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PRESENTACION

ras ocho afos de publicacion continua

del boletin HETAERINA, es muy
emocionante presentar ante ustedes nuestro
primer nimero especial "Métodos de colecta,
preservacion y manejo de Odonata", una
compilacion de nueve articulos escritos por
odonatélogos y odonatélogas de Latinoamérica
que nos comparten su experiencia en el campo
y en el laboratorio.

El detras de camaras de la elaboracién de
este ndmero especial incluye reuniones del
equipo editorial para seleccionar los temas
centrales que debia contener el nimero, la
invitacion via correo electrénico a los autores
y a las autoras, la convocatoria en redes
sociales para recibir aportes adicionales, un
proceso riguroso de revision de cada una de
las contribuciones, la traduccion de los
articulos del espanol al portugués (o viceversa)
y finalmente el disefio y la diagramacion del
ejemplar que hoy esta ante sus ojos.

Este ndmero ha sido concebido como un
manual de referencia que podra acompanarnos
y orientarnos en diferentes etapas de nuestro
quehacer cientifico, desde la planeacion de
nuestras salidas de campo hasta la preparacion
de manuscritos para su publicacion. Es un
documento sin precedentes en nuestra region,
cuyo objetivo es promover y fortalecer el
estudio de las libélulas y caballitos del diablo
en los diferentes paises de Latinoamérica. En
este sentido, incluimos informacion detallada
sobre métodos de colecta y preservacién de
odonatos en todas las fases de su ciclo de vida,
asi como recomendaciones practicas para la
bisqueda de distintas familias en campo vy
consejos para la fotografia de estos insectos en

ambientes naturales. Asimismo, se presentan
lineamientos para la adecuada preservacién de
muestras destinadas a estudios genéticos y
gendmicos, asi como métodos de conservacion
orientados al ingreso y mantenimiento de
ejemplares en colecciones entomoldgicas v,
finalmente una guia practica para elaborar
figuras destinadas a publicaciones cientificas.
Cada capitulo mantiene el estilo propio de sus
autores, buscando que la lectura se sienta
como una conversacion con cada uno de ellos,
ojald acompanada de un buen café o mate.

Tanto para estudiantes —tenerales que
comienzan su vuelo en la Odonatologia—,
como para quienes ya despegamos hace
algunos anos, es un privilegio tener a la mano
consejos de grandes referentes como Javier
Muzén, Rodolfo Novelo Gutiérrez, Enrique
Gonzalez Soriano, Neusa Hamada, Cornelio
Bota, Melissa Sanchez, Jenilee Montes, Cristian
Mendoza y Fredy Palacino. Agradezco a cada
uno de ellos, asi como a sus coautores, por las
contribuciones que hicieron posible que este
nimero especial sea hoy una realidad.

Asi mismo, agradezco a Emmy Medina,
Miguel Stand, Cristian Mendoza, Diogo Vilela,
José Cuéllar y Yesenia Vega quienes, de manera
paralela a la revisién de los manuscritos del
nimero ordinario y en el marco de sus labores
cotidianas, dedicaron tiempo y esfuerzo a la
revision de las diferentes contribuciones.
Gracias a Diogo y a Cristian cuyo aporte con
las traducciones de los manuscritos fue
fundamental para ampliar el alcance de esta
publicacion y muchas gracias a Yesenia Vega
por su tiempo y creatividad para disefiar y
diagramar este hermoso niimero especial.



PRESENTACION

Espero que esta contribucion ocupe un lugar
privilegiado en sus bibliotecas. Confio en que,
a partir del entusiasmo compartido por el
estudio de los odonatos, esta publicacién
contribuya a sostener un didlogo activo vy
permanente que nos permita profundizar en el
conocimiento de estos sorprendentes insectos
y de este modo seguir fortaleciendo la
comunidad odonatolégica en América Latina.

Catalina Maria Sudrez-Tovar3<
Editora en Jefe
HETAERINA



CAPITULO |

Métodos de colec

de huevos de

Neusa Hamada, Gabriela Caroline Mendes,

Jeane Marcelle Cavalcante do Nasc M

imentc

| primer paso para encontrar los huevos de

cualquier insecto es obtener informacion
sobre el proceso de oviposicién y el habitat
seleccionado por la hembra para depositarlos. En
el caso de insectos con larvas acuaticas, como las
libélulas, existe un desafio especifico: identificar
los lugares adecuados para la oviposicién en el
ambiente acudtico o en su proximidad. Los huevos
necesitan ser depositados en dreas que ofrezcan
proteccion contra depredadores, que presenten
condiciones ambientales favorables para el
desarrollo embrionario y que permitan a las larvas
recién eclosionadas un acceso fdcil al agua y a los
recursos alimentarios necesarios (Matushkina &
Lambret, 2011).

En Odonata, existen dos estrategias generales de
oviposicion. Las especies que poseen el ovipositor
desarrollado realizan la postura de forma
endofitica, es decir, dentro de tejidos vegetales.
Este tipo de oviposicion se observa en especies de
Zygoptera, Anisozygoptera y en la mayoria de los
Aeshnidae (Anisoptera). Se estima que cerca del
54% de las especies de libélulas adoptan esta
estrategia (Bridges, 1993). La oviposicién exofitica
es tipica de muchas especies de Anisoptera, como
aquellas de las familias Corduliidae, Gomphidae y
Libellulidae. En estas especies, el ovipositor esta
adaptado para liberar los huevos directamente en
el agua o sobre diferentes tipos de sustrato (Corbet,

@

-
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1980, 1999). En las especies endofiticas, el
ovipositor estd formado por tres pares de valvas,
dos cortantes y una protectora altamente
esclerotizadas y organizadas como sierras, lo que
permite perforar tejidos vegetales para insertar los
huevos (Matushkina & Gorb, 1997; 2007). En las
especies exofiticas, la lamina vulvar generalmente
esta asociada a dos miusculos (M4 y M7) que
permiten movimientos antagénicos de la region
genital, actuando como una tapa moévil a través de
la cual se liberan los huevos (Matushkina, 2011).
En Odonata, la oviposiciéon endofitica es
considerada una caracteristica plesiomorfica
(Bechly et al., 2001). En este tipo de postura, la
hembra utiliza su ovipositor, formado por los
apéndices genitales ubicados en el 8° y 9°
segmentos abdominales, para cortar el sustrato e
insertar los huevos en las hendiduras abiertas. Los
huevos pueden disponerse en hileras, formando
patrones especificos, o de manera aleatoria. Los
estudios indican que el patrén de disposicién de
los huevos puede representar una caracteristica
diagndstica de determinadas familias (e.g.,
Hellmund & Hellmund, 1991) o incluso de
algunos géneros (e.g., Matushkina & Gorb, 2000).
Por su parte, en la oviposicién de tipo exofitico, los
huevos se depositan directamente en el agua o se
fijan en la superficie de plantas acudticas, asi como
en otros sustratos como piedras, suelo o
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aglomerados de raices (Corbet, 1980, 1999). Los
huevos endofiticos suelen ser alargados, cilindricos
o fusiformes, un formato que facilita su insercién
en el tejido vegetal, mientras que los exofiticos
varian de elipsoidales a esféricos, aunque también
pueden existir huevos alargados (Corbet, 1999). En
la regién Neotropical, los estudios sobre
oviposicion aln son escasos Yy no existen
informaciones consolidadas para muchos taxones.
Sin embargo, en Coenagrionidae ya se han
registrado diferentes modos de postura (e.g.,
Querino & Hamada, 2009; Bentes et al., 2019).
Ademas, andlisis recientes muestran que las
estrategias de oviposicion estan directamente
asociadas a la disponibilidad y heterogeneidad de
microhdbitats, reflejando efectos de la pérdida de
cobertura forestal y pudiendo ser utilizadas como
importantes indicadores de cambios ambientales
(Rodrigues et al., 2018; Calvao et al., 2019).

Pocas especies de Odonata tienen descritos
todos los estadios larvales (e.g., Okude et al., 2017;
Corbet, 2002), y cuando existen informaciones,
estas generalmente se restringen al Gltimo estadio o
a la exuvia (e.g., Torreias et al., 2008; Neiss &
Hamada, 2012; Mendoza-Penagos et al., 2023).
Las estimaciones indican que, en el Neotrépico,
las larvas permanecen desconocidas para cerca del
25% de los géneros y el 60% de las especies
(Pessacq et al.,, 2018). Andlisis recientes para la
fauna de Colombia refuerzan este panorama: de
las 536 especies registradas en el pafs,
aproximadamente el 60 % no tienen su estadio
larval descrito (Bota-Sierra et al., 2024). Colectar
los huevos y criar las larvas en condiciones de
laboratorio es esencial para permitir la
identificacion y descripcion de todos los estadios
de desarrollo. Aunque es posible obtener huevos
mediante induccién artificial, estimulando a la
hembra para ovipositar (e.g., Bilkova et al., 2025),
incrementar el conocimiento sobre cémo y dénde
se realizan las puestas es importante para agregar
informacion sobre la biologia y ecologia de las
especies. Estos datos son importantes tanto para

M

conocer la historia evolutiva de estos organismos
como para fundamentar y definir estrategias de
manejo para su conservaciéon (Corbet, 1999;
Samways, 2024).

La colecta y mantenimiento de huevos de
Odonata en condiciones de laboratorio también es
importante para ampliar el conocimiento sobre la
diversidad de otros organismos asociados a este
orden. En la Amazonia, por ejemplo, la diversidad
y el conocimiento sobre hospederos de algunas
familias de Hymenoptera parasitoides pudieron
ampliarse mediante la colecta en campo y el
mantenimiento de esos huevos en laboratorio
(Querino & Pinto, 2007; Querino & Hamada,
2009; Feitosa et al.,, 2016), demostrando la
importancia de este conocimiento para subsidiar
diferentes estudios sobre insectos acuaticos.

1.1. HABITATS PARA LA OVIPOSICION

Odonata ocupa practicamente todos los tipos de
ambientes de agua dulce, desde pequenos hasta
grandes cursos de agua, incluyendo tramos con
aguas calmas o turbulentas, ademas de ambientes
lénticos como lagos, charcas y fitotelmata. Los
fitotelmata son depdsitos de agua de lluvia
almacenados en cavidades y depresiones de
plantas terrestres, por ejemplo, en hojas
modificadas, axilas foliares, flores, frutos o incluso
en el tallo de la planta (Maguire, 1971) (Fig. 1).

En los habitats acuaticos (Fig. 2), las larvas estan
asociadas a diferentes tipos de sustratos, como
hojas de macrdfitas, hojas deciduas, raices de
arboles (sumergidas o flotantes), troncos
sumergidos y sedimento, lugares donde estos
animales encuentran refugio y alimento. En
general, la oviposicion ocurre en esos mismos
sustratos (Fig. 3). Sin embargo, algunos grupos
realizan la postura en sustratos fuera del agua (Fig.
4), como se observa en Perilestes attenuatus Selys,
1886 (Perilestidae) (observacion de G. Mendes, en
la presente investigacion), Chalcopteryx scintillans
Mclachlan, 1870 (Polythoridae) (e.g., Guillermo-
Ferreira et al., 2014) y Lestidae (Matushkina &
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Figura 1. Hébitats fitotelmaticos utilizados como criaderos por Odonata. A) Buriti (Mauritia flexuosa L.f.). B) Agua acumulada en las axilas de las hojas de
buriti. C) Capemba (bractea de palmera). D) Cascara del fruto de cupuacu (Theobroma grandiflorum (Willd. ex Spreng.) K. Schum). E) Erizo de castaia de Brasil
(Bertholletia excelsa Bonpl.). F) Bromelia arbérea. G) Bromelia terrestre. H, 1) Cavidad en tronco. J) Cavidad en la raiz de un arbol.
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Figura 2. Hébitats utilizados como criaderos por Odonata. A, B) Macrdfitas a orillas de un arroyo. €) Banco de hojas de hoja caduca. D) Tonina fluviatilis
Aubl. E) Pontederia crassipes Mart. F) Tronco en descomposicién parcialmente sumergido. G) Hojas de palma en descomposicion. H) Raices flotantes de
Araceae. 1) Raices de drbol caido). J) Sedimento y escombros en cavidad en una roca con agua acumulada.
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Figura 3. Tandems de caballitos del diablo (Odonata: Zygoptera) con hembras en actividad de oviposicion endofitica. A) Argia insipida Hagen en Selys,
1865 ovipositando en Tonina fluviatilis. B) Epipleoneura sp. (Protoneuridae) ovipositando en un banco sumergido de raices. C, D) Epipleoneura sp.
ovipositando en hojas deciduas. E) Argia sp. ovipositando en raices de fondo del arroyo. F) Heteragrion sp. ovipositando en hoja decidua.

14



Figura 4. Hembras de Zygoptera (Odonata) en actividad de oviposicién en troncos y ramas en ambientes terrestres situados sobre cursos de agua. A-C)
Perilestes attenuatus Selys, 1886 (Perilestidae), D-F) Chalcopteryx scintillans McLachlan, 1870 (Polythoridae).

15



CAPITULO I: Métodos de colecta y preservacion

Lambret, 2011). Estos sustratos fuera del agua
pueden incluir partes de plantas semiacudticas que
se proyectan por encima de la superficie, como se
describe para algunas especies de Lestidae por
Matushkina & Gorb (2000), asi como troncos y
ramas en descomposicion, en el caso de
Polythoridae, o incluso troncos y ramas de plantas
vivas, como observamos en P. attenuatus (Video 1).

1.2. OVIPOSICION Y PUESTAS

Durante la oviposicion, los machos pueden o no
realizar la guardia de las hembras con las que
acaban de aparearse. Cuando la realizan, los
machos pueden permanecer unidos en tdndem o
en guardia cercana a ellas (Waage, 1979; Alcock,
1982; Latty, 2006). En algunas especies, las
hembras se sumergen completamente para
depositar los huevos, muchas veces utilizando al
macho aln acoplado como apoyo para regresar a
la superficie después de la oviposicion (Fig. 3B).

La forma de las puestas varia segin el taxén. En
Aeshnidae se han observado dos patrones
principales de disposicion de los huevos: en linea
recta y en zigzag (Matushkina, 2007). El patrén
lineal es considerado caracteristico de algunos
Lestinae, especificamente en especies de Lestes
(Matushkina & Gorb, 2000). Las puestas en zigzag
se observan en muchas familias de Zygoptera, por
ejemplo Calopterygidae y Coenagrionidae
(Matushkina & Gorb, 2000). Estudios recientes
indican que en Coenagrionidae las hembras evitan
las venas foliares durante la oviposicion,
produciendo marcas causadas por las incisiones
del ovipositor aun sin insertar huevos; este
comportamiento, observado tanto en especies
fosiles como actuales, persiste desde hace por lo
menos 52 millones de anos (Romero-Lebrén et al.,
2023). Las figuras 5 y 6 muestran puestas
endofiticas con diferentes patrones de disposicion
observadas en el Amazonas.

La oviposicién endofitica en sustratos
especificos exige adaptaciones morfolégicas, como
un ovipositor con propiedades mecdnicas

16

adecuadas y equipado con receptores sensoriales
para explorar lugares aptos para la oviposicion
(e.g., Matushkina & Gorb, 2002). No obstante, la
relacion entre la estructura del ovipositor en
libélulas y los diferentes modos de oviposicién ain
es poco estudiada (Matushkina & Lambret, 2011).

Segin Matushkina & Lambret (2011), el grado
de curvatura del abdomen en las hembras de
algunas especies de Lestes durante la oviposicion
esta correlacionado con la rigidez del sustrato.
Cuanto més curvado estd el abdomen, mayor es la
rigidez del material penetrado, indicando una
relacion directa con la fuerza necesaria para
insertar los huevos en tejidos vegetales. Estos
autores observaron que en Lestes macrostigma
(Eversmann, 1836), en Europa, la posicién de la
punta del ovipositor durante la penetracion en la
planta variaba: podia estar ubicada entre las patas
medias o ligeramente detras de las patas
posteriores. Esa misma posicion del ovipositor fue
observada por nosotros en P attenuatus en el
Amazonas. Esta especie fue registrada ovipositando
en ramas y troncos de arboles vivos (Video 1), es
decir, en tejidos bastante rigidos. Este
comportamiento contrasta con lo observado en C.
scintillans, cuya hembra dobla poco el abdomen
durante la oviposicion y utiliza como sustrato
troncos y ramas en descomposicion (Video 2).

Los huevos exofiticos pueden ser depositados
directamente en el agua durante el vuelo o
mientras la hembra estd posada sobre el sustrato,
generalmente vegetacion. Pueden ser liberados
individualmente, en cordones o pequefos
agrupamientos, o incluso en una gran masa de
huevos (Fig. 7). La oviposicién ocurre sobre o en el
agua, en la vegetacién o en el suelo (Corbet,
1980). Las hembras de Libellulidae, en general,
dispersan sus huevos durante el vuelo o mediante
contactos intermitentes con la superficie del agua.
En Micrathyria, ademds de los comportamientos
mencionados, se han observado hembras
depositando huevos sobre o bajo hojas, o
directamente sobre el suelo (Forster, 1998). Las


https://www.youtube.com/shorts/D2mPMAQjSw8
https://www.youtube.com/shorts/D2mPMAQjSw8
https://www.youtube.com/watch?v=OSeMHKvGA7U

Figura 5. Puestas enddfitas de Odonata. A) Puestas de Aeshnidae (Anisoptera) en bulbo de Pontederia crassipes Mart. B) Puestas de Dicteriadidae
(Zygoptera) en hoja de Thurnia sphaerocephala Kérn. C-G) Puestas de Coenagrionidae (Zygoptera) en hoja de T. sphaerocephala.

1




Figura 6. Puestas endofiticas de Zygoptera (Odonata) en hojas de Thurnia sphaerocephala y Tonina fluviatilis. A, E, F) Huevos aislados
Huevos en grupos. D) Huevos aislados y en grupo.
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hembras de Corduliidae, en general, no entran en
contacto con el agua: insertan sus huevos en el
suelo, en musgos o en tapetes de vegetacion
flotante. En algunos Gomphidae, los huevos
presentan estructuras de fijacién al sustrato, que se
vuelven funcionales al entrar en contacto con el
agua (Fig. 7).

ol

1.3. CRIA DE HUEVOS EN CONDICIONES
DE LABORATORIO

Los huevos endofiticos (Fig. 8) pueden ser
facilmente recolectados en los cursos de agua
cuando se conoce el habitat y el tipo de sustrato
utilizado para la oviposicién (Figs. 5, 6). Los
huevos depositados en troncos y ramas, tanto en

Figura 7. Puestas de Gomphidae (Odonata: Anisoptera). A) Puesta sobre raices flotantes. B, C) Detalles de los huevos.



Figura 8. Huevos endofiticos de Zygoptera (Odonata). A, B) Perilestes attenuatus Selys, 1886 (Perilestidae), huevos recuperados del abdomen de la
hembra. €) Huevo de Coenagrionidae con embrién con mancha ocular. D, E) Huevos de Coenagrionidae insertados bajo el tejido de las hojas. F) Corién del
huevo después de la eclosion de las larvas. G) Huevo de Chalcopteryx scintillans MclLachlan, 1870 (Polythoridae) recuperado después de raspar el tronco en
descomposicion donde se observaron hembras ovipositando.
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Figura 9. A) Recipientes de plastico cubiertos con malla fina sujeta con elastico utilizados para mantener los huevos de Odonata en condiciones de
laboratorio. B) Huevos de Gomphidae con manchas ocelares al final del desarrollo embrionario, larvas de primera etapa y placas de plastico con cavidades
individualizadas que contienen musgo y agua utilizadas para mantener las larvas aisladas durante el proceso de cria en laboratorio.

descomposicion (Fig. 8G) como en tejido vivo (Fig.
8A, B), deben ser recolectados raspando el tejido
en los sitios donde se observaron hembras
ovipositando. Hembras de Polythoridae (Fig. 4D)
fueron observadas utilizando el ovipositor para
remover la superficie de troncos en
descomposicion, probablemente para facilitar la
insercion de los huevos (Fig. 4F, Video 2). Para
grupos cuyas hembras realizan oviposicién
exofitica (que depositan los huevos directamente
en el agua), una alternativa es recolectar hembras
fecundadas para inducir la oviposicion en
condiciones de laboratorio. Algunas especies de
Libellulidae capturadas durante la oviposicion
contindan liberando los huevos incluso después de
ser capturadas (Matushkina, 2011). Otra
posibilidad es mantener la pareja en condiciones
de laboratorio, esperar la cépula y posteriormente
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la oviposicién sobre papel filtro hdmedo (e.g.,
Locklin et al., 2012).

Las puestas deben mantenerse en recipientes
plasticos con suficiente agua para cubrirlas, y
cerrados con una malla fina sujeta con un elastico
(Fig. 9A). Si se desea preservar los huevos en una
coleccion, estos pueden fijarse en alcohol al 80 %.
Si se busca reproducirlos para describir los
distintos estadios del ciclo de vida de la especie, se
puede afadir al agua un antifingico utilizado en
acuariofilia (respetando la dilucién recomendada
por el fabricante) para evitar el desarrollo de
hongos, uno de los principales problemas durante
el mantenimiento de huevos en laboratorio. El
agua con fungicida debe ser cambiada cada dos
dias, revisando siempre la presencia de larvas de
primer estadio o de parasitoides antes de retirar la
malla protectora. En el caso de puestas endofiticas,
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se recomienda limpiarlas con un pincel
esterilizado en hipoclorito de sodio para eliminar
restos de hongos antes de volver a colocarlas en
los recipientes higienizados.

La duracién del periodo embrionario varia de 9
a 10 dias (e.g., Yoshida, 2014). Al final de este
periodo, las manchas oculares pigmentadas se
vuelven visibles algunos dias antes de la eclosion
(Fig. 9B). Después de la eclosion, las larvas recién
nacidas pueden ser transferidas a otros recipientes
plasticos o individualizadas en placas con pocillos,
conteniendo un pequefo fragmento de musgo (Fig.
9B). Esta manipulacion debe realizarse con pipetas
plasticas desechables, para evitar posibles lesiones
en las larvas, cuya cuticula es fragil, permitiendo
asi la continuidad y el seguimiento del ciclo de
vida (e.g., Okude et al., 2017).
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Rodolfo Novelo-Gutiérrez

C olectar insectos acuaticos es, como se dice
coloquialmente, “dar palos de ciego”, ya
que uno se enfrenta a un mundo en el que no se ve
lo que se va a colectar. A diferencia de las colectas
de insectos terrestres/aéreos donde uno puede
mirar al insecto volando o posado en la vegetacion
o en cualquier otro sustrato y lanzar el redazo
sobre el objetivo deseado, la colecta de insectos
acuaticos se hace sobre los sustratos del ambiente
acuatico, con la esperanza de que “algo” aparezca
en la red. Esto es lo que nos sucede cada vez que
intentamos la colecta de larvas de odonatos. Sin
embargo, conforme se adquiere experiencia, uno
puede saber en qué ambiente, sustrato o area del
cuerpo de agua hay mds posibilidades de
encontrarlas. Por lo regular, las orillas de los
cuerpos de agua ya sean |6ticos o lénticos, son los
que albergan una mayor cantidad de larvas de
odonatos, aunque en los grandes lagos y rios se
vuelve mas dificil hallarlas (Tennessen, 2019).

2.1. COLECTA DE LARVAS

La mejor época para colectar larvas maduras de
odonatos es durante toda la temporada seca, ya
que, ademds de que puede uno meterse a los
cuerpos de agua, principalmente los |6ticos, sin
peligro de corrientes fuertes, también es mas facil
visualizar los diferentes sustratos y, por lo general,
muchos organismos tienden a concentrarse en los
remansos y pozas.

Sy exuvias
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Dependiendo de los objetivos del proyecto, ya
sea para colecta con propésitos cualitativos (e.g., la
fauna de odonatos inmaduros de algiin cuerpo de
agua en particular) o cuantitativos (e.g., la
microdistribucién de algin grupo en particular, o
la estructura de una comunidad), se emplean
diferentes tipos de equipos (Tabla 1). Para los
primeros, lo mas simple y facil de adquirir o
construir por propia mano son las redes acuaticas
tipo “D”, rectangulares o triangulares (Merritt et al.,
2008). Las redes tipo D se llaman asi porque llevan
un marco de varilla metdlica en forma de letra D
sujeto a un mango de madera de
aproximadamente 70 cm (Fig. 1). La parte de la
bolsa que se sujeta al marco es de tela de manta,
que es un tipo de algodén grueso vy resistente al
golpeteo con los sustratos. La parte inferior de la
bolsa es de tela de malla fina y suave cuya abertura
puede variar entre 0.5 a 0.8 mm segln los
requerimientos de la colecta, pero entre mas fina
sea la malla es mas probable que se sature el poro
con el sustrato, sobre todo si éste es de arena fina o
lodo. La profundidad de la bolsa es de mas o
menos 20 a 25 cm. Por lo general, se encuentran
disponibles a la venta en compafias comerciales,
ya que son ampliamente conocidas y empleadas
por numerosos colectores en todo el mundo.

Una variante de la red tipo D, que en lo
particular a mi me acomoda mas, es una red
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Tabla 1.Tipos de redes y muestreadores que se emplean para distintos habitats y zonas de los cuerpos de agua de acuerdo con el tipo de muestreo.

ZONA/ COMUNIDAD

SISTEMA/HABITAT BIOTICA

MUESTREO CUALITATIVO

MUESTREO CUANTITATIVO

1. Bentos

a. Sedimentos
b. Vegetacién acudtica

Latico - Rios, arroyos,
quebradas, manantiales,
etc.

1. Bentos
a. Sedimentos
b. Vegetacién acudtica

1. Bentos
a. Sedimentos
b. Plantas enraizadas

Léntico — Humedales,
estanques,
pantanos, marismas, etc.

1. Bentos
a. Sedimentos

Redes acudticas (D, rectangular)

Redes acudticas (D, rectangular)
Redes acudticas (D, rectangular)

A. Rapidos

Redes acudticas (D, rectangular);
red de pateo

Muestreadores Surber y Hess
Muestreador Surber
B. Remansos

Redes acudticas (D, rectangular)
Redes acudticas (D, rectangular)

A. Con vegetacion

Muestreador Hess
Muestreador Hess
B. Sin vegetacion

Redes acudticas (D, rectangular)

rectangular con el marco de varilla de aluminio
con medidas de 40x15 cm y la bolsa con tela de
manta y malla de mosquitero (Fig. 2). La
profundidad de la bolsa es de 10 a 12 cm vy el
mango de tubo de aluminio es de 70 cm de largo.
Al ser de aluminio, la red es mas ligera tanto para
cargarla como para usarla en los cuerpos de agua.
Otra variante que se puede emplear es la red
triangular (Fig. 3), recomendable para pequenos
arroyos o en espacios reducidos donde no es
posible introducir las otras redes. También resultan
dtiles los coladores de distintos tamanos, para la
recolecta en espacios mucho mas reducidos como
los fitotelma (Fig. 4). Si se trata de colectar en
bromelias “tanque” como las del género
Guzmania, se requerird vaciar su contenido de
agua en charolas o palanganas, preferentemente de
plastico.

Para hacer muestreos cuantitativos de larvas de
odonatos se puede emplear la red acuatica tipo D
o cualquier modificacion, pero de manera
consistente. Para este fin, se puede estandarizar el
nimero de redazos en un transecto, en un drea
determinada, o por tipo de sustrato. También se
pueden dar redazos por unidad de tiempo. Dado
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que la mayoria de las larvas de odonatos se
encuentran en las orillas de los cuerpos de agua,
tanto loticos como lénticos, este Gltimo resulta el
mejor método para colectar. Asimismo, es
recomendable complementar las colectas
removiendo manualmente piedras grandes vy
troncos caidos cercanos a las orillas.

Otros equipos que se utilizan con este proposito
son los muestreadores Surber (Fig. 5) y Hess (Fig.
6). Con ellos, se hacen muestreos por pequenas
unidades de una superficie conocida. Son una
buena opcién para muestrear en sustratos de
pequefios cantos rodados, grava y arena. Sin
embargo, tienen la desventaja de que solo se
pueden emplear en ambientes l6ticos y en zonas
de poca profundidad y donde la corriente no sea
turbulenta. Un método que puede considerarse
mas bien como semicuantitativo es el empleo de
una red de corriente o de “pateo” (Fig. 7), la cual
esta compuesta por dos varillas o palos de madera
de aproximadamente 1.20 m cada uno a los cuales
se sujeta una malla de mosquitero de 1x1.20 m. El
empleo de esta red requiere la participacion de al
menos dos personas, ya que, mientras una sostiene
la red contracorriente, la otra remueve el sustrato




Figura 1. Red acudtica tipo "D".

Figura 2. Red acuatica rectangular.

frente a la malla procurando un drea similar o
menor a la superficie de la red. Las dimensiones de
esta red de corriente se pueden ajustar a las
necesidades de cada usuario.

2.2. COLECTA DE EXUVIAS

La colecta de exuvias se emplea principalmente
para estudios de poblaciones de odonatos (DuBois,
2015). Es un método relativamente facil y que no
requiere de equipo especializado, solamente unas
pinzas entomoldégicas planas y un frasco con
alcohol al 70% si se quieren preservar himedas o
una cajita o recipiente si se quieren preservar en
seco. El procedimiento consiste en la busqueda de

Figura 3. Red acuatica triangular.

las mudas del exoesqueleto que dejan las larvas de
dltimo estadio después de emerger del agua para
transformarse en adultos. Dependiendo del grupo
del que se trate dependerd el lugar de la bdsqueda.
En los ambientes Iénticos tales como estanques,
humedales, pantanos, lagos y otros, las exuvias se
pueden encontrar en la vegetacion riberefa,
flotante o emergente. En ambientes [6ticos, las
exuvias se pueden hallar en las rocas emergentes,

S3a
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Figura 4. Colador ideal para fitotelmata.

