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Resumen

Las sopas de la diversidad son una herramienta novedosa que permite analizar 
gran cantidad de muestras de manera rápida. Partiendo de un buen diseño de 
muestreo se puede realizar el monitoreo a largo plazo de los procesos de antro-
pización usando a la artropofauna como indicador en ambientes agrícolas, aun-
que se puede utilizar con muchos otros objetivos. Las comunidades de artrópo-
dos tienen funciones importantes en los ecosistemas (ocupan el 90% de las 
especies). La fragmentación o los disturbios que puedan existir en su hábitat 
tienen consecuencias en sus interacciones tróficas y en sus funciones en el eco-
sistema (polinización, interacción presa-depredador y control biológico, des-
composición y la relación planta-herbívoro). Describimos un conjunto de tram-
pas pasivas y activas complementarias para obtener suficiente información que 
puede ser procesada en una sola muestra de “sopa de diversidad”, así como el 
protocolo para la extracción de dna, secuenciación y análisis de los datos. Espe-
rando que esto contribuya al monitoreo y mitigación de efectos antropogénicos. 

Introducción

En este capítulo se propone el uso de sopas de biodiversidad (metabarcoding) 
como una nueva estrategia para el monitoreo a largo plazo de organismos asocia
dos al agroecosistema. Este método permite evaluar el impacto de los procesos de 
antropización en organismos sensibles a cambios mínimos en los recursos dis-
ponibles, condiciones microambientales o en las interacciones bióticas que 
sostienen (Begon et al., 2006). Por lo anterior y por su alta diversidad taxonó-
mica, alta tasa de mutación y adaptación favorecidas por un corto tiempo ge-
neracional, los artrópodos son considerados un buen modelo de estudio (Nair, 
2007; Hendrickx et al., 2007; Price et al., 2011).

Dentro del agroecosistema podemos identificar efectos de la antropización 
(o domesticación) a nivel de paisaje (entendido como la suma de entidades 
físicas, ecológicas y geológicas que integran los patrones ecosistémicos [Naveh 
y Liberman, 2013]), en las plantas que se producen en un cultivo y en el tipo 
de manejo (Peña-Cortés et al., 2006). El estudio integral de la comunidad de 
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artrópodos con los métodos tradicionales, desde la captura de organismos con técni-
cas pasivas o activas y su posterior identificación taxonómica, puede estar condicio-
nado por la disponibilidad de taxónomos expertos para cada grupo, aunado a la difi-
cultad que implica la identificación de especies crípticas y de organismos en estadios 
inmaduros. En comparación, el metabarcoding además de proporcionar información 
sobre la diversidad y composición de la comunidad de artrópodos, reduce el tiempo 
del análisis de datos y aporta información inaccesible por métodos tradicionales 
(Lewandowski et al., 2010; Yu et al., 2012).

En este sentido, los resultados permiten hacer un análisis integral, ya que es fre-
cuente que la evaluación de los procesos de antropización se realicen de forma parcial 
y cualitativa porque difícilmente se consideran todos los factores (presencia de dis-
tintas especies y las interacciones en las que se involucran) que influyen en el com-
portamiento del sistema (Martínez-Dueñas, 2010). Sin embargo, no es el único ob-
jetivo que puede emplearse a través del uso de metabarcoding, pues es usado para 
identificar tasas de parasitismo de Thaumetopoea processionea (Kitson et al., 2015), 
conocer la dieta de Sialia mexicana y murciélagos insectívoros (Jedlicka et al., 2017) 
y definir linajes evolutivos y sub-linajes (Zeale et al., 2011; Techer et al., 2017) entre 
otros ejemplos.

