alineamiento se ha realizado con el programa ClustalW, y el procesamiento de las 
secuencias se ha realizado con BioEdit. 

Figura 58. Patrón de hibridación del ADN de B. bufo, B. viridis y E. calamita digerido con BamHI, transferido a una 
membrana mediante “Southern–Blot”, e hibridado utilizando como sonda las secuencias BamHI-210A (A y C) o 
BamHI-210A-inserto (B y D). 
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observa el patrón de bandas ya mencionado, con bandas de 210, 420, 560, 650, 800 pb más 

intensas, y las bandas de más de 1kb se ven con menor intensidad. Cuando la sonda utilizada es 

BamHI-210A-inserto (fragmento de 350 pb encontrado dentro de BamHI-210A), la banda más 

baja que se observa es de 560 pb. Por otro lado, las bandas más altas tienen mayor intensidad 

que con la sonda de BamHI-210A. 

Este tipo de análisis también se realizó con las especies E. calamita y B. viridis, utilizando la 

digestión de ADN genómico de B. bufo como control (Figura 58C y D). Como se puede apreciar, 

mientras que en la muestra control de B. bufo aparece el patrón de bandas de BamHI-210A y 

BamHI-210A-inserto, en B. viridis y E. calamita aparece el mismo patrón de bandas en ambos 

casos, pero distinto al de B. bufo. Así, aparecen bandas de 840, 1.680 y, en algunos casos, 2.520 

pb aproximadamente, pero están ausentes todas las bandas de tamaños inferiores (Figura 58). 

8.2. Clonación y análisis del ADN repetitivo BamHI-210A-inserto 

Para comprobar qué organización presentan las secuencias BamHI-210A y BamHI-210A-inserto, 

se diseñaron oligonucleótidos específicos para BamHI-210A-inserto. De esta forma, si tenemos 

en cuenta los cebadores específicos que se habían diseñado para el repetitivo BamHI-210A 

(Figura 60B), el esquema del ambas secuencias con sus cebadores correspondientes queda como 

se muestra en la Figura 60A. 

Con distintas combinaciones de cebadores específicos para BamHI-210A-inserto (Bbu.BamHI-

210A-ins-F1/R y Bbu.BamHI-210A-ins-F2/R) se realizaron PCRs en las especies B. bufo y B. 

boulengeri. Con las dos parejas de cebadores se obtiene en ambas especies la banda 

correspondiente a BamHI-210A-inserto, de 350 pb aproximadamente en el primer caso y de 250 

pb en el segundo. Además se observan otras bandas de mayor tamaño que podría indicar que 

estas secuencias están organizadas en tándem (Figura 60C). 

Tanto las PCRs realizadas con parejas de cebadores específicos para BamHI-210A-inserto, como 

aquellas en las que éstos se combinan con cebadores específicos de BamHI-210A y BamHI-210A-

inserto dan lugar a amplicones que indican que ambos repetitivos se encuentran relacionados 

en las especies de la familia Bufonidae en las que se probaron (Figura 62). 

Los productos de estas PCRs fueron clonados y secuenciados, obteniéndose 22 clones de 

distintas especies que contenían, al menos en parte, regiones de BamHI-210A y BamHI-210A-

inserto (Tabla 39). 
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Además de secuencias correspondientes a BamHI-210A-inserto, se han obtenido 6 tipos de 

combinaciones diferentes de secuencias BamHI-210A y BamHI-210A-inserto en función de la 

pareja de cebadores utilizada y del tamaño del amplicón que se analice (Figura 61). 

Nombre Tamaño 
de banda 

Nº de 
clones 

Cebadores 

B. bufo 

350 1 Bbu.BamHI-210A-ins-F1/ Bbu.BamHI-210A-ins-R 

470 4 Bbu.BamHI-210A-ins-F2/ Bbu.BamHI-210A-ins-R 

650(1) 3 Bbu.BamHI-210A-F2/ Bbu.BamHI-210A-R2 

850 3(2) Bbu.BamHI-210A-ins-F1/ Bbu.BamHI-210A-ins-R 

E. calamita 
470 1 Bbu.BamHI-210A-ins-F2/ Bbu.BamHI-210A-ins-R 

560 2 Bbu.BamHI-210A-ins-Fint/ Bbu.BamHI-210A-ins-Rint 

750 2 Bbu.BamHI-210A-ins-Fint/ Bbu.BamHI-210A-ins-Rint 

B. luristanicus 470 2 Bbu.BamHI-210A-F1/ Bbu.BamHI-210A-ins-R 

B. surdus 470 2 Bbu.BamHI-210A-F1/ Bbu.BamHI-210A-ins-R 

B. boulengeri 650(1) 2 Bbu.BamHI-210A-F2/ Bbu.BamHI-210A-R2 

 Tabla 39. Número de clones de BamHI-210A-inserto correspondientes a distintas bandas de PCR utilizando distintas 
parejas de cebadores en distintas especies de la familia Bufonidae. Debe tenerse en cuenta que algunos clones 
contienen dos secuencias BamHI-210A-inserto. (1) Clones obtenidos a partir de bandas de 650 pb amplificadas con 
la pareja de cebadores Bbu.BamHI-210A-F2/Bbu.BamHI-210A-R2 (=560 pb). (2) Uno de los 3 clones obtenidos estaba 
truncado en el extremo. 

Figura 60: Representación de los ADNs repetitivos BamHI-210A y BamHI-210A-inserto, 
indicando la posición de los cebadores utilizados. (A) ADN repetitivo BamHI-210A-inserto 
flanqueado por secuencias BamHI-210A, indicando la posición en la se localizan todos los 
cebadores específicos diseñados que hibridan con estas secuencias. (B) Representación 
esquemática de una unidad monomérica de BamHI-210A y la posición de los cebadores 
específicos utilizados. (C) Amplificación por PCR de las secuencias BamHI-210A inserto 
utilizando las parejas de cebadores Bbu.BamHI-210A-ins-F1/R (2 y 4) y Bbu.BamHI-210A-
ins-F2/R (1 y 3) con muestras de ADN genómico de B. bufo (1 y 2) y B. boulengeri (3 y 4). 
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A partir de las bandas obtenidas con la pareja de cebadores Bbu.BamHI-210A-F1/ Bbu.BamHI-

210A-ins-R (470 pb) se obtienen secuencias parciales de BamHI-210A interrumpidas por 

Figura 61. Tipos de clones obtenidos tras la clonación de amplicones a partir de productos de PCRs que combinan 
cebadores específicos de BamHI-210A y BamHI-210A-inserto. En azul claro se representan las regiones 
correspondientes a BamHI-210A, mientras que en azul oscuro se muestran las regiones correspondientes a BamHI-
210A-inserto. La flecha negra indica la posición de una deleción de 67 pb en el monómero BamHI-210A.  

