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Resumen 

La familia Tabanidae está distribuida alrededor de casi todo el mundo y es conocida por incluir vectores 

de enfermedad humanas y animales, como la tripanosomiasis, lo que causa un gran impacto económico 

y social en la industria ganadera debido a daños directos en el animal como por las molestias posteriores 

que generan. El estudio se centró en mejorar la identificación de los insectos pertenecientes a esta familia 

para fortalecer y adaptar estrategias de control efectivas. Se utilizó una visualización con 

estereomicroscopio en conjunto con claves dicotómicas establecidas para Tabanidae. Posteriormente, se 

optimizó un protocolo de extracción de ácido desoxirribonucleico utilizando el kit Wizard de Promega 

diseñado para tejido animal de cola de ratón, con resultados que indican una pureza A260/A230 de 1.812 

± 0.113, pureza A260/A280 de 1.143 ± 0.391 y una concentración promedio de 756.93 microgramos por 

mililitro de ácido desoxirribonucleico. Se desarrolló un análisis utilizando técnicas moleculares para 

amplificar el gen ribosomal 28S en insectos, y se identificó la presencia de amplicones en los 10 

especímenes. Finalmente, se llevó a cabo una inferencia filogenética utilizando secuencias del gen 28S 

obtenidas de una base de datos. Este estudio ha permitido optimizar un protocolo completo de extracción 

de material genético y amplificación para la identificación de la familia Tabanidae, utilizando el marcador 

molecular 28S en muestras recolectadas en diversas regiones del Ecuador, incluyendo la costa, la sierra y 

el oriente, lo que contribuye significativamente al conocimiento y manejo de esta familia de insectos de 

importancia médica y agrícola.  

Palabras clave: Tabanidae, 28S, filogenia 

  



13 
 

 

Abstract 

The family Tabanidae is distributed throughout most of the world and is known to include vectors of 

human and animal diseases, such as trypanosomiasis, which causes a great economic and social impact 

on the livestock industry due to direct damage to the animal and subsequent discomfort. The study 

focused on improving the identification of insects belonging to this family to strengthen and adapt 

effective control strategies. Stereomicroscopic visualization was used in conjunction with established 

dichotomous keys for Tabanidae. Subsequently, a deoxyribonucleic acid extraction protocol was 

optimized using Promega's Wizard kit designed for mouse tail animal tissue, with results indicating 

A260/A230 purity of 1.812 ± 0.113, A260/A280 purity of 1.143 ± 0.391 an average concentration of 

756.93 micrograms per milliliter of deoxyribonucleic acid. Analysis using molecular techniques was 

developed to amplify the 28S gene in insects, and the presence of amplicons was identified in all 10 

specimens. Finally, phylogenetic inference was carried out using 28S gene sequences obtained from a 

database. This study has allowed us to optimize a complete protocol for the extraction of genetic 

material and amplification for the identification of the Tabanidae family, using the 28S molecular marker 

in samples collected in various regions of Ecuador, including the coast, the mountains and the east, 

which contributes significantly to the knowledge and management of this family of insects of medical 

and agricultural importance.  

 Key words: Tabanidae, 28S, phylogenetic 
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Capítulo I: Introducción 

Formulación del problema 

Los especímenes pertenecientes a la familia Tabanidae se encuentran en casi todo el mundo 

(García Más et al., 2009); los tábanos machos se alimentan de plantas o cuerpo de otros insectos (Ricci & 

Margaría, 2022) mientras que las hembras de todas las especies chupan sangre (Villacide, 2012), de 

manera que el impacto negativo de estos insectos chupadores de sangre sobre el ganado se ha visto 

relacionado con la hematofagia (Boonsaen et al., 2021), el comportamiento alimentario, el tamaño y la 

abundancia de los insectos (Desquesnes et al., 2022). Estos insectos se consideran una plaga para las 

personas y para el ganado por su mordedura dolorosa y persistente (Baldacchino et al., 2014).  

Se ha comprobado el impacto negativo significativo de las moscas hematófagas sobre la salud 

(Boonsaen et al., 2021), el aumento de peso, la eficiencia alimenticia del ganado de carne y el 

crecimiento del ganado (Taylor et al., 2012). Sin embargo, se deben tomar en cuenta también las 

consecuencias que tienen este tipo de plagas sobre las industrias relacionadas puesto que ha 

incrementado con el tiempo (Taylor et al., 2012) por ejemplo, el impacto económico en la producción 

ganadera de Estados Unidos en 1922 fue de $608 millones mientras que para 2012 fue de  $2,211 

millones (Taylor et al., 2012).  

En este sentido, los especímenes más importantes económicamente están dentro del orden 

Diptera, suborden Nematocera y Brachycera (Boonsaen et al., 2021) y, dentro de este último los 

tabánidos (Baldacchino et al., 2014; Boonsaen et al., 2021). Pese a que su dinámica poblacional cambia 

suelen mostrar un pico estacional de 3 a 5 meses convirtiéndose en un problema para el ganado 

(Desquesnes et al., 2022). 
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De modo que, la presente investigación se centra en la optimización de herramientas 

moleculares que permitan identificar los insectos de la familia Tabanidae y obtener una caracterización 

molecular a través de la secuenciación del gen 28S rRNA. 

Justificación del problema. 

Los dípteros se caracterizan por tener un solo par de alas puesto que sus alas posteriores se 

transformaron en unos órganos llamados halterios o balancines que les ayudan a mantener la 

estabilidad mientras vuelan (Carles-Tolra, 2015). Los tábanos son insectos del orden Diptera suborden 

Brachycera, que varían en color, según las marcas en el cuerpo y el tamaño que puede ir entre 9 y 33 

mm (Foil & Hogsette, 1994). 

A nivel nacional, revisiones acerca de la fauna ecuatoriana de tabánidos registran 198 especies 

con 2 subespecies y 5 variedades pertenecientes a 33 géneros, 5 tribus y 3 subfamilias de las cuales el 

2.1% serían endémicas de Ecuador (Cárdenas et al., 2009). En 2021, se descubrió una nueva especie de 

tábano denominada Acanthocera buestani en Napo, Ecuador (Pazmiño-Palomino et al., 2021).  

Al considerarse una plaga difícil de controlar sobre todo por su ciclo de vida, se han establecido 

algunas estrategias como utilizar repelentes, manipular los hábitats de las larvas o trampas permanentes 

(Foil & Hogsette, 1994). Los tábanos son activos principalmente en las estaciones calurosas, cuando la 

humedad relativa y la temperatura son altas (García Más et al., 2009; Salamanca-Carreño et al., 2020). 

Se ha reportado su papel en  la transmisión de al menos 35 enfermedades animales  (Baldacchino et al., 

2014; Krinsky, 1976; Lucas et al., 2020; Service, 2012). La tripanosomiasis se caracteriza por su presencia 

en zonas tropicales donde existen vectores como los tábanos relacionados con la infestación vía bucal 

en bovinos (García Pincay, 2017). 

Para valorar a los tábanos como plagas, el primer paso es mejorar las técnicas de identificación 

disponibles (Davis, 2019). Al momento, la identificación de tábanos se basa en el análisis de la 
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morfología (Croof et al., 2017; Mugasa et al., 2018) lo que implica habilidades y conocimientos 

taxonómicos especializados. Algunas especies de tábanos se identifican de manera errónea ya que son 

morfológicamente similares (Changbunjong et al., 2018). 

Al ser parásitos hematófagos, su correcta identificación es clave en la determinación del rol que 

tienen en la transmisión de enfermedades como en el desarrollo de estrategias de control y manejo de 

los mismos (Changbunjong et al., 2021). El control de los tabánidos es difícil, ya que en una zona 

determinada existen múltiples especies con diferentes ocurrencias estacionales y características 

biológicas (Croof et al., 2017). Es aquí donde toman relevancia los métodos moleculares que se 

consideran rápidos y precisos para ser utilizados en insectos (Changbunjong et al., 2018). 

La identificación utilizando ADN como el barcoding ya se ha utilizado para algunos especímenes 

de Tabanus spp.(Banerjee et al., 2015; Krčmar et al., 2022), a excepción de T. striatus (Changbunjong 

et al., 2018), ya se han desarrollado bases de datos con ADN barcoding para especies del género 

Tabanus y modelos de distribución (Davis, 2019). 
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Hipótesis 

El marcador molecular 28s es útil para la identificación de insectos de la familia Tabanidae. 

Objetivos 

Objetivo general 

Optimizar las herramientas moleculares para la identificación de insectos de la familia Tabanidae 

del marcador molecular 28S. 

Objetivos específicos 

●       Determinar las condiciones óptimas para la extracción de ADN evaluando diferentes protocolos 

para la identificación de insectos de la familia Tabanidae. 

●       Establecer el protocolo de PCR Barcoding para insectos de la familia Tabanidae utilizando la 

región parcial 28S. 

●       Inferir la filogenia de la familia Tabanidae con las secuencias del gen parcial 28S disponibles en 

bases de datos para contrastar con la información de especies ya descritas. 
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Capítulo II: Revisión de literatura 

Tabanidae 

Tabanidae es una familia de dípteros, también llamados tábanos elefante, tábanos búfalo, 

tábanos alce, tábanos ciervo o tábanos cabeza verde, conformada por moscas con hábitos de succión de 

sangre que representan una importancia médica veterinaria (Chainey, 1993). A nivel mundial se incluyen 

alrededor de 4000 especies descritas. Estas especies se encuentran en casi todos los continentes a 

excepción de la Antártida colonizando incluso islas remotas como las Galápagos o el archipiélago de 

Melanesia (Mullens, 2019). Además, presentan mayor diversidad en las zonas tropicales (Croof et al., 

2017). 

