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RESUMEN  
Las comunidades microbianas llevan a cabo muchos procesos con impacto ecosistémico, y cambios 

en su tasa funcional pueden tener consecuencias globales. Sin embargo, es común suponer que 

cambios en la composición microbiana de las comunidades no tienen consecuencias dada la 

redundancia funcional en rutas metabólicas (v. g fijación N) que se encuentra en grupos microbianos 

que son filogenéticamente diferentes, siendo aún pocos estudios los que han puesto a prueba esto 

de manera explícita. En el trabajo que se presenta en esta tesis, se investigó la equivalencia funcional 

(ecológica) de diferentes comunidades de costras biológicas de suelos (CBS) mediante la 

caracterización de la estructura de la comunidad y de la actividad de fijación de N2 de comunidades 

de dos desiertos (Cuatrociénegas Coahuila (CC) y Valle de Guadalupe, Baja California (VG)) con 

regímenes de precipitación y temperatura contrastantes (lluvias de verano y de invierno). La 

estructura de las comunidades se determinó a través de una aproximación independiente de cultivo 

o “fingerprinting” de la diversidad del gen nifH (TRFLPs). Para la determinación del potencial de 

fijación de N2 se procedió con el Ensayo de Reducción de Acetileno (ARA, Acetylene Reduction 

Assay) en dos temperaturas contrastantes (15ºC y 30ºC) para ambos tipos de comunidades. Se 

utilizó un análisis ANOVA de dos vías para evaluar la contribución relativa del origen de la muestra 

(aproximación de la composición), el ambiente de incubación y su interacción en la respuesta 

funcional. El experimento se mantuvo por 180 días, con mediciones ARA mensuales y de estructura 

de comunidades se determinó al inicio del experimento (T0) y a los 10, 90 y 180 días (T1, T3, T6). Se 

encontraron diferencias significativas entre muestras de distinto origen en cuanto a diversidad, 

composición y medidas funcionales, y la composición siempre estuvo asociada con el sitio de origen, 

incluso después de 180 días. Los resultados de los ensayos de función indicaron que el origen de las 

CBS tiene un efecto significativo, así como el ambiente de incubación. Este estudio demuestra que 

la composición microbiana y las condiciones ambientales determinan la tasa de fijación de N2 en 

CBS, y que adaptaciones locales tienen un impacto duradero en la respuesta funcional de las 

comunidades microbianas.  

Palabras clave: Comunidades microbianas, equivalencia funcional, fijación de nitrógeno, desiertos 

de México.  
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ABSTRACT 
Microbial communities mediate many ecosystem processes, and changes in their function may have 

global impacts. However, it is commonly assumed that changes in microbial composition of 

communities are not relevant given the functional redundancy into the metabolic routes (i.e N2-

fixing) found in different microbial groups, but few studies have tested explicitly this assumption. In 

this study we investigated the functional (ecological) equivalence of different microbial 

communities from biological soil crusts (BSC) by the characterization of the community structure 

and activity of N2-fixing microorganisms from two arid ecosystems (Cuatrociénegas Coahuila (CC) 

and Valle de Guadalupe, Baja California (VG)) with contrasting temperature-precipitation regimes 

(summer and winter rain). Community structure was determined through a culture independent 

approach by fingerprinting the nifH gene diversity (TRFLPs). For N2-fixing potential we measured 

nitrogenase activity by Acetylene Reduction Assay (ARA) in two contrasting temperatures (15ºC and 

30ºC) for both types of communities, and used a two-way ANOVA to test for the effects of sample 

origin (proxy for microbial composition), the incubating environment and their interaction on 

functional response. We conducted the experiment for 180 days. Nitrogenase activity was measured 

monthly and microbial composition at the beginning of the experiment (T0), and after 10, 90 and 

180 days (T1, T3, T6). We found significant differences between communities in diversity, 

composition and functional measures, and composition could always be traced back to the original 

community, even after 180 days of the experiment. Results from the functional assay indicated that 

crust origin (proxy for composition) had a significant effect on nitrogenase activity as well as the 

incubating environment. This study demonstrates that microbial composition and the 

environmental conditions determine the rate of nitrogen fixation in CBS, and that local adaptations 

have a long lasting impact in the functional response of microbial communities.  

Key words: microbial communities, functional equivalence, N2-Fixing, deserts of México.  
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I. INTRODUCCIÓN  

1.1. La diversidad de los microorganismos, procariontes- 

Los microorganismos tienen una gran diversidad filogenética que rebasa por varios 

órdenes de magnitud la diversidad de todas las plantas y animales (Torsvik 2002). En el 

caso de los microorganismos procariontes, el origen de esta enorme diversidad es 

resultado del tiempo durante el cual han evolucionado en la Tierra (al menos 3.8 mil 

millones de años). Esta diversidad también está relacionada con aspectos de su biología 

ya que algunos linajes tienen elevadas tasas de crecimiento y reproducción, adquisición 

por intercambio horizontal de genes y, que al ser haploides, el tiempo de fijación de 

mutaciones benéficas es el doble de rápido que para organismos diploides (Pontes et 

al. 2007), lo que en conjunto aporta a una gran diversidad genética. Es debido a estas 

cualidades, que los microorganismos, particularmente los procariontes, presentan gran 

diversidad filogenética y adaptaciones que les permiten establecerse en todos los 

ambientes naturales (Buscot et al. 2005).  

La diversidad filogenética de microorganismos, está relacionada con la diversidad de sus 

capacidades metabólicas. Es la diversidad metabólica presente en los microorganismos, 

particularmente procariontes, la que media transformaciones de elementos en los ciclos 

de los nutrientes en el planeta. Un ejemplo de esto es la fijación y mineralización del 

carbono (C) y nitrógeno (N) que son nutrientes esenciales para la vida, y estos procesos 

son llevados a cabo en su mayoría por bacterias. El ciclaje de los nutrientes es una de 

las principales funciones realizadas dentro de los ecosistemas y al ser los procariontes 

protagonistas de este ciclaje, la diversidad y funcionamiento de sus comunidades son 

clave en el mantenimiento de la vida en la Tierra. 

Dada la enorme diversidad de microorganismos en el planeta y su potencial de 

adaptación, por décadas, se ha supuesto que cambios en la composición filogenética de 

las comunidades no afectarán procesos ecosistémicos. Este supuesto sería válido 

únicamente si la composición de microorganismos en comunidades fuera resistente, 

resiliente y/o funcionalmente redundante. En esta tesis seguiremos las definiciones de 

resistencia, resiliencia y redundancia funcional propuestas por Allison & Martiny (2008) 

que se detallan a continuación. La composición de la comunidad microbiana es 

resistente cuando no cambia ante perturbaciones ambientales locales. En contraste, 

cuando las comunidades no son resistentes, es decir cambian su composición ante 

perturbaciones ambientales, pero regresan eventualmente a su composición original se 

dice que las comunidades son resilientes. Finalmente, la redundancia funcional es la 

capacidad de diferentes grupos filogenéticos de realizar la misma función siendo 

equivalentes ecológicamente independientemente de las condiciones ambientales. En 
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el caso de que estos supuestos de resistencia, resiliencia y redundacia funcional sean 

ciertos, la composición de las comunidades microbianas no cambiará ante 

perturbaciones ambientales, y si lo hace, estos cambios no afectarán las funciones 

ecosistémicas mediadas por dichas comunidades (Allison & Martiny 2008).  

1.2. Resistencia, resiliencia y redundancia funcional de comunidades 

microbianas, implicaciones de la diversidad en la funcionalidad de los 

ecosistemas -  

 Las comunidades microbianas pueden cambiar su composición ante distintas 

perturbaciones ambientales. Por ejemplo, Johnson y colaboradores (2012) aumentaron 

la frecuencia de precipitación que recibían comunidades microbianas de suelos áridos 

de Norte América, y el efecto de esta perturbación fue un cambio en la composición de 

las comunidades y una disminución significativa de grupos bacterianos que fijan N 

(Johnson et al. 2012). De igual manera, Reed y colaboradores (2010) demostraron que 

comunidades microbianas heterotróficas que fijan N en suelos de bosques tropicales de 

Costa Rica, cambian su composición cuando el suelo es enriquecido con fósforo (P), 

como perturbación ambiental (Reed et al. 2010). Finalmente, otro ejemplo de cambios 

en la composición de las comunidades microbianas por perturbación ambiental son los 

resultados del trabajo de Zhou y colaboradores (2011) donde aumentaron la 

temperatura del suelo de pastizales, a modo de perturbación, en Norte América, 

teniendo consecuencias directas en la disminución de abundancia de grupos funcionales 

microbianos que degradan C recalcitrante (Zhou et al. 2011). Dado que las condiciones 

(o perturbaciones) ambientales afectan la composición de microorganismos, no se 

puede considerar que las comunidades son resistentes a perturbaciones ambientales. 

Dada la capacidad de adaptación de las comunidades microbianas, si estas cambian ante 

perturbaciones ambientales, es posible que pasado un tiempo se recupere la 

composición original, implicando que cambios en la diversidad filogenética son sólo 

temporales y que las funciones asociadas no cambiarán significativamente. Sin 

embargo, de acuerdo con revisiones de literatura por Shade et al. (2012) y Allison & 

Martiny (2008), no existe evidencia suficiente que soporte esta suposición de resiliencia 

en comunidades microbianas naturales (Shade et al. 2012; Allison & Martiny 2008). Un 

ejemplo de esto, es el trabajo de Cantrell y colaboradores (2014) que determinaron el 

efecto que tiene la pérdida de cobertura vegetal y acumulación de materia orgánica 

durante 10 meses sobre comunidades microbianas de suelo, sus resultados 

demostraron un cambio en la composición de las comunidades microbianas, y al 

finalizar estos 10 meses la composición de las comunidades permanecía diferente a su 

composición inicial. Otro ejemplo que demuestra que las comunidades microbianas no 

son resilientes es el trabajo de Kuan y colaboradores (2006) que determinaron el efecto 
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del calentamiento y enriquecimiento de cobre en comunidades microbianas de suelos 

de pastizales, durante 28 días, demostrando que estas perturbaciones ambientales 

cambian la composición de las comunidades y éstas no recuperan su composición 

filogenética después de la perturbación (Kuan et al. 2006). Por lo tanto, las comunidades 

microbianas que cambian ante perturbaciones ambientales, no necesariamente 

recuperan su composición (o diversidad filogenética) original. 

Como mencionamos anteriormente, dentro de grupos funcionales existe diversidad 

filogenética que se conoce como redundancia funcional, lo que históricamente, ha 

supuesto equivalencia ecológica o en tasas metabólicas, desconociendo procesos 

adaptativos específicos a grupos evolutivamente independientes. No obstante, existen 

trabajos que contradicen este supuesto como el trabajo Reed y Martiny (2013) quienes 

demostraron que comunidades bacterianas provenientes de dos tipos de sedimento 

(agua continental y salina) difieren en composición, y su tasa metabólica óptima ocurre 

en su hábitat de procedencia (Reed & Martiny 2013). De modo que comunidades 

microbianas con diferente historia evolutiva y composición filogenética, que se 

encuentran bajo las mismas condiciones ambientales, podrían no ser funcionalmente 

redundantes o equivalentes.  

Dado que no existe la suficiente evidencia que soporte los supuestos de resistencia, 

resiliencia y equivalencia funcional de comunidades microbianas, en los últimos años se 

han realizado esfuerzos para esclarecer las consecuencias funcionales de cambios en la 

composición microbiana y de las condiciones ambientales. Un ejemplo de este tipo de 

estudios es el trabajo de Strickland y colaboradores (2009) quienes demostraron que 

comunidades microbianas con composición filogenética diferente y provenientes de 

distintos suelos (e.g. pastizal, pino y arbustivo) presentan una tasa de mineralización de 

C mayor cuando se incuban con el suelo de origen (Strickland et al 2009). Otro ejemplo 

que demuestra adaptación a las condiciones ambientales del sitio de origen de los 

microorganismos lo presentan Garcia-Pichel y colaboradores (2013) demostrando que 

dos cianobacterias del género Oscillatoria (Microcoleus vaginatus y M. steenstrupii) 

tienen mayores tasas de crecimiento cuando son expuestas a la temperatura de su lugar 

de origen (Garcia-Pichel et al. 2013). No obstante, dada la aún escasa evidencia sobre la 

importancia de la composición microbiana en procesos ecosistémicos, es crucial realizar 

estudios que investiguen explícitamente la contribución relativa de la composición de 

comunidades microbianas y de las condiciones ambientales locales en la respuesta 

funcional.  
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1.3. Enfoques experimentales para evaluar el valor funcional de la diversidad 

microbiana- 

La relación entre la composición de las comunidades microbianas y las condiciones 

ambientales en procesos funcionales es relevante para entender la participación o el 

valor de la diversidad microbiana en los ecosistemas (Reed & Martiny 2007;  Strickland 

et al.2009; Angel et al. 2013). Para determinar dicha relación se han aplicado enfoques 

de ecología experimental denominados jardín común y trasplantes recíprocos. Ambos 

enfoques utilizan como unidad experimental a comunidades microbianas completas 

sometidas a distintas condiciones ambientales con el objetivo de evaluar la contribución 

relativa de la composición y del ambiente sobre procesos funcionales (Strickland et al. 

2009).  

El jardín común permite aislar el efecto de la composición de las comunidades 

microbianas (genotipo) en la funcionalidad de las mismas (fenotipo) mediante la 

imposición artificial de un ambiente común. Para esto se crea un ambiente común a 

todas las comunidades de estudio (con distinta composición) en donde se controlan y 

estandarizan los parámetros abióticos. Por tanto, dadas comunidades con diferente 

composición filogenética, cualquier diferencia funcional (tasas metabólicas) puede 

atribuirse o ser consecuencia directa de su composición y no de la variación ambiental 

(Reed & Martiny 2007). Langenheder y colaboradores utilizaron el enfoque de jardín 

común para analizar la composición y la tasa funcional de ocho comunidades 

bacterianas diferentes provenientes de ecosistemas acuáticos. Estas comunidades 

fueron expuestas a condiciones idénticas de laboratorio. Al finalizar, los resultados 

demostraron que las tasas funcionales de las comunidades microbianas originalmente 

distintas en composición, fueron significativamente diferentes (Langenheder et al. 

2006). A pesar de la ventaja de controlar las condiciones ambientales y mantener como 

única variable experimental la composición de las comunidades, el enfoque de jardín 

común presenta retos ante la imposibilidad de controlar y estandarizar todas las 

variables ambientales (Reed & Martiny 2007).  

Los trasplantes recíprocos plantean la posibilidad de exponer a comunidades diferentes 

a sus ambientes recíprocos locales, lo que elimina la necesidad de controlar artificial y 

puntualmente todas las variables ambientales. Con este enfoque es entonces posible 

evaluar la contribución de la composición microbiana, el ambiente local y la interacción 

entre estas variables en la respuesta metabólica de las comunidades (Reed & Martiny 

2007). Existen tres probables respuestas funcionales de la comunidad bajo este enfoque 

experimental. En el primer escenario, si las condiciones ambientales no influyen en los 

procesos funcionales de las comunidades microbianas y en cambio estos procesos están 

ligados únicamente a su composición filogenética, no importarán las condiciones 
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ambientales en que se encuentren las comunidades microbianas sus tasas metabólicas 

siempre serán distintas (Figura 1a). En un segundo escenario, si la respuesta funcional 

depende directamente de las condiciones ambientales y no de la composición de las 

comunidades microbianas, comunidades con diferente composición filogenética en 

condiciones ambientales iguales tendrán las mismas tasas funcionales (Figura 1b) (Reed 

& Martiny 2007). Finalmente, en un tercer escenario, si los procesos funcionales son 

influenciados tanto por la interacción entre la composición de las comunidades y las 

condiciones ambientales, podemos esperar que la respuesta funcional sea diferente 

para cada comunidad y su efecto en la tasa metabólica dependa de la respuesta de la 

comunidad a las condiciones ambientales (Figura 1c).  Un ejemplo en el que se ponen a 

prueba estos escenarios, es el estudio por Strickland y colaboradores (2009), en donde 

suelos provenientes de distintos ecosistemas (pastizal, matorral y bosque de pino) con 

comunidades microbianas diferentes (composición), fueron expuestos recíprocamente 

a los tres distintos tipos de materia orgánica proveniente de los distintos ecosistemas. 

Los resultados demostraron que existen diferencias en la tasa de mineralización de C 

entre tipos de inóculo y esta respuesta varía también en relación a la composición 

filogenética de origen (Strickland et al. 2009). En otro estudio similar Reed y Martiny 

(2013) utilizaron comunidades microbianas de sedimento de marisma, con composición 

filogenética distinta y provenientes de dos tipos de ambientes (salobre y no salobre). 