Figura 5. Muestreador Surber.

sobre troncos caidos y en la vegetacién herbacea y
arbérea ribereia, principalmente. Dado que las
exuvias estan secas se deben manipular con
mucho cuidado para evitar romperlas. Por ello, se
recomienda humedecerlas antes de desprenderlas
del sitio donde estan sujetas, sobre todo cuando
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estan sujetas a los tallos delgados de la vegetacion
herbacea, ya que suelen “abrazarlos”
completamente.

2.3.PRESERVACION DE LARVAS Y EXUVIAS

Para obtener ejemplares en una buena
condicién, lo primero que hay que hacer es
manipularlos adecuadamente, para lo cual se
deben utilizar pinzas suaves y planas que no dafen
a las larvas y exuvias (Fig. 8), principalmente las de
pequeios zigopteros. Si el propdsito es llevar las
larvas vivas para cultivarlas hasta la emergencia del
adulto, hay que transportarlas en pequefos
recipientes o viales sin agua, Unicamente
humedecidos y con un soporte para que la larva se
sujete y no muera por estrés. Por lo general, una
hoja himeda, un palito o un poco de musgo es
suficiente para este propdsito. En casos especiales
como el de las larvas de gonfidos, se recomienda
colocar un poco de arena himeda y/o hojarasca
himeda también. Es muy importante evitar el
sobrecalentamiento de los recipientes, por lo que
se recomienda colocarlos en una hielera con un
poco de hielo en el fondo y aislarlo con un hule
grueso, evitando el contacto directo con el hielo ya
que las larvas pueden morir por enfriamiento. Una
vez en el laboratorio, se procurara establecerlas
con las condiciones ambientales lo mds cercanas
posible a las observadas en el campo.

Por otra parte, si el propésito es conservarlas
con fines descriptivos, se deberan sacrificar en
campo en etanol al 96% y luego cambiarlas a
etanol al 75-80%. Esto se hace porque las larvas
recién capturadas contienen mucha agua que va
diluyendo el alcohol, sobre todo cuando se
depositan varias de ellas en un mismo frasco. Para
mejorar la preservacion, las larvas maduras se
pueden inyectar con etanol en el campo, evitando

inyectar demasiado volumen para que no se
distiendan mucho (Tennessen, 2019). Hay que
procurar usar un frasco para especies pequenas de
zigopteros (e.g., Coenagrionidae, Heteragrionidae),
otro para especies mas grandes (e.g.,
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Calopterygidae, Lestidae), uno mas para
anisopteros pequefos (e.g., algunos Libellulidae,
Gomphidae) y otro para especies grandes (e.g.,
Aeshnidae), todo ello con la finalidad de evitar que
se dafien ellas mismas y que se desprendan las
branquias caudales de los zigopteros. También es
conveniente considerar llevar alcohol absoluto (al
100%) para fijar ejemplares para posteriores
estudios moleculares.

Otra alternativa consiste en transportar a las
larvas vivas y sacrificarlas en agua a punto de
hervir (retirando el recipiente del fuego),
dejandolas 45-60 segundos en el agua caliente si
se trata de larvas grandes, o de 20-30 segundos
para larvas pequefas. Después, se sacan del agua
caliente y se dejan enfriar a temperatura ambiente
por unos minutos, teniendo cuidado de que no se
sequen. Una vez enfriadas, se depositan en alcohol
al 75-80% (Tennessen, 2019).

Para el depédsito y resguardo final en una
coleccién, tanto de larvas como de exuvias, los
ejemplares deben colocarse en viales con etanol al
80%, de preferencia con tapén de rosca y que
sellen lo mas herméticamente posible para evitar al
maximo la evaporacion del alcohol. Es necesario
revisar los viales periédicamente para evitar que se
sequen. Cuando haya varias larvas en un mismo
vial, se recomienda cambiarles el alcohol cuando
se perciba turbio o de coloracién mds oscura. Los
datos que deberdn contener las etiquetas que
acompanan a los ejemplares colectados son:
género y especie; pais, estado o departamento,
municipio, localidad, coordenadas, elevacion,
cuerpo de agua (rio, arroyo, quebrada, fitotelma,
estanque, humedal, lago, etc.), sustrato, fecha de
colecta, colector(es), determinador, fecha de
emergencia en caso de que haya sido cultivada y la
hora de emergencia si es posible (Fig. 9). Lo ideal

es que las etiquetas se elaboren en papel libre de
acido y con impresora laser. Para las emergencias
que ocurran en el laboratorio, se recomienda
mantener al teneral adulto vivo por al menos 3-4
dias para que se endurezca y adquiera un poco la
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Figura 6. Muestreador Hess.

Figura 7. Red de pateo.
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Figura 8. Pinzas planas de punta redondeada.
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coloracién de la especie. Posteriormente, el
ejemplar adulto puede preservarse junto con su

exuvia larval en el mismo vial con etanol al 80%.
Lo mismo puede hacerse si la emergencia ocurre
durante el trabajo de campo.

En mi caso particular, yo mantengo la coleccién
de larvas en gabinetes metdlicos, dentro de cajas
entomoldgicas sin tapa y en cajitas de cartén con
separadores (Fig. 10). Los viales son de vidrio con
tapa de rosca y sello de polietileno (Fig. 11). A las
tapas de los viales se les ha colocado etiquetas de

PROGOMPHUS ZONATUS Hagen in Selys
MEXICO: Michoacdn; Chinicuila, La Nuez,
Canada El Colorin, arroyo 1050 m; 18°
39.548 N, 103° 24.950 W, 5 julio 2005,
J.A. Gomez, R. Novelo cols. Emergid 9-VII-
05, 11:45 h. R. Novelo det. julio 2005. ¢

Figura 9. Etiqueta con datos para larvas en etanol.

Figura 10. Caja entomoldgica para larvas en cajitas de carton con
separadores.

diferentes colores de acuerdo con la familia de que
se trate (e.g., azul para Aeshnidae, verde para
Gomphidae y amarillo para Libellulidae, por citar

Figura 12. Viales con etiquetas de colores por familia.
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solo algunos ejemplos) y organizados por género y
especie con una clave alfanumérica (Fig. 12). De
este modo, se pueden localizar fécil vy
rapidamenteos los ejemplares que uno necesite
consultar. Para esto, he organizado un archivo en
Word con la lista del acervo de larvas, indicando
los colores, ndmeros y letras que corresponden a
cada familia, género y especie.
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CAPITULO

Métodos de colecta y
de adultos de Odonata

Cornelio A. Bota-Sierra, Enrique Gonzalez-Soriano y Rodolfo

A la hora de recolectar odonatos adultos es
importante recordar que nos enfrentamos a
organismos pertenecientes al linaje que lleva mas
tiempo volando en el planeta: los Paledpteros
inventaron el vuelo hace mas de 400 millones de
anos (Misof et al., 2014) y los odonatos lo han
venido perfeccionando desde entonces. Sus
reflejos se encuentran entre los mas rapidos de la
naturaleza (Combes, 2015). Esto sumado a su
visién aguda y su vuelo agil, convierten a libélulas
y caballitos del diablo en animales sumamente
dificiles de capturar.

; TRAMPAS?

Las trampas utilizadas para recolectar otros
grupos de insectos no funcionan o son poco
efectivas. Dado que las libélulas son cazadoras
activas no son atraidas hacia ningtn tipo de cebo o
sefiuelo. Las trampas de intercepcion son las que
mejores resultados presentan, por ejemplo, las
trampas Malaise atravesadas sobre el lecho de los
arroyos (Fig. 1) han reportado éxito en la captura
de especies que de otra forma serian raras,
especialmente en la familia Gomphidae (Almeida
et al., 2013). En estudios donde estas trampas se
usan durante anos, se ha obtenido una diversidad
relativamente alta de libélulas (Flint, 1996).
Ademas, las redes de niebla usadas para capturar
aves o murciélagos suelen capturar
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Figura 1. Trampa Malaise sobre un pequefio arroyo en la Serrania de
Abibe (Colombia); espécimen de Phyllogomphoides insignatus capturado
en esta trampa.
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accidentalmente libélulas con cierta frecuencia,
particularmente al interior de los bosques.
Probablemente, las trampas mas efectivas son las
de emergencia. Estas se sitGan sobre la zona
riberefia y conducen a todos los insectos acuaticos
que completan su metamorfosis pasando a su fase
adulta terrestre a una camara colectora, el
problema de estas trampas es que solo nos
permiten atrapar adutos tenerales (Wolf et al.,
1988).

;CUAL ES EL MEJOR METODO?

Tomando en cuenta la biologia de las libélulas,
el mejor método es la colecta activa usando jamas
Fig. 2). Esto anade

(redes entomoldgicas aéreas,

A A T I
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Figura 2. Jama o red aérea. La boca ancha es Gtil para atrapar con
mayor facilidad las libélulas, especialmente (til para voladoras activas (e.g.,
Aeshnidae, algunos Libellulidae). Colores opacos y similares a los del
entorno natural. El mango desarmable es recomendable para transportarla
facilmente entre sitios.
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mucha emocién al odonatélogo de campo que
debe ser 4gil, astuto, rapido, muy paciente y con
una alta tolerancia al fracaso, pues como vya
dijimos las libélulas llevan 400 millones de afos
volando mientras que los odonatélogos
escasamente |levamos un par de siglos tratando de
capturarlas, asi que muchas libélulas se escaparan.

;DONDE BUSCAR ODONATOS ADULTOS?

Usualmente lo mejor es buscarlos en vy
alrededor de los habitats acuaticos, al menos en el
caso de los machos. Las hembras pueden estar en
los alrededores cazando fuera del alcance de los
machos mientras adquieren la energia para
madurar sus huevos (e.g., Bota-Sierra et al., 2024;
Frati et al., 2016; Koch, 2006). Se recomienda
explorar todos los posibles microhdbitats en el
area: diferentes tipos de vegetacion y diferentes
tipos de ecosistemas acudticos, por ejemplo, los
tributarios de los rios principales pueden tener
especies diferentes, (ver el Capitulo IX en este
mismo ndmero para mds informacion).

;COMO SER MAS EFECTIVO
ATRAPANDOLOS?

Algunos consejos pueden ayudar, aunque no
son infalibles:

eMantener el factor sorpresa, acercarse lo
maximo posible a la libélula sin hacer
movimientos bruscos.

oEl primer golpe de jama es el mds efectivo.
Hay que tratar de ser certero, pues después de éste
el odonato estard alerta y evitard la cercania a la
jama si es que no abandona el sitio.

eObservar el comportamiento de la libélula,
tener calma y paciencia. Si la especie percha,
dejarla perchar tranquila y aproximarse con sigilo.
Si la especie es voladora activa, usualmente hacen
circuitos, lo que permite escoger un buen lugar
para emboscarla y tirar el redazo por la parte
caudal y no de frente, ya que, con su excelente
vision y agilidad, seguramente evitaran ser
capturadas.
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eEn muchos casos, y en especial zigopteros, los
individuos se encuentran perchados en el suelo o
en las rocas y, por lo tanto, un redazo muchas
veces falla. En estos casos lo mejor es aproximarse
muy lentamente y con mucho sigilo, tomar el cono
de la jama con una mano estirandolo hacia arriba
y lentamente irse acercando al bicho por arriba
hasta que, una vez al alcance, con un movimiento
rapido, atraparlo sin dejar de estirar la jama con la
otra mano. El insecto probablemente volard hacia
arriba y quedard atrapado.

eMuchas veces los lugares sombreados o la
vegetacion pueden servir para esconderse y esperar
que la libélula se aproxime.

eSi hay un grupo de dos o mas personas,
algunos pueden actuar como observadores
mientras la persona que va a intentar atrapar la
libélula se aproxima. Esto porque mientras se
avanza hacia el objetivo hay que esquivar, palos,
huecos, piedras, hormigueros, serpientes, etcétera,
y es bueno que haya un observador atento a los
movimientos de la libélula, pues es comdn que se
mueva a otra percha cercana en el momento en
que uno las pierde de vista. Ademas, ir
acompanado a campo siempre es recomendable,
pues nada nos libra de un accidente.

eUna buena jama es esencial, un mango de
aproximadamente 1.30 metros y una boca de unos
40 a 50 cm de diametro es recomendable. El cono
de la red debe ser profundo para que los
especimenes no escapen facilmente de su interior
(Fig. 2). Es recomendable que la jama sea liviana y
resistente, pues va a golpear todo tipo de objetos a
gran velocidad. Los colores de la jama deben ser
poco llamativos para no alertar a las libélulas
(negro, verde, beige). Dependiendo del terreno y
las libélulas que se estén buscando, puede
adaptarse un mango mas largo (til para libélulas
de vuelo alto, aunque es mas pesada y dificil de
maniobrar, complicando portarla a través de la
vegetacion) o mds corto (facil de portar vy
maniobrar, aunque las libélulas pueden escapar al
percibir la proximidad del colector).
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eSi la libélula escapa, muchas veces es
redituable esperar tranquilamente en el sitio, sin
hacer movimientos bruscos. En algunos casos
después de un par de minutos, la libélula vuelve al
mismo lugar.

eEn casos muy extremos como el de las
palaemnemas mexicanas, se ha observado que
estos zigdpteros una vez que terminan su actividad
reproductiva a la orilla de los arroyos, tienden a
agruparse en el sotobosque de la selva, en zonas
con vegetacion muy espesa lo que hace imposible
utilizar la jama. Varias veces los investigadores
tuvieron que meterse entre la espesa vegetacion
para recolectar manualmente los individuos (con
las consiguientes mordeduras de hormigas y otros
bichos que esto implica). Parece dificil (lo es), pero
también este método puede ser muy efectivo como
muestra el estudio en el que se marcaron alrededor
de 1500 especimenes (Garrison & Gonzélez-
Soriano, 1988).

;QUE HACER CUANDO LOS ATRAPO?

Los insectos tienden a escapar yendo hacia
arriba, asi que tengan cuidado al abrir la jama. La
mejor forma de agarrar una libélula es por las alas,
que son bastante resistentes (hay que agarrarlas
todas a la vez y cerrarlas con los dedos para evitar
que se rompan cuando el odonato intente escapar,
Fig. 3), las patas son fragiles y se pierden
facilmente entonces hay que tratar de evitarlas. Es
muy recomendable tomar fotos en las que se
pueda observar el patrén de coloracion completo
(e.g., Fig. 3, usualmente una foto en vista lateral,
una en vista anterodorsal y una en vista
posterodorsal), pues los colores son dificiles de
conservar intactos, entonces este registro inicial
puede ser muy Util en el futuro.

Si nuestro objetivo es recolectar el insecto
después de atraparlo, es recomendable meterlo en
un sobre de papel ceroso. Hay varias referencias
para este tipo de papel, lo importante es que repela
el agua. El sobre no debe ser muy apretado pues
puede danar al odonato, pero debe estar bien
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Figura 3. Fotos en campo de la especie Palaemnema dentata
Donnelly, 1992 en las cuales se puede apreciar el patrén de coloracién
completo: a) Vista anterior; b) Vista anterolateral; ¢) Vista posterolateral.

cerrado para que no escape. En la figura 4 se
muestra una forma de elaborar los sobres. También
se pueden comprar bolsitas de papel glassine de
diferentes tamafnos para usarlas segin el tamano
del odonato. Una recomendacién es asociar un
cédigo a cada sobre, para tomar los datos
asociados al espécimen en la libreta de campo, por
ejemplo: Sobre A: Ovipositando en vegetacion
emergente al interior del espejo de agua de la
laguna, feb 5/2025 - 10:32 am, 560 m s.n.m., N
7.5321° W 75.2764°, Finca La Aurora, Fredonia,
Antioquia.

Es importante transportar estos sobres en cajas
faciles de abrir, impermeables y duras, para
proteger a los especimenes. Durante el trabajo de
campo, estas cajas no deben quedar expuestas al
sol directo. La idea es mantener los especimenes
vivos en los sobres durante al menos 24 horas, esto
les da tiempo de desocupar su sistema digestivo,
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Figura 4. Pasos para la elaboracién de un sobre doble triangular, las
lineas punteadas naranja indican un doblez suave, las lineas punteadas
amarillas indican un doblez fuerte.

pues toda la materia orgdnica en proceso de
digestion tiene una alta carga de microorganismos
que pueden danar el espécimen una vez sea fijado,
asi que hay que tratar que el intestino esté tan
limpio como sea posible antes de fijarlos.

Si usted estd interesado en colectar tejidos para
posteriores estudios moleculares, se recomienda
usar pinzas de punta fina y dura para arrancar una
de las patas posteriores desde la coxa. Esta parte
presenta una buena cantidad de musculo vy, por lo
tanto, las extracciones de ADN suelen ser exitosas.
La pata debe ser almacenada en alcohol etilico al
96% u otro solvente que preserve el ADN. Se
recomienda usar pequefos viales, que se deben
almacenar a bajas temperaturas, con las etiquetas
debidamente diligenciadas para que se puedan
asociar facilmente estos tejidos con los
especimenes de los cuales fueron tomados.

Para el sacrificio se recomienda usar una jeringa
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para aplicar insulina, pues su aguja es muy
delgada. Entre el protérax y el pterotérax
ventralmente hay un espacio membranoso, ahi se
debe insertar la aguja e inyectar una pequena
cantidad de acetona. En el caso de que no fuera
posible inyectarlos con acetona, se recomienda
congelar a los ejemplares para que no pierdan la
coloracién ni se descompongan hasta que sea
posible “acetonarlos”. Después de congelarlos,
pero antes de inyectarlos, hay que esperar a que se
descongelen para que estén flexibles y se puedan
inyectar facilmente. Posterior a esto, los
especimenes se deben sumergir en un bano de
acetona durante 24 horas, con el objetivo de
extraer los lipidos pues, de lo contrario, los
especimenes seran descompuestos por bacterias. Si
el organismo se deja por mas de 24 horas
sumergido en acetona, es posible que la acetona
empiece a disolver los pigmentos que dan la
coloracién al odonato. Luego, es importantisimo
secar muy bien los especimenes pues la humedad
asociada a la acetona puede favorecer la llegada
de hongos. Finalmente, los especimenes
colectados se deben pasar a sus sobres definitivos
y depositarlos en colecciones cientificas, donde
deben recibir el manejo adecuado para su
conservacion (ver el Capitulo V de este nimero).
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La biodiversidad no se limita al nimero de
especies visibles, sino que también abarca la
diversidad genética, un componente esencial para
la evolucion y la resiliencia de los organismos.
Mientras que en la diversidad de especies las
variantes corresponden a las distintas especies que
coexisten dentro de un habitat o ecosistema, en la
diversidad genética las variantes son los genes,
alelos y/o genotipos dentro de una sola especie
(Futuyma & Kirkpatrick, 2023). Comprender la
biodiversidad en sus diferentes niveles no solo es
fundamental para entender los patrones de
evolucion vy diversificacién de las especies, sino
también para evaluar la pérdida de biodiversidad
en un planeta en constante cambio debido, entre
otras cosas, al cambio climético y la deforestacion.
En este contexto, los insectos representan un caso
preocupante, pues parecen estar experimentando
un declive, como se ha documentado en los
dltimos anos (Wagner, 2020). Sin embargo, en los
ecosistemas tropicales, la falta de programas de
biomonitoreo ha limitado nuestra capacidad para
cuantificar esta pérdida (Sanchez Herrera et al.,
2024).

El analisis de la diversidad genética es una
herramienta clave para detectar sefales tempranas
de declive poblacional, ya que las poblaciones con
baja variabilidad genética son mas vulnerables a la
extincion por efectos como la depresion por
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endogamia, la reduccion del potencial adaptativo y
una menor resiliencia frente a perturbaciones
ambientales (Futuyma & Kirkpatrick, 2023).
Ademads, los estudios genéticos revelan estructuras
poblacionales ocultas que no son evidentes
mediante la observacién morfolégica o la
distribucién geogréfica, lo cual es esencial para
identificar unidades evolutivamente significativas y
evitar una gestién inadecuada (Bickford et al.,
2007; Struck et al.,, 2018). Asimismo, permiten
reconstruir eventos demograficos pasados como
cuellos de botella o expansiones poblacionales,
asociados a cambios ambientales histéricos o
recientes (Lowe et al., 2017). El estudio de la
diversidad genética también orienta prioridades de
conservacion, ya que las poblaciones con mayor
variabilidad tienen mayor capacidad para enfrentar
futuros cambios ambientales (Hedrick, 2001; Kohn
et al., 2006). Por otra parte, el analisis del ADN es
fundamental para establecer relaciones evolutivas
entre especies, lo cual permite construir filogenias
mas robustas y comprender los procesos que han
dado origen a la diversidad actual (Yang &
Rannala, 2012).

Las herramientas genéticas han transformado
profundamente el estudio de la biodiversidad,
permitiendo abordar preguntas desde multiples
escalas. Una de las aplicaciones mas utilizadas es
la implementacién de cédigos de barras de ADN
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(DNA barcoding), que facilitan la identificacion de
especies a partir de un fragmento estandarizado
del ADN, incluso a partir de muestras de
organismos en etapas inmaduras o de restos
corporales. Esta herramienta ha sido clave para
revelar especies cripticas (Hajibabaei et al., 2007;
Hebert et al.,, 2004; Hebert & Gregory, 2005). En
genética poblacional y filogeografia, se emplean
tradicionalmente marcadores mitocondriales
(como el gen COI), microsatélites y, mds
recientemente, enfoques gendmicos de
representacion reducida, como por ejemplo,
RADseq (Davey & Blaxter, 2010), e incluso andlisis
con re-secuenciacion del genoma completo
(Rueda-M et al.,, 2024; Zhang et al., 2024). Estos
métodos permiten evaluar la estructura genética, el
flujo génico, la conectividad y los patrones
histéricos de dispersion. En sistemédtica molecular,
los primeros estudios se basaron en genes
codificantes e intrones nucleares, pero hoy en dia
se utilizan herramientas mdas robustas como los
loci obtenidos mediante técnicas de captura
dirigida (Anchored Hybrid Enrichment — AHE;
Lemmon et al., 2012) o elementos
ultraconservados (Ultra-Conserved Elements -
UCEs; Faircloth et al., 2012), asi como
transcriptomas, que permiten resolver relaciones
evolutivas complejas y profundas (Cannon &
Kocot, 2016). Por su parte, la genémica ha abierto
nuevas posibilidades para investigar los
mecanismos genéticos que subyacen a la
adaptaciéon y evolucion de los organismos,
especialmente frente al cambio climatico (Butlin,
2008; Feder et al., 2012; Stapley et al., 2010;
Wellenreuther & Bernatchez, 2018). Finalmente, el
ADN ambiental (environmental DNA — eDNA;
Cristescu & Hebert, 2018; Pawlowski et al., 2021)
representa una herramienta emergente para el
monitoreo no invasivo de la biodiversidad, pero su
aplicacién efectiva en insectos como los Odonata
requiere validaciéon con bibliotecas de genomas
mitocondriales bien curadas o mediante técnicas
de secuenciaciéon de genoma de baja cobertura
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(genome skimming) (Bohmann et al., 2020;
Dodsworth, 2015), que permiten obtener de
manera eficiente secuencias mitocondriales a partir
de ADN total. Estas aproximaciones, combinadas,
estan ampliando de forma significativa nuestra
capacidad para documentar, entender y conservar
la diversidad biolégica.

Si bien la calidad del ADN suele estar
condicionada por el estado de preservacion de la
muestra, avances recientes en tecnologias
genomicas han demostrado que es posible
recuperar datos valiosos incluso a partir de
especimenes de colecciones biologicas (Heijden et
al.,, 2024; Tims et al.,, 2024). Técnicas como el
enriquecimiento hibrido anclado (Anchored
Hybrid Enrichment — AHE) han permitido generar
filogenias robustas utilizando ADN extraido de
ejemplares conservados durante afnos en
condiciones subd6ptimas, lo cual amplia
significativamente el valor cientifico de las
colecciones entomoldégicas (Goodman et al., 2023;
Nunes et al., 2022). No obstante, la eficiencia en
la recuperacién de informaciéon genética vy
genomica depende en gran medida de las practicas
aplicadas durante la colecta y preservacion inicial
del material. En esta nota, presentamos una serie
de recomendaciones orientadas a maximizar la
integridad del tejido y la calidad del ADN, con el
objetivo de asegurar que los especimenes
recolectados hoy puedan ser Gtiles para estudios
genéticos y gendémicos futuros. Adoptar buenas
practicas desde el campo hasta la curaduria en
colecciones no solo incrementa el valor
taxonémico y ecoldgico de los especimenes, sino
que también los convierte en una fuente
estratégica de informacién para abordar preguntas
evolutivas, sistematicas y de conservacion a largo
plazo.

Estas herramientas han sido particularmente
dtiles en el estudio de insectos como los Odonata.
Los estudios genéticos en este grupo incluyen una
variedad de enfoques y técnicas, desde los cédigos
de barras de ADN (Damm et al., 2010a, 2010b;



CAPITULO IV: Preservacion de muestras de Odonata para estudios

Damm & Hadrys, 2012; Orr & Dow, 2015b,
2015a; Sanchez-Herrera et al., 2010), la genética
poblacional y la filogeografia (Alvial et al., 2017;
Feindt et al.,, 2014, M. K. Kohli et al., 2018;
Sanchez-Herrera et al.,, 2015; Sanchez-Guillen et
al., 2005; Troast et al., 2016), hasta la sistematica
molecular (Bybee et al., 2008, 2021; M. Kohli et
al., 2021; Sanchez-Herrera et al., 2018; Sanchez-
Herrera et al., 2020; Standring et al., 2022; Vega-
Sanchez et al., 2019, 2024; Ware, 2008), la
genémica comparada (Futahashi et al.,, 2015;
Sanchez-Guillen et al., 2005; Suvorov et al., 2017;
Wellenreuther, Tynkkynen, et al., 2010;
Wellenreuther, Vercken, et al., 2010) y aplicaciones
emergentes como el ADN ambiental. En genética
poblacional y filogeografia, se han empleado
tradicionalmente marcadores mitocondriales y
microsatélites, aunque en la actualidad se han
incorporado técnicas gendomicas de mayor
resolucion como RADseq y la secuenciacion de
genomas completos (Tolman et al., 2023, 2025).

4.1. CONSIDERACIONES SOBRE LA
PRESERVACION DE MUESTRAS

La calidad del ADN o ARN extraido para
estudios genéticos, gendmicos y transcriptémicos
depende en gran medida del estado de
preservacion de las muestras. Factores como el
método de fijacion, el tipo de tejido, las
condiciones de almacenamiento y el tiempo
transcurrido desde la recolecciéon, influyen
directamente en la integridad del material
genético. A continuacion, describimos las practicas
mas comunes para preservar ejemplares de
acuerdo a nuestra experiencia con Odonata en sus
diferentes etapas de vida, junto con sus
implicaciones para estudios moleculares (ver Tabla
1).

4.1.1. Adultos

En el estudio de la biodiversidad de Odonata,
los adultos se recolectan cominmente con redes
entomoldgicas y se sacrifican por congelacién o

38

inmersiéon en etanol. Para fines taxonémicos, es
usual inyectarlos y sumergirlos en acetona, ya que
este solvente permite una rapida deshidratacién y
preserva bien la coloracién, esencial para la
identificacion morfolégica. Si las muestras han sido
correctamente procesadas y almacenadas en
condiciones estables en colecciones bioldgicas, es
posible extraer ADN de buena calidad a partir de
tejidos como patas o musculos del térax incluso
después de varios anos. Estas muestras pueden ser
adecuadas para la amplificacién de genes
mitocondriales y la implementaciéon de técnicas
como el enriquecimiento hibrido anclado vy
elementos ultraconservados (Ultra-Conserved
Elements — UCEs). Sin embargo, si han estado
expuestas a condiciones de degradacion —como
cambios extremos de temperatura, humedad o mal
sellado—, el ADN puede verse comprometido. En
contextos donde la acetona no esta disponible, se
ha probado el uso de etanol siguiendo el mismo
protocolo de deshidratacion. El etanol absoluto
(96-100%) preserva muy bien el ADN, pero puede
tornar los ejemplares quebradizos. El etanol al
70% representa un buen equilibrio entre
preservacion morfolégica y genética, util para
estudios como de cédigo de barras o para la
construccion de filogenias multilocus. Asimismo,
guardar muestras en etanol absoluto vy
almacenarlas a -80 °C es ideal para conservar
tejidos pequenos con ADN de alta calidad,
especialmente en especies pequenas como algunos
Coenagrionidae (e.g., Ischnura) o Protoneuridae.

También se recomienda la remocion selectiva
de patas, que pueden conservarse en etanol o
dimetilsulféxido (DMSO), especialmente en
especies de mayor tamano (e.g., Polythoridae,
Calopterygidae), lo que permite conservar el
ejemplar morfolégico sin perder material genético.
El DMSO-EDTA-sal saturada es Gtil en contextos
sin acceso a congelacion, ya que estabiliza el ADN
sin necesidad de frio.

