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I.- INTRODUCCIÓN 
 

  La región amazónica abarca un área de 6 112 000 km2 e incluye países 

como Ecuador, Colombia, Venezuela, Brasil, Perú, Bolivia y las Guyanas, que 

comprende cerca de un tercio de toda América del Sur (Barthem & Goulding, 

1997). Alberga las mayores cuencas hidrográficas del mundo, y posee la mayor 

diversidad en especies de peces de agua dulce (Quintero, 2003). La Amazonía 

peruana es parte de este gran complejo, ocupando una extensión territorial de 

aproximadamente dos tercios (747 282 km2) de la superficie del Perú. 
 

  En este basto territorio los recursos hídricos son de gran importancia, 

porque no sólo proporcionan alimento (consumo que oscila entre 54 a 100 

kg/persona/año), sino también renta para los pobladores amazónicos, con una 

pesca anual de aproximadamente 80000 toneladas (Sánchez, 2000; Agudelo et 

al., 2000; Moncada & Ríos, 2002). Iquitos es el principal puerto de desembarque 

pesquero, cuyos productos provienen en un 75% de la pesca artesanal, 

compuesto por peces escamados y bagres o peces de “cuero” (Sánchez, 2000). 

En los últimos años se viene observando una disminución en los desembarques 

de especies escamadas como la gamitana (Colossoma macropomum) y paco 

(Piaractus brachypomum) (Agudelo et al., 2000); así como de los grandes bagres 

pertenecientes a la familia Pimelodidae: dorado (Brachyplatystoma rousseauxii), 

saltón (Brachyplatystoma filamentosum), manitoa (Brachyplatystoma vaillantii), 

doncella (Pseudoplatystoma punctifer) y tigre zúngaro (Pseudoplatystoma 

tigrinum) (Sánchez, 2000; Galvis et al., 2006). Investigaciones recientes muestran 

signos de sobreexplotación de algunas especies de bagres, las cuales vienen 

siendo capturadas inclusive con tallas inferiores a la longitud de la primera 

maduración (Montreuil, 2000), lo que podría causar una disminución drástica de 

estas especies en muchos hábitats naturales.  
 

  Los grandes bagres poseen un elevado valor económico para la Amazonía 

peruana, tanto por la calidad de su carne como por su valor ornamental. Es 

conocido que el Perú exporta el 30% de peces ornamentales de América del Sur 

(Prang, 2007), y el zúngaro tigrinus (Brachyplatystoma tigrinum) se encuentra 

dentro de las 10 especies de peces ornamentales con mayor demanda de 

exportación. Esta especie es comercializada como ornamental durante su etapa 
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juvenil, siendo exportada desde la ciudad de Iquitos a aproximadamente 14.57 

dólares por ejemplar (Moreau & Coomes, 2007; Ortiz1 & Iannacone, 2008). Los 

bagres como P. punctifer, B. rousseauxii, B. vaillantii y B. filamentosum poseen 

también un valor económico elevado a nivel regional e internacional; no como 

peces ornamentales, sino como peces de consumo, debido a la calidad de su 

carne. 

 

  A pesar que B. tigrinum se encuentra entre las 12 especies de peces de 

cuero con prohibición de extraer o exportar en poblaciones naturales (según el 

reglamento de Ordenamiento Pesquero del Ministerio de la Producción, 2009), la 

presión de pesca sigue en aumento sobre esta especie. La problemática en la 

conservación de esta especie se agudiza debido a que es comercializada a 

edades tempranas, es decir son extraídos del medio natural antes de la edad de 

primera madurez sexual, sin que hayan logrado contribuir a la perpetuación de su 

especie a través de la reproducción. Esto ejerce efectos negativos sobre los 

tamaños poblacionales y por ende una fuerte erosión genética. Este cuadro nos 

muestra la urgente necesidad de formulación de planes de manejo para B. 

tigrinum. 

 

  Pero hasta el momento poco se conoce sobre esta especie, siendo 

necesario generar conocimientos sobre su biología, ecología, rasgos de vida y 

variabilidad genética; de tal manera que se la pueda explotar de forma sostenida 

en los ambientes naturales sin ponerla en riesgo. El presente estudio tuvo por 

objetivo generar conocimientos sobre la variabilidad genética de B. tigrinum en 

comparación con otras especies de grandes bagres de la Amazonía peruana, así 

como establecer las relaciones filogenéticas entre ellas.  
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II. OBJETIVOS: 

 

2.1 Objetivo General 
 

- Establecer la diversidad genética y las relaciones filogenéticas de 

Brachyplatystoma tigrinum y cuatro especies de la familia Pimelodidae en la 

Amazonía peruana. 
 

2.2 Objetivos Específicos 
 

- Determinar la variabilidad haplotípica y nucleotídica de Brachyplatystoma 

tigrinum, y compararla con la de cuatro especies de la familia Pimelodidae 

en la Amazonía peruana. 

- Establecer las relaciones filogenética entre Brachyplatystoma tigrinum, B. 

rousseauxii, B. filamentosum, B. vaillantii y Pseudoplatystoma punctifer. 
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III. REVISION BIBLIOGRÁFICA 
 

3.1 Sistemática y biología de los bagres 
 

3.1.1 Taxonomía 

  El orden Siluriformes es el segundo grupo de peces más importante en 

cuanto a número de especies en el Neotrópico.  Se caracterizan por tener la piel 

desnuda (no presentan escamas) o cubierta de placas óseas y poseer hasta 

cuatro pares de barbicelos tanto maxilares como mentonianos (Galvis et al., 

2006), las aletas dorsal y pectoral suelen estar bien desarrollados y tener aspecto 

aserrado (Salinas & Agudelo, 2000). Este orden esta constituido por 34 familias, 

11 de las cuales se encuentran en la cuenca amazónica, siendo las familias 

Pimelodidae, Loricaridae y Bagridae las de mayor importancia económica 

(Nelson, 1994). La familia Pimelodidae presenta más de 300 especies, algunas 

de ellas conocidas como zúngaros o grandes bagres que tienen un elevado valor 

comercial en la Amazonía continental (Sanchez, 2000; Galvis et al., 2006; Santos  

et al., 2006). 
 

3.1.2 Sistemática   

  Se clasifican de acuerdo a Nelson (1994) y las respectivas 

denominaciones de las especies citadas por Salinas & Agudelo (2000); Lundberg 

& Akama (2005) y Galvis et al. (2006) 
 

Reino  : Animalia 

Phyllum : Chordata 

Subphyllum : Vertebrata 

Superclase  : Gnathostomata 

Clase  : Actinopterygii 

Subclase : Neopterygii 

División : Teleostei 

Subdivisión : Euteleostei 

Superorden : Ostariophysi 

Orden  : Siluriformes 

Familia  : Pimelodidae 

Géneros  : Brachyplatystoma, Pseudoplatystoma 
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Especies  : Brachyplatystoma tigrinum (Britski, 1981) 

Brachyplatystoma rousseauxii (Castelneau, 1855) 

Brachyplatystoma filamentosum (Lichtenstein, 1819) 

Brachyplatystoma vaillantii (Valenciennes, 1840) 

Pseudoplatystoma punctifer (Linnaeus, 1840) 
 

3.1.3 Distribución  

  A nivel mundial la familia Pimelodidae tiene una distribución muy amplia, 

esta presente en todos los continentes (Galvis et al., 2006). En la cuenca 

amazónica, especies como B. rousseauxii y B. vaillantii ocupan durante su ciclo de 

vida, grandes extensiones de los ríos amazónicos y las zonas de estuario, 

reconociéndoles tres áreas de ocupación bien diferenciadas: crianza, alimentación 

y desove (Barthem & Fabre, 2005). Esta región abarca los territorios de Perú, 

Bolivia, Colombia y Brasil (Barthem & Goulding, 1997). 
 

  La presencia en el Perú de los bagres en estudio es muy variada, 

observándolos en los ríos Amazonas, Ucayali, Marañón, Putumayo y Madre de 

Dios, estos ríos son considerados de gran importancia por considerarse zonas de 

desove por la presencia de larvas (Rojas et al., 2007). En Colombia, estos bagres 

también fueron observados en los ríos Caqueta, Putumayo y Amazonas; mientras 

que en Brasil, en el sistema del río Madeira – Beni – Mamoré y el estuario 

amazónico (Sanchez, 2000; Montreuil, 2000). 
 

3.1.4 Alimentación 

  Los peces de la familia Pimelodidae son piscívoros, encontrándose en el 

nivel más alto de la cadena trófica. Se alimentan de una gran variedad de presas 

que son seleccionadas ya sea por la abundancia, tamaño, morfología o por ser 

fáciles de capturar. El grupo más importante de presas son aquellas de formas 

fusiformes, donde se destacan Characiformes, Gymnotiformes, Perciformes  e 

incluso otros pequeños Siluriformes (Barthem & Goulding, 1997; Gallo, 2000). Los 

bagres del género Brachyplatystoma presentan cierta preferencia alimenticia por 

presas como: Hypophthalmus sp., Prochilodus sp., Loricariidae sp., Astyanax sp., 

Mylossoma sp., Cichlidae sp. Mientras que los del género Pseudoplatystoma 

tienen preferencia por las familias: Prochilodontidae, Curimatidae, Anostomidae, 

Characidae y otros pequeños Pimelodidae (Agudelo et al., 2000). 
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3.1.5 Hábitat 

  La mayoría de los Pimelodidae prefieren los ríos a las lagunas, muy pocas 

especies sobrepasan la zona de pie de monte; por lo general son peces de fondo 

y hábitos nocturnos. Estos bagres debido a sus hábitos migratorios habitan los 

canales principales de los grandes ríos de aguas blancas que poseen aguas 

corrientes e incluso algunos tributarios de aguas oscuras y claras. Ocasionalmente 

entran a las várzeas durante la noche para alimentarse y retornan a las aguas 

profundas del canal del río antes del amanecer (Galvis et al., 2006; Barthem & 

Goulding, 1997). Un indicador para el inicio de la migración de especies del 

género Brachyplatystoma y otros bagres, es el ingreso de aguas saladas en el 

estuario amazónico en Brasil, esta migración también está atribuida al fenómeno 

de reproducción de estas especies o al acompañamiento de cardúmenes de 

peces de escama para su alimentación (Agudelo et al., 2000; Barthem & Fabre, 

2005).  
 

