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RESUMEN

Las cianobacterias y sus floraciones son causa de preocupación ya que pueden producir toxinas 

(cianotoxinas) que afectan negativamente otros organismos presentes en el medio acuático, así  

como también al ser humano. Una de las especies que ha llamado la atención científica reciente es 

Cylindrospermopsis raciborskii (Orden Nostocales) por su comportamiento invasor. Se ha descrito 

que  las  poblaciones  uruguayas  producen  saxitoxina  (neurotoxina).  Algunas  hipótesis  actuales 

proponen que las floraciones tóxicas de esta especie es un fenómeno que está en aumento en las  

últimas  décadas,  pero  existen  pocos  registros  limnológicos  históricos  de  larga  data  para 

determinar cuánto ha cambiado su comportamiento. El estudio de los archivos sedimentarios de 

ecosistemas acuaticos puede brindar información sobre el pasado del ecosistema, sobre cambios 

en  los  impactos  antropogénicos,  en  el  clima  y  el  ambiente,  y  sobre  las  respuestas  y  las  

interacciones de los organismos frente a estos cambios. El objetivo de este estudio fue analizar la 

presencia de cianobacterias potencialmente tóxicas, así como conocer la diversidad bacteriana en 

muestras  de  sedimentos  de  la  Laguna  Blanca  correspondientes  a  los  últimos  siglos.  Este 

ecosistema  tiene  registros  de  floraciones  de  C.  raciborskii, entre  otras  cianobacterias,  en  los 

últimos 20 años. El estudio se basó en la comparación de la diversidad bacteriana de muestras de 

un testigo de sedimento de la Laguna Blanca a través de la extracción de ADN y distintos métodos  

de  fingerprinting (huellas dactilares),  RISA y DGGE, empleando la región intergénica transcripta 

(ITS) que se encuentra entre los genes 16S y 23S del operón ribosomal. De acuerdo a una datación 

previa, las muestras de sedimento analizadas correspondieron aproximadamente a los años 1800, 

1820, 1995 y 2008. En este trabajo se extrajo por primera vez ADN de paleo-sedimento de un 

sistema acuático de Uruguay y se logró amplificar la región ITS de todas las muestras. Se observó 

que los patrones del  ensamblaje bacteriano de las muestras  correspondientes a los años más 

recientes (~1995 y ~2008) tenían más similitud entre sí que con las muestras más antiguas (~1800 

y  ~1820),  siendo  los  patrones  de  estas  últimas  también  más  similares  entre  sí  que  con  las  

recientes. A partir del ADN obtenido de las muestras más recientes se generó una biblioteca de 

clones de la región ITS, cuyas secuencias y posterior análisis filogenético revelaron la presencia de 

las cianobacterias: Geitlerinema sp. y C. raciborskii. La diversidad microbiana fue relacionada con 

alteraciones ocurridas en la laguna y su cuenca, como el aumento de la urbanización en la zona de 

la laguna y la remoción de tierra de la cuenca. Este estudio brinda información relevante para 

comprender  la  presencia  de  C.  raciborskii y  otras  cianobacterias,  y  señala  la  importancia  de 

4



bioindicadores moleculares como una técnica sensible y promisoria para trazar cianobacterias en 

estudios de reconstrucción histórica.   
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INTRODUCCIÓN

Cianobacterias y sus floraciones en ecosistemas acuáticos

El agua es un recurso esencial para el desarrollo y supervivencia de las poblaciones humanas que 

está sufriendo la presión antropogénica en todo el mundo. Uno de los eventos que afecta el agua  

es el incremento en la frecuencia e intensidad de las floraciones de cianobacterias (crecimiento 

poblacional abrupto y masivo). Las cianobacterias son procariotas fotosintéticos aeróbicos y son 

los organismos fotosintetizadores más antiguos del planeta, lo que les ha permitido colonizar con 

éxito diversos tipos de ecosistemas. Además de ser relevantes desde el punto de vista ambiental,  

son también elementos claves para comprender la evolución de la vida en la Tierra, ya que fueron  

los  organismos  responsables  de  crear  la  atmósfera  oxidante  mediante  la  fotosíntesis  con 

liberación de oxígeno (Whitton y Potts, 2000; Tomitani et al., 2006). 

Las cianobacterias son un grupo diverso que incluye formas unicelulares, filamentosas y coloniales 

(Saker et  al.,  2009).  Algunas  especies de cianobacterias  tienen la capacidad de fijar  nitrógeno 

atmosférico  (N2)  mediante  células  especializadas  denominadas  heterocitos;  esta  capacidad  es 

exclusiva de las cianobacterias,  lo que les otorga una ventaja sobre otros grupos a la hora de 

colonizar diversos ambientes, incluso en aquellos donde la concentración de nitrógeno es baja. Las  

cianobacterias que viven en sistemas acuáticos tienen la capacidad de regular su posición en la 

columna de agua mediante  la  presencia de vesículas  de gas.  Gracias  a  estos  organelos,  estos 

microorganismos  pueden  cambiar  su  exposición  a  la  luz,  reduciendo  la  mortalidad  por 

sedimentación y tienen acceso temporal  a capas profundas de la columna de agua con mayor 

disponibilidad  de  nutrientes  (Oliver  y  Ganf,  2000).  Además,  varias  especies  de  cianobacterias 

presentan estructuras de resistencia (acinetes o acinetos)  que se forman durante períodos de 

estrés ambiental. Los acinetes son de gran tamaño en relación a las células, ya que poseen una  

pared celular engrosada y una alta acumulación de reservas de energía como almidón y lípidos, así 

como gránulos de cianoficina como fuente de nitrógeno (Castenholz y Waterbury, 1989). Se ha 

descrito que el ADN de una población puede conservarse en estas estructuras en el sedimento por 

períodos prolongados sin ser degradado (Lindahl, 1993; Poinar et al., 1996; Willerslev et al., 2004).
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El principal factor que favorece el desarrollo de floraciones de cianobacterias es la eutrofización 

del cuerpo de agua, a lo que se le suma el efecto del cambio climático (Reynolds, 1984; Paerl y 

Huisman, 2008). La eutrofización es el enriquecimiento de nutrientes en un ecosistema acuático 

(Lampert y Sommers, 2007), donde estos nutrientes (principalmente fósforo y nitrógeno) pueden 

provenir de forma tanto natural como antrópico. Estos nutrientes provienen de aportes puntuales 

de aguas residuales domésticas o industriales no tratadas, vertidas directa o indirectamente a los  

sistemas acuáticos y de aportes difusos de aguas provenientes por erosión de suelos de áreas 

cultivadas y fertilizadas, de suelos deforestados o de campos con ganadería. 

Las floraciones se pueden formar en períodos de horas a días y generalmente desaparecen en un 

plazo similar. Sin embargo, algunas pueden permanecer por períodos más largos como todo un 

verano, durante todo el año, o incluso en forma permanente dependiendo del sistema acuático en 

el  que  ocurran.  Son  muchas  las  especies  de  cianobacterias  que  desarrollan  floraciones  en 

ambientes  de agua dulce,  salobre o marina,  destacándose los  géneros  Microcystis,  Anabaena, 

Aphanizomenon, Planktothrix, Cylindrospermopsis y Nodularia por ser los más frecuentes.

Las floraciones de cianobacterias producen cambios drásticos en la estructura de la comunidad de 

fitoplancton,  además  alteran  las  interacciones  bióticas  en  el  ecosistema  disminuyendo  la 

diversidad  biológica  en  los  distintos  niveles  tróficos  (Lehman  et  al.,  2010).  Otra  consecuencia 

importante es la pérdida de la calidad de agua debida al olor y aspecto desagradables generados  

por la gran cantidad de biomasa (Scheffer et al., 1997; Huisman y Hulot, 2005). Las floraciones 

pueden ser evidentes a simple vista por la coloración generalmente verde, por formar una capa 

densa de algunos centímetros de espesor, o por la turbidez del agua. Esas grandes acumulaciones 

de biomasa de cianobacterias mueren y sedimentan, luego son descompuestas por la microbiota  

heterótrofa. Esto genera que la transparencia del agua disminuya y que el oxígeno se agote en los 

niveles  más  profundos  del  sistema  acuático,  ocasionando  la  muerte  de  los  peces  y  otros 

organismos que viven próximos al sedimento. Esta serie de eventos a su vez puede alterar los  

ciclos de nutrientes y de la trama trófica acuática. 

Un  motivo  importante  de  preocupación  por  las  floraciones  de  cianobacterias  es  que  estos 

organismos pueden producir toxinas (cianotoxinas). La mayoría de las cianotoxinas se han descrito  

como metabolitos secundarios ya que no son empleadas por el  organismo en su metabolismo 
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primario  (Carmichael,  1992).  Sin  embargo,  Orr  y  Jones  (1998)  postulan  que  la  producción  de 

cianotoxinas podría estar acoplada a la división celular y por lo tanto las cianotoxinas podrían ser  

un  metabolito  esencial  para  las  cianobacterias.  Teniendo  en  cuenta  la  alta  concentración  de 

biomasa y la presencia de cianotoxinas, las floraciones pueden representar un problema para los  

otros organismos presentes en el medio acuático, así como también para el ser humano (Chorus y 

Bartram, 1999; Chorus et al., 2000; Carmichael, 2001). 

En Uruguay la eutrofización de sistemas de agua dulce ha aumentado en los últimos tiempos como 

consecuencia  de  la  creciente  producción  agrícola-ganadera  y  la  urbanización.  Las  primeras 

floraciones de cianobacterias en Uruguay  se detectaron en 1982 y desde entonces se han vuelto 

un fenómeno frecuente en distintos tipos de agua de nuestro país, como ser ríos (Río Uruguay),  

estuarios (Río de la Plata), lagos y lagunas (Bonilla et al., 1995; Pérez et al., 1999; Bonilla y Conde,  

2000; De León y Yunes, 2001; Kruk y De León, 2002; Kruk et al., 2003; Bonilla et al., 2006; Vidal y  

Kruk, 2008). El primer registro de floraciones de cianobacterias en cuerpos de agua de nuestro país 

fue  de  Microcystis  aeruginosa,  especie  que  puede  producir  microcistina  (cianotoxina 

hepatotóxica).  Algunos  estudios  recientes  reportaron  la  presencia  de  floraciones  de 

Cylindrospermopsis raciborskii en lagos someros (Vidal y Kruk, 2008) y en el Río Uruguay (CARU, 

2013). 

Cylindrospermopsis raciborskii

Cylindrospermopsis raciborskii es una cianobacteria filamentosa perteneciente al orden Nostocales 

que forma floraciones potencialmente tóxicas en ecosistemas de agua dulce.  C. raciborskii fue 

reportada por primera vez en 1912 en Java, Indonesia y por lo tanto se ha clasificado como una 

especie tropical (Woloszynka, 1912). Esta especie ha llamado el interés científico debido a que ha 

comenzado  a  expandirse  desde  zonas  tropicales  hacia  regiones  subtropicales  y  templadas 

(Padisak, 1997; Hamilton et al., 2005; van Vuuren y Kriel, 2008; Kaštovsky et al., 2010) donde es 

capaz  de  establecerse  y  generar  grandes  poblaciones,  incluso  puede  dominar  el  fitoplancton 

(Briand et al., 2004; Nixdorf et al., 2003). En América del Sur ha sido reportada en Brasil, Argentina  

y Uruguay (Zalocar et al.,  1998; Tucci y Sant’Anna, 2003; Vidal y Kruk, 2008; Bonilla, 2009). Su 

extensa distribución sugiere que tiene una gran capacidad de adaptación fisiológica a diversos 
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rangos de condiciones ambientales como luz, temperatura, y concentración de nutrientes (Briand 

et  al.,  2004;  Bonilla  et  al.,  2012).  Tiene  ventajas  competitivas  frente  a  otros  organismos  en 

condiciones de deficiencia de nutrientes debido a que posee una alta velocidad de incorporación 

de fosfato, aún cuando se encuentra a bajas concentraciones, así como una gran capacidad de 

acumulación  de  gránulos  de  polifosfato  (Isvanovics  et  al.,  2000).  Se  ha  demostrado  que  C.  

raciborskii es capaz de dominar, en abundancia,  el  fitoplancton bajo condiciones fluctuantes y 

esporádicas  de  fosfato  (Posselt  et  al.,  2009).  Además,  por  tener  la  capacidad  de  regular  su 

flotabilidad  puede  acceder  fácilmente  a  nutrientes  que  se  liberan  desde  el  sedimento.  Esta  

capacidad de adaptación a diferentes ambientes se refleja en las características morfológicas y 

fisiológicas que posee, como ser la presencia de heterocitos, acinetes y vacuolas de gas (Padisák,  

1997).

