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Genetic information is a pivotal source of knowledge for the integrated 
management of biodiversity. However, the limited availability of 
well-collected and preserved biological tissues prevents its integration in 
decisions of environmental policy in megadiverse countries such as 
Colombia. This publication presents through infographics the best 
practices for collecting tissues from a great variety of biological groups, 
offering alternative sampling methods that are practical in several 
situations. Each chapter is developed by researchers with experience in 
tissue sampling methods for their study groups and was scientifically 
revised by at least two external reviewers. 

This publication supplies necessary instruction for collecting 
environmental samples and tissue samples from plants, seaweed, fungi, 
corals, sponges, zooplankton, aquatic macroinvertebrates, crustaceans, 
mollusks, insects, cartilaginous fishes, aquatic mammals, bony fishes, 
amphibians, reptiles, birds, and terrestrial mammals using good labeling, 
collection, and preservation practices. In most cases non-invasive 
sampling methods for living specimens, as well as for freshly collected 
and biological collection specimens, are available. 

This work is a product of the Colombia BIO program. It represents a 
synthesis of useful methods for fieldwork and biological collections that 
seek to increase the quantity and quality of tissue collections and thus 
encourage the generation of genetic information.
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EXECUTIVE SUMMARY
La información genética es una fuente de conocimiento fundamental 

para la gestión integral de la biodiversidad. Sin embargo, la baja 
disponibilidad de tejidos biológicos bien recolectados y preservados 

limita la integración de esta información en la toma de decisiones 
ambientales en países megadiversos, como Colombia. Aquí se 

presentan infográficamente las mejores prácticas de recolección de 
tejidos para una gran variedad de grupos biológicos, ofreciendo 

alternativas de muestreo que son prácticas bajo diferentes contextos. 
Cada capítulo es de la autoría de investigadores con experiencia en la 

recolección de tejidos en sus grupos de estudio y fue revisado 
científicamente por al menos dos evaluadores externos.

Esta publicación ofrece la instrucción necesaria para recolectar 
muestras ambientales y de tejidos de plantas, macroalgas, hongos, 

corales, esponjas, zooplancton, macroinvertebrados acuáticos, 
crustáceos, moluscos, insectos, peces cartilaginosos, mamíferos 

acuáticos, peces óseos, anfibios, reptiles, aves y mamíferos terrestres 
siguiendo buenas prácticas de marcado, recolección y preservación. En 

la mayoría de estos grupos se presentan alternativas de muestreo no 
invasivo a partir de especímenes vivos y muestreo a partir de 

especímenes recién recolectados o depositados en colecciones 
biológicas, sin comprometer su integridad. 

Este trabajo hace parte de los alcances del programa Colombia BIO 
y constituye una síntesis de procedimientos útiles en campo y 

colecciones biológicas que busca incrementar la cantidad y calidad 
de las colecciones de tejidos y así fomentar la generación de 

información genética.

RESUMEN EJECUTIVO 
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PRESENTACIÓN

BRIGITTE BAPTISTE
Directora general, Instituto de Investigación de Recursos Biológicos
Alexander von Humboldt

La toma de decisiones para un desarrollo sostenible e integral 
requiere la incorporación de información biológica en todos 

sus niveles de expresión: ecosistemas y sus funciones, 
especies, poblaciones y comunidades organizadas, diversidad 

genética. En este sentido, la información biológica de escala 
molecular es clave para dilucidar el comportamiento espacial y 
temporal de toda la biodiversidad. Por ejemplo, el estudio de la 

conectividad genética de las poblaciones permite definir 
unidades de manejo y la caracterización de sus adaptaciones 

locales conduce a la evaluación de su vulnerabilidad ante el 
cambio global. Sin duda, la biología molecular ha producido 

una revolución del conocimiento biológico, esclareciendo las 
bases del origen de la vida y su diversificación. Así, ahora 

sabemos que un nemátodo de tan solo 1 mm de longitud es 
comparable con el ser humano en el número de genes 

codificantes, que las mitocondrias y cloroplastos fueron en un 
momento de la evolución bacterias ingeridas que resultaron en 

la conformación de organismos más complejos y que la flora 
única de los páramos es producto de una radiación evolutiva 

del Pleistoceno.

Es asombroso reconocer que el tamaño del organismo no 
importa cuando se busca hacer uso de la información 

genética; así, formas de vida microscópicas se vuelven 
tangibles, cuantificables y comparables en los ejercicios de 

caracterización genética a partir de muestras ambientales. Las 
células perdidas al paso de un jaguar o un oso de anteojos 

también pueden detectarse en estas muestras, al igual que sus 
dietas. Por eso, esta publicación no solo ofrece técnicas para 
recolectar tejidos biológicos, también presenta técnicas para 

preservar muestras ambientales de suelos, heces y aguas con 
el fin de explorar y monitorear la diversidad de ecosistemas. 

Como base de los fascinantes estudios en genética se 
reconoce el valor de las colecciones de tejidos biológicos, las 
cuales se pretenden fortalecer con esta publicación. Estos 
repositorios del patrimonio natural resguardan 
descubrimientos que, de la mano del constante crecimiento de 
las técnicas de secuenciación, serán claves para avanzar en el 
conocimiento de la vida y como fuente de nuestra 
bioeconomía. En la actualidad son fuente de estudios 
filogenéticos, filogeográficos y poblacionales, al igual que 
parte integral del descubrimiento y descripción de nuevas 
especies. El paso siguiente es establecer una red de 
colecciones de tejidos fortalecida que propulse la generación 
de conocimiento de la diversidad genética de nuestro país. 

