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RESUMEN

Los claros son disturbios que inician el proceso de regeneración natural debido a

que modifican las condiciones microambientales y, por lo tanto, afectan a la comunidad

de plantas. A su vez, también pueden modificar las propiedades del suelo; dentro del suelo

habita una enorme diversidad de organismos, como los hongos micorrizógenos

arbusculares (HMA); evaluar sus respuestas ante dichos cambios microambientales es

fundamental para entender de manera más integral lo que ocurre con la regeneración de

las selvas altas perennifolias. Derivado de lo anterior, el objetivo fue analizar la respuesta

funcional de los HMA, evaluada a través de su porcentaje de colonización intrarradical y

longitud de micelio extrarradical, en etapas iniciales de regeneración natural y determinar

qué parámetros físicos y químicos del suelo pueden estar relacionados con ellas. Se espera

que ambas características disminuyan en claros recientes y vayan aumentando conforme

avanza la regeneración natural, debido a la disminución de la humedad, el aumento de la

temperatura y la liberación de los nutrientes disponibles como P y N, que son provocados

tras la apertura del claro. Este estudio se realizó en la selva alta perennifolia de Los Tuxtlas,

Veracruz, México, donde se tomaron muestras de suelo de claros de diferentes edades que

fueron agrupados en tres categorías: C1 (los más recientes), C2 (intermedios) y C3 (más

desarrollados), y además se muestrearon cinco sitios de selva que se usaron como

referencia. Del suelo muestreado se extrajo el micelio extrarradical y se cuantificó su

longitud. Además, se tomaron las raíces, las cuales se tiñeron, para posteriormente estimar

el porcentaje de colonización intrarradical total y por estructuras. A través de una prueba

estadística de Kruskal-Wallis se evaluaron las diferencias de las variables de respuesta

entre ambientes; y se relacionaron con las características del suelo y los claros con una

regresión lineal. No se encontraron diferencias significativas en ninguna de las variables de

respuestas. Los resultados nos indican que el impacto del disturbio no afectó las

características del suelo y por lo tanto no se observó un cambio en la respuesta por parte

los hongos micorrizógenos arbusculares ante la formación de los claros o que las

características funcionales de los HMA presentan una fuerte resiliencia ante el impacto

aéreo de estos disturbios. Con el porcentaje de colonización intrarradical se relacionaron

de manera directa y significativa con el pH y el PO4; mientras que la longitud del micelio

extrarradical se relacionó de manera directa y significativa con el porcentaje de materia

orgánica en el suelo.
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INTRODUCCIÓN

DISTURBIOS EN LA SELVA ALTA PERENNIFOLIA

Disturbios

Un disturbio es una fluctuación ambiental o un evento destructivo relativamente

discreto en el tiempo y en el espacio, que puede ocurrir en cualquier tipo de ecosistema,

afectando la estructura en sus diferentes niveles tróficos al interferir con la disponibilidad

del sustrato y cambiar los recursos (White y Pickett, 1985). Estos disturbios pueden causar

perturbaciones en los ecosistemas, como cambios en la composición de especies, la

estructura del hábitat y la disponibilidad de recursos. Por lo tanto, los disturbios se

diferencian de las perturbaciones, ya que los primeros son las causas y los segundos son el

efecto sobre el ecosistema (White y Pickett, 1985).

Los cambios en un ecosistema, después de que ocurre un disturbio, dependen de la

disponibilidad de propágulos regenerativos (Guadarrama et al., 1998), del ambiente biótico

(como la presencia de depredadores, patógenos y parásitos; o de la movilidad de los

organismos afectados), de las condiciones abióticas del sitio y en especial de las

características del disturbio (Grubb, 1985; Pickett et al., 1987). De acuerdo con White y

Picket (1985), algunas de las medidas para caracterizar un disturbio son:

● Origen: un disturbio puede tener una causa antropogénica o una causa natural.

● Área o extensión. Área afectada.

● Frecuencia: Número promedio de eventos por período de tiempo.

● Intervalo de retorno: Tiempo promedio entre disturbios.

● Magnitud: Dentro de esta característica tenemos dos variables: la intensidad, o

fuerza física del evento por área por tiempo; y la severidad, que es el impacto del

disturbio en el organismo, la comunidad o el ecosistema.

Impactos de los disturbios en los ecosistemas

Los disturbios marcan la dinámica de muchos ecosistemas. Son considerados una

fuente importante de variación, tanto espacial como temporal, que afecta tanto las

características abióticas como bióticas del sitio donde ocurren (Sousa, 1984).

Los disturbios ocasionan una reducción en la densidad de las poblaciones

dominantes y aumentan la disponibilidad de los recursos (Chesson y Casse, 1986), lo que

8



brinda oportunidades para que las especies no dominantes se establezcan o desarrollen

(Goldsmith, 1998). Así , uno de los principales impactos de los disturbios es la reducción de

la competencia entre especies ecológicamente equivalentes (Huston, 1979).

