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RESUMEN  

El presente trabajo tiene como objetivo realizar un estudio de diversidad de la biota que 

habita la Laguna Mayor en el Refugio de Vida Silvestre Pantanos de Villa, siendo 

utilizada para ello una técnica de biología molecular innovadora llamada ADN ambiental 

(eDNA) y secuenciación metabarcoding. Los humedales como son los Pantanos de 

Villa, una región RAMSAR, son regiones altamente sensibles a impactos 

antropogénicos. La biodiversidad que alberga permite que estas regiones cumplan un 

rol enormemente importante brindando servicios ecosistémicos a la población humana 

como son la regulación del clima, fuente de alimento como la pesca, control de 

inundaciones, etc. Para detectar las especies acuáticas que habitan la Laguna Mayor 

empleamos el eDNA, el cual utiliza la información genética contenida en restos de tejido 

celular que son liberados naturalmente en el medio ambiente (escamas, mucosas, piel, 

etc.), y permite a través de secuenciación metabarcoding obtener variantes de 

secuencia exactas (ESVs). Posteriormente las ESVs se compararon con la base de 

datos el NCBI (National Center for Biotechnology Information) para determinar las 

asignaciones taxonómicas para cada secuencia. La metodología incluyó obtener 15 

muestras de agua, las que fueron obtenidas a partir de cinco puntos de colecta en la 

Laguna Mayor. Fueron utilizados los marcadores moleculares MiniBar-Mod-F y MiniBar-

Mod-R, que amplifica una región corta tamaño de 130 pb del gen citocromo oxidasa I 

(COI). Se obtuvieron 1 447 795 secuencias, representando 14 ESVs a nivel de Phylum, 

21 a nivel de Clase, 27 a nivel de Orden, 31 a nivel de Familia, 36 a nivel de género y 

38 ESVs identificadas a nivel de especie. El total de las asignaciones taxonómicas 

fueron divididas en cuatro grandes grupos: aves, peces, fitoplancton y zooplancton. Este 

estudio se distingue por ser pionero para humedales en Perú, siendo entre los 

resultados esperados el primer banco de datos moleculares para los Pantanos de Villa. 

De esta forma, este trabajo busca alcanzar con sus resultados servir de base científica 



para la toma de decisiones que permitan diseñar medidas para la preservación y 

conservación de Pantanos de Villa y otras áreas similares. 

Palabras clave: Pantanos de Villa, Laguna Mayor, diversidad acuática, ADN ambiental, 

metabarcoding. 

  



ABSTRACT 

The main goal of this work is to carry out diversity assessment of the biota that inhabits 

the Laguna Mayor in the Pantanos de Villa Wildlife Refuge, using an innovative 

molecular biology technique called environmental DNA (eDNA) and metabarcoding 

sequencing. Wetlands such as Pantanos de Villa, a RAMSAR region, are highly sensitive 

to anthropogenic impacts. The biodiversity it houses allows these regions to play an 

enormously important role in providing ecosystem services to the human population, 

such as climate regulation, a source of food such as fishing, flood control, etc. To detect 

the aquatic species that inhabit the Laguna Mayor, we use eDNA, which uses the genetic 

information contained in remains of cellular tissue that are naturally released into the 

environment (scales, mucous membranes, skin, etc.), and allows through metabarcoding 

sequencing to obtain exact sequence variants (ESVs). The ESVs were then compared 

with the NCBI database (National Center for Biotechnology Information) to determine the 

taxonomic assignments for each sequence. The methodology included obtaining 15 

water samples, which were obtained from five collection points in the Laguna Mayor. 

Molecular markers MiniBar-Mod-F and MiniBar-Mod-R were used, which amplify a short 

region of 130 bp of the cytochrome oxidase I (COI) gene. A total of 1,447,795 sequences 

were obtained, representing 14 ESVs at the Phylum level, 21 at the Class level, 27 at 

the Order level, 31 at the Family level, 36 at the Genus level and 38 ESVs identified at 

the species level. The total taxonomic assignments were divided into four large groups: 

birds, fish, phytoplankton and zooplankton. This study stands out for being a pioneer for 

wetlands in Peru, being among the expected results the first molecular data bank for the 

Pantanos de Villa. In this way, this work seeks to achieve, with its results, to serve as a 

scientific basis for decision-making that allows the design of measures for the 

preservation and conservation of Pantanos de Villa and other similar areas. 

 



Keywords: Pantanos de Villa, Laguna Mayor, diversidad acuática, ADN ambiental, 

metabarcoding.
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I. INTRODUCCIÓN 

Los humedales son ecosistemas muy sensibles a los cambios climáticos, y su 

degradación genera impactos en la extensión superficial, disminuyendo la 

capacidad de desempeñar funciones ecológicas y económicas (Bassi et al., 2014). 

Asimismo, el crecimiento poblacional que genera un mayor desarrollo urbano e 

industrial, incrementa el impacto directo en la pérdida de ambientes acuáticos y 

terrestres. Los ecosistemas de la costa, comparados con los localizados en otras 

regiones, producen más servicios ecosistémicos para poblaciones humanas; sin 

embargo, su degradación es también más acelerada (Bobbink et al., 2006).  

Uno de los humedales más emblemáticos de la costa peruana, el Refugio de 

Vida Silvestre Pantanos de Villa (RVSPV)  (Cano et al., 1993; León et al., 1995; 

Guillén et al., 2003; Torres et al., 2006; Iannacone y Alvariño, 2007; Ramírez y 

Cano, 2010; Paredes, 2012; Alarcón y Iannacone, 2014; Pacheco et al., 2015), es 

considerado como un área de refugio y reproducción de aves residentes (Pulido y 

Myers, 1992; Castro et al., 1998; Pulido, 1989), asimismo es catalogada como área 

protegida a nivel nacional (SERNANP, 2016). Sin embargo, a pesar de esta 

protección legal, el impacto antropogénico ocasionado por el crecimiento 

demográfico a los alrededores del RVSPV (Iannacone y Alvariño, 2007) ha 

provocado una disminución de la extensión de los cuerpos de agua (Pulido y 

Bermudez, 2018; Aponte y Cano, 2013). Estas acciones tienen consecuencias 

severas en la biota que habita el Refugio de Vida Silvestre Pantanos de Villa, como 

fue ejemplificado por el estudio de Ramirez et al. (2018) sobre los impactos 

ocasionados por los incendios recurrentes en esa zona. 

A pesar de la degradación ambiental constante a la que se enfrenta esta región, 

las evaluaciones biológicas efectuadas en este humedal, demuestran el enorme 

esfuerzo realizado por conocer su biodiversidad, siendo esta traducida en estudios 
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de diversidad de aves  (Iannacone et al., 2010; Tello y Castillo 2010; Torres et al., 

2016), peces (Castro et al., 1998), composición zooplanctónica (Iannacone y 

Alvariño, 2007), diversidad de la flora (Cano et al., 1993; León et al., 1995; Young, 

1998; Ramírez y Cano, 2010), algas (Montoya, 1998), protozoarios (Sarmiento y 

Morales 1998, Guillén et al. 2003), arañas (Paredes, 2012) y mamíferos (Pacheco 

et al., 2015).  

El escenario crítico en la conservación de la diversidad biológica que alberga los 

Pantanos de Villa, nos lleva a la necesidad de incrementar y validar métodos para 

obtener información sobre la biodiversidad. De esta manera el presente trabajo 

tiene como objetivo estandarizar la metodología de ADN ambiental (eDNA) para 

obtener datos de diversidad de biota acuática en los Pantanos de Villa. La 

innovación de esta investigación se sostiene en ser el primer estudio de diversidad 

de especies en humedales peruanos utilizando herramientas genéticas, y que 

busca ofrecer una metodología altamente sensible, costo-efectiva y 

complementaria a los monitoreos a partir de redes, mallas o trampas utilizados para 

la captura de especímenes posteriormente identificados por caracteres 

taxonómicos.  
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II. MARCO TEÓRICO 

2.1.  LOS HUMEDALES COSTEROS Y LOS SERVICIOS 
ECOSISTÉMICOS 

En el Perú existen actualmente 14 humedales incluidos en la lista Ramsar entre 

los cuales se encuentran: Bofedales y Laguna de Salinas, Complejo de humedales 

del Abanico del río Pastaza, Estuario de Virrilá, Humedal Lucre – Huacarpay, Lago 

Titicaca, Laguna del Indio – Dique de los Españoles, Laguna de las Arreviatadas, 

Manglares de San Pedro de Vice, Reserva de Junín, Reserva Nacional de Paracas, 

Reserva Nacional Pacaya-Samiria, Santuario Nacional Lagunas de Mejía, 

Santuario Nacional Los Manglares de Tumbes, Refugio de Vida Silvestre Los 

Pantanos de Villa (RSVPV) (www.ramsar.org). Además, cabe mencionar que en la 

costa de Lima se encuentran también otros humedales de importancia como el Área 

de Conservación Regional Albúfera de Medio Mundo, Humedal de Carquin, 

Humedal Lagunas El Paraíso, Humedal Santa Rosa y Zona Reservada Humedales 

de Puerto Viejo (Aponte y Ramírez, 2011). 