3.1.6  Importancia Económica  

 En los países que comparten la cuenca amazónica, la pesca además de 

ser la principal fuente de proteína animal, es uno de las principales fuentes de 

generación de recursos económicos, debido al creciente flujo comercial a nivel 

regional y las exportaciones a nivel nacional e internacional. De manera que la 

pesca de los bagres desempeña un papel importante como medio de subsistencia, 

alimentación y empleo para la población local, contribuyendo al desarrollo 

económico del país (Montreuil, 2000). 
 

  El consumo anual de pescado en el año 1998 en América del Sur bordeo 

las 250000 toneladas, siendo los países con mayor consumo Brasil y Perú. Los 

principales puertos de desembarque de los grandes bagres se encuentran en las 

ciudades de Belem do Pará y  Manaus en Brasil, Leticia en Colombia e Iquitos en 

Perú. En la cuenca amazónica sólo 14 especies de bagres migratorios cuentan 

con mayor interés económico por la calidad de su carne (Tabla 01), en Brasil los 

bagres de mayor relevancia son la manitoa (B. vaillantii) y dorado (B. rousseauxii); 

en Colombia doncella y tigre zúngaro (P. punctifer y P. tigrinum respectivamente) y 

el saltón (B. filamentosum); en Perú el dorado (B. rousseauxii), tigre zúngaro (P. 

tigrinum) y la doncella (P. punctifer) (Montreuil, 2000; Quintero, 2003). A diferencia 
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de estas especies, el zungaro tigrinus (B. tigrinum) es especialmente importante 

como pez ornamental a edades tempranas. 
 

Tabla 01. Principales especies de bagres amazónicos explotados comercialmente 
Nombre Vernacular Nombre Científico Perú Colombia Brasil 

Brachyplatystoma vaillantii 
(VALENCIENNES, 1840) 

manitoa pirabutón piramutaba 

Brachyplatystoma rousseauxii 
(CASTELNEAU, 1855) 

dorado dorado, plateado dourada 

Brachyplatystoma filamentosum 
(LICHTENSTEIN, 1819) 

saltón lechero, valentón piraíba 

Brachyplatystoma juruense 
(BOULENGER, 1898) 

zúngaro alianza apuy, manta negra camiseta, zebra 

Brachyplatystoma tigrinum 
(BRITSKI, 1891) 

tigrinus zebra, camiseta dourada zebra 

Brachyplatystoma platynemum 
(BOULENGER, 1898) 

mota flemosa baboso babão, xeréu 

Pseudoplatystoma punctifer 
(CASTELNEAU, 1855) 

doncella pintadillo surubim 

Pseudoplatystoma tigrinum 
(VALENCIENNES, 1840) 

tigre zúngaro pintadillo caparari 

Zungaro zungaro 
(HUMBOLDT, 1821) 

cunchimama pejenegro jaú 

Phractocephalus hemiliopterus 
(BLÖCH Y SCHEIDER, 1801) 

peje torre guacamayo pirarara 

Platynematichthys notatus 
(JARDINE, 1841) 

mota labio capaz, capitan coroata, cara 

Sorubimichthys planiceps 
(SPIX Y AGASSIZ, 1829) 

achacubo pejeleño, paletón pirauaca 

Leiarius marmoratus 
(GILL, 1870) 

achara barbudo jundiá 

Pimelodina flavipinnis 
(STEINDACHNER, 1877) 

mota mandí mandi-moela 

  Fuente: Montreuil, 2000; Galvis et al. 2006 ; Santos et al. 2006 
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  En el Perú son 10 las especies de peces ornamentales con mayor 

importancia para la exportación, dentro de las cuales se encuentra B. tigrinum. En 

el año 2001 esta especie generó un ingreso de US$ 67907 (Moreau & Coomes; 

2007). Actualmente  es explotada exclusivamente como ornamental, presentando 

una creciente demanda en los mercados europeos y asiáticos, donde  puede 

alcanzar precios elevados por ejemplar, en Europa entre 300 a 600 euros y en 

Asia entre £500 a £600 (Ralph, 2006; Moreau & Coomes; 2007). Esta demanda es 

cubierta totalmente de su captura en el medio natural (Montreuil, 1991; citado en 

Gómez et al., 2005), la cual se ve reflejada en datos de exportación ornamental de 

los últimos nueve años (Fig. 01),  donde se observa que solamente entre los años 

2002 al 2005 se cumplió con la regulación normada en el reglamento de 

ordenamiento pesquero del año 2001; observándose actualmente un aumento 

gradual en las capturas  (datos de exportación del ministerio de la Producción). 

 

 
Fig. 01. Tasas de Captura de B. tigrinum en la Amazonía peruana. Fuente: 

Dirección Regional de Producción – PRODUCE, Iquitos. 
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 3.2    Marcadores moleculares 

  Los marcadores moleculares son biomoléculas que se relacionan con un 

rasgo genético, pero que posee variaciones o polimorfismos suficientes para 

agrupar a ciertos organismos, y funcionan como un señalador de diferentes 

regiones del genoma (Picca et al., 2004). Estas biomoléculas pueden ser 

proteínas (antígenos e isoenzimas) y el ADN (genes conocidos o fragmentos de 

secuencia). Los marcadores de ADN son secuencias que actúan como marcaje, 

siendo teóricamente posible observar y explotar la variación genética de las 

especies a través del ADN mitocondrial (ADNmt), ADN risobomal (ADNr), 

minisatélites o número variables de repeticiones en tandem (VNTR), RFLP, RAPD, 

AFLP y los microsatélites  (Avise, 2004; Liu & Cordes, 2004). 
 

 

3.3  El genoma mitocondrial 
 

3.3.1 Origen y función de la mitocondria 

  La mitocondria es un organelo citoplasmático que surgió probablemente 

hace 2 billones de años, a partir de una bacteria aeróbica de vida libre o α-

proteobacteria. Esta bacteria se habría tornado parte de un huésped archaeal o 

eucariota primitiva por un proceso endosimbiotico. La transición de la bacteria 

autónoma al huésped prosperó, pues cada uno, habría brindado servicios 

bioquímicos al otro, que fue fundamental en la evolución de las células eucariotas. 

Así la mitocondria es un organelo semiautónomo con capacidad de auto 

replicación en el citoplasma de las células eucariotas (Meyer, 1993; Gray et al, 

1999; Osteryoung & Nunnari, 2003; Dyall et al, 2004; Futuyma, 2005; Passarge, 

2007; Falkenberg et al, 2007). 
 

La mitocondria juega un rol central en el metabolismo, la apoptosis, las 

enfermedades y el envejecimiento celular. Ellos están en el sitio de la fosforilación 

oxidativa, esencial para la producción de adenosina trifosfato (ATP). El ATP es 

almacenado para formar energía celular, utilizada en el accionar de la mayoría de 

los procesos necesarios para el crecimiento y desarrollo de la célula, y otras 

funciones bioquímicas (Boore, 1999; Osteryoung & Nunnari, 2003; Barlow-

Stewart, 2007). 
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3.3.2.  Estructura y propiedades del genoma mitocondrial 

  Dentro de cada célula eucariota, existen muchas mitocondrias, y dentro de 

los compartimientos mitocondriales hay un genoma separado de la cromatina 

nuclear, este es el ADN mitocondrial (ADNmt) que existen en total de 100 – 1000 

copias de este genoma en cada célula (Boore, 1999; Ingman & Gyllensten, 2001). 

El ADNmt es circular y de doble cadena, carece de intrones y se compone de 

16500 ± 500 pares de bases (pb) en los vertebrados. Es 200000 veces más 

pequeña que el ADN nuclear. Tiene una hebra leve (L) y pesada (H), estos 

nombres reflejan las diferencias marcadas en sus contenido de G + T en 

vertebrados (Passarge, 2007; Meyer, 1993). El ADNmt posee características 

importantes: puede mutar de 10 – 20 veces más que el ADN nuclear 

probablemente por un fallo de lectura de prueba del ADNmt polimerasa y por 

carecer de un sistema efectivo de reparación (Schlick, et al. 2006), es de herencia 

exclusivamente materna y posee poliplasmia. Estas características hacen del 

genoma mitocondrial una herramienta útil como marcador para diversos estudios 

evolutivos, poblacionales y filogenéticos (Avise, et al. 1987; Lee et al, 1995; 

Ingman & Gyllensten, 2001). 
 

 

3.3.3  Organización del genoma mitocondrial 

  El genoma mitocondrial de animales (Fig. 02) contiene 13 genes que 

codifican para proteínas, dos genes que codifican para ARN ribosomal (ARNr - un 

pequeño 12S y largo 16S), 22 genes codificadores de ARN transferencia (ARNt) y 

una región mayor no codificante denominada región control o D-Loop, que 

contiene el sitio de inicio para la replicación del ADNmt y transcripción del ARN 

(Meyer, 1993; Schon & DiMauro, 2007). Estos genes mitocondriales codifican 

subunidades de enzimas involucradas en la cadena transportadora de electrones 

(Barlow-Stewart, 2007). Son siete subunidades de NADH deshidrogenasa (ND 1, 

2, 3, 4, 4L, 5, 6), el citocromo b, tres subunidades de citocromo c oxidasa (CO I, II, 

III) y dos subunidades de ATP sintetasa (ATPasa 6 y 8). Con pocas excepciones, 

todos los genes en el genoma mitocondrial de vertebrados son codificados por la 

hebra ‘H’. De los 37 genes estructurales en el genoma mitocondrial, sólo ND6 y 

ocho ARNt son codificados por la hebra ‘L’. El número de bases de codificación en 

la hebra L en vertebrados es menos del 10% del número total de bases de 

codificación en el genoma mitocondrial (Meyer, 1993). 
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Fig. 02. ADN mitocondrial de peces, con la localización de la región control (Brown, 2008). 
 