Los tabánidos presentan un tamaño entre 6-30 mm de longitud (Berenger & Parola, 2017), 

suelen ser robustas y de constitución pesada (figura 1). Las moscas picadoras más grandes presentan 

una envergadura alar de 65 mm (Service, 2012). En cuanto a la coloración puede variar entre marrón 

oscuro o negro hasta marrón rojizo más claro, amarillo o verdoso (Berenger & Parola, 2017; Service, 

2012).  

Figura 1 

Mosca del caballo (Tabanus trimaculatus) 

 

Nota. La gráfica muestra la vista dorsal de un espécimen hembra adulta de Tabanus trimaculatus. 

Tomado de: B. A. Mullens, 2019.  

Su cabeza es grande y se describe como semicircular o semilunar (Service, 2012). La cabeza 

presenta un par de ojos compuestos que, cuando están vivas, son  iridiscentes en tonos verdes, 
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amarillos, naranjas y violetas (Mullens, 2019; Service, 2012), dispuestos en bandas, zigzags o manchas 

(figura 2) (Service, 2012).  

Figura 2 

Morfología de la cabeza de la mosca del caballo, Tabanus sp. 

 

Nota. La figura muestra la morfología de la cabeza y las antenas de la mosca del caballo, Tabanus sp., 

señalando caracteres taxonómicos importantes. Tomado de: B. A. Mullens, 2019. 

Los especímenes de esta familia presentan características distintivas como: antenas en forma de 

hoz con el tercer segmento anulado, empodio pulvilliforme y la cuarta y quinta venas radiales que 

terminan a los costados del ala (figura 3) (Banerjee et al., 2017). 

Figura 3 

Empodio pulviliforme 

 

Nota. Estructura del empodio pulviliforme característica de la familia Tabanidae. Tomado de: R. G. 

Beutel & S. N. Gorb, 2001. 
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Las hembras de la mayoría de las especies de Tabanidae atacan a mamíferos, principalmente 

équidos (Caro et al., 2019), bóvidos (Perich et al., 1986) y humanos (Mullens, 2019). Suelen ser 

selectivos al momento del ataque a ciertas regiones corporales específicas de sus hospedadores y se 

pueden sentir atraídos por el color y la forma (Mullens, 2019), principalmente por colores contrastados 

y objetos tridimensionales oscuros (Mullens, 2019). 

Son dípteros hematófagos que al ser vectores mecánicos de patógenos disminuyen la 

producción ganadera. Las pérdidas económicas (Boonsaen et al., 2021; Lucas et al., 2020) se deben a la 

irritación, estrés y pérdida de sangre principalmente en bovinos o equinos. El tamaño de su cavidad 

bucal les permite causar mordeduras dolorosas en los animales afectando la producción (Barbet, 2014) 

al impedir que los animales coman, lo que reduce la tasa de crecimiento (Perich et al., 1986), el aumento 

de peso (Lucas et al., 2020) y la producción de leche (CABI, 2019). 

La mordedura puede predisponer a otras infecciones que llevaría a pérdidas en la calidad de la 

piel (Mugasa et al., 2018). Son conocidos por ser importantes vectores mecánicos de virus, bacterias, 

protozoos, helmintos (Baldacchino et al., 2014; Birhanu, 2020; Mugasa et al., 2018; Mullens, 2019) y de 

patógenos animales importantes como la anaplasmosis (Hawkins et al., 1982) y la anemia infecciosa 

equina (Foil et al., 1983), el carbunco o la tripanosomiasis (Chainey, 1993). En cuanto a enfermedades 

humanas asociadas a tábanos se sabe que pueden transmitir la loiasis (Cheke et al., 2003) y la tularemia 

(Petersen et al., 2009). La transmisión de estos patógenos se produce por especies de tábanos de los 

géneros Tabanus, Haematopota y Chrysops (Mullens, 2019). 

Ciclo de vida 

Tabanidae tiene un ciclo de cuatro etapas: huevo, larva, pupa y adulto.  

https://www.zotero.org/google-docs/?cnjQxB
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Huevo 

Los estadíos inmaduros pueden hallarse en lugares húmedos como arroyos (Banerjee et al., 

2017) o en regiones arbustivas cercanas como los tallos de plantas emergentes alrededor de los 

humedales y en el envés de las hojas (figura 4) (Hill & MacDonald, 2019; Wallace, 2009). 

Los tábanos colocan una masa de entre 100 y 800 huevos en superficies verticales (Jones & 

Anthony, 1964). Los huevos presentan una forma cilíndrica y cónica a los extremos, miden de 1 a 2.7 

mm y pueden presentar colores blancos, amarillentos, verdes, marrón rojizo o negro según la especie 

(Banerjee et al., 2017).  

Figura 4 

Masa de huevos de la mosca del venado, Chrysops sp. 

 

Nota. Masa de huevos de la mosca del venado, Chrysops sp., después del oscurecimiento. Tomado de: 

Squitier, 2021. 

Larva 

Los estadios larvarios son encontrados en una gran variedad de hábitats acuáticos (Sarwar, 

2020), tales como: pequeños riachuelos, estuarios (Courtney & Merritt, 2009), estanques (Lane, 1976) 

aunque también pueden encontrarse en otros hábitats como material vegetal en descomposición (Hill & 

MacDonald, 2019). La duración del estado larvario puede ser hasta de un año. En este período se 

alimentan de pequeños moluscos y detritus (Gray, 2008(Carvajal López, 2002) así como de pequeños 

animales de estructura blanda como larvas de insectos o gusanos (Hill & MacDonald, 2019).  

https://www.zotero.org/google-docs/?jknMPk
https://www.zotero.org/google-docs/?7aSktU
https://www.zotero.org/google-docs/?7aSktU
https://www.zotero.org/google-docs/?8zr0FI
https://www.zotero.org/google-docs/?8zr0FI
https://www.zotero.org/google-docs/?E9zFvk
https://www.zotero.org/google-docs/?GzGxsw
https://www.zotero.org/google-docs/?OM5Po9
https://www.zotero.org/google-docs/?OM5Po9
https://www.zotero.org/google-docs/?0ICHez
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Se estrechan en cada extremo y suelen ser de color blanquecino, marrón o verde según la 

especie y puede incluir bandas negras alrededor de cada segmento del cuerpo (figura 5) (Squitier, 2021). 

La larva respira a través de un sifón traqueal ubicado en su extremo posterior (McAlpine et al., 1981). La 

larva tiene una cabeza pequeña y de 11 a 12 segmentos adicionales (Squitier, 2021). 

Figura 5 

Larva típica de Tabanidae 

  

Nota. Morfología característica de larvas de Tabanidae. Tomado de: Squitier, 2021 

Pupa 

El estado de pupa está caracterizado por ser breve (Wallace, 2009) y darse en lugares secos 

(figura 6) (Bonet & Vega, 1990). La duración de la fase larval puede variar de unas pocas semanas a más 

de un año, dependiendo de la especie y las condiciones ambientales (Gray, 2008). Habita en lugares 

menos húmedos que los frecuentados por las larvas y su período es corto, generalmente no pasa de 

unos días o pocas semanas (Capinera, 2008). 

Figura 6 

Pupa típica de Tabanidae. Tomado de: Squitier, 2021 

 

Nota. Morfología característica de insectos Tabanidae en estadio de pupa. Tomado de: Squitier, 2021. 

https://www.zotero.org/google-docs/?eWfkJ2
https://www.zotero.org/google-docs/?07xLIp
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Adulto 

En la mayoría de las especies, los machos emergen antes que las hembras (Axtell, 1976). Los 

adultos son moscas de cuerpo robusto y bastante grande (Service, 2012). Las antenas son prominentes y 

se extienden anteriormente (Tidwell, 1970). Con 3 segmentos que muestran anulaciones en el segmento 

terminal (Axtell, 1976). La venación de las alas se presenta en las ramas R4 y R5 (figura 7) (Axtell, 1976).  

Figura 7 

Ala de los tabánidos adultos 

 

Nota. Anatomía general del ala de los tabánidos adultos. Tomado de: (Banerjee et al., 2017). 

Incluye una amplia distribución desde el margen de la costa hasta los Andes (Guimarães et al., 

2017). Pueden tener hábitos diurnos, crepusculares y nocturnos según la especie (Mullens, 2019). Las 

hembras tienen piezas bucales bastante desarrolladas para poder cumplir con su demanda alimenticia 

presentando maxilares robustos y mandíbulas como cuchillas (Axtell, 1976).  

Clasificación taxonómica 

Las características morfológicas generalizada de los tabánidos y rareza de los machos ha 

dificultado su clasificación (Morita et al., 2016). En un inicio, los Tabanidae se dividieron en diez tribus y 

cuatro subfamilias, basadas en la morfología genital adulta, de modo que sean: Chrysopsinae 

(Bouvieromyiini, Chrysopsini, Rhinomyzini), Pangoniinae (Pangoniini, Philolichini, Scionini), Tabaninae 

(Diachlorini, Haematopotini, Tabanini) y Scepsidinae (Mackerras, 1954). Los Tabanidae pertenecen al 
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orden de insectos Diptera, clasificándose en la superfamilia Tabanoidea donde junto con Rhagionoidea, 

constituye el infraorden Tabanomorpha (tabla 1) (Morita et al., 2016).  

Tabla 1 

Clasificación taxonómica de la familia Tabanidae 

Reino Animalia 

Phylum Arthropoda 

Clase Insecta 

Orden  Diptera 

Subroden Brachycera 

Infraorden Orthorrhapha 

Superfamilia Tabanomorpha 

Familia Tabanidae 

Nota. Esta tabla muestra la clasificación taxonómica de la familia Tabanidae jerárquicamente desde el 

reino hasta familia. Adaptado de: Facultad de Biología UCM, 2004. 

