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En agosto del año 2010,  se declaró la primera área de plaga a causa de la microalga bentónica didy-
mosphenia geminata, de acuerdo al d.s. (mInEcon) nº345 de 2005, posteriormente el servicio nacio-
nal de Pesca y acuicultura promulgó el correspondiente Programa de Vigilancia, detección y control 
para esta especie plaga. En vista de ello, a fines de 2011 la subsecretaría de Pesca y acuicultura finan-
ció la elaboración de la primera edición del manual para el monitoreo e identificación esta microalga. 

Este manual es de libre acceso y se encuentra disponible tanto en formato papel como en formato 
digital en la página web de la subsecretaría (www.subpesca.cl). El objetivo es entregar un documento 
basado en el conocimiento científico y técnico que sirva como guía para la realización del monitoreo 
y/o la identificación de esta microalga, ya sea para fines de investigación, docencia, como también 
para monitoreos oficiales. cabe destacar que tras la primera detección de la especie en territorio 
chileno no existía material de este tipo.

actualmente esta microalga presenta una distribución que comprende desde la Región del biobío 
hasta la Región de magallanes, realizándose continuos monitoreos respecto de su presencia en dife-
rentes cuerpos de agua, a lo que se suman las campañas de prevención de dispersión de la especie 
plaga, tareas desarrolladas por esta subsecretaría y por el servicio nacional de Pesca y acuicultura.   

Esta nueva edición del manual busca seguir entregando una herramienta práctica que permita llevar 
a cabo una correcta toma de muestra y análisis de la misma, para la vigilancia, detección  y control de 
didymosphenia geminata en cuerpos de agua terrestre en territorio nacional. 

Raúl súnico Galdames
subsecretario de Pesca y acuicultura

Vaparaíso, septiembre 2016

Propuesta metodológica modificada de la primera edición 
del manual homónimo. Versión revisada y actualizada 
según juicio de experto.
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didymosphenia geminata (Lyngbye) schmidt es una diatomea unicelular bentónica que habita princi-
palmente en sustratos rocosos, a los que se adhiere mediante un pie de mucílago, formando una masa 
mucosa conocida como “didymo” o “moco de roca”. si bien no afecta la salud humana, puede alcanzar 
a cubrir hasta un 100% de los sustratos, afectando la salud de los ecosistemas y, por lo tanto, la sus-
tentabilidad ambiental de la cuenca. así, su gran capacidad invasiva tendría implicancias ecológicas, 
económicas, sociales y estéticas.

Fue considerada como endémica del Hemisferio norte, sin embargo, d. geminata se ha propagado alre-
dedor del mundo, constituyéndose como plaga en varios países. En chile fue documentada por primera 
vez en 1962 en el Río cisnes (Región de aysén) y el Lago sarmiento  (Región de magallanes) (asprey et 
al., 1964) y en el año 2010 se registró el primer afloramiento masivo en la subcuenca de Futaleufú en 
la Región de Los Lagos. desde entonces se han declarado áreas de plaga desde la VIII Región del biobío 
hasta la XII Región de magallanes. Las causas más probables de la invasión serían las actividades an-
trópicas ligadas principalmente al turismo, tales como la pesca con mosca, kayaking y rafting.

desde que se detectó la presencia de didymo en chile, varias instituciones públicas y privadas han 
estado a cargo de estudios para evaluar el avance de la plaga y determinar las condiciones en las que 
se establece. uno de estos estudios, financiado por la subsecretaría de Pesca y acuicultura (subpesca) 
a través del Fondo de Investigación Pesquera y acuicultura (Fipa), corresponde al proyecto “Evalua-
ción de didymosphenia geminata (didymo) en cuerpos de agua de la zona centro-sur”, ejecutado por 
amakaIk consultoría ambiental.

En el marco de este proyecto, se realizó una actualización del “manual para el monitoreo e identifi-
cación de la microalga bentónica didymosphenia geminata”, desarrollado en el año 2012 a cargo de 
subpesca. Esta herramienta tiene el objetivo de indicar el procedimiento adecuado para el muestreo 
de d. geminata, dando cuenta de las medidas de bioseguridad y la efectiva identificación de la especie.
El presente manual señala los lineamientos para el correcto muestreo de d. geminata en ríos de la 
zona centro-sur de chile. Primero, se indican las actividades realizadas en la preparación del terreno y 
se describen los muestreos físico, químico y biológico. Luego, se hace referencia al procedimiento de 
desinfección y consideraciones de bioseguridad. continúa con la preparación de muestras y análisis 
microscópico, además de la identificación taxonómica de d. geminata. Finalmente, se señala el análisis 
de macroinvertebrados bentónicos como complemento en el estudio de la plaga.

2. MUESTREO

Río blanco, Región de los Lagos
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En este capítulo se distinguen las actividades de preparación y metodología in situ del muestreo, indi-
cando las etapas de preparación, parámetros a medir y consideraciones en terreno. El resumen de las 
actividades se encuentra en el esquema de la Figura 1. 

Figura 1. actividades de muestreo didymo.
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2.1. Preparación en gabinete del mues-
treo en terreno

Previo al muestreo en terreno, es necesario pre-
parar algunos aspectos en gabinete con el fin de 
asegurar las actividades a realizar y el equipo en 
terreno. En primer lugar, se deben preseleccionar 
los ríos a muestrear, principalmente considerando 
las presiones antrópicas y logísticas. La factibili-
dad de muestreo se evalúa durante la ejecución 
de la campaña. 
cabe señalar, que los ríos preseleccionados ideal-
mente se ubican en la parte alta de la cuenca o 
corresponden a tramos altos de ríos de gran ex-
tensión. Esto, debido a que d. geminata se ha re-
gistrado como plaga principalmente en la zona 
más cordillerana, tanto por sus características hi-
dráulicas como físico-químicas. 

2.1.1.Selección área de muestreo

Para seleccionar el área de muestreo es impor-
tante considerar las actividades realizadas en los 
sitios, ya que el vector antrópico es indicado como 
el principal responsable de la dispersión de didy-
mo, es decir, la propagación de la plaga a otros 
ríos. Históricamente, actividades como kayaking, 
rafting, trekking, pesca deportiva y recreativa, se 
han señalado como los vectores de dispersión y se 
considera un factor fundamental al momento de 
seleccionar el punto de muestreo. sin embargo, no 
existen estudios respecto del aporte que cada una 
de estas actividades podría tener en la dispersión 
real de la plaga. 
además, se debe tener en cuenta el régimen flu-
vial, la existencia de zonas con vulnerabilidad am-
biental y la influencia de los afluentes de mayor 
importancia, entre otros. 
a partir de esto se deben definir los puntos a 
muestrear, idealmente aguas arriba y aguas aba-
jo de un afluente de importancia, identificando su 
acceso y representatividad de los distintos hábi-
tats del río. 
cada punto de muestreo se caracteriza en función 
del estado de la plaga, así se distinguen puntos de 
prospección, de vigilancia y de monitoreo (Res. Ex. 
n°1070). aquellos puntos que no se han mues-
treado previamente corresponden a puntos de 
prospección; los puntos que han sido muestrea-
dos y no han presentado didymo anteriormente 
son puntos de vigilancia y los puntos que han sido 
muestreados y han presentado didymo, corres-
ponden a puntos de monitoreo. 

2.1.2. Materiales de muestreo

Para poder cumplir con el objetivo de terreno se 
debe contar, por lo menos, con los siguientes ma-
teriales:
   •  GPS
   •  Electrodos para medir pH, conductividad eléc-

   •  Soluciones de calibración para los electrodos
   •  Huincha métrica (> 50 m)
   •  Flujómetro
   •  Fichas de terreno, idealmente impresas en pa-

   •  Cámara fotográfica
   •  Frascos para muestreo químico
   •  Contenedores herméticos y aislantes
   •  Set de muestreo para muestras biológicas
   •  Vestuario e implementos de seguridad

En el anexo I se puede encontrar un checklist con 
todos los materiales necesarios para el muestreo 
de d. geminata.

2.2. Muestreo en terreno

una vez en terreno, se deben realizar actividades 
dirigidas a identificar la presencia de didymo en el 
área, seleccionar el tramo de muestreo y realizar 
su descripción. 

2.2.1. Inspección visual de Didymo

La selección previa del área de muestreo seña-
lada en la sección 2.1.1 no garantiza el muestreo 
de puntos idóneos en terreno. Es por esto que la 
primera actividad en el sitio de muestreo corres-
ponde a una inspección visual, con el objetivo de 
maximizar la posibilidad de encontrar didymo si 
la zona estuviera infectada. Para ello, se recorre 
el área buscando indicios (mucosidad sospe-
chosa) de la plaga en el sustrato rocoso o en la 
vegetación ribereña. 

2.2.2. Selección del tramo de muestreo

una vez realizada la inspección del sitio de 
muestreo, se debe evaluar el tramo a muestrear y 
verificar si cumple con las siguientes caracterís-
ticas.
•  Accesibilidad que garantice las condiciones de 

•  Que el tramo represente de los distintos hábi-

•  Condiciones hidráulicas y físicas que sean ca-

Figura 2. actividad asociada a la dispersión del 
didymo (kayaking).

Figura 3. Preparación en terreno
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trica (cE), oxígeno y temperatura

pel resistente al agua

seguridad impuestas para el trabajo en terreno.  

tats del río.

racterísticas para el desarrollo de afloramien-
tos de didymo. 



•  Tipo de sustrato (rocoso) y profundidad (somera) 
favorables para las actividades de muestreo.
•  Que el tramo sea lo menos sombreado, natural o 
artificialmente, posible. 
•  Que el tramo seleccionado no esté en zonas in-
tervenidas (extracción de áridos, puentes, descar-
gas, etc.), a menos que se considere relevante y de 
acuerdo con la pregunta de estudio. 
 

a partir de estas consideraciones, se selecciona 
un tramo representativo de aproximadamente 
50 metros paralelos a la línea de costa del río, de 
manera de capturar la variabilidad del sitio.

La Figura 5 representa un tramo de muestreo. 
Generalmente, el tramo es heterogéneo, con dis-
tintos hábitats que deben ser señalados en la ficha 
de muestreo, tales como presencia de vegetación, 
bolones, arena, etc.

sin embargo, para efectos del estudio de didymo, 
el tramo debe presentar sustrato rocoso y una 
profundidad menor a 0.6 m, características que se 
relacionan con el desarrollo de la plaga. 
 

Figura 5. tramo de muestreo de un río

Figura 4. tramo de línea de costa del río
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2.2.3. Georreferenciación

El inicio y fin del tramo deben ser georreferen-
ciados para reducir la posibilidad de error en el 
registro de un único dato. cada registro debe ser 
anotado en la ficha de muestreo (anEXo II), infor-
mación que es utilizada posteriormente en la ela-
boración de cartografía.

2.2.4. Descripción del sitio de muestreo

El sitio de muestreo debe ser caracterizado de 
acuerdo a sus condiciones ecológicas, hidromor-
fológicas y ambientales, según los parámetros in-
dicados en la ficha de muestreo (anEXo II).
En esta ficha se debe indicar información relevan-
te sobre el sitio, que eventualmente pueda ayudar 
en el análisis de resultados. Los ítems a completar 
corresponden a información general del sitio de 
muestreo, como el código del punto, nombre del 
río, ubicación espacial y temporal; georreferencia-
ción indicando altitud y longitud del tramo; des-
cripción de la actividad del entorno; descripción 
visual del tramo, condiciones meteorológicas, tipo 
de hábitat, presencia o ausencia de didymo, entre 
otros; parámetros in situ como temperatura del 
agua; variables hidromorfológicas, como veloci-
dad de la corriente, profundidad y sustrato; tipo de 
muestras obtenidas, ya sean de diatomeas bentó-
nicas, macroinvertebrados bentónicos, microalgas 
planctónicas o bentónicas y observaciones gene-
rales sobre acceso al sitio de muestreo, presencia 
de turistas, condición de la ribera, etc.

se debe especificar el volumen o área muestreada, 
tiempo de recolección de la muestra de plancton 
y cualquier detalle respecto a la toma de mues-
tras que pueda influir en su posterior preparación 
y análisis. 

2.3. Muestreo físico y químico

todas las variables descritas a continuación de-
ben ser medidas para conocer el contexto físico 
y químico en el que se puede encontrar o no a la 
plaga. si no se hiciera, se perdería la posibilidad de 
comparar estos resultados en el tiempo.
Los parámetros físico-químicos y las variables 
hidromorfológicas deben ser medidas al inicio y 
término del tramo, de modo de reducir la proba-
bilidad de error de un única medición. 

