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Introducción 

La transformación del paisaje por actividades antrópicas ha aumentado en las últimas 

décadas, con consecuencias en la biodiversidad, en múltiples ocasiones, desconocidas (Steffen 

et al. 2015, Correa et al. 2020). Esto genera la necesidad, no sólo de conocer el estado de la 

biodiversidad actual, si no también de evaluar la influencia de la actividad humana en las 

comunidades bióticas. 

 

El monitoreo de la diversidad, la evaluación periódica de la misma en un ecosistema, genera 

información que puede ser considerada en las decisiones políticas que van dirigidas a reducir 

la presión sobre la biodiversidad y a salvaguardar los ecosistemas, especies y diversidad 

genética (Metas B, C AICHI, Proença et al. 2017, Dallmeier 1996). El metabarcoding es una 

técnica que, usando ADN y tecnología de secuenciación masiva, permite caracterizar la 

biodiversidad en un amplio rango de grupos biológicos en diferentes taxones y ambientes, de 

una forma más costo eficiente en términos económicos y temporales por muestra que técnicas 

tradicionales de monitoreo (Valentini et al. 2016, Deiner et al. 2107, Bush et al. 2019, Zinger 

et al. 2019).  

 

El uso del metabarcoding se ha extendido en la última década en múltiples campos, desde 

la reconstrucción de comunidades históricas (p.e. Willerslev et al. 2014, Parducci et al. 2017), 

el monitoreo de diferentes sistemas (p.e. Watts et al. 2019, Lobo et al. 2017, Oliverio et al. 

2018, Pawlowski et al. 2016, Valentini et al. 2016), determinación de dietas (p.e. Kartzinel et 

al. 2015, Lopes et al. 2015, Berry et al. 2017, Kerley et al. 2018) o detección de especies 

invasoras (p.e. Brown et al. 2016, Harrrelms-Tuohy et al. 2016, Bol et al. 2017, Mychek-Londer 

et al. 2020). Así también, se ha usado para caracterizar las comunidades bióticas en regiones 

con influencia de múltiples actividades humanas como actividades agrícolas (p.e. Pawlowski 

et al. 2014, Chen et al. 2018, Treonis et al. 2018), actividades de la industria de hidrocarburos 

(p.e. Cluff et al. 2014, Lanzén et al. 2016, Daly et al. 2016, Laroche et al. 2018, Hull et al. 

2018) o polución (p.e. Chariton et al. 2015, Li et al. 2018, Valentin et al. 2019, Sun et al. 2019). 

En Colombia, sin embargo, a nuestro conocimiento los estudios de biodiversidad usando 

metabarcoding son escasos, pese a la alta tasa de transformación de los ecosistemas que vivimos 

actualmente (Correa et al. 2020). 

 

En este documento se describen los aspectos más relevantes para aplicar la técnica de 

metabarcoding en estudios de biodiversidad. En la primera sección se realiza un recuento de 

los aspectos relevantes en el diseño experimental propios a la técnica. En la segunda se plantea 

una propuesta de protocolo para la aplicación del metabarcoding, incluyendo la toma de 

muestra, el procesamiento molecular y el procesamiento o depuración bioinformática. El diseño 

de muestreo y los análisis ecológicos no son incluidos desde que estos son totalmente contexto-

dependientes. En la tercera sección se describe un estudio de caso usando metabarcoding en la 

caracterización de microorganismos de una zona altamente contaminada por actividades 

relacionadas a la extracción convencional de hidrocarburos. En la cuarta parte se realiza una 

revisión del potencial uso del metabarcoding en el monitoreo ambiental a través insectos. 

Finalmente, en la quinta y última parte se exponen algunas de las perspectivas y limitaciones 

del uso de la técnica  en Colombia.  

 



 

 
5 

El objetivo de este documento es fomentar el uso de esta herramienta en escenarios 

colombianos, generando datos cuantitativos de diversidad que puedan ser incluidos en la toma 

de decisiones. 
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3.1.1. Flujo de trabajo de metabarcoding y diseño experimental 

El desarrollo y avance de las tecnologías de secuenciación masiva ha permitido la captura 

simultánea de múltiples secuencias genéticas a partir de muestras ambientales complejas 

(Taberlet et al. 2018). El metabarcoding, una herramienta que hace parte de esta innovación, se 

basa en la captura de una región específica del genoma de múltiples organismos a partir de una 

muestra compleja, como lo son fracciones de suelo, agua, heces, contenido estomacal, polen, 

etc. (Taberlet et al. 2012, 2018). 

 

En términos generales, el metabarcoding es una herramienta que se compone de siete pasos 

principales: 1) recolección de una muestra compleja o ambiental (agua, sedimento, suelo, heces, 

polen, hojarasca, etc.); 2) extracción y captura del ADN (extra o intracelular) que se encuentra 

en la muestra recolectada; 3) preparación de librerías (amplificación de una región de interés 

en el ADN extraído); 4) secuenciación de la región amplificada; 5) depuración y procesamiento 

bioinformático de las secuencias obtenidas; 6) agrupamiento de las secuencias por similitud y 

asignación taxonómica - este último opcional de acuerdo con las bases de datos de referencia 

existentes; y 7) análisis ecológicos de interés (figura 1).  

 

 

Figura 1. Flujo de trabajo de metabarcoding. Imagen tomada de Nature Metrics 

 

El primer paso para desarrollar un estudio de metabarcoding, al igual que para casi cualquier 

investigación, es definir la pregunta e hipótesis de investigación. Esto permitirá proceder a 

plantear un diseño de muestreo que responda al objetivo de investigación. El diseño definirá el 

número de puntos de muestreo, número de muestras por punto de muestreo y la forma de 

muestreo. En este contexto, es importante resaltar que el diseño de muestreo es contexto-

dependiente y que el metabarcoding constituye una herramienta, por lo que el proceso de diseño 

de muestreo debe seguir los mismos lineamientos que cualquier estudio de diversidad o 

ecológico (Magurra & McGill 2011). Una vez definido el diseño de muestreo (dónde y cuántas 

muestras tomar), es necesario analizar una serie de aspectos propios a la técnica que pueden 

llevar a generar resultados o conclusiones sesgadas (Zinger et al. 2019, Mendoza et al. 2015). 

En cada caso, se deben evaluar las posibles medidas que puedan ser incluidas en el diseño para 

controlar los desafíos propios del metabarcoding. 

 

A través de diferentes estudios se han identificado diferentes aspectos claves en el diseño 

experimental que pueden repercutir en los datos generados por metabarcoding, y que deben ser 
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tomados en cuenta en el diseño experimental y en el procesamiento de datos(Alberdi et al. 2018, 

Beentjes et al. 2019, Calderón‐Sanou et al. 2020):  

  

i.     Selección de marcadores y primers 

ii.   Réplicas de PCR 

iii.  Controles negativos de extracción y PCR 

iv.  Controles positivos 

v.    Controles de secuenciación 

vi.    Umbrales de agrupamiento 

vii.   Número mínimo de lecturas  

  

i.  Selección de primers 

Un aspecto importante en metabarcoding es la selección de marcadores. Los marcadores 

deben ser cortos (menor a 300 pares de bases), con una buena resolución taxonómica y con 

primers disponibles de amplio espectro. Los primers son una cadena de bases nucleotídicas que 

sirve como ancla para iniciar el proceso de amplificación, siendo complementario a la cadena 

de un fragmento de ADN ubicado en los flancos de la región de interés (Hebert et al. 2003). 

Aunque diferentes marcadores y primers han sido sugeridos por diferentes autores, debe 

tomarse en cuenta la disponibilidad de bases de referencias, ya que de esto dependerá que se 

realice una buena asignación taxonómica. 

  

En el caso particular de los primers, es importante su especificidad al momento de su 

implementación para metabarcoding. Primers muy específicos restringirán los grupos 

biológicos que puedan ser recuperados de la muestra; por el contrario, primers muy poco 

específicos, aunque permitirán un mayor número de grupos, podrían generar mayor número de 

errores y la amplificación de ADN contaminante (Op De Beeck et al. 2014). 

  

Dado que esta selección debe ajustarse al objetivo del proyecto y al conocimiento que se 

tenga sobre el sistema que se trabajará, una opción recomendada es sintetizar primers propios. 

Para esto, diferentes programas permiten realizar amplificaciones o PCR (reacción en cadena 

de la polimerasa o polymerase chain reaction) digitales a través de bases de datos de referencia, 

evaluando la efectividad y especificidad de los potenciales primers previo a su implementación 

real. 

  

ii.  Réplicas de PCR 

Uno de los aspectos más importantes al plantear un estudio de metabarcoding, es realizar 

múltiples réplicas de PCR (Ficetola et al. 2015). El número de PCRs recomendado es variable 

y depende enteramente de cada sistema y de los recursos con los que se cuenten. Se 

recomiendan al menos tres réplicas por extracción de ADN, aunque el escenario ideal podría 

estar en realizar pruebas pilotos para determinar el número apropiado de réplicas de PCR. Esto, 

sin embargo, es poco viable dado el costo. La sensibilidad de la tecnología de secuenciación, 

sumada a la aleatoriedad de la amplificación generan un alto número de errores. En diferentes 

estudios usando metabarcoding se reporta menos del 20% de unidades moleculares (OTU) 

compartidos a través de las réplicas de PCR (Wen et al. 2020, Alberdi et al. 2018). Contar con 

estas réplicas permite aplicar diferentes estrategias de filtro que aumentan la confiabilidad en 

las unidades moleculares obtenidas para cada muestra.  
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iii.  Controles negativos de extracción y PCR 

Por cada evento de extracción de ADN que se realice es necesario realizar un control 

negativo. Esto hace referencia a una muestra estéril, sin ADN de ningún tipo, que incluya todos 

los reactivos usados en el proceso de extracción. Dependiendo del tipo de muestra, puede 

consistir en agua destilada, suelo o sedimento esterilizado previamente o algún buffer usado 

durante el proceso. Así también, se deben incluir controles negativos de PCR, donde al igual 

que los controles de extracción, se adicionan todos los reactivos usados en la PCR y agua, u 

otro tipo de solución estéril, en lugar de ADN. Desde que no se adiciona ADN en los controles 

negativos, estos ayudarán a identificar potenciales contaminantes en las muestras o reactivos, 

y removerlos de manera eficiente de todas las muestras trabajadas. 

  

iv.  Controles positivos 

Los controles positivos consisten en una comunidad de organismos del grupo de interés, con 

identidades y secuencias conocidas en concentraciones conocidas. Idealmente, el control 

positivo debe estar conformado por entidades que no se encuentren naturalmente en el área de 

estudio, ya que de esta forma se permite rastrear y detectar en otras muestras donde pueda 

actuar como contaminante. Estos controles, en concentraciones diferentes, permiten analizar el 

comportamiento de los diferentes procesos, como la tasa de error en la amplificación y en la 

secuenciación, detección de potenciales contaminantes, de afinidades del primer y profundidad 

de secuenciación de las muestras. 

  

v.  Controles de secuenciación 

Finalmente, el último control recomendado es el de secuenciación. Estos consisten en pozos 

vacíos (sin ADN ni reactivos) en la placa de amplificación, que representarán combinaciones 

de etiquetas sin usar, en un sistema de doble etiqueta. Normalmente, se recomienda que los 

pozos se ubiquen en la diagonal de la placa. De esta forma, analizando las secuencias obtenidas 

en estos pozos, que idealmente deberían ser ninguna, se pueden detectar quimeras (secuencias 

de ADN de dos organismos diferentes que se recombinan), salto de secuencias entre los pozos 

(tag-jumping o tag switching), secuencias productos de errores generados en el proceso y 

potenciales contaminantes. 

 

iii.  Umbrales mínimos de número de copias 

No existe un número mínimo de copias de lecturas por secuencia que deba esperarse en 

muestras procesadas por secuenciación masiva de alto rendimiento, por lo que es un tema de 

gran discusión e incertidumbre en metabarcoding. Dada la naturaleza y sensibilidad de la 

técnica (amplificación y secuenciación) se espera que cada secuencia tenga un alto volumen de 

lecturas. La complicación en metabarcoding, es que a priori no se conoce el número de 

organismos y secuencias presentes en la muestra y por tanto no es posible estimar el número 

de lecturas esperados por cada una. Diferentes protocolos incluyen la remoción de singletones 

(secuencias soportadas por una lectura) y algunos la eliminación de doubletones (secuencias 

soportadas por dos lecturas), pero esto implica reconocer como secuencias válidas a aquellas 

soportadas con al menos tres lecturas en adelante. Es por esto, que a través de diferentes 

aproximaciones se ha evaluado el efecto de remover secuencias soportadas por diferente 

número de lecturas. El principal efecto ha sido encontrado al remover los singletones, ya que 

un alto porcentaje de las lecturas obtenidas en metabarcoding corresponden a lecturas únicas. 

El efecto de remover secuencias con otro número de copias parece depender directamente del 

filtro que se haya usado para seleccionar los OTUs a partir de las réplicas de PCR. Cuando este 
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filtro ha sido estricto o incluso cuando solo se usan los OTUs compartidos en al menos dos 

réplicas de PCR, gran parte de las secuencias con bajo número de lecturas son eliminadas. 

Remover secuencias soportadas por pocas lecturas, y realizar filtros de OTUs a partir de las 

réplicas de PCR, influyen directamente en otros pasos bioinformáticos como la eliminación de 

quimeras y contaminantes. 

  

iv.         Umbrales de agrupamiento 

En los protocolos de procesamiento de bioinformático se incluye agrupamiento de 

secuencias a OTUs o MOTUs (unidades taxonómicas operacionales moleculares). Éstos 

agrupan las secuencias de acuerdo con su similitud a través de umbrales que son definidos por 

el investigador, y es aquí donde los resultados pueden variar considerablemente. 

Tradicionalmente se ha usado un umbral de agrupamiento de 97%, sin embargo, a través de 

diferentes estudios se ha cuestionado su uso de forma generalizada entre grupos. El umbral de 

97% de similitud parece funcionar muy bien para bacterias, donde la similitud entre especies 

se ha estimado en el 97%, sin embargo, este no es el estimado para otros grupos biológicos 

donde puede ser muy variable dependiendo del grupo específico del que se esté hablando. El 

impacto en usar un umbral u otro es alto en la diversidad encontrada, y este también se ve 

influenciado por el filtro de OTUs con las réplicas de PCR. De forma general, entre más bajo 

sea el umbral de similitud para agrupamiento (por ejemplo, 99%) menor diversidad se reporta 

ya que se requiere menor similitud para generar un grupo. Las recomendaciones se enfocan en 

usar diferentes umbrales y evaluar el impacto en los resultados, una vez ya se han realizado 

otro tipo de procedimientos y filtros de depuración, ya que el mejor umbral es específico a cada 

grupo y sistema. Existen varias propuestas al respecto, como 

  

También se han identificado otros pasos aspectos, principalmente en el procesamiento 

bioinformático, que requieren la toma de decisiones pero que, de acuerdo con las evaluaciones, 

no tienen un impacto alto en los resultados o son resueltos y/o minimizados a través de los 

puntos que se han mencionado anteriormente. Algunos de ellos son: la profundidad de 

secuenciación, eliminación de quimeras, bases de datos de referencia, y porcentajes de 

asignación taxonómica. 

  

Con un diseño de muestreo dirigido a responder la pregunta de interés planteado, y tomando 

en cuenta los diferentes aspectos anteriormente mencionados, se puede iniciar un estudio 

usando el metabarcoding. La siguiente sección plantea una propuesta del flujo de trabajo de 

metabarcoding (figura 1), sin incluir diseño ni análisis de datos ya que estos son dependientes 

del tipo de investigación. Este planteamiento es sólo una de las múltiples formas que existen 

para llevar a cabo un estudio de metabarcoding, por lo que invitamos a todos aquellos 

interesados en el tema a revisar literatura científica con otros planteamientos. 
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3.1.2. Propuesta de protocolo para la implementación del 

metabarcoding en estudios de monitoreo 

Como se mencionó en la sección anterior, al iniciar un proyecto con metabarcoding, es 

necesario definir el diseño de muestreo apropiado al objetivo o pregunta de estudio. El diseño 

de muestreo no responde al objetivo de este documento, sin embargo, la claridad de algunos 

términos usados en el planteamiento, facilitarán el seguimiento del documento y su aplicación 

a cada caso: 

 

- Unidad o punto de muestreo: Unidad mínima de observación de la que se obtendrá 

información de las variables de interés. Cada unidad de muestreo representará un punto en los 

análisis ecológicos. Para el caso exclusivo de este documento, la unidad de muestreo estará 

conformada por tres muestras de sustrato (por sustrato se entiende agua, sedimento o suelo) 

(figura 2).  

 

- Muestra: Corresponde a cada evento de toma de material, sea esta agua, sedimento o suelo. 

Las muestras pueden ser simples o compuestas. Estas últimas corresponden a muestras 

compuestas de la mezcla de múltiples sub-muestras tomadas en el área de la muestra. Esto 

último con el objetivo de capturar la variabilidad natural del micrositio donde se toma la 

muestra. 