La familia Tabanidae incluye cerca de 4000 especies y subespecies en 133 géneros en todo el 

mundo de las cuales el 27.3% pertenecen a la Región Neotropical (Coscarón & Martínez, 2019). La 

familia Tabanidae se subdivide en cuatro subfamilias: Chrysopsinae, Pangoniinae, Scepsidinae y 

Tabaninae, siendo las subfamilias Chrysopsinae y Tabaninae las más importantes en la transmisión de 

enfermedades (M. W. Service, 1980). La subfamilia Tabaninae incluye los tábanos, representados por los 

géneros Tabanus e Hybomitra (Axtell, 1976). 

Las hembras de especies de Haematopota junto con Tabanus e Hybomitra, son plagas 

importantes (Mullens, 2019). Además de que Tabanus sea uno de los géneros más diversos del orden 

Diptera (Morita et al., 2016), se le considera el grupo con mayor presencia en la mayoría de los lugares a 

excepción del extremo norte (Mullens, 2019). 

En Argentina se han descrito 350 especies de Tabanidae (Coscarón & Martínez, 2019), en Chile 

110 especies (Coscaron & González, 1991) y en Brasil 489 (Krolow & Henriques, 2023), mientras que en 

https://www.zotero.org/google-docs/?HiAzW4
https://www.zotero.org/google-docs/?jml2ot
https://www.zotero.org/google-docs/?RTaUa7
https://www.zotero.org/google-docs/?K9SNof
https://www.zotero.org/google-docs/?14hzOI
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Ecuador se han reportado alrededor de 200 especies, agrupadas en 29 géneros, 5 tribus y 3 subfamilias 

(Lucas Fonseca, 2019). 

Impacto Económico 

Según el impacto económico sobre el ganado se pueden clasificar en cuatro moscas comunes: la 

mosca de los cuernos, la mosca de la cara, la mosca de los establos y los tábanos (Stark, 2017). Los 

parásitos externos en el ganado provocan perdidas sustanciales que pueden exceder los $2 mil millones 

anuales en Estados Unidos (Byford et al., 1992) y se asocian a la pérdida de sangre y posteriores 

molestias (Derek Scasta et al., 2015). 

Pese a no tener un número exacto, se han propuesto estimaciones en las pérdidas económicas 

que van de los 152 a los 930 millones de dólares en el 2019 en Estados Unidos (tabla 2) (Taylor et al., 

2012) a consecuencia de los cambios en inventario de ganado o valores de los productos lácteos.  

Tabla 2 

Impacto económico de las moscas de los establos en las industrias ganaderas en los EE. UU. 

Fuente Dólares (millones) 

2009 2012 

Hyslop, 1938 152 10 

USDA, 1954 160 20 

USDA, 1956 967 142 

Drummond et al., 1981 939 398 

Drummond, 1987 808 428 

Kunz et al., 1991 680 432 

Byfrod et al., 1992 930 608 

Taylor et al., 2012 2.211 - 

Nota. La tabla presenta las estimaciones del impacto económico de las moscas de los establos en las 

industrias ganaderas en Estados Unidos en los años 2009 y 2012. Adaptado de Taylor et al., 2012. 
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DNA barcoding 

Identificar y clasificar especímenes ha sido desde siempre el pilar de los estudios biológicos y 

nomenclatura de las especies (Frézal & Leblois, 2008). Se ha dicho que es importante definir los límites 

entre las especies así como su correcta identificación para comprender la diversidad de las mismas y 

descifrar si son miembros del mismo grupo o no (Frézal & Leblois, 2008). 

La identificación a partir de ADN está ya establecida y podría incluso ser considerada una 

“norma de identificación” en muchos grupos taxonómicos pese a que se ha dicho que podría disminuir 

la taxonomía al no seguir las hipótesis de clasificación de especies (Besansky et al., 2003). El Barcode de 

ADN surge como una alternativa para afrontar las dificultades que surgieron al momento de identificar 

las diferentes especies (Frézal & Leblois, 2008). 

La técnica partió del uso de un conjunto de cebadores que amplificaban una región de 648 pares 

de bases provenientes del gen mitocondrial COI buscando garantizar la identificación rápida y precisa de 

muestras biológicas. Esta técnica fue llamada "código de barras de ADN" (Hebert et al., 2003, 2004). 

El barcoding se basa en la caracterización molecular de un fragmento del gen mitocondrial COI 

(Banerjee et al., 2015; Hebert et al., 2003; Torres Tola et al., 2020; Yang et al., 2020). La variación 

intraespecífica de dicho gen ha llevado a la necesidad de recurrir a regiones alternativas como la región 

de ADN ribosomal 28S que presenta una baja variación entre especies (Pacheco da Silva et al., 2017). 

El barcoding es un fragmento estándar que permite identificar especies (Kang et al., 2017) y 

constituye una herramienta popular en estudios de filogenia molecular y evolución (Kang et al., 2017). 

Se basa en una secuencia estandarizada corta que facilita la identificación de individuos de una especie 

dado que la variación genética con otras especies rebasa la variación dentro de una misma especie 

(Hajibabaei et al., 2007). 

El código de barras de ADN secuencia un fragmento corto de un gen proveniente de un 

espécimen desconocido para poder ser comparados con ayuda de una biblioteca de referencia de 
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códigos de barras de especies ya identificadas (Austerlitz et al., 2009). Se puede decir que utiliza un 

marcador genético corto para identificar una especie (Jalali et al., 2015). Esta herramienta permite 

estimar y dar seguimiento a la biodiversidad sobre todo en la filogenética comunitaria que ahonda en 

los procesos ecológicos y evolutivos que definen una estructura comunitaria (Heckenhauer et al., 2017). 

El barcoding tiene como base el uso de una región estándar de ADN que funcione para una 

identificación rápida y precisa de las especies, dicho de otro modo, facilita la identificación de taxones a 

partir de una región de ADN estandarizada (Valentini et al., 2009). 

Partiendo de la hipótesis de que el código de barras de ADN para cada especie es único, se 

toman en cuenta la combinación de las bases nitrogenadas respecto a las especies no identificadas y se 

plantea que la variación entre individuos de la misma especie es menor en comparación con otras 

especies (Frézal & Leblois, 2008). 

En un inicio se instauró como una herramienta estándar para identificar animales de manera 

precisa (Frézal & Leblois, 2008) y buscaba ubicar a desconocidos dentro de una especie e identificar 

organismos microscópicos de morfología inaccesible (Frézal & Leblois, 2008). Al momento, ya se ha 

tenido resultados en la identificación de organismos extraídos del estómago de animales salvajes (Frézal 

& Leblois, 2008), en la revelación de linajes evolutivos de anfibios (Mcleod et al., 2011) y comunidades 

de artrópodos (Pentinsaari et al., 2020).  

La técnica de identificación de especies a través del código de barras de ADN se ha convertido 

en una herramienta importante para resolver incertidumbres taxonómicas (Antil et al., 2023; Ferri et al., 

2009; Liu et al., 2017; Lopez-Vaamonde et al., 2021) y ha llamado la atención por su capacidad en 

proporcionar una plataforma común a investigadores siendo de gran utilidad en los estudios 

sistemáticos y taxonómicos de insectos vectores de enfermedades (Banerjee et al., 2015). 

El objetivo de esta técnica es ubicar individuos dentro de una determinada especie en función 

de la secuencia de un locus definido (Austerlitz et al., 2009). Se dice también que agrupa la taxonomía, la 
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filogenética molecular y la genética de poblaciones (Frézal & Leblois, 2008). La eficacia de esta técnica 

para la identificación de especímenes ha llevado al desarrollo de programa de investigación denominado 

Consorcio para el Código de Barras de la Vida (CBOL) cuyo propósito fue desarrollar códigos de barras de 

ADN que se conviertan en un estándar global para la identificación de especies (Pando, 2014). Como 

resultado se ha generado una biblioteca de referencia de códigos de barras para más de 283 mil 

especies que residen en el barcoding del sistema de datos de vida (BOLD) (Zenteno Guillermo, 2019). 

Algunas de las ventajas que se pueden resaltar del barcoding son la rápida accesibilidad a datos 

moleculares en contraste con los morfológicos, la identificación cuando por falta de datos no se pueden 

emparejar especímenes en diferentes fases de su ciclo de vida o su aplicabilidad en casos donde la 

morfología no permite distinguir claramente entre dos o más especies (Besansky et al., 2003; Frézal & 

Leblois, 2008). 

Se ha sugerido también que utilizar árboles basados en el código de barras de ADN podría 

resultar más fiable sobre otros que utilizan un enfoque filomático. Además, permite incluir a individuos 

que no han logrado ser identificar posiblemente por la utilización de árboles filogenéticos no resueltos 

(Heckenhauer et al., 2017).   

Especies que se han separado recientemente podrían ser difíciles de identificar incluso con ADN 

barcoding puesto que pueden compartir sitios polimórficos provenientes de especies ancestrales y que 

tomara tiempo que se fijen y originen mutaciones específicas en cada especie (Austerlitz et al., 2009). 