Influencia de los procesos de antropización (domesticación
de las plantas y el paisaje) sobre la comunidad de artrópodos

Domesticación del paisaje
La antropización o domesticación del paisaje es un proceso continuo (Clement, 2014). 
En los sistemas agrícolas, el paisaje se modifica al remover la cobertura vegetal ori-
ginal para introducir especies de interés y cambiar su abundancia (Norton et al., 2013). 
El resultado de lo anterior es la homogeneización de éste, en consecuencia, se reduce 
el nicho ecológico de algunas especies y favorece la dominancia de otras (Herzon y 
O’Hara, 2007).

El manejo agrícola en los cultivos convencionales engloba la fertilización del suelo, 
la eliminación de malezas y plagas, además de la implementación de maquinaria y 
desarrollos biotecnológicos como los organismos genéticamente modificados (ogm); 
factores que contribuyen al cambio de la composición y la diversidad de la comunidad 
de artrópodos asociados (Staller, 2006; Armbrecht et al., 2008). Esto se debe a que 
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se alteran las interacciones bióticas, la disponibilidad de biomasa y las condiciones 
microclimáticas (Sosa y Almada, 2014). Para ejemplificar lo anterior podemos citar 
el caso del maíz genéticamente modificado (gm) y su efecto sobre las redes tróficas 
de los coleópteros. Al comparar el número de interacciones formadas alrededor de 
maíz gm y no gm se encontró que la segunda tiene mayor número de conexiones y 
solidez, a consecuencia de la alta conectividad entre los nodos (Pálinkás et al., 2017).

Domesticación de las plantas
Durante el proceso de domesticación en un cultivo se seleccionan rasgos morfológi-
cos, fisiológicos y genéticos dependiendo de los requerimientos humanos, este con-
junto de cambios se conoce como síndrome de domesticación. Por ejemplo, la sin-
cronía en la maduración de las plantas, incremento o decremento de metabolitos 
secundarios, latencia de las semillas, modificaciones anatómicas, arquitectura vegetal 
y ciclos de vida (Diamond, 2002; Gepts, 2010; Chen et al., 2015a).

Dado que ciertas modificaciones anatómicas y fisiológicas están involucradas con 
la interacción directa con los herbívoros, si estos disminuyen debido al proceso de 
domesticación, se favorece el tamaño poblacional de aquellas especies que encuentran 
más atractivas las plantas modificadas. Además, si disminuyen las barreras físicas que 
protegen la planta de ser devorada o parasitada (tricomas, espinas) y por otro lado 
crece la producción de metabolitos secundarios, aumentará el éxito reproductivo de 
los artrópodos en función del número de puestas por unidad de tiempo (Bautista et 
al., 2012).

Asimismo, se ha observado que la selección artificial tiende a simplificar la arqui-
tectura vegetal, al reducir el número de ramas en cultivos anuales (Doust, 2007), esto 
modifica la disponibilidad de nichos, reduciendo la riqueza y cambiando la compo-
sición de la artropofauna asociada (Chen et al., 2015b). Whitham (1981) explica qué 
cambios en el tamaño de las hojas y ramas de árboles del género Populus afecta dramá-
ticamente el comportamiento de asentamiento y el éxito reproductivo de los áfidos 
Pemphigus (Prokopy, 1983).

Descripción y complementariedad de técnicas de muestreo de artrópodos
La caracterización del ensamblaje de la comunidad de artrópodos implica la aplica-
ción de diversas técnicas dada la alta diversidad de especies y hábitats en donde se 
distribuyen. Las técnicas de colecta mayormente empleadas se clasifican en activas 
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o directas y pasivas o indirectas (figura 1) (Steyskal et al., 1986). Las colectas acti-
vas se refieren a la búsqueda directa de los organismos en su ambiente, distribución 
o hábitat, por lo que requieren la participación activa del colector en todo momen-
to (Wilson et al., 2008), asimismo se debe disponer de información básica sobre 
los grupos a colectar, como su ciclo de vida, hábitos alimenticios y/o distribución 
geográfica. Por otro lado, las colectas pasivas consisten en la captura de los orga-
nismos aplicando atrayentes visuales (Wang et al., 2017), químicos (Weber et al., 
2005; Broughton y Harrison, 2012) u hormonales (Suckling et al., 2005; El-Sayed 
et al., 2011).