 

Antes de tomar una muestra ambiental es necesario tener dos aspectos en cuenta: 1) la 

esterilización de los implementos que serán usados y 2) la preservación de la muestra.  

 

 
Figura 2. Esquema de unidad de muestreo (rectángulo), muestra (círculos rojos) y 

submuestra (círculos negros y blancos). A) Unidad de muestreo conformada por una única 

muestra simple; B) unidad de muestreo conformada por una muestra compuesta (con múltiples 

submuestras); C) unidad de muestreo conformada por múltiples muestras compuestas. Imagen 

tomada de Taberlet et al. 2018. 

 

Esterilización – Riesgo de contaminación 

Una muestra ambiental contiene gran cantidad de fragmentos de ADN de diferentes 

organismos. Este ADN puede estar libre (fuera de la célula) y, por lo general, fragmentado y 
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degradado. Es fundamental evitar la contaminación de las muestras ambientales con ADN de 

la persona que toma la muestra o de las superficies de trabajo. El riesgo de contaminación es 

alto debido a que el ADN externo a la muestra puede ser recuperado, amplificado y secuenciado 

en una alta proporción, dando resultados errados. Este riesgo es más alto aún dado el principio 

de la amplificación del ADN por PCR (Polymerase Chain Reaction o Reacción en cadena de 

la polimerasa) y de la sensibilidad de la secuenciación masiva de alto rendimiento. Es por esto 

que durante la manipulación de la muestra, desde su toma hasta su secuenciación, es necesario 

tomar medidas que minimicen al máximo el riesgo de contaminación y contar con múltiples 

controles negativos y positivos, que permitan detectar potenciales contaminantes. Durante la 

fase de toma de muestras, se recomienda  esterilizar regularmente las herramientas utilizadas 

en su manipulación. 

 

Tenga en cuenta las siguientes recomendaciones antes de procesar cada muestra: 

i. Esterilice todos los utensilios o materiales que serán usados. Para esto, los utensilios o 

materiales pueden ser sumergidos en una mezcla de hipoclorito al 10%, autoclavados o 

puestos en una cámara UV, dependiendo del material y disponibilidad de equipos. 

ii. En el caso de materiales desechables como guantes, tapabocas, filtros de agua, entre otros, 

deben ser cambiados entre cada muestra. Si durante la manipulación se considera que 

estos han tocado materiales, superficies o elementos que pueden contaminar la muestra, 

se deben descartar apropiadamente y reemplazar. 

iii. En el caso de palas, pinzas, tijeras u otros materiales metálicos, una alternativa es usar 

flameo tras ser cubiertos con alcohol al 96%. Se debe tener particular cuidado usando la 

técnica de flameo para evitar accidentes.  

iv. Los recipientes donde se depositan las muestras deben estar esterilizados y  bien sellados 

antes de ser usados. 

 

Preservación de la muestra 

El metabarcoding es un método que permite analizar la composición de la comunidad que 

se encuentra en la muestra y su alrededor, proporcionando una fotografía del sistema o ambiente 

de interés. Es por esto que una vez se toma la muestra ambiental, se hace necesario conservar 

las condiciones que responden a ese instante deteniendo actividades biológicas como el 

crecimiento celular o la degradación de ADN (Delavaux et al. 2020). No  hacerlo puede llevar 

a que se degrade el ADN y no sea posible recuperarlo o, a que la comunidad cambie en 

respuesta al proceso de recolección y que los resultados obtenidos representen los de una 

comunidad diferente a la muestreada.  Es importante conservar la muestra a bajas temperaturas 

desde el momento de recolección hasta que es procesada. Lo más recomendado es realizar las 

extracciones de ADN las horas siguientes a la recolección, no obstante, si esto no es posible es 

recomendado usar un método de preservación que asegure la estabilidad del ADN desde el 

momento de toma hasta el proceso de extracción de ADN. Existen diferentes métodos para 

esto, algunos de ellos son: 

i. Preservación de la muestra en un contenedor a bajas temperaturas: entre 4º (nevera con 

hielo) y -196ºC (nitrógeno líquido). Si la muestra es preservada en neveras con hielo 

(aproximadamente 4ºC) es necesario procesarla en las siguientes horas (Delavaux et al. 

2020, Hinlo et al. 2017). 

ii. Reactivos comerciales estabilizadores del ADN, que permiten conservar el ADN a 

temperatura ambiente (Ficetola et al. 2008, Longmire et al. 1997, Wegleitner et al. 2015). 
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iii. Preservación en seco. Este método es particularmente útil para muestras de suelo o filtros 

de nitrato de celulosa usados en la filtración de muestras de agua, embebiendo las 

muestras en silica gel, sin que la muestra entre directamente en contacto con la misma 

(Taberlet et al. 2018).  

 

Antes de tomar la muestra ambiental defina el método de preservación más apropiado y 

viable para su caso, en dos momentos del proceso: 1) desde la toma de muestra hasta su 

procesamiento y 2) desde su procesamiento hasta la extracción de ADN.  

 

3.1.2.1 Toma de muestra  

Una vez definido un diseño apropiado para responder la pregunta asociada al estudio, se 

procede a realizar la toma de muestras ambientales. En este caso, se realizará la descripción de 

un método para tomar muestras en agua, suelo y sedimento, que ha sido puesta en práctica por 

el Instituto Humboldt; sin embargo, se resalta que esta es sólo una de las formas posibles, y que 

otras formas pueden ser encontradas en literatura científica. 

 

Recuerde antes de tomar la muestra, rotular con marcador o bolígrafo resistente al agua cada 

uno de los recipientes donde la muestra será almacenada. Es recomendable usar además del 

código de la muestra, información adicional que permita corroborar la identidad de la muestra 

como coordenadas, localidad o fecha. Tome las coordenadas del punto de muestreo y realice 

una descripción general del sitio de forma escrita o con registro fotográfico. Tenga presente 

que en el punto de muestreo tomará la muestra y las observaciones de las variables de su interés 

que serán relacionadas a la diversidad o composición de la comunidad. 

 

Agua 

El método aquí descrito está enfocado en la toma de aguas superficiales. Los materiales 

necesarios son ilustrados en la figura 3. Se propone una unidad de muestreo compuesta de tres 

muestras simples, tomadas a lo largo de un transecto en el cuerpo de agua. La longitud del 

transecto dependerá enteramente de la escala y el objetivo del estudio. Si dado el área de su 

estudio selecciona un transecto de al menos 150 metros de longitud, cada muestra de agua 

debería ser tomada cada 50 metros (figura 4).  

 

En el caso de sistemas lóticos, las muestras deben ser tomadas desde en dirección contraria 

al flujo del agua, para evitar perturbar el agua y modificar las condiciones de la muestra. Para 

la toma de cada muestra, tome al menos 1 litro de agua superficial usando recipientes 

previamente esterilizados y usando guantes y tapaboca limpios. Almacene inmediatamente a 

baja temperatura, al menos 4ºC, usando una nevera con hielo, un refrigerador o un tanque de 

nitrógeno líquido. Entre la toma de cada muestra, cambie los guantes y tapabocas. 
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Figura 3. Listado de materiales necesarios para recolectar muestras de agua. 

 

En el caso de sistemas lénticos, tome las tres muestras tratando de cubrir el área del cuerpo 

de agua, siendo una de las muestras tomada hacia el centro del cuerpo de agua. Si esto no es 

posible, tome las tres muestras en tres puntos equidistantes en las orillas. Dependiendo de la 

extensión del cuerpo de agua, considere realizar más de una unidad de muestreo por cuerpo de 

agua. Recuerde que la localización de las muestras debe corresponder al interés de la 

investigación. Por ejemplo, en el caso de caracterizaciones biológicas, es recomendable 

seleccionar áreas que representen la heterogeneidad del cuerpo de agua. 

 

 
Figura 4. Esquema de toma de muestras de aguas superficiales y sedimentos en un cuerpo 

lótico siguiendo un método de transecto. 

 

Una vez haya tomado las muestras de agua de la unidad de muestreo diríjase al lugar de 

procesamiento de las muestras o estación de trabajo. El procesamiento debe llevarse a cabo 
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dentro de las 12 horas siguientes a la toma de muestra, siempre y cuando se asegure la 

preservación de la muestra con alguno de los métodos mencionados anteriormente. 

 

Para metabarcoding se recomienda filtrar las muestras de agua usando filtros de nitrato de 

celulosa con un tamaño de poro de al menos 0.45 µm, los cuales pueden ser ajustables a 

embudos recolectores o estar en unidades de filtración (por ejemplo, SterivexTM). Existen 

diferentes sistemas de filtración como son los sistemas de filtración por bomba peristáltica o 

por bomba de vacío, que pueden usarse directamente desde la fuente de agua o en la estación 

de trabajo. En este documento describiremos el procedimiento usando un sistema de filtración 

por bomba de vacío en la estación de trabajo (figura 5). 

 

 
Figura 5. Ejemplo de sistema de filtración por bomba de vacío. Fotografía de Paola Pulido-

Santacruz - IAVH 

 

Este sistema de filtración cuenta con múltiples embudos recolectores, en los cuales se ubican 

los filtros. Los embudos deben estar previamente esterilizados con sumersión completa en una 

solución de hipoclorito al 10% por al menos 30 min. Es muy importante que, finalizados los 30 

minutos, enjuague con abundante agua destilada. En los casos en los que sea posible, también 

puede usarse autoclave o exposición a UV.  

 

Con el sistema de embudo recolectores cerrado, encienda la bomba de vacío, instale los 

filtros usando pinzas esterilizadas por flameo o hipoclorito, vierta las muestras de agua y abra 
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el sistema de paso de aire. Dependiendo de la cantidad de sólidos disueltos en el agua, puede 

ser necesario cambiar los filtros constantemente. Almacene los filtros que se saturen en un tubo 

de 50 ml esterilizado, y use un solo tubo por muestra. Use pinzas esterilizadas para la 

manipulación de los filtros y durante todo el proceso use guantes y tapabocas. Por cada evento 

de filtración genere un control negativo de filtrado, usando agua destilada en lugar del agua 

superficial tomada de las unidades de muestreo. En los posteriores procesos, este control deberá 

ser tratado como una muestra más. 

 

Una vez terminado el proceso de filtración preserve el tubo de 50 ml con los filtros a -20ºC 

o en seco con sílica gel sin que esta entre en contacto directo con la muestra.  

 

Sedimento 

 

 
Figura 6. Listado de materiales para toma de muestras de sedimento superficial. La 

selección entre el uso de una draga (6) o una pala (9) dependerá del cuerpo de agua. 

 

A continuación, se describe un método para tomar muestras de sedimento superficial 

(alrededor de 10 cm de profundidad), siendo los materiales ilustrados en la figura 6. Al igual 

que para aguas, se propone una unidad de muestreo compuesta de tres muestras simples, 

tomadas a lo largo de un transecto en el cuerpo de agua, cuya longitud dependerá enteramente 

de la escala y el objetivo del estudio. Se recomienda tomar las muestras de sedimento en el 

mismo lugar de toma de muestras de aguas superficiales. Esta recomendación responde a la 

diferente información que cada tipo de muestra puede proporcionar (Turner et al. 2015, Deiner 

et al. 2017). Dependiendo de la profundidad del cuerpo de agua, en algunas ocasiones no es 

posible tomar la muestra de sedimento y agua exactamente en el mismo lugar. En estos casos, 

se recomienda tomar la muestra de sedimento lo más cerca posible al de agua hacia una zona 

de menor profundidad. En caso de tomar las muestras de agua y sedimento de forma simultánea, 

tome primero la de agua, de forma que evite que la toma de sedimento perturbe las condiciones 

del sitio, modificando las condiciones de la muestra de agua.  
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Si dada el área de su estudio selecciona un transecto de al menos 150 metros de longitud, 

tome las muestra de sedimento cada 50 metros. Las muestras de sedimento pueden ser tomadas 

usando diferentes utensilios, como palas, dragas o cilindros. En el lugar seleccionado tome 

sedimento superficial de al menos 10 cm de profundidad con cualquiera de los equipos 

mencionados, estando estos limpios y esterilizados en el caso de las palas o los cilindros. En el 

caso de la draga, use aquellas con compuertas superiores, de forma que usando una espátula o 

cuchara esterilizada pueda tomar la muestra del centro de la  porción recolectada por la draga, 

la cual no ha entrado en contacto con la superficie y paredes de la draga y cuenta con una menor 

probabilidad de contaminación. No incluya en su muestra material orgánico como plantas, algas 

o raíces; retírelos de ser necesario. Almacene la muestra recolectada en una bolsa hermética o 

frasco, previamente esterilizado, e inmediatamente presérvela a bajas temperaturas usando una 

nevera con hielo, refrigerador o nitrógeno líquido y diríjase al lugar de procesamiento de las 

muestras o estación de trabajo. El procesamiento debe llevarse dentro de las 12 horas siguientes 

a la toma de muestra, siempre y cuando se asegure la preservación del ADN de la muestra con 

alguno de los métodos mencionados anteriormente. 

 

Una vez en la estación de trabajo, homogenice, mezclando bien cada una de las muestras. 

De cada muestra, tome 15 g de sedimento para el protocolo de extracción de ADN extracelular 

y deposítelos en un tubo de 50 ml usando una espátula o cuchara previamente esterilizada. Para 

la extracción de ADN intracelular tome 250-500 mg y deposítelos en un tubo esterilizado de 2 

ml. Cada muestra tomada en el punto o unidad de muestreo tendrá su correspondiente tubo de 

50 ml o de 2 ml, a cada uno de los cuales se les realizará la extracción de ADN. Conserve los 

tubos de 50 ml o 2 ml con los 15 g o 250-500 mg correspondientes de sedimento a -20ºC hasta 

el momento de la extracción de ADN.   

 

Suelo 

Para el suelo, se describe un método para la toma de suelos superficiales (alrededor de 10 

cm de profundidad). Los materiales son ilustrados en la figura 7. Se propone una unidad de 

muestreo con tres muestras compuestas, tomadas cada una entre cuadrantes dentro del área 

estipulada como unidad muestreal. El área de cada cuadrante dependerá enteramente de la 

escala y el objetivo del estudio.  

 

Si dado el área de su estudio selecciona una unidad de muestreo de 1 ha, realice cuadrantes 

de alrededor de 30 m x 30 m que no se sobrepongan entre ellos. En cada cuadrante, genere una 

cuadrícula de tres puntos equidistantes, a lo largo y ancho, iniciando y terminando en los 

vértices del cuadrante. En este caso, serían 9 puntos separados cada 15 metros (figura 8). 

Usando guantes, tapabocas y una pala o barreno previamente esterilizado, obtenga una sub-

muestra de suelo de cada uno de los puntos y deposítela en una bolsa plástica hermética. Las 

submuestras de cada cuadrante serán depositadas en la misma bolsa, que será posteriormente 

almacenada en una nevera con hielo, refrigerador o nitrógeno líquido, para preservarla 

adecuadamente hasta su procesamiento. Una vez finalice de tomar las submuestras de cada 

cuadrante diríjase a la estación de trabajo.  
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Figura 7. Materiales necesarios para la toma de muestra de suelos superficiales. 

 

 

 
Figura 8. Esquema de lugares de toma de sub-muestras en parcelas de suelo. A) Unidad de 

muestreo (línea sólida) de 1 ha (100 m x 100 m) con un ejemplo de la ubicación de los tres 

cuadrantes (línea punteada) de 30 m x 30 m instalados en su interior sin sobreposición. La 

ubicación de los cuadrantes puede corresponder a la heterogeneidad del área. De cada cuadrante 

se obtendría una muestra compuesta. B) Distribución de la posición de las submuestras 

(círculos) dentro de un cuadrante. Se deben recolectar 9 submuestras de suelo distribuidas 

uniformemente. En este ejemplo, están separadas por 15 m.  
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En la estación de trabajo, homogenice mezclando bien cada una de las tres muestras. Para el 

protocolo de ADN extracelular de cada muestra, obtenga 15 g de suelo y deposítelo en un tubo 

de 50 ml usando una espátula o cuchara previamente esterilizada.  Para el protocolo de ADN 

intracelular de cada muestra, obtenga 250-500 mg de suelo y deposítelo en un tubo de 2 ml 

usando una espátula o cuchara previamente esterilizada. Cada muestra tomada en el punto o 

unidad de muestreo tendrá su correspondiente tubo de 50 ml o 2 ml, dependiendo del protocolo, 

los cuales serán usados para la extracción de ADN. Conserve los tubos de 50 ml con los 15 g 

de suelo o los tubos de 2 ml con 250-500 mg de suelo a -20ºC o en seco con sílica gel, hasta el 

momento de la extracción de ADN. Recuerde que la sílica gel no debe entrar en contacto directo 

con la muestra.  

 

Con las muestras tomadas y procesadas el paso siguiente es la extracción de ADN. Si este 

procedimiento no puede ser realizado en los días siguientes a la recolección de la muestra, es 

recomendable conservar la muestra al menos a -80ºC. Si la muestra está siendo conservada en 

seco, revise constantemente la sílica para evaluar si es necesario su cambio. En cualquier caso, 

evite congelar y descongelar el material más de una vez, y consérvelo en un lugar oscuro y sin 

exponerlo a constantes cambios de luz.   