Para construir un sistema de soporte de identificación automatizado para iniciativas de códigos 

de barras de ADN, es necesario acumular registros completos de códigos de barras de ADN para todos 

los organismos. Si se toma como referencia el gen mitocondrial COI, el número de mutaciones que 

diferencian a dos individuos para este locus COI incrementa a medida que pasa su tiempo de 

coalescencia, pero al no ser este locus el que cause los eventos de especiación no puede presenciarse un 

cambio claro frente a otras especies (Austerlitz et al., 2009). 
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Esta técnica ya ha sido aplicada en estudios previos donde se han obtenido datos de códigos de 

barras de ADN para especies diferentes de moscas de la familia Tabanidae (Davis, 2019; Krčmar et al., 

2022; Nitiyamatawat et al., 2017; Votýpka et al., 2019) que buscan ser la base para facilitar la 

identificación rápida y precisa de estas especies de la familia (Banerjee et al., 2015; Changbunjong et al., 

2020). 

Gen 28S en filogenia 

Los organismos se podrían considerar resultado de una progresión evolutiva estocástica 

(Rouzine et al., 2001) lo que obliga a conocer su historia y relaciones con otros organismos para definirlo 

biológicamente (Olsen & Woese, 1993).  

Para los estudios con insectos, la filogenia de los insectos se considera un apoyo a cambios 

macroevolutivos a nivel de evolución de vuelo o especializaciones morfológicas (Sharma, 2019). Pese al 

desarrollo de la sistemática molecular ha sido complicado alcanzar una filogenia estable (Ishiwata et al., 

2011; Kjer et al., 2006; Sharma, 2019) principalmente por el tamaño del conjunto de datos, información 

de loci disponible o muestreo taxonómico (Sharma, 2019).  

Un análisis molecular filogenético consiste en la filogenia de una parte del genoma (Olsen & 

Woese, 1993). Con frecuencia, se utilizan los genes y regiones del ADN ribosomal para análisis 

filogenéticos (Hassler et al., 2022; Hillis & Dixon, 1991; Olsen & Woese, 1993) y, las zonas con menor 

evolución se han convertido en herramientas clave para los linajes más antiguos dentro de los clados 

(Wiegmann et al., 2000).  

La morfología en los análisis filogenéticos presenta numerosos inconvenientes al momento de la 

identificación y codificación de caracteres homólogos (Wiley & Lieberman, 2011) de modo que, cuando 

los caracteres se consideran incorrectamente homólogos el resultado es sesgo por parte de los 

investigadores (Callender-Crowe, 2020). 

https://www.zotero.org/google-docs/?dco9dn
https://www.zotero.org/google-docs/?dco9dn
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Estos análisis filogenéticos se basan cada vez más en caracteres procedentes de secuencias de 

ADN (Borkent, 2018), sin embargo, se recomiendo trabajar cautelosamente hasta corroborar que 

puedan predecir filogenias (Borkent, 2018). La filogenética permite situar las observaciones en un 

contexto histórico buscando descifrar el origen de las especies (Wiley & Lieberman, 2011). 

La diversidad del orden Diptera lo vuelve un candidato importante para análisis filogenéticos 

(Borkent, 2018) además, de que las fases de huevo, larva, pupa y adulto presentan divergencia 

morfológica (Borkent, 2018). El gen 28S se ha utilizado como un marcador molecular de importancia que 

se encuentra en el ADN ribosomal y que debido a su alta conservación es útil para inferir relaciones 

evolutivas entre especies y grupos taxonómicos (Jovelin & Justine, 2001; Mollaret et al., 1997; 

Vonnemann et al., 2005; Zardoya & Meyer, 1996), incluyendo Tabanidae (Dyer et al., 2008; Wiegmann 

et al., 2000). 

Se ha realizado la secuenciación de fragmentos de ADN ribosomal 28S comprobando la 

clasificación taxonómica de tres de las subfamilias nombradas por (Mackerras, 1954): Tabaninae, 

Pangoniinae y Chrysopsinae (Wiegmann et al., 2000, 2003). Según los resultados, la filogenética inferida 

por el gen 28S junto a los datos morfológicos refuerzan la monofilia de los braquiteranos y sus cuatro 

principales infraórdenes comprobando la relación con clasificaciones anteriores (Wiegmann et al., 

2003). Por otro lado, la monofilia de los Tabanomorpha se basa en tres puntos: presencia de un cepillo 

sobre las antenas larvarias, cabeza larvaria retráctil y clípeo adulto convexo y bulboso (Wiegmann et al., 

2000).  

Otra investigación planteó la reconstrucción de las relaciones filogenéticas en la familia de 

Tabanomorpha basado en la secuencia de la subunidad grande 28S (figura 8) (Wiegmann et al., 2000) 

puesto que se consideraba que las relaciones dentro de los grupos estaban mal resueltos al utilizar 

características morfológicas (Wiegmann et al., 2000). Los datos moleculares obtenidos acerca de la 

https://www.zotero.org/google-docs/?L2LXhz
https://www.zotero.org/google-docs/?L2LXhz
https://www.zotero.org/google-docs/?CGB0Fv
https://www.zotero.org/google-docs/?CGB0Fv


31 
 

 

monofilia de los Tabanomorpha reforzaron la posición filogenética de los otros grupos y las relaciones 

entre los principales clados de tabanomorfos (Wiegmann et al., 2000). 

Además de comprobar la distribución hipotética morfológica de tabanoideos (Wiegmann et al., 

2000), los resultados apuntan a que la presencia de un primer segmento del cerco expandido 

ventrolateralmente y la condición retráctil de la cápsula craneal larvaria podría ser una sinapomorfía 

tabanomorfa (Wiegmann et al., 2000). 

La importancia de estos estudios radica en que muchas de estas especies son vectores de 

enfermedades (Lucas et al., 2020) razón por la cual comprender su filogenia puede ser útil para 

desarrollar estrategias de control de enfermedades (Morita et al., 2016).  

Figura 8 

Consenso de tres árboles parsimoniosos del ADN ribosómico 28S 

 

Nota. Consenso estricto de tres árboles igualmente parsimoniosos del ADN ribosómico 28S. Tomado de: 

(Wiegmann et al., 2000). 

https://www.zotero.org/google-docs/?DkDzli
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A pesar de que están ampliamente distribuidas (Krolow & Henriques, 2023), la clasificación 

taxonómica con base filogenética en la familia Tabanidae ha sido limitada más, sin embargo, el estudio 

de Morita et al. (2016), considerado como uno de los estudios más ricos en datos sobre las especies de 

Tabanidae indica que el gen CAD1 es el más variable mientras que el 28S es el más conservado.  

  

https://www.zotero.org/google-docs/?qctR7h


33 
 

 

Capítulo III: Materiales y métodos 

Selección de especímenes de la familia Tabanidae a partir de su morfología. 

 El material que se utilizó se obtuvo de varias fuentes incluyendo la recolección realizada 

durante proyectos de vinculación y de fincas de colaboradores en la provincia de Pichincha que fueron 

conservadas en etanol absoluto. La identificación de las moscas pertenecientes a Tabanidae se realizó 

con ayuda de un estereomicroscopio y se comparó con los caracteres más distintivos utilizando claves 

dicotómicas descriptivas basados en sus alas, forma de cabeza y abdomen (figura 9).  

Figura 9 

Características morfológicas de la familia Tabanidae 

 

Nota. Características morfológicas de A. cabeza, B–D. antena y F–G. venación del ala de insectos de la 

familia Tabanidae. Tomado de: Falck, 2014. 

• Cabeza grande y se describe como semicircular o semilunar (Service, 2012). En las 

hembras adultas los ojos están separados mientras que en los machos casi se tocan (Croof 

et al., 2017). 
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• Antenas divididas en tres segmentos (Figura 9 B, C, D) (Axtell, 1976). 

• Alas caracterizadas por ser anchas, claras o con varias manchas oscuras (Chvala et al., 

1972), la venación se presenta en las ramas R4 y R5 (Axtell, 1976). 

• Abdomen dorsoventralmente aplanado (Zhang, 2012). 

Protocolo de extracción de ADN 

Se extrajo ADN de la mitad de la muestra, tomando como referencia un plano sagital. 

Previamente se extrajo las muestras del etanol y se dejó secar a temperatura ambiente sobre papel 

hasta por aproximadamente 10 minutos o hasta que se vea totalmente seco para evitar contaminación 

con químicos. Para la extracción se compararon dos protocolos para aislar ADN genómico de tejido 

animal utilizando el kit de purificación de ADN genómico Wizard® de Promega.  

Tabla 3 

Protocolos sometidos a pruebas para estandarizar la extracción de ADN utilizando kit. 

Protocolo Reactivos 

Tejido animal (hígado y 

cerebro de ratón) 

Solución de lisis de núcleos, proteinasa K 30mg/ml, 

RNAsa 

Tejido animal (Cola de ratón) Solución de EDTA 0,5 M, solución de lisis de núcleos, 

proteinasa K 30mg/ml, RNAsa. 

Nota. En la tabla se presentan los reactivos utilizados en cada uno de los protocolos sometidos a 

pruebas para estandarizar la extracción de ADN utilizando el kit Wizard® de Promega. 

Siguiendo el protocolo para hígado y cerebro de ratón, se agregaron 600 µl de solución de lisis 

de núcleos a un tubo de centrífuga de 1.5 ml y se dejó enfriar en hielo. A continuación, se colocó el 

tejido y se procedió a moler utilizando un pistilo plástico. Una vez desintegrado el tejido, se llevó a 

incubación a 65°C por 30 minutos. En el caso del protocolo para cola de ratón, se agregaron 120 µl de la 

solución 0.5M de EDTA en un tubo de centrífuga de 1.5 ml que previamente se llenó con 6000 µl de 
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solución de lisis de núcleos y se dejó enfriar en hielo. En un nuevo tubo de centrifuga de 1.5 ml se colocó 

el tejido junto con 600 µl de la solución previamente mencionada. 

