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RESUMEN 

 Aunque el maíz es uno de los cultivos con mayor relevancia comercial en México, su 

producción ha decrecido debido a factores diversos como el cambio climático, los altos costos de 

insumos y servicios, la pérdida de fertilidad del suelo y la falta de infraestructura. Por esta razón, 

la búsqueda de nuevas alternativas para incrementar la producción del maíz resulta esencial. Una 

de estas alternativas es la utilización de microorganismos promotores del crecimiento; sin 

embargo, su aplicación comercial sigue siendo limitada debido a su baja persistencia en el suelo. 

Por lo tanto, para entender los factores que determinan la integración de dichos microorganismos 

a las comunidades a las cuales son adicionadas, es relevante conocer la biodiversidad de las 

comunidades preexistentes. En este trabajo se determinó la diversidad de nematodos, organismos 

eucariontes altamente abundantes en el suelo, en muestras de suelo rizosférico de maíz obtenidas 

de campos agrícolas de diferentes regiones de México, con el objetivo de evaluar los posibles 

factores que median su biodiversidad. Encontramos que la población general de nematodos es 

influenciada por el sitio de muestreo. También observamos una abundancia relativa predominante 

de los órdenes Tylenchida, Rhabditida y Dorylaimia en las 16 muestras analizadas. Así mismo, 

se evaluó la preferencia de dos nematodos predadores de bacterias aislados de la rizosfera de 

maíz, identificados como Oscheius tipulae y Mesorhabditis sp. por siete bacterias aisladas de la 

rizosfera, así como su efecto en el desarrollo de plantas de maíz y Arabidopsis thaliana. 

Encontramos que ambos nematodos mostraron atracción alimentaria hacia cepas de Rhizobium, 

una bacteria promotora de crecimiento en plantas. Por otro lado, encontramos que las raíces de 

plantas de maíz y A. thaliana crecidas en presencia de los nematodos ambientales presentaron 

una longitud de la raíz primaria menor con respecto a las plantas control, mientras que la co-

inoculación del nematodo Mesorhabditis sp. con Rhizobium phaseoli Ch24-10 incrementó el 

número de raíces laterales en ambas plantas. Aunque no observamos ningún efecto en la 

morfología de la raíz de plantas de A. thaliana tratadas con un nematodo modelo (Caenorhabditis 

elegans N2) alimentado con cepas de Escherichia coli, plantas tratadas con el mismo nematodo 

pero alimentado con Acinetobacter pittii, una bacteria aislada de los nematodos de suelo, 

mostraron un fenotipo similar al observado con O. tipulae y Mesorhabditis sp. Por lo tanto, los 

nematodos que se alimentan de bacterias son organismos abundantes en la rizosfera de maíz que 

podrían actuar como “caballos de Troya” que facilitan la colonización de las raíces por las 

bacterias que portan en su interior, lo cual a su vez influencia el desarrollo de la planta.  
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ABSTRACT 

 Maize is one of the most important cereal crops in Mexico, however its production has 

decreased due to various factors such as climate change, increasing costs of inputs and services, 

loss of soil fertility, and lack of infrastructure. For this reason, new technologies and strategies 

aimed to increase corn production are urgently needed. One of these strategies relies on the use 

of microorganisms capable of promoting plant growth, however their commercial use is limited 

due to their low persistence in soils. Therefore, to understand the factors that determine the 

integration of such microorganisms to the communities to which they are added, it is important 

to study the biodiversity of the pre-existing communities. In this work, we analyzed the diversity 

of nematodes, eukaryotic microorganisms highly abundant in soil, in corn rhizosphere from 

different agricultural fields in Mexico to understand the main factors that shape nematode 

community in this ecosystem. We found that the main factor influencing nematode diversity was 

the site of sampling. We observed a great proportion of Tylenchida, Rhabditida and Dorylaimia 

orders in the 16 samples analyzed. We isolated two bacterial feeding nematodes from corn 

rhizosphere, identified as Oscheius tipuale and Mesorhabditis sp., and analyzed their feeding 

preference towards seven rhizospheric bacteria, as well their role in Maize and Arabidopsis 

thaliana plant and root development. Both nematodes showed feeding preference towards 

Rhizobium strains, a well-known genus of plant growth promoting bacteria. We found that the 

inoculation of nematodes into corn and A. thaliana roots induced shorter primary roots. 

Additionally, the co-inoculation of Mesorhabditis sp. with R. phaseoli Ch24-10 increased the 

number of emerged lateral roots in both plants. Although we did not observe any effect on A. 

thaliana root architecture with inoculation of the nematode C. elegans N2 fed on Escherichia 

coli, plants treated with the same nematode but fed on Acinetobacter pittii, a bacterium isolated 

from the soil nematodes, showed shorter primary roots and more emerged lateral roots, a similar 

phenotype to that found with the environmental nematodes. We conclude that bacterial feeding 

nematodes are abundant in maize rhizosphere and that they might act as “Trojan horses”, carrying 

rhizobial bacteria to plant roos and indirectly influencing plant fitness.  
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1 INTRODUCCIÓN 

1.1 El maíz 

El maíz (Zea mays ssp. mays) es un pasto gigante domesticado, de origen tropical 

mexicano, clasificado dentro del género Zea perteneciente a la familia Gramineae o Poaceae 

(Matsuoka et al., 2002), la cual incluye otros importantes cultivos agrícolas como trigo, arroz, 

avena, sorgo, cebada y caña de azúcar.  El maíz es usado principalmente para producir granos y 

forraje, los cuales constituyen la base para la elaboración de un gran número de alimentos tanto 

de consumo humano como animal (Ranum et al., 2014). 

El maíz muestra un alto crecimiento de su área foliar en comparación con otras plantas 

debido a la adaptación de su ruta fotosintética. Dicha adaptación, la cual es compartida por otras 

especies tropicales adaptadas a sobrevivir bajo estrés hídrico, es conocida como el “síndrome 

C4”. En las plantas C4 las reacciones dependientes de la luz y el ciclo de Calvin están separadas 

físicamente, lo que les permite reducir el proceso de fotorrespiración (pérdida de carbono en 

forma de CO2) mediado por la unión de O2 en lugar de CO2 a la ribulosa-1,5-bisfosfato 

carboxilasa/oxigenasa (Rubisco, enzima que se encarga de catalizar el primer paso de la fijación 

de CO2). Como resultado de este mecanismo, las especies C4 pueden producir más materia seca 

por unidad de agua transpirada en condiciones de calor que la producida por aquellas especies 

que siguen la ruta fotosintética convencional C3 (Crafts-Brandner y Salvucci, 2002). 

El maíz es principalmente una especie de polinización cruzada, característica que ha 

contribuido a incrementar su variabilidad genética y morfológica, así como su adaptabilidad 

geográfica. Por ejemplo, las variedades de esta planta (razas) pueden tener un porte que oscila 

entre los 0.5 y 5 metros al momento de floración, alcanzar la madurez en un rango de 60 a 330 

días a partir de la siembra, producir 1 a 4 mazorcas por planta y 10 a 1,800 semillas por mazorca, 

y alcanzar rendimientos que van desde 0.5 hasta 23.5 toneladas por hectárea (CONABIO, 2018). 
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Los frutos del maíz pueden carecer de color (blancos), o presentar coloraciones amarillas, rojas, 

azules, o bien combinaciones de estos colores en patrones moteados o estriados. Su cultivo se 

encuentra adaptado desde zonas áridas hasta ambientes con elevadas precipitaciones y en altitudes 

que van desde los 0 hasta los 4,000 metros sobre el nivel del mar (msn) (Perales y Golicher, 2014).  

Como se mencionó anteriormente, las variedades del maíz son conocidas como razas, un 

término que se utiliza para agrupar individuos o poblaciones que comparten características en 

común de orden morfológico, ecológico, genético y/o de historia de cultivo, las cuales permiten 

diferenciarlas como grupo (Anderson y Cluter, 1942; Perales y Golicher, 2014; Rocandio-

Rodríguez et al., 2014). Las razas se nombran a partir de distintas características fenotípicas de 

la planta (por ejemplo, “Cónico” por la forma de la mazorca), tipo de grano (“Reventador”, por 

la capacidad del grano para “estallar” y producir “palomitas de maíz”), lugar o región donde 

inicialmente fueron colectadas (“Tuxpeño” de Tuxpan Veracruz; “Chalqueño”, del Valle de 

Chalco), o por el nombre típico con el que son conocidas en las comunidades donde se cultiva 

(“Zapalote Chico”, en el Istmo de Oaxaca; “Apachito”, en la Sierra Tarahumara) (Rocandio-

Rodríguez et al., 2014). Las razas de maíz se agrupan a su vez en grupos o complejos raciales, 

los cuales se asocian a una distribución geográfica y climática definida, o a una historia evolutiva 

común (Goodman et al., 2011; Perales y Golicher, 2014). Cerca de 220 razas de maíz han sido 

descritas en América Latina (Goodman y Bird, 1977), de las cuales 64 (29%) se cultivan o están 

presentes en México (Anderson y Cluter, 1942; Marschner, 1995a; Sanchez y Goodman, 1992). 

De estas 64 razas, 59 se consideran nativas de México, mientras que el resto fueron descritas 

inicialmente en otras regiones de Centroamérica (CONABIO, 2011). La descripción de cada una 

de las razas de maíz se presenta en el ANEXO I. 
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1.2 Función de los microorganismos en la rizosfera  

La rizosfera fue inicialmente descrita en 1904 por Lorenz Hiltner como el área alrededor 

de la raíz habitada por una población de microorganismos, influenciados por los compuestos 

químicos exudados por la planta (Hiltner, 1904). Posteriormente, la rizosfera fue dividida 

morfológicamente en tres regiones definidas a partir de su cercanía con la raíz: la endorizosfera, 

el rizoplano y la ectorizosfera. La endorizosfera se ubica entre la endodermis y las capas corticales 

de la planta, y es la zona donde los microbios y cationes ocupan el espacio “libre” (apoplasto) 

entre las células vegetales (Figura 1). Los microorganismos que colonizan la endorizosfera se 

denominan endófitos. El rizoplano es la superficie externa de la raíz donde se adhieren la mayor 

parte de las partículas del suelo y los microorganismos. Está formada por la epidermis, la corteza 

y la capa de polisacáridos mucilaginosos de la planta. Finalmente, la ectorizosfera representa la 

parte más externa de la rizosfera y se extiende del rizoplano al suelo (McNear, 2013) (Figura 1).  

 

 
Figura 1. Representación de una sección de raíz donde se muestran las tres regiones en las que 

se encuentra dividida la rizosfera (McNear, 2013). 
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Una de las características principales de la rizosfera es el gran número de 

microorganismos asociados que se alimentan del carbono liberado por la raíz en forma de 

exudados, los cuales representan del 5 al 21% del carbono total fijado en la fotosíntesis, aunque 

su proporción varía dependiendo de la cantidad de nutrientes y del tipo de suelo en el que crece 

la planta (Marschner, 1995b). De manera general los exudados vegetales se dividen en 

metabolitos primarios como son ácidos orgánicos, carbohidratos y aminoácidos, y en metabolitos 

secundarios como alcaloides, terpenoides y compuestos fenólicos (Bais et al., 2006; Venturi y 

Keel, 2016). Aunque la producción y liberación de estos compuestos representa un costo 

energético alto para la planta, éstos juegan un papel importante en el desarrollo de la misma ya 

que promueven la simbiosis con bacterias y hongos, poseen actividad antimicrobiana, nematicida 

y fungicida, y confieren protección contra patógenos y otras plantas invasivas (Bertin et al., 

2003).  

El papel de las comunidades bacterianas asociadas a la rizosfera en el desarrollo de varios 

tipos de plantas ha sido estudiado ampliamente (Bonkowski et al., 2000; Costacurta y 

Vanderleyden, 1995; Mendes et al., 2013; Segura et al., 2009). Por ejemplo, se sabe que diversas 

especies bacterianas establecen comunicación entre sí en comunidades microbianas complejas, 

incluyendo el suelo rizosférico, mediante la producción de moléculas de “quorum sensing” como 

N-acil homoserina lactonas (Nealson et al., 1970; Wei y Zhang, 2006), y compuestos orgánicos 

volátiles como alquenos, alcoholes, aldehídos y cetonas, los cuales a su vez regulan el desarrollo 

de las plantas (Ryu et al., 2003). De manera similar, las plantas también liberan moléculas que 

influencian el comportamiento de las bacterias rizosféricas como los flavonoides, compuestos 

fenólicos que inducen factores de nodulación (Nod) en algunas bacterias rizobiales llevando a la 

formación de nódulos en la planta, y por tanto, a la fijación de N2 atmosférico en la misma (Crespi 

y Gálvez, 2000; Estévez et al., 2009; Ramachandran et al., 2011). Se han identificado diversas 
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bacterias rizosféricas de los géneros Rhizobium, Pseudomonas, Bacillus y Azospirillum capaces 

de promover el crecimiento de varias plantas (Barreto et al., 2011; Gopalakrishnan et al., 2015; 

Piromyou et al., 2011). Los mecanismos bacterianos que promueven el desarrollo vegetal 

incluyen la estimulación de su sistema inmune a través de MAMPs (del inglés, “microbe-

associated molecular patterns”) (Newman et al., 2013), la producción de compuestos 

antimicrobianos (Riley y Wertz, 2002), así como de fitohormonas como auxinas y citocininas 

involucradas en procesos de elongación, división celular, diferenciación tisular y dominancia 

apical (Matiru y Dakora, 2004; Rivera et al., 2018).  