Figura 1. Principales técnicas de muestreo para artrópodos: activas 1) Red ento-
mológica de golpeo; 2) Red lepidopterológica; 3) colecta manuales y pasivas; 4) 
trampa Van Someren-Rydon; 5) Pitfall (de caída) y 6) trampas de colores jabonosas, 
los colores que se emplean son amarillo, azul y blanco.

Tanto las técnicas de colecta activas como las pasivas han sido evaluadas en dife-
rentes estudios que sugieren aplicar más de una de estas técnicas debido a su com-
plementariedad en la captura de ejemplares (Wilson et al., 2008; Devigne y De Biseau, 
2014; Gullan y Cranston, 2014; Moreira et al., 2016). La complementariedad se define 
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como la similitud de dos o más muestras con base en las especies, géneros o familias 
de artrópodos exclusivas de cada una, con relación al total de ejemplares capturados 
(Samways et al., 2010). En la actualidad hay gran variedad de diseños de trampas, 
además de una nutrida literatura sobre su uso y desarrollo (Murray y Mantle, 2010). 
A continuación se describen las principales técnicas de muestreo de artrópodos aso-
ciados a agroecosistemas, seleccionadas por su simplicidad y eficacia:

a) Técnicas de colecta activa 

Red entomológica de golpeo. Se utiliza principalmente para capturar organismos aso-
ciados a la vegetación (Evans et al., 1983). Se recomiendan redes de diámetro mayor 
para los insectos grandes y de vuelo rápido. La tasa de captura depende de las habili-
dades del colector y es una práctica típicamente diurna, limitando de esta manera la 
captura de organismos nocturnos (Bartholomew y Prowell, 2005; Roulston et al., 2007). 

Red lepidopterológica. Técnica dirigida principalmente a mariposas diurnas, razón 
por la cual es considerada como complementaria a la trampa Van Someren-Rydon. 
El colector debe mover con la mayor velocidad posible la red hacia el insecto cuando 
esté posado sobre la vegetación, flores, frutos o en vuelo, inmediatamente después 
es necesario girar la red para evitar su escape (Gibb y Oseto, 2006).

Colecta manual. Técnica dirigida a los artrópodos de un estadio del ciclo de vida 
particular (huevos, pupas o larvas) asociados a estructuras específicas (e.g. tallos, 
hojas, flores y frutos). La colecta se realiza con pinzas de relojero y pinceles. Es una 
técnica complementaria a la red de golpeo, puesto que se capturan artrópodos que 
están fuertemente adheridos, que se ocultan, desarrollan o refugian dentro de la 
planta (Wilson y Room, 1982).

b) Técnicas de colecta pasiva 

Trampas Van Someren-Rydon. Técnica dirigida principalmente a mariposas polini-
zadoras y frugívoras atraídas por el cebo (mezcla fermentada de plátano macho, piña, 
cerveza y ron). Éste debe prepararse con al menos una semana de anticipación para 
asegurar la fermentación del compuesto y obtener mejores resultados (Shuey, 1997). 

Trampas Pitfall. Recipientes sin tapa enterrados a nivel del suelo que contienen 
alcohol al 70% a un tercio de su capacidad y que en ocasiones se emplea atún, excre-
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mento o miel como atrayentes. Técnica cuyo principio se basa en interrumpir la 
locomoción de los organismos deambulatorios que al caer dentro de la trampa no 
pueden escapar (Brown y Matthews, 2016). A pesar de que esta técnica permite la co
lecta permanente de artrópodos, es necesario realizar revisiones periódicas a los 
contenedores (cada 24 o 48 horas), ya que el contacto directo con el ambiente tiende 
a evaporar el alcohol y/o sufrir inundaciones durante la temporada de lluvia, facili-
tando de esta manera la descomposición de los ejemplares (Brown y Matthews, 2016).

