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Resumen 

El suelo es considerado unos de los ambientes con mayor diversidad microbiana, la 

cual es afectada por los diversos factores abióticos que caracterizan a cada tipo de suelo 

como son su pH, contenido de nutrientes y humedad. De igual manera, factores bióticos como 

las especies de plantas y otra clase de organismos, como los insectos, también afectan la 

diversidad del microbioma del suelo. Las raíces de las plantas son colonizadas por bacterias, 

hongos, artrópodos y anélidos que provienen del suelo en el microambiente de la rizósfera y 

posteriormente pueden colonizar la endósfera de las raíces a través de una estrecha 

interacción con la planta. La rizósfera es un ambiente rico en nutrientes, producto de los 

exudados de raíz de las plantas los cuales varían de acuerdo con su genotipo, encontrándose 

diferencias entre plantas domesticadas y silvestres. En plantas modelo y cultivables se ha 

visto una reducción de la diversidad en la rizósfera y aún más acentuado en la endósfera en 

comparación con el suelo, sugiriendo una especialización del microbioma. Esto ha llevado a 

la concepción del modelo de dos pasos de adquisición del microbioma de raíces. En este 

trabajo colectamos 16 suelos con características abióticas contrastantes y raíces de plantas 

ruderales variadas in situ. Los suelos fueron usados como sustrato para el crecimiento de 

plantas de jitomate (Solanum lycopersicum) en un experimento de jardín común para probar 

la adquisición del microbioma de raíz bajo condiciones controladas en un huésped de 

genotipo fijo. Secuenciamos 106 bibliotecas de amplicones del gen 16S rRNA de suelos, 

rizósferas y endósferas; así como 17 metagenomas totales de suelos y rizósferas para 

evaluar y comparar su diversidad taxonómica y metabólica. Los datos taxonómicos muestran 

que las plantas domesticadas (S. lycopersicum) cumplen con el modelo de dos pasos, 

mientras que las plantas ruderales presentan un incremento en diversidad 𝜶 con relación al 

suelo. A nivel metabólico observamos una mayor diversidad en los metagenomas de suelo 

en comparación con las plantas, cumpliendo el modelo de dos pasos tanto en las ruderales 

como las domesticadas. La diversidad β mostró que la composición taxonómica y metabólica 

de las plantas ruderales y suelos es muy similar, mientras que S. lycopersicum tiene un 

microbioma cohesivo, convergente y diferenciado del suelo y plantas ruderales. Estas 

diferencias no pudieron ser explicadas por las propiedades abióticas de los suelos. El 

metagenoma núcleo de S. lycopersicum se compone de 51 géneros bacterianos y 2,762 

genes que codifican para proteínas, muchas de ellas (8.2%) involucradas en la interacción 

planta-bacteria. Estos recursos que pueden ser explotados para el diseño de microbiomas 

específicos de la especie. Las diferencias en la composición y diversidad de los microbiomas 

puede ser un producto del síndrome de domesticación y el manejo en S. lycopersicum, 

mientras que las plantas ruderales expuestas a la adversidad climática actúan como un oasis 

de humedad y nutrientes para los microorganismos del suelo. 
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Abstract 

Soil is one of the most diverse microbial habitats. Soil microbial diversity can be 

affected by its different abiotic properties which are particular for every soil group, like moisture 

content or pH. Biotic factors, such as plant species and other organisms, such as insects, also 

alter the microbial diversity of soils. Plants are colonized by bacteria, fungi, arthropod, and 

annelids in the rhizosphere. Further enhanced interactions between microbes and their plant 

hosts can be presented in the endosphere of plant roots. The rhizosphere is a nutrient rich 

environment because of the plants’ rhizodeposits which vary according to plant species and 

between wild and domesticated plants. A loss of microbial diversity in the rhizosphere and 

endosphere of model and domesticated plants has been accounted for, suggesting the 

specialization of the microbiome. This fact has led to the two step model of root microbiome 

acquisition. In this work, we collected 16 soils with contrasting abiotic properties along with in 

situ growing ruderal plants roots. Soils were used as growing substrates of tomato plants in a 

common garden experiment to test the microbiome acquisition under controlled and 

homogeneous conditions using different soil inocula with a single host species. We sequenced 

106 16S rRNA gene amplicon libraries from soils, rhizospheres and root endospheres, along 

with 17 soil and rhizosphere whole shotgun metagenomes. We analyzed and compared the 

taxonomic and metabolic diversity. Diversity measures of taxonomic data show that 

domesticated plants (tomato) follow the two step model of root microbiome acquisition, while 

ruderal plants host larger alpha diversity than soils. At the metabolic level, soils have larger 

alpha diversity than rhizospheres in both ruderal and domesticated plants, following the two 

step model. Beta diversity analyses show that the taxonomic and metabolic composition of 

ruderal plants root and soil microbiomes are very similar, while tomato root microbiomes are 

cohesive, convergent, and different from soils and ruderal plants. Soil abiotic properties could 

not explain these differences. Tomato rhizosphere core metagenome is composed of 51 

bacterial genera and 2,762 genes coding for proteins, some of them (8.2% core genes) 

involved in plant-bacteria interactions, resourceful characteristics for species specific 

microbiome engineering. Finally, differences in the microbiome composition and diversity 

between ruderals and tomatoes could be a product of the plant domestication syndrome, 

management in tomatoes and ruderals being a nutrient and moisture oasis under harsh 

climatic conditions. 
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Introducción 

 

Propiedades generales de los suelos. 

 

El suelo es un ambiente heterogéneo definido formalmente como: el material mineral 

u orgánico no consolidado que yace sobre la superficie inmediata de la Tierra y sirve como 

un medio de crecimiento para plantas terrestres (SSSA, 2016). Este es un producto que surge 

de las interacciones y alteraciones que suceden en las rocas y sedimentos geológicos por 

componentes bióticos y abióticos, como la degradación del material debido a la actividad 

microbiana y la degradación física del material, respectivamente (Sumner, 2000). Las 

propiedades edáficas son resultado de sus características físicas y químicas. Entre las 

propiedades físicas se consideran variables como la estructura del suelo, profundidad y 

disponibilidad de agua, entre otras. Los componentes texturales del suelo (arena, limo, arcilla) 

afectan cuestiones como la aireación, movimiento de agua y el crecimiento de las raíces de 

las plantas (Fernández-Illescas et al, 2001; Saxton & Rawls, 2006). Entre las propiedades 

químicas podemos mencionar algunas como el contenido de nutrientes como carbono, 

nitrógeno y fósforo, el contenido de iones, la salinidad y el pH. Adicionalmente, la ubicación 

geográfica de los suelos los mantiene sujetos a las condiciones climáticas del sitio que 

involucran la temperatura y la precipitación de lluvia; variables que son empleadas para la 

clasificación de cada ambiente mediante el índice de aridez (IA) como el de Lang (Lang, 

1915), el cual se calcula como la relación entre la precipitación promedio anual promedio y la 

temperatura promedio anual en un determinado sitio. Dependiendo de su IA, Lang clasifica a 

los ambientes en tres categorías: áridos, húmedos e hiperhúmedos. 

 

El INEGI (2007) reporta que México cuenta con 26 de los 30 grupos de suelo 

reconocidos por el Sistema Internacional de la Base Referencial Mundial del Recurso del 

Suelo (FAO, 2014). Más del 80% de los suelos en México están clasificados dentro de los 

grupos de Leptosoles (28.3%), Regosoles (13.7%), Feozems (11.7%), Calcisoles (10.4%), 

Luvisoles (9%) y Vertisoles (8.6%). Los suelos más fértiles (Feozems, Luvisoles y Vertisoles) 

ocupan 29.4% del territorio, mientras el 52.4% del territorio se constituye de suelos con bajo 

aprovechamiento agrícola por ser someros y poco desarrollados como los Litosoles, 

Regosoles y Calcisoles. A nivel general, los Litosoles se caracterizan por ser suelos poco 

desarrollados, pedregosos y calcáreos con un pobre potencial agrícola. Los Feozems se 

forman sobre material no consolidado y se encuentran en climas templados y húmedos, son 

ricos en materia orgánica y se utilizan para producción de granos y hortalizas. Los Calcisoles 
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pertenecen a zonas áridas y semiáridas, acumulan calcio e incrementan su potencial agrícola 

bajo condiciones de riego y fertilización. Los Luvisoles son suelos muy fértiles y su uso 

agrícola se basa en la producción de grano y caña de azúcar. Los Vertisoles pertenecen a 

climas semiáridos con estaciones de lluvia y sequía, se encuentran cercanos a lechos 

lacustres o riberas y tienen un alto contenido de arcilla, que les permite acumular humedad y 

son muy fértiles. Finalmente, los Regosoles son un grupo de suelos que no entran en ningún 

grupo clasificado por el Sistema Internacional Base Referencial mundial del Recurso del 

Suelo (IUSS, 2015). 

 

Índices de diversidad comúnmente empleados en ecología microbiana 

 

En 1972, Whittaker (Whittaker, 1972) elaboró avances sobre los conceptos de 

diversidad, aplicados y estudiados en comunidades de macro especies, definiendo a la 

diversidad 𝛼, 𝛽 y 𝛾, haciendo consideraciones sobre la heterogeneidad de especies dentro de 

una comunidad (𝛼), así como sobre la diferencia en composición entre dos o más 

comunidades (𝛽) y finalmente, sobre la diversidad de todo un paisaje (𝛾). La manera más 

intuitiva de comprender la diversidad en una comunidad es a través del conteo del número 

de especies (riqueza) en un cierto espacio. Sin embargo, la diversidad no depende 

exclusivamente de la riqueza de especies, si no que en ocasiones es más relevante 

comprender la abundancia relativa de cada una de las especies en la comunidad. 

 

El estudio de la diversidad 𝛼 de las comunidades microbianas se puede llevar a cabo 

mediante la evaluación de índices de diversidad, los cuales tienen dos componentes: el 

número total de especies presentes y su distribución o abundancia relativa (Fakhruddin & Bin-

Mannan, 2013). Los índices más comúnmente utilizados son el de Shannon (Shannon, 1948) 

y el de Simpson (Simpson, 1949). El índice de Shannon (H’) es una medida de entropía que 

muestra el nivel de heterogeneidad de una comunidad y se basa en dos parámetros: el 

número de especies presentes y su abundancia relativa (Magurran, 2004). Este índice 

representa la equitatividad de la distribución de especies dentro de la comunidad, que es igual 

a la incertidumbre de la identidad de una especie cuando un individuo es muestreado de 

forma aleatoria. Por otro lado, el índice de Simpson representa la probabilidad de que dos 

individuos correspondan a dos especies distintas en un muestreo aleatorio (Magurran, 2004). 

Por esta razón la selección de estos índices resulta crucial en la interpretación de los datos y 

pueden ser aplicados para el estudio de la diversidad microbiana. En particular el índice de 

Shannon resulta de gran utilidad el cual está influenciado por los parámetros de riqueza y 
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equitatividad, y al mismo tiempo es sensible a la presencia de OTUs en baja abundancia, lo 

cual brinda más información en sistemas pequeños como micro agregados de suelo o 

rizósferas (Hill  et al., 2003).La cuantificación de la diversidad 𝛽 se puede realizar mediante 

análisis multivariados basados en la composición total de especies en una comunidad 

(Legendre et al., 2005) utilizando coeficientes de disimilitud, como Bray-Curtis o matrices de 

distancia Unifrac. La disimilitud de Bray- Curtis cuantifica la diferencia en composición de la 

comunidad entre dos muestras o sitios (Bray & Curtis, 1957), mientras que la métrica de 

distancia Unifrac se basa en la observación de los integrantes de una comunidad más una 

medida de la cercanía filogenética de los mismos pudiendo tomar en cuenta la presencia 

ausencia de éstos o sus abundancias (Lozupone et al., 2007). 

 

El microbioma del suelo: Diversidad y funcionamiento. 

 

El suelo es considerado como el ambiente microbiano más rico y diverso de la tierra, 

siendo los procariontes los organismos más abundantes, representando el mayor porcentaje 

de biomasa (Daniel, 2005), encontrándose hasta 1011 células bacterianas por gramo de suelo 

(Roesch et al. 2007). Su supervivencia y dinámicas están principalmente influenciadas por la 

disponibilidad de nutrientes y el contenido de agua del suelo (Kieft et al., 1987). Las bacterias 

en el suelo son fundamentales para mantener su funcionalidad, ya que éstas llevan a cabo 

procesos como la degradación de materia orgánica, ciclos de carbono, nitrógeno y fósforo 

(Garbeva et al., 2004). Además de esto, también están involucradas en el desarrollo de las 

plantas, ya que dentro del microbioma del suelo encontramos a bacterias promotoras de 

crecimiento vegetal (Hayat et al., 2010). Muchos microorganismos presentan interacciones 

de tipo neutro con las plantas; sin embargo, no todos los microorganismos del suelo resultan 

benéficos para las plantas, muchos de ellos son patógenos fúngicos como Fusarium 

oxysporum que ocasiona marchitez vascular en más de 100 especies de plantas (Ma et al., 

2013) o patógenos bacterianos, como Ralstonia solanacearum que produce marchitez 

bacteriana en tomate, papa y otros cultivos (Elphinstone et al., 2005). 

 

La literatura muestra que la diversidad taxonómica bacteriana en suelos a nivel de 

phylum se ve dominada por los phyla Actinobacteria, Proteobacteria, Firmicutes, 

Bacteroidetes y Verrucomicrobia (Kuramae et al., 2012). Estas tendencias son similares entre 

distintos tipos de suelos, pero con variabilidad en la diversidad que se puede encontrar 

(Lauber et al., 2009), sobre todo a nivel de la estructura de las comunidades al comparar 

diferentes tipos de biomas como desiertos, bosques templados y pastizales, entre otros 
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(Fierer et al., 2012). En términos funcionales o metabólicos se sabe que las comunidades 

microbianas de suelo también presentan diferencias en la composición de los genes 

codificantes en función del tipo de suelo o las concentraciones de nutrientes como el nitrógeno 

(Fierer et al., 2012). 

 

Dependiendo del manejo del suelo, el microbioma de éste puede diferir en su 

composición. Algunos estudios han demostrado que los phyla Proteobacteria y Firmicutes 

son más abundantes en suelos utilizados para la agricultura bajo un manejo orgánico, 

encontrándose proteobacterias reportadas como promotoras de crecimiento vegetal 

pertenecientes al orden Rhizobiales y géneros como Burkholderia, Stenotrophomonas, 

Pseudomonas y Sphingomonas (Upchurch et al., 2008). Por otro lado, los phyla 

Actinobacteria y Acidobacteria suelen ser más dominantes en suelos de pastizales o sin 

manejo (Shange et al., 2012). Por otro lado, se puede encontrar un incremento del phylum 

Acidobacteria a medida que el pH del suelo incrementa su acidez. 

 

El microbioma de plantas y sus estrategias de estudio 

 

Las comunidades bacterianas que habitan en el suelo e interactúan directamente con 

las plantas y en particular con sus raíces han sido evaluadas desde principios del siglo XX 

por Lorenz Hiltner, quien en 1904 acuñó el término rizósfera, definido como la capa superficial 

de suelo (1 mm) unida estrechamente a las raíces (Hartmann et al., 2008). En sus trabajos, 

remarcaba la importancia de los microorganismos en estos ambientes, ya que observó que 

conferían resistencia contra patógenos que causan pudrición de la raíz en chícharos y 

demostrando que pueden ser benéficos para las plantas (Hiltner, 1904). Aunado a esto, se 

ha tomado también un interés especial por el estudio de los compartimentos endofíticos de 

las raíces, definidos como los espacios inter o intracelulares de las plantas.  Desde entonces 

distintas estrategias han sido utilizadas para describir y cuantificar la diversidad bacteriana 

en el sistema suelo-planta, tanto dependientes como independientes de cultivo. 

 

Los huéspedes y su microbioma son sistemas ecológicos conformados por 

ensamblajes de múltiples especies (Bohannan et al., 2018). En las plantas, el ensamblaje del 

microbioma está mediado por la selección del huésped y distintos factores ambientales. Sin 

embargo, la combinación de interacciones ecológicas dentro de las poblaciones de 

microorganismos, así como la deriva y dispersión de tales poblaciones propicia el 

establecimiento o desaparición de distintas especies (Fitzpatrick et al., 2020). El 

entendimiento de estas interacciones es necesario para poder explicar la variación entre el 
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microbioma de los huéspedes basándonos en la teoría de metacomunidades, la cual 

considera factores como la escala, la heterogeneidad de las comunidades y la posibilidad de 

dispersión de los individuos de cada parche o comunidad (Miller et al., 2018). Aunado a esto, 

se deben de considerar también al banco de especies microbianas que prevalecen y quedan 

depositadas en el ambiente de los huéspedes (Zobel et al., 1998), en este caso el suelo y 

agua, principalmente y que funcionan como un reservorio de microorganismos disponibles 

para recolonizar al huésped vía retroalimentación con el ambiente (Bohannan et al., 2018). 

 

Históricamente se han utilizado distintas estrategias para la caracterización del 

microbioma del suelo y plantas; empezando por técnicas clásicas dependientes de cultivo de 

los microorganismos (Barea et al., 1976), posteriormente usando técnicas moleculares como 

el análisis a través de perfiles de ácidos grasos (Griffiths et al., 2008), análisis de fragmentos 

de restricción y determinación de ribotipos (Fulthorpe et al., 1998). Diferentes estudios sobre 

diversidad bacteriana han sido realizados en rizósferas de plantas como Arabidopsis 

(Lundberg et al.,2012; Bulgarelli et al., 2012), cebada (Bulgarelli et al., 2015), arroz (Edwards 

et al., 2015), maíz (Peiffer et al., 2015), remolacha (Tsurumar et al., 2015) y tomate (Ottesen 

et al., 2013; Tian et al., 2015), agaves (Coleman-Derr et al., 2015) y cactáceas (Fonseca-

García et al., 2016). En general estos estudios han sido desarrollados en plantas modelo o 

de interés agronómico, encontrando una dominancia de los phyla Proteobacteria, Firmicutes, 

Acidobacteria y Bacteroidetes, mientras que el compartimento endofítico lo domina el phylum 

Actinobacteria.  