En contraste con el estudio de las comunidades bacterianas del suelo y sus interacciones 

con la planta, el análisis de las comunidades eucariontes en la rizosfera es escaso y se ha enfocado 

principalmente en los hongos, cuya principal función radica en degradar una gran cantidad de 

materia orgánica que puede entonces ser utilizada por la planta o sus microorganismos asociados. 

No obstante, también se han descrito géneros de hongos capaces de  promover el crecimiento de 

plantas como son Aspergillus (Yoo et al., 2018), Trichoderma (Masunaka et al., 2011), 

Penicillum (Hossain et al., 2007), Piriforma (Varma et al., 1999) y Phoma (Hamayun et al., 

2009), los cuales incrementan la biodisponibilidad de nutrientes para la planta, protegen contra 

patógenos y/o liberan sustancias fito-estimulantes (Hossain et al., 2017). Así mismo, las plantas 

pueden establecer relaciones simbióticas con los hongos, conocidas como micorrizas, las cuales 

incrementan la absorción de nutrientes como fósforo, nitrógeno, potasio y calcio por las plantas, 

mientras incrementan el área fisiológicamente activa en las raíces y protegen contra otros 

organismos patógenos (Cosme y Wurst, 2013; Oldroyd, 2013; van Dam y Bouwmeester, 2016). 

Se estima que el 90% de las plantas terrestres presenta una relación simbiótica con hongos 

(Humphreys et al., 2010).  
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1.3  Importancia de los nematodos en la rizosfera 

 Como se mencionó en el apartado anterior, el estudio de las comunidades eucariontes en 

la rizosfera se ha enfocado principalmente en los hongos; sin embargo, otros organismos 

eucariontes como los nematodos, también se encuentran en grandes números en la rizosfera y 

juegan un papel importante en el establecimiento o la modificación de las comunidades 

microbianas del suelo y, por tanto, en el desarrollo de la planta. 

Los nematodos son eucariontes multicelulares con un ciclo de vida sencillo que puede 

abarcar de unos pocos días a varios años e incluye cuatro estadios juveniles a partir del huevo  

hasta el adulto (Barrière y Félix, 2006). Se cree que estos organismos divergieron evolutivamente 

de otros eucariontes hace 600-1,200 millones de años (Blaxter et al., 1998). A la fecha, se han 

descrito alrededor de 20,000 especies de nematodos, de los cuales, la mayoría son organismos 

inocuos de vida libre, mientras que otros son considerados parásitos de humanos, animales y 

plantas. Por ejemplo, el nematodo Meloidogyne spp y los géneros Globodera y Heterodera 

infectan cultivos de papa causando una pérdida anual de aproximadamente $100 billones de 

dólares (Ravichandra, 2014). Sin embargo, a pesar de los efectos negativos de estos nematodos 

en la agricultura, muchas otras especies poseen efectos benéficos en la rizosfera, ya que están 

involucrados en el reciclaje de los materiales orgánicos del suelo y promueven el crecimiento de 

varios cultivos como tomate, arroz y cacahuate (Cheng et al., 2011; Djigal et al., 2004; 

Gebremikael et al., 2016; Irshad et al., 2011; Mao et al., 2006). Así mismo, algunos nematodos 

son utilizados como agentes de control biológico para combatir insectos plagas de cultivos, como 

es el caso de los nematodos patógenos de insectos de las familias Steinernematidae y 

Heterorhabditidae (Shapiro-Ilan et al., 2012) . Además, varios nematodos también han sido 

utilizados como bio-indicadores de la calidad y salud de los suelos, ya que al encontrarse en 

niveles altos en la cadena alimenticia con respecto a otros microorganismos y a que algunas 
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especies de nematodos son más estables y no están sujetas a fluctuaciones temporales de 

nutrientes (porque su ciclo de vida es más largo que el de otros microbios), estos organismos 

reflejan las propiedades químicas, físicas y biológicas de los recursos alimenticios en el suelo 

(Neher, 2001).  

 

1.4 Clasificación de los nematodos con base en su estilo de alimentación  

Los nematodos se pueden dividir en dos grandes grupos: los colonizadores (c), y los 

persistentes (p), según su estrategia de vida y su habilidad de colonizar distintos ambientes 

(Bongers, 1999; Bongers y Ferris, 1999). Una escala arbitraria, calibrada del 1 al 5, es utilizada 

para su clasificación en donde el valor 1 se asigna a los mejores colonizadores y el valor 5 a los 

mejores persistentes (Bongers, 1999). Los colonizadores más efectivos son los nematodos que se 

alimentan de bacterias (valores 1-2), organismos con ciclos de vida cortos, alta producción de 

huevos, así como movilidad y actividad metabólica elevada. Estos nematodos son capaces de 

entrar en un ciclo de vida inactivo conocido como ciclo Dauer, sobreviviendo así a condiciones 

limitadas de recursos y estrés (Bongers y Ferris, 1999). En contraste, los nematodos clasificados 

en los niveles superiores (3-5) no se alimentan exclusivamente de bacterias, tienen una menor 

producción de huevos, y son más susceptibles a perturbaciones ambientales (Bongers y Ferris, 

1999). Los nematodos que se alimentan de algas, plantas y hongos tienen un valor alto en esta 

escala.  

 Dentro de los nematodos que se alimentan de bacterias, los cuales son relevantes para el 

desarrollo de este trabajo, su alimentación puede ser especializada o no especializada. En las 

interacciones especializadas el nematodo se alimenta exclusivamente de ciertos géneros o 

especies particulares de bacterias, mientras que en las no especializadas no existe dicha 

preferencia alimentaria (Ott et al., 1991). A su vez, las bacterias también pueden ser patógenos 
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de estos eucariontes y/o tener una relación mutualista con los mismos, influenciando así su 

desarrollo, mecanismos de defensa, reproducción y/o adquisición de nutrientes (Hansen et al., 

2011; Musat et al., 2007; Slatko et al., 2010). Además, debido a que los nematodos presentes en 

la rizosfera se alimentan principalmente de bacterias, estos organismos también son capaces de 

modificar las comunidades bacterianas existentes en dicho ecosistema, influenciando de esta 

forma el desarrollo de las plantas (Asiloglu et al., 2015; Kreuzer et al., 2006). Así mismo, debido 

a que los nematodos tienen una menor concentración de carbono y nitrógeno en sus células, 

comparado a las bacterias que consumen (Hoorman, 2011), dichos organismos incorporan a 

través de su dieta más nitrógeno del que necesitan para sus requerimientos nutricionales, por lo 

que dicho exceso es liberado en forma de amonio (NH4
+) que puede ser asimilado por la planta 

(Kuikman et al., 1991). Sin embargo, aun con estas evidencias poco se sabe de la abundancia de 

los nematodos en la rizosfera del maíz y de su efecto en el desarrollo de este importante cultivo 

comercial. 

 

1.5 El uso de amplicones como herramienta para el estudio de la diversidad de 

eucariontes  

Inicialmente, el estudio de la diversidad de eucariontes se realizaba a partir de un enfoque 

dependiente de cultivo, que comprendía el aislamiento de los organismos y su posterior 

identificación mediante pruebas bioquímicas. Gracias al desarrollo de la tecnología de 

secuenciación masiva del ADN, se han desarrollado nuevas estrategias genómicas para el estudio 

de comunidades complejas, como son: la metagenómica (secuenciación del ADN aislado de 

comunidades completas); la metatranscriptómica (secuenciación del ARN de dichas 

comunidades); y la secuenciación de amplicones generados por la reacción en cadena de la 

polimerasa (PCR; por sus siglas en inglés) (Zhou et al., 2015). Esta última se basa en extraer el 
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ADN total de una comunidad compleja para posteriormente amplificar mediante PCR regiones 

específicas de genes conservados en todos los organismos presentes, las cuales permiten su 

identificación muchas veces a nivel de especie. El uso de amplicones de los genes ARNr 16S 

(para bacterias) y 18S (para eucariontes) acoplados a secuenciación masiva, ha cobrado gran 

importancia en la ecología microbiana como una de las herramientas mayormente empleadas para 

el estudio de la diversidad microbiana de ecosistemas complejos como el intestino humano y el 

suelo (Wu et al., 2015), ya que en comparación con los métodos cultivables tradicionales que 

involucran procesos largos y requieren una amplia experiencia técnica, su preparación es sencilla 

y requiere poco tiempo (Murray et al., 2015), además de que permite el estudio de un gran número 

de muestras simultáneamente (De Filippis et al., 2017).    

Una gran cantidad de trabajos han abordado el estudio de grupos particulares de 

eucariontes, principalmente hongos, protistas y nematodos, en comunidades microbianas 

complejas mediante el uso de diferentes genes marcadores. Por ejemplo, para estudiar la 

comunidad de hongos se utiliza generalmente la amplificación de los espacios intergénicos de los 

genes ribosomales (ITS por sus siglas en ingles), las cuales permiten una mejor identificación de 

las secuencias de hongos debido a que éstas presentan una mayor variabilidad comparada con la 

del gen ribosomal 18S, permitiendo así la identificación a nivel de especie en muchos casos 

(Martin y Rygiewicz, 2005). También se utilizan de forma común las regiones variables 4 y 9 del 

gen ribosomal 18S para el análisis de hongos, debido a que existe un mayor número de secuencias 

de dicho gen en las bases de datos, sin embargo, una desventaja de dicho marcador es que está 

presente en multicopia en el genoma y muestra  diferentes niveles de variabilidad dependiendo 

del organismo (Decelle et al., 2014).  

El estudio de las poblaciones de nematodos en muestras de suelo mediante secuenciación 

masiva es complicado, ya que requiere pasos experimentales previos de enriquecimiento debido 
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a que estos organismos representan solo el 5-20% del total de eucariontes en suelo (De Mesel et 

al., 2004; Derycke et al., 2010; Morise et al., 2012) 

En resumen, cada uno de los marcadores genéticos utilizados en los análisis de diversidad 

microbiana de eucariontes presenta limitaciones debido a la insuficiente representación de dichas 

secuencias en la base de datos, a la amplificación preferencial de ciertas secuencias sobre otras 

en la comunidad, y a la presencia de organismos que no han sido identificados y/o clasificados 

previamente. Por lo tanto, el uso de marcadores múltiples y/o de regiones diferentes del mismo 

marcador, representa la mejor estrategia para el estudio de la diversidad de eucariontes. 

 

1.6 Estudios de diversidad de eucariontes en comunidades complejas 

A continuación, se describen algunos estudios que demuestran la utilidad de la estrategia 

de amplicones en el análisis de las poblaciones de eucariontes en comunidades microbianas 

complejas. 1) Mediante el uso del marcador ARNr 18S y e l16S, se estudiaron los cambios en las 

poblaciones de cianobacterias, así como la abundancia y el efecto de sus predadores 

(principalmente protistas) en sistemas marinos (Nagarkar et al., 2018). 2) También mediante 

análisis por 18S se estudiaron los cambios en la diversidad de eucariontes en suelos agrícolas 

congelados durante más de treinta años en Holanda, encontrando que las poblaciones de 

eucariontes presentaban ciertas modificaciones que estaban correlacionadas con cambios en el 

ambiente (Moon-Van Der Staay et al., 2006). 3) Utilizando el mismo marcador se observó que el 

pH, la concentración de carbono y nitrógeno son factores que determinan los patrones de 

distribución de eucariontes en diferentes muestras de bosque habitados por tres especies 

diferentes de árboles, encontrando que los Eucalyptos tienen una menor cantidad de eucariontes 

en comparación al pino Agathis australis (Zhou et al., 2017). 4) De manera similar, se estudió el 

efecto de tres técnicas de cultivo (labranza, no labranza y sistema orgánico) en las comunidades 
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de nematodos en el suelo, encontrando que algunos órdenes de nematodos como Tylenchide y 

Cephalobidae muestran una correlación positiva a la cantidad de carbono y nitrógeno orgánico, 

que se ve incrementada en el sistema orgánico (Treonis et al., 2018). En el mismo estudio se 

observó que la densidad de predadores omnívoros y nematodos que se alimentan de hongos se 

reduce en los suelos sin labranza en comparación con los que sí tuvieron dicho tratamiento, 

mientras que algunos grupos de nematodos parasitarios se incrementaron en el sistema orgánico 

que correlacionó con un incremento en la cantidad de nematodos que se alimentan de hongos 

(Figura 2) (Treonis et al., 2018). 

 

Figura 2. Diversidad de nematodos pertenecientes a los cuatro grupos tróficos indicados en suelo 

agrícola con tres sistemas de cultivo diferente (CT labranza convencional, NT no labranza, Org, 

sistema orgánico) (Treonis et al., 2018). cm, centímetros debajo de la superficie del suelo. 
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2 ANTECEDENTES 

2.1 Análisis metatranscriptómico de suelo rizosférico de tres plantas diferentes 

Recientemente, utilizando un enfoque metatranscriptómico (usando los genes 

ribosomales), se analizaron muestras de ARNr extraídas de la rizosfera de plantas de trigo, 

chícharo y avena, y se estudiaron las diferencias entre las poblaciones de microorganismos 

(procariontes y eucariontes) a nivel de filo y género, tanto en la rizosfera de cada una de las 

plantas antes mencionadas, como en el suelo en donde éstas fueron crecidas durante cuatro 

semanas en un invernadero bajo condiciones idénticas (Turner et al., 2013). Para el caso de los 

procariontes se observó que a nivel de filo solo el chícharo y la avena tenían una diversidad 

bacteriana diferente a la del suelo sin planta; sin embargo, a nivel de género la composición de 

los procariontes fue diferente entre la rizosfera y el suelo en todos los casos (Figura 3B).  

