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1 RESUMEN 
 

El fitoplancton reúne microalgas y cianobacterias que se encuentran suspendidas 

en la columna de agua de los sistemas acuáticos. Estos microorganismos han sido 

catalogados como bioindicadores por su sensibilidad ante fluctuaciones en su ambiente. 

En este estudio, se caracterizó fenotípicamente a los microorganismos fitoplanctónicos 

presentes en una temporada seca en los embalses Succus y Mogotes, que son parte de la 

fuente primaria de abastecimiento de agua de consumo humano para el Distrito 

Metropolitano de Quito. Cada embalse fue muestreado en febrero y abril de 2021 

mediante arrastre superficial y muestreo estratificado a profundidades de 0.5, 5, 10, 15, 

20, 25, 30, 35 y fondo menos 1 m. Se obtuvieron muestras por duplicado, una de las 

réplicas se preservó en campo y se destinó a la visualización directa del fitoplancton 

mediante la técnica de Utermöhl. La réplica viva se filtró para la concentración de 

biomasa y su posterior siembra en medio BG11 sin nitrógeno. Se logró establecer una 

línea taxonómica base conformada por 30 taxones en Succus y 39 en Mogotes, 

mayormente constituidos por los filos Bacillariophyta, Charophyta y Chlorophyta, 

descritos en su mayoría a nivel de orden, familia y género. La mayor parte de los taxones 

se obtuvieron a partir del arrastre superificial y/o el muestreo a 0.5 m. Ambos embalses 

compartieron 16 especies y su diversidad fue comparable a la de otros ecosistemas 

altoandinos de Ecuador y la región. Adicionalmente, se obtuvieron cuatro cultivos 

monoalgales, entre los que destacaron dos taxones no identificados por visualización 

directa. Los resultados expuestos proporcionaron diferencias en la distribución de taxones 

entre los perfiles de profundidad e información valiosa sobre taxonomía, diversidad y 

conservación de microorganismos fitoplanctónicos de la región. Destacaron, 

principalmente, aquellos catalogados como bioindicadores, pues permitieron deducir la 

tendencia de transición de los embalses de un estado oligotrófico a la mesotrofía. Este 

estudio se puede utilizar como una referencia base para futuros estudios, además de 

respaldar la importancia del biomonitoreo continuo de embalses someros altoandinos, 

debido a la biodiversidad dilucidada, que se traduce en una herramienta clave para la toma 

de decisiones de conservación, prevención y manejo de fuentes de agua cruda para las 

plantas de tratamiento.  

Palabras clave: bioindicadores microbianos, embalse altoandino, fitoplancton, 

taxonomía.   



2 
 

2 ABSTRACT 
 

Phytoplankton brings together microalgae and cyanobacteria that are suspended 

in the water column of aquatic systems. These microorganisms have been classified as 

bioindicators due to their sensitivity to fluctuations in their environment. In this study, 

phytoplanktonic microorganisms were phenotypically characterized and classified during 

a dry season in Succus and Mogotes reservoirs, which are part of the primary source of 

water supply for human consumption for the Distrito Metropolitano de Quito. Each 

reservoir was sampled in February and April 2021 by surface trawling and stratified 

sampling at depths of 0.5, 5, 10, 15, 20, 25, 30, 35 and bottom less than 1 m. Duplicate 

samples were obtained, one of the replicates was preserved in the field and used for direct 

visualization of phytoplankton by Utermöhl technique. Living replicates were filtered for 

biomass concentration and their subsequent seeding in BG11 culture medium without 

nitrogen. A taxonomic baseline was established with 30 taxa for Succus and 39 for 

Mogotes, mostly constituted by Bacillariophyta, Charophyta and Chlorophyta phyla and 

described at order, family and genus levels. The majority of taxa were found by 

superficial trawling and/or 0.5 m depth sampling. Both reservoirs shared 16 species and 

their diversity was comparable to that of other high Andean ecosystems in Ecuador and 

the region. Additionally, four monoalgal cultures were obtained, among which stood out 

two undetected taxa by direct visualization. The exposed results provided differences in 

the distribution of taxa in the depth gradient and valuable information on taxonomy, 

diversity and conservation of phytoplanktonic microorganisms in the region. Especial 

attention was given to those considered as bioindicators, because they enabled to deduce 

the transition of reservoirs from an oligotrophic to a mesotrophic state. This study can be 

used as a reference for future studies and supports the importance of continuous 

biomonitoring of shallow, high Andean reservoirs, due to the elucidated biodiversity: a 

key tool for conservation, decision making, prevention and management of raw water 

sources for treatment plants. 

Keywords: high Andean reservoir, microbial bioindicators phytoplankton, , taxonomy.  
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3 INTRODUCCIÓN 
 

Hace, aproximadamente, 400 millones de años, se acumuló suficiente oxígeno en 

la atmósfera de la Tierra, lo que permitió el desarrollo y evolución de los organismos 

terrestres. La Ciencia ha podido determinar que esto fue posible gracias a ciertos 

microorganismos acuáticos que, hasta la actualidad, son los responsables de aportar entre 

el 50 y el 81% del oxígeno del planeta (Fontana, Thomas, Moldoveanu, Spaak y Pomati, 

2018). Buena parte de los microorganismos fotosintéticos pertenecen al fitoplancton, que 

reúne tanto microalgas como cianobacterias que se encuentran suspendidos en la columna 

de agua de los ecosistemas acuáticos (Dandadzi, Hoko y Nhiwatiwa, 2020). 

 

Las comunidades pertenecientes al fitoplancton han sido utilizadas en los últimos 

años como indicadores biológicos en ecosistemas con fluctuaciones en su composición 

antes de que se haga visible en niveles tróficos superiores y se produzca la eutrofización 

masiva en ciertas áreas (Bužančić, Ninčević, Marasović, Kušpilić y Grbec, 2016). Este 

atributo se debe a que las diferentes comunidades de microorganismos reflejan con 

precisión la calidad en cualquier punto de la columna de agua, esto en comparación con 

los parámetros fisicoquímicos que solo representan datos cuantitativos de las condiciones 

y niveles de contaminación de los sistemas acuáticos (Goyke, 2016). Por otro lado, esto 

es posible por sus ciclos de vida cortos (horas o días) y rápida tasa de reproducción, lo 

que les obliga a detectar y reaccionar lo más pronto posible un cambio en su entorno, 

volviéndolo visible ya sea en su composición, características y/o tasas de fotosíntesis 

(Parmar, Rawtani, y Agrawal, 2016). También, su papel bioindicador proviene del hecho 

de que son los productores primarios de estos ecosistemas, desempeñan un papel crucial 

en las cadenas tróficas y contribuyen activamente en los ciclos biogeoquímicos mundiales 

(Cao, Chu, Du, Hou y Wang, 2016; Dandadzi et al, 2020). 

 

Por otro lado, la importancia del estudio del fitoplancton radica en que, en 

determinadas condiciones y sobre todo en procesos de eutrofización, algunas especies son 

susceptibles de generar una Floración Algal Nociva (FAN) (Stockwell et al., 2020). Este 

evento, también, suele acompañarse de la producción de metabolitos secundarios como 

las cianotoxinas, compuestos volátiles y abundancia de biomasa tras la eutrofización 

(McHau, Makule, Machunda, Gong y Kimanya, 2019). Este fenómeno se deriva de un 

enriquecimiento del agua en elementos como el nitrógeno y el fósforo superior al que el 
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sistema lacustre puede procesar. Esto, junto a patrones de flujo de agua dulce alterados, 

conduce a la creación de un ambiente favorable para el desarrollo de ciertos taxones, que 

se convierten en dominantes, ocasionando floraciones masivas que llegan a cubrir la 

superficie de los cuerpos de agua (Lemley, Adams, y Bate, 2016; Liu et al., 2019). 

 

Como consecuencia, se evidencia una disminución en la biodiversidad, 

crecimiento excesivo de plantas acuáticas, reducción del oxígeno disuelto en el agua y 

escasa penetración de luz, lo que desencadena la muerte de organismos acuáticos 

fotosintéticos y no fotosintéticos por debajo de la biomasa acumulada. Es decir, se 

produce un desequilibrio general en el ecosistema y la calidad del agua, comprometiendo 

sus características físicas, químicas y biológicas. Incluso, esto puede llegar a afectar a las 

personas, su salud y sus actividades (Lourtau, 2015; Pomati, Shurin, Andersen, 

Tellenbach y Barton, 2020; Suárez, 2015). 

 

Caroppo (2015) menciona que la eutrofización es una consecuencia de la 

contaminación antrópica. Por su parte, Lorenzi et al. (2019) indican que el calentamiento 

global también contribuye a esta perturbación. Esto se pudo constatar también en la 

investigación de Deng et al. (2018) donde se asocia el aumento de la temperatura, la 

disminución del viento y las alteraciones de los patrones de lluvia con el dominio de las 

cianobacterias en aguas lóticas, lo que trae consigo la falta de mezcla vertical de 

nutrientes. Incluso, se puede afirmar que la disminución de velocidad de flujo favorece el 

crecimiento del fitoplancton, mientras que el aumento lo inhibe (Cao et al., 2016). En 

cualquier caso, independientemente del enriquecimiento orgánico del ecosistema 

acuático del que se trate, en distintos países del mundo, se ha documentado cómo las 

diversas condiciones ambientales influyen sobre la diversidad de la comunidad 

fitoplanctónica. Se ha resaltado la importancia de su identificación y cómo los 

microorganismos fotosintéticos resultan cruciales en un ecosistema en calidad de 

indicadores biológicos (Benito et al., 2018). 

 

En Ecuador, existen algunos reportes representativos como El Acta Oceanográfica 

del Pacífico, donde se presentan datos relevantes acerca del fitoplancton en varios 

volúmenes y se hace hincapié en las regiones costera e insular (Tapia y Naranjo, 2019). 

Adicionalmente, la investigación realizada por Kannan, Miller, Granel, Guerra y 

Ramamurthi (2019) presenta la composición de la diversidad del fitoplancton en 87 
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lagunas de las cuatro regiones de Ecuador. Resalta, por otra parte, la creación del primer 

cepario y catálogo de microalgas y cianobacterias de los embalses andinos (Salve Faccha 

y la Mica) de la Pontificia Universidad Católica del Ecuador (PUCE), en colaboración 

con la Empresa Pública Metropolitana de Agua Potable y Saneamiento (EPMAPS) y el 

Fondo para la Protección del Agua (FONAG, 2020). A pesar de estos esfuerzos, no existe 

un registro que refleje y asocie la comunidad microbiana de estos ecosistemas con los 

factores bióticos y abióticos, que pueden desencadenar un desbalance ecosistémico hasta 

llegar a provocar floraciones algales nocivas, eutrofización, alteraciones fisicoquímicas 

e, incluso, desencadenamiento de enfermedades epidémicas (Albrecht, Pröschold, y 

Schumann, 2017). 

 

En la Reserva Ecológica Cayambe Coca, se encuentran las lagunas Succus y 

Mogotes (Ledesma, 2015), que son parte de la fuente primaria de abastecimiento de agua 

de consumo humano para el Distrito Metropolitano de Quito (DMQ). Al igual que la 

mayoría de los embalses en Ecuador, carecen de información accesible y fidedigna sobre 

microorganismos fitoplanctónicos identificados, independientemente de que que hayan 

sido asociados o no a fluctuaciones ambientales. Tampoco existen protocolos con límites 

aceptables de concentración de densidad celular de microalgas y/o cianobacterias o, por 

ejemplo, la imperatividad de ausencia de determinados taxones, en aguas utilizadas para 

diferentes actividades humanas. Por esta razón, la presente investigación pretendió 

acortar la brecha de conocimiento con la identificación de cianobacterias y microalgas 

presentes en el fitoplancton de estos embalses y crear la línea de base para el estudio de 

las comunidades fotosintéticas y su dinámica poblacional a mediano y largo plazo. Con 

esto se ha contribuido, en parte, al Plan de Trabajo (2021-2025) del actual gobierno donde 

se menciona que la conservación de los recursos hídricos es esencial y compatible para el 

desarrollo y calidad de vida de los ecuatorianos. Para conseguirlo, esta iniciativa se 

planteó la interrogante: ¿Qué microorganismos fotosintéticos fitoplanctónicos de los 

hallados en cada laguna pueden considerarse como mejores bioindicadores de su estado 

trófico y la calidad de sus aguas? 
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4. OBJETIVOS 
 

4.1.OBJETIVO GENERAL 

 

Caracterizar fenotípicamente las microalgas y cianobacterias del fitoplancton 

presentes en las lagunas Succus y Mogotes en una temporada seca, de manera que se 

establezca una línea de base para el estudio de la diversidad de microorganismos 

fotosintéticos para cada laguna para estudios futuros de mediano y largo plazo.  

 

4.2.OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

• Identificar Caracterizar fenotípicamente las microalgas y cianobacterias 

del fitoplancton presentes en las lagunas Sucus y Mogotes. 

• Determinar el impacto de las especies del fitoplancton detectadas en el 

estado trófico actual de cada embalse. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 
 

5.1.ÁREA DE ESTUDIO 

 

En la zona alta de la Reserva Ecológica Cayambe Coca, situada al noreste de 

Ecuador, en la Cordillera de los Andes, específicamente en las parroquias Papallacta y 

Oyacachi, se encuentran las lagunas Succus (Figura 1) y Mogotes (Figura 2), que son 

parte de las captaciones de agua cruda de los sistemas que abastecen de agua al norte del 

DMQ.  

 

La reserva presenta características propias de páramo, bosque nublado y paisaje 

fluvial. En cuanto al clima, es una zona de alta pluviosidad, con un rango mínimo anual 

de 800 a 1487 mm, es decir, que se ajusta a un bosque muy húmedo subalpino a pluvial 

subalpino (Camacho, 2014). Sin embargo, en la zona alta, el clima se ve modificado por 

la cordillera, volviéndolo más seco en ciertas temporadas, debido a la alta radiación solar.  