A partir de aquí, se realizaron los mismos pasos para ambos protocolos. Se colocaron 11,6 µl de 

proteinasa K 30mg/ml y se llevó nuevamente a incubación con agitación por 3 horas a 55°C. Después de 

eso se agregaron 6 µl de solución de RNAsa mezclando por inversión del tubo para luego incubar 30 min 

a 37°C. Se dejó enfriar a temperatura ambiente por 5 minutos, después se colocaron 200 µl de solución 

de precipitación de proteínas realizando agitación en vórtex a alta velocidad durante 20 segundos para 

luego colocar el tubo en hielo durante 5 minutos. 

Tras eso, se centrifugaron las muestras durante 4 minutos a 13000 g de modo que se pudo 

observar un gránulo blanco. Se retiró cuidadosamente el sobrenadante, se transfirió a un nuevo tubo de 

centrífuga limpio de 1.5 ml que contenía 600 µl de isopropanol a 4°C y se mezcló invirtiendo el tubo 

varias veces. Seguidamente se centrifugó durante 1 minuto a 16000 g para luego decantar el 

sobrenadante y desecharlo. Se añadieron 600 µl de etanol al 70% a 4°C al mismo tubo, se invirtió varias 

veces y se volvió a centrifugar durante 1 minuto a 13000 g.  

Se retiró el etanol con ayuda de una micropipeta teniendo cuidado de aspirar el sedimento de 

ADN y se dejó secar sobre papel absorbente limpio durante 10 a 15 minutos o hasta que se observó que 

todo el etanol se hubiese evaporado. Finalmente, se agregaron 100 µl de solución de rehidratación de 

ADN incubando durante toda la noche a 4 °C. El ADN rehidratado se guardó a -20°C hasta su uso. 

Se realizaron pruebas también utilizando cabeza, abdomen y patas de los 10 especímenes de 

Tabanidae estudiados.  

Cuantificación de ADN 

Una vez extraído el ADN, se tomaron 2 µl de ADN de cada muestra y se cuantificaron los ácidos 

nucleicos utilizando el espectrofotómetro de microplacas Thermo Scientific™ Multiskan SkyHigh. Los 
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resultados se analizaron en función de la pureza A260/A280, A260/A230, concentraciones de ADN 

(µg/ml) y electroforesis. 

Análisis estadístico 

Los datos fueron tabulados en una base de datos en el programa Infostat donde las variables de 

estudio se resumieron con las medidas de tendencia central y de dispersión. Se estudiaron los datos que 

presentaron una distribución normal mediante un análisis de varianza (ANOVA) y una prueba de Tukey 

utilizando intervalos de confianza de un 95%. 

Optimización de PCR para el gen 28S 

Las PCR se realizaron en reacciones de 12.5 µL utilizando HotStart DNA Polimerasa (abm), 

Platinum™ Taq DNA Polymerase (Invitrogen™) y ADN polimerasa Taq Precision™. Los primers utilizados 

fueron 28K y rc28F según la bibliografía de Lessard, 2013. 

Tabla 4 

Primers utilizados para la amplificación del gen 28S. 

Gen Primer Secuencia 5’   →  3’ Longitud (pb) 

28S 28K GAAGAGCCGACATCGAAG 18 

 rc28F GTGATTTCTGCCCAGTGCTCTG 22 

Nota. La tabla presenta los cebadores utilizados para la amplificación del gen 28S. Adaptado de: Lessard, 

2013. 

Los parámetros del ciclo fueron: paso de desnaturalización inicial de 95°C durante 5 minutos, 33 

ciclos de desnaturalización a 93°C durante 30s, hibridación a 60°C durante 1 minuto, elongación a 72 °C 

durante 1 min 30 segundos y una elongación final a 72 °C durante 5 min.  Las condiciones de PCR 

optimizadas fueron: temperatura y tiempo de hibridación, cebadores y cloruro de magnesio donde en 

cada prueba se incluyó un control negativo con agua libre de nucleasas (Tabla 5). 
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Tabla 5 

Protocolo para la amplificación del gen 28S 

Reactivos Unidad Stock Concentración final Volumen (µL) 

H2O µL N/A -  13,75 

Buffer X 5,00 1,00 5,00 

28K µM 10,00 0,50 1,25 

rc28F µM 10,00 0,50 1,25 

MgSO4 mM 25,00 2,50 1,00 

dNTP mM 40,00 0,80 0,50 

Taq U/µL 5,00 1,5 0,25 

ADN ngr/ul 12,5 25,00 2,00 

  Total 25,00 

 
Nota. Concentraciones y volúmenes originales utilizados para la preparación del Mastermix para la 

amplificación del gen 28S. 

Electroforesis en gel 

Las reacciones de PCR de cada muestra fueron realizadas en un gel de agarosa al 1.5%, se añadió 

1 µL del tampón de carga de gel BlueJuice™ (10X) a la solución. El gel se corrió a 110 V durante 50 

minutos. El gel completo se vio utilizando el fotodocumentador y transiluminador UV, así como en el 

sistema de imágenes ChemiDoc MP. 

Purificación de bandas para secuenciación 

Para la purificación de las bandas correspondientes al gen deseado, se utilizó el Sistema de 

limpieza de gel y PCR Wizard® SV de Promega siguiendo el protocolo provisto por el fabricante. El primer 

pasó realizado fue la disolución de la rebanada de gel para ello se tomaron tubos de microcentrífuga de 

1.5 ml para cada banda y se pesaron. A continuación, se extrajo la banda de ADN utilizando un 

transiluminador UV y se colocó en cada uno de los tubos para volver a anotar su peso. Se añadieron 10 
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µl de solución de unión a membrana por cada 10 mg de porción de gel, se llevó a vórtex y se incubaron a 

55°C por 10 minutos, o hasta que el gel se disolviera por completo, invirtiendo el tubo varias veces cada 

3 minutos y realizando leve agitación en vórtex a los 5 minutos. 

Por otro lado, se insertó una minicolumna SV en cada tubo de recolección en la cual se transfirió 

el gel disuelto dejando reposar 1 minuto a temperatura ambiente. Posterior a eso, se centrifugaron a 

16000 g durante 1 minuto. Se desechó el contenido del tubo de recolección y se reinsertó la 

minicolumna misma a la que se agregaron 700 µl de solución de lavado de membrana. En el paso 

subsiguiente se centrifugaron a 16000 g durante 1 minuto desechando nuevamente el contenido del 

tubo de recolección. Se volvió a insertar la minicolumna en el tubo de recolección agregando esta vez 

500 µl de solución de lavado de membrana para posteriormente centrifugar a 16000 g durante 5 

minutos.  

Se vació el tubo de recolección para volver a centrifugar la columna durante 1 minuto. La etapa 

final fue la elución, misma que consistió en transferir la minicolumna a un tubo de microcentrífuga de 

1.5 ml nuevo. Sobre la columna se colocaron 25 µl de agua libre de nucleasas dejando a temperatura 

ambiente durante 1 minuto para luego centrifugar a 16000 g por 1 minuto. Finalmente se repitió la 

elución con 15 µl de agua libre de nucleasas, se desechó la minicolumna y se almacenó el tubo de 

microcentrífuga a –20 °C.  Los productos obtenidos se enviaron a secuenciar por el método de Sanger. 

Alineamiento de la secuencia obtenida 

Una vez obtenidos los resultados de la secuenciación se depuraron las muestras para eliminar 

regiones de mala calidad utilizando el programa informático MEGA y se procedió a realizar el análisis 

con el método Neighbor-joining tree en el programa MEGA para inferir el árbol filogenético.  
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Capítulo IV: Resultados 

Identificación morfológica de especímenes de la familia Tabanidae 

Tomando en cuenta las características morfológicas descritas según bibliografía, del total de 

especímenes disponibles se identificaron un total de diez moscas pertenecientes a la familia Tabanidae 

(Figura 10). 

Figura 10 

Moscas identificadas como familia Tabanidae 

 

Nota. Características utilizadas para la identificación morfológica de moscas de la familia Tabanidae. 

Cuerpo completo vista superior (A), cabeza vista superior (B) e inferior (C), abdomen vista dorsal (D) y 

ventral (E), ala vista superior (F) y por segmentos (G). 

Teniendo en cuenta estas características, se relacionaron los insectos identificados con la zona 

geográfica de la que se obtuvieron (Figura 11). 
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Figura 11 

Muestras identificadas como familia Tabanidae junto al grupo excluyente (Rhagionidae) 

 

Nota. Muestras identificadas como especímenes de la familia Tabanidae de los cuáles se realizó la 

extracción de ADN junto al grupo excluyente (Rhagionidae) 

Extracción de ADN 

Las pruebas realizadas para evaluar las variaciones a lo largo del protocolo se realizaron en 

especímenes del género Rhagionidae previo a la extracción en muestras de tábanos. La primera prueba 

fue utilizando el protocolo original para cada tipo de tejido (Tabla 6). 

Tabla 6 

Cuantificación de la muestra de ADN obtenida al realizar el protocolo original 

Muestra Protocolo RNAsa Tiempo Pureza 

A260/A230 

Pureza 

A260/A280 

ADN 

(ug/mL) 

TA Tejido 

animal 

3uL 30min 1,2246 0,483 46,22 

TCR Cola de 

ratón 

3uL 30min 2,538 2,077 1339 
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Nota. Se presentan los resultados tras aplicar los protocolos originales establecidos por el kit para 

muestras provenientes de tejido animal. 

Figura 12 

Visualización en gel de agarosa de los protocolos de extracción comparados 

 

Nota. La figura muestra la integridad del ADN extraído con los protocolos originales comparados. TA 

corresponde al protocolo para tejido obtenido de hígado y cerebro de ratón y TCR corresponde al 

protocolo para tejido de cola de ratón. 