Por otro lado, la comunidad de eucariontes en el suelo y la rizosfera del trigo y el chícharo 

fueron similares a nivel de filo, mientras que la rizosfera de la avena fue diferente. A nivel de 

género, las comunidades de eucariontes en la rizosfera del trigo y el suelo fueron similares, no así 

para la avena y el chícharo en donde se observó una mayor proporción de hongos y nematodos 

en la rizosfera (Figura 3C). En general, las gráficas de rarefacción (que presenta la riqueza de 

especies para cada muestra) mostraron que la diversidad de eucariontes en la rizosfera era mucho 

mayor comparado a la del suelo para todas las muestras (Turner et al., 2013). Es importante 

destacar que en estos ensayos la diversidad de eucariontes varió drásticamente, incluso más que 

la diversidad bacteriana (Figura 3), sobre todo para el caso de la leguminosa (chícharo) y de la 

avena, sugiriendo que la comunidad eucariota de la rizosfera podría ser igual o más susceptible a 

los efectos de la planta mediados seguramente por los exudados vegetales.  
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En conjunto, estos resultados indican que la comunidad eucarionte de la rizosfera de cada 

una de los cultivos varía dependiendo de la especie (chícharo, avena, trigo), sugiriendo que la 

planta influye significativamente en su conformación y/o diversidad.  

 

 

Figura 3. Abundancias relativas de grupos taxonómicos en las rizosferas de trigo, avena y 

chícharo. (a) Todos los taxones a nivel de dominio. (b) El filo de los procariontes, un subconjunto 

de la parte de Bacteria y Archaea de (a). (c) Los cuatro grupos de eucariontes principales, parte 

de los eucariontes de (a). Los valores son promedios de varias réplicas biológicas (n=3 para el 

trigo y el chícharo; n=4 para el suelo sin planta y la avena) (Turner et al., 2013). 

 

 

2.2 La presencia de predadores bacterianos en la rizosfera provoca cambios en la 

comunidad microbiana y en el desarrollo de la planta  

Como se mencionó anteriormente, se ha observado que los nematodos ayudan a la 

incorporación de nitrógeno y fósforo en la planta (Irshad et al., 2011). Así mismo, se sabe que los 

nematodos que se alimentan de bacterias son capaces de transportar bacterias en su intestino, 

ayudando a su dispersión y propagación en el suelo y las raíces (Horiuchi et al., 2005). En el 
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2003, Djigal et al. observaron que tres nematodos pertenecientes a la familia Cephalobidae 

(Zeldia punctata, Acrebeloides nanus y Cephalobus pseudoparvus), aislados de un suelo en 

Senegal, disminuyeron la masa microbiana, pero aumentaron en un 18% su actividad 

transcripcional (Djigal et al., 2004). Por otra parte, se observó un incremento del 12% en la 

producción de biomasa en las plantas de maíz a las que fueron añadidos dichos nematodos. De 

manera similar, el protozoario Acanthamoeba castelliani también modificó las poblaciones 

bacterianas en la rizosfera de Arabidopsis thaliana (Rosenberg et al., 2009). Así mismo, se 

monitoreó la comunidad bacteriana antes y después de la adición del protozoario utilizando 

amplicones del gen 16S y se encontró que solo algunas especies habían disminuido su población, 

como fue el caso de las Betaprotobacteria y Alphaprotobacteria, otras no modificaron su 

abundancia, como es el caso de las Gammaproteobacteria, o incluso aumentaron su número como 

las Actinobacterias, mientras que otras se encontraron solo en presencia del protozoario, como 

los Planctomycetes (Figura 4). En conjunto, estos resultados confirman que los predadores 

bacterianos son capaces de modificar poblaciones bacterianas en comunidades bacterianas 

complejas como el suelo, influenciando así el desarrollo de la planta. 

 

Figura 4. Cambios en la abundancia relativa de las especies bacterianas indicadas en la 
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ectorizosfera de plantas de A. thaliana, después de tres días de tratamiento con (+Amo) o sin (-

Amo) amoebae. La abundancia bacteriana fue estimada mediante hibridación fluorescente in situ 

en raíces crecidas en macetas con arena (FISH; por sus siglas en ingles) (Rosenberg et al., 2009). 
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3 JUSTIFICACIÓN 

La rizosfera es un ecosistema complejo en donde co-existen eucariontes y procariontes 

que llevan a cabo funciones ecológicas de gran relevancia para la planta como la degradación de 

materia orgánica y el reciclaje de nutrientes. Aunque se conoce con detalle el papel que las 

bacterias ejercen en la rizosfera de varias plantas, poco se sabe de la diversidad y función 

biológica de los nematodos en este ecosistema. Por tanto, el estudio de la diversidad de nematodos 

en la rizosfera del maíz mediante un enfoque metagenómico permitirá identificar los organismos 

específicos que habitan en este ecosistema, así como analizar los factores que determinan su 

establecimiento en el suelo rizosférico de este importante cultivo de interés comercial, ecológico 

y cultural en México.  

Por otra parte, el aislamiento de nematodos depredadores de bacterias pertenecientes a 

dichas comunidades eucariontes, así como el estudio de su interacción con bacterias rizosféricas 

y su efecto en el desarrollo vegetal, nos permitirá tener un mejor conocimiento de las 

interacciones depredador-bacteria-planta y, por tanto, un mejor control sobre dichas interacciones 

para en un futuro poder modificarlas con el objetivo de mejorar la producción del maíz e incluso 

de otros cultivos. 
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4 HIPÓTESIS 

 La diversidad de la comunidad de nematodos en la rizosfera de maíz de diversos campos 

agrícolas de México dependerá de factores ambientales, como son el pH, la altitud y el 

tipo de suelo, pero también de factores inherentes a la planta como su genotipo y/o estado 

de crecimiento. 

 Los nematodos predadores de bacterias modifican a las poblaciones bacterianas y/o la 

función de las mismas en la rizosfera de maíz y, por lo tanto, influencian el desarrollo de 

la planta. 

5 OBJETIVOS 

Estudiar la diversidad de las poblaciones de nematodos, así como las interacciones predador-

comunidad bacteriana en la rizosfera de cultivos de maíz.  

 

5.1 OBJETIVOS PARTICULARES 

 Estudiar la diversidad de nematodos en la rizosfera de maíz de diferentes razas y campos 

agrícolas de México. 

 Estudiar la interacción de nematodos aislados de la rizosfera de maíz con bacterias 

aisladas del suelo.  

 Evaluar el efecto de las interacciones nematodo-bacteria en el desarrollo de plantas de 

maíz. 
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6 ESTRATEGIA EXPERIMENTAL 

6.1 Estudio de la diversidad de nematodos en la rizosfera de plantas de maíz provenientes 

de tres regiones de México   

6.1.1 Recolección de muestras de suelo rizosférico de maíz. 

Los metadatos de las muestras de suelo rizosférico de maíz utilizadas en este trabajo 

(Tabla 1) fueron proporcionadas por el Dr. Ramón Arteaga Garibay del Instituto Nacional de 

Investigaciones Forestales, Agrícolas y Pecuarias (Inifap, Jalisco). El muestreo se llevó a cabo 

como se describe a continuación. La colecta se realizó en suelos sin planta (T0) o en plantas de 

etapas de crecimiento diferentes (R4, durante el llenado de la mazorca; R5 y R6, madurez del 

grano). La recolección de muestras de suelo se realizó con un nucleador. La muestra de suelo 

rizosférico fue tomada a 10 cm de distancia de la orilla de la planta y con una profundidad de 30 

cm. Se eliminó la capa superior de ~5 cm para desechar la vegetación. En total se tomaron 25 

muestras de acuerdo con el protocolo de colecta cinco soles (Hernández Ibánez et al., 2015).  

 

Tabla 1. Características de las muestras de suelo rizosférico de maíz utilizadas en el presente 

trabajo. 

 

Nombre  
Sitio de 

muestreo 

Latitud 

(ºN) 

Longitud 

(ºO) 

Altitud 

(msn) 

Estado de 

crecimiento 

Raza de 

maíz 
pH 

566_1 Jala, Nayarit 21.096667 -104.426667 1060  T0 “Xala” 7.0 

566_3 Jala, Nayarit 21.096667 - 104.426667 1060  R6 “Xala” 7.0 

566_4 Tepatitlán, 

Jalisco 

20.873714 -102.788547 1950  T0 

  

“Amarillo 

Zamorano” 

6.7 
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566_5 Tepatitlán, 

Jalisco 

20.873714 -102.788547 1950  R4 

  

“Amarillo 

Zamorano 

6.7 

566_6 Tepatitlán, 

Jalisco 

20.873714 -102.788547 1950   R6 Amarillo 

“Zamorano” 

6.7 

566_7 Teopisca 16.524055 -92.474278 1774  R5 “Comiteco” 5.3 

566_8 Teopisca 16.5234444 -92.474805 1776  R4 “Comiteco” 5.3 

566_9 Teopisca 16.5234444 -92.474805 1767  R6 “Comiteco” 5.3 

566_10 Venustiano 

Carranza, 

Chiapas 

16.3231111 -92.512083 650  J1 “Tuxpeño” 7.0 

566_11 Venustiano  16.3231111 -92.512083 637  R4 “Tuxpeño” 7.0 

566_12 Tuxtla chico, 

Chiapas 

14.8996675 -92.1695636 221  R6 “Tuxpeño 5.7 

566_13 Tuxtla chico, 

Chiapas 

14.8996675 -92.1695636 232  R6 “Tehua” 5.6 

566_14 San Antonio, 

Cacahoatán 

15.0017222 -92.166722 514  R6 “Tuxpeño 5.6 

566_15 San Antonio, 

Cacahoatán 

14.9922222 -

92.17666666 

489  R6 “Tuxpeño 5.8 

566_16 San Antonio, 

Cacahoatán 

15.0142222 -

92.12258333 

580  R6 “Tuxpeño 6 

 

 

6.1.2 Amplificación del gen marcador y secuenciación mediante la plataforma de 

Ilumina Miseq 

Para analizar la diversidad de nematodos, amplificamos la regiones variables 6, 7, 8 y 9 

del gen ARNr 18 (Figura 5), con los oligonucleótidos: Nem/NF1-18Srb2 (Tabla 2).  
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Tabla 2. Lista de oligonucleótidos empleados para la amplificación y secuenciación por 

Illumina de los fragmentos V6 a V9 del gen marcador ARNr 18S. En rojo, secuencias 

adaptadoras para la plataforma MiSeq. 

 

Oligonucleótidos para amplificar secuencias de nematodos  

Nem  

5’-GGGGAAGTATGGTTGCAAA-3’ 

 

Producto de 500 pb 

18Srb2Miseq 

5’-TACAAAGGGCAGGGACGTAAT-3’ 

NF1Miseq 

5’-

TCGTCGGCAGCGTCAGATGTGTATAAGAGACAGGGT

GGTGCATGGCCGTTCTTAGTT-3’ 

Producto de 450 pb 

18Srb2Miseq 

5’-

GTCTCGTGGGCTCGGAGATGTGTATAAGAGACAGTAC

AAAGGGCAGGGACGTAAT-3’ 

 

La amplificación se realizó de acuerdo con la metodología reportada por Sapotka et al., 

2015. El protocolo consiste en dos reacciones de PCR cambiando el oligonucleótido directo. La 

primera reacción utiliza el oligonucleótido Nem y la segunda, el oligonucleótido directo NF1 

(Figura 5). La preparación de las mezclas de PCR y las condiciones de amplificación se presentan 

en las Tablas 3 y 4, respectivamente.  
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Figura 5. Esquema que ilustra la estrategia de amplificación de las regiones V6 a V9 del gen 

ARN 18S a partir de ADN aislado de la rizosfera de maíz.  

  

Tabla 3.  Reactivos en la PCR para la amplificación de los fragmentos indicados en la Figura 5. 

Nem-18SRb2 (Primera PCR) NF1-18SRb2 (Segunda PCR) 

Buffer 10X 2.5 L Buffer 10X 2.5 l 

MgCl2 (20 mM) 0.75 L MgCl2 (20 mM) 0.75 L 

dNTPs 10mM c/ uno 0.5 L dNTP’s 10mM c/ uno 0.5 L 

Oligonucleótido directo 

(10 pmol c/uno) 

1 L  Oligonucleótido directo 

(10 pmol c/uno) 

1 L  

Oligonucleótido reverso 

 (10 pmol c/uno) 

1 L Oligonucleótido reverso 

(10 pmol c/uno) 

1 L 

ADN de suelo rizosférico 

(templado) apróx. 200 ng 

1 L  ADN (de primera 

reacción diluido 1/10) 

1 L 

Enzima Pfu 0.5 L Enzima Pfu 0.5 L 

H2O 16.25 L H2O 16.25 L 

 

Tabla 4. Condiciones de amplificación por PCR de los fragmentos indicados en la Figura 5. 

Nem-18Srb2                        

(Primera PCR) 

NF1-18Srb2                    

(Segunda PCR) 

94°C 5min 94°C 5min 

35 ciclos de 

95°C 

45 seg 

55°C 

45 seg 

72°C 

1 min 

30 ciclos de 

95°C 

45 seg 

60°C 

45 seg 

72°C 

1 min 

72°C 10 min 72°C 10 min 
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6.1.3 Análisis bioinformático de las secuencias 

Todas las secuencias fueron procesadas usando la paquetería de QIIME2 (versión qiime2-

2018.4) siguiendo el protocolo sugerido previamente (https://qiime2.org/) (Caporaso et al., 2010). 