 

3.1.2.2 Extracción de ADN 

Existen en el mercado diferentes kits comerciales especiales para extraer ADN de muestras 

ambientales, que han sido usados a través de diferentes estudios con metabarcoding. 

Generalmente, estos hacen distinción entre agua y suelos, este último también funcional en 

sedimento.  

 

El Instituto Alexander von Humboldt ha realizado extracciones de ADN usando el kit 

comercial NucleoSpinTM Soil de Macherey-NagelTM con modificaciones en el protocolo para 

extraer ADN extracelular, siguiendo a Taberlet et al. 2018. Este kit ha sido usado para los tres 

sustratos con resultados satisfactorios. Si el objetivo de la investigación es obtener ADN 

intracelular, se puede seguir el protocolo entregado por Macherey-NagelTM en el kit. En este 

caso, es necesario tomar en cuenta el tipo de suelo para usar uno de los dos buffers incluidos. 

También, si se desea usar para extraer ADN de muestras de agua, es necesario pasar los filtros 

en una solución de buffer fosfato antes de usar el kit, y usar el sobrenadante como material de 

entrada para el proceso de extracción del ADN intracelular. 

 

Sea cual sea el kit seleccionado, se recomienda que en un estudio de monitoreo o un estudio 

donde se realizarán comparaciones temporales, sea usado el mismo kit de extracción de ADN 

a través de todo el estudio.  

 

A continuación se describe el protocolo usado por el Instituto. 

 

Protocolo de extracción de ADN extracelular 

El protocolo aquí descrito está dirigido a extraer ADN extracelular usando el kit NucleoSpin 

Soil de Macherey-Nagel (Taberlet et al. 2012), adaptado al trabajo en campo. 

 

1. Preparación de la muestra.  

1.1. Pesar 15 g de suelo o sedimento usando cucharas y recipientes descartables. En el caso 

de agua, tome todos los filtros usados durante el proceso de filtración. 
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1.2. Transfiera a un tubo de 50 ml. 

 

2. Preparación del Buffer de Fosfato de Sodio (FS) 

2.1. Pesar 1.97 g de fosfato de sodio monobásico (NaH2PO4) y 14.7 g de fosfato de sodio 

dibásico (Na2HPO4).  

2.2. Lleve a volumen de 1 L con ddH2O (agua doblemente destilada) 

2.3. Mida el pH, el cual debería estar cercano a 8, de lo contrario baje el pH usando NaOH 

o KOH. Para un pH cercano a 8 agregue 50 gotas de solución NaOH 5M. 

2.4. Almacene a 4°C y use dentro de los 2-3 días siguientes.  

 

3. Preparación muestra control  

3.1. Agregue a un tubo de 1.5 ml 800 μl de buffer FS y 400 μl de buffer SB (incluido en el 

kit). 

3.2. Mezcle por pipeteo o agitación por 5 s. 

 

4. Liberación ADN 

4.1. Agregue 15 ml de buffer FS a cada tubo de 50 ml. 

3.1. Mezcle con agitación fuerte por 15 min. 

3.3. Para muestras de suelos y sedimentos: tome 1.9 ml de sobrenadante (dos veces 950 μl) 

con puntas de 1000 previamente cortadas en la punta, y transferir a un tubo de 2ml. Centrifugue 

por 3 min a las máximas rpm. Luego transfiera 800 μl a un tubo de 2 ml. 

Para muestras de agua: transfiera directamente 800 μl del sobrenadante a un tubo de 2 ml. 

 

5. Extracción con kit NucleoSpinTM Soil  

5.1. Agregue 400 μl de buffer SB a la muestra, agite por 5 s, y centrifugue 90 s a máx. rpm.  

5.2. Ponga una columna (anillo verde) sobre un tubo recolector y agregue 600 μl de la 

mezcla anterior.  

 Nota: reutilice el tubo recolector para todo el procedimiento. 

5.3. Centrifugue a máx. rpm por 90 s y descartar el filtrado.  

5.4. Repita desde el paso 5.2 usando la misma columna (anillo verde) del paso anterior. 

5.5. 1er lavado: agregue 500 μl de buffer SB. Centrifugue a máx. rpm por 90 s y descartar 

el filtrado. 

5.6. 2do lavado: agregue 550 μl de buffer SW1. Centrifugue a máx. rpm por 90 s y descarte 

el filtrado. 

5.7. 3er lavado: agregue 680 μl de buffer SW2. Agite 2 s por inversión. Centrifugue a máx. 

rpm por 90 s y descartar el filtrado. 

5.8. 4to lavado: repita el paso anterior. 

5.9. Centrifugue por 5 min a máx. rpm para secar la membrana. 

5.10. Pase la columna a un tubo nuevo de 1.5 ml, con la tapa previamente removida. Selle 

con papel parafilm y almacene en seco con silicagel. 

 

Recuerde incluir controles negativos de extracción por cada evento de extracción de ADN. 

Para esto siga el proceso anteriormente descrito sin incluir muestra alguna. 

 

Protocolo de extracción de ADN intracelular 

En el caso del ADN intracelular, siga las recomendaciones del fabricante, en este caso 

Macherey-NagelTM. La principal diferencia de este al protocolo anterior se basa en la cantidad 
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del material base. Mientras que para el protocolo de ADN extracelular se usan 15 g de suelo o 

sedimento, para ADN intracelular el material de base es menor 500 mg. Adicionalmente, este 

protocolo exige un paso de lisis de las células que se logra cambiando el buffer fosfato por el 

buffer inicial de lisis incluido en el kit, usado en un tubo con perlas para fragmentación que, a 

través de la agitación por vortex, facilita el rompimiento de las células. Así también, incluye 

una etapa de remoción de inhibidores (columna roja incluida en el kit). El volumen inicial del 

buffer de lisis del kit es de 700 μl, por lo cual para la extracción en agua es importante realizar 

una resuspensión del filtrado de los filtros con 15 ml del buffer fosfato y agitación por 15 

minutos, y posteriormente tomar los 800 μl para seguir el procedimiento del kit con el protocolo 

de ADN intracelular. 

 

3.1.2.3. Preparación de librerías 

Los pasos siguientes a la extracción de ADN, son la amplificación de marcadores y la 

secuenciación. Estas fases en conjunto son conocidas como preparación de librerías. 

 

Amplificación de marcadores 

Durante la extracción de ADN, sea este intra o extracelular, se capturan todos los fragmentos 

de ADN que se encuentran en la muestra ambiental, sin embargo, no todos son útiles para la 

identificación de los organismos o taxones presentes. Es por esto que, a través de la reacción 

en cadena de la polimerasa o PCR (polymerase chain reaction), la cual genera millones o miles 

de millones de copias de la región de interés en pocas horas (Mullis 1990, figura 9), se 

amplifican los fragmentos de interés. 

 
Figura 9. Esquema de la reacción en cadena de la polimerasa o PCR. Imagen tomada de 

National Human Genome Research Institute 

 

En esta fase, uno de los puntos más importantes a considerar es la selección de los 

marcadores o regiones de interés para metabarcoding.  

 

https://www.genome.gov/es/genetics-glossary/Reaccion-en-cadena-de-la-polimerasa#:~:text=PCR%2C%20o%20la%20reacci%C3%B3n%20en,miles%20de%20millones%20de%20copias.
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Actualmente existen diferentes marcadores moleculares usados para metabarcoding. La 

selección del marcador está directamente relacionada a la disponibilidad de bases de referencia 

que permiten realizar el enlace taxón-secuencia, y a la disponibilidad de primers que permitan 

amplificar la región o marcador a través del grupo o grupos de interés. Para algunos marcadores 

con buena referencia no se cuenta con primers generales que funcionen a través de diferentes 

grupos, lo que no los hace apropiados para metabarcoding, ya que la amplificación puede estar 

sesgada hacia unos grupos biológicos específicos. Un caso que ayuda a ejemplificar esto es el 

marcador COI. Esta región es usada cómo códigos de barras genéticos, por lo que cuenta con 

relativas buenas bases de datos para muchos grupos biológicos a través de diferentes regiones 

geográficas. La región usada como códigos de barras tiene una longitud aproximada de 650 pb 

(pares de bases), por lo que en metabarcoding se ha propuesto usar una región más pequeña 

que cubre alrededor de 150 pb. Sin embargo, hasta el momento no se ha logrado un diseño 

exitoso de primers, que permitan amplificar esta región a través de diferentes grupos biológicos, 

y los primers que existen actualmente tienden a funcionar en grupos específicos (como 

diferentes órdenes dentro de insectos). Es por esto por lo que la selección de marcadores es uno 

de los aspectos claves en estudios de metabarcoding, y la cual es resaltada consistentemente a 

través de diferentes estudios. Una recomendación que surge a través de los análisis revisados 

es la necesidad de buscar información que permita hacer un diagnóstico de cuál es un marcador 

ideal (longitud en pares de bases y bases de datos de referencia) y cómo funcionan los primers 

para el grupo de interés (que no existan sesgos hacia grupos particulares). Para evaluar el 

funcionamiento del primer, existen diferentes programas para hacer PCRs en silico que 

permiten identificar potenciales sesgos taxonómicos y evaluar el funcionamiento general del 

primer (tasa de amplificación, por ejemplo). Otra alternativa planteada es la inclusión de 

pruebas piloto en el proyecto, o el uso de diferentes primers en el estudio. Esto, sin embargo, 

repercute directamente en el presupuesto destinado al proyecto, por lo que en muchos casos no 

es una alternativa viable. En la tabla 1 se registran algunos de los primers comúnmente usados 

en estudios de metabarcoding.  

 

Tabla 1. Ejemplos de secuencias de primers usados comúnmente en estudios de 

metabarcoding. 

Grupo 

biológico 

Nombre Secuencia forward Secuencia reverse Referencia 

Dominio 

Bacteria - 

Parcialmente 

Dominio 

Archaea 

Bact01 GGATTAGA

TACCCTGGTAG

T 

CACGACA

CGAGCTGACG 

Fliegerova et al. 

2014 

Reino Fungi Fung02 GGAAGTAAAAG

TCGTAACAAGG 

CAAGAGATCCG

TTGYTGAAAGT

K 

White et al. 1990 

Dominio 

Eukarya 

Euka02 TTTGTCTGSTTA

ATTSCG 

CACAGACCTGT

TATTGC 

Guardiola et al. 

2015 
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Multiplex 

Una vez seleccionado el marcador y los primers a ser empleados en el estudio, la estrategia 

típicamente empleada es la de hacer uso de etiquetas de oligonucleótidos acopladas a los 

primers del marcador seleccionado para la obtención de los metabarcodes (e.g. marcador 16S 

para bacterias, ITS para hongos, 18S para otros eucariotas). Estas etiquetas se adicionan en el 

paso de amplificación por PCR en una combinación única por muestra. Múltiples muestras son 

combinadas y procesadas por corrida de secuenciación de ADN, con el fin de optimizar el 

recurso de secuenciación. Al proceso de combinar múltiples muestras en en una corrida de 

secuenciación, mediante el uso de etiquetas, se le denomina ‘multiplex’ y permite discriminar 

nuevamente cada muestra en la fase analítica computacional (Taberlet et al. 2018). 

 

Secuenciación de ADN 

Los fragmentos obtenidos, amplificados con el marcador de interés e identificados por 

muestra con las etiquetas, deben ser secuenciados. Este proceso, realizado en equipos llamados 

secuenciadores, permite obtener la información del orden de las bases nucleotídicas de 

fragmentos de ADN de interés, en este caso, de los amplicones. 

 

Actualmente, en el mercado  se encuentran diferentes plataformas de secuenciación de alto 

rendimiento, cada una de las cuales difiere en cuanto al modo de generar y analizar los datos. 

Sin embargo, todas las plataformas tienen el objetivo fundamental de determinar en paralelo la 

secuencia (orden de las bases nucleotídicas) de múltiples fragmentos de ADN provenientes de 

una o más muestras. Para análisis de ADN ambiental se ha documentado el uso de diferentes 

tecnologías de secuenciación de alto rendimiento, siendo la plataforma de lecturas cortas 

Illumina, con su equipo MiSeq, una de las más usadas y estandarizadas para los análisis 

bioinformáticos subsecuentes. 

 

3.1.2.4 Procesamiento bioinformático para metabarcoding  

De igual manera, para el análisis computacional de los datos secuenciados también existe 

una amplia gama de métodos disponibles. Cada uno cuenta con sus especificidades y podrán 

ser algunos más apropiados que otros teniendo en cuenta los procedimientos realizados y las 

naturalezas de los datos. Para metabarcoding se destacan paquetes como: MOTHUR (Schloss 

et al. 2009), USEARCH (Edgar 2010), QIIME (Caporaso et al. 2010), DADA2 (Callahan et al. 

2016), OBITools (Boyer et al. 2016), SLIME (Dufresne et al. 2019), VSEARCH (Rognes et al. 

2016), entre otros. La gran mayoría de estos son rutinas computacionales que integran diferente 

software y etapas analíticas iniciando desde los archivos crudos obtenidos del secuenciador, 

típicamente en formato FASTQ, y normalmente finalizando en una tabla de comunidades 

(OTUs: Operational Taxonomic Units o ASVs: Amplicon Sequence Variants) con sus 

respectivas abundancias relativas para cada punto de muestreo. Estos paquetes en su mayoría 

se ejecutan a través de líneas de comando en sistemas operativos tipo UNIX (e.g. Linux, 

MacOSX) y dependiendo del volumen de datos a ser analizados es más conveniente el uso de 

clusters computacionales con prestaciones suficientes de espacio en disco, RAM y procesador 

para poder hacer un análisis eficiente. 

 

El procesamiento bioinformático puede dividirse en cuatro etapas principales: A) 

manipulación básica de las lecturas del secuenciador, B) clasificación de las secuencias 

(clustering y/o asignación taxonómica), C) comparaciones experimentales (depuraciones 
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teniendo en cuenta réplicas y controles), D) análisis ecológicos (seleccionados según la 

pregunta de investigación). 

 

En este documento se describe el flujo de trabajo bioinformático partiendo de muestras 

amplificadas y multiplexadas con etiquetas, secuenciadas mediante plataforma Illumina y 

analizadas computacionalmente con el pipeline OBITools v 1.2.13 (Boyer et al. 2016) y 

funciones del software estadístico R para las etapas de depuración en las que se examinan las 

muestras para la detección de contaminantes a partir de los controles usados. 

 

Procesamiento bioinformático con ObiTools para metabarcoding. 

 

1. Alineamiento de las secuencias  

 

Cuando la tecnología de secuenciación empleada es Illumina, regularmente se generan datos 

pareados o paired-end. Básicamente esto consiste en que cada fragmento de ADN en el 

secuenciador se secuencia en dos rondas; una por el extremo forward (R1) y otro por el reverse 

(R2). Es decir, para cada fragmento de ADN habrá dos lecturas de secuenciación asociadas. 

Dependiendo del tamaño promedio de los fragmentos, dado por la longitud del amplicón 

correspondiente al marcador de interés y de las etiquetas más adaptadores de Illumina, y del 

número de ciclos de secuenciación (bases leídas por lectura) programadas va a haber una región 

sobrelapante que debe ser unida computacionalmente (figura 10). A este proceso se le llama 

alineamiento. 

 
Figura 10. Esquema ilustrando el alineamiento de lecturas cortas pareadas. 

 

El formato de archivo en el que vienen los datos desde el secuenciador es el FASTQ. Es un 

archivo de texto con múltiples líneas (4 por lectura) en la que están las secuencias de las lecturas 

generadas, los valores de calidad de cada base (escala Phred-score) y encabezados que 

contienen identificadores únicos para cada lectura. 

 

De una secuenciación paired-end vendrán 2 archivos FASTQ con un número igual de 

lecturas entre ambos archivos, dado que están asociadas en pares. Entonces, el alineamiento 

tiene por objetivo unir la región sobrelapante de cada lectura entre los dos archivos de entrada. 

 

El alineamiento se puede hacer especificando un puntaje. En caso de que no se especifique 

un valor, se recomienda hacer un histograma de puntajes (scores) de alineamiento y mantener 

sólo los que tengan puntajes altos.  
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Ejemplo:  

 

illuminapairedend --score-min=40 -r data_R2.fastq data_R1.fastq > data.fastq 

 

 

2. Remoción de secuencias no correctamente alineadas 

 

Idealmente se espera que las lecturas R1 y R2 sobrelapen entre ellas para construir los 

consensos de cada una de las lecturas, sin embargo, en la práctica es posible que en algunos 

casos no se pueda realizar el sobrelapamiento de la forma apropiada; esto podría suceder por 

múltiples motivos, entre ellos errores de secuenciación o amplificación.  

 

Con el fin de no introducir ruido al análisis, estos posibles errores deben ser removidos. Para 

esto se emplea la función obigrep con los parámetros de filtrado especificados. 

