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Resumen

Esta tesis fue desarrollada con el objetivo de incrementar el conocimiento
sobre la distribución geográfica de la familia Vibrionaceae. Para ello, se
empleó una delimitación del área de estudio en 11 zonas biogeográficas,
7 de latitudes altas (más alejadas del ecuador), las cuales son Centro-
Norte-Continente (CN-CON), Centro-Norte-Litoral (CN-LIT), Centro-Norte-
Océano (CN-OCE), Centro-Norte-Plataforma (CN-PLA), Centro-Sur-Océano
(CS-OCE), Centro-Sur-Plataforma (CS-PLA) y 5 de zonas bajas (más
cercanas al ecuador) que son Polo-Norte-Continente (PN-CON), Polo-
Norte-Océano (PN-OCE), Polo-Norte-Plataforma (PN-PLA), Polo-Sur-
Océano (PS-OCE) y Polo-Sur-Plataforma (PS-PLA). La estructura y
diversidad de los vibrios de cada ambiente acuático fue analizada con la
información del gen ARNr 16S de los aislados usando el programa Mothur.
Los resultados obtenidos en este estudio muestran una distribución de
especies de vibrios diferencial entre las regiones biogeográficas
acuáticas marinas de latitudes altas con respecto a la de latitudes bajas,
lo cual podría estar relacionado en parte con la variable ambiental de
temperatura. La misma estrategia de análisis fue usada para el estudio de
los muestreos de agua y sedimento de los años 2013, 2015, 2016 y 2017
de distintas pozas de Cuatro Ciénegas Coahuila, encontrando que hay
una estructura espacial y que la diversidad de especies de vibrios varía
dependiendo del año del muestreo, dicha estructura y diversidad podría
relacionarse parcialmente con el cambio en variables ambientales como
la temperatura y salinidad.

Abstract

This thesis was developed with the objective of increasing knowledge
about the geographical distribution of the Vibrionaceae family. For this, a
delimitation of the study area was used in 11 biogeographic zones, 7 of
high latitudes (further from the equator), which are Central-North-
Continent (CN-CON), Central-North-Litoral (CN-LIT ), Central-North-Ocean
(CN-OCE), Central-North-Platform (CN-PLA), Central-South-Ocean (CS-
OCE), Central-South-Platform (CS-PLA) and 5 low areas (closest to the
equator) which are North Pole-Continent (PN-CON), North Pole-Ocean
(PN-OCE), North Pole-Platform (PN-PLA), South Pole-Ocean (PS-OCE )
and Pole-South-Platform (PS-PLA). The structure and diversity of vibrios
from each aquatic environment was analyzed with the 16S rRNA gene
information of the isolates using the Mothur program. The results
obtained in this study show a differential distribution of vibrios species
between the marine aquatic biogeographic regions of high latitudes
compared to those of low latitudes, which could be related in part to the
environmental variable of temperature. The same analysis strategy was
used to study the water and sediment samples from the years 2013, 2015,
2016 and 2017 from different pools in Cuatro Ciénegas Coahuila, finding
that there is a spatial structure and that the diversity of vibrios species
varies. Depending on the year of sampling, said structure and diversity
could be partially related to the change in environmental variables such
as temperature and salinity.
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1. Introducción

Las bacterias están entre los grupos de organismos más abundantes y
con mayor numero de integrantes sobre la Tierra (Whitman et al., 1998).
Los microorganismos al tener tamaños pequeños, generaciones cortas,
dispersión alta y poblaciones grandes, se considera que presentan una
distribución cosmopolita (Fenchel y Finlay, 2004; Finlay, 2004). Ademas
de poder distribuirse a nivel global, los microorganismos acuáticos son
capaces de activar mecanismos que actúan cuando hay falta de
nutrientes orgánicos o cuando hay condiciones ambientales no
favorables, como ejemplo la formación de esporas o entrar en un estado
de latencia (Urakawa y Rivera, 2006).

El estudio de los patrones de distribución geográfica de los organismos
son necesarios para entender que factores le dan forma a las
comunidades ecológicas (Gaston y Blackburn, 2000). Se piensa que aun
falta por entender cual es el tamaño del area de estudio o escala espacial
que debe ser usada para describir la distribución geográfica y
estructuración ecológica de los microorganismos (Green y Bohannan,
2006). Algunos factores que han sido propuestos para comprender la
estructuración de las comunidades a nivel geográfico son el decaimiento
en la similitud entre taxones por aumento de la distancia geográfica que
hay entre ellos, los limites de dispersión que presenten y el ancho de
nicho de cada taxón (Nekola y White, 1999).

En este trabajo se aborda la distribución geográfica de la familia
Vibrionaceae, el cual es un grupo de bacterias acuáticas con una amplia
distribución alrededor del planeta. Sus integrantes son organismos de
forma cilíndrica curva, gramnegativos, anaerobios facultativos, la
mayoría poseen flagelos polares y algunos poseen flagelos perítricos
(Madigan et al., 2011), son heterótrofos obligados que utilizan una amplia
gama de fuentes de carbono para obtener energía (Hunt et al., 2008) y
algunos son patógenos para los animales (Nak et al., 2011). En la
literatura hay más de cien especies descritas de la familia Vibrionaceae
(Public Health, 2015; Cole et al., 2009; Gomez-Gil et al., 2014; Sawabe et al.,
2013), las cuales han sido ubicadas dentro de los géneros
Photobacterium (Beijerinch, 1889), Salinivibrio, Enterovibrio (Thompson
et al., 2002), Grimontia (Thompson et al., 2003) y Aliivibrio (Urbanczyk et
al., 2007), una clasificación más reciente (Sawabe et al., 2013) las agrupa
en los géneros, Aliivibrio, Echinimonas, Enterovibrio, Grimontia,
Photobacterium, Salinivibrio y Vibrio.

Este grupo de bacterias constituye una parte relevante de la biomasa del
océano y comprende hasta un 10% de la población bacteriana cultivable
de los entornos acuáticos (Eilers et al., 2000; Kaneko y Colwell, 1973;
Simidu et al., 1980; Yooseph, 2010). En general son mesófilas,
quimiorganotrofas y su metabolismo es fermentativo facultativo
(Thompson et al., 2004). Las especies de esta familia tiene una amplia
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distribución alrededor del mundo en ecosistemas acuáticos incluyendo
aguas salobres, columnas de agua de ambientes marinos, estuarios, en
sedimentos marinos, incluso en mar profundo (Urakawa y Rivera, 2006).
Se pueden encontrar asociados a animales marinos como simbiontes o
comensales (Nak et al., 2011), también en la superficie de organismos
quitinosos, sobre todo en copépodos, se hallan en la capa de moco de
corales e incluso en el intestino de humanos y de otros animales (Sawabe
et al., 2007).

.1.1 Ecología de la familia Vibrionaceae

.1.1.1 Temperatura y salinidad

En el caso de las distintas especies de vibrios su distribución se ha
relacionado con factores ambientales como la temperatura superficial del
agua, la altura de la superficie del mar, la salinidad, conductividad,
turbidez y la cantidad de carbono disuelto (Jhonson et al., 2012). Un
metaanálisis realizado con varios estudios publicados sobre vibrios
reporta que la temperatura junto con la salinidad del medio en el que se
encuentren, determinan generalmente su abundancia en ese lugar y que
por otra parte, el fosfato, el nitrógeno o el pH, no son variables
ambientales tan determinantes (Takemura et al., 2014), también
mencionan que este patrón de abundancia a nivel de grupo no se cumple
necesariamente en especies particulares y por tanto se necesita hacer un
monitoreo específico de cada una de ellas.

En general la diversidad bacteriana tiende a ser baja en lugares que
tienen climas fríos y latitudes altas (Fuhrman, 2009). En el caso de la
poca abundancia de especies de vibrios registrada en temporadas frías,
puede darse porque entran en un estado en el que son viables pero no
cultivables (Nishibuchi y Kaper, 1995, Xu et al., 1982). Con dichas
estrategias se estarían protegiendo ante condiciones adversas, lo que a
su vez le daría plasticidad ecológica al grupo ya que estarían
sobreviviendo a cambios bruscos en el medio hasta que las condiciones
ambientales sean mas favorables (Urakawa y Rivera, 2006).

Los estudios que incluyen muestreos en costas Japonesas indican que
las especies de Vibrio parahaemolyticus, V. alginolyticus, V. campbellii, V.
harveyi y V. natriegens son predominantes cuando la temperatura del
agua de mar esta por arriba de los 20 °C, mientras que el grupo de V.
splendidus y V. lentus son abundantes con temperaturas igual o por
debajo de los 20°C (Maeda et al., 2003). Las especies patogénicas como V.
cholerae, V. parahaemolyticus y V. Vulnificus en lagos han presentado
menor abundancia a los 15°C y un aumento en su abundancia a los 30°C
(Nigro et al., 2011). Los estudios de los autores Jiang, SC y Fu, (2001),
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indican una correlación positiva al aumentar la temperatura ambiental, ya
que la presencia de V. cholerae se incrementó de 5 a 56 veces más
aislados en temporada de verano que en temporada de invierno. En
Kaneko y Colwell, 1973, V. parahaemolyticus puede ser cultivada con
temperaturas que van de los 14°C a 19° C, durante el final de la primavera
o a inicios de verano, pero no puede cultivarse en meses invernales, sin
embargo esta especie sí es encontrada durante todo el año en
sedimentos, este patrón de detección también ha sido registrado para la
especie V. vulnificus en la Bahía Chesapeake (Wright et al., 1996).

En cuanto al estudio del crecimiento de especies de vibrios en cultivos a
diferentes temperaturas se tiene que Vibrio logei, V. wodanis y V.
salmonicida, crecen en rangos que van de 1°C a 30°C pero su óptimo
crecimiento registrado es a los 15 °C (Urakawa y Rivera, 2006). La especie
Photobacterium profundum crece de 8°C a 12°C, pero no presenta
crecimiento a la temperatura de 20°C, se sabe que este organismo se
encuentra adaptado al ambiente de mar profundo donde las temperaturas
son mas frías (Nogi et al., 1998). Los integrantes del grupo Vibrio que
pueden crecer de 4°C a 30°C, son V. lentus, V. fortis, V. hepatarius, V.
pectenicida y V. rumoiensis (Urakawa y Rivera, 2006). Dentro del género
Photobacterium, las especies P. iliopiscarium y P. indicum se ha visto que
no presentan crecimiento a 30°C (Onarheim et al., 1994; Xie y Yokota,
2004). El organismo V. tapetis es el único vibrio adaptado al frío que
presenta crecimiento a la temperatura de 4° C, pero no a los 30°C
(Borrego et al., 1996). En particular los registros de la especie V.
splendidus en costas de Canadá, España y Japón muestran temperaturas
de crecimiento en cultivos a 4° C (Martin-Kearley y Gow, 1994; Ortigosa et
al., 1994; Urakawa et al., 1999). Hay algunas especies que llegan a crecer a
temperaturas relativamente altas, por ejemplo V. cholerae que puede
crecer a la temperatura de 42°C (Urakawa y Rivera, 2006), Salinivibrio
costicola a los 45°C (Mellado et al., 1996) y V. diabolicus aislado de un
anélido poliqueto en una ventila hidrotermal en el mar profundo y con
temperaturas de crecimiento en laboratorio en el rango de 30°C a 45°C
(Raguénés et al., 1997).

En la familia Vibrionaceae hay especies que son halófilas que son
integrantes del genero Salinivibrio y que han sido encontradas en carnes
saladas, salmuera, agua salada de estanque y suelos salinos (Urakawa y
Rivera, 2006), incluso la especie Salinivibrio costicola fue usado como un
modelo de bacteria halófila para estudiar el fenómeno de
osmorregulación y otros mecanismos fisiológicos (Mellado et al., 1996),
encontrando que S. costicola tiene un crecimiento óptimo en un
promedio de 10 gramos de sal en un litro de agua. La salinidad junto con
la temperatura es una variable ambiental que se ha visto influye en los
patrones de la abundancia de los vibrios en un medio acuático (Hsieh et
al., 2007; Takemura et al., 2014). Los vibrios de distintos cuerpos de agua
salobres y de ambientes marinos se ha visto que contribuyen a distintos
ciclos de nutrientes (Farmer, 2006; Lin et al., 2018;Thompson et al., 2004)
como se vera mas adelante.
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Se ha planteado que la historia evolutiva de las especies de la familia
Vibrionaceae se ha dado en ambientes marinos, ya que este grupo
requieren de sodio para poder crecer (Urakawa y Rivera, 2006), pero las
especies Vibrio cholerae, V. mimicus, V. metschnikovii, V. flluvilalis y V.
furnissii del clado Cholerae son capaces de crecer en ambientes con
concentraciones bajas de NaCl incluso en concentraciones de NaCl del
0% (Farmer y Hickman-Brenner, 1992; Baumann et al., 1980; Farmer, 2006).
La especie V. cholerae puede crecer en agua con baja salinidad si la
temperatura es relativamente alta y si los nutrientes orgánicos están
presentes en altas concentraciones (Urakawa, 2006) pero aislados de
vibrios oceánicos son sensibles a las variaciones de salinidad (Simidu y
Tsukamoto, 1985), se tienen registro de bacterias que requieren Na+ para
crecer y no morir por falta de nutrientes (Fuijiwara-Nagata y Eguchi, 2004).
Aunque las especies de Photobacterium tienen una gran distribución en
ambientes marinos no son comunes en ambientes continentales
salobres y de agua dulce, muchos aislados solo han sido encontrados en
el océano o en mariscos (Dalgaard et al., 1997), salvo el caso de
Photobacterium que ha sido aislado en el oasis de Cuatro Ciénegas, en
Coahuila (Vázquez-Landa et al., 2020).

.1.1.2 Quitina

La quitina es un polisacárido que se encuentra compuesto de unidades
repetidas del monómero N-acetilglucosamina (Beier y Bertilsson, 2013).
Es muy abundante en el planeta, lo pueden producir gran cantidad de
organismos marinos y se encuentra en insectos, en exoesqueletos de
crustaceos, en copepodos y en larvas invertebradas (Beier y Bertilsson,
2013; Urakawa y Rivera, 2006). Se sabe que es una abundante fuente de
carbono, nitrógeno y energía para microorganismos marinos (Lin et al.,
2018). Las bacterias quitinolíticas son las principales responsables de la
degradación y reciclaje de la quitina en la naturaleza (Markov et al., 2015;
Lin et al., 2018), el poder descomponer la quitina la tienen muchos grupos
bacterianos (Urakawa y Rivera, 2006). Hay muchas especies de vibrios
que también pueden degradar la quitina (Lin et al., 2018; Meibom et al.,
2004), incluso muchas de ellas la usan como su única fuente para obtener
carbono, un ejemplo es V. cholerae, V. Harveyi, y V. furnissii (Meibom et
al., 2004; Defoirdt et al., 2010; Li y Roseman, 2004).