Estas comunidades fueron trasplantadas recíprocamente a los dos tipos de ambientes y 

los resultados demostraron que la composición de las comunidades permanecía 

diferente dependiendo del tipo de sedimento. En cuanto al aspecto funcional, los 

procesos de nitrificación, respiración y producción de metano realizados por las 

comunidades tenían una mayor tasa cuando se encontraban en su hábitat de origen 

(Reed & Martiny 2013). Dado el diseño experimental de trasplantes recíprocos 

detallados en los estudios mencionados, la respuesta funcional de las comunidades 

microbianas a perturbaciones ambientales es atribuible a la interacción de la 

composición filogenética y el ambiente local (Figura 1c). 
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Figura I.1 Resultados hipotéticos de dos comunidades A y B bajo el diseño de trasplantes recíprocos 
en ambientes A y B. Bajo análisis de ANOVA de dos vías (a) sólo la composición afecta el parámetro 
funcional, (b) sólo el ambiente afecta el parámetro funcional, c) la interacción entre la composición 
y el ambiente afecta el parámetro funcional. Imagen modificada de Reed & Martiny (2006). 

1.3.1. Aproximaciones experimentales para la evaluación de la diversidad 

microbiana- 

La determinación de la diversidad de las comunidades microbianas por varias décadas 

se realizó mediante técnicas de cultivo en medios nutritivos selectivos (de 

enriquecimiento) (Hirsch et al. 2010; Hill et al. 2000). No obstante, mediante estas 

técnicas de cultivo sólo se logra caracterizar alrededor del 1-10 % de la diversidad 

microbiana total de muestras ambientales (Douterelo et al. 2014). A pesar de que se 

han realizado esfuerzos por modificar los medios de cultivo en cuanto a requerimientos 

de nutrientes y mantenimiento de cultivos mixtos (varias cepas de microorganismos) de 

modo que interacciones entre especies permitan capturar una mayor diversidad de 

procariontes que no crecen de manera aislada, aún persiste el problema de que no 

todos los procariontes son cultivables y varios de ellos permanecen sin poder aislarse 

por estos métodos. En consecuencia, la caracterización de la diversidad microbiana por 

métodos de cultivo no es suficiente para el estudio de su diversidad en los ecosistemas 

naturales (Escalante et al. 2008; Rastogi & Sani 2011). Por ello, la Ecología Microbiana 

ha buscado alternativas independientes del cultivo para la caracterización de las 

comunidades microbianas dentro de los ecosistemas (Zimmerman et al. 2014). Técnicas 

basadas en la extracción de material genético de muestras ambientales son las 

principalmente usadas para la caracterización molecular de la diversidad microbiana. 

Usualmente se utiliza el material genético total obtenido a partir de muestras 

ambientales para la caracterización genómica de los microorganismos cultivables y no 

cultivables que componen las comunidades, a esto también se le conoce como 

metagenómica (Kakirde et al. 2010; Ludwig 2007). El enfoque de análisis metagenómico 
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puede seguir dos vías. La primera es el análisis completo de toda la información genética 

o genomas completos mediante métodos de secuenciación. La segunda es enfocarse en 

el análisis de regiones específicas del DNA obtenidas por Reacción en Cadena de la 

Polimerasa (PCR por sus siglas en inglés, Polymerase Chain Reaction) (Kakirde et al. 

2010) que puedan aportar información taxonómica de la comunidad o información 

taxonómica de grupos que realizan funciones específicas. Un ejemplo de ello es el uso 

de marcadores filogenéticos universales como los genes que codifican para la subunidad 

menor del ribosoma debido a que estos marcadores tienen regiones altamente 

conservadas que están presentes en todos los taxones, así como regiones variables que 

permite distinguir cada tipo de taxón, en los procariontes se utiliza el gen 16S rRNA 

(Frank et al. 2008; Torsvik 2002; Torsvik et al. 1998; Zimmerman et al. 2014; Alcaraz 

2014). Para caracterizar la diversidad taxonómica de organismos que realizan funciones 

específicas se utilizan regiones de DNA que codifican enzimas que son claves para la 

función (Gaby & Buckley 2012; Zimmerman et al. 2014).  

Reacción en cadena de la polimerasa  

La Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) es una técnica de biología molecular que 

consiste en la síntesis de millones de copias de regiones específicas de DNA o RNA, 

comúnmente denominada amplificación (Pontes et al. 2007; Hirsch et al. 2010). Esto se 

logra mediante una reacción in vitro de síntesis enzimática de ácidos nucleícos llevada 

a cabo de manera automatizada (Delidow et al. 1993). Para que se lleve a cabo la 

amplificación del DNA, se necesita la creación de dos sondas de oligonucleótidos que 

hibriden con regiones de interés en el DNA molde (metagenoma o el genoma de un 

organismo) (Theron & Cloete 2000). La reacción se lleva a cabo mediante ciclos de 

temperatura que permiten la modificación física del DNA que rompa los puentes de H 

de la doble cadena de DNA y resulte en el molde de cadena sencilla. Cada ciclo consiste 

en mantener la temperatura adecuada de desnaturalización del DNA molde, 

posteriormente cambia la temperatura para que las sondas de oligonucleótidos 

hibriden en el extremo 3’de la secuencia de interés, y finalmente la temperatura cambia 

a la temperatura óptima para activar la enzima DNA polimerasa termoestable y 

comience la síntesis de las nuevas hebras del ácido nucléico que serán complementarias 

a las hebras moldes. La serie repetitiva de los ciclos permite que los productos 

(amplicones) de cada ciclo sirvan como molde para la siguiente síntesis, generando 

copias de manera exponencial (Delidow et al. 1993; Kirk et al. 2004; Acinas et al. 2005). 

La PCR es el método base para el estudio de la diversidad microbiana debido a que los 

productos resultantes de esta técnica son utilizados en posteriores estudios 

moleculares que permiten determinar la diversidad como técnicas fingerpriting o de 

secuenciación generalmente (Pontes et al. 2007) . 
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Técnicas Fingerprinting  

Las técnicas fingerprinting (huella del DNA) determinan la composición de las 

comunidades microbianas sin proporcionar identidad filogenética. Esto lo logra 

mediante la separación y resolución de los fragmentos amplificados que generan 

distintos patrones debido a polimorfismos del DNA (longitud o secuencia). Cada técnica 

de fingerprinting se diferencia por el método de separación de los fragmentos y a 

continuación se describirán algunas brevemente.  

DGGE/TGGE. Estas estrategias se basan en la separación de fragmentos por 

electroforesis en gradientes desnaturalizantes (DGGE; Denaturing Gradient Gel 

Electrophoresis) o de temperatura (TGGE; Temperature Gradient Gel Electrophoresis). 

En cualquier caso, la separación de los fragmentos se realiza en geles de poliacrilamida 

mediante el principio de migración diferencial por longitud y secuencia. Fragmentos de 

distinta longitud migrarán a distinta velocidad en el gel y diferencias en las secuencias 

de nucleótidos también afectan su comportamiento de desnaturalización, asociado a la 

velocidad de migración. Idealmente cada banda del gel es considerada una población y 

la intensidad de la banda es un reflejo de su abundancia, no obstante esto es muy 

discutido (Hill et al. 2000).  

ARDRA. Análisis de amplicones de restricción de DNA ribosomal (ARDRA, por sus siglas 

en inglés; Amplified Ribosomal DNA Restriction Analysis). Los amplicones del gen 16S 

rRNA generados por PCR son cortados por endonucleasas resultando en diferentes 

fragmentos de restricción que varían en longitud. Cada población de bacterias difiere 

en la secuencia nucleotídica de los sitios de restricción o en la longitud flanqueante 

donde reconocen las endonucleasas. Estos fragmentos son resueltos mediante 

electroforesis en gel de agarosa. En esta estrategia, cabe notar que cada fragmento 

puede corresponder a distintas poblaciones que comparten un mismo sitio de 

restricción. (Rastogi & Sani 2011; Muyzer 1999)  

RISA/ARISA. Análisis de espaciadores intergénicos ribosomales (RISA/ARISA, por sus 

siglas en inglés; Ribosomal Intergenic Spacer Analysis). RISA es una técnica de 

fingerpriting que se basa en la amplificación de la región intergénica ribosomal (IRS por 

sus siglas en inglés; Intergenic spacer region) presente entre la subunidad menor 16S y 

la subunidad mayor 23S del ribosoma. Los IRS son polimórficos en longitud y secuencia. 

De tal manera que RISA genera perfiles que son específicos de la composición de la 

comunidad; cada banda corresponde al menos a un organismo de la comunidad. ARISA 

es la versión automatizada de RISA y utiliza oligonucleótidos con marca fluorescente en 

la amplificación de los IRS. Así los fragmentos IRS son detectados automáticamente por 

un detector laser (Rastogi & Sani 2011). 
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TRFLPs. Polimorfismos de Longitud de Fragmentos Terminales (TRFLP, por sus siglas en 

inglés, Terminal Restriction Fragment Length Polymorphism). La técnica T-RFLP es una 

técnica de fingerprinting muy utilizada para medir los cambios temporales y espaciales 

de comunidades microbianas (Dunbar et al. 2000; Dunbar et al. 2001; Blackwood et al. 

2003). Esta técnica se basa en el polimorfismo de los sitios de restricción terminales de 

la región de DNA de interés de la comunidad microbiana. Estos sitios de restricción 

polimórficos son el resultado de diferencias a nivel de secuencia de los genes, y que 

están asociados a divergencias filogenéticas. Al generar los productos de PCR 

(amplicones) se utilizan oligonucleótidos etiquetados con un marcador fluorescente. 

Así, los productos de PCR marcados fluorescentemente, en uno o ambos de sus 

extremos terminales (5´o 3´), son sometidos a reacciones enzimáticas de restricción con 

enzimas que reconocen regiones conservadas de 4 a 6 pares de bases (pb), generando 

los fragmentos de restricción terminales con etiqueta fluorescente (Schütte et al. 2008). 

Los polimorfismos de los fragmentos se caracterizan mediante electroforesis capilar 

asociada a un lector láser de fluorescencia (Schütte et al. 2008). De esta forma, la salida 

de los datos son patrones de picos que representan los distintos tamaños de los 

fragmentos. Estos picos tienen distintas alturas (intensidad) que se pueden 

correlacionar con la abundancia del fragmento. En teoría, cada fragmento 

corresponderá a una especie o una Unidad Operacional Taxonómica (OTU por sus siglas 

en inglés; Operational Taxonomic Unit) (Kirk et al. 2004; Schütte et al. 2008). 

Diversos estudios han utilizado las técnicas fingerpriting para determinar y analizar 

comunidades enteras de microorganismos (Torsvik et al. 1998; Li et al. 2013), así como 

evaluar cambios de sucesión biológica, o bien, encontrar patrones biogeográficos a 

distintas escalas espaciales (Fierer et al. 2010; Lauber et al. 2009). 

Secuenciación. Este método consiste en determinar la secuencia nucleotídica de 

fragmentos de DNA. Estos fragmentos pueden corresponder a amplicones, genomas o 

metagenomas. Para el caso de la secuenciación de amplicones de comunidades 

completas, es necesario separar las diferentes copias de los fragmentos de DNA. 

Algunas técnicas de fingerpriting, como DGGE y ARDRA, permiten la extracción de 

fragmentos individuales de geles de electroforesis para su posterior secuenciación. Otra 

forma de separar los amplicones es por la realización de una biblioteca de clonas. Para 

ello, los amplicones son ligados a un vector de clonación, plásmidos usualmente, para 

formar una molécula de DNA recombinante. Posteriormente, el DNA recombinante es 

insertado en cepas de Escherichia coli competentes. Cada célula bacteriana adquirirá 

una sola copia o molécula de la región de interés (amplicón) y de esta manera quedan 

separados las copias de la mezcla inicial. Una vez que los amplicones son 

individualizados se secuencian mediante métodos de secuenciación como el método 
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Sanger que permite la determinación de la secuencia nucleotídica de fragmentos con 

longitud de 1000 pares de bases (pb) (Escalante et al. 2014; Theron & Cloete 2000; Hill 

et al. 2000). No obstante el método de Sanger requiere la realización de bibliotecas de 

clonas implicando una elevada inversión en costo y tiempo. Como alternativas a este 

procedimiento, recientemente se han desarrollado técnicas de secuenciación masiva o 

de nueva generación (NGS por sus siglas en inglés; next generation sequencing) que 

realizan la biblioteca de clonas de manera automatizada y está acoplada al procesos de 

secuenciación (Escalante et al. 2014). El resultado son secuencias de la composición de 

las comunidades microbianas que son comparadas contra una base de datos mediante 

algoritmos computacionales, esto permite dar identidad filogenética a los fragmentos 

de DNA de tal manera que se obtienen secuencias de la diversidad microbiana existente 

en los sistemas naturales.  

1.3.2. Aproximaciones experimentales para la evaluación de las tasas 

funcionales de comunidades microbianas - 

Entender la relación que guarda la diversidad microbiana y funcionamiento 

ecosistémico es uno de los objetivos de la Ecología Microbiana (Nannipieri et al. 2003). 

Para ello, además de caracterizar la diversidad filogenética, es necesario medir las tasas 

o el potencial funcional de las comunidades microbianas (Smalla et al. 1998). La 

caracterización funcional de los microorganismos incluye una gran variedad de 

aproximaciones experimentales, entre ellas PCR con retrotranscripción y medidas 

directas de actividad enzimática, a continuación se describen en general algunas de 

dichas aproximaciones (Rastogi & Sani 2011).  

Dentro de los métodos para la caracterización de potencial funcional, asociado a 

caracterización de transcritos o material genético, se encuentran: PCR cuantitativa con 

retrotranscripción (RT-Q-PCR), DNA marcado con isótopos estables (SIP-DNA) y 

microarreglos (Rastogi & Sani 2011; Nannipieri et al. 2003; Zimmerman et al. 2014). 

La RT-PCR es un método que determina cambio en la expresión de genes cuyas enzimas 

están involucradas en actividades metabólicas directamente relacionadas con ciclos 

biogeoquímicos o funciones ecosistémicas. Los fundamentos de este método 

experimental son semejantes a los de la PCR (ver arriba), a excepción de que el ácido 

nucléico que utiliza como molde es RNA, debido a que da información sobre los grupos 

microbianos que se encuentran metabólicamente activos en la comunidad de interés. 

El RNA que se ha extraído de la muestra ambiental sirve de molde para la síntesis de 

DNA complementario (cDNA) mediante la enzima transcriptasa reversa (Rastogi & Sani 

2011). El resultado son fragmentos de cDNA que se usan para cuantificar (por PCR 
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cuantitativa) el número de transcritos como medida de la expresión de los genes de 

interés (o funcionales). 

La PCR cuantitativa (qPCR, por sus siglas en inglés quantitative PCR) permite determinar 

el número de copias (abundancia) de un determinador gen o fragmento de DNA, por 

ello cuando se usa para cuantificar transcritos (cDNA) permite conocer la expresión de 

los genes de interés. Para poder cuantificar se usan fluoróforos (dNTPs) que se 

intercalan con el DNA en la síntesis de los fragmentos (amplicones). Mediante un 

sistema de detección de fluorescencia (lector láser) se mide la acumulación de 

amplicones en tiempo real durante cada ciclo de PCR. Un software registra el aumento 

de la concentración durante la fase exponencial de amplificación permitiendo la 

cuantificación de genes o transcritos (Rastogi & Sani 2011).  

También existen técnicas moleculares que permiten ligar la diversidad microbiana con 

rutas metabólicas específicas como el marcaje de material genético con isotópos 

estables (SIP por sus siglas en inglés; Stable Isotope Probing). SIP ha sido aplicada 

generalmente al estudio de microorganismos que involucran el uso de compuesto de 

carbono y nitrógeno. Brevemente esta técnica se basa en etiquetar con isótopos 

estables (13C o 15N) el sustrato de la actividad metabólica de interés, de esta forma, sólo 

los microorganismos que sean capaces de metabolizar el sustrato incorporarán los 

isótopos estables a sus células y ácidos nucléicos. Subsecuentemente el 13C-DNA o 15N-

DNA puede ser aislado por centrifugación de gradientes de densidad e identificar la 

composición por técnicas fingerpriting o secuenciación (Rastogi & Sani 2011; Nannipieri 

et al. 2003). 

Los microarreglos son aproximación ampliamente utilizada para caracterizar 

simultáneamente la diversidad y el potencial funcional de las comunidades microbianas. 

Esta estrategia consiste en el diseño de placas o “chips” con arreglos de oligonucleótidos 

o sondas fluorescentes que corresponden con genes funcionales conocidos, y al 

someter la muestra de interés (DNA total) a hibridación con esta placa se puede 

identificar la presencia de grupos taxonómicos y funcionales (Zimmerman et al. 2014). 