Los archivos en formato Fastq fueron procesados utilizando el comando dada2 denoise-paired 

para filtrar por calidad las secuencias y eliminar quimeras. Para el análisis taxonómico se 

utilizaron las abundancias relativas, usando el comando qiime q2-feature-classifier con la base de 

datos SILVA SEED v128 (archivo de referencia provisto en https://qiime2.org/). Se asignó la 

identidad taxonómica usando un clasificador Bayesiano (Wang et al., 2007) con un bootstrap del 

90% usando la base de datos del gen ribosomal 18S. Todas las secuencias se agruparon en 

unidades taxonómicas funcionales (OTUs, por sus siglas en inglés), utilizando un 99% de 

similitud. Los comandos utilizados se presentan en el ANEXO II. 

  

6.1.4 Análisis estadístico de la diversidad de eucariontes en la rizosfera de Maíz 

Después de la asignación de OTUs, se estimó la diversidad alfa utilizando los estimadores 

no paramétricos de la riqueza de especies, Shannon y Simpson (Shannon, 1948). La normalidad 

de los datos se evaluó usando la prueba Shapiro-Wilk. Las diferencias significativas entre los 

sitios de muestreo, la etapa de crecimiento del maíz o el genotipo de la planta, fueron evaluadas 

mediante un análisis de varianza de dos vías (ANOVA) seguido por una prueba post hoc HSD de 

Tukey, usando la paquetería de VEGAN (Oksanen, 2015) en el software R (versión 3.4.9; R core 

team 2014). El índice de disimilitud de Bray-Curtis fue calculado con base en la abundancia de 

OTUs obtenidos y analizados vía PERMANOVA (999 permutaciones) (Anderson y Walsh, 2013) 

usando la función ADONIS y la paquetería VEGAN en R. El promedio de la abundancia relativa 

de los órdenes individuales fue establecido para cada ubicación y posteriormente se determinó si 

existían diferencias significativas vía ANOVA. Esto permitió evaluar si los cambios observados 

https://qiime2.org/
https://qiime2.org/
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en la comunidad de nematodos con respecto a la ubicación en donde fue tomada la muestra 

correlacionaban con cambios en las afiliaciones taxonómicas.  

 

6.2 Aislamiento de nematodos de vida libre de la rizosfera de maíz y estudio de sus 

interacciones con bacterias rizosféricas y plantas. 

6.2.1 Aislamiento de nematodos  

 Los nematodos utilizados en este trabajo fueron aislados de la rizosfera de plantas de maíz 

provenientes de campos agrícolas de la Ciudad de México y Guanajuato. El aislamiento de los 

nematodos se realizó de acuerdo con el protocolo reportado por Barrière y Félix en el 2006, que 

consiste en colocar una muestra de raíces con suelo rizosférico (1g) en los bordes de una caja de 

Petri con medio sólido NGM (del inglés “Nematode Growth Medium”; 17g/L Agar BD Difco™ 

New Jersey USA, 2.9g/L NaCl, 2.5g/L Peptona BD Difco™ New Jersey USA, 0.001M CaCl2, 

5mg/L Colesterol, 1 mM MgSO4 y 25 mM KH2PO4 pH6) conteniendo un inóculo de Escherichia 

coli DH5 en el centro de la misma (Figura 6). Las cajas de Petri se incubaron a temperatura 

ambiente hasta que los nematodos alcanzaron el cultivo bacteriano. Una vez ahí, nematodos 

individuales fueron colectados observándolos en un estereomicroscopio y colocados en una nueva 

caja Petri con cultivo bacteriano fresco para su propagación. Los nematodos aislados se 

mantuvieron a 20ºC en medio NMG, alimentados con E. coli DH5.  
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Figura 6. Aislamiento de nematodos bacterívoros de muestras de suelo. A) Caja de Petri con 

medio NGM donde se creció un cultivo bacteriano (E. coli) en el centro y se colocó alrededor la 

muestra de suelo rizosférico. B) Un acercamiento del centro de la caja de Petri (cultivo bacteriano) 

con los nematodos atraídos, las flechas indican donde se observan los nematodos (Barrière y 

Félix, 2006). 

 

 

6.2.2 Identificación taxonómica de los nematodos aislados. 

Para el aislamiento del ADN, se tomaron nematodos individuales de las cajas en donde se 

cultivaron y se colocaron en un tubo de 1.5 ml con 20 l de NaOH 0.25M. Los tubos se incubaron 

toda la noche a temperatura ambiente, al día siguiente se calentaron a 95°C por 3 min y en seguida 

se agregaron 4 L de HCl 1M, 10 L de Tris-HCl 0.5M (pH 8) y 5 L de Triton X-100. Las 

muestras se calentaron nuevamente a 95°C por 3 min y posteriormente se incubaron a -20°C 

durante toda la noche. Al día siguiente, la mezcla se pasó por una columna QIAprep Spin column 

(QIAGEN) para obtener ADN puro. El ADN purificado se utilizó entonces como templado para 

amplificar el gen ARNr 18S (1.6 kb) usando Taq ADN polimerasa y las parejas de 

oligonucleótidos F43-18Sr2b (Tabla 5) que amplifican el gen completo del 18S. También se 

amplificó un fragmento del gen COI usando los oligonucleótidos COI_jb3-F y COI_jb5R (Tabla 

5). Las condiciones de PCR fueron:  95ºC por 5 min; 30 ciclos a 95ºC por 30 seg,  55ºC por 1 min 

30 seg, 72ºC por 2 min; y un ciclo a 72 por 10 min. Los productos obtenidos se purificaron por 

columna y se secuenciaron por el método de Sanger (Sanger et al., 1977). Las secuencias 

Suelo húmedo 

Nematodos 
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obtenidas se compararon con la base de datos del NCBI y una base de datos específica para 

nematodos http://xyala.cap.ed.ac.uk/downloads/959nematodegenomes/blast/blast.php.  

 

Tabla 5. Oligonucleótidos empleados para amplificar y secuenciar el ARNr 18S y el gen 

de la COI de nematodos. 

F43 

5’-ATTAAGCCATGCATGTC-3’ 

18Sr2b 

5’-TACAAAGGGCAGGGACGTAAT-3’ 

COI_jb3-F  

5’-GATTTTTTGGTCAYCCGGARGT—3’ 

COI_jb5R  

5’-GYAACTACATAATAAGTRTCRTG-3’ 

 

 

6.2.3 Ensayos para evaluar la preferencia de nematodos aislados de la rizosfera del 

maíz por diferentes bacterias 

Las bacterias utilizadas en estos ensayos fueron Bacillus subtilis sp. CGE2031 (este 

estudio), E. coli DH5α (Taylor et al., 1993), E. coli OP50 (Brenner, 1974), Methylobacterium 

extorquens Am1  (Peel y Quayle, 1961), Rhizobium etli CFN42 (Quinto et al., 1985), R. etli 

CFN42 DsRed (Torres Tejerizo et al., 2015), R. phaseoli Ch24-10 (Rosenblueth y Martínez-

Romero, 2004), R. tropici CIAT 899 (Martínez-Romero et al., 1991), Streptomyces spp. (este 

estudio), y Acinetobacter pittii (este estudio). Todas las bacterias se crecieron a 30°C en medio 

PY (del inglés “peptone yeast médium”, BD Difco™ New Jersey USA) con gentamicina (30 

mg/ml) o espectinomicina (30 mg/ml) cuando se requirió. 

Para los ensayos de preferencia, las cepas bacterianas se crecieron en tubos de ensayo 

hasta alcanzar una densidad óptica de 0.6 medida a 600 nm, posteriormente se tomaron 50 L del 

cultivo bacteriano y se colocaron en los bordes de una caja de Petri conteniendo medio NGM. 

http://xyala.cap.ed.ac.uk/downloads/959nematodegenomes/blast/blast.php
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Una vez sembradas en las cajas, las bacterias se incubaron por 24 h a temperatura ambiente. Una 

vez crecidas las bacterias, se colocaron 100 nematodos, previamente lavados y resuspendidos en 

agua estéril, en el centro de las cajas Petri. Después de una hora, se contó el número de nematodos 

en cada uno de los inóculos bacterianos utilizando un estereoscopio (Figura 7).  

 

Figura 7. Diseño experimental para la determinación de la preferencia de los nematodos hacia 

diferentes bacterias rizosféricas o sus sobrenadantes.  

 

 

Para los ensayos de atracción de nematodos con sobrenadantes bacterianos, las bacterias 

indicadas anteriormente se crecieron durante 48 h a 28°C en tubos de ensayo con 5 ml de medio 

PY con agitación. Posteriormente, 1 ml del cultivo bacteriano se filtró utilizando una membrana 

de 0.2 m para eliminar las bacterias y 50 l del filtrado se colocaron en el borde de las cajas 

Petri, como se indica en la Figura 7.  

 

6.2.4 Análisis de las interacciones nematodo-bacteria por microscopía confocal  

Los nematodos adultos se colocaron en cajas de Petri con medio NGM previamente 

inoculadas con la cepa reportera R. etli CFN42 DsRed, o R. etli CFN42 (como control negativo), 

y se incubaron a 25ºC por siete días. Los nematodos fueron recuperados y transferidos a nuevas 

cajas Petri conteniendo un cultivo bacteriano fresco. Este proceso se realizó durante un mes. 

Después de este periodo, los nematodos se recuperaron de las cajas, se fijaron con etanol en 
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portaobjetos. Para la toma de imágenes se utilizó un microscopio confocal invertido de escaneo 

con láser LSM-510 META (Carl Zeiss, Göttingen, Alemania) equipado con un objetivo de 

inmersión 100X de contraste de fases (N.A. 13: Plan Neofluar, Carl Zeiss) en el Laboratorio 

Nacional de Microscopía Avanzada ubicado en el Instituto de Biotecnología de la UNAM. Para 

examinar la expresión de DsRed se usó un láser de He1/Ne1 Exc/Em 543/ nm. Este microscopio 

es equipado con un fotomultiplicador que permitió capturar imágenes tanto de fluorescencia como 

de contraste de fases. Para la obtención de imágenes y series de tiempo se utilizó el software 

LSM-510 versión 3.2 (Carl Zeiss) y se evaluaron con el LSM-510 Image Examiner versión 3.2. 

Las imágenes obtenidas fueron convertidas a formato TIFF (Tagged Image File Format).  

 

6.2.5 Determinación del efecto de los nematodos sobre el crecimiento de plantas 

de maíz 

Para evaluar el efecto de los nematodos sobre el crecimiento de plantas de Maíz, en 

presencia o ausencia de Rhizobium, se diseñó el siguiente experimento. Semillas de maíz criollo 

del estado de Hidalgo se esterilizaron colocándolas un minuto en etanol al 70%; posteriormente, 

se lavaron durante un minuto con agua estéril, después se incubaron con cloro al 20% por 20 

minutos, se lavaron 5 veces con agua estéril, una vez con tiosulfato de sodio al 2%, y finalmente 

con agua estéril. Las semillas estériles se germinaron durante 48 h en agar Fahräeus (0.1 g CaCl2, 

0.12 g MgSO4.7H20, 0.1 g KH2PO4, 0.15 g Na2HPO4, 0.005 g de citrato de hierro, trazas de Mn, 

Cu, Zn, B, Mo, y 0.7% agar por litro de agua) (Fahraeus, 1957), en un cuarto con temperatura 

controlada (20ºC, ciclos de 16 h/luz/oscuridad). Una vez germinadas las semillas se colocaron en 

matraces de vidrio de 250 ml con vermiculita estéril. A cada planta se le adicionaron 30 

nematodos adultos por gramo de vermiculita (2000-3000 individuos).  
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Los inóculos de las bacterias se crecieron en medio PY suplementadas con 0.7 ml de una 

solución de CaCl2 1 M hasta alcanzar una densidad óptica de aproximadamente 0.6 medida a 600 

nm. Posteriormente, el inóculo bacteriano se lavó dos veces con PBS 1X (pH 7.0) con 

centrifugaciones a 5,000 rpm por 5 minutos. Cuando se indica, a cada matraz se le adicionó ~106 

bacterias por gramo de vermiculita. Los diferentes tratamientos utilizados en estos ensayos se 

muestran en la Tabla 6.  

 

Tabla 6. Ensayos experimentales para evaluar el efecto de los nematodos y Rhizobium en el 

crecimiento de plantas de maíz. 

 

Las plantas tratadas como se muestra arriba se crecieron durante 30 días. Posteriormente, 

se determinó la altura de la planta y el peso seco de la parte aérea. Para corroborar la presencia 

de los nematodos en las raíces, se colocó la raíz de cada una de las plantas tratadas con nematodos 

en cajas de NGM y se incubaron durante 4 días a temperatura ambiente. Transcurrido este tiempo, 

las cajas Petri se observaron al estereoscopio.  

    

 

 

No.  
Bacteria  

(106 por g de 

vermiculita) 

Nematodo 

(30 por g de 

vermiculita) 

No. de 

matraces 

1 - - 10 

2 R. phaseoli  - 10 

3 - Mesorhabditis 

sp. 
10 

4 R. phaseoli Mesorhabditis 

sp. 
10 

No. 
Bacteria   

(106 por g de 

vermiculita) 

Nematodo 

(30 por g de 

vermiculita) 

No. de 

matraces 

1 - - 10 

2 R. phaseoli  - 10 

3 - Oscheius 

tipulae 
10 

4 R. phaseoli Oscheius 

tipulae 
10 
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6.2.6 Análisis de la morfología de la raíz de maíz en presencia de los nematodos 

Para evaluar el efecto de los nematodos en el desarrollo de la raíz de plantas de maíz, se 

germinaron semillas criollo de Hidalgo en matraces de vidrio Erlenmeyer con 200 ml de agar 

semi-sólido Fahräeus durante una semana. Las plantas fueron inoculadas como se describió en el 

apartado anterior (Tabla 6). Después de 7 días las plantas se colectaron y se determinó el largo y 

el peso seco de la raíz, así como la altura y el peso seco de la parte aérea, como se describió 

previamente (Piromyou et al., 2011). 