Figura 62. A: PCR especifica con los cebadores Bbu.BamHI-210A-F1/Bbu.BamHI-210A-ins-R en las especies B. 
luristanicus y B. surdus. B: PCR con los cebadores Bbu.BamHI-210A-ins-Fint/Rint en la especie E. calamita. C: PCR con 
los cebadores Bbu.BamHI-210A-ins-F2/R en la especie E. calamita. D: PCR con los cebadores Bbu.BamHI-210A-ins-
F2/R en la especie B. bufo. E: Detalle de la ¡Error! No se encuentra el origen de la referencia.C. 
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secuencias completas de BamHI-210A-inserto (Figura 61A). Las bandas más altas obtenidas con 

las parejas de cebadores Bbu.BamHI-210A-ins-Fint/Bbu.BamHI-210A-ins-Rint y Bbu.BamHI-

210A-ins-F2/Bbu.BamHI-210A-ins-R (560 pb y 850 pb) presentan estructuras más complejas que 

incluyen clones con secuencias de BamHI-210A-inserto separadas por un monómero completo 

de BamHI-210A (Figura 61B y C). Los insertos de las bandas más altas obtenidas con las parejas 

de cebadores Bbu.BamHI-210A-ins-Fint/Bbu.BamHI-210A-ins-Rint y Bbu.BamHI-210A-ins-

F2/Bbu.BamHI-210A-ins-R (750 y 850 pb) presentan estructuras similares a los de la Figura 61B 

y Figura 61C, pero en estos casos son dos los monómeros de BamHI-210A flanqueados por 

secuencias BamHI-210A-inserto (Figura 61D y E), habiéndose encontrado un clon con tres 

monómeros completos de BamHI-210A precedidos por una secuencia BamHI-210A-inserto 

(Figura 61F). 

Este tipo de organización de las secuencias BamHI-210A y BamHI-210-inserto permiten explicar 

los dímeros y trímeros observados en secuencias BamHI-210A (ver apartado 0), multímeros que 

no se han identificado al analizar clones que contienen secuencias BamHI-210-inserto. 

La información obtenida del análisis de las secuencias BamHI-210 y BamHI-210-inserto indica 

que estos dos ADNs repetitivos podrían presentan una organización de orden superior (HOR: 

higher order repeats) en las especies analizadas (B. bufo, E. calamita, B. boulengeri, B. 

luristanicus y B. surdus), formada por combinaciones de BamHI-210A y BamHI-210A-inserto en 

distinto número de copias. 

Cuando el producto de PCRs realizadas con los cebadores Bbu.BamHI-210A F1/R1 en varias 

especies (B. boulengeri, B. brongersmai, E. calamita y B. bufo) se hibrida con las sondas BamHI-

210A y BamHI-210A-inserto, en ambos casos el patrón de bandas es similar, aunque la 

intensidad de las bandas es distinta (Figura 63). Cuando la sonda empleada es BamHI-210A, las 

bandas de menor tamaño (que comienzan desde 210 pb) tienen mayor intensidad. Si la sonda 

utilizada es BamHI-210A-inserto, en este caso la primera banda que aparece es la de 470 pb y la 

siguiente, mucho más intensa, la de 560 pb. Tenido en cuenta que la PCR se realizó con los 

cebadores específicos de BamHI-210A, esta banda de 560 pb se corresponde con la unidad 

completa de ambos repetitivos. 

En relación a la estructura de este repetitivo en B. viridis y E. calamita, los patrones de 

hibridación en “Southern-blot” de ADN genómico digerido con BamHI muestran la presencia de 

una banda de unos 840 pb, junto con otras que podrían ser dímeros (1680 pb) y trímeros de ésta 

(2.520 pb). Estos patrones de bandas podrían explicarse si tenemos en cuenta la estrecha 

relación entre las secuencias BamHI-210A y BamHI-210A-inserto. Así, en estas dos especies la 
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unidad que se repite podría estar formada por dímeros de BamHI-210A y monómeros de BamHI- 

210A-inserto (212 pb + 351 pb + 212 pb = 775 pb). Este tipo de secuencias no se han encontrado 

nunca entre los clones obtenidos a partir de la banda de 800 pb procedente de la digestión del 

ADN genómico de esta especie con BamHI, pero es el tipo de organización de los clones 

procedentes del amplicón de 750 pb obtenido con los cebadores Bbu.BamHI-210A-ins-Fint/ 

Bbu.BamHI-210A-ins-Rint. 

8.3. Localización de las secuencias BamHI-210A-inserto en la familia 

Bufonidae 

Cuando los cromosomas metafásicos de cultivos celulares de la especie de B. bufo se hibridan 

mediante FISH utilizando como sonda el fragmento de 351 pb de BamHI-210A-inserto se puede 

observar un patrón de señales muy similar al obtenido cuando se utiliza como sonda el ADN 

repetido BamHI-210A (Figura 64). De hecho, BamHI-210A-inserto, al igual que BamHI-210A, se 

localiza en posiciones centroméricas y pericentroméricas de todos los cromosomas grandes, y 

en la región en la que se encuentra la NOR (pareja 6). 

En las especies E. calamita y B. viridis las FISH sobre cromosomas metafásicos no muestran 

señales evidentes independientemente de si la sonda utilizada es BamHI-210A o BamHI-210A-

Figura 63. PCR con los cebadores Bbu.BamHI-210A-F1/R1 en las especies de B. boulengeri, B. brongersmai, E. 
calamita y B. bufo, hibridada con las sondas: (A) sonda BamHI-210A; (B) sonda BamHI-210A-inserto. 
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inserto (Figura 65). Sin embargo, estos resultados no descartan la presencia de ambos 

repetitivos en estas dos especies, ya que su presencia ha sido probada mediante hibridación 

sobre membranas y PCR. 

8.4. Análisis filogenético de las secuencias BamHI-210A-inserto 

Todas las secuencias BamHI-210A-inserto obtenidas (24 clones en total procedentes de distintas 

especies) fueron alineados entre sí (Material suplementario S9). Debido a bajo número de 

secuencias disponibles de cada una de las especies analizadas (Tabla 39), el análisis de posiciones 

conservadas (289), sitios informativos (49) y SNP (15) se realizó para todas las secuencias en 

conjunto. De los resultados obtenidos se deduce que el ADN repetido BamHI-210A-inserto 

presenta un mayor número de posiciones conservadas: 81,87% (289 sobre el total de posiciones 

consideradas (353), que el ADN repetido BamHI-210A, con un 27,78% de posiciones conservadas 

(60 posiciones conservadas sobre 216 consideradas). Estos datos indican que el mantenimiento 

de las posiciones nucleotídicas es muy importante en el ADN repetido BamHI-210A-inserto, 

mientras que en el ADN repetido BamHI-210A se conserva más el tamaño que las posiciones. La 

composición nucleotídica y la tasa de transiciones/transversiones (R) es similar para ambos 

ADNs repetidos (A+T= 47,5%; R=0.92). 

Figura 64. FISH para comparar en patrón de señales sobre cromosomas de B. bufo utilizando las sonda s BamHI-
210A (arriba) y BamHI-210A-inserto (abajo). Escala 2,5 µm. 
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Los modelos de sustitución nucleotídica que mejor se ajustan a las secuencias de BamHI-210A-

inserto son el modelo de Jukes-Cantor y el de 2 parámetros de Kimura, ambos con distribución 

gamma (Tabla 40). Aunque los valores de BIC y AICc son mejores para el modelo de Jukes-Cantor, 

se utilizó el modelo de 2 parámetros de Kimura porque éste es modelo de sustitución 

nucleotídica que se utilizó para el análisis de las secuencias BamHI-210A, y los valores de BIC, 

AICc y lnL no son muy diferentes a los del otro modelo propuesto. En cualquier caso, los cálculos 

de distancias con ambos modelos no mostraron diferencias significativas (datos no mostrados). 