La extensa distribución de C. raciborskii también es atribuida al cambio climático (Padisák, 1997; 

Paerl y Huisman, 2008; Sinha et al.,  2012). La plasticidad fenotípica de esta especie le permite 

adaptarse  a  condiciones  de  poca  luz,  que  es  característico  de  aguas  eutróficas,  a  distintas 

temperaturas por encima de 20°C y sobrevivir a condiciones adversas mediante la formación de  

células  especializadas,  como  los  acinetes  (Wiedner  et  al.,  2007; Piccini  et  al.,  2011). Estas 

características sugieren que aguas eutróficas y el cambio climático favorecerían la proliferación de 

C. raciborskii  (Paerl y Huisman, 2008; Sinha et al., 2012). 

C. raciborskii puede producir cianotoxinas, cylindrospermopsina la cual es una hepatotoxina que 

produce lesiones graves en el hígado, riñón, bazo, pulmón e intestino de mamíferos; y saxitoxina, 

una neurotoxina del  tipo paralizante que bloquea los canales de sodio (Codd et al.,  2005).  En 

nuestro país existen varios registros de floraciones de C. raciborskii productoras de saxitoxina, en 

lagos y lagunas de uso recreativo y para potabilizar en Canelones, Maldonado y Rocha (Vidal y 

Kruk, 2008; Fabre et al., 2010; Bonilla et al., 2012). 

Paleolimnología

El  depósito  cronológico  de  materiales  en  los  cuerpos  de  agua  es  llamado  proceso  de 

sedimentación  y  gracias  a  él  es  posible  obtener  información  sobre  el  pasado  del  ecosistema 

9



acuático y sobre los cambios ambientales que éste ha sufrido (Margalef, 1983). Los depósitos de 

sedimentos funcionan como un registro continuo de los eventos que han ocurrido en un lago y su 

cuenca,  grabando  eventos  tanto  autóctonos  como alóctonos  a través  de diversos  marcadores 

biológicos, químicos y físicos (Margalef, 1983; Callender, 2000). Los lagos son sensibles a cambios 

climáticos  y  pueden proporcionar  registros  excelentes  de condiciones  ambientales  del  pasado 

(Smol, 2008). En comparación con los ecosistemas marinos, muchos lagos se caracterizan por la  

alta  tasa  de  sedimentación  que  ofrece  posibilidades  de  obtener  alta  resolución  en  las 

reconstrucciones  paleoambientales.  Además  pueden  presentar  en  la  columna  de  agua  fondo 

anóxico, lo que aumenta el potencial de conservación de la materia orgánica y ADN (Bird, 1991).  

Mediante  análisis de sedimentos es posible realizar inferencias sobre cambios del estado trófico 

del sistema, sobre sus condiciones antes del impacto humano y el efecto de las actividades en el  

lugar  o  en  su  cuenca  de  drenaje  (Smol,  1992;  Hodgson  et  al.,  1996;  Kaupplia,  et  al.,  2002;  

Miettinen  et  al.,  2002).  Además  se  emplea  en  estudios  ecológicos  para  comprender  el  

funcionamiento  del  sistema  biológico  a  lo  largo  de  una  escala  de  tiempo  y  bajo  variadas  

condiciones  ambientales.  Comprender  cómo  el  ecosistema  responde  a  grandes  cambios  es 

importante para tratar de analizar cómo los organismos interaccionan y se adaptan a los cambios  

ambientales,  permitiendo  además  la  reconstrucción  de  condiciones  climáticas  pasadas  (Smol, 

2008). 

Los  estudios  paleolimnológicos  emplean  información  química,  física  y  biológica  del  registro 

sedimentario de sistemas acuáticos (Smol, 1992). Para ello es necesaria la toma de testigos de  

sedimento y el análisis de la variación estratigráfico de diversas variables como materia orgánica,  

clorofila, diversidad de organismos fósiles, entre otras.  Los testigos de sedimentos extraídos son 

datados a fin de relacionar las variaciones encontradas con la cronología de los sucesos pasados.

La  materia  orgánica  preservada  en  sedimentos  es  un  indicador  directo  de  las  condiciones 

ambientales en el momento de su deposición y se emplea en estudios paleoambientales para 

determinar la evolución trófica de los sistemas acuáticos (Dean, 1999). Mediante esta técnica es 

posible inferir los eventos de empobrecimiento o enriquecimiento orgánico ocurridos en el pasado 

(Lami et al., 1994), así como los efectos de las actividades humanas (Meyers y Lallier – Vergés,  

1999). 
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Existen  componentes  individuales  preservados  en  los  sedimentos  que  pueden  atribuirse  a 

organismos,  grupo  de  organismos  o  a  procesos  particulares  como  la  fotosíntesis.  Estos  

componentes  son  llamados  “biomarcadores”  (Peters  et  al.,  2005)  y  permiten  el  estudio  de 

condiciones ambientales pasadas, así como definir la presencia de determinados grupos de algas y  

microorganismos.  Las  diatomeas,  por  ejemplo,  son muy usadas  en estudios  paleolimnológicos 

porque sus  paredes celulares  son de sílice,  la  cual  se  preserva en los  sedimentos  por  mucho 

tiempo. También los heterocistos producidos por cianobacterias pueden ser preservados en los 

sedimentos y proveen importante información sobre la abundancia de estos organismos en el 

pasado.  Existen  biomarcadores  específicos  para  determinados  organismos,  por  ejemplo,  los 

carotenoides son utilizados como biomarcadores de diferentes tipos de especies de fotoautótrofos 

y la clorofila el cual está presente en todos los productores primarios. 

El análisis del ADN en muestras de paleo-sedimento es una herramienta nueva que ha sido poco 

utilizada  pero  con  resultados  exitosos  para  analizar  las  diferentes  especies  presentes  en  el 

sedimento como respuesta a cambios ambientales, tanto en ecosistemas terrestres (Willerslev et 

al., 2007) como marinos (Boere et al., 2009; Coolen et al., 2007; 2009; Coolen y Overmann, 2007;  

Manske et al., 2008). Mientras que los carotenoides y la clorofila no pueden ser utilizados como 

biomarcadores para diferenciación taxonómica a nivel de especie, el ADN sí puede brindar esta 

información. Utilizando el ADN como marcador se pueden estudiar especies fósiles muy antiguas,  

ya  que  se  pueden  conservar  los  ácidos  nucleicos  dentro  de  estructuras  de  resistencia  que 

presentan algunos organismos (Lindahl, 1993; Poinar et al., 1996; Willerslev et al., 2004). Diversos 

estudios paleolimnológicos se han realizado utilizando ADN. En el 2004 Coolen y colaboradores 

afirman que el ADN fósil sirve como biomarcador; en este estudio los autores utilizaron el ADN 

ribosomal de algas planctónicas fotótrofas recuperado del sedimento de un lago de la Antártida  

para determinar la estructura de la comunidad de algas e identificarlas. En el estudio realizado por  

Coolen y Overmann en el 2007 se utiliza el ADN extraído de los sedimentos de una laguna para 

determinar la diversidad de bacterias verdes del azufre y de esta forma lograr reconstruir en más  

detalle las condiciones paleoecológicas. Otro estudio realizado por Manske y colaboradores en el  

año 2008 mediante análisis basados en el ADN de bacterias verdes del azufre, se aproximan al 

origen  de  las  mismas,  concluyendo  que  el  ADN  fósil  permite  una  mayor  interpretación  y 

reconstrucción de las condiciones ambientales pasadas.     
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La degradación del ADN en fragmentos cortos puede ocurrir en los primeros 100 años luego de la 

deposición de éste (Coolen y Overmann, 1998). Por lo tanto, sólo fragmentos cortos de menos de  

500 pares de bases (pb) pueden ser  analizados por medio de métodos moleculares (Coolen y 

Gibson, 2009). Las condiciones sedimentarias que favorecen a la preservación del ADN incluyen 

ambientes fríos, anóxicos y sin luz (Coolen et al., 2004). Cuando se trabaja con ADN es importante  

tener  en  cuenta  a  los  organismos  metabólicamente  activos  que  se  encuentran  en  las 

profundidades de la columna de agua y en los sedimentos, los cuales contribuyen a pool de ADN.  

A pesar de esto, el análisis del ADN fósil es considerado una aproximación muy poderosa para 

examinar la composición de las especies de los ecosistemas acuáticos y así poder reconstruir el 

pasado del ecosistema. 

Debido al  pequeño tamaño  de  las  regiones  ITS  (500-600  pb)  los  estudios  de  paleolimnología 

basados en ADN se pueden enfocar en esta región de la molécula. Esta secuencia presenta un alto 

grado de heterogeneidad, ya que no forma parte del ribosoma y por tanto está sujeta a una mayor 

tasa de mutaciones; por lo tanto es útil para capturar la diversidad generada más recientemente 

en la evolución (Woese, 1987; Fisher, 1999). Además, existe un gran número de secuencias de ITS  

publicadas (Janse et al., 2003) lo cual es una ventaja a la hora del análisis de la misma.

Marcadores moleculares de diversidad bacteriana y   fingerprinting  

Por lo general, el marcador molecular más empleado para realizar estudios de riqueza y diversidad 

bacteriana es el gen que codifica para la subunidad menor del ribosoma bacteriano (ARNr 16S).  

Por ser parte de la maquinaria para la síntesis proteica éste presenta regiones de su secuencia 

conservadas  y  por  tanto  comunes  a  la  mayoría  de  los  organismos  (Woese,  1987),  así  como 

regiones  variables  e  hipervariables  que  permiten  realizar  estudios  filogenéticos  detallados. 

Además,  al  emplearse  comúnmente  como  marcador  taxonómico  existen  bases  de  datos 

conteniendo un número relevante de secuencias. En la base de datos Ribosomal Database Project 

existen 2.639.157 secuencias de ARNr 16S (Olsen, 1986; Pace, 1986; Schmidt, 1991; Cole et al., 

2009). 

El uso del ARNr 16S como marcador molecular para identificar poblaciones o especies bacterianas  
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se usa rutinariamente en estudios de ecología microbiana (Wise et al., 1999; Lee et al., 2000; Cho 

et al., 2003). Una de las estrategias empleadas es el clonado de productos de PCR a partir de ADN  

obtenido del ambiente para explorar la diversidad de las comunidades microbianas sin necesidad 

de cultivarlas. Sin embargo, aunque esta aproximación es exitosa, a veces no es práctica ni está 

disponible para realizar estudios de dinámicas complejas de las comunidades microbianas.  Por 

este motivo, las técnicas de huella genética o fingerprinting se consideran más informativas y de 

más fácil acceso. 

Además del gen para el ARNr 16S, últimamente se ha comenzado a usar como marcador molecular 

de diversidad bacteriana  el espaciador intergénico transcripto que se encuentra entre los genes 

16S y 23S del  operón ribosomal,  o ITS  (internal  transcribed spacer)  (Srivastava y  Schlessinger, 

1990). Esta secuencia no forma parte del ribosoma y por tanto está sujeta a una mayor tasa de 

mutaciones. Por este motivo se ha propuesto su gran utilidad para realizar estudios a nivel intra 

específico y para capturar la diversidad generada más recientemente en la evolución (Fisher, 1999; 

Woese, 1987). Esta característica, sumada al creciente número de secuencias de ITS publicadas,  

hace  de  esta  región  del  genoma  un  blanco  adecuado  para  un  análisis  de  alta  resolución  de 

fingerprinting de cianobacterias. 