La temperatura del aire fluctúa entre -7.8 a 19.5 °C y su humedad depende de la intensidad 

de las precipitaciones. En cuanto a la temperatura del agua, por extensión de lagunas 

circundantes, varía entre 7 y 10 °C (MAAE, 2020). En términos de cobertura, predomina 

el ecosistema de bosque nativo sobre el de páramo (MAAE, 2020). Además, esta zona 

posee vegetación poco intervenida, pantano herbácea-pantanosa en buen estado, con 

grandes extensiones de pajonales y ciertas partes pantanosas con almohadillas (Tacoamán 

y Lasso, 2005). 
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Figura 1. Embalse Representación gráfica a escala de la ubicación del embalse 

Succus (modificado de EPMAPS, 2021). 

 

 

Figura 2. Embalse Representación gráfica a escala de la ubicación del embalse 

Mogotes (modificado de EPMAPS, 2021). 
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5.2.PROCESAMIENTO DE MUESTRAS 

 

Los muestreos se efectuaron en los meses de febrero y abril del año 2021, en 

temporada seca, con precipitaciones dispersas (INAMHI I, 2021). Se concretaron así dos 

muestreos en cada embalse, uno en cada uno de los meses señalados. Todo el 

procedimiento detallado a continuación fue realizado bajo los protocolos establecidos por 

el Departamento de Gestión de los Recursos Hídricos y el Laboratorio de Control de 

Calidad de la EPMAPS (EPMAPS, 2021) 

 

FASE DE CAMPO 

La cota máxima fue de 25 m en Succus y 35 m en Mogotes, lo que 

delimitó el número y la profundidad de los estratos de la columna de agua a ser 

analizados. Para el monitoreo de fitoplancton, se llevaron a cabo dos técnicas 

de muestreo en los embalses; arrastre superficial en el centro de la laguna con 

una red de fitoplancton de 27 μm de tamaño de poro por el lapso de dos minutos 

(Figura 3) y colecta estratificada en la columna de agua con botella Van Dorn 

de 2.2 L a las profundidades 0, 5, 10, 15, 20, 25, 30, 35 m y fondo menos 1 m, 

en función de la profundidad específica (Figura 4). También, con una sonda 

multiparamétrica (Figura 5), se registraron los parámetros fisicoquímicos 

turbidez, clorofila, temperatura, pH, conductividad y oxígeno disuelto (OD) a 

lo largo del gradiente de profundidad de la columna de agua de cada embalse 

durante el muestreo de los diferentes estratos. Finalmente, se estimó la 

transparencia del agua con un disco Secchi.   
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Figura 3. Muestreo de fitoplancton mediante arrastre superficial con red. a, 

Arrastre con la red de fitoplancton de 27 μm de poro por el centro del embalse; b, 

Levantamiento de la red después de la colecta. 

 

 

Figura 4. Muestreo estratificado de la columna de agua mediante botella Van 

Dorn de 2,2 L. a, Instrumento para la obtención de muestras de agua a diferentes 

profundidades; b, Colocación de muestra de agua en botellas ámbar después de la 

colecta. 
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Figura 5. Sonda multiparamétrica. a, Equipo especializado para la toma de 

parámetros fisicoquímicos en toda la columna de agua; b, Proceso de envoltura de 

cordón del equipo, después de la toma de muestras. 

 

Todas las muestras se almacenaron en botellas de vidrio color ámbar de 

250 mL por duplicado (Figura 6) y previamente etiquetadas de acuerdo con el 

formato proporcionado por la EPMAPS (Anexo 1). La mitad de las botellas 

colectadas, se utilizaron para el análisis cualitativo (identificación de 

microalgas y cianobacterias) y la otra parte se dedicó a la siembra y control de 

crecimiento de cepas de microalgas y cianobacterias en medio de cultivo semi-

sólido. Para el análisis cualitativo, se preservaron las muestras con transeau 

(composición: agua, etanol al 95% y formol al 40% mezclados en proporción 

6:3:1) en campo, para conservar el color y la forma originales de los 

microorganismos. Finalmente, todas las muestras fueron transportadas en 

coolers hacia el laboratorio y estuvieron en refrigeración por 24 horas hasta su 

respectivo procesamiento. 
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Figura 6. Frascos ámbar para recolección y almacenamiento de muestras. a, 

Depósito de muestras recogidas por con red y botella de Van Dorn en frascos 

ámbar; b, Frasco ámbar etiquetado con muestra. 

 

FASE DE LABORATORIO 

 

En el análisis cualitativo para la identificación de los microorganismos 

se empleó la técnica de Utermöhl (AENOR, 2007), de cada frasco ámbar con 

muestras preservadas, se extrajeron tres alícuotas de 25 ml y tres de 50 ml y se 

colocaron en cámaras de sedimentación. Tras el depósito de la biomasa 

preservada, se transfirieron 25 y 50 µL, respectivamente, a cada una de 2 placas 

portaobjeto (Figura 7) por alícuota. Posteriormente, se colocó la cámara de 

sedimentación o la placa bajo un microscopio invertido CARL ZEISS 

AXIOVERT 4.0 (Figura 8). Se procedió a enfocar y tomar fotografías de todos 

los morfotipos fotosintéticos presentes y definir su escala de tamaño 

correspondiente, mediante una unidad de captura de fotografías Moticam, 

incorporada en el software del microscopio (WHO, 2011; Ontaneda, 2020). 

Posteriormente, estas imágenes fueron sometidas a un proceso de edición para 

una mejor apreciación de la escala y del microorganismo fitoplanctónico de 

interés (Figura 9). 
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Figura 7. Cámaras de sedimentación preparadas para cada muestra de 

fitoplancton. a, Frascos ámbar con las muestras de fitoplancton, cámaras de 

sedimentación y placas portaobjetos preparadas a partir de la biomasa 

sedimentada; b, Cámaras de sedimentación de 50 (amarilla) y 25 ml 

(transparente). 

 

 

 

Figura 8. Revisión de características microscópicas mediante 

magnificación de imagen. a, Cámara de sedimentación de 50 ml sobre la 

platina mecánica del microscopio invertido; b, Pantalla del monitor con 

microorganismo fitoplanctónico enfocado. 
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Figura 9. Imagen de microorganismo fitoplanctónico. a, Imagen obtenida 

con el microscopio invertido; b, Imagen editada. 

 

Las muestras destinadas a la siembra de microalgas y cianobacterias 

fueron homogenizadas previa a su filtración con una bomba de vacío. Las 

muestras se filtraron, por duplicado, a través de membranas microporosas de 

fibra de vidrio de 0,45 micras, en cuya superficie quedaron retenidos los 

microorganismos de interés. Simultáneamente, se procedió a etiquetar las cajas 

Petri que contenían medio de cultivo semisólido BG11 sin nitrógeno para el 

aislamiento de cianobacterias (Figura 10a). Se realizó la siembra individual de 

los filtros sobre la superficie del medio y se selló con parafilm (Figura 10b). 

Posteriormente, las cajas fueron trasladadas al laboratorio de la PUCE para su 

incubación y seguimiento. Las condiciones de incubación fueron: iluminación 

de baja intensidad con lámparas fluorescente de 10-75 µmol m-2 s-1, 

temperatura entre 20-25°C y un fotoperíodo de 12:12 horas. A partir de las 

cuatro semanas, comenzaron a observarse los filamentos o la coloración 

característica de las cianobacterias en los medios de cultivo (Figura 11a). El 

período de incubación fue extenso porque las cianobacterias deben pasar por 

un periodo de adaptación para poder utilizar los nutrientes del medio y empezar 

a replicarse (Beamud, León, Kruk, Pedrozo y Diaz, 2015).   
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Figura 10. Siembra de muestras vivas concentradas al vacío. a. Frascos 

ámbar con las muestras frescas de fitoplancton junto a cajas Petri con medio 

BG11 sin nitrógeno rotuladas previa su siembra; b, Filtros de 0,45 µm con la 

biomasa concentrada mediante filtración al vacío, sembradas en las cajas Petri. 

 

 

Cuando se evidenció el crecimiento mixto sobre y alrededor del filtro, 

se procedió retirar el filtro (Figura 11b) o directamente aislar las colonias 

presuntivas con ayuda de un asa, una pipeta o una pinza. Simultáneamente, se 

preparó placas portaobjetos en fresco para visualizar con un microscopio óptico 

las colonias presentes. Una vez que se obtuvo cultivos monoalgales (Figura 

11c), se prepararon placas semipermanentes para la observación y fotografía 

de los diferentes microorganismos fotosintéticos obtenidos bajo el microscopio 

invertido (Figura 11d). Finalmente, se adjuntó la referencia de tamaño en las 

fotografías y se procedió a la caracterización morfológica de los diferentes 

taxones observados para su identificación. 
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Figura 11. Proceso de obtención de cultivos monoalgales. a, Colonia mixta 

desarrollada sobre el filtro de 0,45 µm; b, crecimiento de colonias de 

fitoplancton sin filtro; c, Caja Petri dividida en cuatro cultivos monoalgales; d, 

Imagen de un cultivo monoalgal al microscopio invertido. 

 

Para la clasificación taxonómica de las microalgas y cianobacterias 

halladas, se tomaron en cuenta características morfométricas como forma, 

color y tamaño y se las contrastó con las guías de Zakrys, Milanowski y 

Karnkowska (2017), Veiga y Tremarin (2017), Round, Crawford y Mann 

(1990), Bicudo (2017), Geitler (1933), Bakes y Bold (1970), Rippka, 

Deruelles, Waterbury, Herdman y Stainer (1979), Ortega (1984), Tavera y 

Komárek (1996), Tavera et al. (2000), Moreno (2005); y las bases de datos 

AlgaeBase (Guiry y Guiry, 2021), Diatoms of North America (2021) e 

Integrated Taxonomic Information System (ITIS) (2021). Además, la 

identificación conseguida fue validada por expertos nacionales, la MSc. Diana 

Ontaneda y el Lcdo. Andrés Arévalo de la EPMAPS y corroborada por 
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limnólogos internacionales como el MSc. Santiago Duque, Coordinador del 

grupo de investigación “Limnología Amazónica” del Instituto Amazónico de 

Investigaciones de la Universidad Nacional de Colombia, y la PhD. Miriam 

Steinitz-Kannan, profesora del Departamento de Ciencias Biológicas de la 

Universidad de Kentucky del Norte, Estados Unidos.  

 

Una vez obtenidas las fotografías de las microalgas y cianobacterias de 

ambos embalses con sus respectivas identificaciones, se procedió a sintetizar la 

información de cada taxón de cada uno de los embalses, con su clasificación, su 

descripción, la profundidad a la que fue hallado y/o el procedimiento (arrastre o 

muestreo estratificado) que permitió detectar su presencia. Esto se efectuó para 

reconocer las divisiones de microalgas o cianobacterias del fitoplancton que 

predominaron en cada ecosistema y detectar aquellos que pudieron ser 

catalogados como bioindicadores del estado trófico del embalse, de acuerdo con 

sus características y adaptabilidad a las fluctuaciones ambientales. Debe 

puntualizarse que no fue objetivo de esta investigación comparar entre los 

embalses bajo estudio, sino realizar el inventario a nivel de cada embalse para 

determinar la comunidad fitoplanctónica que lo característica.  

 

 

6. RESULTADOS 
 

6.1.COMPOSICIÓN TAXONÓMICA DEL FITOPLANCTON DEL 

EMBALSE SUCCUS 

 

La comunidad fitoplanctónica del embalse Succus estuvo conformada por 30 

taxones pertenecientes a seis filos: Bacillariophyta, Charophyta, Chlorophyta, 

Cyanobacteria, Euglenozoa y Miozoa.  La taxonomía de las especies, su fotografía y 

descripción respectiva se encuentran en la Tabla 1 y los parámetros fisicoquímicos del 

embalse al momento de los muestreos figuran en el Anexo 2. Además, la distribución de 

los taxones en toda la columna de agua se detalla en la Tabla 2.
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Tabla 1. Taxonomía de la comunidad fitoplanctónica de Succus. 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Fragilaria sp. 

 

Paredes celulares finas que conforman valvas 

rectangulares, sin plastos en el centro, porque 

no se trató de una célula viva. 

  N
av

ic
u

la
le

s 

N
av

ic
u
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ce

ae
 

Navicula sp. 

 

Células solitarias con valvas lanceoladas, 

estriadas transversalmente en la zona media. 

Los extremos de la célula son acuminados, 

posee un núcleo en el centro y dos cloroplastos. 

El rafe es recto. 
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n
e
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Stauroneis sp. 

 

Valvas con ensanchamiento en el centro. Las 

estrías son paralelas en la parte central de las 

valvas y se irradian en los polos. Las frústulas 

tienen simetría dorsiventral. Tiene anchos 

surcos transversales ubicados en la zona 

central. 
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Epithemia sp. 

 

Presenta valvas asimétricas al eje apical y 

simétricaas al eje transapical. Los lados 

terminales del rafe se desvían hacia el lado 

dorsal. Presenta poros apicales en ambos 

extremos. Las estrías son uniseriadas. 

    

Rhopalodia sp. 

 

Célula conformada por dos valvas grandes y 

pesadas. La forma es lanceolada con estrías y 

costillas radiales en dirección polar. Las células 

crecen aisladas y solas, pueden ser pequeñas 

hasta muy grandes. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Tabellaria sp. 1 

 

Colonia de diatomeas unidas por protusiones 

en el centro de cada valva.  Las frústulas están 

compuestas por una pared celular de sílice. 

Individualmente, las células son estrechas, 

lanceoladas y tienen polos truncados.  Las 

colonias suelen ser largas y rectas y están 

unidas entre sí por mucílago. Esta fue 

catalogada como especie 1. 
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Tabellaria sp. 2 

 
 

Colonia de diatomeas dispuestas en forma de 

zigzag o estrelladas en las que las células 

quedan unidas desde sus ápices entre sí por 

mucílago. Poseen valvas lineares, 

generalmente más anchas en el centro que en 

los extremos. Esta fue catalogada como especie 

2. 
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Amphora sp. 