Para el caso de estudios gendmicos,
necesariamente, se requiere ADN de alta calidad.
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Tabla 1. Resumen de los métodos de preservacién mds utilizados para muestras de Odonata, detallando el tipo de muestra, el medio de conservacién
empleado y sus aplicaciones en estudios genéticos y gendmicos. Se incluyen recomendaciones para optimizar la calidad del ADN y ARN segun el tipo de
analisis, desde estudios filogenéticos y de genética poblacional hasta técnicas avanzadas de gendmica como captura de loci especificos, transcriptomica y
ensamblaje genémico de novo. Ademds, se destacan consideraciones practicas para el manejo y almacenamiento de las muestras, asi como limitaciones
asociadas a cada método. Esta informacidn sirve como guia para investigadores que buscan asegurar la integridad molecular de las muestras colectadas para
analisis posteriores.

TIPO DE MUESTRA

METODO DE
PRESERVACION

APLICACIONES
PRINCIPALES

OBSERVACIONES/
RECOMENDACIONES

Adultos (entero)

Adultos (tejidos
especificos)

Larvas

Muestras preservadas
con DMSO

Exuvias

Muestras para ADN
ambiental (e.g., heces)

Tejidos para
transcriptémica

Tejidos para genémica
de alta calidad

Tejidos para Hi-C

Acetona o Etanol 70-96%

Patas o musculo abdominal en
Etanol 70-96%

Etanol 70 % (inmersion en
agua caliente previa para
anisopteros)

DMSO (en ausencia de
congelacién)

Etanol 70-75%

Etanol absoluto o soluciones
buffer estabilizadoras

Preservacion en estabilizador
de ARN

Congelacién rapida en
nitrégeno liquido y
conservacion a -80°C (sin
preservantes)

Reticulacion in situ antes de
extraccion (e.g., Arima-HiC+
Kit) y congelacién a -80°C

Estudios genéticos
(mitocondriales, AHE, UCE)

Estudios moleculares (genes
clasicos mitocondriales y
gendmicos reducidos - AHE y
UCE-), filogenia, captura de
genes

Estudios moleculares,
filogenia

Alternativa para preservacién
de ADN en campo sin frio

Identificacion morfoldgica,
ADN ambiental

Metabarcoding, analisis de
dieta y cadenas tréficas

Estudios de expresion génica
diferencial, transcriptomas

Ensamblajes genémicos con
long reads (PacBio, ONT) y
Hi-C

Genomas cromosomicos de
referencia

Acetona conserva color;
Etanol 70% mejor balance
preservacién/fragilidad; Etanol
96% + -80°C para alta calidad
ADN

Remover patas para evitar
danos al ejemplar; dtil para
dudas taxonémicas

Se recomienda obtener pata
antes del tratamiento con agua
caliente para estudios
moleculares

Menor calidad que
congelacién; Gtil en ausencia
de acceso a congelacién

Mantener himedas para evitar
roturas; ADN degradado
depende del tiempo y
condiciones de recoleccién

Las muestras se degradan
rapido; conservar refrigeradas
y procesar rapido

Conserva proteinas expresadas
y ARN; requiere manejo
cuidadoso

ADN de alta calidad es critico;
evitar ciclos congelacién-
descongelacion

Ideal usar tejido del mismo
individuo que para genémica
long reads
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Por ello, se recomienda congelar la muestra
rapidamente en nitrégeno liquido antes de la
muerte del organismo y posteriormente conservar a
-80 °C. En el caso de no contar con nitrégeno
liquido, se debe guardar la muestra
inmediatamente en -80 °C. No se aconseja el uso
de ningln tipo de preservante, como DMSO o
alcohol de grado molecular.

4.1.2. Larvas

Las larvas suelen preservarse en etanol al 70 %,
lo que mantiene adecuadamente su morfologia
externa. En el caso de Anisoptera, algunos
investigadores recomiendan primero sumergirlas
en agua casi hirviendo por menos de un minuto
(dependiendo del tamafo) para fijar proteinas,
eliminar microbios y prevenir la descomposicion
interna. Luego, se secan sobre papel y se
transfieren a etanol al 80% (Tennessen & Garrison,
2022).

Este tratamiento mejora la conservacién
morfolégica interna, pero puede degradar el ADN.
Por lo tanto, si se desean realizar estudios
genéticos, se recomienda extraer una pata o tejido
antes del escaldado o preservar directamente la
larva en etanol absoluto o al 96%, idealmente con
posterior congelacion.

4.2. MATERIAL BIOLOGICO ALTERNATIVO
COMO FUENTE DE ADN AMBIENTAL

Exuvias: Los exoesqueletos vacios tras la
emergencia son una fuente potencial tanto de
identificacion morfolégica como de ADN
ambiental (eDNA). Su preservacién ideal es en
etanol al 70-75%, lo que minimiza su fragilidad y
facilita la manipulacion de estructuras diagnésticas
como el labio y las setas prementales.

Su valor genético depende del momento de
recoleccién: exuvias recolectadas inmediatamente
después de la emergencia conservan mejor el
ADN, mientras que aquellas expuestas por dias o
semanas al ambiente presentan mayor
degradacion. Guardarlas en alcohol absoluto y
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mantenerlas a —20 °C o -80 °C incrementa las
posibilidades de recuperacion de ADN para
barcoding o incluso analisis filogenéticos
limitados.

Heces: Estas representan una fuente emergente
de ADN ambiental y son dtiles en estudios de
metabarcoding de dieta, lo que permite inferir
interacciones tréficas y cadenas alimenticias. Estas
muestras deben ser procesadas con rapidez tras la
recoleccién, ya que tienden a degradarse
facilmente debido a su naturaleza orgénica. Es
recomendable preservarlas en etanol absoluto o
soluciones buffer estabilizadoras y almacenarlas
refrigeradas o congeladas hasta su analisis.

4.3. REQUERIMIENTOS ESPECIALES PARA
TRANSCRIPTOMICA Y ESTUDIOS DE
EXPRESION GENICA

Cuando se desea realizar analisis
transcriptdmicos o estudios de expresion génica
diferencial, es fundamental preservar no solo el
ADN, sino también el ARN vy las proteinas
expresadas. En estos casos, los tejidos deben ser
colectados directamente en RNAlater® o
soluciones similares que estabilicen el ARN vy
prevengan su degradacion.

Este método es compatible tanto con adultos
como con larvas, y permite preservar el perfil de
expresion génica en el momento exacto de
recolecciéon. Posteriormente, las muestras deben
mantenerse a —80 °C. No se deben exponer a
etanol, acetona ni calor previo, ya que estos
tratamientos destruyen las moléculas de ARN vy
alteran los perfiles transcriptomicos. Esta estrategia
es clave para estudios filogenéticos basados en
transcriptomas o para evaluar mecanismos de
adaptacion, desarrollo o respuesta ambiental.

4.4. TECNICAS PARA GENOMICA EN
ODONATA

La genémica se enfoca en estudiar la estructura
y funcién del conjunto completo del ADN de un
organismo. A la secuencia completa de ADN se le
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conoce como genoma. La generacién de un
genoma de referencia de novo de alta calidad
implica la utilizacién de lecturas de secuenciacion
largas (long reads) producidas por plataformas de
secuenciacion de tercera generacién. Para ello, se
pueden emplear tecnologias de secuenciacion
como SMRT sequencing (Single Molecule, Real-
Time sequencing) de la compafia Pacific
Biosciences (PacBio), u Oxford Nanopore
Technologies (ONT) (Soto-Serrano et al., 2024). La
primera genera conjuntos de datos de lecturas
largas altamente precisas, con longitudes promedio
de entre 10 y 25 kb y una precisién superior al
99.9 % (Hon et al., 2020), mientras que la segunda
puede generar lecturas >2 Mb, aunque con menor
precision (95-99 %, dependiendo de la quimica
mas reciente —R10.4.1, Kit 14— y del uso de
lecturas ddplex) que las HiFi de PacBio (Logsdon et
al., 2020).

Es importante contar con una estimacién del
tamafno del genoma antes de encargar esta clase de
datos de secuenciacion, ya que el tamano del
genoma determinard la cantidad de datos
necesarios para un ensamblaje adecuado. Esta
estimacion puede obtenerse mediante estudios
como la citometria de flujo o, en ausencia de datos
especificos, consultando el tamaho genémico de
especies cercanas que ya hayan sido secuenciadas
(Dominguez Del Angel et al., 2018). En el siguiente
enlace,se puede encontrar informacién sobre los
tamafnos de genomas de animales en general:
https://www.genomesize.com/search.php. Una
forma de corroborar si el conjunto de datos de
secuenciacion tienen la cobertura suficiente para
la generacion del genoma completo, es hacer un
andlisis del perfil genémico y de la distribucién de
k-mers, conocido en comunmente en inglés como
k-mer spectrum o k-mer histogram. Usando k-mers
es posible también determinar caracteristicas del
genoma como tamano del genoma,
heterocigosidad, o repetitividad, esto es conocido
como modelamiento o perfil del genoma (Jenike et
al.,, 2025). Mas informacion sobre como llevar a
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cabo este andlisis, se puede encontrar en este
repositorio de GitHub: https://github.com/
WCSCourses/K-mer_Biodiversity Genomics 2025.
Si se desea obtener un genoma de referencia a
nivel cromosomal, es necesario generar datos Hi-C
(High-throughput Chromosome Conformation
Capture), ya que esta técnica gendmica permite
identificar qué regiones del genoma se encuentran
fisicamente préximas entre si dentro del ntcleo
celular (Lieberman-Aiden et al., 2009). La
tecnologia Hi-C es un método de ligaciéon por
proximidad que implica la reticulacién del ADN in
situ mediante formaldehido, con el fin de generar
un mapeo genémico de regiones cromosémicas
espacialmente préximas. EI ADN reticulado se
somete posteriormente a la preparacién de
bibliotecas para su secuenciacion en plataformas
[llumina. Este enfoque permite capturar la
organizacion tridimensional del genoma, lo que
posibilita la generaciéon de scaffolds de largo
alcance (Burton et al.,, 2013; Zeng et al., 2024). El
paso inicial de reticulacion se realiza sobre el
tejido (antes de la extraccién del ADN) y pueden
utilizarse diferentes kits segin el grupo
taxonomico. Para los odonatos, se recomienda
utilizar el Arima-HiC+ Kit, el cual ha sido
ampliamente usado en otros insectos, como las
mariposas (por ejemplo Heijden et al., 2024).

Estos dos tipos de datos requieren de ADN de
alta calidad, por lo que se recomienda seguir las
recomendaciones mencionadas previamente en el
apartado: “Consideraciones sobre la preservacion
de muestras”. Ademas, se recomienda que ambos
tipos de datos provengan del mismo individuo. Por
ejemplo, se puede utilizar la cabeza de una
libélula para generar los datos Hi-C, y el térax del
mismo ejemplar para los datos de PacBio. Cuando
lleve a cabo la extracciéon de ADN, aseglrese de
tener el minimo ndmero de ciclos de congelacion-
descongelacion, preferiblemente usando hielo seco
todo el tiempo para evitar la descongelacion
completa, y no haber expuesto el ADN a extremos
de pH o altas temperaturas. Adicionalmente, debe
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asegurarse de que la muestra esté libre de ARN y
otros contaminantes.

Finalmente, es importante llevar a cabo una
evaluacién de la calidad del ADN. Esto incluye
evaluar medidas de pureza, longitud de los
fragmentos y concentracién (Dominguez Del Angel
et al., 2018). Los requerimientos especificos deben
ser consultados con la compania en la que desea
hacer la secuenciacién. Sin embargo, unas
medidas generales pueden ser:

elLa pureza del ADN (medida, por ejemplo, en
Nanodrop) debe estar dentro de los siguientes
valores: Relacién 260/280: >1.8; Relacion
260/230: entre 2.0y 2.2.

eLa concentracién del ADN debe ser minimo
50 ng/pl en un volumen de al menos 100 pl.

ela longitud de los fragmentos (medida, por
ejemplo, en sistema Femto Pulse) debe ser >30kb.

Uno de los procesos bioinformaticos para el
ensamblaje del genoma cromosémico mads
utilizado es el del programa Tree of life del Instituto
Wellcome Sanger (https://www.sanger.ac.uk/

(0 J 1)

Lecturas HiFi
(PacBio)

-

programme/tree-of-life/). En el repositorio de
GitHub (https://github.com/sanger-tol/
genomeassembly) se puede encontrar el
procedimiento computacional. En esta fuente de
informacién se utilizan datos de secuenciacién
HiFi, con la opcién de integrar datos de Illumina
10x y Hi-C. El flujo de trabajo se resume en la
figura 1.

Mas recursos en linea Utiles para llevar a cabo
este proceso pueden encontrarse en:

e https://github.com/sanger-tol/rapid-curation

ehttps://pipelines.tol.sanger.ac.uk/
curationpretext

* https:/github.com/sanger-tol/agp-tpf-utils

* https://pipelines.tol.sanger.ac.uk/pipelines

* https://github.com/thebgacademy

En caso de que se desee anotar el genoma de
referencia, podria ser muy util obtener datos de
ARN del mismo individuo (en lo posible), o de
otros individuos de la misma especie. La anotacion
de un genoma consiste en identificar y caracterizar
las regiones funcionales y estructurales del ADN.

Escalonamiento con
Hi-C

e
apy

i

e

S

Corroborar si el conjunto
de datos de
secuenciacion tiene la
cobertura suficiente
para la generacion de un
genoma completo.

A partir de las
lecturas largas HiFi
de PacBio,
generando contigs
de alta calidad.

Revisién para corregir errores de orden,
orientacion, uniones faltantes, errores de fase o
duplicaciones falsas. También se pueden identificar
y corregir caracteristicas especificas como
cromosomas sexuales, regiones repetitivas o
microcromosomas.

AS° Pe

Eliminacién de
contaminantes,
secuencias redundantes,

Ordenar y orientar los
contigs para generar
scaffolds que

artefactos y correccion representen
de errores estructurales cromosomas
basicos. completos.

Determinar caracteristicas
del genoma como tamario

Mediante métricas como
N50, BUSCO, y otros

indicadores que aseguran del genoma,
una representacion precisa heterocigosidad, o
del genoma ensamblado. repetitividad.

Figura 1. Metafora de construccion para ilustrar el proceso de ensamblaje gendmico basada en los protocolos descritos por The Darwin Tree of Life Project
Consortium (2022) y Dominguez Del Angel et al. (2018). El flujo de trabajo incluye: 1) evaluacion preliminar de cobertura mediante espectro de k-mers, 2)
ensamblaje de contigs con lecturas HiFi, 3) filtrado y depuracion, 4) escalonamiento con datos Hi-C, 5) curacién manual, 6) evaluacién con métricas como N50
y BUSCO, y 7) perfil del genoma (tamafio, heterocigosidad, repetitividad) mediante un segundo anélisis de k-mers.
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Generalmente, se anotan los genes codificantes de
proteinas, aunque también pueden identificarse
otras caracteristicas, como ARN no codificantes,
secuencias regulatorias o elementos repetitivos
(Dominguez Del Angel et al., 2018). Este proceso
suele combinar predicciones computacionales con
evidencia experimental (por ejemplo, datos de
RNA-seq o proteinas conocidas) para asignar
funciones biolégicas a las secuencias y generar un
mapa funcional del genoma. Uno de los softwares
mas utilizado para llevar a cabo esta anotacién es
Braker3 (Gabriel et al., 2024) y puede encontrarse
toda la informacién sobre cémo llevar a cabo este
proceso en el repositorio de GitHub: https:/
github.com/thebgacademy/B3/blob/main/
tutorial.md. Ademds de Braker3, existen otros
métodos de anotacién de genomas de referencia
que no requieren datos de ARN, como por ejemplo
Helixer (https:/github.com/weberlab-hhu/Helixer),
este software realiza la anotacién de genomas
mediante modelos de aprendizaje profundo que
predicen con alta precisién la estructura génica
directamente a partir de la secuencia de ADN
(Holst et al., 2023).
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La conservacion! de odonatos, tanto larvas

como adultos, ha enfrentado histéricamente
desafios particulares. A lo largo del tiempo, se han
propuesto y utilizado mdultiples productos vy
métodos entre los cuales cada especialista, de
acuerdo a sus posibilidades y experiencia, ha

testeado y elegido. Sin embargo, no existe un
método universalmente aceptado. Algunas
caracteristicas del plan de organizacién corporal
de los odonatos adultos (i.e., grado intermedio de
esclerotizacion general, patas delgadas, alas
grandes y membranosas, abdomen largo vy
policromatismo) dificultan su preservacion.
Ademas, la fragilidad que pueden adquirir las
membranas articulares al secarse, principalmente
las intersegmentales abdominales y la del cuello,
contribuye a que los ejemplares de coleccion
tiendan a danarse, con la consiguiente rotura o
pérdida de distintas partes del cuerpo.

La Ilamativa coloracién de los adultos se debe a
la conjuncién de varios factores: pigmentos,
dispersién por efecto Tyndall en células
epidérmicas, pruinosidad, envejecimiento vy
colores estructurales (e.g., iridiscencia) producidos
por la ultraestructura de la cuticula. Los colores
producidos por pigmentos (amarillos, rojos) y por

el efecto Tyndall (azules) son inestables y tienden a
desnaturalizarse rdpidamente post-mortem
(Dunkle, 1983; Westfall & May, 1996). Por su
parte, la conservacién de la pruinosidad sobre el
tegumento depende del medio en que se
conserven los ejemplares (Futahashi et al., 2019).
A las dificultades relacionadas con el plan de

organizacion de los odonatos, se suma una serie
de problemas asociados al contexto regional. En
Latinoamérica, las colecciones cientificas
enfrentan otras dificultades como la escasa
disponibilidad de espacio y recursos financieros
que permitan asegurar una gestiéon adecuada
sostenida en el tiempo. Debemos tener presente
que, una vez que son colectados en su habitat
natural, todos los individuos, sin importar a la
especie que pertenezcan, inician una valiosa etapa
como ejemplares de una coleccién cientifica.
Sostener el valor cientifico de estos ejemplares es
la dnica justificacién para su colecta y sacrificio.
Por esta razén, una de las mayores
responsabilidades de quienes estan a cargo de la
gestion y mantenimiento de estas colecciones es
que esta nueva etapa del individuo colectado dure
el mayor tiempo posible, en el mejor estado
posible. Este es un principio ético bdsico que

1Debido al uso confuso de términos tales como preservacion, conservacién, curacidn, etc. En esta contribucion nos ajustamos a la terminologia propuesta por el
Comité para la Conservacién del International Council of Museums, ICOM (https://www.icom-cc.org/en/terminology-for-conservation).
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debemos respetar y hacer respetar en nuestra
practica profesional. Los ejemplares que integran
una coleccién cientifica deben considerarse
patrimonio universal y como tales nuestro deber es
extremar los esfuerzos para su conservacion. En
esta contribucién trataremos de describir los
principales desafios y buenas practicas que
imponen las caracteristicas de los odonatos para su
mejor conservacion.

5.1. LARVAS Y EXUVIAS

Las larvas presentan, al contrario del estado
adulto, menos dificultades relativas al momento de
su conservacion. Con excepcién de algunos
grupos, como por ejemplo Petaluridae, la mayoria
de las larvas de odonatos se caracterizan por
presentar un cuerpo poco esclerotizado y alto
contenido de agua que rdpidamente entra en
descomposicion si no se lo trata adecuadamente.
En el caso de las larvas de Zygoptera, debera
considerarse ademds que sus laminillas caudales
(epi y paraproctos) pueden desprenderse
facilmente y perderse.

Las colecciones cientificas del estado larval
pueden estar integradas tanto por larvas como por
exuvias. Las exuvias, por lo general secas vy
quebradizas al momento de su colecta, suelen
hidratarse parcialmente y conservarse en alcohol
etilico o isopropilico al 70-80% para facilitar su
estudio posterior. La conservacién de larvas, en
cambio, depende de otros factores como su
tamafio y antigiiedad. Si bien en algunas
colecciones pueden encontrarse larvas desecadas,
incluso montadas en alfileres (Fig. 1a), es habitual
su conservacion en alcohol etilico o isopropilico
(los ejemplares de gran tamafo pueden inyectarse
con alcohol para acelerar la fijacién de sus
tejidos). Para su guardado, los ejemplares se
acondicionan en frascos individuales con la
cabeza orientada hacia la boca del frasco junto
con una o varias etiquetas con los datos de
coleccién e identificacion (Fig. 1b). Debido a la

E%g

Figura 1. a) Larva montada en alfiler (MACN2). b) Larva en tubo de
ensayo (BioGeA3). ¢) Frasco madre (BioGeA). d) Larva con mandibulas
separadas en vial (BioGeA).

cantidad de agua en su cuerpo, y para evitar su
deterioro por la accién de hongos y/o la
descomposicién de sus tejidos, es necesario
renovar el alcohol de cada frasco, al menos una
vez luego de 1-2 meses de haber sido colectadas.
De acuerdo al tamano del ejemplar y el volumen
del frasco donde se encuentra, es aconsejable
renovar el alcohol periédicamente hasta que se
hayan fijado completamente los tejidos, lo que
puede observarse cuando el alcohol permanece
claro y limpido.

ZMACN - Col. Museo Argentino de Ciencias Naturales, Buenos Aires, Argentina. 3BioGeA - Col. Laboratorio de Biodiversidad y Genética Ambiental, Avellaneda,

Argentina.
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La gestion de una coleccién de larvas puede
presentar un inconveniente importante: las tapas
de los frascos utilizados pueden desgastarse o
quebrarse con el tiempo, por lo que no aseguran
hermeticidad constante y obliga a controlar
periédicamente el nivel de alcohol de cada frasco.
Un modo de simplificar su mantenimiento, y
ademds ahorrar costos, es usar tubos de ensayo en
frascos madre en lugar de frascos individuales
(Navarro et al.,, 2024). En lugar de colocar las
larvas en frascos individuales, se colocan junto con
sus etiquetas en tubos de ensayo con alcohol y
taponados en su extremo abierto con algodén o
gasa estéril de uso médico, los tubos se colocan
luego en frascos de boca ancha con su extremo
abierto hacia abajo y se agrega alcohol al frasco

(Fig. 1c). De esta forma, los frascos madres
permiten controlar simultaneamente el nivel de
alcohol de todos los tubos en su interior. En el caso
de larvas de zygdpteros es importante disponer los
ejemplares separadamente para evitar asignaciones
confusas si se desprenden las laminillas caudales.

Las colecciones de larvas pueden tener
asociadas una coleccion de estructuras disecadas
para su estudio microscopico (e.g., antenas, patas y
[aminillas caudales). Estas estructuras se montan en
portaobjetos de manera temporal, por ejemplo, en
un medio acuoso o en glicerina, o luego de un
tratamiento adecuado (potasa, serie de alcoholes,
etc.) se fijan definitivamente en resinas acrilicas o
bdlsamo de Canada. En el caso particular de las
mandibulas, que generalmente no se montan en
portaobjetos, puede ser necesario disecarlas vy
luego acondicionarlas en pequefios viales dentro
del tubo o frasco correspondiente (Fig. 1d).

5.2. ADULTOS

Como mencionamos anteriormente, los desafios
mds importantes para la conservacion de
ejemplares adultos de odonatos es el
mantenimiento de su integridad fisica o estructural
y la preservacién de los pigmentos responsables de
su patrén de coloracion. Las deficiencias en la
conservacion de odonatos derivadas de sus
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caracteristicas particulares se han agravado,
ademas, por la aplicacion de protocolos y métodos
de preservacién entomolégicos de uso general, no
especificos para el grupo. Este conjunto de
inconvenientes y deficiencias siguen impactando
negativamente en los ejemplares preservados en
colecciones, muchos de los cuales requieren de un
cuidadoso trabajo de restauracion.

Si bien ninguno de estos desafios se ha superado
satisfactoriamente, el desarrollo de nuevos
protocolos de colecta y métodos de conservacion
especificos han mejorado sustancialmente el
estado de conservacion general, minimizando
dafos, roturas y pérdidas de ejemplares. El avance
de la Odonatologia, junto a la aparicién de nuevas
tecnologias y materiales, asi como una mayor toma
de conciencia del grado de toxicidad de sustancias
de uso antes cotidiano, como por ejemplo
naftaleno (= naftalina) y fenol, han generado
importantes cambios en las practicas de colecta y
conservacion de insectos en general, y de odonatos
en particular.

Los textos entomoldgicos generales, como por
ejemplo Usinger (1956), McGavin (2001) y Gibb &
Oseto (2020), no ofrecen métodos particulares
para odonatos. Hasta pasada la primera mitad del
siglo pasado, y de no mediar el trabajo de un
especialista, era habitual aplicar a los odonatos las
mismas técnicas de conservacién usadas en
6rdenes de insectos de caracteristicas morfoldgicas
“similares” (i.e., tamano mediano a grande,
medianamente esclerotizados y con alas grandes y
membranosas). Los individuos se sacrificaban con
frascos mortiferos, generalmente con vapores de
cianuro, éter o acetato de etilo y, una vez secos, se
los acondicionaba en camas de algodén, sobres
triangulares de papel o pinchados en cajas
entomoldgicas cldsicas (con o sin tapa de vidrio)
(Figs. 2a-c). En estos casos, se los perforaba con
alfileres entomolégicos en la regién dorsal o lateral
del pterotérax, manteniendo las alas en posicion
horizontal respecto al eje anteroposterior del
cuerpo (= “abiertas”) o tocandose por sobre el
pterotorax (= “cerradas”) respectivamente.
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El uso de cajas plasticas herméticas o de cartén
para preservar ejemplares colocados en sobres
transparentes o tridngulos de papel presenta
importantes ventajas en comparacion con las cajas
entomoldgicas clasicas utilizadas para ejemplares
montados en alfileres, habituales en muchas
colecciones de todo el mundo (Figs. 2d-e). Entre
ellas se destaca una menor necesidad de espacio
de guardado (i.e., las cajas entomoldgicas pueden
alojar pocos ejemplares montados) y la necesidad
de un presupuesto menor, tanto por la diferencia
de valor entre ambos tipos de contenedores como
por la necesidad de contar con gran cantidad de
unidades en el caso de preferir cajas
entomoldgicas, mds onerosas. Otro efecto no
deseado del uso de las cajas entomoldgicas es la
acumulacién y mezcla de fragmentos que se van
desprendiendo de distintos ejemplares (cabezas,
patas, alas, abdémenes) que en muchas ocasiones
impide una asignacion clara y segura de cada
fragmento a un ejemplar en particular. En algunas
colecciones, gran cantidad de adultos son
conservados en alcohol dentro de frascos (Fig. 2f),
esta es una practica desaconsejable debido a que
los ejemplares se decoloran y desarticulan
rapidamente.

Con el avance de los estudios odonatolégicos se
han desarrollado métodos mas especificos y
eficientes para su conservacion, en particular de
los pigmentos. Estos avances derivaron en la
modificacion de todo el protocolo de colecta y
conservacion de adultos, desde el modo en que se
sacrifican los ejemplares y se fijan sus tejidos,
hasta el método final de conservaciéon. A partir de
la segunda mitad del siglo pasado, comenzé a
reemplazarse el uso de frascos mortiferos por
inyeccion y/o sumersion en acetona (Beatty &
Beatty, 1963; Garrison et al., 2006, 2010;
Tennessen, 2019; Westfall & May 1996, 2000;
White & Morse, 1973), y el uso de cajas y alfileres
entomoldégicos por contenedores herméticos de
plastico o cartén (Fig. 2d-e) donde cada ejemplar

Figura 2. a) Cama de algodén (MLP4). b) Tridngulos de papel
(BioGeA). ¢) Caja entomoldgica (MACN). d) Caja de cartén para adultos
(BioGeA). e) Contenedor hermético de plastico (BioGeA). f) Frasco con
adultos en alcohol (FCNyES).

se coloca dentro de envoltorios plésticos junto a
una tarjeta de cartulina que porta los datos de
coleccion e identificacion (Fig. 3a).

El uso de la acetona, tanto para sacrificar a los
ejemplares (inyeccion de acetona pura en el térax
de modo que alcance todo el abdomen) como para
la fijacion de sus tejidos (inmersién en acetona
pura por aproximadamente 24 horas), mejora
notablemente la preservacion de los pigmentos y
provoca una deshidratacién mas rapida y eficiente
de los ejemplares. Sin embargo, su uso ha
presentado recientemente dos grandes desventajas:
por un lado, dificulta la extraccién de ADN y ARN

4MLP - Col. Museo de La Plata, La Plata, Argentina. SFCEyN - Col. Facultad de Ciencias Exactas y Naturales, UBA, Buenos Aires, Argentina.
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Figura 3. a) Envoltorios plasticos para adultos en contenedores
herméticos de plastico (BioGeA). b) Sobre de papel pergamino vegetal
(BioGeA). ¢) Ejemplares en sobres de papel pergamino vegetal
deshidratdndose en bolsa zip-lock con cristales de silica (BioGeA).

para estudios moleculares y por otro, al ser una
sustancia precursora de drogas ilegales, su
comercializacién y tenencia comenzé a ser
fuertemente regulada en los paises de la region.
Esto supuso grandes inconvenientes tanto para su
adquisicién, como para su transporte durante los
viajes de campafha. Por estos motivos, en los
altimos 10-15 anos, el uso de acetona ha sido
paulatinamente abandonado. Actualmente,
algunos especialistas inyectan los ejemplares
recién colectados con etanol y los colocan por
varios dias en bolsas con cierre zip-lock o cajas
herméticas con silica-gel granulado (Fig. 3b-c) para
su deshidratacion en un ambiente refrigerado. En
cualquier caso, la conservacion de los pigmentos
responsables de la coloracién sufre diversas
alteraciones debido a una gran cantidad de
variables que pueden afectar simultdneamente su
estabilidad. Por ejemplo, la edad del ejemplar, cudl
es la sustancia elegida para conservarffijar los
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tejidos, su calidad quimica, su grado de dilucién,
cuanto tiempo fue expuesto el ejemplar a la
misma, a qué temperatura, si hubo exposicion
prolongada del ejemplar a la luz del sol, etc. La
potencial disparidad de resultados debe ser tenida
en cuenta al momento de examinar los ejemplares
y es necesario y conveniente ser cautos al evaluar
y describir los patrones de coloracion.

