
  

 

Aplicaciones de las técnicas de ADN 
ambiental al estudio y conservación de los 

recursos naturales   
Amador Huerta Vela y Alejandro Centeno-Cuadros. 

Resumen— El ADN ambiental (environmental DNA, eDNA) es una metodología para analizar el material genético liberado por 

individuos que han transitado o habitan en el medio muestreado con el objetivo de identificar las especies a las que pertenece 

dicho material. El tipo de muestreo es no invasivo y permite analizar varios taxones simultáneamente partiendo de una misma 

muestra. Esta técnica, por lo general, identifica un mayor número de taxones y con menores tasas de error que las técnicas no 

moleculares. Desde la aparición de los secuenciadores masivos, el número de estudios relacionados con el eDNA ha 

aumentado exponencialmente debido a la relativa facilidad y abaratamiento de los costes asociados a la secuenciación. Las 

aplicaciones del eDNA siguen en aumento y diversificándose a través de diversas áreas de conocimiento asociadas a las 

Ciencias de la Vida. Este trabajo cuantifica y describe la influencia que ha tenido el eDNA en el estudio y conservación de la 

biodiversidad, prestando especial interés al estudio de ecosistemas antiguos, las interacciones planta-polinizador, el análisis de 

las dietas, la detección de especies invasoras, las respuestas a la contaminación o el análisis de la calidad del aire.  

Palabras Claves— Muestreos no invasivos, New Generation Sequencing, Secuenciación Masiva, barcoding, metabarcoding. 

——————————      —————————— 

1. INTRODUCCIÓN

l ser humano ha tratado siempre de entender el mo-
vimiento de los organismos en la naturaleza para 
poder antecederse a ellos y mejorar la gestión de los 

recursos naturales. Hoy día, además, dicha gestión debe 
de ir estrechamente ligada a la conservación de la bio-
diversidad. El estudio de la biodiversidad y el movi-
miento de los organismos se han realizado tradicio-
nalmente mediante muestreos en el campo. En ellos se 
captura y marca a los individuos para posteriormente 
liberarles, con el objetivo de recapturarles e identificarles 
en base a su marcaje. Esta metodología ha contribuido 
notablemente a la Ecología del Movimiento [1], pues la 
comparación entre las localidades de captura y posterio-
res recapturas identifica los movimientos de los indivi-
duos. Sin embargo, las tasas de captura y proporción de 
individuos capturados en relación al total de la población 
utilizando este tipo de muestreos no siempre es suficiente 
para realizar estudios demográficos, especialmente en 
especies esquivas [2] o por problemas metodológicos [3]. 
El radiomarcaje, es decir, el seguimiento de los individuos 
mediante sistemas de posicionamiento global (GPS) des-
cribe con detalle los movimientos de los individuos, pero 
puede amenazar la supervivencia de las especies por la 
propia captura y manejo de los individuos (e.g. [4]). 

La aplicación de las técnicas genéticas al estudio de la 
biodiversidad ha contribuido enormemente al estudio de 
la fauna y flora silvestres. La caracterización y cuantifica-
ción de la biodiversidad vivió un fuerte impulso desde la 
creación del proyecto Barcoding of life [5] y The Consor-
tium for the Barcode of Life (CBOL). Este proyecto plan-

tea como objetivo identificar toda la biodiversidad me-
diante el uso de pequeñas secuencias de ADN estandari-
zadas, utilizando el CBOL como red logística. Desde en-
tonces se han unido más de 200 organizaciones de 50 paí-
ses diferentes al CBOL e impulsó The Barcode of Life Da-
ta System (BOLD) para ayudar a la adquisición, almace-
namiento, análisis y publicación de todos los datos mole-
culares enmarcados dentro del CBOL (los llamados “có-
digos de barras”) [6]. 