Es importante destacar que una vez uti-
lizados los instrumentos de medición, 

estos deben ser desinfectados, mediante 
la remoción y lavado de cada electrodo 
o equipo. Luego de realizar el protocolo 

de desinfección, los electrodos deben ser 
lavados con agua destilada y ser sometidos 
a la solución que indique el fabricante. Las 
instrucciones de bioseguridad se detallan 

en el capítulo 3.

Río Pedregoso, Región de aysén
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2.3.1. Parámetros físico-químicos in situ

Los parámetros mínimos a registrar son tempera-
tura, pH, conductividad, oxígeno disuelto y satura-
ción de oxígeno. Los instrumentos a utilizar para 
su medición deben ser adecuados para el trabajo 
en terreno, es decir rápidos, precisos y con com-
pensación de temperatura (atc). En este sentido, 
existe una diversidad de equipos en el mercado 
como sondas multiparamétricas y equipos es-
pecíficos para cada parámetro. Es esencial cali-
brar los electrodos previo al muestreo en terreno 
y mantener los equipos con las soluciones indica-
das por el fabricante. 
a continuación se detalla el procedimiento de 
medición de cada parámetro y algunas recomen-
daciones.
Tabla 1. Parámetros físico-químicos in situ y metodología de 
muestreo.

Parámetro

Temperatura del agua (°C)

pH

Conductividad eléctrica (CE)

Oxígeno disuelto (mg/l)(CE)

Lo ideal es utilizar un equipo multiparamétrico con rango de temperatura de 0°C – 
60°C; resolución 0,1°C y precisión ±0,5°C.

El equipo debe tener compensación automática y ser resistente a la contaminación por 
sales y otras sustancias que entren en contacto con electrodo. El rango ideal del equipo 
es pH 0,0 – 14,0; resolución de 0,01 y precisión ±0,02. Para su correcta calibración, 
utilizar el manual del fabricante y las soluciones buffer pH 4,01; pH 7,01 y pH 10,01. 
Además, se debe registrar la fecha y hora de calibración. 

El equipo debe tener compensación automática. El rango adecuado del equipo es 0 – 
3999 uS/cm; resolución de 1 US/cm y precisión ±2% F.S. Para su correcta calibración, 
utilizar el manual del fabricante y la solución adecuada al electrodo. Además, se debe 
registrar la fecha y hora de calibración.

El equipo debe ser de alta precisión con medidor de temperatura y compensación au-
tomática de altura y salinidad, además de poseer cubierta protectora de membrana. El 
rango adecuado del equipo es 0,00 a 45,00 mg/L o 0a 300 % (saturación de oxígeno).

Metodología

Figura 6. Preparación de sonda multiparamétrica
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“Método de los puntos” para medición 
de velocidad de corriente

La velocidad media en la columna de agua se de-
termina mediante el método de los puntos, en el 
que se realizan varias mediciones a lo largo de la 
columna de agua según la profundidad que tenga 
(charlton, 2008). Para profundidades menores a 
50 cm, se mide la velocidad a 0.6 veces la profun-
didad. En este caso, la velocidad media es igual a 
la medida. Para profundidades comprendidas en-
tre 50 cm y 150 cm la velocidad es medida a dos 
profundidades distintas, a 0.2 y 0.8 veces la pro-
fundidad. La velocidad media se determina medi-
ante la siguiente fórmula:

donde: 
V   es la velocidad media de la columna de agua 
(m/s)

V    es la velocidad medida a 0,2 veces la profun-
didad (m/s)

V    es la velocidad medida a 0,6 veces la profun-
didad (m/s)

V    es la velocidad medida a 0,8 veces la profun-
didad (m/s)

2.3.2. Variables hidromorfológicas

un parámetro importante a considerar es la velo-
cidad de corriente. mediante su medición es po-
sible caracterizar los distintos mesohábitats en 
un tramo de río y conocer la distancia muestrea-
da de microalgas planctónicas usando la red de 
fitoplancton (ver sección 2.2.4). Para obtener una 
medida más precisa de la velocidad, se requieren 
instrumentos digitales como el “flujómetro”. si 
bien se han usado otras metodologías, como de-
rivadores flotantes, estas no son confiables (alta 
variabilidad), registran solo velocidad superficial y 
no son comparables con las metodologías actua-
les. se recomienda medir las velocidades de fon-
do, media y superficial, tanto al comienzo como al 
final del tramo. Es importante siempre registrar la 
profundidad del punto en que se mide la veloci-
dad, ya que indica el contexto en el que se realiza 
la medición.

m

0,2

0,6

0,8

ante cualquier duda, debe consultar con el labo-
ratorio encargado del análisis de muestras. 
Generalmente, el laboratorio seleccionado para 
realizar el análisis de las muestras exige el trans-
porte de estas bajo cadena de frío (4°c) y com-
pletar la cadena de custodia, la que permite iden-
tificar cada muestra ingresada al laboratorio. se 
recomiendan laboratorios químicos con acredi-
tación a la nch-Iso 17025 (normativa sobre re-
quisitos para la competencia de los laboratorios 
de ensayo y calibración, Inn-chile) que siguen las 
metodologías estándar de análisis.

otra variable a considerar es el tipo de sustrato 
del tramo de río. Las metodologías para definirlo 
van desde caracterizaciones en laboratorio hasta 
la descripción cualitativa in situ. actualmente, el 
método utilizado en la mayoría de los muestreos 
es el sistema unificado de clasificación de suelos 
(uscs) que se encuentra indicado en la ficha de 
muestreo del anEXo II.

2.3.3. Variables químicas
Entre las numerosas variables químicas a medir, 
las más consideradas son fósforo, fosfato, calcio, 
hierro, nitrato, nitrito y silicato, debido a su im-
portancia en estudios de la plaga. se recomienda 
realizar también un análisis de turbidez, variable 
física que puede determinarse in situ o en labo-
ratorio. Las metodologías empleadas para la me-
dición en laboratorio de estos parámetros deben 
ser revisadas constantemente, según su nivel de 
detección, normas aplicadas, etc. 
si bien la cantidad de muestras y los parámetros a 
medir dependen de aspectos generales como los 
objetivos del estudio, las condiciones del mues-
treo en terreno y los recursos disponibles, la me-
dición de las variables químicas es esencial en un 
programa de vigilancia. Generalmente se obtiene 
solo un set de muestras de agua para análisis quí-
micos por río, sin réplica. 
Para la toma de muestras de agua existen meto-
dologías estandarizadas para cada país. En este 
caso, el detalle sobre programas de muestreo se 
encuentra en la norma nch 411/1, muestreo de 
aguas superficiales y preservación de muestras en 
la norma nch-Iso 411/10 y muestreo de ríos en la 
norma nch-Iso 411/6. 

al momento de seleccionar el laboratorio de 
análisis químicos se deben evaluar los límites 
de detección de cada analito. Generalmente 

los sistemas límnicos estudiados poseen 
concentraciones muy bajas de nutrientes, por 

lo que es recomendable que el laboratorio 
trabaje dentro de los límites de detección 

adecuados. además, debe estar certificado. 

Figura 7. medición de velocidad de corriente utili-
zando flujómetro
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2.4. Muestreo biológico

Este debe considerar como mínimo el muestreo 
de la comunidad de fitobentos (comunidad de mi-
croalgas completa a nivel de género y diatomeas 
bentónicas a nivel de especie) y fitoplancton. Para 
una mayor comprensión del fenómeno didymo, es 
recomendable muestrear otras comunidades es-
pecíficas, como macroinvertebrados bentónicos, 
como se detalla en el capítulo 6. 
Para comenzar, previo al muestreo biológico, se 
debe indicar la presencia o ausencia de mucosi-
dad sospechosa, indicando la estimación de su 
espesor y cobertura. Posteriormente, el análisis 
microscópico permitirá determinar si se trata de 
didymo u otra microalga con desarrollo mucoso. 

 

2.4.1. Estimación del crecimiento 
mucoso

se conoce como didymo al desarrollo mucoso 
macroscópico producido por didymosphenia ge-
minata, la que forma un pie de mucílago com-
puesto por polisacáridos para adherirse al sustra-
to. Este material mucilaginoso puede proliferar en 
grandes extensiones del lecho del río, principal-
mente sobre sustratos rocosos. a su vez, existen 
otras diatomeas que también producen pedún-
culos mucilaginosos, como especies de los gé-
neros Gomphoneis, Gomphonema, Rhoicosphenia 
y cymbella, las que pueden coexistir o no con la 
especie plaga. 
En cada hábitat del tramo de muestreo, se debe 
estimar visualmente el crecimiento mucoso, 

clasificándolo en una de las siguientes categorías: 
ausente, Inicial, mediano, alto y muy alto, según 
Espesor y cobertura:

Espesor: se mide el grosor de la mucosidad en 
centímetros, estimando la situación general del 
tramo.

1. Ausente: no se observa mucosidad.

2. Inicial:espesor no supera los 0.2 cm. corres-
ponde a un film de microalgas en el sustrato.

3. Mediano: espesor mayor o igual a 0.2 cm y no 
supera 1 cm. La mucosidad puede presentarse 
parchosa o cubriendo una amplia zona del sustra-
to.

4. Alto: espesor mayor o igual 1 centímetro y no 
supera 2 cm. Generalmente en esta categoría 
presenta una cobertura alta, aunque puede pre-
sentarse en pequeñas agregaciones.

5. Muy alto: el espesor es igual o mayor a 2 cm.
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Figura 8. Espesor de didymo a)ausente, b)Inicial, c)mediano, d)alto, e)muy alto
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Cobertura: se estima la extensión de la mucosi-
dad sobre el sustrato en porcentaje. 

1. Ausente: no se observa mucosidad.

2. Inicial: cobertura menor a un 20% de peque-
ñas agregaciones de mucosidad. corresponde a un 
crecimiento inicial de coloración pardosa.

3. Mediana: cobertura mayor o igual a un 20% y 
no supera el 50%. Los parches pueden coalescer 
hasta cubrir completamente rocas individuales. 

4. Alta: cobertura mayor o igual a un 50% y no 
supera el 80%. En el caso de didymo, al  aumen-
tar la longitud y grosor, puede haber una menor 
proporción de células. además, en condiciones de 
sequedad adquiere el aspecto de papel mojado. 

5. Muy alta: cobertura completa, más del 80% del 
lecho de río se encuentra cubierta de mucosidad. 
mientras la colonia celular envejece y muere, el 
mucílago puede persistir meses. La vegetación 
ribereña y otros sustratos pueden presentar mu-
cosidad.

Es esencial el análisis microscópico de las mues-
tras, ya que la ausencia de mucosidad no significa 
que didymosphenia geminata no se encuentre en 
el tramo. Por ello, se debe confirmar en laborato-
rio la presencia o ausencia de la plaga y además, 
evaluar la presencia de otras diatomeas que pro-
duzcan mucílago.

d

e

c
a

fb

Figura 9. cobertura de didymo a) ausente, b)Inicial, c)
mediano, d)alto, e)muy alto,  f)muy altos
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2.4.3. Muestreo de fitobentos

El muestreo de fitobentos consiste en la recolec-
ción de microalgas bentónicas desde un área o un 
volumen conocidos de una superficie. Para lograr 
una mayor representatividad de la comunidad, los 
muestreos didymo consideran la obtención de 
una muestra integrada compuesta por 5 réplicas.
mediante este muestreo es posible realizar análi-
sis de la comunidad de microalgas completas y/o 
específicamente de diatomeas bentónicas. La di-
ferencia entre estas radica en la preparación de la 
muestra y el nivel de identificación taxonómica. 
Por un lado, en el análisis de la comunidad de mi-
croalgas completa se pueden distinguir géneros 
de varias clases como bacillariophyceae, cyano-
bacteria, ulvophyceae, etc., mediante una prepa-
ración simple de la muestra, descrita más adelan-
te. En cambio, el análisis de diatomeas bentónicas 
solo considera la identificación de especies de la 
clase bacillariophyceae (al cual pertenece d. ge-
minata), luego de un complejo procedimiento de 
preparación, descrito en la sección 4.3.

d. geminata suele encontrarse en sustratos roco-
sos, que coloniza eficazmente debido a la produc-
ción de un pie de mucílago por el que se adhiere 
fuertemente al sustrato y le permite resistir a la 
velocidad de la corriente. Es por esto que para el 
muestreo de d. geminata y la comunidad de mi-
croalgas bentónicas asociada, se recomienda 
elegir rocas protegidas de la corriente, cada una 
correspondiente a una réplica. dado que el tramo 
de muestreo suele ser heterogéneo, con diversos 
hábitats, lo ideal es muestrear rocas asociadas a 
cada microhábitat (Fig. 5).

cada réplica se obtiene mediante el raspado del 
film de microalgas adherido a la roca, cubriendo 
un área de 4 cm2, utilizando un cepillo (u otro ma-
terial de área conocida). si hay abundante mate-
rial mucoso, se debe extraer un volumen de 1 cm3 
por roca, utilizando una jeringa despuntada (Fig. 
12). si bien el área y volumen señalados en este 
manual son solo una referencia, es importante re-
gistrar siempre en la ficha de muestreo cual fue 
el método de muestreo y la cantidad de muestra. 
Las 5 réplicas raspadas se depositan en un solo 
frasco plástico de 40 ml mientras que en el caso 
de muestreo de volumen, las 5 réplicas se depo-
sitan en un solo tubo de propileno. ambos tipos 
de análisis, comunidad de microalgas completas y 
diatomeas bentónicas, requieren de una muestra 
integrada independiente. 
todas las muestras deben ser fijadas in situ previo 
a su transporte, con lugol para el caso de la co-
munidad de microalgas completa y formalina para 
las diatomeas bentónicas. Los detalles del proce-
dimiento de fijación de muestras se encuentran 
en el punto 2.5 de este capítulo. 