 

El desarrollo y avance en las tecnologías de secuenciación masiva ha permitido 

incrementar la cantidad de información disponible de organismos no cultivables en estos 

ambientes. Entre los enfoques independientes de cultivo se encuentra la metagenómica, la 

cual consiste en el análisis genómico de las comunidades microbianas totales no cultivadas 

a partir del DNA aislado directamente del ambiente (Wooley et al., 2010). Este tipo de análisis 

tiene dos vertientes de forma general. El primero, que se basa en la construcción y 

secuenciación de bibliotecas de genes marcadores para realizar la descripción taxonómica 

de la comunidad microbiana total. El uso de amplicones del gen 16S rRNA ha sido el enfoque 

más utilizado hasta el día de hoy para realizar estudios de microbiología ambiental, ya que 

esta molécula ha sido indicada como el estándar de oro para la identificación de especies 

bacterianas (Stackerbrandt & Goebel, 1994). Esta estrategia se basa en la amplificación del 

gen a partir del DNA metagenómico, lo cual permite la identificación y descripción de las 

bacterias presentes en el ambiente a nivel de Unidades Taxonómicas Operativas (OTUs) lo 

cual nos permite obtener una mayor resolución en la información taxonómica obtenida 

(Kennedy et al., 2014). El segundo enfoque consiste en la secuenciación del DNA total 
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metagenómico, a partir del cual es posible obtener tanto información taxonómica como 

funcional, a nivel de predicción de los genes codificantes. En este caso, la información del 

potencial metabólico y funcional en los metagenomas totales es dependiente de la anotación 

de las secuencias codificantes predichas contra bases de datos. La base de datos M5nr 

(Wilke et al., 2012) es una base de datos relacional que compila la información de múltiples 

bases de datos como NR del NCBI y otras más pequeñas como COG (Tatusov et al., 2000) 

y subsistemas de SEED (Overbeek et al., 2014) que contienen información con distintos 

niveles de organización en forma jerárquica o Refseq (Pruitt et al., 2007), la cual proporciona 

la anotación directa de las proteínas más su taxonomía. 

 

Factores involucrados en la estructuración de las comunidades 

microbianas de suelos y raíces 

 

El suelo representa la mayor fuente de microorganismos para la colonización de las 

plantas residiendo en ellos y su vida, desarrollo, estructura y diversidad como una comunidad 

compleja pueden ser alterados por diferentes factores (Figura I). Estos factores pueden 

distinguirse en dos categorías: I) Factores abióticos, los cuales pueden tener un origen 

climático, como la aridez de un sitio, o ser características propias de los suelos, como su 

textura, cantidad de materia orgánica, contenido de nutrientes o su pH, y II) Factores bióticos, 

como son el genotipo o especie de la planta (Marques et al., 2014) o la edad de ésta (Inceoglü 

et al., 2010). 

 

Entre las propiedades abióticas consideramos los factores edáficos propios de cada 

tipo de suelo, los cuales juegan un papel importante en la estructuración y diversidad de sus 

comunidades microbianas, por ejemplo, la textura y el horizonte del suelo determinan 

micronichos estables (Garbeva et al., 2004), la cantidad y tipo de nutrientes favorecen el 

desarrollo ciertos grupos bacterianos dependiendo de sus capacidades para metabolizarlos 

(Kuramae et al., 2012). Así mismo, las concentraciones de nutrientes (C, N, P) y sus 

relaciones estequiométricas explican diferencias entre suelos con diferentes tipos de manejo 

(Kuramae et al., 2012; Peralta et al., 2013). El pH, el cual ha sido propuesto como uno de los 

mejores descriptores de la diversidad de bacterias en suelos (Lauber et al., 2009) y que es 

producto de la combinación de diferentes propiedades como la salinidad y abundancia de 

compuestos orgánicos (Al-Busaidi & Cookson 2003; Rukshana et al., 2010). De igual manera, 

los factores climáticos también tienen una participación relevante en las dinámicas de las 

comunidades microbianas de los suelos, como se ha visto en el caso de los cambios de 
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abundancias y actividad de distintos grupos microbianos al aplicar riego (Banerjee et al., 

2016) o al comparar suelos de climas áridos y húmedos, donde existe una diferencia 

significativa entre las proporciones de Actinobacteria y Proteobacteria (Neilson et al., 2017), 

siendo así la cantidad de humedad un factor determinante de la estructura de las 

comunidades (Zhang et al., 2012). 

 

Por otro lado, entre los principales factores bióticos que podemos tomar en cuenta, 

están los compuestos de los exudados radiculares que las plantas depositan en el suelo. 

Estos son producto de la actividad fotosintética de la planta y pueden representar entre el 5% 

y 21% del carbono fijado por la planta, constatando finalmente la mayor fuente de carbono y 

energía para los microorganismos (Marschner et al., 1995). Los exudados de raíz se clasifican 

en dos clases de metabolitos: exudados de alto peso molecular como los polisacáridos y 

proteínas, y los exudados de bajo peso molecular, como aminoácidos, ácidos orgánicos, 

azúcares, compuestos fenólicos y algunos metabolitos secundarios (Badri & Vivanco, 2009) 

y su composición está relacionada con propiedades intrínsecas de las plantas como el estado 

de desarrollo de los individuos y la especie de planta (Rovira, 1956).   

 
Figura I. La estructura de las comunidades microbianas de suelo es afectada por factores bióticos y 

abióticos. Entre los factores bióticos (cuadros en verde) se encuentran el genotipo, especie y edad de planta y 

sus exudados radiculares asociados. Los factores abióticos (cuadros en morado) son propiedades edáficas y 

climáticas como el pH, contenido de nutrientes y humedad el suelo. La combinación de factores genera diferencias 

en la estructura de las comunidades microbianas del suelo y raíces. Modificada de Pérez-Jaramillo et al., 2017. 
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El modelo de dos pasos de adquisición del microbioma de raíz 

 

El microbioma de las raíces de las plantas se conforma principalmente por un 

subconjunto de microorganismos presentes en el suelo (Garbeva et al., 2004), los cuales son 

capaces de colonizar en primera instancia la rizósfera y en segundo lugar la endósfera, la 

cual se define como los espacios inter o intracelulares de las raíces de las plantas. Además 

de esto, también se deben considerar a otras fuentes de microorganismos que tienen una 

menor contribución en la composición del microbioma de raíz, como son los que puedan 

provenir en aerosoles y agua (Graham et al., 2018), así como los integrantes del microbioma 

endófito de semillas, el cual parece ser transmitido verticalmente (Truyens et al., 2014). 

 

Se ha visto en plantas modelo y plantas domesticadas, como Arabidopsis thaliana y 

arroz (Oriza sativa), que la diversidad microbiana disminuye en la zona de la rizósfera en 

comparación con el suelo. Esta pérdida de diversidad es aún más acentuada en los 

compartimentos endofíticos de la raíz de las plantas (Bulgarelli et al., 2012, Lundberg et al., 

2012; Edwards et al., 2015). En particular, la domesticación de las plantas ha dejado como 

producto diferencias en la composición general de los microbiomas de raíces en las especies 

cultivables como frijol y cebada (Pérez-Jaramillo et al., 2018), así como una diversidad 

disminuida en relación con sus contrapartes silvestres (Martínez et al., 2020). Estas 

diferencias también se han observado al comparar la diversidad del microbioma rizosférico 

de Agave tequilana, una especie domesticada, contra A. salmiana y A. desertica, especies 

silvestres de agave, cuyo componente procariótico es más diverso (Coleman-Derr et al., 

2016). Estos patrones han llevado a proponer el modelo de dos pasos de adquisición del 

microbioma de raíz (Bulgarelli et al., 2015) el cual considera a los factores edáficos y 

posteriormente a los factores bióticos impuestos por las plantas como filtros para la diversidad 

del microbioma de raíz (Figura II). 

 Figura II. Modelo de dos pasos de adquisición del microbioma 

de raíz. El microbioma de raíz proviene principalmente del suelo. El 

suelo define a las comunidades microbianas a través de sus 

propiedades edáficas, principalmente abióticas. Posteriormente el 

primer paso de selección del microbioma ocurre en la rizósfera, el 

suelo influenciado por rizodepósitos de las plantas. En un segundo 

paso, las plantas, de manera activa seleccionan a microorganismos 

capaces de la colonización e interacción con la planta. Modificado de 

Bulgarelli et al., 2015. 
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Los factores edáficos del suelo en conjunción con factores climáticos como la 

temperatura y precipitación de lluvia son los componentes abióticos que sirven como el primer 

filtro para la estructuración de sus comunidades microbianas. Por ejemplo, se ha visto que, 

dependiendo de variables como tipo de suelo, existen ligeras diferencias en la composición 

del microbioma residente del suelo (Girvan et al., 2003), suelos áridos tienen proporciones 

más elevadas de Actinobacteria (Naylor et al., 2017) y que el pH influencia fuertemente la 

estructura de las comunidades bacterianas, incrementando a los miembros de Acidobacteria 

en suelos ácidos (Lauber et al., 2009). 

 

Las raíces de las plantas dentro del suelo generan el microambiente de la rizósfera, 

el cual se diferencia del suelo adyacente debido a ligeros cambios fisicoquímicos producidos 

por las células de la rizodermis de las plantas, las cuales secretan una variedad de 

compuestos químicos como ácidos orgánicos, fitosideróforos, azúcares, vitaminas, 

aminoácidos y mucílago, entre otros (Dakora et al., 2002). Además de esto, también existen 

en la rizósfera las células descamadas de la raíz y que son consideradas también como parte 

de los rizodepósitos (Dennis et al., 2010) y que pueden mantenerse con vida hasta por 30 

días en el caso del maíz (Zea mays) (Vermeer et al., 1982; Somasundaram et al., 2008b). 

Estas propiedades dependientes de las plantas funcionan como un segundo filtro que 

selecciona un subconjunto de microorganismos provenientes del suelo circundante como se 

ha visto en Arabidopsis, cuyas rizósferas tuvieron una pérdida de diversidad bacteriana en 

comparación con el suelo (Lundberg et al., 2012). Finalmente, como tercer filtro están las 

propiedades intrínsecas de las plantas que tienen que ver con la interacción planta-bacteria 

y que son reguladas finamente por las plantas para permitir su colonización (Yu et al., 2019) 

y que genera un decaimiento mucho mayor en la diversidad. 

 

Diferencias en el microbioma de plantas: Efectos de domesticación y la 

distancia evolutiva de los huéspedes. 

 

La domesticación de las plantas es una actividad humana que se ha llevado a cabo 

desde el neolítico, hace aproximadamente 10,000, años con el objetivo de obtener plantas 

que cumplan los requisitos alimenticios de las poblaciones humanas (Purugganan et al., 

2009). La selección artificial a través de la domesticación nos ha llevado a producir plantas 

con fenotipos y genotipos sumamente homogéneos, reduciendo así la diversidad natural de 

sus poblaciones (Doebley et al., 2006). Alrededor del 75% de la variabilidad genética de 

plantas se ha perdido debido al abandono de variedades locales y razas de plantas por los 
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agricultores, los cuales buscan una productividad homogénea en sus cultivos (FAO, 1999b). 

La domesticación de plantas ha generado repercusiones importantes en su fenotipo que van 

más allá del síndrome de domesticación (selección de características deseadas y 

antropocéntricamente seleccionadas) que involucran cambios en perfiles transcriptómicos y 

metabólicos (Bellucci et al., 2014; Belleggia et al., 2016). Este tipo de modificaciones han 

resultado en cambios en los perfiles de exudados radiculares en distintos genotipos de trigo 

(Iannucci et al., 2017). 

 

Debido a que las interacciones planta-bacteria tienen un componente genético 

microbiano y por parte de la planta, es lógico pensar que la composición de los microbiomas 

de plantas domesticadas y silvestres puedan contener diferencias contrastantes en cuanto a 

su composición y funcionamiento (Wissuwa et al., 2009) (Figura III). La composición del 

microbioma de plántulas de cinco diferentes variedades de maíz, producto de la 

diversificación de esta planta, mostraron tener una ligera señal marcando las diferencias 

dentro de cada grupo; en particular, diferencias en las abundancias de algunos miembros de 

Proteobacteria como Azospirillum, Sphingomonadaceae, Rhodopseudomonas, Acideocella, 

Variovorax y Pseudomonas (Bouffaud et al., 2014). Otros estudios más actuales corroboran 

estas tendencias comparando 10 genotipos de maíz y teocintle, concluyendo que la estructura 

de las comunidades difiere en las variedades cultivables modernas, las cuales se enriquecen 

con géneros como Solirubrobacter, Novosphingobum, Sphingobium, Pseoudoxantomonas y 

Gemmatimonas, lo cual puede ser un producto del fenómeno de domesticación (Brisson et 

al., 2019). En particular, el fenómeno de domesticación de las plantas ha propiciado la pérdida 

de diversidad genética, lo cual puede repercutir en los perfiles de exudados radiculares, la 

arquitectura de la raíz y mecanismos de defensa de las plantas, finalmente, propiciando 

diferencias en la composición del microbioma (Martínez et al., 2020).  Análisis realizados con 

otras plantas muestran que existe una diferencia en la composición del microbioma de plantas 

domesticadas y sus variedades silvestres, como en el caso del frijol (Phaseolus vulgaris), en 

donde existe una mayor abundancia de Bacteroidetes en las variedades salvajes, mientras 

que las domesticadas albergan una mayor proporción de Proteobacteria y Actinobacteria 

(Perez-Jaramillo et al., 2019). Este tipo de diferencias también se han visto en plantas modelo 

como A. thaliana y su pariente lejano Cardamine hirsuta (Schlaeppi et al., 2014) y en otros 

estudios con variedades modernas (Hordeum vulgare spp. vulgare) y silvestres (Hordeum 

vulgare spp. spontaneum) de cebada, donde se reporta que la abundancia de Bacteroidetes 

también es mayor en las contrapartes no domesticadas (Perez-Jaramillo et al., 2018). 
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Figura III. Representación esquemática de las diferencias en el microbioma de plantas silvestres y 

domesticadas. La diferencia en la arquitectura de las raíces y los perfiles de sus exudados en plantas silvestres 

y domesticadas favorecen la colonización por distinto tipos de microorganismos en la rizósfera. La selección activa 

en la endósfera genera un microbioma más específico en donde se contemplan también microorganismos 

heredados verticalmente que no provienen del suelo. Las figuras geométricas representan los distintos 

rizodepósitos de las plantas. 

 

Un aspecto importante por considerar es que, históricamente, las plantas silvestres 

han estado presentes en condiciones marginales al crecer generalmente en suelos pobres y 

carentes de un manejo antropogénico, lo cual puede tener implicaciones también en la 

composición del microbioma de las plantas dado que los factores edáficos influyen en ésta 

(Chen et al., 2017). Por otro lado, las plantas, al estar seleccionando activamente a los 

microorganismos que colonizan sus raíces sugiere que los integrantes de su microbiota 

contengan un repertorio particular de estrategias metabólicas que les permitan la interacción 

con las plantas. Los microorganismos y las plantas tienen una historia co-evolutiva que se 

remonta a 400 millones de años (Brundrett, 2002) y al menos 60 millones de años atrás, como 

es el caso entre plantas que forman nódulos con sus simbiontes microbianos (Sprent et al., 

2008). La caracterización de las interacciones planta bacteria se ha hecho en estudios 

altamente detallados pero limitados que contemplan mecanismos como la nodulación (Peters 

et al., 1986) o la patogénesis involucrada en los sistemas de secreción tipo III (Hueck et al., 

1998). Sin embargo, se han hecho esfuerzos para capturar la diversidad contemplada en la 
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información genómica de microorganismos asociados a plantas para la búsqueda de otros 

mecanismos de interacción, encontrando algunos involucrados en la competencia entre 

microorganismos, la movilidad y quimiotaxis (Levy et al., 2017). 

 

Al basarnos en las diferencias que existen en la composición del microbioma de 

plantas domesticadas y silvestres, podemos considerar catalogar a los microbiomas de 

acuerdo con un tipo o especie de planta. Este concepto ha sido utilizado en estudios de 

microbiomas intestinales humanos para definir poblaciones dependiendo de la composición 

del microbioma en enterotipos (Lozupone et al., 2012; Arumugam et al., 2011). Una forma 

práctica de realizar esta tarea es usando el concepto de microbioma núcleo, el cual se puede 

definir como el conjunto de microorganismos detectados en un conjunto determinado de 

huéspedes (Lundberg et al., 2012) y que puedan ser utilizados para la optimización de 

funciones microbianas a nivel individual o en un ecosistema. Los microorganismos en este 

conjunto no presentatn relaciones forzosas de mutualismo, sino que también pueden ser 

comensales (Toju et al., 2018).   
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Antecedentes 

 

Dentro de la literatura existen múltiples trabajos en los cuales se ha caracterizado y 

estudiado la composición de las comunidades microbianas residentes en distintos tipos de 

suelos provenientes de diferentes regiones geográficas (Fierer et al., 2006; Lauber et al., 

2009; Crowther et al., 2019; Fierer et al., 2017), así como los microbiomas de rizósferas de 

una gran variedad de especies de plantas tanto domesticadas como silvestres (Lundberg et 

al., 2014; Bulgarelli et al., 2012; Bulgarelli et al., 2015; Coleman-Derr et al., 2016; Perez-

Jaramillo et al., 2018). La mayor parte de las investigaciones del microbioma de rizósfera se 

han centrado en la comparación entre genotipos de una misma especie de planta como en el 

caso de Arabidopsis, arroz y tomate (Lundberg et al., 2012; Schlaeppi et al., 2014, Edwards 

et al., 2015) o en distintas especies y genotipos de pastos y plantas herbáceas (Bouffaud et 

al., 2014; Naylor et al., 2017; Fitzpatrick et al., 2018). Sin embargo, todas estas 

comparaciones han sido realizadas utilizando como máximo dos o tres suelos distintos sobre 

un par de genotipos de plantas de Arabidopsis (Lundberg et al., 2012). Por esta razón, resulta 

de interés explorar microbiomas rizosféricos de distintas especies de plantas bajo una amplia 

variedad de tipos de suelos.  