 

3.3.4  Región control del genoma mitocondrial  

  La mayor región no codificante del ADNmt está localizado entre las 

regiones codificadoras de dos ARNs transportadores (ARNt-Pro y ARNt-Phe). 

Esta es la región control o D-loop, que representa aproximadamente 1100 pares 

de bases en animales. Se denomina D-loop (displacement loop structure) porque 

contiene los sitios de inicio de la replicación de la hebra pesada (H) y los 

promotores de transcripción de las dos hebras (L – H) (Batista, 2001; Bielawski & 

Gold, 2002; Scheffler, 2008), pero los sitios de terminación para la D-loop y la 

hebra H están separadas. Las sustituciones de nucleótidos ocurren cinco veces 

más frecuentes que las inserciones y delecciones en la región control del ser 

humano. En especies de cíclidos estrechamente relacionados, las sustituciones 

superan en número a las inserciones y delecciones. Pero dentro de la región 

control algunas porciones o segmentos evolucionan mucho más rápido que las 

secuencias mitocondriales promedio. Así los segmentos directamente adyacentes 

a los ARNts, zonas ricas en adenina y timina a menudo muestran mayores tasas 

de evolución. Esto hace que su tasa de evolución sea de dos a cinco veces mayor 

que el de los genes mitocondriales codificadores de proteínas (Aquadro & 

Greenberg, 1983; Lee et al, 1995; Parker et al, 1998). Además esta región es 

GENOMA 
MITOCONDRIAL 

DE PECES 



 
 

12 

responsable por la variación de tamaño observada en el genoma mitocondrial de 

los vertebrados (Densmore et al, 1985; Harrison et al, 1985), pues en algunos 

organismos la región control posee inserciones de pares de bases que pueden 

llegar a centenas de nucleótidos (Meyer, 1993). 
 

  El ADN mitocondrial y la región control se han utilizado para diversos 

trabajos de investigación. En humanos se ha inferido acerca de la evolución (Cann 

et al, 1984; Ingman & Gyllensten, 2001). También se estudiaron ballenas (Alter & 

Palumbi, 2009) y aves (Randi et al., 2001). 
 

 En peces; Bernatchez et al (1989), Grant & Bowen (1998), Higuchi & Kato 

(2002) y Fauvelot et al. (2003), estudiaron la diversidad genética de peces 

marinos. Shedlock et al (1992) y Tessier et al (1995) estudiaron al salmón. En 

peces amazónicos, Hubert et al. (2007) estudio especies del  género Serrasalmus. 

Renno et al. (2006) especies del género Cichla y Hrbek & Farias, (2008) a la 

especie Arapaima gigas secuenciando el genoma mitocondrial completo. 
 

  Dentro del orden Siluriformes, Shimabukuro et al. (2004) estudio la relación 

filogenética en la familia Callichthyidae. Jondeung et al. (2007) la especie 

Pangasianodon gigas. Coronel et al. (2004), Formiga (2004), Batista et al. (2006) y 

Huergo (2009), estudiaron especies de la familia Pimelodidae. 
 

  En Perú se realizaron trabajos de la variabilidad genética interpoblacional 

de B. rousseaxii, en las ciudades de Iquitos y Pucallpa, mediante el análisis de 

secuencias nucleotídicas de la región control del ADNmt (García et al, 2004). Del 

mismo modo se estimó la variabilidad genética de B. rousseauxii, en siete 

localidades de la amazonía continental, tales como Belém, Manaus, Tabatinga, 

Rio Iça (Brasil), Iquitos, Rio Ucayali y Rio Madre de Dios (Perú) (Batista et al, 

2005).  
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IV. MATERIALES Y MÉTODOS 
 

4.1. Área de trabajo 

  La presente investigación se ejecutó en el Laboratorio de Biología y 

Genética Molecular – LBGM, del Instituto de Investigaciones de la Amazonía 

Peruana (IIAP); ubicado en la Estación Biológica de Quistococha, Carretera 

Iquitos - Nauta  km 4.5, distrito de San Juan Bautista, Iquitos – Loreto – Perú. 
 

 

4.2.  Obtención del Material Biológico 

  Fueron colectadas muestras de tejido muscular de la región dorso-lateral 

del cuerpo o aleta pectoral de Brachyplatystoma tigrinum, B. vaillantii, B. 

rousseauxii, B. filamentosum y Pseudoplatystoma punctifer, en el mercado de 

Belén de la ciudad de Iquitos. Las muestras fueron conservadas en frascos 

pequeños de plástico (15ml) conteniendo alcohol al 96%, cada frasco fue rotulado 

con el código de la muestra y almacenados hasta el momento de la extracción del 

ADN.  
 

 

4.3.  Extracción y verificación del ADN total 
 

4.3.1 Extracción del ADN usando el método CTAB 

    La extracción de ADN a partir de tejido muscular conservado en alcohol de 

96%, fue realizado mediante el método de extracción CTAB (Doyle & Doyle, 

1987) descrito a continuación: 
 

Protocolo de CTAB de Doyle & Doyle (1987) 
 

1. En un microtubo de 2ml, conteniendo 1ml del tampón CTAB (CTAB 5%, NaCl 

5M, EDTA 0.5M pH 8, Tris Base 1M) triturar 100mg de tejido muscular. 

Adicionar 10µl de Proteinasa K (10mg/µl) y macerar a 60 ºC en baño María x 

24 horas. 

2. Separar el material genómico con 1ml de cloroformo, a continuación 

centrifugar a 8000rpm x 5 minutos. 

3. Tomar 500µl del sobrenadante y precipitar el ADN con Isopropanol absoluto 

frío a -20ºC x 2h. Centrifugar a 13 000rpm x 15 minutos, desechar el 

Isopropanol por inversión de los microtubos.  
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4. Lavar el ADN total (pellet) con etanol al 70%, centrifugar a 13000rpm x 15 

minutos, desechar el etanol por inversión de los microtubos. 

5. El pellet fue secado por aproximadamente 5 horas a temperatura ambiente y 

finalmente resuspendido en 30µl de agua ultrapura. 
 

4.3.2.  Cuantificación 

  La pureza y concentración del ADN, se determinó por espectofotometría 

(260nm y 280nm). Se trabajó con un factor de dilución (FD) de 100ng/µl (495µl de 

agua desionizada autoclavada y 5µl del material genómico resuspendido). La 

evaluación de la calidad de la extracción (ratio), se realizó en un rango aceptable 

entre: 1.7 – 2.2 (A260/A280). Finalmente se determinó la concentración de ADN con 

la fórmula [A260 x FD x 50µg/µl]. 
 

4.3.3.  Verificación de la extracción de ADN por electroforesis 

  La calidad de la extracción fue verificada mediante electroforesis horizontal 

en gel de agarosa al 0.8%, teñido con bromuro de etidio (10mg/ml), tampón de 

corrida TBE 1X, a 100V por 20 minutos. El ADN fue visualizado en un 

transluminador de UV y fotodocumentado utilizando un sistema de imagen GEL 

LOGIE 100, KODAK. 

 
4.4.  Amplificación de la región control del ADNmt vía PCR 

  Fue amplificada la región control del ADNmt mediante la Reacción en 

Cadena de la Polimerasa (PCR), utilizando los primers: DL20F: 5’–TTA GCA AGG 

CGT CTT GGG CT–3’, DL20R: 5’–ACC CCT AGC TCC CAA AGC TA–3’ (Renno 

et al. 2006). La reacción fue realizada en un volumen total de 30l, conteniendo  

100ng/l de ADN molde (2.5l), 5x de Buffer (6l), 25mM de MgCl2 (1.8l), 2mM 

de dNTPs (3l), 10µM de cada primer (1.2l) y 5U/l de Taq ADN polimerasa 

(0.24l). Las condiciones de temperatura fueron: 01 ciclo de denaturalización 

inicial a 92°C x 3min, seguidos de 30 ciclos con denaturación de 92°C x 1min;  

temperatura de anelamiento con optimizada para cada especie/1min (B. 

rousseauxii, B. vaillantii y P. punctifer 57.8°C, B. filamentosum 55.0°C y B. 

tigrinum 54.1°C) y extensión 72°C/1:30 min; finalmente una extensión final a 

72°C/3min.  
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4.2.1. Electroforesis de productos de amplificación 

  Se realizo en geles de agarosa al 1% teñidos con Bromuro de Etidio 

(10mg/ml) a razón de 1µl/50ml, los cuales fueron sometidos a un campo eléctrico 

horizontal de 100V por 30min, sumergidos en tampón TBE 1X (50 mM Tris, 1 mM 

EDTA y 48.5 mM de ácido bórico). El tamaño de los productos de amplificación 

fue determinado mediante el uso del marcador de peso molecular Ladder de 

100pb. Los resultados fueron fotodocumentados, utilizando un sistema de imagen 

GEL LOGIE 100, KODAK.  
 