De acuerdo con la Convención Ramsar (Convención Relativa a los humedales 

de Importancia Internacional, especialmente como Hábitat de Aves Acuáticas), los 

humedales brindan a las poblaciones humanas una variedad importante de 

servicios ecosistémicos como recursos pesqueros, regulan el ciclo global del agua, 

tienen alta productividad, permiten controlar inundaciones, brindan oportunidades 

de recreación y ejercen un papel importante en el turismo local (Kumar et al., 2020). 

Los servicios ecosistémicos son considerados como un beneficio que las 

poblaciones humanas pueden obtener de los recursos naturales, sea por su 

extracción o uso directo, por ejemplo, alimentos, agua dulce y madera; como 

servicio de regulación, por ejemplo, estabilización del clima; o como servicios 

culturales, por ejemplo inspiración intelectual, estética y/o espiritual (Brauman y 

Daily, 2014).  
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A pesar de estos beneficios, hasta el año 2018 la tercera parte del total de 

humedales del mundo había desaparecido (Janse et al., 2019). Entre los humedales 

que aún permanecen existen presiones en su mayoría antropogénicas, que ejercen 

impactos los cuales aceleran la extinción de aves, mamíferos, anfibios y corales 

(Gardner et al., 2015). La generación de información de calidad sobre el estado 

actual de la biodiversidad de los humedales es de fundamental importancia, 

permitiendo diseñar y adoptar medidas adecuadas de protección y conservación 

ambiental. 

2.2. REFUGIO DE VIDA SILVESTRE PANTANOS DE VILLA 

El Refugio de Vida Silvestre los Pantanos de Villa está ubicado en plena ciudad 

de Lima, específicamente en el distrito de Chorrillos. Se localiza en una depresión 

plana (coordenadas 12°10’- 12°13’ S; 77° 01’-77°02’ W) entre las cuencas de los 

ríos Rímac y Lurín. Los ambientes acuáticos de este ecosistema, incluyen cuatro 

tipos de zonas hidromórficas entre las cuales se encuentran lagunas fluctuantes, 

zona de juncales e inundación periódica, zona de inundación periódica y zona en 

proceso de sedimentación y aplanamiento (Pulido y Bermúdez, 2018). 

El refugio alberga una gran cantidad de especies de flora y fauna, considerada 

como un humedal de importancia internacional RAMSAR, debido a que representa 

una región que diversas especies de aves utilizan como ruta migratoria, refugio y 

lugar para la reproducción (Pulido y Bermúdez, 2018). A pesar de ser la única área 

protegida en el casco urbano de la ciudad de Lima, y luego de que su extensión 

sufriera importantes reducciones (de 2000 hectáreas a principios del siglo pasado, 

a 263,27 hectáreas en el 2018), los Pantanos de Villa se encuentran en una 

situación de vulnerabilidad (Pulido y Bermúdez, 2018). De esta forma, se hace 

evidente la pérdida y el deterioro de sus hábitats, impactos que surgen 

principalmente por las presiones antropogénicas, evidenciándose una disminución 
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de ambientes hídricos, transformando lagunas en ambientes secos (Pulido y 

Bermúdez, 2018). La dimensión de la pérdida de diversidad generada por impacto 

de las actividades humanas es casi el doble en sistemas acuáticos en comparación 

a las poblaciones terrestres (WWF, 2016). 

Los levantamientos de diversidad de fauna realizados en los Pantanos de Villa 

incluyen una amplia variedad de grupos biológicos entre flora, aves, moluscos, 

peces, protozoarios y plancton. Entre los vertebrados, estudios previos reportan una 

diversidad registran 226 especies (Pulido, 1989; Pulido y Myers, 1992; Castro et al., 

1998; Morales, 1998; Pulido, 2003; Pulido y Bermúdez, 2018). Entre las 

comunidades planctónicas, la comunidad zooplanctónica ha reportado 12 taxas 

distribuidas en 6 familias, 4 órdenes y 2 filos (artrópoda y rotífera) (Cepeda et al., 

2018); mientras que en la comunidad fitoplanctónica fueron registradas 29 taxas 

representando a 20 familias, 7 órdenes y 3 divisiones (Chlorophytas, 

Bacillariophytas y Cyanobacterias) (Cepeda et al., 2018). La diversidad de moluscos 

registra Physa venustula, Drepanotrema kermatoides y Ancylus concentricus 

(Pulido y Bermúdez, 2018).  Entre las especies de peces, han sido registradas tres 

especies nativas de peces, Bryconamericus peruanus, Lebiasina bimaculata y 

Trichomycterus punctulatus (Castro et al., 1998) además de especies exóticas 

invasoras, comunes en los cuerpos acuáticos continentales del Perú y América 

Latina, como el “gupy” (Poecilia reticulata) y la “tilapia del Nilo” (Oreochromis 

niloticus). Es importante destacar que, en la mayoría de estos sistemas hídricos a 

nivel continental, no existen programas de control ambiental que regulen y detecten 

la presencia de esas especies exóticas, limitando la cuantificación de los efectos 

nocivos de estos organismos a la biodiversidad de estos ecosistemas (Kalesnik y 

Malvárez, 2004). Sin embargo, luego de los resultados obtenidos por Castro et al. 

(1998), los reportes de diversidad acuática de este ecosistema han sido divulgados 

en eventos científicos y otros medios de comunicación no científicos en los 
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humedales Pantanos de Villa. Esto resume un vacío de información sobre la 

diversidad de peces de 24 años, mostrando la urgencia de actualizar los datos de 

diversidad de peces y otras comunidades acuáticas.  

Este escenario crítico en la conservación del agua y los recursos biológicos nos 

lleva a la necesidad urgente de ampliar las herramientas para obtener información 

sobre la biodiversidad. Desde un enfoque ecológico es necesario saber qué 

especies componen la biodiversidad del ecosistema, así como monitorear las 

especies sensibles, tolerantes y aquellas capaces de reproducirse en cuerpos de 

agua afectados por la contaminación, potenciar la detección de  especies invasoras 

en estadios tempranos del desarrollo (huevos y larvas) que podrían estar presentes 

en los cuerpos de agua (Souza, 2013). 

2.3. ADN AMBIENTAL Y METABARCODING 

A partir de un estudio taxonómico usando caracteres morfológicos amplio que 

permita registrar la diversidad presente en un ecosistema particular, pueden ser 

luego aplicadas tecnologías de identificación molecular de las especies. En las 

últimas décadas, se ha empleado el código de barras del ADN para identificar 

especies de vertebrados utilizando fragmentos estandarizados del gen de citocromo 

oxidasa subunidad I a través de la secuenciación de Sanger o NGS y comparando 

la secuencia obtenida con bases de datos públicas como NCBI (Carvalho et al. , 

2011; Hebert et al., 2003; Pereira et al., 2011). Otras nuevas tecnologías como el 

eDNA y la secuenciación de alto rendimiento o paralela (High Throughput 

Sequencing, HTS), representan también herramientas altamente eficaces para el 

monitoreo de especies acuáticas (Pont et al., 2018). 

Definimos el ADN ambiental o eDNA, como todo material genético presente en 

la columna de agua, el sedimento o el aire (Collins et al., 2018). Este material 

genético puede estar contenido en células de la piel, escamas, mucosidad, orina, 
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heces, gametos, individuos descompuestos, etc. que se depositan en el sedimento 

o se suspenden en la columna de agua (Ficetola et al., 2008). La identificación de 

las especies a partir de muestras de eDNA permite la disminución del tiempo de 

colecta en campo en comparación con el método de captura por redes, mallas o 

trampas (Harper et al., 2019; Thomsen y Willerslev, 2015). Esta técnica requiere un 

bajo esfuerzo de muestreo sin la necesidad de artes de pesca, siendo posible 

detectar la mayoría de las especies que habitan en el área de estudio. Como no son 

capturados ni manipulados individuos completos, la técnica del ADN ambiental se 

considera como un método de colecta no invasivo. 

Las técnicas moleculares han permitido la detección e identificación rápida, 

precisa y automatizada de seres vivos, siendo herramientas útiles para la 

elaboración de planes de manejo y conservación de fauna y flora (Hebert y Gregory, 

2005). Innovadoras técnicas de genética molecular como el ADN ambiental (eDNA, 

environmental DNA) son capaces de evaluar la diversidad de especies animales 

(anfibios, peces, mamíferos, insectos y crustáceos) a partir de ADN genómico 

obtenido a partir de pequeñas muestras de agua o sedimentos de los ambientes 

acuáticos evaluados.  

La identificación por eDNA tiene una alta sensibilidad ya que la cantidad de ADN 

requerida es mínima, lo que permite la detección de especies que ocurren en muy 

bajas densidades. Recientemente, el desempeño ambiental del eDNA ha 

comenzado a compararse con otros métodos de detección de especies, como los 

mamíferos, donde el número de especies detectadas por eDNA fue mayor que el 

de las cámaras trampa (Leempoel et al., 2019). En ambientes acuáticos, los 

estudios que incluyen ADN ambiental han demostrado su efectividad y eficiencia en 

diferentes tipos de ambientes como el marino (Stat et al., 2017), ríos y lagos 

tropicales (Valdez-Moreno et al., 2019); así como, para la detección de especies 

invasoras (Klymus et al., 2017). 
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La sensibilidad de esta técnica la hace susceptible también a varios factores que 

pueden afectar el poder de detección de especies. En ambientes dulceacuícolas, la 

detectabilidad del ADN en el medio ambiente depende varios factores como: la 

producción, referido a la cantidad y tipo de material genético liberado en el medio 

acuático los cuales dependen de la especie, la época del año, densidad poblacional 

y dieta; la degradación, debido a factores físicos como radiación UV, pH, actividad 

microbiana, temperatura; el transporte y la tasa de difusión de las partículas de 

material genético en el medio acuático, las cuales varían entre ambientes lóticos y 

lénticos (Taberlet et al., 2018). A pesar de que algunos autores señalan el pH ácido 

como un factor que podría influenciar la integridad de la muestra (Valdez-Moreno et 

al., 2019), fueron conducidos experimentos como los de Tsuji et al. (2016), en los 

cuales se liberó ADN extraído a partir de carpa en un ambiente acuoso controlado 

(agua ultrapura) con valores diferentes de pH. Como resultado, valores de pH 

iguales a 5.0 no mostraron ninguna variación en el rendimiento del eDNA obtenido, 

por otro lado, un medio más alcalino disminuyó el rendimiento debido a 

hidrofobicidad de las moléculas de ADN. 