La secuenciación de RNA es una técnica que permite caracterizar la actividad funcional 

de los organismos. Esta técnica es aplicada para evaluar la expresión ambiental de los 

genes de una población o comunidad, comúnmente llamada metatranscriptomica. Los 

principios de la metatranscriptomica son similares a los de secuenciación (ver arriba) 

con la diferencia de que utiliza RNA-mensajero (mRNA) como molde y la enzima 

transcritasa reversa para crear cDNA, posterior a esto se utilizan diferentes plataformas 

de secuenciación masiva para crear un mapa de los genes expresados (Alcaraz & 

Peimbert 2016; Sorek & Cossart 2010). 
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Dentro de los métodos utilizados para medir directamente la actividad enzimática se 

encuentran los perfiles fisiológicos a nivel de comunidad (CLPP, por sus siglas en inglés; 

Community Level Physiological profiles) que son técnicas que caracterizan la diversidad 

taxonómica de las comunidades microbianas mediante su capacidad catabólica al usar 

distintos sustratos. Las placas BIOLOG® son la opción comercial más ampliamente 

usada. BIOLOG® tiene la ventaja de combinar análisis de diversidad y tasas de 

degradación de carbono ya que mediante el uso de los sustratos de carbono se puede 

determinar la diversidad metabólica en función de sustratos de carbono utilizables de 

las comunidades bacterianas. Esta técnica utiliza una placa que contiene 95 sustratos 

de carbono diferentes. La degradación de cada sustrato por grupos microbianos es 

detectada por la reducción de un colorante de tetrazolio inmerso en el sustrato, el cual 

resulta en un cambio de color generando un patrón de sustratos oxidados que pueden 

ser cuantificados por espectrofotómetro (Smalla et al. 1998). La aproximación de 

medida de tasas metabólicas consiste en la estimación de la actividad de enzimas 

específicas. Una de estas técnicas es el Ensayo de Reducción de Acetileno (ARA, por sus 

siglas en inglés, Acetilene Reduction Assay) que mide la actividad de la enzima 

nitrogenasa responsable de fijar nitrógeno atmosférico a los ecosistemas. La 

nitrogenasa es una proteína ancestral altamente conservada sólo presente en 

organismos procariontes. Esta enzima produce la fijación de nitrógeno atmosférico 

mediante la ruptura del triple enlace del di-nitrógeno y su posterior reducción a 

nitrógeno orgánico como el amoniaco (NH3)  (Hardy et al. 1973; Leigh 2000; Vitousek et 

al. 2002). Debido a que la nitrogenasa es inespecífica puede reducir diferentes sustratos 

que presenten las características del di-nitrógeno como el acetileno que también es un 

gas y tiene un triple enlace. El acetileno es comúnmente utilizado para determinar la 

actividad de la enzima nitrogenasa, ya que esta enzima rompe el triple enlace 

reduciéndo el acetileno a etileno, y en algunas ocasiones a etano (Hu et al. 2012; Rehder 

2000; Betancourt et al. 2008) Esta técnica, ha sido muy utilizada como una medida 

indirecta para estimar la tasa de fijación de nitrógeno, no obstante el etileno generado 

no es directamente comparable al potencial producto de fijación de nitrógeno, por lo 

que se ha establecido cada 3 moles de acetileno reducido a etileno corresponden a una 

mol de nitrógeno fijado (Su et al. 2011). Finalmente, cabe mencionar que para 

establecer la relación acetileno:nitrógeno es necesario recurrir a otro tipo de análisis 

como espectrofotometría de masa de 15N para cada tipo de sustrato y organismo de 

estudio de modo que permita medir la proporción de metabolitos que tienen15N como 

resultado de la actividad biológica y de esta manera establecer la relación número de 

moles de acetileno reducidas al número de moles de nitrógeno reducido (David et al. 

1980)(Millineaux et al. 1981; David et al. 1980; Hartley et al. 2007; Herridge et al. 2008). 
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Por lo tanto, los resultados de ARA sólo muestran la actividad de la nitrogenasa, y no la 

tasa de fijación de nitrógeno. 

Otro método utilizado para medir la capacidad funcional de las comunidades 

microbianas es la tasa de mineralización de C. Medir la tasa de mineralización de 

carbono implica determinar la tasa de degradación de materia orgánica que realizan 

muchos tipos de microorganismos, todos heterótrofos, a través de la producción de una 

gran variedad de enzimas, por lo que es una medida global de la actividad de un gremio 

funcional no filogenéticamente restringido. Un ejemplo de la aplicación de este tipo de 

técnicas es el trabajo de Fierer et al. (2007)  en donde se utilizó como sustrato de 

carbono sacarosa a  diferentes concentraciones para distintas comunidades 

microbianas y se midió la tasa de mineralización (emisión de CO2) de cada comunidad. 

Con base en las diferentes tasas de mineralización que tenían los grupos de 

microorganismos se realizó una clasificación que distinguía entre aquellos con 

estrategia copiotrófica, capaces de degradar compuestos de C lábiles, y los organismos 

con estrategia oligotrófica, que degradan compuestos de C recalcitrantes (Fierer et al. 

2007). De modo que cuantificar la tasa metabólica de las comunidades microbianas 

aporta información sobre las funciones que realizan los miembros de dichas 

comunidades. 
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II. ANTECEDENTES  

2.1. Ecosistemas áridos 

Los ecosistemas áridos representan el 40 % del territorio global (Makhalanyane et al. 

2013) y sostienen a más del 38 % de la población total (Delgado-Baquerizo et al. 2013). 

Estos ecosistemas contribuyen a secuestrar una tercera parte del C terrestre global que 

favorece la mitigación de la concentración de CO2 en la atmósfera (Makhalanyane et al. 

2013; Elliott et al. 2014) que es uno de los gases de efecto invernadero. A pesar de su 

relevancia en la regulación del clima global y servicios que dan a la población humana 

estos ecosistemas han  sido pobremente estudiados (Maier et al. 2014; Reynolds et al. 

2009). 

Los ecosistemas áridos se caracterizan por tener un déficit en la disponibilidad de agua, 

esto sucede porque la tasa de evapotranspiración (ET) supera a la tasa de precipitación 

media anual (PMA). El déficit en la disponibilidad de agua en estos ecosistemas es la 

principal limitante de la productividad primaria (Schwinning & Sala 2004; Johnson et al. 

2012), lo que aunado a otras variables ambientales de estos ecosistemas como 

temperaturas extremas, altos niveles de irradiación de rayos U.V y fuertes vientos 

determina la escasa cobertura vegetal y extensos interespacios entre parches de 

vegetación (Johnson et al. 2012). Dependiendo de la relación ET/PMA, los ecosistemas 

áridos son clasificados en cuatro subtipos: hiper-áridos (PMA/ET <0.03), áridos (PMA/ET 

0.03-0.2), y semiáridos (PMA/ET 0.2-0.5) (Hartley et al. 2007). 

Los desiertos son ecosistemas áridos y reciben menos de 150 mm de PMA manteniendo 

temperaturas extremas a lo largo del año (Hartley et al. 2007). Estos son clasificados de 

acuerdo a la estación del año en la que reciben la mayor precipitación pluvial y su 

Temperatura Media Anual (TMA). Así, dependiendo de estos dos factores, los desiertos 

se denominan calientes cuando la mayor precipitación pluvial ocurre durante el verano 

y su TMA es mayor a 18 °C y desiertos fríos cuando la mayor precipitación pluvial ocurre 

durante el invierno y su TMA es menor a 18 °C (Hartley et al. 2007; Chapin III et al. 2011). 

Las entradas de agua dentro de los desiertos promueven una cascada de 

transformaciones biogeoquímicas y biológicas que resultan en cortos periodos de 

abundancia de nutrientes (Schwinning & Sala 2004). La liberación y obtención de 

nutrientes mediante actividad biológica están ligados estrechamente a la estacionalidad 

(temperatura) y la disponibilidad de agua (Johnson et al. 2012). No obstante, son pocos 

los momentos en que existe disponibilidad de nutrientes por lo que el suelo está poco 

desarrollado y tiene baja deposición de materia orgánica y una elevada concentración 

de sales (Belnap 2001; Chapin III et al. 2011). Todas estas condiciones ambientales hacen 
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que la distribución y proliferación de la macrofauna este limitada de modo que son los 

microorganismos los que sostienen los bioprocesos que se llevan a cabo en estos 

ecosistemas (Makhalanyane et al. 2013; Fierer et al. 2012). 

2.2. Costras Biológicas de Suelo (CBS) 

Las CBS son comunidades complejas formadas por bacterias fotosintéticas y 

diazotróficas, algas, hongos, musgos y líquenes que se distribuyen y abundan en los 

ecosistemas áridos incluyendo los desiertos (Belnap et al. 2004; Eldridge 2000; Nunes 

da Rocha et al. 2015; Arroyo et al. 2015). Estas comunidades de microorganismos se 

forman en los primeros 5 cm de la superficie del suelo desarrollándose principalmente 

en espacios libres de plantas vasculares (Steven et al 2013; Maier et al. 2014). En 

desiertos de Norte América se ha estimado que pueden llegar a ocupar hasta el 70 % de 

la superficie del suelo (Yeager et al. 2004; Johnson et al. 2012). Los microorganismos 

que forman las CBS están adaptados a los pulsos de lluvias escasos e impredecibles, 

elevadas tasas de evaporación, y periodos largos de exposición a rayos U.V haciéndolos 

componentes bióticos abundantes. Son los microorganismos que realizan en gran parte 

los procesos funcionales dentro de los desiertos (Nunes da Rocha et al. 2015; Morillas 

& Gallardo 2015).  

La composición de las CBS varía dependiendo de la topografía, estacionalidad de lluvia 

y tipo de suelo así como también de la escala regional o local en la que se estudien 

(Makhalanyane et al. 2013; Steven et al 2013). Por ejemplo desiertos fríos y calientes de 

Norte América difieren en composición de las CBS, abundando líquenes en los desiertos 

fríos y cianobacterias en los desiertos calientes (Belnap 2001). En el trabajo de García-

Pichel y colaboradores (2013) demostraron que había un recambio en la especie 

dominante de cianobacterias, éstas variaban en función de un gradiente latitudinal de 

los desiertos de Norte América. Las diferentes especies dominantes se encontraron 

directamente ligadas a diferencias en la temperatura óptima de crecimiento. En 

particular, en los desiertos fríos es dominante la cianobacteria Microcoleus vaginatus, y 

en los desiertos calientes es dominante la cianobacteria Microcoleus steenstrupii 

(Garcia-Pichel et al. 2013). Por otro lado, el trabajo de Dvorak y colaboradores (2012), 

demuestra que comunidades de cianobacterias de CBS del género Microcoleus de 

distinto origen geográfico (y evolutivo) tienen una composición filogenética diferente, 

abonando a evidencia de posibles adaptaciones locales y asociadas a la historia 

evolutiva particular. Otro trabajo por Bahl y colaboradores (2010), presenta evidencia 

filogenética de adaptaciones locales en cianobacterias del género Chrococcidiopsis con 

variantes únicas entre desiertos calientes y fríos (Bahl, et al. 2011). En conjunto, estos 

ejemplos sugieren fuertemente que la composición filogenética de las CBS es el 

resultado tanto de las condiciones ambientales locales como de su historia evolutiva, 
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por lo que es improbable que comunidades con composición filogenética diferente 

respondan de la misma manera a los cambios o perturbaciones ambientales. 

Dado el mosaico de diversidad biológica que albergan las CBS, éstas contienen gran 

diversidad metabólica que permite realizar distintas funciones que proveen de servicios 

al ecosistema (Belnap & Eldridge 2001). Dentro de los servicios ecosistémicos que las 

CBS realizan, se encuentran servicios físicos, en donde se destaca su contribución en 

reducir la erosión del suelo por corrientes de aire y por agua (Maier et al. 2014) gracias 

a la presencia de cianobacterias filamentosas como Microcoleus vaginatus, Phormidium, 

Tolypothrix que mediante sus filamentos y la secreción de exopolisacaridos junto con 

las hifas de los hongos permite que las partículas del suelo se compacten 

(Makhalanyane et al. 2013; Belnap 2001). Otra contribución física al ecosistema es la 

influencia de las CBS en la hidrología del suelo ya que al reducir el espacio entre los 

poros de las partículas del suelo logran capturar una mayor cantidad de agua y reducir 

la evapotranspiración manteniendo la humedad por periodos más largos (Chamizo et 

al. 2013). No obstante, la mayor contribución de las CBS en los desiertos es su 

participación dentro procesos ecosistémicos o servicios fisiológicos. 

Los procesos ecosistémicos en los que participan los microorganismos de las CBS son la 

fijación de nutrientes esenciales, principalmente C y N (Yeager et al. 2004; Bowker et al. 

2010). No obstante, las CBS sólo están activas durante los eventos de lluvia 

(disponibilidad agua) de modo que las funciones ecosistémicas realizadas por éstas 

dependen principalmente del ambiente local (Morillas & Gallardo 2015). Cuando las 

condiciones ambientales son adecuadas, las CBS median la entrada de C, principalmente 

vía fotosíntesis de comunidades fototróficas (cianobacterias, algas, musgos, líquenes) 

(Yeager et al. 2004). La fotosíntesis de las CBS  es el mecanismo primario para la 

generación de materia orgánica en los parches de suelo donde la vegetación es escasa 

(Steven et al.2013) contribuyendo al 7 % de la fijación de C en los desiertos (Maier et al. 

2014). Por otro lado, la fijación de N realizada por las CBS es la principal entrada de este 

nutriente en los desiertos (Pepe-Ranney et al. 2015) mediante comunidades  

diazotróficas en la que destacan las cianobacterias, cianolíquenes, y bacterias 

heterotróficas (Steven et al.2013; Nunes da Rocha et al. 2015; Pepe-Ranney et al. 2015). 

La fijación de N por las CBS contribuye con cerca del 40 % de la fijación de N en los 

desiertos (Maier et al. 2014) . En conjunto, los servicios ecosistémicos prestados por las 

CBS están positivamente correlacionados con la supervivencia de las plantas vasculares, 

principalmente en cuanto a su contribución en la disponibilidad de N que después del 

agua es el segundo componente que limita la producción primaria (Pepe-Ranney et al. 

2015).  
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2.3. Ciclo del nitrógeno en ecosistemas áridos 

El N es uno de los cuatro nutrientes esenciales que sostienen la vida en la Tierra 

(Vitousek et al. 2002; Belnap 2002; Herridge et al. 2008). Este elemento es abundante 

debido a que el 79 % de la atmósfera está compuesta por dinitrógeno (N2), sin embargo, 

esta forma molecular no puede ser asimilada directamente por plantas y animales 

(Vitousek et al. 2002). De manera que la entrada de este elemento en los ecosistemas 

naturales es mediante la transformación molecular del N2 a formas inorgánicas (NH3) a 

este proceso se le conoce como fijación de N (Vitousek et al. 2002). La fijación de N es 

realizada únicamente por grupos procariotas, capaces de romper el triple enlace 

covalente del N2, conocidos como diazotrófos (Vitousek et al. 2002; Leigh 2000; Jayne 

Belnap 2002). Los diazotrófos están representados por una gran diversidad filogenética 

de bacterias que involucra organismos fototrófos (obtienen energía de la luz) o 

hetrotrófos (obtienen energía a partir de compuestos orgánicos) (Philippot & Germon, 

2005). Los microorganismos diazotróficos poseen la enzima nitrogenasa, la única capaz 

de realizar la fijación de N atmosférico (Zehr et al. 2003; Leigh 2000; Yeager et al. 2004). 

Esta enzima se compone por dos dímeros proteícos conservados: denominados 

complejo MoFe dinitrogenasa que se codifica mediante los genes nifD y nifK y complejo 

Fe dinitrogenasa reductasa codificado por el gen nifH. La función que realiza la 

nitrogenasa involucra la asociación y disociación entre éstos dos complejos  por medio 

de la transferencia de electrones dependiente de ATP, lo cual permite eventualmente 

la reducción del N2 a amoniaco (NH3) que rápidamente sufre protonación a ión amonio 

(NH4 
+) (Hu et al. 2012). Esta reacción puede ser representada por la siguiente ecuación 

en la que a partir de un mol de N2 se producen 2 moles de NH3:  

N2 + 8H+ + 8e− + 16ATP→2NH3 + H2 + 16ADP + 16Pi (Philippot & Germon, 2005) 

La fijación de N es una reacción muy costosa en términos energéticos, se requieren 16 

moléculas de ATP para reducir una molécula de N2 (Vitousek et al. 2002). Las condiciones 

necesarias para la fijación de N es que se realice en ambientes con poca concentración 

de O2 o anóxicos, debido que la nitrogenasa es inhibida por la presencia de O2 (Hartley 

et al. 2007). El producto de la fijación de N (NH3 o NH4 
+) generalmente es usado 

directamente por bacterias, hongos y  plantas.  Las plantas utilizan el NH4 
+

 para la 

síntesis de compuestos orgánicos nitrogenados. Después de la muerte de un organismo 

(planta, animal, hongo, bacteria) el N orgánico presente en las proteínas, aminoácidos, 

y ácidos nucléicos son degradados a amonio, este proceso se le conoce como 

mineralización o amonificación (Figura 2b) (Philippot & Germon, 2005). Una vez que el 

amoniaco entra al ecosistema gran parte regresa a la atmósfera por volatilización, y otra 

parte es asimilada directamente como NH4 
+  por plantas o bacterias (Austin et al. 2004). 