Esta publicación recoge el conocimiento científico y empírico 
de expertos en diversos grupos biológicos –que transfieren al 
lector una síntesis de las mejores prácticas para explorar la 
biodiversidad preservando el potencial de la información 
genética–, la cual no dudo que se convertirá en un referente en 
las aulas de biología. Profesionales experimentados y 
estudiantes encontrarán útiles estas instrucciones para 
recolectar tejidos en campo y en colecciones biológicas, no sin 
insistir en el compromiso ético que todos tenemos como 
exploradores y guardianes de la biodiversidad. 

Felicito a los 68 investigadores que contribuyeron con esta 
iniciativa, con la confianza de que a futuro las colecciones de 
tejidos deberán salvaguardar no solo el patrimonio genético 
sino el potencial reproductivo de las células y convertirse en 
nuevas fuentes de estudio para la conservación efectiva de la 
biodiversidad.
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COLECCIONES DE TEJIDOS REGISTRADAS EN COLOMBIA

Santa Marta

Bucaramanga

Medellín

Quibdó

Bogotá

· Museo de Historia Natural
Marina de Colombia - INVEMAR

· Museo de Historia Natural de la
Universidad Industrial de Santander

· Museo de Ciencias Naturales
de La Salle

Antes de depositar una muestra en una colección de tejidos asegúrese 
de cumplir con los siguientes requisitos:

•  Incluir toda la información asociada al espécimen del que se tomó la 
muestra.

•  Contar con muestras de buena calidad siguiendo buenas prácticas 
de recolección de tejidos.

•  Contar con permiso de recolección siguiendo la normatividad legal 
vigente.

•  Asociar la muestra a un ejemplar de museo o voucher digital.

A partir de una colección de tejidos es posible:
• Cuantificar cambios en los patrones de biodiversidad en el espacio y 

el tiempo.
• Determinar la estructura y variación genética de poblaciones 

naturales.
• Inferir las relaciones evolutivas entre especies, géneros y familias.
• Reconstruir la historia biogeográfica de grupos naturales.
• Establecer el código de barras genético de especies.
• Evaluar el efecto de alteraciones del paisaje sobre la biodiversidad.
• Estimar parámetros epidemiológicos de agentes infecciosos.
• Identificar la arquitectura genética de rasgos funcionales.

Las colecciones de tejidos son depósitos de muestras biológicas que 
salvaguardan la diversidad genética tomadas de especímenes 

capturados en campo o depositados en colecciones biológicas. A 
partir de muestras de músculo, sangre, pelos, heces, hojas, entre 

otras, es posible extraer ADN y ARN para realizar procedimientos de 
biología molecular que permitan responder preguntas relevantes en 

campos tan diversos como biología evolutiva, ecología, conservación, 
epidemiología, toxicología, agricultura y bioprospección.

Esta publicación ofrece instrucción para muestrear tejidos de buena 
calidad de diferentes grupos biológicos bajo diversas condiciones 
como resultado de las investigaciones realizadas por los autores. 

Estos métodos fueron evaluados por pares académicos y 
representan alternativas de muestreo cuya implementación 

contribuirá a aumentar el inventario de la diversidad genética de las 
zonas neotropicales.

· Colección Teriológica y Ornitológica,
Grupo de Fauna Silvestre Chocoana de la
Universidad Tecnológica del Chocó

· Colección de Tejidos del
Instituto Humboldt

· Museo de Historia Natural ANDES
· Jardín Botánico José Celestino Mutis
· Museo Javeriano de Historia Natural Lorenzo Uribe SJ
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RECOMENDACIONES GENERALES
MATERIALES Y HERRAMIENTAS

PRESERVACIÓN
28. Buffer de preservación
29. Gel de sílice con indicador de humedad por 
      coloración
30. Tubos (1,5 mL, 15 mL, 50 mL, vacutainers)
31. Sobres de papel poroso
32. Bolsas plásticas con cierre hermético
33. Nevera de icopor o tanque de nitrógeno 
      líquido
34. Agua destilada

MARCADO
1. Etiquetas de papel pergamino
2. Marcador indeleble
3. Pirograbador o aguja enmangada
4. Lápiz

RECOLECCIÓN
5. Mechero y encendedor
6. Detergente
7. Tijeras de disección
8. Pinzas finas
9. Cuchillas y bisturí de disección
10. Toallas de papel
11. Guantes
12. Hisopos

13. Antibióticos
14. Anestésicos
15. Jeringas y agujas hipodérmicas
16. Papel para almacenar sangre
17. Algodón
18. Palas de jardinería
19. Pipetas
20. Sacabocado
21. Cuchillo
22. Glicerol
23. Medios y caldos de cultivo
24. Cajas de Petri
25. Papel filtro y parafinado
26. Martillo y cincel
27. Mallas
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Marcar cada muestra con el número de recolección de campo o del 
catálogo de colección. Este código debe ser el mismo que se consigne 
en la etiqueta del espécimen, libreta de campo, catálogos de 
colecciones y bases de datos.

Registrar en la libreta de campo, como mínimo, los siguientes datos de 
los especímenes muestreados:

Marcar los tubos en la zona de etiquetado con un pirograbador, punta 
de tijera o aguja enmangada. Repetir la marca sobre la parte 
transparente y luego marcarla nuevamente con un marcador indeleble 
sobre las líneas talladas. En el caso de muestras recolectadas en 
sobres, marcarlas con un lápiz o marcador indeleble.
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RECOMENDACIONES GENERALES
MARCADO Y RECOLECCIÓN

Fecha · Localidad geográ�ca detallada · Coordenadas 
geográ�cas y datum · Número de campo · Información 
taxonómica · Tipo de tejido · Método de conservación · Datos 
del colector · Colección biológica donde se depositará el 
espécimen · Detalles relevantes según el grupo taxonómico
Ejemplo:

• 25-01-2017
• Colombia, departamento Antioquia, municipio Amalfi,  
   vereda Las Ánimas
• ‎6,9091667, -75,0766667, WGS84
• FJT1816
• Lipagus weberi
• Músculo cardiaco
• Alcohol 96 %
• Fátima Jiménez Tenorio
• Colección ornitológica IAvH
• Patas color gris

MARCADO
· Recolectar los especímenes muestreados y depositarlos en una 
colección biológica registrada. Si no es posible, documentarlos 
fotográficamente y publicar las imágenes en un repositorio público. 