Gracias a los proyectos CBOL y BOLD existe hoy día 
información molecular disponible para identificar a cien-
tos de miles de taxones, aunque aún queda mucho ca-
mino por recorrer. Una de las mayores dificultades a las 
que se enfrentaron en este proyecto era la puesta a punto 
de una metodología que permitiese identificar cualquier 
traza de material genético que se encontrara en una mues-
tra de tierra, agua o aire. Hoy día, existe un conjunto de 
técnicas de muestreo genético que permiten identificar a 
los organismos que estén o hayan estado en contacto con 
la muestra a analizar. Tal ha sido su auge e impacto que 
se acuñó el término “ADN ambiental” (environmental 
DNA o eDNA) para definirlas y hasta existe ya una revis-
ta especializada en este tipo de metodologías (Environ-
mental DNA, editorial Wiley). Las técnicas de eDNA di-
rigidas a cumplir los objetivos de CBOL permiten identi-
ficar y monitorizar la biodiversidad presente en una 
muestra cogida en el medio ambiente, permitiendo ahora 
con mayor probabilidad y eficiencia trabajar con especies 
poco abundantes, esquivas y/o en peligro de extinción 
[7]. Debido a su relevancia y aplicabilidad, así como al 
amplio abanico de áreas de conocimiento donde se utiliza 
el eDNA, este trabajo se centra en resumir las metodolo-
gías, aplicaciones y perspectivas de futuro del eDNA 
prestando especial atención a aquellas relacionadas con el 
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estudio y conservación de los recursos naturales para fi-
nalmente cuantificar mediante análisis bibliométricos los 
trabajos que se han publicado hasta la fecha que hayan 
basado sus resultados en eDNA. 

2. TÉCNICA Y ASPECTOS METODOLÓGICOS 
El ADN ambiental es una técnica para la obtención de 
material genético proveniente del medio (ya sea suelo, 
agua o aire) para el estudio de las especies o poblaciones 
que habitan o han habitado en él [8], [9]. El término co-
menzó a utilizarse a principios de siglo a raíz de unas 
publicaciones en el área de Microbiología centradas en 
genómica de microorganismos no cultivados [10] y en la 
clonación del metagenoma del suelo [11]. Desde entonces 
el número de trabajos publicados que utilizan esta técnica 
ha aumentado exponencialmente (ver “Bibliometría) y 
siguen surgiendo nuevas aplicaciones. 
Las técnicas de eDNA se encuentran estrechamente rela-
cionadas con las metodologías para la identificación de 
especies mediante marcadores moleculares. Estas últimas 
pueden clasificarse en función de si se identifica una o 
varias especies simultáneamente (barcoding y metabarco-
ding, respectivamente) y el marcador molecular a utilizar 
dependerá del nivel taxonómico al que se quiera llegar en 
la identificación (Figura 1). Por tanto, el término eDNA 
metabarcoding se utiliza para el conjunto de técnicas mole-
culares que se utilizan para analizar muestras medioam-
bientales en las cuales se tiende a identificar varios espe-
címenes simultáneamente, pero cuya identificación suele 
llegar hasta niveles taxonómicos de género. Para tal fin se 
utilizan marcadores específicos (marcadores diseñados 
para un sistema de estudio determinado) ya que los con-
siderados como genéricos (generalmente analizados y 
propuestos por el CBOL) suelen tener menor éxito de 
amplificación y, por tanto, plantean problemas técnicos 
en la secuenciación del material genético [8]. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Figura 1. Terminología sugerida para la identificación taxonómica en 
función de los marcadores moleculares utilizados, el nivel de identi-
ficación y la complejidad del ADN extraído. Figura adaptada de [8]. 

La probabilidad de éxito del eDNA (entendida como la 
identificación de los especímenes presentes en la muestra 
original) aumentará siempre que se minimice la degrada-
ción del ADN desde la recolección de las muestras hasta 
el análisis de las mismas en el laboratorio. A continua-
ción, se describen los aspectos clave en la conservación 
del ADN. 

2.1. Muestreo 
Una de las principales ventajas del eDNA es que las 
muestras se obtienen directamente del medio, sin nece-
sidad de observarse a primera vista material biológico. 
Pueden recolectarse del suelo, agua o aire debido a la 
premisa de que todos los organismos se desprenden en 
algún momento de material genético a través de células 
epiteliales, excreciones, pelo, etc (Figura 2). Por ejemplo, 
se puede obtener el ADN localizado en muestras de sue-
lo o agua siempre y cuando contengan restos biológicos 
tales como orina [12], heces [13], piel o cabello [14], ho-
jarasca o los exudados de las raíces [15]. El eDNA forma 
parte de los denominados muestreos no invasivos, que 
son aquellos en los que no se interacciona directamente 
con la especie a analizar para recolectar la muestra [16]. 
La principal diferencia entre el eDNA con los muestreos 
no invasivos convencionales es que en el eDNA existe la 
incertidumbre sobre si existe material genético o no en la 
muestra recogida mientras que en el resto de muestreos 
no invasivos siempre se espera recoger algo de material 
genético aunque sea en concentraciones mínimas o de-
gradado. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