No obstante, el amonio puede ser oxidado a nitrato mediante bacterias altamente 
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especializadas, conocidas como nitrificadoras (Philippot & Germon, 2005). Las bacterias 

nitrificadoras realizan esta oxidación en dos reacciones. La primera reacción el amonio 

es oxidado a nitrito, y en la segunda reacción los nitritos son oxidados a nitratos (Figura 

2b) (Philippot & Germon, 2005). Debido a la naturaleza eléctrica del nitrato (NO3
-) éste 

es asimilado por las raíces de las plantas, por bacterias heterotróficas o puede ser usado 

como aceptor terminal de electrones por microorganismos cuando el oxígeno es 

limitado (Philippot & Germon, 2005). Dentro de los ecosistemas el nitrato es una de las 

principales formas en que se pierde N mediante lixiviación o escorrentías por agua 

(Hartley et al. 2007; Austin et al. 2004). Por lo que el nitrato es considerado el flujo 

central para la pérdida de nitrógeno, principalmente en suelos. 

El ciclo del N, se completa con la reducción del nitrato a N2 (Philippot & Germon, 2005). 

A este proceso se le denomina desnitrificación, y es realizado en ambientes anaerobios 

(Austin et al. 2004; Cable & Huxman 2004; Schwinning & Sala 2004). La desnitrificación 

consta de cuatro pasos de reacción que son naturales en la respiración de algunos 

microorganismos, reduciendo los nitratos y nitritos  a óxido nítrico, óxido nitroso y 

finalmente a N2 (Figura 2b), (Philippot & Germon, 2005). Todos estos compuestos son 

gaseosos de modo que ésta es la vía biológica principal en que el N regresa a la 

atmósfera.  

La fijación de N y la movilidad de este nutriente está limitada por la disponibilidad de 

agua (Vitousek et al. 2002; Schwinning & Sala 2004; Cable & Huxman 2004), por lo que 

los flujos de los distintos compuestos del ciclo del N varían dependiendo de la época del 

año (Figura 2). La fijación de N en los desiertos se da por un corto periodo del año y gran 

parte del N  fijado se pierde por volatilización (Figura 2b) debido a las elevadas 

temperaturas que alcanzan los ecosistemas áridos (Austin et al. 2004; Cable & Huxman 

2004). Cuando ocurre la nitrificación se vuelve a perder otra parte del nitrógeno por 

volatilización de óxido nitroso (Figura 2b). De esta manera la tasa de pérdida del N 

supera a la tasa de fijación ocasionando que estos ecosistemas tengan baja 

disponibilidad de este nutriente (Austin et al. 2004; Collins et al. 2008). En desiertos se 

ha estimado que la mayor actividad metabólica asociada con la fijación de N resulta de 

los consorcios microbianos de las CBS, los que requieren menos agua para su actividad 

metabólica en comparación con las plantas vasculares (Belnap et al. 2004; Austin et al. 

2004).  

En cuanto a la contribución de distintos grupos dentro de las CBS a la fijación de  N, se 

ha reconocido que diferencias en  composición filogenética de las CBS se asocian con 

diferencias en tasas metabólicas. En particular, se ha observado que CBS dominadas por 

líquenes son aquéllas con mayor tasa de fijación de N (Figura 3B) (Belnap 2002; 

Pietrasiak et al. 2013). Mientras que CBS que no han desarrollado ningún tipo de 



 

6 
 

vegetación tienen menor tasa de fijación de N (Figura 3A y 3C) (Belnap 2002; Belnap et 

al. 2004; Li et al. 2013). No obstante estas diferencias en composición filogenética no se 

han enfocado de manera específica en la diversidad de procariontes del gremio de 

diazótrofos (Delgado-Baquerizo et al. 2013; Maestre et al. 2011; Bowker et al. 2010).  

Algunos estudios han abordado de manera específica la contribución que tiene la 

diversidad  filogenética de los diazótrofos de las CBS en la fijación de N. En particular, se 

ha reconocido que la mayor fijación de N por CBS es realizada por el componente de 

cianobacterias (Bowker et al. 2010; Makhalanyane et al. 2013). Sin embargo, estudios 

recientes realizados con DNA-SIP (15N) y ARA han demostrado que Proteobacterias y 

Clostridiaceae también tienen una contribución importante en la fijación de nitrógeno 

por parte de las CBS (Pepe-Ranney et al. 2015). De modo que no queda resuelta la 

contribución específica que tiene la diversidad microbiana, en específico del grupo 

diazotrófico, en la fijación de N. 

 

Figura II.1 Esquema del ciclo del N en ecosistemas áridos y semiáridos. A condiciones de sequía y B 
condiciones de lluvia. El ancho de las flechas indica que procesos dominan para ambas condiciones. 
Las líneas punteadas son los procesos que se llevan a cabo a tasas muy bajas o imperceptibles. En 
el escenario A los compuestos nitrogenados son obtenidos mediante la degradación de la materia 
orgánica. El C y N disponible se pierden por volatilización. En el escenario B la disponibilidad de agua 



 

7 
 

activa la biomasa microbiana, y esto repercute de manera positiva en la fijación de N que 
rápidamente se protoniza a NH4 

+, nitrificación y desnitrificación. Esquema modificado de Austin et 
al. (2004).  

 

Figura II.2. Tipos de CBS. (A) CBS clara o dominada por cianobacteria, (B) CBS oscura o dominada 
por liquen Collema, (C) CBS dominada por musgo. Imagen modificada de Büdel et al. (2009).  

2.4. Justificación  

A pesar de que la mayor parte del territorio mexicano se considera como desértico y de 

la relevancia que tienen las comunidades microbianas en procesos ecosistémicos, en el 

país aún son escasos los estudios que se desarrollan con el propósito de investigar el 

impacto de la diversidad microbiana y el ambiente sobre funciones ecosistémicas. Es 

por esto que en este trabajo se estudiaron comunidades microbianas fijadoras de N 

provenientes de desiertos con patrones de temperatura y precipitación contrastantes 

(composición diferencial) con el objetivo de evaluar de manera explícita el efecto de la 

composición filogenética y de las condiciones ambientales en una función ecosistémica 

específica.  

2.5. Hipótesis y Objetivos.  

En este trabajo se mantienen las tres hipótesis propuestas por Reed & Martiny (2007) 

(ver figura 1) y se ponen a prueba en un diseño experimental en donde dos comunidades 

diazotróficas con distinta composición filogenética son expuestas a dos ambientes 

artificiales que difieren únicamente en la temperatura.  

H0: En condiciones controladas, la tasa de fijación de N  en las distintas comunidades 

diazotróficas de CBS, no tendrá ninguna tendencia que pueda ser explicada por la 

diversidad taxonómica, el ambiente o la interacción entre éstos dos factores.  

HA1: En condiciones experimentales controladas, distintas comunidades dizotróficas de 

CBS, responderán en relación con la composición de las comunidades estudiadas. La 

respuesta para cada comunidad será distinta, constante e independiente del ambiente 

en el que se encuentre. Ver figura 1a. 
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HA2: En condiciones experimentales controladas, distintas comunidades diazotróficas 

de CBS, responderán en relación con las condiciones ambientales experimentales 

específicas en las que se encuentren e independientemente de su composición. Ver 

figura 1b.  

HA3: En condiciones experimentales controladas, distintas comunidades diazotróficas 

de CBS, responderán en relación con las condiciones ambientales experimentales 

específicas en las que se encuentren y con la composición específica de las comunidades 

estudiadas. Comunidades, originalmente distintas, responderán a condiciones 

ambientales de manera particular (taxonómica y funcionalmente) y en relación a sus 

parámetros originales. Ver figura 1c.  
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Objetivo general 

 Determinar los efectos del ambiente experimental (perturbación térmica) y de la 

composición de las comunidades diazotróficas en la respuesta funcional (tasa de fijación 

N), en CBS de México de distinto origen geográfico y composición filogenética.  

Objetivos particulares 

 Establecer dos experimentos de jardín común para mesocosmos de CBS (mesocosmos) 

de distinto origen geográfico (desierto frío y desierto caliente) y con distinta 

composición filogenética. En uno de los experimentos de jardín común los 

mesoscosmos se mantendrán a 15 °C y en el otro se mantendrán a 30 °C. 

 Determinar la tasa de fijación de N de todas las CBS experimentales  mediante el ensayo 

de reducción de acetileno (ARA) en los siguientes tiempos: al inicio del experimento y 

cada 30 días hasta el día 180, en que finaliza el experimento. 

 Determinar la composición de las comunidades bacterianas diazotróficas de CBS 

mediante TRFLP’s del gen funcional nifH a lo largo del experimento.  

 Determinar estadísticamente la contribución relativa del ambiente experimental y la 

composición filogenética de las CBS en la respuesta funcional de fijación de N. 
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III. MATERIAL Y MÉTODOS 

3.1. Sitio de Estudio  

Las costras biológicas de suelo (CBS) fueron tomadas de dos desiertos de México, con 

patrones de precipitación pluvial y temperatura contrastantes. El primer sitio de muestreo 

se encuentra en el estado de Baja California en la localidad “El Mogor” del Valle de 

Guadalupe (32°02’3.15’’N 116° 29’ 47.77’’O) dentro de la ecorregión chaparral-matorral 

costero dentro de la sub-región mediterránea con  vegetación arbustiva con especies como 

Adenostoma, Ceanothus, Arctostaphylos y Quercus  (Abraham, 2010). Para fines de este 

estudio, esta localidad será catalogada como desierto frío debido a que los eventos de 

precipitación ocurren en invierno (Bullock 2003), presenta temperatura media anual es de 

17.3 °C (SMN, 2013) y precipitación anual menor a 240 mm (Romero-Olivares et al. 2013).  

El segundo sitio de muestreo se encuentra en el estado de Coahuila en la localidad de 

“Churince” del valle de Cuatrociénegas, (26°54’43.15’’N 102°00’52.72’’). Presenta 

vegetación tipo pastizal y matorral y consta de especies como Prosopis laevigata, 

Sporobolus airoides, Nerisyrenia camporum (Perroni et al. 2014). Para fines de este estudio, 

esta localidad será es catalogada como desierto caliente debido a que los eventos de 

precipitación ocurren en verano (López-Lozano et al. 2012), presenta temperatura media 

anual es 21.4 °C (SMN, 2013), y precipitación media anual menor a 150 mm (Alcaraz et al. 

2008).  
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Figura III.1 Sitios de muestreo. (A) Ubicación geográfica de los desiertos donde fueron tomadas las 
costras biológicas de suelo. VG (Valle de Guadalupe, desierto frío), CC (Cuatro Ciénegas, desierto 
caliente). (B) Rancho “El Mogor” (32°02’3.15’’N 116° 29’ 47.77’’O). (C) Localidad “El Churince” 
(26°54’43.15’’N 102°00’52.72’’).  

3.2. Toma de muestra  

En cada uno de los sitios de estudio, (Valle de Guadalupe y Cuatrociénegas) se delimitó 

una serie de cuadrantes anidados en un área total de 8m2, de acuerdo a lo reportado 

por Noguez et al. 2005 de donde se tomaron 32 muestras de CBS. 
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La toma de muestra se realizó con un cilindro de PVC con una altura 5 cm, y un diámetro 

de 11 cm. Las muestras fueron guardadas dentro de bolsas de plástico negras y 

transportadas al laboratorio en el Instituto de Ecología, UNAM, en la Ciudad de México. 

Las CBS estuvieron en condiciones de obscuridad y a temperatura de 10°C 

aproximadamente, hasta su utilización dentro de los jardines comunes. 

3.3. Diseño experimental 

Jardín Común-Trasplantes recíprocos. Para evaluar la influencia relativa de las 

condiciones ambientales y de la composición de las comunidades diazótrofas en su 

capacidad metabólica de fijar N2, se implementaron dos tipos de jardín común. Cada 

jardín común era diferente en la temperatura de incubación. En el primer jardín común 

se implementó una temperatura constante similar a la temperatura media de la 

temporada de lluvias del desierto frío (i.e. Valle de Guadalupe, 15 °C). En el segundo 

jardín común se implementó una temperatura constante similar a la temperatura media 

de la temporada de lluvias del desierto caliente (i.e. Valle de Cuatro Ciénegas, 30 °C). En 

conjunto, los jardines comunes con temperaturas de incubación contrastantes 

funcionaron como un diseño de trasplantes recíprocos, permitió evaluar la capacidad 

metabólica de cada comunidad a una temperatura diferente a su ambiente nativo.  

Implementación de condiciones experimentales. Para crear las condiciones del jardín 

común, el Instituto de Ecología de la UNAM proporcionó dos cámaras de incubación 

ambiental (Conviron, modelo G30) a las cuales se instalaron lámparas Lux con una 

capacidad lumínica de 500 µmol de fotones x m2 –s, que está dentro del rango que 

promueve la fotosíntesis, y de esta manera permite la actividad de la nitrogenasa 

(Millineaux et al. 1981; Su et al. 2011). La intensidad luminosa de las lámparas fue 

corroborada con un luxómetro (Scheidler, YK-10LX). En cada una de las cámaras se 

mantuvo un régimen automatizado de luz/obscuridad de 12 h. En una de las cámaras 

ambientales se mantuvo la temperatura en 15 °C. En la segunda cámara ambiental se 

mantuvo la temperatura a 30 °C. Finalmente, previo al inicio del experimento, se verificó 

que la temperatura de las cámaras ambientales se mantuviera estable.  

En cada jardín común se siguió un diseño de bloques al azar. Se colocaron 15 CBS de CC 

y 15 CBS de VG. Para cada tipo de CBS (i.e. de VG o CC) 11 muestras se mantuvieron en 

humedad (punto de saturación) con agua purificada y estéril, mientras que cuatro 

muestras se mantuvieron como controles secos. Una vez colocadas las muestras dentro 

de cada jardín común se dieron 3 días para su aclimatación; posterior a este tiempo, se 

contó el primer día del experimento. 

El periodo experimental duró 180 días. La toma de muestras para determinar la 

composición diazotrófica siguió un esquema de muestreo destructivo de las CBS. Este 
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muestreo se realizó en cuatro tiempos del periodo experimental con tubos Falcon 

estériles. En cada tiempo se destruían 3 CBS húmedas y 1 control seco, excepto al inicio 

del experimento, que fueron 2 CBS húmedas y 1 control seco (Tabla 2.1). Las muestras 

se guardaron a una temperatura de -80 °C para posteriormente realizar los análisis 

moleculares. Por otra parte, la actividad de la nitrogenasa se determinó con ARA (en 

todas las CBS), por jardín común y por localidad. Para esto se establecieron siete eventos 

de toma de lecturas (T0-T6; Tabla 2.1) 
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Tabla III.1 Diseño experimental. Número de muestras por tratamiento y por evento de muestreo para la caracterización del potencial de fijación 
de N2 (ensayo ARA) y composición de las comunidades diazotróficas de las CBS (ensayo DNA).  

Periodo 
experimental 

T0 
(0 días) 

T1 
(10 días) 

T2 
(60 días) 

T3 
(90 días) 

T4 
(120 días) 

T5 
(150 días) 

T6 
(180 días) 

N  
(total de 

muestras) 

 TA TB TC TD  

Ensayos+ ARA, DNA ARA, DNA ARA ARA, DNA ARA ARA ARA, DNA  

          

Temp. 
Incubación 

 
Origen* 

        

 
15 °C 

   -  - -   

CC 2 3 - 3 - - 3 11 

Control seco CC 1 1 - 1 - - 1 4 

VG 2 3 - 3 - - 3 11 

Control seco 
VG 

1 1 - 1 - - 1 4 

          

30 °C CC 2 3 - 3 - - 3 11 

Control seco CC 1 1 - 1 - - 1 4 

VG 2 3 - 3 - - 3 11 

Control seco 
VG 

1 1 - 1 - - 1 4 

         60 

*CC= Cuatro Ciénegas; VG= Valle de Guadalupe, control = CBS sin agua 

+  Ensayos realizados con las muestras: ARA (ensayo de reducción de acetileno para determinar el potencial de fijación de N2. Se realizó en todas las 

muestras en cada tiempo); DNA (extracción del DNA total de suelo para caracterización de comunidad diazotrófica).
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3.4. Caracterización molecular de la composición de comunidades diazotróficas 

Extracción de DNA. La extracción de DNA se realizó de acuerdo al protocolo publicado 

por Purdy et al 2005 (ver apéndice 1). En breve, se extrajo DNA de 0.5g de muestra. Este 

procedimiento de extracción involucra lisis de las células con perlas de vidrio (0.1mm) a 

50 000 rpm. La limpieza y elución del DNA es por medio de columnas  de HTP 

(Hidroxiapatita, No. catálogo 130-0420, BioRad) y Sephadex G-50 (No. catálogo G75120, 

Sigma). El DNA extraído de las muestras se almacenó a -20 °C hasta realizar los siguientes 

métodos moleculares.  