 

La función illuminapairedend, del paso anterior, asigna una serie de etiquetas en el archivo 

a cada alineamiento o lectura, las etiquetas indican si el par de secuencias fue unido (‘joined’) 

y con qué nivel de calidad (score_norm) se realizó este alineamiento. Sólo se conservan las 

secuencias alineadas y con un score superior a ‘3.89’. 

 

Ejemplo:  

 

obigrep -p '(mode!="joined"') and (score_norm>3.89)' data.fastq > data.ali.fastq 

 

3. Asignar secuencias a muestras (demultiplex)  

 

Como se ha enunciado anteriormente, en una corrida de secuenciación para metabarcoding 

se suelen procesar juntas varias muestras a las que se le adicionan unas secuencias que 

funcionan como etiquetas moleculares (‘multiplex’). Para continuar el análisis es necesario 

discriminar las secuencias con la información del etiquetado molecular para determinar a qué 

muestras corresponden. 

 

Para realizar este paso, se emplea la función ngsfilter y adicionalmente se debe tener un 

archivo de texto tipo tabla (especificado en la opción -t) con la relación de etiquetas y primers 

empleados durante la amplificación para cada muestra. Este archivo regularmente es enviado 

por la empresa que realiza la amplificación y secuenciación, o se puede construir con la 

información suministrada por la misma.  

 

Nuevamente, por errores de secuenciación, entre otros, es posible que no todas las 

secuencias puedan ser asignadas a una muestra por problemas a la hora de reconocer las 

secuencias etiqueta, así que éstas sin asignar son descartadas en un archivo, con el nombre que 

se le indique en el parámetro -u. 
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Ejemplo:  

 

ngsfilter -t data_ngsfilter.txt -u unidentified.fastq data.ali.fastq >   data.ali.assigned.fastq 

 

4. Remoción de secuencias con bases ambiguas 

 

Dentro de los pasos de depuración se considera la presencia de bases nucleotídicas 

ambiguas. Si bien, el ADN está conformado por cuatro nucleótidos (A: adenina, C: citosina, T: 

timina, G: guanina), a veces no hay certeza de la base exacta en una posición determinada, a 

estas se le denominan ambigüedades (i.e. R: guanina o adenina, Y: citosina o timina, N: 

nucleótido indeterminado, entre otros). Las secuencias que contengan al menos una base 

ambigua son removidas del análisis por considerarse no informativas. Para esto se emplea la 

función obigrep. 

 

Ejemplo:  

 

obigrep -s '^[acgt]+$' data.ali.assigned.fastq > data.na.fastq 

 

5. Dereplicacion y eliminación de singletons 

 

Un experimento de secuenciación puede generar cientos de miles, e incluso millones, de 

lecturas. El almacenamiento en disco es un recurso importante a tener en cuenta porque cada 

uno de los archivos generados tienen pesos de varios gigabytes. En este punto, en el archivo de 

trabajo tendremos muchas secuencias que son idénticas, así que con el fin de optimizar el 

recurso computacional se realiza un paso al que se le denomina ‘dereplicación’ empleando la 

función obiuniq. Consiste en dejar en el archivo una única secuencia de cada tipo y adicionar 

al archivo una etiqueta de conteo (‘count’) la cual tendrá el número de veces que esa misma 

secuencia se encontraba en el archivo original. Adicionalmente este atributo ‘count’ se emplea 

para los pasos subsecuentes de depuración. 

 

Otro punto importante es la remoción de los singletons. Un singleton es una secuencia que 

está una única vez (count=1) en todo el experimento. Es muy poco probable que las secuencias 

con un soporte tan bajo correspondan a una realidad biológica así que en su mayoría su 

presencia se debe a errores introducidos durante la amplificación, secuenciación o formación 

del consenso. De modo que son removidas del análisis empleando la función obigrep. 

 

Ejemplo:  

 

obiuniq -m sample data.na.fastq > data.uniq.fastq 

obigrep -p 'count>1' data.uniq.fastq > data.uniq.ns.fastq 
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6. Filtrado por tamaño y remoción de secuencias poco soportadas 

 

El objetivo de las depuraciones es el de remover secuencias que no correspondan a la 

realidad biológica del sistema (e.g. errores de secuenciación, secuencias quiméricas, 

amplificaciones inespecíficas, entre otros). Un modo de controlar esto es verificando la 

distribución de tamaños de las secuencias generadas, así como su frecuencia y realizar la 

validación gráficamente a través de histogramas. ObiTools, a través de la función obistats, 

permite generar tablas con estadísticas que se pueden usar para construir gráficas (por ejemplo 

con R u otro software de graficación). Se realizaría de la siguiente manera: 

 

obistat -c seq_length data.uniq.ns.fastq > stats_length.txt 

obistat -c count data.uniq.ns.fastq > stats_count.txt 

 

Con estas tablas se construyen gráficas como las siguientes: 

 
Figura 11. Ejemplo de histogramas creados en R a partir de los datos generados con la función 

obistats de ObiTools. Estas gráficas se usan para la visualización de estadísticos útiles en la 

depuración de datos. 

 

Utilizando la función obigrep, basado en esta información y con el tamaño de amplicón 

esperado según los primers empleados, se puede establecer la longitud de tamaños de las 

secuencias que potencialmente no son errores y definir un umbral mínimo (parámetro -l) y 

máximo (parámetro -L) de secuencias a ser conservadas. Así como el valor mínimo del conteo 

en que se considerará como un ‘soporte bajo’ (especificado con ‘count>X’) para conservar las 

que tienen conteos mayores. Utilizando obiclean se realiza la identificación de posibles errores 

de PCR. 

 

Ejemplo: 

 

obigrep -l 380 -L 440 -p 'count>15' data.uniq.ns.fastq > data.filtlen.l380L440c15.fastq 

obiclean -s merged_sample -r 0.05 -H data.filtlen.l380L440c15.fastq > 

data.filtlen.l380L440c15.cleaned.fastq 
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7. Asignación taxonómica de las secuencias 

 

Las secuencias depuradas en esta etapa pueden relacionarse con una base de datos 

previamente construida para hacer una asignación taxonómica (e.g. phylum, clase, orden, 

familia, género, especie). Para esto se emplea la función ecotag y un umbral de identidad 

especificado (similitud de la secuencia evaluada contra una de la base de datos con la que tenga 

correspondencia). La base de datos a emplear debe ser construida para el marcador de interés 

y los primers empleados en el experimento, para ello se emplea información pública que puede 

ser complementada con secuencias generadas por el investigador previamente. El proceso de 

construcción de las bases de datos para ObiTools se detalla en el numeral 16. 

 

La asignación taxonómica de las secuencias, empleando un umbral bajo (60%) sería el 

siguiente: 

 

ecotag -m 0.6 -d DB_emblPro_Ago2020 -R proka16S_refuniqueAgo2020.fasta -r 

data.filtlen.l380L440c15.cleaned.fastq > data.taxoassigned.fasta 

 

8. Clustering (generación de OTUs) 

 

Para los análisis de metabarcoding es necesario definir las entidades genéticas 

representativas con las que se trabajará. En este documento se emplean las Unidades 

Taxonómicas Operativas (OTUs, en inglés) las cuales se obtienen por un proceso de 

agrupamiento o clustering basadas en similitud de secuencia. Las secuencias genéticas se 

agrupan entre sí basándose en su similitud de acuerdo a un umbral definido cuya idoneidad 

dependerá del marcador empleado y el grupo biológico de estudio. El umbral más usado para 

realizar el agrupamiento en bacterias empleando 16S es de 97%, esto quiere decir que todas las 

secuencias dentro de un OTU (grupo) tienen un 97% de similitud, y sólo tienen un 3% de 

diferencias. Luego, se retiene la secuencia correspondiente al centro del cluster para definir 

cada OTU, usando el comando obigrep. 

 

Ejemplo:  

 

sumaclust -t 0.97 -p 4 -e -o data.taxoassigned.fasta > data.clustered97fastq 

obigrep -p 'cluster_center==True' data.clustered97fastq > data.clustered97center.fasta 

 

9. Generación de tabla de comunidades  

 

Una vez realizadas todas las depuraciones de secuencias, la asignación taxonómica y el 

clustering se procede a formar la tabla de comunidades para seguir siendo filtrada en los análisis 

siguientes. La tabla se genera empleando la función obitab, y tiene un formato delimitado por 

tabulaciones, archivo que puede ser cargado y leído en programas como Excel o R para los 

subsecuentes análisis. En resumen, esta tabla contiene los OTUs en las filas y en las columnas 

los atributos (como los respectivos conteos por muestra, asignación taxonómica, entre otros). 
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Ejemplo:  

 

obitab -d -o data.clustered97center.fasta > data.obitab.tab 

 

Con la generación de la tabla de comunidades finaliza el procesamiento en el programa 

ObiTools. 

 

 

Procesamiento bioinformático post-ObiTools para metabarcoding 

 

Con la finalización del procesamiento en ObiTools, se continúa con la depuración de 

secuencias a partir de las comparaciones experimentales que tienen en cuenta los controles y 

las réplicas de PCR. Esta depuración está dirigida a detectar y descartar potenciales 

contaminantes, errores o artefactos. El procedimiento descrito a continuación se ejecutará 

usando diferentes librerías del software R v. 4.0.2. (2020), basado en el guión construido por el 

Dr. Frédéric Boyer (frederic.boyer@univ-grenoble-alpes.fr) y la Dra. Lucie Zinger 

(zinger@biologie.ens.fr). 

 

Para realizar la depuración usando este guión en R, es necesario contar con una tabla que 

describa las características de las muestras. Es decir, que para cada muestra - incluyendo 

controles - describa los códigos nomenclaturales de las muestras, las réplicas biológicas, 

técnicas o de PCR, el tipo de muestra, y el tipo de control. 

 

# 'samples' es el archivo que describe las características de todas las muestras, incluyendo el 

tipo de muestra (control de extracción, blancos, muestras, etc) 

# Cargar la tabla en R 

setdw('/Users/user/Google_Drive/postObitools') 

samples <- read.delim('Samples.csv', header=T) 

head(samples) 

 

# La columna 'Codigo' es el código nomenclatural de las muestras 

rownames(samples) <- samples$Codigo  

  

# Cargar la tabla resultado de ObiTools en R 

tmp <- read.csv('/MatricesObitools/Eukarya.txt', h=T, sep="\t", stringsAsFactors = F) 

 

10. Remoción de OTUs no identificados 

 

El primer paso comprende una manipulación básica de limpieza de la tabla, eliminando 

columnas y filas que se consideren innecesarias, facilitando su posterior procesamiento. Cada 

fila corresponde a un OTUs que cuenta con una serie de información, incluyendo su asignación 

taxonómica, el grado de similitud con el que se realiza la asignación, y su jerarquía taxonómica. 

Aunque la asignación se ejecute bajo un umbral mínimo, por ejemplo en el caso de este 

documento bajo un umbral del 60%, en todos se registra el porcentaje de similitud de la 

mailto:frederic.boyer@univ-grenoble-alpes.fr
mailto:zinger@biologie.ens.fr
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asignación, siendo todos aquellos asignados con una similitud menor al umbral fijado o no 

asignados, registrados como sin rango (“no rank”). 

 

# Remover las columnas innecesarias para facilitar la manipulación. En este caso todas las 

columnas resultantes del comando obiclean en ObiTools 

tmp <- tmp[,grep("obiclean_",colnames(tmp),inv=T)] 

 

# Remover OTUs no identificados 

tmp <- tmp[which(tmp$rank!="no rank"),] 

 

# Remover OTUs asignados con una similitud menor al 90%. La columna de porcentaje de 

asignación es nombrada de acuerdo con el nombre de la base de datos usada, sin embargo, 

normalmente inicia con el término "best_identity". Antes de aplicar esta línea es necesario 

verificar el nombre de la columna. 

if(length(grep("best_identity",colnames(tmp)))>1) print("Stop: You need to identify the 

column with the identity percentage") 

 

colnames(tmp)[grep("best_identity",colnames(tmp))] <- "best_identity" 

hist(tmp$best_identity) 

 

# El umbral seleccionado es de 90% 

tmp <- tmp[which(tmp$best_identity>=0.9),] 

 

En este paso, también se puede filtrar por un porcentaje o grado de asignación taxonómica 

mínimo. Este umbral dependerá enteramente del grupo biológico, el sistema en el que se 

desarrolla el estudio y la base de datos de referencia usada. Es muy recomendado explorar los 

datos antes de tomar una decisión. 

 

11. Identificación de artefactos o contaminantes 

 

Para la identificación de potenciales artefactos, errores o contaminantes se usan tres objetos: 

i) la tabla que describe las características de las muestras; ii) la matriz de comunidades de 

OTUs; y iii) una tabla con la información de cada uno de los OTUs. 

 

i) Tabla que describe las características de las muestras: La tabla que describe las 

características de las muestras se usará como plantilla para crear una tabla que almacene la 

información del tipo de la muestra, es decir si es una muestra  o control y el tipo de control.  

 

# Crear una tabla donde se especifica el tipo de muestra. En este caso se denominará 'samp' 

samp <- samples[match(rownames(reads), rownames(samples)),] 

samp$Control <- "Sample" 

samp[which(samp$Tipo.de.muestra=="Positivo"),"Control"] <- "Positivo" 

samp[which(samp$Tipo.de.muestra=="Extraccion"),"Control"] <- "Negativo" 

samp[which(samp$Tipo.de.muestra=="PCR"),"Control"] <- "Negativo" 

samp[which(samp$Tipo.de.muestra=="Blanco"),"Control"] <- "Blanco" 
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ii) Matriz de comunidades de los OTUs: Como se mencionó anteriormente, la tabla generada 

por ObiTools es un archivo con los OTUs ubicados en las filas y los atributos (conteos o lecturas 

por muestra, asignación taxonómica, entre otros) en las columnas. Para que esta sea usada como 

una matriz de comunidades se deben entonces, remover toda la información que no esté 

asociada a las lecturas y transponer la tabla, es decir pasar los OTUs a las columnas y dejar en 

las filas a las muestras. 

 

# Crear la matriz de comunidades. En este caso denominaremos la matrix 'reads' 

reads <- t(tmp[,grep("sample\\.", colnames(tmp))]) 

rownames(reads) = gsub("sample\\.", "", rownames(reads)) 

 

# Los OTUs (columnas) son nombrados de acuerdo con el nombre del agrupamiento al cual 

pertenecen 

colnames(reads) = tmp$cluster 

head(reads) 

reads <- reads[which(!is.na(match(rownames(reads),rownames(samples)))),] 

 

iii) Tabla con la información de cada uno de los OTUs: La información asociada a cada OTUs 

se guardará en un objeto para llevar un registro sobre el potencial como contaminante, artefacto 

o error de cada uno, además de la información más relevante en cuanto a su uso posterior. Esta 

tabla se crea con el objetivo de contener la información asociada a cada OTU en un objeto de 

menor tamaño y filtrado, de forma que sea más fácil su manipulación. 

 

# Crear la tabla con la información de los OTUs. En este caso se denominará como 'motus' 

motus <- tmp[,grep("sample\\.", colnames(tmp), invert = T)] 

 

# Filtrar la información que se desea conservar en la tabla 

idx <- c("cluster","count","best_identity", "order_name","family_name", 

"genus_name","scientific_name","seq_length","sequence","taxid") 

motus <- motus[, idx] 

 

# Se ordena la información (las columnas en el caso de la matriz de comunidades y las filas 

en el caso de la tabla de OTUs) por abundancia. Esto es opcional 

idx <- order(colSums(reads), decreasing=T) 

motus <- motus[idx,] 

reads <- reads[,idx] 

 

Una vez se cuente con estos objetos, se puede proceder a la identificación de los 

contaminantes o artefactos.  

 

Una buena práctica al explorar y manipular datos de metabarcoding es visualizar los datos. 

Eso permite entender mejor los datos y el efecto de la remoción de las lecturas u OTUs. 

 

# Visualización número de lecturas versus el número de OTUs por muestra 
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plot(rowSums(reads), rowSums(reads>0),  

     col=as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra']), 

     log='xy', pch=16, xlab='#Reads', ylab='#OTUs') 

 

legend('topleft',  

       legend = levels(as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra'])), 

       col=1:nlevels(as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra'])),  

       pch=16, cex=0.5) 

 

Los contaminantes son identificados a partir de los controles usados durante el 

procesamiento molecular, es decir, los controles negativos de extracción, de PCR, los controles 

positivos, los blancos, y si aplica, los controles usados desde el procesamiento de las muestras 

como durante la filtración de aguas. Existen diferentes estrategias para decidir cuando un OTUs 

es probablemente un contaminante o un artefacto; en este caso, consideraremos que un OTU 

tiene una alta probabilidad de no ser biológicamente real cuando su abundancia máxima 

(número de lecturas) se encuentre en alguno de los controles. 