 

Posee dos valvas lineales superpuestas con 

ápices redondeados. El rafe está acompañado 

de terminaciones centrales externas. 
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Closterium kuetzingii 

 

 

Célula grande, alargada, fusiforme, con los 

extremos levemente acuminados.  Carece de 

istmo y tiene dos cloroplastos axiales y varios 

pirenoides. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 

C
h

ar
o

p
h

y
ta

 

Z
y

g
n

em
a
to

p
h

y
ce

ae
 

D
es

m
id

ia
le

s 

D
es

m
id

ia
ce

ae
  

Cosmarium sp. 1 

 

Semicélulas reniformes, con constricción 

profunda en el centro. La pared celular posee 

gránulos, es hialina y contiene un cloroplasto 

en cada célula. Esta fue catalogada como 

especie 1. 

    Cosmarium sp. 2 

 

Semicélulas reniformes, con constricción 

profunda en el centro. La pared celular es lisa, 

no se aprecian gránulos, es hialina y contiene 

un cloroplasto en cada semicélula. Esta fue 

catalogada como especie 2. 

    Hyalotheca sp. 

 

Semicélulas circulares vistas verticalmente y 

rectangulares vistas transversalmente, que 

están unidas en filamentos largos. La colonia se 

encuentra cubierta por una gruesa capa de 

mucílago. 
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Elakatothrix gelatinosa 

 

Colonia conformada por células individuales 

en forma de huso, con membrana celular 

delgada, transparente y que poseen un 

cloroplasto y un pirenoide en cada una. 

Además, las células se ven rodeadas de una 

vaina mucilaginosa hialina. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Mougeotia sp. 

 

Filamento formado por células finas y 

alargadas, constituida por células de estructura 

tridimensional cilíndrica y rodeado de una capa 

de mucílago exterior. Los cloroplastos y 

pirenoides se ubican de manera central en la 

célula. 

    Spirogyra sp. 

 

Microalga verde filamentosa con células 

cilíndricas sin septos ni poros en la pared 

celular. Cada célula tiene una gran vacuola 

central y cloroplastos espirales con varios 

pirenoides. 
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*Chlamydomonas sp. 

 

Célula ovalada, con un cloroplasto que ocupa 

gran parte de la célula, uno o varios pirenoides, 

un estigma, un par de flagelos y un núcleo bien 

definido. 
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Scenedesmus sp. 

 

Especie cenobial compuesta por cuatro células 

planas elípticas, con polos acuminados, 

contenidas en un mucílago hialino. Además, 

contienen un cloroplasto parietal con un 

pirenoide cada una. 
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Planktosphaeria 

 

gelatinosa 

 

 

 

Especie esférica rodeada por una gran capa 

hialina de mucílago. El cloroplasto es denso, 

está dividido en varios fragmentos y, en su 

interior, se encuentra un pirenoide. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Sphaerocystis sp. 

 

Células esféricas o globosas y que están 

distribuidas irregularmente en grupos de dos o 

cuatro, formando tetraedros regulares. Las 

células pueden agruparse y estar cubiertas de 

mucílago. 
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Willea rectangularis 

 

Conjunto de cuatro células envueltas con una 

capa mucilaginosa. Las paredes celulares son 

lisas y poseen espinas marginales claramente 

visibles. 

    Lagerheimia ciliata 

 
 

Célula esférica, ovoide o con forma de limón 

(citriforme) y pared lisa. Las espinas son rectas 

o curvadas, con cuatro a seis espinas en cada 

polo, que suelen ser largas. Tiene cuatro 

cloroplastos por célula y un pirenoide. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Oocystis sp. 1 

 

Células con forma elipsoidal u ovoide, con 

paredes celulares gruesas. Se agrupan en 

colonias. Las células tienen uno o más 

cloroplastos y un pirenoide en cada una. 
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*Anabaena  sp. 

 
 

Filamento solitario con heterocistos que 

aparecen en posiciones intercalares. Los 

acinetos tienen formas variadas y se sitúan, por 

lo general, separados de los heterocistos. Tiene 

vesículas de gas. 
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Phormidium sp. 

 

Tricomas rectos y compuestos de células 

cilíndricas en forma de barril; cilíndricos y 

curvados. Las células son isodiamétricas, es 

decir, más largas y cortas que anchas. No tienen 

acinetos, heterocistos ni aerótopos. Presentan 

un color verde azulado. En ciertos casos, se 

puede observar mucílago alrededor de la 

célula. 
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Merismopedia  sp. 

 

Especie colonial tabulada, conformada por 

células planas de color azul verdoso, 

rectangulares, agrupadas en 16 a 55 células que 

están envueltas por un mucílago hialino. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Snowella lacustris 

 

Colonia irregular compuesta por células 

esféricas con tallos mucilaginosos hialinos 

alargados, distribuidos radialmente. La colonia 

se encuentra contenida en una estructura 

mucilaginosa. 
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Euglena  sp. 

 

Especie unicelular de forma irregular, posee un 

flagelo activo, abundantes cloroplastos y el 

estigma que, al ser un orgánulo fotorreceptor, 

le permite detectar la luz. Además, tiene una 

pared celular flexible que cambia de forma en 

casos de adversidad ambiental. 
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Trachelomonas  sp. 

 

Células ovoides de color café o marrón oscuro 

con espinas alrededor. 
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Peridinium sp. 

 
 

Dinoflagelado ovalado conformado por placas 

ornamentales divididas en dos; hipoteca y 

epiteca. También se puede visualizar en el 

citoplasma gránulos de almidón.   

*Taxones identificados por visualización directa y mediante cultivo en medio semisólido BG11 sin nitrógeno. 
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Tabla 2. Comunidad fitoplanctónica del embalse Succus en función del gradiente de 

profundidad. 

FILO 
FEBRERO 2021 ABRIL 2021 

PROFUNDIDAD (m) PROFUNDIDAD (m) 

TAXÓN A 0.5 5 10 15 20 25 F-1 A 0.5 5 10 15 20 25 F-1 

 

BACILLARIOPHYTA 

Amphora sp. x        x        

Epithemia sp.   x      x        

Fragilaria sp.  x x x x x x X x x x x x x x x x 

Navicula sp.  x x x x x x X x x x x x x x x x 

Stauroneis sp. x        x        

Pinnularia sp. x        x        

Rhopalodia sp.  x        x        

Tabellaria sp. 1 x        x        

Tabellaria sp. 2          x       

                                  

CHAROPHYTA 

Closterium kuetzingii x        x          

Cosmarium sp. 1 x     x   x          

Cosmarium sp. 2 x  x       x  x       

Elakatothrix. 

gelatinosa 
x    x    x  x x x      

Hyalotheca sp.  x                  

Mougeotia sp. x        x          

Spirogyra sp. x                  

                    

CHLOROPHYTA 

Chlamydomonas sp.   x        x      

Willea rectangularis x x x x x x x x x x x x x x x x 

Lagerheimia ciliata x x x x x x x x x x x x x x x x 

Oocystis sp.  x x x x x x x x x x x x x x x x 

Planktosphaeria 

gelatinosa 
x        x        

Scenedesmus sp.   x x x x x    x x       

Sphaerocystis sp.         x        

                                  

CYANOBACTERIA 

Anabaena sp.  x                

Merismopedia sp.           x       

Phormidium sp. x x x x x    x x x x x    

Snowella lacustris x x x x x x x x x x x x x x x x 

                                  

EUGLENOZOA 

Euglena sp.  x x x      x x       

Trachelomonas sp.  x x x x x x x x x x x x x x x x 

                                  

MIOZOA 

Peridinium sp.  x x   x    x     x     

A: arrastre; F-1: fondo menos un metro.
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La presencia de los diferentes taxones identificados dependió de la profundidad y, en 

algunos casos, también de la fecha de muestreo o la técnica aplicada (Tabla 2). En el filo 

Bacillariophyta, se registraron nueve taxones, de los que Amphora sp., Stauroneis sp., 

Rhopalodia sp. y Tabellaria sp. 1, se evidenciaron únicamente mediante arrastre. Epithemia 

sp., en cambio, se presentó a los 5 m en febrero y solo se evidenció mediante arrastre en abril. 

Por otro lado, Fragilaria sp. y Navicula sp. estuvieron presentes desde la arrástrela superficie 

hasta el fondo – 1 m en ambos muestreos.  Finalmente, Tabellaria sp. 2 se presentó solo en el 

mes de abril a los 5 m. 

 

Algo semejante ocurrió con el filo Charophyta, en donde se registraron ocho taxones 

(Tabla 1). Closterium kuetzingii y Mougeotia sp. se registraron exclusivamente mediante 

arrastre. Cosmarium sp. 1 caracterizó la muestra de arrastre y los 20 m de profundidad en 

febrero, pero se encontró solo mediante arrastre superficial en abril. Por su parte, Cosmarium 

sp. 2 fue fácilmente detectable mediante arrastre superficial y, puntualmente, a 5 m en febrero, 

mientras que en abril fue detectado en superficie, pero también a 10 m de profundidad. En 

febrero, Elakatothrix gelatinosa fue registrado por arrastre superficial y a 15 m de profundidad; 

mientras que, en abril, mediante arrastre y, puntualmente, a 5, 10 y 15 m de profundidad. Los 

taxones Hyalotheca sp. y Spirogyra sp., en cambio, se limitaron exclusivamente al arrastre 

superficial de febrero (Tabla 2). 

 

Del filo Chlorophyta, se identificaron nueve taxones (Tabla 1), Chlamydomonas sp. 

resultó característico de los 5 m de profundidad, mientras que Willea rectangularis, 

Lagerheimia ciliata y Oocystis sp. se mantuvieron suspendidos en toda la columna de agua. Por 

otro lado, Planktosphaeria gelatinosa se evidenció únicamente mediante arrastre superficial. 

Scenedesmus sp., en febrero, caracterizó desde la superficie hasta los 15 m de profundidad y, 

en abril, se presentó en el arrastre superficial y hasta los 15 m. Por último, Sphaerocystis sp. 

solo se registró mediante arrastre en abril (Tabla 2).   

 

De los cuatro taxones encontrados del filo Cyanobacteria (Tabla 1), Anabaena sp. se 

registró mediante arrastre en febrero, mientras que Merismopedia sp. se halló solo a 0.5 m en 

abril. Phormidium sp. fue característico desde la superficie hasta los 15 m en febrero y abril. 

En cambio, Snowella lacustris se presentó en toda la columna de agua. Por otro lado, de los dos 

taxones de Euglenozoa, Euglena sp. extendió su rango de distribución desde la superficie hasta 

los 5 m. Cabe destacar que Trachelomonas sp. se evidenció en toda la columna de agua. 
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Finalmente, Peridinium sp., único taxón de Miozoa, fue detectado por arrastre superficial y, 

puntualmente, a 0.5 m en febrero y, en abril, por arrastre y a los 20 m de profundidad (Tabla 

2). 

 

En resumen, de los muestreos llevados a cabo en el embalse Succus, destacaron como 

taxones que se registraron en toda la columna de agua Fragilaria sp., Navicula sp., Willea 

rectangularis, Lagerheimia ciliata, Oocystis sp., Snowella lacustris y Trachelomonas sp. 

También, se observaron taxones que se limitaron solamente a la superficie, es decir que se 

evidenciaron mediante arrastre y/o a 0.5 m, como Amphora sp., Epithemia sp., Fragilaria sp., 

Stauroneis sp., Pinnularia sp., Rhopalodia sp., Tabellaria sp. 1, Tabellaria sp. 2, Closterium 

kuetzingii, Cosmarium sp., Hyalotheca sp., Mougeotia sp., Spirogyra sp., Planktosphaeria 

gelatinosa, Sphaerocystis sp., Anabaena sp. y Merismopedia sp. Es importante mencionar que 

hubo taxones que solo se evidenciaron en solo uno de los dos muestreos. Así, Hyalotheca sp., 

Spirogyra sp. y Anabaena sp. se encontraron solo en febrero; mientras que Tabellaria sp. 2, 

Sphaerocystis sp. y Merismopedia sp., exclusivamente en abril. 

 

6.2. COMPOSICIÓN TAXONÓMICA DEL FITOPLANCTON DEL EMBALSE MOGOTES 

 

En Mogotes, la comunidad fitoplanctónica estuvo conformada por 39 taxones, 

pertenecientes a siete filos: Bacillariophyta, Charophyta, Chlorophyta, Cyanobacteria, 

Euglenozoa, Miozoa y Ochrophyta.  La clasificación de los taxones, su fotografía y descripción 

se encuentran en la Tabla 3. Además, su distribución en la gradiente de profundidad se detalla 

en la Tabla 4 y los parámetros físicoquímicos registrados al momento de los muestreos figuran 

en el Anexo 3. 

 

Se registraron nueve taxones del filo Bacillariophyta (Tabla 3). Amphora sp, y 

Pinnularia sp. se hicieron evidentes solo mediante arrastre superficial y exclusivamente en 

febrero de 2021. Cymbella sp. se presentó mediante arrastre en febrero y en abril, pero también, 

mediante muestreo puntual a 0.5 m de profundidad. Navicula sp. 1 fue característica de toda la 

columna de agua, mientras que Navicula sp. 2 se detectó mediante arrastre y solo en abril. 

Stauroneis sp., Surirrela sp. y Rhopalodia sp. se registraron por arrastre superficial. Finalmente, 

Tabellaria sp. se limitó a la superficie en febrero, mientras que se presentó hasta los 5 m de 

profundidad en abril (Tabla 4).
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Tabla 3. Taxonomía de la comunidad fitoplanctónica de Mogotes.  

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 

B
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o
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y
ta

 

B
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la

ri
o

p
h

y
ce
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C
y

m
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s 

C
y

m
b
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ce
ae

 

Cymbella sp. 

 

Presenta valvas asimétricas al 

eje apical y simétricas al eje 

transapical. Los lados 

terminales del rafe se desvían 

hacia el lado dorsal. Presenta 

poros apicales en ambos 

extremos. Las estrías son 

uniseriadas. 

  N
av

ic
u

la
le

s  

N
av

ic
u

la
ce

ae
  

Navicula sp. 1 

 

Célula con valvas lanceoladas, 

estriadas transversalmente en 

la zona media. Los extremos de 

la célula son ligeramente 

redondeados con un núcleo en 

el centro y dos cloroplastos. El 

rafe es recto. 

    Navicula sp. 2 

 

Célula con valvas lanceoladas, 

estriadas transversalmente en 

la zona media. Los extremos de 

la célula son redondeados, con 

un núcleo en el centro y siete 

cloroplastos ubicados 

linealmente, contiguos unos de 

los otros, en el centro de toda la 

célula. 