2.4.2. Materiales de muestreo biológico

considerando la comunidad de fitobentos y fito-
plancton, los materiales necesarios para el mues-
treo son los siguientes:
   
   •Cepillos para áreas de 4 cm2 de raspado (puede     

   •Frascos plásticos de 40 ml, con contratapa (para

   •Jeringas despuntadas para muestreo de mate-

   •Espátulas de madera (por ejemplo, palos de he-

   •Tubos de polipropileno de 15 ml (para muestras

   •Red Didymo (plancton)
   •Redes de apertura de malla de 40um para cap

   •Vástago para red Didymo
   •Guantes de vinilo
   •Huincha aisladora 
   •Etiquetas resistentes al agua
   •Lápiz con mina de grafito o especial para papel

   •Lugol
   •Formalina

como medida de bioseguridad, utilizar en 
lo posible materiales descartables, como 
frascos, tubos, guantes, etc. El resto de los 
materiales debe ser desinfectado en caso 
que entren en contacto con el agua. Para 

más detalles, ver el capítulo 3.

Figura 10. kit de muestreo biológico
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Figura 10. Raspado de film de microalgas

ser una espátula o bisturí de longitud conocida)

las muestras raspadas y las de fitoplancton)

rial mucoso

lado o similar) para depósito de mucosidad en 
la jeringa 

de material mucoso)

tura de muestra en cono de red didymo

de etiquetas



cada frasco y tubo deben ser etiquetados con 
marcadores apropiados, registrando el código de 
estación, tipo de muestra, cantidad de réplicas 
(áreas o volúmenes), fecha, hora y cualquier infor-
mación relevante para el posterior procesamiento 
y análisis de las muestras.
Finalmente, se deben sellar todos los frascos y tu-
bos utilizados para el muestreo, cuidando que no 
se produzcan filtraciones. 

todo el procedimiento de toma de 
muestra debe ser realizado con 

guantes de vinilo y no se pueden uti-
lizar materiales de recolecta usados 

previamente.

Consideraciones al momento del muestreo

•   El sustrato muestreado debe estar lo más pro-
tegido de la corriente que sea posible y en zonas 
no sombreadas artificial o naturalmente. 

•   La muestra integrada debe contener réplicas 
de un mismo tipo de sustrato, por ejemplo, rocas. 
En caso de observar mucosidad en vegetación, 
sedimento, lecho del río, etc. tomar una muestra 
extra y etiquetarla adecuadamente, indicando 
tipo de muestra y área/volumen recolectado. 

•   Se recomienda tomar registro fotográfico de 
todos los sustratos muestreados, ya sea si pre-
sentan mucosidad sospechosa o no.

•   Anotar cualquier detalle relevante sobre el 
sustrato muestreado, indicando las característi-
cas del film, color de la mucosidad, etc.

•   Todo el material de muestreo debe ser 
descartable o haber sido desinfectado previa-
mente para evitar contaminación.

2.4.4. Muestreo de fitoplancton

La muestra de fitoplancton se obtiene solo como 
diagnóstico de presencia o ausencia de d. gemi-
nata aguas arriba del tramo muestreado. Prefe-
rentemente, esta muestra se analiza in situ, de 
manera que sirva como herramienta de planifi-
cación de los sitios de muestreo, permitiendo así, 
acotar el área de distribución de la plaga. debido a 
que las microalgas planctónicas provienen de dis-
tintos puntos aguas arriba del tramo muestreado, 
estas pueden no coexistir con d. geminata, por lo 
que el análisis completo de esta comunidad no se 
realiza.

FIGURA 13. sistema de obtención de muestras de didymosphenia geminata en el plancton.

El sistema de muestreo consiste en una red de 
fitoplancton especial, llamada red didymo, que 
cuenta con un tubo de PVc o cilindro receptor con 
una malla de apertura de 40 um. En el extremo su-
perior posee una malla protectora de 250 um que 
evita que ingresen partículas de gran tamaño que 
perjudiquen la obtención de la muestra planc-
tónica mientras que en el extremo inferior posee 
una malla receptora de 40  um. Esta malla recep-
tora se encuentra inserta entre dos tubos de PVc 
con rosca, los que la mantienen tensa y firme para 
retener las células de fitoplancton que entren al 
cono receptor (Fig. 13).
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Figura 12. Extracción de volumen de mucosidad

Fuente: modificado de duncan et al., 2007



La red de fitoplancton se suspende en el agua fi-
jándola a un vástago contra la corriente por 10 
minutos (de preferencia) a una profundidad tal 
que quede completamente sumergida, pero no en 
contacto con el fondo para que los sedimentos no 
ingresen a la muestra (Fig. 14). 
El tiempo de muestreo depende de la velocidad 
de corriente y la cantidad de sedimento suspen-
dido en el agua, ya que bajo condiciones severas, 
se saturaría, poniendo en riesgo la integridad de 
la red. 

La malla receptora de 40 um que recolecta la 
muestra se extrae del sistema y se almacena en 
un frasco de plástico de 40 ml, junto con un poco 
de agua del mismo río para que el fijador actúe 
sobre todas las células. al igual que la muestra de 
la comunidad de microalgas bentónicas, el fijador 
utilizado es lugol. Por último, se debe etiquetar 
debidamente el frasco y sellar con cinta adhesiva. 
se debe medir la profundidad y la velocidad de 
corriente (ver metodología en sección 2.3.2) en el 
punto en que se instala el sistema de muestreo, 
para posteriormente estimar la longitud (distan-
cia en metros) del tramo de río que ha sido mues-
treado.
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Parque nacional Vicente Pérez Rosales, Región de Los Lagos

2.4.5. Fijación de muestras 

todas las muestras biológicas obtenidas deben 
ser fijadas in situ, evitando así alteraciones en 
la estructura comunitaria de las microalgas (por 
descomposición, reproducción o depredación). 
En el caso de las muestras que serán observadas 
frescas, es decir, sin tratamiento previo, el método 
de fijación no debe dañar las células de paredes 
blandas, siendo más apropiado el uso de lugol. 
Este debe adicionarse en gotas hasta que la mues-
tra tome una coloración ámbar (Hötzel & croome, 
1999) (Fig. 15a).  se recomienda no excederse en 
el uso del lugol, ya que este fijador puede alterar 
las células, dificultando la identificación. Este mé-
todo se recomienda para las muestras de comuni-
dad de microalgas completa y fitoplancton. 
Por su parte, para las diatomeas, dado que poseen 
una cubierta silícea, se recomienda el uso de for-
malina al 4%. Este fijador es muy eficiente y tóxico 
a la vez, por lo que se deben utilizar implementos 
de seguridad apropiados, tales como mascarilla, 
antiparras y guantes. Este método de fijación se 
recomienda tanto para muestras de diatomeas 
bentónicas como planctónicas (Fig. 15b).  
si no se cuenta con los fijadores mencionados, 
las muestras de comunidad de microalgas com-
pleta y fitoplancton pueden ser fijadas con alco-
hol común (de farmacia), en abundante cantidad, 
debiendo ser refijadas periódicamente, ya que es 
muy volátil y poco eficiente como fijador. En el 
caso de las muestras de diatomeas, se recomien-
da conservarlas sin fijar en un lugar fresco y oscu-
ro, hasta su procesamiento en laboratorio. 
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3. BIOSEGURIDAD

Río El salto, Región de Los Lagos



3.1. Conceptos generales

En ecología, el concepto de bioseguridad busca 
asegurar la permanencia ecológica de los com-
ponentes locales de un ecosistema, tanto bióticos 
como abióticos y sus interacciones naturales ante 
una actividad antrópica en desarrollo. La aplica-
ción sistemática de dicho concepto, considera una 
serie de aspectos en la realización de las activi-
dades, que buscan en conjunto y por sí solas, su 
sustentabilidad, además de garantizar la salud del 
medio ambiente y cada uno de sus elementos.
un aspecto fundamental a considerar en los 
muestreos hidrobiológicos respecto de la seguri-
dad biológica, es que el conjunto de actividades 
que se realizan presentan un alto potencial de 
propagación de especies introducidas, es decir, 
evolutivamente ajenas al sistema, causando no 
solo la dispersión de especies a nuevas áreas geo-
gráficas, sino también facilitando la generación 
de su condición biológica de plaga (ministerio del 
medio ambiente, 2007; chile, Res. Ex. 1070, 2014). 
Esto hace necesaria la implementación de barre-
ras de contención durante la actividad del mues-
treo, que sean capaces de prevenir dicho efecto 
nocivo al medio ambiente (conicyt, 2008; chile, 
Res. Ex. 332, 2011).
Por otra parte, el material a ser usado en el mues-
treo, además de otorgar seguridad al personal du-
rante el trabajo (cuerdas, salvavidas), debe cumplir 
con condiciones de higiene ambiental (mantener 
las condiciones naturales del área y evitar peligros 
a la salud humana) y sustentabilidad ecosistémica 
(minimizar alteraciones sobre el normal desarro-
llo de los procesos ambientales, como liberación 
de residuos; universidad de salamanca, 2014).

3.2. Materiales

a continuación se indica una selección de artefac-
tos seguros para la recolecta y almacenamiento 
de muestras, sin que estos interfieran en la salud 
del medio ambiente ni negativamente en el pos-
terior análisis de las muestras.
1.  agua potable: suficiente para realizar la desin-

2.  agua destilada: necesaria para limpieza de ar-

3.  Lavaloza: en cantidades necesarias para ge-

4.  balde: este es necesario para la preparación de

5.  Escobilla: para lavar los utensilios de muestreo.
6.  Pisetas plásticas: a utilizar en el lavado con

7.  Fumigador manual: facilita la aplicación de la

8.  cuerda: utilizada, de ser necesario, para ase-

9.  salvavidas: indispensable en la prevención de
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Figura 16. Preparación del equipo en terreno para bioseguri-
dad.

Figura 17 a,b. desinfección del equipo

a

b

fección de los elementos utilizados en todos los 
puntos de muestreo del día. como todo mues-
treo biológico, se debe considerar siempre el 
caso extremo de escasez de recursos, en loca-
lidades aisladas.

tefactos electrónicos. 

nerar la mezcla suficiente para realizar la des-
infección de todos los materiales utilizados en 
cada área de muestreo.

la mezcla desinfectante y para realizar la desin-
fección por inmersión.

agua destilada de artefactos electrónicos y el 
enjuague del lavaloza.

mezcla desinfectante.

gurar al equipo húmedo en el curso de agua. se 
recomienda una cuerda de nylon de al menos 
10 mm de grosor.

accidentes en el interior de cuerpos de agua 
riesgosos.



3.3. Barreras de contención

Las barreras de contención se establecen con el 
fin de evitar tanto la contaminación del personal 
como la dispersión de la especie muestreada. su 
clasificación depende del nivel de aplicación y los 
objetivos buscados. En el muestreo hidrobiológico 
de la especie d. geminata se establecen las barreras 
primaria, de procedimiento y microbiológica.