· Evitar afectar partes del espécimen que tengan valor para su 
identificación taxonómica.

· Esterilizar con fuego, hipoclorito de sodio (2 %) y detergente todos 
los instrumentos de recolección cada vez que se procese una 
muestra.

· Recolectar muestras de tejido fresco. Evitar tejidos en 
descomposición o contaminados con microorganismos o parásitos.

· Evitar poner en contacto las muestras con sustancias de fijación 
como formol.

· Tomar suficiente tejido (> 0,2 g), si es posible dos muestras, y 
fragmentarlo en varios pedazos dentro del mismo tubo. 

· Si no cuenta con experiencia, absténgase de realizar los 
procedimientos aquí descritos para muestrear especímenes vivos o 
de museo sin el acompañamiento de un experto.

· Actúe éticamente al manipular especímenes vivos minimizando su 
sufrimiento durante el muestreo.

· Evite procesar especímenes de museo cuya manipulación 
comprometa su integridad.

· Usar guantes. Cambiarlos entre cada punto de recolección de 
muestras ambientales.

RECOLECCIÓN



-20 °C
 a

-190 °C

TIPOS DE BUFFER

CTAB

Composición: 100 mM Tris-HCl pH 8,0; 1,4 M NaCl; 20 
mM EDTA; 2 % CTAB
(bromuro de hexadeciltrimetilamonio).
Tipo de muestra: hongos.

DMSO
EDTAComposición: 0,25 M EDTA pH 7,5; 20 % DMSO, 

NaCl saturado.
Tipo de muestra: animales.

PRESERVACIÓN
DE ÁCIDOS
NUCLEÍCOS

Composición: 0,744 % EDTA; 0,735 % sal dihidratada 
trisódica de citrato de sodio;

70 % sulfato de amonio; pH 5,2 ajustado con H2SO4.
Tipo de muestra: animales.

ETANOL
96%

Tipo de muestra: muestras ambientales,
macroalgas y animales
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PRESERVACIÓN
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Las técnicas de preservación pretenden evitar el daño de las muestras 
por actividad enzimática y su contaminación y degradación por 
microogranismos. El procedimiento ideal es congelar las muestras 
inmediatamente, pero otros métodos de preservación aquí descritos 
también son efectivos a corto plazo.

Usar un buffer de preservación apropiado para el tipo de muestra y 
grupo taxonómico. Los hisopos con muestras pueden conservarse 
refrigerados en un tubo en seco.

PRESERVACIÓN
· Usar únicamente material nuevo o esterilizado para almacenar 
muestras de tejidos.

· Llenar los tubos con buffer de preservación casi hasta el tope de su 
capacidad y tapar muy bien, cerciorándose de no causar derrames 
que borren la marca.

· En caso de usar alcohol, cambiarlo en un plazo de 6 a 12 h, evitando 
borrar la marca. Las muestras de algunos grupos como corales, 
esponjas y crustáceos pueden requerir más de un cambio.

· Salvaguardar las muestras en condiciones óptimas y verificar su 
estado durante toda la salida de campo.

· Refrigerar las muestras preservadas en buffer lo más pronto posible 
por debajo de -20 °C. A largo plazo, preservar los tejidos congelados 
entre -80 °C y -190 °C.

· Evitar ciclos de congelación y descongelación de las muestras.

· Depositar los tejidos almacenados en sobres de papel dentro de una 
bolsa plástica con gel de sílice. Doblar bien el borde del sobre de 
papel o coserlo con un gancho. Los tejidos nunca deben estar en 
contacto directo con el gel de sílice. Almacenar las muestras en un 
lugar fresco y seco.

· Usar 10 veces más volumen de gel de sílice que de muestra. Verificar 
periódicamente que el gel de sílice permanezca seco y reemplazarlo 
cuando indique que está húmedo.
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MUESTRAS AMBIENTALES
TERRESTRES

SUELO
Retirar la capa de hojarasca y recolectar los primeros 10 cm de suelo con 
una pala. La hojarasca se puede recolectar independientemente.
Depositar la muestra en una bolsa plástica. Las muestras se pueden 
recolectar por separado o mezclar en una bolsa según el diseño del 
muestreo.
Agitar las muestras hasta homogenizarlas.
Transportar las muestras refrigeradas hasta el lugar de procesamiento.
Tomar varias submuestras y conservarlas en un sobre de papel dentro de 
una bolsa plástica con gel de sílice.

EXCREMENTOS
Depositar cada muestra de excremento en una bolsa plástica. Si la 
muestra es muy grande, tomar solo la parte superior evitando tocar el 
suelo o vegetación.
Homogenizar las muestras.
Transportar las muestras refrigeradas hasta el lugar de procesamiento.
Depositar las muestras en:
A. un sobre de papel y conservarlas dentro de una bolsa plástica con gel 
de sílice.
B. un tubo de 50 ml cubiertas con etanol absoluto y almacenarlas 
refrigeradas entre -20 °C y -190 °C.

6.

7.
8.
9.

1.

2.

3.
4.
5.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

AUTOR
Johan Pansu
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MUESTRAS AMBIENTALES
ACUÁTICAS

1.
2.
3.
4.

5.

6.

7.

8.

9.

10.

11.