Figura 2. Monitorización de la biodiversidad a través de eDNA meta-
barcoding en diferentes sustratos. Las tonalidades rojas para am-
bientes marinos, las verdes para estuarios, las naranjas para siste-
mas de agua dulce y las moradas para terrestres. Figura modificada 
a partir de [9]. 

2.2. Conservación del material. 
Existe una gran importancia en la conservación que haya 
tenido el material biológico (y, por tanto, el material gené-
tico) desde su liberación en el medio hasta que se recoge 
la muestra. Todo material orgánico se degrada paulati-
namente, pero dependiendo de las condiciones de alma-
cenamiento esta degradación será mayor o menor. Los 
parámetros que mayor repercusión tienen en la conserva-
ción del ADN son el tiempo y la temperatura a la que se 
conserva el material. 
 

2.2.1. Tiempo 
Existen dos etapas clave para la conservación de las 

muestras. El tiempo que transcurre desde que se libera la 

7



 

 

muestra al medio hasta que es recolectada (primera etapa) 
varía según las condiciones físico-químicas del medio. Así 
por ejemplo, en aguas templadas las muestras pueden 
conservar el ADN durante semanas, frente a los miles de 
años en permafrost seco y frío [17]. Por esta razón, la téc-
nica se ha utilizado en varias ocasiones para analizar dife-
rentes grupos taxonómicos de ADN antiguo, logrando 
obtener material genético [18]. La conservación y trans-
porte de las muestras una vez colectadas (segunda etapa) 
cobran especial importancia para la aplicación de las téc-
nicas de eDNA, ya que la cantidad y calidad del material 
genético en las muestras (dependiendo del sustrato) suele 
ser menor que el disponible en el material biológico colec-
tado directamente de los individuos. Un método de con-
servación no apropiado para el tipo de muestra a anali-
zar, por tanto, podría causar una pérdida importante del 
ADN molde para seguir adelante con el muestreo genéti-
co. Existen hoy día numerosas metodologías para tratar 
de maximizar el rendimiento y calidad del ADN extraído 
que se deberán escoger con cautela en función del sustra-
to donde se haya realizado el muestreo (e.g. filtrado de 
muestras de aguas y/o aire y conservación en condicio-
nes de luz, humedad y temperatura controladas). Las 
muestras obtenidas se pueden almacenar durante largos 
periodos de tiempo a baja temperatura, obteniendo como 
resultado un banco de muestras al que acceder cuando se 
quiera para volver a analizarlo [19]. 
 

2.2.2. Temperatura 
Dependiendo de la naturaleza de la muestra, se puede 
recomendar la preparación para su almacenamiento en 
congeladores desde el momento en que las mismas sean 
colectadas. El protocolo de almacenamiento generalmente 
propuesto consiste en almacenar las muestras inmedia-
tamente a 4ºC y trasladarse a congeladores (-20ºC) antes 
de haber pasado 48 horas (si se van a analizar a corto pla-
zo) o a -80ºC para ser analizado a largo plazo [19]. Se ha 
demostrado recientemente que las muestras de agua se 
podrían conservar a temperatura ambiente hasta 14 días 
antes de la degradación del ADN que impida su extrac-
ción y caracterización [20].  
Existen dos protocolos para envíos que no tarden más de 
tres días de muestras que se vayan analizar en otro labo-
ratorio. Por un lado, si las muestras se congelaron o liofi-
lizaron se deben mantener en los congeladores a -20ºC 
con el hielo seco que se utilizará para enviar hasta su des-
tino. Por otro lado, las muestras conservadas en etanol al 
75% se pueden mantener a temperatura ambiente [21]. Sin 
embargo, para determinados tipos de muestras (e.g. heces 
o determinados tipos de agua) [22] se recomienda no rea-
lizar la extracción de ADN nada más recolectarlas, sino 
almacenarlas por diferentes métodos de enfriamiento, 
secado [23] (pero ver Hartb, Bainarda, & Klironomosb 
(2010) como excepción para ADN fúngico), liofilización o 
adición de conservantes para posteriores análisis [19]. 
 