Las distancias genéticas intraespecíficas entre secuencias BamHI-210A-inserto son menores que 

las interespecíficas, aunque debe tenerse en cuenta que, debido a bajo número de secuencias 

Modelo Param BIC AICc lnL Invariant Gamma R 

JC+G 46 1839.896 1534.345 -720.794 n/a 0.12 0.50 

K2+G 47 1840.317 1528.140 -716.675 n/a 0.12 1.08 

 
Tabla 40. Modelos de sustitución nucleotídica que mejor se ajustan a las secuencias BamHI-210A. Param: número 
de parámetros utilizados; criterios para cálculo de modelo: BIC: Bayesian Information Criterion; AICc: Akaike 
Information Criterion corrected; InL: logaritmo de la verosimilitud; Invariant: fracción de posiciones evolutivamente 
invariables; Gamma: distribución gamma discreta; R: tasa de transiciones/transversiones. 

Figura 65. FISH sobre cromosomas metafásicos de E. calamita y B. viridis, con sondas BamHI-210A y BamHI-210A-
inserto.  Escala 2,5 µm. 
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empleadas en el análisis, el error estándar es elevado y las diferencias pueden no ser 

significativas (Tabla 41). 

Figura 66. Árbol filogenético de máxima verosimilitud para las secuencias BamHI-210A-inserto de la familia 
Bufonidae, que quedan divididas en dos ramas en función de las distancias genéticas. Las secuencias están marcadas 
según la especie de la que proceden. 

Grupos 
Distancia 
intraespecífica 

Distancia interespecífica Distancia interespecífica neta  

B. bufo  0,052 ± 0,010  Bbu Ecal Blus Bsur  Bbu Ecal Blus Bsur 

E. calamita  0,029 ± 0,007 Ecal  
0.060 ± 
0,011 

   Ecal  
0.019 ± 
0,005 

   

B. luristanicus 0,050 ± 0,14 Blus 
0,057 ± 
0,010 

0,066 ± 
0,013 

  Blus 
0,006 ± 
0,007 

0,026 ± 
0,010 

  

B. surdus 0,000 ± 0,000 Bsur 
0,055 ± 
0,011 

0,049 ± 
0,012 

0,038 ± 
0,010 

 Bsur 
0,028 ± 
0,008 

0,034± 
0,011 

0,012 ± 
0,007 

 

B. bolengeri  0,000 ± 0,000 Bbou 
0,047 ± 
0,010 

0,069 ± 
0,015 

0,040 ± 
0,010 

0,042 ± 
0,013 

Bbou 
0,021 ± 
0,006 

0,055 ± 
0,014 

0,014 ± 
0,007 

0,042 ± 
0,013 

 
Tabla 41. Distancias genéticas intraespecíficas, interespecífica e interespecíficas netas entre secuencias BamHI-
210A-inserto. 
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El árbol se calculó con el método estadístico de máxima verosimilitud81 y la varianza se estimó 

mediante “bootstrap” con 1.000 réplicas (Figura 66). En la topología obtenida se observa que 

las secuencias se dividen en dos grandes ramas en el 82% de las réplicas. Las cinco secuencias 

procedentes de E. calamita y las dos secuencias de B. surdus se sitúan en una de las ramas y las 

dos secuencias de B. boulengeri en la otra rama. Por otro lado, las dos secuencias de B. 

luristanicus y las secuencias de B. bufo se sitúan mezcladas en ambas ramas. La complejidad de 

estas secuencias y su relación con BamHI-210A requiere ampliar el análisis incluyendo un mayor 

número de secuencias para poder predecir el tipo de evolución que siguen. 

9. ADN repetitivo BamHI-210B 

Con el nombre BamHI-210B se identifica a un grupo de secuencias obtenidas a partir de la banda 

de 210 pb que se observa tras la electroforesis en gel de muestras de ADN genómico de B. bufo 

digerido con BamHI. 

Los 11 clones pertenecientes a este grupo que fueron obtenidos en B. bufo alinean todos ellos 

entre sí (Figura 67). Su tamaño medio oscila entre 175-182 pb, aunque algunas secuencias 

presentan una deleción de 8 pb. El contenido medio en A-T de estas secuencias es de 48,6%, y 

si se analiza la composición de dinucleótidos, los más frecuentes son CT, CC y TC, con 14,3%, 

12% y 10,86% respectivamente. Estos valores indican una desviación hacia las transiciones. De 

hecho, si se calcula la tasa de transiciones/transversiones (R), ésta es igual a 1,13. Estas 

secuencias presentan 120 posiciones conservadas y 56 variables, de las cuales 32 son sitios 

informativos y 24 son SNPs. El rango de distancias entre las secuencias varía entre 0 y 0,19. Estos 

resultados indican que esta familia de ADN repetitivo tiene rasgos diferentes a los de las otras 

familias de ADN repetido analizadas. 

                                                           
81 Modelo de sustitución nucleotídica de 2 parámetros de Kimura con distribución gamma (K2+G). 

Figura 67. Alineamiento de las secuencias BamHI-210B de B. bufo. Para el alineamiento se ha utilizado el programa 
ClustalW y la edición se ha realizado con BioEdit. 
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9.1. Patrones de hibridación del ADN repetitivo BamHI-210B en B. bufo 

Cuando se utiliza como sonda alguno de los clones 

positivos para BamHI-210B en experimentos de 

hibridación sobre ADN genómico de B. bufo 

digerido con BamHI y transferido a una membrana 

de nailon, además de la banda esperada de 

aproximadamente 200 pb se observan otras 

bandas de 420, 600 y 950 pb. Estas bandas, a priori, 

no pueden explicarse por la repetición en tándem 

de una unidad monomérica de unos 200 pb (Figura 

68A). 

Para determinar la organización de las secuencias 

BamHI-210B, a partir de las secuencias disponibles 

se diseñaron cebadores específicos (Figura 69). La 

pareja de cebadores Bbu.BamHI-210B-F/R da lugar 

a la amplificación de numerosas bandas de 200, 

300, 420, 450, 510, 600 pb, 800 pb y 1000 pb 

(Figura 68B). 

Algunas de estas bandas se clonaron y los clones que mostraron señal positiva tras la hibridación 

con BamHI-210B se secuenciaron. De este modo se ha obtenido la secuencia de 40 clones 

procedentes de distintas bandas, con tamaños que oscilan entre 168 y 646 pb. 

El alineamiento de estas secuencias (Material suplementario S10) revela que se trata, en todos 

los casos, de secuencias BamHI-210B completas o interrumpidas por inserciones de distintos 

tamaños en su parte central. La secuencia y la posición de las inserciones permiten diferenciar 

Figura 69. Localización de los cebadores utilizados para amplificar por PCR el ADN repetitivo BamHI-210B en la unidad 
monomerica de BamHI-210B.  

Figura 68. A: “Southern Blot” de ADN genómico de 
B. bufo (10 µg) digerido con BamHI e hibridado con 
la sonda BamHI-210B. B: Electroforesis en el gel de 
agarosa al 1% del producto de amplificación por 
PCR BamHI-210B F/R sobre ADN genómico de B. 
bufo. 
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distintos subgrupos de secuencias BamHI-210B que, a pesar de presentar un cierto grado de 

similitud en el alineamiento, no parecen estar relacionadas. 