Una caracteristica especial que pueden
presentar los adultos, principalmente los machos,
es una cubierta pruinosa blanquecina, levemente
azulada, que se distribuye en distintas partes del
tegumento, mayoritariamente pterotorax vy
abdomen. La pruinosidad, que refleja los rayos UV,
se debe al depésito de una capa de ceras (=
pruina) compuesta principalmente de metilcetonas
y aldehidos de cadena larga, insoluble en etanol
(Futahashi et al.,, 2019). Dado que la pruina es
secretada paulatinamente su extensién permite
inferir la edad del ejemplar.

La evolucién de los métodos de conservacién de
los odonatos puede observarse al visitar
colecciones cientificas de cierta antigiedad, en las
cuales se encuentran depositados ejemplares
sacrificados y conservados de muy diferente modo:
frascos mortiferos, etanol, acetona, camas de
algodoén, sobres triangulares, pinchados en cajas
entomolégicas o en envoltorios transparentes con
tarjetas de cartulina.

La gestion eficiente de una colecciéon cientifica
de odonatos adultos requiere considerar, ademas
de las cuestiones derivadas de la utilizacién de una
técnica o protocolo de conservacion en particular,
acciones de conservacién preventiva, a realizar
tanto durante la colecta de los ejemplares como en
el sitio de resguardo de la coleccién. Con respecto
a este Ultimo, independientemente del método de
conservacion utilizado al colectar los ejemplares,

es fundamental que la coleccién esté protegida de
la luz del sol, la humedad, y la actividad de
hongos y otros insectos, como derméstidos vy
psocopteros. Es altamente recomendable que las
cajas o contenedores donde se colocan los
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ejemplares sean herméticos o, en su defecto, que
estén guardados en armarios herméticos, y se
disponga silica-gel para reducir la humedad.

5.2.1. Buenas practicas para la
conservacion de adultos

Acciones de conservacion preventiva y
curativa en ejemplares nuevos

A) Al momento de la captura

Guardar cada ejemplar en un sobre de

papel pergamino vegetal (Fig. 3b), etiquetar
provisoriamente y dejarlo vivo en un lugar fresco
por varias horas hasta que evacue el sistema
digestivo. Es aconsejable conservar en el mismo
sobre a las parejas colectadas en tandem o en
copula. Se sugiere rotular el sobre con una
indicacién precisa del tipo de condicion (tandem o
copula). Los adultos recién metamorfoseados
deben mantenerse vivos en cdmaras ventiladas
hasta que finalice el proceso de esclerotizacion de
su tegumento, de no ser posible se aconseja
conservarlos directamente en alcohol 70-80%.

2. Inyectar cada ejemplar (entre las coxas Il y

[11) con acetona/alcohol etilico o
isopropilico para reducir d4cidos grasos vy
deshidratar. El liquido inyectado debe penetrar en
el abdomen sin danarlo, para esto se debe
proceder con mucho cuidado utilizando jeringas
de0.3 a1 ml

Acomodar estructuras. Se recomienda

orientar los ejemplares siempre del mismo
modo para facilitar estudios posteriores. Por
ejemplo, es recomendable orientar la cabeza de
costado, estirar las patas hacia delante, ubicar las
alas juntas, tocandose por encima del térax, el
abdomen recto, debajo de las alas, y, en el caso de
machos, disponer la ligula (Zygoptera) o vesicula
genital (Anisoptera) fuera de la foseta genital (sin
separarla del ejemplar).

Volver a guardar el ejemplar en el mismo
sobre.

Guardar el sobre con el ejemplar en un
contenedor hermético o bolsa con cierre
zip-lock con cristales o granulado de silica-gel
durante varios dias, idealmente en un ambiente
refrigerado para ralentizar los procesos de
degradacion y evitar la descomposicion (Fig. 3c).
Se recomienda poner en el mismo contenedor los
ejemplares colectados en una misma localidad. Si,
en lugar de alcohol + silica-gel, se usa acetona®
pura se deben guardar los sobres en un frasco de
boca ancha sumergidos completamente en acetona
pura por 24 h, luego retirarlos y secarlos al aire.
Cuando la acetona comienza a tener coloracion

4.

5.

amarillenta o turbidez, es momento de renovarla.
En el caso de silica, el uso prolongado provoca su
hidratacion, por lo que es necesario renovarla
periddicamente. Los cristales que cambian de
color al hidratarse, permiten determinar
correctamente cuando hacerlo.

Con el objetivo de facilitar futuros estudios

moleculares, es aconsejable separar, al
momento de la captura (y antes de inyectar al
ejemplar), patas o miusculo tordcico en viales
especiales con alcohol absoluto. Estos viales deben
mantenerse en frio y ser rotulados de modo tal que
se asegure su trazabilidad, relacionando la muestra
de tejidos con el ejemplar colectado. Los viales,
correctamente rotulados, pueden integrar una
coleccion voucher conservada en freezers o
ultrafreezers, de manera conexa a la coleccién
principal.

B) En el laboratorio

Traslado de ejemplares a envoltorios
definitivos: desde la segunda mitad del
siglo pasado los odonatos adultos son conservados
dentro de envoltorios transparentes junto con una
tarjeta de cartulina (= cartén, cartén delgado,
papel grueso) (Beatty & Beatty, 1963). Tanto el

6La acetona es un compuesto inflamable, téxico y capaz de degradar rdpidamente ciertos tipos de plasticos. Se debe usar con precaucién, en ambientes bien
aireados. Es recomendable testear los pldsticos a usar con una gota de acetona y observar su reaccion.
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material de los envoltorios y las tarjetas como sus
dimensiones pueden variar de acuerdo a la
disponibilidad o la preferencia del especialista.

Envoltorios (“sobres”): antes de elegir los
envoltorios definitivos es muy importante
considerar el tipo de material, sus dimensiones vy el
tipo de cierre. Desde los primeros envoltorios de
celofan utilizados para la conservacion de
odonatos adultos (Beatty & Beatty, 1963), se han
probado diferentes materiales como tereftalato de
polietileno (PET), papel glassine, polipropileno,
polietileno, etc, cada uno de ellos con diferentes
resultados respecto a su estabilidad e interaccion
con los ejemplares (Blades et al., 2017). Por otra
parte, si bien varios materiales son seguros para los
ejemplares, algunos pueden reaccionar con los
productos quimicos usados en las colecciones,
como por ejemplo el poliestireno expuesto a la
naftalina (Simmons, 1999). Los plasticos que
contienen cloro pueden liberar compuestos
extremadamente corrosivos cuando envejecen,
como por ejemplo el policloruro de polivinilo
(PVQ), por lo que debe evitarse su uso. En general,
cualquier plastico que muestre cambios de color,
cuya superficie se resquebraje o presente otra
desfiguracion, debe ser retirado de la coleccion
inmediatamente. Idealmente pueden utilizarse
envoltorios de polietileno (sin butilhidroxitolueno
o BTH) con cierre zip-lock pero, considerando que
una coleccién puede estar formada por cientos o
miles de ejemplares, su costo llega a ser
prohibitivo para muchos paises de la regién. La
eleccion del material y las dimensiones del
envoltorio definitivo por lo general se realizard en
funcion de la oferta del mercado y las
posibilidades presupuestarias de cada institucién y/
u odonatélogo.

Tarjetas: el uso de envoltorios definitivos
requiere que los ejemplares sean guardados junto a
una tarjeta de cartulina, cartén o papel grueso. Las
dimensiones Optimas de las tarjetas a disponer
junto al ejemplar dependeran de las dimensiones
de los envoltorios que se disponga. Pueden
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utilizarse fichas o tarjetas de fichero de cartulina de
127 x 77 mm disponibles en el mercado, u otras
dimensiones si se imprimen varias en una misma
hoja.

Etiquetado definitivo: El valor cientifico de

un ejemplar depende en gran medida de
los datos recolectados junto al mismo. Las
etiquetas, ya sea en el caso de ejemplares
montados o en alcohol, o las tarjetas, en el caso de
ejemplares guardados en envoltorios definitivos,
deberdn contener informacién precisa y veraz que
facilite tanto su almacenamiento como el estudio
posterior.

Durante la colecta se deben etiquetar los
individuos con un minimo de informacién que
relacione inequivocamente el ejemplar con un
evento de colecta especifico (localidad + fecha +
colector). Esta informacién luego sera volcada,
junto con otros datos, en las etiquetas definitivas.
Varios autores (Gonzdlez Pefha, 1995; Mdarquez
Luna, 2005; Triplehorn et al., 2005) sugieren que la
etiqueta/tarjeta, que se coloca junto con los
ejemplares conservados debe incluir los siguientes
datos:

eldentificacién taxonémica del ejemplar: debe
incluir el nombre cientifico, nombre del autor de la
especie seglin las normas de la Comisidn
Internacional de Nomenclatura Zooldgica, nombre
de la persona que realiz6 la identificacién y la
fecha de determinacion.

e5exo.

elLocalidad: debe ser lo mas detallada posible,
desde lo mas general a lo mas especifico. Pueden
incluirse detalles que faciliten la ubicacién (e.g., a
X km al S de XX en ruta XX).

eCoordenadas geograficas: registrada con GPS o
carta geogréfica.

eFecha de colecta: para evitar confusiones se
recomienda utilizar ndmeros romanos para los
meses y cuatro digitos para el afo.

*Nombre de la persona que colecté: seguido de
la abreviatura “col.”

eDatos adicionales: se pueden incluir el método
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bheue o

e
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de colecta, habitat, si fueron colectados en tandem
o copula, etc.

eOtros datos: etiquetas de Tipos; datos de
propiedad, donde figura el nombre de la
institucion o persona propietaria de la coleccién.
En general, las principales colecciones cientificas
depositadas en Museos utilizan etiquetas de
diferentes colores para identificar ejemplares tipo,
es usual el uso de etiquetas rojas para holotipos
(Fig. 4).

eEs fundamental que, al afadir nuevas
etiquetas/tarjetas, se conserven las originales.

Las etiquetas/tarjetas pueden escribirse a mano
con lapiceras de trazo fino, aunque se recomienda
imprimirlas en papeles de alta calidad, libres de
acidos. En el caso de ejemplares conservados en
liquidos, las etiquetas deben escribirse en papel de
algodén, con tintas indelebles o impresas, y
ubicarlas dentro del contenedor del ejemplar.

Figura 5. a) Armario metdlico con contendores herméticos (BioGeA).
b) Armario de madera con cajas entomoldgicas (MACN). ¢) Sistema de
estanterias moviles con asistencia mecanica (MACN).

Almacenamiento en contenedores

herméticos definitivos dentro de armarios o
sistemas de estanterias que aseguren oscuridad y
control de humedad (Fig. 5a-c): Los envoltorios
definitivos se colocan en los recipientes en
posicion vertical, ordenados segin el criterio
considerado por la persona encargada de la
curaduria de la coleccién. El ndmero de
identificacion debe estar visible para facilitar la
localizacion del ejemplar.

Una desventaja del uso de contenedores
plasticos es que ciertos materiales pueden
reaccionar quimicamente con pesticidas utilizados
para fumigar las colecciones. Por ejemplo, el
paradiclorobenceno (PDB), empleado como
pesticida en colecciones entomoldgicas por su

"NK - Col. Museum fiir Naturkunde, Berlin, Alemania.
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capacidad para repeler insectos como los
derméstidos, puede interactuar negativamente con
algunos tipos de plastico, como ciertos acrilicos o
poliestireno. Estas reacciones pueden producir
empafamiento, manchas, deformaciones v,
eventualmente, la degradacion del material
plastico (Glotzhober, 1993). Para evitar estos
inconvenientes, se sugiere el uso de alcanfor como
repelente alternativo.

Ingreso de informacién: El material que

ingresa a la colecciéon debe contar con la
mayor cantidad de datos posibles, desde el
momento de la colecta hasta su estudio posterior.
Se recomienda ingresar los datos siguiendo
siempre los mismos criterios, por ejemplo: utilizar
el formato dia/mes (en ndmeros romanos)/afio para
las fechas, y consignar los nombres colocando
primero el apellido seguido de la inicial del
nombre. Es importante mantener esta consistencia
en todos los registros y establecer otros criterios
seglin sea necesario.

Catalogacién: A cada ejemplar se le debe

asignar un nimero de identificacién tnico
y consecutivo, de acuerdo a los registros existentes.
Este nimero permite acceder a toda la informacion
disponible del ejemplar, por lo que no debe ser
reasignado a otro ejemplar.

Actualizacién de la base de datos: Las

bases de datos desempefian un papel
fundamental en la gestion y acceso a los datos de
las colecciones cientificas, ya que estos datos
pueden ser la fuente primaria para investigaciones.
El disefio de la base de datos debe basarse
preferentemente en un estandar ampliamente
aceptado (DGRU, 2023). Todo el material debe ser
ingresado en la base de datos, la cual debe ser
actualizada con la mayor frecuencia posible. Se
recomienda realizar copias de seguridad
periddicas para evitar la pérdida de informacion.

Acciones de conservacion curativa y/o
restauracion en ejemplares antiguos

A) Ejemplares montados en alfileres en
cajas entomoldgicas®

Control de hongos. De advertirse la

presencia de hongos en los ejemplares,
estos pueden ser pincelados con alcohol o
acetona. Preventivamente, los ejemplares pueden
colocarse en freezer (-18 °C) por 24 h para evitar la
proliferacion de hongos. Tener en cuenta que la
presencia de hongos es indicativa de un exceso de
humedad en la caja o contenedor debido a algtn
defecto del mismo o a la hidratacién excesiva de la
silica.

En algunos casos puede ser necesario

ablandar el ejemplar para exponer la
genitalia secundaria masculina, cambiar la
orientaciéon de cercos, paraproctos o epiprocto, o
para retirar el alfiler y cambiar el modo de
guardado. Si bien en estos casos cada especialista
tiene su propio protocolo, es habitual que se utilice
el método de cdmara himeda. Si se dispone de
poco tiempo, es usual sumergir el ejemplar en
agua caliente hasta ablandar las membranas para
luego montarlo sobre madera balsa y acomodar las
estructuras a estudiar mediante alfileres. Es
conveniente un bano de alcohol antes del agua
caliente. Una vez acondicionado, el ejemplar
deberd deshidratarse montado en acetona, alcohol
o silica-gel.

Estructuras sueltas dentro de la caja

entomoldgica. Si se observan estructuras
sueltas (e.g., cabeza, patas, alas, segmentos
abdominales), y solo si no existen dudas al asignar
cada estructura a un ejemplar determinado,

pueden pegarse con cola plastica en tarjetas
adicionales que deberan ser dispuestas en el
mismo alfiler que porta al ejemplar (Fig. 6). En el
caso de piezas muy pequefas, como por ejemplo
ligulas, vesiculas genitales o cercos, es conveniente
guardar las mismas en viales pequefos con tapa
perforable de goma, corcho o similar, para
disponer en el mismo alfiler que porta el ejemplar.

8En ciertas colecciones, probablemente con el fin de ahorrar etiquetas, los ejemplares se colocaban en grupos, portando etiqueta solo el primer ejemplar de
cada grupo. Por este motivo, se deberd extremar el cuidado al retirar ejemplares de las cajas entomoldgicas con esta disposicién.
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Figura 6. Ejemplar restaurado, montado en alfiler (MACN).

B

Estructuras que se separan o rompen
durante el estudio del ejemplar. Se debera
proceder del mismo modo que en el punto anterior

(3).

B) Preparacion de ejemplares para estudios
de ultraestructura con microscopios
electrénicos de barrido

El proceso comienza con un ablandamiento
inicial de la pieza a estudiar mediante su
inmersion en una solucién de hidréxido de potasio
(KOH) al 10% dentro de un tubo de ensayo; este
proceso facilita la extrusién de estructuras
membranosas.

Luego, se transfiere la pieza a un recipiente con
agua destilada a una temperatura constante entre
80 y 90 °C mediante bano Maria, lo que permite
evitar artefactos generados por un calentamiento
brusco. El tiempo de exposicion en esta etapa varia
entre 5 y 15 minutos, segin el grado de
esclerotizacién de la pieza.

Una vez alcanzado el estado deseado de
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b

ablandamiento y/o limpieza, la muestra puede
conservarse en viales con acetona, etanol o
glicerina, segln los requerimientos de las técnicas
posteriores, por ejemplo, microscopia Optica,
microscopia electrénica de barrido (MEB) y punto
critico.

Para el estudio de caracteres mediante MEB
utilizando secado por punto critico, se recomienda
seguir el protocolo descrito por del Palacio et al.
(2017).

Otras buenas practicas

A) Ejemplares tipo

Los ejemplares tipo, tanto primarios (i.e.,
holotipo, sintipos, lectotipo y neotipo) como
secundarios (i.e., paratipos y paralectotipos), son
los ejemplares de mayor valor taxonémico en una
coleccién cientifica, y por tal razén su
conservacién debe ser prioritaria. Es aconsejable
que los ejemplares tipo, particularmente los
primarios, sean depositados para una mayor
continuidad en su cuidado en colecciones
pertenecientes a instituciones publicas de
trayectoria.

B) Trazabilidad

Desde el momento en que son colectados, los
ejemplares pasan por mdultiples circunstancias y
tratamientos que pueden afectar severamente su
integridad estructural. Es fundamental que los
responsables del cuidado de estos ejemplares
extremen en todo momento las medidas de
seguridad que aseguren la trazabilidad de cada
estructura o pieza de un ejemplar. Por ejemplo, el
labio disecado de una larva para su estudio
microscopico, la vesicula genital de un macho
disecada para el estudio de su ultraestructura, los
tejidos extraidos para estudios moleculares, las
partes del cuerpo que se separan accidentalmente,
etc. Siempre se deberdn elegir aquellas practicas
que aseguren que una pieza cualquiera de un
ejemplar pueda asociarse inequivocamente con el

ejemplar al cual pertenece.
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CAPiTULOVI

»

Consejos para

de Odonata

Andrea Licet Diago Vargas, Fredy Palacino Rodriguezy

Las colecciones biolégicas son valiosos
repositorios de biodiversidad y conocimiento
que aportan informacién crucial para
investigaciones en diversos ambitos, incluyendo
salud publica, cambio climatico, conservacion,
distribucién, comportamiento e interacciones de
las especies con sus ambientes (Pyke & Ehrlich,
2010; Suarez & Tsutsui, 2004). En los Gltimos anos,
los especimenes depositados en colecciones
biolégicas también han sido fuente importante de
informacion genética y se han usado en estudios
moleculares para apoyar la identificacién de
especies y conocer sus relaciones evolutivas
(Yeates et al., 2016). La preservacion de las
colecciones bioldgicas debe ser prioridad para las
instituciones que las albergan dado que guardan la
memoria de la historia natural y hacen parte del
patrimonio biolégico de la humanidad (Crisci &
Katinas, 2017).

En paises megadiversos, las colecciones
biolégicas son cruciales porque albergan la historia
biolégica de una amplia muestra de biodiversidad
del planeta. En Colombia, por ejemplo, las
colecciones bioldgicas han ayudado a incrementar
el conocimiento de varios grupos taxonémicos
como Odonata. La investigacién en este orden se
ha mantenido en constante crecimiento en las
dltimas décadas (Palacino-Rodriguez et al., 2022),
incluyendo la descripcién de muchas nuevas

m
de ejemplares en c
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especies y nuevos registros a partir del trabajo con
mas de 12 000 ejemplares en varias colecciones
del pais (Bota-Sierra et al., 2024).

Existen mdltiples métodos para el montaje y
preservacion de ejemplares o partes de ejemplares
en las colecciones biolégicas. Por ejemplo, en las
secciones entomoldgicas de estas colecciones, por
décadas se ha seguido una metodologia estandar
de montaje en alfiler (Borror & White, 1970), la
cual, con el tiempo, se ha diversificado e incluso
ha cambiado para algunos grupos de insectos,
entre ellos, Odonata. Actualmente, los
especimenes de odonatos son depositados en
sobres plasticos (Murillo & Lezama, 2008;
Ramirez, 2010), con una etiqueta de opalina que
debe incluir informacién taxonémica y de
recoleccién (Ramirez-Mesa & Bernal, 2006) (ver el
Capitulo VI de este nimero). Sin embargo, algunas
colecciones mas antiguas pueden incluir odonatos
montados en alfiler (Fig. 1), lo que representa dos
importantes problemas para una coleccién
biolégica. Por un lado, es un montaje que ocupa
mucho espacio y por otro, incrementa la
exposicion de los individuos a dafios estructurales
durante la manipulacién. Teniendo en cuenta que
las colecciones biolégicas requieren espacio y
mantener la integridad de los ejemplares, es
recomendable cambiar el montaje en alfiler por los
sobres usados actualmente para Odonata.
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Figura 1. Odonatos antiguos de la Coleccién de Entomologia del
Museo de Historia Natural de la Universidad del Cauca montados en alfiler.

Para lograr esto, es necesario relajar los
musculos de los especimenes durante 15 a 45
minutos (dependiendo del tamafio) en bafio maria.
El bano maria es una técnica cominmente
utilizada en entomologia para calentar insectos de
forma suave y controlada, y es muy util para
relajarlos durante el montaje. Esta técnica consiste
en depositar varios odonatos de tamafio similar en
seco en un recipiente (por ejemplo, una bandeja).
Este recipiente se deposita dentro de otro
recipiente mas grande con 2/3 de agua. Este
altimo, se calienta para que el calor se transfiera de
forma indirecta, evitando un calentamiento brusco
que dafie los ejemplares. El agua se calienta
lentamente usando una estufa eléctrica o una placa
calefactora, para evitar que el agua llegue a hervir
de forma violenta (Fig. 2). Es ideal mantener la
temperatura del agua entre 40 °C y 50 °C.

El tiempo de exposicién varia entre 15 y 30
minutos, segin el tamafo del odonato.
Posteriormente, con cuidado se retira el alfiler, se
pliegan las alas, y se deposita el espécimen en un
sobre provisional de papel mantequilla.
Inmediatamente, estos sobres deben ubicarse en
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un horno de secado a 30 °C por 72 a 96 horas. Al
retirar los sobres del horno, estos deben dejarse en
cuarentena de dos a cuatro semanas, revisando
continuamente los especimenes al estereoscopio
para comprobar el secado y que no existan
hongos. Después, los especimenes pueden ser
organizados en los sobres definitivos para
ingresarlos a cuarentena por un mes. Si se presenta
algiin problema con el secado, el procedimiento
debe repetirse. De lo contrario, los ejemplares
pueden regresar a la coleccion.

Otro aspecto relevante durante la transicion
alfiler — sobre, es que la informacién original de las
etiquetas esté disponible junto con los
especimenes. Para esto, al inicio del proceso, se
debe hacer copia estricta de la informacién en
etiquetas provisionales que acompanaran a los
ejemplares durante el resto del proceso. Ademads,
se debe generar un respaldo digital de la
informacién si no existe y se debe imprimir la
informacién en las nuevas etiquetas de opalina.
Ademas, es aconsejable que antes de iniciar el
proceso, se tomen fotografias que incluyan a los
especimenes con las etiquetas originales.
Posteriormente, y dependiendo del grado de
preservacion de las etiquetas originales, estas
pueden ser depositadas junto con los ejemplares,
en los sobres definitivos que se guardardn en la
coleccion.

6.1. PLAGAS MAS COMUNES EN
COLECCIONES DE ODONATA

Las colecciones deben revisarse continuamente
en busca de algin tipo de hongo u otros tipos de
plagas (Fig. 3). Si aparecen hongos, estos pueden
contaminar y deteriorar un alto ndmero de
ejemplares en corto tiempo (Simmons & Mufoz-
Saba, 2005; Arenas-Castro et al., 2016; Carrillo-
Chavez et al., 2024). Aunque los estudios sobre los
hongos que afectan colecciones entomolégicas son
escasos, hasta el momento se conoce que los
géneros Aspergillus, Mucor y Chaetomium spp. son
frecuentes en colecciones de historia natural



CAPITULO VI: Consejos para el mantenimiento de ejemp

Figura 2. a) Montaje de Bafio Maria casero b) Detalle del bafio de
Marfa usado para relajar mtsculos en los odonatos.

afectando la estructura corporal de los individuos
(Sapaat et al., 2022). De manera que, aunque no
existe informacién especifica para odonatos, estos
grupos de hongos pueden causar biodeterioro en
su cabeza, térax y abdomen.

En caso de contaminacion por hongos, las cajas
que contienen estos especimenes deben pasar por
un proceso de limpieza externa, usando alcohol
96% y Lysol®. Posteriormente, cada ejemplar debe
ser examinado en el estereoscopio para detectar la
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presencia y ubicacién de hongos. El tratamiento
para aquellos individuos con hongos, incluye
sumergir los especimenes en alcohol al 96% por
unos pocos minutos y después secarlos en horno
de secado a 30 °C por al menos 24 horas. Después
del secado, es importante revisar nuevamente en el
estereoscopio por varios dias y aplicar
cuidadosamente un antimicético como
Isoconazol® 1% (Cultid et al., 2012) usando un
pincel, depositando una gota en las zonas
afectadas o inyectando Lysol® (Brown, 2015) con
una jeringa para insulina, segin el tamano del
individuo. Por ejemplo, en especimenes grandes
como aquellos de familia Aeshnidae y Libellulidae,
puede aplicarse hasta 0.5 mL de Lysol® repartidos
en el térax y abdomen, mientras que para
individuos pequefios de las familias
Coenagrionidae, Lestidae, Platystictidae,
Polythoridae, Calopterygidae, entre otras, se puede
inyectar entre 0.1 y 0.2 mL. Posteriormente, los
individuos deben someterse a cuarentena en un
lugar con temperatura ambiente y revision
continua al menos por un mes. Si se observan
hongos de nuevo, el proceso de limpieza debe
repetirse, de lo contrario, los especimenes pueden
regresar a la coleccion.

Otros organismos que atacan a los especimenes
de colecciéon son los psocépteros o piojos
pertenecientes a la familia Liposcelidae (Fig. 4),
que pueden destruir caracteres taxonémicos
importantes para su identificaciéon, y por su
pequeio tamafo se esconden en grietas
dificultando su control (Chin et al., 2010). Pueden
reconocerse porque son de color amarillo
traslicido, son alados o no, y se mueven rapido
sobre la superficie, se consideran indicadores de
zonas con una humedad alta, ya que en su dieta
incluyen principalmente moho que prolifera bajo
estas condiciones (Strang, 1998).

También existen pequenos insectos que perforan
los especimenes haciendo que su exoesqueleto sea
quebradizo (Sapaat et al., 2022), como por
ejemplo los coledpteros de las Familias Anobidae,
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Figura 3. Individuo afectado por hongos en la regidn de la cabeza.

Lyctidae y Dermestidae, que se alimentan de los
ejemplares o de los materiales empleados en la
coleccion (Simmons & Munoz-Saba, 2005).
Mayormente, son causantes de los danos de los
insectos montados durante su etapa de vida
larvaria (National Park Service [NPS], 2008) y su
presencia es notoria ya que debajo de los
especimenes se encuentra su excremento en forma
de cimulos de polvo fino color negro, ademds de
pupas (Sapaat et al., 2022). Es importante observar
estas particulas, pueden acumularse dentro de los
sobres de los odonatos o debajo de los montajes y
son indicadoras de que se requiere un proceso
rapido de limpieza para evitar la propagacién de
estas plagas.

De esta forma, si se encuentra alguno de estos
organismos, el control debe hacerse sometiendo la
caja entomolégica a — 30 °C por entre 96 y 120
horas para eliminar ninfas y adultos (Murillo &
Lezama, 2008). Luego debe usarse
Paradiclorobenceno (PDB), conocido
comercialmente como esferas o escamas de
Nafatalina®, el cual se debe depositar en un
recipiente pequeno dentro de la caja entomolégica
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Figura 4. Psocdptero encontrado en cajas entomoldgicas de Odonata.

cerrada. Los vapores producidos funcionan como
un insecticida que ayuda a controlar los huevos
(Murillo & Lezama, 2008). Posteriormente, es
necesario monitorear constantemente la coleccién
para evitar reinfestacion y aplicar mas PDB cuando
sea necesario.

Otro aspecto importante en los especimenes en
una coleccién biolégica es que los individuos
estén completos y en buenas condiciones.
Regularmente, en odonatos, estructuras como el
abdomen sufren rupturas y la cabeza o las patas se
desprenden incluso en aquellos individuos
depositados en sobres definitivos. Es necesario
mantener estas estructuras en su lugar, debido a
que son importantes para la identificacion de los
ejemplares y la cohesién estructural de cada
espécimen. Para unir partes al cuerpo, se pueden
usar pinzas de punta plana o aguda, ademas de
goma blanca (por ejemplo, Gel Shellac®), barniz
para ufias y un estereoscopio para ubicar con
mayor precision las partes o estructuras (Murillo &
Lezama, 2008).