Amplificación del gen nifH. Se realizó una PCR anidada para la obtención del gen nifH, 

parte del operón de la nitrogenasa. Para tal fin se utilizaron oligonucleóticos (primers) 

degenerados que, de acuerdo con Yeager et al. 2004, abarcan la mayor diversidad 

filogenética de diazótrofos. Para cada muestra de DNA se realizaron 3 réplicas de PCR 

anidado con la intención de disminuir los sesgos de la deriva del PCR  (Polz & Cavanaugh 

1998). 

El protocolo para la PCR anidada es similar al de Yeager et al (2004). La primera reacción 

está constituida por los primers nifH19F (5’-GCIWTYTAYGGIAARGGIGG-3’), y nifH3R (5’-

ATRTTRTTNGCNGCRTA-3’), el volumen de reacción del PCR fue de 25 µl, las 

concentraciones utilizadas de los reactivos fueron las siguientes; 1X de buffer de taq 

polimerasa, 2.5mM de MgCl2, 2mM de dNTPS, 2µM de primers, 2.5 U de Taq DNA 

polimerasa Platinum (marca Thermo Scientific, No. catálogo 11304-011), 0.5 µl de BSA, 

0.5 µl de DMSO, y aproximadamente 40 ng de DNA. El producto de esta primera 

reacción se utiliza como templado para la segunda reacción. Para la segunda reacción 

se utilizaron los primers nifH 11F-FAM (marcado flourescente en el carbono 5’, color 

azul; 5’-GAYCCNAARGCNGACTC-3’) y nifH 22R (5’-ADWGCCATCATYTCRCC-3’). El 

volumen de reacción fue de 50 µl, las concentraciones utilizadas de los reactivos fueron 

las siguientes; 1X de buffer de taq polimerasa, 2.0 mM de MgCl2, 2mM de dNTPS, 2µM 

de primers, 0.1 U de Taq DNA polimerasa Platinum y 2 µl de la primera reacción de PCR. 

El programa del termociclador para la primera reacción fue desnaturalización inicial a 

95°C durante 5 minutos, seguido de 20 ciclos de a 94°C por 45 segundos, temperatura 

de alineación de 48°C por 1 minuto, temperatura de extensión de 72°C durante un 

minuto y la extensión final fue a 72°C durante 10 minutos. Para la segunda reacción de 

PCR el programa fue el siguiente: desnaturalización inicial a 95 °C por 5 minutos, seguido 

de 32 ciclos a 94°C por 45 segundos, temperatura de alineación de 55 °C durante 1 
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minuto, temperatura de extensión a 72 °C por 1 minuto, y extensión final fue a 72 °C 

durante 10 minutos (Yeager et al. 2004). 

Limpieza de amplicones de nifH. Cada una de las reacciones de PCR se mezcló con sus 

respectivas réplicas. Para purificarlas se corrieron en un gel al 1.7 % de agarosa con 

bromuro de etidio en 0.5 x de buffer TAE. El gel se visualizó con luz UV para cortar la 

banda de gel con un peso de 358 pb (amplicon de nifH). Posteriormente la limpieza de 

la banda de gel se realizó con el kit QIAquick (Qiagen, No. catálogo 28704). Los 

amplicones de nifH limpios se corrieron en un gel al 1.7 % de agarosa con bromuro de 

etidio en 0.5X de buffer TAE para cuantificar la concentración con MassRuler DNA 

(Thermo Scientific, No. catálogo SM0403). 

TRFLPs de amplicones de nifH. Para obtener los fragmentos de restricción, los 

amplicones de nifH limpios se sometieron a una digestión enzimática con la enzima Mae 

III (Roche, No. catálogo 108222), que reconoce cinco pares de bases (GTNAC). 

Brevemente, se tomó el volumen necesario de amplicones para tener una 

concentración de 80 ng del gen nifH, la concentración del buffer de digestión fue 1X y 1 

Unidad de enzima de restricción, el volumen de la reacción fue establecido para 25 µl. 

El programa para la digestión enzimática en el termociclador fue a 55 °C durante 12 

horas. Posteriormente se limpiaron y precipitaron los fragmentos de restricción. 

La limpieza y precipitación de los fragmentos de restricción se realizó de la siguiente 

manera: al producto de la reacción de digestión  se le agregó 0.1 volumen de EDTA 

[125mM], 0.1 volumen de Acetato de Sodio [3M] pH 5.1, y 2.5 volúmenes de etanol frío 

al 100 %. Esta mezcla se dejó incubar a temperatura ambiente durante 15 minutos. 

Posteriormente, se centrifugó a 14,000 rpm durante 25 minutos, se decantó el 

sobrenadante, y se añadieron 100 µl de etanol frío al 70 %. Esta mezcla se dejó incubar 

a temperatura ambiente por 15 minutos. Se centrifugó a 14,000 rpm durante 25 

minutos y por aspiración se desechó el sobrenadante. Por último la muestra se dejó 

secar dentro de una campana de flujo laminar durante 15 minutos. 

Los fragmentos de restricción precipitados fueron resuspendidos en 9.5 µl de 

formamida (HiDi Applied Biosystems) y 0.25 µl del marcador de peso molecular GS500 

LIZ. Esta mezcla fue cargada en una placa de secuenciación, que siguió el siguiente 

programa: desnaturalización a 95 °C durante 5 minutos, y puestos en hielo 5 minutos. 

Posteriormente se cargó la placa en el secuenciador de electroforesis capilar (ABI 

3500xL Genetic analyzer), los parámetros de corrida fueron temperatura de 

electroforesis 60 °C, voltaje 10kV, tiempo de inyección 35 segundos y tiempo de corrida 

10,000 segundos.  
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Para cada una de las muestras se realizaron tres réplicas en electroforesis capilar para 

identificar artefactos en los resultados. Los perfiles de TRFLPs fueron generados 

mediante el software GeneMapper versión 3.1 (Applied Biosystems), y para su posterior 

análisis se utilizó el software GeneMarker (Softgenetics). 

Procesamiento de datos de TRFLPs. Los perfiles obtenidos de la electroforesis capilar 

fueron descargados para crear una tabla con la información de tamaño del fragmento 

(pb), altura (intensidad de fluorescencia), y área del fragmento. Los parámetros para 

considerar fragmentos reales fueron los siguientes. El fragmento debía tener un tamaño 

mínimo de 20 pb, una altura mínima de 50 unidades de fluorescencia,  y debía estar 

presente en al menos dos de  las réplicas de corrida de los TRFLP (Blackwood et al. 2003). 

El tamaño de los fragmentos fue redondeado al entero más cercano, y aquellos 

fragmentos que diferían en 2 pb en longitud eran agrupados como un mismo fragmento. 

La altura de los fragmentos fue estandarizada dividiendo la altura de cada pico entre la 

altura total de los picos. Los picos que representaban < 0.5 % de la altura total fueron 

eliminados. Finalmente se calculó la abundancia relativa de los fragmentos que 

cumplían las características ya mencionadas. Cada uno de los fragmentos distintos se 

considera una Unidad Taxonómica Operativa u OTU por sus siglas en inglés (Operational 

Taxonomic Unit). 

Con los datos de abundancia relativa para cada fragmento presente en las muestras, se 

generó una matriz por cada tiempo (T0, T1, T3 y T6, Tabla 3.1) en donde las filas 

corresponden a las muestras y las columnas contienen los atributos medidos, en este 

caso la abundancia relativa de cada uno de los fragmentos identificados u OTUs. 

3.5. Análisis de diversidad. 

Índice de Shannon- Weaver. El índice de Shannon-Weaver se calculó mediante una 

matriz de los datos de abundancia relativa de los OTUs de nifH, y fue calculado con el 

paquete Vegan en el programa R versión 3.0.2 (Flynn et al. 2008; Rossi 2011) El valor del 

índice se estimó para cada grupo de los jardines comunes (CC 30 °C y 15 °C, VG 30 °C y 

15 °C), así mismo se calculó la riqueza especifica (S) de cada OTU, utilizando el mismo 

programa. 

 

Heatmap con dendogramas de similitud. Se realizaron gráficos de Heatmap con la matriz 

de abundancia relativa de los OTUs de nifH. Esto se realizó para cada tiempo en que se  

caracterizó la comunidad diazotrófica. Con la finalidad de comparar la abundancia 

relativa de OTUs entre las muestras. Para realizar los heatmaps se utilizó el paquete 

ggplot2 en el programa R, versión 3.0.2. También se añadieron a los heatmaps 
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dendogramas que agrupan las muestras (filas) por disimilitud para ello la matriz de 

abundancia relativa es transformada a una matriz de distancia utilizando Bray-Curtis 

mediante el paquete Vegan (Flynn et al. 2008). Las asociaciones se realizaron mediante 

el método de UPGMA.  

 

Escalamiento multidimensional no métrico (NMDS, Non metric multidimensional scaling 

siglas en inglés). El escalamiento multidimensional no métrico es un método de 

ordenación de datos (objetos) que se distribuyen originalmente en n-dimensiones 

(atributos), su objetivo es escalar los objetos en menos dimensiones que las originales. 

El resultado gráfico de este análisis representa a objetos disímiles en sus atributos como 

más alejados que aquellos más similares entre ellos. De manera que los objetos más 

disimiles en sus atributos estarán alejados unos de otros, mientras aquellos que sean 

más similares se encontraran más cercanos. Este método es ampliamente utilizado en 

datos de ecología ya que no se limita a distancias euclidanas como medidas de 

disimilitud, sino que incorpora otro tipo de métricas, usualmente  Bray-Curtis. El 

coeficiente de Bray-Curtis se utiliza como un coeficiente no métrico para calcular la 

disimilitud entre objetos. Se define de la siguiente manera: 

 
Donde:  

J= número de sitios 

nij = número de especies en el sitio i 

ni’j = número de especies en el sitio i’  

ni = total de especies del sitio i 

ni = total de especies del sitio i’ 

Para aplicar el método NMDS se utilizaron las matrices de abundancia relativa de cada 

tiempo, y  como métrica de disimilitud (Bray-Curtis). Se establecieron coordenadas de 

ordenación en dos dimensiones, y al menos 100 iteraciones. Todo esto se realizó en el 

programa R versión 3.0.2 (Oksanen 2008). 

3.6. Análisis de funcionalidad. 

El ensayo de reducción de acetileno (ARA). Se llevó a cabo para todas las unidades 

experimentales como se detalla a continuación. Cada una de las muestras colocadas en 

los platos de PVC fue sellado con tapa de acrílico con un tapón de silicón y macilla o 

plastilina (Figura 3.2). Una vez sellados los platos, se extrajo con jeringa un volumen del 

10 % de la cabeza de aire, que se sustituyó con gas acetileno. Cada una de las CBS así 
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tratadas se incubaron durante 72 horas en el jardín común correspondiente. Concluído 

el periodo de incubación se tomó, con jeringa, una muestra de 4ml de la cabeza de aire 

que fue a su vez inyectada en “vacutainers” de 10 ml. Éstos se trasladaron al Centro de 

Ciencias Genómicas, UNAM, para ser analizados con un cromatógrafo de gases (Varian 

3300,  columna empacadora: Poropak mallas 2m x 1/8 de pulgada, detector de 

ionización de flama). Las condiciones del cromatógrafo para la lectura de las muestras 

fueron las siguientes: 1 ml de muestra inyectada, gases acarreadores (nitrógeno 80 psi, 

aire 60 psi, e hidrógeno 40 psi), atenuación de 0.2, velocidad de papel de 0.5. El tiempo 

de retención para etano fue 1.32, para etileno 1.57, y para acetileno 1.8.  

 

Figura III.2 Esquema del Ensayo de reducción de acetileno (ARA). (A) Inyección de 10 % de 
acetileno en las muestras selladas, (B) Muestras selladas e incubadas durante 72 horas en las 
condiciones de jardín común. (C) Muestra de gas extraído de las muestras selladas e incubadas es 
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colocado en vacuteiners de 10 ml, (D) Cromatógrafo utilizado para la lectura de gases 
etano:etileno:acetileno.  

Procesamiento de datos de lecturas de cromatografía. Los datos crudos del 

cromatógrafo se transformaron a concentración en µmoles para cada uno de los gases 

detectados. Para ello, se construyeron curvas patrón para etileno y etano. Las curvas 

patrón se construyeron inyectando volúmenes y concentraciones conocidos de gases 

puros (etileno y etano). Siguiendo el volumen molar de un gas (22.4 L = 1 mol) en un ml 

hay 44.6 μmoles, con lo cual se obtuvo la pendiente de la curva estándar (etileno 

m=0.0003703, etano m= 0.0000784) que fue utilizada como el factor de conversión de 

unidades de área del cromatógrafo a μmoles de gas. 

Para convertir los resultados de la cromatografía (área de los gases) a concentración 

en µmoles se realizaron los siguientes cálculos:  

 
Donde:  

A = área del pico del gas. 

m = pendiente de la curva estándar. 

FD = factor de dilución. 

V = volumen de la cabeza de aire. 

 

Posteriormente la concentración de µmoles fue ajustada a 1 m2 /-hora  de la siguiente 

manera: 

 

 
Donde:  

SA: área del cilindro de PVC. 

H.I = horas de incubación.  

Análisis estadísticos de la actividad de la nitrogenasa. Una vez obtenidos los datos de 

µmol de C2Hx/m2/h-1 , para cada muestra, estos datos fueron agrupados para su análisis 

por lugar de origen y temperatura, formando cuatro grupos: CC-30°C (Cuatro Ciénegas 

del jardín común de 30°C), VG-30°C (Valle de Guadalupe del jardín común de 30°C), CC-

15°C (Cuatro Ciénegas del jardín común de 15°C) y VG-15°C (Valle de Guadalupe del 

jardín común de 15°C). Los datos de los controles secos se analizaron de manera 

independiente a las muestras húmedas. Para cada grupo se realizó un diagrama de caja 
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(“box-plot”) (R, versión 3.0.2) con el fin de visualizar el conjunto de datos e identificar 

valores atípicos (“outliers”), los cuales fueron eliminados para realizar los análisis 

estadísticos. Nunca se eliminaron más de dos valores atípicos por muestra, y en la 

mayoría de los grupos sólo se presentó uno. 

Por simplicidad analítica y para tener más réplicas, al realizar los análisis estadísticos los 

resultados de las lecturas de ARA se organizaron en tres grupos. Cada grupo incluye dos 

eventos de medición de ARA. Específicamente los tres grupos corresponden con: TA=T0, 

TB=T1+T2, TC=T3+T4, TD=T5+T6 (ver Tabla 3.1) La distribución normal de los datos de 

µmol de C2Hx/m2/h-1 se corroboró mediante un gráfico cuantil-cuantil con programa R 

versión 3.0.2. 

Para inferir si existían diferencias significativas en la reducción de acetileno para las CBS 

de la misma localidad entre los jardines comunes (30°C y 15°C respectivamente) se 

realizó una prueba t-student para dos muestras por cada tiempo, estableciendo p-valor 

≤ 0.05, para diferencias significativas. 

 

Análsisis estadístico de la contribución relativa de la composición y las condiciones de 

incubación (temperatura) y la funcionalidad de las CBS. Para determinar si el efecto del 

lugar de origen (como una aproximación de la composición), y la temperatura 

influencian la actividad de la nitrogenasa en las CBS a lo largo del tiempo se realizó una 

prueba de ANOVA de dos factores (o dos vías). Cada punto de medición de la función 

(ARA) (Tabla 2.1) en el tiempo se consideró independiente para el análisis estadístico. 

La prueba de ANOVA de dos vías, puede generar tres resultados diferentes que 

corresponden a los escenarios planteados por Reed & Martiny (H. E. Reed and Martiny 

2007c); i) uno de los factores explica significativamente la varianza encontrada entre 

tratamientos, en este caso lugar de origen o temperatura, influye de manera 

significativa en la actividad de la nitrogensa, ii) ambos factores explican 

significativamente la varianza encontrada entre tratamientos, en este caso el lugar de 

origen y la temperatura influyen de manera significativa en la actividad de la 

nitrogenasa, y iii) la interacción entre los factores, el lugar de origen y temperatura, 

influyen de manera significativa la actividad de la nitrogenasa. Cuando el tercer 

supuesto es significativo, el primer y segundo supuestos no son válidos para el análisis 

de los resultados. Para determinar diferencias significativas se estableció un p-valor ≤ 

0.05. 
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IV. RESULTADOS 

4.1. Diversidad y composición de comunidades microbianas diazotróficas 
Diversidad Alfa (α) 

Para estimar la diversidad local (diversidad α) de los dos tipos de comunidades (CC y VG) en 

las distintas condiciones experimentales se calculó el índice de Shannon-Weaver (H) y la 

Riqueza (S) de TRFs (Terminal Restriction Fragments, por sus siglas en inglés), los cuales 

fueron considerados como OTUs . Cabe destacar que los análisis de diversidad para los 

controles, no tienen réplicas.  