Una vez que se han obtenido muestras de ADN ambiental, se pueden obtener 

MOTUs a partir de metabarcoding de ADN, una técnica que permite la identificación 

de especies de muestras con más de un organismo. Para lograr este objetivo, se 

utilizan la secuenciación masiva (HTS) y las mismas bases de datos utilizadas para 

el código de barras de ADN. Cuando se aplica a la fauna acuática, la técnica de 

metabarcoding de ADN en muestras de eDNA ha demostrado una alta eficiencia en 

la identificación de larvas de peces en ríos en la Amazonía peruana (Maggia et al., 

2017), en la evaluación cualitativa y cuantitativa de la riqueza de especies de peces 

en sistemas lóticos (Pont et al., 2018) y en la comparación de eDNA con métodos 

de colecta con redes, mallas o trampas para evaluar la composición de especies 

(Fujii et al., 2019). Su aplicación ha permitido la reconstrucción de comunidades 
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ancestrales (Jørgensen et al., 2012), el seguimiento de la biodiversidad (Andersen 

et al., 2012), el análisis de la dinámica reproductiva de peces (Maggia et al., 2017) 

y la detección de un mayor número de unidades taxonómicas en una fracción del 

tiempo empleado en estudios basados en morfología y códigos de barras de ADN 

(Fonseca et al., 2010). 

Para la obtención de la información sobre la diversidad de especies en los 

Pantanos de Villa es esencial el diseño de medidas de conservación y preservación 

de estos ambientes, a través del uso de herramientas innovadoras de genética 

molecular como es el ADN ambiental, el cual provee un alcance más exhaustivo y 

no invasivo. Estudios de este tipo permiten extender el conocimiento que se tiene 

de nuestra fauna acuática local, el cual ha demostrado tener un rol importante 

inclusive en el control de amenazas epidemiológicas (Bobbink et al., 2006).  

Aunque el uso de ADN ambiental y ADN Metabarcoding acelera la obtención de 

los datos de diversidad de una comunidad biológica, el uso de eDNA como método 

de recolección requiere una estandarización apropiada de los métodos de biología 

molecular aplicados, así como bibliotecas de referencia robustas para identificar la 

mayor cantidad de especies ambientales como sea posible (Stoeckle et al., 2020). 

Por un lado, la colección de eDNA está influenciada por el tipo de entorno (Olds et 

al., 2016), la época del año en la que se recolecta (Fischer y Quist, 2014), 

producción de eDNA (Maruyama et al., 2014; Sassoubre et al., 2016), degradación 

molecular y métodos de transporte (Strickler et al., 2015). Por otro, la construcción 

de una biblioteca de referencia molecular para los análisis de ADN metabarcoding 

es esencial para evitar las incertidumbres taxonómicas y la propagación de falsos 

positivos o negativos.  
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Para estudios de diversidad molecular usualmente el procesamiento de las 

secuencias obtenidas por el método de agrupamiento de identidad da como 

resultado unidades taxonómicas operativas (OTUs). Este método comúnmente 

utiliza un límite de identidad de 97% para secuencias de la misma especie, es decir, 

grupos cuyas secuencias poseen un umbral de diferencia de por lo menos 3% 

(Westcott y Schloss, 2015; Kopylova et al., 2016).  Como alternativa a las OTUs ha 

sido propuesto un método de agrupación denominado Variantes de Secuencia de 

Amplicón (ASV) o Variación de Secuencia Exacta (ESV), en donde se utiliza la 

probabilidad y corrección de errores de secuenciación reales (ruido).  

Los estudios y los monitoreos ambientales son esenciales para comprender el 

alcance de los impactos de todas las actividades humanas que incluyen cambios 

en los sistemas naturales. Esta información establece un punto de referencia para 

la biodiversidad que ocurre en el área de estudio, y permite evaluar el que las 

actividades antropogénicas ejercen sobre ella. El entendimiento de la riqueza y la 

diversidad de las especies permite determinar las regiones prioritarias para la 

conservación de la biodiversidad, así como el diseño de medidas apropiadas que 

pueden mitigar dichos impactos (Kumar et al., 2020). Para evitar sesgos en la 

interpretación de las secuencias genéticas obtenidas, es fundamental contar con 

levantamientos biológicos basados en identificaciones taxonómicas usando 

caracteres morfológicos. La inclusión e integración de ambas metodologías para 

establecer los monitoreos biológicos ambientales, por lo tanto, son altamente 

deseables y necesarias. 
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III. HIPÓTESIS  

H0: La técnica de ADN ambiental no coincide con lo previamente reportado para 

la diversidad de la biota acuática en los ambientes acuáticos de Pantanos de 

Villa. 

H1: La técnica de ADN ambiental coincide con lo previamente reportado para la 

diversidad de la biota acuática en los ambientes acuáticos de Pantanos de Villa. 
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IV. OBJETIVOS 

Objetivo General:  

Caracterizar la diversidad de organismos acuáticos y relacionados que habitan 

los ambientes lénticos de Pantanos de Villa a partir del análisis de ADN 

ambiental. 

Objetivos Específicos: 

1. Determinar los parámetros adecuados para emplear la técnica de ADN 

ambiental en ecosistemas acuáticos de Pantanos de Villa.  

2. Verificar la eficacia y la diversidad obtenida a partir de la técnica de ADN 

ambiental y compararlas con la diversidad previamente registrada por 

métodos de monitoreo a partir de redes, mallas o trampas.  
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V. MATERIAL Y MÉTODOS 

5.1. Área muestreada 

Se analizó la comunidad acuática presente en la Laguna Mayor del Refugio de 

Vida Silvestre Pantanos de Villa (Chorrillos, Lima, Perú) (Figura 1) a partir de 

muestras de agua y ADN ambiental. El muestreo fue por conveniencia, siendo 

establecidos cinco puntos de colecta: Pan 1, Pan 2, Pan 3, Pan4 y Pan 5 (Figura 2) 

de acuerdo con la accesibilidad a la orilla del cuerpo de agua, siendo la distancia 

entre puntos de muestreo de 311.42 metros en promedio (339.3 metros entre Pan 

1 y Pan 2; 263.63 metros entre Pan 2 y Pan 3; 300.63 metros entre Pan 3 y Pan 4; 

342.13 metros entre Pan 4 y Pan 5). Los puntos de colecta fueron seleccionados 

de acuerdo con el impacto por contaminación antropogénica en el área, siendo los 

primeros puntos Pan 1, Pan 2 y Pan 3 los más contaminados y Pan 4 y Pan 5 los 

menos contaminados. Fue realizada una única campaña de colecta debido al 

presupuesto destinado al estudio. 

5.2. Colecta y almacenamiento de muestras de agua 

Por cada punto de colecta fueron recolectadas tres réplicas de muestras de agua 

como sugerido en la literatura (Xing et al., 2022) y realizado un único evento de 

colecta. El sistema de filtrado consistió en una bomba peristáltica portátil marca 

Masterflex, a la cual se adaptó un sistema de tubos donde se encajaron tres filtros 

Sterivex-GP, además de un recipiente de descarte para el agua que ya había sido 

filtrada (Figura 3).  Cada muestra de agua consistió en un volumen de 1 litro de 

agua. Las muestras se almacenaron en una botella estéril, y luego se transportaron 

en una caja térmica (Tecnopor) conteniendo hielo al Laboratorio de Sistemática 

Molecular y Filogeografía. Para minimizar la contaminación de las muestras, las 

botellas colectoras se esterilizaron previamente en una cámara UV y los equipos de 

muestreo se manipularán con guantes estériles. Es extremadamente necesario 
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usar guantes nuevos para manejar diferentes muestras y así evitar la contaminación 

cruzada. Para minimizar la degradación del ADN ambiental, las muestras de agua 

fueron filtradas antes de las 12 horas después de la recolección utilizando una 

bomba de vacío y filtros Sterivex-GP. 

 

Figura 1. Mapa de ubicación de los Pantanos de Villa (SERNANP, IGN, MTC) 
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Figura 2. Mapa específico de ubicación de los puntos de colecta en la Laguna Mayor 
del Refugio de Vida Silvestre Los Pantanos de Villa. 

 

 

 

Figura 3. Sistema de filtrado de muestras utilizando una bomba de vacío y filtros 
Sterivex. 

 

 

5.3. Extracción de ADN. 

Todas las superficies y materiales de laboratorio fueron esterilizados con lejía al 

10%, seguido de etanol al 70%. Las pipetas se esterilizaron con hipoclorito de sodio 
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al 10%, seguido de etanol al 70% durante la extracción entre muestra y muestra. 