 

6.2.7 Estudio de la morfología de la raíz de A. thaliana en presencia de los 

nematodos y R. phaseoli 

Para validar y/o comparar los resultados obtenidos en maíz, también se realizaron ensayos 

en A. thaliana. Para esto, semillas del ecotipo Col-0 fueron esterilizadas con hipoclorito de sodio 

comercial (Cloralex) por 5 minutos, y posteriormente se embebieron en agua destilada estéril por 

2 días a 4ºC. Las plantas se crecieron verticalmente en placas con medio MS (Murashige Skoog, 

Sigma Aldrich, San Luis Misuri, EUA) 0.2 X pH 5.7 (L477, Phyto Technology Laboratories, 

Lenexa, KS, U.S), suplementado con 1% de sacarosa, vitaminas (0.5 mgL-1 piridoxina, 0.5 mgL-

1 ácido nicotínico) y 0.8% agar. Todas las plantas fueron crecidas a 21ºC con un ciclo 16/8 h 

luz/oscuridad y una intensidad de luz de 105 mol fotones m2s-1. Las plantas se inocularon 4 días 

después del tiempo de germinación (definido como el momento cuando la raíz primaria fue visible 

bajo un estereoscopio). Los nematodos y/o bacterias fueron colocados en la parte inferior de las 

cajas Petri (mismos tratamientos que en Tabla 6). Luego de 7 días, la raíz primaria y el número 

de raíces laterales se cuantificaron usando imágenes escaneadas con el software ImageJ 

(Schneider et al., 2012; Zhao et al., 2018). 
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6.2.8 Asilamiento e identificación de bacterias asociadas a los nematodos 

 Con el objetivo de aislar bacterias asociadas a los nematodos, éstos fueron cultivados en 

cajas Petri con NGM por tres días, o hasta que alcanzaron la fase adulta, y posteriormente se 

lavaron cinco veces con agua estéril. Para lisar los nematodos, 50 gusanos adultos se suspendieron 

en agua estéril con perlas de zirconio y se centrifugaron por 5 minutos a 5,000 rpm. 

Posteriormente, se realizaron diluciones seriales a partir de este lisado y 500 l de cada una de 

las diluciones se plaquearon en medio NGM para obtener colonias aisladas. Se colectaron 10 

colonias con morfología diferente, se crecieron en NGM y se usaron para extraer ADN mediante 

el kit DNeasy Blood & Tissue (QIAGEN Hilden Alemania). El ADN purificado se usó como 

templado para amplificar el gen ARNr 16S. Los oligonucleótidos utilizados fueron: fd1 ′-CCG 

AAT TCG TCG ACA ACA GAG TTT GAT CCT GGC TCA G-3′, y rd1 5′-CCC GGG ATC 

CAA GCT TAA GGA GGT GAT CCA GCC-3′. La PCR se realizó usando Taq ADN polimerasa 

(ThermoFisher Scientific) bajo las siguientes condiciones de reacción: 95ºC por 5 min; 30 ciclos 

a 95ºC por 30 s, 55ºC por 1 min 30 s, 72ºC por 2 min; y un ciclo a 72 por 10 min. 

 

6.2.9 Estudio de la morfología de la raíz de A. thaliana en presencia de las bacterias 

aisladas de los nematodos 

Para poder distinguir si el efecto observado en los cambios de la raíz era debido a la 

presencia del nematodo o las bacterias asociadas a ellos, germinamos e inoculamos semillas de 

A. thaliana como se realizó en el apartado 6.2.7. Éstas fueron inoculadas con una bacteria aislada 

de los nematodos compartida entre O. tipulae y Mesorhabditis sp. y/o el gusano C. elegans N2, 

provisto por el Dr. Juan Miranda de Investigaciones Biomédicas de la UNAM. Este nematodo es 
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mantenido en cultivos monoxénicos con E. coli OP50. El largo de la raíz primaria y número de 

raíces laterales se cuantificó a los 7 días después de la inoculación como en el apartado 6.2.7.  
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7 RESULTADOS 

7.1 Estudio de la diversidad de nematodos en la rizosfera de plantas de maíz sembradas 

en campos agrícolas de México 

7.1.1 Resultados de secuenciación masiva  

 El estudio de las comunidades de nematodos en muestras complejas como el suelo 

requiere pasos experimentales de enriquecimiento. En este proyecto utilizamos una metodología 

de amplificación basada en dos reacciones de PCR (reportada recientemente por Sapkota et al., 

2015), la cual permite el enriquecimiento de secuencias de DNA de nematodos sin pasos 

experimentales previos. Utilizando esta tecnología obtuvimos 4,736,284 de secuencias en total a 

partir de los amplicones obtenidos de las 16 muestras de rizosfera de maíz mostradas en la Tabla 

1, de las cuales 1,744,259 pasaron los filtros de calidad después de eliminar quimeras y descartar 

secuencias repetidas. Cada una de estas secuencias fueron agrupadas en 573 OTUs usando un 

porcentaje de similitud del 97%. A pesar de contar con un número relativamente bajo de OTUs, 

la mayoría (~70%) de los mismos fueron asignados taxonómicamente a nematodos (Figura 8). 

Dicho porcentaje fue similar al reportado en un trabajo relacionado en el se hizo uso de los 

mismos oligonucleótidos con muestras de ADN aislado de campos agrícolas de trigo (Sapkota y 

Nicolaisen, 2015). 
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Figura 8. Abundancia relativa de OTUs pertenecientes a nematodos (Nematoda) y otros filos de 

eucariontes (indicados a la derecha), mediante al análisis de secuencias del ARNr 18S 

amplificadas a partir del ADN aislado de las 16 muestras de rizosfera de maíz mostradas en la 

Tabla 1.    

 

7.1.2 La región de colección de la muestra no modifica la riqueza de especies, pero 

sí la composición de nematodos.  

 La riqueza de especies (diversidad alfa) estimada a partir de los índices de Shannon y 

Simpson, determinada para la comunidad de nematodos en función del número total de OTUs y 

en las regiones muestreadas (Figura 9A), reveló que no existen diferencias significativas en la 

riqueza total de especies entre las diferentes regiones (Figura 9B y C).  
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Figura 9. Diversidad alfa de nematodos para cada una de las tres regiones muestreadas. Número 

de especies (OTUs) observados (A), estimaciones de riqueza Shannon (B) y Simpson (C) para 

cada región. Tabla de resultados del análisis ANOVA para calcular las diferencias significativas 

entre los valores de riqueza calculados (D). En las gráficas se muestran los promedios y errores 

estándar de las muestras.  

 

 Sin embargo, al analizar la diversidad beta para determinar la diferencia en composición 

de especies entre estas localidades, sí se encontraron diferencias en la composición de la 

comunidad de nematodos debido al origen geográfico de las muestras (Pseudo-F=1.1; P<0.01; 

Figura 10). En el análisis de escalamiento multidimensional no métrico (NMDS por sus siglas en 

inglés), calculado a partir de una matriz de disimilitud Bray-Curtis utilizando los datos de 

abundancia de los OTUs para la comunidad de nematodos, observamos que las muestras se 

agrupan significativamente dependiendo de la región en donde fue tomada la muestra (Figura 10).  
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Figura 10. Análisis de escalamiento multidimensional no métrico (NMDS) de las muestras de 

suelo rizosférico. NMDS calculado a partir del índice de disimilitud Bray-Curtis para la 

comunidad de nematodos presentes en la rizosfera de maíz utilizando las abundancias de OTUs. 

En la Figura cada punto representa una muestra individual. En la Tabla se muestra el resultado 

del análisis de varianza multivariado no paramétrico (PERMANOVA) basado en distancias de 

Bray-Curtis usando el factor región.  

 

 

Posteriormente, con el objetivo de evaluar el cambio de poblaciones específicas de 

nematodos entre las diferentes muestras, se analizó la distribución de estos organismos a nivel de 

orden. De manera general, se encontró que los órdenes más abundantes fueron: Tylenchida, 

Dorylaimia, Enoplia y Rhabditida, los cuales estuvieron presentes en la mayoría de las muestras, 

aunque con una abundancia relativa diferente entre las mismas (Figura 11). En el caso específico 
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de la región de Nayarit (Sitio Jala), observamos una distribución similar entre las tres muestras 

colectadas, siendo los órdenes Enoplia, Tylenchida y Rabditida los más abundantes en todas ellas. 

Por otro lado, las muestras de Jalisco (Sitio Tepatitlán) presentaron una mayor dispersión en la 

abundancia relativa de los diferentes órdenes, siendo el orden Enoplia el más abundante en la 

muestra sin planta (T0), el cual disminuyó drásticamente después del crecimiento de la planta 

(R6) y correlacionó con un incremento del orden Dorylaimia. Para las muestras de Chiapas (sitios 

Teopisca, Venustiano, Tuxtla y Cacahoatán), observamos que, en general, el orden más 

abundante es Enoplia, a excepción de las muestras de Teopisca en donde existe una abundancia 

mayor del orden Tylenchida, y Cacahoatán que también mostró una abundancia elevada del orden 

Rhabditida.  

 

Figura 11. Distribución relativa de las secuencias de nematodos a nivel de orden usando el gen 

marcador ARNr 18S. Debajo del gráfico se muestra el nombre del sitio donde se tomó la muestra 

y a la derecha los órdenes identificados.  
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 Finalmente, con la finalidad de realizar una clasificación funcional de los nematodos 

identificados en las muestras de rizosfera, se realizó una búsqueda en la literatura para asignar los 

grupos tróficos correspondientes a cada uno de los órdenes encontrados. Observamos que los 

órdenes ubicuos en todas las muestras, Dorylaimia, Tylenchida y Rhabditida, se caracterizan por 

ser omnívoros, herbívoros y bacteriófagos, respectivamente (Tabla 7), lo cual sugiere la presencia 

de una amplia gama de fuentes alimentarias para estos organismos, que suele ser reflejo de un 

suelo “sano”.  

 

Tabla 7. Asignación de los órdenes de nematodos a un grupo trófico. 

Orden 

Jala 

Abund 

Relat. (%) 

Tepatitlán 

Abund 

Relat. (%) 

Teopisca 

Abund 

Relat. (%) 

Venustiano 

Abund 

Relat. (%) 

Tuxtla 

Abund 

Relat. (%) 

Cacahoatán 

Abund 

Relat. (%) 

Grupo trófico 

Araeolaimida 0.0 0.0 0.2 1.0 0.0 1.2 
Predador de 

bacterias 

Chromadorida 0.0 0.0 2.4 0.8 0.0 4.1 
Predador de 

bacterias y algas 

Desmodorida 0.0 0.0 0.0 0.7 0.0 0.0 Predador de algas 

Diplogasterida 0.7 0.0 0.3 0.0 0.0 0.0 
Predador de 

bacterias 

Dorylaimia 8.0 32.9 28.3 6.7 41.4 10.2 Omnívoro 

Enoplia 45.9 27.8 0.3 42.3 39.4 32.5 Omnívoro 

Monhysterida 0.1 0.7 0.0 11.6 0.0 0.0 
Predador de 

bacterias y algas 

Rhabditida 14.7 4.1 3.2 14.6 10.0 33.5 

Predador de 

bacterias y 

parásito de 

insectos 

Tylenchida 30.6 34.5 65.2 22.3 9.1 18.3 

Predador de 

hongos, plantas y 

parásito de 

insectos 
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Conclusiones del apartado 7.1:  

 La amplificación del ARNr 18S, usando la estrategia de dos PCR consecutivas reportada por 

Saptoka et al., 2015, permitió la amplificación de secuencias en su mayoría específicas de 

nematodos, sin la necesidad del enriquecimiento de la muestra.  

  No se encontraron diferencias en la riqueza total de OTUs en las diferentes regiones, pero sí 

en la composición de las comunidades de nematodos, la cual fue más similar entre muestras 

tomadas en una misma región, sugiriendo que factores asociados a los sitios, como tipo de 

suelo, humedad, temperatura, pH etc., influyen en el desarrollo y establecimiento de estos 

organismos.  

 Se encontraron varios órdenes ubicuos de nematodos en todas las muestras analizadas, 

mientras que otros fueron específicos del sitio, lo cual indica que las poblaciones de estos 

organismos responden a características particulares de los campos correspondientes.   

 Obtuvimos una gran proporción de nematodos omnívoros, bacteriófagos y herbívoros, lo cual 

es un indicativo de una buena “calidad” de los suelos muestreados.   

 

7.2 Aislamiento de nematodos de vida libre aislados de la rizosfera de maíz y estudio de 

su efecto en el desarrollo de las plantas  

7.2.1 Oscheius tipulae y Mesorhabditis sp. son nematodos de vida libre asociados a 

la rizosfera de maíz 

Considerando que se observó una abundancia significativa de nematodos que se alimentan 

de bacterias en las muestras de rizosfera de maíz analizadas (Tabla 7), se decidió aislar nematodos 

bacteriófagos del suelo rizosférico del maíz con el objetivo posterior de estudiar el papel de dichos 

organismos en el desarrollo de la planta, así como su interacción con bacterias del suelo. Los 
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nematodos se aislaron a partir de las siguientes muestras: suelo boscoso tratado con materia 

orgánica que se utilizó para sembrar plantas de maíz criollo en el laboratorio; y suelo rizosférico 

de maíz de un campo agrícola de Guanajuato.  

Siguiendo la metodología descrita en materiales y métodos, se aislaron dos nematodos de 

morfologías diferentes y se identificaron mediante los marcadores genéticos ARNr 18S y COI. 