La división celular, la quimiotaxis y la formación de biofilms son
características que se asocian a la actividad de degradación de quitina en
bacterias (Markov et al., 2015). Los vibrios al crear biofilms en superficies
quitinosas ven afectadas muchas otras funciones biológicas, las cuales
les pueden permitir un estilo de vida diferente al planctónico ya que le
confiere la posibilidad de adherirse a distintas superficies tanto bióticas
como abióticas (Flemming, 2010). Se han registrado más genes de
quitinasa en especies de vibrios en comparación con otras bacterias
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marinas y se sabe que solo dos de estos genes existían en el ancestro
común más reciente de la familia Vibrionaceae por lo que se ha postulado
que el éxito y la divergencia de la familia Vibrionaceae en ambientes
acuáticos se ha relacionado a las quitinasas que portan (Lin et al., 2018),
esto se sustenta en la idea de que, cuando una familia de genes aumenta
en el tiempo es porque dicha familia se encuentra involucrada a nivel
adaptativo en esa especie (Karlsson y Stendlid, 2009).

.1.1.3 Mucina

La mucinasa es una proteasa alcalina que degrada tanto proteínas como
glicoproteína y su producción en V. cholerae y otras bacterias es importante
para penetrar la barrera de la mucosa que recubre el epitelio gastrointestinal
durante una infección (Schneider y Parker, 1982).

.1.1.4 Plancton

El crecimiento de los vibrios puede ser promovido por el fito y el
zooplancton, ya que sirven como una fuente de materia orgánica (Eiler et
al., 2007; Mourino-Pérez et al., 2003) y por otra parte les proporciona
superficies para poder adherirse (Kaneko y Colwell, 1975; Tamplin et al.,
1990). El zooplancton alberga en promedio más vibrios cultivables que el
fitoplancton (Simidu et al., 1971; Simidu et al., 1977; Sochard et al., 1979).
Se ha visto que la cantidad de aislados bacterianos dentro de copepodos
se mantiene constante a lo largo de las estaciones que la cantidad de
bacterias externas varia con la temperatura del agua y que el recuento de
colonias de especies de vibrios cultivables puede alcanzar un máximo de
109 células/g de peso húmedo de plancton y que este recuento es más
alto que el detectado en la columna de agua circundante, 102 células/ml
(Kaneko y Colwell, 1973). Las especies de vibrio pueden usar como
estrategia para sobrevivir a la depredación por parte de nanoflagelados
heterótrofos, hacer lo que muchos microorganismos hacen, es decir
adentrase en el tracto digestivo de peces e invertebrados marinos para
mantenerse a salvo (Urakawa y Rivera, 2006; Sochhard et al., 1979). Los
vibrios que se encuentran en la flora intestinal de copepodos y pueden
ser liberados al medio por medio del excremento, esto les sirve a los
vibrios para distribuirse en varios lugares de la columna de agua, en
sedimentos de estuarios y en océanos (Sochhard et al., 1979).
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.1.1.5 Anaerobios facultativos

Los miembros de la familia Vibrionaceae son anaerobios facultativos
(Youngren-Grimes et al., 1988) lo cual amplia su rango de nicho al poder
crecer en presencia y ausencia de oxígeno. Además presentan dos
patrones de fermentación: fermentación ácido-mixta y fermentación 2,3-
butanediol (Urakawa y Rivera, 2006), lo cual puede ayudar a la
identificación taxonómica entre especies, tales como V. cholerae y V.
mimicus (Farmer y Hickman-Brenner, 1992). En la fermentación ácido-
mixta se produce el ácido acético, ácido láctico, ácido succínico, CO2 y H2
y en la fermentación de tipo butanediol los productos principales son
butanediol, etanol, CO2 y H2, ademas de pequeñas cantidades de ácido
(Urakawa y Rivera, 2006). Las especies de vibrios se encuentran en
sedimentos marinos y podrían tener un papel importante en la
descomposición de materia orgánica vía ruta fermentativa, de esta forma
dentro de esos ambientes se podría obtener la formación de pequeñas
moléculas orgánicas como el lactato, butirato, propionato, acetato,
formato, H2 y CO2 compuestos que son el principal substrato para la
reducción del sulfato y esto a su ves serviría para producir metano por
las bacterias metanógenas (Urakawa y Rivera, 2006).

.1.2 Vibrios marinos

Los biomas donde se pueden encontrar los géneros de vibrios es similar
al de otras Gamaproteobacterias como Pseudomonas, Moritella, Colwellia,
las cuales se pueden encontrar en ambientes marinos o Halomonas que
solo presenta especies marinas (Poli et al., 2017; Urakawa et al., 1998;
Urakawa y Rivera, 2006). Hay varias especies de vibrios que pueden
duplicar sus poblaciones rapidamente comparándolas con otras bacterias
marinas ya que crecen muy rápido un ejemplo es el caso de Vibrio
natriegens teniendo un tiempo generación de menos de 10 minutos
(Eagon, 1962). En promedio el número de copias, de 7 a 15 del gen ARNr
16S en vibrios es tres veces mayor que en bacterias marinas el cual es
alrededor de 3 copias, este número alto de copias puede explicar su
rápida tasa de crecimiento (Lin et al., 2018).

En las comunidades microbianas de los océanos del mundo se
encuentran los mismos taxones, pero su abundancia relativa en las
comunidades varia de acuerdo al tiempo y a la región a la que
pertenezcan (Gibbons et al., 2013). Estudios de diferentes regiones
oceánicas, han mostrado que la temperatura es la variable de mayor peso
para la distribución de procariontes en las distintas capas epipelágicas
del océano (Sunagawa et al., 2015). Para el caso de la evolución de los
vibrio se cree que las aguas frías oceánicas han jugado un papel
importante (Urakawa y Rivera, 2006).
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Gracias a los cultivos de vibrios se han descrito varias especies a lo largo
de la columna de agua en los mares (Radjasa et al., 200), los distintos
estudios muestran que la composición es distinta entre mas profundo sea
el muestreo, por ejemplo las especies Photobacterium angustum y V.
Splendidus se pueden encontrar en superficie (0–200 m) y en mar
profundo (1000–9671 m) con rangos de temperatura de los 1.6°C a 28.9°C
y la especie Photobacterium phosphoreum puede encontrarse de los 250
a los 1000 metros con rango de temperatura de 6°C a 25°C (Ruby et al.,
1980). En el caso de las abundancias descritas al sur de mar de China y
de la Bahía Bengal de vibrios cultivables estas van de 21.3% a 39.2% del
total bacteriano en la columna de agua lo cual se considera relativamente
alto (Simidu et al., 1982). Por último en cuanto a distribución diferencial
de microorganismos se ha reportado que las unidades formadoras de
colonias (CFU, por sus siglas en ingles) de bacterias luminosas,
relacionadas a vibrios es más abundante en dos capas de agua: entre la
superficie y 100m, y entre 250 y 1000m a lo largo de las columnas de agua
en mar abierto (Radjasa et al., 2001; Ruby et al., 1980).

Los estudios de vibrios muestran que este grupo son un componente
importante de la abundancia de las bacterias cultivables en aguas
costeras (Maeda et al., 2003; Wright et al., 1996; Oliver et al., 1982; Chan et
al., 1986). En cuanto a la organización y estructuración de las
comunidades microbianas planctónicas costeras ya sea por medio de
técnicas tradicionales como el paqueo o de siguiente generación como la
metagenómica se reporta cambiante debido a diferentes factores como
escurrimientos, surgencias, a las partículas en suspensión provenientes
de río y a la influencia oceánica (Boeuf et al., 2013; Ameryk et al., 2014;
Satinsky et al., 2014; Aylward et al., 2015; Mueller et al., 2015). La
abundancia reportada de vibrios cultivables en el caso de comunidades
costeras de Estados Unidos con temperaturas promedio de 25.6°C se
reporta relativamente alta con un 34.6% del total bacteriano (Oliver et al.,
1982). En cuanto a costas con aguas subtropicales de muestreos de Hong
Kong de 28°C a 29.5°C se registran abundancias promedio del 12.35%
durante los meses de verano lo cual también es un importante
componente de del total de muestras cultivables bacterianas (Chan et al.,
1986).

Se ha descrito que las comunidades microbianas marinas más diversas,
son las encontradas en el fondo marino, las cuales presentan una alta
tasa de recambio de poblaciones, debido posiblemente a la variación de
sus sustratos, de sus nutrientes y de las condiciones particulares
ambientales de este ambiente (Ramette et al., 2009; Miller et al., 2013;
Gobet et al., 2014).

Los estudios enfocados en la composición de bacterias constitutivas de
los sistemas digestivos de animales marinos muestran que dicha
composición es diferente a la encontrada en el agua que los rodea
(Simidu y Tsukamoto., 1985; Muroga et al., 1987; Yoshimizu y Kimura.,
1976), ademas las especies de vibrios que son aisladas de sus
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hospederos generalmente son las mismas, lo que implicaría que hay una
asociación ecológica entre entre hospedador y bacteria, por ejemplo las
especies de V. halioticoli, V. superstes, V. gallicus, V. neonatus y V.
ezurae son comúnmente aislados de los intestinos de abalones de
Haliotis (Sawabe et al., 2003), los vibrios también pueden encontrase
frecuentemente a la biota normal de animales peces planos (Liston, 1957)
al pez Trachurus japonicus (Aiso et al., 1968), a los salmonidos
(Yoshimizu y Kimura, 1976), a larvas e individuos juveniles de besugo
(Muroga et al., 1987), a el cangrejo azul (Davis y Sizemore, 1982), a el
camarón Penaeus merguiensis, a Litopenaeus vannamei (Oxley et al.,
2002; Vandenberghe et al., 1999) y a ostras (Olafsen et al., 1993). De igual
forma se reporta que los tejidos y órganos de tiburones contienen
bacterias viables y cultivables (Grimes et al., 1985, 1993).

Los cambios bruscos en la temperatura del agua, el desove, la aparición
de lesión y la malnutrición ocasionarían que los animales acuáticos
enfermen y que generalmente desarrollen septicemia (Urakawa y Rivera,
2006). Las especies como V. shiloi y V. coralliilyticus se ha visto que son
las causantes de la enfermedad del coral (Ben-Haim et al., 2003), en el
caso de Oculina patagonica el aumento de virulencia de V. shiloi podría
darse por un incremento de la temperatura del agua (Kushnaro et al.,
1997). En los intestinos de los animales marinos el pH es bajo, se
secretan compuestos ácidos y mantienen condiciones microanaerobias o
anaerobias que darían condiciones adversas para los vibrios pero se ha
visto que los crustaceos en sus hepatopáncreas, hemolinfa y tracto
digestivo son hábitats normales para ellos pueden llegar a ser parte de la
composición microbiana hasta en un 32% (Davis y Sizemore, 1982). Para
los casos en los que los vibrios se encuentran en mayor proporción en
los intestinos de los animales acuáticos hay que tomar en cuenta que la
materia orgánica en el intestino de animales marinos se encuentra en mas
concentrada que en al agua de mar que los rodea (Simidu y Tsukamoto.,
1985; Urakawa y Rivera., 2006; Muroga et al., 1987; Yoshimizu y Kimura,
1976). La especie V. parahaemolyticus y V. cholerae tienen una fuerte
asociación ecológica importante con el zooplancton ya que se pueden
adherir a los copepodos y a sus huevos logrando prosperar y aumentan
su población (Huq et al., 1983). Se piensa que las características
patogénicas de vibrios pueden contribuir al control del número de
animales acuáticos en las poblaciones naturales ya que estarían actuando
sobre individuos estresados de poblaciones de organismos acuáticos
que estén afrontando escasez de recursos (Davis y Sizemore, 1982;
Urakawa y Rivera, 2006).

.1.2.1 Sedimento marino

Los vibrios generalmente son mas abundantes en las columnas de agua
en temporadas cálidas y no tanto en temporadas frías, incluso es mas
fácil encontrar unas especies y no otras dependiendo de la estación del
año. Sin embargo en sedimentos de costas tienen una alta presencia y
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hay especies que pueden ser aisladas de ellos a lo largo de todo el año
(Kaneko y Colwell, 1973), de esta forma el sedimento sería un bioma que
que funcionaria como reserva de especies cuando la columna de agua no
tenga las condiciones optimas para ellas (Urakawa y Rivera, 2006).

.1.3 Filogenia y taxonomía de la familia Vibrionaceae

El medio selectivo mas usado para aislar vibrios es el tioglicolato citrato,
bilis sacarosa (TCBS). La fermentación de la sacarosa da un cambio de
pH ácido en el medio y colonias de vibrio amarillas nos darían cuenta de
esta reacción, este observación junto con otras pruebas bioquímicas nos
ayudarían a la identificación de los aislados (Beltrán et al., 1999), sin
embargo esto sería tardado y costo. Por otra parte hay que tomar en
cuenta que en los vibrios hay pocas características fenotípicas asociadas
a cada especie (Hyun-joong et al., 2015), por lo que la ubicación
taxonómica de vibrios se ha venido haciendo por medio del marcador
molecular ARNr 16S, ya que el proceso para obtenerlo es relativamente
rápido y cada ves menos costoso. Este marcador fue usado para
construir y proponer un árbol de la vida compuesto de tres dominios,
Arquea, Bacteria y Eucaria (Woese et al., 1990; Woese y Fox, 1977). Este
marcador molecular es una secuencia altamente conservada, se
encuentra en todos los organismos y los genes que codifican, presentan
poca transferencia horizontal (Rosselló-Mora y Amann, 2001).

Los tipos de moléculas de ARNr de los procariontes se clasifican por su
velocidad de sedimentación en 5S, 16S y 23S, el ARNr 16S tiene ~1.500 pb
por lo que es más informativo que el ARNr 5S de solo 120 pb (Abed, 2008).
La secuencia del ARNr 16S (Figura 1), posee regiones altamente
conservadas y regiones hipervariables y gracias a ello ser usado para
relacionar organismos cercanos y alejados filogenéticamente (Hakovirta
et al., 2016; Chakravorty et al., 2007).