ECOSISTEMAS LÓTICOS
Método A
Tomar al menos tres muestras de agua en botellas de 2 L.
Preparar una muestra control con 2 L de agua libre de ADN.
Transportar las muestras refrigeradas hasta el lugar de procesamiento.
Filtrar al vacío las muestras de agua con filtros de fibra de vidrio de 1,5 μm 
lo más pronto posible.
Depositar los filtros que contienen la muestra en tubos de 50 mL.

Método B
Conectar un tubo estéril y una cápsula de filtración a una bomba 
peristáltica y filtrar hasta 100 L de agua por cada muestra. Tomar mínimo 
tres muestras por sitio.

ECOSISTEMAS LÉNTICOS
Muestras independientes: tomar al menos tres muestras de 15 mL de 
diferentes puntos con un cucharón y despositarlas en tubos de 50 mL.

Muestras compuestas: mezclar múltiples muestras de más de 15 mL de 
diferentes puntos en una bolsa plástica y tomar al menos tres 
submuestras en tubos de 50 mL.

Adicionar, inmediatamente, 1,5 mL de acetato de sodio 3M y 33 mL de 
etanol al 96 % a cada muestra.
Realizar una muestra control con 15 mL de agua libre de ADN, 1,5 mL de 
acetato de sodio 3M y 33 mL de etanol al 96 %.

Almacenar las muestras, filtros y cápsulas refrigeradas entre -20 °C y -190 °C.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS
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PLANTAS
RECOLECCIÓN Y PRESERVACIÓN

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

TEJIDOS FOLIARES
Antes de alcoholizar, cortar un par de hojas o foliolos jóvenes que no 
presenten daños mecánicos o causados por insectos, hongos o 
exposición al sol. En epífitas o especímenes con hojas muy suculentas o 
sin hojas, tomar muestras de flores.
Rasgar 10 cm2 de lámina foliar en trozos pequeños sin incluir nervaduras. 
Raspar previamente las hojas que tengan muchos tricomas. Rasgar en 
trozos muy pequeños las hojas suculentas.

TRONCO LEÑOSO
Retirar una porción de la corteza e introducir en el tronco un sacabocado 
de 1 cm con un martillo hasta alcanzar el corazón de la madera.
Retirar la lámina de cambium –tejido húmedo y usualmente colorado– 
con una navaja.

Introducir el tejido en un sobre poroso o bolsas de papel libre de ácido y 
depositarlo dentro de una bolsa plástica resellable o un tubo con tapa de 
rosca que contenga 10 veces más gel de sílice que muestra.
Verificar constantemente que el gel de sílice permanezca seco y sin 
hongos. 
Almacenar las muestras en un lugar seco y oscuro a temperatura 
ambiente o refrigeradas entre -20 °C y -190 °C.

ESPÉCIMEN DE HERBARIO
Tomar el material foliar desprendido de los sobres que contienen 
algunas fichas de herbario. Si no lo hay, cortar 1 cm2 de material foliar 
evitando dañar el ápice y la base de la hoja.

5.

6.

7.

1.

2.

3.

4.

8.

AUTORES
Mailyn A. Gonzalez · Lorena Quintero
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MACROALGAS
RECOLECCIÓN Y PRESERVACIÓN

1.

2.

3.

4.
5.

6.

7.

TOMA DE MUESTRAS
Clonales: tomar fragmentos que incluyan porciones erectas y postradas 
en algas que midan más de 2 cm con una navaja. En algas de menor 
tamaño o filamentosas, tomar varios filamentos que incluyan estructuras 
de fijación.
No clonales: tomar todo el talo, procurando recolectar estructuras de 
fijación como rizomas, rizoides o hapterios. En lo posible, incluir 
estructuras reproductivas.
Transportar la muestra al sitio de procesamiento en una bolsa con agua 
de mar.
Lavar la muestra con agua destilada y secar con papel toalla.
Depositar la muestra en una bolsa plástica con gel de sílice.

PRESERVACIÓN DE TEJIDOS
Transferir la muestra a un tubo con etanol al 96 %.

Para conservar:
A. ADN: almacenar a -80 °C.
B. Células, estructuras reproductivas y tejidos vegetativos: 
almacenar a -40 °C por lo menos 1,5 h y luego transferir a un tanque 
con nitrógeno líquido.
C. Voucher: herborizar el tejido o almacenarlo en formol al 4 % en 
agua de mar. Agregar unas gotas de glicerina para conservar la 
coloración y depositarlo en un lugar seco y fresco.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

AUTOR
Lizette I. Quan-Young
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AUTORES
Natalia Vargas Estupiñán · Juan Chiriví-Salomón · Aída M. Vasco-Palacios
Pedro Jiménez · Silvia Restrepo

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

LEVADURAS
Tomar una colonia previamente aislada y purificada en PDA y suspenderla 
en 10 mL de PDB o cualquier medio nutritivo.
Cultivar en agitación hasta que el cultivo esté turbio. La turbidez 
recomendada es la ajustada al patrón 2,0 de McFarland.
Agregar glicerol hasta una concentración final de 20 % o DMS hasta 
alcanzar 10 %, luego alicuotar en viales de vidrio. 
Liofilizar y almacenar a temperatura ambiente o refrigerado a -20 °C.

FILAMENTOSOS
Tomar una muestra de una colonia pura con un asa recta estéril y 
sembrarla por punción en medio PDA cubierto con un papel filtro.
Incubar la caja en condiciones ambientales similares a las del sitio de 
aislamiento hasta obtener crecimiento abundante sobre el papel filtro.

Retirar el papel filtro y deshidratarlo a temperatura ambiente en una caja 
de Petri.
Recortar el papel filtro en fragmentos pequeños y almacenarlos en 
crioviales de plástico a temperatura ambiente o refrigerados -20 °C.