  

S
u
ri

re
ll

al
es

 

S
u
ri

re
ll

ac
ea

e 

Surirella sp. 

 
 

Células compuestas por valvas 

de forma lanceolada. La fascia 

es transversal, se la conoce 

como "stauros" y se extiende 

hasta los márgenes de la valva. 

Las estrías son uniseriadas y 

punteadas. 
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Amphora  sp. 

 
 

Especie conformada por dos 

valvas superpuestas con ápices 

ligeramente redondeados. El 

rafe posee terminaciones 

centrales externas. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Closterium sp. 

 

Célula en forma de medialuna con 

constricción en la parte media que 

da lugar a dos cloroplastos y 

presenta varios pirenoides. Posee 

una pared celular lisa. 

   D
es

m
id

ia
ce

ae
  

Actinotaenium sp. 

 

Célula cuadrada solitaria, con 

extremos redondeados y una 

constricción profunda, donde las 

paredes se superponen. La pared 

celular es lisa. Tiene un solo 

cloroplasto con un pirenoide 

central. 

    Hyalotheca  dissiliens 

 

Semicélulas circulares vistas 

verticalmente y rectangulares vistas 

transversalmente, que están unidas 

en filamentos largos. La colonia se 

encuentra cubierta por una gruesa 

capa de mucílago. 

    Staurastrum tohopekaligense 

 
 

Semicélulas ovaladas lisas con un 

cloroplasto cada una. Con brazos 

lisos del mismo tamaño, estos se 

abren en los ápices y, generalmente, 

en tres pequeñas espinas. Además, 

poseen de nueve a 12 urales o 

prolongaciones que salen de las 

semicélulas. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Staurodesmus convergens 

 

Semicélulas divididas por una 

constricción profunda y que tienen 

forma elíptica cubierta con 

espinas. La pared celular es lisa. 

Cada semicélula tiene 

cloroplastos y pirenoides. 

    Staurodesmus extensus 

 
 

Semicélulas trapeziformes, cuyos 

extremos terminan en espinas de 

longitud variable. Presenta un 

istmo alargado y un cloroplasto en 

el centro de cada célula. 

    Staurodesmus glaber 

 
 

Semicélulas de forma triangular 

con espinas convergentes robustas 

que sobresalen desde los ángulos 

apicales. Las zigosporas son 

globosas y poseen espinas 

delgadas y rectas. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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D
es

m
id

ia
ce

ae
  

Staurodesmus sp. 

 

Semicélulas con forma ovalada, 

cuyos extremos redondos 

terminan en espinas alternas. 

Presentan un istmo central y un 

cloroplasto que ocupa gran parte 

de cada semicélula. 
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Eudorina sp. 

 

Conjunto de catorce células 

biflageladas superpuestas de 

forma elipsoidal. Hay un espacio 

entre cada célula y su distribución 

se da en todo el mucílago con 

dirección hacia la periferia. 

Además, cada célula tiene un 

cloroplasto en forma de copa con 

estigma, varios pirenoides y varias 

vacuolas contráctiles. 

    Pandorina morum 

 
 

Colonia conformada por dieciséis 

a treinta y dos células que se 

encuentran superpuestas y se 

mantienen juntas hasta conformar 

una célula globular rodeada por 

una envoltura hialina de mucílago. 

Cada célula contiene un 

cloroplasto en forma de copa con, 

al menos, un pirenoide basal y dos 

flagelos. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Oedogonium sp. 

 

 
 

 

 

Filamentos de color marrón, 

seriados, constituidos por células 

basales de forma globosa, células 

terminales con terminación en 

punta y células vegetativas con 

forma cilíndrica, que contienen un 

cloroplasto parietal que podría 

contener algunos pirenoides. 

 

T
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o
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y
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C
h
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O
o

cy
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Nephrocytium agardhianum 

 
 

Especie colonial, con cuatro a 16 

células reniformes de tamaño 

variable en forma de medialuna, 

con polos redondos o acuminados, 

todos contenidos en una envoltura 

mucilaginosa hialina. Además, 

presenta un único cloroplasto 

parietal con pirenoide rodeado de 

reservas de almidón en cada 

célula. 

    Nephrocytium sp. 

 
 

Especie colonial, con ocho a diez 

células reniformes superpuestas 

de gran tamaño con polos 

redondos o acuminados, todos 

contenidos en una envoltura 

mucilaginosa hialina. Además, 

presenta un cloroplasto que ocupa 

toda la célula. 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Oocystis sp. 2 

 

Células grandes con forma 

elipsoidal, ovoide o fusiforme, 

rodeadas de una vaina mucilaginosa 

individual y otra colonial. Están 

agrupadas en entre seis a ocho 

células superpuestas, conformando 

colonias. Cada célula tiene uno o 

más cloroplastos y un pirenoide. 
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*Cylindrospermum sp. 

 
 

Colonias café oscuro, con 

abundantes acinetos ovalados 

maduros y escasos tricomas 

conformados por células cilíndricas 

de menor tamaño 

*Nostoc sp. 

 
 

Colonias verdes claro, conformadas 

por tres tipos de células: las 

vegetativas o células del 

hormogonio, de forma circular, que 

conforman el tricoma; las de mayor 

tamaño que son los heterocistos y las 

ovaladas, denominadas acinetos 
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(Continuación…) 

FILO CLASE ORDEN FAMILIA GÉNERO ESPECIE FOTOGRAFÍA DESCRIPCIÓN 
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Euglena  sp. 

 

Especie con forma circular, que 

posee abundantes cloroplastos y un 

estigma. Además, tiene una pared 

celular flexible que le posibilita 

cambiar de forma en casos de 

adversidad ambiental. 

  
E

u
g

le
n
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a
 

P
h

ac
id
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Phacus orbicularis 

 

Célula globosa con ranuras en forma 

de espiral, con una extensión del 

periplasto que termina en un 

apéndice corto. Posee cloroplastos y 

granos de paramilo. 
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Dinobryon sp. 

 
 

Especie colonial en que las células 

están rodeadas por una lóriga. Ésta 

tiene forma de embudo o jarrón, con 

pared lisa y ondulada. Dentro de esta 

estructura, se encuentran los lóbulos 

de cloroplasto color marrón y 

también presenta un estigma. 

*Taxones identificados únicamente mediante cultivo en medio semisólido BG11 sin nitrógeno. 

También estuvieron presentes las especies Pinnularia sp., Stauroneis sp, Rhopalodia sp., Tabellaria sp. 1, Elakathotrix gelatinosa, Chlamydomonas sp., Planktosphaeria gelatinosa, 

Scenedesmus sp., Willea rectangularis, Lagerheimia ciliata, Oocystis sp. 1, Anabaena sp., Phormidium sp., Snowella lacustris, Trachelomonas sp. y Peridinium sp., cuyas fotografías y 

descripciones constan en la Tabla 1.  
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Tabla 4. Comunidad fitoplanctónica del embalse Mogotes en función de la 

profundidad. 

FILO 
FEBRERO 2021 ABRIL 2021 

PROFUNDIDAD (m) PROFUNDIDAD (m) 

TAXÓN A 0.5 5 10 15 20 25 30 35 F-1 A 0.5 5 10 15 20 25 30 35 F-1 

 

BACILLARIOPHYTA 

Amphora sp. x                                       

Cymbella sp.  x                   x x                 

Navicula sp. 1 x x x x x x x x x x x x x x x x x x x x 

Navicula sp. 2                     x                   

Pinnularia sp. x                                       

Stauroneis sp.  x                   x                   

Surirella sp. x                   x                   

Rhopalodia sp.  x                   x                   

Tabellaria sp.  x x                 x x x               

                                          

CHAROPHYTA 

Actinotaenium sp.                     x                   

Closterium sp.  x                                       

Elakatothrix 

gelatinosa 
x x x x x           x x x x x           

Hyalotheca 

dissiliens 
x                   x x                 

Staurastrum. 

tohopekaligense 
x                            

Staurodesmus sp.  x x         x x                 

Staurodesmus 

convergens 
x          x                  

Staurodesmus 

extensus 
x x x x       x                  

Staurodemus 

glaber 
x x                 x x   x             

                                          

CHLOROPHYTA 

Chlamydomonas 

sp.  
  x x     x           x x               

Willea 

rectangularis 
x x x x x x x x x x x x x x x x x x x x 

Eudorina sp. x                                       

Lagerheimia 

ciliata 
x x x x x x x x x x x x x x x x x x x x 

Nephrocytium sp.                      x                   

Nephrocytium 

agardhianum 
x                   x                   

Oedogonium sp. x                                       

Oocystis sp. 1 x x x x x x x x x x x x x x x x x x x x 

Oocystis sp. 2                     x x                 

Pandorina 

morum 
x                                       

Planktosphaeria 

gelatinosa 
  x x               x x x               

                                          

CYANOBACTERIA 

Anabaena sp.  x                                       

Cylindrospermum 

sp. 
x                    

Nostoc sp. x                    

A, arrastre; F-1, fondo menos un metro.                                     
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(Continuación…) 

FILO 

TAXÓN 
A 0.5 5 10 15 20 25 30 35 F-1 A 0.5 5 10 15 20 25 30 35 F-1 

Phormidium sp. x x x                                    

Snowella lacustris x x x x x x x x x x x x x x x x x x x x 

                                          

EUGLENOZOA 

Euglena sp.  x x x               x x x x x           

Phacus orbicularis x                                       

Trachelomonas sp.  x x x x x x x x     x x x x x x x       

                                          

MIOZOA 

Peridinium sp.  x                   x                   

                                          

OCHROPHYTA 

Dinobryon sp. x x x x             x x x               

                     

A, arrastre; F-1, fondo menos un metro.              

 

 

Con respecto al filo Charophyta, se registraron nueve taxones (Tabla 3). Resultaron 

detectables únicamente mediante arrastre superficial Actinotaenium sp., Closterium sp., 

Staurastrum tohopekaligense y Staurodesmus convergens. Por otro lado, Elakatothrix 

gelatinosa se mantuvo desde la superficie hasta los 5 m de profundidad. Hyalotheca dessiliens 

y Staurodesmus sp. fueron taxones exclusivamente superficiales. Además, Staurodesmus 

extensus, en febrero, se presentó desde la superficie hasta los 10 m y, en abril, se evidenció 

solamente por arrastre superficial. Por último, Staurodesmus glaber fue característico de la 

superficie en febrero, pero en abril extendió su distribución hasta los 10 m de profundidad 

(Tabla 4). 

 

Se hallaron 11 taxones del filo Chlorophyta (Tabla 3). La presencia de Chlamydomonas 

sp. fue algo más extendida en febrero (0.5 m, 5 m y 20 m) que en abril (0.5 m y 5 m). Willea 

rectangularis, Oocystis sp. 1 y Lagerheimia ciliata fueron taxones omnipresentes en la 

gradiente de profundidad. Por otro lado, la detección de Eudorina sp., Oedogonium sp. y 

Pandorina morum en febrero, Nephrocytium sp. en abril y Nephrocytium agardhianum en 

febrero y abril fue posible únicamente mediante arrastre. Por su parte, Oocystis sp. 2 solo 

apareció en superficie en abril. Finalmente, Planktosphaeria gelatinosa caracterizó los 

primeros 5 m de profundidad (Tabla 4). 
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De los tres taxones del filo Cyanobacteria (Tabla 3), Anabaena sp. se limitó al arrastre 

superficial de febrero, Phormidium sp. fue característico hasta los 5 m de profundidad y 

Snowella lacustris se presentó en toda la columna de agua. Por su parte, de los tres taxones de 

Euglenozoa (Tabla 3), Euglena sp. extendió su rango de distribución desde la superficie hasta 

los 5 m hasta alcanzar los 15 m de profundidad en abril. Phacus orbicularis se presentó 

solamente en febrero y por arrastre, mientras que Trachelomonas sp. se registró en toda la 

columna de agua en ambos muestreos. Peridinium sp., único taxón de Miozoa, fue detectado 

mediante arrastre tanto en febrero como en abril; y el único de Ochrophyta, Dynobrion sp., se 

mantuvo en superficie hasta los 10 m en febrero, pero alcanzó solo 5 m en abril. 

 

Sintetizando, en Mogotes, en la superficie (arrastre y a 0.5 m), destacaron taxones como 

Amphora sp., Cymbella sp., Navicula sp. 2, Pinnularia sp., Stauroneis sp., Surirella sp., 

Rhopalodia sp., Actinotaenium sp., Closterium sp., Hyalotheca dessiliens, Staurastrum 

tohopekaligense, Staurodesmus sp., Staurodesmus convergens, Eudorina sp., Nephrocytium 

sp., Nephrocytium agardhianum, Oedogonium sp., Oocystis sp. 2, Pandorina morum, 

Anabaena sp., Phacus orbicularis y Peridinium sp. En cambio, resultaron característicos de 

toda la columna de agua Navicula sp. 1, Willea rectangularis, Lagerheimia ciliata, Oocystis sp. 

1 y Snowella lacustris. Es necesario destacar que hubo especies cuya presencia se evidenció en 

un solo muestreo: Amphora sp., Closterium sp., Staurastrum tohopekaligense, Eudorina sp., 

Oedogonium sp., Pandorina morum, Anabaena sp., Phacus orbicularis se presentaron solo en 

febrero, mientras que Navicula sp. 2, Actinotaenium sp., Nephrocytium sp. y Oocystis sp. se 

registraron solo en abril. 

 

6.3. CULTIVO DE CIANOBACTERIAS Y MICROALGAS BG11 SIN 

NITRÓGENO 

 

Tras 34 días aproximadamente de realizada la siembra y la incubación de la biomasa 

contenida en 50 ml de agua, concentrada en los filtros de 0.45 μm en medio BG11 sin nitrógeno, 

se obtuvo el crecimiento de las cianobacterias cultivables presentes en las muestras de las dos 

colectas de Succus y las dos de Mogotes (Figura 12). 