La identificación de aislados bacterianos por medio del gen ARNr 16S se
sigue usando (Vos et al., 2011), incluso cuando se quiere clasificar
taxonómicamente genomas completos y también cuando se ha obtenido
gran cantidad de amplicones por medio de la metagenómica (Hakovirta et
al., 2016). La base de datos rrnDB (Ribosomal RNA Operon Copy Number
Database) ha servido para saber que los números de copia del gen ARNr
16S en los genomas bacterianos de distintas especies no son iguales ya
que pueden variar de 1 hasta las 15 copias entre ellas (Klappenbach et al.,
2000; Lee et al., 2009). Las secuencias que se pueden utilizar como
referencia para los genes ARNr 16S se encuentran disponibles en bases
de datos públicas como DDBJ (Data Bank of Japan), EMBL (European
Molecular Biology Laboratory), GenBank y las RDP (Ribosomal Database
Project). Se puede usar un valor de similitud del 97% entre secuencias de
ARNr 16S para decir que dos secuencias pertenecen a la misma especie
(Stackebrandt y Ebers 2006, Vos et al., 2011), pero en Kim et al., (2014) se
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ha observado con pruebas estadísticas que al tener un valor del 98.65%
en similitud se puede hablar de que se tiene la misma especie. En realidad
no hay un valor consenso para designar a una especie y se han dado
valores de similitud de 94.5%, 86.5%, 82.0%, 78.5% ó 75.0% lo cual
distinguiría género, familia, orden, clase y filo, respectivamente (Yarza et
al., 2014).

Figura 1. Regiones hipervariables del gen ARNr 16S en Pseudomonas. Se
observan fluctuaciones en la variabilidad entre las secuencias del gen
ARNr 16S alineadas de 79 cepas de tipo Pseudomonas. Las regiones
hipervariables V1 a V9 conocidas están en color rojo. Tomado y
modificada de Bodilis et al., 2007.

Hay otros marcadores taxonómicos para vibrios que se han incorporado
los cuales son los genes "housekeeping” (Thompson et al., 2005;
Thompson et al., 2007). Estos genes se encuentran ampliamente
distribuidos en los procariontes y dentro de cada genoma tienen una sola
copia, ademas su secuencia tiene la suficiente extensión para contener
información que puede ser usada en la taxonomía molecular y lo
suficientemente corta para secuenciarse sin problemas (entre 900 a 2250
pb), estos genes pueden predecir de forma aceptable las relaciones entre
genomas completos, esta predicción también se estaría logrando con el
marcador molecular ARNr 16S y con la técnica hibridación DNA-DNA,
debido a las caracteristicas citadas estos genes pueden ser usados como
marcadores filogenéticos competentes (Zeigler, 2003). Los genes
housekeeping recA, rpoA y pyrH se han usado, para formar grupos
discretos de vibrios los cuales se han llegado a llamar especies, tomando
un corte del 94% de similitud en sus secuencias (Thompson et al., 2005)
pero aun con el uso de varios marcadores como recA, gyrB y gapA la
clasificación de las especies V. splendidus y V. harveyi ha resultado
confusa (Thompson et al., 2005; Thompson et al., 2007). Aun así, hay
estudios de vibrios en los que se ha usado hasta ocho genes
housekeeping (Sawabe et al., 2007; Sawabe et al., 2013), con los que se ha
podido diferenciar, incluso entre especies de vibrios de un mismo clado.
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En la reconstrucción de la historia evolutiva de los vibrios hecha por
Sawabe et al., (2007) se observan distintos clados de vibrios (Figura 2),
ellos identificaron 14 clados y también estimaron los tiempos de radiación
para diferentes especies hermanas de vibrios, con base a la tasa de
sustituciones de aminoácidos de 8 genes housekeeping, normalizando
las tasas con el tiempo de radiación conocido entre las bacterias
Escherichia coli y Salmonella entérica de alrededor de un millón de años
tiempo obtenido en Hyma et al., 2005 y Reid et al., 2000. En su trabajo
lanzan la hipótesis de que el ancestro común de este grupo estuvo
presente hace 600 millones de años.

Se ha planteado que entre 580 a 620 millones de años atrás, al ancestro
común de Salinivibrio, Enterovibrio y Grimontia apareció y que este
periodo corresponde a la llamada explosión Cámbrica (Sawabe et al.,
2007). El ancestro común entre clados distantes como V. anguillarum, V.
fisheri y V. halioticoli apareció de acuerdo a Sawabe et al., (2007), entre
360 y 390 millones de años, rango de tiempo recientemente confirmado en
Lin et al., (2018) en el cual se menciona a V. fischeri como uno de los
primeros miembros del grupo en aparecer, hace 385 millones de años, en
el periodo Devónico (~ 419.2 a 358.9 millones de años), en este periodo
los cefalópodos podrían haber divergido (Tanner et al., 2017) y por otro
lado se sabe que los peces alcanzaron cuotas de diversidad y muchos
miembros de grupo de Actinopterygii (peces raya) también habrían
surgido (Near et al., 2012).

En Lin et al., 2018 se construyó un árbol con el core-genoma de vibrios a
partir de proteínas concatenadas de todos los homólogos compartidos
por cada especie y postularon que el aumento de los vibrios pudo haber
coincidido con la aparición de cefalópodos y el florecimiento de los peces
y que esto explicaría la estrecha relación de la bacteria luminiscente
marina Vibrio fisheri con ellos ya que en algunos casos puede vivir
simbióticamente con calamares y peces (Ruby y McFall-Ngai, 1999). Sin
embargo esta radiación adaptativa entre vibrios y los organismos marinos
debe de ser explorada con más detalle.

Por otra parte, las siguientes especies de vibrios que están
estrechamente relacionadas tienen los siguientes estimados de tiempo de
especiación: V. Harveyi y V. campbellii, 39 millones de años, V.
anguillarum y V. ordalii, 56 millones, V. cholerae y V. mimicus 30 millones,
V. halioticoli con V. neonatus, 23 millones (Sawabe et al., 2007) y V.
splendidus y V. tasmaniensis 17 millones (Sawabe et al., 2007). Estas
ultimas dos especies tienen genomas que han sido estudiados y han sido
altamente relacionados obteniendo un 61% de similitud con DDH
(hibridación ADN-ADN) y se ha descrito que ocupan nichos similares
(Thompson et al., 2006).
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.1.3.1 Clado Photobacterium

Las especies de Photobacterium forman un solo clado (Sawabe et al.,
2007) y dentro del clado se observan cinco subclados. Los hábitats
descritos y las fuentes de aislamiento de las especies de Photobacterium
son aguas de lagos salinos, sedimentos marinos, agua de mar y
manteniendo relaciones de simbiosis o patogenicidad con organismos
marinos (Labella et al., 2017). La especie Photobacterium halotolerans es
capaz de crecer en concentraciones que van de 0 a 8% de NaCl, en
temperaturas de 4°C a 37°C, con óptimos a 28°C y pH de 5 a 8.5 (Rivas et
al., 2006).

.1.3.2 Clado Salinivibrio

En el árbol filogenético de Sawabe et al., 2007 hay una separación de V.
calviensis, Salinivibrio costicola, Enterovibrio norvegicus, Enterovibrio
corallii y Grimontia hollisae de los demás vibrios, dentro del grupo
describe bacterias halófilas obligadas y anaerobias facultativas, sus
especies se han logrado aislar de hábitats hipersalinos y alimentos
salados. Su crecimiento optimo oscila entre 7.5% a 10% de sales (López-
Hermoso et al., 2017). La especie S. proteolyticus crece a salinidades de 1
a 17% de NaCl disuelto, con un crecimiento óptimo al 5% disuelto,
además de crecer en rangos de temperatura que van de los 10 °C a los
45 °C con crecimiento óptimo de los 32°C a 35°C y por último pH de 5 a
9.5 con óptimo de los 8 a los 8.5 de pH (Amoozegar et al., 2008).

.1.3.3 Clado Harveyi

En el clado Harveyi o también llamado core o núcleo, nombrado así para
designar a las especies que se encuentran muy relacionadas a V. Harveyi
(Dorsh y Stackebrandt, 1992; Kita-Tsukamoto et al., 1993). Las especies
del grupo Harveyi se encuentran en el agua de mar, barro de marismas y
animales marinos (Sawabe et al., 2007). La distinción entre cepas y
especies a nivel taxonómico en este grupo es difícil (Thompson et al.,
1994), lo cual se cree que debe a la recombinación entre especies
estrechamente relacionadas, ya que se ha encontrado recombinación
incluso dentro de los clados Halioticoli, Harveyi, Orientalis y Splendidus
(Sawabe et al., 2007).

.1.3.4 Clado Fisheri

El clado Fischeri es ubicado en una posición intermedia entre los clados
Photobacterium y Halioticoli, por lo que las especies dentro del grupo
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Fisheri puede representar un género por sí solo y en cuanto a estas
vibrios se pueden encontrar en peces, calamares y en agua de mar
(Sawabe et al., 2013).

.1.3.5 Clado Cholerae

Las especies de este grupo se encuentran en aguas salobres y marinas,
prefiriendo ambientes cálidos (Sawabe et al., 2013; Turner et al., 2014).
Hay especies de este grupo que son capaces de estar en el entorno ácido
del estómago, lo que les permite alcanzar y colonizar el intestino humano
(Gomez-Gil et al., 2014). Las especies que se han registrado con
crecimiento en medio sin NaCL, son V. cholerae y V. mimicus (Sawabe et
al., 2013; Gomez-Gil et al., 2014). También se han registrado cepas de V.
cidicii sp. nov, en agua de río y V. navarrensis en aguas residuales, los
cuales son ambientes bajos en sal, estas especies pueden sobrevivir a
40 ° C, temperatura similar a la de vibrios patógenos dentro del cuerpo
humano (Sawabe et al., 2013; Dryselius et al., 2007). Hay reportes de
valores de DDH mayores al 65% entre V. cholerae y V. mimicus y entre V.
fluvialis y V. furnisii, lo que sugiere que sus genomas se encuentran muy
relacionados (Sawabe et al., 2013 ). Por último la especies V. navarrensis
es V. vulnificus se encuentran muy cercanas (Thompson et al., 2005;
Gomez-Gil et al., 2014).

.1.4 Genómica de la familia Vibrionaceae

Los genomas de vibrios están compuestos de dos cromosomas (Huang y
Shao, 2017; Farmer et al., 2005; Dryselius et al., 2007), miden entre 4,09 y
6,32 Mb y un tamaño medio de 5,14 Mb, este tamaño es mayor que el de
varios genomas secuenciados de bacterias marinas el cual mide en
promedio de 3,62 Mb (Lin et al., 2018). Los vibrios cuentan con un
pangenoma relativamente grande y un coregenoma que permanece
constante, incluso en especies filogenéticamente cercanas lo que estaría
mostrando plasticidad genómica (Thompson et al., 2009; Lukjancenko et
al., 2014; Lin et al., 2018).

Para Lin et al., (2018) durante la historia evolutiva de los vibrios se han
dado eventos de expansión genómicos extremos y se han desarrollado
funciones específicas para poder difundirse a escala mundial, de esta
forma los vibrios con mayor diversidad de nichos necesitarían
pangenomas más grandes. Este efecto de pangenomas grandes y gran
diversidad de nichos también ha sido descrito en bacterias marinas del
género Shewanella (Konstantinidis et al., 2009) y Glaciecola (Qin et al.,
2014).
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Figura 2. Árbol filogenético basado en las secuencias de los marcadores
moleculares ftsZ, gapA, gyrB, mreB, recA, topA y ARNr 16S de 58 taxa.
Tomado y modificado de Sawabe et al., 2007. En el árbol definieron a las
especies de vibrios como grupos de cepas que comparten una similitud
mayor al 95% de similitud de sus secuencias genéticas y mayor al 99.4%
de identidad de aminoácidos. Usaron secuencias parciales de ftsZ, gapA,
gyrB, mreB, pyrH, recA, rpoA, topA y 16S rRNA.

Los ambientes marinos que ocupan los vibrios son diversos, esto se
atribuye a que poseen genomas relativamente grandes, a que presentan
plasticidad genómica, a que tienen sistemas de restricción-modificación
(R-M) para combatir DNA externo, CRISPR y a que presentan varias
copias del gen ARNr 16S (Lin et al., 2018). Se plantea que los vibrios han
tenido una evolución acelerada debido a la plasticidad de sus genomas y
a los altos niveles de transferencia horizontal de genes en comparación al
de otras bacterias marinas (Hazen et al., 2010; Lin et al., 2018) ya que
hasta un 70% de genes xenólogos provendrían de otras
Gammaproteobacterias a lo largo de toda su historia evolutiva. Ademas el
rápido cambio en la composición de sus genomas ha sido acompañado
de modificaciones de la superficie de sus células y metabolitos
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secundarios y esto también ayudaría en la competencia con otros
organismos (Boucher et al., 2011). Muchas bacterias de vida libre
presentan genomas grandes (Konstantinidis y Tiedje, 2004), tal es el caso
de las especies vibrios, esto les permite cambiar estrategias para explotar
nutrientes en distintos parches, mejorar la búsqueda de recursos por
quimiotaxis y obtener polisacáridos complejos, ya que para esto se
requeriría complejos enzimáticos variados (Lin et al., 2018).

Es de resaltar que el número de genes de la familia Vibrionaceae ha
aumentado durante su historia evolutiva y que la primera vez que los
eventos de pérdida de genes han sido mayor a la ganancia de genes se
dio en el ancestro común más reciente (MRCA) de V. anguillarum y V.
mimicus (Lin et al., 2018). La mayoria de los genes ganados fueron los
relacionados a la transcripción, en segundo lugar los que tienen que ver
con el transporte y metabolismo de carbohidratos y la mayoría de las
pérdidas en el genomas se dieron en genes que se asocian con
mecanismos de transducción de señales (Lin et al., 2018), en la mayoría
de los genomas de vibrios que ellos analizaron hay genes relacionados a
la degradación de quitina, describen que los genes de la quitinasa A,
evolucionaron junto con la familia Vibrionaceae y que han sido sometidos
a una fuerza efectiva purificadora significativa para conservar un estado
ancestral. Se ha reportado que los vibrios tienen una propensión a la
adquisición de nuevo material genético cuando se adhieren a la quitina y
que dicho proceso estaría funcionando como una estrategia para
ayudarlos a desarrollarse en un nicho previamente hostil al cambiar
ligeramente su contenido de genoma (Meibom et al., 2005).