Uno  de  los  métodos  de  fingerprinting para  analizar  la  diversidad  bacteriana  empleado  es  el 

denominado  RISA  (rRNA  intergenic  spacer  analysis).  Éste  se  ha  utilizado  para  examinar  la 

diversidad microbiana en suelos (Borneman et al., 1997), la rizosfera (Robleto et al., 1998) y los  

ambientes marinos (Acinas et al., 1999).  El método involucra la amplificación de la región ITS del  

ADN total de la comunidad bacteriana. La región ITS tiene una gran heterogeneidad en la longitud 

y  secuencia  nucleotídica;  ambas  variaciones  han  sido  utilizadas  para  distinguir  y  relacionar 

especies bacterianas (Navarro et al., 1992; Scheinert et al., 1996; Aubel et al., 1997; Hansen et al.,  

1998;  Maes  et  al.,  1997).  En  RISA  el  espaciador  intergénico  de  las  distintas  especies  de  la 

comunidad bacteriana se diferencian según la longitud del fragmento. Con los amplicones de ITS 

obtenido por PCR (conteniendo una mezcla de fragmentos de ITS de los distintos miembros de la  

comunidad bacteriana) se realiza una electroforesis en gel de acrilamida. El resultado es un patrón 

de bandas que proporciona un perfil específico para la comunidad, ya que cada banda de ADN 

corresponde al menos a un organismo del conjunto original de la comunidad.  
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Otro de los métodos más empleado para el análisis de la diversidad microbiana y composición de 

las comunidades es la electroforesis en geles con gradiente desnaturalizante, DGGE (denaturing 

gradient  gel  electrophoresis  por  su sigla  en inglés)  (Muyzer  et  al.,  1993).  Esta  es  una técnica  

mediante la cual se separan moléculas de ADN que posean, por ejemplo, el mismo tamaño pero 

distintas secuencias de bases gracias a diferencias en sus propiedades de desnaturalización, lo que 

resulta en variaciones en la distancia de migración en gradientes químicos (técnica DGGE) o de 

temperatura  (técnica  TGGE)  (McCaig  et  al.,  2001).  Teóricamente,  el  DGGE  puede  separar 

moléculas de ADN cuyas secuencias difieren en tan sólo un par de bases. 

Tanto el DGGE como el TGGE son métodos generalmente empleados para detectar cambios en las 

poblaciones  microbianas  a  lo  largo  del  tiempo y/o  bajo  diferentes  condiciones  ambientales  o 

experimentales. Son técnicas rápidas, relativamente sencillas y permiten el análisis simultáneo de  

un gran número de muestras, lo cual  hace posible la comparación estadística de la diversidad 

genética de comunidades microbianas de diferentes hábitats, entre otras aplicaciones (Muyzer, 

1998). Por lo tanto, el DGGE es un método que permite comparaciones rápidas, reproducibles y a 

costos  más bajos  que otras  técnicas.  Además,  permite realizar  cuantificaciones  relativas  de la 

abundancia de cada banda (que corresponde a un filotipo bacteriano) en una muestra mediante la 

comparación de la intensidad de bandas individuales en los geles (McCaig et al., 2001; Kirk et al.,  

2004). 

En comparación con el método RISA, el DGGE presenta mayor poder de resolución, debido a que 

por el método RISA los fragmentos son separados por su longitud y en el  DGGE los fragmentos se  

separan no sólo por su longitud, sino también por su secuencia. Por lo tanto, fragmentos que 

poseen igual longitud y distinta secuencia pueden separados por el  método DGGE. Es así que, 

especies  diferentes  que  poseen  el  mismo  largo  del  fragmento  a  analizar  pero  con  distinta 

secuencia, por el método RISA, sólo se va detectar una única banda.

La extracción de ADN a partir  de sedimentos,  así  como la amplificación del  ITS  por PCR y  su 

posterior aplicación a RISA y DGGE constituye una herramienta útil y disponible en el Depto. de 

Microbiología  del  IIBCE,  a  través  de  la  cual  se  podrá  analizar  y  comparar  la  diversidad  de 

cianobacterias  y  bacterias  heterótrofas  presentes  en  muestras  de  sedimento  de  distinta 

antigüedad. 
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Laguna Blanca

La Laguna Blanca ubicada en el departamento de Maldonado, principal área turística del Uruguay 

(34o  54´ S; 54o  50´ O), es un lago somero costero de origen natural con una profundidad máxima 

entre 2,1 y 3,2 m, y presenta un área total de 28,7 há (Pacheco et al., 2010; Vidal y Kruk, 2008). La  

temperatura  del  cuerpo de agua varía  entre  27,1  y  11,2  oC y  presenta una concentración de 

fósforo  total  y  clorofila  a de  aproximadamente  de  107,4  µg/L  y  36,4  µg/L  respectivamente 

(Pacheco et al., 2010; Vidal y Kruk, 2008). Debido a estas características se la considera un lago 

eutrófico-hipereutrófico (Pacheco et al., 2010). Los principales usos de la laguna y su cuenca son: 

ganadería  extensiva,  urbanización,  forestación  y  principalmente  extracción  de  agua  para 

potabilizar. Los grupos y géneros dominantes de fitoplancton son las cianobacterias filamentosas y 

el  picoplancton,  las  especies  dominantes  son:  Microcystis  aeruginosa,  Aphanocapsa spp., 

Anabaena spp.  y  Cylindrospermopsis  raciborskii (Mazzeo  et  al.,  2003).  Esta  laguna  ha  tenido 

registros de floraciones de la cianobacteria Cylindrospermopsis raciborskii desde hace varios años. 

Las mismas han desaparecido por algún período y luego han vuelto a aparecer. En 1997 la laguna  

se secó por extracción de agua. Entre los años 1998-2000 la laguna volvió a llenarse, registrándose  

poco tiempo después floraciones de cianobacterias, C. raciborskii y Microcystis sp. entre los años 

2003 y 2007 (Vidal y Kruk, 2008) y en verano de los años 2011 y 2012 se ha registrado la presencia 

de C. raciborskii (Sarthou, en preparación).
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HIPÓTESIS Y OBJETIVO

Hipótesis

El empleo de métodos moleculares basados en el uso de ADN presente en muestras de paleo-

sedimentos  permite  analizar  la  diversidad microbiana,  detectar  la  presencia  de cianobacterias  

tóxicas en el pasado de una laguna e inferir alteraciones ocurridas en el pasado de la misma. 

Objetivo general

El  objetivo general  de este proyecto es analizar  la diversidad de la comunidad microbiana en 

muestras de los sedimentos de Laguna Blanca,  con énfasis  en la detección e identificación de 

cianobacterias tóxicas. 

Objetivos específicos

1) Obtener ADN a partir de muestras de paleo-sedimento de la Laguna Blanca cuya cantidad y 

calidad permita su aplicación en PCR.

2) Optimizar un protocolo de PCR  para amplificar la región ITS de cianobacterias y obtención 

de los amplicones.

3) Conocer los perfiles de diversidad de especies presentes en la muestra mediante RISA y 

DGGE.

4) Conocer  la  identidad  de  microorganismos  presentes  en  las  muestras  mediante  la 

construcción de una biblioteca de clones de la región ITS.

5) Contextualizar  los  resultados  de  ADN  comparando  los  mismos  con  otros  indicadores 

paleolimnológicos ya estudiados en la Laguna Blanca.
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METODOLOGÍA

Estrategia de la investigación

Para lograr cumplir el objetivo de la propuesta se utilizó un testigo de sedimento de la Laguna 

Blanca tomado en junio del 2009 por investigadores de la Sección de Limnología de la Facultad de 

Ciencias. En base a resultados de estudios paleolimnológicos previos que se realizaron en esta 

laguna  por  García-Rodríguez  y  colaboradores  en  el  año  2002,  se  seleccionaron  cuatro 

profundidades para realizar los análisis moleculares. Las cuatro muestras se analizaron mediante 

métodos de fingerprinting del ITS, a través de la extracción de ADN fósil, amplificación por PCR y  

posterior RISA y DGGE para analizar la diversidad microbiana (comprendiendo cianobacterias y  

bacterias heterótrofas). A través de la librería de clones y posterior secuenciación se identificaron 

especies de cianobacterias (figura 1).
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Figura 1: Esquema de la estrategia de la investigación. En esta imagen se esquematizan las 
etapas del análisis  que se ha realizado.   
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Sitio de estudio – La Laguna Blanca es una laguna de origen natural ubicada en el Departamento 

de Maldonado, 34o 54´S; 54o 50´O. Se caracteriza por ser un lago somero eutrófico-hipereutrófico, 

las  especies  de  cianobacterias  dominantes  son:  Microcystis  aeruginosa, Aphanocapsa  spp., 

Anabaena spp. y Cylindrospermopsis raciborskii y ha presentado floraciones de Cylindrospermopsis  

raciborskii productoras de saxitoxina. 

Muestreo – Para los estudios moleculares de este trabajo se emplearon como muestras secciones 

del testigo correspondientes a 3-4 cm, 12-13 cm, 60-61 cm y 61-62 cm, las cuales de acuerdo a  

García-Rodríguez et al. (2002) corresponden aproximadamente a los años 2008, 1995, 1820 y 1800 

respectivamente.

Materia orgánica y clorofila a total – Se realizó el análisis del  contenido de materia orgánica 

(MO) en muestras obtenidas del testigo como indicador del estado trófico utilizando el método 

“Loss-on-Ignition” (LOI) (Dean, 1974). Este método esta basado en un calentamiento secuencial de 
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Figura 2: Ubicación geográfica de la Laguna Blanca, 
Maldonado, Uruguay

Laguna Blanca



las muestras en un horno. Como primer paso se determinó el peso húmedo de las muestras de 

sedimento para luego secarlas a 110oC por 12hs. Obtenido el peso seco, cada muestra se quemó a 

550oC por 15min. Las muestras se pesaron nuevamente y se determino el porcentaje de MO de la 

siguiente forma: 

%MO550=(peso seco - peso de la muestra quemada)/(peso seco x 100)

Asimismo, se cuantificó la clorofila a total en las mismas muestras, utilizando acetona 90% como 

solvente  y  empleando  un  método  basado  en  espectrofotometría  (Jeffrey  et  al.,  1997),  para 

utilizarla como indicador de biomasa total de productores primarios. Primeramente, se tomaron 

las muestras de sedimento de peso conocido de diferentes profundidades, las que se liofilizaron 

durante  24hs.  Una  vez  liofilizadas,  se  agregaron  5ml  de  acetona  90%  a  cada  muestra  y  se 

sonicaron durante 30s a 4 watts. Las muestras se guardaron por 20hs a 4oC. Posteriormente, se 

realizó  una  centrifugación  por  5min  a  40000rpm,  se  colectó  el  sobrenadante  y  se  leyó  su 

absorbancia a 750 y 665 nm en un espectrofotómetro. En todo momento se trabajó con luz tenue 

y conservando los tubos con las muestras en frío. La concentración de clorofila a total se calculó 

utilizando la siguiente ecuación (Jeffrey et al., 1997):

Clo  a (μg/g peso seco)=(((11,6x(Abs665-Abs750)) x Vol agregado de solvente/peso seco) x dilución

Extracción y purificación de ADN en muestras de sedimento – El ADN se extrajo de las muestras 

correspondientes a los años ~2008, ~1995, ~1820 y ~1800, mediante la técnica desarrollada por 

Zhou et al., 1996. Se colocó 17,5ml de buffer de extracción a cada una de las muestras, se agregó 

67,5µl  de  proteinasa  K  (10  mg/ml)  y  se  incubó  a  37°C  por  30min  con  agitación.  Pasada  la 

incubación se agregó 1,9ml SDS (20%) y se incubó nuevamente a 65°C por 2hs en agitación. Luego  

las muestras se centrifugaron a 10000rpm por 10min a temperatura ambiente. Se transfirió el  

sobrenadante,  se  agregó  un  volumen  igual  de  cloroformo/isoamilacohol  y  se  centrifugó  a 

13000rpm  por  10min.  Se  colectó  la  fase  acuosa  y  se  repitieron  los  pasos  del  agregado  de 

cloroformo/isoamilacohol  y  centrifugación  tres  veces.  Utilizando  0,6  vol.  de  isopropanol  se 

precipitó el ADN y se incubó a temperatura ambiente por 1h para luego centrifugar a 30000rpm  

por 30min. Se descartó el sobrenadante, se lavó el pellet con 10ml de etanol 70% (v/v) frío y se 
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centrifugó a 18000rpm por 15min. El pellet  se dejó resuspendiendo con agua milliQ durante toda 

la noche a 4oC. Por último se incubó la solución de ADN a 37oC por 30min y se transfirió a un tubo 

de microcentrífuga estéril. En el anexo se encuentra la preparación de las soluciones utilizadas. La 

pureza  del  ADN  se  determinó  empleando  un  espectrofotómetro  para  micro-volúmenes 

(Nanodrop).