El análisis de la secuencia del gen ARNr 18S permitió identificar a los nematodos como Oscheius 

tipulae y Mesorhabditis sp (ambos del orden Rhabditida). De manera similar, usando el gen de la 

COI y una base de datos de secuencias específicas de nematodos, encontramos que el nematodo 

previamente identificado como O. tipulae en el análisis del 18S presentó un 98% de identidad 

con un fragmento del genoma de un aislado perteneciente a la misma especie (O. tipulae, contig 

9003) (ANEXO III), confirmando así la identidad de este organismo. En contraste, la secuencia 

del COI del nematodo previamente identificado como Mesorhabditis sp. no alineó en dicha base 

de datos, posiblemente debido a la baja cantidad de secuencias disponibles para el COI con 

respecto a las del 18S. Ambos nematodos pertenecen a la familia Rhabditidae y son cercanos 

filogenéticamente al organismo modelo Caenorhabditis elegans (Figura 12). Este taxón 

comprende una gran diversidad de nematodos y está dividido en dos grandes clados: 

“Pleiorhabditis” que incluye el género Mesorhabditis y “Eurhabditis”, que incluye tanto a O. 

tipulae como a C. elegans (Figura 12).  
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Figura 12. Análisis filogenético de los nematodos aislados de suelo rizosférico de maíz. El árbol 

filogenético se construyó usando 1500 nucleótidos del gen ARNr 18S. La historia evolutiva fue 

inferida mediante el método de máxima verosimilitud usando el modelo Tamura-Nei (Tamura y 

Nei, 1993). Las secuencias correspondientes al nematodo 1 (O. tipulae) y nematodo 2 

(Mesorhabditis sp.) aislados de rizosfera de maíz se indican con rombos azules. 

 

 

 

7.2.2 Los nematodos aislados muestran atracción por cepas de Rhizobium 

Considerando que el sistema olfatorio de los nematodos que se alimentan de bacterias está 

altamente desarrollado, y que son capaces de identificar y seleccionar entre diversas fuentes de 

alimento (Choi et al., 2015; Colbert y Bargmann, 1995; Salinas et al., 2007), decidimos evaluar 
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las preferencias alimentarias de los nematodos aislados. Para esto, se utilizaron las siguientes 

cepas bacterianas previamente aisladas del suelo, las cuales además son capaces de promover el 

crecimiento de plantas de maíz en condiciones de laboratorio: B. subtilis, E. coli, M. extorquens, 

R. etli CFN42, R. tropici CIAT899, R. phaseoli Ch24-10 y Streptomyces spp. (Beneduzi et al., 

2012; Gutiérrez-Zamora y Martínez-Romero, 2001; Madhaiyan et al., 2006; Rosenblueth y 

Martínez-Romero, 2004). La cepa de laboratorio E. coli DH5 se utilizó como control en estos 

ensayos. 

En los ensayos de atracción, encontramos que O. tipulae mostró una preferencia alta por 

bacterias del género Rhizobium (R. phaseoli Ch24-10, R. etli CFN42 y R. tropici CIAT899), así 

como por E. coli DH5(Figura 13A), y una menor preferencia por. M. extorquens, B. subtilis y 

Streptomyces spp. En contraste, y a diferencia de O. tipulae, Mesorhabditis sp. presentó un patrón 

de preferencia más específico, ya que este nematodo fue mayormente atraído por las bacterias E. 

coli DH5 y R. tropici CIAT899 (Figura 13B). Estos datos sugieren que Rhizobium podría ser 

una fuente de alimento común para ambas especies de nematodos en el suelo rizosférico.  
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Figura 13. Número de nematodos atraídos hacía diferentes bacterias rizosféricas que indica la 

preferencia in vitro de los nematodos O. tipulae (A) y Mesorhabditis sp. (B) por cada bacteria. 

Se muestran los promedios y errores estándar del número de nematodos en cada inóculo 

bacteriano. * (P<0.05), ** (P<0.005), ***(P<0.00) (Prueba Pos Hoc Dunnet’s P0.05) con 

respecto a E. coli DH5. Resultado representativo de al menos tres ensayos independientes. 

 

Para determinar si la atracción de los nematodos O. tipulae y Mesorhabditis sp. hacia las 

bacterias mostradas en la Figura 13 se debe a la secreción de metabolitos bacterianos, se probó el 

efecto atrayente de los sobrenadantes producidos por las bacterias crecidas en cultivo. 

Encontramos un patrón de migración similar al observado con los inóculos bacterianos 

completos, aunque con menores niveles generales de atracción (Figura 14A y B), lo que indica 

que los compuestos secretados por las bacterias son responsables, al menos en parte, de los 

patrones de atracción observados.  
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Figura 14. Número de nematodos aislados en los sobrenadantes bacterianos que indica la 

preferencia de los nematodos O. tipulae (A) y Mesorhabditis sp. (B) hacía estos. Se muestran los 

promedios y errores estándar del número de nematodos contados en cada inóculo bacteriano. * 

(P<0.05), ** (P<0.005), ***(P<0.00) (Prueba Pos Hoc Dunnet’s P0.05) con respecto a E. coli 

DH5. Resultado representativo de al menos tres ensayos independientes.  

 

Los experimentos de atracción mostrados anteriormente sugieren que Rhizobium es una 

fuente de alimento tanto para O. tipulae como para Mesorhabditis sp. Para confirmar esta 

observación, se alimentaron ambos nematodos con una cepa reportera de R. etli CFN42 que 

expresa constitutivamente la proteína fluorescente DsRed (Torres Tejerizo et al., 2015) y 

posteriormente se analizaron los nematodos mediante microscopía confocal. Se detectó la señal 

fluorescente de la bacteria marcada a lo largo de la faringe y el intestino de los nematodos (Figura 

15), confirmando así que los nematodos se alimentan de Rhizobium. Sin embargo, dado que la 

actividad DsRed requiere de células viables, estos resultados también indican que la bacteria no 

es consumida en su totalidad. Por lo tanto, considerando que Rhizobium tiene un papel importante 

en el desarrollo de plantas, principalmente de leguminosas, el consumo por nematodos podría 
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ayudar a su distribución y/o influenciar su función promotora de crecimiento en el suelo 

rizosférico. 

 

 

Figura 15. Micrografía de nematodos conteniendo bacterias de R. etli CFN42 en O. tipulae (A-

E) y Mesorhabditis sp. (F-J). Los nematodos fueron alimentados con R. etli CFN42 DsRed o R. 

etli CFN42 (control negativo) durante un mes cada 7 días y visualizados en un microscopio 

confocal Zeiss LSM 510 meta. (A), (F), (C) y (H), campo claro; (B), (G), (D) y (I), imágenes de 

fluorescencia; (E) y (J), sobre posición de campo claro y fluorescencia. Imagen representativa de 

2 experimentos independientes, en cada experimento se observaron al menos dos nematodos de 

cada especie.  

 

7.2.3 O. tipulae y Mesorhabditis sp. incrementan el crecimiento de plantas de maíz 

cuando son inoculados con R. phaseoli Ch24-10 

Considerando que los nematodos utilizados en este trabajo se aislaron de suelo rizosférico 

de maíz, y que éstos además se alimentan de Rhizobium, decidimos evaluar el efecto de los 

nematodos y la bacteria sobre el desarrollo de plantas de maíz. Para esto se crecieron semillas de 

maíz criollo con o sin los nematodos y R. phaseoli, y se determinó la longitud y el peso seco de 

la parte aérea del maíz como parámetros de crecimiento. Se observó que la inoculación única de 

cada uno de los nematodos no incrementó los parámetros de crecimiento (altura y peso seco de la 

parte aérea) de las plantas de maíz (Figura 16 A-D); sin embargo, sí se encontró un incremento 
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en ambos parámetros cuando se inoculó cada uno de los nematodos en presencia de R. phaseoli 

Ch24-10 (Figura 1 A-D). Dicho crecimiento fue mayor al observado sólo con la inoculación de 

R. phaseoli Ch24-10, una bacteria previamente descrita como promotora del crecimiento de maíz 

(Rosenblueth y Martínez-Romero, 2004). Estos resultados sugieren una actividad sinérgica entre 

estos microorganismos en la promoción del crecimiento del maíz.  
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Figura 16. Altura y peso seco de la parte aérea de plantas de maíz que muestran el efecto de la 

inoculación de O. tipulae, Mesorhabditis sp. y/o R. phaseoli Ch24-10. Altura (A y C) y peso seco 

(B y D). Promedios y desviaciones de tres experimentos independientes. *(P<0.05), **(P<0.005), 

*** (P<0.001) (Prueba Pos Hoc Dunn’s o Tukey P0.05). Los asteriscos sencillos representan 

comparaciones con respecto al control, mientras que las comparaciones entre otros tratamientos 

se indican con líneas y asteriscos.  

 

 

Posteriormente, para corroborar la presencia en las raíces de los nematodos inoculados en 

las plantas de maíz, los nematodos fueron observados con un estereoscopio al final del 

experimento descrito en la Figura 16. En todos los matraces inoculados con nematodos, se 

encontró la presencia de éstos en las raíces de las plantas correspondientes. La Figura 17 muestra 

imágenes representativas de estos análisis.  

      

 

 

 

 

 

Figura 17. Micrografía de raíces de maíz inoculadas con los nematodos. A) Raíces colectadas de 

una planta de maíz tratada con nematodos. B) Nematodos observados al estereoscopio con una 

amplificación de 40X. Imágenes representativas de los tratamientos mostrados en la Figura 16. 

Las flechas indican dónde se observan los nematodos.  

 

7.2.4 O. tipulae y Mesorhabditis sp. modifican la morfología de la raíz de plantas de 

maíz 

Se ha descrito previamente que los nematodos pueden influenciar el metabolismo de las 

bacterias debido a la depredación y que pueden ocasionar un aumento en los niveles de ciertos 

metabolitos como las auxinas (Jiang et al., 2012), lo que conlleva a un aumento en el crecimiento 

A B 
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de la planta y/o cambios en la morfología de la raíz. Por lo tanto, decidimos corroborar si los 

nematodos y/o bacterias aisladas de suelo eran capaces de modificar la morfología de la raíz de 

plantas de maíz. Encontramos que la inoculación con O. tipulae limitó el crecimiento de la raíz 

primaria en comparación con las plantas control, independientemente de la presencia de R. 

phaseoli (Figura 18A); mientras que para el caso de Mesorhabditis sp., que también limitó el 

crecimiento de la raíz primaria, la co-inoculación con R. phaseoli sí restableció la longitud de la 

raíz primaria a los niveles observados en las raíces inoculadas sólo con la bacteria (Figura 18A).  

De manera similar, mientras que el peso seco de las raíces de O. tipulae no presentó 

diferencias significativas con respecto al control, y el tratamiento con O. tipulae más R. phaseoli 

mostró valores similares a los observados en las plantas tratadas sólo con la bacteria (Figura 18B), 

las plantas tratadas con Mesorhabditis sp. sí mostraron un incremento en el peso seco de la raíz. 

Dicho incremento fue favorecido con la adición de R. phaseoli, mostrando valores mayores en 

comparación al control y las plantas tratadas con R. phaseoli solamente. Por otra parte, 

observamos un aumento en el número de raíces laterales y longitud de las mismas en las plantas 

inoculadas con las mezclas nematodos-bacteria, siendo más pronunciada en los tratamientos con 

Mesorhabditis sp. (Figura 18C). Estos resultados indican que los nematodos tienen un efecto 

diferencial en el desarrollo de la arquitectura de la raíz en presencia de Rhizobium.  
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Figura 18. Raíces de plantas de maíz inoculadas con Mesorhabditis sp., O. tipulae y/o R. phaseoli 

Ch24-10. Longitud (A), peso seco. (B) Imágenes representativas de la raíz en cada uno de los 

tratamientos. Promedios y desviaciones estándar de tres experimentos independientes. *(P<0.05), 

**(P<0.005), *** (P<0.001) (Prueba Pos Hoc Dunn’s o Tukey P0.05), los asteriscos sencillos 

representan comparaciones con respecto al control, mientras que las comparaciones entre los 

tratamientos se indican con líneas y asteriscos. 
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Por otro lado, durante esta etapa temprana del crecimiento de la planta (7 días después la 

germinación), la longitud (altura) y el peso seco de la parte aérea de las plantas inoculadas con O. 

tipulae, Mesorhabditis sp. y/o R. phaseoli, no presentaron diferencias significativas con respecto 

a las plantas control (Figura 19A y B). 

 

  

Figura 19. Parte aérea de plantas de maíz inoculadas con Mesorhabditis sp., O. tipulae y R. 

phaseoli Ch24-10. Altura (A) y peso seco (B) 7 días después del tratamiento. Promedios y 

desviaciones estándar de tres experimentos independientes. No se observaron diferencias 

significativas entre los tratamientos (Prueba Pos Hoc Dunn’s P0.05). 

 

7.2.5 O. tipulae y Mesorhabditis sp. modifican la arquitectura de la raíz de plantas 

de Arabidopsis thaliana 

Considerando que las plantas de maíz criollo presentan una gran heterogeneidad genética, 

lo cual podría explicar la alta variación observada en los ensayos con maíz (Figuras 16-18), 
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decidimos evaluar el efecto de los nematodos en la planta modelo A. thaliana. Para esto 

inoculamos plantas de A. thaliana con los nematodos aislados en presencia o ausencia de 

Rhizobium y, 7 días después, determinamos la longitud de la raíz primaria 7 días después de la 

inoculación. Encontramos que los nematodos modificaron la arquitectura de la raíz de A. thaliana 

de manera similar a lo previamente observado con las plantas de maíz (menor longitud de la raíz 

primaria e incremento en el número de raíces laterales emergidas). La longitud de la raíz primaria 

fue un 50% menor cuando se inoculó O. tipulae en comparación con la planta control y un 37% 

menor cuando se inoculó Mesorhabditis sp. (Figura 20A). De manera similar, aunque 

encontramos un aumento ligero en el número de raíces laterales emergidas en los tratamientos 

nematodo-bacteria, en comparación con los tratamientos con Rhizobium, esta diferencia no fue 

significativa (Figura 20B). La Figura 20C muestra imágenes representativas de plantas con los 

diferentes tratamientos. 
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Figura 20. Raíces de A. thaliana con O. tipulae, Mesorhabditis sp. y R. phaseoli Ch24-10. 