Fue utilizado el kit de extracción NucleoMagR DNA/RNA water (Macherey-Nagel). 

La secuenciación fue realizada en un secuenciador Illumina MiSeq en el Centro CU 

Boulder BioFrontiers Sequencing usando un kit v2 de 500 ciclos. 

➢ Etapa de lisis  

Fueron adicionados 900 uL de Buffer C1 insertando la punta de la pipeta a través 

de la entrada de la unidad del filtro. Los filtros fueron sellados en ambos extremos 

utilizando parafilm. Luego fueron homogenizados en el vórtex por cinco minutos a 

velocidad máxima para que se desprenda todo el ADN del papel, incubados a 70°C 

por cinco minutos y nuevamente homogenizados en el vórtex por cinco minutos a 

velocidad máxima. Para remover el volumen lisado, se insertó una jeringa estéril 

vacía por la abertura de entrada del filtro y siendo el volumen lisado colocado en un 

tubo nuevo y estéril. 

➢ Unión del ADN por beads magnéticas 

Un total de 450 uL fue transferido a un nuevo tubo estéril y luego adicionado 25 

uL de NucleoMag B-Beads y 475 uL de Binding Buffer MWA2. El volumen total fue 

mezclado obtenido utilizando una pipeta, succionando y soltando el volumen seis 

veces. Luego fue homogenizado en shaker por cinco minutos a temperatura 

ambiente, evitando concentraciones de beads en el fondo del tubo. El tubo es 

colocado en el separador magnético por cinco minutos hasta que todas las beads 

se unan a los magnetos.  

➢ Lavado 

Luego de remover el tubo del separado magnético, fueron adicionados 850 uL 

de Buffer MWA3, siendo homogenizado el volumen durante dos minutos a 

temperatura ambiente para resuspender las beads. Nuevamentees colocado el tubo 

en el separador magnético por cinco minutos, removido el sobrenadante y 
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descartardo. Este paso de lavado fue repetido un total de dos veces con el Buffer 

MWA3 y una vez con el Buffer MWA4. Con el tubo dentro del separador magnético, 

abrir la tapa del tubo y taparlo con un pedazo de papel limpio (puede ser papel 

toalla) por 15 minutos. 

➢ Elución del ADN 

Los tubos son removidos del separador magnético, luego son adicionados 100 

ml de agua de PCR al tubo, utilizada para resuspender las beads por cinco minutos 

en el termomixer a temperatura ambiente. Nuevamente fueron colocados los tubos 

en el separador magnético por dos minutos. El sobrenadante fue transferido a un 

nuevo tubo, etiquetado y congelado. 

A partir de este punto las muestras con el ADN extraído fueron enviadas al 

Centro CU Boulder BioFrontiers Sequencing vía servicio comercial a través de la 

empresa MASED (Medio ambiente, salud y educación representaciones S.A.C.). 

5.4. Amplificación, preparación de la biblioteca genómica y 
secuenciación. 

Se amplificó por PCR una región de tamaño de 130 pb del gen Citocromo c 

oxidasa (COI) de cada muestra de ADN genómico utilizando los primers MiniBar-

Mod-F y MiniBar-Mod-R (Berry et al., 2015). Tanto los primers forward como los 

reverse también contenían una secuencia adaptadora de 5' para permitir la 

indexación y secuenciación. Cada reacción de PCR tuvo un volumen final de 25 µL, 

en donde fueron incluidos de acuerdo con las especificaciones del kit Promega (n.o 

M5133, Madison, WI) 12,5 µl de solución maestra, 0,5 µM de cada primer, 1,0 µl de 

ADN genómico y 10,5 µl de ADNasa/RNasa H2O libre. El ADN se amplificó por PCR 

usando desnaturalización a 94ºC durante 2 minutos, seguido de 35 ciclos de 30 

segundos a 94ºC, 20 segundos a 45ºC y 30 segundos a 72ºC, seguido de un 

alargamiento final a 72ºC durante 1 minuto. 
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5.5. Visualización en gel de agarosa y Purificación de amplicones 

Para determinar el tamaño del amplicón y la eficacia de la PCR, cada reacción 

fue visualizada usando un gel de agarosa al 2% con 5 µl de cada muestra como 

entrada. Luego los amplicones se limpiaron incubando con Exo1 / SAP durante 30 

minutos a 37ºC seguido de inactivación a 95ºC durante cinco minutos y se 

almacenaron a -20ºC. 

5.6. Indexación por PCR 

Se realizó una segunda ronda de PCR para dar a cada muestra una secuencia 

de index de 12 nucleótidos única. La PCR de indexación incluyó Promega Master 

mix, 0,5 µM de cada cebador y 2 µl de ADN molde (amplicón limpiado de la primera 

reacción de PCR) y consistió en una desnaturalización inicial de 95°C durante tres 

minutos, seguida de ocho ciclos de 95°C durante 30 segundos, 55°C durante 30 

segundos y 72°C durante 30 segundos. 

Los amplicones indexados finales de cada muestra se limpiaron y normalizaron 

usando placas de normalización SequalPrep (Life Technologies, Carlsbad, CA). Se 

purificaron y normalizan 25 µl de amplicon de PCR con el kit de normalización 

SequalPrep de Life Technologies (n.º de cat. A10510-01) de acuerdo con el 

protocolo del fabricante. A continuación, las muestras se agruparon añadiendo 5µl 

de cada muestra normalizada a la agrupación. 

5.7. Secuenciación 

Los grupos de bibliotecas de muestras se enviaron para secuenciar en un 

secuenciador Illumina MiSeq (San Diego, CA) en el Centro de secuenciación CU 

Boulder BioFrontiers usando el kit v2 de 500 ciclos.  
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5.8. Bioinformática 

El resultado de la secuenciación y la calidad de reads se verificaron con FastQC 

v0.11.8, y las reads se demultiplexaron con Illumina-utils v2.6 (iu-demultiplex) con 

la configuración predeterminada. Las secuencias de cada muestra se fusionaron 

usando la opción -fastq_mergepairs en Usearch v11.0.667 (Edgar, 2010). Fueron 

eliminadas las secuencias del primer forward (5’-

TCCACTAATCACAAAGAYATYGGYAC-3’) y el primer reverse (5’-

AGAAAATCATAATRAANGCRTGNGC-3’), de la misma manera fueron 

descartadas secuencias con una longitud por debajo de 115 pb y por encima de 

145 pb utilizando Cutadapt v1.18 (Martin, 2011). El filtrado de errores de 

secuenciación esperados se implementó en Usearch descartando reads de baja 

calidad (max_ee = 0.5) (Edgar y Flyvbjerg, 2015). En lugar de agrupar OTUs, las 

reads analizadas por la calidad de la secuenciación y los errores de PCR se 

eliminaron utilizando el algoritmo unoise3 con un valor alfa de 5 (Edgar, 2016). Esta 

eliminación de ruido se aplica a cada muestra individual, y las variantes de 

secuencia exacta (ESV) se compilaron en una tabla de ESV que incluye secuencias 

y recuentos de lectura para cada muestra. La taxonomía se asignó a cada ESV 

comparándolas con los datos de referencia de GenBank (Benson et al., 2015) 

utilizando usearch_global con –maxaccepts 0 y –maxrejects 0 para garantizar la 

precisión del mapeo. La taxonomía de consenso se genera a partir de las tablas de 

resultados, considerando primero las coincidencias del 100% y luego descendiendo 

en pasos del 1% hasta que sea posible obtener resultados para cada ESV. En el 

respectivo grupo para un intervalo de 1%, se considera la taxonomía presente en al 

menos el 90% de los resultados o se informa una NA si la misma ESV coincide con 

varios taxones.  
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5.9. Análisis de datos 

Las Variantes de Secuencia exactas (ESV) y las asignaciones taxonómicas 

fueron realizadas comparando con la base de datos del Genbank. Las ESVs que 

fueron obtenidas a partir de los filtros de control blanco fueron retiradas del análisis. 

Se calculó para cada lugar de muestreo los estimadores de riqueza no 

paramétricos Chao1, Jackknife1 y Bootstrap mediante el programa Estimate S 

versión 7 (Cowell, 2004) con las mismas opciones preestablecidas del programa. 

Así mismo se calcularon comparativamente los índices de diversidad de Shannon-

Wiener (H’) (bits·ind), el índice de Simpson (C) y el índice de equidad de Pielou (J´).  

La metodología empleada se resume en el flujograma de la Figura 4. 

 

Figura 4. Flujograma de la metodologia de ADN ambiental aplicada para la Laguna 
Mayor de Pantanos de Villa. 
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VI. RESULTADOS 

Los costos de los materiales consumibles fueron agrupados en cuatro 

grupos: muestreo (botellas estériles, caja de protección térmica, hielo y 

transporte de filtros al laboratorio), filtración (bomba de vacío y filtros Sterivex-

GP de 0.22 µm de abertura de poro), extracción (Kit nucleomag ADN/RNA water 

x 96 prep. - Macherey Naagel) y secuenciación de las muestras (incluyendo en 

este último el análisis de los datos brutos o raw data). Se considera costo en 

soles por unidades, excepto para los filtros Sterivex-GP en donde se consideran 

15 unidades. El tiempo empleado en la colecta de las muestras fue de un día, la 

filtración pudo realizarse en dos días, la extracción se realizó en un mismo día y 

la secuenciación un periodo de dos meses (incluyendo envío de muestras, 

montaje de biblioteca genómica y procesamiento de secuencias) (Tabla 1). 