.1.5 Patogenicidad en vibrios

Dentro del clado Cholerae se tiene especies que presentan un alto
contenido de GC y bajos requisitos de Na+, la mayoría de las especies
dentro de este grupo causan diarrea, pero solo en V. cholerae hay cepas
epidémicas y pandémicas (Sawabe et al., 2013 ), se ha visto que la
mayoría de las cepas ambientales de V. cholerae no son patogénicas
(Nigro et al., 2011) y que 95% de los miembros de estos serogrupos son
negativos para el gen ctxAB (Kelly, 1982), V. cholerae al codificar la toxina
del cólera puede superar la barrera mucosa que recubre el epitelio
gastrointestinal al producir una metaloproteasa (Silva et al., 2003; Colwell,
2004). Por otra parte, la especie V. Vulnificus es una patógena oportunista
con una tasa de mortalidad de más del 50% en pacientes con septicemia y
que provoca muertes por consumo de productos del mar (Jones y Oliver,
2009).

La especie de V. parahaemolyticus se sabe que provoca vibriosis
(Hubbard et al., 2016; Makino et al., 2003) al igual que V. cholerae, dentro
de la especie V. parahaemolyticus pocas cepas ambientales son
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patogénicas solo el 2% serian portadoras del gen tdh (Nishibuchi y Kaper,
1995), que codifica una hemolisina que provoca la destrucción de
glóbulos rojos (Miyamoto et al., 1969; Sakazaki et al., 1968).

El reservorio natural de la especie V. cholerae es desconocido (Burks et
al., 2017), se ha visto que las epidemias de cólera, causadas por la
citotoxina ctx que codifican tipos de V. cholerae O1 y O139, se reporta
que suceden en patrones estacionales regulares (Alam et al., 2006;
Mookerjee et al., 2014), su abundancia puede relacionarse con ambientes
salinos y cálidos (Turner et al., 2014). Se ha detectado que V. cholerae
presenta una baja abundancia en aguas marinas de distintas partes del
mundo y en lugares como Sudamérica, Australia, Suecia e Italia, pero en
estos lugares no presenta brotes de cólera, (Collin y Rehnstam-Holm,
2011; Islam et al., 2013; Schuster et al., 2013; Siboni et al., 2016; Vezzulli et
al., 2012). Las V. cholerae al poder sobrevivir en ríos y lagos de agua
dulce lo que le ayuda a facilitar el contacto con los seres humanos
(Rothenbacher y Zhu, 2014). Por último las V. cholerae patogénicas tiene
la capacidad de persistir en los ecosistemas marinos, se ha reportado que
esta especie en entornos donde su abundancia es baja compite
fuertemente con otras especies de vibrios (Burks et al., 2017).
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2. Justificación

El análisis de la estructura y diversidad de las especies de vibrios en los
tres biomas, Mar, Continente y Plataforma Continental, proveerá
información esencial, que permitirá comprender mejor la biogeografía del
grupo.

El estudio de la estructura y diversidad de las especies de vibrios de
aguas oceánicas de latitudes altas mas polares (+35° a +90° y -35° a -90°)
y de latitudes bajas mas cercanas al ecuador ( +35° a 0° y -35° a 0°),
proveerá información esencial que permitirá comprender mejor la
distribución geográfica de la familia Vibrionaceae y su posible correlación
con la variación de temperatura en cada región.

3. Objetivos

.3.1 Generales

Incrementar nuestros conocimientos sobre la biogeografía de la familia
Vibrionaceae.

.3.2 Particulares

Clasificar los aislados de vibrios de cada uno de los sitios muestreados
(Sonora, Coahuila, Quintana Roo, Oaxaca y del Océano Pacifico Oriental
Mexicano con el uso del marcador ARNr 16S.

Explorar la estructura genética y estimar la diversidad de especies de los
vibrios muestreados de latitudes bajas y altas en ambientes de aguas
continentales, plataforma continental y Océano con distintos programas
bioinformáticos.
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.3.3 Hipótesis

.Ho

La diversidad y distribución de las especies de vibrios será similar en
todas las localidades estudiadas, debido a que las bacterias son
organismos cosmopolitas de amplio rango ambiental.

.Ha

La diversidad y distribución de las especies de vibrios será diferente en
diferentes localidades tanto en áreas marinas como continentales debido
tanto a su posición latitudinal como a su temperatura.
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.4. Antecedentes

En la familia Vibrionaceae hay especies acuáticas ecológicamente
importantes y diversas, las cuales han presentado cambios a lo largo de
su historia en sus estilos de vida y en varios caracteres que les han
permitido ocupar varios nichos (Lin et al., 2018). Los estudios sobre este
grupo han sido sobre su abundancia, distribución espacial, temporal,
contenido de genes, virulencia (de Nigro et al., 2011), relaciones
filogenéticas (Thompson et al., 2005, Thompson et al., 2007, Sawabe et al.,
2013; Lin et al., 2018), evolución genómica (Lin et al., 2018) y su
diversidad en distintos ambientes acuáticos (Public Helth, 2015; Cole et
al., 2009; Sawabe et al., 2013). Ya que es uno de los grupos más
conocidos a nivel genético, que presenta una distribución geográfica
global con estilos de vida diversos, la familia Vibrionaceae ha
representado una gran oportunidad para el estudio de la biogeografía
bacteriana en general.

En cuanto al estudio de la abundancia de vibrios relacionada al patrón
latitudinal ha sido abordado en Wietz, M; et al., (2010), en el se describen
patrones biogeográficos a escala global del bacterioplancton marino en
general y del genero Vibrio en particular a lo largo de 24 estaciones. Ellos
reportaron que los vibrios tuvieron una distribución cosmopolita que su
abundancia alcanzó su máximo en latitudes bajas, en el muestreo de
África ecuatorial (3.2%), mientras que mostraron abundancias más baja
en latitudes altas, en los muestreos de las Azores y el Mar Caribe donde
tuvieron solo un 0.3% de abundancia, con un promedio global en su
estudio de 1.5% (1.3 × 104 células ml–1).

Otro estudio abundancia de vibrios pero relacionado a la cercanía a la
costa de cuerpos de agua es el estudio de Nigro et al., (2011), en el
reporta que la variación de abundancia relativa de vibrios esta
relacionada a la distancia que presenten a la costas de lagos y que
posiblemente los gradientes orgánicos e inorgánicos a lo largo de las
distintas profundidades del lago den origen a esta variación, ya que se
tendría un enriquecimiento de nutrientes cerca de la costa debido a flujos
bentónicos, escorrentías de aguas pluviales o el bombeo de aguas
contaminadas (Nigro et al., 2011).

Al tratar de encontrar el porque hay cierta diversidad de bacterias en
determinados ambientes con ciertos recursos en esos ambientes, se ha
visto que incluso los grupos que son filogenéticamente cercanos pueden
tener características ecológicas diferentes (Fraser et al., 2009), este
patrón se describe en Hunt et al., 2008, ellos describen una división de
recursos entre poblaciones costeras de vibrios que coexisten en la
columna de agua, encontraron una separación de cepas provenientes de
muestras con ambientes ecológicos distintos, concluyendo que la
estructura filogenética de las poblaciones ecológicamente diferentes se
corresponde a un hábitat determinado y que incluso hay altos niveles de
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especialización para algunos vibrios, por ejemplo la especie V. ordali se
encuentra sólo como células de vida libre, mientras que otras especies
son más generalistas y otras pueden colonizar una amplia variedad de
superficies, incluyendo partículas orgánicas y Zooplancton en la columna
de agua. En Hunt et al., (2008) mencionan que según sus observaciones
las poblaciones de vibrios son muy divergentes entre sí y que cada
especie de vibrio contaría con ciertos limites ecológicos específicos. Pero
también encuentran que V. splendidus es una especie que se divide en
muchas subpoblaciones muy relacionadas a nivel genético entre sí, pero
con distintas preferencias ecológicas.
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.5.Metodología

.5.1 Obtención de las muestras

En este estudio se trabajó con cepas de vibrios colectadas de distintos
cuerpos de agua continentales y marinos de México, ademas de
secuencias de la base de datos del NCBI (Tabla 1, Figura 3 y Figura 4). En
la sección de suplementos se encuentra la Tabla 1S, con los registros de
cada muestreo en cuanto a latitud, longitud, región, zona, bioma y
temperatura. Las colectas de muestras de agua de Sonora, Coahuila,
Quintana Roo y Oaxaca, se colectaron con ayuda de tubos Falcón BD
estériles de 15 ml sumergiéndolos 20 cm sin remover el sedimento,
abriendo y cerrándolo dentro del agua. Los aislados en el Océano
Pacifico Oriental Mexicano se obtuvieron a través de colectas de agua de
mar por medio de botellas Niskin de 10 L desplegadas en la roseta
durante una campaña oceanográfica en el buque “El Puma” (UNAM), 42
de Cuatro Ciénegas Coahuila, 59 de costas de Quintana Roo, 17 del
Estrecho del Infiernillo en el estado de Sonora y 60 en ríos de Oaxaca (de
las 60 secuencias obtenidas de ARNr 16S, ninguna pertenece a la familia
Vibrionaceae).

A nivel bibliográfico se obtuvieron 178 aislados de Pozas Rojas, Churince
y la Becerra de Cuatro Ciénegas (Rodríguez-García., 2017; Vázquez-Landa
et al., 2020), 226 secuencias de aislados de vibrios colectados a lo largo
del mar en 24 estaciones de latitudes altas con temperaturas promedio de
11.6°C y bajas con temperaturas promedio de 24.1°C del artículo de Gram
et al., (2010) y por ultimo las secuencias de India y Corea se obtuvieron
del Popset del NCBI. La temperatura (ºC), salinidad (ppt) y pH para el
muestreo de Cuatro Ciénegas Coahuila del 2017 se tomaron con la sonda
multiparamétrica Hydrolab.

Tabla 1. Muestreos utilizados para esta tesis. Los muestreos marcados
con (*) pertenecen a colectas hechas por mí o facilitadas por otros
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investigadores el resto son secuencias obtenidas de la base de datos del
NCBI.

Figura 3. Áreas de muestreo en México de este estudio.

Figura 4. Áreas de muestreo de secuencias de ARNr 16S de distintas
especies de vibrios obtenidos del NCBI: Gram, L., et al (2010), PopSet
674655246; PopSet 613399460; PopSet 1275552463.
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.5.2 Cultivo y obtención de DNA genómico

La siembra de las muestras de agua del Pacífico Mexicano (2016),
Quintana Roo (2016), Sonora (2017), Oaxaca (2017) y Cuatro Ciénegas
(2017) fue en cajas Petri con medio selectivo Tiosulfato-Citrato-sal Biliar-
agar (TCBS) y medio de cultivo Luria-Bertani (LB). Para la siembra de
agua ambiental se agregaron 1000 µl al medio TCBS. Las siembras
obtenidas de Cuatro Ciénegas, Oaxaca, Quintana Roo y Sonora fue con
incubación de 24 a 48 horas con temperatura de 28°C y en el caso de las
siembras obtenidas en el Pacífico Mexicano con incubación de 24 a 48
horas a 25ºC.

Las colonias aisladas del medio TCBS o LB fueron seleccionadas para su
crecimiento en medio líquido LB. La incubación de las muestras fue a
temperatura ambiente (24°C) en agitación por 24 horas. Las cepas que se
obtuvieron de cultivos en medio líquido LB, se almacenaron en tubos de
cepario con glicerol al 80% almacenados a -80ºC.

La extracción del DNA se realizó con el kit DNeasy Blood and Tissue
(Qiagen) siguiendo las instrucciones del fabricante.

.5.3 Reacción en cadena de la polimerasa (PCR) y secuenciación

Para amplificar el gen ARNr 16S por medio de la PCR, se usaron los
primers universales 1492R (5'TACGGYTACCTTGTTACGACTT3') y 27F
(5'AGAGTTTGATCMTGGCTCAG 3') y se agregaron 0.5 µl de ADN
genómico a la solución Master-Mix. Se utilizó un termociclador Veriti 96
Well, con los siguientes ciclos: un ciclo por tres minutos a 94ºC; 30 ciclos
de un minuto a 94ºC, un minuto a 52ºC y un minuto a 72ºC; y un ciclo por
cinco minutos a 72ºC. Al finalizar la temperatura se mantuvo a 4ºC. Se
observó el producto de la PCR mediante la electroforesis en gel de
agarosa al 1%, se cargaron 2 µl de producto de la PCR en cada pozo del
gel. Al visualizar el gel utilizando un transiluminador, se pudo identificar
la presencia de un único fragmento cuyo peso molecular coincidió con
una banda de 1500 pb. Las muestras que resultaron positivas se cargaron
en placas con un volumen de 20 µl del producto de PCR de cada muestra
y se enviaron por paquetería a Macrogen USA, donde se secuenciación
por meto do de Sanger.

.5.4 Edición de alineamiento: programa UGENE

Los cromatogramas de DNA de la secuenciación de cada muestra con
dirección forward y reverse, se usaron para la edición de las secuencias
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de ARNr 16S de los aislados ambientales, se usó el programa BioEdit
(Hall, 1999), después se realizó un alineamiento múltiple de las
secuencias editadas con CLUSTAL 2.1 Multiple Sequence Alignments
(Larkin et al., 2007).

El programa UGENE (Okonechnikov et al., 2012) versión de consola
UGENE 1.9.8 se usó para la edición del archivo multifasta, el cual contenía
las secuencias de los ARNr 16S de los aislados obtenidos de Cuatro
Ciénegas Coahuila, Océano Pacífico, Quintana Roo, Sonora y de las
secuencias obtenidas bibliográficamente del GenBank, secuencias con
numero de acceso FJ457302–FJ457610 de Gram et al., (2010).

.5.5 Construcción del árbol filogenético

El archivo multifasta obtenido con UGENE en formato ClustalW, fue
convertido a formato Phylip en línea http://insilico.ehu.es/tophylip/. El
archivo Phylip se usó como archivo de entrada para el programa
jModeltest 2.1.10 v20160303 (Posada, 2008) y poder elegir el mejor modelo
evolutivo. El archivo de salida obtenido con jModeltest sirvió como
archivo de entrada para el programa PhyML (Guindon et al., 2009) version
3.2, el cual es un programa que está basado en máxima verosimilitud. Por
último, el archivo del árbol creado con el programa fue visualizado y
editado con el programa FigTree (Rambaut, 2009) version 1.42.