Teniendo en cuenta el alineamiento del Material Suplementario S10, se han distinguido tres 

grandes grupos de secuencias BamHI-210B (Figura 70). El grupo I (Figura 70A) está formado por 

todas las secuencias cortas procedentes de la banda de 210 pb observada tras la digestión del 

ADN genómico de B. bufo con BamHI (secuencias BamHI-210B de la Tabla 31). También se 

incluyen en este grupo algunas secuencias obtenidas a partir de PCRs específicas para BamHI-

210B. 

El grupo III (Figura 70C) reúne a las secuencias que alinean en sus extremos con las secuencias 

del grupo I, pero que se diferencian de éstas por la presencia de un inserto, diferente al de las 

secuencias del grupo II. Estas secuencias se han obtenido a partir de amplicones de mayor 

tamaño obtenidos de PCRs específicas para BamHI-210B, y las variaciones en su tamaño se 

deben a deleciones/inserciones en distintas posiciones de las secuencias. Finalmente, el grupo 

II (Figura 70B) incluye al resto de las secuencias que solo alinean en los extremos con los grupos 

I y III. Es decir, estas secuencias presentan en sus extremos secuencias BamHI-210B y en la parte 

central una inserción de tamaño muy variable (56 – 483 pb), que no presenta homología ni entre 

Figura 70. Estructura de los tres grupos de secuencias BamJI-210B obtenidos tras la clonación de productos de PCRs 
realizadas con los cebadores BamHI-210B-F1/R. En azul claro se representan secuencias correspondientes a BamHI-
210B (A), mientras que las inserciones se han representado en gris o verde dependiendo del grupo al que pertenecen 
las secuencias (gris para el grupo II (B) y verde para el grupo III (C)). 
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secuencias de este grupo, ni con secuencias de los otros dos grupos. Este es el grupo más 

diverso, que no permite obtener valores de análisis fiables, ya que solo permite analizar un 

pequeño número de posiciones presentes en todas las secuencias. 

Debido a la gran variación observada entre las secuencias BamHI-210B obtenidas, que solo 

alinean en los extremos, cada grupo se ha analizado por separado (Tabla 42). Los grupos I y III 

presentan un contenido ligeramente rico en G+C, y un rango de similitud entre las secuencias 

que oscila entre 100 y 80 % (BamHI-210B grupo I), o entre 100 y 91 % (BamHI-210B grupo III). 

Ambos grupos presentan una tasa de transiciones/transversiones (R) superior a 1, que indica 

una desviación hacia las transiciones. 

Las secuencias BamHI-210B del grupo III presentan dianas para el enzima 

de restricción BstYI que flanquean el fragmento insertado en BamHI-

210B (375 pb aproximadamente dependiendo del clon) y permiten su 

aislamiento. El clon Bbu.210B-560-PCR1.5-5 (grupo III) se cortó con el 

enzima BstYI, y la banda correspondiente al inserto III se purifico a partir 

del gel de agarosa, se marcó mediante “random primer” con 

digoxigenina y se utilizó como sonda en experimentos de hibridación 

sobre ADN genómico de B. bufo digerido con BstYI o BamHI. El patrón de 

bandas obtenido es similar para ambas enzimas, salvo por la presencia 

de algunas bandas extra observadas con BamHI, y muestra fragmentos 

de tamaños difíciles de explicar mediante una organización en tándem 

simple (Figura 71). 

Figura 71. “Southern 
Blot” de ADN 
genómico de B. bufo 
digerido con BstY o 
BamHI. La sonda 
utilizada procede del 
inserto de secuencias 
BamHI-210B del grupo 
III. 

Nombre N Tamaño NC 
NV 

% A-T R % similitud 
I SNP 

BamHI_210B Grupo I 11 168-181 pb 120 32 24 48,6% 1.13 100,0-80,9% 

BamHI_210B Grupo II* 14 219-646 pb 356 173 86 51,0% 1.38 100,0-71,4% 

BamHI_210B Grupo III 15 452-540 pb 481 29 26 43,9% 1.53 100,0-91,0% 

 
Tabla 42. Análisis de los clones obtenidos tras la clonación de diferentes bandas de PCRs específicas de BamHI-210B 
en la especie B. bufo. Los clones fueron agrupados en función de sus secuencias. (*) El grupo II presenta todas las 
secuencias que no están incluidas en los grupos I o III. Debido a la gran diferencia en el tamaño que presentan las 
secuencias de este grupo, los valores de A+T, R y el % de similitud están calculados en función de los 160 pb que 
comparten todas las secuencias. NC: número de sitios conservados; NV: número de sitios variables; I: número de 
posiciones informativas; SNP: número de “Single Nucleotide Polymorphisms” 
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9.2. Localización de las secuencias BamHI-210B en B. bufo 

Mediante FISH sobre cromosomas metafásicos se ha analizado la localización de las secuencias 

BamHI-210B (177) pb, correspondientes a la región en la que alinean los tres grupos y la del 

inserto localizado en las secuencias BamHI-210B del grupo III (375 pb). Para ello se han utilizado 

cromosomas metafásicos de la especie B. bufo, realizando tres rondas de ampliación de la señal 

en cada caso (Figura 72). Como se puede apreciar, las secuencias BamHI-210B del grupo I y el 

inserto del grupo III muestran señales de hibridación sobre los cromosomas de B. bufo, con un 

patrón disperso en todas las parejas cromosómicas. 

9.3. Análisis de las secuencias BamHI-210B en otras especies de la 

familia Bufonidae 

Utilizando los cebadores Bbu.BamHI-210B-F1 y Bbu.BamHI-210B-R se realizaron PCRs en las 

especies E. calamita, B. viridis, B. boulengeri y B. brongersmai, utilizando como control la especie 

B. bufo. En todas las especies se obtuvieron productos de PCR de distintos tamaños. Sin 

embargo, tras su transferencia a una membrana de nailon y posterior hibridación con la sonda 

Figura 72. FISH sobre cromosomas de B. bufo utilizando las sondas BamHI-210B (arriba) y BamHI-210B_grupo III 
(abajo). Escala 2,5 µm. 
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BamHI-210B (grupo I) se observa que solo aparecen bandas en B. viridis, B. boulengeri y B. 

brongersmai, pero no en E. calamita (Figura 73A). 

Si el producto de PCR con los cebadores Bbu.BamHI-210B-F1/R se hibrida con la sonda 

correspondiente al inserto de las secuencias BamHI-210B del grupo III (Figura 73B) ocurre lo 

mismo. Los productos de PCR de E. calamita no dan señal positiva tras la hibridación, mientras 

que en las especies B. viridis, B. boulengeri y B. brongersmai los patrones son similares a los 

obtenidos con la sonda BamHI-210B. Estos patrones indican que las secuencias del grupo I y las 

del grupo III están presentes en estas especies y relacionadas entre sí. 

Por otro lado, en las especies B. siculus y B. balearicus los productos de PCR y los patrones de 

bandas son idénticos, lo que indica que en estas especies las secuencias BamHI-210B del grupo 

I y III presentan una organización similar. 