Tabla 1. Materiales de consumo para la obtención de ADN ambiental en la Laguna 
Mayor de los Pantanos de Villa. 

 

Etapa Material Costo  

(Nuevos soles) 

Tiempo 

(días) 

Colecta de 

muestras 

Botellas estériles 30 1 

Caja de protección térmica 30 
 

Hielo 30 
 

Transporte de muestras 30 
 

Filtración Filtros Sterivex-GP 0.22 µm (15 

unidades) 

231 2 

Extracción Kit de extracción de ADN de 

muestras acuosas 

2650 1 

Secuenciación Secuenciación 34076 60 
 

total 37569 64 
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Fueron caracterizados todos los puntos de colecta (figura 5). La Laguna Mayor 

está bordeada por vegetación, en su mayoría presencia de totora. En la primera 

estación de muestreo (Pan1), se detectó la presencia de aves carroñeras con nidos 

y turbidez en el agua; en la segunda estación (Pan2) se detectó la presencia de 

residuos sanitarios, fue posible visualizar pequeños peces, islas de totora, grama 

de color ligeramente verde; en la tercera estación (Pan3) se observó presencia de 

residuos de totora y color del agua ligeramente negra; en la cuarta estación (Pan4) 

se observó también la presencia de totora y color del agua ligeramente verde; en la 

quinta estación de muestreo (Pan5) pudo observarse la presencia de totora, color 

del agua ligeramente verde. 

 

Figura 5. Puntos de colecta en la laguna Mayor del Refugio de Vida Silvestre Los 
Pantanos de Villa. Puntos de muestreo: a) Pan 1, b) Pan 2, c) Pan 3, d) Pan 4 y d) Pan 
5. 
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Los puntos de muestreo de agua (Pan1, Pan2, Pan3, Pan4 y Pan5) tuvieron 

características fisicoquímicas similares con un promedio de pH de 5,92 y desviación 

estándar (SD) de 0,53, conductividad eléctrica (CE) de 7,858 y SD de 0,41, sólidos 

totales (ST) de 1 y SD de 0, temperatura (°C) de 32,525 y SD de 0,42, oxígeno 

disuelto de 52,75 y SD de 2,62, estando los puntos Pan1 y Pan2 notoriamente más 

impactados (Tabla 2). Cada muestra de agua contenía un volumen total de un litro, 

sin embargo, debido a la gran concentración de partículas disueltas (entre materia 

orgánica e inorgánica), únicamente fue posible filtrar un volumen máximo de 90 ml 

por cada muestra. Los volúmenes fueron filtrados con la bomba de vacío utilizando 

filtros Sterivex-GP hasta visualizar que ya no era filtrado ningún volumen en un 

periodo de una hora. En promedio, el tiempo de filtrado fue de cuatro horas por cada 

muestra. 
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Tabla 2. Parámetros físicos y químicos de la laguna Mayor en los Pantanos de Villa para los cinco puntos de muestreo (Pan 1, Pan 2, Pan 3, 
Pan 4 y Pan 5). 

 

 Parámetros 

 

Pan 1 

 

Pan 2 

 

Pan 3 

 

Pan 4  

 

Pan 5 

  

 S 

 

12°12'19.70" 

 

12°12'11.31" 

 

12°12'14.72" 

 

12°12'22.80" 

 

12°12'34.15" 

O 76°59'50.31" 76°59'43.12" 76°59'35.58" 76°59'29.62" 76°59'27.82" 

UTM 18L0282576  

8650074 

18L0282923 

8650231 

18L0283243 

8650007 

18L0283402 

8649523 

18L0282730 

8649678 

pH 5.2 5.5 6.3 6.3 6.3 

CE ;μS/cmͿ  
 

8.41 8.09 7.55 7.4 7.84 

ST (ppm)  
 

1 1 1 1 1 

T° (°C) 32.6 32.1 32.1 32.3 33.1 

OD (mg/L) 3.2 2.2 4.6 8.1 7.6 

Descripción 

física 

Aves carroñeras, 

nidos, turbidez del 

agua. Presencia de 

resíduos de 

alimentos, plásticos. 

Residuos sanitários, 

pequenos peces, 

islas de totora, 

grama de color 

verde. 

Residuos de totora, 

color del agua 

ligeiramente negra. 

Presencia de 

totora, color del 

agua verde. 

Presencia de 

totora, color del 

agua verde. 
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Los análisis de secuencias a través de la plataforma Illumina MiSeq generaron 1 

447 795 reads, representando 14 ESVs a nivel de Phylum, 21 a nivel de Clase, 27 

a nivel de Orden, 31 a nivel de Familia, 36 a nivel de género y 37 ESVs identificadas 

a nivel de especie (Figura 6; Tabla 3). Esta riqueza incluye únicamente aquellas 

asignaciones taxonómicas donde las secuencias hicieron match con únicamente 

una especie, a las que llamaremos “asignaciones únicas”. El total de las 

asignaciones taxonómicas fueron divididas en cuatro grandes grupos: aves, peces, 

fitoplancton y zooplancton. En la tabla 4 están listados todos los taxones que fueron 

registrados como asignaciones no únicas. Se comparó el número de secuencias 

obtenidas por cada réplica como asignaciones únicas en cada punto de colecta 

(Figura 7). 

 

 

Figura 6. Número de asignaciones únicas obtenidas para cada categoría taxonómica 
por cada comunidad biológica. 
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Figura 7. Comparación del número de espécies asignadas para cada réplica en cada 
punto de colecta. Fueron consideradas solo asignaciones únicas, las cuales no fueron 

registradas en Pan 2A y Pan 2B. 
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Tabla 3. Composición taxonómica de las asignaciones únicas encontradas para la biota acuática detectada en la Laguna Mayor. 

GRUPO PHYLUM GENERO ESPECIE 
PORCENTAJE  

DE SIMILARIDAD 

N° DE 

ESPECIES 

 N° DE 

READS 

 

Aves 

 

Chordata 

 

Phleocryptes 

 

Phleocryptes melanops 

 

100 

 

1 

 

22 

 

Peces 

 

Chordata 

 

Xiphophorus  

 

Xiphophorus maculatus  

 

100 

 

1 

 

15 

 

Zooplancton 

 

Arthropoda 

 

Apocyclops 

 

Apocyclops spartinus 

 

95,3 

 

1 

 

2913 

 Cnidaria Hydra Hydra vulgaris 76,7 1 9 

 Cnidaria Stylophora Stylophora pistillata 72,2 1 27 

 Discosea Vexillifera Vexillifera bacillipedes 82 1 9 

 Discosea Parvamoeba Parvamoeba rugata 75,9 1 973 

 Evosea Squamamoeba Squamamoeba japonica 83,5 1 40 

 Gastrotricha Chaetonotus Chaetonotus aemilianus 97,6 1 356 

 Mollusca Kurtiella Kurtiella aff. Bidentata 75,9 1 1048 

 Rotifera Macrochaetus Macrochaetus collinsi 92,9 1 40 

 Rotifera Brachionus Brachionus caudatus 92,9 1 1161 

 Rotifera Neomysis Neomysis intermedia 84,3 1 36 

 Rotifera Filinia Filinia sp. 84,3 1 1172 

 Rotifera Cephalodella Cephalodella cf. gibba 79,5 1 8 

 Rotifera Keratella Keratella cochlearis 78,7 1 40 
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 Tubulinea No definido No definido 75,9 1 74 

 No definido Diphylleia Diphylleia rotans 100 1 14 

 No definido Thecamonas Thecamonas trahens 94,7 1 10 

 No definido Botryochytrium Botryochytrium radiatum 78,9 1 208 

 No definido Cyanophora Cyanophora paradoxa 78,2 1 141 

 No definido Nebela Nebela guttata 75,2 1 16 

 

Fitoplancton 

 

Bacillariophyta 

 

Lithodesmium 

 

Lithodesmium undulatum 

 

85,7 

 

1 

 

8 

 Bacillariophyta Nephroselmis Nephroselmis olivacea 72,2 1 226 

 Chlorophyta Dolichomastix Dolichomastix tenuilepis 77,4 1 13 

 Chlorophyta Monomastix Monomastix sp. 75,9 1 73 

 Chlorophyta Tinocladia Tinocladia crassa 70,7 1 9 

 Chlorophyta Padina Padina haitiensis 66,9 1 1073 

 No definido Guillardia Guillardia theta 91,7 1 8 

 No definido Diacronema Diacronema viridis 89,5 1 1118 

 No definido Nitzschia Nitzschia palea 86,5 1 134 

 No definido Cyanophora Cyanophora paradoxa 78,2 1 6951 

 No definido Tetraselmis Tetraselmis subcordiformis 75,2 1 8 

 No definido Jaagichlorella Jaagichlorella roystonensis 72,2 1 59 
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Tabla 4. Composición taxonómica de las asignaciones no únicas encontradas para la biota acuática detectada en la Laguna Mayor. 