ACUÁTICOS
Cortar un fragmento de micelio cultivado en cebos con agua destilada. 
Transferir la muestra a una caja de Petri con agua destilada, adicionar tres 
cebos esterilizados e incubar a 18 °C por una semana o hasta observar 
crecimiento. Utilizar el mismo tipo de cebo del que se aisló.
Transferir los cebos con crecimiento fúngico a tubos de vidrio con agua 
destilada y almacenar en oscuridad a temperatura ambiente. Realizar 
pases periódicos a nuevos cebos si se prolonga su almacenamiento.

5.

6.

7.

8.

9.
10.

11.

1.

2.

3.

4.

HONGOS
MICROHONGOS
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HONGOS
MACROHONGOS

1.

2.

3.

TOMA DE MUESTRAS
Recolectar los cuerpos fructíferos completos del sustrato con una navaja 
o cuchillo y trasladarlos al laboratorio o lugar de manipulación en una 
canasta envueltos en:

A. Cuerpo fructífero carnoso: papel parafinado.
B. Cuerpo fructífero duro o leñoso: sobres de papel.

Cortar un fragmento de 1 cm3 del contexto, parte interna del píleo o 
estípite del cuerpo fructífero.

CONSERVACIÓN DE TEJIDO
Cultivo axénico: sembrar la muestra en una caja de Petri con agar malta 
o PDA suplementado con cloranfenicol e incubar a temperatura 
ambiente.

4.

5.

6.

7.

En líquido: depositar la muestra en un tubo y almacenar cubierta con 
buffer CTAB a -20 °C.
Liofilización: liofilizar la muestra en tubos de 50 mL y almacenar a 
temperatura ambiente o refrigerada a -20 °C.

PRESERVACIÓN DE VOUCHER
Secar el cuerpo fructífero en un deshidratador a menos de 50 °C en gel 
de sílice o exponiéndolo al sol. Si el espécimen es muy grande, cortarlo 
longitudinalmente por la mitad antes de deshidratarlo. 

Almacenar el voucher en un sobre de papel seda dentro de una bolsa 
plástica con gel de sílice. Verificar constantemente que el gel de sílice 
permanezca seco.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS
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CORALES Y ESPONJAS
RECOLECCIÓNAUTORES

Luisa Fernanda Dueñas · Dairo Escobar · Juan Armando Sánchez

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

BUCEO SCUBA
Depositar la muestra en una bolsa resellable con agua de mar y 
mantenerla a la sombra. 

PESCA DE BOTE
En superficie, depositar inmediatamente las muestras en:

A. Una nevera con hielo, hielo seco o un contenedor con     
nitrógeno líquido. 
B. Un balde con agua de mar, a la sombra y en un lugar fresco. 
Cambiar el agua periódicamente (2-3 h) hasta que se puedan 
procesar las muestras. Cambiar con mayor frecuencia si se enturbia.

ESPÉCIMEN DE MUSEO
Insertar el tejido en un tubo y cubrirlo completamente con el mismo buffer 
de la muestra original o mantenerlo en seco según el tipo de preservación.

TOMA DE MUESTRAS
Colonias: tomar un fragmento de tejido interno de 2-3 cm3:

A. Ramificadas: con tijeras de jardinería o cortafrío.
B. Masivas: con descorazonador o martillo y cincel.
C. Carnosas: con escalpelo o cuchillo de buceo.

No clonales: tomar todo el individuo, en el caso de medusas pequeñas e 
individuos de un único pólipo. En medusas grandes es posible tomar 
algunos tentáculos o la campana.

4.

5.

2.

3.1.
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CORALES Y ESPONJAS
PRESERVACIÓN

1.

2.

3.

4.

5.

6.
7.

8.
9.

10.

PRESERVACIÓN DE TEJIDOS
Extraer de la bolsa o recipiente el tejido a preservar con una pinza no 
aserrada. 
Secar el exceso de humedad o mucosidad con un paño absorbente 
limpio.
Insertar un fragmento de máximo 1/3 del volumen del tubo y 2 cm de 
grosor para asegurar que el buffer penetre el tejido.
Adicionar el buffer de preservación hasta cubrir el tejido y cambiarlo de 
12 a 24 h después. Si el buffer sigue extrayendo pigmentos de la 
muestra, hacer un cambio adicional.
Almacenar las muestras refrigeradas entre -20 °C y -80 °C.

PRESERVACIÓN DEL VOUCHER
Sumergir el tejido en etanol al 96 % de 10 a 15 minutos.
Secar el tejido a temperatura ambiente bajo el sol hasta que cambie de 
color.
Insertar el tejido en una bolsa resellable y agregar gel de sílice. 
Cambiar periódicamente el gel de sílice hasta que no haya humedad.
Almacenar las bolsas en un lugar seco y fresco.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS
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ZOOPLANCTON Y MACROINVERTEBRADOS ACUÁTICOS
RECOLECCIÓN Y PRESERVACIÓNAUTOR

Manuel Elías-Gutiérrez

RECOLECCIÓN Y PRESERVACIÓN
Filtrar el agua de los sitios de muestreo con una malla de:

A. Rotíferos: 50 µm.
B. Microcrustáceos y otros grupos (< 2 mm): 100 µm.
C. Ictioplancton, crustáceos mayores y algunos insectos (> 2 mm): 
300 µm.

Adicionar a la malla etanol al 96 % con una piseta hasta retirar todo el 
agua.
Vaciar en un frasco la muestra que quedó en la malla utilizando la misma 
piseta con etanol.