Longitud de la raíz (A), número de raíces laterales emergidas (B) e imágenes representativas de 

cada uno de los tratamientos C). Promedios y desviaciones estándar de tres experimentos 

independientes. Las diferencias significativas con respecto al control se indican con los asteriscos 

*(P<0.05), **(P<0.005), *** (P<0.001) (Prueba Pos Hoc Tukey 0.05). Los asteriscos sencillos 

representan comparaciones con respecto al control, mientras que las comparaciones entre los 

tratamientos se indican con líneas y asteriscos. 

 

 

 

7.2.6 Aislamiento de bacterias asociadas a los nematodos y estudio de su efecto en 

el desarrollo de la arquitectura de raíz 

Los nematodos, al igual que muchos organismos más complejos, tienen una microbiota 

compleja (Berg et al., 2016), la cual podría ejercer un efecto sobre sus papeles funcionales en 

diversos ecosistemas, incluyendo la rizosfera. Por esta razón, y para evaluar el papel de los 

comensales de nematodos en el desarrollo de plantas, aislamos bacterias de la microbiota de estos 

organismos. De cada nematodo, se aislaron 10 colonias bacterianas con morfología diferente y se 

identificaron usando el marcador genético ARNr 16s. En la Tabla 8 se presentan solo aquellos 

aislados bacterianos que pudieron ser identificados a nivel de especie. Se encontraron dos aislados 

bacterianos comunes para ambos nematodos, los cuales fueron identificados como 

Stenotrophomonas maltophilia cepa KUGK130 y A. pittii cepa HUMV-6483.    

 

Tabla 8. Asignación de las secuencias del gen ARNr 16S de las bacterias aisladas de los 

nematodos O. tipulae y Mesorhabditis sp.  

Aislado Nematodo de origen 
Identificación en la base de datos 

del NCBI 

% de 

identidad 

Número de 

aislados 

Ost2 O. tipulae Pseudomonas alkylphenolia cepa 

KL28 

99 1 

Ost5 O. tipulae Ochrobactrum pituitosum cepa 

CCUG 50899 

99 1 
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Ost6 O. tipulae Stenotrophomonas maltophilia cepa 

KUGK130 

99 1 

Ost8 O. tipulae Acinetobacter pittii cepa HUMV-

6483 

99 2 

Mes1 Mesorhabditis sp. Acinetobacter pittii cepa HUMV-

6483 

99 2 

Mes2 Mesorhabditis sp. Stenotrophomonas maltophilia cepa 

R551 

99 5 

Mes10 Mesorhabditis sp. Achromobacter insolitus cepa DSM 

23807 

99 1 

 

 

 Posteriormente, probamos el efecto de uno de los aislados en común de ambos nematodos, 

A. pitti, en el desarrollo de las raíces de A. thaliana.  Encontramos que la longitud de la raíz 

primaria y el número de raíces laterales no se modificó con respecto al control por la inoculación 

de la bacteria (Figura 20); sin embargo, cuando la bacteria se inoculó en presencia del nematodo 

de laboratorio C. elegans N2, usado para excluir el efecto de la microbiota natural de los 

nematodos ambientales, se observó una longitud menor de las raíces de A. thaliana (Figura 21A) 

y un mayor número de raíces laterales emergidas (Figura 21B), fenotipo similar al observado con 

los nematodos ambientales. No se observaron cambios en los parámetros analizados con la 

inoculación del nematodo C. elegans N2 por sí solo (Figura 21). La Figura 21C muestra imágenes 

representativas de las plantas con los diferentes tratamientos. 
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Figura 21. Raíces de A. thaliana inoculadas con A. pitti y C. elegans N2. Longitud de la raíz 

primaria (A), número de raíces laterales emergidas (B) e imágenes representativas de cada uno 

de los tratamientos (C). Promedios y desviaciones estándar de tres experimentos independientes. 

Las diferencias significativas con respecto al control se indican con * (P<0.001) o ***(P<0.001) 

(Prueba Pos Hoc Tukey <0.05). Los asteriscos sencillos representan las comparaciones con 

respecto al control, mientras que las comparaciones entre otros tratamientos se indican con líneas 

y asteriscos. 
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 Conclusiones del apartado 7.2  

 Aislamos dos nematodos de vida libre de la rizosfera de plantas de maíz, identificados como 

O. tipulae y Mesorhabditis sp., los cuales en presencia de R. phaseoli incrementan la altura y 

el peso seco de plantas de maíz criollo. Dicho incremento es mayor al observado con la 

inoculación de R. phaseoli, indicando la existencia de un efecto sinérgicos.  

 Ambos nematodos mostraron una preferencia alimentaria mayor hacia cepas de Rhizobium 

con respecto a otras bacterias aisladas del suelo. 

 Los nematodos aislados afectan el desarrollo de la raíz primaria de las plantas de maíz, 

limitando el crecimiento de la raíz primaria y aumentando el número de raíces laterales. Para 

el caso del nematodo Mesorhabditis sp. este efecto negativo se ve compensado con la 

inoculación de la bacteria R. phaseoli.  

 Los nematodos también limitaron el crecimiento de la raíz primaria de A. thaliana., pero R. 

phaseoli presentó también un efecto sinérgico cuando fue inoculada con el nematodo 

Mesorhabditis sp.  

 Una bacteria aislada de los nematodos, identificada como A. pittii cepa HUMV-6483, es 

capaz de detener el crecimiento de la raíz primaria y aumentar la densidad de raíces laterales 

emergidas sólo en presencia del nematodo C. elegans N2, el cual no afecta el desarrollo de 

las plantas. 
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8 DISCUSIÓN 

Las plantas liberan una parte del carbono producido durante la fotosíntesis en forma de 

exudados, los cuales son utilizados por los microorganismos del suelo (bacterias, hongos, 

nematodos y protozoarios), que a su vez mineralizan la materia orgánica afectando así la 

diversidad y composición de las comunidades vegetales en el suelo al condicionar la tasa de 

renovación de nutrientes en el mismo (Jones et al., 2009). Aunque se ha estudiado con detalle el 

papel de las comunidades bacterianas asociadas a la rizosfera (la parte más cercana a la raíz y con 

mayor biodisponibilidad de carbono) (García-Salamanca et al., 2013; Mendes et al., 2013), poco 

se conoce sobre la distribución y el papel de los nematodos de vida libre en este ecosistema. Por 

lo tanto, en este trabajo decidimos evaluar la diversidad de nematodos en muestras de rizosfera 

de maíz que es un importante cultivo de interés comercial, ecológico y cultural en México, esto 

con la finalidad de conocer mejor la diversidad de dichos organismos y los posibles factores que 

influencian su establecimiento, así como su interacción con la planta y otros organismos en la 

rizosfera. Analizamos la diversidad de nematodos en 16 muestras de suelos agrícolas 

provenientes de 6 sitios de muestreo en 3 regiones diferentes de México (Chiapas, Jalisco y 

Nayarit). Para esto, utilizamos un enfoque genómico que no requiere del aislamiento o 

enriquecimiento previo de estos organismos (Sapkota y Nicolaisen, 2015), lo que nos permitió 

obtener 530 OTUs que fueron asignados a 9 órdenes de nematodos diferentes. Este número de 

OTUs fue similar al reportado en un trabajo previo realizado con los mismos oligonucleótidos, 

en donde se obtuvieron 541 OTUs de 22 muestras de suelo provenientes de campos agrícolas en 

Dinamarca (Sapkota y Nicolaisen, 2015). En ambos casos, la cantidad de OTUs fue 

significativamente menor a la reportada para suelos agrícolas de trigo, en donde se observó un 

promedio de ~3,000 OTUs totales provenientes de 48 muestras de campos agrícolas de trigo 

(Treonis et al., 2018). En este último trabajo se utilizó una estrategia de amplificación diferente 
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(usando solo una pareja de oligonucleótidos), lo cual tal vez dio como resultado una proporción 

menor de nematodos (30% del total de secuencias) pero una diversidad mayor de eucariontes 

(Treonis et al., 2018), sugiriendo un posible sesgo metodológico. A pesar de estas diferencias, en 

los tres estudios los órdenes de nematodos más abundantes fueron Tylenchida, Rhabditidia, 

Enoplia y Dorylaimia, indicando que este tipo de organismos son abundantes en suelos agrícolas.  

Por otro lado, a pesar de que uno de los órdenes más abundantes de nematodos 

encontrados en nuestras muestras, Tylenchida, contiene una gran cantidad de organismos 

parásitos de plantas, no observamos signos de infección por nematodos fitopatógenos en las 

plantas de maíz provenientes de estos sitios. La ausencia de signos de infección y/o daño a la 

planta, podría deberse a dos causas: que la base de datos de nematodos está enriquecida con 

nematodos patógenos de plantas y animales debido a la importancia ecológica y sanitaria que 

éstos representan, haciendo que exista un sesgo en la proporción de ciertos nematodos en la 

comunidad estudiada de dichos sitios y/o que los nematodos que se alimenta de raíces (incluyendo 

patógenos de plantas) estimulan la producción de exudados de la raíz (Gebremikael et al., 2016), 

que a su vez favorecen el crecimiento bacteriano y, por ende, la fuente de alimento de los 

nematodos que se alimentan de bacterias. Los beneficios otorgados por la diversidad de 

organismos a la planta compensarían el daño en la raíz producido por los nematodos patógenos.  

En este estudio, observamos que la riqueza de especies (diversidad alfa) fue similar en las 

tres regiones, sin embargo, su abundancia (diversidad beta) varió dependiendo de la región en la 

que se recolectó la muestra, indicando así que el establecimiento, diversidad y/o recambio 

poblacional de estos organismos están sujetos a factores comunes que se comparten en una misma 

región. Es importante notar que no se observaron diferencias debido a la etapa de crecimiento de 

la planta. No obstante, se sabe que la producción de exudados de maíz es mayor durante las etapas 

vegetativas (antes de la producción del grano) (Gransee y Wittenmayer, 2000; Jones et al., 2009), 
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mientras que todas nuestras muestras fueron tomadas en etapas reproductivas (una vez que el 

grano se ha formado). Entonces, la influencia de los exudados vegetales en la comunidad 

microbiana en esta etapa podría ser menor y, por tanto, también el efecto de la planta en la 

comunidad de nematodos. 

Se ha observado que los factores más importantes que determinan la comunidad de 

nematodos son la cantidad de materia orgánica, el pH, y la humedad (Hole et al., 2005; Treonis 

et al., 2018),  pero la influencia de estos factores no fue analizada por no contarse con dichos 

datos para todas las muestras De manera similar, aunque no encontramos diferencias en la 

diversidad de nematodos en las muestras de suelo con o sin planta, es importante mencionar que 

solo se contó con dos muestras de suelo control (sin planta o T0), por lo que se requieren más 

réplicas para poder determinar el papel de la planta en el establecimiento y modificación de las 

comunidades de nematodos.   

En este trabajo también aislamos dos especies de nematodos bacterívoros de la rizosfera 

de maíz pertenecientes a la familia Rhabditidae: O. tipulae y Mesorhabditis sp. Ambos nematodos 

mostraron una marcada preferencia alimentaria por cepas de Rhizobium con respecto a otras 

bacterias rizosféricas Gram-positivas, sugiriendo que Rhizobium podría ser una fuente común de 

alimento de ambos nematodos en este ecosistema. No obstante, el hecho de que Mesorhabditis 

sp. mostró una mayor preferencia por R. tropici CIAT 899 sobre otras cepas de Rhizobium, 

sugiere que estos nematodos poseen preferencias alimentarias sutiles o que las bacterias producen 

compuestos atrayentes que favorecen que sean ingeridas por las posibles ventajas que le ofrece el 

nematodo como nicho favorable o vehículo que la acerca a la planta. A pesar de que se ha 

reportado previamente que los nematodos tienen una preferencia por bacterias Gram-negativas, 

como es el caso del nematodo Cephalobus brevicauda y C. elegans (Salinas et al., 2007; Yu et 
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al., 2015), éste es el primer estudio en donde se encontró atracción de nematodos de vida libre 

hacía una bacteria promotora del crecimiento en plantas (R. phaseoli Ch24-10).   

Varios estudios han demostrado que la depredación bacteriana por nematodos modifica 

las comunidades bacterianas, influenciando la actividad y/o desarrollo de las mismas (Bonkowski 

et al., 2000; Irshad et al., 2011; Jousset et al., 2009). De forma similar, encontramos que la 

actividad promotora de crecimiento de la bacteria R. phaseoli Ch24-10 aumentó en presencia de 

los nematodos, especialmente con el nematodo Mesorhabditis sp. Este resultado correlacionó con 

un estudio previó en donde Mesorhabditis sp. incrementó el crecimiento de plantas de cacahuate 

en presencia de B. megaterium, en comparación con otro nematodo aislado del suelo, Cephalobus 

sp. (Xu et al., 2015). A su vez, Cephalobus sp. indujo un mayor incremento en la respiración 

basal y producción de ácido 3-indol acético en la rizosfera de arroz en presencia de Burkholderia 

sp., en comparación con el nematodo modelo cultivado en laboratorio C. elegans (Cheng et al., 

2011). Estos resultados destacan los efectos diferenciales en la respuesta de las bacterias a la 

depredación y por lo tanto el desarrollo de las plantas en donde habitan.  