 

Solanum lycopersicum L., el tomate, es una planta de interés agronómico que se 

cultiva mundialmente, con una producción en 2017 que suma arriba de los 182 millones de 

toneladas (FAO, 2019). Además de esto, el tomate es una planta cuyo genoma ha sido 

secuenciado (The 100 Tomato Genome Sequencing Consortium, 2014) y presenta tiempos 

generacionales cortos, lo cual ha propiciado su uso como organismo modelo para el estudio 

de su microbioma. El microbioma del tomate se ha caracterizado en hojas, tallos, flores, frutos 

y raíces, siendo estas últimas dominadas por miembros del phylum Proteobacteria, 

particularmente las familias Pseudomonadaceae, Rhizobiaceae y Sphingomonadaceae 

(Ottesen et al. 2013, Dong et al., 2019). Otros estudios se han centrado en el análisis del 

microbioma de raíz dentro del contexto de la presencia de patógenos eucariontes como 

especies del nematodo Meloidogyne (Lamelas et al., 2020) y el oomiceto Phytophthora 

parasitica (Larousse et al., 2017) los cuales fueron probados en un solo tipo de suelo. En el 

trabajo de Cheng y colaboradores (Cheng et al., 2020), se describieron las comunidades 

microbianas de rizósferas de un mismo genotipo de S. lycopersicum y caracterizaron el 

microbioma núcleo bajo siete suelos distintos, encontrando que este nicho se encuentra 

dominado por Sphingobacteriales, Rhizobiales, Xanthomonadales, Burkholderiales. De 

manera similar, otro grupo de trabajo (Lee et al., 2019) caracterizó el microbioma de esta 

planta dentro de entornos agrícolas, en 23 invernaderos, encontrando un microbioma núcleo 
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compuesto de 334 OTUs pertenecientes a los géneros Sphingobium, Sphingomonas, 

Streptomyces, Arthrobacter y Rhizobium.   

 

Por otro lado, los microbiomas de raíces de plantas ruderales, pastos, también han 

sido explorados. En general, los sistemas de raíces de los miembros de la familia Poaceae 

son colonizados preferentemente por miembros de Proteobacteria y Actinobacteria 

(Fitzpatrick et al., 2018; Marasco et al., 2018). En particular, los géneros Saccharopolyspora, 

Actinopolymorpha, Glycomyces y Streptomyces se han encontrado sobre representados bajo 

condiciones de sequía en distintos miembros de esta familia de plantas (Naylor et al., 2017). 

En otra especie de la familia Poaceae (Panicum virgatum y P. hallii) se han encontrado 

sobrerepresentados a los géneros Bradyrhizobium, Streptomyces y Enterobacter, formando 

parte del microbioma núcleo de la especie en dos tipos de suelo distintos (Singer et al., 2019). 

Al comparar microbiomas de pastos y plantas herbáceas, Vieira y colaboradores (Vieira et al., 

2019) también reportaron un incremento de los géneros Streptomyces, Pseudomonas, 

Mesorhizobium, y Rhizobium, pertenecientes a los phyla Actinobacteria y Proteobacteria. 

 

En última instancia, las comunidades microbianas tanto de suelos como de las raíces 

de plantas también han sido descritas a nivel funcional a través de la secuenciación del DNA 

metagenómico total. Este tipo de estudios en suelos se han enfocado en el descubrimiento 

de productos naturales con aplicaciones biotecnológicas (Daniel, 2004; Reddy et al., 2012; 

Katz et al., 2015). También se han realizado comparaciones entre suelos desérticos y no 

desérticos, en donde se observaron diferencias en la proporción de genes microbianos 

relacionados a la tolerancia a estrés, metabolismo de aminoácidos y producción de esporas 

en los suelos desérticos, mientras que los suelos no desérticos tienen mayor abundancia de 

genes de degradación de compuestos orgánicos complejos (Fierer et al., 2012). De igual 

forma, se han descrito las características metabólicas y funcionales del metagenoma de 

Agave tequilana dentro de este tipo de ambientes, encontrándose que las rizósferas de estas 

plantas se caracterizan por tener una alta abundancia del gen nifH y genes de producción de 

biofilm (Flores-Núñez et al., 2020). Por otro lado, las funciones metabólicas codificadas en 

los metagenomas de rizósferas de plantas como Vaccinium angustifolium (arándanos) y 

diferentes especies del género Citrus muestran mayores proporciones de genes relacionados 

a la degradación de carbohidratos complejos, metabolismo de aminoácidos, formación de 

biofilm y genes involucrados en respuestas de quimiotaxis y movilidad (Yurgel et al., 2019; 

Xu et al., 2018). En especies de plantas invasoras como Acacia dealbata se encontraron 

genes microbianos sobrerrepresentados que tienen que ver con el metabolismo de nitrógeno, 

carbohidratos y vitaminas, así como sistemas de transporte membranal (Kamutando et al., 

2018). Otros trabajos se han centrado en la selección del microbioma de soya a nivel 
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metagenómico (Mendes et al., 2014) y los efectos del monocultivo de plantas medicinales 

como Rhemania glutinosa donde observaron un incremento de genes implicados en la 

resistencia a antibióticos por bombas de eflujo y transportadores ABC, así como degradación 

de compuestos xenobióticos (Wu et al., 2018). 

Planteamiento del problema 

 

La composición y diversidad del microbioma de la raíz de las plantas puede variar 

dependiendo de distintos factores bióticos y abióticos. Las propiedades abióticas del suelo, 

como la concentración de nutrientes o el pH, varían en cada tipo de suelo y tienen un papel 

en la estructuración de las comunidades microbianas del mismo, resultando en distintos 

conjuntos de especies microbianas asociadas a cada suelo. Las comunidades microbianas 

del suelo representan el principal aporte de microorganismos que colonizan las raíces de las 

plantas, en las cuales generalmente disminuye la diversidad, lo cual llevó a la concepción del 

modelo de dos pasos de adquisición del microbioma de raíces que considera la reducción de 

diversidad microbiana: suelo > rizósfera > endósfera. Por otro lado, cada especie de planta 

difiere en la composición de exudados radiculares que genera, actuando como una presión 

selectiva que afecta la composición del microbioma de raíz. Sin embargo, al usar dos tipos 

de suelo diferentes y un mismo genotipo de planta, se han observado diferencias en la 

composición del microbioma de raíz. Por estas razones resulta de interés comprender el rol 

de los factores bióticos y abióticos en la estructura y diversidad del microbioma de raíz. 

Específicamente, múltiples suelos con propiedades fisicoquímicas contrastantes (pH y 

contenido de C, N, P) como propiedades abióticas y como propiedades bióticas la 

comparación entre especies de plantas ruderales en campo y cultivables (S. lycopersicum) 

en un experimento de jardín común homogeneizando las condiciones para los suelos. 

 

Hipótesis 

Los factores bióticos (naturaleza del hospedero) tendrán preponderancia sobre los factores 

abióticos (concentración de nutrientes y pH) en la estructura de las comunidades bacterianas 

de raíz. 

 

El modelo de dos pasos de adquisición del microbioma se cumplirá a nivel taxonómico y 

metabólico tanto en plantas ruderales como en las domesticadas. 
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El microbioma de raíz presentará un comportamiento convergente en plantas de un mismo 

genotipo (S. lycopersicum) a comparación de las plantas de diversas especies. 

 

Objetivo General 

Evaluar las diferencias en la composición, diversidad y estructura taxonómica y metabólica 

de comunidades microbianas de distintos tipos de suelos, raíces de plantas ruderales 

colectadas in situ y raíces de plantas domesticadas (Solanum lycopersicum) en un 

experimento de jardín común. 

Objetivos Particulares 

Realizar una colecta de distintos tipos de suelos y raíces de plantas ruderales creciendo in 

situ con el objetivo de capturar una amplia diversidad de suelos y plantas. 

 

Realizar un experimento de jardín común para cultivar plantas de S. lycopersicum en los 

suelos colectados para evaluar la composición del microbioma de raíz en una sola especie 

de planta bajo distintos inóculos microbianos. 

  

Describir las diferencias entre la diversidad taxonómica y funcional predicha de los 

microbiomas de suelos, rizósferas y endósferas de raíces de las plantas ruderales y plantas 

de S. lycopersicum. 

 

Evaluar la selección preferencial del microbioma dependiente de la especie del hospedero a 

través del análisis de enriquecimiento de OTUs y genes codificantes en los microbiomas de 

suelos y raíces de plantas ruderales y S. lycopersicum. 

 

Caracterizar del microbioma y metagenoma núcleo de raíz de S. lycopersicum para conocer 

las características compartidas dentro del microbioma de una especie cultivable de plantas. 

 

Probar la influencia de los factores abióticos del suelo en la composición del microbioma de 

raíces. 
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Metodología 

Muestreo de suelos y raíces de plantas ruderales 

Se utilizó la carta edafológica de la República Mexicana, (INEGI, 2014) para planear 

puntos de muestreo en la zona centro-oriente del país en los cuales se colectaron 16 

muestras de distintos suelos correspondientes a 7 distintos tipos de suelo de acuerdo con la 

clasificación de la FAO (IUSS, 2015) y un jal minero (desechos de producción minera) en el 

cual existían comunidades de plantas establecidas. Se tomaron los siguientes datos en cada 

sitio: Fecha de colecta, coordenadas, altitud, observaciones generales del sitio de muestreo, 

fotografías del sitio, hora de colecta y el tipo de suelo fue determinado usando las 

coordenadas de la carta edafológica (Figura 1, Barajas et al., 2020). Adicionalmente, se 

calculó el índice de aridez de Lang (Lang, 1920) para cada sitio, basado en la temperatura y 

precipitación anual promedio, datos consultados en el centro de ciencias de la atmósfera 

UNAM (http://uniatmos.atmosfera.unam.mx/ACDM/). 

 

Figura 1. Resumen gráfico del trabajo. A) Sitios de muestreo de suelos y plantas ruderales B) Colecta de 

distintos tipos de suelos utilizados para el experimento de jardín común (SI) y raíces de plantas locales para la 

obtención DNA metagenómico de la rizósfera (RZ) y endósfera (EC). C) Experimento de jardín común con S. 

lycopersicum bajo condiciones controladas en invernadero (riego y temperatura homogéneos) para la obtención 

de DNA metagenómico de rizósferas (RT) y endósferas (ECT) de S. lycopersicum, suelos al final del experimento 

(SF) y suelos control sin presencia de planta (US). 
 

 

http://uniatmos.atmosfera.unam.mx/ACDM/
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En cada sitio se colectaron 2 kg de suelo a una profundidad máxima de 10 cm. La 

toma de muestras de suelos y raíces de plantas ruderales fueron hechas utilizando guantes 

y las palas utilizadas se lavaron y desinfectaron con etanol al 70% al iniciar y finalizar cada 

colecta. Los suelos se guardaron en bolsas de plástico y fueron conservados a 4°C en 

obscuridad. Un kilo de suelo se utilizó para realizar el análisis de la composición fisicoquímica 

en el IIES, UNAM, campus Morelia. El segundo kilo fue utilizado para llevar a cabo la siembra 

de plantas de S. lycopersicum en condiciones de invernadero quince días después de la 

recolección del suelo (Figura 2). Adicionalmente, se tomaron muestras de suelo por duplicado 

en tubos cónicos de centrifuga estériles de 50 mL, los cuales fueron congelados en nitrógeno 

líquido para la posterior extracción de DNA. 

 

Experimento de jardín común y obtención de muestras 

 

Se realizó un experimento de jardín común, en el cual se sembraron plantas de S. 

lycopersicum en cada uno de los suelos colectados (SI). Se utilizaron semillas de S. 

lycopersicum L. Cv.  Río grande (Sun Seeds, Parma, ID, USA), las cuales fueron 

superficialmente desinfectadas con detergente y NaOCl al 2% y germinadas en cajas de Petri 

con agar al 1% en oscuridad durante 96 horas, de acuerdo con el protocolo descrito en 

Barajas (2016, tesis de maestría). En el invernadero se colocaron de manera aleatoria 

macetas por duplicado conteniendo un volumen aproximado de 300 mm3 de cada uno de los 

suelos colectados. Cinco plántulas fueron transferidas asépticamente a las macetas y tras su 

establecimiento (25 días), se dejaron a 2 individuos por maceta, sumando 4 réplicas 

biológicas en cada uno de los suelos. Adicionalmente, se colocaron macetas sin plantas. 

Todas las macetas recibieron riego cada dos días durante los 60 días de crecimiento, tiempo 

tras el cual se cosecharon las plantas y se obtuvieron las muestras de suelos finales (SF) y 

suelos control, sin plantas (US) en tubos Falcon estériles de 50 mL. Las raíces de las plantas 

fueron sacudidas para dejar el suelo rizosférico, separadas de las partes aéreas y 

almacenadas en tubos Falcon estériles de 50 mL para su posterior procesamiento. 

 

Obtención de muestras de rizósfera y endósfera de raíces de S. 

lycopersicum y plantas ruderales 

 

Para la obtención de rizósferas y endósferas se siguió un protocolo publicado 

previamente (Lundberg et al., 2012), en el cual, las raíces fueron lavadas con 30 mL de buffer 
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de fosfatos 1x (PBS) estéril para desprender el suelo rizosférico (RT). Posteriormente, las 

raíces fueron transferidas a nuevos tubos Falcon estériles con 30 mL de PBS 1x, los tubos 

fueron sonicados en un baño sonicador para obtener las endósferas (ECT) y finalmente, se 

apartaron las raíces para juntarlas con sus partes aéreas correspondientes. Las plantas 

fueron secadas a 70 °C para la determinación de biomasa producida en términos de peso 

seco. 

 

Los pellets de rizósfera y endósfera fueron recuperados mediante la centrifugación de 

los tubos de 50 mL a 1,300 g durante 10 minutos.  En el caso de las plantas ruderales, el 

protocolo fue modificado debido a la baja eficiencia en la extracción de DNA. Las raíces de 

plantas ruderales fueron segmentadas y colocadas en 10 tubos Eppendorf de 1.5 mL, los 

cuales recibieron el mismo tratamiento de lavado para obtener la rizósfera (RZ) y sonicación 

para obtener la endósfera (EC). Todos los pellets fueron congelados a -80 °C hasta la 

extracción de DNA.   

 

Análisis fisicoquímicos de suelos 

 

Los suelos iniciales y finales fueron sujetos a la caracterización de los siguientes 

parámetros físicoquímicos: pH, nitrógeno total (NT), fósforo total (PT), carbono total (CT). 

  

Las muestras de suelos se secaron en un horno a 75 °C durante 24 horas, se eliminó 

la materia orgánica (raíces y hojas) y arenas grandes, y finalmente, se molió cada muestra 

en un mortero de ágata. El pH fue medido en agua desionizada (1:4 w:v) con un medidor 

digital de pH Corning. El carbono total fue determinado por el método coulométrico de 

combustión directa (Huffman, 1977) en un coulómetro UIC CM5012, el nitrógeno total fue 

cuantificado por medio del método semi Kjheldahl y el fósforo total fue cuantificado por el 

método colorimétrico de molibdato después de una reducción con ácido ascórbico (Murphy & 

Riley, 1962). El NT y PT se cuantificaron en un autoanalizador Bran-Luebbe III (Norderstedt, 

Germany). Las propiedades fisicoquímicas de SI y SF fueron representadas a través de un 

análisis de escalamiento no métrico multidimensional (NMDS). 

Extracción de DNA metagenómico 

 

El DNA de rizósferas, endósferas, suelos iniciales, finales y suelos control sin plantas 

fue extraído con el kit PowerSoil DNA Isolate Kit (MoBio Laboratories, Solana Beach, CA, 
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USA) siguiendo el protocolo provisto por el fabricante, modificando el paso final de elución, 

en el cual se calentó la solución de elución C6 a 60 °C y se realizaron dos eluciones de 30 

uL. Para la extracción de DNA metagenómico de suelos, se pesaron aproximadamente 0.25 

g de suelo. Para la extracción de DNA de rizósferas y endósferas, los pellets se 

resuspendieron en 200 uL de PBS estéril y fueron transferidos a los tubos de extracción del 

kit PowerSoil. El mismo DNA fue utilizado para la preparación de bibliotecas de amplicones 

del gen ribosomal 16S rRNA y la secuenciación de metagenomas totales. La integridad del 

DNA fue evaluada mediante geles de agarosa al 0.8% en buffer TBE y posteriormente 

cuantificados con un equipo Nanodrop lite (Nanodrop Technologies, Wilmington, DE).  

 

Bibliotecas metagenómicas y secuenciación de amplicones del gen 16S 

rRNA y metagenomas totales 

 

La amplificación por PCR del gen ribosomal 16S rRNA se realizó por duplicado a partir 

de las extracciones de DNA metagenómico de suelos, rizósferas y endósferas utilizando el 

par de primers 341F/805R (341F: 5'-TCGTCGGCAGCGTCAGATGTGTATAAGAGA 

CCTACGGGNGGCWGCAG-3'; 805R: 5'-GTCTCGTGGGCTCGGAGATGTGTATAA 

GAGGACTACHVGGGTATCTAATCC 3'), el cual amplifica las regiones hipervariables V3-V4 

del gen ribosomal 16S (Muyzer et al., 1993). Las reacciones de PCR se llevaron a cabo en 

volúmenes de 20 uL. por duplicado, usando el siguiente programa para la amplificación: un 

ciclo a 95 °C por 3 min, seguido de cinco ciclos a 94 °C por 30 s, 55 °C por 30 s y 68 °C por 

30 s, finalizando con 25 ciclos a 94 °C por 5s y 68 °C por 30 s. Posteriormente, los amplicones 

se purificaron por medio de columna con el kit Wizard SV Gel and PCR Clean-Up System 

(Promega). 