Trampas de colores jabonosas. Recipientes de colores brillantes (i.e. amarillo, blan-
co y azul) cuyo contenido es una solución de agua y jabón líquido (75/25). Técnica 
que se fundamenta en la respuesta al color de artrópodos polinizadores o visitantes 
florales (Heneberg y Bogusch, 2014). Cuando los insectos se posan sobre los recipientes 
de colores, la solución acuosa rompe la tensión superficial provocando el hundimiento 
de los mismos. El uso de trampas jabonosas reduce el sesgo del muestreo asociado con 
las habilidades de observación y redeo de los colectores (Roulston et al., 2007).

Los ejemplares colectados con redes lepidopterológicas y trampas Van Someren-Ry-
don se sacrifican en cámaras letales con acetato de etilo o por presión digital en el 
tórax para posteriormente ser almacenados en sobres de papel glassine (Andrade et 
al., 2013). Mientras que los organismos de las trampas de colores, pitfall, redeo y 
colecta manual se preservan en una solución alcohol al 70%. 

Las trampas antes descritas suelen emplearse para caracterizar comunidades de 
artrópodos en agroecosistemas, sin embargo, otras técnicas pueden utilizarse en 
función del ambiente que se busca estudiar. Por ejemplo, los embudos de Berlese 
están diseñados para la captura de microartrópodos edáficos (Bano y Roy, 2016; 
Sandler et al., 2010); con las trampas de luz es posible colectar organismos nocturnos 
con fototropismo positivo (Sharma et al., 2017); mientras que con los aspiradores 
entomológicos se captura manualmente micro y meso artrópodos asociados a tallos 
y hojas (Gibb y Oseto, 2006).

Sopas de diversidad y la taxonomía molecular
La identificación taxonómica de los individuos colectados mediante las técnicas an-
teriormente descritas puede resultar tardado a consecuencia de la abundancia de 
ejemplares colectados y las dificultades que representa clasificar individuos inmadu-
ros, mutilados o crípticos. Para resolver estos conflictos, las herramientas molecula-
res pueden aportar mayor precisión en la identificación de los organismos, suelen ser 
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más rápidas y con el avance tecnológico se ha logrado reducir los costos económicos 
(Yu et al., 2012). Además, permiten obtener la identificación independientemente 
de la posibilidad de contactar a los taxónomos expertos en cada grupo ya que el mé-
todo incluye la comparación de los resultados obtenidos con bases de datos genómi-
cos que se han formado a través de varios estudios; un ejemplo de estas bases de 
datos se encuentra contenida en el National Center for Biotechnology (Brandon-Mong 
et al., 2015; Arribas et al., 2016).

Con el fin de hacer más efectivo el análisis molecular y homogeneizar los métodos 
y calidad de datos surge el proyecto dna barcoding (http://www.barcodeoflife.org/), 
con el objetivo de estandarizar protocolos internacionales para identificar la mayor 
cantidad de especies del mundo. En el caso de las que pertenecen al reino animal se 
emplea como marcador molecular el citocromo c oxidasa i, para las plantas se utilizan 
matK, rbcL, rpoC1, rpoB4R, atpF-atpH, psbK-psbI, trnH-psbA, para los hongos se ocu-
pan principalmente segmentos its (Ratnashingam y Hebert, 2007; cbol Plant Wor-
king Group, 2009; Seifert, 2009) y para bacterias se emplean 16S, los grupos de rrna-i, 
-vii, -ix, -xii, -xv y -xx (Lebonah et al., 2014) . La secuencia obtenida del individuo 
colectado se ingresa a la base de datos que fue específicamente creada para este 
proyecto, bold Systems (http://www.barcodinglife.com/) que además de contener 
la información genética se complementa con la información del espécimen (colección 
de procedencia, datos de colecta, fotografías, mapa con puntos de colecta) y el pro-
tocolo de laboratorio.