 

Después de aislar colonias presuntivas, se obtuvo cultivos monoalgales de cada 

microorganismo fotosintético en medio BG11 sin nitrógeno (Figura 13). En el embalse Succus, 

de las muestras obtenidas por arrastre superficial y a 5 m de profundidad proliferaron en cultivo 

los taxones Anabaena sp. y Chlamydomonas sp., respectivamente; mientras que, en Mogotes, 
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de las muestras de arrastre se obtuvieron Cylindrospermum sp. y Nostoc sp. (figuran con * en 

las Tablas 1 y 3). Macroscópicamente, Cylindrospermum sp. presentó colonias amarillas 

verdosas, puntiformes, con elevación convexa y margen entero. Las colonias de Anabaena sp. 

fueron circulares, verdosas, con elevación umbonada y margen ondulado. Nostoc sp. presentó 

también colonias circulares en diferentes tonalidades de verde, con elevación convexa y margen 

entero. Finalmente, Chlamydomonas sp., única clorofita que logró aislarse en este medio de 

cultivo, se caracterizó por colonias amarillentas filamentosas, elevadas, con margen 

filamentoso. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Cultivo mixto de microorganismos fitoplanctónicos en medio BG11 sin 

nitrógeno. a, Día 1 de incubación; b, Crecimiento microbiano transcurridos 20 días; c, 

Crecimiento microbiano transcurridos 27 días; d, Crecimiento microbiano tras 34 días de 

incubación.   
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Figura 13. Cultivo monoalgal de cada microorganismo fotosintético que se 

desarrolló en medio BG11 sin nitrógeno. A, Cylindrospermum sp.; b, Anabaena sp.; 

c, Nostoc sp.; d, Chlamydomonas sp.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Identificación de microorganismos fitoplanctónicos cultivados en medio 

semisólido BG11 sin nitrógeno. a, Cylindrospermum sp.; b, Anabaena sp.; c, Nostoc 

sp.; d, Chlamydomonas sp. 
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La observación microscópica directa de los tres géneros de cianobacterias Nostocales, al 

igual que el de la clorofita, aislados en medio BG11 sin nitrógeno se presentan en la Figura 14. 

Este apartado no representó un desafió puesto que las estructuras de los microorganismos 

aislados fueron muy notables, por lo que fácilmente se dedujo el nombre del taxón. 

Cylindrospermum sp. se caracterizó por colonias café oscuro, con abundantes acinetos ovalados 

maduros y escasos tricomas conformados por células cilíndricas de menor tamaño. Anabaena sp. 

se evidenció en forma de colonias verdosas, filamentosas, conformadas por células en forma de 

barril y heterocistos ubicados de forma intercalada a lo largo del tricoma. También, fueron 

visibles los acinetos, que se presentaron como células de menor tamaño que los heterocistos, con 

forma ovoide. Nostoc sp., por su parte, formó colonias verdes claro, conformadas por tres tipos 

de células: las vegetativas o células del hormogonio, de forma circular, que conforman el tricoma; 

las de mayor tamaño que son los heterocistos y las ovaladas, denominadas acinetos. Finalmente, 

la clorofita Chlamydomonas sp. se caracterizó por poseer forma de pera y pared celular 

relativamente gruesa, de color verde claro. No se pudieron apreciar los flagelos porque se 

desarrolló en el medio de cultivo en forma de zoosporas.  

 

 

7. DISCUSIÓN 

 

7.1.IDENTIFICACIÓN TAXONÓMICA DE LA COMPOSICIÓN DE LAS 

COMUNIDADES FITOPLANCTÓNICAS DE SUCCUS Y MOGOTES 

 

La presente investigación se concibió para contribuir al conocimiento de la comunidad 

fitoplanctónica de dos embalses altoandinos: Succus y Mogotes, que son fuente de agua cruda 

para el DMQ. Se registraron 30 taxones en Succus y 39 en Mogotes. Ambos embalses 

compartieron las especies Pinnularia sp., Stauroneis sp., Rhopalodia sp., Tabellaria sp. 1, 

Elakathotrix gelatinosa, Chlamydomonas sp., Planktosphaeria gelatinosa, Scenedesmus sp., 

Willea rectangularis, Lagerheimia ciliata, Oocystis sp. 1, Anabaena sp., Phormidium sp., 

Snowella lacustris, Trachelomonas sp. y Peridinium sp.  

 

De los taxones identificados para Succus (Tablas 1) y Mogotes (Tabla 3), resaltó la 

taxonomía detallada mayoritariamente a nivel de género, sin una pérdida significativa de 

información. Por el contrario, la base de datos recopilada supuso reducción de tiempo en cultivo 
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e identificación y, a su vez, en costos (Ren et al., 201; Faquim et al., 2021). Esto fue respaldado 

por el MSc. Duque (comunicación personal, 18 de mayode 2021), pues muchos taxones como, 

por ejemplo, Tabellaria, requieren de un cultivo monoalgal y una fotografía con mayor 

resolución y enfocada, en este caso particular, en partes específicas de la epiteca e hipoteca para 

conseguir la identificación a nivel de especie. También, Faquim et al. (2021) demostraron que 

datos de ausencia/presencia generan información que podría, incluso, llegar a reemplazar a 

aquella derivada de análisis de abundancia. 

 

Gallego et al. (2012) deducen que el uso adecuado de claves taxonómicas permite hallar 

congruencia entre el nivel de género y el de especie en los grupos funcionales de un sistema 

acuático, incluyendo fitoplancton, perifiton, zooplancton, peces y hasta hongos. En otras 

palabras, los niveles taxonómicos más altos utilizados en este estudio; orden, familia y género, 

sí reflejan la diversidad de cada embalse. Por otro lado, hay que considerar los altos niveles de 

experiencia que se requieren para la identificación del fitoplancton a nivel de especie (Gallego 

et al., 2012), por lo que el trabajo ejecutado ha facilitado el desarrollo de información confiable 

en corto tiempo, muy visual, traduciéndose en una herramienta para la toma de decisiones de 

conservación y manejo de fuentes de agua cruda para las plantas de tratamiento. 

 

Por otro lado, los resultados obtenidos fueron comparables con los presentados en el 

estudio de Basualto et al. (2006) en la laguna Budi en Chile, donde se registraron 30 taxones, 

es decir, una mayor diversidad a la obtenida por Allende et al. (2008). Esta última investigación 

halló entre 17 y 23 taxones en cada laguna estudiada, habiéndose abarcado 10 de las Pampas 

de Argentina. Huanaco, Terreros, Catellanos y Barraza (2016) llegaron a describir 19-22 

taxones en la laguna altoandina La Viuda en Perú. En este sentido, los taxones identificados en 

Succus y Mogotes, por separado, denotan alta diversidad de microorganismos que viven, se 

desarrollan y están conectados en los procesos biogeoquímicos que gobiernan cada embalse 

(Pomati et al., 2020). Esta definición se ajusta a un ecosistema fitoplanctónico biodiverso y 

productivo, característico de una comunidad natural en condiciones de páramo (Gaysina, Saraf 

y Singh, 2019). Más aún, resalta su calidad de ecosistemas prístinos, sin intervención humana, 

debido a su ubicación remota, temperatura extrema y difícil acceso, como corroboraron los 

hallazgos de Rejas, Muylaert y Meester (2005).   
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7.2.TEMPORALIDAD Y METODOLOGÍA DE COLECTA DEL FITOPLANTON 

 

La biodiversidad hallada en abril no fue idéntica a la de febrero de 2021 para ninguno de 

los dos embalses. Esto puede asociarse a factores como el clima, interacciones biológicas, 

limitación de dispersión, carga de nutrientes, parámetros fisicoquímicos presentes en cada 

embalse en el momento de la extracción de las muestras o por la metodología y el momento 

específico de ejecución (Lemley et al., 2016; Secker et al., 2016; Groß, Boersma y Meunier, 

2021). Además, coincide que precisamente durante los primeros muestreos de Succus y Mogotes 

se produjo una fuerte lluvia, que debió repercutir en la distribución espacial de los taxones 

fitoplanctónicos. En efecto, la lluvia incide sobre la zona fótica del embalse y desplaza 

espacialmente la ubicación de algunos taxones en la columna de agua (Pomati et al., 2020). Como 

resultado de este fenómeno, puede explicarse que ciertos taxones se reportaran exclusivamente 

en uno de los dos muestreos de cada embalse. En ese caso, estarían Tabellaria sp. 2, Hyalotheca 

sp., Spirogyra sp., Sphaerocystis sp. y Merismopedia sp., que representaron el 17% de los taxones 

de Succus; y Amphora sp., Navicula sp. 2, Pinnularia sp., Actinotaenium sp., Closterium sp., 

Staurastrum tohopekaligense, Eudorina sp., Nephrocytium sp., Oedogonium sp., Oocystis sp., 

Pandorina morum, Anabaena sp., Phromidium sp. y Phacus orbicularis, que conformaron el 

36% de la diversidad registrada para Mogotes.  

 

Sin embargo, el porcentaje de variación de la presencia/ausencia de taxones entre 

muestreos dentro del mismo embalse no llega al 50%, por lo que se podría inferir que la 

diversidad propia de cada laguna (Tabla 1 y Tabla 3) responde de manera similar a las variables 

ambientales o patrones de distribución espacial (Marciales et al., 2012; Metsoviti 

Papapolymerou, Karapanagiotidis y Katsoulas, 2020). En realidad, las diferencias registradas 

entre muestreos resultan fácilmente atribuibles a la fisiología de las células del fitoplancton, que 

son muy sensibles a las fluctuaciones ambientales (Secker et al., 2016). Además, dos muestreos 

puntuales en el centro de las lagunas no resultan representativos para definir su biodiversidad 

cuando ésta depende tan profundamente de espacio y tiempo, y todo lo que estos dos parámetros 

implican para la dinámica propia del ecosistema (Gallego et al., 2021; Mena et al., 2019).  

 

Por tanto, para comprender el patrón de distribución del fitoplancton, así como su relación 

con las variables ambientales, es esencial recopilar información durante un período relativamente 

largo (Queimaliñoz y Díaz, 2014). Varios autores aseguran que la extracción sistemática de 

muestras en un período mínimo de seis meses permite la comparación entre meses de muestreo, 

teniendo en cuenta los episodios climáticos que se podrían producir (Parmar et al., 2016; Benito 
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et al., 2018; Tapia y Naranjo, 2019). Adicionalmente, se recomienda no limitarse a las lagunas 

para estudios de fitoplancton, sino ampliar el espectro mediante el análisis de charcos adyacentes, 

por tener menor columna de agua y mayor acceso a la luz fotoquímicamente activa (Faquim et 

al., 2021). Asimismo, la capacidad de determinar el rol de un microorganismo en un ecosistema 

acuático depende de que se aborden perifiton, fitoplancton, zooplancton y vertebrados, en su 

conjunto (Edwards, 2021), pues las interacciones entre las diferentes poblaciones dentro de las 

comunidades que conforman el ecosistema tienen una dinámica que se establece en función de 

las variables ambientales y la temporalidad (día, meses, años, décadas…) (Faquim et al., 2021).  

 

Por tanto, si bien la metodología empleada para establecer una línea taxonómica de base 

para los embalses altoandinos Succus y Mogotes arrojó una primera luz sobre la diversidad 

fitoplanctónica que albergan, poco pudo esclarecerse acerca de su abundancia, posibles patrones 

de distribución, dominancia o migración en la superficie o en la gradiente de profundidad, 

fluctuaciones poblacionales a lo largo de la temporada seca o predecir tendencias en términos de 

composición, carga de nutrientes en el sistema o respuestas a cambios ambientales más drásticos 

como los que derivarían del calentamiento global, como requeriría un estudio ecológico en toda 

regla (Acevedo et al., 2018; Borowitzka, 2018; Faquim et al., 2021).  

 

 

7.3.FACTORES QUE REGULAN LA BIODIVERSIDAD FITOPLANCTÓNICA 

 

El funcionamiento de los ecosistemas acuáticos de agua dulce y salada guardan una 

relación directa con la fisiología, la morfología y la diversidad de las especies especies. 

Acevedo, Brandt, Bruggeman y Merico (2015) afirman que los microorganismos con forma 

esférica o elipsoidal suelen verse favorecidos por su fisiología, pues tienden a permanecer 

flotando en la columna de agua, debido a que se hunden más lentamente. En Succus y Mogotes, 

precisamente taxones con esas características no se limitaron a la superficie o a la profundidad 

del cuerpo de agua, sino que se manifestaron a lo largo del gradiente de profundidad de los 

embalses. Entre ellos, estuvieron Cosmarium sp., Chlamydomonas sp., Eudorina sp., Euglena 

sp., Gloeocystis sp., Lagerheimia ciliata, Nephrocytium sp., Oocystis sp., Pandorina sp., 

Planktosphaeria gelatinosa, Peridinium sp., Phacus orbicularis, Sphaerocystis sp. y 

Trachelomonas sp. Al contrario, Amphora sp., con dos valvas simétricas que conforman un 

rectángulo; Cymbella sp., de valvas asimétricas; y Closterium sp., con morfología de 

medialuna, pudieron verse menos favorecidos por su forma. Esto podría explicar que se 
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limitaran a la zona fótica, es decir, hasta los 5 m de profundidad de acuerdo a lo que pudo 

estimarse mediante disco Secci tanto en Succus como en Mogotes. 

 

Con respecto a la morfología, Gallego et al. (2012) mencionan que la diversidad de las 

formas y las adaptaciones de los microorganismos pertenecientes al fitoplancton contribuyen 

con la biodiversidad. Particularmente, los flagelos presentes en la microalga Euglena y el 

dinoflagelado Peridinium les permitieron mantenerse, ascender o descender en la columna de 

agua para suplir sus requerimientos nutricionales en ambos embalses (Farmer, 2009; Secker et 

al., 2016). Otra estrategia para modificar la posición dentro de la columna de agua constituye 

la empleada por Lagerheimia ciliata, que puede alterar de forma activa el tamaño de sus 

proyecciones para ascender o descender de acuerdo con la disponibilidad de nutrientes 

(Tuchman, 1996). También, el exoesqueleto de silicio denominado loriga de Dynobrion le 

permite evitar el hundimiento y la captación efectiva de nutrientes (Marciales, Duque y Realpe, 

2012). Esta pudo ser la razón por la que este taxón fue encontrado a lo largo de toda la columna 

de agua, detectándose tanto mediante arrastre superficial como por muestreo estratificado a los 

0.5, 5, 10 y 15 m en el embalse Mogotes en los dos muestreos. 