2.3. Análisis de las muestras 
En función de la naturaleza de la muestra puede ser nece-

sario realizar un preprocesamiento antes de la extracción 
del ADN para mejorar la calidad de secuenciación [25]. 
Lear et al., (2018) recomiendan para estos preprocesa-
mientos el uso de kits Qiagen DNeasy PowerSoil y Po-
werMax para la extracción de ADN de suelo, sedimento, 
heces y hojarascas, DNeasy PowerSoil para la extracción 
de ADN del tejido vegetal, DNeasy Blood y Tissue para la 
extracción en tejido animal en general y DNeasy Power-
Soil para macroorganismos de agua y hielo. 
Los estudios de eDNA pueden centrarse en una o varias 
especies (Figura 1), para lo cual se utilizan cebadores es-
pecíficos o genéricos, respectivamente [17]. Los cebadores 
utilizados deben de tener una longitud en pares de bases 
lo suficientemente corta para poder unirse a fragmentos 
degradados de ADN que idealmente sean idénticas pero 
variables entre especies [26]. Para los trabajos de eDNA 
metabarcoding, por tanto, se recomienda i) multiplexar los 
cebadores (es decir, combinar varias parejas de cebadores 
en una misma reacción), ii) que los organismos que se 
intente identificar sean recíprocamente monofiléticos y, 
en la medida de lo posible, iii) que coincidan con las bases 
de datos existentes para los grupos taxonómicos que se 
quieran estudiar [27]. 

3. ADN AMBIENTAL EN LA ERA DE LA 

GENÓMICA 
El avance de las tecnologías de secuenciación automá-

tica junto a la creciente necesidad de secuenciación masi-
va que minimice los tiempos y costes promovió el desa-
rrollo de la denominada secuenciación masiva (New Gene-
ration Sequencing, NGS) [8]. Las técnicas NGS son un con-
junto de técnicas de secuenciación genética de alto rendi-
miento que permiten secuenciar de forma rápida secuen-
cias largas (Mb) del genoma y en paralelo (es decir, varias 
muestras simultáneamente). Con NGS se obtienen dece-
nas de miles de pares de bases reduciendo a unas cuantas 
horas el tiempo que hasta hace pocos años requeriría me-
ses de trabajo [28]. Por tanto, NGS ofrece un salto cualita-
tivo y cuantitativo del rendimiento adquirido con las téc-
nicas de secuenciación previas. Los secuenciadores NGS 
redujeron el tiempo empleado y aumentaron la longitud 
de los fragmentos secuenciados, todo ello a costes más 
reducidos (pasando de 10$ por nucleótido en 1990 utili-
zando secuenciación automática de Sanger a 0,01$ utili-
zando secuenciadores NGS en 2005), aumentando de este 
modo el rendimiento. 

4. APLICACIONES DEL ADN AMBIENTAL 
El número de estudios relacionados con el ADN am-

biental creció de manera exponencial a partir de 2012, 
fundamentalmente por el desarrollo de las técnicas de 
secuenciación masiva y la competencia en el mercado de 
las distintas plataformas de secuenciación. Una conse-
cuencia directa fue el aumento exponencial (ver Bibliome-
tría) del número de aplicaciones de esta técnica a diversas 
disciplinas dentro de las Ciencias de la Vida. Todas tienen 
en común la misma finalidad (identificar especies o cono-
cer sus hábitos –e.g. dieta-) y las difiere el contexto y apli-
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cación de la metodología. Por ejemplo, una muestra de 
excremento se puede utilizar para identificar la dieta del 
animal que la defecó (análisis de dieta) o para identificar 
al propio animal que la defecó. En este último caso, la 
identificación taxonómica puede servir para contribuir a 
la conservación de unas especies [29], [30] o, por el con-
trario, para evitar en la medida de lo posible el estableci-
miento de otras no deseadas (e.g. especies invasoras). Con 
la información recogida se puede describir y analizar la 
distribución y diversidad de especies y comunidades [31] 
o identificar organismos que estén o hayan estado de 
tránsito y que pasen desapercibidos con las técnicas de 
muestreo tradicionales [19]. A continuación, se detallan 
algunas de las principales aplicaciones del eDNA trans-
versales a las diferentes áreas dentro de las Ciencias de la 
Vida. 