Puesto que la cuantificación y el gel de agarosa reflejan un mejor resultado en cuanto a 

concentración de ADN utilizando el protocolo tejido cola de ratón (Figura 12), las siguientes pruebas 

fueron realizadas evaluando diferentes volúmenes de RNAsa así como tiempos de incubación. Se evaluó 

el uso de 2uL de RNAsa en un tiempo de incubación de 3 horas, dichas pruebas fueron realizadas por 

duplicados de manera que se obtuvieron los siguientes resultados (Tabla 7). 

Tabla 7 

Primer volumen y tiempo de incubación evaluados. 

Muestra RNAsa Tiempo Pureza 

A260/A230 

Pureza 

A260/A280 

ADN 

(ug/mL) 

P1.1 2 uL 3h 1,214 0,2333 217,6 

P1.2 2 uL 3h 1,828 1,019 941,2 
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Nota. Se presentan los resultados evaluando 2uL de RNAsa utilizando el tiempo de incubación de 3 

horas en el ADN extraído con cada uno de los protocolos establecidos por el kit para muestras 

provenientes de tejido animal. 

Figura 13 

Primera prueba realizada en el protocolo para tejido de cola de ratón 

 

Nota. La figura muestra la integridad del ADN extraído evaluando 2uL de RNAsa utilizando el tiempo de 

incubación de 3 horas en el ADN extraído en muestras por duplicados. 

Debido a la detección de ARN en la parte inferior junto con la degradación del material genético 

(Figura 13), se decidió aumentar la cantidad de RNAsa y reducir el tiempo de incubación (Tabla 8). 

Tabla 8 

Resultado de la cuantificación al evaluar la segunda concentración y tiempo de incubación de RNAsa 

utilizados. 

Muestra RNAsa Tiempo Pureza 

A260/A230 

Pureza 

A260/A280 

ADN 

(ug/mL) 

P2.1 4 uL 1h 1,311 0,2589 58,06 

P2.2 4 uL 1h 1,832 1,013 999,3 
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Nota. Se presentan los resultados evaluando 4uL de RNAsa utilizando el tiempo de incubación de 1 hora 

en cada uno de los protocolos establecidos por el kit para muestras provenientes de tejido animal. 

Figura 14 

Segunda prueba realizada en el protocolo para tejido de cola de ratón 

 

Nota. Integridad del ADN extraído por duplicado evaluando 4uL de RNAsa incubado 1 hora. 

En la siguiente prueba, se observó una disminución en la presencia de ARN al visualizar en el gel de 

agarosa (Figura 14), sin embargo, la cuantificación reflejó una reducción tanto en la cantidad de ADN 

como en la pureza A260/A280 que se vio reflejada en valores inferiores a 1.8 (Tabla 8).  

La tercera prueba realizada fue utilizando 4uL de RNAsa en un tiempo de incubación de 30 

minutos. Los resultados reflejaron un aumento en la concentración de ADN misma que se evidenció en 

la electroforesis (Figura 15), aunque los valores de la pureza A260/A280 y A260/A230 seguían inferiores 

a 1.8 (Tabla 9). 

Tabla 9 

Cuantificación de ADN después de la segunda concentración evaluada de RNAsa 

Muestra RNAsa Tiempo Pureza 

A260/A230 

Pureza 

A260/A280 

ADN 

(ug/mL) 

P3.1 4 uL 30min 0,8906 0,1283 127 

P3.2 4 uL 30min 1,682 0,7182 1010 
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Nota. Se presentan los resultados evaluando 4uL de RNAsa utilizando el tiempo de incubación de 30 

minutos en cada uno de los protocolos establecidos por el kit para muestras provenientes de tejido 

animal. 

Figura 15 

Tercera prueba realizada en el protocolo para tejido de cola de ratón 

  

Nota. La figura muestra la integridad del ADN extraído por duplicados evaluando 4uL de RNAsa 

utilizando el tiempo de incubación de 30 minutos. 

 Conforme se evaluaron los diferentes volúmenes se observó la reducción de ARN, sin embargo, 

al realizar un análisis estadístico utilizando Infostat (Tabla 10) se determinó que el modelo presentó un 

p-valor de 0.017 reflejando que hubo una diferencia significativa al utilizar la RNAsa como un paso extra 

una vez finalizado el protocolo de extracción (Tabla 11).  

Tabla 10 

Tabla utilizada para el análisis estadístico 

Muestra 
RNAsa 

(Enzima) 

Tiempo 

(min) 

Pureza 

A260/A230 

Pureza 

A260/A280 

ADN 

ug/mL 

P1.1 2 180 1,214 0,2333 217,6 

P1.2 2 180 1,828 1,019 941,2 

P2.1 4 60 1,311 0,2589 58,06 

P2.2 4 60 1,832 1,013 999,3 

P3.1 4 30 0,8906 0,1283 127 
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Muestra 
RNAsa 

(Enzima) 

Tiempo 

(min) 

Pureza 

A260/A230 

Pureza 

A260/A280 

ADN 

ug/mL 

P3.2 4 30 1,682 0,7182 1010 

Nota. Se presentan la tabla resumen con los resultados de pureza A260/A230, pureza A260/A280 y 

concentración de ADN para las tres pruebas realizadas con el protocolo establecido por el kit para 

muestras provenientes de tejido animal de cola de ratón. 

Tabla 11 

ANOVA de la concentración de ADN obtenida. 

F.V. SC gl CM p-valor 

Modelo 1084766,08 3 361588,70 0,017 

RNAsa 1265,67 1 1265,67 0,699 

Tiempo 1585,63 1 1585,63 0,667 

Repetición 1081914,78 1 1081914,78 0,0058 

RNAsa*Tiempo 0 0 0 
 

Error 12694,57 2 6347,29 
 

Total 1097460,66 5 
  

Nota. Análisis de varianza de la concentración de ADN obtenida bajo los volúmenes de RNAsa y tiempos 

de incubación evaluados en el protocolo para tejido de cola de ratón. Se evidencia diferencia estadística 

significativa para el modelo utilizado. 

Adicionalmente, la prueba de Tukey no reflejó diferencias significativas entre los grupos 

comparados al variar la concentración y tiempo de incubación de la RNAsa como un paso adicional fuera 

del protocolo (Tabla 12).  

Tabla 12 

Prueba de Tukey para la interacción concentración de RNAsa y tiempo. 

RNAsa Tiempo Medias  

E3 T2 528,68 A 

E3 T1 568,50 A 

E2 T3 579,40 A 
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Nota. Prueba de Tukey; Alfa= 0.05 para la interacción concentración de RNAsa y tiempo. Medias con una 

letra común no son significativamente diferentes (p>0.05) 

Tras analizar dichos resultados, se decidió evaluar la incorporación de dicha enzima como un 

paso adicional dentro de ambos protocolos. Se encontró que al utilizar 6uL de RNAsa con un tiempo de 

incubación de 30 minutos en ambos protocolos, se presentaba la mayor concentración de ADN (Tabla 

13). Sin embargo, al realizar la visualización en gel de agarosa, se vio una banda de mejores 

características utilizando el protocolo para tejido de cola de ratón (Figura 16).  

Tabla 13 

Cuantificación del ADN obtenido al realizar modificaciones dentro del protocolo seleccionado 

Muestra RNAsa Tiempo Pureza 

A260/A230 

Pureza 

A260/A280 

ADN ug/mL 

TCR 3 uL 30 min 1,4022 0,754 167,6 

TCR1 3 uL 1h 1,78 0,458 70,1 

TCR2 6 uL 30 min 1,7552 1,774 881,4 

TCR3 6 uL 1h 1,5477 0,688 91,73 

TA 3 uL 30min 1,2246 0,483 46,22 

TA1 3 uL 1h 1,5303 0,755 73,57 

TA2 6 uL 30 min 1,3517 0,739 225,7 

TA3 6 uL 1h 1,4976 0,883 371,1 

Nota. Cuantificación de la muestra de ADN obtenida al realizar modificaciones utilizando 3 uL y 6 uL de 

RNAsa dentro del protocolo para tejido de cola de ratón. 

Figura 16. 

Variaciones en los dos protocolos de extracción comparados 
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Nota. La figura muestra la integridad del ADN extraído tras las variaciones en los dos protocolos 

comparados. 

Se realizó el análisis estadístico correspondiente buscando determinar si había o no diferencia 

significativa entre dichas modificaciones (Tabla 14).  

Tabla 14 

ANOVA de la concentración de ADN obtenida al comparar las variaciones en ambos protocolos. 

F.V. SC gl CM p-valor 

Modelo 288752,56 3 96250,85 0,35 

RNAsa 183751,34 1 183751,34 0,17 

Tiempo 63799,49 1 63799,49 0,38 

RNAsa*Tiempo 41201,72 1 41201,72 0,47 

Error 261367,62 4 65341,9  

Total 550120,17 7   

Nota. Análisis de varianza de la concentración de ADN bajo diferentes volúmenes de RNAsa y tiempos de 

incubación al comparar los protocolos para tejido animal proveniente de hígado y cerebro de ratón con 

el tejido de cola de ratón. El p-valor es mayor a 0.05 por lo tanto no hay diferencia significativa. 
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El análisis de varianza dio un p-valor de 0.35 lo cual no reflejó diferencias significativas entre las 

concentraciones de RNAsa utilizadas y tiempos de incubación (Tabla 14). De igual manera, la prueba de 

Tukey demostró que no se vio diferencias estadísticas significativas entre los distintos tratamientos 

(Tabla 15).  

Tabla 15 

Prueba de Tukey para la interacción entre la concentración de RNAsa utilizada y el tiempo de incubación. 