Los resultados de diversidad α en cuanto al índice de Shannon- Weaver (H) varían en función 

del sitio de origen de la muestra, el tiempo y la temperatura de incubación. Por un lado, en 

el experimento de incubación a 30°C, las muestras de CC disminuyen en diversidad con el 

tiempo, en contraste con las muestras de VG cuya diversidad se mantiene constante a lo 

largo del experimento. Por otro lado, en el experimento de incubación a 15°C, ambos tipos 

de muestra (CC y VG) mantienen diversidad constante a lo largo del experimento, pero son 

las muestras de VG las que tienen mayor diversidad. En términos generales, es de notar que 

las muestras que conservan mayor diversidad a lo largo del experimento corresponden a 

aquéllas que se encuentran en temperaturas de incubación contrastantes con el desierto 

de origen (Tabla 3.1).  

Los resultados de riqueza (S) son similares a los resultados obtenidos para el índice de 

diversidad. Por una parte, en el experimento de incubación a 30°C, son las muestras de CC 

las que disminuyen en riqueza con el tiempo, en contraste con las muestras de VG cuya 

riqueza se mantiene constante a lo largo del experimento. Por otro lado, en el experimento 

de incubación a 15°C ambos tipos de muestra (CC y VG) disminuyen su riqueza a lo largo del 

experimento, ninguna muestra en particular tiene mayor valor de riqueza (Figura 3.1). De 

manera general, se observa que los valores de riqueza en las muestras disminuyen en el 

tiempo del experimento sin importar las condiciones experimentales (Tabla 3.1). 
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Figura IV.1 Representación gráfica de los valores del índice de Shannon-Weaver (H) y riqueza (S). 

Las barras negras representan la mediana. Las cajas se extienden hacia el cuartil superior y el 

cuartil inferior de los datos. Los paneles representan el tiempo de la caracterización de la 

comunidad. El eje Y representa los valores de H o S. Las etiquetas inferiores corresponden a las 

muestras de Cuatrociénegas (CC) y Valle de Guadalupe (VG). Los colores de las barras indican la 

temperatura de incubación: blanca corresponde a 15°C y gris corresponde a 30°C. Se utilizó una 

N=2 en el T0, y una N = 3 para los siguientes tiempos. 
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Tabla IV.1 Resultados del índice de Shannon-Weaver (H) y riqueza (S). La tabla muestra la media de 

H y S de las muestras de CC, Cuatrociénegas y VG, Valle de Guadalupe en las dos temperaturas de 

incubación en los tiempos del experimento.  

Periodo experimental T0 T1 T3 T6 

H 
(±E.E) 

S 
(±E.E) 

H 
(±E.E) 

S 
(±E.E) 

H 
(±E.E) 

S 
(±E.E) 

H 
(±E.E) 

S 
(±E.E) 

Temp. de 
Incubación 

Origen         

15°C CC 1.0 
(0.3) 

13 
(6.0) 

1.3 
(0.0) 

5.0 
(0.0) 

0.8 
(0.1) 

4.0 
(0.8) 

1.0 
(0.9) 

4.0 
(0.3) 

 Control 
seco CC 

0.8 
(NA) 

5.0 
(NA) 

1.1 
(NA) 

5.0 
(NA) 

0.9 
(NA) 

5.0 
(NA) 

0.4 
(NA) 

2.0 
(NA) 

 VG 1.4 
(0.0) 

7.0 
(2.5) 

0.8 
(0.1) 

3.0 
(0.3) 

1.0 
(0.4) 

6.0 
(3) 

1.0 
(0.1) 

4.0 
(0.5) 

 Control 
seco VG 

1.4 
(NA) 

6.0 
(NA) 

1.4 
(NA) 

5.0 
(NA) 

  1.8 
(NA) 

11 
(NA) 

          
30°C CC 1.7 

(0.9) 
20 

(17) 
1.3 

(0.7) 
10 

(6.0) 
0.6 

(0.1) 
4.0 

(0.5) 
0.8 

(0.1) 
5.0 

(0.6) 
 Control 

seco CC 
2.3 

(NA) 
33 

(NA) 
0.2 

(NA) 
3.0 

(NA) 
1.0 

(NA) 
5.0 

(NA) 
1.4 

(NA) 
7.0 

(NA) 
 VG 1.3 

(0.5) 
6.0 

(2.0) 
1.3 

(0.1) 
7.0 

(2.0) 
1.5 

(0.2) 
9.0 
(2) 

1.2 
(0.3) 

8.0 
(1.0) 

 Control 
seco VG 

1.3 
(NA) 

7.0 
(NA) 

  0.7 
(NA) 

3.0 
(NA) 

1.7 
(NA) 

12 
(NA) 

Para sacar la media de los valores se utilizó una N=2 para el T0 y una N=3 para los demás tiempos. Para el caso 

de los controles siempre se utilizó una N = 1. En el T1 para la muestra de Control seco VG a 15°C no se 

obtuvieron TRFLPs. En el T3 para la muestra de Control seco VG a 15°C no se obtuvieron TRFLPs.  

Diversidad Beta ( ) 

Escalamiento multidimensional no métrico  

Para comparar la similitud de composición en las comunidades diazotróficas incubadas en  

temperaturas contrastantes se utilizó un ordenamiento no métrico (NMDS) para cada uno 

de los tiempos en que se caracterizó la comunidad. 

 Los resultados muestran que la composición diazotrófica es diferente entre los tipos de 

desiertos y que aquellas muestras que tienen mayor similitud, en la mayoría de los tiempos, 

son aquellas que tienen el mismo lugar de origen. En el T0 se observa, aún con variación 

entre réplicas, la formación de dos agrupaciones. Estas agrupaciones corresponden a las 

muestras del desierto frío (VG) y de forma separada la agrupación de las muestras del 
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desierto caliente (CC) (Figura 3.2a). En el T1 la composición diazotrófica de las muestras 

cambia. En este tiempo no existe alguna agrupación por lugar de origen o temperatura de 

incubación (Figura 3.2b). No obstante, en los subsecuentes tiempos las muestras se vuelven 

agrupar por lugar de origen, siendo esto más evidente en el T6 (Figura 3.2, c-d). A pesar de 

que la composición de las comunidades diazotróficas es afectada por la temperatura de 

incubación, las muestras se agrupan principalmente por lugar de origen. De tal manera, que 

no se observa que diferentes comunidades diazotróficas (CC y VG) converjan en 

composición cuando están expuestas a un ambiente común.  
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Figura IV.2 Ordenación por similitud no métrica (NMDS) en la composición de las CBS. Las muestras 

que pertenecen al mismo tipo se muestran con elipses con un límite de confianza del 95 %. Los 

círculos representan a las muestras de Cuatrociénegas (CC), los triángulos representan a las 

muestras de Valle de Guadalupe (VG). El color sólido de las figuras representa la temperatura de 

incubación de 30°C, las figuras huecas representan la temperatura de incubación de 15°C. Los 

diferentes colores son los tiempos en que se caracterizó la comunidad diazotrófica. Stress 0.08. 
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Composición de OTUs en comunidades diazotróficas  

Se realizaron Heatmaps para visualizar la diferencia de OTUs que tienen los tipos de 

muestras (CC y VG). Los resultados destacan que la diferencia en la composición de las 

comunidades diazotróficas (CC y VG) es causado por diferencias en las abundancias relativas 

de determinados OTUs, así como también la presencia de OTUs únicos dentro de las 

muestras. El OTU de 264pb de longitud está presente en ambos tipos de muestra (CC y VG), 

no obstante, su abundancia no parece estar ligada ni al origen de las muestras ni a la 

temperatura. Por otra parte, el OTU de 356pb de longitud también está presente en todas 

las muestras, pero es más abundante en las muestras de VG. Los OTUs abundantes que son 

únicos en determinado tiempo del experimento para las muestras de CC son 27pb en el T0 

(Figura 3.2a), 328pb en el T1 (Figura 3.2b), y 318 pb en el T3 (Figura 3.2c). Por otra parte, 

los OTUs abundantes que son únicos en determinado tiempo del experimento para las 

muestras de VG son 260pb, 249pb, 328pb en T0 (Figura 3.2a), 110pb y 257pb en T3 (Figura 

3.2c). No se observó que la presencia y abundancia de algún OTU estuviera ligado 

únicamente a la temperatura. La mayoría de los OTUs abundantes estuvo ligado al tipo de 

muestra (CC y VG) y el tiempo en que se caracterizó la comunidad diazotrófica. 
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Figura IV.3  Heatmap de abundancia relativa de OTUs. En la parte inferior se encuentra la longitud 

de los OTUs (TRF). Del lado izquierdo se representa el análisis de agrupamiento realizado por 

UPGMA con distancia de dismilitud de Bray-Curtis. Del lado derecho se encuentran las etiquetas 

de las muestras de Cuatrociénegas (CC) y Valle de Guadalupe (VG), las réplicas (a-c) y la 

temperatura de incubación en grados Centígrados (15°C y 30°C). 

4.2. Potencial de fijación de N2 
 

Los resultados de ARA mostraron dos productos de la reducción de acetileno sin importar 

el tipo de desierto (CC y VG) ni las temperaturas de incubación. Al inicio del experimento 
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(TA; ver Tabla 2.1 de diseño experimental) el etileno fue el producto principal de la 

reducción de acetileno (Figura 3.4). En los subsecuentes tiempos (TB-TD) predominó la 

reducción de acetileno a etano (Figura 3.4). Para los análisis estadísticos se utilizó el 

producto etileno para el tiempo TA y para los tiempos TB-TD se utilizó el producto etano.  

Figura IV.4 Reducción de acetileno por las CBS. Las barras son la media ± E.E (Error estándar) de la 

reducción de acetileno. Las barras obscuras representan la cantidad de etileno, y las barras claras 

representan la cantidad de etano. El eje Y corresponde a µmol/m2/h-1 de reducción de acetileno. El 

eje X corresponde a las claves de los tiempos  en que se realizó el ensayo de ARA donde TA = T0, 

TB= T1+T2, TC= T3 + T4, TD= T5 + T6. Para cada tiempo se utilizó una N=120. 

Se realizó la prueba estadística de t-student para comparar la tasa de reducción de acetileno 

en las distintas temperaturas de incubación para cada tipo de muestra (CC y VG). Los 

resultados muestran que la tasa de reducción de acetileno se ve significativamente afectada 

por la temperatura de incubación. Las muestras de VG incubadas a 30°C tienen una tasa de 

reducción significativamente menor (excepto en TA) que las de VG incubadas a 15°C (Tabla 

3.2, VG). Por otro lado, las muestras de CC incubadas a 30°C de manera general tienen una 

tasa de reducción mayor que las muestras de CC incubadas a 15°C, aunque las diferencias 

no son significativas en la mayoría de los tiempos en que se midió ARA (Tabla 3.2, CC).  

  



 

31 
 

 

Tabla IV.2 Resultados de la prueba t-student para la tasa de reducción de acetileno de distintas CBS. 
La prueba se realizó en las muestras que provenían del mismo desierto (CC y VG) pero se 
encontraban en temperaturas contrastantes. Se utilizó un valor p <0.05 para diferencias 
significativas. La prueba se realizó para los productos de etileno (TA) y etano (TB-TD) se utilizó una 
N=22, para los controles se utilizó una N=1. La clave de los tiempos son las siguientes: TA=T0, TB= 
T1+ T2, TC= T3 +T4, TD= T5+T6. 

Tiempo  TA  
Etlieno (E.S)                                        

TB 
Etano (E.S) 

TC 
Etano (E.S) 

TD 
Etano (E.S) 

 Incubación 30 
°C 

15 
°C 

Valor 
p 

30°C 15°C Valo
r p 

30°C 15°C Val
or p 

30°C 15°C Valo
r p 

Origen             

CC 120 
(21) 

53 
(19) 

*0.0
3 

399 
(101) 

543 
(144

) 

0.4 354 
(64) 

272 
(51) 

0.31 443 
(66) 

410 
(53) 

0.7 

Control 
seco CC 

0 
(102

) 

35 
(35) 

0.25 5.2 
(1.5) 

92 
(58) 

0.81 14 
(7) 

7 (5) 0.63 3  
(1.3) 

4 
(0.7) 

0.4 

VG 216 
(96) 

127 
(23) 

*0.0
3 

132 
(43) 

1373 
(207

) 

*<.0
001 

60 
(11) 

499 
(103

) 

*0.0
001 

260 
(111) 

768 
(140

) 

*0.0
001 

Control 
seco VG 

135 
(76) 

108 
(27) 

0.6 8.6 
(1.8) 

 2.6 
(1.5) 

*0.0
2 

9.6 
(5.8) 

4    
(1) 

0.6 4  
(0.6) 

6 
(0.8) 

*0.0
008 

*Diferencias significativas.  

Por otra parte se comparó la actividad de la nitrogenasa de los dos tipos de comunidades 

diazotróficas (CC y VG) incubadas a la misma temperatura. Los resultados mostraron que la 

tasa de reducción de acetileno fue diferente entre el TA y los demás tiempos. En el TA las 

muestras incubadas a 30°C tuvieron la mayor tasa de reducción de acetileno, 

particularmente fue mayor en las muestras de VG. En los siguientes tiempos (TB-TD) son las 

muestras de CC las que tienen mayor tasa de reducción en la temperatura de incubación de 

30°C. Por el contrario, las muestras de VG son las que tienen la mayor tasa de reducción en 

la temperatura de incubación de 15°C. De esta manera, las muestras que tienen mayor tasa 

de reducción de acetileno son aquellas que se encuentran incubadas a la temperatura que 

emula la temperatura de su desierto de origen (Figura 3.5).  
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Figura IV.5 Actividad de la nitrogenasa por cada jardín común. Las barras representan la media de 

reducción de acetileno ± E.E (Error estándar). En TA se graficó el producto etileno. En los siguientes 

tiempos TB a TD se graficó el producto etano. Las barras rayadas son las muestras provenientes de 

Cuatrociénegas (CC). Las barras lisas son las muestras provenientes de Valle de Guadalupe (VG). El 

color gris representa la temperatura de 30°C y el color blanco, la temperatura de 15°C. Se utilizó una 

N = 22 para cada jardín común. La clave de los tiempos son: TA=T0, TB=T1+T2, TC=T3+T4 TD=T5+T6.  

Contribución relativa de la composición y las condiciones de incubación en la tasa de 

reducción de acetileno.   

Se llevó a cabo un análisis ANOVA de dos factores (vías) para los datos de tasa de reducción 

de acetileno de las CBS con el fin de determinar la contribución relativa de la composición 

(lugar de origen) y la temperatura de incubación en el potencial de fijación de N2. Para el 

análisis de los primeros datos del experimento (TA) los resultados muestran que las 

diferencias en las tasas de reducción de acetileno entre muestras están significativamente 

explicadas por la composición y la temperatura de incubación pero no por su interacción. 

Conforme el experimento progresa, se observa que las diferencias en tasa de reducción de 

acetileno entre muestras está explicada principalmente por la interacción de los dos 

factores (origen y temperatura de incubación) (ver Tabla 3.3.). Es de notar que la capacidad 

que tienen las muestras para reducir el acetileno se ve afectada negativamente cuando se 

encuentran incubadas en la temperatura contrastante de su desierto de origen (Figura 3.6). 

Esta tendencia es muy marcada para las muestras que provienen del Valle de Guadalupe 

donde se ve afectada negativamente la actividad metabólica para las muestras incubadas a 

30°C, por otro lado, las muestras incubadas a 15°C tienen mayor tasa de reducción de 

acetileno. En las muestras que proceden de Cuatrociénegas el efecto de la temperatura de 

incubación es más débil. En estas muestras a pesar de que sí son afectadas por la 

temperatura la diferencia en la actividad de reducción de acetileno no es tan evidente 
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(Figura 3.6). La tendencia gráfica que se observa en las muestras de Cuatrociénegas 

sustenta la hipótesis de que la actividad de la nitrogensa para esta comunidad es 

influenciada principalmente por la composición más que por el ambiente.  

Tabla IV.3 El efecto de composición (lugar de origen) y temperatura de incubación en la actividad 

de la nitrogenasa. 

 Tiempo Origen Temperatura Origen x 
Temperatura 

Actividad de la 
nitrogenasa 

TA F1= 14.8 p 
<0.001* 

F1= 16.8 p 
<0.001* 

F1= 0.75 p= 0.8 

 TB F1= 4 P <0.05 F1 =26.1 
P<0.001* 

F1= 12.3 
P<0.001* 

 TC F1= 0.041 p=0.8 F1= 5.6 P<0.05 F1= 12.6 
P<0.001* 

 TD F1= 0.42 p=0.5 F1= 7.4 P<0.01* F1= 12.8 
P<0.001* 

*Diferencias significativas p< 0.05. Se muestra el valor del estadístico F y el valor de p.  