 

Las bibliotecas de amplicones del gen ribosomal 16S rRNA fueron secuenciadas en 

la plataforma Illumina® Miseq™ en una configuración 2 x 300 paired-end en la Unidad de 

Secuenciación Masiva y Bioinformática del Instituto de Biotecnología de la UNAM, México. 

Las bibliotecas de secuenciación para metagenomas totales suelos y rizósferas de S. 

lycopersicum y plantas ruderales fueron preparadas con el kit de preparación Truseq PCR 

free y secuenciadas en un equipo Illumina HiSeq 2000 (100 pb) en las instalaciones de 

Macrogen, Korea (https://www.macrogen.com). Los datos crudos de secuenciación de las 

bibliotecas se encuentran disponibles en la base de datos del Sequence Read Archive (SRA) 

del Centro Nacional de Información Biotecnológica (NCBI) bajo los números de Bioproyectos: 

PRJNA603586, PRJNA603590 para las bibliotecas de amplicones y el PRJNA603603 para 
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los metagenomas totales. Todos los protocolos detallados de laboratorio e invernadero 

pueden ser consultados en la tesis de maestría (Barajas, 2016) en la siguiente liga 

http://oreon.dgbiblio.unam.mx/F/X7IMYKQF8QQU3RERVMXETIRKRN18D5YBIRX4RYXI5H

42CBQJM1-51240?func=full-set-set&set_number=017121&set_entry=000001&format=999 

 

Procesamiento de lecturas de bibliotecas de amplicones 

 

La calidad de las lecturas de secuenciación se inspeccionó con FastxToolkit 

(http://hannonlab.cshl.edu/fastx_toolkit/) y se recortaron a una longitud de 250 pb debido a la 

deficiencia de calidad en el extremo 3’. Las secuencias recortadas se ensamblaron con 

Pandaseq (Masella et al., 2012) usando un empalme mínimo de 15 pb, un mínimo de longitud 

de secuencia de 250 pb y máximo de 470 pb para las secuencias ensambladas y un valor de 

certidumbre del 95%. Las secuencias ribosomales ensambladas fueron concatenadas en un 

solo archivo y agrupadas en unidades taxonómicas operativas (OTU) al 97% de identidad 

usando cd-hit-est (Li et al., 2006), obteniendo una secuencia representativa de cada OTU 

asignado. La taxonomía de las secuencias representativas fue asignada con la base de datos 

de Greengenes (De Santis et al., 2006) usando el script de QIIME (Caporaso et al., 2010) 

parallel_assign_taxonomy_blast.py con los parámetros default y una tabla de abundancia de 

OTUs se generó con el script make_otu_table.py. Las secuencias que representaban 

singletons y las que fueron asignadas como mitocondrias, cloroplastos o que no tuvieron 

aciertos contra la base de datos fueron descartadas. Las secuencias filtradas fueron 

alineadas con SSU-align (Nawrocki, 2009) y un árbol filogenético fue generado con el 

programa Fasttree (Price et al., 2009) para posteriormente calcular distancias Unifrac 

ponderadas. 

 

Asignación taxonómica de plantas ruderales 

 

La identidad de las especies de plantas ruderales fue recuperada desde las 

secuencias de amplicones mediante el alineamiento contra genes ribosomales de plantas los 

cuales fueron extraídos y posteriormente se realizaron búsquedas en la base de datos NR 

del NCBI. La asignación taxonómica se hizo hasta el nivel de familia (Martínez, tesis de 

maestría 2017). 

 

http://oreon.dgbiblio.unam.mx/F/X7IMYKQF8QQU3RERVMXETIRKRN18D5YBIRX4RYXI5H42CBQJM1-51240?func=full-set-set&set_number=017121&set_entry=000001&format=999
http://oreon.dgbiblio.unam.mx/F/X7IMYKQF8QQU3RERVMXETIRKRN18D5YBIRX4RYXI5H42CBQJM1-51240?func=full-set-set&set_number=017121&set_entry=000001&format=999
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Procesamiento de lecturas de metagenomas totales 

 

El control de calidad y remoción de secuencias de adaptadores de las lecturas de 

secuenciación de los metagenomas totales se hizo con el software Trimmomatic (Bolger et 

al., 2014) utilizando los parámetros LEADING:3, TRAILING:3, SLIDINGWINDOW:4:15, 

MINLEN:36, obteniendo sólo las lecturas pareadas que se utilizaron para los procesos y 

análisis subsecuentes. Para eliminar secuencias provenientes de los hospederos, las lecturas 

metagenómicas de las bibliotecas de rizósfera de S. lycopersicum fueron alineadas contra el 

genoma de S. lycopersicum y las lecturas de bibliotecas de rizósferas de plantas ruderales y 

suelos fueron alineadas contra el genoma de Oryza sativa como representante de la familia 

Poaceae con el programa Bowtie2 (Langmead & Salzberg, 2012). Las secuencias resultantes 

fueron ensambladas con el programa metaSPADES (Nurk et al., 2017). Posteriormente, las 

lecturas fueron mapeadas contra los contigs resultantes del ensamblado con el software 

BBMap (Bushnell, 2014). Las lecturas que no lograron ser alineadas contra los contigs fueron 

sujetas a un segundo ensamble con el programa Velvet (Zerbino et al., 2008). 

 

Predicción de proteínas y anotación 

 

Los contigs resultantes de ambos ensamblados fueron unidos y utilizados para 

realizar la predicción de marcos de lectura abiertos y proteínas codificantes con Prodigal 

(Hyatt et al., 2010). La base de datos M5NR (Wilke et al., 2012) fue utilizada para realizar la 

anotación de las proteínas predichas mediante alineamientos con el programa DIAMOND 

(Buchfink et al., 2015) solicitando reportar alineamientos con un valor de e-value mínimo de 

1e-10. Posteriormente, se obtuvieron los mejores aciertos contra la base de datos M5NR 

filtrando los mejores valores de bitscore y eliminando los valores duplicados en las tablas de 

resultados de DIAMOND. Los identificadores md5sum del M5NR correspondientes a los 

mejores aciertos fueron utilizados para extraer las anotaciones de las bases de datos de 

subsistemas de SEED (Overbeek et al., 2014) y Refseq (Pruitt et al., 2007), obteniéndose así 

dos archivos de sistemas distintos de anotación distintos para la descripción de la diversidad 

metagenómica. Adicionalmente, se realizó la anotación taxonómica de las lecturas 

metagenómicas mediante binning con el programa Kaiju (Menzel et al., 2016). 
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Cálculo de abundancias de proteínas 

 

Para calcular la abundancia de los genes que codifican para las proteínas predichas 

se utilizaron los scripts hitter.py y hitter_table.py, disponibles en https://github.com/genomica-

fciencias-unam/tabla_genes. Las lecturas metagenómicas de calidad fueron mapeadas por 

medio de alineamientos contra los ORFs predichos utilizando Bowtie2, filtrando únicamente 

los alineamientos de calidad, obteniendo tablas de conteos de lecturas alineadas contra las 

secuencias de referencia. Posteriormente, se compararon las tablas de los mejores aciertos 

contra las tablas de conteos de proteínas anotadas para obtener tablas de abundancia de 

cada una de las muestras. Para recuperar el total de información metagenómica no incluida 

en los conteos de proteínas anotadas, las secuencias de proteínas predichas sin aciertos 

contra la base de datos M5NR fueron extraídas y concatenadas en un archivo, a partir del 

cual se realizó un agrupamiento en familias de proteínas al 70% de identidad con el programa 

cd-hit (Li et al., 2006) con los parámetros tamaño de palabra 4, y cobertura del 70% del 

alineamiento. Se obtuvo una tabla de secuencias representativas de cada familia de 

proteínas, la cual se comparó contra los archivos de mapeo de lecturas para poder estimar la 

abundancia de las proteínas hipotéticas sin homólogos en las bases de datos. 

 

Análisis de diversidad taxonómica y metabólica 

 

Las métricas de diversidad α y β fueron calculadas utilizando la paquetería phyloseq 

(McMurdie et al., 2013) y vegan (Oksanen et al., 2015) en R (R Core Team). Como métricas 

de diversidad 𝛼 taxonómica se calcularon el número de OTUs observados y el índice de 

diversidad de Shannon para cada muestra de rizósferas y endósferas de plantas locales o 

jitomates (RZ, RF, EC y ECT, respectivamente), así como para los suelos inóculo (SI), suelos 

finales (SF) y suelos control sin plantas (US). La composición de los microbiomas de se 

describió a nivel de phylum (Proteobacteria se describió a nivel de clase) en cada muestra y 

se hicieron cálculos de ANOVA para determinar grupos taxonómicos que fueran 

estadísticamente más abundantes entre los siguientes grupos de comparación: I) Raíces de 

S. lycopersicum (RF + ECT), II) raíces de plantas ruderales (RZ + EC) y III) suelos (SI + SF + 

US). 

 

Para explorar la diversidad taxonómica β se calculó la distancia Unifrac ponderada 

entre las muestras de SI y SF, RZ, RFT, EC y ECT partiendo de las tablas de conteos de 

OTUs. Las muestras fueron agrupadas de manera jerárquica con la función hclust (method: 

https://github.com/genomica-fciencias-unam/tabla_genes
https://github.com/genomica-fciencias-unam/tabla_genes
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complete) de acuerdo con la matriz de distancia y se graficó como un dendrograma. La validez 

de los agrupamientos fue evaluada a través de la función ANOSIM que analiza la similitud 

entre las muestras basado en la matriz de distancias. Además de esto, se calcularon las 

distancias entre las muestras a partir del dendrograma con la función cophenetic de paquete 

vegan (Oksanen et al., 2015). 

 

A partir de las tablas de taxonomía, los OTUs fueron conglomerados a nivel de género 

y se compararon los perfiles taxonómicos de los grupos de raíces de S. lycopersicum, raíces 

de plantas ruderales y suelos utilizando las listas de géneros para generar diagramas de Venn 

a través del software en línea (http://bioinformatics.psb.ugent.be/webtools/Venn/). Los OTUs 

fueron considerados como presentes dentro de uno de los grupos con estar presente en una 

sola muestra. 

 

La diversidad 𝛼 (riqueza de proteínas e índice de diversidad de Shannon) de proteínas 

predichas fue calculada tomando en cuenta el total de proteínas anotadas (aciertos contra 

Refseq) y no anotadas. La diversidad metabólica 𝜷 fue evaluada a partir de una matriz de 

disimilitudes con la distancia Bray-Curtis, calculada a partir de las abundancias de proteínas 

predichas anotadas con la base de datos Refseq y proteínas no anotadas mediante un 

Análisis de Coordenadas Principales (CAP) constreñido por las variables bióticas y abióticas 

de concentraciones de nutrientes (C, N y P), pH y el tipo de muestra (SI, RF, RZ). 

 

Identificación del microbioma y metagenoma núcleo de raíces de S. 

lycopersicum y plantas ruderales 

 

La composición del microbioma y metagenoma núcleo de las rizósferas de plantas 

ruderales y plantas de S. lycopersicum se obtuvo comparando las listas de OTUs colapsados 

a nivel de género en el caso del microbioma y con los identificadores de las proteínas 

anotadas y no anotadas en el total de muestras de cada grupo (SI, RF, RZ) mediante la 

paquetería UpSet (Conway et al., 2017) en R (R Core Team, 2017). 

Descripción del potencial metabólico de comunidades microbianas de 

rizósferas 

 

Se realizó la descripción metabólica de los metagenomas de suelos y rizósferas de 

plantas ruderales y S. lycopersicum utilizando las proteínas anotadas bajo el sistema 
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jerárquico de anotación de Subsistemas del SEED de acuerdo con el nivel 1 de la 

clasificación. Se realizaron pruebas de análisis de varianza (ANOVA) de cada categoría del 

nivel 1 en todas las muestras y se aplicó una prueba de Tukey (TukeyHSD) para corroborar 

las diferencias estadísticas entre cada una de las categorías analizadas. 

 

Análisis de abundancia diferencial de OTUs y proteínas 

 

Se realizaron comparaciones pareadas entre cada grupo de microbiomas de suelos 

(SI, SF, US) contra cada grupo de rizósferas (RZ y RF) y endósferas (EC y ECT) basadas en 

los conteos de OTUS para los microbiomas y de proteínas anotadas por Refseq para los 

metagenomas utilizando el paquete DESeq2 (Love et al., 2014) en R, aplicando la prueba 

estadística de Wald. En el caso de los OTUs se consideró una p < 0.01 para considerar a un 

OTU, los cuales fueron descritos a nivel de género. En el caso de las proteínas anotadas, se 

utilizó un valor de corte de p < 0.001 y fueron descritos al nivel de función. Todos los 

protocolos bioinformáticos descritos en los métodos pueden ser consultados en el sitio 

https://github.com/genomica-fciencias-unam/Barajas-2020.   

 

Resultados 

Descripción biogeoquímica de suelos, diversidad de plantas ruderales y 

producción de biomasa en plantas de S. lycopersicum 

 

Para obtener los inóculos que serían utilizados como fuente de microorganismos para 

las raíces de plantas de S. lycopersicum en el experimento de jardín común se realizó la 

colecta de un total de 16 muestras de suelos que corresponden a 7 tipos de suelos y un jal 

minero, el cual es un substrato producto de desechos de minería y no es estrictamente un 

suelo (Figuras 1 y 2; Tabla 1). Para conocer la diversidad y composición fisicoquímica de las 

muestras de suelos inóculo colectados en campo y los cambios en dichas propiedades 

posterior al cultivo de plantas de S. lycopersicum en el invernadero, el cual involucró un 

tratamiento de riego uniforme, se cuantificaron las concentraciones de nutrientes totales (C, 

N, P) y se midió el pH. 

https://github.com/genomica-fciencias-unam/Barajas-2020
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Figura 2. Diversidad ambiental y geográfica de los sitios de colecta. A) Cada sitio de colecta se fotodocumentó 

y se colectaron distintos metadatos como la temperatura y tipo de vegetación. El sitio SIN1 no se presenta debido 

a que era de noche. B) Carta edafológica del territorio mexicano donde se ubican los sitios de colecta (INEGI, 

2020).  

I lo Meo< ----- ---- ---- ---~- --- ---- ---- --- --- -------- -----.... ---
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Los suelos colectados se clasificaron en tres grupos dependiendo de sus 

características de acidez. Siete suelos son alcalinos (pH>8.0), seis fueron clasificados como 

neutros (7.5 < pH < 6.5) y 3 como ácidos (pH<6.5). Después del experimento de jardín común, 

sólo dos suelos cambiaron sus características de acidez, ZAC1 volviéndose neutro y JAL4 

volviéndose ácido. Las concentraciones de nutrientes en los suelos también sufrieron 

cambios al comparar las muestras del inicio y final del experimento de jardín común. Las 

concentraciones de N tuvieron incrementos en 11/16 de las muestras, siendo el suelo de la 

locación SIN2 el que presentó la mayor concentración de N y al mismo tiempo, la mayor 

disminución del nutriente al final del experimento. El C total presentó incrementos en 10/16 

de las muestras, de las cuales, la mayor concentración e incremento fue en el suelo de la 

locación SLP1. Finalmente, las concentraciones de P total tuvieron incrementos en 9/16 de 

las muestras. La información de las propiedades fisicoquímicas se resume en la Tabla 1 

(Barajas et al., 2020). 

 

 

Tabla 1. Clasificación edafológica de los suelos, propiedades abióticas medidas en suelos iniciales y 

finales, metadatos y producción promedio de biomasa de S. lycopersicum. Los suelos se clasificaron de 

acuerdo con las cartas edafológicas nacionales utilizando las coordenadas medidas en cada sitio. Los metadatos 

y propiedades medidas en los suelos incluyen: pH, concentración de nitrógeno, fósforo y carbono totales, índice 

de aridez de Lang, altitud, coordenadas del sitio y fecha de colecta.  SI: Suelos iniciales; SF: Suelos al final del 

experimento de jardín común (60 días). 

 

Para describir la diversidad fisicoquímica de los suelos y encontrar las diferencias 

globales entre los suelos iniciales y suelos finales producto del experimento de jardín común, 

se realizó un análisis de ordenamiento con el método NMDS utilizando los valores de las 

concentraciones totales de nutrientes, el pH y el índice de aridez de Lang. El análisis de 

ordenamiento muestra que existen diferencias en las características globales de los suelos 

finales, comparados contra los suelos iniciales, encontrándose como dos grupos separados 

(Figura 3A). Mientras más cercanos se encuentren dos puntos (muestras), más similar es su 

composición fisicoquímica. 
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Figura 3. Diversidad fisicoquímica de los suelos al inicio y final del experimento de jardín común y 

producción de biomasa de S. lycopersicum. A) Análisis de ordenamiento NMDS (Stress: 0.1158) utilizando las 

variables: Índice de aridez, pH, concentraciones de N, C y P totales de los suelos al inicio del experimento (SI) y 

después del crecimiento de las plantas (SF). B) Ejemplo de un individuo de S. lycopersicum en el suelo SLP1. C) 

Gráfico de barras que muestra la biomasa producida por S. lycopersicum en cada suelo expresada como peso 

seco después de 60 días de crecimiento. Las diferencias significativas fueron determinadas a través de una 

ANOVA seguida de una prueba de Tukey (p < 0.05). D) Ejemplo de un individuo de S. lycopersicum en el suelo 

NAY2. 
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En el experimento de jardín común encontramos diferencias importantes en el 

desempeño de las plantas. El peso seco de las plantas de S. lycopersicum (n=4) fue utilizado 

como un índice de producción de biomasa en cada uno de los suelos colectados (n=16) 

(Figura 3B, 3C y 3D). La mayor producción de biomasa fue en el suelo SLP1  (0.77 ± 0.14  g), 

seguido de SIN2 (0.31 ± 0.14g), JAL1 (0.31 ± 0.04 g), AGS1 (0.27 ± 0.06 g), GTO1 (0.26 ± 

0.08 g), SIN1 (0.22 ± 0.14 g), JAL4 (0.22 ± 0.13 g), JAL2 (0.22 ± 0.09 g), NAY3 (0.20 ± 0.015 

g), JAL5 (0.20 ± 0.04 g), GTO3 (0.18 ± 0.12 g), GTO2 (0.16 ± 0.07 g), DGO1 (0.16 ± 0.05 g), 

JAL3 (0.09 ± 0.07 g), NAY2 (0.08 ± 0.04 g) y el menor en ZAC1 (0.017 ± 0.02 g) (Tabla 1), el 

cual no es un suelo en sentido estricto, sino un jal minero, producto de desechos de minería, 

el cual había sido colonizado por plantas del género Lupinus.  