 

4.1. Ecosistemas antiguos 
Conocer cómo fueron los ecosistemas en tiempos pasados 
y compararlos con los actuales resulta de utilidad para la 
gestión y conservación de la biodiversidad. Estas aplica-
ciones  cobran especial interés en el marco de un mundo 
afectado por el cambio global y la amenaza de introduc-
ción de especies invasoras  [9]. Por ejemplo, se pudo re-
construir la historia florística local en torno a un lago ana-
lizando el ADN sedimentario [32]. Francesco Ficetola y 
compañeros estudiaron [33] el impacto de una especie 
invasora animal (el conejo europeo) sobre las comunida-
des de plantas en las Islas Kerguelen (un remoto archipié-
lago subantártico). En este estudio, los autores monitori-
zaron el deterioro de las comunidades vegetales desde el 
momento en que trazas del ADN de una especie de cone-
jo invasor comenzó a detectarse mediante muestreos y 
técnicas de eDNA. El eDNA también es útil para el análi-
sis de la evolución en el tiempo de la dinámica ecológica 
en poblaciones, comunidades o ecosistemas [34]. 
En general, se recomienda la combinación de técnicas de 
metabarcoding junto a las de eDNA para minimizar errores 
asociados a ambas metodologías en el estudio y recons-
trucciones de ecosistemas antiguos [35], [36], puesto que 
el tiempo y las diferencias climáticas provocan un aumen-
to en la degradación del ADN.  

 

4.2. Interacción planta-polinizador 
Las especies polinizadoras son esenciales para la conti-
nuidad de la vida humana y su diversidad se está viendo 
reducida notablemente en las últimas décadas [9]. La 
aplicación de eDNA al estudio de las interacciones plan-
ta-polinizador ha contribuido a la conservación de ambos 
mutualistas, siendo el estudio del polen transportado por 
los polinizadores mediante eDNA la mayor contribución 
a esta aplicación. Las metodologías anteriores requieren 
de grandes inversiones de tiempo y esfuerzo debido a que 
se basaban en observaciones directas en el campo, ade-
más de requerir una gran formación y experiencia en 
identificación taxonómica de plantas a través del polen 
recolectado [9]. 
Un estudio comparativo entre los métodos tradicionales y 

el metabarcoding  concluyó que la aplicación del eDNA 
para los taxones más abundantes no suponía una gran 
ventaja, puesto que la coincidencia en los resultados entre 
ambos métodos era del 92% [37]. La verdadera contribu-
ción del eDNA se observó al considerar los taxones con 
menor representación relativa, puesto que la coincidencia 
entre ambos métodos se redujo por debajo el 50%, encon-
trando especies en un método que el otro omitía. 

 

4.3. Análisis de dieta 
Las técnicas tradicionales para el análisis de la dieta se 
basan en la identificación de especies utilizando material 
alimenticio parcial o totalmente digerido. Estas metodo-
logías son especialmente complicadas en el estudio de 
dieta de especies raras, acuáticas o nocturnas (entre otros) 
debido a la dificultad de encontrar muestras de estas es-
pecies. [38]. Asimismo, la degradación parcial o total de 
los restos biológicos digeridos causa que la identificación 
de los mismos requiera de especialistas y, en numerosas 
ocasiones, sea imposible. La aplicación del metabarcoding 
al análisis de dieta se ha postulado como una técnica más 
fiable debido a la resolución taxonómica que se consigue 
a partir del material biológico obtenido en los restos de 
dietas [39]. Esta afirmación es más relevante aún en el 
estudio de herbívoros y depredadores donde la adición 
de un cebador especial de bloqueo a la PCR reduce la 
amplificación de ADN no diana. [40][41]. El eDNA permi-
te, además, identificar especies incluso sin necesidad de 
encontrar trazas de material genético de estas sino, por 
ejemplo, identificando parásitos de las especies depreda-
das en la muestra. [42] 
El eDNA no solo se ha utilizado para la caracterización de 
la dieta sino también para estudios relacionados con la 
ecología de la alimentación  y el control de la alimenta-
ción suplementaria [43]. Además, la aplicación de técnicas 
de eDNA han mostrado su eficacia en el análisis de la 
capacidad de carga de un ecosistema. Por ejemplo, utili-
zando técnicas de eDNA, se concluyó que el aumento en 
el número de individuos de una especie en un ecosistema 
determinado agotaba los recursos alimenticios y tenía 
consecuencias negativas para el equilibrio ecosistémico 
[42]. 
 