En E. calamita, a pesar de obtenerse productos de PCR de distintos tamaños, éstos no hibridan 

con la sonda BamHI-210B o con el inserto de BamHI-210B del grupo III. Resultados similares se 

observan cuando la sonda BamHI-210B se hibrida con ADN genómico de E. calamita digerido 

con BamHI y transferido a una membrana de nailon, donde tampoco se observan bandas de 

hibridación (Figura 73B). Estos resultados confirman que las secuencias BamHI-210B no están 

presentes en E. calamita. 

En B. viridis, B. boulengeri y B. brongersmai los productos de PCR hibridan dando un patrón de 

bandas diferente en cada especie. En B. brongersmai las bandas superiores son las de mayor 

Figura 73. A: PCR con la pareja de cebadores Bbu.BamHI-210B-F1/R en las especies B. bufo, E. calamita, B. viridis, B. 
boulengeri y B. brongersmai, y “Southern–Blot” de la PCR anterior hibridado con la sonda BamHI-210B. B: Producto 
de PCR con los cebadores Bbu.BamHI-210B-F1/R en las especies B. bufo, B. siculus, B. balearicus, B. viridis, B. 
brongersmai, B. boulengeri y E. calamita y “Southern-blot” de la PCR anterior hibridado con una sonda obtenida a 
partir del inserto de secuencias BamHI-210B del grupo III. C: ADN genómico de E. calamita (10 ug) y B. bufo digerido 
con BamHI, y “Southern-Blot” de la digestión anterior hibridado con la sonda BamHI-210B. 
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intensidad, mientras en B. boulengeri las bandas con mayor intensidad son inferiores a 1 Kb. 

Teniendo en cuenta las intensidades de los productos de PCR con los cebadores Bbu.BamHI-

210B-F1/R, se clonaron las bandas de mayor intensidad en cada una de estas especies. 

A partir de las bandas de 250 pb y 450 pb de B. boulengeri se han obtenido 5 clones de la banda 

de 250 pb y 5 de la banda de 450 pb. Los 10 clones muestran alta identidad entre sí en el 

alineamiento, salvo por la diferencia en tamaño debida a una deleción de 183 pb en la parte 

central en los clones procedentes de la banda de 250 pb (Figura 74). 

Las secuencias de B. boulengeri procedentes de la banda de 450 pb alinean con las secuencias 

BamHI-210B-grupo III de B. bufo y, por consiguente, todas ellas son similares en sus extremos a 

las secuencias BamHI-210B-grupo I de B. bufo procedentes de la banda de digestion (Figura 75). 

Sin embargo cuando se calculan las distancias entre las secuencias de los grupos I y III de B. bufo 

y B. boulengeri (Tabla 43) se puede observar que, a pesar del reducido numero de secuencias de 

ambos grupos de B. boulengeri, se puede observar que, a pesar del reducido numero de 

secuencias de ambos grupos de B. boulengeri, las secuencias muestran una cierta distancia entre 

ellas, sobre todo entre las secuencias de B. bufo y B. boulengeri, independientemente del gupo. 

Figura 74. Alineamiento de las secuencias BamHI-210B de B. boulengeri procedentes de las bandas de 250 y 450 
pb de PCRs realizadas con la pareja de cebadores Bbu.BamHI-210B-F1/R. Para el alineamiento se ha utilizado el 
programa ClustalW y la edición se ha realizado con BioEdit. 
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De hecho, cuando se obtiene el árbol filogenético de máxima verosimilitud82 (“bootstrap” con 

1.000 réplicas), todas las secuencias de los dos grupos de BamHI-210B de B. boulengeri salen 

agrupadas en una rama con valores de “bootstrap del 90% (Figura 76). Las secuencias de ambos 

grupos de BamHI-210B de B. bufo también se separan en dos ramas, aunque soportadas por 

valores de “bootstrap” menores y con algunas secuencias entremezcladas en otras ramas. 

En la especie B. brongersmai se han clonado las bandas de 1.000 y 1.200 pb, obteniéndose dos 

clones de la primera y 3 clones de la segunda. El alineamiento de estos 5 clones entre sí muestra 

                                                           
82 Modelo de sustitución nucleotídica de 2 parámetros de Kimura con distribución gamma (K2+G). 

Figura 75. Alineamiento de las secuencias BamHI-210B de B. boulengeri procedentes de la banda de 450 pb del 
producto de PCR obtenido con los cebadores Bbu.BamHI-210B-F1/R, con clones BamHI-210B del grupo III de B. 
bufo. Para el alineamiento se ha utilizado el programa ClustalW y la edición se ha realizado con BioEdit. 

Grupos 
Distancia 

intraespecífica  
Distancia interespecífica (grupos) Distancia interespecífica neta (grupos) 

B. bufo 210B I 0,112 ± 0,022  Bbu I Bbou I Bbu III  Bbu I Bbou I Bbu III 

B. boulengeri 210B I 0,000 ± 0,001 Bbou I  
0,112 ± 

0,027 
 

 
Bbou I  

0,055 ± 

0,021 
  

B. bufo 210B III 0,013 ± 0,007 Bbu III  
0,102 ± 

0,023 

0,072 ± 

0,028 

 
Bbu III  

0,039 ± 

0,014 

0,065 ± 

0,027 
 

B. boulengeri 210B III 0,000 ± 0,002 Bbou III 
0,112 ± 

0,027 

0,000 ± 

0,000 

0,072 

± 

0,028 

Bbou III 
0,055 ± 

0,021 

0,000 ± 

0,000 

0,065 ± 

0,027 

 
Tabla 43. Distancias genéticas intraespecíficas en cada grupo, interespecíficas e interespecíficas netas entre 
secuencias BamHI-210B de los grupos I y III de B. bufo y B. boulengeri. 
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que las 5 secuencias alinean al comienzo (1-332 pb) y al final (las ultimas 82 pb correspondientes 

a la secuencia BamHI-210B), dejando una región en la parte central de 567 y 721 pb en las 

Figura 76. Árbol filogenético de máxima verosimilitud para las secuencias BamHI-210B de los grupos I y III de las 
especies B. bufo y B. boulengeri. Las secuencias están marcadas según la especie de la que proceden y según el 
grupo BamHI-210B al que pertenecen. 
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secuencias de 1.000 y 1.200 pb respectivamente, en la que éstas no alinean entre sí, ni con otras 

secuencias de ADN repetitivo (Figura 77). 

Los primeros 332 pb y los últimos 82 pb alinean con dos clones de B. bufo BamHI-210B del grupo 

II (Bbu-BamHI-210B-MB2-PCR1.6-8 y Bbu-BamHI-210B-MB2-PCR1.5-9). Las secuencias de B. 

Figura 77. Alineamiento de las secuencias BamHI-210B de B. brongersmai, procedentes de las bandas de PCR de 1.000 
y 1.200 pb obtenidas con la pareja de cebadores Bbu.BamHI-210B-F/R, con los clones BamHI-210B del grupo II de B. 
bufo. Para el alineamiento se ha utilizado el programa ClustalW y la edición se ha realizado con BioEdit. 
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brongersmai, a diferencia de los clones de B. bufo, presentan una diana para el enzima BstYI que 

permite aislar la región de la inserción mediante digestión (Figura 78). 