Adicionar etanol al 96 % al frasco hasta ajustar 70 % etanol y 30 % 
muestra.
Depositar la muestra en una nevera con hielo en campo lo más pronto 
posible y en el laboratorio almacenarla refrigerada entre -20 °C y -190 °C.
Separar la muestra con un microscopio esteroscópico.
Depositar cada espécimen en un tubo de microcentrífuga y cubrir con 
etanol al 96 %. En el caso de rotíferos, se pueden depositar hasta cinco 
especímenes idénticos en el mismo tubo.
Almacenar las muestras refrigeradas entre -20 °C y -190 °C.

4.

5.

6.
7.

8.

1.

2.

3.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS
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CRUSTÁCEOS Y MOLUSCOS
RECOLECCIÓN

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

RECOLECCIÓN
Tomar el espécimen:

A. Directamente en la superficie de playas y manglares o mediante 
buceo en arrecifes y sitios profundos.
B. Desprendiéndolo con cincel en litoral rocoso.
C. Pasando los sedimentos obtenidos, mediante dragado o arrastre, 
por un tamiz de 0,3–1,0 mm.

ESPÉCIMEN VIVO
Moluscos: cortar un fragmento del pie del molusco con tijeras o bisturí 
sin comprometer su viabilidad.
Crustáceos: doblar una extremidad en la base de la coxa con pinzas para 
que se autoampute.

ESPÉCIMEN DE MUSEO
Lavar el espécimen con agua destilada en abundancia y extraer:

A. Moluscos: una porción del pie o masa bucal. Algunos bivalvos y 
gasterópodos hay que extraerlos de la concha o abrirles las valvas.
B. Crustáceos: una extremidad o porción de tejido muscular del 
abdomen sin tocar el sistema digestivo. Para camarones y langosta, 
extraer el tejido del abdomen a la altura de la segunda pleura.

Si es difícil acceder al tejido, calentar el material en un microondas:
5-7 s si mide 2-5 mm. 10-20 s si mide 5-20 mm.
20-40 s si mide 20-50 mm. 45 s o más si mide más de 50 mm.

Remover los fragmentos de exoesquelto y almacenar el tejido en un tubo 
con buffer refrigerado entre -20 °C y -190 °C.

4.

5.

6.

1.

2.

3.

AUTOR
Néstor E. Ardila
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AUTORES
Sandra Uribe · Alejandra Clavijo-G

INSECTOS
RECOLECCIÓN Y PRESERVACIÓN

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

4.
ESPÉCIMEN VIVO
Capturar individuos adultos mediante búsqueda activa o empleando 
atrayentes. 
Tomar una porción o pata completa con pinzas de punta fina y liberar al 
individuo lo más pronto posible. Usar este método solo con especies de 
gran tamaño, con taxonomía bien conocida e identificados por un 
experto en campo.

ESPÉCIMEN MUERTO
Sacrificar los especímenes mediante las técnicas establecidas para cada 
grupo taxonómico, como compresión del tórax o depósito directo en 
etanol o isopropanol absoluto, y transportarlos refrigerados al laboratorio 
para su determinación taxonómica.

ESPÉCIMEN DE MUSEO
Colocar los especímenes conservados en etanol o isopropanol sobre 
papel absorbente.

Usando estereomicroscopio, tomar: 
A. Especímenes grandes: una o dos patas con pinzas de punta fina. 
Retirar la pata completa desde la coxa para obtener la mayor cantidad 
de músculo.
B. Especímenes pequeños y larvas: segmentos torácicos y 
abdominales con pinzas de punta fina y tijeras de disección.
C. Especímenes fuertemente esclerotizados: pequeñas secciones del 
tórax con pinzas de punta fina y bisturí.                                                                                                                                                                     

Depositar las muestras de tejido en un tubo en seco o con etanol al 96 %.
Almacenar las muestras refrigeradas entre -20 °C y -190 °C.

6.
7.

5.

1.

2.

3.
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AUTOR
Susana Caballero

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

PECES CARTILAGINOSOS Y MAMÍFEROS ACUÁTICOS
RECOLECCIÓN Y PRESERVACIÓN

ESPÉCIMEN VIVO
Cortar un fragmento de 1 cm3 de piel con un poco de grasa de:

A. Mamíferos acuáticos: el margen de la aleta caudal o la base de 
la aleta dorsal.
B. Rayas: el borde del disco o la punta de la cola. 
C. Tiburones: la base de la aleta dorsal o el margen de la aleta 
caudal.

Aplicar solución antiséptica de yodo en la zona de corte para evitar 
infecciones.

ESPÉCIMEN MUERTO
En especímenes varados o capturados accidentalmente, tomar un 
fragmento de 1 cm3 de las zonas señaladas en el paso 1 que presenten 
menor descomposición. Si se realiza autopsia, tomar tejido cardiaco 
evitando tomar muestras de hígado porque se degradan rápidamente.

Depositar la muestra en un tubo y cubrirla con etanol al 96 %.

Almacenar las muestras refrigeradas entre -20 y -190 °C. En campo, 
conservar las muestras en una nevera con hielo o hielo seco.

4.

5.
2.

3.1.
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PECES ÓSEOS
ESPÉCIMEN VIVOAUTORES

Rocío Acuña Posada · María Doris Escobar L

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

RECOLECCIÓN
Anestesiar al espécimen con aceite de clavo (Sygium aromaticum o 
Eugenia aromatica, 30-150 mg/L dependiendo de su tamaño) o MS-222 
(Tricaina metanosulfonato) en un balde con agua de su hábitat.
Tomar la muestra en el menor tiempo posible.

A. Aleta: cortando un fragmento del borde de la aleta caudal.
B. Frotis bucal: frotando cuidadosamente por cinco segundos la 
lengua y mejillas del pez con un hisopo sin dañar las branquias.
C. Escamas: arrancando entre 5 y 6 escamas. 