Los consejos compartidos en este documento,
ayudardn a controlar organismos dafinos para los
ejemplares en las colecciones bioldgicas vy
ayudaran a reducir el impacto de plagas sobre los
especimenes, ademas de mantener su integridad.
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La documentacion visual en publicaciones
cientificas representa un componente
fundamental para la comunicacién de resultados
en taxonomia (Holzenthal, 2008). Las imagenes, ya
sean fotografias o ilustraciones digitales no solo
complementan las descripciones textuales, sino
que permiten una representacion precisa de
caracteres morfolégicos y ayudan a optimizar el
espacio en publicaciones donde las limitaciones
editoriales son frecuentes (Bevilaqua, 2020). Esta
necesidad es particularmente evidente cuando los
caracteres diagnésticos son complejos y las
descripciones textuales parecen insuficientes o
susceptibles de interpretacion subjetiva, haciendo
que ilustraciones vy fotografias sean elementos
indispensables en descripciones taxonémicas y
claves de identificacion (Coleman, 2006).
Inclusive, cuando se ejecutan con maestria técnica,
estas representaciones visuales trascienden su
funcién utilitaria para convertirse en expresiones
de valor estético y cientifico simultaneo (Vitor &
Martins, 2020).

A lo largo de la historia, las descripciones
taxonémicas han evolucionado paralelamente a los
avances tecnolégicos, transformando
sustancialmente los métodos de ilustracion
cientifica (Lomar, 2019). Con la implementacion
del sistema de clasificacién propuesto por Linneo
(1735), las primeras descripciones de seres vivos
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carecian de soporte visual o se limitaban a
caracterizaciones textuales laconicas (Holzenthal,

2008). Posteriormente, se incorporaron
ilustraciones manuales de estructuras clave,
inicialmente esquemdticas y luego con mayor
detalle artistico (Coleman, 2003). Actualmente, la
creciente sofisticacion de la fotografia cientifica
esta llevando a un reemplazo de dibujos por
fotografias o dibujos digitales (Riedel et al., 2013).
Un alto nimero de técnicas digitales facilita la
documentacién de especimenes con una precision
morfolégica sin precedentes y a una velocidad
mayor que permite el procesamiento de mudiltiples
imagenes, reduciendo el tiempo de creacién
(Tereshkin, 2013).

Son varias las técnicas para la obtencion de
fotografias digitales, como por ejemplo el uso de
estereoscopios, el acople de estudios con cdmaras
digitales o inclusive técnicas mas avanzadas como
la microscopia electrénica (Del Palacio et al.,
2017). Independientemente del método escogido,
la obtencién de imdagenes digitales requiere de
ciertas etapas que garanticen resultados de alto
impacto (Bevilaqua, 2020), entre ellos, la
preparacion previa del material o estructura a ser
analizada.

La preparacién del material biolégico varia en
funcién del grupo a tratar o de la estructura en
particular que se quiera documentar (Garrison,
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2021; Del Palaino, et al., 2017). Por lo tanto, es
algo especifico para cada grupo de estudio y como
tal, se deben seguir las recomendaciones propias
para su debida preservacion y posterior estudio.
Aspectos como estructuras internas, clareamiento y
diseccién, asi como la ubicacién para captar vistas
especificas caben dentro de esta seccion. En
cuanto a la obtencién de las fotografias digitales,
es recomendable asegurarse de tomarlas en
formato RAW, y es siempre necesario realizar
algunos ajustes o tratamientos que permitan
mejorar la calidad de la imagen. Formatos sin
pérdida de informacion como el formato TIFF
preservan la calidad original, mientras que
herramientas de software especializado facilitan la
modificacion posterior de las imdgenes para su
publicaciéon (Caruso & Postel, 2002).
Modificaciones en tamano, resoluciéon, color,
contraste e incluso la limpieza de la imagen hacen
parte de este posprocesamiento que se considera
una parte fundamental de los resultados de
cualquier investigacion taxonémica. Es necesario
resaltar que dentro de estos tratamientos no es
permitida la modificacion o alteracion de la
imagen y esta debe mantener el contenido original
intacto, de lo contrario es considerado un fraude
(Corl et al., 2002; Cromey 2010, Blatt & Martin,
2013).

La composicién de laminas taxondémicas
requiere una atencion meticulosa a aspectos como
escalas, etiquetado y consistencia visual
(Bevilaqua, 2020). Usualmente, estas laminas estan
conformadas por un arreglo de fotografias o
ilustraciones que en conjunto contienen
informaciones visuales que estan relacionadas con
las descripciones presentadas en el texto. Por lo
tanto, deben mostrar la real apariencia de los
organismos, como los colores, las texturas, surcos
u ornamentaciones. Ademas, estas figuras son un
componente obligatorio en la seccién de
resultados dentro de las publicaciones
taxondmicas (Solomon, 2009).

En Odonata, los caracteres diagndsticos de las
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larvas se encuentran principalmente en las piezas
bucales, el abdomen y sus segmentos apicales,
mientras que en adultos se encuentran en las
estructuras reproductivas (como los cercos y la
ligula genital de los machos, el pronoto vy el
ovipositor de las hembras) y en las alas (Lencioni,
2005, 2006; Garrison et al., 2006, 2010; Hamada
et al.,, 2014). Por ello, es fundamental realizar un
registro visual adecuado de estas estructuras. Estas
imdgenes permiten no solo detallar sus
caracteristicas particulares para diferenciar
especies, sino que ademas permiten construir un
banco de datos que sirva como herramienta de
estudio para investigadores. Dado que en muchos
casos no se tiene acceso directo a los ejemplares
tipo, las imagenes adquieren un valor adn mayor,
especialmente en trabajos de morfologia,
sistematica o revisiones taxonomicas.

Los métodos de preparacion son esenciales para
obtener imagenes publicables de alta calidad. Estos
procedimientos incluyen procesos estandarizados
de relajacién y posicionamiento que permiten
documentar caracteres normalmente ocultos en
material preservado, manteniendo la integridad del
espécimen para estudios futuros (Calvert, 1931).
Estos protocolos, combinados con técnicas
modernas de fotografia digital, aseguran que las
imagenes cumplan con los requisitos técnicos de
las publicaciones especializadas (Coleman, 2003).
En este contexto, el objetivo de este documento es
proporcionar una guia que sirva como base para la
obtencién de imagenes de calidad para
publicaciones cientificas a partir de individuos
previamente colectados y su posterior edicién con
el programa Adobe Photoshop (Adobe, 2022).

7.1. MATERIALES Y EQUIPO REQUERIDO

Para el acondicionamiento de las muestras
biolégicas, tanto en fase adulta como larval, se
recomienda el uso de los siguientes materiales:
alcohol y gel antibacterial al 70%, frascos de
vidrio, cajas de Petri, resistencia eléctrica, alfileres
entomoldgicos, ldpiz, jeringas de insulina, pinzas
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Figura 1. Materiales utilizados para el acondicionamiento de muestras bioldgicas: a) frasco de vidrio; b) alfileres entomoldgicos; ¢) resistencia eléctrica; d)
caja de Petri; e) lapiz; f) jeringa de insulina; g) pinzas de punta blanda; h) pincel y pipetas; i) tubo tipo Falcon; j) tubos tipo Eppendorf; k) cubos de balsa; 1)

cubo de poliestireno

de punta blanda, pinceles, pipetas, tubos tipo
Falcon y Eppendorf, asi como cubos de balsa y
poliestireno (Fig. Ta-l).

Las imagenes presentadas en esta guia fueron
obtenidas utilizando dos estereomicroscopios con
sistemas de captura diferentes. El primero, un Leica
M205A equipado con una cdmara Leica DFC450,
que permite la captura de imagenes individuales,
requiriendo ajustes de enfoque manual entre cada
toma. Estas imdgenes fueron posteriormente
combinadas mediante el software libre
CombineZP, para generar un Unico archivo con
enfoque extendido, que finalmente fue editado en
Adobe Photoshop CC 2022. El segundo equipo, un
Nikon SMZ25 con una camara DS-Fi3 acoplada,
cuenta con un sistema automatizado de captura
multifocal que permite obtener imdagenes a
diferentes profundidades y generar
automaticamente un archivo final con enfoque
compuesto. La adquisicién de imagenes fue
gestionada mediante el software correspondiente a
cada equipo. Sin embargo, en ausencia de un
equipamiento tan especifico, un buen
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estereoscopio con una cdmara acoplada, aunque
no permita el enfoque mudltiple, puede resultar
muy eficaz.

El posprocesamiento de las imdgenes —que
incluy6é ajustes de nitidez, color, limpieza del
fondo y armado de las laminas finales— se realiz6
en Adobe Photoshop CC 2022. Todas las ediciones
se llevaron a cabo en un equipo portatil Asus
Vivobook, con sistema operativo Windows 10, 16
GB de RAM, tarjeta grifica NVIDIA GeForce
RTX3050 y procesador Intel Core i7.

7.2. ACONDICIONAMIENTO DEL
MATERIAL BIOLOGICO

7.2.1. Fase adulta

La preparacién del material adulto difiere
notablemente de la requerida para larvas o
exuvias. En el caso de los adultos, que suelen
conservarse en seco, es frecuente que los
ejemplares presenten posturas inadecuadas o
estructuras comprimidas debido al proceso de
colecta y secado. Estas condiciones dificultan la
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observacién y documentacion de caracteres
morfolégicos esenciales.

Los adultos secos requieren procedimientos
especificos de rehidratacion y ablandamiento de
las articulaciones, con el fin de permitir su
reposicionamiento y facilitar el acceso visual a
estructuras diagndsticas como la genitalia o los
cercos. Por esta razén, antes de iniciar cualquier
sesion fotografica, es indispensable acondicionar
cuidadosamente el material, asegurando que las
estructuras relevantes estén visibles y en posiciones
anatémicamente correctas.

A continuacién, se describen los pasos
recomendados para el acondicionamiento de
ejemplares adultos conservados en seco, con
énfasis en técnicas de ablandamiento,
manipulacién controlada y fijaciéon temporal de
estructuras, todo ello orientado a maximizar la
calidad y utilidad de las imagenes obtenidas.

Paso 1. Limpieza del espécimen. Con la ayuda
de un pincel fino, limpiar cuidadosamente al
individuo en toda su extension, con el objetivo de
eliminar cualquier residuo derivado de
procedimientos previos (Fig. 2). Este procedimiento
debe realizarse con extrema precaucion, utilizando
un pincel de punta redonda con calibre inferior a
0.5. Es necesario tener especial cuidado al pasar
por las patas y la cabeza, ya que suelen ser las
estructuras mas fragiles y susceptibles a
desprenderse.

Figura 2. Limpieza del individuo con pincel.
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las estructuras.

Paso 2. Ablandamiento de
Ablandar las estructuras es esencial para
posicionar correctamente el espécimen. Para ello,
pueden emplearse distintos métodos, tales como:

eCamara humeda (sin calentamiento): se
coloca una capa de papel absorbente
(preferiblemente papel toalla) en el fondo de un
recipiente hermético, como una caja plastica; por
ejemplo, las utilizadas para almacenar helado, o
una caja de Petri. El papel debe humedecerse bien,
sin llegar a encharcarse. Sobre este fondo himedo,
se posiciona el ejemplar, idealmente sobre una
base de balsa o poliestireno expandido, y se cierra
el recipiente para mantener un ambiente himedo.
El tiempo que la muestra permanece dentro de la
camara varia segin su estado de conservacion, su
tamano y la firmeza del exoesqueleto. Se sugiere
que esta estimacion se fundamente en las
caracteristicas del material analizado, lo que
permite, en este paso del protocolo, una
apreciacion mas personal. En caso de que de que
el insecto permanezca por mas de 24 horas, es
necesario colocar algunas gotas de fenol, para
evitar la proliferacion de hongos (Hamada et al.,
2014). Esta técnica es una de las mas utilizadas, ya
que es poco invasiva y evita danos estructurales al
espécimen.

eCdmara con calentador eléctrico (“rabo
caliente”): otra opcién consiste en utilizar un
calentador eléctrico de inmersién dentro de un
recipiente profundo con agua, sin llegar al punto
de ebullicién, Después de calentar el agua, retire
el equipo (Fig. 3, paso 1). El ejemplar se coloca
sobre una base de madera tipo balsa. Esta base
puede estar acompanada por una estructura
flotante de poliestireno expandido (Fig. 3, paso 2).
Debe mantenerse equilibrada dentro del
recipiente, dejando espacio para cubrirla
posteriormente con una caja de Petri, formando asi
una camara de aire caliente (Fig. 3, pasos 3-5).
Después de algunos minutos (siguiendo el
razonamiento de la sesién anterior) en la camara,
el ejemplar presentara articulaciones
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Figura 3. Pasos para el ablandamiento por cdmara himeda usando
una placa de Petri.

suficientemente flexibles para su manipulacién.
Con la ayuda de alfileres entomoldgicos, las
estructuras pueden ser fijadas en la posicion
deseada para su posterior secado.

e Aplicacion directa con amoniaco o aceite de
banana: este método es una alternativa util cuando
no es necesario ablandar todo el espécimen, sino
Gnicamente una estructura especifica, como los
cercos o la ligula genital. Para ello, se utiliza una
jeringa de insulina para tomar una pequea
alicuota de amonfaco o aceite de banana. Con
mucho cuidado, se aplican unas gotas
directamente sobre la estructura de interés. Luego,
se espera entre tres y cinco minutos, verificando
periédicamente —con la punta de un alfiler y
extrema precaucion— si la estructura ya se
encuentra lo suficientemente blanda para su
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manipulacién. Una vez finalizado el
procedimiento, es necesario realizar un lavado con
alcohol sobre la estructura y luego un bano en
acetona o alcohol con una concentracién superior
al 70%.

Paso 3. Posicionamiento anatémico. Con la
ayuda de alfileres entomolégicos, posicionar
cuidadosamente todas las estructuras del
espécimen, especialmente aquellas que presentan
caracteristicas relevantes para la determinacion
taxonémica (Fig. 4). Como regla general y medida
de precaucion, se recomienda realizar en primer
lugar la captura de una imagen del habito
completo del ejemplar con escala, ya que durante
el proceso el individuo podria sufrir algin dano. A
continuacion, deben tomarse fotografias detalladas
de las principales regiones o estructuras: cabeza en
vista dorsal y frontal, pronoto en vista lateral y
dorsal, pterotérax, alas, cercos, [dmina vulvar (en
hembras) y hamuli (en machos).

Paso 4. Proyeccion de estructuras internas. Para
proyectar estructuras internas, como la genitalia de
los machos, es necesario que las dareas
circundantes hayan sido previamente ablandadas
mediante alguno de los métodos descritos
anteriormente (camara hudmeda, calentador
eléctrico o aplicacién directa de amoniaco/aceite
de banana). Una vez alcanzada la flexibilidad
adecuada, se procede con la extrusién cuidadosa
de la estructura.

Con la ayuda de un alfiler entomolégico de
punta fina y ligeramente angulado, se realiza un
movimiento de presion y arrastre desde la base
interna de la abertura genital hacia afuera. El alfiler
debe colocarse justo por debajo o al lado de la
estructura a extruir, ejerciendo una presion muy
suave y dirigida en sentido anteroposterior, para
acompanar la linea natural de plegamiento de la
vesicula o la ligula (Fig. 5). Es fundamental evitar
movimientos bruscos o excesivamente verticales,
ya que pueden causar desgarros o separaciones.

Una vez proyectada parcialmente, se puede
utilizar un segundo alfiler recto para fijar la
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Figura 5. Extraccion de la genitalia masculina. a) Alfiler entomoldgico con la punta angulada para facilitar la proyeccin; b) alfiler recto fijando la
estructura proyectada; ¢) estructura fijada tras el secado.

estructura en posicion extendida, asegurando que
quede completamente visible para su secado
posterior (Fig. 5a-c). Es recomendable verificar la
simetria y naturalidad de la postura antes de
proceder a la fijacion final.

Paso 5. Secado vy fijaciéon. Una vez que las
estructuras han sido correctamente posicionadas y
fijadas con alfileres entomoldgicos, se procede al
secado del espécimen para asegurar que mantenga
la forma deseada durante las sesiones fotograficas.
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Este proceso puede realizarse de dos formas:

eSecado a temperatura ambiente: colocar el
ejemplar dentro de un recipiente hermético con
algunas perlas de silica gel. Dejar reposar durante
al menos 24 horas, permitiendo que la humedad se
absorba gradualmente sin alterar la posicién de las
estructuras.

eSecado en estufa: si se dispone del equipo,
colocar el espécimen en una estufa a una
temperatura de 40 °C, durante un periodo de 8-12
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horas. Esta opcion permite una fijacion mas rapida,
pero debe vigilarse con precaucién para evitar
dafos por exceso de calor.

Paso 6. Revision del espécimen y registro
fotografico. Una vez seco el espécimen y retirados
los alfileres, se considera que el montaje esta listo
para la etapa de revision y toma de la imagen. Este
paso consiste en observar cuidadosamente las
estructuras posicionadas con la ayuda de una lupa
multifocal o un estereomicroscopio con cdmara

d

#/ ESTUPA DE ESTERSUZACAO € SECAGEN DIGITAL

acoplada.

En esta fase, se realiza una verificacion final del
posicionamiento morfolégico, seguida por la
captura fotografica de las estructuras relevantes
bajo criterios taxondmicos. Las imagenes obtenidas
deben reflejar con claridad los caracteres
diagndsticos previamente proyectados,
permitiendo su correcta interpretacién vy
documentacion cientifica (Fig. 6a-d).

e Por favor, mantenham
a bancada organizada.

Figura 6. Proceso de secado y andlisis fotogréfico. a) Estufa; b) espécimen en secado; ¢, d) posicionamiento y analisis fotografico.
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7.2.2. Fase larval

La preparacion del material en fase larval
presenta algunas diferencias en comparacién con
la de los adultos. La conservacién en alcohol
resulta ser ventajosa para los estadios larvales, con
excepcion de las exuvias (exoesqueleto), que son
mas fragiles y susceptibles a dafios. En ambos
casos, se requiere precaucion en la manipulacion.

Las caracteristicas diagndsticas en las larvas se
encuentran principalmente en las piezas bucales,
lo que eventualmente exige la realizacion de
disecciones que pueden dafar el espécimen si no
se ejecutan con cuidado. Por esta razén, se
recomienda iniciar la documentacién fotografica
con imagenes del habito, tanto en vista dorsal
como ventral, seguidas por los apéndices caudales
—particularmente delicados en los Zygoptera,
debido a su forma laminar—, las ornamentaciones
laterales o dorsales del cuerpo y por dltimo, las
piezas bucales.

A continuacién, se describen los pasos
recomendados para el acondicionamiento de
larvas o exuvias, con énfasis en la manipulacion
cuidadosa, la estabilizacién del espécimen y la
documentacion morfolégica previa a la diseccion.

Paso 1. Transferencia del espécimen a la caja de
Petri. Retirar la larva o exuvia con sumo cuidado
del tubo Eppendorf, utilizando pinzas de punta
blanda o, preferiblemente, la punta de un pincel
fino (Fig. 7, paso 1). El contenido del tubo
(incluyendo el alcohol) debe ser vertido junto con
el ejemplar en una capsula de Petri para evitar la
deshidratacion.

Paso 2. Aplicacion del medio de estabilizacion.
Cubrir el espécimen con una pequena cantidad de
gel antibacterial (puede emplearse gel
desinfectante comercial de manos, siempre que
sea transparente), lo suficiente para formar una
matriz semisélida que facilite su manipulacién
(Fig. 7, pasos 2-3). Este medio permite fijar el
cuerpo sin ejercer presion sobre la muestra, facilita
la proyeccién tridimensional de estructuras como
patas, abdomen vy piezas bucales, y reduce el
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reflejo en las imagenes.

Paso 3. Posicionamiento y fotografia del habito.
Utilizando alfileres entomolégicos o estiletes de
punta fina, orientar cuidadosamente el ejemplar en
vista dorsal y centrarlo dentro de la caja de petri
(Fig. 7, paso 4). Esta disposicion permite registrar
una imagen general del habito, que sirve como
referencia morfolégica antes de realizar cualquier
disecciéon. Se recomienda capturar primero las
vistas dorsal y ventral del habito, ya que las
maniobras de diseccion posteriores podrian danar
estructuras delicadas (Fig. 7, paso 5).

Paso 4. Inmersion en alcohol liquido.
Importante cubrir completamente el gel con
alcohol liquido, de forma que el medio gelatinoso
se vuelva prdcticamente imperceptible. Se
recomienda que la concentracién de alcohol sea la
misma que la del gel previamente utilizado, para
evitar reacciones quimicas o alteraciones en la
muestra (Fig. 7, paso 4).

Paso 5. Documentaciéon morfolégica detallada.
Con la ayuda de una lupa multifocal o un
estereomicroscopio con cdmara acoplada, observar
y fotografiar las estructuras disecadas segin los
criterios taxonémicos establecidos (Fig. 7, paso 5).

Paso 6. Diseccion de estructuras bucales y
caudales. Con el espécimen ya estabilizado,
proceder a la diseccion y separacion de las piezas
anatémicas menores, comenzando por las
estructuras bucales: mento, premento, mandibulas,
galeolacineas. Posteriormente, separar las [dminas
caudales (una lateral —preferiblemente la
izquierda— y la mediana), cuidando de no alterar
la posicion del resto del cuerpo (Fig. 7, paso 6).

7.3. ADQUISICION DE FOTOGRAFIAS
DIGITALES

Esta seccion ofrece recomendaciones para la
captura eficiente de imdagenes digitales de
especimenes, con el objetivo de optimizar la
calidad de la documentacién morfolégica y reducir
el tiempo de edicion posterior. Se describen las
vistas y estructuras esenciales que deben registrarse
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Premento Mandibula Galeolacinea

Figura 7. Preparacion de larvas o exuvias antes de la fotografia: 1) transferencia; 2) aplicacion de gel; 3) posicionamiento; 4) aplicacion de alcohol

liquido; 5) registro con estereomicroscopio; 6) piezas bucales.

(habito, cabeza, protérax, térax, ligula genital y
cercos), asi como consideraciones practicas sobre
iluminacién, enfoque y encuadre.

Dependiendo del equipo 6ptico disponible,

1

existen dos estrategias principales para obtener
imagenes completamente nitidas y de alta
resolucion: la composicion multifocal (focus
stacking), recomendada cuando el sistema 6ptico
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no posee un moédulo de enfoque automdtico y la
captura debe hacerse plano por plano; y el
ensamblaje por secciones del habito, Gtil cuando
el tamano del ejemplar supera el campo de vision
disponible y es necesario unir varias imagenes
parciales.

A continuacién, se describen los pasos
detallados para cada uno de estos procedimientos.

7.3.1. Composicion multifocal

A menos que el microscopio estereoscopico
cuente con configuraciones especificas para
capturar mdltiples planos de enfoque vy
combinarlos automdticamente en una dUnica
imagen de salida, este procedimiento debe
realizarse mediante programas externos que
permitan la técnica conocida como focus stacking.
Esta técnica se emplea para generar imagenes
completamente nitidas mediante la combinacién

§ Contineze

hewE] (@] < s

[Align and Balance Used Frames (Q </

FErEI)

= [@]=

[ Bt o | CombineZP
Image Stacking Software
by
Alan Hadley

alan@pmicropics.org.uk

details are at the CombineZ Yah

‘The images above are Copyright their original photographers and were all produced with the help of CombineZ. Further
00 Group.

Figura 8. Composicién multifocal en CombineZP en Photoshop.
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al

de mudltiples fotografias tomadas a diferentes
profundidades de campo. Para ilustrar este
procedimiento, se puede utilizar el software libre
CombineZP, disponible para descarga en el
siguiente enlace: https://
combinezp.software.informer.com/. A
continuacion, se describen los pasos necesarios
para realizar la composiciéon multifocal con dicho
programa.

Paso 1. Iniciar un nuevo proyecto. Para ello, se
debe hacer clic en el mend ubicado en la parte
superior izquierda de la ventana New (Fig. 8a).

Paso 2. Se abrird una ventana desde la cual se
debe navegar en el equipo hasta ubicar la carpeta
que contiene las imdgenes a apilar. Posteriormente,
se deben seleccionar todas las imagenes de interés,
lo cual se puede hacer haciendo clic con el botén
izquierdo del ratén o manteniendo presionada la
tecla Ctrl mientras se seleccionan los archivos

CZP Progress

Load Frame(s)

P Abrir X
Bcen [ 7 casm
f !
Iicio _‘,_V_ v \
- g oo
=, ~
output work cabeza_apilada Cabezal
Bibliotecas
e
a e e e e
. Nombre: || * =l fo

[Anfomats
™ Abrir como archivo de solo lectura

I
Minimize

1 New-0ut99999-Do Stacki1.0.11

Tipo:

=] Concelar |\

Cancel

a thods 3 CEl =N s )
» - ReNgogie]
Pl Guardar como x
Guardaren: [ jerel -] FBmekE-
A\ Nombre Estado Fechede... Tipo Tomaio
et output @ 6/20/2025.. Carpeta de..
work [ 6/20/2025 .. _Carpeta de.
[ o) 620205 Archivo PG 617K
Escrtoro
Bilotecas
Este equipo
Fed
MNombre:  [cabeza_apiada =] [ Guardar
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https://combinezp.software.informer.com/
https://combinezp.software.informer.com/
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deseados. Finalmente, se debe presionar el botén
Abrir (Fig. 8b).

Paso 3. Una vez cargadas las imagenes, se debe
seleccionar el método de apilado. CombineZP
ofrece varios métodos, cada uno con algoritmos
distintos que generan resultados especificos.
También existe una opcién que aplica todos los
métodos disponibles de manera automatica. Para
ello, se debe hacer clic en la segunda caja de
opciones ubicada en el menu superior izquierdo.
En el menl desplegable, se debe seleccionar la
opcion All methods (Fig. 8c), y a continuacion
hacer clic en el botén verde GO (Fig. 8d). El
proceso se iniciara automaticamente.

Paso 4. Guardar la imagen resultante. Para ello,
se debe hacer clic en el meni Save (Fig. 8e) e
indicar el nombre del archivo final y guardar (Fig.
8f). La imagen puede guardarse en diferentes
formatos; se recomienda utilizar el formato JPG.
Luego de este paso, se abrird una ventana en la
que se podra seleccionar la calidad de guardado;
se sugiere optar por el 100%.

7.3.2. Ensamblaje por secciones del habito

En casos donde no sea posible capturar el
habito completo del espécimen en una sola
imagen, ya sea por limitaciones de aumento,
encuadre o distancia de trabajo del equipo, se
recomienda tomar una serie de fotografias por
regiones, asegurando una ligera superposicion
entre cada segmento. Esto aplica tanto para adultos
como para larvas, y permite obtener una imagen
compuesta del cuerpo entero con buena
resolucion. Estas imagenes parciales deben ser
unidas posteriormente en un software de edicion
como Photoshop. A continuacion, se describen los
pasos para ensamblar correctamente estas
regiones, manteniendo proporciones y continuidad
visual.

Paso 1. Abrir Adobe Photoshop y dirigirse al
mend superior. Seleccionar la ruta: Archivo >
Automatizar > Photomerge (Fig. 9a-c).

Paso 2. En la ventana emergente de Photomerge,
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seleccionar la opcién Explorar (Fig. 9d) y buscar en
el equipo la carpeta que contiene las imagenes del
habito previamente capturadas. Seleccionar los
archivos y hacer clic en Aceptar (Fig. 9e).

Paso 3. Una vez cargadas las imagenes, verificar
que esté marcada la opcién "Disposicion:
Automdtica" (por defecto) y asegurarse de
desactivar las casillas "Mezclar imagenes" vy
"Corregir distorsion geométrica", para evitar
alteraciones en la estructura del ejemplar, después
haga clic en OK para iniciar el ensamblaje
automadtico (Fig. 9f).

Paso 4. El programa alineard y distribuird las
imagenes en capas independientes segin las
coincidencias encontradas entre las zonas
superpuestas (Fig. 9g).

Achivo Edicion Imagen Capa Texto Seleccion Fitro 3D Vista Ventana Ayuda
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a
aor, 8 a0
Buscar en Bridge- AtC1s0
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g8 o ecintes

) Cermar CtrlsW
W Cerrar todo

AltsCtr+W
Cerrar otros AltsCtrl+P
ial  CerareiraBidge.. MaytsCttsW
X Guardar CtrlsS.
Guardar como... Maylis+Ctrl+$.
4 Vobver F2
»
»
Compartir.
Bl Comparti en Behance..

T
Automatizar ld lote.
d  Secuencias de comandos Presentacign en
%) Importar Crear droplt..
Cuisp  Hoja de contactos L.
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Recortary enderezarfotografias

Cambio de modo condicional..
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Photomerge..

Figura 9. Ensamblaje de imégenes con Photomerge en Photoshop.
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7.4. POSTPROCESAMIENTO DE
FOTOGRAFIAS

En esta seccién, se explican las etapas
posteriores a la captura de imagenes, enfocadas en
mejorar la calidad visual, estandarizar el formato y
preparar las laminas finales para su inclusiéon en
publicaciones cientificas. Para ello, se utilizard el
software Adobe Photoshop como herramienta
base. Para quienes no estan familiarizados con su
uso, su interfaz puede parecer intimidante debido
a la gran cantidad de mends y herramientas
disponibles. No obstante, al posicionar el puntero
del raton sobre cada una de ellas, el software
muestra una breve descripcion de su funcion, e
incluso puede desplegar ejemplos ilustrativos.