GRUPO PHYLUM CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO 

PORCENTAJE 

DE 

SIMILARIDAD 

N° DE 

ASIGNACIONES 

N° DE 

READS 

Fitoplancton Chlorophyta 
    

80.5 2 10 

 

Vertebrados Chordata Actinopterygii Cichliformes Cichlidae Oreochromis 100 46 10 

 Chordata Actinopterygii Cichliformes Cichlidae 
 

100 5 75 

 

Zooplancton Arthropoda Arachnida Araneae Philodromidae Philodromus 75.2 6 14509 

 Bryozoa Gymnolaemata 
   

83.5 3 75 

 Discosea 
    

78.9 2 8 

 Rotifera Monogononta Ploima Brachionidae Brachionus 100 23 1176 

 Rotifera Monogononta Ploima Brachionidae Brachionus 99.2 31 1418 

 Rotifera Monogononta Ploima Brachionidae Brachionus 95.3 2 772 

 Rotifera Monogononta Ploima Brachionidae Brachionus 89 2 164 

 Rotifera Monogononta Ploima Brachionidae Brachionus 80.3 6 45714 

 Rotifera Monogononta Ploima Brachionidae Brachionus 80.3 24 3259 

 Rotifera Monogononta Ploima Brachionidae Brachionus 79.5 24 11693 

 Rotifera Monogononta Ploima Brachionidae Brachionus 78.7 24 16 

 Rotifera Monogononta Ploima 
  

86.6 5 18 
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 Rotifera Monogononta Ploima 
  

83.5 4 5636 

 Rotifera Monogononta Ploima 
  

82.7 8 12822 

 Rotifera Monogononta Ploima 
  

82.7 6 8739 

 Rotifera Monogononta Ploima 
  

77.2 4 20 

 Rotifera Monogononta 
   

78.7 3 22 

 Tubulinea Elardia Arcellinida Hyalospheniidae Nebela 85 2 27 

 Tubulinea Elardia Arcellinida Hyalospheniidae 
 

79.7 4 10 

 
unk_phylum Bigyra Thraustochytrida Thraustochytriaceae Thraustochytrium 95.5 2 15 

 
unk_phylum Bigyra Thraustochytrida Thraustochytriaceae Schizochytrium 81.2 2 192 

 
unk_phylum Bigyra Thraustochytrida Thraustochytriaceae Aurantiochytrium 75.9 3 73 

 
unk_phylum Bigyra Thraustochytrida Thraustochytriaceae 

 
79.7 3 38 

 
unk_phylum Bigyra Thraustochytrida Thraustochytriaceae 

 
78.2 2 25 

 
unk_phylum Bigyra Thraustochytrida Thraustochytriaceae 

 
72.9 3 11 

 

 



31 
 

Se comparó el porcentaje de similaridad de las ESVs con asignación única 

obtenidas en comparación con la base de datos del NCBI (Figura 8). Para el grupo 

de peces, de un total de cuatro ESVs todas tuvieron un porcentaje mayor a 97%. 

Para la comunidad zooplanctónica, de un total de 102 ESVs, únicamente 19 

tuvieron similaridad mayor a 97% y 73 secuencias tuvieron similaridad mayor a 

80%. Para la comunidad fitoplanctónica de un total de 44 ESVs, 19 secuencias 

tuvieron similaridad mayor a 80% y 39 secuencias tuvieron similaridad mayor a 

70%. 

 

Figura 8. Comparación del porcentaje de similaridad de las ESVs encontradas después 
de la alineación de secuencias con bases de datos de nucleótidos NCBI. 

 

Entre el Phylum Chordata fue posible detectar una especie de ave Phleocryptes 

melanops y una especie de pez de agua dulce Xiphophorus maculatus como 

asignaciones únicas. También se detectaron cinco ESVs representando a la Familia 

Cichlidae y 46 ESVs representando al género Oreochromis (tabla 4). Para los 

vertebrados, todas las asignaciones únicas pudieron llegar a nivel de especie con 

un match promedio en relación a la biblioteca de referencia del NCBI del 99.68%. 
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6.1. Comunidad zooplanctónica 

 

En la comunidad biológica del zooplancton la abundancia de reads (Figura97) 

muestra que fueron incluidos los Phylum Arthropoda (Apocyclops spartinus), 

Cnidaria (Hydra vulgaris, Stylophora pistillata), Discosea (Parvamoeba rugata), 

Evosea (Squamamoeba japonica), Gastrotricha (Chaetonotus aemilianus), 

Mollusca (Kurtiella aff. bidentata), Rotifera (Neomysis intermedia, Macrochaetus 

collinsi, Brachionus caudatus, Keratella cochlearis, Cephalodella cf. gibba, Filinia 

sp.) y Tubulinea (Nebela guttata). Para la comunidad del zooplancton, las 

asignaciones únicas pudieron llegar a nivel de especie con una similaridad 

promedio de 85%, excepto una secuencia identificada como de la Clase Arachnida 

con una similaridad promedio de 79.7%. Entre las asignaciones no únicas, fueron 

incluidos ocho ESVs a nivel de género representando a Brachionus, Nebela y 

Philodromus, cinco ESVs a nivel de Familia a Ploima, una ESV a nivel de Clase a 

Monogonta y una ESV a nivel de Phylum representando a Discosea. 
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Figura 9. Abundancia de reads obtenidas para cada especie en la comunidad biológica 
del Zooplancton. Los números sobre las barras indican el número de secuencias 
obtenidas para asignaciones taxonómicas únicas. 

 

La riqueza observada de 22 especies también coincide con el estimador no 

paramétrico Chao1. Por su lado el estimador Bootstrap estimó un valor de 26 

especies (equivalente al 84.62% de las especies posibles), indicando que cuatro 

especies no estuvieron en el monitoreo. Sin embargo, Jackknife estimó un valor de 

33 especies (equivalente al 66.66% de las especies posibles), indicando que faltaría 

monitorear 11 especies monitoreo (Figura 10).  
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Figura 10. Curva de acumulación de especies de zooplancton y estimación de curvas 
de diversidad Chao1 (naranja), Jackknife (plomo) y Bootstrap (amarillo). 

 

Fueron analizados también los valores de diversidad utilizando los índices (Tabla 

5). De acuerdo con Margalef (1972) el índice de Shannon-Wiener con valores 

menores de 2 se interpreta como diversidad baja, de 2 a 3.5 diversidad media, y 

valores superiores a 3.5 como diversidad alta. Los valores obtenidos en todos los 

puntos de muestreo para zooplancton estuvieron entre 1.8 a 1.5. Con el índice de 

equidad de Pielou, que mide la proporción de la diversidad observada en relación 

con la diversidad esperada, se obtuvo un valor de 0.77. Con el índice de Simpson 

(el cual varía entre 0 y 1, siendo el valor de 1 el de máxima diversidad), se obtuvo 

un valor de 0.26. 

Los índices de equidad buscan medir cuan diferente es la abundancia de las 

especies entre sí (Maurer y McGill, 2011). La interpretación de este valor va de 0 a 

1, donde cuanto más próximo a 1 la abundancia de las especies tiende a ser 

igualmente abundante, siendo que cuanto más próximo a cero, la abundancia de 

las especies tiende a ser distinta entre ellas. En la Tabla 5, podemos observar, el 

índice de equidad de Pielou es menor en Pan 4 (0,64) indicando una menor 
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similaridad entre las abundancias de especies, y alcanza un valor mayor para la 

Pan 2 (0,88) indicando que las abundancias entre especies son más similares. 

 
Tabla 5. Índices de diversidad del zooplancton en Pantanos de Villa. 

Punto de 

muestreo 

Riqueza 

observada 

S 

N° de 

reads 

N 

Equidad 

de Pielou 

J' 

Shannon 

H'(loge) 

Simpson 

Lambda 

Pan1 7 774 0,7911 1,539 0,291 

Pan2 6 510 0,8757 1,569 0,2313 

Pan3 7 598 0,682 1,327 0,378 

Pan4 17 4799 0,6438 1,824 0,2245 

Pan5 7 1596 0,8509 1,656 0,2121 

 

 

Fueron encontradas un total de 19 ESVs representando a seis phylum, nueve 

clases, 11 órdenes, 14 familias y 19 géneros. Estos resultados se compararon con 

lo obtenido por Iannacone y Alvariño (2007) (Figura 11), donde la comunidad 

zooplanctónica fue muestreada utilizando una red manual de malla Nytal de 75mm 

de abertura de poro, siendo filtrado un volumen total entre 8 a 20 litros.  Estos 

autores realizaron posteriormente una identificación taxonómica siguiendo literatura 

publicada para cada grupo.  
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Figura 11. Comparación de riqueza de especies de zooplancton por phylum obtenidas 
con ADN ambiental y por Iannacone y Alvariño. Azul: colecta de ADN ambiental 
realizada en marzo de 2021, Amarillo: Iannacone y Alvariño en abril del 2005. 

6.2. Comunidad fitoplanctónica 

 

En la comunidad biológica de fitoplancton la abundancia de reads (Figura 12) 

muestra que fueron incluidos los Phylum Bacillariophyta (Lithodesmium undulatum, 

Nitzschia palea), Chlorophyta (Nephroselmis olivacea, Dolichomastix tenuilepis, 

Jaagichlorella roystonensis, Tetraselmis subcordiformis) y Haptista (Diacronema 

viridis). Las asignaciones únicas pudieron llegar a nivel de especie con una media 

del porcentaje de similaridad de 80.34%. 
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Figura 12. Abundancia de reads obtenidas para cada especie en la comunidad biológica 
fitoplanctónica. Los números sobre las barras indican el número de secuencias 
obtenidas para asignaciones taxonómicas únicas. 