Sumergir al individuo en un balde con agua del hábitat sin anestésico 
para su recuperación y liberación. 
Lavar con agua destilada los fragmentos de aleta y depositarlos en un 
tubo con buffer o depositar directamente el hisopo en un tubo con buffer. 
Algunos hisopos vienen con su propio tubo de almacenamiento y no 
requieren buffer.
Refrigerar las muestras entre -20 °C y -190 °C.

3.

4.

5.

1.

2.
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1
Branquias

Barbillón 2

PECES ÓSEOS
ESPÉCIMEN MUERTO

1.

2.

3.

4.

ESPÉCIMEN RECIÉN RECOLECTADO
Cortar un fragmento de músculo de 5 mm3, aletas, branquias o 
barbillones. 

ESPÉCIMEN DE MUSEO
Cortar un fragmento de la aleta pélvica derecha: dos o tres radios en 
peces grandes o toda la aleta en peces pequeños. No usar muestras 
conservadas en formol.

Lavar con agua destilada los fragmentos de aleta y depositarlos en un 
tubo con buffer.

Refrigerar las muestras lo más pronto posible entre -20 °C y -190 °C.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS
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ANFIBIOS
ESPÉCIMEN VIVOAUTORES

Andrew J. Crawford · Andrea Paz

CORTE DE EXTREMIDAD
Cortar con tijeras:

A. Anuros: el disco dactilar del dedo exterior de las patas traseras; 
dos en especímenes pequeños. Evitar cortar el dedo más largo.
B. Salamandras: la punta de la cola.

Untar antibiótico cremoso en la herida para evitar que se infecte.
Tomar el tejido con pinzas y depositarlo en un tubo con buffer.

Almacenar las muestras refrigeradas entre -20 °C y -190 °C.

3.

4.
5.

FROTIS CON HISOPO
Frotar varias veces con un hisopo:

A. El interior de la boca, de arriba hacia abajo.
B. La piel dorsal o ventral, evitando tocar suciedades.

Introducir el hisopo en un tubo con o sin buffer, preferiblemente en seco.

1.

2.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

6.
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ANFIBIOS
ESPÉCIMEN MUERTO

1.

2.

3.

EUTANASIA
Método A: untar anestesia tópica dentro de la boca o en la superficie 
ventral con un bajalenguas y depositar el espécimen de nuevo en su 
bolsa con el vientre hacia arriba. 
 
Método B: introducir el espécimen en un recipiente con una solución de 
alcohol al 10 % o hidrocloruro de benzocaína >250 mg/L y tapar. 
Asegurarse de que permanezca nadando y no adherido a la pared del 
recipiente.

Verificar que el espécimen haya muerto observando cuidadosamente el 
cese de latidos en el pecho.

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

4.
5.

6.
7.

8.

TOMA DE MUESTRA
Poner el individuo sobre su espalda en una superficie limpia.
Método A: realizar una incisión en el costado izquierdo y extraer la mayor 
porción de hígado posible. Evitar cortar por el centro y romper la vesícula 
biliar. Este es el método más recomendado.
Método B: tomar tejido muscular del muslo de la pata trasera izquierda. 
Método C: cortar un fragmento de la pata trasera izquierda por debajo de 
la rodilla. Cortarla por encima de la rodilla si el espécimen es muy 
pequeño.

Depositar el tejido en un tubo con buffer y almacenarlo refrigerado entre 
-20 °C y -190 °C. 
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REPTILES
ESPÉCIMEN VIVOAUTOR

Mario Vargas-Ramírez

RECOLECCIÓN
DE TEJIDOS
BIOLÓGICOS

CORTE DE FALANGES, COLA Y ESCAMAS
Cortar con una tijera:
A. Lagartos pequeños: dos falanges a la altura de la articulación de dos 
dedos diferentes, uno de extremidad anterior y otro de extremidad 
posterior. Evitar cortar el primer y quinto dedo.
B. Lagartos grandes: 1-2 falanges de un mismo dedo de extremidades 
anteriores a la altura de la articulación. Evitar cortar el primer y quinto dedo.
C. Serpientes pequeñas y lagartos: 1-2 mm de porción terminal de la cola.
D. Serpientes grandes: porciones (>0,5 cm2) de escamas ventrales.
E. Tortugas: porciones (>0,3 cm2) de escamas de las extremidades.
F. Cocodrilos y caimanes: una porción (>0,5 cm2) de una escama caudal 
que incluya tejido.

RASPADO BUCAL Y CLOACAL
Abrir la boca de tortugas, serpientes no venenosas y lagartos grandes con 
bajalenguas, introducir un palo de madera para mantenerla abierta y raspar 
las partes blandas de la cavidad bucal o cloaca con un hisopo por 20 s.
Depositar las muestras en un tubo con buffer.
SANGRE
Introducir aguja hipodérmica de calibre acorde al tamaño del espécimen:

A. Serpientes: 1-2 mm hasta antes de tocar las vértebras caudales, 
entre los escudos ventrales a 5-10 cm de la punta de la cola.
B. Tortugas: en el seno venoso, ubicado en la línea media de la porción 
posterior del primer escudo del caparazón.

Extraer 0,1-0,5 mL de sangre y depositarla en un tubo con ocho veces 
más buffer. 
Almacenar las muestras refrigeradas entre -20 °C y -190 °C.
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5.

1.
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EUTANASIA
Inyectar 0,1-1,0 mL de anestésico, como procaína, nembutal o roxicaima, 
en el corazón, cavidad celómica o directamente en el cerebro. Inyectar 
más volumen en especímenes muy grandes. En serpientes y lagartos, 
localizar el corazón masajeando con el dedo pulgar la parte ventral en el 
primer tercio del espécimen y presionarlo hasta que no se desplace más. 
Confirmar que el espécimen haya muerto presionando uno de sus 
miembros o cola y verificando que no se mueva.