 

4.5. Secuenciamiento nucleotídico de la región control del ADNmt 
 

4.5.1. Reacción de secuenciamiento nucleotídico  

  El secuenciamiento nucleotídico de la región control del ADNmt, se realizó 

con la ayuda del Analizador 3130 Genetic Analyzer – Applied Biosystems, 

mediante el software Sequencing Analysis v5.3.1, mediante el método enzimático 

de incorporación de dideoxinucleótidos utilizando un Kit comercial de 

secuenciamiento ABI PRISM BigDye Terminators v3.1 Cycle Sequencing. Cada 

muestra de ADN amplificado fue secuenciada en dos etapas, uno con el primer 

forward (F) y el otro con el primer reverse (R). Por la complementación de las dos 

secuencias fue posible obtener casi toda la secuencia completa de la región 

control de las muestras en estudio. La reacción de secuenciamiento se realizó 

con las siguientes condiciones: 6.5µl de agua Milli-Q, 8µl de solución de 

secuenciamiento BigDye Terminators v3.1, 0.5µl de primer F o R (5pmol) y 5µl de 

ADN amplificado (5-20ng/µl) para un volumen final de 20µl en cada microtubo. Se 

llevó a un termociclador donde se aplicó el siguiente perfil de temperatura: 

denaturación inicial a 96 ºC/1min, 30 ciclos con una denaturación de 96ºC/15seg, 

anelamiento de 50ºC/15seg y extensión 60ºC/4min, la extensión final a 10ºC, fue 

importante configurar el termociclador a una rampa de 1º/seg. 
 

 

4.5.2.  Purificación de productos de la reacción de secuenciamiento 

  Los productos obtenidos en la reacción de secuenciamiento, fueron 

transferidos a microtubos de 0.5ml para realizar la purificación. Se agregó 80µl de 

isopropanol al 65%, luego los microtubos fueron vorteceados vigorosamente y se 

les realizó un spink back, se cubrió los microtubos con papel aluminio y se dejó a 
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temperatura ambiente por 20min, pasado este intervalo de tiempo, se centrifugó a 

14000rpm por 25min, donde el sobrenadante fue descartado. El pellet fue lavado 

con 200µl de etanol al 60%, se vorteceó y centrifugado a 14000rpm por 5min. El 

etanol fue removido con la ayuda de una micropipeta, luego se dejó secar en 

baño seco a 37ºC por 30min y finalmente se resuspendió en 10µl de Formamida. 

Antes que las muestras sean corridas en el analizador genético, fueron 

denaturadas en un termociclador a 95°C/2min y 4°C/2min. 
 

4.5.3. Corrida de las muestras en el analizador genético  

 Luego de la purificación, los productos de la reacción de secuenciamiento 

fueron finalmente corridos en el Analizador Genético 3130 Genetic Analyzer – 

Applied Biosystems, siguiendo la metodología del fabricante. Los datos obtenidos 

fueron analizados mediante el software Sequencing Analysis v5.3.1. 
 

 

4.5.4. Edición y alineamiento para la formación de secuencias  consenso 

 Para la obtención de las secuencias consenso de cada muestra o ADN 

amplificado, las secuencias brutas de la reacción de secuenciamiento (Forward y 

Reverse) fueron alineadas y editadas con ayuda del programa BioEdit v.7.0.9. 

(Hall, 1999), que permitió comparar a través de la visualización de la versión fasta 

y chromatogram de las secuencias, la veracidad de las bases nucleotídicas. 
 

4.5.5.  Obtención de la matriz general con las secuencias consenso de las 

especies en estudio 

  Para la especie B. tigrinum se consideró 41 secuencias consenso y 30 

para cada una de las demás especies en estudio, obteniéndose un total de 161 

secuencias consenso en la matriz. Se utilizó el programa de alineamiento múltiple 

ClustalW (Thompson et al., 1994) que está dentro del programa BioEdit v.7.0.9. 

(Hall, 1999). Inicialmente las secuencias fueron alineadas separadas para cada 

especie, luego fueron agrupadas en una matriz general. Esta matriz base fue 

optimizada mediante la inserción de espacios o “gaps”, con la finalidad de 

mantener la homología entre algunas de las bases nucleotídicas de los 

especímenes estudiados. Los extremos de las secuencias consenso con un 

número muy elevado de bases fueron eliminadas para igualarlas con aquellas 

más cortas. Para B. rousseauxii se obtuvo en promedio 850pb (anexo 01), para 
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B. vaillantii 875pb (anexo 02), B. filamentosum 850pb (anexo 03), P. punctifer 

852pb (anexo 04) y B. tigrinum 931pb (anexo 05). 

 

4.6. Análisis de la variabilidad genética de B. tigrinum, B. rousseauxii, B. 

vaillantii, B. filamentosum y P. punctifer 
 

4.6.1 Análisis del polimorfismo de ADN 

  Se realizó a partir de una matriz general conteniendo las secuencias 

consenso de todas las especie y con ayuda del programa DNASP v.5.00 (Rozas 

& Rozas, 1999). Se obtuvieron parámetros genéticos para la región control del 

ADN mitocondrial (D-Loop) de cada especie: El número de Haplotipos (H), 

número de haplotipos únicos (Hu), la diversidad haplotípica (Hd), la diversidad 

nucleotídica (π), número total de mutaciones (ETA), media de las diferencias 

nucleotídicas entre pares de individuos (K), número total de sitios, número de 

sítios polimórficos (S) (Nei, 1987a), número de transiciones (Ts), número de 

transversiones (Tv), el número de indels y la composición nucleotídica. 
 

4.6.2 Análisis de proporción de haplotipos 

  Se realizó con ayuda del programa R (Paradis et al., 2004; Paradis, 2006) 

para crear una red entre los haplotipos de las especies B. tigrinum, B. rousseuxii, 

B. vaillantii, B. filamentosum y P. punctifer. Así, poder observar la proporción del 

número de individuos por haplotipo. Esto fue bajo el criterio de máxima 

parsimonia (Fitch, 1971; Nei, 1996), que consiste en escoger la hipótesis más 

simple dentro de todas las hipótesis posibles, o sea, la propuesta que presente el 

menor número de pasos, ya que cada paso representa una mutación de estado 

de carácter y, en el caso de secuencias de ADN, una mutación en uno de los 

sitios de las secuencias alineadas.  
 

4.6.3 Análisis de la divergencia genética intra e interespecífica 

  El modelo de evolución nucleotídica para la región control del ADNmt, fue 

seleccionado de entre 28 modelos alternativos de acuerdo con los valores del 

Criterio de Información Akaike (AIC) (Akaike, 1973) basados en el Análisis de 

Filogenia y Evolución (APE), usando el programa R (Paradis et al., 2004; Paradis, 

2006). En este caso resultó el modelo de evolución TN93 + Г (Tamura & Nei, 

1993). Este modelo es considerado uno de los más realistas y se basa en una 
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frecuencia desigual entre las bases nucleotídicas, con las sustituciones 

presentando dos clases de transiciones y una clase de transversión (Simon et al., 

2006). Este modelo fue utilizado para estimar la media de las divergencias 

genéticas par a par dentro y entre las especies, con uso del programa MEGA 4.0 

(Tamura et al, 2007), teniendo en cuenta que P. punctifer es nuestra comparativa. 
 

4.7. Análisis filogenético  

  Para la relación filogenética entre las especies de Brachyplatystoma, 

considerando a P. punctifer como grupo externo, se construyó un árbol 

filogenético (filograma). Primero se obtuvo el mejor modelo de evolución, que fue 

TN93 + Г (Tamura & Nei, 1993). Luego se construyó el árbol filogenético 

utilizando el programa PhyML versión 3.2 (http://atge.lirmm.fr/phyml) (Guindon & 

Gascuel, 2003). Este análisis fue realizado bajo el criterio de Máxima 

Verosimilitud - MV (Felsenstein, 1981), cuyo principio es evaluar la probabilidad 

de un determinado modelo de cambio evolutivo para secuencias nucleotídicas y 

explicar el origen de los datos observados, y así permitir seleccionar a partir de 

una matriz, la topología que sea más verosímil. El nivel de confianza fue testado 

mediante el método no paramétrico bootstrap (Felsenstein, 1985), con 1000 

réplicas; este análisis permite el remuestreo de caracteres de la matriz con 

reposición de datos, generando así nuevas matrices. Para mayor resolución en 

los nodos mayores del árbol, se adicionó como grupo externo a las cinco 

especies en estudio, cuatro secuencias más de la región D-Loop de especies del 

orden Siluriformes: tres secuencias de la especie Phractocephalus hemiliopterus 

(Familia Pimelodidae) y uno de la especie Rhamdia sp. (Familia Heptapteridae). 
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V. RESULTADOS 
 

5.1 Extracción de ADN  

  Fue extraído satisfactoriamente el ADN genómico de un total de 161 

especimenes, 41 de B. tigrinum, 30 B. rousseauxii, 30 B. vaillantii, 30 B. 

filamentosum y 30 P. punctifer (Fig. 03 A, B, C, D, E). 

 

 
 

  

  

  
 

Fig. 03. Electroforesis en gel de agarosa al 0.8%, mostrando el ADN extraído de: B. 
tigrinum (A), B. rousseauxii (B), B. vaillantii (C), B. filamentosum (D), P. punctifer 
(E).  
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5.2 Amplificación de la región control (D-loop) del ADNmt 

  La figura 04 muestra algunas de las bandas obtenidas en la amplificación 

vía PCR de la  región control del ADNmt de los especimenes pertenecientes a las 

cinco especies en estudio, (Figs.04 A, B, C, D, E).  

 

  
  

  

  

 
Fig. 04. Electroforesis en gel de agarosa al 1% mostrando las bandas amplificadas de la 

región control del ADNmt de: B. tigrinum (A), B. rousseauxii (B), B. vaillantii (C), 
B. filamentosum (D), P. punctifer (E). 
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5.3 Análisis de la matriz de secuencias 

   Cuando alineadas las secuencias de cada especie por separado, todas 

ellas presentas cantidades similares de sitios informativos para parcimonia, sitios 

variables y sitios reservados. A excepción de  B. tigrinum quien a pesar de contar 

con el mayor número de secuencias presenta valores menores. Cuando todas las 

secuencias fueron alineadas en una única matriz, mostraron 297 sitios 

informativos para parsimonia, 315 fueron sitios variables y 645 sitios conservados 

(tab. 03). 