 

Para identificar la diversidad de las plantas ruderales colectadas in situ se realizaron 

alineamientos de las secuencias de rRNA 16S extraídas de las secuencias de bibliotecas de 

amplicones y se asignaron hasta nivel de familia contra la base de datos NR de NCBI de 

acuerdo con el acierto con mayor porcentaje de identidad, encontrándose que la mayor parte 

de los huéspedes corresponden a la familia Poaceae (n=10), Asteraceae (n=3), Lamiaceae 

(n=1), Fabaceae (n=1) y Fagales (n=1) (Figura 4, Barajas et al., 2020). 

 

 

Figura 4. Afiliación taxonómica de las plantas ruderales colectadas in situ. Árbol de máxima verosimilitud 

utilizando las secuencias del gen ribosomal 16S y su clasificación taxonómica de la planta de cada sitio de acuerdo 

con el acierto con mayor porcentaje de identidad contra la base de datos NR del NCBI. 
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Diversidad del microbioma de suelos y raíces de S. lycopersicum y 

plantas ruderales: El modelo de dos pasos de adquisición del microbioma 

no se cumple en plantas ruderales 

 

Se secuenciaron un total de 106 bibliotecas de amplicones de las muestras de suelos, 

rizósferas y endósferas de raíces de plantas ruderales y de S. lycopersicum, las cuales 

contenían un total de 8,035,907 secuencias pareadas crudas, que posteriormente se 

redujeron a 5,211,969 secuencias ensambladas (Anexos en línea: Tabla S1). Las secuencias 

ensambladas fueron agrupadas en un total de 2,570,541 OTUs al 97% de identidad, los 

cuales fueron reducidos a 271,940 OTUs después de haber descartado las secuencias 

clasificadas como mitocondrias (n = 1926) y cloroplastos (n = 4561), así como secuencias sin 

aciertos contra la base de datos (n = 462) y las secuencias que representaban singletons 

(secuencias únicas, n = 2,291,652). 

 

Para describir la diversidad 𝛼 de los microbiomas de suelos, rizósferas y endósferas, 

se calculó el número de OTUs observados en cada una de las muestras (Figura 5A; Anexos 

en línea: Tabla S2), encontrándose que la riqueza promedio de OTUs en las muestras de 

suelos (SI = 2,143 ± 522; SF = 3,149 ± 1,161; US = 2,882  ± 860) es menor a la riqueza 

encontrada tanto en las rizósferas como las endósferas de las plantas ruderales (RZ = 18,158 

± 4,533 , EC = 19,885 ± 6,742), pero mayor al comparar contra las rizósferas y endósferas de 

S. lycopersicum (RT = 2,474 ± 495;  ECT = 2,088 ± 572).   

 

Adicionalmente, se utilizó el índice de Shannon (H’) para estimar la diversidad de las 

comunidades bacterianas de suelos, rizósferas y endósferas. Los valores de la mediana 

muestran que las rizósferas y endósferas de las plantas ruderales (RZ = 8.58 ± 0.42; EC = 

8.18 ± 0.70) son significativamente (p<0.005) más diversas que los suelos de origen (SI = 

7.12 ± 0.34) y las rizósferas y endósferas de las plantas de S. lycopersicum (RT = 6.84 ± 0.54; 

ECT = 6.51 ± 0.39) (Figuras 5B y 6B). A su vez, éstas últimas tienen valores por debajo de 

los de los suelos de origen así como de los suelos finales y control (SF = 7.35 ± 0.33; US = 

7.24 ± 0.32) sin encontrarse diferencias significativas entre los grupos. Cabe mencionar que 

en los suelos colectados al final del experimento de jardín común hubo un incremento de 

riqueza y diversidad comparados con los suelos iniciales, pero no se encontraron diferencias 

significativas entre estos grupos (Figura 5; Anexos en línea:Tabla S2, Barajas et al., 2020). 
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Figura 5. Riqueza y diversidad de los microbiomas de los suelos al inicio y final del experimento de jardín 

común (60 días), rizósferas y endósferas de S. lycopersicum y plantas ruderales. Gráficos de caja y bigotes 

de: A) Número de OTUs observados. B) Índice de diversidad de Shannon. SI: suelos al inicio del experimento, 

US: suelo control sin plantas al final del experimento, SF: suelo con plantas al final del experimento, RT: rizósfera 

de S. lycopersicum, ECT: endósfera de S. lycopersicum, RZ: rizósfera de plantas ruderales, EC: endósfera de 

plantas ruderales. 

 

Para identificar los grupos taxonómicos compartidos entre los microbiomas de suelos 

y raíces de plantas ruderales y S. lycopersicum, comparamos los perfiles taxonómicos a nivel 

de género a través de diagramas de Venn (Figura 6A; Anexos en línea: Tabla S3, Barajas et 

al., 2020). Encontramos que los microbiomas de los tres grupos (suelos y raíces de plantas 

ruderales y S. lycopersicum) tienen 586 géneros en común, mientras que los suelos 

comparten 68 géneros con las plantas ruderales y sólo 4 géneros con S. lycopersicum. Los 

microbiomas de ambos grupos de plantas comparten 143 géneros que no se encuentran 

incluidos entre los géneros comunes con el suelo y en particular, las raíces de S. lycopersicum 

cuentan con 14 géneros únicos, mientras que las plantas ruderales cuentan con 360 géneros 

únicos. 

 
Figura 6. Diversidad 𝛼 de suelos iniciales, rizósferas y endósferas de plantas ruderales y S. lycopersicum 

A) Diagrama de Venn representando el número de géneros bacterianos en las raíces (rizósfera + endósfera) de 

plantas ruderales, S. lycopersicum y suelos iniciales. B) Gráfico de caja y bigotes mostrando los valores del índice 

de diversidad de Shannon en los suelos iniciales (SI), rizósferas de S. lycopersicum (RT), endósferas de S. 

lycopersicum (ECT), rizósferas de plantas ruderales (RZ) y endósferas de plantas ruderales (EC). 
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Para identificar a los miembros del microbioma núcleo de raíz de S. lycopersicum y 

plantas ruderales, se comparó la composición de géneros de las muestras de rizósfera y 

endósfera en cada grupo de plantas a través de diagramas Upset (Figura 7). El microbioma 

núcleo de S. lycopersicum y plantas ruderales se conforman por 51 y 87 géneros bacterianos 

respectivamente. 

 

 

 

Figura 7. Microbioma núcleo de plantas ruderales y S. lycopersicum. A) Diagrama mostrando el número de 

géneros compartidos entre los microbiomas de S. lycopersicum. B) Diagrama mostrando el número de géneros 

compartidos entre los microbiomas de plantas ruderales.  

Influencia del genotipo del hospedero en la estructura de comunidades 

bacterianas de raíz: La convergencia del microbioma de raíz de S. 

lycopersicum 

 

Con el fin de evaluar el efecto del genotipo de los huéspedes, así como el papel de 

las propiedades del suelo en la composición del microbioma de raíz de las plantas, se llevaron 

a cabo distintos análisis de diversidad 𝜷 entre las muestras de suelos, rizósferas y endósferas. 

Se utilizó la matriz de distancias Unifrac para realizar un agrupamiento jerárquico de las 

muestras, el cual nos permite describir las diferencias entre cada micronicho de acuerdo con 

las relaciones filogenéticas y la abundancia de los OTUs presentes en cada comunidad 

bacteriana (Figura 8, izquierda, Barajas et al., 2020). En el dendrograma de la Figura 8 se 

pueden observar tres clados principales: El clado I, compuesto sólo de microbiomas de 
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rizósferas (10/16 muestras) y endósferas (13/16 muestras) de S. lycopersicum; el clado II, en 

el cual se encuentran dispuestos la mayoría de los microbiomas de suelos (SI, SF y US), junto 

con las rizósferas y endósferas de las plantas ruderales; y el clado III, un grupo en donde 

hallamos mezcladas a muestras de rizósferas y endósferas de ambos grupos de plantas, así 

como suelos. Es interesante notar que los suelos de este grupo corresponden a los suelos 

de origen (SI) y suelos finales del experimento de jardín común (SF) que son contraparte de 

las muestras asociadas a S. lycopersicum y que son de carácter ácido. El agrupamiento de 

los clados fue evaluado con un análisis de similitudes (ANOSIM) el cual muestra que la 

agrupación de cada clado cuenta con un soporte estadístico válido (R = 0.7257; p < 0.001; 

999 permutaciones). 

 
Figura 8. Influencia del genotipo del huésped y el suelo en la estructura y diversidad de las comunidades 

bacterianas. Dendrograma de agrupación jerárquica basado en las distancias Unifrac ponderadas mostrado la 

diversidad 𝛽 entre los microbiomas de suelos, rizósferas y endósferas de plantas ruderales y S. lycopersicum 

(izquierda). El identificador de la locación se despliega en las puntas del dendrograma con un código alfanumérico 

de cuatro caracteres y un sufijo indicando el tipo de muestra. SI: suelos al inicio del experimento, US: suelo control 

sin plantas al final del experimento, SF: suelo con plantas al final del experimento, RT: rizósfera de S. lycopersicum, 

ECT: endósfera de S. lycopersicum, RZ: rizósfera de plantas ruderales, EC: endósfera de plantas ruderales. 

Gráfico de calor mostrando la diversidad de Shannon (H’) calculada para cada muestra (centro). Gráfico de barras 

que presenta la abundancia relativa a nivel de phylum en cada muestra (derecha).   
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Para conocer la cohesividad dentro de cada clado, evaluamos los valores promedio 

de las distancias encontradas entre los microbiomas dentro de cada clado (Anexos en línea: 

Tabla S4, Barajas et al., 2020). El valor para el clado I es igual a 0.5041, mientras que la del 

clado II es 0.5058 y en el clado III es de 0.4787. Al observar las distancias que se encuentran 

entre cualquier par de hojas en el clado I hacia cualquier hoja en el clado II o III es igual 

0.6608, un valor mayor al promedio encontrado dentro de cualquiera de los tres clados. 

 

Es interesante notar que los patrones generales de abundancia (Figura 8, derecha; 

Anexos en línea: Tabla S5, Barajas et al., 2020) muestran que las proporciones de 

Actinobacteria en los microbiomas presentes en los clados II y III son mayores a las que se 

observan en el clado I, mientras que en éste se puede apreciar una mayor abundancia de 

Bacteroidetes y Proteobacteria, específicamente 𝛼-Proteobacteria. 

 

Adicionalmente, se evalúo la diversidad beta a través de un análisis de ordenamiento 

no métrico multidimensional (NMDS) (Figura 9-A) en donde se observa la misma tendencia 

de agrupamiento de los grupos previamente descritos. A través de este análisis también 

pudimos evaluar el efecto de propiedades abióticas del suelo en la composición del 

microbioma sin poder encontrar diferencias entre los grupos dadas estas variables (Figura 9-

B). 
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Figura 9. Análisis de diversidad beta de los microbiomas de suelos, rizósferas y endósferas de plantas 

ruderales y S. lycopersicum. Ordenamiento multidimensional no métrico (NMDS) basado en las abundancias de 

OTUs y distancias Unifrac ponderadas. Stress = 0.1888. Los colores corresponden en A) el tipo de muestra, B) 

los valores de pH del suelo, C) La cantidad de fósforo total en los suelos, D) La cantidad de carbono total en los 

suelos y E) La cantidad de nitrógeno total en los suelos. 

 

Enriquecimiento de grupos taxonómicos en raíces de plantas 

domesticadas y ruderales: La selección activa del microbioma por parte 

de los hospederos 

 

Debido a que encontramos diferencias evidentes en la composición taxonómica de los 

microbiomas dependiendo del nicho habitado, realizamos análisis de varianza entre los 

grupos de suelos, raíces de plantas ruderales y raíces de S. lycopersicum (Figura 10, Barajas 

et al., 2020). 
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Figura 10. Abundancia relativa de phyla bacterianos en suelos y rizósferas de plantas ruderales y S. 

lycopersicum. En cada panel se muestra un diagrama de caja y bigotes representando la abundancia relativa de 

cada phyla. El phylum Proteobacteria se desglosa a nivel de clase. Las diferencias significativas fueron 

determinadas a través de una ANOVA seguida de una prueba de Tukey (p < 0.001). 
 

Los microbiomas de suelos, así como el de rizósferas y endósferas de plantas 

ruderales se encuentra dominado por Actinobacteria, esta abundancia es significativamente 

mayor (ANOVA p < 2E-17) a la encontrada en los microbiomas de S. lycopersicum (Figura 10, 

Barajas et al., 2020). Por lo contrario, en el microbioma de raíz de S. lycopersicum 

encontramos que Proteobacteria es el phylum dominante y su abundancia es 

significativamente mayor (ANOVA p < 1.8E-15) en comparación con los microbiomas de suelos 

y raíces de plantas ruderales. Debido a que Proteobacteria es un phylum diverso y polifilético, 

éste fue descrito a nivel de clase (𝛼, 𝛽, 𝛾, and 𝛿-Proteobacteria). La clase 𝛼-Proteobacteria 

resultó ser la más abundante en las raíces de S. lycopersicum, presentando diferencias 

significativas (ANOVA p < 2E-16) con los grupos de suelos y raíces de plantas ruderales, 

mientras que las demás clases de Proteobacteria (𝛽, 𝛾, and 𝛿) se encuentran en mayor 

abundancia en los microbiomas de plantas ruderales y suelos (p < 0.05). El último phylum 

que presentó una mayor abundancia con diferencias significativas en las raíces de S. 

lycopersicum fue Bacteroidetes (ANOVA p < 1.3E-15) (Figura 10). Ninguno de los demás 

grupos taxonómicos presenta diferencias significativas en abundancia entre los microbiomas 

de suelos y raíces de plantas. 
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A partir de los conjuntos de OTUs compartidos por los distintos tipos de microbiomas 

se realizó un análisis de abundancia diferencial basada en las veces de cambio de la 

abundancia de OTUs para identificar OTUs que se encontraran enriquecidos 

preferencialmente ya sea en las raíces de S. lycopersicum (RT, ECT) o en las raíces de 

plantas ruderales (RZ, EC) al comparar contra los suelos (SI, SF ó US) (Figura 11; Anexos 

en línea: Tabla S6, Barajas et al., 2020). En la comparación de los microbiomas de S. 

lycopersicum contra los suelos iniciales, encontramos a 6 OTUs diferencialmente abundantes 

en rizósfera, los cuales corresponden a los géneros Sphingobium, Caulobacter, Asticcacaulis, 

Arthrospira y Kaistobacter, mientras que en la comparación contra la endósfera se 

identificaron a 14 OTUs enriquecidos, pertenecientes a los mismos géneros antes descritos, 

además de Agrobacterium y Lacibacter (Figuras 11A y 11B). En las comparaciones de los 

microbiomas de plantas ruderales contra suelos de origen encontramos un mayor número de 

OTUs enriquecidos; en el caso de las rizósferas, encontramos 45 OTUs diferencialmente 

abundantes, y en las endósferas hayamos 31 OTUs (Figuras 11C y 11D). La mayor parte de 

los OTUs enriquecidos en los microbiomas de las plantas ruderales fueron asignados dentro 

del phylum Actinobacteria, especialmente en las rizósferas, donde observamos a géneros 

como Lentzea, Amycolatopsis, Couchioplanes, Actinoplanes y Geodermatophilus. Por oto 

lado, en las endósferas encontramos un mayor número de miembros pertenecientes al 

phylum Proteobacteria, en concreto a los géneros Methylibium, Roseateles, Rhizobium, 

Xenophilus, Arthrospira, Kaistobacter y Agrobacterium, el cual también se encontraba en las 

rizósferas. Las comparaciones de los microbiomas de plantas contra SF y US no arrojaron 

diferencias significativas entre los grupos. 
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Figura 11. OTUs enriquecidos en la rizósfera y endósfera de plantas ruderales y de S. lycopersicum. 

Gráficos del Log2 de las veces de cambio de las abundancias de OTUs en la comparación de los suelos iniciales 

contra A) Rizósferas de S. lycopersicum B) Endósferas de S. lycopersicum C) Rizósferas de plantas ruderales.  

D) Endósferas de plantas ruderales. Los OTUs se presentan a nivel de género y se colorean con base en el phylum 

al que corresponden. Los valores por encima de cero representan a OTUs enriquecidos en microbiomas de 

plantas. 
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Descripción del potencial metabólico de comunidades las microbianas de 

suelos y rizósferas 

 

Se secuenciaron en total 17 metagenomas de muestras de suelos de origen (n = 6), 

rizósferas de plantas ruderales (n = 6) y rizósferas de plantas de S. lycopersicum (n = 5), 

obteniéndo 50.1 Gb secuenciadas. Después del control de calidad, se obtuvieron 

464,372,598 lecturas pareadas de secuenciación con un promedio de 27,316,035 ± 2,943,233 

secuencias por metagenoma. Las lecturas de calidad fueron ensambladas en un total de 

12,677,118 de contigs con un promedio de 745,713 ± 366,001 contigs por muestra, los cuales 

tienen un valor de N50 promedio de 176 ± 51 bp y la mayor longitud de contig igual a 45,645 

bp (Anexos en línea: Tabla S7, Barajas et al., 2020). A partir de los contigs metagenómicos, 

se logró hacer la predicción computacional de 12,272,971 proteínas con un promedio de 

708,835 ± 332,770 proteínas predichas por muestra. Posteriormente, se realizó la anotación 

de proteínas contra la base de datos M5NR, contra la cual se tuvieron 3,147,929 aciertos. A 

partir de los aciertos obtenidos contra esta base de datos se obtuvieron dos juegos de 

sistemas de anotación distintos; el primero en base a Refseq y el segundo con la base de 

datos de Subsistemas de SEED. El número de proteínas anotadas por Refseq fue de 411,432, 

que corresponden sólo al 13.07% de los aciertos en M5NR, mientras que la anotación contra 

los subsistemas de SEED obtuvimos 138,627 proteínas, representando sólo el 4.4% de los 

aciertos contra M5NR. 