RNAsa Tiempo Medias  

3uL 1h 71,84 A 

3uL 30min 106,91 A 

6uL 1h 231,42 A 

6uL 30min 553,55 A 

Nota. Prueba de Tukey; Alfa= 0.05 para la interacción entre la concentración de RNAsa utilizada y el 

tiempo de incubación. Medias con una letra común no son significativamente diferentes (p>0.05) 

Al visualizar en el gel de agarosa se nota una evidente degradación al utilizar el protocolo para 

tejido animal (hígado y cerebro de ratón) por lo que se optó por trabajar con el protocolo para tejido de 

cola de ratón.  Se optó por realizar pruebas con el protocolo establecido utilizando las diferentes 

secciones del cuerpo, de manera que se obtuvieron las siguientes cuantificaciones para abdomen, 

cabeza y patas (Tabla 16), mismas que fueron visualizadas en un gel de agarosa (Figura 17 y 18). 

Tabla 16 

Cuantificación del ADN obtenido de diferentes secciones de los insectos. 

Muestra Pureza A260/A230 Pureza A260/A280 ADN (ug/mL) 

A
b

d
o

m
e

n
 1 1.82 1.70 467.80 

2 1.79 1.55 89.49 

3 1.81 1.43 203.80 

C
ab

ez

a 

1 1.61 0.78 18.06 

2 2.06 1.40 17.24 
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Muestra Pureza A260/A230 Pureza A260/A280 ADN (ug/mL) 

3 1.96 1.31 22.24 

P
at

as
 

1 1.36 0.24 16.94 

2 1.63 2.45 10.00 

3 1.75 1.31 28.27 

4 1.65 0.67 18.06 

Nota. La tabla presenta la concentración de ADN de las diferentes secciones de cuerpo de los insectos 

utilizados.  

Figura 17. 

ADN extraído de diferentes secciones del cuerpo 

 

Nota. ADN extraído a partir de abdomen y cabeza de insectos identificados como Tabanidae. Las 

muestras Ab corresponde a extracciones a partir del abdomen y Ca corresponde a extracciones a partir 

de la cabeza. 

Figura 18. 

ADN extraído de patas de insectos identificados como Tabanidae 
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Nota. ADN extraído a partir de patas de 4 especímenes identificados como Tabanidae. 

Debido a las bajas concentraciones de ADN reflejadas en las cuantificaciones de ADN realizadas, 

se decidió utilizar el cuerpo completo de los insectos disponibles. Esta elección tuvo como objetivo 

aumentar la concentración de ADN obtenida, de manera que resulte adecuada para llevar a cabo las 

subsiguientes pruebas de manera efectiva. 

Se procedió a extraer el ADN de los 10 insectos identificados morfológicamente como Tabanidae 

para realizar la cuantificación respectiva de cada muestra (Tabla 17). Se visualizó el material genético 

extraído de los insectos junto con el grupo excluyente (Figura 19). 

Tabla 17 

Cuantificación del ADN obtenido de los especímenes identificados como Tabanidae 

Muestra Pureza A260/A230 Pureza A260/A280 ADN ug/mL 

Jama 1 1.78 1.08 315 

Jama 2 1.90 1.44 278 

Jama 3 1.85 1.51 426.40 

Jama 4 1.51 0.15 7.86 

Orellana 1.88 1.24 188.80 

Mariluna 1.90 1.05 94.29 
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Muestra Pureza A260/A230 Pureza A260/A280 ADN ug/mL 

Silgifredo 1.83 1.11 1575 

Sisaurco 1 1.82 1.42 1497 

Sisaurco 2 1.80 1.38 1754 

Pedro 1.85 1.05 1433 

Rhagionidae 1.91 1.11 73.57 

Nota. La tabla presenta un resumen de los diferentes parámetros de los resultados obtenidos para la 

extracción de los 10 insectos identificados morfológicamente como Tabanidae.  

Figura 19 

ADN extraído de especímenes de la familia Tabanidae junto al grupo excluyente 

 

Nota. La figura refleja la integridad del ADN extraído utilizando el protocolo de extracción optimizado 

con el kit Wizard de Promega para los 10 insectos identificados como Tabanidae. 
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Amplificación del gen 28S en especímenes de la familia Tabanidae 

Después de llevar a cabo la primera prueba realizando un gradiente de temperatura desde 50°C 

hasta 60°C con intervalos de 2°C (Figura 20), se definió que la temperatura adecuada para trabajar era 

60°C, esta elección se dio en función de la ausencia de bandas inespecíficas y la presencia de una banda 

significativa en dicho punto de temperatura. 

Figura 20 

Gradiente de temperatura evaluado para la amplificación del gen 28S 

 

Nota. Amplicones del gen 28S al evaluar el gradiente de temperatura. (M) es el marcador estándar de 

peso molecular, (50:60) gradiente de temperaturas evaluadas y (-) control negativo. 

A continuación, se visualizó el resultado del gradiente de la concentración final de cloruro de 

magnesio utilizado utilizando la temperatura de 60°C a partir de la cual se decidió seguir trabajando con 

la concentración de 2,5mM al ser la concentración óptima pues resultó en una menor degradación de la 

banda (Figura 21). 

Figura 21 

Gradiente de cloruro de magnesio (MgCl2) evaluado en el protocolo de PCR 
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Nota. Amplicones del gen 28S al evaluar el gradiente de concentración de cloruro de magnesio utilizado 

(mM). (M) es el marcador estándar de peso molecular, (1.5:3) gradiente de cloruro de magnesio y (-) 

control negativo. 

Una vez estandarizada la temperatura y concentración de cloruro de magnesio para trabajar, al 

evaluar las concentraciones de primer a utilizar se concluyó que la concentración óptima era de 0.4 uM 

(Figura 22). Esta concentración se caracterizó por mostrar una banda prominente, sin la presencia de 

bandas inespecíficas adicionales. 

Figura 22 

Gradiente de la concentración de primers utilizado 

 

Nota. Amplicones del gen 28S al evaluar el gradiente de concentración de primer utilizado (µM). (M) es 

el marcador estándar de peso molecular, (0.2:0.5) concentraciones evaluadas y (-) control negativo. 
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El último reactivo en evaluar fue la ADN polimerasa que en el protocolo original se utilizaba en 

una concentración de 1U se decidió utilizar en una concentración de 0,5U puesto que la banda 

resultante no se vio alterada en comparación con concentraciones mayores (Figura 23). 

Figura 23 

Gradiente de ADN polimerasa evaluada para la amplificación del gen 28S 

 

Nota. Amplicones del gen 28S al evaluar el gradiente de ADN polimerasa utilizada (U/µL). (M) es el 

marcador estándar de peso molecular, (0.5:1) gradiente de ADN polimerasa evaluada y (-) control 

negativo. 

De esta manera, la optimización quedó definida con las siguientes concentraciones utilizando la 

ADN polimerasa Precision™ Taq (Tabla 18). 

Tabla 18 

Protocolo optimizado para la amplificación del gen 28S en especímenes pertenecientes a la familia 

Tabanidae 

Reactivos Unidad Stock Concentración 

final 

Volumen 

(µL) 

H2O µL N/A   13,75 
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Reactivos Unidad Stock Concentración 

final 

Volumen 

(µL) 

Buffer X 5,00 1,00 5,00 

28K µM 10,00 0,40 1,25 

rc28F µM 10,00 0,40 1,25 

MgSO4 mM 25,00 2,50 1,00 

dNTP mM 40,00 0,80 0,50 

Taq U/µL 5,00 0,5 0,25 

ADN ngr/ul 12,5 25,00 2,00 

  Total 25,00 

 
Nota. Concentraciones optimizadas para la preparación del Mastermix para la amplificación del gen 28S. 

Se amplificó el gen 28S de las diez muestras identificadas como especímenes de la familia 

Tabanidae cuyo amplicón fue de aproximadamente 869 pb (Figura 24), debido a la calidad de las bandas 

visualizadas se seleccionaron todas las muestras para su respectiva secuenciación. 

Figura 24 

PCR para la amplificación del gen 28S en especímenes de la familia Tabanidae 

 

Nota. Amplicones del gen 28S al evaluar el protocolo optimizada para la amplificación del gen 28S. (M) 

es el marcador estándar de peso molecular, (1:10) especímenes de las cuales se extrajo el ADN 

siguiendo el orden de la Figura 17 y (-) control negativo. 
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Análisis filogenético 

Las secuencias utilizadas fueron obtenidas a partir de bibliografía que corresponda con los 

especímenes identificados como Tabanidae, a continuación, se presenta una tabla resumen de las 

secuencias (Tabla 19). 

Tabla 19 

Lista de especímenes pertenecientes a la familia Tabanidae incluidos en este estudio. 

Especímenes Número de acceso  Tamaño (pb) 

Tabanus rufofrater AF238537.1 980 

Tabanus subsimilis DQ415541.1 2848 

Chrysops vittatus AF238522.1 374 

Hybomitra epistates AF238542.1 536 

Esenbeckia fascipennis AF238515.1 375 

Anzomyia pegasus KC592432.1 693 

Fidena nr. pallidula KC592514.1 736 

Fidena (Fidena) sp. KC592523.1 764 

Fidena rhinophora KC592470.1 721 

Scaptia jacksoniensis KC592520.1 724 

Mycteromyia sp. AF238540.1 829 

Tabanus atratus AF238568.1 784 

Tabanus striatus JX624229.1 523 

Chrysops carbonarius AF238538.1 959 

Scaptia auriflua KM243484.1 745 

Scione maculipennis KC592528.1 747 

Haematopota sp. AF238567.1 604 

Scione rufipes KC592442.1 672 

Spania sp. LC149451.1 2756 

Pityocera cervus KC592531.1 724 

Goniops chrysocoma 

voucher SIM1151 

KC592542.1 721 
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Especímenes Número de acceso  Tamaño (pb) 

Goniops chrysocoma 

voucher BDL130 

KC592513.1 746 

Napomyza lateralis EF104884.1 1026 

Spania sp. LC149452.1 2750 

Chrysopilus sp. MK034468.1 420 

Philoliche alternans KC592545.1 750 

Tabanocella denticornis KC592544.1 744 

Nota. Lista de los especímenes pertenecientes a la familia Tabanidae obtenidos de bases de datos 

incluidos en este estudio junto con su número de acceso y tamaño de la secuencia parcial. 