 

Igualmente, ciertos taxones unicelulares como Chlamydomonas, coloniales como 

Elakatothrix gelatinosa o filamentosos como Hyalotheca están provistos de un mucílago 

extracelular que desempeña un rol crucial en la flotabilidad, lo que les impide descender a una 

zona con escasa o nula penetración de luz, en que la obtención de nutrientes se torna más 

competitiva (Martínez, Godínez y Zúñiga, 2014). Por otra parte, las vesículas de gas, 

características de algunas cianobacterias, les permiten mantenerse suspendidas en la zona de la 

columna de agua en la que existe mayor penetración de luz, lo que explica la presencia de 

Anabaena, Merismopedia y Phormidium desde la superficie hasta los 15 m de profundidad. El 

último taxón resulta, inclusive, tolerante a bajas concentraciones de oxígeno (McAllister, Wood 

y Hawes, 2016). 

 

Otro de los aspectos que puede contribuir a la diversidad de fitoplanton involucra su 

tamaño. En efecto, este parámetro depende del pastoreo del zooplancton, la absorción de luz, 

la disponibilidad de nutrientes y las tasas de absorción de nutrientes y de hundimiento (Acevedo 

et al., 2015). Además, influye en varios procesos funcionales, fisiológicos y ecológicos de los 

ecosistemas (Mena et al., 2019; Faquim et al., 2021). Por su lado, Acevedo et al. (2015) 

especifican que las células de dimensiones menores o iguales a 20 µm (células pequeñas) se 
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reciclan dentro de la zona fótica, mientras que las células mayores a 20 µm (células grandes) 

contribuyen al carbono que se encuentra en el fondo de los ecosistemas acuáticos. Por tanto, la 

diversidad de tamaños de los microorganismos fotosintéticos permite inferir la dinámica, la 

estabilidad, la productividad y los ciclos geoquímicos de un ecosistema (Richmond, 2007; 

Acevedo et al., 2015).    

 

En ese sentido, las microalgas y las cianobacterias caracterizadas por células pequeñas, 

como Cosmarium sp. 1, Cosmarium sp. 2, Elakatothrix gelatinosa, Chlamydomonas sp., 

Scenedesmus sp., Planktosphaeria gelatinosa, Willea rectangularis, Lagerheimia ciliata, 

Oocystis sp. 1, Oocystis sp. 2, Snowella lacustris, Actinotaenium sp., Staurodesmus extensus, 

Staurodesmus glaber y Phacus sp., tienen una ventaja porque pueden tolerar ambientes pobres 

en nutrientes, al requerir menos cantidad con respecto a su tamaño (McCarthy et al., 2018). Así 

también, esta variable les permite, muchas veces, pasar desapercibidos ante sus depredadores 

zooplanctónicos, lo que tiene una relación directa con su mayor abundancia en ecosistema 

acuáticos (Acevedo, Marañón y Merico, 2018; Mena et al., 2019). En cambio, las células 

grandes, como las diatomeas Amphora sp., Cymbella sp., Rhopalodia sp. y Pinnularia sp., 

tienen tasas de crecimiento más lento (Litchman, 2007). Sin embargo, el tamaño de sus 

vacuolas, proporcional a su tamaño, les permite almacenar mayor cantidad de nutrientes 

(Falasco et al., 2014). 

 

En cuanto a la morfología, y continuando en la línea de las diatomeas, estas microalgas 

son distinguibles por el esqueleto de sílice transparente o hialino, que permite la entrada de luz 

y, a su vez, posibilita la difusión y la excreción de sustancias (Falasco et al., 2014), lo que las 

convierte en uno de los grupos con mayor tasa de absorción de nutrientes (Litchman, 2007). 

También, destaca la movilidad de las diatomeas que poseen rafe como Navicula, Stauroneis, 

Epithemia, Cymbella y Surirella. Adicionalmente, el cloroplasto contenido en la estructura de 

sílice confiere a este grupo de microalgas la posibilidad de flotar, para mantenerse en la zona 

donde exista mayor acceso a nutrientes como es la zona fótica (Richmond, 2007).  

Precisamente, todos los taxones del filo Bacillariophyta dominaron la zona fótica. En otras 

palabras, este filo tuvo una mayor afinidad y distribución dentro de los 5 m de la columna de 

agua, a excepción de Navicula sp. y Fragilaria sp. que persistieron en toda la columna de agua.  
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7.4.CULTIVO MONOALGAL COMO ESTRATEGIA DE DETECCIÓN DE 

TAXONES NO EVIDENCIABLES POR VISUALIZACIÓN DIRECTA 

 

Como se dijo antes, en esta investigación se registraron 30 taxones en Succus y 39 en 

Mogotes. De ellos, 28 y 37, respectivamente, resultaron Viables Pero No Cultivables (VBNC, 

por sus siglas en inglés) y los dos restantes de Succus pudieron ser visualizados en muestras 

preservadas y en cultivo (Figura 14). Los microorganismos VBNC se caracterizan por pertenecer 

a entornos en constante cambio o con fluctuaciones que podrían afectar su supervivencia (Barer 

y Harwood, 1999), por lo que el hecho de no ser cultivable se convierte en un mecanismo de 

protección frente a condiciones de estrés: se tornarían cultivables solo si las condiciones fueran 

favorables. Mackey (2014) supone que estos microorganismos pueden volverse cultivables si el 

ambiente les propicia las condiciones idóneas para su crecimiento detectable visualmente, por lo 

que sería importante cultivar las muestras provenientes de embalses en diferentes medios para 

obtener una mayor cantidad de microorganismos viables y cultivables. Esto facilitaría la 

identificación a nivel de especie. Entre los medios empleables están: BG11 con nitrógeno, medio 

Tung Kang Res. Lab (TMRL), Tris Acetato Fosfato (TAP), GoldMedium (GM), GoldMedium 

Fresh-Water Species (GM-FWS), medio clásico f/2 y medio de cultivo Z8 (Muylaert, Bastiaens, 

Vandamme y Gouveia, 2017).  

 

Por otro lado, los dos microorganismos de los que se pudieron obtener cultivos 

monoalgales en medio BG11 sin nitrógeno (Figura 14), no se observaron mediante visualización 

directa de las muestras bajo el microscopio invertido. Esto podría atribuirse a algunos aspectos 

como, por ejemplo, a la asociación de estos taxones con otros macro o microorganismos, que 

impidieron apreciar células independientes (Mackey, 2014). Otra de las razones que lo explicaría 

sería que se encontraban en estado de latencia y que sus estructuras de supervivencia, claves para 

su identificación, no fueran fácilmente apreciables en la observación directa por no encontrarse 

bajo estrés ambiental. Sin embargo, al colocarlas en un medio de cultivo y someterlas al 

forzamiento ambiental que favorece el desarrollo de estructuras particulares, activó su 

crecimiento (Muylaert et al., 2017).  Por tanto, la metodología empleada permitió observar, en 

un primer momento, VBNC en cultivo mixto y el aislamiento y cultivo monoalgal de 

microorganismos no apreciables por visualización directa. Entonces, al fortalecer la metodología 

de cultivo empleada podría prescindirse de confirmaciones moleculares, sobre todo si la 

identificación de los microorganismos fitoplanctónicos es focalizada o no requiere de 

identificación especie-específica como en este caso, debido a la aplicabilidad que se piensa dar a 

la información obtenida. 
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Precisamente, para fomentar el crecimiento de microorganismos fotosintéticos 

cultivables específicos, se empleó el medio BG11 sin nitrógeno por su alta concentración de 

nitrato de sodio y fósforo, lo que potencia el crecimiento de cianobacterias fijadoras de nitrógeno 

(Albrecht et al., 2017). Además, el BG11 sin nitrógeno es un medio recomendado por Barsati y 

Gualtieri (2014) para el cultivo de algas de agua dulce y, principalmente, para cianobacterias 

porque permite un crecimiento satisfactorio. Dentro de las condiciones emuladas y utilizadas 

estuvo el fotoperiodo 12:12 horas, esencial para la actividad fotosintética, la producción de 

adenosín trifosfato (ATP) y de nicotinamida adenina dinucleótido fosfato (NADPH) y la síntesis 

de moléculas esenciales para el crecimiento (Metsoviti et al., 2020). Por esta razón, se observó 

la producción de exopolisacárido en Anabaena sp. y Nostoc sp., lo que facilitó su diferenciación 

e identificación. También, la temperatura y los ciclos de luz empleados permitieron mantener los 

niveles normales de insaturación de lípidos para la adecuada y continua formación de las paredes 

celulares, considerando que los cuatro microorganismos cultivados son fotosintéticos (Figura 14) 

y requieren de luz y dióxido de carbono para la producción de biomasa para la multiplicación 

celular, la respiración y la fotosíntesis (Richmond, 2007; Metsoviti et al., 2020).   

 

Puntualmente, la cianobacteria Nostoc sp. pudo formar colonias macroscópicas (Figura 

13c), cuya descripción coincide con la de Billi y Potts (2000). Adicionalmente, la elevación 

convexa que caracteriza a esta especie en cultivo es por la matriz de glucano que recubre las 

colonias, que le permite sobrellevar cambios biofísicos y fisiológicos. Esta cianobacteria 

presenta, también, colonias microscópicas (Figura 14), que coinciden con la descripción de 

Borowitzka (2018). Resaltan, además, dos estructuras, tanto los heterocistos que permiten fijar 

el nitrógeno, como los acinetos que son células de supervivencia. El glucano que se puede 

apreciar de manera macroscópica está conformado por exopolisacáridos que rodean las células 

mencionadas y las células vegetativas, protegiéndolas del entorno.  

 

En las tres cianobacterias diazotróficas cultivadas (Figura 14), Cylindrospermum sp., 

Anabaena sp. y Nostoc sp., se pueden visualizar células de mayor tamaño que las células 

vegetativas, denominadas heterocistos, que son morfológica y fisiológicamente distintas y que 

se encargan de reducir el nitrógeno atmosférico a amoniaco e incorporarlo en su metabolismo 

(Kumar, Herrera y Golden, 2010). Se relacionan directamente con el medio de cultivo empleado, 

que obligó a los taxones a diferenciar sus células vegetativas y facilitar su identificación mediante 

visualización directa. 
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Cylindrospermum sp. se diferenció de las demás cianobacterias cultivadas por poseer 

heterocistos terminales de gran tamaño, con paredes gruesas y ausencia de aerótopos (Johansen 

et al., 2014). En la Figura 14, no se aprecian, sino los heterocistos debido a la edad del cultivo 

al momento de la fotografía: sobrepasaba los dos meses, lo que coincide con los hallazgos de 

Rosowski, Kaputska y Lawrence (2005). De igual manera, la abundancia de estas células 

especializadas se relaciona con la temperatura a la que se mantuvo el cultivo (Stal, 2017).  

En cuanto a Anabaena sp., Yu, Shi, Cai, Cong y Ouyang (2011) destacan que, bajo 12 

horas de luz y en medio rico en nutrientes, esta cianobacteria presenta un buen crecimiento. 

Además, la descripción macroscópica detallada por Leal, Ortiz, Mora, Ruiz y Ever (2001) es 

similar a la obtenida (Figura 14). De la misma forma, destacan las abundantes células que 

conforman los tricomas y la posición central del heterocisto.  

Entre los microorganismos de los que se obtuvo cultivos monoalgales, también, figuró 

una clorofita, Chlamydomonas sp.  Actualmente, esta microalga es muy estudiada por ser un 

referente del proceso de fototaxis y el microorganismo modelo de estudio de regulación de cilios 

y flagelos. Esta clorofita se ve favorecida por los ciclos de luz 12:12 proporcionados para que se 

dieran los procesos de fototaxis positiva o negativa con ayuda de sus flagelos (Rosenbaum, 2009; 

Therien et al., 2014). En este caso, la fototaxis no fue registrada, pues Chlamydomonas sp. se 

desarrolló en medio BG11 semisólido sin nitrógeno en estado de zoosporas desprovistas de 

flagelos, que suelen evidenciarse bajo condiciones desfavorables, debido a la ausencia de una 

fuente de nitrógeno. Sin embargo, para un crecimiento óptimo, se recomienda la adición de una 

fuente de acetato y condiciones controladas de luz LED roja y un ciclo de luz con intensidad de 

80 µmol m-2 s-1, porque su variación brusca puede ocasionar daño en el ADN (Singh y Priyanka, 

2015; Therien et al., 2014). También, existe un medio de cultivo selectivo para esta clorofita, el 

medio TAP.  

 

7.5.DIVERSIDAD EN LAS COMUNIDADES DE SUCCUS Y MOGOTES 

FRENTE A ECOSISTEMAS ACUÁTICOS SIMILARES 

 

La mayoría de los taxones en ambos embalses se reflejaron mediante arrastre superficial 

y/o muestreo a 0.5 m de profundidad (Tablas 2 y 4). Solamente un 18% de los taxones 

identificados en Succus y el 10% de los de Mogotes se registraron por debajo de los 20 m de 

profundidad. En cuanto a la zona fótica, en este estudio se consideró a los 5 m de profundidad 

como límite inferior, para delimitar la franja de la columna de agua cuyos procesos 
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fotosintéticos resultan óptimos para la comunidad fitoplanctónica, que se relacionan 

directamente con la cantidad de oxígeno disuelto. De los 5 m en adelante, existe un declive de 

oxígeno disuelto (Anexos 2 y 2) a medida que aumenta la profundidad (Carrizales, Gonzales, 

Panca, Sosa, Saico, y Rodríguez, 2021).  

 

La zona fótica comprende un ciclo diario de luz y oscuridad que permite, en ecosistemas 

acuáticos, evaluar las respuestas fisiológicas de los macro y microorganismos controladas por 

procesos fotoquímicos que los estimulan a volver a espacios con más acceso a la luz (Neilson, 

Perry y Crawford, 2019). Esta es una de las posibles razones por la que se registró mayor 

cantidad de taxones a nivel superficial. La importancia de esta afirmación es que esta zona es 

la que responde tanto física como biológicamente a los cambios de temperatura, intensidad de 

corriente y patrones de precipitación y viento, por lo que resulta crucial para la identificación 

de taxones fitoplanctónicos (Edwards, 2021). 