 

Para describir el potencial metabólico de las comunidades microbianas de suelos y 

rizósferas utilizamos la base de datos de subsistemas de SEED, la cual se basa en una 

organización ontológica de la información, dividiéndose en cuatro diferentes niveles. Para 

realizar la descripción individual de los metagenomas, se utilizó el primer nivel de la 

clasificación jerárquica, compuesto de 28 distintas categorías (Figura 12, Barajas et al., 2020). 

Este análisis nos mostró que, de acuerdo con las proteínas anotadas mediante este sistema, 

no podemos observar diferencias aparentes entre los perfiles metabólicos predichos en los 

metagenomas y únicamente fuimos capaces de encontrar pequeñas diferencias no 

significativas (TukeyHSD; p > 0.05) entre los metagenomas de suelos y rizósferas de S. 

lycopersicum en las categorías relacionadas a la adquisición de hierro (p = 0.07) y la 

producción de pared celular y cápsula (p = 0.06). La única diferencia significativa que se 

obtuvo fue entre las rizósferas de S. lycopersicum y plantas ruderales, encontrada en la 

categoría de genes relacionados al metabolismo de azufre (p = 0.017). 
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Figura 12. Perfiles metabólicos predichos de los metagenomas de suelos y rizósferas. Gráfico de calor 

mostrando la abundancia normalizada de proteínas anotadas en el nivel 1 de Subsistemas de SEED. Las muestras 

se despliegan en columnas con un código alfanumérico de cuatro caracteres y un sufijo indicando el tipo de 

muestra. SI: Suelos al inicio del experimento, RT: Rizósfera de S. lycopersicum, RZ: Rizósfera de plantas 

ruderales. 

 

Para identificar a los grupos taxonómicos predominantes en los metagenomas, se 

clasificaron taxonómicamente las lecturas crudas de secuenciación a través de binning de las 

lecturas metagenómicas contra bases de datos de bacterias, arqueas y eucariontes, lo que 

nos permite llegar, en algunos casos, hasta el nivel de especie y cepa (para bacteria). Se 

lograron clasificar el 38% de las lecturas metagenómicas totales, de las cuales, el 88.14% 

corresponden al dominio Bacteria y el 7.09% tienen aciertos contra el dominio Eukarya, de 

estos, casi la mitad (3.38%) son aciertos contra Fungi (Anexos en línea: Tabla S8, Barajas et 

al., 2020). 

 

Basados en el binning metagenómico, la especie bacteriana con mayor abundancia 

en los suelos corresponde a Solirubrobacter soli, miembro del phylum Actinobacteria, y es 

importante notar que también se encuentra altamente abundante en los metagenomas de las 

rizósferas de ambos grupos de plantas. En los metagenomas de plantas ruderales, los 
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microorganismos más abundantes son Sphingomonas sp. URHD0057, miembro de la clase 

𝛼-Proteobacteria, S. soli y Rhodoplanes sp. Z2-YC6860, miembro del orden Rhizobiales. 

Dentro de los metagenomas de rizósfera de S. lycopersicum pudimos detectar a múltiples 

especies del phylum Bacteroidetes: Ohtaekwangia koreensis, Flavobacterium terrae, 

Niastella vici, Chryseolinea serpens y al microorganismo identificado Chitinophagaceae 

bacterium IBVUCB2, todos miembros del phylum Bacteroidetes. En cuanto a los integrantes 

del reino Fungi, se pudieron detectar como las especies más abundantes en las rizósferas de 

tomates y plantas ruderales a Rhizophagus irregularis (Mucoromycota), Melampsora larci-

populina (Basidiomycota) y Saitoiella complicata (Ascomycota). 

 

Diversidad metagenómica de suelos y rizósferas de S. lycopersicum y 

plantas ruderales: El modelo de dos pasos se cumple a nivel metabólico 

 

El análisis de la diversidad 𝛼 del potencial metabólico de las comunidades microbianas 

de suelos y rizósferas se llevó a cabo utilizando el número observado total de proteínas 

predichas y basados en el índice de diversidad de Shannon. Con base en el número 

observado de proteínas totales predichas encontramos que, en promedio, los suelos cuentan 

con un mayor número de proteínas (249,880 ± 91,770) que las rizósferas de plantas ruderales 

(218,973 ± 100,751) y S. lycopersicum (199,365 ± 74,505), aunque las medianas no difieran 

(SI = 221,364; RF = 219,757; RZ = 216,665) (Figura 13; Anexos en línea: Tabla S9, Barajas 

et al., 2020). La diversidad de Shannon calculada para los suelos tiene un valor mayor 

(mediana=11.8), en comparación con la H’ encontrada en S. lycopersicum (mediana = 11.3) 

y plantas ruderales (mediana = 11.3). Sin embargo, las diferencias entre los grupos no son 

significativas, pero la dispersión de los datos es mayor en las rizósferas de plantas ruderales 

que en los suelos (SI σ = 0.37; RZ σ = 0.66) (Figuras 13 y 14B; Anexos en línea: Tabla S9, 

Barajas et al., 2020).   
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Figura 13. Riqueza y diversidad 𝛼 de proteínas predichas en suelos y rizósferas de plantas ruderales y S. 

lycopersicum. Gráficos de caja y bigotes mostrando el número de proteínas observadas, el estimador de 

diversidad Chao1 y el índice de diversidad de Shannon para cada tipo de muestra. No se encontraron diferencias 

significativas entre los valores. SI: Suelos al inicio del experimento, RT: Rizósfera de S. lycopersicum, RZ: 

Rizósfera de plantas ruderales. 

 

Para conocer la distribución de las proteínas predichas y anotadas contra Refseq entre 

los distintos metagenomas, se realizaron comparaciones a través de diagramas de Venn 

entre el grupo de suelos, rizósferas de plantas ruderales y rizósferas de plantas de S. 

lycopersicum (Figura 14A, Barajas et al., 2020). En este análisis se consideró a una proteína 

presente dentro de un grupo con estar incluida en el mínimo de una muestra. Los 

metagenomas de suelos y rizósferas comparten un total de 43,305 proteínas predichas 

(40,553 con anotación). El suelo comparte 33,603 proteínas (19,782 con anotación) con las 

rizósferas de S. lycopersicum y 63,067 proteínas (40,091 con anotación) con las plantas 

ruderales; un 8.49% y 8.72% del total de proteínas, respectivamente. Las comunidades 

microbianas de rizósfera de S. lycopersicum comparten un mayor número de genes 

codificantes con las plantas ruderales (8.85%) que los que ambas comparten con el suelo 

(8.49%) (Figura 14A). Los conjuntos de proteínas únicas en los tres grupos resultaron ser 

mayoritarios en los suelos con el 88.8% de proteínas codificantes, seguido de las rizósferas 

de plantas ruderales y S. lycopersicum con 87.4% y 86.3%, respectivamente. Es interesante 

notar que los metagenomas de rizósfera de S. lycopersicum cuentan con la mayor proporción 

de proteínas anotadas (12.1%) en comparación con las plantas ruderales (9.97%) y los suelos 

(6.75%). La lista completa de proteínas anotadas se encuentra en Anexos en línea: Tabla 

S10 (Barajas et al., 2020). 
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Figura 14. Diversidad metagenómica en suelos y rizósferas de plantas ruderales y S. lycopersicum. A) 

Diagrama de Venn mostrando las familias de proteínas predichas únicas y compartidas entre los metagenomas 

de suelos iniciales y rizósferas.  B) Gráficos de caja y bigotes mostrando la diversidad de Shannon con base en 

el número total de proteínas predichas en suelos y rizósferas C) Análisis Coordenadas Principales (CAP) calculado 

a partir del número total de proteínas predichas en cada muestra de suelos y rizósferas usando una matriz de 

disimilitudes de Bray-Curtis y constreñido por las variables ambientales desplegadas en los vectores. CT: 

Concentración de carbono total, NT: Concentración de nitrógeno total, PT: Concentración de fósforo total, RZ: 

Rizósfera de plantas ruderales, SI: Suelos iniciales. 
 

 

 

Para comprender las diferencias en el potencial metabólico que son impuestas tanto 

por el microbioma generado por el suelo y por las distintas especies de plantas en la rizósfera, 

se comparó la composición de proteínas predichas en los metagenomas a través de un 

análisis de Coordenadas Principales (CAP) (Figura 14C). Este análisis fue constreñido de 

acuerdo con las variables fisicoquímicas medidas en los suelos (N, C, P y pH) y el tipo de 

muestra (SI, RF, RZ), con el objetivo de explorar la contribución de estas propiedades bióticas 
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y abióticas en las diferencias en la composición metabólica de las comunidades microbianas 

asociadas. El análisis de CAP logra explicar el 16.6% del total de la varianza en la 

composición metabólica de las comunidades microbianas de suelos y rizósferas. El CAP1 

logra explicar el 9.4% de la varianza, formando dos grupos separados, uno compuesto por 

los metagenomas de rizósferas de S. lycopersicum y el segundo agrupamiento que contiene 

a los metagenomas de suelos y rizósferas de plantas ruderales. La separación de estos 

grupos se corroboró a través de un análisis de ANOSIM (R = 0.4568; p < 0.001; 999 

permutaciones). Adicionalmente, la disimilitud entre las plantas ruderales y suelos es 

suficiente para no mezclar a ambos grupos, resultado soportado estadísticamente de acuerdo 

con un análisis de PERMANOVA (999 permutaciones sobre las distancias de Bray-Curtis, p 

< 1E-4) que muestra las diferencias entre ambos micronichos. La disposición de los vectores 

que presentan a las variables bióticas y abióticas con las cuales se constriñe a los dos ejes 

del CAP en la Figura 14C muestran que existe una correlación positiva para las variable 

abiótica de concentración de fósforo y la variables bióticas tipo de muestra, específicamente 

suelos y rizósferas de plantas ruderales, en particular la correlación con el componente biótico 

remarca la separación de los microbiomas a nivel metabólico dependiendo del genotipo del 

huésped. Por otro lado, las variables abióticas de pH y concentraciones de carbono y 

nitrógeno presentan una correlación negativa en el gráfico. 

 

Enriquecimiento de proteínas predichas en los metagenomas de 

rizósferas de S. lycopersicum y plantas ruderales. 

 

Con el objetivo de investigar si existen genes codificantes que puedan estar 

enriquecidos dependiendo del micronicho habitado, se llevaron a cabo comparaciones 

pareadas entre los perfiles metabólicos predichos de los metagenomas de suelos y rizósferas 

con base en las proteínas anotadas por Refseq. Se utilizó el logaritmo base dos del valor de 

las veces de cambio para identificar a las proteínas diferencialmente abundantes (p < 0.001) 

entre cada uno de los grupos (Anexos en línea: Tabla S11, Barajas et al., 2020). En la 

comparación entre rizósferas de S. lycopersicum y suelos encontramos 67 proteínas 

enriquecidas en S. lycopersicum las cuales están involucradas en procesos celulares como 

movilidad, quimiotaxis y formación de biofilm (e.g., LuxR, CheY, diguanilato ciclasa), genes 

relacionados a la producción de antibióticos (e.g., 𝛽-lactamasa clase C), degradación de 

carbohidratos complejos (e.g., xiloglucanasa, celulasa Cel5F), proteínas relacionadas al 

metabolismo de hierro (TonB), esporulación (SpoIIIE) y proteínas relacionadas a sistemas de 

secreción (exosortasa) (Figura 15, Barajas et al., 2020). 
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Figura 15. Proteínas diferencialmente abundantes en rizósferas de S. lycopersicum y suelos iniciales.  

Gráficos del Log2 de las veces de cambio de las abundancias de proteínas predichas anotadas en la comparación 

de los metagenomas de rizósferas de S. lycopersicum contra los metagenomas de suelos iniciales. Los valores 

negativos indican proteínas enriquecidas en las rizósferas de S. lycopersicum y los valores positivos indican 

proteínas enriquecidas en los suelos. 
 

Al comparar las rizósferas de plantas ruderales y de S. lycopersicum pudimos hallar 16 

proteínas en RT y 11 en RZ (Figura 16, Barajas et al., 2020). Las proteínas enriquecidas en 

RZ tienen funciones relacionadas al transporte membranal (histidin cinasa de canal 



54 

 

osmosensible de K, transportadores y permeasas de la superfamilia MFS, transportadores 

ABC de azúcares), metabolismo de compuestos aromáticos (descarboxilasa de 

benzoilformato). Las proteínas diferencialmente abundante en RF tienen funciones 

involucradas en la degradación de aminoácidos (amino leucil peptidasa M17), proteínas de 

transferencia horizontal de material genético (e.g., integrasa-recombinasa, transposasa 

ISRSO17, proteína de absorción B del bacteriofago N4), reciclaje de peptidoglicano (LD 

descarboxilasa A) y además hemos encontrado proteínas similares a las encontradas en la 

comparación de RF contra SI (e.g., 𝛽-lactamasa clase C, glicósido hidrolasas) (Figura 15, 

Barajas et al., 2020). 

 

Finalmente, en la comparación de las rizósferas de plantas ruderales contra los suelos 

de origen hallamos que sólo dos proteínas predichas están enriquecidas en las plantas 

ruderales y participan en procesos de monitoreo ambiental (proteína sensora de un sistema 

de dos componentes) y metabolismo de hierro (dominio de un receptor de TonB) (Figura 17; 

Anexos en línea: Tabla S11, Barajas et al., 2020). 
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Figura 16. Proteínas diferencialmente abundantes en rizósferas de S. lycopersicum y de plantas ruderales.  

Gráficos del Log2 de las veces de cambio de las abundancias de proteínas predichas anotadas en la comparación 

de los metagenomas de rizósferas de S. lycopersicum contra los metagenomas de rizósfera de plantas ruderales. 

Los valores negativos indican proteínas enriquecidas en las rizósferas de S. lycopersicum y los valores positivos 

indican proteínas enriquecidas en las plantas ruderales. 
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Figura 17. Proteínas diferencialmente abundantes en rizósferas de plantas ruderales y suelos iniciales.  

Gráficos del Log2 de las veces de cambio de las abundancias de proteínas predichas anotadas en la 

comparación de los metagenomas de rizósferas de plantas ruderales contra los metagenomas de suelos 

iniciales. Los valores negativos indican proteínas enriquecidas en las rizósferas de plantas ruderales y los 

valores positivos indican proteínas enriquecidas en los suelos. 

 

El metagenoma núcleo de suelos y rizósferas de S. lycopersicum y 

plantas ruderales 

 

Para investigar la composición del metagenoma núcleo de cada grupo (rizósferas de 

S. lycopersicum, rizósferas de plantas ruderales y suelos), en otras palabras, las proteínas 

predichas compartidas entre todos los metagenomas de cada grupo, se compararon los 

perfiles de proteínas predichas de estos microbiomas a través de diagramas de Venn. 

Encontramos que el metagenoma núcleo de rizósfera de S. lycopersicum se compone de 

2,762 proteínas (Figura 18, Barajas et al., 2020), mientras que el de las plantas ruderales 

contiene 694 y los suelos comparten 639 (Anexos en línea: Tabla S12, Barajas et al., 2020). 

 

Dentro del metagenoma núcleo de rizósfera de S. lycopersicum encontramos un gran 

número de genes codificantes para proteínas involucradas en el metabolismo central y 

procesos fundamentales de las células, como proteínas ribosomales, tRNA sintetasas, la 

acetil-CoA carboxilasa, oxoglutarato deshidrogenasa, alfa y beta glucosidasas, helicasas, 

ligasas, citocromo C oxidasas, entre otras. También identificamos múltiples genes 

codificantes interesantes involucrados en metabolismo de nitrógeno, como genes de 

desnitrificación (nosZ) y de nitrito reductasas (nasA, nirB, nrfA), junto con sintetasas y 

transferasas de glutamato y glutamina y transportadores ABC de NO3/NO2. También 
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observamos la presencia de algunos otros genes que codifican para proteínas como la 

sintetasa de cianoficina (CphA), cianoficinasa, amidohidrolasas de alantoato, alantoinasa y 

fosfolipasas de patatinas. Además de estos, identificamos distintas proteínas que participan 

en fenómenos de movilidad y quimiotaxis como las de biosíntesis del flagelo (FliP, FlhA, FlgF) 

y proteínas como CheY y CheB; proteínas de formación de pili (CpaE, CpaB, TadB, TadE), 

proteínas de ensamblaje de fimbrias y diguanilato ciclasas. Por otro lado, identificamos 

múltiples proteínas como transportadores ABC de azúcares, diferentes familias de glicósido 

hidrolasas y la enzima xiloglucanasa (Anexos en línea: Tabla S12, Barajas et al., 2020). 

 

Al analizar las proteínas compartidas entre todos los metagenomas de las plantas 

ruderales, observamos la misma tendencia que en el caso de S. lycopersicum, la mayor parte 

de las proteínas esenciales como chaperoninas, girasas, DNA polimerasas, proteínas 

ribosomales, por mencionar algunas.  

 

Finalmente, comparamos las listas de anotación de los tres metagenomas núcleo de 

cada uno de los grupos mediante diagramas de Venn con el objetivo de encontrar las 

proteínas únicas y compartidas ubicuas en todas las muestras. Se encontró que las 

comunidades microbianas de rizósferas de S. lycopersicum cuentan con el mayor número de 

proteínas únicas (1,353), seguidas de los suelos (162) y las rizósferas de plantas ruderales 

(143). La intersección de los tres grupos consta de un total de 137 proteínas, mientras que 

suelos y rizósferas de S. lycopersicum comparten 133; suelos y rizósferas de ruderales 

comparten 62, y rizósferas de ruderales y S. lycopersicum 154. Entre los miembros que están 

compartidos por los tres grupos de metagenomas encontramos a proteínas consideradas 

esenciales para la vida como proteínas ribosomales, polimerasas de DNA y RNA, girasas y 

la chaperonina GroEL; siendo ubicuas en cada metagenoma (Anexos en línea: Tabla S13). 