El fragmento insertado en las secuencias de 1.200 pb no muestra similitud significativa con 

ninguna secuencia presente en bases de datos de secuencias (NCBI, RepBase) cuando se utilizan 

para hacer búsquedas mediante BLAST. 

El fragmento insertado en las secuencias de 1.000 pb, por el contrario, sí que mostró un 70% de 

similitud con la LTR de un retrotransposon tipo Gypsy-3-I de Xenopus tropicalis (desde la posición 

1499 hasta 1850 pb del retrotransposon) (Gypsy Ty3). 

Cuando esta parte de la secuencia se utiliza para realizar búsquedas mediante BLASTx, se 

obtienen dominios de proteínas “RT_like superfamily”, como RT-Rtv (Reversotranscriptasa de 

retrovirus) o RT-LTR (Reversotranscriptasa de transposones y retrovirus con LTR). Esto indica 

que en algún momento de su evolución las secuencias BamHI-210B han servido como puntos de 

inserción de transposones, ya que actualmente solo hemos encontrado restos de inserciones 

con similitud con proteínas de algunos retrotransposones de la especie de B. bufo. 

La presencia de dianas para BstYI flanqueando las secuencias insertadas permitió aislarlas 

(BamHI-210B grupo II y RT Gypsy Ty3 parcial) y marcarlas con biotina para su utilización como 

sondas en experimentos de FISH. 

Figura 78. Secuencias procedentes de la clonación de productos de PCRs de 1.000 y 1.200 pb obtenidos con la pareja 
de cebadores Bbu.BamHI-210B-F1/R en la especie de B. brongersmai. En azul claro se representan secuencias 
correspondientes a BamHI-210B (BamHI-210B del grupo I). En gris se representa la región de la inserción con similitud 
a los clones Bbu-BamHI-210B-MB2-PCR1.6-8 y Bbu-BamHI-210B-MB2-PCR1.5-9 (BamHI-210B del grupo II). En rojo se 
representa la región de la inserción similar a la reversotranscriptasa del transposon Gypsy-3-I de X. tropicalis. 
Finalmente, en azul oscuro se indica la región de la inserción de los clones procedentes de la banda de 1.200 pb, que 
no mostró similitud con ninguna otra secuencia. 
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Al no disponer de cromosomas metafásicos de B. brongersmai o B. boulengeri no ha sido posible 

analizar dónde se localizan estas secuencias en dichas especies. Esto sí ha sido posible en B. 

viridis (perteneciente al mismo género que B. boulengeri) y E. calamita (hasta no hace mucho 

incluida en el género Pseudepidalea, junto a B. brongersmai). 

Para ver cómo se organiza el ADN repetitivo BamHI-210B en los cromosomas de estas especies, 

se realizó una FISH sobre cromosomas procedentes de cultivos utilizando secuencias BamHI-

210B grupo I de B. bufo como sonda (Figura 79). 

En B. viridis, al igual que en B. bufo, el ADN repetitivo BamHI-210B se distribuye de forma 

dispersa en todos los cromosomas, aunque en menor cantidad. En E. calamita, por el contrario, 

no se observa señal positiva alguna, corroborando los datos obtenidos mediante hibridación y 

PCR (Figura 79). 

La distribución de las secuencias BamHI-210B del grupo III se ha analizado en B. viridis utilizando 

como sonda una secuencia BamHI-210B del grupo III de la especie de B. boulengeri (450 pb), y 

Figura 79. FISH y cariotipo correspondiente de cromosomas metafásicos de B. viridis y E. calamita hibridados 
utilizando como sonda secuencias BamHI-210B grupo I de B. bufo. Escala 2,5 µm. 
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realizando tres rondas de amplificación (Figura 80). El resultado obtenido se ha comparado con 

la distribución de estas secuencias en B. bufo utilizando la misma sonda. 

Tanto en B. viridis como en B. bufo todas las parejas cromosómicas presentan señales de 

hibridación, aunque de menor intensidad que cuando la hibridación se hace utilizando como 

sonda secuencias BamHI-210B del grupo III de B. bufo (Figura 72). Esto podría indicar que las 

secuencias de B. boulengeri, aunque presentan similitud con las secuencias de B. bufo, son lo 

suficientemente diferentes como para afectar al patrón de hibridación y no mostrar los niveles 

que se observan con la sonda BamHI-210B del grupo III de B. bufo (Figura 72). 

Por otro lado, cuando se utiliza como sonda la secuencia BamHI-210B-“Gypsy-Ty3” de B. 

brongersmai (1.000 pb83) sobre cromosomas de B. bufo y B. viridis (Figura 81), se observan 

                                                           
83 El fragmento aislado con BstYI presentaba un fragmento similar a un fragmento de la inserción de las secuencias 

BamHI-210B grupo II de B. bufo y un fragmento con un 70% de similitud con la reversotranscriptasa de un 

retrotransposón. 

Figura 80. FISH sobre cromosomas de B. bufo (arriba) y B. viridis (abajo). Utilizando como sonda secuencias BamHI-
210B grupo III (450 pb) de B. boulengeri. Escala 2,5 µm. 
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señales en todos los cromosomas. En la especie B. bufo estas señales presentan una distribución 

dispersa, presentes en todas las parejas cromosómicas, mientras que en B. viridis el patrón es 

similar, pero con señales menos intensas. En ambos casos la intensidad de la señal es 

equivalente a la intensidad de la señal observada con la sonda BamHI-210B. Es decir, en B. viridis 

hay menor cantidad del ADN repetitivo BamHI-210B y del resto de secuencias derivadas, 

mientras que en B. bufo hay una elevada cantidad de todas las subfamilias del ADN repetitivo 

BamHI-210B. Este paralelismo no es extraño si tenemos en cuenta que el ADN repetitivo BamHI-

210B ha servido como punto de inserción de otros repetitivos. 

10. Familia de ADN Repetitivo BamHI-190 en B. bufo 

La digestión del ADN genómico de B. bufo con BamHI da lugar, entre otras, a una banda de unos 

190 pb que, según las condiciones de la electroforesis, puede quedar enmascarada por la banda 

de 210 pb (Figura 83A). Cuando la digestión del ADN genómico se hibrida con la sonda 

procedente de la banda de digestión aislada y marcada con digoxigenina se observa una banda 

de 190 pb (Figura 83B). 

Figura 81. FISH sobre cromosomas de B. bufo (arriba) y B. viridis (abajo) utilizando como sonda secuencias Gypsy 
Ty3 (1.000 pb) de B. brongersmai. Escala 2,5 µm. 
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El aislamiento y clonación de la banda de 190 pb permitió la obtención de 7 clones que fueron 

secuenciados y alineados. El análisis del alineamiento reveló que 6 clones son similares entre sí 

y con los 2 clones BamHI-210C del apartado 6. Teniendo en cuenta su tamaño, todos ellos fueron 

clasificados como clones pertenecientes a la familia de ADN repetitivo BamHI-190 (Figura 82). El 

otro clon aislado pertenecía a la familia BamHI-210E. 

Figura 82. Alineamiento de los clones positivos para BamHI-190 obtenidos en B. bufo a partir de la banda de 190 pb 
procedente de la digestión de ADN genómico. Para el alineamiento se ha utilizado el programa ClustalW, mientras 
que el procesamiento de las secuencias se ha realizado con BioEdit. Se han señalado las dianas para BamHI a ambos 
lados de la secuencia. 