  

PCR (reacción en cadena de la polimerasa) de los ITS – Se empleó la técnica de PCR convencional, 

la  cual  se  puso  a  punto  utilizando  primers específicos  para  lograr  amplificar  regiones  ITS  de 

cianobacterias (Iteman et al., 2000) (Tabla 1). 

Primer Secuencia

322 Forward 5'-TGT ACA CAC CGC CCG TC -3'

340 Reverse 5'-CTC TGT GTG CCT AGG TAT CC-3'

La  amplificación  de  las  muestras  correspondientes  a  los  años  2008  y  1995  se  realizó  en  un  

volumen total de 25 μl, conteniendo 1x PCR buffer, 1 U de Taq polimerasa, 0.2 mM de cada uno de 

los cuatro dNTPs, 3,5 mM MgCl2, 0.4 μM de cada primer, 0.5 µl de seroalbumina bovina (BSA, 30 

mg/ml), ya que evita la inhibición de la interacción entre el ADN y la Taq polimerasa (Woide et al., 

2010), y 2 µl de ADN. Para las muestras correspondientes a los años ~1820 y ~1800 fue necesario  

la adición de un volumen de 3 µl  de dimetisulfóxido (DMSO) el cual previene la formación de  

estructuras secundarias (Mamedov et al., 2008). Como control positivo se utilizó ADN de la cepa 

MVCC14 de Cylindrospermopsis raciborskii aislada de la Laguna Blanca (Vidal y Kruk, 2008).

Los  tubos  fueron  brevemente  centrifugados  y  se  colocaron  en  el  termocilcador  (Applied  

Biosystems 2720 Thermal Cycler) utilizando las siguientes condiciones (Tabla 2):
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la amplificación de la región ITS.



Temperatura oC Tiempo

   33 ciclos

Desnaturalización inicial 94 5 min

Desnaturalización 94 30 seg

Hibridación 48 30 seg

Extensión 72 1 min

Extensión final 72 10 min

La presencia o ausencia de los productos de PCR se determinó mediante la electroforesis con geles 

de agarosa al 1%. Los geles se prepararon utilizando 1g de agarosa en 100 mL de buffer TBE 0,5X y 

se  disolvieron  en  microondas.  Una  vez  disuelta  la  agarosa  se  esperó  a  que  alcanzara 

aproximadamente una temperatura de 45oC, luego se procedió a agregarla en el soporte para el 

armado del gel y se esperó aproximademte media hora para que solidificara. Para la corrida se 

cargó 8µl de la muestra con 2µl de buffer de carga 5X, la misma se realizó en buffer TBE 0,5X por 

20 minutos a 110V. Los geles fueron teñidos con Gelred 3X durante media hora, se visualizaron en 

transiluminador UV y se tomó registro fotográfico digital.  

RISA – Utilizando los productos de PCR obtenidos se llevó a cabo la técnica RISA (análisis del 

espaciador intergénico del ARN ribosomal). Los productos de amplificación obtenidos previamente 

se corrieron a 70V por 12 horas en un gel de acrilamida (6%) en buffer TAE 1X. En el anexo se 

encuentra la preparación de las soluciones para llevar a cabo la técnica. Para el armado del gel se 

mezcló 25ml de acrilamida 6% con 191μl de persulfato de amonio (APS) 10% y 15μl TEMED, se 

coló una capa de butanol y se dejó polimerizar por 60min. Pasados los 60min se retiró el butanol y  

se lavó con agua miliQ. Luego se preparó una solución de acrilamida en la parte superior del gel  

conteniendo 2ml acrilamida 6%, 2μl APS y 2μl TEMED e inmediatamente se colocó el peine. Se 

dejó polimerizar por 15min, se retiró el peine y se lavó con agua miliQ. Las muestras se colocaron  

en los pocillos de los geles mezclando 8μl de muestra y 2μl de buffer de carga 5x. Transcurrida la 

corrida los geles se revelaron con SYBR green el cual es un agente intercalante y se tomaron fotos 

en el escáner de geles FujiFilm Starion FLA 9000 Image Scanner (EquipNet).
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DGGE –  El  ADN  obtenido  se  amplificó  empleando  primers específicos  para  la  región  ITS, 

conteniendo uno de ellos una secuencia GC o “grampa“: primer forward 322, 5'-TGT ACA CAC CGC 

CCG TC CGC CCG CCG CGC GCG GCG GGC GGG-3', para evitar la completa desnaturalización de los  

amplicones. Los productos de amplificación obtenidos se corrieron en un gel de acrilamida (6%) 

con un gradiente de urea de 70% a 40%, a 70V y 60oC por 16 horas en buffer TAE 1X. Para el 

armado  del  gel  se  preparó  en  la  parte  inferior  un  gel  mas  concentrado  conteniendo  2ml  de 

acrilamida 0% desnaturalizante, 30μl APS 10% y 14μl TEMED el cual se dejó polimerizar por 15min. 

Para armar el gel con el gradiente desnaturalizante se mezcló dos soluciones conteniendo, una 

9ml de la solución 40% desnaturalizante con 69μl APS y 5,4μl TEMED y la otra 9ml de la s olución 

70% desnaturalizante con 69μl APS, 5,4μl TEMED y 30μl de colorante. Luego de preparado el gel 

con el  gradiente  se  agregó una capa de butanol  por  encima y  se  dejó polimerizar  por  60min 

aproximadamente. Pasado los 60min se retiró el butanol y se lavó con agua miliQ. En la parte 

superior  del  gel  se  colocó  aproximadamente  2ml  de  una  solución  de  acrilamida  0% 

desnaturalizante  con  20μl  APS  y  2μl  TEMED  e  inmediatamente  se  colocó  el  peine.  Se  dejó  

polimerizar por 15min, se retiró el peine y se lavó con agua miliQ. Las muestras se colocaron en los 

pocillos de los geles mezclando 8μl de muestra y 2μl de buffer de carga 5x. Luego de la corrida los 

geles se tiñeron con SYBR green (agente intercalante) y se tomaron fotos en el escáner de geles 

FujiFilm Starion FLA 9000 Image Scanner (EquipNet).

Análisis  de  las  imágenes  de  fingerprinting – Las  imágenes  de  los  geles  de  fingerprinting se 

analizaron con el programa GelCompare II (versión 6,5, Applied Maths). Se determinó la similitud 

entre los patrones de bandas mediante el método UPGMA (Sneath y Sokal 1973) y la riqueza como 

número de bandas utilizando el programa Past (Hammer et al., 2001).   

Biblioteca de clones – Se generaron bibliotecas de clones del ITS a partir de las muestras de 3-4 cm 

de profundidad (~2008) y 12-13 cm de profundidad (~1995). El material utilizando para realizar la  

biblioteca de clones se encuentra detallada en el anexo.

Obtención de células competentes

Se prepararon células competentes utilizando un método químico a partir de la cepa Escherichia  
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coli TOP10. Se inocularon 50ml de medio líquido “Luria Bertani” (LB) con cultivo fresco de células 

E.coli TOP10 y se incubó a 37oC hasta alcanzar una densidad óptica OD600 de 0,4. Luego las células 

se  centrifugaron  a  8000rpm durante  10min  y  el  pellet  resultante  se  resuspendió  en  25ml  de  

cloruro de calcio (CaCl2) 50mM frío. Las células se centrifugaron nuevamente a 6000rpm durante 

8min a 4oC, se descartó el sobrenadante y se resuspendió el pellet en 20ml de CaCl2 50mM frío. Las 

células se incubaron en hielo durante 30min, luego se centrifugaron por 8min a 6000rpm y se 

descartó el sobrenadante. Por último se resuspendió el pellet en 2ml de CaCl2 50mM frío y se 

agregó 650μl de glicerol  40%. La suspensión bacteriana se repartió en alícuotas de 200μl y se 

guardaron a -80oC. El procedimiento se realizó siempre en condiciones de esterilidad.   

Preparación del fragmento de ADN a clonar

Los amplicones de ITS correspondientes se eluyeron de los geles de agarosa 1% con el kit QIAgen  

gel extraction. Se recortaron las bandas de ADN del gel, se pesaron y por diferencia de peso con el 

tubo eppendorf vacío se obtuvo el peso de la agarosa recortada. La purificación de los productos 

de PCR se realizó siguiendo el protocolo descrito por el fabricante del kit utilizado.

Ligación

Se ligaron los productos de PCR purificados a un vector pGEM-T easy (Promega) el cual contiene el 

gen de resistencia para ampicilina (Figura 1 del anexo). Se preparó la mezcla de ligación en un tubo 

eppendorf conteniendo: 5μL de solución tampón de ligación 2X, 1μL del vector pGEM-T (50 ng/μL),  

3 μL del producto de ITS obtenido por PCR y 1μL de ligasa T4. La mezcla se incubó a 4oC toda la 

noche.

Transformación

El vector pGEM-T easy conteniendo el fragmento de ITS fue incorporado en células E. coli TOP10 

mediante transformación. Con este fin se les agregó 2 μL de la mezcla de ligación a 50μL de células 
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competentes  sin retirarla del hielo, se mezcló suavemente y se incubaron en hielo por 20min. 

Luego se dio un golpe de calor a 42oC por 45seg e inmediatamente se colocaron en hielo por 2min. 

Se  agregaron  950μL de  medio LB  y  se  incubó por  una  hora  y  media  en  agitación  a  37oC.  Se 

plaquearon 100μL de los transformantes en placas de LB-Agar con ampicilina y X-gal previamente 

preparadas y se incubaron en estufa a 37oC durante 24 horas. Al incorporar la ampicilina en el 

medio de cultivo se van a seleccionar aquellas células que incorporaron el vector. El X-gal es el  

sustrato de la enzima beta-galactosidasa (lacZ), el cual toma una coloración azul intenso cuando es 

procesado por la enzima. Cuando el inserto se liga al vector lo va a hacer interrumpiendo el gen 

lacZ y por lo tanto no se observa coloración azul en la colonia. Por lo tanto, se seleccionaron las 

colonias que contenían el vector con inserto por su coloración blanca. Se verificó la presencia del 

inserto mediante PCR utilizando  primers específicos del vector (M13) (Tabla 3), con las mismas 

condiciones que el PCR realizado para los ITS. 

Primer Secuencia

M13 Forward 5´-GTAAAACGACGGCCAG-3´

M13 Reverse 5´-CAGGAAACAGCTATGAC-3´

Secuenciación y análisis filogenético de las secuencias – A partir de la biblioteca de clones de ITS 

se seleccionaron al azar 36 y 46 colonias de la muestra de ~2008 y ~1995 respectivamente para su 

identificación mediante secuenciación utilizando los  primers M13 (MACROGEN INC, Corea). Una 

vez  obtenidas  las  secuencias  se  editaron  y  compararon  con  la  base  de  datos  GenBank  para  

conocer su identidad. Las secuencias correspondientes a cianobacterias fueron seleccionadas para 

estudios posteriores de filogenia. Para realizar los análisis filogenéticos, se construyó una base de 

datos de secuencias de ITS correspondientes a cianobacterias a partir de secuencia de ITS de la  

base  de  datos  GenBank.  Una  vez  alineadas  con  las  secuencias  obtenidas  en  este  trabajo,  se 

generaron árboles filogenéticos basados en el test de Máxima Verosimilitud (Tamura et al., 2011; 

Yang, 1999) utilizando el programa MEGA 5.
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Tabla 3: Secuencias de los primers M13 froward y reverse utilizados para la 
verificación del inserto y secuenciación del mismo.