3.3.1. Barrera primaria

Esta se aplica directamente sobre el personal y 
corresponde al uso de ropa especial para evitar 
así la contaminación directa y la consecuente 
propagación de d. geminata. La selección de ropas 
y accesorios plásticos y lisos busca minimizar 
la superficie de contacto que pueda facilitar la 
adherencia y traslado de la especie en estudio. 
Los elementos seleccionados son:

• Vadeadores de PVC con botas lisas, sin 
antideslizante
•  Guantes cortos de vinilo 
•  Guantes largos plásticos de uso veterinario
•  Huincha adhesiva

La utilización de vadeadores permite el nor-
mal desplazamiento del muestreador dentro del 
curso de agua, evitando la contaminación de la 
ropa restante. El uso de guantes largos permite al 
muestreador hacer uso de ropa abrigada (mangas 
largas), sin correr riesgo de contaminarla (Fig. 19). 
además, si las condiciones ambientales lo per-
miten, es posible realizar el muestreo sin hacer 
uso de guantes de plástico, sí y solo sí se utiliza 
ropa sin mangas. de esta forma es posible mini-
mizar el riesgo de contagio de ropas y cumplir con 
las condiciones de higiene y sustentabilidad, tanto 
ambiental como del trabajo realizado.
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Figura 18. Preparación del equipo utilizando vadeadores de 
PVc

Figura 19 . materiales de muestreo descartables



3.3.2. Barrera de procedimiento

Esta se aplica sobre la metodología de trabajo, 
con el fin de evitar contaminación cruzada entre 
el equipo humano y los elementos utilizados en 
el muestreo hidrobiológico de la especie d. gemi-
nata.
a)  Generación de equipos de trabajo: se consi-

Equipo seco: el personal realiza funciones propias 
del muestreo sin contacto con el cuerpo de agua, 
tales como:
•  Selección de área de muestreo
•  Llenado de fichas de terreno y registro de infor-

• Preparación de material de muestreo
• Preparación, sellado, etiquetado y almacena-

Equipo húmedo: el personal realiza funciones 
propias del muestreo al interior del cuerpo de 
agua, tales como:
•  Medición de parámetros físico-químicos
•  Muestreo químico
•  Muestreo biológico en bentos y plancton

b)  Generación de set de muestreo: se separan los 
implementos en sets destinados para cada punto 
de muestreo, de tal forma que no tengan contacto 
entre sí. siguiendo este mismo procedimiento, se 
separa en compartimentos especiales el material 
sobrante no utilizado y en tachos de basura los 
descartables ya utilizados.

rros de tiro, autos, etc.), estos deben ser restrega-
dos con un elemento abrasivo de superficie sufi-
cientemente efectiva, tal como un escobillón, al 
mismo tiempo que es rociado con la solución des-
infectante por medio de un fumigador manual.

3.3.3. Barrera microbiológica

tiene como finalidad evitar el transporte de la 
especie en estudio por contaminación, directa o 
cruzada,  realizando una descontaminación por 
desinfección química, tanto de artefactos como 
de ropa utilizada en el muestreo. La desconta-
minación se realiza en un procedimiento de tres 
etapas:
1. Remover: terminado el muestreo se debe rea-
lizar una inspección visual de cada elemento que 
permaneció en contacto con el cuerpo de agua y 
su cercanía, revisando cualquier resto visible de 
alga o sustrato como posible contaminante. Estos 
deben ser extraídos y descartados únicamente en 
un recipiente de basura.

2. Lavar: todo elemento que haya tenido contac-
to con el cuerpo de agua, con o sin presencia de 
algas o sustratos contaminantes, debe ser lavado 
por inmersión completa en agua con dilución de 
lavaloza biodegradable al 5% (50 ml de lavaloza 
por cada 1 L de agua) por lo menos por 1 minu-
to (ministry for Primary Industries, new Zealand). 
En la desinfección de redes, flujómetro, vadeador, 
zapatos y otros elementos de tamaño menor, se 
debe realizar junto a la inmersión una friega abra-
siva con el fin de eliminar todo residuo de alga o 
sustrato posiblemente contaminante. Especial 
cuidado se debe tener con elementos electróni-
cos, como los sensores multiparamétricos, que 
han de lavarse muy bien con agua destilada luego 
de la desinfección, previniendo así su deterioro por 
detergente residual. Para el caso de los elementos 
que no son sumergibles por su gran tamaño (ca-

una vez realizada la desinfección por 
inmersión, la mezcla química debe ser 

eliminada en una zona alejada del cuerpo 
de agua, asegurando así no contaminarlo y 
eliminar los restos de didymo existentes.
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Figura 20. barrera de procedimiento. Equipo seco y equipo humedo

dera la división del personal en dos equipos, según 
su ubicación respecto del cuerpo de agua (Fig. 20):

mación in situ

miento en frío de muestras tomadas 



3.  Secar: como las células de d. geminata son ca-
paces de sobrevivir en condiciones de humedad 
por varios meses, si el procedimiento de lavado 
no se puede realizar, es indispensable realizar el 
secado completo, de modo tal que los aparejos 
e instrumentos permanezcan totalmente secos, 
por al menos un periodo de 48 horas. solo luego 
de esto es posible reutilizarlos. sin embargo, este 
procedimiento podría no ser necesario cuando el 
proceso de lavado se realizó adecuadamente, de 
modo que ya no queden células viables de micro-
algas. 

La etapa de lavado es indispensable para 
asegurar la correcta descontaminación y 

desinfección de los artículos utilizados en 
el proceso de muestreo. si no es posible 

realizarla, entonces el muestreo debe 
detenerse obligatoriamente o utilizar 

elementos completamente nuevos en lo 
sucesivo. Esto, debido a que, por condi-

ciones propias de terreno, es poco proba-
ble realizar el procedimiento de secado 

durante una campaña de muestreo. 
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Figura 21 a,b. barrera microbiológica. desinfección química Figura 22. campaña de difusión
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4. PREPARACIÓN DE MUESTRAS
     Y ANÁLISIS MICROSCÓPICOS

Río tranquilo, Región de Los Lagos



una vez completado el trabajo en terreno, las 
muestras deben ser derivadas al laboratorio de 
análisis biológicos, para corroborar la presencia 
de d. geminata e identificar los taxa que compo-
nen las muestras de fitobentos y fitoplancton. En 
el caso de las muestras de fitobentos, es posible 
analizar las comunidades de microalgas completa 
y de diatomeas, para lo cual se realizan diferentes 
procedimientos de preparación.
En este capítulo también se explica el procedi-
miento para analizar in situ la muestra de fito-
plancton, de modo que se pueda acotar el área 
de influencia de la plaga, utilizando este proce-
dimiento como una herramienta de gestión (Fig. 
23). Este análisis in situ se recomienda también 
para las muestras de la comunidad de microalgas, 
lo que permitiría reportar oportunamente a la au-
toridad la presencia de la especie plaga en nuevos 
puntos. Para ello, se requiere transportar un mi-
croscopio óptico durante toda la ejecución de la 
campaña de muestreo, siendo necesaria además, 
la presencia de un profesional que realice dichos 
análisis.

4.1. Comunidad de microalgas

El análisis de la comunidad de microalgas es esen-
cial en el estudio comunitario de la plaga, ya que 
la muestra de fitobentos no solo se compone de 
diatomeas como d. geminata ( clase bacilla-

riophyceae),  sino que también de otros grupos 
algales como son  las cyanobacteria, chrysophy-
ceae y clorophyceae. Entre otras ventajas, este 
análisis permite identificar géneros de microalgas 
que bajo las condiciones adecuadas desarrollan 
mucosidad, que a nivel macroscópico se pudiera 
confundir con didymo. a continuación se señalan 
los equipos y materiales necesarios para el análi-
sis de microalgas y el procedimiento a seguir.

4.1.1. Equipos y materiales de laborato-
rio

• Microscopio invertido con objetivos de 20x y 40x
• Microscopio óptico con objetivo de 40x
• Micropipeta P1000 (volumen variable)
• Cámara Sedgewick-Rafter (para análisis cuan-

• Puntas azules para micropipeta P1000
• Tubos plásticos 15 ml
• Piseta con agua destilada
• Portaobjetos y cubreobjetos limpios y desen-

4.1.2. Procedimiento

En esta etapa se pueden diferenciar dos tipos de 
análisis: cualitativo y cuantitativo. Para definir la 
presencia/ausencia de didymosphenia y los géne-
ros de microalgas acompañantes, se recomienda 
realizar un análisis de tipo cualitativo. En cambio, 
para realizar un estudio de la comunidad acom-
pañante de la diatomea plaga se debe realizar un 
análisis de tipo cuantitativo. a continuación se 
detallan ambos análisis. 

•   Análisis cualitativo: para obtener una submues-
tra representativa del total del contenido, se ho-
mogeneiza la muestra recolectada en terreno. 
Luego, se extrae rápidamente una alícuota que se 
deposita entre un porta y un cubreobjetos utili-
zando la micropipeta con punta azul. La muestra 
se analiza en fresco con un microscopio óptico 
con objetivo de 40x.

•   Análisis cuantitativo: al igual que en el análisis 
cualitativo se procede a homogeneizar la muestra 
con el objetivo de obtener una submuestra de 1 
ml, que es depositada en su totalidad en la cámara 
sedgewick-Rafter, cuidando de no dejar burbujas 
al llenarla. La muestra se analiza con microscopio 
invertido a 40x.
con el fin de observar con claridad la comunidad 
de microalgas, en ocasiones es necesario diluir la 
muestra. Para ello, se procede a submuestrear 1 
ml de la muestra, que se coloca en un tubo plás-
tico de 15 ml y se afora hasta obtener la dilución 
adecuada. si se llega al límite del tubo contene-
dor, nuevamente se obtiene una submuestra de 
1 ml y se repite el procedimiento hasta lograr la 
dilución adecuada. El criterio para alcanzar esta 
dilución adecuada se basa en la cantidad de cé-
lulas, colonias o filamentos que se encuentren en 
el campo visual, cuidando que se distingan clara-
mente entre sí.
no se recomienda el uso del vórtex en este análi-
sis ya que este tipo de agitación rompe las células 
con paredes blandas, liberando el contenido celu-
lar e impidiendo la correcta identificación de los 
géneros.
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Figura 23 a,b. análisis microscópico in situ
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Figura 24 a-c. Preparación de muestra en cámara sedgewick 
Rafter

titativo)

grasados



4.2. Fitoplancton

como se mencionó previamente, en este tipo de 
estudio el análisis de fitoplancton es un proce-
dimiento solo para diagnosticar la presencia o 
ausencia de d. geminata aguas arriba del tramo 
muestreado, por lo que es preferible realizarlo in 
situ. 

4.2.1. Equipos y materiales de laborato-
rio

•   Microscopio óptico con objetivo 40x
•   Micropipeta P1000 (volumen variable)
•   Puntas azules para micropipeta P1000
•   Piseta con agua destilada
•   Portaobjeto y cubreobjeto

4.2.2. Procedimiento

El procedimiento para la observación de la mues-
tra de fitoplancton es similar al análisis cualitativo 
de la muestra de la comunidad de microalgas. La 
muestra de fitoplancton recolectada en terreno 
se homogeneiza para extraer una alícuota con la 
micropipeta (Fig. 25). Luego se deposita entre un 
porta y un cubreobjetos para observarla en fresco, 
con un microscopio óptico de 40x (Fig. 26). 

4.3. Diatomeas bentónicas

mediante el análisis de diatomeas bentónicas 
es posible determinar la densidad de d. gemi-
nata, en términos de células/ml. Por otra parte, 
permite identificar la comunidad de diatomeas 
acompañante de esta especie, además de deter-
minar la presencia de otras algas que produzcan 
pedúnculo. 
La clase bacillariophyceae a la que pertenecen 
las diatomeas, se caracteriza porque los indi-
viduos tienen una cubierta celular compuesta 
fundamentalmente por sílice, cuyos patrones de 
depositación son la base principal para la taxo-
nomía de géneros y especies. Esta particularidad 
determina el procedimiento de preparación y 
análisis de la muestra, diferente del análisis de 
fitobentos en general. 

4.3.1. Análisis de células viables

El reconocimiento taxonómico de diatomeas re-
quiere la remoción total de la materia orgánica 
contenida tanto en las células como en su exte-
rior (Fig. 27). Este procedimiento impide discrimi-
nar entre las células que se encontraban viables 
e inviables al momento de recolectar la muestra. 
El análisis de células viables se realiza con el fin 
de obtener esta proporción, permitiendo corregir 
posteriormente las densidades totales obtenidas 
del análisis de diatomeas y, específicamente, el 
porcentaje de células viables de d. geminata. 