.5.6 Análisis de la estructura de la comunidad microbiana

Para evaluar cual es el grado de similitud entre las comunidades de
vibrios de los distintos ambientes, se realizó un análisis de agrupamiento
utilizando el índice Bray-Curtis (Schloss et al., 2009) figura S1, figura S2
con el programa Mothur v.1.22.2 (Schloss et al., 2009) y S3 con el
programa Phyloseq v.1.44.0 (McMurdie y Holmes, 2013).

Para evaluar el grado de similitud entre las comunidades de vibrios
también se usó el método de Unifrac con el programa Mothur v.1.22.2
(Schloss et al., 2009) el cual incorpora la información filogenética de los
taxones (Lozupone et al., 2007) tabla S2, S3 y S4.

En las muestras de los distintos ambientes la diversidad alfa fue
calculada por medio de la inversa del índice de Simpson (1/D), cuyos
valores pueden variar entre 1 y el número total de OTUs en la muestra
(Magurran, 2004). Para el cálculo de este índice, los OTUs fueron
definidos al 99% de identidad de secuencia.
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.5.6.1 Asignación taxonómica de los OTUs

Con el programa Mothur (Schloss et al., 2009) version v.1.22.2 se creo una
matriz de distancias y se definieron los OTUs a distancias menores o
iguales a 0.01, agrupando las secuencias utilizando el algoritmo de vecino
promedio, después se seleccionó una secuencia representativa de cada
OTUs y para cada secuencia representativa se buscó su mejor hit con la
herramienta BLAST del NCBI (Wang et al., 2007) con el fin de identificarlas
taxonómicamente.

.5.6.2 Cálculo de la diversidad alfa

Con el programa Mothur, se calcularon las siguientes medidas de
diversidad: OTUs observados (Sobs), Índice de diversidad alfa de
Simpson Inverso (1/D), Índice de equitatividad de Simpson (E1/D), Índice
Chao1, el índice de Bray-Curtis y el Índice de cobertura de Good.

.5.6.3 OTUs observados (Sobs)

Cantidad de OTUs observados al agrupar las secuencias de acuerdo con
el porcentaje de similitud. En este estudio se utilizó el 99% de similitud.

.5.6.4 Índice de diversidad de Simpson Inverso (1/D)

El indice de diversidad de Simpson es 1 - Σ (pi)2 y toma valores entre 0 y 1
donde 1 es la diversidad mas baja y 0 la mas alta, por lo que el recíproco
del índice Simpson 1/D (Simpson, 1949) toma valores también entre 0 y 1
pero en este caso el 0 representa la diversidad mínima y 1 la mas alta en
una población o comunidad.

.5.6.5 Índice de equitatividad (abundancia relativa) de
Simpson (E1/D)

La abundancia relativa de cada especie en la comunidad (Magurran, 2004),
el índice E1/D tiene un rango que varía entre 0 y 1 y prácticamente no está
influenciado por las especies raras de la comunidad (Krebs, 1999) este
indice nos orienta sobre cómo se distribuyen las abundancias de
especies en relación con la diversidad de la comunidad. Nos habla sobre
la equitatividad ya que al tener valor de 1 todas las especies tienen la
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misma abundancia en la población o comunidad, mientras que al tener
valor de 0 nos diría que unas pocas poblaciones son muy abundantes
mientras otras serian poco abundantes.

.5.6.6 Índice Chao1

Estimador de riqueza de especies, corregido por desvíos Schao1 (Colwell,
2006). Este indice toma en cuenta las los OTUs o especies raras en la
muestra, debido a que en muestreo no intensivos es difícil la captura de
datos de especies u Otus raros. A los OTUs o especies que fueron
observadas una vez se les llama singletons y a las que se observaron
dos veces doubletons. De esta forma los singletons y doubletons se
utilizan para la estimación de la riqueza total de especies en una
población o comunidad.

.5.6.7 Índice de cobertura de Good (C)

El valor obtenido con el índice de cobertura de Good, nos dice que tan
profundo fue del esfuerzo de muestreo (Good, 1953). El indice C = 1 - n1/N,
toma en cuenta el numero de OTUs que fueron observados una única vez
sobre el numero total de OTUs muestreados.

.5.6.8 Diversidad beta

El índice de Bray-Curtis, calcula la diversidad beta entre muestras, es
decir la similitud en la estructura de las comunidades bacterianas (Bray y
Curtis, 1957). Este índice toma en cuenta el número de especies u OTUs
compartidos y sus abundancias relativas y refleja la similitud real entre
comunidades (Bloom, 1981). Un valor de 0 nos dice que las muestras son
idénticas en cuanto a composición de OTUs y al tener valor de 1
significaría que las muestras no comparten ningún OTUs o especie.

.5.6.9 Delimitación de las zonas oceánicas

Para ubicar cada sitio de muestreo dentro de Litoral, Plataforma
Continental u Océano se utilizó el programa Google Earth Pro version
7.3.1. Las coordenadas de cada punto de muestreo se ingresaron en el
programa y se trazó el perfil de elevación, en el que dicho punto estaba
incluido. La plataforma se tomó como la zona adyacente al continente, la
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cual presenta una pendiente suave (OHI, 2008), la región Oceánica
comienza cuando el borde de la plataforma presenta una pendiente
abrupta. En el caso del litoral se tomó como la zona acuática adyacente
de 1 hasta 5 metros de la playa y con 0.4 metros hasta 5 metros de
profundidad.
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.6.Resultados

.6.1 Resultados de vibrios cultivables de latitudes altas y bajas

Se obtuvieron aislados de distintos cuerpos de agua, 63 fueron
colectados en el Océano Pacifico Oriental Mexicano, 42 en Cuatro
Ciénegas Coahuila, 59 en costas de Quintana Roo, 17 en el Estrecho del
Infiernillo en el estado de Sonora y 60 en ríos de Oaxaca. Se clasificaron
varios integrantes dentro del grupo Vibrionaceae a partir de aislados
bacterianos a los que se les secuenció el marcador RNAr 16s. Las
especies analizados en este estudio fueron encontrados en diversos
ambientes acuáticos como son, Continente, Litoral, Plataforma
Continental y Océano los cuales son ambientes pertenecientes a dos
regiones, las de zonas altas, +35° a +90° y -35° a -90°; zonas bajas, +35° a
0° y -35° a 0° (Tabla 2).

Tabla 2. Se muestran las ubicaciones de 490 secuencias analizadas en
este estudio (tanto las obtenidas en este estudio como las secuencias
obtenidas de la literatura). Las zonas bajas (+35 a 0° y de -35 a 0°) se
encuentran más cercanas a la línea del Ecuador, las zonas altas (+35° a
+90° y -35° a -90°) se encuentran más cercanas a los polos terrestres.

.6.1.1 Construcción de filogenias

Con la ayuda del árbol filogenético (Figura 5), se describió la distribución
genética de los vibrios marinos de latitudes altas y de latitudes bajas, así
como de vibrios continentales. Las secuencias obtenidas de latitudes
altas aparecen cercanas en el árbol, lo mismo pasa con las secuencias
obtenidas de latitudes bajas, ya que hay cercanía entre ellas, las
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secuencias continentales aparecen en su mayoría agrupadas en las
mismas ramas.

Figura 5. Árbol filogenético de vibrios de latitudes altas (+35° a +90° y -35°
a -90°) en color azul marino y cian respectivamente y bajas (0° a +35° y de
0° a -35) en color rojo y rosa respectivamente, las secuencias de vibrios
continentales en verde. Este árbol está basado en secuencias parciales
del RNAr 16S, obtenido por el método de neighbor joining. Este árbol no
tiene grupo externo.
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.6.1.2 Abundancia absoluta de especies en ambientes de
latitudes altas y bajas

La abundancia absoluta (Figura 6) de especies de vibrios analizados fue
diferente en latitudes altas y bajas, en latitudes altas dominó la especie de
V. splendidus del clado Splendidus tanto en el norte como en el sur,
mientras tanto en latitudes bajas se encontró más representación de V.
chagasii y V. rotiferanus del clado Harveyi. La especie V. chagasii es el
único taxón encontrado en latitudes altas y bajas

Figura 6. Abundancia absoluta de especies de vibrios en cada uno de los
ambientes dentro de este estudio, LATITUDES BAJAS: Centro-Norte-
Continente (CN-CON), Centro-Norte-Litoral (CN-LIT), Centro-Norte-Océano
(CN-OCE), Centro-Norte-Plataforma (CN-PLA), Centro-Sur-Océano (CS-
OCE), Centro-Sur-Plataforma (CS-PLA) y LATITUDES ALTAS: Polo-Norte-
Continente (PN-CON), Polo-Norte-Océano (PN-OCE), Polo-Norte-
Plataforma (PN-PLA), Polo-Sur-Océano (PS-OCE) y Polo-Sur-Plataforma
(PS-PLA).
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.6.1.3 NMDS de los 11 ambientes de latitudes altas y bajas

Hubo mayor cercanía entre los vibrios de ambientes continentales que
con los de ambientes oceánicos (Figura 7). De igual forma los cuatro
ambientes de latitudes altas se encuentran agrupados a pesar de
encontrarse en polos opuestos del globo y los de ambientes oceánicos de
latitudes bajas se encuentran cercanos entre ellos, pero no hay un grupo
claramente distinguible al menos en esta figura. Los patrones de cercanía
entre ambientes se observan similares en la figura S1 y tablas S2 y S3.

Figura 7. NMDS usando la matriz de distancias de las 490 secuencias de 9
ambientes oceánicos y 2 ambientes continentales de latitudes altas y
bajas. LATITUDES BAJAS: Centro-Norte-Continente (CN-CON), Centro-
Norte-Litoral (CN-LIT), Centro-Norte-Océano (CN-OCE), Centro-Norte-
Plataforma (CN-PLA), Centro-Sur-Océano (CS-OCE), Centro-Sur-
Plataforma (CS-PLA) y LATITUDES ALTAS: Polo-Norte-Continente (PN-
CON), Polo-Norte-Océano (PN-OCE), Polo-Norte-Plataforma (PN-PLA),
Polo-Sur-Océano (PS-OCE) y Polo-Sur-Plataforma (PS-PLA).

.6.1.4 Medida de diversidad alfa de 11 regiones acuáticas

Se observan distintas medidas de diversidad alfa de 11 regiones
acuáticas (Figura 8), tanto las de latitudes altas como de latitudes bajas.
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La mayor riqueza de OTUs se observa en la región de latitud baja, Centro-
Norte-Litoral. Dentro de CN-LIT se puede encontrar a casi la totalidad de
integrantes del clado Harveyi, también a integrantes del grupo Orientalis,
Midae y especies tales como V. Neocaledonicus, V. panuliri y V.
anticuarius. Por otra parte, la región Centro-Sur-Plataforma muestra la
menor diversidad, ya que solo se encuentra el OTUs 04 es decir la especie
V. chagasii del género Splendidus.

Figura 8. Medidas de diversidad alfa de 11 regiones acuáticas de latitudes
altas y bajas, Los ambientes contrastados son en LATITUDES BAJAS:
Centro-Norte-Continente (CN-CON), Centro-Norte-Litoral (CN-LIT), Centro-
Norte-Océano (CN-OCE), Centro-Norte-Plataforma (CN-PLA), Centro-Sur-
Océano (CS-OCE), Centro-Sur-Plataforma (CS-PLA) y para LATITUDES
ALTAS: Polo-Norte-Continente (PN-CON), Polo-Norte-Océano (PN-OCE),
Polo-Norte-Plataforma (PN-PLA), Polo-Sur-Océano (PS-OCE) y Polo-Sur-
Plataforma (PS-PLA).
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.6.1.5 Árbol filogenético de vibrios con abundancias de los
11 sitios de distinta latitud y ambiente marino

En el árbol filogenético de géneros (Figura 9), podemos observar que
varias de las ramas contienen al grupo Harveyi, el cual se encuentra en
todos los ambientes pero presentando distintas abundancias en cada uno
de ellos. El clado Salinivibrio solo se encuentra en el ambiente Continente
al igual que el clado Cholerae y tienen una presencia significativa en este
ambiente con respecto a otros biomas. El taxón más abundante en
latitudes altas es el clado Splendidus.

Figura 9. Árbol filogenético construido con ARNr 16S, obtenido por el
método de neighbor joining de los clados de vibrios en las distintas
regiones acuáticas y su abundancia absoluta.
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.6.1.6 Proporción de OTUs compartidos entre Continente,
Plataforma, Litoral y Océano

Los muestreos del Continente tienen el 26.3 % de los OTUs (Figura 10), el
litoral tiene el 83.9% de los OTUs, el cual es el valor más alto, la
Plataforma tiene el 6% OTUs y el Océano tiene 35.2% de OTUs. El Litoral y
Océano comparten 10.2 % de OTUs. El Continente y Océano no
comparten ningún OTUs, estas dos regiones son las más alejadas entre sí,
el mayor número de OTUs compartidos se da entre los ambientes Litoral y
Océano con el 10.25 % de OTUs, las regiones Océano y Plataforma
comparten 4 OTUs, por último, V. rotiferanus, del grupo Harveyi (OTUs 02)
es compartido entre los ambientes marinos Litoral, Océano y Plataforma.

Figura 10. Diagrama de Venn de los OTUs compartidos entre Plataforma,
Litoral, Continente y Océano. Realizado con OTUs compartidos entre los
distintos ambientes de este estudio. La distancia genética entre
secuencias dentro de cada OTUs es igual o menor a 0.01 %, cada ovalo
representa un ambiente, de color Amarillo la Plataforma Continental, de
verde, Centro Litoral, en rosa Continente y lila el Océano.
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6.2 Resultados de vibrios continentales cultivables de pozas de Cuatro
Ciénegas en los muestreos de los años 2013, 2015, 2016 y 2017

Se logro describir la diversidad y distribución de vibrios de los muestreos
de sedimento de Pozas Rojas del año 2013 (C1POZAS_ROJASS), La
Becerra del año 2016 (C3BECERRAS), Pozas Rojas del año 2016
(C3POZAS_ROJASS) y de muestras de agua de Pozas Rojas del año 2013
(C1POZAS_ROJASW), Churince del año 2015 (C2CHURINCEW), Churince
del año 2016 (C3CHURINCEW), Pozas Rojas3 2016 (C3POZAS_ROJASW),
Churince del año 2017 (C4CHURINCEW) y Pozas Azules 2017
(C4POZAS_AZW). Los muestreos que presentaron mayor diversidad son
los correspondientes al año 2013 (Figura 12 y 13), los cuales
corresponden a los muestreos de Sedimento de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASS), muestra de agua de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASW), este muestreo tiene representantes de los géneros
Cholerae, Anguillarum, Harveyi, Photobacterium y Fujianjensis.