Apariencia general del software vy
configuraciones iniciales

Al iniciar Photoshop, se presenta la pantalla
principal, la cual incluye los siguientes elementos
(Fig. 10): una barra de mends en la parte superior
(a), seguida por el panel de control (b). En el lado
izquierdo se encuentra la barra de herramientas (c),
mientras que en el lado derecho se ubican los
paneles de funciones relacionados con edicion,
ajustes y capas (d).

=
e,
7
),
=
v
o,
L1
a,
+

Figura 10. Pantalla principal de Photoshop.

A.Edicion y ajustes basicos

Paso 1. Se debe importar la imagen desde el
menlU Archivo > Abrir > OK (Fig. 11a-b). Se
recomienda trabajar con archivos en alta
resolucion (preferiblemente en formato TIFF o
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Figura 11. Apertura de archivo y asignacién de perfil de color en
Photoshop.

PNG) para conservar el mayor nivel de detalle
posible.

Paso 2. Incluye correcciones de color, brillo,
contraste y nitidez para mejorar la visibilidad de
los detalles morfolégicos. Aqui, se ilustran dos
formas de hacer estas correcciones.

ePrimer método. Mediante los ajustes de la
ventana de opciones, una vez seleccionada la
imagen. Antes de aplicar cualquier modificacion,
se recomienda duplicar la capa original para no
trabajar directamente sobre ella. Para ello,
seleccionar la capa a duplicar (Fig. 12a-b) y
arrastrarla hasta el icono de nueva capa (Fig. 12c).
Una vez seleccionada la nueva capa, dirigirse al
panel de Ajustes (Fig. 12d), donde se desplegaran
varias opciones de edicién. Al seleccionar Brillo/
Contraste (Fig. 12e), se abrira un panel de
propiedades que permite ajustar dichos parametros
de forma manual (Fig. 12f).

eSegundo método. Mediante el uso del filtro
Camera Raw. Con la capa duplicada seleccionada
(Fig. 13a-b), ir al mend Filtro (Fig. 13¢c) vy
seleccionar la opcién Filtro de Camera Raw (Fig.
13d). Esto abrira un nuevo panel donde se puede
acceder a multiples parametros de edicién. En este
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Figura 13. Correccion de imagen con el filtro Camera Raw en Photoshop.

caso, seleccionar la pestafia Basico (Fig. 13e), la
cual habilita controles para exposicién, contraste,
altas luces, sombras, blancos, negros, textura y
claridad, entre otros (Fig. 13f).

Paso 3. Eliminar el fondo de la imagen
conservando la escala de medida como una capa
independiente. A continuacién, se detallan los sub-
pasos recomendados:

ePaso 3.1. duplicar la capa original y aislar la
escala (Fig. 14). Seleccionar la capa original y
duplicarla (Fig. 14a-b). Con la herramienta Marco
rectangular (Fig. 14c), delimitar el area de la
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cic Bibliotec

Afiadir un ajuste
- ke BA PI
Hole OB
2l i |

Usar heredado

escala (Fig. 14d). Cortar la selecciéon con Ctrl + Xy
pegarla con Ctrl +V; esto generard una nueva capa
que contiene Gnicamente la escala.

ePaso 3.2. Eliminar el fondo de la escala. Con la
nueva capa seleccionada (Fig. 15e), usar la
herramienta Varita magica (Fig. 15f) para
seleccionar la escala. Luego, ir al menu Seleccién
y elegir Invertir (Fig. 15g). Presionar Supr para
eliminar el fondo, dejando la escala con fondo
transparente (Fig. 15h).

ePaso 3.3. Seleccionar y aislar el ejemplar.
Volver a la capa duplicada original (Fig. 16i).
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Figura 15. Eliminacién del fondo de la capa de la escala en Photos
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Figura 16. Seleccién y aislamiento del ejemplar principal en Photoshop.
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Figura 17. Combinacion de capas y creacion del fondo final en Photoshop.

Seleccionar sujeto (Fig. 16k). Luego, desde el
mend Seleccién, elegir Invertir (Fig. 16l) para
seleccionar el fondo y presionar Supr.

ePaso 3.4 Combinar capas y anadir fondo
blanco. Seleccionar ambas capas (escala y
ejemplar) manteniendo presionada la tecla Ctrl,
hacer clic derecho y elegir Combinar capas (Fig.
17m-n). Finalmente, crear una nueva capa en la
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parte inferior (Fig. 170) y rellenarla con el color
deseado (por ejemplo, blanco) como fondo base
para la imagen editada.

B. Construccion de la composicion final

En esta seccién, se describe el procedimiento
para crear una ldmina final desde cero y exportarla
en el formato adecuado. Los pasos detallados en el
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apartado anterior pueden repetirse para preparar
cada una de las imagenes que se incluiran. Se
recomienda organizar las imagenes en carpetas
independientes y asignar un nombre claro a cada
archivo, segln la estructura representada. Este tipo
de orden facilita el proceso de edicién y armado
de la lamina.

Paso 1. Configuracion inicial del documento.
Para comenzar, se debe crear un nuevo archivo en
Photoshop. Ir al menul superior Archivo > Nuevo
(Fig. 18a). En la ventana emergente, definir el
nombre del archivo (Fig. 18b), el tamafo del lienzo
(en este ejemplo, 17 x 25 cm; Fig. 18c-d), la
resoluciéon (300 ppp; Fig. 18e-f), el modo de color
(CMYK o RGB, segln las especificaciones
editoriales; Fig. 18g) y el fondo del lienzo
personalizado (blanco o transparente, Fig. 18h).
Luego hacer clic en Crear (Fig. 18i). Estos
parametros deben ajustarse de acuerdo con las
normas de la revista a la cual se enviara el trabajo.

Paso 2. Importacion de imagenes. Con el
documento abierto, importar todas las imagenes
editadas que desee incluir en la ldmina. Se
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recomienda organizar cada imagen en carpetas o
grupos en el panel de capas (lado derecho; Fig.
19a), lo cual permite trabajar de manera ordenada.

Paso 3. Ajuste de guias de composicion. Para
facilitar el alineamiento de imdgenes y textos, ir al
menU Vista y activar la opcién Reglas. A
continuacion, hacer clic sobre las reglas (ubicadas
en los bordes superior e izquierdo de la interfaz) y
arrastrar hacia el lienzo para crear guias
horizontales o verticales. Esto permite mantener
una disposiciéon limpia, proporcionada vy
estructurada en la [amina final (Fig. 20).

Paso 4. Incorporacion de elementos graficos y
texto. Con todas las imdgenes posicionadas, se
pueden agregar anotaciones como flechas o letras
de identificacion (Fig. 21a). Para ello, usar la
herramienta Linea para los indicadores y la
herramienta Texto horizontal para las letras o
ndmeros (Fig. 21b). Es importante usar una
tipografia clara (como Arial o Times New Roman),
en tamano adecuado y con color de alto contraste
(negro o blanco segtn el fondo) (Fig. 21c).

Paso 5. Guardado en formato adecuado. Una

Nuevo Documento X

(® Redientes Guardado  Foto  Imprimir  Obradearteeilustracion ~ Web ~ Movil  Pelicula y video
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Color RGB
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v
No gestionar color
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30px @15 7%25 2 Pixeles cuadrados

Ir
- Crear

Figura 18. Creacion de un nuevo documento con los parametros de tamafio, resolucion, modo de color y fondo en Photoshop.
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vez finalizada la composiciéon de la [dmina, se
recomienda guardar el archivo en dos versiones
desde el menu Archivo > Guardar como (Fig. 22a-
b): primero, seleccionar la ubicacién deseada.
Luego, elegir el formato .PSD (Fig. 22c) para

«composicién final al 27.1% (Fondo, RGB/8#) *
14

SANPNONKSNOL

17 am x25 am (300 ppp)

Archivo Edicion Imagen Capa Texto Seleccion Filtro 3D Vista Ventana Ayuda

conservar las capas y permitir futuras ediciones, o
seleccionar el formato .TIF (Fig. 22d) para generar
la version final de alta calidad, siguiendo las
especificaciones editoriales. Lamina finalizada.
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Figura 20. Creacidn de guias para alinear los elementos en el lienzo en Photoshop.
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Figura 21. Aiiadido de elementos graficos y texto sobre la composicién en Photoshop.
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7.5. CONSIDERACIONES FINALES

Esta guia es una propuesta orientativa y de
ninguna manera debe interpretarse como una
norma obligatoria. Su propésito es servir como una
herramienta util, especialmente para quienes estan
dando sus primeros pasos en la edicion de
imagenes para publicaciones cientificas de indole
taxondmica. Aunque existen caracteristicas
diagnésticas clave que deben representarse con
precision, el producto final también refleja la
creatividad y estilo de cada persona vy el resultado
final del proceso podemos obtener figuras
completas y organizadas (e.g., Fig. 23). Tengan
paciencia y confien en el proceso: la habilidad
mejora con la practica. Lo mds importante es
empezar. Ademads, existen numerosos recursos en

0.3 mm 0.3 mm 0.5 mm

Figura 19. Ldmina con composicién final.
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linea (como videos y foros especializados) que
pueden complementar y enriquecer esta
experiencia.

Sabemos que existen muchas formas de generar
ilustraciones que acompanen las descripciones
taxonémicas. En esta guia, optamos por enfocarnos
en la fotografia, debido a su practicidad vy
accesibilidad. Las ilustraciones realizadas
mediante técnicas de dibujo o representacién
grafica requieren conocimientos y habilidades
especificas que merecen ser abordadas en
profundidad. Un paso a paso de esas técnicas
habria excedido el propésito de esta guia y podria
inducir a confusiéon. Creemos firmemente que estas
técnicas merecen su propia guia especializada.
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Jenilee Mon

La fotografia, entendida como el arte y la
técnica de capturar un instante en el tiempo,
constituye una herramienta de gran valor en el
estudio de la biodiversidad. Mds alld de su funcién
estética o comunicativa, permite registrar eventos
biolégicos, apoyar procesos de identificacion
taxonémica y facilitar el analisis comportamental,
especialmente en grupos de fauna de dificil
observacién directa. En este sentido, la fotografia
de naturaleza puede cumplir con dos funciones: el
avance del conocimiento cientifico y la
divulgacion de la ciencia.

En el caso particular de las libélulas, su
diversidad morfolégica, sus intensos patrones de
coloracién y sus complejas interacciones
ecolégicas, las han convertido en un grupo
atractivo para fotégrafos de vida silvestre. A lo
largo del tiempo, se han logrado documentar
comportamientos reproductivos, patrones de vuelo
interesantes y estructuras diagndsticas de alta
relevancia taxonémica gracias al uso sistematico
de imagenes en campo.

El creciente interés por el estudio de las libélulas
en distintas regiones —especialmente en contextos
tropicales donde aln persiste un alto ndmero de
especies poco conocidas— pone en manifiesto la
necesidad de mejorar y estandarizar el uso de la
fotografia como herramienta complementaria en
trabajos de campo. No obstante, muchas especies

lvo, Yusdiel Torres-Cambas y
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de libélulas representan retos técnicos importantes
por la velocidad de su vuelo. Sin embargo, con
una planificacion adecuada y la aplicacion de
ciertos principios logisticos, es posible obtener
imagenes Utiles tanto para propdsitos cientificos
como educativos.

Esta nota pretende ser un punto de partida para
investigadores, estudiantes y naturalistas
interesados en iniciarse en la fotografia de
libélulas. A partir de la experiencia de bi6logos en
trabajo de campo, se presentan aqui
recomendaciones orientadas a maximizar el
aprovechamiento de las salidas fotograficas, con el
objetivo de generar insumos valiosos para el
estudio, conservacion y divulgacion de este grupo
de insectos tan representativo de los ecosistemas
acuaticos.

8.1. TIPOS DE FOTOGRAFIA DE LA
NATURALEZA

El desarrollo de técnicas fotogréficas
especializadas para el estudio de fauna requiere
considerar las particularidades de cada grupo
taxonémico, sus patrones comportamentales y los
objetivos especificos de cada investigacion. Esta
consideracion sugiere la necesidad de establecer
marcos metodolégicos claros que orienten la
seleccion de técnicas fotograficas segin el
propésito del estudio. Mientras algunos estudios



priorizan la documentacion de comportamientos y
contextos ecoldgicos, otros requieren la captura
precisa de caracteristicas morfolégicas para fines
taxonoémicos. En este sentido, se debe considerar
una diferenciacién conceptual que reconozca la
diversidad de propésitos y audiencias que puedan
beneficiarse del registro fotografico de especies
silvestres y abordar dos enfoques que contribuyen
de manera complementaria al conocimiento
integral del grupo biolégico de interés, en este
caso los odonatos. Estos dos enfoques son: la

fotografia documental-artistica y la fotografia
técnica-taxonémica. La primera, contribuye a la

comprension, apropiaciéon y la conservacion
biolégica desde la divulgaciéon, mientras que la
segunda, proporciona herramientas visuales
necesarias para complementar una investigacion
cientifica rigurosa.

En la fotografia documental-artistica, la
composicion debe lograr un equilibrio entre el
atractivo visual y el valor informativo. Mas all& del
simple retrato del insecto, se busca capturar
momentos que cuenten una historia: vuelos en
curso (Fig. 1 y 2), interacciones como tandem,
apareamiento u oviposicion (Fig. 3, 4 y 5A-B), o
comportamientos singulares en su entorno natural

Figura 1. Macho de Scapanea frontalis (Libellulidae) en vuelo. Foto tomada en un arroyo de montafia del Parque Nacional Alejandro de Humboldt al
noreste de Cuba. Los machos de esta especie son territoriales y realizan vuelos repetidos a lo largo de los arroyos, elemento conductual que facilita la captura de
fotos de libélulas volando. La imagen aplica la regla de los tercios al ubicar al sujeto principal en el tercio superior derecho, lo cual refuerza la direccion del
movimiento y aporta dinamismo a la composicion. El fondo desenfocado (bokeh) contribuye a aislar visualmente al individuo y a resaltar los detalles de su
morfologia. Autor: Yusdiel Torres-Cambas | Equipo utilizado: cdmara Canon EOS R5, lente Canon RF 100-500mm f/4.5-7.1L 1S USM | Distancia focal: 500 mm,
apertura: /7.1 valor, velocidad de obturacién: 1/2000 s, 1SO 3200. Imagen original procesada en Adobe Lightroom para reducir ruido. Instagram: @ytcambas,
@libelulasdecuba.
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Figura 2. Macho de Macrodiplax balteata (Libellulidae) llegando a una percha a orillas de una laguna costera al norte de Cuba. La imagen fue capturada en
el instante del aterrizaje, tras haber enfocado previamente la percha y disparo en rafaga. El sujeto suele abandonar y retornar al mismo punto repetidamente, lo
que permite anticipar su trayectoria. La leve falta de nitidez en el cuerpo, causada por el movimiento, contribuye a transmitir la sensacion de dinamismo. La
composicion de la imagen resalta el contraste cromatico entre el fondo verde-amarillento y el cuerpo del insecto, lo que realza su presencia en el encuadre.
Autor: Yusdiel Torres-Cambas | Equipo utilizado: cdmara Canon EOS R5, lente Canon RF 100-500mm f/4.5-7.1L 1S USM | Distancia focal: 500 mm, apertura: f/
6.7, velocidad de obturacidn: 1/1000's, 1SO: 800. Imagen procesada en Adobe Lightroom. Instagram: @ytcambas, @libelulasdecuba.

(Fig. 6). Los fondos atractivos y los colores
contrastantes realzan al sujeto y aportan
dinamismo a la imagen (Fig. 1 y 2), mientras que
elementos del habitat, como la vegetacién acudtica
o las superficies de agua (Fig. 4), ayudan a
contextualizar la escena. La regla de los tercios se
aplica con frecuencia para ubicar al sujeto en
puntos de tensién visual por ejemplo sugiriendo
direccion del vuelo (Fig. 1), permitiendo al mismo
tiempo que el entorno aporte significado vy
profundidad a la composicion.

La iluminacién natural es preferible. Como
sefiala Nieto (2015), la luz natural proporciona la
calidad tonal mds adecuada para revelar texturas y

colores sin alterar el contexto natural del sujeto. En
situaciones de luz insuficiente, se puede emplear
flash de relleno difuso, manteniendo una potencia
baja para no alterar demasiado el entorno natural.
Por su parte, la fotografia técnica-taxonémica
constituye una herramienta fundamental para la
identificacion y clasificacion cientifica de especies.
Este enfoque fotografico prioriza la precision
documental sobre la estética, buscando capturar
con maxima claridad las caracteristicas
morfolégicas diagndsticas necesarias para la
determinacion taxonémica. El objetivo primordial
es generar registros visuales que permitan la
identificacion precisa de las especies. La

Ssedl
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Figura 3. Pareja de Heteragrion breweri (Heteragrionidae) en tdndem, la imagen fué tomada en la localidad de Remanso, departamento de Guainia,
Colombia. Autora: Jenilee Montes | Equipo utilizado Camara Nikon 7500. Lente macro Sigma 105 mm | Distancia focal: 105 mm, apertura: /5.6 valor,
velocidad de obturacién: 1/60s, 1SO 250. Sin edicién. Instagram: @jenileemontes.

identificacion de odonatos requiere la observacion

detallada de caracteristicas morfolégicas como la
coloracién del cuerpo, la forma de los ojos y la
forma de ciertas estructuras abdominales. Estas
imagenes deben servir como material de referencia
para investigadores, facilitando la comparacion
morfolégica y la construccion de claves
taxonomicas.

La fotografia con enfoque técnico, presenta
entonces una serie de parametros a seguir,
derivados de cuales son los caracteres taxonémicos
mds importantes para identificar una libélula. Se
requiere una profundidad de campo extensa (f/11-
f/16) para asegurar que todas las estructuras
relevantes estén en foco simultineamente. La
iluminaciéon debe ser uniforme y controlada,
empleando frecuentemente sistemas de flash
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multiple o softboxes para eliminar sombras que
puedan ocultar detalles morfolégicos importantes.
La distancia focal debe seleccionarse segin la
estructura a documentar, por ejemplo, objetivos
macro de 60-100 mm son Utiles para detalles en
estructuras como la cabeza y el térax. Sin
embargo, mientras mayor sea la apertura (> /11),
se pueden obtener vistas completas. Una buena
fotografia requiere precision en el enfoque y la
eliminacion de cualquier elemento que pueda
distraer de la informacion relevante del ejemplar
objetivo (Nieto, 2015), aspecto fundamental en
fotografia taxonémica, donde se requieren detalles
morfolégicos.

Antes de emprender una jornada de campo
fotografica se debe definir cual serd nuestro
objetivo, este definira cudles seran los elementos
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Figura 4. Pareja de Ischnura ramburii (Coenagrionidae) en copula
sobre la vegetacion de orilla de una charca localizada en la regién centro-
este de Cuba. la imagen documenta una conducta reproductiva
caracteristica de los zigdpteros, en la que el macho sujeta a la hembra por el
térax y ella curva su abdomen para formar la "rueda copulatoria". La
fotografia fue realizada con luz natural abundante, lo que permitio
seleccionar una apertura intermedia (f/5.6) en lugar de la méxima apertura
del objetivo (/2.8), logrando asi una mayor profundidad de campo que
favorece el enfoque simultdneo de ambas libélulas. Autor: Yusdiel Torres-
Cambas | Equipo utilizado: cdmara Canon EOS R5, lente macro Canon RF
100 mm f/2.8L 1S USM | Apertura: f/5.6, velocidad de obturacién: 1/1000s,
ISO: 640. Imagen procesada en Adobe Lightroom. Instagram:_@ytcambas,
@libelulasdecuba.

técnicos a tener en cuenta y por consiguiente, cudl
serd el equipo necesario para alcanzar dicho

objetivo. Una fotografia técnica-taxonémica ideal
para odonatos seria la que comprendiera las
siguientes vistas:

eVista dorsal. Captura la coloracién y patrones
del térax y abdomen, esencial para la
identificacion de muchas especies. El sujeto debe
posicionarse de manera que el plano dorsal sea
paralelo al sensor, minimizando la distorsién de
perspectiva (Fig. 7A).
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e Vista lateral. Fundamental para documentar el
perfil de la cabeza, la forma del térax y la forma
del abdomen. Esta vista es particularmente
importante para distinguir entre especies con
diferencias sutiles en la coloracién de térax vy
abdomen, asi como también proporciones de los
cercos (Fig. 7B).

e Vista frontal. Esencial para capturar la forma y
separacion de los ojos compuestos, asi como otros
caracteres en otras estructuras de la cabeza
importantes como piezas bucales, frente entre otras
(Fig. 7C).

Adicionalmente, cada serie fotografica técnica
debe acompanarse de metadatos completos:
coordenadas GPS, fecha, hora, condiciones
ambientales, y observaciones sobre
comportamiento. Esta informacién contextual es
fundamental para la validez cientifica del registro
fotografico y su utilidad en estudios posteriores de
distribucién y ecologia. También es imprescindible
tener en cuenta el dimorfismo sexual y las
diferentes variaciones morfolégicas de las especies
a fotografiar e incluir una foto del tipo de habitat
donde se hall6 el espécimen (Fig. 7D).

8.2. EL EQUIPO

La fotografia de libélulas en su entorno natural
exige un equilibrio entre conocimiento técnico y
sensibilidad estética. Elegir el equipo adecuado es
el primer paso para lograr imagenes nitidas, bien
expuestas y que capturen la belleza y el
comportamiento de estos insectos fascinantes. A
continuacion, exploramos los tipos de cdmaras,
lentes y accesorios mas recomendables, asi como
algunos conceptos fundamentales de fotografia
aplicados a la naturaleza.

8.2.1. Tipos de camara y tamano del sensor

El tamano del sensor de una cdmara tiene un
impacto directo en la calidad de la imagen y en la
forma en que funcionan otros elementos como el
enfoque y la profundidad de campo. Los sensores
mas comunes son:
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Figura 5. A) Hembra de Coryphaeschna adnexa (Aeshnidae) en proceso de oviposicion en una charca temporal localizada en la region centro-este de
Cuba. La imagen documenta el momento en que inserta los huevos en vegetacién acuatica flotante, claramente visible en el entorno. Autor: Yusdiel Torres-
Cambas | Equipo utilizado: cdmara Canon EOS RS, lente Canon RF 100-500 mm f/4.5-7.1L IS USM | Distancia focal: 500 mm, apertura: /7.1, velocidad de
obturacién: 1/1000 s, 1SO: 800. Imagen procesada en Adobe Lightroom. Instagram:@ytcambas, @libelulasdecuba. B) Pareja de Neoneura confundens
(Coenagrionidae), en proceso de oviposicién, el macho sostiene a la hembra por el protérax durante todo el proceso, la hembra pone los huevos en un tronco
que sobresale de una charca, imagen tomada en el departamento de Cérdoba, Colombia. Autora: Jenilee Montes | Equipo utilizado Camara Nikon 7500. Lente

macro sigma 105mm | Distancia focal: 105 mm, apertura: f/3.5 valor, velocidad de obturacion: 1/80s, 1SO 800. Sin edicidn. Instagram: @jenileemontes.

efull frame o formato completo (35 mm de
ancho): ofrecen mayor calidad de imagen, mejor
rendimiento en condiciones de poca luz y una
menor profundidad de campo a una misma
apertura (Fig. 8 y 9A). Son ideales para capturar
detalles sutiles y desenfoques suaves del fondo
(bokeh) (e.g., Fig. 1y 2), pero los equipos suelen
ser mas costosos y pesados.

*APS-C: mas compactos y ligeros, con un
"factor de recorte" que amplia el campo efectivo de
los objetivos (Fig. 8). Esto puede ser datil en
fotografia macro, ya que permite acercarse mds al
sujeto sin perder calidad. Es una excelente opcién
para quienes buscan un buen balance entre
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calidad, tamano y precio.

eMicro 4-3: sensores aln mas pequefos,
integrados en cuerpos muy compactos. Aunque
tienen una menor capacidad para captar luz en
condiciones oscuras, ofrecen una mayor
profundidad de campo y duplican el alcance
efectivo de los objetivos en comparacién con el
formato completo, lo que resulta especialmente
atil en fotografia macro (Fig. 9B). En la practica,
esto significa que un objetivo de 90 mm (Fig. 9D)
se comporta como uno de 180 mm en formato
completo, permitiendo acercamientos mas
extremos sin sacrificar comodidad ni portabilidad.
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Figura 6. Macho de Telebasis dominicana (Coenagrionidae) depredando una mosca en un arroyo de montafia al sureste de Cuba. La imagen fue tomada
en vista frontal, enfocando exclusivamente la cabeza del individuo para resaltar el comportamiento de depredacién. Dado que la escena tuvo lugar en un
entorno sombrio dentro de un bosque lluvioso tropical, se utilizé iluminacién artificial con flash y difusor, lo que permitio obtener una imagen nitida (a pesar
de la baja velocidad de obturacion) e iluminada. Esta técnica contribuyd a resaltar los detalles morfoldgicos y documentar con claridad la conducta observada.
Autor: Yusdiel Torres-Cambas | Equipo utilizado: cdmara Canon EOS R5, lente Canon RF 100 mm f/2.8L MACRO IS USM | Apertura: /5.6, velocidad de
obturacién: 1/125 s, 1SO: 800 | lluminacién: Flash Godox V860III-C con difusor AK. Imagen procesada en Adobe Lightroom. Instagram: @ytcambas,
@libelulasdecuba.

8.3. EL TRIANGULO DE EXPOSICION:
APERTURA, VELOCIDAD Y SENSIBILIDAD
ISO

Capturar una imagen correctamente expuesta
implica dominar el triangulo de exposicion (Fig.
10), compuesto por tres variables:

eApertura (f/): determina cuanta luz entra por el
lente. Una apertura amplia (nimero f/ pequefio,
como f/2.8) deja pasar mds luz y produce menor
profundidad de campo, aislando al insecto del
fondo (e.g., Fig. 6). Una apertura cerrada (/11 o
mas) aumenta la profundidad de campo, Autil
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cuando se necesita mantener todo el insecto en
foco, especialmente en tomas macro.

eVelocidad de obturaciéon: controla el tiempo
durante el cual el sensor recibe luz. Para congelar
el vuelo de una libélula o evitar el desenfoque por
movimiento del insecto o del fotégrafo, se
recomienda una velocidad ripida (1/1000s o mas)
(e.g., Fig. 1y 2). En condiciones de luz baja o para
sujetos estaticos (e.g., Fig. 6), se puede bajar la
velocidad si se usa tripode o flash (Fig. 9F y 9H).

¢ISO: es la sensibilidad del sensor a la luz. 1ISO
bajos (100—400) producen imdgenes mas limpias,
pero requieren mds luz. Aumentar el ISO permite


https://instagram.com/ytcambas
https://instagram.com/libelulasdecuba

disparar a velocidades mds altas aunque puede
introducir ruido digital. En softwares como Adobe
Lightroom, Topaz DeNoise Al o DxO PureRAW,
este ruido puede corregirse eficazmente mediante
algoritmos de reduccién que preservan los detalles
de la imagen, permitiendo obtener resultados
limpios incluso en condiciones de luz
desfavorables.

eLa reproduccién cromdtica precisa es
fundamental en la fotografia técnica-taxonémica.
Se debe emplear un balance de blancos calibrado
y, preferiblemente, incluir tarjetas de color estandar

A
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en las tomas de referencia (Fig. 9G). La exposicion
debe ser conservadora, priorizando la retencion de
detalle en altas luces sobre el contraste dramatico,
ya que la informaciéon morfolégica en estructuras
claras como alas y patrones de coloracién es clave
para la identificacion.

8.4. DISTANCIA FOCAL, ENFOQUE Y
PROFUNDIDAD DE CAMPO
La distancia focal de los objetivos macro tipicos

va desde los 60 mm hasta los 180 mm (Fig. 9D).
Para que un lente se considere macro, debe ser

B

Figura 7. A) Vista dorsal Heteragrion sp. macho tomada en el departamento de Guainia, Colombia. Autora: Jenilee Montes | Equipo utilizado Cémara
Nikon 7500. Lente macro sigma 105mm | Distancia focal: 105 mm, apertura: f/3.6 valor, velocidad de obturacién: 1/40s, ISO 400. Sin edicién. Instagram:
@jenileemontes. B) Vista lateral Heteragrion sp. macho tomada en el departamento de Guainia, Colombia. Autora: Jenilee Montes | Equipo utilizado Camara
Nikon 7500. Lente macro Sigma 105mm | Distancia focal: 105 mm, apertura: /3.6 valor, velocidad de obturacién: 1/25s, ISO 640. Sin edicién. Instagram:
@jenileemontes. C) Vista frontal Heteragrion sp. hembra tomada en el departamento de Guainia, Colombia. Autora: Jenilee Montes | Equipo utilizado Cdmara
Nikon 7500. Lente macro sigma 105mm | Distancia focal: 105 mm, apertura: f/4.9 valor, velocidad de obturacién: 1/30s, ISO 640. Sin edicién. Instagram:
@jenileemontes. D) Ejemplo de fotografia de paisaje, la imagen fue realizada en la localidad de Remanso, departamento de Guainia, Colombia. Nicolas Latorre

@nofakoguainia.
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35 mm

Full frame

APS-C

Micro 4/3

Figura 8. Comparacidn relativa del tamafio de sensores en cdmaras
digitales: Full frame (35 mm), APS-C y Micro 4/3. EI sensor Full frame
equivale al tamafio del fotograma de pelicula tradicional de 35 mm,
mientras que los sensores APS-C y Micro 4/3 son progresivamente més
pequefios. Esta diferencia influye en factores como la profundidad de
campo, el rendimiento en condiciones de poca luz y el alcance efectivo de
los objetivos.

capaz de alcanzar magnificacién de al menos 1:1;
es decir, proyectar sobre el sensor una imagen del
sujeto a tamano real. Lentes mas largos, como los
teleobjetivos, permiten fotografiar a mayor
distancia, algo fundamental cuando los odonatos
son timidos (Fig. 9B). Sin embargo, esto también
puede reducir la profundidad de campo, haciendo
mas dificil mantener enfocado todo el cuerpo del
insecto. En estos casos, se requiere un control
preciso del enfoque, asi como el uso de aperturas
mas cerradas y buena iluminacién para compensar
la pérdida de luz y mantener la nitidez deseada.