La clave de los tiempos es la siguiente: TA=T0, TB=T1+T2, TC=T3+T4, TD=T5+T6. Para realizar el análisis de 

ANOVA de dos factores se utilizó una N= 22.  
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Figura IV.6 Media de reducción de acetileno ± E.E (Error estándar) por origen de las muestras 
y temperatura de incubación. CC: Cuatrociénegas, y VG: Valle de Guadalupe. Las líneas de 
color rojo conectan las muestras de CC en la temperatura semejante a su desierto de origen 
con la temperatura de 15°C. Las líneas de color azul conectan las muestras de VG en 
temperatura semejante a su desierto de origen con la temperatura de 30°C.  
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V. DISCUSIÓN  
Los resultados obtenidos bajo el esquema de jardín común demuestran que la composición 

de las comunidades diazotróficas y las tasas de potencial de fijación de N2 son distintas entre 

CC y VG. La composición de las comunidades diazotróficas (CC y VG) se ve alterada por la 

perturbación térmica, pero mantiene identidad en relación con el desierto de origen. La 

aproximación de trasplantes recíprocos demostró que el potencial de fijación de N2 es 

resultado de la contribución relativa de la composición diazotrófica (relacionada con el sitio 

de origen) y su interacción con el ambiente (temperatura). De modo, que las comunidades 

diazotróficas disminuyen su tasa metabólica cuando están incubadas en la temperatura 

contrastante a su ambiente nativo.  

5.1. La diversidad y riqueza filogenética de microorganismos diazotróficos de 

CBS cambia ante la perturbación térmica y en relación a su lugar de 

origen 
Los resultados de diversidad y riqueza demuestran que la composición de las comunidades 

diazotróficas de las CBS, provenientes de dos desiertos de México, es diferente de acuerdo 

al tipo de desierto (caliente, CC; frío, VG), Siendo más diversas las muestras de CC que las 

muestras de VG incubadas a 30°C (Tabla 3.1, resultados de H´y S). Trabajos previos 

realizados con comunidades de suelos de CC también han descrito una elevada diversidad 

(H’=2-7) (Bonilla-Rosso et al. 2012b; López-Lozano et al. 2012). A pesar de que CC es un 

ambiente oligotrófico que tiene escasa disponibilidad de fósforo (P), en prácticamente 

todos los ambientes analizados se observa una considerable o alta diversidad filogenética 

de procariontes, esta diversidad ha sido adjudicada a la especialización que han tenido los 

microorganismos (i.e partición de nichos) debido a su limitada dispersión, plasticidad 

fenotípica para enfrentar las condiciones ambientales de este desierto, y la HGT (Horizontal 

Gene Transfer, por sus siglas en inglés) (Souza et al. 2012; Alcaraz et al. 2008; López-Lozano 

et al. 2012). 

Independientemente de la diversidad original de las comunidades microbianas de cada uno 

de los desiertos estudiados, esta se ve afectada negativamente por la perturbación 

ambiental asociada a los cambios de temperatura. En particular, es de notar que la 

diversidad α (medida como diversidad y riqueza) de las comunidades diazotróficas de 

ambos desiertos disminuye en la temperatura de incubación de 30°C, siendo 

particularmente susceptible la comunidad diazotrófica de CC. Mientras que en la 

temperatura de incubación de 15°C las comunidades diazotróficas tienden a tener más 

estables sus valores de diversidad, siendo más evidente en las muestras de VG. Para separar 

el efecto que tiene la humedad sobre las CBS del efecto de la temperatura de incubación se 

utilizaron controles secos (Tabla 2.1). Los valores de diversidad y riqueza de los controles 

también disminuyen para ambas comunidades diazotróficas (Tabla 3.1), particularmente en 
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la temperatura de incubación que es contrastante a la temperatura de su lugar de origen. 

Una probable explicación a esto es que a mayor temperatura aumenta el metabolismo, 

exigiendo un mayor suministro de nutrientes, que con el tiempo se agotan y con ello la tasa 

de crecimiento baja afectando la composición de la comunidad (Bradford 2013) y, 

posiblemente, disminuyendo la diversidad y haciendo más homogénea la comunidad de 

estudio. A pesar de que el patrón de cambios en la diversidad asociados a cambios en 

temperatura se observa también en los controles secos, cabe considerar que es posible que 

las observaciones sobre cambios en diversidad también sean influenciadas por la humedad 

impuesta en el experimento. Una evidencia de esto es el trabajo de Johnson y 

colaboradores (2012) donde observaron que la abundancia de cianobacterias de las CBS de 

Norte América disminuye cuando aumentan la frecuencia de precipitación sobre ellas a 

manera de perturbación durante 2 años (Johnson et al. 2012). Por lo tanto es posible sugerir 

que los cambios en diversidad observados en las CBS a humedad constante sean reflejo de 

la influencia simultánea de la temperatura y la humedad sobre las proporciones de 

microorganismos diazotróficos. El patrón obtenido de diversidad y riqueza de las 

comunidades diazotróficas de VG y CC, y estudios previos con otros modelos, contradice el 

supuesto de que las comunidades microbianas, debido a sus características biológicas, son 

resistentes y resilientes al enfrentar perturbaciones ambientales (Strickland 2009; Reed & 

Martiny 2013; Wood et al. 2015; Zelikova et al. 2012).  

5.2. La composición de microorganimos diazotróficos en CBS es 

particular al desierto de origen  
La Diversidad β (diferencia de composición entre las muestras) es considerable entre 

comunidades provenientes de distintos desiertos siendo particularmente evidente al inicio 

y al final del experimento. Que la composición de las comunidades diazotróficas de las CBS 

de México se agrupen por lugar de origen en el inicio del experimento (T0; Figura 3.2, 

Ordenación no métrica), muestra que el proceso de ensamblaje de ambas comunidades es 

resultado de la interacción entre factores históricos (límites de dispersión, procesos 

estocásticos, condiciones ambientales antiguas) y el ambiente actual (Martiny et al. 2006; 

Lindström & Langenheder 2012; Nemergut et al. 2013) 

Adicionalmente, y en relación con el experimento de perturbación ambiental, es de notar 

que la diversidad β es elevada entre muestras provenientes de distinto origen y que se 

distinguen claramente por su origen al inicio y al final del experimento (Figura 3.2). No 

obstante, en los tiempos intermedios del experimento (T1= 10 días y T3= 90 días) no se 

observa un patrón claro en la agrupación de las muestras en el análisis de ordenamiento 

NDMS (Figura 3.2). Otros trabajos (Reed & Martiny 2013), usando trasplantes recíprocos de 

sedimentos (estuarino y salado), reportan que la similitud medida por NDMS en la 

composición microbiana es ambigua entre los sedimentos a los 7 días de iniciado el 
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experimento posiblemente atribuíble al corto tiempo que las muestras han estado 

expuestas a su nuevo entorno, ya que a los 61 días del experimento, se identifican 

claramente las diferencias en composición entre tipo de sedimento.  Así, en el caso 

particular del trabajo de esta tesis, la dificultad en distinguir las comunidades de distinto 

origen en los tiempos 1 y 2 puede ser debida a la falta de tiempo de adaptación al nuevo 

entorno, ya que conforme avanza el tiempo del experimento las muestras de las CBS son 

más similares entre sí cuando éstas provienen del mismo desierto.  

A pesar de que la perturbación tiene un claro efecto sobre la estructura de la comunidad, 

comunidades distintas sometidas a las mismas condiciones ambientales, no convergen en 

composición (T6; figura 3.2), indicando un claro efecto histórico o de la composición original 

en el proceso de adaptación a las nuevas condiciones. Este patrón ha sido observado en 

otros trabajos publicados, como el de Steven y colaboradores (2015), en donde la 

composición microbiana de las CBS de Norte América no converge en composición ni en 

genes funcionales cuando son afectadas por distintas perturbaciones (físicas y ambientales) 

durante más de cinco años (Steven et al. 2015). Así mismo trabajos realizados con 

cianobacterias provenientes de distintos desiertos han demostrado que algunas cepas de 

cianobacterias están adaptadas a temperaturas específicas (Garcia-Pichel et al. 2013). Así 

como también que existen cepas de cianobacterias que podrían considerarse endémicas a 

determinadas regiones geográficas (Bahl et al. 2011). Por lo tanto, es probable que la 

estructura de las comunidades sea determinada por distintos factores no solamente 

ambientales o históricos. Sino que es el resultado de la interacción de distintos procesos 

estocásticos así como deterministas y la interacción que tienen los microorganismos con 

otras comunidades microbianas.  

 La principal diferencia entre la composición de las comunidades diazotróficas de CC y VG 

es la abundancia relativa de sus OTUs (Figura 3.3, Heatmap). A pesar de que ambas 

comunidades compartían OTUs, los OTUs dominantes eran distintos de acuerdo al origen 

de la comunidad diazotrófica. Patrones similares son observados en otros trabajos que 

comparan la composición diazotrófica de CBS que han sido expuestas a perturbación física 

contra aquellas que no sufrieron perturbación, en donde se demuestra que la abundancia 

relativa de cianobacterias formadoras de heterocitos es mayor en CBS no perturbadas 

(Yeager et al. 2004). Para el trabajo presentado en esta tesis, una de las posibles razones de 

no haber encontrado OTUs únicos en las comunidades diazotróficas puede ser estar 

asociada con  limitaciones técnicas de la estrategia de T-RFLPs, en donde un fragmento 

(OTU) puede representar a varios filotipos (Dunbar et al. 2001; Dunbar et al. 2000; 

Blackwood et al. 2003). Otra razón, que no es independiente de la primera, es que algunos 

de los cambios en la composición de una comunidad sólo son notables en niveles 

taxónomicos más profundos (i.e especies) (Martiny 2015; Graham et al. 2016; Graham et 
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al. 2014). Por ejemplo, Garcia-Pichel y colaboradores (2013) encontró diferencias en la tasa 

de crecimiento de dos distintas cepas de cianobacterias a distintas temperaturas. Esta 

distinción se pudo observar a nivel de especie ya que ambas cepas de cianobaterias 

pertenecían al mismo género. Siendo Microcoleus vaginatus una cepa psicrotolerante y 

Microcoleus steenstrupii, termotolerante (Garcia-Pichel et al. 2013). No obstante, a pesar 

de las limitaciones intrínsecas de la técnica de TRFLP, ésta técnica permitió distinguir la 

composición de dos comunidades diazotróficas diferentes. 

Con la finalidad de dar una aproximación de identidad filogenética a nuestros OTUs los 

comparamos con los OTUs obtenidos por Yeager et al (2004; 2012). Se pudo realizar esto 

debido a que utilizamos los mismos procedimientos metodólogicos así como los mismos 

oligonucléotidos para la amplificación del gen nifH y la misma enzima de restricción. La 

probable identidad filogenética que se obtuvo para los TRF de las CBS de CC y VG es 

predecible ya que en su mayoría son del filum Cyanobacteria (Tabla 4.1) grupo taxonómico 

reportado como dominante en las CBS (Belnap 2004; Johnson et al. 2012; Yeager et al. 2012; 

Steven et al. 2015). Estos organismos considerados oligotróficos son capaces de mantener 

su metabolismo fotosintético en las duras condiciones climáticas de los desiertos 

(Makhalanyane et al. 2013). Debido a que poseen adaptaciones celulares que les permiten 

soportar las condiciones de estrés hídrico y de altas concentraciones de sal. Como mantener 

una proporción elevada de lípidos insaturados en su membrana permitiendo el movimiento 

activo antipor Na+/H+ que permite que disminuya la concentración de sales del citosol 

(Makhalanyane et al. 2013). Así mismo pueden generar pigmento (sytonemina) que les 

permiten absorber la energía UV. Por ejemplo Nostoc es uno de los organismos que produce 

más este tipo de pigmentos en comparación de otras cianobacterias (Makhalanyane et al. 

2013). Se ha determinado que las cianobacterias Nostoc y Scytonema, ambas formadoras 

de heterocistos, son abundantes en las CBS que son dominadas por líquenes y que tienen 

una tasa de fijación de N2 mayor que aquellas que solo son dominadas por la cianobacterias 

Microcoleus sp (Pietrasiak et al. 2013). No obstante, un reciente trabajo realizado por 

Ranney y coaboradores (2015) utilizan la técnica de DNA-SIP con 15N en las CBS para 

determinar la proporción que tienen las cianobacterias en la fijación de nitrógeno. Sus 

resultados muestran que otro tipo de bacterias heterotróficas como Clostridium tienen una 

relevante participación en la fijación de N2 inclusive más que las cianobacterias. Así también 

demuestran que los oligonucleótidos utilizados para amplificar el gen nifH en el trabajo de 

Yeager, y éste, tienen un sesgo a amplificar más genes de cianobacterias que forman 

heterocitos (Pepe-Ranney et al. 2015). No obstante, para poder corroborar la identidad 

filogenética de los TRF de nuestras muestras es necesario utilizar métodos como 

secuenciación y poder determinar niveles filogenéticos más finos para observar las 

diferencias en composición que tienen estas dos comunidades diazotróficas (CC y VG).  
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Tabla 4.0.1 Comparación y potencial asiganción filogenetica de los TRF dominantes de las CBS de 
Cuatrociénegas y Valle de Guadalupe en cada tiempo que se caracterizó la comunidad diazotrófica 
con los TRF del trabajo de Yeager et al (2004) y Yeager et al (2012) que fueron obtenidos con una 
resolución filogenética de 97 % de similitud en secuencias. .  

Caracterización 

de los diazotrófos 

TRF (pb) 

Origen  

TRF (pb) Yeager et al 

(2004; 2012)  

  Identidad filogenética  

CC   

T0 27 26 Nostoc sp. 

T1 328 330 Cyanobacteria 

T3 356 358 α-proteobacteria 

264  266  Sytonema hyalinum  

T6 318 NP Sin definir 

 VG   

T0 260 NP Sin definir 

249 250 Nostoc sp. 

328 330 Cyanobacteria 

T3 356 358 α-proteobacteria 

264  266  Sytonema hyalinum  

T6 110 NP Sin definir 

 NP = No está presente (Yeager et al. 2004; Yeager et al. 2012).  

 CC; Cuatrociénegas. VG; Valle de Guadalupe.  

5.3. El potencial de fijación de N2 está relacionado con la composición y 

condiciones de origen de microorganismos diazotróficos de CBS.  
Los resultados del potencial de fijación de N2 comprueban la hipótesis que comunidades 

con distinta composición filogenética tienen distintas tasas de actividad funcional aun 

estando bajo el mismo ambiente artificial. La composición influye la tasa de potencial de 

fijación de N2 (Figura 3.5). Durante el inicio del experimento TA (Figura 3.5) se observa que 

las muestras de VG tienen una mayor tasa de ARA en ambas temperaturas de incubación. 

Este resultado es inesperado debido a que al inicio del experimento fueron las comunidades 

de CC las que tuvieron mayor diversidad de OTUs diazotróficos que las muestras de VG 

(Figura 3.1). Una posible explicación a este resultado es que la actividad funcional de las 

comunidades microbianas de CC no solo se vea limitada por la disponibilidad de agua, sino 

que estén involucrados otro tipo de nutrientes indispensables como el C y P que son 

limitantes y están ligados íntimamente al ciclo del N (Vitousek et al. 2002; López-Lozano et 

al. 2012), y que dada la condición oligotrófica de los ambientes en CC, estas muestras estén 

más limitadas y su tasa metabólica sea menor. Avanzado el experimento de incubación en 

dos diferentes temperaturas (30°C y 15°C) tanto la composición como la tasa funcional 

cambian en función a la temperatura de incubación. Por ejemplo, en la temperatura de 
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incubación de 15°C la comunidad diazotrófica de CC mantiene bajo su potencial de fijación 

de N2 en comparación con VG. Por el contrario, el potencial de fijación de N2 de la 

comunidad diazotrófica de VG es menor cuando se encuentra incubada en la temperatura 

de 30°C en comparación con CC. Este comportamiento del parámetro funcional medido en 

las distintas comunidades se contrapone al supuesto que procesos metabólicos de 

microorganismos, sin importar su composición, responden directamente a factores 

ambientales. El trabajo de Langenheder et al. (2006) obtiene resultados similares a los 

nuestros donde comunidades microbianas obtenidas de distintos ecosistemas acuáticos 

mantienen diferentes tasas de respiración (Langenheder et al 2006). De modo que la 

composición filogenética de las comunidades microbianas tiene influencia en la tasa de 

actividad de la nitrogenasa. El que la composición influya sobre los procesos funcionales 

microbianos, también es evidencia que la estructura de estas comunidades estuvo sometida 

a presiones de selección de su hábitat de origen (Strickland et al 2009). De modo que los 

organismos que las componen pueden estar adaptados a factores ambientales específicos 

como la temperatura. Los resultados apoyan este supuesto (Tabla 3.2, Figura 3.6). Por 

ejemplo, las comunidades diazotróficas del desierto frío (VG) presentan una tasa funcional 

mayor a 15°C de temperatura. Por otra parte, las comunidades diazotróficas del desierto 

caliente (CC) presentan una tasa funcional mayor a 30°C de temperatura. Trabajos que 

obtuvieron resultados semejantes son los de Strickland y colaboradores (2009) y Keiser y 

colaboradores (2014). En ambos trabajos, se determinó la tasa de mineralización de C de 

comunidades microbianas expuestas a materia orgánica de su hábitat de origen y foránea, 

presentando siempre los mejores resultados (mayor tasa de mineralización de C) la 

combinación de comunidades microbianas y materia orgánica del mismo origen (Strickland 

2009; Keiser et al. 2014). En conjunto nuestros resultados y evidencias de otros trabajos 

demuestran que comunidades microbianas distintas no son funcionalmente equivalentes y 

parecen existir adaptaciones locales.  