.6.2.1 Obtención de secuencias y construcción de
filogenias de Cuatro Ciénegas Coahuila

El árbol de secuencias Continentales de Cuatro Ciénegas (Figura 11) se
muestra que distintos clados dominan en distintos años las pozas de
Cuatro Ciénegas. En el año 2013 (Azul), la mayoría de las secuencias caen
dentro de los grupos Anguillarum, Harveyi y Photobacterium, el año 2013
es el que contiene el mayor numero de taxa y no hay un taxón dominante
en este año. La mayoría de las secuencias de los años 2015 (Rojo) y 2016
(Anaranjado) se encuentran dentro del grupo Cholerae y específicamente
pertenecen a V. cholerae. Por último, la mayoría de las secuencias del
muestreo del año de 2017 (Verde) se pertenecen a la especie S.
proteolyticus del grupo Salinivibrio
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Figura 11. Árbol filogenético basado en secuencias parciales del gen
ARNr 16S, obtenido por el método de neighbor joining, para los distintos
muestreos de Cuatro Ciénegas Coahuila, año 2013 (Azul), 2015 (Rojo),
2016 (Anaranjado) y 2017 (Verde), este árbol no tiene grupo externo.

.6.2.2 Abundancia en muestreos 2013, 2015, 2016 y 2017

En los clados de vibrios identificados en los distintos ambientes de
Cuatro Ciénegas (Figura 12) durante los años 2013, 2015, 2016 y 2017 se
observa que la especie V. cholerae está presente en 7 de los 9 muestreos
y que el clado Salinivibrio es dominante en el muestreos del año 2017. El
muestreo del año 2013 es el que presenta mayor número de especies, el
menor número lo presenta el muestreo del año 2016, donde V cholerae
tiene una abundancia casi absoluta, valores de abundancia similares
observados en figura S3.
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13 13 15 16 16 16 16 17 17

Figura 12. Abundancia absoluta de vibrios en cada uno de los ambientes
dentro de este estudio: sedimento de Pozas Rojas del año 2013
(C1POZAS_ROJASS), La Becerra del año 2016 (C3BECERRAS), Pozas
Rojas del año 2016 (C3POZAS_ROJASS) y de muestras de agua de Pozas
Rojas del año 2013 (C1POZAS_ROJASW), Churince del año 2015
(C2CHURINCEW), Churince del año 2016 (C3CHURINCEW), Pozas Rojas3
2016 (C3POZAS_ROJASW), Churince del año 2017 (C4CHURINCEW) y
Pozas Azules 2017 (C4POZAS_AZW).

.6.2.3 Medidas de diversidad alfa de 9 regiones acuáticas
de Cuatro Ciénegas

La mayor riqueza de OTUs se da en los muestreos de agua y sedimento
del año 2013 (Figura 13) y los muestreos del año 2016, muestra la menor
diversidad, siendo dominante la especie V. cholerae.
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Figura 13. Medidas de diversidad alfa de 9 regiones acuáticas de Cuatro
Ciénegas, Los ambientes contrastados son Sedimento de Pozas Rojas del
año 2013 (1POZAS_ROJASS), muestra de agua de Pozas Rojas del año|
2013 (1POZAS_ROJASW), muestra de agua de Churince del año 2015
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(2CHURINCEW), muestra de sedimento de La Becerra del año 2016
(3BECERRAS), muestra de agua de Churince del año 2016 (3CHURINCEW),
muestras de sedimento de Pozas Rojas del año 2016 (3POZAS_ROJASS),
muestra de agua de Pozas Rojas3 2016 (POZAS_ROJASW), muestras de
agua de Churince del año 2017 (4CHURINCEW) y muestras de agua de
Pozas Azules 2017 (4POZAS_AZW).

.6.2.4 Árbol de distancias genéticas de las especies de
vibrios en las distintas regiones acuáticas y su
abundancia absoluta

En el árbol de géneros de vibrios (Figura 14) se observa que el muestreo
del 2013 abarca mas grupos del árbol, el grupo que muestra presencia en
distintos años exceptuando 2017 es Cholerae y que el grupo de
Salinivibrio solo se encuentra en los muestreos del año 2017.

Figura 14. Árbol filogenético de géneros de vibrios en las distintas
regiones acuáticas y su abundancia absoluta (la abundancia es mayor
entre mas grande es el circulo negro). Sedimento de Pozas Rojas del año
2013 (1POZAS_ROJASS), muestra de agua de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASW), muestra de agua de Churince del año 2015
(2CHURINCEW), muestra de sedimento de La Becerra del año 2016
(3BECERRAS), muestra de agua de Churince del año 2016 (3CHURINCEW),
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muestras de sedimento de Pozas Rojas del año 2016
(3POZAS_ROJASS), muestra de agua de Pozas Rojas3 2016

(POZAS_ROJASW), muestras de agua de Churince del año 2017
(4CHURINCEW) y muestras de agua de Pozas Azules 2017
(4POZAS_AZW).

.6.2.5 NMDS de los muestreos de Cuatro Ciénegas

En el NMDS (Figura 15) podemos observar que hay mayor cercanía entre
los muestreos de agua de Churince del 2015 y del 2016 y del muestreo de
sedimento de Becerras del año 2016, muestreos que tienen una
dominancia de la especie V. cholerae. Los muestreos de agua y
sedimento de Pozas Rojas del año 2013 están cercanos entre sí, estos
muestreos tienen una presencia importante de P. halotolerans. Por ultimo
los muestreos del 2017 de agua de Churince y Pozas Azules presentan
una dominancia de la especie S. proteolyticus y se encuentran muy
cercanos en el NMDS.

Figura 15. NMDS usando la matriz de distancias de las 490 secuencias de
los 9 muestreos de CCC. Sedimento de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASS), muestra de agua de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASW), muestra de agua de Churince del año 2015
(2CHURINCEW), muestra de sedimento de La Becerra del año 2016
(3BECERRAS), muestra de agua de Churince del año 2016 (3CHURINCEW),
muestras de sedimento de Pozas Rojas del año 2016
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(3POZAS_ROJASS), muestra de agua de Pozas Rojas3 2016
(POZAS_ROJASW), muestras de agua de Churince del año 2017
(4CHURINCEW) y muestras de agua de Pozas Azules 2017
(4POZAS_AZW).

.6.2.6 Proporción de OTUs compartidos entre los
muestreos de agua y sedimento de Pozas Rojas años
2013 y 2016

En el diagrama de Venn (Figura 16) el mayor número de OTUs
compartidos se da entre los ambientes de agua y sedimento de Pozas
Rojas del muestreo del año 2013. La especie V. cholerae, del género
Cholerae, se comparte en los ambientes de agua de Pozas Rojas del 2013,
y en muestras de los ambientes de sedimento y agua de Pozas Rojas del
muestreo del 2016. En 2013 cuenta con 8 OTUs, el cual es el muestreo
que cuenta con mayor cantidad de OTUs.

Figura 16. Diagrama de Venn de los OTUs compartidos entre ambientes
de Cuatro ciénegas Coahuila. La distancia genética entre secuencias
dentro de cada OTUs es igual o menor a 0.01 %, cada ovalo representa un
ambiente, el muestreo de agua de Pozas Rojas del 2016 en color Amarillo,
muestras de agua de Pozas Rojas del 2013 en verde, muestras de
sedimento de Pozas Rojas del 2013 en rosa y muestras de sedimento de
Pozas Rojas del 2016 en lila.
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.6.2.7 Abundancia de V. cholerae en los distintos
ambientes acuáticos estudiados de Cuatro Ciénegas

Todos los años hubo recuperación de especies de V. cholerae a
excepción del año 2017. El muestreo de agua de Churince del año 2016 es
el que tiene mayor número de secuencias de de V. cholerae con 42
(Figura 17), le sigue en cuanto número de secuencias el muestreo de agua
de Churince del año 2015.

Figura 17. Número de secuencias de ARNr 16S para V. cholerae (OTU 01)
en los distintos ambientes acuáticos estudiados de Cuatro Ciénegas.

.6.2.8 Árbol de V. cholerae muestreos 2013, 2015 y 2016

El árbol de ARNr 16S de especies de coleras (Figura 18), fue realizado con
secuencias de V. cholerae de los muestreos de distintas pozas de los
años 2013, 2015 y 2016. En el árbol de coleras, se puede observar, que la
mayoría de las secuencias pertenecen a los muestreos del año 2015 y
2016 y que una gran porción de ellas se derivan de una rama principal
formando un clado (en rojo). También se observa que hay 16 secuencias
que se encuentran separadas del clado rojo y que no tienen una
referencia cercana de alguna V. cholerae de la base de datos del NCBI.
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Figura 18. Árbol Neighbor Joining construido a partir de las secuencias
de V. cholerae de los muestreos de 2013, 2015 y 2016 y de secuencias del
NCBI, como raíz se usó la secuencia de V. metchinikovii. En verde las
secuencias de los muestreos del 2013, en anaranjado las pertenecientes
al 2015, en morado las pertenecientes al 2016, en negro secuencias
representativas de la especie tomadas del NCBI y la especie V.
metchinikovii como grupo externo para darle polaridad al árbol.
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.7.DISCUSIÓN

.7.1 Discusión de vibrios cultivables de latitudes altas y bajas

Las condiciones de los medios de cultivos usados en microorganismos
en el laboratorio son muy diferentes a las de los ambientes naturales de
donde fueron tomados, muchas cepas no pueden ser cultivados (Zengler
et al., 2002; Abed, 2009) y los que llegan a crecer no son necesariamente
los más representativos de la comunidad original (Malik et al., 2008), pero
los microorganismos que se obtengan y las inferencias sobre sus
patrones de distribución o estilos de vida son pueden ser un
acercamiento a entender la complejidad de las comunidad naturales.

.7.1.1 Abundancia y distribución de vibrios en latitudes altas y
bajas

La mayoría de las investigaciones sobre la familia Vibrionaceae,
describen su abundancia en un mismo lugar, tomando en cuenta la
temperatura promedio de las distintas estaciones del año, es decir los
periodos cálidos o fríos, hay otras que relacionan la abundancia de este
grupo o de especies particulares de vibrios con respecto a la temperatura
promedio a distintas profundidades, otros se han enfocado a la
abundancia relativa de vibrios con respecto a la distancia de la costa en
lagos pero los esfuerzos sobre esta tesis se han encaminado en tratar de
describir la diversidad, abundancia y distribución geográfica de forma
más global, abarcando distintos muestreos marinos y continentales, tanto
de latitudes altas (+35° a +90° y -35° a -90°) como en bajas (+35 a 0° y de -
35 a 0°).

En este trabajo se ha encontrado que la diversidad filogenética y
abundancia relativa de los vibrios estudiados en esta tesis es diferente en
las aguas marinas de latitudes altas y bajas. La diversidad de especies
diferencial entre estas dos zonas puede estar influenciada por las
temperaturas promedio que se presentan en cada una de ellas, para
latitudes mas cercanas al polo norte +35° a +90°, la temperatura promedio
fue de 6.6°C y para latitudes mas cercanas al polo sur del planeta -35° a -
90°, fue de 5.8°C en cambio en latitudes bajas mas cercanas a la linea del
ecuador de 0° a +35° fue de 23.4°C y de 0° a -35° fue de 23.4°C. Los
distintos análisis de este estudio mostraron que las regiones más
parecidas genéticamente son las pertenecientes a latitudes altas, es decir
las que van de +35° a +90° al norte del ecuador y las que van de -35° a -90°
al sur de ecuador, esta similitud genética se da a pesar de la inmensa
distancia geográfica que hay entre ellas, cabe resaltar que estas dos
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regiones más polares presentaron temperaturas mas bajas en
comparación con las temperaturas de regiones de latitudes bajas, mas
cercanas a los trópicos. En los ambientes de latitudes bajas se
concentran la mayor cantidad de taxones y entre ellas comparten muchos
taxones, lo cual es de esperarse ya que tienen zonas de continuidad
geográfica, además de presentar temperaturas promedio similares (23.4°C
y 23.4°C), las cuales se asocian a crecimientos favorables de varias
especies de vibrios.

El grupo de bacterias dominantes en aguas de latitudes altas mas polares
pertenecen al grupo Splendidus, el cual solo fue encontrado en los
biomas marinos, no tuvo representantes en aguas continentales, se sabe
que las condiciones óptimas encontradas en laboratorio para la
sobrevivencia para uno de sus integrantes, V. splendidus se da en
salinidades de alrededor del 3.3% y concentración de nutrientes de 5mg l-1
o 1 g l-1, porcentaje y concentración de nutrientes parecidas a las del agua
de mar, además de que se ha visto que las cepas de V. splendidus entran
en estado viable pero no cultivable en agua dulce y salobre (0.0 a 1.6% de
salinidad) y también cuando se encuentran con alto contenido de
nutrientes (17 g l -21) en su medio (Armada, S. P, et al., 2003), es
importante resaltar que las especies de este grupo pueden crecer a
temperaturas bajas, incluso a los 1.6°C (Radjasa et al., 200) y tener
crecimientos óptimos a temperaturas templadas alrededor de los 20°C
(Maeda et al., 2003), incluso presentan crecimiento alrededor de los 30°C
(Urakawa et al., 1999), lo cual es uno amplio rango de temperaturas de
crecimiento para este grupo. La especie V. Chagasii del clado Splendidus
fue la única con presencia en todos los ambientes estudiados en este
trabajo, dicha especie tiene un crecimiento optimo a 25° C (Liang et al.,
2019).