4.3.1.1. Equipos y materiales de labora-
torio

•  Microscopio óptico con objetivo de 40x
•  MicropipetaP1000 (volumen variable)
•  Agitador vórtex
•  Portaobjetos y cubreobjetos
•  Puntas azules para micropipeta P1000

ViableInviable
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Figura 25. Preparación de muestra de fitoplancton

Figura 26. muestra de fitoplancton observada al microscópio 
con presencia de d. geminata

Figura 27. células de d. geminata



4.3.1.2. Procedimiento

utilizando el vórtex, se homogeneiza la muestra 
recolectada en terreno y se obtiene una submues-
tra utilizando una micropipeta. Esta operación se 
debe realizar lo más rápido posible para evitar que 
decanten las diatomeas de mayor tamaño, como 
es el caso de d. geminata. se extrae una alícuo-
ta de la muestra y se deposita entre un porta y 
un cubreobjetos para ser analizada al microscopio 
óptico bajo un aumento de 40x. 
Este procedimiento no requiere conocer el volu-
men de muestra analizado. La proporción de cé-
lulas viables se obtiene contabilizando al menos 
100 ejemplares y registrando su estado de viabi-
lidad. En algunas muestras no es posible llegar al 
recuento de 100 células, por lo que se contabiliza 
la mayor cantidad posible de células para estimar 
dicha proporción. Para muestras con d. geminata, 
se registra su estado de viabilidad por separado. 

4.3.2. Oxidación de muestras para obser-
vación de diatomeas bentónicas

Las características de la morfología de los frús-
tulos de diatomeas son imprescindibles para su 
identificación taxonómica. Para poder observar 
al microscopio estas características, es necesario 
eliminar toda la materia orgánica existente en la 
muestra, es por ello que se realiza la oxidación de 
las muestras. 

El proceso de oxidación se divide en dos etapas, el 
tratamiento pre-oxidación de las muestras  y la oxi-
dación de las muestras propiamente tal, ambas eta-
pas se describen a continuación.

4.3.2.1. Equipos y materiales de laborato-
rio

•  Campana extractora de gases
•  Microscopio óptico, objetivos de 40x y 100x
•  Baño termorregulable
•  Centrífuga 4000 rpm
•  Agitador vórtex
•  Dispensador de ácido
•  Micropipeta P1000 (volumen variable)
•  Delantal para el trabajo con ácidos
•  Mascarillas de seguridad para el trabajo con ácidos
•  Antiparras
•  Guantes descartables resistentes a los ácidos
•  Puntas azules para micropipeta P1000
•  Gradillas para tubos de 15 ml
•  Tubos de polipropileno, punta cónica, graduados,  

•  Pisetas plásticas
•  Agua destilada
•  Papel pH
•  Portaobjetos con bordes esmerilados
•  Cubreobjetos de 18x18 mm
•  Ácido sulfúrico (H2SO4)
•  Peróxido de hidrógeno (H2O2)
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Figura 28. Equipos y materiales de laboratorio para prepación de muestras de diatomeas bentónicas

15 ml y tapa rosca



4.3.2.2.  Procedimiento 

Paso 1: Tratamiento preoxidación de las 
muestras

El objetivo de la oxidación de las muestras es 
eliminar toda la materia orgánica que impida re-
conocer las especies de diatomeas presentes en 
ella. sin embargo, este procedimiento también 
elimina información relevante que podría aportar, 
por ejemplo, la morfología de los cloroplastos. Por 
otra parte, es fundamental mantener un registro 
del volumen de muestra recibido en laboratorio, 
ya que este dato es imprescindible para la realiza-
ción de los cálculos posteriores. 
Para calcular el volumen de las muestras se tras-
vasija la totalidad de la muestra en un tubo de 15 
ml, el que es utilizado para la oxidación de la ma-
teria orgánica en pasos posteriores. Ya que usual-
mente la cantidad de muestra proveniente de te-
rreno excede la capacidad del tubo, se procede a 
llenar el tubo hasta los 15 ml, centrifugar por 3 
minutos a 4000 rpm y eliminar el sobrenadante, 
para luego rellenar el tubo. La operación se repi-
te hasta trasvasijar la totalidad de la muestra al 
tubo. En esta etapa es importante registrar cada 
volumen, tanto de la eliminación del sobrenadan-
te, como del rellenado, para finalmente obtener el 
volumen total de la muestra.
La eliminación del sobrenadante se debe realizar 
con extremo cuidado a fin de no eliminar parte de 
la muestra. 

En el caso en que la muestra que llegue al labora-
torio sea de un volumen de mucosidad (obtenido 
con jeringa), la información del volumen tiene que

ser informada al laboratorio, ya que no es posible 
calcularlo a partir del análisis de la muestra.

(aproximadamente pH 7).
La metodología en este manual considera ele-
mentos de las propuestas de Hasle & Fryxell (1970) 
y de battarbee (1986). Este último propone dife-
rentes métodos según el tipo de muestra a tratar, 
los que se describen a continuación:

•  Para el tratamiento de muestras con alto con-
tenido de sales se propone el uso de ácido clorhí-
drico (Hcl). En un tubo de 15 ml con la muestra se 
adiciona 10% de Hcl. La solución se agita suave-
mente, para luego llevarla a temperatura baja por 
15 minutos. 
•  Para muestras con alto contenido de materia or-
gánica recomienda el tratamiento con H2o2. a la 
muestra se agrega 30% de H2o2 y se calienta en 
un baño termorregulable por 1 hora, a 80ºc. Luego 
de este procedimiento se neutraliza la muestra. 
Para resultados óptimos se recomienda realizar 
una segunda etapa de oxidación, agregando a la 
muestra 1 ml de H2so4 por 1 hora. 
•  Para muestras con altos niveles de minerales 
gruesos, battarbee recomienda el uso de méto-
dos físicos de separación, mediante un tamiz con 
apertura de malla de 500 um. Este método permi-
te retener los sedimentos de mayor tamaño, sin 
eliminar con ellos las diatomeas presentes.

Paso 2: Oxidación de muestras

Existen diversos tipos de procedimientos para la 
oxidación de la materia orgánica de las diatomeas, 
que van de los más simples, como es el tratamien-
to con cloro (carret al., 1986), a los más complejos 
que utilizan mezclas de distintos reactivos, como 
es el procedimiento que proponen Hasle & Fryxell 
(1970). La elección del tratamiento adecuado de-
penderá del tipo de muestras que lleguen al labo-
ratorio, el grado de silicificación de las diatomeas, 
la cantidad de materia orgánica, la cantidad de 
sedimentos y el objetivo del estudio a realizar.
balech & Ferrando (1964) proponen dos métodos, 
uno rápido y cruento y otro lento y débil. El prime-
ro de ellos utiliza una mezcla de ácidos sulfúrico 
(H2so4) y nítrico (Hno3), método eficaz aunque 
puede llegar a eliminar los frústulos menos silici-
ficados. El método lento y débil es recomendado 
para materiales delicados y se utiliza permanga-
nato de potasio (kmno4) en medio ácido y peróxi-
do de hidrógeno (H2o2), sin embargo, sus resulta-
dos no son óptimos.
Hasle & Fryxell (1970) proponen un método que 
incluye diferentes etapas de ejecución. En princi-
pio se agrega el mismo volumen de H2so4 con-
centrado que la cantidad de muestra existente. 
a esta mezcla se le agrega una solución saturada 
de kmno4, en este paso la muestra burbujea y se 
torna de color café. se continúa agregando la so-
lución saturada hasta que el líquido tome un color 
púrpura. Posteriormente, se adiciona una solución 
saturada de ácido oxálico (H2c2o4), lentamente, 
hasta que la muestra se decolore. Finalmente, en 
continuos lavados se neutraliza la muestra hasta 
alcanzar el pH del agua destilada utilizada
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Figura 29 a,b. baño termoregulado y aplicación de agua oxi-
genada
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La degradación de la materia orgánica utilizan-
do ácidos libera gases dañinos para la salud, por 
lo que se recomienda trabajar bajo campana ex-
tractora de gases o en un ambiente muy ventila-
do. Por otra parte, la adición de cualquier reactivo 
exige extrema precaución en su manipulación. así, 
se debe cuidar de agregar el reactivo controla-
damente y por las paredes del tubo, observando 
siempre la reacción de cada muestra.
Para finalizar el proceso de digestión de las mues-
tras, cualquiera sea el método utilizado, se neu-
traliza la muestra hasta llegar a pH 7 o al pH del 
agua destilada utilizada en el procedimiento. La 
neutralización de las muestras se logra a través 
de lavados consecutivos, en los que se centrifuga 
la muestra a 4000 rpm por 3 minutos, se elimina 
el sobrenadante de una vez y con extremo cuida-
do de no eliminar parte de la muestra. al concen-
trado obtenido se le agrega agua destilada hasta 
completar la capacidad del frasco contenedor y se 
agita en vórtex para volver a centrifugar. El pro-
ceso se repite al menos 4 veces hasta llegar al pH 
deseado.

4.3.3. Obtención de preparados perma-
nentes para observación de diatomeas 
bentónicas

con el fin de observar la muestra al microscopio 
se realizan preparados permanentes, que consis-
ten en la desecación, preferentemente a tempe-
ratura ambiente, de las muestras oxidadas. Este 
procedimiento se compone de dos etapas la di-
lución y el montaje de preparados permanentes. 
ambas etapas se describen a continuación.

muestra  y se colocan en un segundo tubo 15 ml y 
se completa con agua (Fig. 32). Esta operación se 
repite las veces que sea necesario, hasta lograr la 
dilución deseada. El criterio de dilución se basa en 
la cantidad de frústulos observados en el campo 
visual del microscopio, bajo 40 aumentos, cuidan-
do que se distingan claramente entre sí y sean fá-
cilmente enumerables.
cada etapa de dilución se debe registrar en una 
planilla. con este registro, además de los volúme-
nes de muestra tomados en terreno, se genera el 
cálculo de los factores de dilución (Fd) para cada 
una de las muestras.
El cálculo de los Fd se obtiene a través de la mul-
tiplicación de los cocientes entre los volúmenes 
iniciales y finales de cada dilución. La siguiente 
ecuación representa el cálculo realizado.

4.3.3.1.  Equipos y materiales de labora-
torio
•  Microscopio óptico, con objetivos de 40x y 100x
•  Agitador vórtex
•  Placa calefactora
•  Micropipeta P1000 (volumen variable)
•  Puntas azules para micropipeta P1000
•  Gradillas para tubos de 15 ml
•  Tubos de polipropileno, punta cónica, graduados, 

•  Portaobjetos con bordes esmerilados
•  Cubreobjetos de 18x18 mm
•  Espátula con punta roma
•  Resina con índice de refracción de aproximada-

•  Cajas para preparados histológicos

4.3.3.2.   Procedimiento

Paso 1: Dilución

una vez realizado el proceso de oxidación y luego 
de haber verificado que la muestra haya quedado 
libre de materia orgánica, se realizan los prepa-
rados permanentes. Para ello, se debe efectuar el 
proceso de dilución, esencial para el análisis taxo-
nómico de diatomeas ya que permite al taxóno-
mo observar los caracteres de importancia para la 
identificación. 
En primera instancia, se estima a simple vista la 
cantidad de sedimento disuelto en la muestra, 
para agregar agua destilada hasta obtener el as-
pecto translúcido deseado. si en esta etapa el 
tubo contenedor llega al máximo de su capacidad 
(15 ml) y aún no se ha conseguido la dilución de-
seada, se procede a submuestrear 500 ul de la 

nunca utilizar material reciclado (todo 
material se usa por única vez y es 

descartado), en las distintas etapas de 
preparación de muestras de diatomes. 
Esto porque los frústulos persisten a 

cualquier método de lavado y se pro-
ducirá contaminación de las muestras, 
llevando a interpretaciones erróneas. 
al estar trabajando con una plaga hi-
drobiológica, esta medida es aún más 
relevante, evitando así falsos positivos 

en el análisis de dispersión
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Figura 30 a-b. aplicación de ácido sulfúrico

Figura 31. centrifugado de muestra

a b

15 ml y tapa rosca

mente 1,7 (naphrax® o equivalente)



Figura 32. diluciones seriadas de muestras de diatomeas para realizar preparados permanentes. 