 

Tabla 02. Valores de sitios informativos para parcimonia, sitios variables y sitios 

reservados encontrados para la región control del ADN mitocondrial de 

los especímenes B. tigrinum, B. rousseauxii, B. vaillantii, B. 

filamentosum y P. punctifer analizados. 

Especies BT BR BV BF PP Todas 

N° 41 30 30 30 30 161 

Sitios 
informativo

s  
parsimonia 

09 30 46 22 18 297 

Sitios 
variables 10 42 73 33 28 315 

Sitios 
conservado

s 
921 809 810 817 825 645 

Abreviaciones: BT= B. tigrinum, BR= B. rousseauxii, BV= B. vaillantii, BF= B. filamentosum y PP= 
P. punctifer. 
 
5.4 Variabilidad genética de B. tigrinum, B. rousseauxii, B. vaillantii, B. 

filamentosum y P. punctifer 
 

 

5.4.1 Composición nucleotídica 

  La tabla 04 y la figura 13 muestran que el porcentaje de bases 

nucleotídicas en las cinco especies en estudio fueron similares, siendo que los 

valores de Adenina (A) y Timina (T) fueron mayores que las de Citosina (C) y 

Guanina (G). B. tigrinum y B. filamentosum presentaron mayores porcentajes de 

Adenina, en tanto que B. vaillantii, B. rousseauxii y P. punctifer presentaron 

mayores valores de Timina.  
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Tabla 03. Porcentaje de la composición nucleotídica para la región control del 

ADN mitocondrial de B. tigrinum, B. rousseauxii, B. vaillantii, B. filamentosum y P. 

punctifer. 
Composición 
nucleotídica 

B. tigrinum B. rousseauxii B. vaillantii B. filamentosum P. punctifer 

Adenina (A) 33.92% 31.92% 31.93% 33.06% 31.05% 

Timina (T) 32.33% 32.74% 32.44% 31.00% 33.16% 

Citosina (C) 19.89% 21.49% 22.25% 22.44% 22.41% 

Guanina (G) 13.85% 13.85% 13.38% 13.50% 13.38% 

 

 

 
 
Fig. 05. Histograma representativo del porcentaje de bases nucleotídicas: Adenina 

(verde), Citosina (azúl), Guanina (negro) y Timina (rojo); observada en B. 
tigrinum (BT), B. vaillantii (BV), B. rousseauxii (BR), B. filamentosum (BF) y P. 
punctifer (PP).  

 

 

5.4.2 Polimorfismo de ADN 

Los resultados obtenidos en el análisis de polimorfismo de la región control 

del ADNmt para las cinco especies en estudio (tab. 05 y fig. 14) muestran 

que B. tigrinum presento los menores parámetros genéticos (H = 8, Hd = 

0.527, π = 0.00175, Eta = 10) con respecto a las otras especies de bagres 

en estudio. En tanto que B. vaillantii fue la especie que presento  valores 

mayores de polimorfismo en esta región (H = 27, Hd = 0.991, π = 0.01646, 

Eta = 74).  
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Tabla 04. Parámetros genéticos para la región control del ADN mitocondrial de B. tigrinum, B. vaillantii, B. rousseauxii, B. 

filamentosum y P. punctifer. 

Parámetros Genéticos B. tigrinum B. vaillantii B. rousseauxii B. filamentosum P. punctifer 

N° de secuencias (N) 41 30 30 30 30 

N° de haplotipos (H) 8 27 26 20 20 

N° de haplotipos únicos (Hu) 4 25 24 14 17 

Diversidad haplotípica (Hd) 0.527 ± 0.091 0.991 ± 0.012 0.986 ± 0.014 0.966 ± 0.018 0.945 ± 0.028 

Diversidad nucleotídica (π) 0.00175 ± 0.00036 0.01646 ± 0.00140 0.00764 ± 0.00058 0.01057 ± 0.00054 0.00586 ± 0.00072 

N° total de sitios 931 875 850 850 852 

N° de sitios polimórficos (S) 10 73 33 42 27 

N° total de mutaciones (Eta) 10 74 33 42 27 

Media de las diferencias 
nucleotídicas entre pares de 
individuos (K) 

1.632 14.400 6.497 8.982 4.989 

Transiciones (Ts) 7 70 33 39 25 

Transversiones (Tv) 3 4 0 3 2 

Indels 0 9 0 2 2 
  Abreviaciones: N = número de secuencias (individuos por cada especie); H = número de haplotipos; Hu = número de haplotipos únicos; Hd = diversidad haplotípica;  

π = diversidad nucleotídica; Eta = número total de mutaciones; K = media de las diferencias nucleotídicas entre pares de individuos; S = número de sitios polimórficos; Ts = 

número de transiciones; Tv = número de transversiones; Indels = inserciones y delecciones.  
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Fig. 06. Histograma representativo de la variabilidad genética observada en las especies 

B. tigrinum (BT - rojo), B. vaillantii (BV - verde), B. rousseauxii (BR - azul), B. 
filamentosum (BF - violeta) y P. punctifer (PP - negro). Mostrando las 
frecuencias relativas de los parámetros: H, número de haplotipos ETA, número 
total de mutaciones; K, media de la variabilidad nucleotídica par a par y S, 
número de sitios polimórficos. 

 

 

 

 

5.4.3 Proporción de haplotipos  

Fueron encontrados 101 haplotipos entre los 161 individuos analizados de 

las cinco especies en estudio, ningún haplotipo fue compartido entre ellas. 

B. tigrinum presentó solo ocho haplotipos en los 41 especímenes 

analizados, de los cuales el haplotipo I (BtHap01) fue el que presento el 

mayor número de individuos (28). B. vaillantii, presentó el mayor número 

de haplotipos (27) con el mayor número de haplotipos únicos (25) entre los 

30 especímenes analizados. La red de haplotipos muestra con mayor 

claridad el número de haplotipos y sus proporciones en las diferentes 

especies (fig. 15) 
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Tabla 05. Proporción de haplotipos de acuerdo al número de individuos en B. 
tigrinum, B. rousseauxii, B. vaillantii y P. punctifer 

Especie Haplotipos H Especímenes 

BtHap01 (I) 28 
Bt65 Bt03 Bt05 Bt06 Bt07 Bt09 Bt10 Bt12 Bt13 Bt14  
Bt16 Bt18 Bt19 Bt21 Bt23 Bt24 Bt25 Bt33 Bt36 Bt55  
Bt56 Bt57 Bt59 Bt60 Bt61 Bt62 Bt63 Bt64 

BtHap02 (II) 4 Bt01 Bt08 Bt17 Bt28 
BtHap03 (III) 3 Bt11 Bt29 Bt34 
BtHap04 (IV) 1 Bt15 
BtHap05 (V) 2 Bt20 Bt22 
BtHap06 (VI) 1 Bt26 
BtHap07 (VII) 1 Bt35 

B
. t

ig
rin

um
 

BtHap08 (VIII) 1 Bt58 
BrHap01 (I) 1 Br78 
BrHap02 (II) 1 Br22 
BrHap03 (III) 3 Br50 Br75 Do31H 
BrHap04 (IV) 1 Br34 
BrHap05 (V) 1 Br51 
BrHap06 (VI) 1 Br24 
BrHap07 (VII) 1 Br35 
BrHap08 (VIII) 1 Br39 
BrHap09 (IX) 1 Br44 
BrHap10 (X) 1 Br43 
BrHap11 (XI) 1 Br49 
BrHap12 (XII) 1 Br71 
BrHap13 (XIII) 3 Br52 Do27L Do28L 
BrHap14 (XIV) 1 Br64 
BrHap15 (XV) 1 Do32L 
BrHap16 (XVI) 1 Do41L 
BrHap17 (XVII) 1 Do20L 
BrHap18 (XVIII) 1 2966L 
BrHap19 (XIX) 1 Do23L 
BrHap20 (XX) 1 2970L 
BrHap21 (XXI) 1 Do29L 
BrHap22 (XXII) 1 Do30L 
BrHap23 (XXIII) 1 Do33L 
BrHap24 (XXIV) 1 Do36L 
BrHap25 (XXV) 1 Do38L 

B
. r

ou
ss

ea
ux

ii 

BrHap26 (XXVI) 1 Do40L 
BvHap01 (I) 2 Bv01 Bv20 
BvHap02 (II) 1 Bv02 
BvHap03 (III) 1 Bv03 
BvHap04 (IV) 1 Bv04 
BvHap05 (V) 1 Bv05 
BvHap06 (VI) 1 Bv06 
BvHap07 (VII) 1 Bv07 
BvHap08 (VIII) 1 Bv10 
BvHap09 (IX) 1 Bv08 
BvHap10 (X) 1 Bv09 
BvHap11 (XI) 1 Bv19 
BvHap12 (XII) 1 Bv30 
BvHap13 (XIII) 1 Bv17 
BvHap14 (XIV) 1 Bv23 
BvHap15 (XV) 1 Bv25 
BvHap16 (XVI) 1 Bv27 
BvHap17 (XVII) 1 Bv12 
BvHap18 (XVIII) 1 Bv14 
BvHap19 (XIX) 1 Bv29 

B
. v

ai
lla

nt
ii 

BvHap20 (XX) 1 Bv11 
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Tabla 05. (Continuación) 
 

Especie Haplotipos H Especímenes 
BvHap21 (XXI) 1 Bv13 
BvHap22 (XXII) 3 Bv15 Bv18 Bv26 
BvHap23 (XXIII) 1 Bv16 
BvHap24 (XXIV) 1 Bv21 
BvHap25 (XXV) 1 Bv22 
BvHap26 (XXVI) 1 Bv24 B