Figura 83. A: Detalle de la Figura 14A. ADN genómico de B. bufo (10 µg) digerido con BamHI y separado mediante 
electroforesis en gel de agarosa al 1% en TAE 1X. A la derecha se señalan los tamaños aproximados de las bandas 
(190, 210, 400, 600, 800 y 1.000 pb). B: Detalle de la Figura 15B en la que se muestra un “Southern-Blot” de ADN 
genómico de B. bufo (5 µg) digerido con BamHI e hibridado con una sonda procedente de la banda de 190 pb. C: 
“Southern–Blot” de ADN genómico de B. bufo (10 µg) digerido con BamHI e hibridado con sondas procedentes del 
clon Bbu-BamHI-210C-145 BamHI-190. 
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El análisis de las secuencias muestra que se trata de un ADN repetitivo que presenta un 50,2% 

de A+T, tiene un tamaño de 176-177 pb, de los cuales 155 pb son posiciones conservadas y 22 

son variables. De éstas, 10 son sitios informativos y 12 son SNP. El cálculo de las distancias 

utilizando en modelo de sustitución nucleotídica de Jukes-Cantor con distribución gamma, 

revela que la similitud de las secuencias oscila entre 99% y 92%. 

A partir de las secuencias se diseñaron dos parejas de cebadoress (Figura 84). Dado que la banda 

de 190 pb a veces está contaminada por secuencias BamHI-210A, se utilizó una de estas parejas 

de cebadores para obtener sonda marcada correspondiente BamHI-190. Cuando esta sonda se 

hibrida con “Southern-blots” de ADN genómico digerido con BamHI se observa un patrón de 

bandas diferente al que se obtiene con la sonda procedente de la banda de 190 pb marcada. 

Así, con la sonda marcada por PCR, además de la banda de 190 pb (175 pb) se observan bandas 

de tamaños superiores (675 pb y 1.070 pb aproximadamente), probablemente debido a que las 

secuencias BamHI-190 están más representadas en esta segunda sonda (Figura 83C). 

La distribución de las secuencias BamHI-190 se analizó mediante FISH sobre cromosomas 

metafásicos de B. bufo, utilizando tres rondas de amplificación de la señal (Figura 85). Los 

resultados obtenidos muestran que todas las parejas cromosómicas presentan señal positiva 

para este ADN repetitivo, que se encuentra distribuido de forma dispersa por todos los 

cromosomas. 

El ADN repetido BamHI-190 se ha buscado en la especie E. calamita mediante “Southern-blot”, 

amplificación por PCRs con cebadores específicos, “Dot-Blot” sobre ADN genomico y FISH. Con 

ninguna de estas técnicas se ha podido poner de manifesto la presencia de este ADN repetitivo 

en esta especie. 

Figura 84. Localización de los cebadores en la unidad monomérica de BamHI-190, utilizados para amplificar por PCR 
el ADN repetitivo BamHI-190. 
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La búsqueda de BamHI-190 en otras especies de la familia Bufonidae permitirá establecer si se 

trata de un ADN repetitivo específico de B. bufo, o si se extiende a otras especies del género o 

la familia. 

11. Resumen 

En la Tabla 44 se muestra un resumen breve de las caracteristicas y localizacion de todas las 

familias de ADN repetitivos descritos en este trabajo. 

La representación de todos los repetitivos no dispersos descritos en este trabajo, junto con las 

señales de GISH, de bandas C y Ag-NOR sobre el cariotipo de las especies B. bufo, E. calamita y 

B. viridis (Figura 87), muestra que algunas bandas C interesticiales se podrian explicar por 

acumulacion de ADNs repetitivos. Esto es especialmente visible para el ADN repetitivo BamHI-  

Nombre Tamaño 
A+T 
% 

Similitud 
% 

Organización Localización en B. bufo Presencia en otras especies 

BamHI-800 818 pb 57,1 98,1-91,8 Tándem 
1-5 pericentromérico, 

6q-telomerico, 11q 
En todas las especies de la 

familia Bufonidae analizadas 

BamHI-210A 212 pb 47,9 100-71,5 Tándem 
1-5 pericentromérico, 

6q-telomerico 

E. calamita, B. viridis, B. 
boulengeri, B. luristanicus, B. 

surdus, B. brongersmai, A. 
arabicus 

BamHI-210A-
inserto 

351 pb 47,5 100-86,3 
HOR 

junto con BamHI-210A 
Tándem 

1-5 pericentromérico, 
6q-subtelomerico 

E. calamita, B. viridis, B. 
boulengeri, B. luristanicus, B. 

surdus, B. brongersmai 

BamHI-210B 181 pb 48,6 100-80,9 Monómeros dispersos Disperso 
B. viridis, B. boulengeri, B. 

brongersmai 

BamHI-210B-
inserto III 

325-433 
pb 

43,9 100-91 
HOR 

junto con BamHI-210B 
Disperso 

Disperso 
B. viridis, B. boulengeri, B. 
siculus, B. balearicus, B. 

brongersmai 

BamHI-210B tipo 
RT Gypsy Ty3 de 
X. tropicalis 

805 pb 50,5 100 
HOR 

junto con BamHI-210B 
Disperso 

Disperso B. viridis, B. brongersmai 

BamHI-190 176 pb 50,2 99,4-92,1 

Disperso 
(junto con algún otro 

repetitivo por las 
bandas altas) 

Disperso No 

Tabla 44. Resumen de todos los ADN repetitivos descritos en este trabajo. 

Figura 85. FISH (y cariotipo correspondiente) sobre cromosomas metafásicos de B. bufo utilizando como sonda 
secuencias BamHI-190 de la misma especie. La sonda fue marcada por PCR con los cebadores Bbu.BamHI-190-F/R. 
Escala 2,5 µm. 
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800, que esta presente en las tres especies en posiciones diferentes en cada una de ellas, y 

siempre asociado a bandas C positivas. 

Algunos de los ADN repetitivos descritos no presentan localizacion especifica, sino que se 

encuentran dispersos por todos los cromosomas. Estos repetititvos podrian ser, al menos en 

parte, la explicación de las señales uniformes observadas en experimentos de GISH y GISH 

cruzada en las especies B. bufo y B. viridis (Figura 11 y Figura 12). Por otro lado, mediante FISH 

en la especie E. calamita solo se ha localizado el ADN repetitivo BamHI-800, por lo que deben 

existir otros ADNs repetitivos ampliamente distriduidos en esta especie, y que son compartidos 

con B. bufo. 

No se ha identificado ningun ADN repetitivo que pueda ser responsable de las bandas C 

teloméricas y de la señal telomérica observada en experimentos de GISH, aunque la 

heterocromatian asociada a las NORs de B. bufo, podria estar formada por los ADN repetitivos 

BamHI-800 y BamHI-210A. 

A modo de resumen, en la especie de B. bufo, se han identificado varios ADNs repetitivos 

responsables de la heterocromatina centromerica/pericentromérica presente en las parejas de 

cromosomas grandes de esta especie. Sin embargo, los centromeros de los cromosomas 

pequeños de B. bufo deben presentar un ADN repetitivo distinto solo identificable hasta el 

momento mediante GISH y Bandas C. 