Análisis estadísticos – Se  realizó un análisis de correlación entre la materia orgánica total y la 

clorofila a utilizando 23 muestras. Se utilizó el análisis de correlación no paramétrica (Spearman), 

previamente se determinó si los datos cumplen con el supuesto de normalidad y homogeneidad 

de varianza. Los análisis estadísticos se realizaron empleando el programa STATISTICA 7.0. 
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RESULTADOS

Análisis de la materia orgánica y clorofila   a   total    

De acuerdo a los resultados obtenidos, el contenido de materia orgánica del testigo mostró que 

entre  los  16 cm y  65  cm (correspondiente  al  período más  antiguo)  el  porcentaje  de  materia 

orgánica es bajo con respecto al resto del testigo. A los 16 cm se observa que la materia orgánica 

comienza a aumentar hasta la superficie (correspondiente al período más reciente). En relación a  

las muestras de mayor profundidad se destaca un pequeño aumento de la materia orgánica en los  

centímetros 60-61 (~1820) (figura 3A). Al igual que el resultado de materia orgánica, los valores de 

clorofila a fueron mínimos desde los 65 cm hasta los 16 cm de profundidad y aumentan hasta la  

superficie, registrando valores máximos en los primeros centímetros. En las muestras de mayor 

profundidad también se  detectó  un aumento de clorofila  a en los  centímetros  61-62 (~1800) 

(figura 3B). Teniendo en cuenta estos resultados junto con el trabajo paleolimnológico realizado 

por  García-Rodríguez  y  colaboradores  en  el  año  2002  en  esta  laguna,  se  seleccionaron 

estratégicamente  cuatro  profundidades  correspondientes  a  los  años  ~2008,  ~1995,  ~1820  y 

~1800, las cuales presentan variaciones de porcentaje de materia orgánica y clorofila a total, para 

los análisis moleculares. 

Para determinar si existe una correlación entre la materia orgánica y clorofila  a y así saber si la 

materia orgánica provendría mayoritariamente de los productores primarios, se utilizó el análisis 

de correlación no paramétrica (Spearman) debido a que los datos no cumplieron con los supuestos 

de la estadística paramétrica  (distribución normal y homogeneidad de varianzas).  Estos análisis 

estadísticos demostraron que existe una correlación entre ambas variables, la cual fue positiva y  

significativa (rs = 0,88; p < 0,05). 
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Obtención de ADN a partir de muestras de sedimento de la Laguna Blanca

El método de extracción empleado permitió la obtención de ADN de todas las muestras (Tabla 4,  

Figura 4).

Con  estos  resultados  se  puede  destacar  que  la  muestra  más  reciente  (~2008)  presenta  la  

concentración más alta de ADN (72,05 μg/g de peso seco), siguiendo la de la muestra de ~1995 

(29,53 μg/g de peso seco). Comparando entre muestras, los años ~2008 y ~1995 fueron las que 

presentaron mayor concentración respecto a las más antiguas, ~1820 y ~1800, en éstas últimas 

sus concentraciones fueron similares entre sí, de 3,09 y 4,25 μg/g de peso seco respectivamente. 

La electroforesis del ADN (Figura 4) muestra la integridad del mismo. Se puede ver que el ADN de  
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Figura 3: Perfiles de materia orgánica (A) y clorofila a (B) en el sedimento. En el eje 
de las abscisas se representa el porcentaje de materia orgánica y la concentración 

de clorofila a en μg/g de materia orgánica, en el eje de las ordenadas se representa 
la profundidad del testigo en centímetros (cm).

~2008

~1995

~1820
~1800

a



las  muestras  más  recientes  presentan  un  peso  molecular  mayor  a  20000  pb,  en  cambio  los 

fragmentos de ADN obtenidos de las muestras más antiguas se encuentra entre 400 y 3000 pb. 

Muestras [ADN] μg/g de peso seco

~2008 72,05

~1995 29,53

~1820 3,09

~1800 4,25
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Figura 4: Electroforesis en gel de agarosa 1% teñido 
con Gelred del ADN extraído de las cuatro 

profundidades. Carriles: 1-marcador de peso 
molecular 1kb plus, 2- muestra de ~2008, 3- muestra 

de ~1995, 4- muestra de ~1820, 5- muestra de ~1800. 

Tabla 4: Concentración de ADN total en μg/g de peso seco de las cuatro 
profundidades seleccionadas del testigo de sedimento, ~2008 (3-4 cm de 

profundidad), ~1995 (12-13 cm de profundidad), ~1820 (60-61 cm de 
profundidad), ~1800 (61-62 cm de profundidad) 



Análisis de la comunidad microbiana

1) Obtención de amplicones correspondientes al ITS del operón ribosomal

Luego  de  ajustar  las  condiciones  de  PCR  para  cada  muestra  se  obtuvieron productos  de 

amplificación en el rango entre  400 y 700 pares de bases en cada muestra, incluso en el control  

positivo (Figura 5). 

2) Análisis de la comunidad microbiana mediante RISA

La evaluación de los patrones de bandas de amplicones de ITS obtenidos de los geles de acrilamida 

6% (Figura 6 y 7) mostró que existe una alta similitud entre los patrones de las muestras más 

recientes y entre las muestras más antiguas. En la tabla 2 se muestran los valores de porcentaje de 

similitud entre cada año obtenidos con el programa Gelcompare. El porcentaje de similitud entre 

los patrones de bandas de las muestras más recientes es de un 80,7%. Los patrones de bandas de 

las muestras de ~1820 y ~1800 presentan una similitud de un 100% y entre las muestras de los 

años más antiguos y los más recientes la similitud es de 63,2% (Tabla 5).

Los valores de riqueza (calculados como número de bandas)  fueron: 29,  28,  15 y 15 para las  

muestras de ~2008, ~1995, ~1820 y ~1800 respectivamente.
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Figura 5: Electroforesis en gel de agarosa 1% teñido con Gelred de los 
productos obtenidos por PCR de la región ITS de las cuatro 

profundidades. Carriles: 1-marcador de peso molecular 1kb plus, 2- 
control positivo: cepa MVCC14, 3- muestra de ~2008, 4- muestra de 

~1995, 5- muestra de ~1820, 6- muestra de ~1800, 7- control negativo .
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Figura 6: Gel de RISA obtenido a partir de los 
amplicones de ITS. Carriles: 1-marcador de peso 
molecular, 2-muestra de ~2008, 3-muestra de 

~1995, 4-muestra de ~1820, 5- muestra de 
~1800, 6-control positivo: cepa MVCC14, 

7-marcador de peso molecular.

Figura 7: Análisis de cluster del resultado del método RISA. En la figura 
están representadas las cuatro muestras con las que se trabajo y el valor 

de similitud que hay entre cada una.



% similitud

Muestras ~2008 ~1995 ~1820 ~1800

~2008 100

~1995 80.71 100

~1820 65.12 63.64 100

~1800 60.47 63.64 100 100

3) Análisis de la comunidad microbiana mediante DGGE

El análisis de DGGE dio lugar a patrones de bandas en todas las muestras. Los perfiles de bandas 

de ITS  obtenidos en cada estrato (Figura 8) fueron diferentes en cada muestra.  El  análisis  de  

cluster y los valores de porcentaje de similitud obtenidos (Figura 9 y Tabla 6) muestran que los  

patrones  obtenidos de las muestras más recientes son similares en un 89%. Los patrones de 

bandas de la muestra del año ~1820 presenta un 54% de similitud con las muestras más recientes.  

Además, el porcentaje de similitud entre los patrones de bandas de ~1800 con las demás muestras 

es de 22%. Los años ~2008 y ~1995 presentan un alto valor de riqueza, de 39, en comparación con 

~1820 y ~1800 para los cuales los valores fueron de 27 y 5 respectivamente.
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Tabla 5: Matriz de similitud de la composición microbiana 
entre los diferentes años: ~2008, ~1995, ~1820 y ~1800; 

realizado con los resultados del método RISA.
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Figura 8: Gel de DGGE obtenido a partir de los amplicones 
de ITS. Carriles: 1-marcador de peso molecular, 2-muestra 

de ~1800, 3-muestra de ~1820, 4-muestra de ~1995, 5- 
muestra de ~2008, 6-control positivo (cepa MVCC14), 7-

marcador de peso molecular.

Figura 9: Análisis de cluster del resultado del método DGGE. En la figura 
están representadas las cuatro muestras con las que se trabajo y el valor de 

similitud que hay entre cada una.



% similitud

Muestras ~2008 ~1995 ~1820 ~1800

~2008 100

~1995 89.75 100

~1820 54.55 54.55 100

~1800 22.73 18.19 25.00 100

4) Estudios de la diversidad microbiana mediante secuenciación del ITS

Los  clones  seleccionados  de  las  bibliotecas  correspondientes  a  los  años  ~2008  y  ~1995  se  

secuenciaron e identificaron mediante la comparación con la base de datos GenBank (Tabla 7). Se 

seleccionaron al azar 36 clones pertenecientes a la muestra del año ~2008 de los cuales 12 se 

relacionaron con bacterias heterótrofas y una se identificó como cianobacteria. En el caso de la 

muestra  de  ~1995  se  seleccionaron  46  clones  para  la  secuenciación,  de  los  cuales  24  se 

relacionaron con bacterias heterótrofas y 3 se identificaron como cianobacterias. La  mayoría de 

las bacterias heterótrofas detectadas fueron bacterias que se afiliaron con géneros no cultivados. 

El porcentaje de similitud entre los clones y su respectivo pariente más cercano superó el 80 % 

para todos los casos.  
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Tabla 6: Matriz de similitud de la composición microbiana 
entre los diferentes años: ~2008, ~1995, ~1820 y ~1800; 

realizado con los resultados del método DGGE.



Clon Muestra Pariente más cercano (número de acceso) Origen del pariente más 
cercano

% similitud

A2 Methylomicrobium alcaliphilum (FO082060) Ambientes salinos 94

A3 Uncultured bacterium (FJ550694) Sedimento 85

B2 Uncultured bacterium (JN590900) Vegetal 85

B5 Uncultured bacterium (KC541092) Sedimento 94

B6 Uncultured bacterium (AM490733) Vegetal 92

B7 Uncultured bacterium (AJ937676) Sedimento 80

B11 ~2008 Uncultured bacterium (AJ306781) Sedimento 88

B12 Uncultured bacterium (JN417559) Sedimento 88

C1 Uncultured bacterium (JN178355) Sistema acuático 98

C4 Uncultured bacterium (AJ937676) Sedimento 80

C10 Uncultured bacterium (AJ937676) Sedimento 81

C12 Uncultured bacterium (DQ058673) Sistema acuático 83

D2 Uncultured bacterium (AJ937676) Sedimento 80

D3 Uncultured Nitrospirae bacterium (AY868811) Sistema acuático 87

D6 Uncultured beta proteobacterium (FM206221) Sistema acuático 94

D7 Gamma proteobacterium (FJ178095) Sedimento 98

D8 Uncultured Actinomycetales bacterium (FJ552599) Sedimento 92

D10 Uncultured bacterium (FJ545469) Sistema acuático 95

E5 ~1995 Methylomonas methanica (CP002738) Sistema acuático 80

E8 Uncultured Actinomycetales bacterium (FJ552599) Sedimento 93

E10 Uncultured bacterium (HQ715921) Sistema acuático 90

E12 Uncultured sludge bacterium (AF234759) Sedimento 89

F2 Uncultured bacterium (FN434773) Sistema acuático 94

F3 Uncultured bacterium (JF346070) Sistema acuático 99

F4 Uncultured Crater Lake bacterium (AF316773) Sistema acuático 97

F6 Ignavibacterium album (CP003418) Sistema acuático 90

F10 Uncultured Desulfuromonadales bacterium (FJ552075) Sedimento 85

F11 Uncultured Chloroflexi bacterium (GQ406182) Sistema acuático 94

G3 Uncultured bacterium (JF346070) Sistema acuático 99

G5 Uncultured bacterium (AJ937676) Sedimento 80

G7 Uncultured beta proteobacterium (FM206210) Sistema acuático 91

G9 Uncultured Desulfuromonadales bacterium (FJ552075) Sedimento 88

G11 Uncultured bacterium (KC331500) Sedimento 94

G12 Uncultured Desulfuromonadales bacterium (FJ552075) Sedimento 86
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Tabla 7: Diversidad de bacterias heterótrofas identificadas mediante secuenciación de los fragmentos de ITS de las 
muestras de ~2008 y ~1995. En la tabla se representa el nombre del clon, la muestra a la cual pertenece, el pariente 

más cercano junto con su número de acceso, el origen del mismo y el porcentaje de similitud brindado por NCBI-blast.