 

La riqueza observada en las cinco estaciones brinda un total de 12 especies. Las 

curvas de acumulación (Figura 13) no alcanzaron la asíntota en ninguno de los 

estimadores utilizados, sin embargo, el estimador Chao1 coincidió con la riqueza 

observada de 12 especies (equivalente al 100% de las especies posibles). Los otros 

dos estimadores mostraron valores mayores a lo observado: Jackknife estimó 18 

especies (equivalente al 66.67% de las especies posibles). es decir que seis 

especies no habrían sido monitoreadas; Bootstrap estimó 15 especies (equivalente 

al 80% de las especies posibles), es decir tres especies de la comunidad 

fitoplanctónica no habrían sido monitoreadas en este estudio  
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Figura 13. Curva de acumulación de especies de fitoplancton y estimación de curvas 
de diversidad Chao1 (naranja), Jackknife (plomo) y Bootstrap (amarillo). 

 

Fueron analizados también los valores de diversidad de fitoplancton reflejados 

por los índices (Tabla 6). Los valores obtenidos en todos los puntos de muestreo 

varían para fitoplancton entre 1.3 y 0.8. Con el índice de equidad de Pielou, se 

obtuvo un valor promedio de 0.68. El índice de Simpson se obtuvo un valor 

promedio de 0.45. El índice de equidad de Pielou, muestra que para Pan 1 el valor 

de abundancia entre las especies es bastante similar (0,92) y en Pan 4 la 

abundancia entre especies (0,36) es menos similar entre todos los puntos de 

muestreo. 
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Tabla 6. Índices de diversidad del fitoplancton en Pantanos de Villa. 

Punto de 

muestreo 

Riqueza 

observada 

S 

N° de  

reads 

N 

Equidad 

de Pielou 

J' 

Shannon 

H'(loge) 

Simpson 

Lambda 

Pan1 3 164 0,9254 1,017 0,3917 

Pan3 5 498 0,7959 1,281 0,3365 

Pan4 8 8346 0,3659 0,7608 0,632 

Pan5 5 652 0,6564 1,056 0,4573 

 

A partir de los resultados obtenidos, para la comunidad zooplanctónica, se 

dispone de evidencia suficiente para poder rechazar la hipótesis nula. Para la 

comunidad fitoplanctónica y la comunidad de vertebrados, no se dispone de 

evidencia suficiente para poder rechazar la hipótesis nula. 
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VII. DISCUSIÓN  

Este trabajo constituye el primer paso para la aplicación de la técnica de ADN 

ambiental en la Laguna Mayor del Refugio de Vida Silvestre Pantanos de Villa. El 

metabarcoding y el ADN ambiental, así como todas las metodologías de evaluación 

de la biodiversidad deben ser estandarizadas para que su implementación sea 

exitosa. Sin embargo, a diferencia del ADN barcoding, los análisis de 

metabarcoding son altamente complejos de estandarizar, dependiendo de la 

pregunta y del sistema a ser evaluado (Taberlet et al., 2018). Los resultados de este 

trabajo han permitido obtener datos de riqueza de especies y al mismo tiempo 

estandarizar la técnica de ADN ambiental para el humedal costero Pantanos de 

Villa, pudiendo evaluar diversos aspectos cruciales como son: zona de colecta, el 

volumen de muestra que es posible filtrar, el rendimiento de la extracción de ADN 

ambiental a partir de los filtros Sterivex, los marcadores moleculares, la estrategia 

de secuenciación y el análisis bioinformático. La riqueza biológica obtenida ha 

corroborado parcialmente los registros previos para algunas comunidades 

biológicas acuáticas. 

Se han evaluado varios de los aspectos de la ecología del eDNA, entre ellos la 

detectabilidad del eDNA, la cual depende del movimiento de las partículas debido 

a las corrientes, de los factores fisicoquímicos que puedan acelerar la degradación 

del ADN y la incorporación del material en las partículas del sustrato (Buxton et al., 

2017). En la Laguna Mayor, un cuerpo de agua léntico, de profundidad 1,5 m 

aproximadamente y sedimento areno-fangoso (Iannacone y Alvariño, 2007; Pulido 

et al., 2018), el movimiento de partículas producto de corrientes no constituye un 

factor problemático (Buxton et al., 2017). Asimismo, los valores de factores físicos 

como el pH ligeramente ácido de la Laguna Mayor de los Pantanos de Villa (pH 

promedio de 5.92), no constituye un valor que impacta significativamente el 

rendimiento del eDNA obtenido, como demostrado en ambientes controlados (Tsuji 
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et al., 2016; Strickler et al., 2015). Más aún, con el objetivo de disminuir efectos 

negativos de la temperatura y actividad microbiana, fueron colectadas réplicas, se 

mantuvo la cadena de frío en el transporte de la muestra, las muestras se filtraron 

inmediatamente después de realizada la colecta y se realizó la extracción de ADN 

al día siguiente de filtrada la muestra. 

La zona de colecta a nivel de orilla siguió lo previamente reportado por Hänfling 

et al. (2016) y Evans et al., (2016), siendo las muestras de agua para ADN ambiental 

fueron todas colectadas en esta zona. Se obtuvieron tres réplicas por cada punto 

de colecta, consistiendo cada muestra de un volumen de 1 litro de agua. Se observó 

que de cada muestra fue posible filtrar 90 ml (noventa mililitros) en tres horas 

aproximadamente hasta que el filtro Sterivex se observaba completamente 

saturado.  Estudios previos reportan haber obtenido volúmenes muy diferentes, 

dependientes estrictamente del ecosistema a ser evaluado siendo registrados 

volúmenes desde 300 ml a 100 L de agua (Taberlet et al., 2018). Sin embargo, el 

rendimiento del filtrado se debe evaluar teniendo en cuenta las características del 

cuerpo de agua (cantidad de sólidos disueltos en la columna de agua, tipo de 

sustrato, etc.) y el mecanismo utilizado para realizar la filtración (Zinger et al., 2016), 

siendo el filtrado en las muestras obtenidas de la Laguna Mayor dificultadas por el 

sedimento areno-fangoso y la gran producción de materia orgánica.  

Entre los parámetros de control de calidad de las secuencias obtenidas, fue 

utilizado un umbral de similaridad de 97% de identidad para asignar al nivel de 

especie y 95 % de identidad al nivel de género, siendo las asignaciones a nivel de 

Familia, Orden, Clase y Phylum permitidas por encima de un umbral de identidad 

del 85 % de acuerdo con estudios recientes (Lamy et al., 2021). De esta forma, las 

comunidades planctónicas no fueron admitidas dentro del umbral aceptable para 

identificaciones a nivel de especie. Sin embargo, es importante indicar que 

descartar las secuencias obtenidas significaría subestimar la diversidad existente, 

https://cdnsciencepub.com/doi/10.1139/cjfas-2016-0306#refg19
https://cdnsciencepub.com/doi/10.1139/cjfas-2016-0306#refg19
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por otro lado, hacer el umbral de similaridad menos conservador podría llevarnos a 

hiper estimar la riqueza de especies. Este análisis debe llevarnos a enriquecer las 

bibliotecas de referencia ya existentes para las comunidades planctónicas como 

Genbank y BOLD databases para COI o SILVA databases para las subunidades 

18S y 28S rRNA (Bucklin et al., 2016).  

Los resultados de diversidad de la comunidad zooplanctónica obtenidos con la 

técnica de ADN ambiental fueron comparados con la evaluación previa realizada 

utilizando la malla Nytal y literatura especializada en la taxonomía de este grupo 

(Iannacone y Alvariño, 2006), siendo realizadas las colectas de eDNA en marzo 

(2021) y la colecta de Iannacone y Alvariño (2006) en abril. La riqueza de especies 

de zooplancton obtenida por la técnica de eDNA registró 19 especies, resultado 

comparable con lo obtenido en la tercera campaña del estudio reportado por 

Iannacone y Alvariño (2006) donde fueron registradas 21 especies. Estos 

resultados corresponden a todos los puntos de colecta evaluados y reflejan que con 

un menor esfuerzo de colecta se pudieron obtener resultados similares, siendo para 

el ADN ambiental evaluados cinco puntos de colecta únicamente en la Laguna 

Mayor, en comparación con la colecta de Iannacone y Alvariño (2006) que registra 

valores de riqueza correspondientes a 21 puntos de muestreo que incluyen la 

Laguna Mayor (seis puntos), Laguna Génesis (cuatro puntos), Laguna Marvilla 

(siete puntos) y otros cuatro puntos en el canal y pequeñas pozas de agua. 

Por otro lado, en el grupo vertebrados, no fue posible detectar la mayoría de las 

especies previamente reportadas para el área en estudio, siendo los cordados el 

grupo con menor número de ESVs detectadas. Fue posible la detección de dos 

géneros de especies invasoras previamente reportadas por Castro et al. (1990) 

como Xiphophorus y Oreochromis, sin embargo, únicamente fue posible obtener 

secuencias únicas para Xiphophorus maculatus. La distribución nativa de 

Xiphophorus maculatus incluye Mexico, Belize, Guatemala y Honduras, y de 
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Oreochromis, África tropical y subtropical (Reis et al., 2003). Ambos géneros son 

altamente invasores debido a su tolerancia a disturbios ambientales, altamente 

oportunistas a nivel trófico, altas tasas de crecimiento y reproducción (Lagos et al., 

2017).  