. v
ai

lla
nt

ii 

BvHap27 (XXVII) 1 Bv28 
BfHap01 (I) 1 Bf11 
BfHap02 (II) 3 Bf13 Bf35 Bf39 
BfHap03 (III) 1 Bf14 
BfHap04 (IV) 1 Bf15 
BfHap05 (V) 1 Bf16 
BfHap06 (VI) 1 Bf19 
BfHap07 (VII) 4 Bf21 Bf22 Bf23 Bf24 
BfHap08 (VIII) 1 Bf27 
BfHap09 (IX) 1 Bf40 
BfHap10 (X) 1 Bf29 
BfHap11 (XI) 3 Bf17 Bf18 Bf20 
BfHap12 (XII) 1 Bf25 
BfHap13 (XIII) 2 Bf33 Bf34 
BfHap14 (XIV) 1 Bf32 
BfHap15 (XV) 1 Bf37 
BfHap16 (XVI) 1 Bf10 
BfHap17 (XVII) 2 Bf26 Bf30 
BfHap18 (XVIII) 1 Bf28 
BfHap19 (XIX) 1 Bf31 

B
. f

ila
m

en
to

su
m

 

BfHap20 (XX) 2 Bf36 Bf38 
PpHap01 (I) 6 Pp20 Pp21 Pp17 Pp26 Pp28 Pp29 
PpHap02 (II) 1 Pp07 
PpHap03 (III) 1 Pp08 
PpHap04 (IV) 1 Pp05 
PpHap05 (V) 1 Pp02 
PpHap06 (VI) 3 Pp10 Pp09 Pp03 
PpHap07 (VII) 1 Pp18 
PpHap08 (VIII) 1 Pp04 
PpHap09 (IX) 1 Pp23 
PpHap10 (X) 1 Pp15 
PpHap11 (XI) 1 Pp24 
PpHap12 (XII) 1 Pp25 
PpHap13 (XIII) 1 Pp27 
PpHap14 (XIV) 1 Pp31 
PpHap15 (XV) 1 Pp30 
PpHap16 (XVI) 4 Pp13 Pp01 Pp11 Pp12 
PpHap17 (XVII) 1 Pp16 
PpHap18 (XVIII) 1 Pp06 
PpHap19 (XIX) 1 Pp22 

P.
 p

un
ct

ife
r 

PpHap20 (XX) 1 Pp19 
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Fig. 07. Red de haplotipos donde el tamaño de los círculos es proporcional al número de 

individuos por cada haplotipo, construido para B. tigrinum (A), B. rousseauxii (B), 
B. vaillantii (C), B. filamentosum (D) y P. punctifer (E). 
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5.4.4 Divergencia genética intra e interespecíficas 

  Los valores de la divergencia genética (estimado con el modelo de 

evolución TN93 + Г) fueron calculados dentro y entre las cinco especies (Tabla 

05). Los valores de divergencia genética dentro de las especies varió entre 

0.0013 (± 0.0005) en Brachyplatystoma tigrinum y 0.0142 (± 0.0022) en B. 

vaillantii. La divergencia genética entre las especies vario de 0.0794 (± 0.0101) 

entre B. rousseauxii y B. filamentosum, hasta 0.2154 (± 0.0194) entre B. tigrinum 

y P. punctifer (tab. 06). 
 

Tabla 06. Divergencia genética par a par intra e interespecífica estimado con el 
modelo de evolución TN93 + Г.  

BT BR BV BF PP 
BT 0.0013 ± 0.0005     

BR 0.1949 ± 0.0168 0.0075 ± 0.0017    

BV 0.1749 ± 0.0160 0.1207 ± 0.0124 0.0142 ± 0.0022   

BF 0.1956 ± 0.0175 0.0794 ± 0.0101 0.1257 ± 0.0122 0.0106 ± 0.0020  

PP 0.2154 ± 0.0194 0.1312 ± 0.0128 0.1680 ± 0.0154 0.1412 ± 0.0141 0.0053 ± 0.0014 

Abreviaciones: BT= B. tigrinum, BR= B. rousseauxii, BV= B. vaillantii, BF= B. filamentosum y PP= 
P. punctifer. Los valores en negrita representan la divergencia genética dentro de cada especie, 
Los valores en la región inferior representan la divergencia genética entre las especies y su 
desviación estándar. 
 
 
5.5 Relación filogenética  

  El árbol filogenético (Fig. 08) se construyó bajo el criterio de máxima 

verosimilitud (MV), a partir del modelo de evolución nucleotídica TN93 + Г 

(Tamura & Nei, 1993), con los siguientes parámetros: Parámetro gamma = 0.218; 

Log-likelihood = -4413.16683 y frecuencias de las bases nucleotídicas A = 

0.32512, C = 0.21540, G = 0.13614, T = 0.32335. En la topología del árbol 

filogenético muestra la formación de dos grupos dentro de las especies del 

género Brachyplatystoma. El primero conformado por B. rousseauxii está y B. 

filamentosum (boostrap de 94) que estan muy cercanamente relacionados. El 

segundo, por B. tigrinum y B. vaillantii (boostrap de 87). En tanto que P. punctifer 

se presenta como grupo cercano a este genero. 
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Fig. 08. Filograma de máxima verosimilitud con 1000 de bootstrap, de 81 haplotipos de 

las especies B. rousseauxii (azul), B. filamentosum (violeta), B. vaillantii (verde) 
y B. tigrinum (rojo). Como grupo externo: 20 haplotipos de P. punctifer, 3 de P. 
hemiliopterus y 1 de Rhamdia sp. (negro). 



 
 

30

VI.  DISCUSIÓN 
 

6.1 Variabilidad genética 
 

6.1.1 Composición nucleotídica 

  La especie B. tigrinum es uno de los bagres de mayor importancia 

económica como pez ornamental, que genera grandes beneficios para el ámbito 

local debido al interés nacional e internacional (Moreau & Coomes; 2007). Lo que 

estaría llevando a realizar la pesca en grandes cantidades de esta especie,  y 

debido a que esta venta es en tamaños menores, la especie no estaría 

contribuyendo a la perpetuación por medio de la reproducción. Por eso, se 

generó los primeros resultados sobre la situación actual en el medio natural 

desde el punto de vista genético para esta especie. La obtención de información 

genética generada por los marcadores moleculares, complementa e fortalece las 

investigaciones con respecto a los stocks pesqueros, ya que los marcadores 

moleculares son utilizados para responder cuestiones ecológicas, inferir en la 

historia evolutiva y caracterizar genéticamente estos stocks, información 

importante en la genética de la conservación. 
 

 La composición nucleotídica de la región control del ADNmt para B. 

tigrinum, B. vaillantii, B. filamentosum, B. rousseauxii y P. punctifer fue con mayor 

cantidad para los pares de bases adenina y timina (A=33.92% T=32.33%; 

A=31.93% T=32.44%; A=31.92% T=32.74%; A=33.06% T=31.00%; A=31.05% 

T=33.16%, respectivamente) y menor cantidad para citosina y guanina (Fig. 13). 

Estos valores mayores de A/T (adenina/timina), parece ser una tendencia 

observada en peces. Resultados similares fueron obtenidos por Huergo (2009) y 

Rodriguez (2009) al estudiar especies del género Brachyplatystoma en la 

Amazonia brasilera, este resultado también fue obtenido para otras órdenes de 

peces como Characiformes, Perciformes y Acipenseriformes (Brown et al, 1993; 

Faber & Stepien, 1997; Renno et al, 2006; Schneider, 2007; Chiang et al, 2008). 

Esta tendencia concuerda con Meyer (1993), donde explica que la región control 

es altamente variable y es común encontrar zonas con elevada frecuencia de 

A/T, porque estas son menos estables que las zonas con C/G (citosina/guanina), 

además los animales pecilotérmicos presentan menor cantidad de guanina y 

citosina comparando con animales endotérmicos. 
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6.1.2 Polimorfismo de ADN 
   

  La variabilidad genética es un componente fundamental para la 

sobrevivencia y adaptación, la pérdida de esta variabilidad reduce el potencial 

evolutivo y el suceso reproductivo de una especie (Frankham et al, 2008). Como 

B. tigrinum es un pez capturado en tamaños menores a la talla de primera 

maduración, es de extrema importancia el conocimiento de su variabilidad 

genética y la conservación de su stock. Conforme a lo mostrado en la figura 14, 

donde se presenta un histograma comparativo de la variabilidad genética con las 

frecuencias relativas de los parámetros genéticos de las cinco especies en 

estudio. Se puede notar, que B. tigrinum presenta menor variabilidad genética 

comparada con las otras cuatro especies de pimelodidos que presentan alta 

variabilidad genética. Esto se puede inferir en función de presentar las menores 

estimaciones para los siguientes parámetros (Tabla 03): número de haplotipos 

(H= 8), número de sitios polimórficos (S= 10), número de mutaciones (ETA= 10), 

la media de las diferencias nucleotídicas par a par (K= 1.632), transiciones (Ts= 

7), diversidad haplotípica (Hd= 0.527 ± 0.091) y diversidad nucleotídica (π= 

0.00175 ± 0.00036), demostrando que B. tigrinum, posee menor número de 

sustituciones en la región control del ADNmt. Esta tasa de sustitución 

nucleotídica en secuencias del ADN, está en función a la tasa de mutación y su 

probabilidad de fijación. Además la tasa de mutación en la región control del 

ADNmt entre especies, está relacionado a eventos de transición (McMillan & 

Palumbi, 1997), daños oxidativos de la cadena respiratoria y la falta de un 

mecanismo de reparación durante la replicación (Gray, 1989). 
 