5) Identificación de cianobacterias

En  base  a  la  biblioteca  de  clones  se  identificaron  aquéllas  cuya  secuencia  correspondió  a 

cianobacterias. Se construyó un árbol filogenético (Figura 10) utilizando el programa MEGA 5. Se 

identificaron dos  especies  de cianobacterias:  Geitlerinema  sp.  y  Cylindrospermopsis  raciborskii  

(Tabla  8). Geitlerinema  sp.  fue  detectada  en  las  muestras  de  ~2008  y  ~1995,  mientras  que 

Cylindrospermopsis raciborskii  sólo estaba presente en la muestra de ~1995. La identificación se 

realizó  con  la  base  de  datos  NCBI  (National  Center  for  Biotechnology  Information,  

www.ncbi.nlm.nih.gov) utilizando la herramiente BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) de la 

bese de datos. Para cada resultado el porcentaje de similitud brindado por esta base de datos fue 

alto superando el 80% y en algunos casos alcanzando el 100 % (Tabla 8). En el árbol filogenético se 

demuestra  el  parentesco  entre  especies  conocidas  de  Cylindrospermopsis  raciborskii  y 

Geitlerinema sp. con los clones (Figura 10A y 10B respectivamente).

Nombre del clon Muestra Pariente más cercano (número de acceso) % similitud

C3 ~2008 Geitlerinema sp. (FM210758) 100

E4 ~1995 Geitlerinema sp. (FM210758) 95

E1 ~1995 Cylindrospermopsis raciborskii (HQ112348) 94

G6 ~1995 Cylindrospermopsis raciborskii (HQ407347) 83
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Tabla 8: Especies de cianobacterias identificadas mediante la secuenciación de los fragmentos de ITS de las 
muestras de ~2008 y ~1995. En la tabla se representa el nombre del clon, la muestra a la cual pertenece, el 
pariente más cercano junto con su número de acceso y el porcentaje de similitud brindado por NCBI-blast.

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
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Figura 10: A - Árbol filogenético de Cylindrospermopsis raciborskii. B - Árbol filogenético de 
Geitlerinema sp. Ambos realizados basándose en la secuencia del fragmento de ITS empleando 
600 pares de bases aproximadamente, utilizando el test de Máxima Verosimilitud. Las flechas 

representan los clones que se identificaron como cianobacterias (ver tabla 8).

B
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DISCUSIÓN

En este trabajo se evaluó la utilidad del ADN presente en muestras de paleo-sedimentos de un 

lago  subtropical  como  biomarcador  para  estudios  paleolimológicos.  Se  analizó  la  diversidad 

microbiana  en  cuatro  profundidades  diferentes  y  se  realizaron  perfiles  de  clorofila  a total  y 

materia orgánica. Con los resultados obtenidos podemos ver que el perfil de clorofila a total tuvo 

una correlación significativa con la materia orgánica. La clorofila  a  es un buen indicador de los 

cambios  en  la  biomasa  de  productores  primarios  y  del  estado  trófico  del  sistema,  ya  que  la 

clorofila  a es un pigmento característico de los mismos (macrófitas, fitoplancton y perifíton). La 

materia orgánica en los lagos someros proviene de diferentes fuentes (Kalff, 2002), en el caso 

particular de la Laguna Blanca se ha descrito que estuvo dominada por macrófitas (principalmente 

entre los años 1967 y 1998) (Mazzeo et al., 2003) y a partir del año 2003 se registraron floraciones  

de cianobacterias (Vidal y Kruk, 2008). Aunque el origen de la clorofila  a puede ser atribuida a 

plantas terrestres y la materia orgánica puede ser tanto autóctona como alóctona, la correlación 

observada entre  la materia  orgánica y  clorofila  a  sugiere  que los productores  primarios  de la  

laguna son los que aportan más a la producción total del sistema.

Se puede observar en los perfiles de materia orgánica y clorofila a que a partir de los 16 cm del 

testigo ambas variables comienzan a aumentar hasta la superficie, indicando un incremento en la  

biomasa  de  productores  primarios,  principalmente  fitoplancton  debido  a  los  reportes  de 

floraciones de cianobacterias (Vidal y Kruk, 2008), y un cambio en el estado trófico del sistema.  

Además, en los perfiles se observan valores máximos en la superficie del testigo y un pico a los 8-9  

cm de profundidad en ambas variables. Como antecedente sabemos que la laguna en 1997 se secó 

debido a una severa sequía y un alto consumo de agua, lo que provocó una reducción del área de 

la  laguna  de  un  30%  (García-Rodríguez  et  al.,  2002).  A  partir  de  1998  las  precipitaciones 

aumentaron contribuyendo al llenado de la laguna. García-Rodríguez et al. (2002) observaron que 

en 1998 aumentó la tasa de sedimentación debido a un aumento en las precipitaciones. En épocas  

de  altas  precipitaciones  aumentan  los  procesos  de  escorrentía  y  erosión  en  la  zona, 

incrementando  los  aportes  externos.  Teniendo  en  cuenta  estos  antecedentes  y  los  perfiles 

obtenidos, luego del llenado de la laguna ocurrieron floraciones de fitoplancton, como lo indica el  

pico  de  pigmentos  a  los  8-9  cm,  lo  cual  coincide  con  los  resultados  reportados  por  García-

Rodríguez et al. (2002). El aumento de clorofila a en los primeros centímetros del testigo (~2008) 
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también podría representar floraciones de fitoplancton, ya que estudios realizados en esta laguna 

por Vidal y Kruk (2008) han registrado floraciones de cianobacterias entre el 2003 al 2007, cercano 

a la fecha aproximada del aumento de la concentración de clorofila a.  

Por otro lado, desde los 16 cm (años antes de 1995) hasta la profundidad máxima del testigo (65 

cm) el porcentaje de materia orgánica y la concentración de clorofila a fueron mínimas. Entonces, 

hasta el año ~1995 la laguna presentaba un nivel trófico relativamente bajo. En los 61-62 cm de 

profundidad  del  testigo  (~1800)  se  observó  un  aumento  en  la  concentración  de  clorofila  a, 

sugiriendo que en el año ~1800 hubo un incremento en la cantidad de productores primarios. Este  

aumento  de  los  productores  primarios  pudo  deberse  a  cambios  ambientales  o  impactos 

antropogénicos que generaron condiciones favorables, como aumento de nutrientes. Luego de 

este aumento de productores primarios se vio aumentado el porcentaje de materia orgánica a los 

60-61 cm del testigo (~1820) la cual puede ser consumida por la bacterias heterótrofas (“loop” 

microbiano) (Sherr y Sherr, 1988). 

Otros autores utilizan la materia orgánica y los pigmentos como indicadores del estado trófico. Por 

ejemplo, Riedinger-Whitmore et al., (2005) estudió una serie de lagos subtropicales dominados 

por floraciones de cianobacterias,  donde encontró una alta relación entre la eutrofización y la 

clorofila. Engstrom et al. (2006) pudo constatar que en un lago subtropical de Estados Unidos la 

eutrofización se ve reflejada en un aumento de la materia orgánica y en los pigmentos fósiles.  

En el presente trabajo se extrajo por primera vez ADN de paleo-sedimento de un sistema acuático 

de Uruguay, el cual fue utilizado para análisis moleculares. Las concentraciones de ADN obtenidas 

de las muestras de  sedimento de la Laguna Blanca fueron superiores a 3,00 μg/g de peso seco, los 

cuales  se  asemejan  a  datos  reportados  en  otros  trabajos (Dell'Anno  et  al.,  1998,  Coolen  y 

Overmann,  1998;  Coolen  et  al.,  2009),  donde  también  se  observó  que  la  cantidad  de  ADN 

recuperado disminuyó con la profundidad del sedimento. La electroforesis en gel de agarosa del 

ADN total extraído de cada estrato (Figura 3) muestra que el ADN presente en los sedimentos más 

antiguos se encuentra más degradado que el de las muestras superficiales, donde se detecta una 

única  banda  de  alto  peso  molecular.  Los  años  más  antiguos  contienen  ADN  degradado  de 

diferentes pesos moleculares, entre 400 y 3000 pb, en cambio las muestras más recientes poseen 

ADN mayor a 20000 pb. La eficiente preservación de ADN en sedimentos de la Laguna Blanca se 

puede atribuir a las condiciones anóxicas y a una alta concentración de materia orgánica en el  
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sedimento (Coolen y Gibson, 2009), lo que lleva a confirmar que la laguna presenta un alto nivel  

trófico. La forma en la que el ADN se conserva y los factores que controlan la preservación de ADN  

permanecen en gran medida desconocidos (Coolen y Gibson, 2009). A lo largo del tiempo se han 

ido desarrollado varios métodos para el uso del ADN fósil, se han propuesto posibles soluciones 

para  los  diferentes  tipos  de  daño  que  puede  presentar  el  ADN,  como  ser  daño  oxidativo, 

degradación del ADN por nucleasas luego de su deposición, daño por hidrólisis (Rizzi et al., 2012).  

Un estudio realizado por Coolen y Overmann 1998 mostró que la mayoría del ADN genómico es  

degradado a fragmentos más cortos (aproximadamente 500 pb) dentro de los primeros 100 años 

después de la deposición. En el estudio realizado por Boere et al., (2011), en el cual se utilizó un 

testigo de 113 cm, la cantidad de ADN, de bacterias verdes del azufre, mayor a 23 kb se mantuvo 

entre un 30-55% en todo el largo del testigo y sólo entre un 0-10% de fragmentos de tamaño de 

2,2-0,7 kb y menor 0,7 kb. En general concentraciones altas de ADN fósil en muestras de testigos 

de  sedimentos  menores  a  200  años  posiblemente  estén  vinculadas  con  un  aumento  de  la 

población cerca de la laguna, lo que ocasiona un impacto antropogénico sobre la laguna y como 

consecuencia un aumento del estado trófico del ecosistema acuático (Boucherle y Züllig, 1988).    

El análisis de los amplicones de ITS obtenidos de cada muestra mostró que en los años ~2008 y 

~1995 no hubo inhibición de la polimerasa debido a contaminantes. En cambio, en las muestras de 

sedimento de los años ~1820 y ~1800 fue necesario la utilización de DMSO para obtener una 

buena amplificación  (Pomp y Medrano, 1991). Los sedimentos más antiguos pueden presentar 

altas concentraciones de componentes que provoquen la inhibición de PCR, como ser los ácidos 

húmicos presentes en el sedimento.

Los patrones de bandas obtenidos por los dos métodos de fingerprinting mostraron ser similares 

entre los dos estratos más recientes (~2008 y ~1995) y entre los más antiguos (~1820 y ~1800), 

sugiriendo que la  composición  del  ensamblaje  bacteriano se  mantuvo durante  los  respectivos 

períodos de tiempo. Ambas técnicas de análisis de diversidad microbiana utilizadas (RISA y DGGE) 

presentan  diferentes  niveles  de  resolución.  La  técnica  DGGE,  en  la  cual  los  fragmentos  son 

separados  no  sólo  por  su  longitud  sino  también  por  la  secuencia,  brinda  resultados  más 

detallados. La secuencia de ITS es utilizado como marcador molecular de diversidad bacteriana ya  

que contiene información filogenética y al no formar parte del ribosoma esta sujeta a una mayor  

tasa de mutaciones. Por lo tanto, con esta secuencia es posible capturar los cambios evolutivos  
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más recientes. Al utilizar los fragmentos de ITS en el análisis de DGGE podemos determinar la  

diversidad generada más recientemente en la evolución.  Utilizando ambos métodos moleculares 

de  diversidad  microbiana  se  pudo  ver  diferencias  entre  las  comunidades  microbianas  de  los  

distintos años (Figura 6 y 8), en donde los años más recientes presentan mayor valor de riqueza. 

Las especies microbianas presentes en la muestra del año ~1800 también son compartidas por las 

otras tres muestras (~1820, ~1995 y ~2008),  a su vez la comunidad microbiana de la muestra  

~1820 también está presente en las dos muestras más recientes (~1995 y ~2008). Las especies  

detectadas en ~1800 y ~1820 lograron prevalecer hasta ~2008. Cabe destacar que en el caso del 

análisis de diversidad microbiana por DGGE, la muestra correspondiente a ~1800 mostró valores 

de  riqueza  (como  número  de  bandas)  menores  a  los  encontrados  por  RISA.  Este  hallazgo  es 

llamativo,  ya que se esperaba encontrar  igual  o mayor  número de bandas debido a la mayor 

resolución que posee la técnica de DGGE. Esta observación probablemente se haya debido a una  

baja  concentración  de  muestra  sometida  a  electroforesis  en  el  DGGE,  lo  cual  dificultó  o  

imposibilitó su detección con la tinción empleada.