Debido a que el diseño experimental en esta tesis sigue una aproximación de trasplantes 

recíprocos es posible probar de manera explícita la contribución relativa de la composición 

(origen), las condiciones ambientales y su interacción en la respuesta funcional de las 

comunidades microbianas de estudio. Concretamente, se ponen a prueba tres hipótesis o 

escenarios (Reed & Martiny 2007; Figura 1.1). El primero, la tasa potencial de fijación de N2 

depende únicamente de la composición de las comunidades microbianas. El segundo, la 

tasa potencial de fijación de N2 depende únicamente de la temperatura. Tercero, la tasa 

potencial de fijación de N2 es el resultado de la interacción entre la composición y la 

temperatura. Nuestros resultados apuntan hacia la tercera hipótesis, en donde el potencial 

de fijación de N2 es resultado de la interacción de la composición (origen) así como de la 

temperatura. No obstante este resultado no es evidente durante los primeros días del 

experimento (TA) donde la tasa funcional es el resultado de la composición y la temperatura 
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pero no de su interacción (ver tabla 3.3; figura 3.6). De este modo parece que a mayor 

temperatura aumenta la tasa funcional y a menor temperatura disminuye, aunque de 

manera significativamente distinta entre comunidades con distinto origen (composición) 

(TA; Figura 3.6). Esto puede ser resultado del corto tiempo que las comunidades han estado 

expuestas a su nuevo ambiente y por lo tanto no han terminado de adaptarse. Así también 

esto puede ser reflejo de que los microorganismos pueden realizar adaptaciones fisiológicas 

inmediatas (mayor actividad enzimática) cuando cambian de un ambiente frío a uno cálido, 

principalmente (Bradford 2013). Por ejemplo, se ha reportado que la tasa de respiración de 

comunidades microbianas de suelo aumenta cuando la temperatura aumenta por un 

periodo de 7 días (Hagerty et al. 2014). De modo que el comportamiento que tiene la 

comunidad microbiana en los procesos metabólicos también está en función de la escala 

temporal. Avanzado el tiempo experimental el potencial de la tasa de fijación de N2 es 

afectado por la interacción entre el origen (composición) de las comunidades y la 

temperatura. De manera que la tasa funcional de las muestras de VG disminuye 

significativamente cuando se encuentran a la temperatura contrastante a su desierto de 

origen (TB; Figura 3.6). Entre los dos tipos de comunidades, VG es más susceptible al cambio 

de temperatura. Esto podría deberse a que los individuos que componen las comunidades 

de ésta localidad son menos resistentes a las perturbaciones. Por lo que se podría inferir 

que las condiciones ambientales del desierto de VG, la mayor parte del tiempo, son 

estables. En contraste, las comunidades procedentes del desierto de CC, a pesar de que 

disminuye su actividad en la temperatura de incubación que es contrastante a su hábitat 

este cambio no es significativo (Figura 3.6 TB, TC, TD). Esto puede tener dos posibles 

explicaciones. La primera es que los ambientes del desierto de CC son expuestos a 

constantes perturbaciones ambientales o mecánicas (Avitia et al. 2014), de modo que los 

individuos tienen un mayor rango de tolerancia al estrés que otro tipo de comunidades, así  

la composición es la que influye más en la tasa de fijación de N2 de lo que pueda influenciar 

el ambiente local. La segunda es que la comunidad microbiana de CC está fisiológicamente 

activa en temperaturas que tienen un amplio rango de 25°C hasta 40°C (Bonilla-Rosso et al. 

2012), de tal manera que su rango de tolerancia a cambios en la temperatura es mayor y 

podría no ser afectada significativamente por la temperatura de incubación de 15°C (Tabla 

3.1). No obstante, el potencial de fijación de N2 en las comunidades CC parece estar 

influenciado más por la composición que por la temperatura. En conclusión el potencial de 

fijación de nitrógeno es dependiente de la composición de las comunidades y la interacción 

que tienen con el ambiente. Por lo tanto es relevante reconocer que cambios en la 

composición de las comunidades microbianas debido a perturbaciones ambientales pueden 

alterar procesos con relevancia ecosistémica. 
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VI. CONCLUSIONES Y PERSPECTIVAS.  
De manera general podemos concluir que las comunidades diazotróficas de dos tipos de 

desiertos (i.e frío (VG) y caliente (CC)) de México no son resistentes, resilientes o 

funcionalmente equivalentes ante perturbaciones ambientales. En específico al cambio de 

temperatura cuando las comunidades están metabólicamente activas. De manera 

particular podemos concluir que:   

(i) las comunidades de CC y VG son sensibles a perturbaciones ambientales, 

independientemente de su diversidad.   

(ii) la diversidad de las comunidades de CC y VG disminuye debido a los efectos de la 

perturbación térmica. No obstante, las comunidades de CC son más susceptibles. 

(iii) las comunidades de CC y VG permanecen diferentes en composición filogenética siendo 

particular al desierto de origen y no convergen en su composición aun si están expuestas a 

condiciones ambientales similares por 180 días (Figura 3.2).  

(iv) la potencial tasa de fijación de N2 es dependiente de la composición filogenética de las 

comunidades diazotróficas. Por lo tanto las comunidades de CC y VG no son funcionalmente 

equivalentes.  

 (v) la tasa potencial de fijación de nitrógeno es resultado de la contribución relativa de la 

composición diazotrófica y su interacción con el ambiente. Mostrando que las comunidades 

diazotróficas de CC y VG están adaptadas a la temperatura de su desierto nativo. 

Particularmente las comunidades del desierto de VG.  

Por lo tanto cambios en la composición filogenética y en las condiciones ambientales 

pueden afectar procesos con relevancia ecosistémica. Los resultados de este trabajo se 

suman a la evidencia que las comunidades microbianas responden de manera diferente a 

las condiciones ambientales y no es del todo cierto que todas las comunidades microbianas 

sean resistentes, resilientes o funcionalmente equivalentes. De modo que  cambios en la 

composición y  la tasa funcional de las comunidades microbianas es resultado de la 

interacción entre el ambiente actual, y factores históricos. Estos datos demuestran que la 

composición microbiana es relevante en la tasa de fijación de N2. No obstante, los 

resultados de este trabajo se deben de tomar con precaución debido a las limitaciones 

intrínsecas de las técnicas utilizadas y que los resultados son obtenidos bajo condiciones 

controladas de laboratorio. 

PERSPECTIVAS 

A pesar de que los resultados obtenidos demuestran una clara relación entre la composición 

filogenética y la temperatura en el potencial de fijación de N2 es necesario realizar este 
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esquema experimental en condiciones de campo. En específico utilizar el enfoque 

experimental de trasplantes recíprocos que elimina el sesgo de crear un ambiente artificial. 

Esto permitirá obtener datos de la tasa funcional de las comunidades microbianas 

diazotróficas en condiciones naturales. Así también se debe emplear un esfuerzo para 

determinar la presencia de nutrientes esenciales como C, N y P al inicio y durante el 

experimento. Esto con la finalidad de encontrar factores, más allá de la disponibilidad de 

agua, que limiten las funciones de la comunidad. Además utilizar técnicas moleculares como 

DNA-SIP que permitan cuantificar la tasa de fijación de N2, in situ, de las comunidades 

microbianas y al mismo tiempo permita reconocer filogenéticamente los microorganismos 

que participan en este proceso mediante técnicas de secuenciación. Esto con la finalidad de 

esclarecer cuales miembros de la comunidad microbiana son más influyentes en la fijación 

de N2 y cómo son afectados por una perturbación ambiental. Así también obtener datos 

sobre la parte activa de la comunidad microbiana mediante PCR-RT y PCR cuantitativa que 

corroborarán los resultados de DNA-SIP.  
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APENDICE  
Extracción de DNA (purdy et al 2005) 

Material necesario. 

Todo el material deberá ser previamente esterilizado. 

- Jeringas nuevas de 1 y 3 ml. 

- Tubos Falcon con volumen de 50 ml, sus tapas respectivas deberán tener un orificio 

central donde entre bien el cuerpo de la jeringa. 

- Fibra de vidrio. 

- Pinzas de relojero y pinzas medianas. 

- Puntas de micropipeta para volumen  >500 µl cortadas de la parte inferior. 

- Tubos para lisis de 1.5 o 2 ml. 

- Tubos eppendorf de 2 ml. 

- Perlas de vidrio 0.1 mm de diámetro. 

- Hielo.  

- Papel aluminio. 

Soluciones químicas necesarias. 

Todas las soluciones deben esterilizarse previamente por autoclave durante 1 hora. 

- HTP (Hidroxiapatita, No. catálogo 130-0420, BioRad) rehidratado. 

- Sephadex  G-75 o G-50 (No. catálogo G75120, Sigma). 

- Agua libre de DNA y RNAasa. 

-  Fosfato de sodio (NaPO4) a 120mM, pH 8 con 1 % (peso/volumen) de PVPP 

(Polivnilpolipirrolidona, No. catálogo 77627, Sigma), lavado previamente en ácido. 

- TRIS equilibrado con Fenol, pH 8 (No. catálogo P4557, Sigma). Esta solución no se 

esteriliza. 

- SDS al 20 % (Dodecilsufato sódico, No. catálogo 05030, Sigma). 

- Fosfato de sodio (NaPO4 ) a 120mM, pH 8  

- Fosfato de sodio (NaPO4 ) a 120mM, pH 7.2 

- Fostato di-potasio (K2HPO4) a 300 mM, pH 7.2 

- Acetato de Sodio a 3M. 

- Etanol 100% frío, no se esteriliza. 

- Etanol 70 % frío, no se esteriliza. 

Método. 

1. Preparación de las columnas. 

Las jeringas de 1ml serán para las columnas de HTP, y las jeringas de 3ml serán para las columnas 

de Sephadex. En ambos casos,  se colocan las jeringas dentro de los tubos falcon con volumen de 50 

ml (sin tocar los bordes del tubo) y se retira el pivote de la jeringa.  Con las pinzas estériles se 

introducen la fibra de vidrio en las jeringas sin aguja, y se compacta con el pivote (el pivote no debe 

permanecer al aire libre mucho tiempo) hasta alcanzar un volumen de 0.25 ml en la jeringa (Fig. 

2.3). 
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Figura 2.2.- Columnas para extracción de DNA. (1) columna de HTP; la primera flecha de arriba hacia 

abajo indica el volumen de la jeringa, la segunda indica el contenido de HTP y la tercera indica la 

fibra de vidrio compactada, la última flecha es el líquido de HTP que cae después de la 

centrifugación. (2) columna de Sephadex; la primera flecha de arriba hacia abajo indica el volumen 

de la jeringa, la segunda indica el contenido de Sephadex y la tercera indica la fibra de vidrio 

compactada, la última flecha es el líquido de Sephadex que cae después de la centrifugación. Imagen 

tomada de Purdy et al. 2005 

El HTP debe ser ligeramente homogenizado pero sin agitar y con las puntas cortadas para 

micropipetas de > 500 µl, debe agregarse gota por gota dentro de la jeringa de 1 ml, evitando que 

se formen burbujas de aire, y si se llegan a formar estas, deben ser eliminadas. Una vez que la jeringa 

está llena se debe centrifugar a 100 g a 4 °C durante 1 minuto. La solución de HTP debe ocupar un 

volumen de 0.6 ml en la jeringa, una vez alcanzado este volumen se tapan los tubos con papel 

aluminio hasta su utilización. 

Las columnas de Sephadex (jeringas de 3ml) se preparan dentro de una campana de extracción para 

evitar la contaminación de la solución. Con puntas cortadas para las micropipetas de> 500 µl se vacía 

la solución de Sephadex (sin agitar) dentro de la jeringa hasta la máxima capacidad de la jeringa, 

posteriormente se centrifuga a 1600 g a 4 °C durante 2 minutos. Se debe repetir el procedimiento 

hasta que la solución ocupe un volumen de 2.5 ml de la jeringa. 

Posteriormente las columnas de Sephadex serán acondicionadas agregando 400 µl de agua libre de 

nucleasas dentro de la jeringa y centrifugar a 1600 g a 4 °C durante 8 minutos, este paso se debe 

realizar tres veces en total. Una vez completado el acondicionamiento de las columnas de Sephadex 

se deben tapar con aluminio hasta su uso. 

2. Lisis de la muestra 
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Se prepara un tubo de lisis eppendorf de 2ml al que se le agregara 0.5g de perlas de vidrio.Al tubo 

de lisis con las perlas de vidrio se agregan 0.5-1g de la muestra de suelo, y 750 µl de la solución 

fosfato de sodio a 120mM pH8 con PVPP al 1%, 500 µl de Tris-fenol equilibrado a pH 8 y 50 µl de 

SDS al 20 %. Las muestras así preparadas se someten a lisis mecánica en Tissue lysser (Qiagen, No. 

catálogo 85600), a 50 000 rpm por 30 segundos y posteriormente se incuban en hielo por 30s.  La 

lisis mecánica e incubación en hielo se repite 2 veces. 

Posterior a esto cada tubo de lisis se centrifuga a 20,000 g durante un minuto. La fase superior 

acuosa se colecta con mucho cuidado con micropipeta, no debe de tocarse la fase del fenol. De esta 

forma, la fase acuosa se añade a las columnas de HTP, para posteriormente centrifugar por 1 minuto 

a 100 g. Toda la fase acuosa debe pasar por la columna de HTP. 

A la muestra sobrante del tubo de lisis se agrega 750 µl de fosfato de sodio a pH 8 y se coloca en el 

TissueLysser a 50 000 rpm por 30 segundos posteriormente se incuba 30 segundos en hielo. Se 

colecta la fase acuosa, sin tocar la fase del fenol. De esta forma la fase acuosa se añade a las 

columnas de HTP, para centrifugarlas nuevamente  a 100 g por 1 minuto. 

3. Purificación del DNA. 

Una vez que toda la fase acuosa resultante de la lisis ha pasado por las columnas de HTP se lava esta 

columna  con 500 µl de la solución fosfato de sodio a 120mM pH 7.2 y se centrifuga a 100 g durante 

2-6 minutos (el tiempo necesario para que todo el líquido caiga) esto se realiza dos veces más. 

Dentro de estas columnas se coloca un tubo eppendorf de tal forma que en la siguiente 

centrifugación (elución de DNA) el líquido resultante caiga en su interior. Para la elución del DNA se 

agrega a las columnas de HTP 400 µl de la solución dipotasio de fosfato a 300 mM pH 7.2  y se 

centrifuga a 100g por 2-6 minutos (el tiempo necesario para que todo el líquido caiga). 

El DNA eluído se agrega a las columnas de Sephadex, a las cuales se les deberá adaptar previamente 

un tupo eppendorf de tal forma que se reciba ahí el producto de la centrifucación. Posteriormente, 

se centrifugan a 1,600 g durante 8 minutos, el líquido resultante quedara dentro de los tubos 

eppendorf. 

4. Precipitación del DNA. 

La elución del DNA (resultado de la centrifugación de las columnas de Sephadex) está dentro del 

tubo eppendorf al que se le agregan 0.1 volúmenes de Acetato de Sodio a 3M y 2.5 volúmenes de 

etanol frío al 100 %. La mezcla se deja reposar a -20 °C toda la noche. El resultado de la incubación 

a -20ºC se centrifuga a 13,000 g durante 10 minutos, se recupera el sobrenadante por aspiración y 

se coloca en un tubo eppendorf nuevo. Se agrega 1 ml de etanol frío al 70 % y se agita con ayuda de 

un vortex durante 10 segundos. 

Finalmente, la mezcla se centrifuga a 13,000 g por 2 minutos, se quita el sobrenadante por 

aspiración y se deja secar el pellet en una campana aproximadamente por 30 minutos. El pellet de 

DNA es resuspendido con 50 µl de agua libre de nucleasa (Purdy 2005). 
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