 

# Identificar los OTU "problemáticos", es decir, con máxima abundancia en controles 

 

stopifnot(all(rownames(samp)==rownames(reads))) 

 

maxInExtractionCtrl <- apply(reads[samp$Tipo.de.muestra=='Extraccion',], MARGIN=2, 

function(x) max(x,na.rm = T)) 

maxInPCRCtrl        <- apply(reads[samp$Tipo.de.muestra=='PCR',], MARGIN=2, 

function(x) max(x,na.rm = T)) 

maxInSamples        <- apply(reads[samp$Control=="Sample",], MARGIN=2, function(x) 

max(x,na.rm = T)) 

maxInBlancos        <- apply(reads[samp$Control=="Blanco",], MARGIN=2, function(x) 

max(x,na.rm = T)) 

maxInPos            <- apply(reads[samp$Control=="Positivo",], MARGIN=2, function(x) 

max(x,na.rm = T)) 

 

df <- data.frame(maxInExtractionCtrl, maxInPCRCtrl,  maxInBlancos, maxInPos, 

maxInSamples) 

 

# Determinar el tipo de control asociado a los OTUs "problemáticos" 

motus$bias <- c('Extraction','PCR','Blanco','Positivo',NA)[apply(df, MARGIN=1, 

FUN=which.max)] 

 

# Adicionar información sobre el OTU 

infosCols <- c("count", "best_identity", "family_name", "genus_name","scientific_name", 

"bias") 

 

df <- cbind(df, motus[,infosCols]) 
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# Visualizar el número de lecturas versus el número de OTUs por muestra de OTUs 

problemáticos. 'df' es un objeto que solo contiene OTUs potencialmente contaminantes o 

resultados de artefactos o errores 

df <- df[!is.na(df$bias),] 

df <- df[order(df$maxInExtractionCtrl+df$maxInPCRCtrl, decreasing=T),] 

   

stopifnot(all(colnames(reads)==motus$cluster)) 

 

plot(rowSums(reads[, !is.na(motus$bias)]), rowSums(reads[,!is.na(motus$bias)]>0),  

     col=as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra']), 

     log='xy', pch=16, xlab='#Reads', ylab='#OTUs') 

 

legend('topleft',  

       legend = levels(as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra'])), 

       col=1:nlevels(as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra'])),  

       pch=16, cex=0.5) 

 

Los OTUs identificados como potenciales contaminantes son marcados en la tabla que 

contiene la información de OTUs (‘motus’ en el guión) en la columna denominada bias. 

 

12. Identificación de cambios de etiqueta o tag switching y remoción de su efecto 

 

La preparación de librerías es el paso del procesamiento molecular donde se amplifica la 

región de interés y se adicionan los adaptadores para la secuenciación y las etiquetas. Las 

etiquetas son cadenas cortas de bases nucleotídicas que serán adicionadas a las secuencias de 

cada muestra, y que marcarán a que muestra pertenece cada secuencia (Zinger et al. 2019, 

Schnell et al. 2015). Sin embargo, durante la preparación de las librerías o durante la 

secuenciación se pueden presentar “saltos de etiquetas” o “tag jumps” o “tag switching”, en la 

cual, la etiqueta asignada a una muestra en particular se recombina con secuencias perteneciente 

a otras muestras (Zinger et al. 2019,  Taberlet et al. 2018). Así también, los índices asociados a 

los adaptadores de secuenciación pueden sufrir “saltos de índices” o “index jumps” durante la 

secuenciación, generando el mismo efecto que los tag jumps (Kircher Sawyer & Meyer 2012). 

Aunque la tasa de saltos puede disminuirse a partir de estrategias durante la preparación de 

librerías y la secuenciación, son propios al uso de la tecnología y por tanto se hace necesaria a 

nivel bioinformático aplicar procedimientos para detectarlos e intentar remover su efecto en los 

datos.   

 

La estrategia bioinformática aquí planteada sigue un sistema de doble etiqueta en las 

secuencias y pozos actuando como blanco de secuenciación, es decir, pozos de las placas de 

PCR dejadas vacías (sin reactivos ni muestras) que representan combinaciones de etiquetas sin 

usar. Haciendo uso de las secuencias reportadas en los blancos de secuenciación, las cuales 

serán consideradas como fugas, se realiza una estimación de la tasa de fugas por tag switching. 

Esto parte de la hipótesis de que la tasa de error estará directamente relacionada a la abundancia, 

es decir, hay más oportunidad de que una secuencia o OTU esté involucrado con un evento de 

tag switching entre este sea más abundante. 
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blks <- samp$Tipo.de.muestra=='Blanco' 

blks[is.na(blks)] <- FALSE 

 

OTUsInBlks <- colSums(reads[blks,])>0 

 

plot(colSums(reads[blks,OTUsInBlks]), colSums(reads[!blks,OTUsInBlks]),  

     log='xy', pch=16, col='#00000080', 

     xlab='Sum of abundance in blanks', ylab='Abundance in total') 

 

plot(apply(reads[blks,OTUsInBlks], MARGIN=2, FUN=max), 

colSums(reads[!blks,OTUsInBlks]), log='xy', pch=16, col='#00000080', 

     xlab='Max abundance in blanks', ylab='Abundance in total') 

 

# OTUs en los blancos deben contener altos conteos (o número de lecturas) 

boxplot(list('OTUs in blks'=colSums(reads[,OTUsInBlks]),  

             'OTUs not in blks'=colSums(reads[,-OTUsInBlks])), outpch = NA, 

main='Abundance of OTUs found and not found\nin blanks', ylab='Abundance', log='y') 

 

stripchart(list(OTUsInBlk=colSums(reads[,OTUsInBlks]),  

                OTUsNotInBlks=colSums(reads[,-OTUsInBlks])), vertical = T, method="jitter", 

pch=16, cex=0.4, add=T) 

 

wilcox.test(x=colSums(reads[,OTUsInBlks]),y=colSums(reads[,-OTUsInBlks]), alternative 

= "greater") 

 

plot(colSums(reads>0), colSums(reads), 

     log='xy', pch=16, col='#00000080', 

     xlab='#samples the OTU has count > 0', ylab='Abundance in total') 

 

Una vez se estima la tasa de “fuga”, se puede proceder a la remoción de su potencial efecto. 

La estrategia aquí aplicada, considera la existencia de una relación lineal entre la abundancia 

de OTUs y la probabilidad de ser parte de un evento de tag switching, y se basa en disminuir el 

número de lecturas de cada OTU de acuerdo con su abundancia y la tasa de fuga estimada. 

 

# Determinación del porcentaje de contribución media de "fuga" para todos los OTUs de 

acuerdo con la información encontrada en blancos 

 

totalCountsDueToLeaking <- colSums(reads[blks,OTUsInBlks])/sum(blks)*nrow(reads) 

 

ratios <- totalCountsDueToLeaking / colSums(reads[,OTUsInBlks]) 

# El histograma permite la visualización de los datos y el potencial efecto de remover un 

número determinado de lecturas 

hist(ratios[ratios>0], breaks=1000) 

hist(ratios[ratios>0], breaks=seq(0,max(ratios)+0.0001,by=0.0001), xlim=c(0,1.5)) 

thrLeak <- c(0, 1/10000, 5/10000, 1/1000, 1/100, 2/100, 3/100, 4/100, 5/100) 
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abline(v=thrLeak, col='red') 

 

correctedCountsForBlks <- lapply(thrLeak, function(thr) { 

  r <- sweep(reads[blks,], MARGIN=2, STATS=ceiling(colSums(reads)*thr/nrow(reads)), 

FUN='-') 

  r[r<0] <- 0 

  r 

}) 

 

names(correctedCountsForBlks) <- thrLeak 

boxplot(lapply(correctedCountsForBlks, function(x) rowSums(x>0)), ylab='Remaining 

#OTUs', las=2, cex=0.5, outpch = NA, main='Effect of leaking removal\non #OTUs for 

blanks') 

stripchart(lapply(correctedCountsForBlks, function(x) rowSums(x>0)), vertical = T, 

method="jitter", pch=16, cex=0.4, add=T) 

 

boxplot(lapply(correctedCountsForBlks, function(x) rowSums(x)), ylab='Remaining 

#Reads', las=2, cex=0.5, outpch = NA, main='Effect of leaking removal\non #Reads for 

blanks') 

 

 

stripchart(lapply(correctedCountsForBlks, function(x) rowSums(x)), vertical = T, 

method="jitter", pch=16, cex=0.4, add=T) 

 

# 'thr' será el objeto que albergará el valor de "fuga" estimado a partir de la visualización de 

los datos 

thr <- 1/100 

 

# Conteo de lecturas para remover en cada una de las muestras 

toRemove <- ceiling(colSums(reads)*thr/nrow(reads))  

 

correctedCounts1 <- sweep(reads, MARGIN=2, STATS=toRemove, FUN='-') 

correctedCounts1[correctedCounts1<0] <- 0 

 

# Visualización del impacto de la remoción de lecturas 

plot(rowSums(reads), rowSums(correctedCounts1), xlab='#Reads before cleaning for 

leaking', 

     ylab='#Reads after cleaning for leaking', main='Effect of leaking removal on #Reads') 

abline(a=0,b=1) 

 

plot(rowSums(reads>0), rowSums(correctedCounts1>0), xlab='#OTUs before cleaning for 

leaking', 

     ylab='#OTUs after cleaning for leaking', main='Effect of leaking removal on #OTUs') 

abline(a=0,b=1) 
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13. Eliminando potenciales errores y contaminantes 

 

En este paso se procede a eliminar todos aquellos OTUs marcados como potencialmente 

contaminantes y errores, a través de los procedimientos anteriores. Además, se eliminan los 

OTUs con muy baja abundancia ya que existe una alta probabilidad de que estos sean producto 

de errores de PCR o de secuenciación. Sin embargo, también es posible que estas secuencias 

de baja abundancia representen especies raras naturalmente de baja abundancia en el sistema 

estudiado. La decisión de eliminar estas secuencias debe ser tomada para cada juego de datos 

y debería depender del comportamiento de los datos y del objetivo de la investigación. En este 

guión se procede a eliminar los OTUs con una abundancia menor a un umbral determinado de 

acuerdo con el total de los datos recuperados.  El umbral debe ser evaluado para cada caso. 

   

# Removiendo OTUs con una abundancia menor al 5% (cuantil 0.05) del total de los datos. 

Estos, son los OTUs cuya abundancia esté por debajo del cuantil 0.05 del total de las 

lecturas por OTU. 

motus[which(colSums(reads)<=quantile(colSums(reads),0.05)),"bias"] <- "LowAbund" 

 

En el paso 11, en la columna bias de la tabla ‘motus’ se marcaron los OTUs problemáticos, 

es decir que podrían ser producto de contaminación. Haciendo uso de esta información se 

eliminarán estos OTUs de la matriz de comunidades. 

 

# Conteo de OTUs problemáticos teniendo en cuenta su potencial origen 

table(motus$bias) 

 

# Ajustando el número de lecturas de los OTUs problemáticos a cero 

correctedCounts2 <- correctedCounts 

correctedCounts2[,!is.na(motus$bias)] <- 0 

 

plot(rowSums(reads), rowSums(correctedCounts2), xlab='#Reads before cleaning for 

contaminants', ylab='#Reads after cleaning for contaminants', main='Effect of contaminants 

removal\non #Reads', col=as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra']), pch=16) 

abline(a=0,b=1) 

 

legend('topleft', legend = levels(as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra'])), 

col=1:nlevels(as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra'])), pch=16, cex=0.5) 

 

plot(rowSums(reads>0), rowSums(correctedCounts2>0), xlab='#OTUs before cleaning for 

contaminants', ylab='#OTUs after cleaning for contaminants', main='Effect of contaminants 

removal\non #OTUs', col=as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra']), pch=16) 

abline(a=0,b=1) 

 

legend('topleft', legend = levels(as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra'])), 

col=1:nlevels(as.factor(samp[rownames(reads), 'Tipo.de.muestra'])), pch=16, cex=0.5) 
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14. Eliminación de PCRs fallidas 

 

Para estudios de metabarcoding se recomienda tener múltiples réplicas de PCR para cada 

muestra (Taberlet et al. 2018). En este, el último paso de la depuración, se detectarán PCRs 

fallidas haciendo uso del sistema de múltiples réplicas de amplificación. Una PCR puede 

considerarse fallida de acuerdo con una muy baja abundancia de lecturas o una composición 

muy diferente a las demás réplicas de amplificación de su misma muestra. En este caso, se parte 

de un sistema de tres réplicas de PCR.  

 

El primer paso será detectar PCR fallidas de acuerdo a su abundancia. Para esto, es necesario 

seleccionar un umbral de número de lecturas mínimo bajo el cual se considerará que la PCR no 

funcionó de forma adecuada. Este umbral puede seleccionarse a partir de las recomendaciones 

realizadas en la literatura o del comportamiento de los datos. En este caso, se realizará una 

exploración de los datos para seleccionar el umbral. 

 

l <- lapply(levels(as.factor(samp[rownames(correctedCounts2), 'Control'])), function(st) { 

rowSums(correctedCounts2[samp[rownames(correctedCounts2), 'Control']==st,])}) 

names(l) <- levels(as.factor(samp[rownames(correctedCounts2), 'Control'])) 

 

boxplot(l, las=2, cex=0.25, outpch=NA, main='#reads before filtering') 

stripchart(l, vertical = T,method="jitter", pch=16, cex=0.4, add=T) 

 

# A partir de la exploración de los datos se seleccionó un umbral de 5%. El valor del cuantil 

de 0.05 será almacenado en el objeto 'thrCount' 

thrCount <- quantile(rowSums(correctedCounts2[samp[rownames(correctedCounts2), 

'Control']=="Sample",]),0.05) 

abline(h=thrCount, col='red') 

 

# Marcando las PCR with muy pocas lecturas 

samp$empty_PCR <- FALSE 

 

stopifnot(all(rownames(samp)==rownames(correctedCounts2))) 

samp$empty_PCR[rowSums(correctedCounts2)<thrCount] <- TRUE 

 

El segundo paso será identificar y remover aquellas réplicas de PCR que sean muy diferentes 

a las demás réplicas de la misma muestra. Se pueden usar diferentes métodos para realizar este 

procedimiento. Aquí, nos basaremos en un análisis de correspondencia para calcular la 

distancia, de acuerdo con la composición de OTUs, entre réplicas de la misma muestra (intra-

muestra) y respecto a réplicas de otras muestras (inter-muestra). Se descartarán aquellas 

réplicas de PCR que presenten una distancia inter-muestras menor a la intra-muestras, usando 

comparaciones con un modelo nulo. En este guión se usarán las distancias euclidianas de los 

dos primeros ejes del análisis de correspondencia realizado sobre datos transformados  con raíz 

cuadrada. Esto, sin embargo, dependerá de cada investigador. 

 

require(vegan) 
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require(ade4) 

 

# Función para remover PCRs fallidas en una sub-matriz de distancias de las réplicas de 

una misma muestra.  

 

## ----- Función construida y escrita por Frédéric Boyer (frederic.boyer@univ-grenoble-

alpes.fr) 

 

identifyBad <- function(subMat, thr) { 

  toSuppress <- c() 

  if (any(subMat>thr)) { 

    if (nrow(subMat)==2) { 

      toSuppress <- c(toSuppress, rownames(subMat)) 

    } else { 

      toSuppress <- c(colnames(subMat)[which.max(colSums(subMat))],  

                      identifyBad(subMat[-which.max(colSums(subMat)), 

                                         -which.max(colSums(subMat))], thr)) 

    } 

  } 

  return(toSuppress) 

} 

 

# Las réplicas disímiles serán marcadas en la tabla 'samp' en la columna nonReplicating 

samp$nonReplicating <- FALSE 

# Se ejecuta la función y el marcaje para cada muestra 

i <- 0 

repeat { 

  i <- i+1 

  print(paste('Iteration',i)) 

   

  dataM <- correctedCounts3[samp$Control=='Sample' & ! samp$nonReplicating,] 

   

  h <- ade4::dudi.coa(sqrt(dataM), scannf=F, nf=2) 

   

  #--- 

  cols = 1:nlevels(as.factor(samp[rownames(h$li),'Tipo.de.muestra'])) 

  nbReads <- rowSums(correctedCounts3[rownames(h$li),]) 

   

  plot(h$li, col=cols[as.factor(samp[rownames(h$li),'Tipo.de.muestra'])], pch=16,  

       main=paste('Correspondance analysis\non sqrt transformed data\nIteration',i), 

       cex=nbReads/max(nbReads)*1) 

   

  #--- 

 

  distM <- as.matrix(dist(h$li)) 
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  replicates <- gsub(pattern='[a-c]$','',rownames(distM)) 

   

  withinReplicates <- outer(replicates, replicates, FUN="==") & upper.tri(distM) 

  notWithinReplicates <- outer(replicates, replicates, FUN="!=") & upper.tri(distM) 

   

  d1 <- density(distM[withinReplicates], from=0, to=max(distM), n=1000) 

  d2 <- density(distM[notWithinReplicates], from=0, to=max(distM), n=1000) 

   

  plot(d1$x, d1$y, type='l', xlab='Distances', ylab='Density',  

       main=paste('Distances densities\nIteration',i)) 

  lines(d2, col='red') 

  thrDist <- d2$x[min(which(d1$y<d2$y))] 

  abline(v=thrDist, col='red') 

   

 # Es necesario revisar la nomenclatura de las réplicas de PCR  

  needToBeChecked <- unique(gsub('[a-c]$','',rownames(which(distM>thrDist & 

withinReplicates, 

                                                              arr.ind=T))))  

  if (length(needToBeChecked)>0) { 

    for (s in needToBeChecked) { 

      pattern <- paste0('^',s) 

      subMat <- distM[grep(rownames(distM), pattern = pattern),  

                      grep(colnames(distM), pattern = pattern)] 

      samp$nonReplicating[rownames(samp) %in% identifyBad(subMat, thrDist)] <- TRUE 

    } 

  } 

  else { 

    break; 

  } 

} 

 

Finalmente, una vez se han identificado estas réplicas de PCR, se visualiza su impacto en 

los datos, y se eliminan de la matriz de comunidades. Este paso finaliza el proceso de 

depuración. 