En los  ecosistemas acuáticos  las  bacterias  transforman la  materia  orgánica disuelta  (MOD) en 

materia orgánica particulada (MOP). La transferencia de la materia orgánica desde la trama trófica  

microbiana  a  los  niveles  tróficos  superiores  es  conocida  como  “loop”  microbiano,  donde  las 

bacterias tienen un rol central en la re-introducción de la materia orgánica en suspensión hacia los  

niveles  tróficos  más  altos  (Sherr  y  Sherr,  1988).  La  abundancia  de  los  grupos  bacterianos  es 

afectada por varios factores  incluyendo la composición y concentración de la materia orgánica 

disuelta. Esto puede controlar la tasa de crecimiento, la biomasa y la estructura de la comunidad 

bacteriana (Rossello-Mora et al., 1999; Eilers et al.,  2000; Covert y Mora, 2001; Fandino et al.,  

2001; Muylaert et al., 2002; Findlay et al., 2003). La materia orgánica puede provenir de fuentes 

tanto autóctonas como alóctonas. Se ha visto que distintas fuentes de materia orgánica al igual 

que distintos taxones de fitoplancton proporcionan sustratos para las bacterias que difieren en su  

composición química lo que genera cambios en su composición (Sundh, 1992;  Lindström, 2001; 

Benner,  2002,  2003).  Además  los  distintos  grupos  bacterianos  pueden  responder  y  utilizar 

diferente la MOD (Cottrell y Kirchman, 2000; Martínez et al., 1996; Kirchman, 2002). No sólo la  

MOD puede provocar  cambios en las comunidades microbianas,  las  propiedades químicas  del 

agua (Methé y Zehr, 1999), la presencia de predadores (Lindström, 2000; Höfle et al., 1999), o 

también la incorporación de bacterias alóctonas al sistema pueden alterar la composición de dicha  
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comunidad (Lindström, 2001). Sin perder de vista que el ADN sufre procesos de degradación y que 

esto puede influir  en la recuperación del  mismo, en este trabajo se detectaron cambios en la 

comunidad microbiana en los diferentes años analizados,  donde se observó un aumento de la 

riqueza  microbiana  desde  ~1800  hacia  los  años  más  recientes.  Esto  se  puede  adjudicar  a 

diferentes factores, como ser a la temperatura de la columna de agua, al estado de eutrofización 

de la laguna y a la concentración y origen de materia orgánica. El porcentaje de materia orgánica  

ha ido aumentando desde la profundidad del testigo hasta la superficie; en años posteriores a 

1995 la materia orgánica disuelta comienza a aumentar hasta la superficie del testigo donde se 

registraron  alteraciones  en  la  comunidad  microbiana.  Además,  en  el  año  ~1820  hay  un  leve  

aumento en el  porcentaje  de la  materia  orgánica  (Figura  3A)  lo  cual  coincide con un cambio 

notorio en la comunidad microbiana entre las muestras de ~1800 y ~1820 (Figura 8). 

Los  carotenoides  y  la  clorofila  son  pigmentos  encontrados  en  algas  y  macrófitas;  estos  

biomarcadores  son  muy  utilizados  en  estudios  paleolimnológicos.  Algunos  carotenoides  son 

marcadores de cianobacterias, ya que las mismas contienen carotenoides que no producen otros 

organismos fotosintéticos.  Los  mismos pueden ser  bien preservados  en los sedimentos  de los 

lagos, y su concentración total es proporcional a la productividad del lago en el momento de su 

deposición  (Swain, 1985; Sanger,  1988). Los carotenoides y clorofila en el sedimento han sido  

utilizados para documentar cambios históricos de abundancias de cianobacterias y algas (Leavitt y 

Carpenter, 1990; Hickman y Schweger, 1991; Leavitt, 1993). Sin embargo, estos biomarcadores no 

permiten la identificación de las especies  presentes  en el  sedimento;  en cambio,  mediante  la 

utilización del ADN, sí  se puede lograr. Si el ADN y los carotenoides se encuentran igualmente  

conservados se espera que los perfiles de concentración tengan la misma tendencia. En el trabajo 

realizado  por  Boere  et  al.,  (2011)  no  se  ha  encontrado  esta  correlación  entre  el  ADN fósil  y  

carotenoides, ellos atribuyen a este resultados que los carotenoides fueron degradados.  Se ha 

encontrado que la hidrogenación conduce a la formación de carotenoides reducidos, proceso que 

explica la pérdida de los carotenoides (Coolen et al., 2006). Además, Boere et al. (2011) compara 

la preservación del ADN de diferentes organismos del sistema acuático: diatomeas, dinoflagelados 

y las bacterias verdes del azufre en donde concluye que el ADN de este último organismo fue el  

mejor preservado.  Por lo tanto, Boere et al., (2011) afirman que el ADN fósil en los sedimentos 

parece ser menos propenso a la degradación que los carotenoides y representan una herramienta 

más fiable cuantitativa y cualitativamente para el estudio de las poblaciones microbianas pasadas.
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El análisis de la diversidad microbiana mediante secuenciación mostró que en los años ~2008 y 

~1995  hay  una  gran  diversidad  de  bacterias  heterótofas  y  cianobacterias.  Las  cianobacterias 

identificadas  fueron  Cylindrospermopsis  raciborskii  y  Geitlerinema  sp.,  estos  resultados 

demuestran  la  buena  calidad  e  integridad  de  los  fragmentos  del  ADN  preservado  en  los 

sedimentos. Según estudios realizados por Sarthou (en preparación) en el verano de 2011 se ha 

encontrado Planktolyngbya limnetica, Aphanizomenon cf. gracile, Cylindrospermopsis raciborskii y 

Aphanocapsa  cf. delicatissima.  En otoño  e  invierno del  mismo año  dominaba Mougeotia  sp., 

aunque había presencia de Cylindrospermopsis raciborskii. En verano de 2012 la principal especie 

presente  fue  Planktolyngbya  limnetica  y  también  se  encontró  en  menor  proporción 

Aphanizomenon cf. gracile y Cylindrospermopsis raciborskii.  En invierno,  otoño y primavera de 

2012 dominaba Mougeotia  sp., y además había una gran diversidad de especies incluyendo la 

presencia de C. raciborskii. En relación a estos datos vemos que la presencia de C. raciborskii  se 

mantuvo durante los años 2011 y 2012.  

Debido a que algunas especies de cianobacterias como  Cylindrospermopsis raciborskii  producen 

acinetes  que permiten la  conservación del  ADN,  se  podría  atribuir  a  éstos  el  origen del  ADN 

presente en los estratos más antiguos (Lindahl, 1993; Poinar et al., 1996; Willerslev et al., 2004).  

Las cianobacterias las generan con el fin de asegurar su supervivencia cuando las condiciones se 

vuelven desfavorables, por ejemplo, cambios en las concentraciones de nutrientes, a la falta de 

luz, o la disminución de la temperatura del agua (Nichols y Adams, 1982; Whitton, 1992). Otros 

autores  han  correlacionado  la  presencia  de  acinetes  en  muestras  de  sedimentos  con  la 

disminución de las concentraciones de nitrógeno total y fósforo total (Demeter, 1956; Wolk, 1965;  

Gentile y Maloney, 1969). En la Laguna Blanca, según García-Rodríguez et al. (2002) se ha visto que 

la concentración de nitrógeno y fósforo aumenta en sedimentos más recientes. Por lo tanto, es  

posible la formación de acinetes en los años más antiguos sugiriendo que la preservación del ADN 

en las muestras de sedimento de los años ~1820 y ~1800 pudo deberse a los mismo. En cambio, 

en años más recientes la posibilidad de formación de acinetes es menor debido al aumento de  

nitrógeno y fósforo, esto sugiere que el ADN encontrado en las muestras de sedimento de ~2008 y 

~1995 proviene principalmente de organismos que no han sido degradados.  Para confirmar lo  

dicho anteriormente se debería hacer un conteo de los acinetes en cada muestra y así  poder  

relacionarlo con las concentraciones de ADN. El conteo, mediante microscopia, de los acinetes 

presentes  en  el  sedimento  puede  utilizarse  para  obtener  una  estimación  aproximada  de  las 
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abundancias pasadas de cianobacterias. Cuando se usa junto con otros microfósiles y parámetros 

químicos es posible obtener una estimación fiable de si la producción pasada estaba aumentando 

o disminuyendo o si existen cambios en la limitación de nutrientes (Räsänen et al., 2006). Por otro 

lado, también existen cianobacterias que no producen acinetes, pero podrían estar presentes y no 

dejar un registro fósil directo. Por lo tanto, se debe utilizar otro biomarcador para poder detectar 

su presencia. En ese caso el ADN fósil podría ser muy útil ya que se podría conservar no sólo en los  

acinetes sino también en células vegetativas  o filamentos  que no fueron degradados.  En este 

trabajo pudimos detectar,  utilizando el  ADN,  la  presencia de una cianobacteria  que no forma 

acinetes (Geitlerinema sp.). Su ADN quizás fue conservado por sus células vegetativas, las cuales 

son  estructuras  resistentes.  Por  lo  tanto,  el  ADN  fósil  se  validó  como  herramienta  para  la 

detección e identificación de cianobacterias fósiles en un ambiente subtropical.  Algunas de las  

especies de fitoplancton encontradas por Sarthou en 2011 y 2012 tienen la capacidad de formar 

acinetes. Éstas son:  Aphanizomenon cf. gracile y  Cylindrospermopsis raciborskii. Por este motivo 

las probabilidades de encontrar ADN de estas dos cianobacterias en los primeros centímetros del 

sedimento van a ser mayores, ya que el mismo puede ser conservado en los acinetes.

Los  cambios  en  la  clorofila  a,  materia  orgánica  junto  a  la  presencia  de  la  cianobacteria 

Cylindrospermopsis  raciborskii  detectada en el  año ~1995, indican  que el  estado trófico de la 

laguna comienza a aumentar poco antes de 1995 (12 cm).  A su vez, los análisis de diversidad 

microbiana indicaron que la misma cambió en ~1995 y ~2008 en comparación con los años más 

antiguos. La diversidad microbiana entre los años más recientes fue similar, presentando un 89% 

de similitud aproximadamente.  Esto apoya la hipótesis planteada en este trabajo:  mediante el 

ADN fósil se pudo determinar la diversidad microbiana de diferentes años y detectar la presencia  

de cianobacterias; además el análisis del ADN fósil de distintas profundidades reflejó alteraciones  

ocurridas en el pasado la laguna. El aumento del porcentaje de materia orgánica y clorofila a a los 

60 cm de profundidad del testigo podría estar correlacionada con en el cambio en la comunidad 

microbiana  entre  los  años  ~1800  y  ~1820  (Figura  8).  La  diversidad  microbiana  cambia 

notoriamente de ~1800 a ~1820, presentando entre ambas un 25% de similitud (Tabla 6). Este 

resultado  apoya  la  hipótesis  propuesta  en  este  trabajo:  mediante  la  diversidad  microbiana 

obtenida a partir del ADN fósil fue posible detectar cambios en el pasado de la laguna.   

En general  otros  estudios  paleolimnológicos  que utilizan  el  ADN fósil  como herramienta,  sólo 
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estudian algunos grupos bacterianos o específicamente determinadas especies bacterianas (ej: 

Coolen y Oermann, 2007; Coolen et al., 2004). Coolen y Overmann (2007) utilizaron el ADN fósil y 

DGGE para determinar la diversidad de bacterias verdes del azufre y de esta forma reconstruir las  

condiciones paleoecológicas en más detalle. Con los distintos perfiles obtenidos y la identificación 

de la diversidad de bacterias Coolen y Overmann (2007) estimaron en qué momento de la historia 

del sistema acuático apareció este grupo bacteriano y aproximan a qué se debe su aparición. Otro 

estudio realizado en un lago de la Antártida por Coolen y colaboradores en el año 2004 empleó el 

ADN ribosomal de algas planctónicas fotótrofas y DGGE.  La estructura de dicha comunidad varió 

en relación a la evolución del lago. Se han visto cambios en la comunidad en el momento en que el 

lago  dejó  de  tener  influencia  de  agua  salobre.  Además,  bacterias  verdes  de  azufre  fueron  

encontradas en el período en que el agua de deshielo comenzó a entrar al lago provocando una 

estratificación del mismo y una termoclina estable. 