La Figura 32 muestra diluciones seriadas, asumiendo que en terreno se obtuvo una muestra de 10 
ml y se diluyó en tres etapas. siguiendo la ecuación, esta muestra tendría una dilución de 630 veces 
respecto de la concentración de la muestra inicial donde: 

Paso 2: Montaje de preparados perma-
nentes

una vez obtenida la dilución apropiada, se da 
comienzo al montaje de los preparados perma-
nentes. Este consiste en disponer una alícuota de 
volumen conocido en un cubreobjetos, la que se 
deshidrata sobre una placa calefactora. La mues-
tra deshidratada se fija con resina en un portaob-
jeto. se recomienda el uso de una resina con un 
índice de refracción de 1.7.
antes de utilizar los cubre y portaobjetos, se debe 
cuidar que estén libres de grasa. Para ello, se re-
pasan con alcohol al 96% y un papel absorben-
te que no libere pelusas. cada portaobjetos debe 
ser rotulado con la mayor cantidad de informa-
ción posible (nombre de estación, réplica, fecha 
de muestreo, dilución y nombre del proyecto). se 
recomienda escribir esta información en una eti-
queta de papel autoadhesivo y cubrirla con cinta 
adhesiva transparente. 
La muestra obtenida luego de la última dilución 
se agita en un vórtex y se extrae con micropipeta 
graduada una submuestra de volumen conocido 
(para un cubreobjetos de 18x18 mm se recomien-
dan 700 ul). La submuestra se deposita cuidado-
samente sobre un cubreobjetos dispuesto sobre 
una placa calefactora, con temperatura controla-
da. Es importante registrar la medida del cubreob-
jetos para los cálculos posteriores y cuidar que la 
submuestra cubra la totalidad de la superficie de 
este.
La evaporación de la muestra se debe realizar a 
temperatura controlada, evitando que llegue al 
punto de ebullición, de manera de no perder parte 
de la muestra en el proceso. El procedimiento se 

realiza para cada una de las muestras, teniendo 
total conocimiento de la disposición de las mues-
tras en la placa calefactora y su correspondencia 
con los tubos originales. El recambio de las puntas 
azules entre muestras es indispensable para evi-
tar la contaminación cruzada.
una vez se haya evaporado la totalidad del líqui-
do, se confecciona el preparado permanente utili-
zando la resina especificada, previamente disuel-
ta en tolueno. se deposita una gota pequeña de 
resina en el centro del portaobjetos ya rotulado o 
cinco gotas, una en cada esquina de lo que corres-
pondería a la posición cubreobjetos y otra en el 
centro. una vez hecho esto,  se voltea sobre el cu-
breobjetos con la muestra seca. Luego, utilizando 
una espátula de madera o metal con punta roma, 
se presiona suavemente para obligar a la resina 
a extenderse por toda la superficie del cubreob-
jetos y a eliminar el excedente de resina. En esta 
etapa se deben eliminar todas las burbujas que se 
hayan formado y observar que las diatomeas se 
mantengan en un mismo plano de observación. 
Para terminar, y una vez verificada la calidad del 
preparado, se retiran los excesos de resina raspan-
do con una cuchilla y repasando con un pañuelo 
de papel embebido en tolueno si fuese necesario. 
Para corroborar que la resina se haya solidificado 
adecuadamente se ejerce una ligera presión con 
el dedo sobre el cubreobjeto y se observa que este 
no se desplace. 
En cada etapa del proceso hay que verificar la efi-
cacia y calidad del producto obtenido. una falla 
en el procedimiento impide la correcta identifica-
ción taxonómica de las diatomeas contenidas en 
la muestra. 
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de presentarse algunos de los siguientes casos, es 
necesario repetir la etapa.

•Mal oxidadas: la persistencia de materia orgánica 
en la muestra no permite observar claramente los 
caracteres de importancia para la identificación, 
además de favorecer la formación de cúmulos 
(Fig. 34 a y e).
•Concentradas: el exceso de diatomeas favorece 
la superposición de los frústulos de las diatomeas 
lo que dificulta la identificación y recuento y en-
torpece la pronta obtención de resultados.
•Diluidas: en el caso del estudio de d. geminata, 
es de vital importancia que se pueda obtener una 
muestra en la que se registre la presencia de la 
plaga, en caso que existiese. una muestra muy di-
luida puede dar una falso negativo.
•Sobrecalentadas: los preparados pueden fractu-
rarse o adquirir una coloración que impide la re-
fracción de la resina (Fig. 34c).
•Porta o cubreobjetos trizado: dificulta o impide la 
visualización de las valvas y la resina, si entra en 
contacto con las lentes, puede deteriorarlas (Fig. 
34d).
•Diatomeas aglutinadas en el cubreobjetos: el 
aglutinamiento dificulta la individualización de 
las valvas. Las muestras no se encuentran distri-
buidas homogéneamente y por lo tanto, los re-
cuentos obtenidos no son confiables.
•Situaciones en las que haya diatomeas en más 
de un plano, burbujas (Fig. 34b) o que la resina no 
haya solidificado adecuadamente, impiden la vi-
sualización de las diatomeas presentes. Para evi-
tar estos problemas se debe controlar la tempe-
ratura y la presión ejercida en la muestra.

67

Figura 33. montaje de preparados permanentes Figura 34 a-e. muestras mal montadas.

a

b
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5. ANÁLISIS TAXONÓMICOS

Río desague Lago Vargas, Villa oHiggins
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El instrumental para el análisis taxonómico y el 
recuento se encuentra descrito en el capítulo 4 
“Preparación de muestras y análisis microscó-
picos”, tanto para la comunidad fitobentónica 
completa como para el análisis específico de dia-
tomeas bentónicas, incluyendo d. geminata. En 
el capítulo señalado también se describe la me-
todología de análisis de células viables, de modo 
que este capítulo se centra netamente en las he-
rramientas de identificación taxonómica y el aná-
lisis cuantitativo de cada grupo. d. geminata se 
aborda por separado, dada la importancia de su 
reconocimiento como la especie que constituye 
la plaga didymo.  

5.1. Comunidad de microalgas

5.1.1. Identificación taxonómica

La comunidad microalgal bentónica puede llegar 
a ser muy diversa, aún en ríos oligotróficos, re-
gistrándose géneros de las clases chlorophyceae, 
cyanobacteria, chrysophyceae y bacillariophy-
ceae, principalmente. Es importante destacar 
que la determinación taxonómica es a nivel 
genérico, dadas las restricciones impuestas por 
la metodología utilizada. Este análisis se reali-
za en muestras frescas, sin tratamientos previos, 
a fin de conservar los caracteres de importancia 
para la identificación, como la morfología de los 
cloroplastos. si bien las diatomeas se incluyen 
en este análisis, solo es posible, en muchos casos 
identificarlas al mismo nivel que el resto de las 
microalgas, dado que los caracteres taxonómicos 
de relevancia para este grupo en particular no se 
observan con esta metodología (muestras frescas 

y microscopía invertida). sin embargo, la comple-
jidad de este análisis requiere entrenamiento en 
la identificación de microalgas, además de cono-
cimiento de la flora local.
Para la clasificación taxonómica, el apoyo de cla-
ves y monografías es fundamental, tales como 
las de bourrelly (1968, 1970) o Patrick & Reimer 
(1966), Parra & bicudo (1996), Parra et al. (1982), 
Rivera (1983), Round (1993), así como trabajos de 
Patricio Rivera para chile, Guillermo tell para ar-
gentina, entre otros.  

Cosmarium 40X Gomphoneis 40X 

Melosira 40X 

Mougeotia Oedogonium 40X Oscillatoria 40X

Tabellaria 40X
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Figura 35. melosira sp.,perteneciente al grupo bacillariophyta

Figura 36. Géneros de microalgas



5.1.3. Cuantificación

Para cuantificar la densidad bentónica se registra 
el número de superficies y/o volúmenes mues-
treados. al conocer el área y/o volumen mues-
treado, los resultados son expresados como célu-
las/mm2 o células/mm3, mediante una fórmula en 
que la densidad final se obtiene multiplicando o 
dividiendo por el factor correspondiente (ya sea 
dilución o concentración). con los datos obtenidos 
es posible calcular índices comunitarios, realizar 
análisis exploratorios y aplicar estadísticos más 
específicos.  

 

5.2. Diatomeas bentónicas

5.2.1. Identificación taxonómica

tal como ya se ha expuesto, la taxonomía de dia-
tomeas se basa en caracteres morfológicos del 
frústulo, que no son distinguibles con la metodo-
logía utilizada para la observación de fitobentos 
en general. Por ello, se requiere contar con un mi-
croscopio óptico de aumento no inferior a 1000X. 
Este aumento puede no ser suficiente aun como 
para identificar a nivel de especie muchos ejem-
plares registrados, llegándose a necesitar el uso 
de software para análisis digital de imágenes o, 
incluso, debiéndose recurrir al uso de microscopía 
electrónica de barrido. 

La identificación taxonómica de diatomeas re-
quiere además la realización de un detallado pro-
cedimiento químico en laboratorio para la pro-
ducción de preparados permanentes, sin materia 
orgánica y montadas en un medio adecuado para 
la observación de los caracteres de importancia 
taxonómica del grupo, procedimiento descrito 
previamente en el capítulo 4.3 “diatomeas ben-
tónicas” , de modo que sea posible contar y medir 
todas las estructuras posibles de observar (largo, 
ancho, número de estrías, areolas, costillas, fíbu-
las, cámaras, etc., en 10 micrones).

 

5.1.2. Recuento

El recuento de ejemplares se realiza preferente-
mente utilizando microscopía invertida. sin em-
bargo, es posible utilizar microscopios compues-
tos, es decir, que siendo de óptica tradicional, 
posean objetivos de microscopía invertida. En am-
bos casos, el recuento de microalgas bentónicas se 
realiza utilizando cámaras de sedimentación para 
muestras muy diluidas o cámaras sedgewick-Ra-
fter para muestras con mayor concentración de 
microalgas. Estas últimas poseen una capacidad 
de 1 ml de muestra para ser analizada. 
si bien las muestras de río presentan una baja 
concentración de microalgas, las muestras de 
microalgas bentónicas obtenidas en el contexto 
de la plaga didymo, alcanzan una elevada con-
centración de organismos, materia orgánica y /o 
sedimento, por lo que la metodología adecuada 
para realizar el análisis cuantitativo es mediante 
la utilización de una cámara de sedgewick-Rafter 
cuadriculada. dependiendo de la densidad de mi-
croalgas, se deberá optar por contar transectos 
o campos. En este caso se realizan recuentos de 
un mínimo de 150 campos o los que sean nece-
sarios para que la especie más abundante alcance 
un número de 100 individuos pero sin superar los 
300 campos. 

Sphaerocystis 40X 
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Figura 37. sphaerocystis sp., perteneciente al grupo chlro-
phyta

Figura 38. características para reconocimiento de especies de diatomeas



Las diatomeas son un grupo muy diverso y com-
plejo en su taxonomía, por ello es que su análisis 
debe ser realizado por especialistas en el grupo, 
con amplia experiencia, particularmente en las 
floras locales. si bien las especies en general tie-
nen una amplia distribución en una variedad de 
ambientes, sus requerimientos específicos pueden 
llegar a ser muy restringidos, lo que las convierte 
en buenos indicadores de calidad de agua. así, una 
incorrecta identificación taxonómica puede llevar 
a inferencias ambientales totalmente erróneas. 
La bibliografía recomendada para la identifica-
ción de diatomeas es muy amplia y principal-
mente consiste en trabajos desarrollados por los 
escasos pero reconocidos especialistas locales, 
destacando el trabajo de Rivera (1983), estudios 
de varios especialistas sudamericanos (maidana, 
Frenguelli, Ferrario y sala, entre otros) y mono-
grafías americanas (Rumrich et al, 2000) o euro-
peas (krasske, 1939; archibald,1983; krammer & 
Lange-bertalot, 1986a, 1986b, 1991; simonsen, 
1987; Lange-bertalot & krammer, 1989; Round et 
al., 1990; Lange-bertalot, 1993; Lange-bertalot & 
metzeltin, 1996; Hartley, 1996; Round & bukhtiya-
rova, 1996; krammer, 1997; Lange-bertalot, 1999, 
2000, 2001; kellogg & kellogg, 2002; metzeltinet 
al., 2005), incluyendo especialistas que han publi-
cado trabajos basados en flora subantártica (Van 
de Vijveret al., 2002, 2004) y otros realizados en 
salares altoandinos (díaz & maidana, 2005).

5.2.2. Recuento

La unidad de recuento es la valva (1 frústulo = 2 
valvas). En cada preparado permanente se realiza 
un recuento mínimo de 200 valvas, criterio esta-
dístico promedio utilizado para el cumplimiento 
de cualquier objetivo planteado que requiera de 
un análisis diatomológico (battarbee, 1986). La 
identificación y recuento se realizan en transectos 
verticales paralelos, tantos como sean necesarios 
para cumplir con el número requerido de valvas. 
La concentración de valvas en  la muestra es un 
factor determinante para los recuentos por las ra-
zones ya señaladas en el capítulo “Preparación de 
muestras y análisis microscópicos”. 
cabe destacar que los criterios de recuento deben 
ser claros y sistemáticos, de modo que siempre un 
ejemplar sea considerado como tal, dadas ciertas 
características o condiciones (ejemplo: porcenta-
je del fragmento de una valva que será considera-
do como unidad, estructuras únicas que represen-
ten a una valva, porcentaje de la valva que quede 
dentro del transecto, etc.). 