Respecto a la heterocromatina centromérica de las otras dos especeis (E. calamita y B. viridis), 

no se han identificado ADNs repetitivos que puedan estar implicados en su formacion y 

mantenimiento. Los resultados obtenidos indican que cada una de estas especies (o cada pareja 

de cromosomas homólogos dentro de una especie) podría acumular su propio ADN repetitivo 

centromerico, aunque éste pueda estar presente en localizaciones distintas al centromero en 

las otras especes (como ocurre con BamHI-800). Por otro lado, la heterocromatina constitutiva 

centromerica no solo es diferente entre las especies de la familia Bufonidae analizadas, ya que 

también parece ser diferente entre cromosomas de una misma especie, como ocurre con los 

cromosomas grandes y pequeños de B. bufo. 

Los ADN repetitivos analizados se encuentran fuertementemente reperesentados en unas 

especies, y menos representados o ausentes en otras. Esto es lo que ocurre con al ADN repetitivo 

BamHI-800, fuertemente representado en B. bufo, y presente en menor número de copias en E. 

calamita y B. viridis; BamHI-210B y sus derivados, presentes en B. bufo y B. viridis, estan ausentes 

en E. calamita. Finalmete, BamHI-210A y sus derivados, con una amplia distribucion en B. bufo 
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Figura 87. Representación 
gráfica del cariotipo de B. 
bufo, E. calamita y B. viridis 
sobre el que se indican las 
posiciones de las bandas C 
heterocromáticas (negro); las 
señales Ag-NOR y el cúlster de 
ADN ribosómico (círculos 
marrones); las señales de 
GISH (cuadrícula para sonda 
de la propia especie y círculos 
para sonda de otra especie. El 
color varía según la especie de 
la que proceda la sonda); el 
repetitivo BamHI-800 (azul 
transparente) y los repetitivos 
BamHI-210A y BamHI-210A-
inserto (rojo transparente). 
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 y presente en otras especies de la familia Bufonidae, no ha podido localizarse sobre 

cromosomas metafasicos de B. viridis y E. calamita, probablemente debido a que en estas 

especies se encuentra en menor número de copias que en B. bufo. Por este motivo, y debido a 

su pequeño tamaño, no pueden ser puestos de manifiesto mediante FISH. 

Los resultados obtenidos indican que existen numerosos ADN repetitivos que son compartidos 

por distinas especies/generos de una familia, pero se encuentran amplificados de forma 

diferente en cada especie. El análisis de las distintas familias del ADN repetitivo en la familia 

Bufonidae indica que existe una biblioteca (“library”) de distintos repetitivos compartidas por 

las especies de esta familia de anfibios. Estos ADNs repetitivos se encuentran amplificados de 

forma diferencial en cada una de las especies/géneros, por lo que cada especie presentará su 

propio perfil (“library”) de ADN repetitivos, ya que cada uno de ellos evoluciona de forma 

independiente en cada especie, aunque todos ellos, o en su gran mayoría, sean compartidos por 

otras especies de esta familia. 

La existencia de una colección (“library”) de secuencias ADN satélite compartida por especies 

relacionadas ha sido propuesta y descrita por otros autores (Fry et al. 1977; Mestrovic et al. 

1998; Plohl et al. 1998; Cesari et al. 2003; Lin et al. 2006; del Bosque et al. 2011). En este trabajo 

se muestran evidencias de la existencia de bibliotecas de ADN repetitivo, tanto a de variables 

monomericas de un ADN repetitivo (BamHI-800), como de ADNs repetitivos de una 

especie/género. Teniendo en cuenta que los anfibios son animales que presentan elevada 

cantidad de ADNs altamente y moderadamente repetidos, que a su vez son los principales 

responsables de la variaciones genómicas que presentan estos animales incluso entre las 

especies muy próximas (Introducción), resulta de elevado interés el análisis de estas secuencias.
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CONCLUSIONS 

1. New polymorphisms in C bands and NOR’s size have been described in samples of B. 

bufo, E. calamita and B. viridis. 

2. Four repetitive DNA families (BamHI-800, BamHI-210A/BamHI-210A-inserto, BamHI-

210B and BamHI-190) have been identified in B. bufo. All but BamHI-190 are present 

in other species/genus of Bufonidae family indicating they are not species specific 

repetitive sequences. 

3. The repetitive DNA family BamHI-800 is organized in tandem, has an average 

monomer size of 816 bp, with a nucleotide composition slightly A+T rich and a 

number of copies per genome that range from 107 in B. bufo to 106 in other Bufonidae 

species. This repetitive DNA is located at specific regions in the karyotypes of B. bufo, 

E. calamita and B. viridis. 

4. BamHI-800 sequences follow principles of concerted evolution, with non-

independent monomer sequence evolution within a genome and in a population. 

5. The repetitive DNA family BamHI-210A/BamHI-210A-inserto has been found in 6 

species of Bufonidae family. These sequences are slightly G+C rich, show a higher 

order organization (HOR), the number of copies per genome range from 1010 (in B. 

bufo) to 106 (in E. calamita and B. viridis), and do not follow a pattern of concerted 

evolution. 

6. BamHI-210A/BamHI-210A-inserto sequences are located at specific chromosomal 

regions in B. bufo that are also Ag-positive after Ag-NOR staining (NOR and non-

specific pericentromeric staining in large chromosomes). These sequences cannot be 

detected by FISH in other Bufonidae species where its presence has been proved by 

Southern Blot and PCR, probably due to lower copy number and smaller cluster 

organization. 

7. BamHI-210B repeated DNA has been found in several species of Bufonidae family (B. 

bufo, B. viridis, B. boulengeri, B. siculus, B. balearicus and B. brongersmai) but not in 

E. calamita. These repetitive sequences can be classified in groups according to the 

presence/absence of inserted sequences and to the sequence of the insert. 

8. BamHI-210B repeated DNA show a dispersed distribution in all chromosomes of B. 

bufo and B. viridis species. 

9. One of the sequences inserted in BamHI-210B repetitive DNA show 70% similarity 

with the reverse transcriptase of transposon Gypsy Ty3 from X. tropicalis. This 
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sequence also shows a disperse distribution in all chromosomes from B. bufo and B. 

viridis, indicating that BamHI-210B repetitive DNA can provide an insertion point for 

other repetitive DNA, including transposons. 

10. The repetitive DNA family BamHI-190 has been identified in B. bufo species, but not 

in B. viridis or E. calamita. The average monomer size has 176 bp, 50,2% A+T and a 

dispersed distribution on all the chromosomes of B. bufo. 

11. PCRs with specific primers for different repetitive DNAs families do not select 

particular groups of sequences, but rather amplify their monomer variants in a non-

selective form, equivalent to restriction-cloning. 

12. Bufonidae family has a large library of repetitive DNAs, with diverse variants (for 

BamHI-800) and different repetitive DNAs (BamHI-800, BamHI-210A/BamHI-210A-

inserto, BamHI-210B, BamHI-190) that have been differentially amplified in each 

species or genus. These repetitive DNAs can provide important information about 

evolution patterns of repeated DNA sequences and can be used as a complementary 

tool to establish taxonomic and population relationships in this family.
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