En el año 2002 García-Rodríguez y colaboradores realizaron un estudio paleolimnológico en la 

Laguna Blanca empleando un testigo de 150 cm de largo tomado en Mayo del 2000 el cual fue 

datado. En dicho estudio, los perfiles de materia orgánica y clorofila reportados son similares a los  

obtenidos en el presente trabajo, observando que en años previos a 1995 se comienza a registrar  

un aumento de la materia orgánica hasta el presente. García-Rodríguez et al. (2002) destacan que 

el  período de aumento de la  materia  orgánica  coincide con un gran  desarrollo  del  turismo y 

urbanización. Durante los últimos 20 años aproximadamente, casas y hoteles han sido construidos 

cercanos a las orillas de la laguna. Debido a esto, pueden haber ocurrido impactos humanos como 

generación  de  aguas  residuales  y  eliminación  de  basura,  los  cuales  se  ven  reflejados  en  los  

cambios en las variables químicas del testigo donde se ve aumentada la materia orgánica y los 

pigmentos. Esto sugiere que la variación de la comunidad microbiana y el aumento de la riqueza  

observado hacia los años más recientes pueden ser debido a la eutrofización de la laguna causada  

por el  desarrollo de la urbanización  en la  zona.  Previo a  ese aumento abrupto de la materia  

orgánica y pigmentos, el nivel trófico de la laguna era bajo. Al igual que en el presente trabajo, 

García-Rodríguez et al. (2002) detectaron un pico de materia orgánica y clorofila a los 60 cm de  

profundidad. Estos autores relacionan esta variación a la remoción de tierra en la parte norte de la 

cuenca del lago, que fue utilizada para la construcción de carreteras y viviendas; proponen que 

debido a dicha remoción se generaron cambios en la litología del sedimento y en la composición  

de la comunidad de diatomeas. Las diferencias encontradas de la comunidad microbiana en los  
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años ~1820 y ~1800 podría estar relacionada con la remoción de tierra de la cuenca lo que pudo  

haber provocado, por ejemplo, cambios en el aporte de materia orgánica y nutrientes. 

Los hallazgos descritos en este trabajo son coherentes con los resultados reportados por García-

Rodríguez  et  al.  (2002).  Teniendo  en  cuenta  los  antecedentes  de  esta  laguna  y  los  cambios  

observados a nivel de la clorofila a, materia orgánica y diversidad microbiana, se puede inferir que 

hubo alteraciones sobre la laguna y su cuenca a partir de años anteriores a 1995 que provocó un 

aumento de clorofila  a, materia orgánica y abundancia microbiana, llevando a que el sistema se 

vuelva hipereutrófico. Mediante la utilización del ADN presente de muestras de paleo-sedimento 

junto con el estudio de otras variables paleo-limnológicas es posible la reconstrucción del pasado 

de la Laguna Blanca. Por otro lado el  ADN permite la identificación de microorganismos a nivel  

especie y así determinar la composición exacta de comunidad microbiana. Además, las variaciones 

de la comunidad microbiana se pueden relacionar con alteraciones ocurridas sobre la laguna.   

45



CONCLUSIONES 

Utilizando  el  ADN  fósil  presente  en  muestras  de  sedimento  de  la  Laguna  Blanca  fue  posible 

analizar la diversidad microbiana, incluyendo bacterias heterótrofas y cianobacterias, además de 

determinar e identificar especies de cianobacterias. Las diferencias en la diversidad microbiana de 

cada año se pudieron relacionar con alteraciones que ha sufrido el sistema acuático. El cambio  en 

la diversidad microbiana entre los años ~1800 y ~1820 fue relacionado con alteraciones en el uso 

de la cuenca de la laguna, lo que provocó también un aumento de productores primarios y de  

materia  orgánica.  En  los  años  más  recientes  (~1995  y  ~2008)  la  comunidad  microbiana  ha 

cambiado notoriamente en comparación con los años más antiguos (~1820 y ~1800) lo que está 

relacionado con un aumento de estado trófico de la laguna que se refleja en un aumento de la 

producción primaria. Además, en las muestras correspondientes a los años ~2008 y ~1995 se ha 

logrado identificar una especia de cianobacteria tóxica,  Cylindrospermopsis raciborskii, de la cual 

se han registrado floraciones desde el 2003 en este sistema. Por lo tanto, el ADN, además de la 

materia orgánica y la clorofila a, mostró ser buen indicador para determinar el estado trófico y 

cambios ambientales de la laguna. Mediante los resultados obtenidos en el presente trabajo se 

concluye que el ADN presente en muestras de paleo-sedimento es un buen biomarcador para 

estudios paleolimnológicos,  por  el  cual  se puede  inferir  cambios en la comunidad microbiana, 

detectar e identificar especies de cianobacterias, determinar alteraciones en el estado trófico del 

sistema y relacionarlos con cambios ambientales que ha sufrido el sistema acuático. Este trabajo 

contribuye al  conocimiento sobre la ecología microbiana de la Laguna Blanca,  proporcionando 

nueva información para la reconstrucción de la dinámica de las poblaciones bacterianas en un 

enfoque paleolimnológico. Los estudios paleolimnológicos son una herramienta muy útil en lagos 

donde no haya antecedentes o estudios a largo plazo. Los datos paleolimnológicos pueden ser 

utilizados para reconstruir la historia de un sistema y generar predicciones a futuro.
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PERSPECTIVAS

Se planea continuar y avanzar en este estudio en el marco de una Tesis de Maestría, ya que en 

este  trabajo  sólo  se  realizó  un  análisis  cualitativo  y  sería  fundamental  contar  con  datos 

cuantitativos. Para ello se tomará un nuevo testigo de la Laguna Blanca y se extraerán muestras de 

diferentes  profundidades  para  realizar  perfiles  de  materia  orgánica  y  clorofila,  analizar  la 

diversidad microbiana y detectar la presencia de cianobacterias tóxicas en los distintos estratos. El 

objetivo de esta detección es poder trazar la presencia de cianobacterias tóxicas productoras de 

floraciones en el pasado. La técnica que se va a emplear para la cuantificación será PCR en tiempo 

real. Para la cuantificación relativa de  C. raciborskii  se emplearía el gen  sxtU involucrado en la 

síntesis  de  la saxitoxina.  El  conocimiento del  momento de aparición de cianobacterias  tóxicas 

como C. raciborskii en la Laguna Blanca servirá como punto de partida para evaluar las condiciones 

que  han  llevado  a  su  proliferación  en  el  pasado  y  compararlas  con  las  presentes.  Así  se 

reconstruirá con  mayor precisión la historia de la laguna y la información generada se podrá  

emplear como  herramienta para la evaluación y monitoreo de la misma.           
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ANEXO

Material para la extracción de ADN

- Solución buffer de extracción

Se prepararon 100ml conteniendo:  

 100mM Tris-HCl (pH 8.0)

 100mM EDTA (pH 8.0)

 100mM Na-Fosfao (pH 8.0)

 1.5 M NaCl

 1% CTAB (bromuro de hexadeciltrimetilamonio) 

La solución se autoclavó por 15min a 1atm y se guardó a temperatura ambiente.

Materiales para los métodos de   fingerprinting  

- Solución stock de acrilamida 40% 

Se prepararon 100ml conteniendo:  

38,93g de acrilamida  

1,07g de bisacrilamida

La acrialamida se disolvió en 30ml de agua miliQ,  lentamente y empleando agitación se agregó la 

bisacrilamida,  se completó el volumen con agua miliQ. Por último se filtró la solución por una 

membrana Millipore de 0,45 µm de tamaño de poro.

- Buffer TAE 50X

Se prepararon 250ml conteniendo:  

60,5g de Tris Base

14,28ml de ácido acético glacial

20ml de solución EDTA 0,5M a pH 8

El Tris base de disolvió en agitación en 150ml de agua miliQ, luego se agregó el ácido acético  
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glacial y luego el EDTA. Se completó el volumen con agua miliQ y se lleva a un pH final de 9.

-Solución acrilamida 6%

Se prepararon 100ml conteniendo:  

15ml de acrilamida 40%

2ml de TAE 50X

Se completó un volumen de 100ml con agua miliQ y la solución se filtró en membrana Millipore 

0.45μm. 

- APS 10% 

0,1g de persulfato de amonio se diluyó en 1ml de agua miliQ.

- Solución 0% desnaturalizante (6% acrilamida)

Se preparó 100ml utilizando:

15 ml de acrilamida 40% 

2ml de buffer TAE 50X

Se completó el volumen con agua miliQ y  se filtró en membrana Millipore 0.45μm de tamaño de 

poro.

- Solución 70% desnaturalizante (6% acrilamida) 

Se preparó 100ml utilizando:

15 ml de acrilamida 40%

2ml de buffer TAE 50X

28ml de formamida

29,4g de urea

Se completó el volumen con agua miliQ y se filtró en membrana Millipore 0.45μm de tamaño de 

poro.

-  Solución 40% desnaturalizante (6% acrilamida)

Se prepararon  9ml  de la  solución  mezclando 5,1ml  de solución  0% desnaturalizante  y  3,9  de 

solución 70% desnaturalizante. 
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- Colorante

Se prepararon 10ml conteniendo:  

0,05g de azul de bromofenol  

0.05g xilencianol 

Se diluyó en 10ml de Buffer TAE 1X

- SYBR green

Se prepararon 20ml utilizando:   

2μl de SYBR green 10000X

20ml de buffer TAE 1X 

Material para Clonación

- Medio de cultivo liquido “Luria Bertani” (LB).  

Para un 100ml de LB:

1g - Triptona 

0,5g - Extracto de levadura 

0,5g - NaCl

Se disolvió en 100ml de agua destilada. Se autoclavó por 15 min a 1 atm. 

- Medio de cultivo sólido LB-Agar.  

Para un 100ml de LB:

1g - Triptona 

0,5g - Extracto de levadura 

0,5g – NaCl

1,5g - Agar

- Solución stock de X-gal (5-bromo 4-cloro 3-indolyl β-D galactósido) 50mg/ml. 100mg de X-gal se 

disuelven en 2ml de dimetilformamida. Debe ser protegido de la luz y almacenado a -20oC. 

- Solución stock de apmicilina 100mg/ml. Se prepara en agua miliQ y se guarda a -20oC.
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Preparación de placas

Se agregaron 150μl de la solución stock de amplicilina al medio LB-Agar en estado líquido a una 

temperatura aproximadamente 50oC. Se colocaron 20mL del medio con antibiótico por placa de 

Petri en condiciones de esterilidad. Una vez solidificado el agar se plaquearon 20ul de solución 

stock de X-gal. Las placas se almacenaron a 4oC. 

Figura 1

62

Figura 1: Mapa del plásmido pGEM-T-Easy Vector (Promega). En el mismo se indican diferentes punto de referencia 
de la secuencia, como ser el sitio de iniciación de la transcripción de la ARN polimerasa del fago T7 (posición 1 en la 
secuencia del plásmido), la región de clonado múltiple (posición 10 a 128) en la que se indican las posiciones de los 

sitios de reconocimiento para distintas enzimas de restricción, el promotor de la ARN polimerasa de SP6 (de -17 a +3,  
posición 139 a 158), el sitio de iniciación de la transcripción de la ARN polimerasa de SP6 (posición 141), el codón de 
iniciación de lac Z (posición 180), el operador lac (posición 200 a 216),  región codificante de la β-lactamasa (posición 

1337 a 2197), región del fago F1 (posición 2380 a 2835) secuencias del operón lac (posición 2836 a 2996 y 166 a 
395),el promotor de la ARN polimerasa de T7 (de -17 a +3, posición 2999 a 3), el origen de replicación (ori) y el gen 

que confiere resistencia a la ampicilina (Ampr).