TOMA DE MUESTRAS
Lagartos pequeños: cortar 2 mm de la porción terminal de la cola o una 
de las extremidades anteriores completas.

Lagartos grandes: realizar una incisión en la parte lateral izquierda en 
vista ventral del espécimen y extraer 0,5-1,0 cm3 de hígado u otro tejido 
muscular. 
Tortugas: cortar 0,5-1,0 cm3 de tejido muscular de alguno de los 
miembros posteriores.
Serpientes: hacer un corte lateral a la altura del corazón y extraer 
0,5-1,0 cm3 de músculo cardiaco u otro tejido muscular. 
Cocodrilos y caimanes: cortar 0,5-1,0 cm3 de tejido muscular de la cola 
o alguno de los miembros posteriores.

Depositar las muestras en un tubo con buffer y almacenarlas refrigeradas 
entre -20 °C y -190 °C.
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SANGRE
Sujetar el espécimen con la mano y extender una de las alas 
completamente.
Despejar el área de la vena braquial utilizando un hisopo con etanol y 
posteriormente aplicar vaselina.
Punzar la vena diagonalmente (45°) con una aguja hipodérmica de calibre 
adecuado.
Recoger no más del 1 % del volumen total de sangre con un capilar sin 
heparina y transferirla a un tubo con buffer o papel para almacenar sangre.
Cubrir el sitio de la punción con un trozo pequeño de algodón y cerrar el 
ala sujetándola con la mano durante 2-4 minutos para detener el 
sangrado. 

Untar polvo coagulante si el sangrado persiste y sostener el espécimen 
con el ala cerrada hasta que el sangrado cese.

PLUMAS
Extraer una pluma de la cola, o de las alas si no tiene cola, con la mano 
mientras se sujeta el espécimen con las alas cerradas.
Cortar la parte basal de la pluma (raquis) y depositarla en un tubo de 
1,5 ml con buffer suficiente para cubrirla. Guardar las plumas en un 
sobre por máximo un mes si no se pueden procesar inmediatamente.

Almacenar las muestras refrigeradas entre -20 °C y -190 °C.
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ESPÉCIMEN RECIÉN RECOLECTADO
Despejar las plumas de la zona ventral del espécimen sin desprenderlas y 
realizar una incisión pequeña.
Extraer la carcasa de la piel.
Cortar varios fragmentos de músculo cardiaco y esquelético y 
fragmentarlos en pedazos pequeños.

ESPÉCIMEN DE MUSEO
Ubicar la piel de una de las patas del individuo sobre un fondo blanco en 
un lugar bien iluminado. 
Cortar ligeramente ambos costados de la plantilla de los dedos o parte 
media de la pata, donde detecte más tejido y no se comprometa la 
integridad del espécimen.
Remover un fragmento pequeño, el tamaño depende de las dimensiones 
del espécimen.

Almacenar la muestra en:
A. Líquido: un tubo con suficiente buffer para cubrirlos por completo y 
refrigerarlos entre -20 °C y -190 °C.
B. Seco: un tubo y almacenarlo inmediatamente en nitrógeno líquido.
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PELOS CON BULBO
Extraer, de un estirón rápido con pinzas grandes, un mechón de pelos con 
bulbo de cualquier parte del cuerpo y depositarlo en una bolsa de papel.
Almacenar las muestras a 4 °C.

MANCHA DE SANGRE
Desinfectar una oreja o dedo del espécimen con alcohol. 
Punzar con una lanceta y depositar varias gotas de sangre en un trozo 
pequeño de gasa estéril o papel para almacenar sangre.
Dejar secar la sangre en la gasa o tarjeta y almacenarla a -20 °C en una 
bolsa de papel pequeña dentro de una bolsa plástica.

SALIVA
En animales agresivos y en cautiverio, introducir en la boca del espécimen 
un trozo de tela estéril o una bola de cinta de enmascarar sujeta a un palo 
largo. En animales no agresivos, introducir dos escobillones en la boca y 
realizar frotis de la parte interna o empaparlos de saliva.
Dejar secar el trozo de tela, bola de cinta o escobillón y almacenarlo en 
una bolsa plástica a -20 °C.

SANGRE
En centros de rescate o zoológicos, extraer 1-2 mL de sangre con una 
jeringa de la vena femoral, humeral, safena externa o yugular.
Depositar la sangre en un vacutainer con EDTA disódico, mezclarlo bien, 
alicuotarlo en tubos plásticos de 1,5 mL y almacenarlos a -20 °C.
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MÚSCULO
Cortar 5-10 g de músculo de las extremidades, principalmente de los 
muslos.
Depositar la muestra en un tubo con buffer y almacenarlo a -20 °C.

PIELES DE MUSEO
Cortar un trozo de piel de 2-4 cm2 sin causar daños al resto de la piel y 
depositarlo en una bolsa plástica.

HUESOS
Lavar la superficie de la muestra de hueso con hipoclorito de sodio al      
2 % en agua destilada por 5 minutos y dejar secar.

Obtener 10-30 g de hueso:
A. Especímenes de museo: con un taladro. Preferiblemente, llegar 
hasta el centro del hueso donde hubo tejidos blandos. Depositar el 
polvo de hueso en un tubo.
B. Especímenes cazados: con una sierra y depositarlo en una bolsa 
plástica. En especímenes pequeños se puede tomar el hueso 
completo, preferiblemente fémur o tibia.

UÑAS Y DIENTES
Extraer varias uñas o dientes del espécimen con pinzas y bisturí. 
Depositarlas en una bolsa plástica.

Almacenar las muestras a temperatura ambiente o refrigeradas a 4 °C.7.
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2.
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