 

# Eliminar aquellas réplicas marcadas con FALSE en la columna nonReplicating de 'samp': 

¿Son ellas réplicas de la muestra? Falso 

# Revisar la nomenclatura de las réplicas de PCR 

tt <- table(table(gsub('[a-c]$','',rownames(samp)[!samp$nonReplicating & 

samp$Control=='Sample']))) 

barplot(tt, main = '#kept replicates') 

 

samp[which(samp$nonReplicating==FALSE),] 

 

cols = 1:nlevels(as.factor(samp[rownames(h$li),'Tipo.de.muestra'])) 
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nbReads <- rowSums(correctedCounts3[rownames(h$li),]) 

plot(h$li, col=cols[as.factor(samp[rownames(h$li),'Tipo.de.muestra'])], pch=16, 

main='Correspondance analysis\non sqrt transformed data\nfor the kept 

replicates',cex=nbReads/max(nbReads)*1) 

legend('topleft', legend = levels(as.factor(samp[rownames(h$li),'Tipo.de.muestra'])), 

pch=16, 

       col=cols, cex=0.75) 

 

samp$RemovePCR <- FALSE 

samp[which(samp$empty_PCR==TRUE | samp$nonReplicating==TRUE),"RemovePCR"] 

<- TRUE 

 

matrix.final <- correctedCounts2[!samp$RemovePCR & samp$Control=='Sample',] 

matrix.final <- matrix.final[,which(colSums(matrix.final)>0)] 

 

15. Construyendo la matriz final de comunidades 

 

Tras realizar la depuración, queda finalizar la matriz de comunidades. Para esto es necesario 

ensamblar las muestras a partir de los OTUs presentes en las diferentes réplicas de PCR que 

quedaron a partir del filtro. 

 

Una alta proporción de OTUs son únicos en cada réplica de PCR (Alberdi et al. 2018). Es 

por esto, que es necesario decidir si todos los OTUs son tomados en cuenta o si por el contrario 

se toman en cuenta OTUs que se encuentren en más de una de las réplicas por muestras o 

incluso en todas las réplicas. De manera similar, sucede con el número de lecturas, ya que estas 

pueden sumarse, promediarse, etc. Cada elección tiene diferentes implicaciones (Alberdi et al. 

2018, Taberlet et al. 2018) y estas deben ser evaluadas por los investigadores.  

 

En este guión se ensamblarán las muestras a partir de las réplicas de PCR siguiendo una 

estrategia semi-estricta, tomando en cuenta sólo aquellos OTUs que se encuentren en al menos 

dos de las tres réplicas de PCR, sumando el número de lecturas. Aquellas muestras que 

quedaron solo con una réplica de PCR después de la remoción de PCRs fallidas no serán 

tomadas en cuenta.  

 

names.samples <- gsub('[a-c]$','',rownames(matrix.final)) 

unique.names.samples <- unique(names.samples) 

new.matrix <- matrix(ncol=ncol(matrix.final),nrow=length(unique.names.samples)) 

for(i in 1:length(unique.names.samples)){ 

  matrix.i <- matrix.final[which(names.samples==unique.names.samples[i]),] 

  if(any(class(matrix.i)=="matrix")){ 

    pres.new.matrix.i <- matrix.i 

    pres.new.matrix.i[pres.new.matrix.i>0] <- 1 

    sum.i <- colSums(matrix.i) 

    sum.i[which(colSums(pres.new.matrix.i)<=1)] <- 0 

    new.matrix[i,] <- sum.i  
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  }  

  else new.matrix[i,] <- rep(0,ncol(new.matrix)) 

  print(i) 

} 

rownames(new.matrix) <- unique.names.samples 

colnames(new.matrix) <- colnames(matrix.final) 

new.matrix <- new.matrix[,which(colSums(new.matrix)>0)] 

new.matrix <- new.matrix[which(rowSums(new.matrix)>0),] 

hist(rowSums(new.matrix), breaks=100) 

 

Una vez que la matriz de comunidades por muestra es generada, es importante explorar la 

distribución de lecturas por muestra. Si las lecturas están desbalanceadas, es decir existen 

grandes diferencias en el número de lecturas entre muestras, algunos autores recomiendan hacer 

una rarefacción, ya que el desbalance puede afectar algunos de los análisis e índices ecológicos 

normalmente usados. Sin embargo, se debe tener presente que al realizar una rarefacción se 

pierde una gran cantidad de información lo que podría llegar a afectar las inferencias y 

conclusiones obtenidas.  

 

library(vegan) 

hist(rowSums(new.matrix.hongos), breaks=100) 

# Se realiza una rarefacción con base en el número de lecturas mínimo reportado entre 

todas las muestras 

std.matrix <- 

t(apply(new.matrix.hongos,1,function(x){rmultinom(1,min(rowSums(new.matrix.hongos)),

as.matrix(x))})) 

rownames(std.matrix) <- rownames(new.matrix.hongos) 

colnames(std.matrix) <- colnames(new.matrix.hongos) 

rowSums(std.matrix) 

 

# El objeto std.matrix constituye la matriz final de comunidades 

 

# Finalmente, la tabla 'motus' -en la que se guardó el registro de la información asociada a 

cada OTU- puede ser filtrada dejando los sólo OTUs incluidos en la matriz final de 

comunidades. Esta tabla puede ser usada para completar la información taxonómica o hacer 

análisis por jerarquías taxonómicas particulares 

rownames(motus) <- motus$cluster 

otus <- colnames(std.matrix) 

motus.final = motus[match(otus, rownames(motus)),] 

 

############################# Fin ############################# 

 

Tras este procedimiento se obtiene la matriz final de comunidades, que puede ser usada para 

realizar diferentes análisis estadísticos o descriptivos.  
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16. Construcción de bases de datos 

 

Hay varias estrategias para la construcción de las bases de datos. Específicamente, una base 

de datos de referencia es un conjunto de secuencias genéticas, correspondientes a la región de 

interés, de alta calidad y con una identificación plena del organismo al cual pertenece. Aunque 

idealmente la información no debe ser redundante, una mayor representación de diferentes 

variantes de la misma región para un mismo grupo biológico contribuirá a realizar una mejor 

aproximación sobre el organismo encontrado en la muestra ambiental.  

  

Actualmente, existen bases de referencia construidas disponibles para su uso, las cuales son 

constantemente actualizadas y depuradas para diferentes grupos biológicos. Este es el caso de 

SILVA (Quast et al. 2013; https://www.arb-silva.de/), la cual comprende secuencias de alta 

calidad de las regiones 16S/18S y 23S/28S del ARN ribosomal de representantes de los 

dominios de Bacteria, Archaea y Eukarya. También es el caso de UNITE (Nilsson et al. 2018; 

https://unite.ut.ee/), una base de datos que alberga la región ribosomal nuclear ITS para el reino 

Fungi (hongos), o BOLD Systems (https://www.boldsystems.org/; Ratnasingham & Hebert 

2007), repositorio de la región mitocondrial COI para un alto número de taxones. Estas bases 

de datos mencionadas son sólo algunos ejemplos de iniciativas interdisciplinarias globales, que 

usan información genética pública, depurada de acuerdo con diferentes estándares de calidad 

que incluyen la calidad de la secuencia, apropiada y completa anotación, asignación por 

expertos, y trazabilidad desde el espécimen del cual se obtiene el ADN (Nilsson et al. 2018, 

Taberlet et al. 2018, Quast et al. 2013, Ratnasingham & Hebert 2007). 

  

Una alternativa al uso de bases de datos globales consolidadas es la construcción de bases 

de datos personalizadas y propias que estén dirigidas a cubrir los organismos de interés 

(Taberlet et al. 2018). Esto puede ser particularmente útil en casos donde las secuencias 

genéticas de los organismos presentes en el área de estudio son escasas. Por ejemplo, en 

Colombia donde la información genética para muchas especies no es conocida incluso en 

grupos altamente estudiados como vertebrados, pero aún más en especies de microorganismos, 

los cuales presentan una alta diversidad y pueden presentar una alta variación genética en 

distancias geográficas relativamente cortas. 

  

La construcción de bases de datos puede realizarse de diferentes formas, como por ejemplo 

a través del uso de secuencias publicadas en diferentes repositorios como los pertenecientes a 

la Colaboración Internacional de Bases de datos de Secuencias de Nucleótidos (International 

Nucleotide Sequence Database Collaboration, INSDC). A esta colaboración pertenecen ENA 

(European Nucleotide Archive en EMBL, https://www.embl.de/), GenBank (en NCBI, 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/) y DNA DataBank of Japan (DDBJ, 

https://www.ddbj.nig.ac.jp/index-e.html), tres de los repositorios más grandes de secuencias 

genéticas. Dado que los repositorios son diariamente sincronizados, al acceder a uno de estos, 

se asegura tener acceso a una gran cantidad de información. La diferencia entre descargar la 

información de uno u otro puede radicar principalmente en los formatos de los archivos. 

  

Por compatibilidad de formato, con OBITools se sugiere el uso de las bases de datos 

nucleotídicas a partir de la información depositada en el repositorio de EMBL. En el siguiente 

ejemplo se muestra cómo se construye la base de datos de bacterias con el marcador 16S, 

usando secuencias estándar (STD) de procariotas (PRO) de EMBL.  

https://www.arb-silva.de/
https://www.arb-silva.de/
https://unite.ut.ee/
https://unite.ut.ee/
https://unite.ut.ee/
https://www.boldsystems.org/
https://www.embl.de/
https://www.embl.de/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/
https://www.ddbj.nig.ac.jp/index-e.html
https://www.ddbj.nig.ac.jp/index-e.html
https://www.ddbj.nig.ac.jp/index-e.html
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############################## Inicio ################################ 

### Construcción de bases de datos para Bacterias 

## Descarga de secuencias para procariotas (PRO) desde EMBL 

 

wget "ftp://ftp.ebi.ac.uk/pub/databases/embl/release/std/rel_std_pro_*.dat.gZ" 

gunzip rel_std_pro_* 

# 699964 sequences 

 

## Descarga de la información de taxonomía asociada a la base de datos. En el caso de los 

repositorios de EMBL es taxonomía asociada a NCBI 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/taxonomy). 

mkdir TAXO 

cd TAXO 

wget ftp://ftp.ncbi.nih.gov/pub/taxonomy/taxdump.tar.gz 

tar -zxvf taxdump.tar.gz 

 

obiconvert es una función de OBITools que permite la conversión de formatos para filtrar las 

secuencias pertenecientes a la región de interés. 

 

obiconvert --embl --skip-on-error ./rel_std_pro_* -t ~/databases/EMBL/TAXO/ --ecopcrdb-

output=bactDB_2020 

 

Una vez la base de datos se encuentra en un formato legible para ObiTools se usa la función 

ecoPCR, la cual realiza una PCR (reacción en cadena de la polimerasa) en sílico, donde se 

amplificará la región de interés en las secuencias disponibles usando la secuencia de los 

cebadores usando durante el trabajo de laboratorio. Esta operación permite filtrar la base de 

datos, dejando solo la región de interés y por tanto aumentando la precisión de asignación, y 

disminuye el tamaño de la base de datos, haciéndola de más fácil manipulación. Este paso, sin 

embargo, es suprimible. Si se filtra la base de datos, por cada juego de primers usados debe 

realizarse esta operación para restringir la base de datos, incluso si amplifican la misma región. 

Por ejemplo, para dos juegos de datos en donde se obtendrá la secuencia de un mismo gen por 

metabarcoding usando primers diferentes durante la preparación de librerías, se debe construir 

una base de datos para cada juego, realizando una PCR en sílico con cada par de primers. Esto 

aumentará la probabilidad de asignación de cada caso. 

 

conda install ecopcr 

conda update ecopcr 

ecoPCR -d bactDB_2020 -e 3 -l 100 -L 1000 GGATTAGATACCCTGGTAGT 

CACGACACGAGCTGACG > bactDB_2020.ecopcr 

 

Una vez los resultados de la PCR están listos, estos se convierten a formato FASTA que 

permite la edición y depuración de secuencias. 
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obiconvert --ecopcr bactDB_2020.ecopcr --fasta-output > bactDB_2020.fasta 

 

Además de los archivos que conformarán la base de datos, se construirá un archivo de 

referencia donde se agrupará toda la variación disponible para cada taxón identificado. Se 

agrupan las secuencias por su identificador taxonómico. Este procedimiento implica la 

agrupación de secuencias por su identificador taxonómico, para posteriormente dejar sólo un 

representante por taxón, y eliminar las secuencias con identificadores inválidos o duplicados. 

 

obiannotate -S idtax:'taxid' bactDB_2020.fasta > bactDB_2020_id.fasta 

obiuniq -m taxid bactDB_2020_id.fasta > bactDB_2020_unique.fasta 

obiannotate -R idtax:taxid bactDB_2020_unique.fasta > bactITS_2020_unique.fasta 

obigrep -A taxid bactITS_2020_unique.fasta > bactITS_2020_uniqueID.fasta 

obiannotate --uniq-id bactITS_2020_uniqueID.fasta > bactITS_2020__Ref.fasta 

 

# bactITS_2020__Ref.fasta es el archivo final de referencia que será usado en la asignación 

taxonómica. 

############################# Fin ############################# 

 

Este procedimiento contribuye a generar bases de datos de referencia basados en 

información depositada en repositorios públicos. Sin embargo, de acuerdo con el sistema 

biológico de interés y de estar disponibles, esta base de datos debe alimentarse con información 

de secuencias generadas de organismos locales o cercanos. 

 

Una base de datos con secuencias locales o propias puede ser construida fácilmente siempre 

y cuando la secuencia sea de buena calidad, tenga alta confiabilidad en la identificación, se 

encuentre soportada por un voucher -idealmente- y finalmente, que tenga un identificador único 

taxonómico o taxid. 

 

El taxid es un número único que el consorcio NCBI asigna a cada uno de los taxones que 

ingresan a su base de datos. Este aplica para todas las jerarquías taxonómicas (dominio, filo, 

reino, familia, género, especie, entre otros) y es único e irrepetible, lo que permite evitar 

confusiones dadas por sinonimias, nombres mal escritos, incompletos, u homónimos entre 

diferentes grupos biológicos. La información relacionada a los taxids se encuentra en la página 

oficial de taxonomía de NCBI (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/taxonomy). Esta información se 

encuentra relacionada en los archivos taxdump, que hacen parte de las bases de datos ya 

construidas por NCBI y sus aliados (EMBL y DDBJ), y son usadas para la construcción de 

bases de datos de acuerdo con el procedimiento descrito anteriormente. 

 

Para la construcción de base de datos con secuencias locales, cada secuencia debe estar en 

formato fasta y debe tener asignado el número correspondiente a su taxón o taxid en el 

encabezado. Algunas herramientas como la función obiaddtaxids del programa OBITools 

(https://pythonhosted.org/OBITools/scripts/obiaddtaxids.html) pueden realizar la asignación y 

anotación de forma automática basado en el nombre científico. En este caso, es preciso verificar 

que los nombres científicos sigan la taxonomía de NCBI para evitar que las secuencias no sean 

asignadas o se presenten asignaciones erróneas. También puede realizarse de forma manual. 
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En ambos casos, es importante tener presente que el encabezado de las secuencias debe 

contener en el primer argumento y diferenciado por el nombre ‘taxid’ el número único de NCBI, 

de lo contrario el programa no realizará la relación. El resto de los argumentos del encabezado 

deben ser separados por punto y coma (;).  