Las relaciones filogenéticas entre las secuencias comparadas se realizaron utilizando el método 

Neighbor-joining tree (Figura 25), el grupo externo utilizado fue Napomyza lateralis que presentaba 

similitud en cuanto a morfología con los especímenes que identificamos con el nombre de 

“Rhagionidae”.  

Figura 25 

Árbol filogenético obtenido con el programa MEGA 
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Nota. Árbol filogenético inferido utilizando el método Neighbor-joining tree con secuencias del gen de 

ARN ribosomal 28S en especímenes de la familia Tabanidae. 

El porcentaje de árboles replicados en los que los taxones asociados se agruparon en la prueba 

de bootstrap se muestra junto a las ramas. 

  

 KC592523.1 Fidena (Fidena) sp.

 KC592470.1 Fidena rhinophora

 KC592514.1 Fidena nr. pallidula

 KC592528.1 Scione maculipennis

 KC592520.1 Scaptia jacksoniensis

 KC592542.1 Goniops chrysocoma

 KC592513.1 Goniops chrysocoma

 KC592442.1 Scione rufipes

 KC592531.1 Pityocera cervus

 KC592432.1 Anzomyia pegasus

 KC592545.1 Philoliche alternans

 KC592544.1 Tabanocella denticornis

 AF238542.1 Hybomitra epistates

 AF238567.1 Haematopota sp.

 AF238537.1 Tabanus rufofrater

 AF238540.1 Mycteromyia sp.

 JX624229.1 Tabanus striatus

 AF238538.1 Chrysops carbonarius

 MK034468.1 Chrysopilus sp.

 LC149451.1 Spania sp.

 LC149452.1 Spania sp.

 AF238522.1 Chrysops vittatus

 DQ415541.1 Tabanus subsimilis

 AF238515.1 Esenbeckia fascipennis

 EF104884.1 Napomyza lateralis

 AF238568.1 Tabanus atratus

 KM243484.1 Scaptia auriflua

99

99

98

76

63

59

58

99

58

32

31

31

25

29

22

21

21

20

15

20

22

58

41

14



59 
 

 

Capítulo VI: Discusión 

Extracción de ADN 

El uso de la enzima RNAsa A facilita la eliminación del ARN del ADN genómico que se desea 

extraer al romper los enlaces entre la ribosa 5' de un nucleótido y el grupo fosfato que está unido a la 

ribosa 3' de un nucleótido de pirimidina cercano (Yoshinaga & Dalin, 2016). Se dice también que la 

RNAsa A es fundamental para aislar ADN genómico de calidad y, puede añadirse una vez completada la 

extracción de ADN; pese a que cada paso que se agrega utilizando RNAsa aporta calidad al ADN más sin 

embargo reduce el rendimiento general (Healey et al., 2014).  

No basta con únicamente extraer el material genético de la fuente utilizada, se debe asegurar 

que el protocolo produzca rendimientos altos a la vez que se obtenga una pureza considerablemente 

buena (Karakousis et al., 2006). Para poder utilizar el ADN extraído en una investigación se requiere 

analizar los parámetros de pureza e integridad del ADN. La pureza, se relaciona con la absorbancia de 

manera que una relación 260/280 igual o aproximada a 1.8 suele considerarse pura (Boesenberg-Smith 

et al., 2012). Un dato importante a tener en cuenta es que, debido a que la absorbancia no discrimina 

entre el ADN y el ARN, la presencia de ARN puede hacer que la relación aumente. En cuanto a la relación 

260/230, esta se utiliza como una medida secundaria que se sitúa entre 2 y 2.2, valores inferiores 

reflejan la presencia de contaminantes químicos (Lucena-Aguilar et al., 2016). 

La tercera prueba realizada fue utilizando 4uL de RNAsa en un tiempo de incubación de 30 

minutos (Tabla 8). Los resultados reflejaron un aumento en la concentración de ADN misma que se 

evidenció en la electroforesis (Figura 15), los valores de la pureza A260/A280 y A260/A230 seguían 

inferiores a 1.8 (Tabla 8) lo que reflejaría una posible contaminación con solventes orgánicos que tiene 
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una absorbancia cerca de los 230 nm como el EDTA que fue un reactivo utilizado en el primer paso de la 

extracción de ADN (Thermo Scientific, 2019). 

 Cabe mencionar también que la absorción de ADN depende del disolvente utilizado mismo que 

se ve reflejado en los resultados puesto que la pureza de estos resultados puede depender de la calidad 

de la solución de rehidratación de ADN provista por el kit que en este caso reemplazó al agua ultrapura 

libre de nucleasas del protocolo manual. 

Por otro lado, al momento se han desarrollado ensayos dentro de la biología molecular que 

requieren el uso de un menor volumen de muestra lo que impide el uso de métodos convencionales 

para la cuantificación de ácidos nucleicos como la espectrofotometría UV tradicional (Shen, 2019). El 

sistema NanoDrop utiliza tecnología de fibra óptica en conjunto con las propiedades de tensión 

superficial de modo que se pueda retener dicho volumen, que generalmente es de 2 uL, lo que abre las 

puertas a estudios posteriores (Desjardins & Conklin, 2010). 

Amplificación del gen 28S en especímenes de la familia Tabanidae 

La reacción en cadena de la polimerasa es una hermanita sensible que tras numerosas 

investigaciones, ha permitido identificar a numerosas especies incluyendo hongos (Karakousis et al., 

2006), plantas (Wallinger et al., 2012) e insectos (Thongjued et al., 2019) incluyendo a los de la familia 

Tabanidae (Changbunjong et al., 2018).  

Al momento ha sido evidenciado que la degradación del ADN puede generar repercusiones en la 

eficiencia de amplificación resultando en una codificación incorrecta del gen utilizado (Sikorsky et al., 

2007). En la presente investigación se empleó la enzima termoestable DNa Polimerasa Precision™, la 

cual es capaz de replicar a temperaturas comprendidas entre 70 °C y 80 °C. Además, esta enzima 

presenta una actividad de exonucleasa que permite corregir posibles errores que puedan ocurrir 

durante la incorporación de nucleótidos (Applied Biological Materials Inc., 2016). 
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La fidelidad y eficacia de la PCR está ligada a la tasa de error que presenta la ADN polimerasa 

bajo las condiciones del protocolo empleado incluyendo pH, concentración de magnesio y concentración 

de nucleótidos (Agilent Technologies Inc, 2019), la tasa de error para la ADN polimerasa Precision™ Taq 

en PCR es de 2,6x10-6 por nucleótido por ciclo (Applied Biological Materials Inc., 2016). 

Análisis filogenético 

La utilización del gen 28S como marcador molecular se basó en un estudio acerca de las 

relaciones filogenéticas dentro de la familia Tabanidae. Este estudio se apoyó en la amplificación del gen 

28S, y otros genes como COI mitocondrial, CAD y AATS (Morita et al., 2016). 

En 1987, se lanzó Neighbor-joining como un nuevo método para reconstruir árboles 

filogenéticos (Saitou & Nei, 1987), su principal objetivo fue identificar unidades taxonómicas operativas 

o "vecinos" que minimizaran la longitud total de las ramas en cada etapa del proceso de agrupamiento 

es decir, un método de construcción basado en la distancia (Evans et al., 2006).  

Los especímenes que fueron identificados morfológicamente se cree que corresponden a 

Tabanus rufofrater y Tabanus subsimilis que, al observar en el árbol filogenético resultante, se 

encuentran dentro de un mismo cluster lo que refleja semejanza entre ambos, pero no están dentro de 

un mismo clado por lo que no se puede asegurar que compartan un ancestro común reciente. 
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Capítulo V: Conclusiones y recomendaciones 

Conclusiones 

• El protocolo de extracción de ADN para tejido animal de cola de ratón es aplicable a insectos de 

la familia Tabanidae con una pureza A260/A230 de 1.812 ± 0.113, una pureza A260/A280 de 

1.143 ± 0.391 y una concentración promedio de ADN de 756.93 µg/mL. 

• El ADN extraído permitió la amplificación del marcador molecular 28S bajo los parámetros 

optimizados respecto a temperatura de hibridación, concentración de primers, concentración de 

magnesio y concentración de Taq polimerasa. 

• El análisis filogenético demuestra que las especies, Tabanus rufofrater y Tabanus subsimilis, 

morfológicamente similares a los especímenes son filogenéticamente semejantes y se 

encuentran distanciados de los grupos excluyentes demostrando así la posibilidad de utilizar el 

sistema de PCR Barcoding con el marcador molecular 28S. 

Recomendaciones 

• Se recomienda utilizar muestras que hayan sido observadas y caracterizadas previamente 

utilizando el estereomicroscopio. 

• Extraer ADN a partir de una sección del cuerpo del animal en caso de que se requieran 

investigaciones posteriores con las mismas muestras. 

• Comprobar que el tiempo de secado de las muestras de ADN sobre el papel filtro sea 

adecuado para evitar contaminación con soluciones químicas 
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