.7.1.2 Abundancia y distribución de vibrios continentales, de
Litoral, Plataforma y Océano

La diversidad y abundancia de vibrios de aguas continentales y marinas
fue diferente, sin embargo, hay que tomar en cuenta que casi todas las
secuencias continentales usadas en este trabajo son de el mismo lugar,
es decir, pozas de Cuatro Ciénegas ubicadas en Coahuila México. Se ha
descrito en la literatura (Hsieh et al., 2008, Hsieh et al., 2008; Turner et al.,
2009; Froelich et al., 2013; Nigro et al., 2011; Shapiro et al., 1998; Tamplin,
2001) que la mayoría de vibrios aumenta su abundancia relativa al
aumentar la temperatura del medio en el que se encuentren. En este tesis
se describe que la mayor diversidad de especies se encuentra
concentrada en general en zonas de latitudes bajas con temperatura
promedio de 23.4°C y que la menor diversidad de taxones se da en
latitudes altas con un promedio de 6.2°C. El ambiente con mayor
concentración de especies fue el litoral de latitudes bajas (27.9°C), sin
embargo el clado Splendidus no se encontró en este ambiente, lo cual
puede deberse a que se ha reportado que este grupo no tiene buenos
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crecimientos en concentraciones de nutrientes altas, otra posibilidad es
que se encuentre en forma viable pero no cultivable o en sedimentos
marinos. Por otra parte las especies más comunes en latitudes bajas
corresponden al grupo Harveyi, las temperaturas más cálidas de estas
latitudes podrían ser más propicias para este clado, ya que tienen un
crecimiento optimo a temperaturas que van de los 30° C a 35° C (Owen y
Busico-Salcedo, 2006). Dentro del grupo Harveyi se encontró que la
especie V. rotiferanus está mas restringida a latitudes bajas, lo que
estaría apoyando un posible patrón de distribución geográfica y
abundancia relativa diferencial de las especies de vibrio por la diferencia
de temperatura entre latitudes altas y bajas, más aún, se sabe que, V.
rotiferanus tiene un rango de temperatura optimo que va de los 30° a los
35° y sin crecimiento a los 4°C (Loredana Stabili et al., 2012), temperatura
cercana a los 6.2°C de los muestreos de latitudes altas.

.7.1.3 Diversidad y abundancia de vibrios en Litoral, Plataforma
Continental y Océano

El Litoral presentó la mayor diversidad de especies de vibrio, en este
estudio tuvo una temperatura promedio de 27.9°C, este bioma se
encuentra expuesto a condiciones ambientales menos homogéneas que
la Plataforma (12.5°C) y el Océano (19°C), en especial la temperatura
promedio mas alta del litoral con respecto a los otros dos ambientes
estaría ocasionando que haya un recambio de especies mas drástica por
estaciones del año e incluso a lo largo del día. Ademas los litorales son
las zonas que se encuentran a menor profundidad y más cerca de la zona
verdaderamente continentales, en estudios continentales de lagos, el
aumento de abundancia relativa en vibrios, se ha relacionado con su
cercanía a la costa, ya que en esta zona hay mayor cantidad de nutrientes
debido a escorrentías de aguas pluviales y a flujos bentónicos (Nigro et
al., 2011). Aunque en el artículo de Nigro et al., 2011, solo se habla del
aumento total de vibrios cerca de la costa en lagos, si este patrón lo
trasladamos a una escala mayor, se podría pensar que en las costas
marinas se tiene mayor variación ambiental y mayor cantidad de
nutrientes de distintas y variadas fuentes, lo que se traduciría no solo en
mayor abundancia de vibrios si no a mayor diversidad de especies. La
estructura genética de las comunidades de vibrios en los biomas Litoral,
Océano y plataforma podrían estar siendo afectados por su distancia a la
costa, es decir su distancia a las zonas netamente continentales, las
variables implicadas para este fenómeno podrían ser la proporción de
salinidad y la variación de temperatura u otras variables ambientales. La
plataforma continental sería más salada que la zona litoral ya que esta
última estaría influenciada por el contacto con aguas continentales las
cuales serían más dulces en general y presentaría mayor variación a lo
largo del día, o de las estaciones del año.
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Por otro lado, la menor diversidad de especies de vibrios la tuvo la
plataforma continental, este bioma presentó bajas temperaturas con
respecto al litoral lo cual podría estar ocasionando un clima menos
propició para el crecimiento de varias especies de vibrios, además se ha
visto que la diversidad puede ser baja en climas fríos (Fuhrman, 2009),
también podría haber muchas mas especies de vibrios que estarían
viviendo en zonas mas cercanas al fondo marino o en el sedimento del
fondo marino donde encuentran los nutrientes necesarios para su
sobrevivencia, por tanto se necesitarían estudios de fondo marino de
plataforma para contrastar resultados y mas puntos de muestreo a
distintas latitudes de este ambiente.

.7.1.4 Biogeografía de especies de vibrios y su posible relación
con la temperatura y salinidad

Las once regiones biogeográficas de latitudes altas y bajas analizadas en
este estudio tienen muchos taxones diferentes entre sí, las variables
ambientales como la temperatura o salinidad podrían estar ocasionando
esta diferencia en la riqueza de especies, en este estudio se presentaron
rangos de temperatura que van de los -5°C a los 30°C. Hay estudios en los
que se ha visto que al aumentar la salinidad y temperatura hay un
aumento en la abundancia relativa de vibrios, los rangos de temperatura
usados en dichos estudios, van de los 2.5°C a los 32.5° C con salinidades
que van de los 0 a las 27 partes por mil (ppt) (Hsieh et al., 2008; Turner et
al., 2009; Froelich et al., 2013), pero quizá mas importante el ya
mencionado metaanálisis en el cual se analizaron varios trabajos de
vibrios en los que se estudia la variación en la abundancia de vibrios
dada por distintas variable ambientales (Takemura et al., 2014),
encontrando que la temperatura y la salinidad son las dos variables que
determinan generalmente la abundancia local de vibrios, que otros
parámetros analizados son inconsistentes y que los patrones generales
dependen de la especies analizadas. Estos estudios nos dejan ver que
estas dos variables son muy importantes para aumentar la presencia en
cuanto a número de individuos de cada población de especies de vibrios
a nivel local. En esta tesis se ha observado que la distribución geográfica
y la abundancia de cada especie de la familia Vibrionaceae estaría influida
por la temperatura, es decir, cada especie estaría creciendo y
distribuyéndose diferencialmente de acuerdo a un gradiente latitudinal a
lo largo del globo, el cual a su vez estaría correlacionado con un
gradiente de temperatura. Esto podría explicar por que los vibrios de
regiones de latitudes bajas son más parecidos entre sí, lo mismo ocurriría
con los vibrios de regiones de latitudes altas del sur y del norte, que a
pesar de la gran distancia que los separa también contienen las mismas
especies o especies cercanas.
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.7.2 Discusión de vibrios cultivables en CCC

Los nueve muestreos de Cuatro Ciénegas Coahuila presentan diferencias
en cuanto a los taxones que comparten y las diferencias más marcadas
se dan entre muestreos de distintos años, la variación de la temperatura
y/o salinidad en los distintos años podría estar ocasionando la diferencia
en cuanto a presencia de especies, ya que muestreos del mismo año con
rangos de temperatura y salinidad similares son más parecidos entre sí
en cuanto a los taxones que contienen.

.7.2.1 Reducción de diversidad en vibrios cultivables en CCC

La diversidad de vibrios después del muestreo del 2013 fue la mas alta, a
partir del 2015 solo se lograron recuperar pocos taxones, mas bien solo
había pocas especies dominantes, en cada muestreo se observa un
cambio en las variables ambientales de salinidad y temperatura, lo que
estaría provocando junto con otras variables esta reducción de
diversidad de especies. El mayor número de OTUs compartidos entre
muestreos se da entre los ambientes de Pozas Rojas del año 2013, los
taxones compartidos entre ellas son Anguillarum, Photobacterium y
Fujianjensis. En el año 2013 se observa dominancia de V. metshinkovi, V.
anguillarum y V. proteolyticus en cambio en el 2017 se observa una
dominancia del clado Salinivibrio, es decir hay un cambio drástico en las
especies encontradas y en su abundancia, las especies de vibrios son
muy susceptibles a cambios en las variables ambientales, tanto la
temperatura como la salinidad junto con otros factores ambientales
podría estar ocasionando el recambio de taxones en los distintos años.

.7.2.2 Presencia y abundancia de los distintos grupos de vibrios
en los muestreos de los años 2013, 2015, 2016 y 2017 de las
pozas de Cuatro Ciénegas Coahuila

La diversidad y distribución de los vibrios de este estudio encontrados en
cuerpos de agua a lo largo del planeta, parecen estar influenciados por la
temperatura, ya que tanto la distribución como la diversidad de especies
de vibrios en latitudes altas (más frías y menos salinas) y latitudes bajas
(menos frías y más saladas) fue diferente en los muestreos de Océano,
Plataforma y Litoral de este estudio, a una escala geográfica menor se
podría estar observando este mismo patrón, ya que las salinidades y
temperaturas de los distintos muestreos variaron entre sí, tal es el caso
del muestreo del 2015 y 2016 con temperaturas altas, en los que la
especie dominante fue V. cholerae y en cambio en el 2017, año en el que
se observa una disminución de la temperatura promedio y una
disminución de la salinidad el grupo Salinivibrio fue dominante.
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El grupo Cholerae se presentó en siete de los nueve muestreos de los
años 2013, 2015, 2016 y 2017 de las pozas de Cuatro Ciénegas
presentados en este estudio, los integrantes de Cholerae fueron V.
metchinikovii y V. cholerae. La abundancia de V. Cholera fue mayor en
años más cálidos, 2015 con 29.2°C y 2016 con 25°C (Rodríguez, 2017), lo
cual coincide con los reportes en los que V. cholerae presenta mayor
abundancia a temperaturas mas altas (Singleton et al., 1982; Esteves et al.,
2005: Jiang, SC y Fu, W 2001). Por otra parte V. cholerae no fue
recuperada en el muestreo del año 2017 el cual presentó 19°C y una
salinidad de 2% (P/V), la cual fue menor a la del año anterior, con 6% (P/V)
de salinidad, este cambio en variables podría estar ocasionado su nula
recuperación.

En el muestreo del 2017 el taxón más común fue el grupo de Salinivibrio,
específicamente la especie S. proteolyticus, la cual es una especie que
puede crecer en temperaturas bajas, salinidades relativamente altas y
ambientes ligeramente alcalinos (Amoozegar et al., 2008), lo que
precisamente se registró en las pozas de ese año con 19°C, salinidad de
2% (P/V) y pH 7.6 (tabla S1). Las aguas con temperaturas bajas podrían
estar ocasionando que algunas especies de vibrios no sean recuperadas,
aun así las células de dichas especies no recuperadas en los muestreos,
podrían estar permaneciendo como células viables, pero no cultivables o
como parte del sedimento.

En los muestreos del océano, el grupo Photobacterium solo fue
encontrado en el Pacífico Oriental Mexicano, en la plataforma Continental
a 49 metros de profundidad en las muestras marinas, varios integrantes
de este grupo son conocidos por ser hallados a profundidades altas
(Johnson RM, et al., 1969; Nogi Y, et al., 1998 y Seo Hj, et al., 2005).
Aunque este grupo es básicamente encontrado en ambientes marinos, es
interesante que la especie de Photobacterium Halotolerans fuera hallada
en el muestreo de CCC del año 2013, muestreo con temperaturas
promedio de 23°C, esta especie tiene registros de crecimiento a
temperaturas bajas, salinidades moderadas o altas y pH alrededor de 7
(Rivas, R., et al., 2006).

Por último es importante mencionar que hay 16 secuencias de V. cholerae
que se encuentran distantes de las demás V. cholerae en el árbol de la
figura 18 construido a partir de las secuencias de muestreos de 2013,
2015 y 2016 y que también se encuentran separadas dentro del árbol de
secuencias de referencia del NCBI, estas secuencias podrían ser cepas
exclusivas de las pozas de Cuatro Ciénegas Coahuila.
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.8.Conclusiones

Los resultados presentados en esta tesis constituyen un aporte al estudio
de la biogeografía bacteriana y en particular al estudio de la biogeografía
de vibrios cultivables tres biomas los cuales son Mar, Plataformas
Continental y de aguas Continentales a lo largo de distintas latitudes. Los
resultados derivados de los análisis de este trabajo muestran diferencia
de diversidad genética entre las 11 regiones biogeográficas acuáticas de
latitudes altas y baja de los biomas, Mar, Continente y Plataforma, es
decir, no todas las especies se encuentran en la misma proporción y hay
presencia y ausencia diferencial incluso en el bioma marino.

A pesar de que en este estudio se usaron solo bacterias cultivables, se
encontraron varios integrantes de cada uno de los clados de vibrios, lo
que estaría indicando un acercamiento valido para el estudio de esta
familia en mar y en las pozas de Cuatro Ciénegas Coahuila. Al caracterizar
la estructura y diversidad de aislados de vibrios de Mar, Plataforma
Continental y Continente, se logró describir la diversidad y distribución
de vibrios de latitudes altas y latitudes bajas. En esta tesis también se
logró describir la diversidad y abundancia en aguas continentales, litoral,
plataforma continental y océano de las distintas especies de vibrio.

La diversidad y distribución de los vibrios encontrados en cuerpos de
agua a lo largo del planeta parecen estar influenciados por la temperatura
y salinidad, tanto la distribución como la diversidad de especies de
vibrios en latitudes altas de aguas más frías y latitudes bajas de aguas
menos frías fue diferente, en este estudio solo se usaron las coordenadas
geográficas, datos bibliográficos o de bases de datos de variables
ambientales como la temperatura así como los datos teóricos de
crecimiento en cultivos a determinadas temperaturas y salinidades.

La estructura genética entre Continente, Litoral, Plataforma Continental y
Océano es diferente, estos ambientes contienen en su mayoría taxones
diferentes y las especies compartidas entre los Biomas son divergentes a
nivel nucleotídico o son muy pocas para acercar la similitud genética
entre ambientes, el ambiente mas rico en especies fue el Litoral, es decir
el mas cercano a la costa y el de temperaturas mas altas.

En cuanto a los muestreos de CCC la diversidad de especies de vibrios
fue más alta en el año 2013, dicha diferencia puede atribuirse a rangos de
temperatura o salinidad promedio más adecuados para el desarrollo de la
mayoría de las especies de la familia Vibrionaceae y a una menor
perturbación de las pozas de cuatro Ciénegas, los cuales están
relacionados con el nivel de agua de dichas pozas, sin embargo esto se
sigue estudiando en otros proyectos y otros taxones.

Los muestreos de los años 2015 y 2016 de las pozas de Cuatro Ciénegas
presentan una gran abundancia de V. cholerae, los muestreos de este año
fueron más similares genéticamente entre ellos que con muestreos de
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otros años, esto pudo ser ocasionado por un comportamiento de tipo
pandémico de la especie V. cholera, debido a un incremento en la
perturbación de las pozas y a un aumento de la temperatura. La especie V.
cholera puede tener cepas no descritas anteriormente, lo cual sería
interesante para estudios estudios posteriores a nivel filogeográficos de
esta especie.