 

5.2.3. Cuantificación

al igual que en el caso de la comunidad de mi-
croalgas, para cuantificar la densidad de diato-
meas bentónicas se registra el número de áreas 
y/o volúmenes muestreados. Los resultados son 
expresados en células/mm2 o células/mm3, me-
diante una fórmula cuyo resultado se multiplica 
o divide por el factor correspondiente (dilución o 
concentración).
cabe señalar que pese a que la unidad de recuen-
to es la valva, la unidad de expresión son células 
por unidad de área o volumen. Eso implica un error 
sistemático, ya que no necesariamente dos val-
vas registradas de manera independiente corres-
ponden a la misma célula. así, 200 valvas podrían 
corresponder tanto a 200 diatomeas diferentes, 
como a 100, en el otro extremo. de este modo, el 
error en la estimación de densidades podría llegar 
al 100%. sin embargo, esto es un consenso en-
tre los especialistas ya que la unidad de vida es la 
célula y expresarlo en valvas también asumiría un 
porcentaje de error. 
En esta etapa se aplica la corrección por el por-
centaje de células viables estimado en la etapa 
previa de cuantificación, descrito en el capítulo 
“Preparación de muestras y análisis microscópi-
cos”. El objetivo de este análisis previo es, dado 
que el análisis de muestras digeridas no permite 
discriminar entre células que estaban vivas o no al 
momento de obtener la muestra, corregir por este 
factor de viabilidad las densidades obtenidas.
Finalmente, con los datos obtenidos es posible 
calcular índices comunitarios, realizar análisis ex-
ploratorios y aplicar estadísticos más específicos.  
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5.3. Didymosphenia geminata
            (Lyngbye) Schmidt

El género de diatomeas bentónicas didymosphenia 
m. schmidt, pertenece al orden cymbellales, que 
son diatomeas pennadas, con rafe en ambas val-
vas. se conocen actualmente  29 especies, inclu-
yendo taxa infraespecíficos, variedades y formas, 
de los cuales solo 8 son aceptados taxonómica-
mente (didymosphenia clava-herculis (Ehrenberg) 
d.metzeltin & Lange-bertalot; didymosphenia 
dentata (dorogostaisky) skvortzow & meyer; didy-
mosphenia geminata var. dorogostaiskyi skvortzov 
& meyer; didymosphenia geminata var. neocaledo-
nica E.manguin; didymosphenia geminata (Lyngb-
ye) m. schmidt – tIPo; didymosphenia geminata 
var. baicalensis skvortzov & meyer; didymosphe-
nia pumila d. metzeltin & Lange-bertalot; didy-
mosphenia tatrensis   mrozinska, czerwik-mar-
cinkowska & Gradzinski). En tanto, algunos autores  
señalan que existirían 11 especies aceptadas 
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Figura 39. didymosphenia geminata con pedúnculo



taxonómicamente (Witthon, Ellwood & Hawecka, 
2009), mientras otros aceptan solo 5 (metzelin & 
Lange-bertalot, 1995). Las principales diferencias 
entre ellas serían morfológicas. En general, el gé-
nero didymosphenia se caracteriza por ser de gran 
tamaño. Los ejemplares chilenos de d.geminata, úni-
ca especie del género registrada en el país, alcanzan 
los 203 um de largo y 58 um de ancho. sin embar-
go, presenta una alta variabilidad de sus caracteres 
morfológicos, sin que ello implique que se trate de 
otra especie. 
dentro de los caracteres morfológicos más relevan-
tes, se encuentran un campo poroso apical, por el 
cual la célula produce polisacáridos que forman un 
pedúnculo con el cual se adhiere al sustrato, princi-
palmente rocoso. Esto le confiere a la célula la capa-
cidad de resistir la velocidad de la corriente en los 
sistemas loticos, en los que su rápida expansión la ha 
llevado a convertirse en plaga. 

a nivel taxonómico, la especie puede ser reconoci-
da principalmente por las siguientes características 
morfológicas: 
•  Valvas asimétricas respecto de sus ejes transapical

•  Valvas planas, con un reborde marginal ligeramen-
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Figura 40. Variedad morfológica de d. geminata. Figura 41. nódulo central y estigmas del frústulo de 
d. geminata

y pervalvar.

te sobresaliente en el límite con el manto.



6. MACROINVERTEBRADOS      
BENTÓNICOS

Río Laja, Región del bio-bio

•  Con forma lanceolada y extremos capitados.
•  El ápice menos capitado es el que posee el cam-

•  Campo poroso apical completo, no interrumpido

•  Estrías uniseriadas, radialmente orientadas ha-

•  Cíngulo formado por 4 bandas planas por teca. 
•  Estrías internas con cavidades alargadas y ex-

•  Rafe recto y central, en un esternón que puede 

•  Fisuras terminales del rafe en forma de ganchos, 

• Rafe con fisuras proximales que terminan en po-

•  Varios estigmas a un lado del nódulo central, visi-

•    Área axial pequeña y redondeada. 

si bien todos estos caracteres permiten al espe-
cialista determinar que se trata de d. geminata, 
su identificación no debería representar mayor 
dificultad para un profesional con cierto entrena-
miento en el área, ya que es la única especie del 
género registrada en chile hasta el momento y po-
see características morfológicas particulares que 
la diferencian del resto de la comunidad de diato-
meas bentónicas presentes en los ríos chilenos. no 
obstante, es necesario realizar el ejercicio comple-
to para tener certeza de la correcta identificación, 
particularmente porque cualquier error podría lle-
var a la determinación de falsos positivos de la pla-
ga, como ya ha ocurrido en chile al ser confundida 
con el género Gomphoneis. 
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Figura 42 a) campo poroso apical y terminación del rafe, b) Vista interna de la célula, c) manto de la célula

a b c

po poroso apical. 

por el rafe.

cia el nódulo central (con estrías de menor lon-
gitud) y paralelas hacia los nódulos terminales. 

ternas con velo complejo. 

estar ornamentado. 

curvados hacia el mismo lado.

ros expandidos en el nódulo central.

bles externamente como poros redondeados, 
pero internamente cubiertos con complejas es-
tructuras silíceas. 



El muestreo de macroinvertebrados bentónicos 
(mIb) en el monitoreo de d. geminata se da debido 
al progresivo aumento de estudios comunitarios 
de la plaga. Varios resultados indican un impacto 
de didymo sobre la comunidad de macroinver-
tebrados, por lo que es ideal realizar estudios en 
chile para determinar su efecto en los ecosiste-
mas fluviales locales. 

6.1. Materiales de muestreo y laborato-
rio

• Red de 0.25 m x 0.50 m y 250 um de malla 
• Red Surber de 0.3 m x 0.3 m de área y 250 um de 

• Frascos y etiquetas 
• Lápiz con mina de grafito
• Agenda para registrar cualquier suceso impor-

• Etanol 96% y 70%
• Pinzas 
• Guantes de vinilo
• Tamiz (0,075 m de diámetro, 1,5 mm de grosor, 

•  Agua destilada
• Placa de Petri y bandeja diseñada para el recuen-

• Lupa estereoscópica de aumento máximo 40X
• Literatura especializada para la identificación de

6.2. Metodología de muestreo

La metodología de muestreo para la obtención 
de mIb depende principalmente de dos factores: 
(1) del tipo de sustrato dominante a lo largo del 
tramo seleccionado (sustratos duros, detritos ve-
getales, orillas vegetadas, macrófitas sumergidas, 
lodo, arena, etc.) y (2) del tipo de sistema acuático 
que se desea muestrear (lótico o léntico).
El tipo de muestreo también depende del objetivo 
del estudio. si se trata de la cuantificación de la 
densidad, abundancia, riqueza de los taxa o se de-
sea conocer el volumen que se muestrea, se debe 
escoger un método cuantitativo. En cambio, si se 
quisiera solamente conocer la composición de 
taxones se debe escoger un método cualitativo. 
todo muestreo (cuantitativo o cualitativo) debe 
iniciarse realizando un recorrido visual a lo lar-
go del tramo escogido para el muestreo didymo, 
identificando los diferentes hábitats para ma-
croinvertebrados: zonas de rápidos o remansos, 
presencia de macrófitas o raíces, diferentes tipos 
de sustratos, etc. El recolector debe ejecutar el 
muestreo desde aguas abajo hacia aguas arriba 
del tramo delimitado. 

6.2.1. Muestreo cuantitativo

Para este tipo de muestreo se utiliza una red sur-
ber, usada en sistemas acuáticos donde el sustrato 
es de tipo rocoso y las aguas son de baja profun-
didad, con corrientes que van de lentas a rápidas 
(Fig. 45). El área a muestrear depende del tipo de 
bastidor de la red, siendo más comunes los de 
0.3 x 0.3 m, con una abertura de malla que se en-
cuentra entre 250 y 500 um. La obtención de las 
muestras se realiza situando la red en contra de 
la corriente y lavando el sustrato rocoso bentó-
nico dentro del área especificada, de manera que 
su contenido vaya hacia el interior de la red que 
tiene un colector en su extremo inferior. El número 
de réplicas a realizar en este tipo de muestreo es, 
preferiblemente, de seis. 
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Figura 43. Red surber

Figura 44. Frasco de almacenaje

malla 

tante del tramo (aluvión, disminuciones o creci-
das considerables de caudal, etc.)

1,2 m de largo y malla 250 um de diámetro)

to e identificación de mIb bajo la lupa.

los taxa



Figura 45 . Representación gráfica de muestreo de macroinvertebrados bentónicos en ríos, utilizando red 
Surber. 

6.2.2. Muestreo cualitativo 

En este caso, se utiliza una red de mano o multi-
hábitat, de dimensión estándar y sección cuadra-
da de 0.25 m de ancho y 0.5 m de largo. como se 
mencionó anteriormente, todo muestreo se inicia 
con la identificación de un tramo del río y de los 
microhábitats presentes. En este tipo de muestreo 
es muy importante dicha identificación, puesto 
que posterior a ella, se realiza un mapa esquemá-
tico de cada microhábitat reconocido, represen-
tando en porcentaje el área que ocupa cada uno 
de ellos dentro del tramo. una vez realizado este 
mapa esquemático, se reparten 20 kicks con al-
gún implemento, la mano o el pie, con el objetivo 
de remover el sedimento para que este quede en 
suspensión. así, los individuos de macroinverte-
brados que queden en la columna de agua ingre-
san dentro de la red, por lo que debe ubicarse en 
contra de la corriente.
cada kick equivale a remover el sustrato ubicado 
a los 0.5 m de la boca de red. Por cada 5% de co-
bertura de un microhábitat, se realiza un kick, por 
lo que los hábitats con menor al 5% de represen-
tatividad se deben despreciar.
una vez finalizado el muestreo, cada réplica de 
mIb obtenida debe ser almacenada en un conte-
nedor plástico, debidamente etiquetado (etique-
tas resistentes al agua para evitar confusión del 
material recolectado). Las muestras se preservan 
en etanol al 96% (Pardo et al., 2010; Palma, 2013) 
para su posterior identificación en el laboratorio.

6.3. Análisis en laboratorio

cada réplica debe ser limpiada de cualquier otro 
elemento que no sea un macroinvertebrado. Para 
ello, se recomienda usar un tamiz, que consiste en 
un tubo de PVc de 0.075 m de diámetro, 1.2 m de 
largo y 1.5 mm de grosor que contiene en su inte-
rior una malla de 250 um de diámetro.
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Figura 46 a-e. tamiz de filtración para muestra de macroin-
vertebrados

a

b



Posterior al lavado de los individuos, se procede 
con su separación e identificación. Para ello, la 
muestra debe ser vaciada en una placa de Petri o 
bandeja. Luego, se coloca bajo la lupa estereoscó-
pica y, mediante el uso de pinzas, se debe separar 
los diferentes taxones existentes en la muestra 
para identificarlos con la ayuda de literatura es-
pecializada (Fig. 48). Generalmente, la identifica-
ción se realiza hasta el nivel taxonómico de fami-
lia. cada grupo registrado debe ser contabilizado 
en su totalidad, si se desea obtener datos cuan-
titativos de número de individuos por unidad de 
área, o hasta 200 individuos si es cualitativa. En el 
caso de las muestras cualitativas se debe revisar 
la muestra completamente en busca de todas las 
familias presentes, independientemente de que 
se hayan contabilizado los 200 individuos.