A pesar de estas facilidades que proporciona el dna barcoding, éste también tiene 
limitantes si lo que se busca son los análisis de diversidad biológica, por lo que se 
desarrollaron las técnicas de dna metabarcoding que permiten identificar múltiples 
especies a partir de una sola muestra que contenga a los organismos enteros, partes 
de los mismos o muestras ambientales que contengan adn (suelo, agua, heces). Al 
igual que en el dna barcoding, las secuencias resultantes se comparan con una base 
de referencia y se siguen métodos similares de extracción con la diferencia de que 
hay una reducción en el número de reacciones de pcr empleadas (Taberlet et al., 
2012). El conjunto de secuencias de adn que se obtienen puede ser analizado como una 
aproximación de la diversidad colectada en la muestra (Coissac et al., 2012), además, 
es posible calcular diversidad alfa y beta (Yu et al., 2012).
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Método

El método general para emplear la sopa de diversidad como herramienta para el mo-
nitoreo o evaluación de ambientes antropizados se describe en la figura 2. Sin embar-
go, se debe considerar: 1) que la técnica y materiales para moler concuerden con la 
cantidad de muestra final, recordando que todos los ejemplares colectados confor-
marán una sola colección de muestras provenientes de técnicas de captura comple-
mentarias que representarán en su conjunto a la comunidad de artrópodos; 2) los 
reactivos empleados en la extracción deben ser suficientes para cubrir la biomasa 
total de todos los insectos. En la tabla 1 se describe un protocolo exitoso que supone 
una muestra compuesta del contenido de varias trampas activas y pasivas (aproxi-
madamente por 500 artrópodos), y 3) al realizar la identificación molecular es posi-
ble que los organismos colectados no se encuentren en las bases de referencia inter-
nacionales, por lo que es necesario construir una base de datos propia a partir de la 
extracción individual de cada morfoespecie colectada en cada muestra; de lo contra-
rio se trabajará a nivel de otu (unidades taxonómicas operativas, por sus siglas en 
inglés) y con los niveles taxonómicos superiores. 

Para iniciar la extracción de adn de las sopas de diversidad es necesario colocar el 
contenido de las diversas trampas de la misma unidad experimental en el mismo 
contenedor y calcular el número de artrópodos, así como su peso. El protocolo suge-
rido fue estandarizado para muestras con 500 artrópodos de peso promedio de 200 
mg, por lo que es posible que en caso de contar con muestras de mayor volumen o 
peso se debe fragmentar en partes similares para poder realizar varias extracciones 
de adn simultáneas. Después de realizar las extracciones de adn simultáneas (sólo 
en casos de muestras grandes), los fragmentos se almacenan por separado. Para se-
cuenciar la muestra se debe homogeniza el adn en los tubos de los fragmentos y se 
colocan 50 microlitros de cada fragmento en un tubo nuevo, se homogeniza nueva-
mente antes de preparar la muestra con los requerimientos del proveedor y sistema 
elegido para la secuenciación.
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Figura 2. Método para realizar un monitoreo a largo plazo de la comunidad de artrópodos asocia-
dos a agroecosistemas por medio de metabarcoding. 1) Diseño de recolecta de muestras; 2) todos 
los artrópodos colectados se depositan en una sola muestra que es molida con nitrógeno líquido; 
3) se extrae el adn de la muestra; 4) se secuencia el adn; 5) Se obtiene un documento .fasta; 6) 
se analiza con el software qiime; 7) se obtienen los otus y se realiza la identificación taxonómica 
con ayuda de las bases de datos de ncbi; 8) construcción de curvas de rarefacción para conocer 
si el esfuerzo de muestreo fue el adecuado; 9) se realizan los análisis de diversidad (usualmente 
en R con el paquete vegan, y 10) cuando el monitoreo es sistemático se repite el método por lo 
menos una vez al año para observar los cambios de la comunidad. 
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Procotolo

I. Pulverizar la muestra en un mortero estéril de 500 ml con nitrógeno 

líquido y transferir a un tubo de 15 ml.