4.4. Detección de especies invasoras 
Las especies invasoras son aquellas que se encuentran 
fuera de su área de distribución natural y que pueden 
causar alteraciones en los ecosistemas. Se consideran, 
además, “exóticas” si han sido introducidas por el ser 
humano y suponen una de las mayores amenazas para los 
ecosistemas y biodiversidad [9]. Por ejemplo, las aguas de 
arrastre transportadas por grandes buques [44] fuerzan el 
movimiento de especies a regiones donde no se encontra-
ban de forma natural, causando alteraciones de las inter-
acciones ecológicas (especies acuáticas invasoras). Se 
realizó un muestreo en barco desde el Mar del Norte has-
ta los trópicos y analizaron las aguas de lastre en su viaje 
descubriendo que sí se transportaban especies que se con-
sideran invasivas en sus áreas de introducción [45]. Ese 
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mismo año, se publicaron dos artículos donde se compa-
raban las técnicas tradicionales (monitoreo de rutina y 
análisis morfológicos visuales) con el metabarcoding, este 
último consiguió identificar un mayor número de espe-
cies [46], [47]. 
Uno de los mayores problemas para la erradicación de 
estas especies acuáticas invasoras es la dificultad para 
identificarlas en estados larvarios y juvenil, por lo que 
pasan desapercibidas en las primeras fases de invasión y 
dificultan enormemente su erradicación cuando existen 
adultos reproductores. [48]. El eDNA ofrece una detec-
ción temprana, permite identificar ADN aun estando en 
un porcentaje inferior al 0.5% del total de la muestra [48], 
tiene la capacidad de detectar taxones diferentes simultá-
neamente y se puede utilizar tanto en aguas dulces como 
en aguas saladas. Pese a esto, se recomienda precaución a 
la hora de interpretar los resultados y especialmente al 
cuantificar la biodiversidad utilizando información de 
presencia/ausencia de las especies [49] [48]. En la identi-
ficación de especies invasoras mediante eDNA son fre-
cuentes los falsos positivos y negativos debido a la pre-
sencia de material genético de individuos muertos o erro-
res en la resolución taxonómica (relacionados con la espe-
cificidad de los cebadores), entre otros [50]. Los errores en 
la identificación de especies pueden tener consecuencias 
negativas tanto en la inversión económica (dinero mal 
invertido) como en la gestión de los ecosistemas (falsos 
negativos de especies invasoras suelen finalizar con una 
invasión que se podría haber evitado) [51], [52]. 

 

4.5. Respuesta a la contaminación. 
El eDNA también puede aplicarse al estudio de las res-
puestas del medio ambiente ante los cambios provocados 
por la contaminación. Se usa, además, para averiguar las 
probabilidades de una especie de sobrevivir o no a un 
contaminante y así obtener información sobre la gravedad 
del mismo [9]. Un claro ejemplo del efecto de los conta-
minantes sobre los ecosistemas y la biodiversidad es el 
efecto de las prospecciones petroleras sobre los ecosiste-
mas marinos. Gracias a los estudios que utilizan eDNA se 
concluyó que los metazoos son los más afectados por la 
contaminación derivada de la actividad petrolífera, ha-
llándose cambios en las estructuras de las comunidades 
existentes en el sedimento que rodea la plataforma, que 
incluían metazoos así como algunos taxones protistas 
[53]. 
Se ha observado, además, que existen bacterias que pue-
den utilizarse como bioindicadores, al sobrevivir en áreas 
expuestas a los hidrocarburos (que explotan como recurso 
trófico). La identificación de estas bacterias mediante 
eDNA permite categorizar el grado de contaminación de 
un área determinada [54]. Del mismo modo estudiaron 
las comunidades fúngicas y bacterianas de suelo de la 
rizosferas de sauces (Salix spp.) y del suelo de una anti-
gua planta petroquímica, obteniendo como resultado 
cambios drásticos en las comunidades fúngicas y una 
disminución de la diversidad bacteriana [55]. Los resi-
duos nucleares también son susceptibles de ser identifi-
cados e incluso cuantificados mediante eDNA. Así por 