 

En cuanto a la profundidad de los ecosistemas, se definió como límite inferior a los 20 

m, con base en un trabajo similar llevado a cabo en la laguna Bufeos en Bolivia (Rejas et al., 

2005). A partir de esta profundidad, ya no existiría penetración de luz, por lo que se inhiben 

procesos fotoquímicos y los microorganismos deben buscar alternativas de fuentes de carbono. 

Neilson et al. (2019) afirman que, a partir de este umbral, el oxígeno disuelto y la temperatura 

declinan, mientras aumenta la conductividad, como pudo observarse en los embalses Succus y 

Mogotes (Anexos 2 y 3). En resumen, estos factores contribuyeron a un limitado número de 

taxones reportados en la profundidad de Succus y Mogotes, representado por Navicula sp., 

Oocystis sp., Willea rectangularis, Lagerheimia ciliata, Snowella sp., Fragilaria sp. y 

Trachelomonas sp. Una observación similar se halló en el biomonitoreo ejecutado por 

Phoondee, Pumas y Yuwadee (2020), en un embalse ubicado a 4.860 msnm, cuyas muestras 

fueron obtenidas en temporada seca de una región alpina en Tailandia, donde el mayor número 

de taxones se registró en la superficie del agua y se vio reducido a medida que aumentó la 

profundidad.  

  

Otro aspecto destacable es que los embalses Succus y Mogotes son lagunas altoandinas 

porque su localización geográfica supera los 3.000 msnm, la temperatura del agua de ambos 

oscila entre 7.4 y 10.6 ºC (Anexos 2 y 3) y, en cuanto al clima, es propio de páramo. Por tanto, 

con relación a la distribución y dispersión del fitoplancton, algunas de las especies halladas en 

ambas lagunas se han reportado de forma recurrente en estudios previos, realizados en la misma 
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región o el mismo tipo de ecosistema. Por ejemplo, dentro de la misma Reserva Ecológica 

Cayambe Coca, los géneros Cymbella, Spirogyra, Pinnularia, Rhopalodia, Surirella, 

Mougeotia, Spirulina y Navicula se registraron en el Sistema Lacustre de Papallacta que se 

encuentra a 3.300 msnm (Santos, Terneus, Moretta y Cueva, 2003). El último género más 

Fragilaria, Closterium, Trachelomonas, Peridinium, Cosmarium, Elakatothrix, Staurodesmus, 

Willea, Eudorina, Lagerheimia, Nephrocytium, Oocystis, Euglena, y Dinobryon se registraron 

en el embalse Salve Faccha, dentro de la misma reserva (López, 2019). Los cinco primeros más 

Cymbella, Epithemia, Pinnularia, Surirella, Mougeotia, Spirogyra y Anabaena también 

conformaron parte de la diversidad reportada para el embalse La Mica (3.900 msnm) de la 

Reserva del Antisana (Clavijo y Astorga, 2019; García, 2020). Estos resultados corroboran un 

alto nivel de concordancia comunitaria en áreas geográficas similares (Faquim et al., 2021).  

 

Cabe mencionar que las lagunas altoandinas no son homogéneas, por lo que siempre 

habrá una rotación de especies (Abell, et al., 2008). Sin embargo, las características geográficas 

y climáticas de los embalses Succus y Mogotes los asemejan a lagos de otras regiones altoandinas 

de Latinoamérica, lo que se traduce en taxones compartidos. En Argentina, por ejemplo, se 

llevaron a cabo estudios en lagos de la región andina patagónica (Queimaliñoz y Díaz, 2014). 

Allí, se encontraron taxones como Dynobrion, Fragilaria y Peridinium. En Perú, específicamente 

en las lagunas San Diego de Casma y La viuda, en Lima, a 4600 y 4500 msnm, respectivamente, 

se hallaron Amphora, Navicula, Surirella, Sphaerocystis, Oocystis, Fragilaria y Pinnularia 

(Mendo y Guerrero, 2007; Huanaco et al., 2016).  

 

Estos géneros, salvo el último, adicionados a Desmodesmus, Sphaerocystis, Peridnium, 

Staurastrum, Closterium, Merismopedia y Snowella, se encontraron, también, en las lagunas del 

sureste de Brasil ubicadas en un rango de 2.900 a 3.200 msnm (Haraguchi, Carstensen, Abreu y 

Odebrecht, 2015). Por otro lado, en la laguna Mandinga, ubicada a 3.100 msnm, en el estado de 

Veracruz en México, aparecen Amphora, Navicula, Tabellaria y Surirella (Lango, Landeros y 

Galaviz, 2020). Finalmente, en Uruguay en cuatro lagunas de clima subtropical, el único taxón 

similar registrado fue la cianobacteria de género Anabaena (Vidal, Rodríguez, Conde, Martínez 

y Bonilla, 2007). Sin embargo, adicionalmente, sí se registraron diatomeas y dinoflagelados, pero 

no de los mismos géneros identificados en Succus y Mogotes. Esto pudo deberse, además de los 

factores altitudinales y latitudinales, a que la recolección de las muestras se hizo en botellas 

plásticas, en lugar de botellas de vidrio color ámbar, como se sugiere para el monitoreo de 

fitoplancton según Utermöhl (AENOR, 2007). Esto resulta crucial, pues el fitoplancton es 
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fotosensible y muchas especies pudieron perderse por esta falencia metodológica, sobre todo si 

las muestras se procesaron transcurrido más tiempo del recomendado para el efecto (Smith, 

Akan, Tejada y Patrick, 2017).  

 

7.6.ESTADO TRÓFICO DE LOS EMBALSES SUCCUS Y MOGOTES EN 

FUNCIÓN DE LOS BIOINIDICADORES PRESENTES 

 

El estado trófico o la productividad de un cuerpo de agua depende de varios factores 

como los parámetros fisicoquímicos, la entrada de nutrientes, la composición y abundancia del 

fitoplancton, el porcentaje de clorofila y la incidencia de luz sobre el cuerpo de agua (Metsoviti 

et al., 2020). Además, Istvánovics (2009) menciona que la combinación de estos factores 

favorece o debilita un ecosistema. Por ejemplo, la alta actividad microbiológica torna al 

ecosistema eficiente porque puede responder a fluctuaciones ambientales. En consecuencia, la 

biodiversidad del fitoplancton es una manera acertada de estimar el estado trófico o el estado 

de salud de los cuerpos de agua, dado que determinados taxones tienen la capacidad de 

responder directamente a factores físicos, químicos o biológicos. Por ello, caracterizar su 

presencia se ha convertido en un método prometedor para estudiar los impactos de los factores 

externos sobre un ecosistema, su desarrollo y para diferenciar áreas contaminadas de las que no 

lo están (Abell et al., 2008). Además, la determinación de estos microorganismos permite tomar 

acciones correctivas o mantener la vigilancia del sistema acuático con el fin de preservar la 

biodiversidad y la salud de los consumidores de sus aguas cuando ya estén potabilizadas 

(Faquim et al., 2021).   

 

Estos microorganismos se denominan bioindicadores y facilitan evaluar la calidad del 

agua, al ser peculiarmente sensibles. Por tal motivo, tras la identificación de los diferentes 

taxones de microorganismos fotosintéticos de las comunidades fitoplanctónicas, destacaron 

aquellos considerables como bioindicadores de estos ecosistemas lénticos (Tabla 6). En ambos 

embalses resaltaron Chlamydomonas, Elakatothrix, Euglena, Navicula, Oocystis, Peridinium, 

Pinnularia, Snowella, Tabellaria y Trachelomonas. Estos, en su mayoría, coinciden en 

caracterizar sistemas de agua dulce ligeramente ácida. Sin embargo, en los dos meses evaluados, 

se mantuvo un valor de pH de 8.1, es decir, ligeramente alcalino (Anexo 2 y 3). Esto se explica 

porque se está extrayendo el dióxido de carbono que se encuentra en el agua por el proceso de 

fotosíntesis que ocurre con la luz del día, lo que hace que el pH se torne alcalino (Russels, 2009; 

Banrey, 2013). Sin embargo, en la noche y en horas posteriores al amanecer, con el dióxido de 
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carbono que es producido por los organismos acuáticos en ausencia de luz, en el proceso de 

respiración celular, el pH se vuelve ligeramente ácido. Esto es lo que podría estar ocurriendo en 

los embalses bajo estudio, pues las muestras se obtuvieron entre 9 y 11 AM (Jakimavičius, 

Kriaučiūnienė, y Šarauskienė, 2018).  

 

Específicamente, los taxones Actinotaenium y Surirella descritos en Mogotes y y 

Hyalotheca y Mougeotia en Succus son característicos de aguas ácidas. No obstante, en Succus, 

resalta también el género Epithemia, característico de aguas ligeramente alcalinas. Además, 

autores como Jakimavičius et al. (2018) corroboran que los procesos fisiológicos acuáticos 

idealmente ocurren dentro de un pH de 6.5 a 9.0. También, Russels (2009) añade que los niveles 

óptimos de pH en un sistema léntico deben estar en un rango de 7.5 a 8.5, por lo que los valores 

detectados en Succus y Mogotes, se encuentran dentro de los rangos aceptables, lo que se ve 

corroborado por los bioindicadores presentes.  

 

En cuanto a la conductividad, es importante resaltar que la registrada en los embalses fue 

relativamente alta (Anexos 2 y 3), lo que favoreció el crecimiento Trachelomonas en ambos 

embalses y Surirella en Mogotes. Teniendo en cuenta que los valores puntuales de este parámetro 

durante los dos muestreos en Succus se mantuvieron superiores a los obtenidos en Mogotes, 

podría decirse que existe una mayor tasa de descomposición de materia orgánica en Succus 

(Rodríguez, Ruiz y Ramírez, 2007). Sin embargo, acorde a los Estándares de Agua Natural 

IS0/DIS 7888, dentro de rango de temperatura de 1 a 35 °C, la conductividad se debe encontrar 

en un rango de 60 a 1000 μS cm-1 (ISO 7888, 1985). Por tanto, los registros de ambos embalses 

respetan la normativa internacional vigente.  

 

Por otro lado, se encontraron ciertos taxones que aportan información acerca de la 

cantidad de nutrientes presente en Succus y Mogotes (Tabla 6). Por ejemplo, la presencia de 

Pinnularia y Tabellaria en ambos cuerpos acuáticos, de Fragilaria, Hyalotheca y Mougeotia 

en Succus y de Actinotaenium y Pandorina en Mogotes es indicativo de ambientes 

oligotróficos, de productividad biológica y concentración de nutrientes bajas (Abell et al., 2018; 

Jakimavičius et al., 2018). Por otra parte, están Oocystis y Snowella en ambos embalses, 

Mougeotia en Succus y Surirella en Mogotes, que se han registrado de forma recurrente en 

sistemas mesotróficos. Finalmente, Euglena y Trachelomonas en ambos embalses y Spirogira 

en Mogotes son característicos de sistemas eutróficos, a los que se atribuyen: altos contenidos 

de materia orgánica y nutrientes. Por tanto, ambos embalses conservan la suficiente pureza de 
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aguas como para albergar a los taxones característicos de ambientes oligotróficos, los más 

numerosos entre los bioindicadores. Sin embargo, existen indicios de enriquecimiento en 

nutrientes de las aguas, que dan paso al establecimiento de organismos indicadores de 

mesotrofía y contados microorganismos de ambientes eutróficos.  

 

Tabla 6. Géneros fitoplanctónicos considerados como bioindicadores del estado de los 

ecosistemas acuáticos lénticos de Succus y Mogotes. 

GÉNERO S M ACCIÓN BIOINDICADORA 

Actinotaenium  x 
Agrupa microalgas propias de ecosistemas lénticos de agua dulce, lénticos y lóticos con pH ácido 

y oligotróficos (Hall, McCourt, y Delwiche 2008). 

Anabaena x  
Cianobacteria de aguas dulces estancadas con un nivel trófico de medio a alto, especialmente si 

están enriquecidas en fósforo. Puede formar floraciones algales (Gallego et al., 2012). 

Chlamydomonas  x 

Género cosmopolita que se encuentra en el suelo y en cuerpos de agua. Prolifera exponencialmente 

en hábitats ricos en sal de amonio, hasta tornar el agua de color verde. También, se ha registrado 

su sensibilidad frente a metales como el cadmio, metilmercurio y plomo (Therien et al., 2014; 

Samiksha, 2021). 

Cymbella  

 

x 

Género de microalgas conocidas como bioindicadoras de agua limpia y bien oxigenada. Crece en 

bajas concentraciones de sílice y se encuentran comúnmente en aguas de flujo lento (Stanford, 

Hauer, Gregory y Snyder, 2005). 

Dynobrion  x 

Género que habita en lagos de agua dulce de pH ácido de regiones templadas, con altos 

requerimientos de fosforo y bajo contenido de calcio para su crecimiento (Richmond, 2007; 

Stockwell, 2020). Es fagotrópico (depreda bacterias) para poder cubrir sus requisitos de fósforo y, 
así, sobrevivir y competir en aguas pobres en fósforo. Además, es bioinidicador de ecosistemas 

con baja cantidad de materia orgánica u oligotrófico (Mena et al., 2019). 

Elakatothrix  x 
Grupo de microalgas que se desarrolla en agua dulce ácida con un pH entre 5-6 (Falasco et al., 
2014). 

Epithemia x  
Género de microalgas característico de medios alcalinos con ácido carbónico. Incluye especies 
tolerantes a la alta conductividad (Acevedo et al., 2018). 

Euglena x 
Especie característica de ambientes eutróficos con un alto contenido de materia orgánica, 

sobretodo de nitrógeno (Mena et al., 2019).  

Fragilaria x 

 Se caracteriza por microalgas propensas a disminuir su población cuando hay un incremento de 

nutrientes como carbonatos, nitratos y fosfatos. Además, para su caracterización a nivel de especie 

requieren de cultivo monoalgal (Spaulding y Edlund, 2008; Sabater, 2009).  

Hyalotheca x 
Género de microalga que se presenta en ecosistemas lénticos, ácidos y oligotróficos (Martínez, 
2014; Guiry, 2021). 