Los resultados de los recuentos constituyen una 
estimación de la abundancia relativa de los ma-
croinvertebrados en la muestra (Palma, 2013). 
una vez los individuos hayan sido separados e iden-
tificados, deberán ser guardados en recipientes con 
alcohol al 70%. cada frasco debe contener como 
mínimo el nombre del río, la estación de monitoreo, 
el nombre del recolector y la fecha del muestreo.
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Figura 47. Placa de Petri y bandeja

Figura 48. observación de muestras de macroinvertebrados



7. GLOSARIO

Río salto, Región de aysén



•Alicuota: muestra proporcional y que representa las 
características de un todo.

•Apical: referido al extremo o punta de un cuerpo.

•Analito: elemento o compuesto químico de una mues-
tra que se interesa analizar.

•Antrópico: referente a acciones generadas por el ser 
humano.

•Afloramiento algal: aumento explosivo y en corto 
tiempo de la población de algas existentes en un área 
determinada.

•Afluente: o tributario, es un curso de agua que desem-
boca en otro de mayor tamaño y no en el mar.

•Bentos: comunidad de organismos que viven en el 
fondo de los cuerpos de agua.

•Bolones: piedras que comprenden un tamaño desde 
los 256 mm hasta los 2048 mm de diámetro.

•Cartografía: conjunto de documentos con referencias 
geográficas, tales como mapas territoriales, hidrológi-
cos, etc.

•Cíngulo: conjunto de bandas o cinturones de sílice que 
sirven para unir a las dos valvas que forman el frústulo.

•Cuenca: superficie terrestre (≥500 km2) que contiene 
un cuerpo de agua principal que desagua por lo gene-
ral hacia un mar o lago. 

•Diatomeas: grupo de algas unicelulares, también lla-
madas bacillariophyceae, productoras primarios en la 
cadena trófica y abundantes en el fitoplancton y fito-
bentos.

• Sistema límnico: ecosistema de agua dulce, tal como 
un lago o un río.

• Subcuenca: área geográfica (<500 km2) que contiene 
los afluentes a la cuenca.

• Submuestra: fracción, obtenida por recolección di-
ferenciada, de la muestra original, representativa de 
ésta y su equivalente en los resultados de pruebas y 
análisis.

• Sustentabilidad: o sostenibilidad, en ecología hace 
referencia a la mantención en el tiempo de la diversi-
dad y productividad de un ecosistema determinado. En 
presencia del desarrollo de una actividad humana, la 
sustentabilidad se refiere a la habilidad de la genera-
ción actual para satisfacer sus necesidades sin prejui-
cio de las futuras.

• Sustrato: superficie, ya sea inorgánica u orgánica, so-
bre la que una especie determinada desarrolla su ciclo 
de vida o parte de este.

• Tamiz: utensilio con una superficie porosa utilizado 
para la separación de componentes de distintos tama-
ños. La talla de dichos poros, dependerá del elemento 
a separar.

•Taxón (en plural, taxa): es un término masculino, en 
latín,  que se utiliza para denominar a un grupo de en-
tidades biológicas emparentadas y ordenadas en ca-
tegorías jerárquicamente de modo que cada categoría 
incluya a las demás o esté incluida en otra.

• Macroinvertebrado: tipo de invertebrados macroscó-
picos, como moluscos, insectos, etc.

• Mesohábitat: subdivisión del concepto de hábitat 
utilizada en biogeografía y referida según medidas 
espaciales. El mesohábitat corresponde a un área ma-
croscópica desde 1 m2 hasta 1 Ha (10.000 m2), diferen-
ciándolo así de microhábitat (inferior a 1 m2), macro-
hábitat (1 Ha a 106 m2) y de megahábitat (sobre 106 
m2).

• Microalga: organismo microscópico (2-200 um), eu-
cariotas y fotosintéticos.

• Mucílago: sustancia generada por vegetales. Está 
compuesta por polisacáridos heterogéneos formados 
por diferentes azúcares y en general llevan ácidos uró-
nicos. se caracterizan por formar soluciones colioida-
les viscosas y geles en el agua. 

• Pedúnculo: prolongación tubular del cuerpo, median-
te el cual el organismo permanece adherido a un sus-
trato.

• Plancton: conjunto de organismos de pequeño tama-
ño (< 3 cm) que flotan en la columna de agua y poseen 
escasa o nula motilidad.

• Plaga: condición ecológica que se asigna a una espe-
cie cuya población incrementa en número al punto de 
generar serios perjuicios al ecosistema local.

•Rafe: fisura longitudinal en la superficie de las valvas, 
relacionada con los movimientos por deslizamiento de 
algunas diatomeas.

• Réplicas: unidades experimentales de un estudio de-
terminado, es decir, veces que se pone a prueba un ex-
perimento con el fin de determinar un parámetro en 
estudio.

• Dilución: proceso químico de disolver una solución 
con el fin de reducir su concentración.

• Endémico: exclusivo de un lugar delimitado. Refe-
rentes a un taxón que está restringido a una ubicación 
geográfica concreta.

• Fitobentos: conjunto de organismos acuáticos autó-
trofos fotosintéticos (como algas y plantas acuáticas) 
propios del bentos de un ecosistema.

• Fitoplancton: conjunto de organismos acuáticos au-
tótrofos fotosintéticos propios del plancton de un eco-
sistema.

• Frústulo: cubierta celular  compuesta por dos partes 
asimétricas de sílice opalino (dióxido de silicio hidra-
tado). característica de diatomeas, poseen una gran 
diversidad de formas.

• Georreferenciación: técnica geográfica que utiliza 
sistemas de coordenadas para determinar la ubicación 
espacial (localización geográfica) de un elemento o 
destino determinado.

• Hábitat: en ecología, una parte del ecosistema o un 
área determinada en la cual habita la población de una 
especie cualquiera.

• Hidrobiológico: se refiere a conjunto de componentes 
vivos (animales, plantas, etc) de los cuerpos de agua, 
sean estos continentales o marinos.

• Hidromorfología: se refiere a la morfología y dinámi-
ca de los cuerpos de agua. En ciencias, es la rama que 
estudia la estructura de este tipo de sistemas.

• In situ: expresión latina que significa “en el lugar” o 
“en el sitio”.
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9. ANEXOS
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9.1.anEXo 1: 
checklist de materiales para monitoreo de didymosphenia geminata

La lista a continuación contiene todos los materiales necesarios para monitoreo de didymosphenia 
geminata considerando muestreo biológico (fitobentos, fitoplancton, diatomeas bentónicas y ma-
croinvertebrados bentónicos), químico e hidromorfológico. además, se incluyen los materiales usados 
en bioseguridad y para análisis de muestra en laboratorio. 

EqUIPOS Y MATERIALES EN TERRENO
GPs
Equipo multiparamétrico o electrodos pH, conductividad eléctrica (cE), oxígeno y temperatura
Flujómetro
cámara fotográfica
soluciones de calibración para los electrodos
Huincha métrica
Fichas de terreno
contenedores herméticos y aislantes
set de muestreo químico proporcionado por el laboratorio
cepillo con área de 4 cm2 para raspado (puede ser una espátula o bisturí de área conocida)
Frascos plástico de 40 ml con contratapa (para muestras raspadas y muestra de fitoplancton)
Jeringa despuntada para muestreo de material mucoso
tubos de polipropileno de 15 ml (para muestras de material mucoso)
Red de fitoplancton
Vástago para red de fitoplancton
Guantes de vinilo
Huincha aisladora
Etiquetas resistentes al agua
marcadores permanentes
Lugol
Formaldehído 4%

agua potable
agua destilada
Lavaloza
Escobilla
balde
Pisetas plásticas
Fumigador
cuerda de seguridad
salvavidas
Vadeador
Guantes cortos de vinilo
Guantes largos plásticos de uso veterinario
Huincha adhesiva

microscopio invertido con objetivo de 20x y 40x
microscopio óptico con objetivo 40x
micropipeta P1000 (volumen variable)
agitador vortex
cámara sedgewick Rafter (para análisis cuantitativo)
campana extractora de gases
baño termorregulado

BIOSEGURIDAD

EqUIPOS Y MATERIALES DE LABORATORIO
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centrifuga 4000 rpm
Placa calefactora
Puntas azules para micropipeta P1000
tubos plásticos 15 ml
Piseta con agua destilada
Portaobjeto y cubreobjeto
dispensador de ácido
delantal para el trabajo con ácido
mascarillas de seguridad para ácido
antiparras
Guantes descartables resistentes al ácido
Gradillas para tubos de 15 ml
tubos de polipropileno, punta cónica, graduados, 15 ml y tapa rosca
agua destilada
Papel pH
Resina con índice de refracción de aproximadamente 1,7 (naphrax® o equivalente)
cajas porta muestras
Ácido sulfúrico (H2so4)
Peróxido de Hidrógeno (H2o2)

EqUIPOS Y MATERIALES DE LABORATORIO
9.2. anEXo 2: 
Ficha de muestreo

cÓdIGo dE EstacIÓn

COORDENADAS LÍMITE DEL TRAMO

ACTIVIDAD ENTORNO (indicar con un ticket)

INSPECCIÓN VISUAL DEL TRAMO

nombre del ejecutor 

Fecha muestreo 

Inicio tramo 

agrícola
Ganadero 

condiciones meteorológicas

tipo de tramo

1. despejado
2. cubierto
3. Lluvioso
4. otro
obs.:

1. duna y estrías
2. Rabiones y poza
3. Lechos planos
4. Gradas y pozas
5. cascadas

1. sombreado con ventanas
2. sombreado total
3. Grandes claros
4. Expuesto

1. transparente
2. Ligeramente turbia
3. muy turbia
4. otros
obs.:

1. Rápido profundo 
2. Rápido somero 
3. Lento profundo 
4. Lento somero 
5. Poza

1. serpenteante
2. sinuoso
3.  trenzado (islas de tierra internamente)
4.  Encajonado
5. con alteraciones de cauce
obs.:

tipo de hábitat

turbidez cualitativa del agua

Forma del canal donde se ubica el tramo*

Porcentaje de sombra sobre el tramo

urbano
servicio 

Embalse
ductos 

Poblados
acuicultura

Industrial
desagües 

Recreativo
otros

s W

W
altitud

stérmino tramo 
Longitud tramo seleccionado  

Hora de Inicio Hora de término  

Región cuenca

nombRE dE RÍo 
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condiciones del cuerpo de agua*

* se puede seleccionar más de una opción

1. Espumas en superficie
2. basura en el cuerpo de agua
3. descargas en el tramo o ribe-
ras
4. material alóctono en el río
5. otros
obs.:

1. ausente
2. Inicial (<0,2 cm)
3. Mediano (0,2 cm ≤ x < 1 cm)
4. Alto (1 cm ≤ x < 2 cm)
5. muy alto (≤ 2 cm)

1. ausente
2. Inicial (<20%)
3. Mediano (20% ≤ x < 50%)
4. Alto (50% ≤ x < 80%)
5. muy alto (≤ 80%)

cobertura de microalgas o mucosidad Espesor de microalgas o mucosidad

MUESTREO qUÍMICO

MUESTREO BIOLÓGICO Observaciones terreno Observaciones microscopioSí/No

sI

observaciones

Perifiton (lugol)
cantidad de rocas muestreadas:
Área de muestreo: 4 cm2 (2*2 cm)
Volumen muestreado:

Presencia de didymo (sí/no): 
otras observaciones:

tiempo de red: 10 minutos
Profundidad red:

Presencia de didymo (sí/no): 
otras observaciones:

cantidad de rocas muestreadas:
Área de muestreo: 4 cm2 (2*2 cm)
Volumen muestreado:

cantidad de áreas muestreadas:
Área de muestreo: 900 cm2 
(30*30 cm)

Fitoplancton (lugol) 

diatomeas bentónicas
(formalina)

macroinvertebrados (alcohol)

no

VARIABLES HIDROMORFOLÓGICAS

Velocidad de corriente

sustrato

Velocidad superficial (m/s)

Velocidad media (m/s) = 60% fondo

Velocidad de fondo (m/s)

Profundidad velocidad de fondo (cm)

Bolones ≥ 256mm 

cantos: 65-256 mm 

Grava: 9-64mm

Gravillas: 2-8mm

Arena-Limo- Arcilla: < 2 mm

Lectura 1

1
(< 10%)

2
(10%≤ x <25%)

3
(25%≤ x <50%)

4
(50%≤ x <75%)

5
(≥75%)

Lectura 2 observación

completar, indicar cualquier observación útil para caracterizar el sitio, número foto, zona aledaña, nombre industria, 
pueblo, condición de ribera, zona del río muestreada (naciente, media, baja), ubicación del sistema (bajo lago, afluen-
te), etc.

Observaciones generales 
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