ejemplo, utilizaron las comunidades microbianas para 
cuantificar el grado de contaminación por residuos nu-
cleares, y concluyeron, que estas comunidades microbia-
nas pueden ser usadas como marcadores ambientales 
para evaluar el impacto de los residuos nucleares [56].  
Otro ejemplo de la aplicación del eDNA para la evalua-
ción del impacto ambiental causado por las actividades 
humanas es su aplicación para el estudio de las zonas 
aledañas a las piscifactorías. Pawlowski y colaboradores 
demostraron que los foraminíferos son un sistema de es-
tudio óptimo para determinar el impacto de la acuicultu-
ra y otras actividades en el medio marino [57]. Entre otras 
conclusiones de su trabajo, mostraron que la riqueza es-
pecífica (i.e. el número de especies) disminuía cuanto más 
cerca de la piscifactoría se estimara dicho índice. Las co-
munidades bacterianas pueden ser también buenas indi-
cadoras del impacto producido por las piscifactorías, de-
bido a que la composición bacteriana está muy relaciona-
da con el enriquecimiento orgánico de la zona [58]. 
Los metales pesados destacan entre los contaminantes 
más agresivos y con mayor impacto ambiental. La micro-
biota del suelo es fundamental para su productividad y 
los efectos de la contaminación son determinantes para la 
estructura de estas comunidades. Azarbad y compañeros 
[59] estudiaron los efectos del zinc y plomo sobre la mi-
crobiota en un suelo contaminado y concluyeron que es-
tos metales pesados afectaban a la estructura, pero no a la 
variabilidad taxonómica o la composición de la comuni-
dad. El mercurio es otro de los metales más contaminan-
tes en los suelos. Sus efectos sobre la biodiversidad se han 
demostrado tanto en medios terrestres [60] como marinos 
[61], en estudios centrados en las comunidades de hongos 
y foraminíferos bentónicos (respectivamente). 

 

4.6. Análisis de la calidad del aire 
La contribución del eDNA en el campo de la biomedi-

cina ha sido especialmente notoria, puesto que las técni-
cas tradicionales son demasiado laboriosas y poco efi-
caces [62]. El análisis del aire se realiza tanto en am-
bientes naturales, como en ambientes cerrados (e.g. hospi-
tales) [63] y suele centrarse en la caracterización del mi-
crobioma, comunidades fúngicas y/o polen en suspen-
sión. El estudio del microbioma existente en el aire permi-
te evaluar sus posibles efectos sobre la salud humana y el 
medio ambiente. Relacionado con el ámbito de la salud 
pública está el estudio de la diversidad taxonómica de las 
comunidades fúngicas en el aire por sus efectos tóxicos 
y/o alergénicos [64]. Los estudios anteriores al eDNA se 
centraban en las propiedades físicas y químicas y la ma-
yoría de los datos existentes sobre las comunidades mi-
crobianas en el aire son a nivel familiar o de género y no 
dan información sobre sus potenciales alérgenos y pató-
genos. Por el contrario, con el eDNA sí se consigue identi-
ficar a nivel de especie. Al analizar el aire de Pekín duran-
te un evento de smog fotoquímico se logró identificar la 
mayoría de los taxones llegando a nivel de especie y de-
tectaron alérgenos y otros patógenos microbianos respira-
torios [65].  

El metabarcoding ha demostrado ser una herramienta 
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útil a la hora de identificar polen en el aire de muestras 
ambientales, por eso, Leontidou y colaboradores [66] 
propusieron un protocolo de preparación de muestras y 
extracción de ADN para el polen de muestreos de aire. 
Los autores concluyeron que el metabarcoding tiene una 
mayor resolución taxonómica incluso en muestras com-
plejas. 