  Hasta el momento no existen datos sobre estudios genéticos realizados en 

B. tigrinum, por ello los datos del presente trabajo son de gran importancia. Los 

parámetros genéticos aquí obtenidos, teniendo en cuenta los valores de 

diversidad haplotípica (Hd) y diversidad nucleotídica (π), también fueron 

verificados en trabajos realizados en otras especies de Brachyplatystoma. 

Huergo (2009) estudiando la diversidad genética de dos especies de grandes 

bagres, mediante secuencias de la región control del ADNmt, demostró que B. 

filamentosum y B. capapretum poseen altos valores de diversidad haplotípica 

(Hd= 0.9871 y 0.9509, respectivamente), pero el valor de diversidad nucleotídica 



 
 

32

para B. filamentosum (0.0118) fue mayor que para B. capapretum (0.0041), esta 

diferencia sugiere que la intensa pesca practicada sobre B. capapretum pudo 

haber disminuido la diversidad nucleotídica, siendo necesario la adopción de 

urgentes medidas de manejo pesquero. En otro estudio, utilizando la región 

control del ADNmt para estimar la variabilidad genética de B. vaillantii, en cuatro 

localidades de la Amazonia brasilera, se obtuvo alta diversidad haplotípica (Hd) 

(mayor del 99%) y baja diversidad nucleotídica (π), donde sugiere que esta 

especie pasó por un crecimiento poblacional reciente, por lo cual tienden a 

acumular nuevas mutaciones (Rodriguez, 2009). Para B. rousseauxii, Batista & 

Alves-Gomes (2006) estudiaron su filogeografía en tres localidades de la cuenca 

amazónica brasilera, obtuvieron altos valores de diversidad genética para Belem 

(Hd= 1.000 y π= 0.0095) y bajos para Tabatinga (Hd= 0.886 y π= 0.0064), siendo 

una posible explicación la tasa de captura muy elevada en Tabatinga lo que 

provoca una disminución de la diversidad genética. Coronel et al. (2004) comparó 

poblaciones de dos especies de bagres en la Amazonía boliviana con la técnica 

de RFLP para el ADNmt, encontrando que la población de B. flavicans en el rio 

Ichilo presenta menor variabilidad genética (Hd= 0.551 y π= 0.034) que la 

población del rio Beni (Hd= 0.667 y π= 0.092), este mismo padrón lo obtuvo para 

P. fasciatum en los mismos ríos (Ichilo, Hd= 0.054 y π= 0.001; Beni, Hd= 0.562 y 

π= 0.023), sugiere que las poblaciones de ambas especies en el rio Ichilo, 

pudieron haber sufrido un efecto de cuello de botella debido a la intensa actividad 

pesquera. Estos resultados y los parámetros obtenidos en el presente trabajo, 

concuerdan con la alta diversidad haplotípica para B. filamentosum, B. vaillantii, 

B. rousseauxii y P. punctifer, mientras que los valores de diversidad nucleotídica 

obtenidas en los trabajos ya mencionados son bajos, no concordando para B. 

vaillantii, B. rousseauxii y P. punctifer, sólo con el alto valor para B. filamentosum 

(Huergo, 2009). Los altos valores de diversidad haplotípica y nucleotídica, 

obtenidas para las especies de bagres a excepción de B. tigrinum, sugiere que 

por lo menos los individuos muestreados reflejan que sus poblaciones están  

estables con un gran tamaño poblacional.  
 

  Esto se puede contrastar al considerar la variabilidad genética de otras 

especies de peces de agua dulce, tales como Colossoma macropomum (Santos 

et al., 2007), Carnegiella strigata (Schneider, 2007), Cichla monoculus (Renno et 

al., 2006) y Astyanax altiparanae (Prioli et al., 2002), que obtuvieron altos valores 
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de diversidad haplotípica y nucleotídica utilizando el ADNmt, sugiriendo para 

estas especies que poseen un gran tamaño efectivo poblacional, ampliamente 

distribuidas y estables, con un alto índice de flujo de genes, que serán capaces 

de responder a los cambios en el ambiente. Esta interpretación también es 

considerada al comparar con especies de peces marinos como Siganus spinus y 

S. guttatus (Iwamoto et al., 2009), Lutjanus peru (Rocha & Sandoval, 2003) y 

especies del género Sebastes (Higuchi & Kato, 2002), incluso en el salmon 

(Weiss et al., 2001; Weiss et al., 2000) que presentaron valores altos de 

diversidad haplotípica y nucleotídica.  
 

  En el caso de especies que presentaron alta o moderada diversidad 

haplotípica, pero baja diversidad nucleotídica como Pseudoplatystoma 

corruscans y P. reticulatum (Bignotto et al., 2009), Acipenser transmontanus 

(Brown et al., 1993) y peces marinos como Scomber scombrus y Scomber 

japonicus (Zardoya et al., 2004), o que ambos valores de diversidad fueron bajos, 

como fue reportado para peces marinos: Larimichthys crocea (Cui et al., 2009), 

Cynoscion acoupa (Rodrigues et al., 2008), Fistularia commersonii (Golani et al., 

2007), Cyprinus carpio (Kohlmann et al., 2003), especies de arrecifes de coral 

(Fauvelot et al., 2003) y Morone saxatilis (Waldman et al., 1998). Se sugirió para 

estas especies que poseen bajo tamaño poblacional y están o atravesaron un 

efecto de cuello de botella. Este podría ser el caso en B. tigrinum, que presento 

baja variabilidad genética. 
 

  De acuerdo a la interpretación propuesta por Grant & Bowen (1998), para 

la relación entre los valores de diversidad haplotípica y nucleotídica del ADN 

mitocondrial en teleósteos marinos, propone cuatro categorías que permite 

clasificar así a B. vaillantii, B. rousseauxii, B. filamentosum y P. punctifer por 

poseer una alta diversidad haplotípica y nucleotídica, como especies que poseen 

un gran tamaño poblacional estable con una larga historia evolutiva, concordando 

con lo sugerido para otras especies peces de agua dulce y marinas. Mientras que 

la interpretación sugerida para el caso de B. tigrinum, por poseer un moderado 

y/o bajo valor de diversidad haplotípica y baja diversidad nucleotídica, es una 

especie que sufre o ha pasado por un reciente efecto de cuello de botella, 

seguido por un crecimiento poblacional rápido. 
 



 
 

34

  Este efecto de cuello de botella, es notorio en especies de baja diversidad 

genética, como en el caso de B. tigrinum y puede llevar a la pérdida de la 

variabilidad genética (Bernatchez, et al., 1989) y pone en peligro la adaptabilidad 

de la  especie frente a los cambios y adversidades del medio ambiente. La 

pérdida o baja diversidad genética en especies del medio natural puede ser por 

muchos factores, algunos de ellos como la endogamia, la degradación del hábitat 

y la sobrepesca puede ser un factor que a largo plazo contribuya a esta pérdida. 

Así fue sugerido por Coronel, et al. (2003) y Batista & Alves-Gomez (2006), y de 

manera concluyente por Gomez-Uchida & Banks (2006). También podríamos 

hablar de un efecto fundador (Renno et al., 2006) de B. tigrinum en nuestra 

Amazonia. Ya sea el efecto de cuello de botella o el efecto fundador por el que 

atraviese esta especie, ambos efectos llevan a una deriva génica. 

 

6.1.3 Proporción de haplotipos 

  La cantidad de haplotipos que pueda presentar una especie, también 

refleja la variabilidad genética de esta. El número de haplotipos obtenido para 

cada especie en el presente estudio, concuerda con los datos de variabilidad 

genética. Esto se observa en B. vaillantii, B. rousseauxii, B. filamentosum y P. 

punctifer que presentan alta variabilidad genética y cuyos valores del número de 

haplotipos (H) son muy próximos al número de especímenes analizados (Tabla 

03 y 04), esto se contrasta en la red de haplotipos para cada especie (Figs. 16, 

17, 18 y 19), donde no se observa haplotipos dominantes o que presenten gran 

cantidad de especímenes analizados. En esta red de haplotipos, se comprueba 

que estas especies presentan una amplia diversificación y distribución 

poblacional, ya que un haplotipo da origen a otra red de haplotipos. Concordando 

con especies de alto valor de variabilidad genética, como al analizar 20 individuos 

de Sebastes thompsoni y 18 de S. inermis, se obtuvieron 20 y 15 haplotipos, 

respectivamente (Higuchi & Kato, 2002). O C. macropomum, que se analizaron 

48 individuos, obteniéndose 47 haplotipos (Santos et al., 2007). 
 

  La  baja variabilidad genética en relación al número de haplotipos, se 

puede notar al analizar un gran número de individuos y obtener bajos valores de 

haplotipos. Así, en B. tigrinum (Tablas 03 y 04), cuya proporción de haplotipos 

(Fig. 15) muestra que un haplotipo dominante [BtHap01 (I)] contiene el mayor 

número de individuos, lo que indica que esta especie presenta un efecto de cuello 
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de botella (Golani et al., 2007). Esta relación de baja variabilidad genética y 

obtención de un menor número de haplotipos, también se observó en Fistularia 

commersonii, al muestrear en el mar Mediterraneo 52 individuos, obteniéndose 

sólo dos haplotipos (Golani et al., 2007). En el caso de Cynoscion acoupa, se 

analizaron 297 individuos y se obtuvo 83 haplotipos (Rodrigues et al., 2008). 

 

6.1.4 Divergencia genética intra e interespecíficas 

  Se utilizó el modelo de evolución nucleotídica TN93 + Г (Tamura & Nei, 

1993). La aplicación de este modelo resultó con la media (± SD) estimada de las 

divergencias genéticas par a par entre la región control del ADNmt de las 

especies en estudio. Las divergencias par a par dentro de cada especie fueron 

(Tabla 05) mayores para B. vaillantii, B. rousseauxii, B. filamentosum y P. 

punctifer, demostrándose la alta variabilidad genética que existe en ellas. 