 

A continuación se ilustra un ejemplo de secuencia en el formato requerido para la 

construcción de la base de referencia con secuencias locales: 

 

>BBIHF001-19 taxid=1715255; Xylaria 

GTCTCCGTTGGTGAACCAGCGGAGGGATCATTAAAGAGTTTTAAAACTCCCATA

CCCTGTGAATATACCTATACGTTGCCTCGGCAGGCTGTATCTCCCTTGCTATAA

ACTCGGTAAAAGGTGACTTTTACTGAGCTAGATGCCTGGGAGGTGCCCTGATG

GTCTGCCGGCGGCCCTTTAACTCTGTTTTATATTTAAATTCTGAGGCCCTAGTAA

ATATATTAAAACTTTCAACAACGGATCTCTTGGCTCTGGCATCGATGAAGAACG

CAGCGAAATGCGATACGTAATGTGAATTGCAGAAGTTAGTGAATCATCGAATC

TTTGAACGCACATTGCGCCCGCTAGTATTCTAGCAGGCATGCCTGTTCGAGCGT

CATTTCAACCCTTCAGCCTTTGTTGCTGAGTGTTGGGAGGCTATGCGTCAGCGT

ATCTCCTGAAATGCAGTGGCGGAGTTCGGTCAGCTCTAGACGTAGTAAAATCTT

TTATATCGCCTGTGAGTTAGACGGTCTACGGCCATAAAATTCCCATATTTTTAA

AGGTTGACCTCGAATCAGGTAGGGTTACCCGCTGAACTTAAGCATATCAATAA 

 

Para unir las secuencias al archivo generado a partir de la información encontrada en EMBL, 

las secuencias en formato fasta deben convertirse al mismo formato. Para esto, sobre el archivo 

fasta con las secuencias locales se pueden correr las funciones obiconvert y ecoPCR del 

programa OBITools, tal cual se describió en el procedimiento anterior. El archivo fasta 

resultante se concatena al archivo que contiene las secuencias obtenidas de EMBL en formato 

OBITools, y se continúa con el procedimiento de limpieza y la obtención del archivo de 

referencia.  
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3.1.3 Estudio de caso: Diseño e implementación de un programa de 

monitoreo para evaluar el estado de la biodiversidad presente en 

las áreas afectadas por derrames de hidrocarburos generados por 

terceros y por eventos operacionales en el corredor vial Puerto 

Vega – Teteyé – Bloque suroriente, y el efecto del programa de 

limpieza y recuperación realizado por la empresa Gran Tierra 

Energy Colombia o sus contratistas 

Sobre el corredor vial Puerto Vega – Teteyé (Puerto Asís. Putumayo), desde 1987 se han venido 

desarrollando procesos de exploración, perforación y establecimientos de campos petroleros. 

Actualmente, en el corredor existen tres campos de explotación, que están siendo operados por 

la petrolera Gran Tierra Energy (GTE). El crudo que se produce en estos pozos es transportado 

por carrotanques desde los puntos de carga de los campos del corredor, hasta la estación 1 de 

Ecopetrol localizada en Orito – Putumayo desde donde se bombea por el oleoducto trasandino 

Orito-Tumaco. Entre los años 2005 y 2015 se presentaron diferentes eventos de derrames de 

crudo en el corredor vial, afectando de manera directa el suelo y los cuerpos de agua cercanos 

a los derrames. 

  

En un primer diagnóstico realizado por GTE, se identificaron y delimitaron 27 áreas de suelo 

contaminado que incluyen 12 humedales, 4 pocetas, 4 bajos inundables, 3 lagos, 6 caños y 5 

quebradas. Gran Tierra Energy realizó la implementación de un proceso de limpieza y 

recuperación de las zonas afectadas, con el que espera ejecutar un programa de monitoreo de 

la biodiversidad que pueda dar luces sobre la efectividad de las medidas implementadas en la 

zona. 

  

Como estrategia para el monitoreo de la efectividad de las actividades de limpieza, se realizó 

la caracterización de hongos y bacterias, debido a que tienen una alta capacidad de respuesta a 

los cambios ambientales, son altamente idóneos para evaluar y monitorear el estado de los 

ecosistemas (van Bruggen & Semenov 2000). La caracterización de las comunidades 

microbianas y de hongos se realizó a través de la técnica de metabarcoding, con la que se realizó 

la caracterización de la biodiversidad en muestras de agua, sedimentos y suelo mediante la 

secuenciación masiva de marcadores genéticos (Taberlet et al. 2012; Ji et al. 2013). 

  

El proyecto consta de dos fases, la fase I se llevó a cabo en noviembre 2019, previa a las 

actividades de limpiezas por parte de GTE, y la fase II se llevará a cabo en el 2021, posterior a 

la limpieza (figura 12). 
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Figura 12. Línea del tiempo, 2005-105 se presentaron eventos de derrame; 2019 se estableció 

la línea base para microorganismos (hongos y bacterias), 2019-2020 GTE realizó las 

actividades de limpieza; 2021 primer monitoreo con microorganismos. 

  

En cada una de las fases se va a realizar la caracterización genética de hongos y bacterias en 

muestras de agua, suelo y sedimento, en 39 puntos previamente seleccionados por GTE (figura 

13, tabla 2). 

 

 
Figura 13. Mapa general de la zona de estudio (corredor vial). Los círculos rojos corresponden 

a los 39 puntos de muestreo. 
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Tabla 2. Puntos de muestreo, definidos por GTE 

Puntos de muestreo 

QCG 1 H11 - 2 CAB1 BRA1 

QCG 2 H11 - 3 CAB3 BRA3 

QCG 3 H10 - 1 CAB7 MUC1 

CGA 1 H10 - 2 CAB9 MUC1A 

CGA 2 H10 - 3 CAB11 MUC2 

CGA 3 MON1 CRI1 MUC3 

PNN 1 MON3 CRI2 LAG1 

PNN 2 MON5 CRI3 LAG3 

PNN 3 CHB3 LOR1 LAG5 

H11 - 1 CHB5 LOR2   

 

 

El muestreo consistió en tomar 3 muestras de agua, 3 de sedimentos y una muestra 

compuesta de suelos (Figura 14) en cada uno de los 39 puntos, para un total de 117 muestras 

por sustrato. 
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Figura 14. Muestreo realizado en cada uno de los 39 puntos. 

  

El procesamiento de las muestras como el filtrado del agua y la extracción de ADN de las 

mismas se realizó en un laboratorio instalado en campo. La extracción del ADN extracelular 

para los tres tipos de muestras se llevó a cabo utilizando el kit NucleoSpinSoilTM de la marca 

Macherey-Nagel, y siguiendo un protocolo modificado e híbrido entre el del fabricante y el 

propuesto por Taberlet et al. 2012. Por cada ronda de extracción se incluyó una muestra control 

negativo, la cual consistió únicamente de la solución de fosfato de sodio, es decir sin ADN. De 

esta forma, durante los 12 días que tomó procesar todas las muestras, se obtuvieron 12 muestras 

control. El ADN extraído se guardó en criocajas y estas se guardaron en bolsas plásticas con 

silicagel, para evitar concentraciones de humedad. 

  

Posteriormente para el proceso de amplificación y secuenciación, las muestras de ADN se 

enviaron a un laboratorio externo al Instituto. El ADN se amplificó por el método de Reacción 

en Cadena de la Polimerasa (PCR) a partir de los extractos obtenidos de la extracción, se 

emplearon cuatro controles negativos de PCR y tres réplicas de PCR por muestra. Con las 

réplicas de PCR de cada muestra se evaluó la confiabilidad de las secuencias que se mantienen 

posterior a aplicar los análisis bioinformáticos, para lo cual nos basamos en el supuesto de que 

las secuencias que aparecen en múltiples réplicas de PCR tienen más probabilidades de ser 

reales en lugar de secuencias generadas al azar por error de secuenciación. Para las PCR se 

usaron cebadores dirigidos a sitios de cebado comunes al clado de interés, en este caso 

cebadores universales para bacterias y cebadores específicos para hongos (Tabla 3) pero que 

flanquean regiones suficientemente variables para discriminar taxones. En este estudio, estos 

pares de cebadores fueron marcados con etiquetas cortas de combinación única para cada 

muestra. Estas etiquetas permiten recuperar, en el análisis bioinformático posterior, la muestra 

de origen. 
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Tabla 3. Cebadores utilizados para el procedimiento de metabarcoding. 

Marcador 

genético 
Cebador Secuencia Referencia 

ITS (hongos) 

5.8SF 

5’-

CAAGAGATCCGTTGTTGAAAGTK-

3’ 

White et al. 1990 

ITS5 

5’-

GGAAGTAAAAGTCGTAACAAGG-

3’ 

Epp et al. 2012 

16S rRNA v3-

v4 (bacterias) 

341F 5’-CCTACGGGAGGCAGCAG-3’ Muyzer et al. 1993 

806R 5’-GGACTACHVGGGTWTCTAAT-3’ Caporaso et al. 2011 

  

Además de los controles negativos de extracción y PCR, se tuvo en cuenta controles 

positivos que consistieron en una muestra de ADN de una comunidad con identidades 

conocidas, para este proyecto, se utilizaron comunidades de hongos de bosque alto-andino del 

norte de la cordillera oriental, y comunidades de bacterias seleccionadas del cepario de la 

Corporación CorpoGen. Los controles son tratados como muestras adicionales, y permiten 

analizar el comportamiento de los procesos de PCR y secuenciación, siendo usados en el 

proceso de limpieza bioinformática. 

  

Después de las amplificaciones por PCR, se preparó una biblioteca de secuenciación donde 

todos los productos o amplicones de las diferentes muestras se combinaron y ligaron a 

cebadores de secuenciación. Las bibliotecas de secuenciación se secuenciaron utilizando una 

química de extremos emparejados de 250 pb en cartuchos V2 para Illumina MiSeq, realizando 

3 corridas para bacterias y 3 para hongos con el objetivo de obtener millones de lecturas por 

biblioteca (25.000 lecturas / réplica de PCR / muestra). 

  

Una vez obtenidas las secuencias se realizó el análisis bioinformático, iniciando con el 

alineamiento de hebras pareadas de ADN, demultiplexado y dereplicación de secuencias 

únicas, utilizando el programa OBITools 1.2.13 (Boyer et al. 2014). Las secuencias que 

presentaban nucleótidos ambiguos (N), longitudes por fuera de los límites esperados y que 

estuvieran soportadas por muy pocas secuencias, fueron descartadas. Las secuencias se 

agruparon en Unidades Taxonómicas Operativas Moleculares (MOTUs) utilizando Sumaclust 

(Mercier et al. 2013), y se generaron tablas de OTU que se analizaron contra las bases de datos 

genéticos estándar (STD) de procariotas (PRO) y hongos (FUN) de EMBL-EBI 

(ftp://ftp.ebi.ac.uk/pub/databases/embl/release/std) utilizando el algoritmo ecotag del paquete 

OBIToolsblastn. La taxonomía para cada OTU se asignó en función de la base de datos 

taxonomy de NCBI (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/taxonomy). 
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Posteriormente, usando diferentes funciones base en R (2020), se eliminaron los OTUs que 

presentaron mayores abundancias en controles negativos de extracción o PCR, controles 

positivos o blancos de secuenciación. Para cada muestra, se descartaron aquellas réplicas de 

PCR que eran diferentes a las demás réplicas de su muestra, de acuerdo con análisis de 

correspondencia, y se conservaron sólo los OTUs que se registraron en al menos dos de las 

réplicas de PCR. Debido a que el número de lecturas en cada muestra era altamente variable, 

se realizó una rarefacción al cuantil 25 (25% de la distribución del número de lecturas) para 

todas las muestras depuradas. Finalmente, para evitar sesgos generados por las amplias 

diferencias en abundancias se estimaron distancias de Hellinger (Legendre & Gallagher 2001) 

por OTU y entre los puntos de muestreo, usando funciones del paquete ‘vegan’ (Oksanen et al. 

2019). 

  

Tras el proceso de depuración y limpieza de las secuencias, varias de las réplicas biológicas 

fueron excluidas. Esta exclusión permite obtener estimados confiables de diversidad y de los 

diferentes análisis ecológicos, y puede generarse por diferentes factores, desde presencia de 

inhibidores de amplificación en la muestra tomada, afinidad de los cebadores, contaminación, 

entre otros (Taberlet et al 2018). Las matrices finales con distancias de Hellinger usadas para 

los análisis ecológicos incluyeron para hongos 27 estaciones de muestreo en agua, 35 estaciones 

de muestreo para sedimentos y las 39 estaciones para suelo, para bacterias todas las estaciones 

quedaron incluidas. 

  

Para cada punto de muestreo se estimó la diversidad alfa, beta y se hizo una descripción de 

la composición taxonómica a través de diferentes jerarquías. Los análisis de diversidad alfa se 

realizaron a partir del índice de Shannon (H’). Este índice se basa en la incertidumbre al 

predecir la identidad de un individuo desconocido, tomando en cuenta tanto el número de OTUs 

como sus abundancias relativas. Por ejemplo, en una comunidad altamente diversa con OTUs 

uniformemente distribuidos, la incertidumbre sobre la identidad de un individuo desconocido 

es alta ya que el individuo desconocido podría pertenecer a cualquier OTU. Por el contrario, en 

una comunidad con igual número de OTUs pero donde algunos de ellos son dominantes, podría 

ser más fácil predecir a qué especie pertenece el individuo, llevando a una menor incertidumbre 

y por tanto a una menor diversidad (Shannon 1948). El índice de Shannon se calculó para cada 

réplica biológica usando la función diversity del paquete ‘vegan’ en R. La diversidad alfa de 

cada punto de muestreo fue estimada como el valor promedio de cada una de las réplicas 

biológicas tomadas. 

 

En este mismo proyecto y como parte de la estrategia de monitoreo por parte de GTE se realizó 

por parte de un grupo de especialistas la evaluación de la presencia de macroinvertebrados 

acuáticos (muestreados en los mismos puntos donde se tomaron las muestras para análisis 

genéticos). Parte de los resultados obtenidos por este grupo fue el cálculo del índice 

BMWP/Col, que evalúa la calidad del ambiente según la presencia de ciertas familias donde a 

cada una se le da una puntuación según su nivel de tolerancia a los ecosistemas eutrofizados, 

dando una categoría de calidad a cada uno de los sitios evaluados (Tabla 4) (Carrera & Fierro 

2001). 
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Tabla 4. Puntajes BMWP/Col para los 39 puntos de muestreo 

Puntos de muestreo    

QCG 1 H11 - 2 CAB1 BRA1    

QCG 2 H11 - 3 CAB3 BRA3 Categoría según calidad 

QCG 3 H10 - 1 CAB7 MUC1  Buena  

CGA 1 H10 - 2 CAB9 MUC1A  Aceptable  

CGA 2 H10 - 3 CAB11 MUC2  Dudosa  

CGA 3 MON1 CRI1 MUC3  Crítica  

PNN 1 MON3 CRI2 LAG1  Muy crítica  

PNN 2 MON5 CRI3 LAG3    

PNN 3 CHB3 LOR1 LAG5    

H11 - 1 CHB5 LOR2      

 

Los resultados de diversidad alfa fueron corelacionados con la clasificación de calidad del 

punto, de acuerdo con el índice de calidad que se obtuvo de los puntajes obtenidos para el índice 

BMWP/Col para macroinvertebrados (Tabla 4). Para esto se realizaron pruebas de Kruskall-

Wallis (Kruskall & Wallis 1952) y Pruebas de Dunn (Dunn 1964) usando la función base de R 

kruskal.test y dunnTest del paquete ‘FSA’ (Ogle et al. 2020). 

  

La diversidad beta calcula la similitud o disimilitud de OTUs entre estaciones de muestreo, 

es decir, el número OTUs que son compartidos entre estas. Para estimar el grado de similitud 

entre puntos de muestreo se usó el índice de disimilitud de Bray-Curtis (Bray & Curtis 1957), 

el cual toma en cuenta tanto la presencia de OTUs como su abundancia. Esta estimación se 

realizó usando la función vegdist del paquete ‘vegan’ en R. El índice de Bray-Curtis se obtiene 

en comparaciones pareadas, por lo que para obtener un estimado de cada sustrato, se promedió 

el valor del índice a través de todas las comparaciones pareadas por grupo biológico. Como 

segunda estimación de diversidad beta se estimó la similitud entre las comunidades de los 

diferentes puntos de muestreo a través de un análisis de escalamiento multidimensional no 

métrico o NMDS (Nonmetric multidimensional scaling). Este es un método de ordenación 

basado en rangos que intenta ordenar los objetos o muestras de acuerdo con su distancia, en 
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este caso, estimada de acuerdo con su similitud en composición de OTUs. El análisis NMDS 

se ejecutó con la función metaMDS del paquete ‘vegan’ en R, estimando la distancia entre 

puntos de muestreo con el índice de disimilitud de Bray-Curtis. Al igual que con la diversidad 

alfa, se evaluó la correspondencia cualitativa entre la diversidad beta y las categorías de calidad 

de acuerdo con los índices obtenidos de los Puntajes BMWP/Col de macroinvertebrados (Tabla 

4). Adicionalmente, se evaluó la correlación entre la beta diversidad y la distancia geográfica 

entre estaciones de muestreo, a través una prueba de Mantel (Mantel 1967) usando la función 

mantel.rtest del paquete ‘ade4’ (Bougeard & Dray 2018) en R. 