Los índices de riqueza obtenidos en los puntos de muestreo varían para 

fitoplancton entre 1.3 y 0.8, y para zooplancton entre 1.8 a 1.5 indicando una 

diversidad baja. Sin embargo, estos resultados coinciden con estudios previos 

realizados para la comunidad zooplanctónica en RVSPV, donde se obtuvo el índice 

de Shannon-Wiener 1,7±0,7 para el mes de abril y de 1,85±0,6 como promedio de 

todas las campañas de colecta (Iannacone y Alvariño, 2007). De manera similar, el 

índice de equidad de Pielou, que mide la proporción de la diversidad observada, en 

relación con la diversidad esperada, nos da un valor de 0.68, próximo al valor 

obtenido de 0.74 en el mes de abril por Iannacone y Alvariño (2007). Es posible 

atribuir esta gran diversidad de ESVs en primer lugar al tamaño de poro de los filtros 

de ADN ambiental y a la menor pérdida de información de organismos frágiles por 

manipulación de las muestras (Djurhuus et al. 2018). Se resalta la importancia de 

obtener datos de la evaluación de las comunidades planctónicas (fitoplancton y 

zooplancton) en conjunto con parámetros fisicoquímicos, ya que son bioindicadores 

importantes de la metodología utilizada para evaluar la calidad de aguas 

continentales en Perú.  

Para interpretar este rendimiento esta variación en el número de secuencias 

obtenidas para vertebrados y comunidades planctónicas, según Taberlet et al. 

(2018), se debe tener en consideración también las características de las 

comunidades biológicas a ser evaluadas, ya que la detectabilidad de especies 

depende también de la producción de ADN ambiental (cantidad de tejido o células 

liberadas en el medio ambiente). El contenido genético de peces y aves en una 

muestra ambiental está constituido por células o restos de células (mucosas, 
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escamas y ADN extracelular) producto del desprendimiento natural del tejido, cuya 

exposición a los factores fisicoquímicos hace que su persistencia en el medio 

ambiente sea menor. Lo contrario sucede para la comunidad planctónica, la cual 

está compuesta por organismos muy pequeños e incluso unicelulares, aumentando 

así la calidad y obtención de secuencias. Es así esperado que para el grupo de 

vertebrados exista una menor cantidad de moléculas de ADN en las muestras de 

agua obtenidas (Turner et al., 2015). 

La gran cantidad asignaciones únicas a nivel de especie del zooplancton en 

comparación con el fitoplancton se correlaciona con la elección del marcador, y la 

cantidad mínima de secuencias para vertebrados se correlaciona también con el 

bajo rendimiento de la filtración, dos aspectos cruciales para obtener resultados de 

buena calidad. La elección del marcador depende de tres condiciones: el grupo 

taxonómico objetivo, el nivel de degradación esperado de la muestra a ser 

amplificada y la cantidad de secuencias disponibles para esa región genómica en 

los bancos de datos (Taberlet et al., 2018). Sin embargo, a pesar de que el marcador 

de la región variable del citocromo oxidasa subunidad I tiene una amplia base de 

datos a nivel mundial y han sido validados marcadores de tamaño de fragmento 

muy corto, no se han registrado un gran número de especies de vertebrados e 

invertebrados. Para futuras aplicaciones de eDNA metabarcoding en Pantanos de 

Villa se sugiere la incorporación de otros marcadores moleculares: para 

comunidades autótofras como el fitoplancton, regiones del gen ribosomal 16S rRNA 

y 18S rRNA han sido utilizadas con éxito (Zimmermann, Jahn y Gemeinholzer, 

2011; Decelle et al., 2015). Asimismo, para vertebrados e invertebrados, se sugiere 

marcadores 12S (Neofish, tamaño de amplicon de 193 pb), con el objetivo de 

reducir la amplificación de bacterias y otros microeucariotos (Milan et al., 2021), 

consecuentemente, se hace necesario enriquecer las bibliotecas de referencia para 

estos fragmentos.  

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC8255066/#ref-88
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC8255066/#ref-88
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Es importante señalar algunas ventajas importantes de una evaluación a partir 

de ADN ambiental, resaltando que los inventarios biológicos a partir de métodos de 

colecta de ejemplares enteros, su posterior identificación taxonómica y construcción 

de la biblioteca de referencia como base de conocimiento es imprescindible para la 

aplicación exitosa de tecnologías de biología molecular. Entre ellas está que, en 

localidades de acceso remoto donde es posible realizar la filtración en campo, la 

cantidad de material y equipos necesarios para realizar las colectas incluye la 

bomba de filtrado, los filtros, equipo multiparámetro, guantes, rotuladores y cajas 

aislantes frías donde transportar los filtros, permitiendo disminuir los costos y 

esfuerzo de transporte de las muestras si lo comparamos con los métodos de 

captura por redes, mallas y trampas. Asimismo, el procedimiento de colecta de 

muestras de agua no utiliza sustancias nocivas para preservar las muestras, ya que 

las temperaturas frías son el medio más eficaz para minimizar la degradación del 

ADN (Sales et al., 2019).  

Al hacer una comparación entre los costos que requieren la técnica de ADN 

ambiental y secuenciación masiva con los monitoreos a partir de redes, mallas o 

trampas e identificación taxonómica, y asumiendo el mismo número de puntos de 

colecta para ambos métodos, fue construida la Tabla 1. Aquí se especifican los 

precios basados en los gastos realizados por los consumibles empleados 

(excluyendo tubos de 1.5 µL, puntas y jeringas estériles que fueron material ya 

existente en el laboratorio). Si consideramos únicamente los valores monetarios 

empleados, los monitoreos realizados con redes, mallas o trampas se muestran 

ventajosos sobre la técnica de ADN ambiental. Sin embargo, entre las principales 

características que diferencian en términos de costo-beneficio a la técnica de eDNA 

y métodos de captura a partir de redes, mallas o trampas, se encuentra el esfuerzo 

y tiempo empleados, factores que usualmente no son considerados cuando se 

evalúan las ventajas que ofrecen las herramientas de biología molecular para 
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monitoreo de diversidad biológica. La aplicación de ADN ambiental requiere en 

promedio de dos personas independientemente del tamaño del cuerpo de agua a 

ser analizado, ya los métodos de colecta utilizando instrumentos para la captura de 

individuos enteros, implican un mayor número de personas para el manejo de las 

artes de pesca. 
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VIII. CONCLUSIONES 

Se alcanzó con éxito el primer objetivo de este trabajo, que busca determinar los 

parámetros óptimos para la aplicación de ADN ambiental. La evaluación de los 

parámetros mostró que el volumen total filtrado, a pesar de ser menor a lo obtenido 

por otros autores, permitió recuperar un número importante de secuencias que 

coincidieron con los datos previamente reportados para las comunidades 

planctónicas. Asimismo, el método de extracción de ADN y la estrategia de 

secuenciación y los análisis bioinformáticos resultaron en un rendimiento alto, 

siendo obtenidas un importante número de ESVs, las cuales fueron identificadas a 

partir de los datos disponibles en bases de datos públicas. 

Se demostró parcialmente el segundo objetivo que plantea verificar la eficacia 

de la técnica de eDNA para evaluar la diversidad de comunidades acuáticas de la 

Laguna Mayor. Los resultados de este trabajo pudieron corroborar la diversidad 

obtenida con eDNA de la comunidad del zooplancton. Asimismo, las secuencias 

obtenidas permitieron realizar la comparación obtenida a partir de eDNA y 

metabarcoding con la previamente registrada por Iannacone y Alvariño (2007) para 

la comunidad zooplanctónica. Sin embargo, para otras comunidades acuáticas de 

la Laguna Mayor, como los vertebrados, no fue posible obtener los mismos datos 

de diversidad de peces nativos previamente registrados, siendo posible detectar 

únicamente secuencias únicas correspondientes a Xiphophorus maculatus y 

género Oreochromis.  
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IX. RECOMENDACIONES 

Este trabajo permite dar el primer paso a la estandarización de la técnica de ADN 

ambiental y debe ser seguido por la implementación de esta técnica como 

monitoreo de biodiversidad. Para ello, es fundamental la obtención de una línea 

base completa que permita la actualización de la biodiversidad de los ambientes 

acuáticos de RVSPV, de forma tal que se tenga una biblioteca genética de 

referencia altamente confiable y taxonómicamente corroborada.  

Así, en ambientes altamente eutrofizados como la Laguna Mayor de Pantanos 

de Villa, se sugiere a partir de los resultados obtenidos que la colecta de muestras 

de agua se realice a mínimo dos metros de distancia de la orilla (hacia el centro de 

cuerpo de agua), para evitar la acumulación de materia orgánica que podría 

dificultar el proceso de filtración. 

Para la aplicación del ADN metabarcoding en las comunidades fitoplanctónicas 

se recomienda el uso de marcadores que amplifiquen la región 16S rRNA, y para 

vertebrados se sugiere realizar ensayos con el marcador Neofish de la región 12S 

rRNA. Asimismo, este trabajo busca fortalecer la importancia de los estudios 

multidisciplinares, que sustenten a la taxonomía clásica como base fundamental 

para el desarrollo exitoso de las nuevas herramientas emergentes de la genética 

molecular. Dichas herramientas podrían ser aplicadas o extendidas en la evaluación 

y monitoreo de otras áreas protegidas en el país.  
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