Fuera de este tipo de proteínas esenciales, múltiples proteínas clasificadas como receptores 

de TonB y nitrilasas fueron encontradas tanto en las rizósferas de las plantas ruderales como 

en las de S. lycopersicum. Al analizar los miembros únicos de cada grupo, encontramos que, 

en general, volvemos a encontrar distintas proteínas esenciales en cada grupo de plantas. 

En las rizósferas de las plantas ruderales hay proteínas relacionadas a los sistemas de 

secreción tipo I, II, III y IV las cuales resultan interesantes, mientras que en las rizósferas de 

S. lycopersicum identificamos a múltiples transportadores ABC, las proteínas ExbD/TolR 

sintetasas de péptidos no ribosomales (syringopeptina), las previamente mencionadas 

cianoficinasa (CphA) y la cianoficina sintetasa, diguanilato ciclasas, proteínas de síntesis de 

flagelo y pili y enzimas de síntesis de polisacáridos con señal PEP-CTERM (Anexos en línea: 

Tabla S13, Barajas et al., 2020). 
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Figura 18. Metagenoma núcleo de S. lycopersicum. Diagrama mostrando el número de proteínas predichas 

únicas y compartidas entre todas las muestras de rizósferas de S. lycopersicum. En rojo se muestra el número de 

proteínas compartidas por todos los metagenomas 
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Discusión 

 

En este trabajo se describió la composición y diversidad taxonómica de comunidades 

bacterianas de 16 muestras de suelos correspondientes a ocho distintos tipos de suelos, 

rizósferas y endósferas de plantas de S. lycopersicum, producto de un experimento de jardín 

común usando cada uno de los suelos como sustrato, así como suelo circundante a las 

plantas de jitomate y suelos control en donde no se crecieron plantas pero que recibieron el 

mismo tratamiento en el jardín común. Estos microbiomas fueron comparados contra los de 

rizósferas y endósferas de plantas ruderales, que se encontraban creciendo sobre cada uno 

de los suelos colectados sin ninguna condición de manejo. 

 

Al realizar el experimento de jardín común en un invernadero se buscó someter a los 

múltiples tipos de suelo utilizados bajo un mismo régimen de riego y temperatura, dado que, 

al venir de distintos contextos geográficos, éstos se encontraban sujetos a distintas 

situaciones climáticas, particularmente, la cantidad de precipitación de lluvia en cada sitio. Al 

igual que los suelos, las plantas ruderales se encontraban sujetas a tales variables climáticas. 

Por otro lado, la idea de utilizar un mismo genotipo de planta en el jardín común nos permitió 

evaluar la influencia del huésped en la estructuración del microbioma de raíz a nivel 

taxonómico y metabólico.   

 

Encontramos diferencias en las concentraciones de nutrientes totales al comparar 

dichas propiedades en los suelos al inicio contra los suelos al final del experimento de jardín 

común, en los cuales se cultivaron las plantas de S. lycopersicum. Particularmente, se 

observaron incrementos de N que varían desde una hasta 21 unidades (mg/g suelo) en más 

de la mitad de las muestras (Tabla 1). Esto refleja el aumento de la actividad microbiológica 

que puede ser explicada por el tratamiento de riego, ya que su actividad se ve favorecida con 

un mayor contenido de agua (Csonka., 1989). Estos incrementos pueden estar relacionados 

a los cambios en diversidad y abundancia de algunos grupos bacterianos, como el aumento 

de Proteobacterias y la disminución de Actinobacteria en los suelos finales. La presencia e 

incremento de estos grupos bacterianos puede contribuir en la fijación biológica de nitrógeno, 

ya que miembros de ambos phyla cuentan con genes codificantes de nitrogenasas en sus 

genomas (Boyd & Peters, 2013). Sin embargo, faltaría determinar la expresión y actividad de 

este tipo de enzimas en trabajos futuros. El suelo SIN2 mostró la mayor reducción en la 

concentración total de N (13.6 unidades), lo que puede explicarse debido a la lixiviación del 

nutriente, ya que este suelo era arena de una duna costera, un sustrato altamente poroso y 

con una pobre retención de agua. Otra explicación plausible puede ser la incorporación del 
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nutriente en la biomasa de las plantas, al igual que en el suelo SLP1; un suelo donde también 

se observó la disminución en la concentración de N.  En estos dos suelos se obtuvieron las 

mayores producciones de biomasa en las plantas de S. lycopersicum. Adicionalmente, cabe 

mencionar que las diferencias en el desempeño de las plantas pueden haber sido producto 

de efectos mecánicos del suelo, ya que muchos de ellos al ser Vertisoles y Feozems 

presentan un alto contenido de arcilla y baja porosidad, inhibiendo el correcto desarrollo de 

las raíces. 

 

Por otro lado, se observaron incrementos en la concentración total de C, indicando el 

incremento de la actividad biológica de las plantas al depositar compuestos de carbono a 

través de sus exudados de raíz, que pueden corresponder hasta el 21% del carbono fijado 

por las plantas (Marschner et al., 2004) y que finalmente sirven como fuentes de carbono para 

los microorganismos del suelo (Canarini et al., 2019). El mayor incremento de este nutriente 

en los suelos fue en SLP1, subiendo 67 unidades, en comparación con JAL1 donde el 

incremento es de 14 unidades. El incremento de carbono en SLP1 hace sentido con el hecho 

de haber sido el suelo donde las plantas tuvieron la mayor producción de biomasa y el sistema 

de raíces más prominente como se aprecia en el ejemplo de la Figura 3B. 

 

Cuando buscamos las posibles relaciones entre los parámetros fisicoquímicos de los 

suelos con la estructura de sus microbiomas y el de las raíces, encontramos que sólo el pH 

fue capaz de explicar algunas diferencias en la composición lo cual se observa en la 

separación del clado III en la Figura 8, donde las muestras son de suelos de carácter ácido 

(Tabla 1). Resulta interesante notar que el pH ha sido descrito anteriormente en distintos 

trabajos como el mejor predictor de la estructura de comunidades bacterianas en suelos 

(Lauber et al., 2009; Zhalnina et al., 2015). 

 

Al analizar los microbiomas de raíz (rizósfera y endósfera) de S. lycopersicum se 

encontró que éstos cuentan con valores de riqueza y diversidad (H’) por debajo de los valores 

encontrados en los microbiomas de suelo. Este resultado va de acuerdo con el modelo de 

adquisición del microbioma de raíz en dos pasos (Bulgarelli et al., 2015), el cual considera en 

primera instancia a las propiedades edáficas del suelo como un primer filtro y factor de 

selección de comunidades microbianas, y en segundo lugar toma en cuenta las propiedades 

intrínsecas del huésped. Esto se ha comprobado en organismos modelo como Arabidopsis 

(Lundberg et al., 2012; Bulgarelli et al., 2012) o en plantas domesticadas como cebada y arroz 

(Bulgarelli et al., 2015; Edwards et al., 2015). 

 

La caída de diversidad y riqueza del microbioma de raíz de S. lycopersicum va de la 
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mano con el enriquecimiento de ciertos géneros bacterianos como Caulobacter, Rhizobium, 

Asticcacaulis, Sphingobium, Sphingomonas, and Novosphingobium los cuales han sido 

aislados de fuentes ambientales como cuerpos de agua (Chen et al., 2013), suelos (Costa et 

al., 2006), y rizósferas de distintas plantas (Young et al., 2008; Schreiter et al., 2014; Yang et 

al., 2016). Algunos de estos géneros poseen características genómicas que pueden ser útiles 

para la colonización de las raíces de plantas. Por ejemplo, los géneros Caulobacter y 

Asticcacaulis que presentan apéndices que les facilitan la adherencia a sustratos sólidos 

(Poindexter, 1981) y los miembros de la familia Sphingomonadaceae cuentan con genes 

codificantes para enzimas degradadoras de compuestos complejos de carbono como lo son 

los derivados de plantas (Aylward et al., 2013). Resulta interesante mencionar que miembros 

de las familias Sphingomonadaceae y Bradyrhizobiaceae han sido reportados previamente 

en microbiomas de S. lycopersicum (Tian et al., 2015; Larousse et al. 2017), mientras que 

OTUs asignados al género Sphingobium conforman hasta el 50% de las lecturas en 

bibliotecas de amplicones del gen ribosomal 16S de microbiomas de jitomate (Lee et al., 

2016) y también se han encontrado como un género dominante en experimentos donde 

comparan rizósferas de jitomate bajo un déficit de hierro  (Pii et al. 2016). En general, 

Sphingobium parece ser un género bastante cosmopolita en el contexto de plantas ya que se 

han aislado de rizósferas de jitomate, lechuga, maíz y  Populus (Young et al. 2008; Yang et 

al. 2016; Schreiter et al. 2014). Además de esto, se ha visto que plantas de jitomate infectadas 

con el patógeno Phytophthora parasitica tienen una menor abundancia de las familias 

anteriormente señaladas en comparación con plantas sanas (Larousse et al., 2017). También 

se ha encontrado que bacterias de este género en rizósfera confieren protección contra la 

podredumbre corchosa de la raíz de lechuga causado por Sphingobium mellinum, mostrando 

que al ser pertenecientes de un mismo género pueden competir por el nicho, confiriendo 

protección en última instancia a la planta (van Bruggen et al., 2014). El hecho de que hayamos 

encontrado géneros sobrerrepresentados de tales familias en concomitancia con la ausencia 

de síntomas de pudrición de raíz en las plantas (Satour & Butler 1967) sugiere el uso de este 

tipo de microorganismos como indicadores de estados de salud de la planta. 

 

Por otro lado, la riqueza y diversidad (H’) observadas en los microbiomas de raíz de 

las plantas ruderales son significativamente superiores a las encontradas tanto en suelos 

como en las plantas de S. lycopersicum, rompiendo con los supuestos establecidos por el 

modelo de dos pasos; sin embargo, este tipo de resultados han sido encontrados en un meta-

análisis que compara varios biomas en el cual se reportan valores más altos de diversidad en 

rizósferas que en suelos (Thompson et al., 2017). Una de las explicaciones más plausibles 

es que las plantas ruderales in situ funcionan como un oasis de nutrientes y humedad para 

los microorganismos del suelo, ya que en un escenario natural como este tanto las plantas 
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como los microorganismos dependen fuertemente de la estacionalidad de las lluvias para 

poder llevar a cabo su actividad biológica, siendo el agua uno de los factores más limitantes 

para estos procesos (Manzoni et al., 2012), lo cual resulta en el incremento en la diversidad 

bacteriana que observamos en las raíces de estas plantas. A pesar de esto, los microbiomas 

de raíz de plantas ruderales tienen una composición más parecida a los microbiomas de 

suelos, como es evidenciado a través del análisis de diversidad 𝛽 donde se incorporan la 

mayoría de los microbiomas de plantas ruderales y suelos en el clado II en la Figura 8. Se 

conoce que el número de especies de plantas es un factor que modifica la diversidad, tasas 

de respiración y biomasa microbianas al incrementar la diversidad de plantas (Wu et al., 

2019). Esta es una consideración importante para tomar en el caso de las plantas ruderales, 

ya que éstas no se encontraban aisladas, sino que formaban parte de una comunidad 

completa de plantas formando una cobertura vegetal en donde existen también otras especies 

lo cual repercute en el suelo circundante, ampliando el efecto rizósfera.   

 

Los microbiomas de raíz de S. lycopersicum, poseen una abundancia 

significativamente mayor de Proteobacteria y Bacteroidetes en comparación con los suelos y 

los microbiomas de raíz de las plantas ruderales que se encuentran significativamente 

enriquecidos en Actinobacteria. Estas diferencias en abundancia en suelos y raíces de 

plantas ruderales puede ser producto de factores climáticos como la ausencia de agua, la 

cual ha sido asociada al incremento de actinobacterias en sitios áridos, mientras que en sitios 

húmedos se hayan mayores proporciones de proteobacterias (Neilson et al., 2017), como se 

observa en las raíces de S. lycopersicum, las cuales estuvieron recibiendo un tratamiento de 

riego constante. Cabe mencionar que la mayoría de las plantas ruderales que fueron 

colectadas, pastos, se clasificaron dentro de la familia Poaceae, en cuyos miembros se han 

reportado enriquecimientos de Actinobacteria bajo condiciones de sequía (Naylor et al., 2017, 

Fitzpatrick et al., 2018). Es importante recalcar que una diferencia radical en las 

comparaciones entre la estructura de microbioma de las plantas en el experimento de jardín 

común y las plantas ruderales es la hidratación constante de los suelos en el jardín común y 

que los miembros de Proteobacteria tienen un tiempo de duplicación menor que 

Actinobacteria, siendo favorecidos en condiciones de disponibilidad de agua (Ramin & Allison, 

2019). 

 

Además de esto, se ha visto que existen diferencias en la composición del microbioma 

de las plantas domesticadas en comparación con sus contrapartes salvajes; particularmente, 

en variedades salvajes de cebada (Hordeum vulgare spp. spontaneum) se encontró que hay 

una mayor abundancia de Bacteroidetes en la rizósfera, mientras que la variedad 

domesticada de la misma planta (Hordeum vulgare spp. vulgare) tiene un enriquecimiento de 
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los phyla Proteobacteria y Actinobacteria (Perez-Jaramillo et al., 2018). La presión selectiva 

impuesta por la domesticación de las plantas ha creado diferencias en propiedades no solo 

de los productos que se desean obtener, sino también en características como la arquitectura 

de la raíz, lo cual ha sido correlacionado con la estructura de su microbioma (Perez-Jaramillo 

et al., 2017). Algunos estudios han demostrado que existe una correlación entre la distancia 

evolutiva de los huéspedes y la estructura de sus microbiomas al comparar microbiomas de 

teocintle y otros pastos (Bouffaud et al. 2014; Peiffer et al. 2013; Redford et al. 2010); por lo 

tanto, la pérdida de Actinobacteria en los microbiomas de S. lycopersicum, sugiere un efecto 

compensatorio, producto de la domesticación. 

 

Tomando en cuenta estos resultados es posible remarcar la importancia del papel 

activo del hospedero en la selección específica de sus colonizadores bacterianos. 

Dependiendo de factores genéticos de las plantas, los cuales varían entre especies e incluso 

genotipos (Baudoin et al., 2002; Micallef et al., 2009) diferentes microorganismos pueden ser 

atraídos a causa de la mezcla de exudados de raíz y propiedades particulares de sus paredes 

celulares (Lakshmanan et al., 2012; Badri et al., 2013; Carvalhais et al., 2013; Lebeis et al., 

2015; Bulgarelli et al., 2013). 

 

A través de la secuenciación masiva de metagenomas totales fuimos capaces de 

analizar la composición metabólica predicha de los microbiomas de suelos y rizósferas de 

plantas ruderales. La riqueza de proteínas predichas observadas es equivalente en los suelos 

y rizósferas de ambos grupos de plantas cuando se toma en cuenta el total de genes 

codificantes predichos. Sin embargo, al calcular la diversidad de Shannon (H’) de genes 

codificantes predichos encontramos que el valor de la mediana para los metagenomas de 

suelos se encuentra por encima de los valores de las rizósferas de plantas ruderales y de S. 

lycopersicum, no como en el caso de la información taxonómica. Esto indica en primer lugar 

que, a nivel metabólico, el modelo de dos pasos se cumple tanto en las plantas domesticadas 

como en las plantas ruderales. Esta suposición se hace con base en el valor de la mediana 

de los grupos, sin embargo, el grupo con la mayor dispersión de los valores de H’ es el de las 

rizósferas de plantas ruderales, entre las cuales encontramos algunas muestras en particular 

que logran exceder la diversidad metabólica predicha de los suelos. Esta variabilidad puede 

corresponder a que las plantas ruderales colectadas pertenecen a distintos grupos 

filogenéticos y como se ha mencionado previamente, los microorganismos reclutados en las 

raíces de las plantas varían dependiendo del genotipo del huésped. Existen reportes en los 

cuales se ha analizado la diversidad funcional (metabólica) de suelos de pastizales y de 

campos de cultivo de trigo donde encontraron que los suelos de los pastizales tienen una 

mayor diversidad funcional en términos de genes involucrados en la degradación de materia 
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orgánica (Manoharan et al., 2017) pero no han considerado la totalidad de genes codificantes 

en los metagenomas, sino que estas observaciones fueron hechas con base en proteínas 

anotadas contra la base de datos de Subsistemas de SEED a partir de bibliotecas generadas 

con primers enfocados a la identificación de dichos genes. Estos resultados también han sido 

observados en trabajos donde se han realizado descripciones metabólicas funcionales a 

partir de microarreglos con sondas de genes de metabolismo de carbono, nitrógeno, azufre y 

fósforo, entre otros (Watrud et al.,2013). A pesar de esto, podemos sugerir que las diferencias 

en diversidad en las plantas domesticadas y ruderales sean también un producto de la 

domesticación, finalmente repercutiendo en la especialización del microbioma.  

 

En segundo lugar, nos indica que la diversidad taxonómica no es forzosamente una 

aproximación válida para estimar la diversidad metabólica de las comunidades microbianas, 

sin embargo, aún falta investigar más a fondo cuál es la relación entre la abundancia de 

OTUs, sus pangenomas y los metagenomas para realizar una mejor descripción de la 

diversidad de genes codificantes como se ha hecho en el caso de Prochlorococcus (Delmont 

& Eren, 2018), en donde, a partir de su pangenoma se ha logrado ligar la abundancia de 

familias génicas específicas de distintos grupos ecológicos del género dentro de 

metagenomas marinos con diferentes nichos de intensidad de luz, lo cual ha ayudado a 

comprender mejor la ecología de este grupo taxonómico. Además de esto, es importante 

tomar en cuenta que la diversidad metagenómica puede estar sesgada debido a la ausencia 

de muchos genes en las bases de datos debido a que, en la actualidad, la mayoría de estos 

genes provienen de organismos cultivables que se han aislado principalmente de humanos u 

organismos modelo, lo cual también puede explicar el bajo porcentaje de aciertos que se 

pudieron encontrar en los metagenomas de plantas ruderales. 