 

4.7. Inconvenientes comunes para las aplicaciones 
Existen algunas conclusiones transversales a todas las 
aplicaciones anteriormente descritas. Por un lado, si bien 
se observa una mayor resolución taxonómica con respecto 
a las técnicas tradicionales [64], [67] se recomienda que se 
usen conjuntamente debido al sesgo en la identificación 
inherente a cada técnica [35] [68][69]. En general, este ses-
go suele deberse a que el eDNA identifica peor las molé-
culas encontradas en menor proporción debido al sesgo 
en la amplificación y secuenciación de ADN, problema 
que se está logrando solventar [48]. A modo de resumen, 
se puede afirmar que las aplicaciones del eDNA suelen 
verse limitadas por la propia generación de las bibliotecas 
genéticas, las tasas de degradación del ADN dependiendo 
de la especie y el sustrato muestreado y la contaminación 
de las muestras [9], [32], [70], [71] (Ver “Técnica y aspec-
tos metodológicos”). 

5. BIBLIOMETRÍA 
El análisis del impacto del eDNA en materias relacio-

nadas con los recursos naturales se realizó mediante un 
análisis bibliométrico de publicaciones en la base de datos 
Web Of Science (WoS) (www.webofknowledge.com). Da-
do que el número de publicaciones anteriores al año 1980 
suponen un escaso 1.1% y que estas publicaciones no tie-
nen una relación real con la técnica, se restringió la bús-
queda al periodo de tiempo comprendido desde 1980 has-
ta la actualidad. Con estas palabras clave se obtuvieron 
2867 publicaciones sin filtrar por el área de conocimiento 
(Figura 3). La extensión y aplicación del eDNA en el do-
minio de Ciencia y Tecnología queda constatado al obser-
varse un importante crecimiento exponencial a lo largo de 
esta última década, llegando a cuantificarse en un 308.9% 
el incremento del número de publicaciones en el periodo 
de 2014 a 2018. 

 
Figura 3. Publicaciones basadas en eDNA por años 

El eDNA se ha utilizado de manera similar en las seis 

áreas de conocimiento estudiadas (1958.14 ±119.87) (me-
dia ± desviación estándar), si bien destacan levemente las 
áreas de Biología (n= 2174) y Microbiología (n= 2070). Se 
seleccionaron las áreas de Biogeografía y Biodiversidad, 
Biología, Botánica, Cambio Climático, Ecología, Microbio-
logía y Zoología) ya que son disciplinas basadas en las 
ciencias experimentales y, como tal se basan en datos re-
cogidos de muestreos (Figura 4). Dado que en todas ellas 
se han descrito sesgos debido a errores de muestreo, es 
lógico, que sean también aquellas disciplinas que más 
hayan tratado de adaptar el eDNA a sus intereses. 

6. PERSPECTIVAS DE FUTURO 
Dado que la obtención de genomas está siendo cada vez 
factible y económico, los trabajos ahora se dirigen a re-
ducir las tasas de error de secuenciación, mejorar las téc-
nicas bioinformáticas que permitan ensamblar las secuen-
cias obtenidas y a las mejoras tecnológicas. Ya existen 
algunos de estos instrumentos como el “Biomeme two3” 
de la empresa “Biomeme, Inc.”, un dispositivo para PCR 
de mano con la capacidad de detectar hasta tres taxones 
diferentes [73] o secuenciadores masivos como los desa-
rrollados por la empresa británica “Oxford Nanopore” 
que ya ha comercializado “MinION”, un secuenciador 
masivo del tamaño de una memoria USB. 
La importancia de reducir el tamaño hasta poder utili-
zarlo como material portátil, que puedan detectar, am-
plificar e incluso secuenciar eDNA, resulta útil sobre todo 
en entornos remotos [74]. La reducción en el tamaño de 
los dispositivos permitiría realizar muestreos de eDNA 
de forma automática (como las boyas de muestreo de de-
rrames de petróleo), combinando la tecnología para 
transmitir datos en vivo con el proyecto de mapeo en 3D 
de la superficie de la Tierra. Esto, llevado a gran escala, 
permitirá realizar muestreos remotos a lugares inaccesi-
bles, como el Ártico o las profundidades de los océanos. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

Figura 4. Número de publicaciones y revisiones por área de conoci-
miento indexadas en WoS desde 1980 
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