Mientras que B. tigrinum presenta baja divergencia par a par (0.0013 ± 0.0005), 

contrastando con su baja variabilidad genética. 
 

  La divergencia genética par a par entre las especies, muestra el grado de 

diferenciación que existe entre ellas. Se observa que P. punctifer presenta mayor 

divergencia genética frente a B. filamentosum, B. rousseauxii, B. vaillantii y B. 

tigrinum [0.1412 (ó 14.12%), 0.1312 (13.12%), 0.1680 (16.80%) y 0.2154 

(21.54%), respectivamente], esto es correcto por pertenecer a otro género dentro 

de la misma familia taxonómica. Es notorio ver la estrecha relación que existe 

entre B. filamentosum y B. rousseauxii (divergencia genética de 7.97%), 

considerándolas grupos hermanos, dentro de las especies de Brachyplatystoma 

aquí analizadas. Pero al observar B. tigrinum, se puede notar que presenta 

divergencias genéticas mayores que P. punctifer, incluso la divergencia genética 

entre ellas es mucho mayor (21.54%) que con las otras especies de 

Brachyplatystoma. Sin embargo B. tigrinum está más relacionado con B. vaillantii 

(divergencia genética= 17.49%) (Fig. 14). 
 

  Torrico et al. (2009) Utilizó el mismo marcador molecular y el modelo de 

evolución nucleotídica, para estimar el valor de divergencia genética en seis 

especies del género Pseudoplatystoma, estos valores fueron menores a los 

encontrado en el presente trabajo, donde la mayor divergencia genética fue entre 

P. tigrinum y P. magdaleniatum [0.083 ± 0.006 (ó 8.3%)] y la menor entre P. 
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reticulatum y P. punctifer [0.014 ± 0.001 (ó 1.4%)]. En especies que presentan 

baja variabilidad genética, sufren un cuello de botella o un reciente crecimiento 

poblacional como sugerido para B. tigrinum, según Nei (1987b), pueden 

presentar temporalmente una aceleración y aumento de la divergencia genética. 

Esto se puede notar al observar la divergencia genética entre las especies que 

presentan un valor mayor al 15%, ya que al estar por encima de este valor, el 

análisis filogenético puede ser impreciso y la resolución filogenética es reducida 

por la homoplasia (Faber & Stepien, 1997; Moritz et al., 1987). 
 

6.2  Relación filogenética  

  La relación filogenética entre las cuatro especies del género 

Brachyplatystoma, utilizando como grupo externo a P. punctifer y la adición de 

dos especies más (Phractocephalus hemiliopterus y Rhamdia sp.) para enraizar y 

dar mayor resolución al árbol filogenético, se puede observar en el filograma (Fig. 

15) que considera la longitud de las ramas. Esta relación filogenética concuerda 

con los datos obtenidos de divergencia genética entre especies. El filograma 

muestra que las cuatro especies del género Brachyplatystoma son monofiléticas. 

Concordando con Lundberg & Akama (2005), que propone la inclusión de la 

especie Merodontotus tigrinum (género monotípico) al género Brachyplatystoma. 

Se observa la formación de dos grupos, el primero conformado por B. tigrinum y 

B. vaillantii (soportado por un bootstrap de 94) y el segundo por B. rousseauxii y 

B. filamentosum (soportado por un bootstrap de 87). No hubo haplotipo alguno 

que fuera compartido entre las especies, cada especie fue monofilética. 
 

  El grupo formado por B. rousseauxii y B. filamentosum, a la que 

denominamos como especies hermanas por el valor obtenido de divergencia 

genética (0.0794 ± 0.0101), es totalmente concordante con Lundberg & Akama 

(2005), que sitúa a estas dos especies estrechamente relacionadas como parte 

del subgénero Malacobagrus, teniendo en cuenta que son datos taxonómicos 

basados en estudios morfológicos. La relación filogenética del grupo conformado 

por B. vaillantii y B. tigrinum, también concuerda con Lundberg & Akama (2005) 

por la proximidad que estas presentan, pero al considerar la longitud de la rama 

de B. tigrinum, lo cual refleja una mayor divergencia genética, incluso a la del 

grupo externo, se puede sugerir que esta especie no presenta mutaciones 

constantes en el tiempo. Al estudiar la relación filogenética en otros Siluriformes, 
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como el caso de los Callichthyidae (Shimabukuro et al., 2004) mediante el criterio 

de Máxima Verosimilitud, se obtuvo altos valores de bootstrap que confirman la 

estrecha relación de todas las especies que conforman esta familia monofilética, 

con bajos valores de divergencia genética entre ellas, similar caso se observó en 

la familia Pangasiidae (Jondeung et al., 2007). En cambio Renno et al. (2006), al 

estudiar Cichla ocellaris y poblaciones del alto Madera y el Ucayali de C. 

monoculus, obtuvo mayor divergencia genética entre las poblaciones de C. 

monoculus del alto Madera y Ucayali, que entre C. monoculus del Ucayali y C. 

ocellaris, siendo contrastado en la árbol filogenético, incluso la divergencia entre 

el grupo externo C. temensis y C. monoculus del alto madera fue menor que con 

los del Ucayali, considerando que C. monoculus del alto madera pueda ser una 

nueva especie. Al estudiar la relación filogenética de cinco especies marinas del 

género Sebastes, también se observa la formación de grupos y el máximo valor 

de divergencia fue del 18.79% entre S. owstoni y S. joyneri, siendo este valor 

menor a lo obtenido para B. tigrinum que supera el 19% en relación a las otras 

especies en estudio. 
 

  En las especies B. rousseauxii y B. vaillantii, no se observa estructuración 

genética por los bajos valores de bootstrap, es decir no se observa la formación 

de grupos entre los haplotipos analizados. Esto concuerda con Batista (2001) y 

Formiga (2004), que analizaron poblaciones de estas especies sin obtener 

estructuración genética, esto se puede deber a que estas especies realizan 

grandes migraciones conocidas a lo largo de las cuencas en la Amazonía 

sudamericana. Mientras que B. filamentosum presenta una estructuración 

genética, tal como lo obtenido por Huergo (2009), que relacionó esta 

estructuración genética con el tipo de agua (clara, oscura y blanca) que habita 

esta especie, además que el padrón migratorio de esta especie es desconocido. 

Con respecto a B. tigrinum, se ve el poco número de haplotipos, además no 

presenta estructuración genética y las longitudes de sus ramas son muy cortas,  

lo cual está relacionado a la baja diversidad nucleotídica entre individuos, 

concordando con la baja variabilidad genética, además de no existir estudio 

alguno sobre su padrón migratorio. 
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VII. CONCLUSIONES 

  Mediante los resultados obtenidos de la variabilidad genética y relación 

filogenética de B. tigrinum con cuatro especies de grandes, podemos concluir: 
 

 La región control o D-loop del ADN mitocondrial, es una herramienta útil 

para inferir en estudios de variabilidad genética y/o establecer una relación 

filogenética entre especies, como lo obtenido en especies de la familia 

Pimelodidae. 

 La composición nucleotídica de la región control del ADNmt para B. 

tigrinum, B. vaillantii, B. filamentosum, B. rousseauxii y P. punctifer fue con 

mayor cantidad para las pares de bases adenina y timina, y menor 

cantidad para citosina y guanina. Similar a lo observado en otras especies 

de peces. 

 B. tigrinum presentó menor variabilidad genética. Siendo posible que esta 

especie sufre o ha pasado por un reciente efecto de cuello de botella, 

seguido por un crecimiento poblacional rápido o presente un efecto 

fundador. Esta baja variabilidad genética puede llevar a una deriva génica. 

  B. vaillantii, B. rousseauxii, B. filamentosum y P. punctifer poseen alta 

diversidad haplotípica y nucleotídica, por lo que se sugiere que poseen un 

gran tamaño poblacional estable con una larga historia evolutiva. 

 El análisis de divergencia genética reveló que B. tigrinum posee un alto 

valor de este parámetro con respecto a las otras especies de 

Brachyplatystoma, incluso mayor que el del grupo externo. 

 B. tigrinum, forma un grupo monofilético con las otras especies de 

Brachyplatystoma, que confirma su inclusión en este género. 

 Mediante el análisis filogenético B. rousseauxii y B. filamentosum son 

especies hermanas y B. tigrinum está más relacionado a B. vaillantii. 

 B. rousseauxii y B. vaillantii no presentan estructuración genética, 

posiblemente a las grandes migraciones que estos realizan, mientras que 

B. filamentosum presenta estructuración genética quizás, por el tipo de 

agua o hábitat a la que esta especie este adaptada. 
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VIII. RECOMENDACIONES 
 

 Realizar estudios poblacionales de Brachyplatystoma tigrinum, mediante el 

empleo de otras herramientas genéticas, como los microsatélites o genes 

mitocondriales. 

 Los resultados de los parámetros genéticos obtenidos en el presente 

trabajo, pueden ser usados como un punto inicial por los decisores de 

política en lo que concierne a mayor control de la actividad extractivista  y 

planes de manejo para B. tigrinum. 

 Realizar monitoreos genéticos, ya que actividades como la pesca puede 

ser un factor que a largo plazo contribuya a la pérdida de la variabilidad 

genética en especies de gran demanda económica como B. tigrinum. 

 Realizar un estudio filogenético con todas las especies de la familia 

Pimelodidae y con grupos próximos a estos, para definir la correcta 

relación de B. tigrinum con respecto a otras especies de 

Brachyplatystoma, mediante el empleo de otros marcadores como los 

genes mitocondriales. 

 Realizar estudios de reproducción en ambientes controlados de B. 

tigrinum, como una medida que amortigüe la presión de pesca de esta 

especie del medio natural, y destinarlo para el repoblamiento natural y su 

venta como ornamental.  
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