II. Agregar 3750µl de buffer ctab y 7.5µl de mercaptoetanol a cada tubo.

III. Agregar 20µl de proteinasa K e incubar 1 hora a 65° C.

IV. Agregar un volumen de cloroformo-alcohol isoamílico (24:1), 

mezclar con vortex y centrifugar a 5000 rpm por 15 minutos.

V. Recuperar la fase acuosa y transferir a un tubo nuevo.

VI. Agregar dos volúmenes de isopropanol frío e incubar 

a temperatura ambiente durante 20 minutos.

VII. Centrifugar a 5000 rpm por 15 minutos.

VIII. Desechar el sobrenadante y lavar el pellet 2 veces con 1ml de etanol al 70%.

IX. Resuspender en 250µl de ddH2O y almacenar a -20 C.

Discusión

La estrategia de muestreo es crucial para el monitoreo de los cambios en la diversidad 
a gran escala temporal y espacial. El metabarcoding proporciona gran cantidad de 
datos necesarios para medir las respuestas a la antropización en escala local y de 
paisaje. Una ventaja de esta herramienta es que los costos de metabarcoding incre-
mentan por muestra, mientras que los de la clasificación taxonómica estándar au-
mentan por espécimen colectado; de manera que los censos tradicionalmente se li-

Tabla 1. Protocolo para la extracción de adn de sopas de la diversidad (500 artrópo-
dos aproximadamente por muestra).
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mitan a taxas indicadores. En este sentido, el metabarcoding busca alejarse de los 
organismos indicadores y persigue una medición directa de la diversidad total. Por 
ello, es un método capaz de monitorear de forma rápida, confiable, económica y 
verificable por un tercero. Con base en los resultados que brinda el metabarcoding, 
es posible realizar curvas de rarefacción con lo que podemos conocer si el diseño del 
muestreo fue el indicado, en cuanto al esfuerzo realizado. 

Es importante mencionar que el metabarcoding es un método nuevo que se desa-
rrolla rápidamente, e innegablemente está sujeto a errores y pérdida de información. 
Por lo que la mayoría de las investigaciones en torno al metabarcoding han sido para 
comparar la técnica contra censos de biodiversidad estándares, además de desarrollar 
metodologías más eficientes y confiables que aprovechen los avances tecnológicos en 
la extracción y análisis de secuencias de adn (Ji et al., 2013). Otro enfoque de estas 
investigaciones es idear nuevas formas de extraer adn de muestras difíciles de pro-
cesar (agua, suelo, polen, heces, organismos incompletos, parásitos). A la fecha hemos 
revisado cuatro estudios que lo utilizan como estrategia para el monitoreo de la di-
versidad, mientras que tres estudios se enfocan en el desarrollo de nuevas estrategias 
de extracción de adn y análisis estadísticos. 

Finalmente es preciso mencionar que el uso de este método es sumamente flexible 
ante los objetivos de nuestras investigaciones, por ejemplo, conocer los cambios es-
paciotemporales de comunidades (artrópodos, hongos, bacterias, adn ambiental) 
entre diversos sitios y poder contribuir en el desarrollo de técnicas y metodologías 
para la conservación de la biodiversidad y de los suelos en los agroecosistemas.

Conclusión 

Las sopas de la diversidad son un método novedoso del que aún hay pocas investiga-
ciones publicadas, la mayoría de ellas son sobre la técnica. En nuestra experiencia 
ofrece buenos resultados y es una gran alternativa para la rápida generación de infor-
mación de línea base para el monitoreo a largo plazo de los procesos en ambientes 
antropizados y en general para el estudio de la biodiversidad. Sus alcances dependen 
de los diseños experimentales en los que se integre su uso. 
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