La dominancia del género Salinivibrio en el muestreo del año 2017 en las
pozas de CCC puede estar correlacionado positivamente con la salinidad,
ya que esta especie tiene buen crecimiento a temperaturas relativamente
bajas y a salinidades moderadas.

El estudio de la estructura y diversidad de las especies de vibrios de los
distintos muestreos de CCC proveerá información esencial que permitirá
comprender mejor la biogeografía y recambio de especies en cuerpos de
agua continentales.
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.9.Perspectivas

Realizar futuros trabajos que logren identificar a fondo las variables
ambientales, los factores fisiológicos y genéticos que ayuden a entender
las diferencias ecológicas entre los tipos de cepas de cada bioma tanto
en sistemas marinos como continentales.

En este estudio se usaron básicamente coordenadas geográficas, bases
de datos y varios datos bibliográficos de variables ambientales cuando se
encontraban disponibles, en estudios posteriores se debe obtener
mediciones directas de todos los sitios colectados en cuanto a salinidad,
temperatura, turbidez, cantidad de clorofila etc., lo que ayudaría a
determinar que variable o variables ambientales estarían determinando la
diversidad y distribución global oceánica de las especies de la familia
Vibrionaceae.

En el estudio de Lin et al., 2018 encontraron una recurrente expansión del
número de ortólogos a lo largo de la historia evolutiva de vibrios y que
muchas de estas ganancias putativas pertenecían a las funciones de
transcripción, transporte de carbohidratos y metabolismo, lo que les
permitió a este grupo de organismos responder a los cambios
ambientales y usar diferentes tipos de sustrato para sobrevivir en
diversas condiciones a lo largo del tiempo. También describen una
pérdida importante de genes que intervienen en los mecanismos de
transducción de señales. Ellos postulan que el constante cambio de los
componentes de esta función puede indicar que los vibrios toman y
desechan genes según sus necesidades, en respuesta a sus entornos.
Análisis posteriores enfocados en los genomas de los aislados de vibrios
de este estudio, podría aportar luz sobre este tema y mas específicamente
su relación específica con la temperatura y salinidad a lo largo de su
historia y en el presente.
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.11.Suplemento

.11.1. Tabla S1. Sitios de muestreo de los vibrios marinos y
continentales
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GALATHEA3 
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GALATHEA3 
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GALATHEA3 

GALATHEA3 

SITIO 

MANDOVI RIVER INDIA 

MAHAHUAL QUINTANA ROO 

MAHAHUAL QUINTANA ROO 

MAHAHUAL QUINTANA ROO 

MAHAHUAL QUINTANA ROO 
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MAHAHUAL QUINTANA ROO 

MAHAHUAL QUINTANA ROO 
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GALATHEA3 

GALATHEA3 

LAGUNA DE CHURINCE CCC 2016 

LAGUNA DE CHURINCE CCC 2017 

LAGUNA DE CHURINCE CCC 2015 

LATITUD LONGITUD REG IÓN ZONA BIOMA 

4.57047 -1.72975 

4.8175 -0.4335 

4.9119 -0.3376 

4.9821 -84.5303 

5.32975 -84.1147 

6.66472 -80.9967 
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18.499433 -87.470646 QOa+35° 

18.499433 -87.470646 QOa+35° 

18.713072 -87.709594 

18.724099 -87.701189 
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22.0442 -64.0048 
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BAJA LITORAL 
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BAJA OCEANO 

BAJA OCEANO 
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QOa+35° 
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QOa+35° 
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BAJA AGUA CONTINENTAL 
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PAcíFICO 
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26.87853 -102.13836 
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18.4669 -104.7423 QOa+35° 
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37 WO.0022222 
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Tabla S1. Se muestran las ubicaciones de los distintos sitios de muestreo
de las secuencias analizadas en este estudio (tanto las obtenidas en este
estudio como las secuencias obtenidas de la literatura), las zonas bajas
(+35 a 0° y de -35 a 0°) se encuentran más cercanas a la línea del Ecuador,
las zonas altas (+35° a +90° y -35° a -90°) se encuentran más alejadas de la
línea del Ecuador, solo los muestreos de Cuatro Ciénegas, tuvieron
mediciones con Hydrolab, las temperaturas restantes se obtuvieron con
el buscador de datos nivel 1 y 2 del Ocean Color Web, con las fechas y las
coordenadas de los distintos sitios. Recuperado de
https://oceancolor.gsfc.nasa.gov/ y el programa Ncview 2.1.8 (Davis y
Etnoyer, 2017).

. 11.1.1 Mapa de calor de diversidad beta entre las 11
regiones de latitudes bajas y altas

Las regiones de latitudes bajas (Centro Norte y Centro Sur) presentan
mayor disimilitud entre ellos (Figura S1), al contrario de las regiones de
latitudes altas (Polo Norte y Polo Sur) que presentan menor disimilitud
entre ellos. La región con mayor diversidad fue el ambiente Centro Norte
litoral (latitud + 35° a + 0°), el ambiente Polo Sur (latitud - 35° a - 90°),
región más alejada del ecuador tiene menor diversidad y complejidad,
presentando de esta forma mayor equitatividad.



81

Figura S1. El mapa de calor (distancia 0.01) de diversidad beta de los 11
ambientes. los OTUs de este estudio, fueron definidos al 99% de identidad
de secuencia. El mapa de calor de diversidad beta de los 11 ambientes,
fue creado con el programa Mothur v.1.22.2, cada cuadro es una
comparación por pares entre dos muestras de disimilitud de composición,
usando la métrica de Bray-Curtis, el color de cada cuadro se encuentra
escalado (0 al 1) entre negro y rojo según el grado de disimilitud , el color
negro representa la mayor disimilitud, el rojo más claro la menor
disimilitud entre ambientes.

.11.1.2 Comparación de similitud entre los ambientes
Continente, Plataforma, Litoral y Océano

El análisis con Unifrac no Ponderada (Tabla S2), muestra las
comparaciones pareadas de estructura genética, entre cuatro biomas:
Continente (CON), Litoral (LIT), Océano (OCE) y Plataforma (PLA). La
prueba Unifrac, apoya que los cuatro ambientes son diferentes
genéticamente, ya que la estructura genética, entre cada uno es diferente.
Los cuatro ambientes contienen en su mayoría taxones diferentes y las
especies compartidas entre los Biomas son divergentes a nivel
nucleotídico o son muy pocas para acercar la similitud genética entre
ambientes, aun cuando Litoral y Océano comparten 8 OTUs, no es
suficiente para que en esta prueba aparezcan como ambientes con
estructuras genéticas similares.

Tabla S2. Prueba Unifrac no Ponderado (presencia y ausencia de cada
OTUs) realizada con el programa Mothur v.1.22.2. Los 4 biomas
contrastados son Continente (CON), Litoral (LIT), Océano (OCE) y
Plataforma (PLA). Esta tabla muestra valores significativos menores a
0.0010 que indican que las comparaciones pareadas entre biomas de este
estudio tienen estructuras genéticas diferentes.
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.11.1.3 Prueba de diversidad beta con Unifrac entre los
ambientes de latitudes bajas y altas

Las 11 regiones contrastadas para diversidad beta (tabla S3), son
Latitudes bajas: Centro-Norte-Continente (CN-CON), Centro-Norte-Litoral
(CN-LIT), Centro-Norte-Océano (CN-OCE), Centro-Norte-Plataforma (CN-
PLA), Centro-Sur-Océano (CS-OCE), Centro-Sur-Plataforma (CS-PLA) y
Latitudes altas: Polo-Norte-Continente (PN-CON), Polo-Norte-Océano (PN-
OCE), Polo-Norte-Plataforma (PN-PLA), Polo-Sur-Océano (PS-OCE) y
Polo-Sur-Plataforma (PS-PLA). Los valores significativos menores a 0.05
indica que la estructura genética entre un par de regiones es diferente, sin
embargo, las regiones de Polo Norte y Polo Sur no presentan diferencias
entre su estructura genética, de igual forma no hay diferencias en cuanto
a estructura genética entre CN-PLA y las regiones de latitudes altas. Por
último, Centro-Sur-Plataforma no presenta diferencias genéticas con
ninguna otra región, recordando que dentro de esta región se encuentra V.
chagasii, el cual es el OTUs de mayor distribución tanto en latitudes altas
como bajas.

Tabla S3. Prueba de estructura genética con el programa Unifrac entre
regiones, Continente (color verde) Centro-Norte-Continente (CN-CON).
Latitudes bajas (color rojo y rosa): Centro-Norte-Litoral (CN-LIT), Centro-
Norte-Océano (CN-OCE), Centro-Norte-Plataforma (CN-PLA), Centro-Sur-
Océano (CS-OCE), Centro-Sur-Plataforma (CS-PLA) y latitudes altas (azul
y cian): Polo-Norte-Continente (PN-CON), Polo-Norte-Océano (PN-OCE),
Polo-Norte-Plataforma (PN-PLA), Polo-Sur-Océano (PS-OCE) y Polo-Sur-
Plataforma (PS-PLA). La tabla muestra los resultados de la prueba
Unifrac no Ponderada (presencia y ausencia de cada OTUs) realizada con
el programa Mothur v.1.22.2, el programa usa un árbol filogenético y un
archivo con los grupos ambientales a los que pertenece cada una de las
secuencias, en color gris los ambientes con menor similitud genética.
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.11.1.4 Prueba de diversidad beta con Unifrac entre los
muestreos de Cuatro Ciénegas

La prueba Unifrac, apoya que la estructura genética entre varios de los
muestreos de CCC es diferente, los distintos años de muestreo registran
en su mayoría taxones diferentes y las especies compartidas entre los
muestreos son divergentes a nivel nucleotídico o son muy pocas para
acercar la similitud genética entre los muestreos.

Podemos observar que la estructura genética de los muestreos de 2013
(1POZAS_ROJASS y 1POZAS_ROJASW) es diferente a la mayoría de los
muestreos (Tabla S4), ademas el muestreo del 2013 presenta mayor
número de OTUs también. Los muestreos del año 2013 de sedimento y
agua no presentan una estructura genética diferente apoyada por la
prueba Unifrac. Por otra parte la diversidad de especies de los muestreos
del año 2013 (1POZAS_ROJASS y 1POZAS_ROJASW) con respecto a
2017 (4POZAS_AZW) son diferentes, en las de 2013 se observa
dominancia de V. metshinkovi, V. anguillarum y V. proteolitycus en
cambio en el 2017 hay una dominancia de Salinivibrio. Los muestreos del
año 2017 no presentan una estructura genética diferente entre ellos.

Tabla S4. Prueba de estructura genética con el programa Unifrac entre
pares de regiones: Sedimento de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASS), muestra de agua de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASW), muestra de agua de Churince del año 2015
(2CHURINCEW), muestra de sedimento de La Becerra del año 2016
(3BECERRAS), muestra de agua de Churince del año 2016 (3CHURINCEW),
muestras de sedimento de Pozas Rojas del año 2016 (3POZAS_ROJASS),
muestra de agua de Pozas Rojas3 2016 (POZAS_ROJASW), muestras de
agua de Churince del año 2017 (4CHURINCEW) y muestras de agua de
Pozas Azules 2017 (4POZAS_AZW). Los resultados de la prueba Unifrac
no Ponderada (presencia y ausencia de cada OTUs) realizada con el
programa Mothur v.1.22.2, este programa usa un árbol filogenético y un
archivo con los grupos ambientales a los que pertenece cada una de las
secuencias. Los valores significativos menores a 0.05 indica que la
estructura genética entre ese par de regiones es diferente.
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.11.1.5 Mapa de calor de diversidad beta entre los
muestreos de 2013, 2015, 2016 y 2017 de Cuatro
Ciénegas

Los muestreos del 2017 presentan menor disimilitud entre ellos y
presentan mayor disimilitud con respecto a los muestreos de los años
2013, 2015 y 2016 (Figura S2). Pozas rojas del 2016 muestra menor
disimilitud en sus muestreos de sedimento y agua, lo mismo sucede con
los muestreos de Pozas Rojas en 2013.

Figura S2. El mapa de calor (distancia de 0.01) de diversidad beta de los
muestreos de CCC: Sedimento de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASS), muestra de agua de Pozas Rojas del año 2013
(1POZAS_ROJASW), muestra de agua de Churince del año 2015
(2CHURINCEW), muestra de sedimento de La Becerra del año 2016
(3BECERRAS), muestra de agua de Churince del año 2016 (3CHURINCEW),
muestras de sedimento de Pozas Rojas del año 2016 (3POZAS_ROJASS),
muestra de agua de Pozas Rojas3 2016 (POZAS_ROJASW), muestras de
agua de Churince del año 2017 (4CHURINCEW) y muestras de agua de
Pozas Azules 2017 (4POZAS_AZW). La gráfica fue creada con el programa
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Mothur v.1.22.2,cada cuadro es una comparación por pares entre dos
muestras de disimilitud de composición, usando la métrica de Bray-Curtis,
el color de cada cuadro se encuentra escalado entre negro y rojo según el
grado de disimilitud, el color negro representa la mayor disimilitud, el rojo
más claro la menor disimilitud entre ambientes.

.11.1.6 Mapa de calor de abundancias de cada región en
los muestreos de Cuatro Ciénegas

Se observa que hay mayor diversidad de especies en el muestreo de
Pozas Rojas del año 2013 (1POZAS_ROJASS). El muestreo de La Becerra
del año 2016 y las muestras de agua de Churince del 2016, solo hay
presencia de V. cholerae (Figura S3). Por último hay muchas especies no
compartidas entre los muestreos de los distintos años.

2013 2013 2015 2016 2016 2016 2016 2017 2017

Figura S3. Gráfica de calor de diversidad beta entre los muestreos de
2013, 2015, 2016 y 2017 de Cuatro Ciénegas. Muestras de Sedimento de
Pozas Rojas del año 2013 (C1POZAS_ROJASS), La Becerra del año 2016
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(C3BECERRAS), Pozas Rojas del año 2016 (C3POZAS_ROJASS) y
muestras de agua de Pozas Rojas del año 2013 (C1POZAS_ROJASW),
Churince del año 2015 (C2CHURINCEW), Churince del año 2016
(C3CHURINCEW), Pozas Rojas3 2016 (C3POZAS_ROJASW), Churince del
año 2017 (C4CHURINCEW) y muestras Pozas Azules 2017
(C4POZAS_AZW). Cada fila en el mapa de calor representa un especie
diferente, La abundancia esta representada por un gradiente de color
escalado entre cian (menor abundancia) y azul marino (mayor
abundancia).
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