La profundidad de campo (la franja de la
imagen que aparece nitida) es particularmente
reducida en fotografia macro. Es esencial aprender
a enfocar con precisiéon en los ojos o en puntos
clave del insecto y decidir si se prefiere un fondo
suave o mayor nitidez en todo el cuerpo.

8.5. EQUIPO ESPECIALIZADO PARA
FOTOGRAFIA MACRO

Para lograr imdgenes de alta calidad en
fotografia de odonatos, se recomienda el siguiente
equipo especializado:
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eObjetivos macro reales (1:1): permiten enfocar
a distancias muy cortas y capturar detalles
minuciosos. Los objetivos de 90-105 mm son un
excelente compromiso entre distancia de trabajo y
facilidad de uso (Fig. 9D).

e Teleobjetivos (300-500 mm): aunque no son
macro reales, permiten capturar odonatos en vuelo
o a distancia sin molestarlos, lo cual es
especialmente Gtil con especies timidas o en
ambientes abiertos (Fig. 9C). Combinados con
camaras de sensor recortado o Micro 4/3 (Fig. 9B),
ofrecen un mayor alcance efectivo, aunque con
menor capacidad para enfocar a distancias muy
cortas.

eFlash externo y difusores: el flash es esencial
en fotografia macro para compensar la escasa luz
al cerrar la apertura o usar velocidades altas. Sin
embargo, el uso directo puede producir reflejos y
sombras duras. Los difusores (Fig. 9E) suavizan la
luz del flash, imitando condiciones naturales y
mejorando el modelado de formas y texturas (e.g.,
Fig. 6).

eTripodes: aunque limitan la movilidad, los
tripodes (Fig. 9H) son dtiles para fotografiar
odonatos posados, especialmente en las horas mas
frescas del dia cuando los insectos estdn menos
activos . Ayudan a estabilizar la cdmara, permiten
trabajar a velocidades mas lentas y facilitan el
enfoque preciso.

eCamaras sin espejo (mirrorless): Estas camaras
modernas ofrecen ventajas como menor peso,
enfoque preciso en modo manual y pantallas
abatibles que facilitan composiciones desde
angulos bajos, muy dtiles al trabajar a nivel del
suelo o sobre cuerpos de agua (Fig. 9A 'y 9B).

8.6. ;CUANDO FOTOGRAFIAR
LIBELULAS?

El conocimiento de la historia natural de los
odonatos es vital para obtener una buena
fotografia. Se fotografia mejor lo que mas se
conoce, es por esto que antes de salir a campo, es
bueno primero revisar el listado de las posibles



especies que podemos hallar en la localidad de
trabajo y buscar literatura que exista sobre sus
habitos y habitats, esto nos ayudard a planificar
mejor nuestras jornadas de colecta y fotografia.

Las libélulas tienen regulaciéon estacional
(Corbet, 1999) y necesitan de la luz del sol para
moverse. Dependiendo del lugar de trabajo, se
debe considerar las estaciones del ano y el clima
antes de salir de viaje. En zonas tropicales, el ciclo
de vida estd influenciado por la variacion
estacional de las precipitaciones (Batista et al.,
2021; De Marco & Resende, 2002); mientras que
en zonas templadas, las variaciones de temperatura
desempenan un papel mas importante (Norling
,2021). La estacionalidad varia con la latitud y la
altitud en nuestra region. En América Central y el
Caribe (e.g., Cuba, Republica Dominicana, Costa
Rica, Panama), el clima es predominantemente
tropical con estaciones secas aproximadamente de
noviembre a abril y lluviosas de mayo a octubre.
En la region Andina (e.g., Ecuador, Perd, Bolivia,
Colombia, norte de Chile y Argentina), los climas
son variados segin la altitud con estaciones menos
marcadas en zonas ecuatoriales. En altiplanos,

suele haber estacién seca y lluviosa como en el
Caribe. Para la zona tropical de Sudamérica (e.g.,
Amazonas, parte de Colombia, Brasil, Venezuela),
se tienen estaciones secas y lluviosas,
presentdndose lluvias abundantes en la cuenca
amazoénica casi todo el ano. Por su parte, en la
zona templada (e.g., Chile central, sur de Brasil,
Uruguay, norte de Argentina), hay estaciones mas
definidas (primavera: septiembre—noviembre,
verano: diciembre—febrero, otofio: marzo — mayo,
invierno: junio—agosto). Finalmente, para la region
sur del continente (Patagonia, sur de Chile vy
Argentina), el clima suele ser entre frio templado o
subpolar con estaciones marcadas. Esta
informacion es relevante ya que nos indica cuales
pueden ser los momentos del afo y del dia con
mayor actividad de libélulas y gestionar el
cronograma de trabajo en campo. Es importante
también tener en cuenta que el equipo fotografico

92

CAPITULO VIII: Fotograffa en ar

)

-

w1}
o

m

Figura 9. Ejemplo de equipos utilizados en fotografia de libélulas. A)
Camara Canon EQS R5 de formato completo (full frame), dtil para capturar
imdgenes con alta resolucion y buen rendimiento en baja luz. B) Cdmara
OM System OM-1 Mark Il con sensor Micro 4/3, ideal por su ligereza y
aumento efectivo en fotografia de fauna. C) Teleobjetivo Canon 100-500
mm, 0til para captar libélulas en vuelo o a distancia. D) Objetivo macro 90
mm /3.5, adecuado para capturar detalles finos de individuos posados. E)
Difusor para macrofotograffa, que suaviza la luz del flash. F) Flash externo,
esencial para iluminar sujetos pequefios. G) Tarjetas de colores que
permiten crear fondos estéticos y controlados. H) Tripode robusto, (til para
estabilizar el equipo en tomas de alta precision.

puede sobrecalentarse, por lo que la exposicion
directa al sol debe ser controlada.

8.7. ;DONDE FOTOGRAFIAR LIBELULAS?

Como sabemos, las libélulas habitan diferentes
tipos de ambientes, [énticos, I6ticos vy fitotelmata,
por lo que para hacer fotografia es importante la
bisqueda de estos microhabitats. Alli, usualmente
las libélulas adultas ostentan patrones de vuelo y



Sensibilidad ISO

3200 >

ISO mayor:
mas luz
ruido digital alto

N

ISO menor:
menos luz
ruido digital bajo

400

Figura 10. Triangulo de exposicién fotogréfica, que representa la
relacion entre los tres parametros fundamentales: apertura del diafragma,
velocidad de obturacion y sensibilidad 1SO. Cada uno influye en la
cantidad de luz que llega al sensor, pero también afecta otras
caracteristicas de la imagen: la apertura modifica la profundidad de
campo, la velocidad de obturacidn controla la nitidez del movimiento, y el
ISO influye en el nivel de ruido digital. El equilibrio entre estos tres
elementos es esencial para lograr imagenes correctamente expuestas y
con el efecto visual deseado.

no se alejan mucho de los lugares de oviposicién
oreproduccion. La observacion de su actividad
durante un tiempo nos ayudard a encontrar si la
libélula sigue un trayecto establecido, esto nos

permitira predecir sus lugares de percha para
poder anticiparnos a su rutina e intentar capturarla
en el momento mas adecuado.

8.8. FOTOGRAFIAR LIBELULAS EN VUELO

Fotografiar libélulas en vuelo requiere
paciencia, observacién y una preparacion técnica
cuidadosa, ya que su velocidad, tamafo pequefo y
trayectorias impredecibles lo convierten en un
desafio considerable. Para aumentar las
probabilidades de éxito, conviene estudiar su
comportamiento, buscar zonas de patrullaje
repetidas y posicionarse a nivel del insecto,
aprovechando la luz suave de la manana o la tarde
para evitar sombras duras y resaltar detalles. Es
fundamental usar velocidades de obturacion
rapidas (mdas de 1/2500 s), diafragmas abiertos y

93

CAPITULO VIII: Fotografia en ambien

enfoque continuo para congelar el movimiento,
ajustando el I1SO seglin la luz disponible. Las
camaras sin espejo ofrecen ventajas clave por su
enfoque veloz y disparo continuo, aunque tanto
sensores recortados como de formato completo
pueden ser dtiles seglin las condiciones y el estilo
buscado.

8.9. ;COMO LOGRAR FOTOS MAS
ARTISTICAS Y PROFESIONALES?

El componente artistico de una imagen depende
en gran medida de cémo se elige componer la
escena. Un angulo bajo, alineado con el plano de
vuelo o reposo de la libélula, genera un efecto mas
inmersivo y respetuoso con el sujeto. El fondo
también es crucial: un color suave, uniforme o
contrastante con el cuerpo del insecto realza la
figura sin distraer. Ademas, dejar espacio en la
direccion hacia donde se mueve o mira la libélula
ayuda a crear equilibrio visual y tension narrativa
en la imagen. El uso deliberado del desenfoque
(bokeh) puede transformar una fotografia técnica
en una obra con valor estético.

Para lograr imdgenes nitidas, es fundamental
controlar los factores técnicos mencionados
previamente. Utilizar una velocidad de obturacion
lo suficientemente alta evitard el desenfoque por
movimiento. El ISO debe mantenerse lo més bajo
posible para minimizar el ruido, aunque en
condiciones de sombra o nubladas se puede elevar
moderadamente si se trabaja con cdmaras de buen
rendimiento en altas sensibilidades. Una buena
iluminacion natural, difusa o lateral, ayuda a
destacar detalles sin sobreexponer las alas o el
cuerpo del insecto. Ademas, seleccionar un fondo
con colores uniformes y alejados del sujeto facilita
el enfoque y permite que la libélula resalte con
mayor nitidez en la composicioén.

8.10. OTROS ASPECTOS IMPORTANTES

Basados en nuestra experiencia en campo,
enlistamos una serie de aspectos importantes a
tener en cuenta para optimizar la experiencia
fotografica.



;Colectar y fotografiar? Si la jornada

fotografica incluye también la colecta de
especimenes, se debe ser practico en la cantidad
de equipo para cargar. Se necesita agilidad para
capturar a las libélulas, asi que es recomendable
una seleccion optima de los accesorios que
pueden ser realmente dtiles.

iCompania! Es importante, no solo para

muestrear sino para hacer fotografia, tener
un compafero de apoyo. Mientras se hace
fotografia macro es facil que los especimenes
salgan del rango de vision, por lo que tener un
acompanante que esté alerta al desplazamiento de
los individuos puede ser de gran ayuda. Un
compafiero también puede detectar cualquier
peligro.

Color de ropa: el color de la ropa que

usamos en campo puede ser importante
para ahuyentar o atraer algunos insectos. Es
recomendable mantener colores neutros para
fotografiar libélulas. Los blancos podrian estar
reflejando la luz y hacer mas dificil acercarse lo
suficiente para hacer una buena fotografia macro.

Proteger tu cdmara: los equipos

electrénicos en campo pueden sufrir
afectaciones debido al clima. Es indispensable
tener un kit de limpieza y proteccién que contenga
pafos limpiadores, liquidos para limpieza de
optica, brochas y sopladores para evitar que el
polvo afecte el sistema, asi como también en
ambientes de alta humedad, usar bolsas secas o
cajas de cierre hermético, que pueden contener
silicagel o arroz. Esto ayudara a mantener la
humedad controlada.

Un disparo no es suficiente: el modo

rafaga es uno de los mejores aliados para
la fotografia de libélulas, tanto por la velocidad de
vuelo como para lograr realizar un enfoque en
cada uno de las estructuras. Para esto, existe la
técnica de stacking (apilado de fotografia) esta
técnica se basa en la formacion de una sola
imagen a partir de varias imdagenes usando
programas como Helicon Focus y Zerene Stacker.
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Hacer copias de seguridad: al terminar

cada jornada de trabajo es recomendable
descargar las fotografias de las memorias de las
camaras. Organizar las carpetas por dia puede
facilitar el trabajo para la edicién posterior. Si es
posible, recomendamos subir a almacenamiento
digital o hacer diferentes copias en discos duros,
esto evitard la pérdida de informacién. En campo
se esta expuesto a dafios exteriores todo el tiempo.

La fotografia de campo no debe ser

considerada solo para los lugares mas
inhdspitos, conservados o lejanos. La experiencia
fotogréfica puede ser incluso cerca de nuestros
hogares. Cada fotografia puede ser interesante y es
valiosa para el reconocimiento de la diversidad de
estos y otros insectos.

CONSIDERACIONES ETICAS ANTES
DE HACER FOTOGRAFIA

sTodo vale cuando se trata de lograr una
foto “increible”? ;Cudndo es excesiva la
edicion? ;Se justifica causar un dafo
irreparable a un animal con tal de tomarle
una foto? ;Cudndo se traspasa lo
éticamente correcto?

La primera consideracion ética se
relaciona con el impacto que puede tener
la fotografia sobre los individuos y su
entorno. Mover un animal, alterar su
habitat o provocar comportamientos
antinaturales contradice la esencia misma
de la fotografia de naturaleza: documentar
la realidad tal como es.

Por otro lado, aunque la edicién digital
es una herramienta Gtil para optimizar
aspectos técnicos como la luz o el
contraste, el limite ético se cruza cuando se
distorsiona la verdad. Eliminar o afadir
elementos, exagerar los colores o modificar
el contexto puede transformar una
fotografia documental en una imagen
enganosa.



Fotografiar implica interactuar con el
entorno y, por tanto, exige respeto. Cada
imagen deberia nacer de la admiracién, no
de la explotacion.

ALGUNOS FOTOGRAFOS DE
LIBELULAS Y OTROS INSECTOS QUE
PUEDEN SER INSPIRACION:

Instagram

eJohn y Kendra Abbott: @abbott.nature
¢Adolfo Cordero: @adolfo_cordero
oFilip Van Boven: @filip_vanboven

Facebook
eDennis Paulson
eErland Refling Nielsen.
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Neotropico?: alguno

Enrique Gonzalez-Soriano, Javier Muzén, Cornelio A.

Diogo S. Vilelay Jenilee Montes-Fontalvo

| enterarnos de la convocatoria de la mesa

directiva de la SOL, nos parecié una idea
excelente que el préximo nidmero de nuestro
boletin HETAERINA estuviese dedicado a
compartir e intercambiar experiencias sobre los
diferentes métodos de colecta y preservacion de
Odonata. Sin embargo, algunos de nosotros
pensamos que, aunque la colecta y la preservacion
de libélulas son aspectos importantes, un punto
que quizds pudiera ser igual de importante y de
utilidad es: “;Y dénde rayos tengo que ir a buscar
mis ejemplares si es que quiero tener un inventario
odonatofaunistico mds o menos completo?”

Por este motivo, nos propusimos compartir de
manera conjunta, nuestras experiencias adquiridas
a través de anos durante nuestras actividades de
muestreo. La idea central es que, basados en
algunas de las recomendaciones compartidas,
otros colegas que se estén iniciando en el campo
de la odonatologia, puedan maximizar sus propios
esfuerzos para que, finalmente, redunden en una
colecta mds exitosa. Por razones obvias de espacio
y experiencia de los autores, no esperamos cubrir a
todos los taxones del Neotrépico (que aqui
manejamos a nivel de familias), pero si quizas,
algunos de los que consideramos puedan ser de
mayor interés por su posicion taxonémica o por su
papel ecolégico.

Creemos que, con cierta experiencia de campo,
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se puede llegar incluso a “predecir” qué grupos de
odonatos podemos esperar encontrar a priori en un
determinado microhabitat. Para dar un ejemplo: si
decidimos colectar en algin estanque que se
encuentre en un sitio abierto, que tenga poca
vegetacion litoral y flotante, de entrada, no
esperariamos encontrar ejemplares de
calopterigidos, ni heteragriénidos, ni politéridos.
En cambio, la experiencia nos llevaria a pensar
que, predominantemente, deberiamos esperar
encontrar algunas especies de Libellulidae de
afinidad léntica (Erythrodiplax, Micrathyria,
Dythemis, Orthemis, Perithemis, entre otros), o
coenagriénidos como Ischnura o Acanthagrion o
quizas, léstidos en los margenes de dichos
estanques.

En fin, esperamos que estas recomendaciones,
sean de utilidad a los jévenes que se inician en el
campo de la Odonatologia para sacar el mayor
provecho de sus esfuerzos de colecta. Las familias
estdn agrupadas de acuerdo con la lista mas
reciente de Paulson et al. (2025) sobre los Odonata
del Mundo, aunque con ligeras modificaciones a
este ordenamiento por parte de los autores del
texto.

Atentamente y con afecto: Jenilee Montes,
Cornelio Bota, Diogo Vilela, Javier Muzén vy
Enrique Gonzalez.
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LISTADO DE TAXONES
9.1. SUPERFAMILIA LESTOIDEA

9.1.1. Familia Lestidae

Es una familia grande que en el Neotrépico esta
representada por dos géneros y alrededor de 53
especies (Garrison et al.,, 2010); uno de ellos
(Archilestes Rambur, 1842) restringido al
continente Americano.

:Dénde buscarlos? Los |éstidos son organismos
fundamentalmente de aguas [énticas. Sin embargo,
el género Archilestes contiene especies que viven
en aguas corrientes, principalmente en zonas de
remansos (e.g., Archilestes grandis (Rambur, 1842))
o incluso en zonas de corriente mas rapida como
Archilestes latialatus Donnelly, 1961. Las especies
de Llestes Leach in Brewster, 1815 viven en su
mayoria en la orilla de estanques temporales y
permanentes y de lagos y lagunas. Los adultos
suelen posarse en la vegetacion que sobresale de
las orillas de estos cuerpos de agua y en algunos
lugares son muy abundantes en ese tipo de
habitats.

9.1.2. Familia Perilestidae

Los representantes de esta familia americana
poseen abdémenes largos, que miden hasta el
doble de la longitud de sus alas, lo que la
diferencia de otros representantes con largos
abdémenes como los protonéuridos. Estan
representados por los géneros Perilestes Hagen en
Selys, 1862 vy Perissolestes Kennedy, 1941 y 21
especies, con presencia desde México hasta
Bolivia y Brasil.

;Donde buscarlos? Los periléstidos no son
faciles de visualizar en el campo porque ademas
de habitar zonas sombrias de los bosques
neotropicales, también pueden confundirse con la
vegetacion por la forma en que cuelgan de la
punta de las hojas con el abdomen levemente
doblado dorsalmente a partir del segmento 7; no
son voladores muy 4agiles prefieren arroyos
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pequenos, aunque se pueden encontrar en
quebradas caudalosas. Algunas especies son muy
buenas camuflandose, por eso es bueno explorar
en paredes musgosas cerca de cascadas o
barrancos cercanos a arroyos. Asi es como
descubrimos algunos ejemplares de Perilestes
solutus Williamson & Williamson, 1924 en el
Parque Nacional de Chapada dos Guimaraes, en el
estado de Mato Grosso, Brasil (Vilela et al., 2024).

9.2. SUPERFAMILIA PLATYSTICTOIDEA

9.2.1. Familia Platystictidae

Los platistictidos son un grupo de zigdpteros
tropicales representados en América por el género
Palaemnema Selys, 1860 y 43 especies. Se les
encuentra generalmente asociados a bosques
tropicales himedos. Sin embargo, pocas especies,
como Palaemnema domina Calvert, 1903, han
invadido también los bosques tropicales secos
estacionales.

;Donde buscarlos? Los adultos se encuentran a
lo largo de arroyos y rios, posados en la vegetacion
de las orillas y en sitios sombreados (de alli toman
su nombre comin en inglés de “shadow
damselflies”). Palaemnema paulicaxa Calvert,
1931, al parecer, también se reproduce en
escurrideros al igual que Paraphlebia Selys &
Hagen, 1861 (Fig. 1). Un rasgo peculiar de algunas

Figura 1. Palaemnema paulicaxa.
Barranca de Metlac, Veracruz, México. Foto: Enrique Gonzélez.

Especie endémica de México.
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especies de este género se refiere a que su
actividad reproductiva ocurre a primeras horas de
la manana, incluso, adn antes de la salida del sol
(Gonzalez-Soriano et al.,, 1982), por lo que la
busqueda de adultos puede ser exitosa desde
temprana hora, las primeras copulas ocurren entre
las 05:50-06:00 h. Después del mediodia, los
adultos se refugian en el sotobosque de la selva
donde permanecen inmdviles por el resto del dia 'y
alli es donde se pueden encontrar. Sin embargo, la
vegetacion herbacea los hace dificiles de atrapar
con las redes, por lo que incluso, con mucha
paciencia y alguna destreza se les puede recolectar
con la mano.

9.3. SUPERFAMILIA CALOPTERYGOIDEA

9.3.1. Familia Philogeniidae

Esta familia es endémica del Neotrépico y estd
conformada por los géneros Archaeopodagrion
Kennedy, 1939 vy Philogenia Selys, 1862
conteniendo entre ambos alrededor de 45 especies
(Bota-Sierra et al., 2019). Los arqueopodagriénidos
son completamente andinos, y tienen
distribuciones muy restringidas en Colombia vy
Ecuador.

;:Donde buscarlos? Siempre estdn asociados a
bosques muy conservados en donde habitan en
arroyos, usualmente en nacimientos de agua vy
algunas veces en pequefios arroyuelos. El género
Philogenia tiene una distribucién mas amplia desde
América Central hasta el Amazonas (Dunkle,
1986); aunque la mayoria de las especies son
andinas, también es especialista de bosques, pero
a diferencia de Archaeopodagrion sus individuos
se pueden encontrar a lo largo del sotobosque, no
necesariamente cerca a los cuerpos de agua. Se
han visto en riachuelos y quebradas ovipositando
en zonas de poca corriente. Los individuos de este
género a pesar de tener tamanos relativamente
grandes (cerca de 6 cm) pueden ser dificiles de
observar debido a sus colores oscuros que les
ayudan a camuflarse en el sotobosque, donde

perchan casi inméviles. Usualmente, las
poblaciones de Philogenia son abundantes (si ven
un espécimen y escapa, no se desesperen, es
altamente probable que encuentren mas).

9.3.2. Familia Dicteriadidae

Compuesta Unicamente por dos géneros
monotipicos y dos especies con distribucién
principalmente amazénica, Dicterias atrosanguinea
Selys, 1853 y Heliocharis amazona Selys, 1853,
esta altima extendiéndose hasta Misiones,
Argentina (Bybee et al., 2021).

;Donde buscarlos? Los adultos de H. amazona
se posan horizontalmente y con las alas abiertas
similar a los anisopteros o a los
megapodagriénidos. Les gustan parches soleados
en la vegetacion del bosque a la orillas de arroyos,
es comun verlos perchar en las hojas relativamente
altas a unos cuatro metros del suelo (Dunkle,
1991). En observaciones hechas en el estado de
Pard (Brasil), machos de D. atrosanguinea fueron
encontrados posados en la vegetacion marginal de
arroyos, donde permanecian inméviles por largos
periodos (Figs. 2 y 3). Algunos estaban a menos de

Figura 2. Dicterias atrosanguinea macho en su habitat en un arroyo en
el estado de Pard, Brasil. Foto: Adolfo Cordero-Rivera.
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Figura 3. Dicterias atrosanguinea macho. Foto: Adolfo Cordero-Rivera.

50 cm de distancia sin interactuar, excepto cuando
iniciaban interacciones agonisticas, volando en
circulos hasta las copas de los arboles. También
interactuaban brevemente con machos de otras
especies. Las hembras fueron observadas en
distintos contextos: una posada en un lugar
soleado en el bosque y otra capturada en tandem
con un macho. Los machos solo aparecian en el
arroyo en dias soleados, mientras que en dias
nublados descendian del dosel brevemente o se
posaban en arboles del bosque, alertas ante
cualquier acercamiento. No se observé
comportamiento de cépula y oviposicion, excepto
por una pareja en tindem (Vilela et al., 2018).

9.3.3. Familia Heteragrionidae

Familia muy diversa de distribucién neotropical
y que comprende cuatro géneros y alrededor de 76
especies. Los heteragriénidos son habitantes de
bosques tropicales himedos incluyendo los
bosques mesdfilos de montafa (Fig. 4).

;Donde buscarlos? Heteropodagrion Selys,
1885 es poco conocido y presenta habitos
especiales. Se encuentra en la selva tropical a lo
largo de pequenos arroyos con cascadas, es comun
encontrarlo volando en el sotobosque cerca del
suelo, lo que, aunado a su coloracién oscura, lo
hace sumamente dificil de detectar (Pérez-
Gutiérrez & Montes-Fontalvo, 2011). En general,
los individuos de este género suelen camuflarse

con la vegetaciéon y solo se observan cuando
cambian de una percha a otra, por lo que es
necesario caminar lentamente para poder
registrarlos. Se han observado hembras
ovipositando en el musgo adherido a troncos en la
vegetacion cercana a los cuerpos de agua.
Experiencias con Heteragrion alienum
Williamson, 1919 en México, nos muestran que
los machos se posan en la vegetacion que crece a
la orilla de arroyos y pequefios rios forestados,
esperando la llegada de las hembras. Su pico
reproductivo es en la tarde, después de las 14:00
horas y se extiende hasta las 17:00 h (Gonzalez-
Soriano & Verdugo-Garza, 1982). El sitio preferido
de las hembras para colocar sus huevecillos son
hojas caidas que flotan y que se acumulan en
pequefas pozas que se forman en arroyos de aguas
con poca corriente. Heteragrion albifrons Ris, 1918
es comun encontrarlas posando en el sotobosque,
en herbdceas cerca de arroyos sombreados e
incluso en sitios con escurrideros de agua
(Gonzalez-Soriano, 1997). La recién descrita
Dimeragrion baniwa Mendoza-Penagos et al., 2023
fue encontrada en d4reas sombreadas de la
vegetacion marginal en arroyos de primer orden.
Su coloracién oscura dificulta la observacion en
campo, pero en las poblaciones observadas, los

- -

Figura 4. Heteragrion mantiqueirae posado sobre una hoja de
Dicksonia sp., en la Mata Atlantica brasilefia. Foto: Frederico Lencioni.
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machos eran mas visibles en zonas soleadas
debido al brillo de su pruinescencia pterotoracica
y la banda cremosa en la cara. Los machos se
posaban en hojas y arbustos con las alas abiertas y
mostraban un comportamiento territorial marcado.
No se observé conducta reproductiva ni
oviposicién, pero eran mas activos patrullando
zonas con aguas lentas y pequefios estanques,
donde el sustrato consistia principalmente en
raices y poca materia orgdnica. La presencia de
hembras cerca de estos sitios sugiere que este es el
microhabitat propicio para la reproduccion vy
oviposicion (Mendoza-Penagos et al., 2023).

9.3.4. Familia Polythoridae

Son zigépteros de cuerpo pequeiio (22-34 mm)
(e.g., Chalcopteryx Selys, 1853) a muy robusto
(39-65 mm) (e.g., Polythore Calvert, 1917). En
Latinoamérica se distribuyen siete géneros con
alrededor de 58 especies (Sanchez-Herrera et al.,
2020).

;Donde buscarlos? Son habitantes de pequefos
arroyos y rios del interior de bosques tropicales. La
mayoria de las especies se encuentran en arroyos
de corriente rapida en zonas montafosas, aunque
otros también en arroyos de corriente mas lenta en
la region amazoénica. Alguna experiencia con Cora
marina Selys, 1868, muestra que las hembras
ovipositan en madera podrida de troncos caidos y
que sobresalen del agua, en sitios sombreados. Los
machos se congregan alrededor de dichos sitios
pero a bajas densidades (Gonzalez-Soriano &
Verdugo-Garza, 1984). En Chalcopteryx scintillans
Mclachlan, 1870, el comportamiento territorial
incluye disputas aéreas, donde los machos realizan
exhibiciones de amenaza y persecuciones mutuas
en vuelos ascendentes y oscilantes. Durante el
cortejo, el macho exhibe sus alas a la hembra, que
responde “flotando” frente a él. Después de la
copula, el macho realiza nuevamente el vuelo de
cortejo sobre un tronco caido en el arroyo, donde
la hembra deposita sus huevos mientras él
permanece atento, posandose en las cercanias y
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volando alrededor de ella (Guillermo-Ferreira et
al., 2014) (Fig. 5 y 6). Es comin que los
Polythoridae vuelen hacia el dosel cuando
perciben la presencia del humano; a veces la
mejor estrategia es buscar un escondite y esperar
con calma a que vuelvan a bajar.