Mougeotia x 
 Género de ambientes acuáticos con tendencia a la mesotrofía.  Además, suele proliferar cuando 

hay un incremente de acidez en el sistema acuático (Wehr y Sheath, 2003). 

Navicula x 

Género bioindicador porque la densidad celular de las colonias aumenta de manera potencial en 

condiciones eutróficas. Esto se relaciona con su supervivencia. También, es un género β-
mesosaprobio, con afinidad por aguas salobres, bajo contenido de oxígeno y alta conductividad 

(Hernández-González, 2012; Falasco et al., 2014; Escobar, 2020). 

Oocystis x 
Género que se desarrolla en aguas mesotróficas, con salinidad moderada o baja (Junta de 
Andalucía, 2010). También, se caracteriza por ser resistente al cobre, debido a su acumulación y 

secuestro en sus tilacoides (Bicudo y Menezes, 2006).  

Pandorina  x Bioindicador de aguas orgánicamente contaminadas (Rogers, 2013). 

Peridinium x 

Dinoflagelado cosmopolita, de agua dulce e incluso salobre. Ocasionalmente, puede formar 

floraciones algales en caso de un aumento repentino de su población por reducción contínua de la 

cota de agua del embalse donde prolifera (Rogers, 2013; Mena et al., 2019). 

Pinnularia x 

Se encuentra en sistemas acuáticos con concentraciones bajas de materia orgánica, pH ácido y 

corriente variable. Es un género tolerante a la desecación y se ha registrado su presencia en lugares 

con baja iluminación (Escobar, Terneus y Yánez, 2013; Falasco et al., 2014). 
Snowella x Agrupa cianobacterias comunes de lagos mesotróficos (Almanza et al., 2016). 

Spirogyra x  

Grupo de microalgas estacionales de aguas eutróficas y betamesosapróbicas. Son utilizadas como 

bioindicador de los compuestos de los plaguicidas organofosforados Malatión, Curacrón y 
Acefato. Su crecimiento se ve favorecido en altas temperaturas y crece solo en agua dulce (Comas, 

Moreira, León, Uriza y García, 2009). 

Surirella  x 
Género característico de hábitats de agua dulce ácida, mesotróficas y con conductividad 
relativamente alta (Sala, Ramírez, Vouilloud y Plata, 2013). 

Tabellaria x 

Grupo de microalgas que habita generalmente cuerpos de agua ligeramente ácidos, aunque puede 

tener una amplia tolerancia a diferentes rangos de pH y en condiciones oligotróficas (Falasco et 
al., 2014). 

Trachelomonas x 

Las microalgas de este género se encuentran principalmente en aguas eutróficas, ricas en materia 

orgánica y con conductividad alta (Escobar et al., 2013), también en ambientes ricos en hierro y 
manganeso (Richmond, 2007; Gallego et al., 2012). 

S, Embalse Succus; M, Embalse Mogotes.                                                                                                                                                                                                             
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En resumen, en lo que concierne a pH, conductividad y productividad, los 

embalses Succus y Mogotes tienen una tendencia predominante de sistemas 

oligotróficos a mesotróficos. Es importante acotar que todos los taxones bioindicadores 

son de importancia ecológica y se convierten en datos representativos en temas de 

biomonitoreo y en el levantamiento de información de la biodiversidad de estos 

ecosistemas altoandinos.  
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8. CONCLUSIONES 

 

La relevancia del primer levantamiento de información de la taxonomía del 

fitoplancton de los embalses someros Succus y Mogotes radica en que son fuentes de 

agua cruda, sistemas prístinos altoandinos, con poca intervención humana, ubicación 

remota, temperatura extrema y de dificil acceso. Por tanto, los resultados 

porporcionados son un buen punto de partida para comprender la dinámica del 

ecosistema fitoplanctónico de estos embalses y, así, tomar de forma oportuna decisiones 

de conservación, manejo de fuentes de agua para las plantas de tratamiento y prevención 

de posibles floraciones que puedan alterar la calidad de agua que llega a los 

consumidores en el DMQ.  

 

La comunidad fitoplanctónica de Succus estuvo conformada por 30 taxones y la 

de Mogotes por 39, mayormente constituidos por los filos Bacillariophyta, Charophyta 

y Chlorophyta. Ambos embalses compartieron las especies Pinnularia sp., Stauroneis 

sp., Rhopalodia sp., Tabellaria sp. 1, Elakathotrix gelatinosa, Chlamydomonas sp., 

Planktosphaeria gelatinosa, Scenedesmus sp., Willea rectangularis, Lagerheimia 

ciliata, Oocystis sp. 1, Anabaena sp., Phormidium sp., Snowella lacustris, 

Trachelomonas sp. y Peridinium sp.  A pesar de que los taxones identificados fueron 

descritos, en su mayoría, a nivel de orden, familia y género, sí reflejan la diversidad 

propia de cada embalse. Incluso, la metodología aplicada permitió el desarrollo de 

información confiable y visual en relativamente poco tiempo, sin incurrir en gastos 

excesivos. 

 

De los taxones descritos para Succus y Mogotes, 28 y 37, respectivamente, 

resultaron VBNC en medio BG11 sin nitrógeno y los dos restantes de Succus pudieron 

ser visualizados en muestras preservadas y en cultivo. El hecho de que no todos 

resultaran cultivables se atribuyó a un mecanismo de protección frente a condiciones de 

estrés, por lo que sería importante fortalecer la metodología de cultivo empleada. 

Cultivar las muestras provenientes de embalses en diferentes medios de cultivo podría 

ayudar a obtener mayor cantidad de microorganismos viables y cultivables, pudiendo 

prescindirse de confirmaciones moleculares, sobre todo si la identificación de los 

microorganismos fitoplanctónicos es focalizada o no requiere de identificación especie-

específica, como en este caso particular. Sin embargo, el medio de cultivo empleado sí 
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permitió el óptimo desarrollo de los taxones Anabaena sp. de Succus y Nostoc sp. y 

Cylindrospermum sp. de Mogotes, fácilmente caracterizables por su morfología y la 

expresión de estructuras identificativas clave. Chlamydomonas sp., proveniente de 

Succus, pudo aislarse en cultivo monalgal en estado de zoosporas por la ausencia de 

nitrógeno del medio. 

 

Los resultados expuestos en este estudio fueron comparables con biomonitoreos 

similares ejecutados en ecosistemas altoandinos tanto de Ecuador como algunos de 

Argentina, Perú y ecosistemas de latitudes y altitudes similares. La ubicación 

geográfica, la altitud de los embalses y el clima resultaron determinantes para la 

diversidad compartida, que denotó un alto nivel de concordancia comunitaria propia 

áreas geográficas similares, a pesar de la heterogeneidad y rotación de especies que 

caracteriza a este tipo de ecosistemas acuáticos.  

 

Para la determinación del estado trófico de ambos embalses, se emplearon los 

parámetros fisicoquímicos pH, conductividad, productividad y los microorganismos 

fitoplanctónicos bioindicadores. Estos permitieron deducir que ambos embalses 

conservan la suficiente pureza de aguas como para albergar a los taxones característicos 

de ambientes oligotróficos, los más numerosos entre los bioindicadores. Sin embargo, 

existen indicios de enriquecimiento en nutrientes de las aguas, que dan paso al 

establecimiento de organismos indicadores de mesotrofía y contados microorganismos 

de ambientes eutróficos. En vista de que los parámetros físicoquímicos medidos 

puntualmente durante los muestreos proporcionan datos cuantitativos más no reflejan el 

estrés ambiental que toleran los microorganismos ni sus consecuencias, resulta crucial 

la identificación, el seguimiento sistemático y la cuantificaión de taxones bioindicadores 

en los embalses altoandinos.  

 

La biodiversidad registrada en abril no fue idéntica a la de febrero de 2021 para 

ninguno de los dos embalses, teniendo una variación entre muestreos del 17% en Succus 

y 36% en Mogotes. Estas diferencias son fácilmente atribuibles a eventos climáticos 

puntuales, por un lado; pero también a la forma y a la fisiología de las células. Muchas 

de ellas presentan características que les confieren ventajas competitivas frente al acceso 

a luz y nutrientes y/o regulación de su flotabilidad. Las más destacables de entre las 

presentadas por los taxones identificados en Succus y Mogotes están la forma esférica 
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o elipsoidal, el tamaño reducido, la presencia de flagelos, proyecciones y/o mucílago, o 

bien estructuras como el exoesqueleto de silicio, la loriga o las vesículas de gas.  

 

La mayoría de los taxones se evidenciaron mediante arrastre superficial y/o 

muestreo a 0.5 m de profundidad. Solo el 18% de la diversidad de Succus y el 10% de 

la de Mogotes se registraron por debajo de los 20 m de profundidad. La gran mayoría 

de taxones se concentró dentro de los límites d ela zona fótica, zona es la que responde 

tanto física como biológicamente a los cambios de temperatura, intensidad de corriente 

y patrones de precipitación y viento, por lo que resulta crucial para la identificación de 

taxones fitoplanctónicos. Por otro lado, a partir de la profundidad mencionada, ya no 

existiría penetración de luz, por lo que hay inhibición de procesos fotoquímicos, declive 

de oxígeno disuelto y temperatura, mientras aumenta la conductividad, condiciones que 

no propician precisamente la superviviencia del fitoplancton.  

 

Con los resultados obtenidos en este estudio, con dos muestreos puntuales en el 

centro de las lagunas que no resultan representativos para definir su biodiversidad 

cuando ésta depende tan profundamente de espacio y tiempo, se considera pertinente 

ampliar el rango de tiempo en que se ejecuta el biomonitoreo sistemático de mínimo 

seis meses para poder obtener complementar la estructura de la comunidad con datos de 

abundancia, dominancia y migración; contrastar entre meses de muestreo; determinar el 

rol de determinados microorganismos en el ecosistema; poner a prueba hipótesis del 

impacto del cambio climático en la composición y las fluctuaciones poblacionales de 

los taxones del fitoplancton. Esto, junto con la exploración de otros medios de cultivo, 

podría expandir la cantidad de microorganismos viables y cultivables como para 

investigaciones bioprospectivas futuras. 
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9. RECOMENDACIONES 

 

Tras análisis surgido a partir de esta investigación, surgieron las siguientes 

recomendaciones: 

 

1. El muestreo de fitoplancton no debería limitarse a las lagunas. Se sugeriría 

ampliar el espectro mediante el análisis de charcos adyacentes.  

 

2. Sobre todo en caso de limitaciones presupuestarias, podría contemplarse limitar 

la profundidad de los muestreos a la zona fótica, donde la cantidad de microorganismos 

fitoplanctónicos resulta representativa. 

 

3. Emplear otros medios de cultivo para obtener mayor cantidad de 

microorganismos fitoplanctónicos viables y cultivables, lo que facilitaría la identificación 

a nivel de especie.  

 

4. Ampliar el tiempo de muestreo a, al menos, seis meses consecutivos, para un 

estudio ecológico completo, que refleje con claridad la estructura, la biodiversidad, la 

abundancia, la dominancia y la migración de las poblaciones de la comunidad 

fitoplanctónica, por un lado; y el estado trófico y el impacto del cambio climático de los 

embalses acorde al espacio y al tiempo, por otro.  

 

5. Promover más estudios e investigaciones en fitoplancton que involucren a los 

sistemas altoandinos ecuatorianos, debido a que estos microorganismos, al ser sensibles 

a fluctuaciones ambientales, permitirían preveer floraciones algales que comprometan la 

calidad de agua, la salud humana y la estabilidad de los ecosistemas.  
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11. ANEXOS 

Anexo 1. Etiqueta para frascos ámbar. 

 

Anexo 2. Parámetros fisicoquímicos del embalse de Succus medidos durante el muestreo estratificado de fitoplancton. 

VARIABLE SUCCUS 

25 DE FEBRERO DE 2021   14 DE ABRIL DE 2021 

Profundidad (m) 0.5 5 10 15 20 25 F-1  0.5 5 10 15 20 25 F -1 

pH (unidades) 8.5 8.3 8.0 7.9 7.8 7.8 7.8  8.4 8.2 8.0 7.9 8.2 8.1 7.9 

Turbidez (NTU) 1.3 1.5 1.5 1.3 1.2 1.2 1.2  1.2 1.5 2.0 2.3 2.8 7.7 9.8 

Oxígeno Disuelto (OD) (mg/L) 6.7 6.6 5.4 5.4 2.1 0.1 0.1  6.9 7.0 7.0 6.9 6.7 5.8 5.2 

Temperatura (°C) 10.2 10.2 10.1 8.7 7.6 7.6 7.6  9.5 9.5 7.9 8.1 7.9 7.6 7.6 

Conductividad (uS/cm) 112 112 112 118 131 134 134  116 115 137 136 134 133 140 

Penetración luminosa (m) 5 

F-1, Fondo menos 1 m.    
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Anexo 3. Parámetros fisicoquímicos del embalse de Mogotes medidos durante el muestreo estratificado de fitoplancton. 

VARIABLES MOGOTES 

26 DE FEBRERO 2021   23 DE ABRIL 2021 

Profundida (m) 0.5 5 10 15 20 25 35 F-1  0.5 5 10 15 20 25 35 F -1 

pH (Unidades) 8.2 8.1 8.1 8.1 8.1 8.1 8.1 8.0  8.7 8.6 8.7 8.4 8.3 8.3 8.5 8.5 

Turbidez (NTU) 0.6 0.9 0.8 0.6 0.7 1.0 1.0 1.1  1.6 1.6 1.5 1.5 1.5 1.5 1.4 4.4 

Oxígeno Disuelto (OD) (mg/L) 6.6 5.6 5.6 3.9 3.6 2.8 2.3 1.2  6.6 6.3 5.9 5.5 5.2 4.1 2.1 0.4 

Temperatura (°C) 10.5 9.2 9.0 8.2 8.0 7.9 7.8 7.8  10.1 9 8.7 8.7 8.6 8.2 7.9 7.4 

Conductividad (uS/cm) 35.6 54.6 54.7 53.7 54,1 54.3 54.9 218  54 53.4 54 54 54 53.8 56 61 

Penetración luminosa (m) 5 

F-1: Fondo menos 1 m.  

 

 