Previamente, se ha descrito que la presencia de nematodos bacterívoros conlleva a un 

incremento en la producción de auxinas bacterianas (ácido 3-indol acético; IAA) (Fu et al., 2005; 

Jiang et al., 2012), lo que a su vez induce la expresión de diversos genes en la planta involucrados 

en la elongación de las células, dando lugar a raíces primarias más largas y con un mayor número 

de raíces laterales (Guilfoyle, 2007). En contraste, en este trabajo observamos que plantas de Z. 

mays y A. thaliana tratadas con O. tipulae o Mesorhabditis sp. mostraron una longitud de la raíz 

primaria significativamente menor con respecto al control (planta sin tratamiento), indicando que 

los nematodos bacterívoros poseen efectos diferenciales en el desarrollo de la raíz.  

Recientemente, se ha observado que varias cepas de Rhizobium son capaces de colonizar 

la raíz de A. thaliana, produciendo raíces más cortas y aumentando el número de raíces laterales 
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en una forma dependiente de auxinas; sin embargo, en estos trabajos no se evaluaron interacciones 

nematodo-bacteria (Zhao et al., 2018). Así mismo, se ha reportado que altos niveles de auxinas 

inhiben la elongación de las raíz primaria, aunado a un incremento en el número de raíces laterales 

y pelos radicales en A. thaliana en presencia de Bacillus amyloliquefaciens UCMB5113 (Asari et 

al., 2017). Aunque en este trabajo, encontramos que el peso seco de la raíz y el número de raíces 

laterales de Z. mays se incrementó principalmente en los tratamientos nematodo-R. phaseoli, y 

que una línea reportera DR5:Gus de A. thaliana (que responde a auxinas) mostró un incremento 

en la respuesta a auxinas bacterianas en la punta de la raíz, en todos los tratamientos (ANEXO 

IV), no logramos determinar si los fenotipos observados son dependientes o no de estas hormonas, 

lo cual deberá ser evaluado en proyectos posteriores.   

En este trabajo también encontramos que algunas bacterias que forman parte de la 

microbiota de los nematodos pueden influenciar el desarrollo de las plantas cuando son 

transferidas a un nematodo inocuo como C. elegans, lo cual sugiere que la interacción nematodo-

bacteria condiciona el efecto de los nematodos en las plantas. Lo anterior explica, al menos en 

parte, la diversidad de fenotipos reportados en plantas para diferentes nematodos ambientales 

(Djigal et al., 2004; Xu et al., 2015). También apoyando esta idea, se ha reportado que varios 

nematodos poseen una relación mutualista con las bacterias de las que se alimentan, lo cual 

influencia su actividad y/o estilo de vida. Por ejemplo, los nematodos patógenos de insectos 

Heterorhabditis sp. y Steinernema sp. han desarrollado relaciones simbióticas con las bacterias 

del género Photorhabdus y Xenorhabdus, respectivamente (Lacey y Georgis, 2012; Lacey et al., 

2015; Torres-Barragan et al., 2011). Estos nematodos infectan insectos y liberan dichas bacterias 

en el hospedero, en donde se multiplican y producen la muerte del insecto el cual sirve como 

fuente de alimento del nematodo durante el proceso de descomposición. De una forma similar, se 

ha observado que el ciclo de vida de los nematodos se ve afectado por el tipo de bacterias que 



 

 74 

consumen, siendo las bacterias de alta tasa de reproducción y respiración como E. coli y 

Pseudomonas fluorescens las fuentes de alimento preferidas (Yu et al., 2015). La ingesta de estas 

bacterias aumenta la fertilidad de los nematodos, pero reduce su tiempo de vida. En contraste, las 

bacterias de lento crecimiento y menos preferidas como Bacillus megaterium o B. 

amyloliquefaciens aumentan el tiempo de vida del nematodo, pero a la vez limitan su fertilidad 

(Yu et al., 2015). Se ha visto también que cambios en la microbiota de los nematodos puede 

acortar su ciclo de vida (Clark y Walker, 2018) y modificar procesos metabólicos como el 

envejecimiento (Pang y Curran, 2008; Verma et al., 2018). En conjunto, estos trabajos 

demuestran la importancia de las interacciones nematodo-bacteria en el desarrollo y propagación 

de ambos organismos.  

En resumen, nuestros resultados muestran un nuevo papel de las bacterias (presas 

bacterianas y microbiota) asociadas a los nematodos de vida libre en la modulación la morfología 

de la raíz y el crecimiento de las plantas. Con base en los resultados de este estudio, proponemos 

un modelo en el que los nematodos sirven como “caballos de Troya” acarreando bacterias 

rizosféricas hacía las raíces de las plantas (Figura 22). Una vez ahí las bacterias son capaces de 

colonizar y multiplicarse, incrementando la fuente de alimentos de los nematodos e influenciando 

indirectamente el desarrollo de la planta. Es importante destacar que estos efectos dependen del 

tipo de planta, así como del nematodo y sus bacterias asociadas, enfatizando un mecanismo 

complejo de al menos cuatro partes (nematodo, bacteria, planta y ambiente). Análisis posteriores, 

utilizando diferentes cultivos y bajo condiciones agrícolas diferentes podrían ayudar a entender 

mejor estas interacciones, así como a reconocer sus impactos ecológicos y en la producción 

agrícola.  
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Figura 22. Modelo propuesto de nematodos como “caballos de Troya”. 
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10 ANEXOS 

10.1 ANEXO I 

Las razas de maíz en México se han agrupado con base en características morfológicas, de 

adaptación y/o genéticas. Los siete grupos o complejos raciales definidos son:  

1. Grupo Cónico 

Este grupo incluye razas de maíz cuya característica resaltante es la forma cónica o piramidal 

de sus mazorcas. Las razas del grupo Cónico se distribuyen predominantemente en las regiones 

con elevaciones de más de 2,000 m sobre el nivel del mar y en su mayoría son endémicas de los 

valles altos y sierras del centro del país como el Valle de México, el Valle de Toluca, la Sierra 

Norte de Puebla, la Meseta Purépecha en Michoacán y la Mixteca Alta en Oaxaca. Ejemplos: 

Arrocillo, Mixteco, Palomero Toluqueño (CONABIO 2011). 

2. Grupo Sierra de Chihuahua 

Se cultivan en las tierras altas del estado de Chihuahua, en pequeños valles a altitudes de 

2,000 a 2,600 msn, y se extienden hacia el norte de Durango, este de Sonora y norte de Sinaloa. 

Ejemplos: Cristalino de Chihuahua, “Gordo azul”, "Apachito” y complejo serrano de Jalisco 

(CONABIO 2011). 

3. Grupo Ocho Hileras 

Este grupo incluye razas cultivadas en elevaciones bajas e intermedias, desde los Valles 

Centrales de Oaxaca, el occidente y las planicies y cañadas del noroeste de México. Ejemplos: 

Jala, Amarillo Zamorano, “Bofo” y Bolita (CONABIO, 2018). 

4. Grupo Chapalote 

Este grupo se ha reportado predominantemente en elevaciones de 100 a 500 msn de altitud en 

la planicie costera del Pacífico de Nayarit a Sonora, y en el pie de monte y escarpa de la Sierra 

Madre Occidental, donde se han obtenido muestras hasta cerca de los 2,000 msn de altitud. 
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Ejemplos: Chapalote, Reventador, “Dulcillo del Noroeste” y Elotero de Sinaloa (CONABIO, 

2018). 

5. Grupo Tropicales Precoces 

Se cultivan principalmente en terrenos del trópico seco y regiones semiáridas del país, 

generalmente en zonas bajas e intermedias (100-1300 msn). Adaptados a regímenes limitados de 

lluvia, lo que les ha conferido un ciclo de maduración corta o temprana con gran adaptabilidad y 

baja sensibilidad al foto-período. Ejemplos Nal-Tel, Zapalote chico, “Ratón” (CONABIO, 2018).. 

6. Grupo Dentados tropicales 

Este grupo incluye razas agrícolas muy importantes del sur de México, distribuidas 

principalmente en regiones intermedias y de baja altitud. Las razas de este grupo y sus derivados 

son probablemente las más usadas en los programas de mejoramiento genético, públicos y 

privados en el ámbito mundial. Ejemplos: Tuxpeño, Vandeño, Pepitilla (CONABIO, 2018). 

7. Grupo de maduración tardía.  

Se distribuye en las tierras bajas de la península de Yucatán, así como en zonas de ladera y 

cañadas en los sistemas montañosos de la Sierra Madre de Chiapas, incluyendo la Depresión 

Central, la Sierra Madre del Sur y la porción sur de la Sierra Madre Oriental. El rango amplio de 

adaptación de este grupo ha facilitado que se cultiven desde el nivel del mar en la península de 

Yucatán, hasta las tierras altas de ladera con condición húmeda y nubosa de las sierras del sureste 

y centro-oriente del país. En esta última condición ambiental, algunas razas del grupo han 

desarrollado características especiales como raíces adventicias extensas que facilitan su anclaje. 

Ejemplos: Olotón, Tehua, Comiteco, Olotillo (CONABIO, 2018). 

  



 

 94 

10.2 ANEXO II 

#Iniciar qiime2 

source activate qiime2-2018.8 

#Importar secuencias a qiime 

qiime tools import \ 

  --type 'SampleData[PairedEndSequencesWithQuality]' \ 

  --input-path NFmanifest.txt\ 

  --output-path paired-end-demux.qza \ 

  --source-format PairedEndFastqManifestPhred33 

 

#Vizualisar la calidad y cantidad de los datos 

nohup qiime demux summarize \ 

--i-data paired-end-demux.qza \ 

--o-visualization demux.qzv & 

 

#Filtrar secuencias y quimeras 

nohup qiime dada2 denoise-paired \ 

--i-demultiplexed-seqs paired-end-demux.qza \ 

--p-trim-left-f 0 \ 

--p-trim-left-r 0 \ 

--p-trunc-len-f 290 \ 

--p-trunc-len-r 260 \ 

--p-n-threads 12 \ 

--o-representative-sequences rep-seqs.qza \ 

--o-table table.qza \ 

--o-denoising-stats stats-dada2.qza & 

 

#Filogenía 

qiime phylogeny align-to-tree-mafft-fasttree \ 

  --i-sequences rep-seqs.qza \ 

  --o-alignment aligned-rep-seqs.qza \ 

  --o-masked-alignment masked-aligned-rep-seqs.qza \ 

  --o-tree unrooted-tree.qza \ 

  --o-rooted-tree rooted-tree.qza 

 

#Asignar Taxonomía 

qiime tools import \ 

  --type 'FeatureData[Sequence]' \ 

  --input-path 

/space21/PEG/violeta/NFSamples/analisis/SILVA_128_QIIME_release/rep_set/rep_set_18S_o

nly/97/97_otus_18S.fasta \ 

  --output-path 97_18S_otus.qza 

 

qiime tools import \ 

  --type 'FeatureData[Taxonomy]' \ 

  --input-format HeaderlessTSVTaxonomyFormat \ 
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  --input-path 

/space21/PEG/violeta/NFSamples/analisis/SILVA_128_QIIME_release/taxonomy/18S_only/99

/majority_taxonomy_all_levels.txt \ 

  --output-path ref-taxonomy.qza 

 

qiime feature-classifier extract-reads \ 

  --i-sequences 97_18S_otus.qza \ 

  --p-f-primer CAGCAGCCGCGGTAATTCC \ 

  --p-r-primer TCCAAGAATTTCACCTC \ 

  --p-trunc-len 350 \ 

  --o-reads ref-seqs.qza 

 

qiime feature-classifier fit-classifier-naive-bayes \ 

  --i-reference-reads ref-seqs.qza \ 

  --i-reference-taxonomy ref-taxonomy.qza \ 

  --o-classifier classifier.qza 

 

#Barplotqiime  

qiime feature-classifier classify-sklearn \ 

  --i-classifier classifier.qza \ 

  --i-reads rep-seqs.qza \ 

  --o-classification taxonomy.qza 

 

qiime taxa barplot \ 

  --i-table unfiltered-table.qza \ 

  --i-taxonomy taxonomy.qza \ 

  --m-metadata-file Tlaya-metadata.txt \ 

  --o-visualization unfilter-taxa-bar-plots.qzv  

 

#Renombrar tabla para filtrar secuencias de nematodos 

mv table.qza unfiltered-table.qza 

 

#Seleccionar solo secuencias de nematodos  

 

qiime taxa filter-table \ 

--i-table unfiltered-Eukarya.qza \ 

--i-taxonomy taxonomy.qza \ 

--p-include 

"D_0__Eukaryota;D_1__Opisthokonta;D_2__Holozoa;D_3__Metazoa_D_4__Nematoda" \ 

--o-filtered-table Nematoda.qza 

 

qiime feature-table summarize \ 

--i-table Nematoda.qza \ 

--o-visualization Nematoda.qzv \ 

--m-sample-metadata-file Tlaya-metadata.txt 

 

#Exportar archivos a R 



 

 96 

qiime tools export --input-path table.qza --output-path phyloseq 

biom convert -i phyloseq/feature-table.biom -o phyloseq/otu_table.txt --to-tsv  

qiime tools export --input-path Nematode.qza --output-path phyloseq 

biom convert -i phyloseq/feature-table.biom -o phyloseq/otu_table.txt --to-tsv  

qiime tools export --input-path taxonomy.qza --output-path phyloseq  

qiime tools export --input-path unrooted-tree.qza --output-path phyloseq 

 

 

  



 

 97 

10.3 ANEXO III.  
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10.4 ANEXO IV 
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10.5 ANEXO V 
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