Figura 5. Macho y hembra de Chalcopteryx scintillans en su hébitat
en Chapada dos Guimaraes, Brasil. El macho realiza una conducta de
guardia mientras la hembra pone huevos en el tejido del tronco. Foto:
Adolfo Cordero-Rivera.

Figura 6. Habitat de Chalcopteryx scintillans en un arroyo de corriente
rapida en Chapada dos Guimaraes, Brasil. Foto: Adolfo Cordero-Rivera.
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9.3.5. Familia Amphipterygidae

Los amfipterigidos estan representados en
América por el género Amphipteryx Selys, 1853.
Son zigdpteros de distribucion restringida al sur de
México y algunos paises del norte de América
Central. Se encuentran asociados a bosques
himedos como bosques de niebla o selvas altas
perennifolias.

;Donde buscarlos? Los adultos ocurren
generalmente a los lados de pequefas cascadas, se
posan en la vegetacién que cuelga cerca de
paredes verticales humedecidas por el rocio de la
caida de agua o a lo largo de pequefios arroyos.
Son zigépteros que se mueven poco, a los adultos
se les encuentra posados a los lados de la
vegetacion a la orilla de dichos cuerpos de agua.

9.3.6. Familia Thaumatoneuridae

Los taumatonéuridos o “caballitos de las
cascadas”, son zigopteros neotropicales habitantes
de bosques himedos (bosques de niebla, selvas
altas y medianas siempre-verdes). Los individuos
de esta familia ocurren en habitats poco usuales,
ya que a diferencia de otros zigopteros, viven
exclusivamente en zonas de rocio en cascadas y en
pequenos escurrideros de agua. La familia estd
compuesta por dos géneros y 16 especies. Su
distribucién es mesoamericana.

;iDonde buscarlos? Los adultos de
Thaumatoneura MclLachlan, 1897 se encuentran
asociados a zonas de rocio al lado de cascadas
(Calvert, 1915); los de Paraphlebia, viven en
escurrideros de agua y pequenos riachuelos (Fig.
7). Los adultos por lo general se mueven muy poco
y la mayor parte de su actividad diurna
permanecen posados en la vegetacion del
sotobosque. Una peculiaridad de varias especies
de Paraphlebia y Thaumatoneura es que los
machos presentan dos morfotipos de coloracion,
fenémeno poco comin dentro del orden Odonata
(Gonzalez-Soriano & Cérdoba-Aguilar, 2003).

9.3.7. Familia Megapodagrionidae
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Figura 7. Habitat caracteristico de Paraphlebia hyalina y Palaemema
paulicaxa. Barranca de Metlac, Veracruz, México. Foto Enrique Gonzdlez.

Incluye los géneros Megapodagrion Selys, 1885,
Allopodagrion Forster, 1910 y Teinopodagrion De
Marmels, 2001, que en conjunto agrupan 29
especies restringidas a los tropicos de Ameérica.
Teinopodagrion cuenta con 25 especies conocidas
y esta bien distribuido a lo largo de la cordillera de
los Andes (de Marmels, 2002). Alcanzan su limite
austral en la selva de la provincia de Misiones y las
dltimas porciones de yungas en las provincias de
Salta y Jujuy de Argentina (Muzon et al., 2023).

;Donde buscarlos? Algunas especies, como T.
oscillans (Selys, 1862), muestran alta fidelidad al
sitio y se concentran cerca de los arroyos,
encontrdndose en promedio a menos de tres
metros del agua, posadas en ramas altas (entre 10 y
12 metros de altura) (Palacino-Rodriguez et al.,
2024). En cuanto a los sitios de oviposicion, hemos
registrado a hembras de T. curtum (Selys, 1886)
realizando oviposicién endofitica en el haz de las
hojas, cerca de cuerpos de agua corriente. Una
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particularidad de los teinopodagrionidos es que les
gusta pararse en las piedras de las quebradas, con
las alas abiertas, similar a algunos Progomphus
Selys, 1854 (Gomphidae). Suelen necesitar dias
muy soleados para verse en abundancia, de lo
contrario son dificiles de encontrar. Si bien los
adultos de Teinopodagrion no suelen ser tan
comunes, localmente sus poblaciones pueden ser
grandes. Por ello, es probable que al registrar un
individuo se puedan encontrar mas de ellos muy
cerca. Respecto a las larvas, algunas especies
como T. caquetanum De Marmels, 2001 (Pérez,
2007) se desarrollan en pequenos arroyos de
piedemonte con lechos arenosos que presentan
compuestos ferrosos, lo que les da a las larvas un
color semejante a terracota.

9.3.8. Familia Mesagrionidae

Esta familia recientemente erigida con base en
evidencia molecular solo incluye a la especie
Mesagrion leucorrhinum Selys, 1885 (Bybee et al.,
2021).

;Donde buscarlos? Los mesagrionidos se
encuentran en el sotobosque, principalmente cerca
de las cascadas (Fig. 8), aunque es necesario
esclarecer los detalles de su biologia reproductiva,
se presume que la oviposiciéon ocurre sobre
superficies rocosas bafadas por el rocio de las
cascadas Las larvas estan camufladas gracias a su
coloracién, similar a la de las rocas, musgo y
detritos sobre los que se encuentran (Pérez-
Gutiérrez & Montes-Fontalvo, 2011). Los adultos
tienen un vuelo muy suave y sus poblaciones
suelen ser abundantes.

9.3.9. Familia Calopterygidae

Es una familia con amplia distribucién a nivel
mundial. En el Neotrépico, se encuentra
representada por cinco géneros y 68 especies
(Bota-Sierra et al., 2019). El género Hetaerina
Hagen en Selys, 1853 es un representante
emblematico en America Latina que se caracteriza
por la mancha de color rojo carmin en la base de
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Figura 8. Habitat usado por Mesagrion, Heteropodagrion, Heteragrion,
Polythore y Cora entre otros (Anori, Antioquia, Colombia). Foto: Cornelio
Bota.

las alas de los machos.

;Donde buscarlos? Son habitantes de aguas
[6ticas (Fig. 9), algunas especializadas en bosques,
otras en dreas abiertas. Los machos suelen ser
facilmente detectables sobre el cauce del rio o
arroyo y en el caso de especies de dreas abiertas
como H. occisa Hagen en Selys, 1853 o H.
cruentata (Rambur, 1842), las hembras suelen ser
facilmente observables, pero en las especies de
bosque como H. duplex Selys, 1869, H. caja
(Drury, 1773) o H. capitalis Selys, 1873 las
hembras pueden ser mas dificiles de encontrar
pues se encuentran forrajeando en el bosque lejos
del cuerpo de agua (Bota-Sierra et al., 2024). Su
especie mas austral, H. rosea Selys, 1853, alcanza
su limite sur de distribucion en los arroyos de la
region de la Pampa ondulada, en la provincia de
Buenos Aires (Argentina). En H. rosea, la evidencia
muestra que los machos con alas mas pigmentadas
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Figura 9. Habitat de Hetaerina sp. y Mnesarete sp. en Chapada dos
Guimaraes, Brasil. Foto: Adolfo Cordero-Rivera.

ganan mas disputas territoriales,
independientemente del tamafio corporal. A
diferencia de otras especies de Hetaerina, los
machos de H. rosea no exhiben comportamiento
“lek” (donde los machos se agrupan en un lugar
especifico [lek] para exhibirse y competir entre si,
con el fin de atraer a las hembras para aparearse),
sino que defienden recursos importantes para las
hembras, como sitios con sustrato ideal para el
desarrollo de las larvas (Guillermo-Ferreira & Del
Claro, 2011).

El género Ormenophlebia Garrison, 2006 es
bastante dificil de colectar, requiere bosques muy
bien conservados, preferentemente en rios
pequeios y de corriente rapida; los adultos son
veloces voladores y sumamente nerviosos, perchan
(aproximadamente a cuatro o cinco metros) y con
el minimo disturbio se van al dosel. El género
Mnesarete Cowley, 1934 es comin en las
quebradas al interior de los bosques Amazénicos,
su comportamiento es similar a Hetaerina, de
hecho algunas hipétesis filogenéticas muestran que
son un solo género (Standring et al., 2022).

9.4. SUPERFAMILIA COENAGRIONOIDEA

9.4.1. Familia Protoneuridae
Los miembros de esta familia, corresponden a
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zigbpteros de cuerpo delicado y alas angostas, su
clasificacién es controversial pero al parecer la
mayoria de los protonéuridos estan estrechamente
relacionados y forman un grupo monofilético
(Pessacq et al., 2025). En el Neotropico existen
aproximadamente 13 géneros y 121 especies
(Pessaq, 2025 com. pers) La mayoria de las
especies se encuentran asociadas a bosques,
aunque otras, de amplia distribucién, se han
adaptado bien a condiciones de lugares abiertos y
con mucha insolacién como la ampliamente
distribuida Protoneura cara Calvert, 1903. El
representante mas austral es Peristicta forceps
Hagen en Selys, 1860, que puede encontrarse en
las orillas sombrias de los arroyos que forman el
delta del rio Parand en Argentina y Uruguay
(Muzén et al., 2015). Se puede decir que los
protonéuridos son los campeones en mantener
vuelos sostenidos dentro de los zigdpteros, pues
los machos permanecen por mucho tiempo
batiendo sus alas de manera vigorosa, mientras
patrullan los cuerpos de agua. Cuando se posan, lo
hacen en la punta de hojitas y con la cabeza
dirigida hacia la orilla.

;Donde buscarlos? En muchas especies de
protonéuridos a los machos se les observa
patrullando rios y arroyos en zonas de remansos e
incluso en lagunas (Protoneura aurantiaca Selys,
1886, Epipleoneura Williamson, 1915), en donde
son muy abundantes. Se ha observado en algunas
especies de Protoneura y Neoneura Selys, 1860
(e.g., P. cara y N. amelia Calvert, 1903) que los
machos forman “agregaciones” aéreas de
apareamiento similares a las que hacen algunos
dipteros, fenémeno que es Unico en Odonata
(Gonzalez-Soriano, 2001). Ademas, es comun
observarlos en oviposiciones comunales con
agregaciones de parejas en tandem sobre la misma
rama. Varias especies exhiben coloraciones
oscuras, que junto con su hébito de volar cerca al
agua en el interior del bosque las hace sumamente
dificiles de detectar. Por ejemplo, Psaironeura
angeloi Tennessen, 2016, que cuenta con una
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pequefia mancha blanca al final del abdomen,
parece un pequeno diptero o un pedazo de basura
enredado en una telarafa. Las drepanoneuras
vuelan muy cerca de la superficie del agua y
pueden parecer una chinche patinadora (Gerridae).
En el periodo de inundacién de los bosques
amazoénicos, se han observado algunas de las
especies mas raras de este grupo volando entre el
dosel inundado (e.g., Proneura prolongata Selys,
1889, Fig. 10), por eso siempre que tengan la
oportunidad tomen una canoa y exploren estos
maravillosos hébitats.

Figura 10. Bosque inundado en la Amazonia colombiana habitat de
Proneura prolongata. Foto: Cornelio Bota.

9.4.2. Familia Coenagrionidae

La familia mas diversa de Odonata a nivel
mundial. En el Neotrépico se encuentran 68
géneros y 556 especies (Bota-Sierra et al., 2019).

;Donde buscarlos? Esta enorme familia ha
colonizado practicamente todos los cuerpos de
agua dulce, aunque su origen estd ligado al
parecer a las aguas lénticas (Willink et al., 2022).
En el Neotrépico, varios géneros muy diversos
como Argia Rambur, 1842 viven
fundamentalmente en aguas l6ticas. Otros como
Leptagrion Selys, 1876, Bromelagrion De Marmels,
2005, y miembros de la subfamilia
Pseudostigmatinae (que agrupa a las Ilamadas
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libélulas helicoptero y comprende entre sus
miembros a algunas de las especies de odonatos
de mayor tamano del mundo de los géneros
Megaloprepus Rambur, 1842, Mecistogaster
Rambur, 1842 y Pseudostigma Selys, 1860), tienen
habitats larvales muy especializados y se
desarrollan en fitotelmata como bromelias (Fig.
11), umbeliferas, internudos de cafas y huecos de
arboles, es por esto que para registrar estas
especies no debemos olvidar levantar nuestras
cabezas para escanear el dosel. Los
coenagrionidos ocupan todos los pisos térmicos
siendo mas diversos en tierras bajas, pero con
algunos grupos especializados en las cimas de las
montanas como los géneros Mesamphiagrion
Kennedy, 1920, Oreiallagma von Ellenrieder &
Garrison, 2008, Oxyallagma Kennedy, 1920 vy
Protallagma Kennedy, 1920, que se pueden
encontrar en alturas superiores a 3000 m s.n.m
(Bota-Sierra, 2014; Fig. 12).

Figura 11. Bromelia terrestre del género Guzmania, hébitat de
Oreiallagma oreas. Detalle de las exuvias. Fotos: Cornelio Bota.

Algunos coenagriénidos, como /Ischnura
Charpentier, 1840 y Telebasis Selys, 1865, suelen
ser faciles de predecir en cuanto a su ocurrencia,
ya que habitan principalmente ecosistemas
acuaticos lénticos (Fig. 13). Son componentes
importantes de estas comunidades, utilizando estos
ambientes para alimentarse, copular y ovipositar. A
diferencia de muchas libélulas, los ischnuroideos
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son especies no territoriales y a menudo se
encuentran en grandes poblaciones, especialmente
los machos, que vuelan alrededor de la vegetacién
herbacea emergente en charcas y pantanos. Son
especies obligatorias en ecosistemas [énticos,
incluso en aquellos que han sido antropizados.
Hynes (1970) encontré que especies de “Agrion” e
Ischnura pueden sobrevivir en aguas bastante

Figura 12. Turberas de Sphagnum en los paramos colombianos
habitat de Mesamphiagrion, Oxyallagma, Sympetrum, Rhionaeschna y
Erythrodiplax. Foto: Cornelio Bota.

Figura 13. Humedales en la Orinoquia colombiana habitat de
multiples especies de Libellulidae y Coenagrionidae como Telebasis e
Ischnura. Foto: Cornelio Bota.
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anbxicas, ya que sus larvas trepan sobre la
vegetaciéon acudtica donde la saturaciéon de
oxigeno es mayor (Osborn, 2005).

9.5. SUPERFAMILIA AESHNOIDEA

9.5.1. Familia Austropetaliidae

Esta familia reGne a anisopteros medianos a
grandes (57-86 mm), que se distinguen por
presentar de cinco a siete manchas rojas en el
margen anterior de las alas. Si bien también estin
presentes en la region australiana, en América
estan representadas por ocho especies, siete de
ellas agrupadas en el género Phyllopetalia Selys,
1858 y la restante en el género monotipico
Hypopetalia McLachlan, 1870.

;Donde buscarlos? Todas son endémicas de los
bosques templados de Nothofagus y la selva
valdiviana de Argentina y Chile. Las larvas viven en
habitats semiterrestres asi como en pequefios
arroyos sombrios con abundante grava y materia
organica dentro de los bosques y también en
grietas de pequenas cascadas. Su época de vuelo
es corta, siendo mas probable su observacion en la
primavera. Son especies poco frecuentes, su
colecta requiere paciencia. Los adultos son rapidos
y pueden volar alto en el dosel del bosque. Se ha
registrado su captura en trampas Malaise ubicadas
en corredores naturales dentro del bosque, cercano
a arroyos.

9.5.2. Familia Aeshnidae

Esta es una gran familia con distribucion
mundial y habitante de varios tipos de cuerpos de
agua. América cuenta con 20 géneros y alrededor
de 152 especies (Garrison et al., 2006).

;:Donde buscarlos? Se pueden encontrar en todo
tipo de habitats de cuerpos de agua desde el nivel
del mar hasta las cumbres de las montafas.
Usualmente, son mas comunes en cuerpos de agua

[énticos, aunque algunas especies se pueden
encontrar en habitats |6ticos como algunas
Rhionaeschna Forster, 1909 y Oplonaeschna Selys,
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1883. Pocas viven en arroyos o rios pequenos
“encanonados” como el gigantesco Anax
walsinghami MclLachlan, 1883. Son grandes
voladoras y suelen perchar solo si el clima es
adverso, usualmente se cuelgan de las rocas o los
barrancos donde en algunas especies se camuflan
entre los liquenes y musgos. Algunas especies son
crepusculares como las triacantagynas o las
gynancantas. Es uno de los grupos mds dificil de
capturar por su vuelo rapido y el area amplia que
cubren, por lo que es recomendable planear una
emboscada, si es posible predecir un lugar por
donde el individuo va a pasar volando, esconderse
y esperar para mandar un redazo certero. Algunos
aéshnidos como Coryphaeschna Williamson,1903
se pueden recolectar lejos del agua en sitios
abiertos en donde al parecer existen presas

“concentradas” y que forrajean en grupos (e.g.
arboles en floracién que atraen polinizadores), alli
se les observa volando como “halcones”
(Gonzélez-Soriano, 1997). Su captura es dificil y
hay que tener paciencia.

9.6. SUPERFAMILIA PETALUROIDEA

9.6.1. Familia Petaluridae

Esta familia se encuentra representada en la
region Neotropical solo por Phenes raptor Rambur,
1842 (Phenes es un género monotipico), una de las
pocas especies del orden Odonata con larvas
terrestres (Garrison & Muzon,1995; Baird, 2013).
Es una de las especies de odonatos neotropicales
de mayor tamano, y la de mayor tamano que
habita en la Patagonia. Los machos se distinguen
facilmente por la conformacién de su terminalia,
donde cercos y epiprocto son de gran tamano y
conforman un sistema de enganche infalible que le
impide a las hembras liberarse facilmente,
caracteristica de la cual probablemente deriva su
nombre.

;Donde buscarlos? Esta especie es endémica de
los bosques templados de Nothofagus y la selva
valdiviana de la regién austral de Chile vy

al

Argentina, aproximadamente hasta los 44°S. Sus
larvas han sido encontradas bajo troncos a varios
metros de distancia de algin tipo de humedal
(como por ejemplo arroyos, chorrillos, lagos,
charcas, vegas, turberas o mallines). Si bien otras
especies de la familia han sido registradas
habitando turberas o areas encharcadas con
musgos, las larvas de P. raptor han sido registradas
en habitats estrictamente terrestres y en ambientes
saturados de agua. Los adultos tienen un vuelo
rapido, no es una especie comun, y es posible
encontrarlos en medio de claros del bosque, a
veces en el dosel (Fig. 14y 15).

Figura 14. Chorrillo en un claro de bosque templado de Nothofagus
(Puerto Ramirez, Palena, Region de los Lagos, Chile). Foto: Javier Muzén.

9.7. SUPERFAMILIA GOMPHOIDEA

9.7.1. Familia Gomphidae
Esta es una familia muy diversa. En el continente
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Figura 15. Bosque templado de Nothofagus y Alerces (Fitzroya
cupressoides) (Puerto Ramirez, Palena, Regién de los Lagos, Chile). Foto:
Javier Muzén.

americano habitan alrededor de 34 géneros y 355
especies (Garrison et al.,, 2006), y en la region
Neotropical tendria una representacién un poco
mayor de las 286 especies (Novelo et al., 2018).
;Donde encontrarlos? Nuestra experiencia
general nos indica que en el Neotrépico la mayoria
de las especies de génfidos, son habitantes de
aguas l6ticas. Sin embargo, ciertos géneros como
Aphylla Selys, 1854, parecen ser habitantes
exclusivos de aguas lénticas en donde se le puede
hallar en sitios que van desde un estanque
temporal con cierta vegetacion litoral hasta la orilla
de algunos lagos. Podemos encontrar gonfidos
reofilicos a la orilla de arroyos y rios, posados en

ramas delgadas y vegetacion que cuelga a la orilla
de los cuerpos de agua (e.g., Phyllogomphoides
Belle, 1970), o en rocas emergentes que sobresalen
del cuerpo de agua (Erpetogomphus Hagen en
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Selys, 1858; Progomphus Selys, 1854) en sitios
abiertos. En lugares mas sombrios, algunos
Epigomphus Hagen en Selys, 1854 pueden
encontrarse posados en las cercanias de pequenos
arroyuelos que corren lentamente por el
sotobosque de la selva. En todos los casos, son
organismos que no son faciles de recolectar, al
menos que se cuente con cierta experiencia. En
algunos casos, es recomendable también buscarlos
por las primeras horas de la manana en la
vegetacion herbacea aledana a rios y arroyos en
sitios abiertos. Para el caso mas especifico de los
diferentes habitats larvales de las especies del
Neotrépico sugerimos consultar a Novelo et al.
(2018).

9.8. SUPERFAMILIA CORDULEGASTROIDEA

9.8.1. Familia Neopetaliidae

Esta familia monotipica incluye a Neopetalia
punctata (Hagen en Selys, 1854), especie
endémica de la region austral de Chile y Argentina
que se distingue por presentar cinco manchas rojas
en el margen anterior de las alas. Las hembras
presentan el esterno del segmento abdominal 10
expandido en una placa semicircular,
probablemente asociada a un modo de oviposicion
en el substrato.

;Donde buscarlos? Neopetalia punctata habita
bosques templados de Nothofagus y la selva
valdiviana de Argentina y Chile hasta
aproximadamente los 43°S (Fig. 14). Sus larvas
habitan arroyos de escasa corriente y abundante
materia orgdnica, remansos y zonas encharcadas
dentro de zonas boscosas. Los adultos pueden
encontrarse volando sobre los arroyos o posados
en la vegetacion riberena.

9.8.2. Familia Cordulegastridae

Esta es una familia de afinidad neéartica, aunque
una especie parece extenderse hasta
Centroamérica: Cordulagaster diadema Selys,
1868.
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;Do6nde buscarlos? Los cordulegastridos en la
region Neotropical, se restringen a zonas elevadas,
en México se le encuentran desde alrededor de los
1,000 a 3,000 m de altitud en donde viven en
pequefios arroyos sombreados y que tienen como
caracteristica, ser de poca profundidad vy
preferentemente con fondos arenosos. Asimismo, a

los adultos se les puede observar volando en los
margenes de los bosques, en sitios relativamente
abiertos en actividades de forrajeo.

9.9. SUPERFAMILIA LIBELLULOIDEA

9.9.1. Familia Synthemistidae

El género Gomphomacromia Brauer, 1864
(anteriormente considerado integrante de
Corduliidae o como género insertae sedis dentro
de Libelluloidea) es el Unico representante de la
familia Synthemistidae en la regién Neotropical.
Estd integrado por cuatro especies de anisopteros
pequenos (35-42 mm) distribuidas a lo largo de los
Andes desde Colombia hasta la Patagonia. Sus
hembras se caracterizan por presentar el ovipositor
con la [dmina vulvar expandida y dividida en dos
|6bulos asociados a un modo de oviposicién en el
substrato.

:Donde buscarlos? En Patagonia, se encuentran
G. paradoxa Brauer, 1864 y G.chilensis Martin,
1921, donde habitan bosques de Nothofagus y
selva valdiviana hasta aproximadamente los 45°
30’S, en donde existen areas encharcadas, con
abundantes musgos. Sus larvas son dificiles de
observar ya que acostumbran ubicarse en areas
barrosas, o entre la capa de musgo vy el lecho de
grava por donde corre el agua. Los adultos suelen
volar y posarse cerca de estos humedales (Figs. 16
y 17). En Colombia, las poblaciones de
Gomphomacromia fallax MclLachlan, 1881 tienen
picos estacionales y pueden llegar a ser
abundantes en los claros de bosque altoandino en
las temporadas secas.

9.9.2. Familia Libellulidae
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Figura 16. Area encharcada en un claro de bosque templado de
Nothofagus (Puerto Ramirez, Palena, Region de los Lagos, Chile). Foto:
Javier Muzén.

Figura 17. Area encharcada en un claro de bosque templado de
Nothofagus, donde se retird la capa de musgo para exponer la grava que
estd por debajo. Foto: Javier Muzon.
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Tabla 1. Resumen de familias, microhdbitats y abundancia de odonatos en el Neotrépico.

FAMILIA HABITAT COLECCION RAREZA
Lestidae Ln1, LnT, Lo2, Lo3 F R, A, OA
Perilestidae Lo3 F Ry OA
Platystictidae Lo2, Lo3 M, D Ry OA
Philogeniidae Lo3 F, M Ry OA
Dicteriadidae Lo3 F RyE
Heteragrionidae Lo3 F, M Ry OA
Polythoridae Lo3 M Ry OA
Amphipterygidae Lo3 M RyE
Thaumatoneuridae C, AE F RyeE
Megapodagrionidae Lo3 F RyE
Mesagrionidae Lo3 F M Ry OA
Calopterygidae LoT, Lo2 Lo3, Variable Variable
Protoneuridae Ln2, Lo1, Lo2, Lo3, Ph Variable Variable
Coenagrionidae Ln1, Ln2, LnT, Lo1, Lo2, Lo3, Ph Variable Variable
Austropetaliidae Lo3, C M, D RyE
Aeshnidae Ln1, Lo2, Ph, Cr Variable Variable
Petaluridae Tr, AE M, D RyE
Gomphidae Ln1, Ln2, Lo, Lo3 M, D Variable
Neopetaliidae Lo3, AE F RyE
Cordulegastridae Lo2, Lo3 D E
Synthemistidae Lo3, AE F Ry OA
Libellulidae Ln1, Ln2, LnT, Lol, Lo2, Lo3, Ph, S, Cr, AE Variable Variable

Habitat - Ln1: Iéntico (charcas y/o lagunas poco profundas), Ln2: Iéntico (lagos), LnT: lentico temporal; Lo1: Itico (rios), Lo2: I6tico (arroyos y/o arroyuelos
en dreas abiertas), Lo3: I6tico (arroyos y/o arroyuelos en areas boscosas o selvdticas), LoT: IGtico temporal, Ph: fitotelmata, C: cascadas, AE: areas encharcadas
(generalmente asociadas a arroyos o arroyuelos), Tr: terrestre, S: ambientes salobres y manglares, Cr: habitos crepusculares. Coleccién - F: facil, M:
moderadamente dificil, D: dificil. Rareza - C: com(n, R: rara, A: abundante, OA: ocasionalmente abundante, E: escasa o poco abundante.

La segunda mas diversa a nivel mundial. En el
Neotropico existe alrededor de 400 especies en 50
géneros. Habitan en casi cualquier cuerpo de agua
dulca en el mundo e incluso en aguas salobres.

:Do6nde buscarlos? La mayoria de las especies
en el Neotropico son habitantes de cuerpos de
agua de tipo léntico, incluyendo algunos pocos de
fitotelmata, como por ejemplo Erythrodiplax
bromelicola Westfall, 2000 y E. laselva Haber,
Wagner & de la Rosa, 2015, en bromelias. Sin
embargo, géneros como Brechmorhoga Kirby,
1894, Macrothemis Hagen, 1868, Elasmothemis
Westfall, 1988 y Oligoclada Karsch, 1890 son
habitantes de cuerpos de agua l6ticos. Dentro del
grupo de libeldlidos reofilicos destaca
Elasmothemis cannacrioides (Calvert, 1906), el
cual tiene un comportamiento de oviposicion
Gnico dentro de los Libellulidae en donde las
hembras ponen filamentos de huevos adheridos a
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raices flotantes, similar a algunos Corduliidae
(Gonzalez-Soriano, 1987). Aunque en general son
mas activos alrededor del mediodia, algunas
especies como Tholymis citrina Hagen, 1867 son
crepusculares. Algunos géneros como Diastatops
Rambur, 1842 vy Zenithoptera Selys, 1869 se
observan en la vegetacion riberefia de canadas,
suelen ser faciles de ver por el color particular de
sus alas pero son muy agiles al vuelo, su mayor
actividad es a mediodia donde se les ve posadas de
cara al cuerpo de agua recibiendo radiacion
directa usando sus alas a modo de paneles solares.
Los libeldlidos suelen ser dificiles de colectar pues
son fuertes voladores y su capacidad para percibir
movimientos en su entorno cercano es altisima.
Hay algunos que forman enjambres de caceria en
areas abiertas y vuelan alto como Macrothemis,
Tramea Hagen, 1861, Tauriphila Kirby, 1889,
Miathyria Kirby, 1889 y Pantala Hagen, 1861, entre



CAPITULO IX: ;Dénde buscar odonatos en e

Otros (Gonzalez-Soriano, 1997). Para capturarlos
es recomendable una red larga y mucha paciencia.
Por otro lado, en varios libeldlidos territoriales los
machos prefieren hacer vuelos cortos y de vuelta a
la percha, especialmente aquellos como
Micrathyria Kirby, 1889, Erythrodiplax, Erythemis
Hagen, 1861, Orthemis Hagen, 1861, Libellula
Linnaeus, 1758, Cannaphila Kirby, 1889 vy
Perithemis Hagen, 1861, entre otros.

CONSIDERACIONES FINALES

Este trabajo sintetiza experiencias de campo y
conocimientos acumulados por diversos
especialistas para ofrecer una guia practica sobre
los habitats mas adecuados para la colecta de
Odonata en el Neotrépico (Tabla 1). Al integrar
informacién ecolégica, comportamental vy
taxonémica, se busca optimizar los esfuerzos de
recoleccion, especialmente para investigadores
que inician en el estudio de este orden. Las
recomendaciones aqui presentadas no solo
facilitan la localizacién de ejemplares de las
distintas familias y géneros en sus respectivos
microhdbitats, sino que también promueven una
aproximacion mas estratégica y eficiente a la
biodiversidad odonatolégica de la region,
fomentando al mismo tiempo su estudio vy
conservacion.
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