  

 En el Análisis de composición taxonómica Se examinó la estructura de las comunidades de 

hongos y bacterias de acuerdo a la asignación taxonómica de los OTUs obtenidos y las matrices 

con distancias de Hellinger de la siguiente manera: 1) composición taxonómica a nivel de clase, 

para hongos y bacterias, agrupando por sustrato evaluado (agua, sedimento, suelo); 2) 

composición taxonómica a nivel de clase, para hongos y bacterias, agrupando por cada estación 

de muestreo analizando cada sustrato de forma independiente; 3) composición taxonómica a 

nivel de clase, para hongos y bacterias, agrupando los puntos de muestreo de acuerdo a la 

categoría de calidad de agua obtenida mediante la evaluación de macroinvertebrados acuáticos, 

analizando cada sustrato también de forma independiente. Para realizar los cálculos y 

agrupaciones por categoría en estos análisis se utilizó el paquete ‘phyloseq’ de Bioconductor 

en R (McMurdie & Holmes, 2013), y para la elaboración de los gráficos se utilizó ‘ggplot2’ 

(Wickham, 2016), con los esquemas de colores de ‘randomcoloR’ (Ammar, 2019). 

 

En cuanto a los resultados, en general se observó que tanto para hongo como para bacterias 

la diversidad fue altamente variable a través de las estaciones de muestreo, al hacer la relación 

de la diversidad alfa con el índice de calidad según BMWP/Col, en hongos si observamos una 

diferencia significativa en aquellas zonas más afectadas (categoría muy crítica según 

BMWP/Col) comparado al resto de las categorías. En cuanto a la composición se observó 

dominancia de una clase. Particularmente en suelos no se observó una señal respecto al índice 

de calidad (figura 15). 
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a.       b. 

  
   c. 

 
Figura 15. Diversidad alfa de hongos en a. agua, b. sedimento y c. suelo. El tamaño de las 

barras representa la diversidad alfa para cada uno de los sitios con su desviación estándar y los 

colores corresponden a la categoría de calidad del ambiente según el índice BMWP/Co de 

macroinvertebrados, donde 0 corresponde a estaciones que no les fueron asignadas una 

categoría, I es buena, II aceptable, III dudosa, IV crítica y V muy crítica 

  

En cuanto a bacterias no se encontraron diferencias significativas al comparar con los el 

índice de calidad de agua, por el contrario, las señales parecen ser independientes, respecto al 

índice de calidad (figura 16). 
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a.        b. 

 
    c. 

 
Figura 16. Diversidad alfa de bacterias en las muestras de a. agua, b. sedimento y c. suelo. El 

tamaño de las barras representa la diversidad alfa para cada uno de los sitios con su desviación 

estándar y los colores corresponden a la categoría de calidad del ambiente según el índice 

BMWP/Co de macroinvertebrados, donde 0 corresponde a estaciones que no les fueron 

asignadas una categoría, I es buena, II aceptable, III dudosa, IV crítica y V muy crítica. 

 

En cuanto a la composición taxonómica, en total para la zona de estudio se encontraron 3737 

OTUs de Bacterias, en muestras de agua 568, en sedimento 983 y en suelo 1026 y para hongos 

se encontraron 1723 OTUs para las muestras de agua 286, en sedimentos 306 y en suelos 1408, 

con diferente porcentaje de asignación taxonómica a nivel de filo y de clase (Tabla 5). 
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Tabla 5. Porcentajes de asignación taxonómica a nivel de filo y clase para los tres sustratos en 

hongos y bacterias. 

  Sustrato filo clase 

Hongos 

Agua 69.6 % 58.1 % 

Sedimentos 72.5 % 41.8 % 

suelo 65.4 % 46.6 % 

Bacterias 

Agua 54.4 % 40.3 % 

Sedimentos 60.9 % 52.5 % 

suelo 63.3 % 52.9 % 

 

Tanto de hongos (Figura 17) como de bacterias (Figura 18), vemos que en agua y sedimento es 

similar, en suelos cambia un poco. 

 

 
Figura 17. Composición taxonómica a nivel de clase de las comunidades de hongos por 

sustrato evaluado (agua, sedimento, suelo). Las barras representan las abundancias relativas por 

sustrato y cada color representa una clase (categoría taxonómica). 
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Figura 18. Composición taxonómica a nivel de clase de las comunidades de bacterias por 

sustrato evaluado (agua, sedimento, suelo). Las barras representan las abundancias relativas por 

sustrato y cada color representa una clase (categoría taxonómica). 

 

Adicionalmente para los tres sustratos observamos organismos que en la literatura se han 

reportado como degradadores de crudo. Por ejemplo en bacterias , se evidenció presencia de 

las clases Betaproteobacteria, las Actinobacteria, Flavobacteriia, este último principalmente en 

las muestras de suelo, Deltaproteobacteria en los sustratos de sedimentos y agua, la clase 

Sphingobacteriia que predomina en las muestras de agua y sedimentos, Alphaproteobacteria 

presente en mayor proporción en las muestras de suelo y sedimento y bacterias de la clase 

Bacilli que aunque se encuentra presente en los tres sustratos, en suelos se encuentra en menor 

proporción (Ortiz & Chiappa 2013). 

 

En cuanto a hongos se identificó en los tres sustratos la presencia del orden mortierella de 

la clase Mortierellomycetes, especies de este género tienen la capacidad acumular grasos 

insaturados y son asociados a suelos contaminados con hidrocarburos (Wagner et al, 2013). 

Reyes y Ortíz (2017) realizaron una recopilación de estudios que identifican algunas clases de 

hongos con capacidad para degradar el petróleo, algunos identificados en el presente estudio, 

presentes en bajas proporciones en los tres sustratos, entre los cuales se encuentran las clases, 

Sordariomycetes, Dothideomycetes, Glomeromycetes, Eurotiomycetes y Mucoromycota. 

 

En esta primer fase del proyecto previa a las labores de limpieza, para la caracterización de 

microorganismos a partir de metabarcoding se pudo apreciar que no hay una diferencia entre 

las estaciones de muestreo en cuanto a su diversidad, podemos inferir que en parte puede 

deberse a que el sistema es muy homogéneo, se encuentra caracterizado por un paisaje 
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altamente intervenido, donde predominan los potreros y cultivos, además de ser una zona que 

históricamente ha estado expuesto a derrames de petróleo.  

 

Sin embargo se ha demostrado que a largo plazo la contaminación por hidrocarburos genera 

cambios en la estructura y sucesión de las comunidades microbianas, debido a que la 

composición de los compuestos del petróleo crudo y su toxicidad cambian con el tiempo (Jeong 

et al., 2015), evaluar la asociación de la contaminación de las comunidades microbianas por 

hidrocarburos y su efecto en el tiempo y posterior a las actividades de limpieza, se espera poder 

tener una caracterización más completa del estado y las tendencias de las comunidades con el 

fin de evaluar la capacidad de respuesta posterior a la limpieza de las zonas que estuvieron 

expuestas a derrame de crudo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
58 

3.1.4 Uso de metabarcoding en el monitoreo ambiental con insectos 

Los insectos son organismos diversos y cosmopolita. Corresponden a algunos de los 

primeros animales en colonizar ecosistemas terrestres y de agua dulce (Misof et al. 2014). La 

abundancia y dominancia de estos organismos representa más del 50% de los seres vivos del 

planeta, donde la biomasa sólo de las hormigas constituye cerca de un cuarto de la biomasa 

animal total (Wilson 1992, Robinson et al. 2011). La importancia de los insectos es 

incalculable, así como aportan a los humanos y al ecosistema con sus numerosas funciones 

(polinizadores, ciclado de nutrientes, descomposición de materia orgánica, aireación del suelo, 

control biológico, fuente de alimento, entre otros), también hay porcentajes de especies que 

afectan negativamente la economía, en particular en áreas agropecuarias y en salud (Hill 1997, 

McIntyre et al. 2001, Cannings 2007, Song et al. 2015, Steward et al. 2017). Durante décadas 

varios grupos de insectos se han utilizado en estudios ambientales, pues se han encontrado en 

ellos agrupaciones idóneas para evaluar y monitorear cambios en los ecosistemas, debido a su 

diversidad y la variación en sensibilidad y respuestas a factores ambientales. Es así que, algunos 

insectos se utilizan como indicadores en la evaluación y monitoreo de la biodiversidad, calidad 

del agua y de suelos, degradación y recuperación de la estructura vegetal, estados sucesionales 

y fragmentación (Hill 1997, Roldán-Pérez 2016, Fernández et al. 2019). Se resalta en particular 

en estudios ambientales el uso de las mariposas, grillos y saltamontes, cucarrones y escarabajos, 

las hormigas y avispas, chinches acuáticos o en ocasiones agrupaciones amplias de varios 

órdenes y grupos de animales, como los macroinvertebrados acuáticos, entre los que se 

encuentran los efemerópteros, plecópteros y tricópteros que son insectos con estados de vida 

acuática (van Swaay 2008, Bicknell et al. 2014, Hochkirch et al. 2016, Roldán-Pérez 2016, 

Fernández et al. 2019).  

 

Históricamente, el uso de los insectos para la caracterización de los ecosistemas consiste de 

manera general en la visita al sitio, observación y recolección de organismos que luego son 

identificados a partir de su morfología en un laboratorio, luego se analizan los datos y se 

proveen interpretaciones y conclusiones (Leese et al. 2018). El uso de morfología continua 

vigente, sin embargo, nuevas herramientas moleculares se han puesto a prueba y han 

demostrado su potencial para la caracterización y monitoreos con insectos a corto y largo plazo 

(Hering et al. 2018, Piper et al. 2019). Entre las aproximaciones más recientes está el uso de 

metabarcoding, que ha ido tomando fuerza a nivel mundial, en ecosistemas terrestres se realiza 

el monitoreo masivo de insectos con trampas Malaise, la cual corresponde a una trampa de 

interceptación de vuelo donde principalmente se capturan insectos de los órdenes Diptera 

(moscas), e Hymenoptera (abejas y avispas), pero frecuentemente se capturan otros órdenes 

Coleoptera (cucarrones y escarabajos), Hemiptera (chiches y saltahojas), Lepidoptera 

(mariposas y polillas) (Sheikh et al. 2016). Este monitoreo es de uso cotidiano a nivel mundial, 

tal vez por la facilidad de manipulación de la trampa que puede ser dejada por largos periodos 

de tiempo y visitada según la frecuencia de interés (días, semanas o algunos meses).  

 

En diferentes países se han desarrollado proyectos para monitoreo de insectos con este tipo 

de trampas con la participación de voluntarios en comunidades remotas y en colegios quienes 

se encargan de hacer el montaje de trampas y de recolectar y enviar las muestras para análisis 

(Geiger et al. 2016, Karlsson et al. 2020). Las muestras en la trampa están preservadas en etanol 

para así garantizar la recuperación de ADN proveniente de los organismos. Al analizar las 
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muestras con técnicas de nueva generación se logra la secuenciación de ADN de organismos 

de forma masiva y en paralelo generando inventarios y logrando la identificación de los 

organismos a partir de códigos de barras (Piper et al. 2019). Esto permite disminuir costos y 

tiempos de procesamiento de datos; sin embargo, no permite asociar los especímenes 

recolectados con los códigos, para asociarlos tocaría procesar los especímenes de forma 

individual (Karlsson et al. 2020). El procesamiento individual (barcoding) puede traer consigo 

retos como altos costos y necesidad de especialistas en la identificación taxonómica, aunque es 

un proceso que ayuda a crear bases de datos de referencia. Al combinar un método de captura 

masivo con métodos de análisis masivos como el metabarcoding se logra incrementar la 

velocidad de conocimiento de la biodiversidad de las regiones, con esto se pueden crear nuevos 

estándares que faciliten los monitoreos y promuevan un entendimiento comprehensivo de la 

biodiversidad y tendencias en la pérdida o alteraciones de la misma. 

 

Por otra parte, en ecosistemas acuáticos se ha encontrado que el ADN de insectos puede ser 

recuperado en muestras de agua, sin necesidad de hacer captura de los organismos (Uchida et 

al. 2020). El uso de metabarcoding en la detección de ADN ambiental (eDNA) es una técnica 

esencial y en creciente auge para el uso de ecosistemas acuáticos (Leese et al. 2018). El ADN 

ambiental corresponde a fragmentos de ADN o rastros de ADN que dejan los organismos en el 

ambiente, la detección de este rastro representa una oportunidad para determinar la presencia 

de un organismo en la fuente hídrica e incluso la implementación de monitoreo en un tiempo 

determinado. Este método parte de la premisa que para detectar el ADN de un organismo este 

se encuentra presente, reconociendo algunas falsas detecciones debidas a contaminación por 

depósito de excrementos de animales, depósito de otros organismos por el arrastre del viento, 

corrientes y afluentes (Taberlet et al.2018). Entre los mayores potenciales del uso del eDNA se 

encuentran la eliminación de la perturbación que traen los muestreos a los ecosistemas (Taberlet 

et al.2018, Uchida et al. 2020), en particular al tomar muestras abióticas en lugar de 

especímenes, y reducción del sesgo que puede generar el muestreo de los investigadores y el 

acceso a los sitios (Uchida et al.2020).  

 

Se ha descrito variación en la detección de muestras de ADN con referencia al tiempo y a la 

distancia entre los organismos con el sitio de toma de muestra en el agua (Taberlet et al. 2018). 

El potencial de esta herramienta en monitoreos está en la persistencia del ADN en el ecosistema 

que puede variar entre días, semanas hasta menos de un mes y también puede detectar especies 

a cierta distancia, esta varía según el organismo en estudio; no se conoce en insectos, pero 

ejemplo en vertebrados como salamandras la distancia medida fue de 5 metros, mientras en 

peces se lograron detecciones de 2-3 km (Taberlet et al. 2018). La detección se hace con el 

análisis de las muestras de agua en las cuales se obtiene secuencias correspondientes a la región 

de códigos de barras con ayuda de primers específicos para estas regiones (procedimiento 

similar al que se realiza en trampas Malaise) (figura 1). En el caso de grupos 

macroinvertebrados dentro de los cuales se encuentran los insectos, se utiliza en gran medida 

la región de ADN mitocondrial del gen citocromo oxidasa I (COI), aunque otros genes también 

se han utilizado en la identificación de insectos (COI, 16S) (Sonet et al. 2013, Marquina et al. 

2019). La región código de barras en varios casos se considera especie-especifica de forma que 

facilita la identificación de especies de los organismos de interés. Además, los códigos de barras 

permiten asignar números, conocidos como BIN (Barcode Index Number), a potenciales 

especies nuevas y crípticas o el tratamiento de estos números de forma similar a morfoespecies 

que puede aplicarse en análisis ecológicos (Ratnasingham & Hebert 2007, Paz et al. 2011).  
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Estudios recientes se han enfocado en la exploración del uso de índices de calidad del agua 

con eDNA de macroinvertebrados (Fernández et al. 2019, Mächler et al. 2019, Uchida et al. 

2020). El uso de bioindicadores de calidad del agua a través de índices es una práctica que viene 

ocurriendo desde los años 50’s y con más fuerza desde los 70’s (Hilsenhoff 1987, Roldán-Pérez 

2016). Los macroinvertebados acuáticos se establecieron para la evaluación del estado 

ambiental y ecológico de fuentes hídricas, pues estos grupos son abundantes, diversos, fáciles 

de recolectar y sensibles a los cambios ambientales. Para la medición de estos índices se 

requiere de la recolección de individuos; sin embargo, los estudios apuntan a evaluar si el uso 

de índices tradicionalmente estudiados con morfología pueden ser analizados a partir de eDNA.  

 

Puesto que aún no se tiene un entendimiento de cómo se comparan las aproximaciones de 

morfología clásica y los métodos de eDNA. Fernández et al. (2019) compararon datos de 

macroinvertebrados a partir de morfología y eDNA, encontrando que ambos tipos de datos se 

correlacionan de forma positiva y dan respuestas similares a los índices de calidad de hábitat 

evaluados, por lo tanto sugieren que el eDNA puede ser utilizado para el cálculo de índices 

bióticos. Por su parte, Mächler et al. (2019) compararon los registros de insectos de 

Ephemeroptera, Plecoptera y Trichoptera (EPT) a partir de tres tipos de datos: registros 

históricos, ADN ambiental y morfológicos de especímenes capturados con red acuática (Kick 

net). En general los registros morfológicos y de eDNA fueron proporcionalmente similares y 

compartieron un 62% de los géneros identificados. En contraste, Uchida et al. (2020) al 

comparar registros morfológicos con red acuática (Surber) y de eDNA recuperaron casi el doble 

de datos para familias y géneros de EPT y otros órdenes de insectos como Diptera y Hemiptera 

con eDNA. En estos grupos acuáticos se conocen diferencias estacionales marcadas que fueron 

detectadas con ambos métodos, además el índice biótico evaluado a nivel de género mostró una 

mayor sensibilidad a contaminación orgánica en los datos de eADN. La aplicación del ADN 

ambiental para la detección de macroinvertebrados acuáticos también ha mostrado potencial 

registrando especies exóticas o no-nativas (Marchall y Stepien 2020). Marchall y Stepien 

(2020) detectaron con eDNA y morfología igual número de especies, aunque el eDNA obtuvo 

un mayor número de ocurrencias en comparación con morfología. Es entonces que 

aproximaciones con morfología clásica y eDNA apuntan a responder las preguntas de forma 

similar, aunque no de forma idéntica, esto aún permite considerar su implementación a futuro 

y lograr un uso más amplio de estas técnicas novedosas de generación de datos masivos.  
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