 

Por otro lado, también es importante mencionar que los resultados obtenidos en la 

anotación pueden depender tanto del ensamblado de los metagenomas como de los 

parámetros y bases de datos utilizadas para la asignación de taxa y funciones (Escobar-

Zepeda et al., 2018), por lo cual sería importante realizar un escrutinio en los parámetros para 

poder detectar estas diferencias en estudios posteriores. 

 

La baja variabilidad y alta diversidad metabólica de las comunidades microbianas de 

los suelos sugiere que los microorganismos cuentan con repertorio extenso de genes los 

cuales les pueden ayudar a contender diferentes clases de estrés, principalmente abiótico, 

debido a la baja disponibilidad de nutrientes y agua en los suelos. Mientras que las bacterias 

asociadas a plantas nos sugieren una especialización metabólica que está relacionada a la 

colonización de la rizósfera y finalmente de las raíces de las plantas, en donde los 
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microorganismos requieren de características genómicas particulares para la interacción 

planta-bacteria (Levy et al., 2017). El análisis de diversidad metabólica 𝛽 de las comunidades 

microbianas muestra que las plantas ruderales y los suelos tienen una composición de 

proteínas predichas muy similar, diferenciándose de los metagenomas de rizósfera de S. 

lycopersicum lo cual evidencia que también existe una selección del microbioma a nivel 

metabólico cuando se trata de plantas con un genotipo fijo.   

 

Al comparar los metagenomas para identificar los genes sobrerrepresentados entre 

los distintos micronichos nos encontramos con genes codificantes involucrados en procesos 

de movilidad y quimiotaxis en las rizósferas de S. lycopersicum, los cuales son importantes 

en los procesos de colonización como se ha visto en Pseudomonas fluorescens WCS36 

cuando al mutar el gen cheA, el cual controla la quimiotaxis dirigida por flagelo, la eficiencia 

de colonización de raíces de jitomate es reducida (de Weert et al., 2002). La alta abundancia 

de este tipo de genes en las rizósferas de S. lycopersicum hace sentido con los datos 

taxonómicos obtenidos que muestran una alta abundancia de Proteobacteria. Este tipo de 

genes se encuentran ampliamente distribuidos entre las clases 𝛼, 𝛽, y 𝛾-Proteobacteria (Liu 

& Ochman, 2007). Entre otras proteínas enriquecidas en la rizósfera de S. lycopersicum 

encontramos una diguanilato ciclasa y a la proteína CpaE, las cuales están involucradas en 

la formación de biofilm y la producción de pili en la Caulobacter crescentus (Skerker & 

Shapiro, 2000). Otras propiedades que pueden ser relevantes para el proceso de colonización 

de raíces fue el enriquecimiento de una proteína identificada como xiloglucanasa, una enzima 

degradadora de xiloglucano, el cual es un heteropolisacárido que puede representar hasta 

una cuarta parte del contenido total de carbohidratos de plantas terrestres (Scheller & 

Ulvskov, 2010). En plantas de un mismo genotipo se ha observado el enriquecimiento de 

ciertos grupos bacterianos que están adaptados a estos ambientes con genes de quimiotaxis 

o de degradación de compuestos de pared celular de plantas  (Bais et al. 2006; Compant et 

al., 2010). Entre las funciones que resultaron diferencialmente abundantes en la rizósfera 

encontramos también al receptor dependiente de TonB, una proteína de membrana que 

reconoce sideróforos complejados con hierro (Noinaj et al. 2010) y junto con esta proteína, 

encontramos también en el metagenoma núcleo a ExbD, que es una proteína necesaria para 

la transducción de energía en el complejo de TonB para la internalización de substratos 

(Higgs et al., 1998). Este tipo de propiedades funcionales en la rizósfera resultan relevantes 

debido a que se ha visto que existen fenómenos de competencia por hierro en este 

micronicho, donde las concentraciones de este elemento son generalmente bajas 

(Raaijmakers et al., 2009). 
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Las comparaciones entre los cinco metagenomas de rizósferas de S. lycopersicum 

nos permitió encontrar la composición de su metagenoma núcleo, el cual contiene un número 

mucho mayor de proteínas que los metagenomas núcleo de los suelos y rizósferas de las 

plantas ruderales. Sugerimos que la domesticación del tomate disminuyó su diversidad 

genética comparado contra las plantas ruderales creciendo en el mismo suelo.  Al usar un 

genotipo único de plantas para seleccionar su microbioma, podemos encontrar un mayor 

número de genes en común, mientras que comparando los microbiomas de plantas diversas 

encontramos un número reducido de genes comunes en sus microbiomas, debido a la 

diversidad genética del hospedero y a la distancia filogenética entre ellos. Además de esto, 

debemos considerar que debido al síndrome de domesticación se ha creado un cuello de 

botella en la diversidad genética de las plantas, generando líneas genéticamente más 

homogéneas, lo que repercute en sus características fenotípicas también, resultando en 

productos comestibles, libres de toxinas (Martínez et al., 2020; Doebley et al., 2006). De esta 

forma también existen descompensaciones en las habilidades para formar relaciones con 

algunos microorganismos, como ha sucedido con el maíz que ha perdido asociaciones 

micorrízicas (Toth et al., 1990).  

 

Dentro del metagenoma núcleo de S. lycopersicum encontramos distintas proteínas 

involucradas en la obtención de nitrógeno como las relacionadas a la biosíntesis de 

cianoficina (CphA), la cual está participa en escenarios limitantes por este nutriente. La 

cianoficina es un polímero de reserva compuesto por residuos de arginina y aspartato, y que 

aumenta la adecuación de las bacterias (Watzer & Forchhammer, 2018). Aunado a esto 

también se identificó a la cianoficinasa, una enzima que degrada el compuesto anteriormente 

mencionado (Richter et al., 1999). También, encontramos genes de degradación de alantoina, 

una molécula que puede ser utilizada como la única fuente de nitrógeno para la producción 

de amonio (Cruz-Ramos et al., 1997;  Ma et al., 2016) y genes anotados como nitrilasas, las 

cuales son producidas por plantas, hongos y bacterias tanto patógenas como promotoras de 

crecimiento vegetal (O’Reilly & Turner., 2003), catalizan la hidrólisis de nitritos, liberando 

amonio y pueden tener un impacto importante en la interacción planta-bacteria (Howden & 

Preston., 2009). Los genes nasA, nirB y nrfA participan en procesos que propician el 

almacenamiento de nitrógeno en el suelo, específicamente, el gen NasA es una enzima 

nitrato reductasa (Lin et al., 1993), NrfA es una enzima que forma parte de la vía disimilatoria 

reductiva de nitrato a amonio (Putz et al., 2018) y NirB es una nitrito reductasa que también 

da como producto amonio. Al generar amonio y nitrato, estas enzimas ayudan la retención de 

nitrógeno biodisponible en el suelo, lo cual resulta benéfico para el desarrollo de las plantas 

a través de la asimilación de estos recursos (Pandey et al., 2020). 
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Proteínas anotadas como patatinas también fueron identificadas en el metagenoma 

núcleo de S. lycopersicum, las cuales son fosfolipasas que originalmente se encontraron en 

el genoma de papa (Solanum tuberosum), pero que interesantemente cuentan con 

homólogos en distintas bacterias (Banerji & Flieger, 2004). Este tipo de enzimas son utilizadas 

por las bacterias para invadir la membrana celular del hospedero mediante la secreción de 

efectores por el sistema de secreción tipo III (Finck‐Barbançon et al., 1997; Sato et al., 2003; 

Phillips et al., 2003). Es interesante notar que sus homólogos eucariontes tienen actividades 

antimicrobianas, específicamente inhiben el desarrollo de Phytophtora infestans (Bártová et 

al., 2019) lo que da pie a una identificación más extensa de este tipo de genes provenientes 

de las bacterias como una estrategia para contrarrestar patógenos. Cabe mencionar que 

dentro de este conjunto de proteínas ubicuas en los metagenomas de rizósfera de S. 

lycopersicum encontramos también genes de biosíntesis de péptidos no ribosomales, de los 

cuales uno es específico para syringopeptina, una fitotoxina que es un factor de virulencia en 

Pseudomonas syringae, un patógeno común en tomate (Scholz-Schroeder et al., 2001). Lo 

anterior muestra la prevalencia de genes que podrían relacionarse con interacciones 

negativas plantas-bacteria dentro del metagenoma núcleo de esta especie de planta. 

Múltiples genes codificantes relacionados con procesos de movilidad y quimiotaxis también 

se encuentran compartidos entre todos los metagenomas de rizósfera de S. lycopersicum y 

son altamente relevantes para la colonización de la raíz (Broek et al., 1998; Dietel et al., 2013). 

Por último, encontramos proteínas exosortasas y de biosíntesis de polisacáridos con señales 

PEP-CTERM. Estas proteínas tienen una función en la producción de cápsula y biofilm. La 

exosortasa reconoce a los polisacáridos con dicha señal para poder externalizarlos en la 

célula (Haft et al., 2006, Haft et al., 2012). 

 

En resumen, las proteínas que encontramos como diferencialmente abundantes y 

presentes en el metagenoma núcleo de rizósfera de S. lycopersicum representan un conjunto 

de genes codificantes importantes y relevantes en la interacción planta-bacteria que cumplen 

funciones como el metabolismo y retención de nitrógeno en el suelo, la degradación de 

compuestos de carbono derivados del huésped y procesos de colonización y competencia 

por el nicho y se resumen en la Figura 19 (Barajas et al., 2020).      
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Figura 19. Esquema representativo de proteínas relevantes en el metagenoma de rizósfera de S. 

lycopersicum. El esquema presenta proteínas detectadas como diferencialmente abundantes en estos 

metagenomas o presentes en el metagenoma núcleo. Estas proteínas están involucradas en la colonización y 

competencia por el nicho de la rizósfera como la movilidad, quimiotaxis, competencia por hierro y degradación de 

carbohidratos complejos. 
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Conclusiones 

 

Las propiedades abióticas del suelo consideradas en este estudio no explican las 

diferencias en la estructura de las comunidades bacterianas de raíces en plantas de distintas 

especies. 

 

Bajo un escenario en donde las plantas y los suelos no reciben un manejo agronómico 

y están sujetos a las condiciones climáticas locales, las comunidades microbianas en raíces 

de plantas ruderales incrementan su diversidad taxonómica respecto al suelo de origen 

debido a que las plantas funcionan probablemente como un oasis de nutrientes y humedad. 

Esto se contrapone al modelo de adquisición del microbioma en dos pasos. En el caso de S. 

lycopersicum el modelo se cumple, donde la diversidad taxonómica de dichas comunidades 

decrece respecto a la del suelo, evidenciando un efecto de selección dependiente del 

huésped, posible producto del síndrome de domesticación. 

 

La diversidad metabólica muestra que las comunidades microbianas de rizósferas de 

plantas ruderales son muy similares a las presentes en los suelos probablemente debido a 

un efecto rizósfera expandido ocasionado por una cobertura vegetal extensa y variada 

comparada contra una sola especie de planta bajo un tratamiento homogéneo. 

 

Con 51 géneros bacterianos y 2,762 proteínas ubicuas, el metagenoma de rizósfera 

de S. lycopersicum muestra un comportamiento convergente tanto a nivel taxonómico como 

metabólico independientemente de la mayor diversidad de inóculos microbianos provenientes 

de suelos con características contrastantes. Observamos menor diversidad taxonómica, 

mayor convergencia de proteínas predichas compartidas del microbioma en S. lycopersicum, 

cuando se compara con los microbiomas y metagenomas de las plantas ruderales creciendo 

sobre el mismo suelo, sugiriendo una especialización del microbioma asociado a S. 

lycopersicum. 

 

Las comunidades microbianas de rizósferas de S. lycopersicum muestran un mayor 

número de proteínas diferencialmente abundantes, con respecto al suelo y a las plantas 

ruderales, lo cual demuestra que también existe una especialización del microbioma a nivel 

metabólico dependiente del genotipo del hospedero. Dichos genes están involucrados en 

procesos como movilidad y quimiotaxis, obtención de hierro y degradación de carbohidratos 

complejos, lo cual sugiere que los microorganismos que colonizan la rizósfera requieren de 

estrategias particulares que les auxilien en la colonización de la raíz. 
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Perspectivas 

 

Una parte por explorar sería estudiar la asociación de genes metagenómicos 

provenientes de géneros o especies bacterianas específicas. Para profundizar en este 

campo, se propone utilizar los pangenomas de los géneros bacterianos sobrerrepresentados 

para realizar el reclutamiento de genes metagenómicos y poder observar diferencias 

poblacionales a nivel de genes entre los nichos de rizósferas de plantas ruderales y tomates. 

Al ligar la información metagenómica y pangenómica sería posible identificar genes 

accesorios que estén asociados a las plantas ruderales y a los tomates y los cuales puedan 

explicar adaptaciones a cada nicho o alternativamente, que constituyan recursos útiles para 

su explotación en agroecosistemas. Adicionalmente, el mayor porcentaje de genes predichos 

en los metagenomas no tuvieron homología contra las bases de datos empleadas, los cuales, 

finalmente contribuyen a la amplia diversidad metagenómica observada. Por esta razón 

resulta conveniente realizar este puente entre la información metagenómica y pangenómica, 

probablemente utilizando genomas de organismos no cultivables. Además de este enfoque, 

una segunda opción a considerar es la generación una base de datos de proteínas predichas 

provenientes de metagenomas que no tengan homólogos en las bases de datos actuales, lo 

cual representa un recurso valioso para la identificación de familias de proteínas que puedan 

provenir de organismos no cultivados presentes en las comunidades microbianas de distintos 

ambientes; en particular, entornos tan complejos como el suelo, en el cual estamos 

empezando a comprender y a describir su diversidad metagenómica. 

 

Uno de los resultados más relevantes en este trabajo es el incremento en la diversidad 

taxonómica de las comunidades bacterianas de rizósferas de las plantas ruderales, respecto 

al suelo de origen y el tomate. Un experimento interesante derivado de esto sería la obtención 

del microbioma rizosférico de plantas ruderales el cual será utilizado como inóculo para las 

plantas de tomate. De esta forma se podría maximizar la diversidad y el número de 

interacciones planta-bacteria con un huésped domesticado como el tomate con el objetivo de 

intentar recuperar parte de la diversidad microbiana que se ha perdido. Por otro lado, también 

es de interés realizar experimentos de jardín común con plantas ruderales (Poaceae) para 

evaluar la composición y diversidad del microbioma en distintos suelos bajo condiciones 

homogéneas, descartando diferencias producto de la diferencia de edad y condiciones 

climáticas en la estructuración de las comunidades microbianas de raíz. 
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El concepto del microbioma núcleo se ha planteado recientemente como un 

fundamento importante para el diseño de comunidades microbianas sintéticas que puedan 

ser aplicadas para el mejoramiento de la producción agrícola. En este trabajo se ha descrito 

el microbioma núcleo de la rizósfera de tomate bajo distintos suelos con diferentes 

características abióticas, albergando comunidades microbianas distintas. Esto nos ha 

permitido describir el conjunto de microorganismos y genes que están compartidos dentro del 

microbioma de raíz de una planta de interés agronómico en el contexto de una variedad de 

sustratos. Utilizando esta información se abre un camino que permite comenzar a diseñar 

comunidades bacterianas sintéticas, las cuales sean específicas para la especie del huésped 

y que al mismo tiempo cuentan con una serie de características metabólicas útiles para la 

interacción planta-bacteria y potencial benéfico para la nutrición de las plantas. Para este 

objetivo, es necesario realizar análisis de redes de co-ocurrencia de genes y de taxa para 

poder identificar aquellos que sean clave para ejercer alguna función de interés, por ejemplo, 

el bloqueo de patógenos, el mejoramiento de las condiciones nutrimentales para los 

huéspedes o el posible reclutamiento y refuerzo de otros microorganismos benéficos en la 

comunidad. Un primer paso para generar comunidades sintéticas es llevar a cabo el 

aislamiento dirigido de los géneros bacterianos como Sphingobium, Caulobacter y 

Arthrobacter, los cuales se encuentran sobrerrepresentados y compartidos entre todos los 

individuos de tomate bajo los 17 suelos diferentes. Este tipo de géneros bacterianos son 

relevantes en el contexto de plantas debido a que especies como Arthrobacter koorensis 

5J12A y Sphingobium sp. AEW4 han mostrado propiedades como promotoras de crecimiento 

vegetal.  

 

Para generar un cepario representativo del microbioma núcleo de la rizósfera de 

plantas de tomate o el de plantas ruderales, es posible tomar diferentes estrategias. Por un 

lado, se puede abordar un enfoque tradicional, utilizando medios selectivos para grupos 

bacterianos específicos que faciliten su aislamiento. En segunda instancia, se pueden 

generar sistemas de escrutinio de microorganismos utilizando a las plantas como factor de 

selección con el objetivo de favorecer el desarrollo de bacterias con un potencial funcional 

dentro de la comunidad. Estos experimentos pueden ser realizados en sistemas hidropónicos 

con tomate, los cuales facilitan el manejo de los individuos, así como llevar a cabo un 

monitoreo constante del desarrollo de las raíces y evaluar probables enfermedades. Al estar 

en un medio menos complejo que el suelo, es posible tener un mejor control sobre las 

condiciones abióticas que afectan a las comunidades microbianas y finalmente, se pueden 

obtener resultados de experimentos más controlados. Al utilizar este tipo de sistemas también 

sería posible comenzar a explorar el efecto en el desarrollo de las plantas durante la 

inoculación de diferentes microorganismos, ya sea de manera individual o en consorcios, lo 
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cual es relevante debido a que el tomate es una planta cultivada en sistemas hidropónicos y 

es importante conocer las limitantes y ventajas de la aplicación de microorganismos en este 

tipo de sistemas. 
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