Connell y Slatyer (1977) sostienen que los disturbios son tan comunes que aún no se

ha demostrado que exista alguna comunidad que haya alcanzado un estado de equilibrio

estacionario. Por lo tanto, el hecho de que los disturbios provoquen cambios ambientales

que generan nuevas condiciones para el establecimiento de distintas especies, permite

visualizar y entender en mayor medida la dinámica de los ecosistemas (Bormann y Likens,

1979).

Selva alta perennifolia

La selva alta perennifolia (SAP) es uno de los ecosistemas más diversos en el

planeta. Concentra alrededor del 50 al 80 % de todas las especies de organismos que

habitan en el planeta, aun cuando este ecosistema ocupa solo el 7% de la superficie

terrestre (Goldsmith, 1998; Wright, 2005). Además de diversas, las SAPs son complejas, se

pueden dividir en diferentes estratos que reciben diferentes cantidades de luz y agua y

presentan variaciones en la temperatura y la humedad, lo que da lugar a diferentes tipos

de vegetación (Ibarra y Sinaca, 1997). De acuerdo con Denslow (1987) estos estratos son: el

estrato emergente, el dosel, el sotobosque y el suelo.

Por lo tanto, en este ecosistema la distribución de las especies de plantas se

relaciona con los niveles de tolerancia a la luz debido a su variación debido a la cobertura

del dosel (Goldsmith, 1998). Basado en lo anterior, Whitmore (1996) clasificó a las especies

vegetales en dos grupos: las especies tolerantes a la sombra, que se establecen

principalmente en el sotobosque y el suelo de la selva; y las especies demandantes de luz,

que conforman principalmente el dosel de la selva.

En condiciones estables y sin disturbios, las especies demandantes de luz deberían

eventualmente desaparecer de la SAP, ya que éstas no se podrían desarrollar

adecuadamente bajo condiciones continuas de sombra, por lo tanto, el bosque debería

estar compuesto sólo por especies tolerantes a la sombra (Yamamoto, 2000). Sin embargo,

existen diversos disturbios que modifican continuamente las condiciones de las selvas.
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Claros

En la SAP continuamente ocurre la caída de árboles del dosel que forman huecos

verticales denominados claros (Whitmore, 1978; Martínez-Ramos, 1985). La formación de

claros genera un gradiente de condiciones microambientales que permite la liberación de

recursos dentro de éste. Una apertura en el dosel es uno de los principales disturbios

naturales que ocurren en la selva y permite que tanto especies tolerantes a la sombra,

como especies demandantes de luz, se puedan establecer y mantener viables sus

poblaciones coexistiendo en un espacio y tiempo dados (Denslow, 1987).

Por lo anterior, se puede decir que la formación de claros es una fuente importante

de heterogeneidad ambiental a nivel temporal y espacial (Arriaga, 1994) que provee una

variedad de sitios de regeneración vegetal (Brokaw, 1985), enlazando los requerimientos de

especies ecológicamente distintas (Pickett, 1983). Es a través de este disturbio que la

estructura y la composición de la comunidad vegetal en las selvas se renueva (Brokaw,

1987; Martínez-Ramos et al., 1988). Se ha argumentado que este proceso posiblemente

contribuye a la alta diversidad de estos ecosistemas (Orians, 1982; Brokaw, 1987).

La apertura de claros es tan fundamental que en muchos bosques, no sólo las SAPs,

la mayoría de las especies del dosel dependen de los claros para alcanzar la madurez

(Hartshorn, 1980), puesto que el bajo nivel de recursos lumínicos disponibles limita el

desarrollo de las plántulas y los árboles jóvenes (Popma y Bongers, 1988). Hartshorn (1980)

reportó que el 75% de los árboles en la estación biológica La Selva, en Costa Rica, son

dependientes de la apertura de claros para la germinación de sus semillas o para su

crecimiento. Esto se ha registrado de manera similar en selvas en el oeste de África (Jos,

1956), en Malasia (Wong y Whitmore, 1970) y en Queensland, Australia (Webb, 1977).
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DINÁMICA DE CLAROS Y REGENERACIÓN NATURAL

Después de la formación de un claro en las SAP se observa un reemplazamiento de

especies vegetales en tres fases (Figura 1) (Watt, 1947; Whitmore, 1984):

a) la fase de apertura, donde ocurre el disturbio causado por la muerte y/o caída de un

árbol maduro, o por la caída de ramas

b) la fase de construcción, es decir, el establecimiento de la vegetación joven que

reemplaza a aquella que pereció en ese sitio

c) la fase de madurez, donde algunas de las especies arbóreas que son capaces de

alcanzar el dosel superior, lo alcanzan.

Estas fases ocurren de manera consecutiva después de que acontece un disturbio,

proceso denominado “dinámica de claros” (van der Maarel, 1988; Barnes et al., 1998),

“complejo de regeneración” (Watt, 1947) o "ciclo de crecimiento forestal" (Whitmore, 1975).

Este fenómeno ocurre continuamente en la SAP, permitiendo que las comunidades de

plantas se renueven en lapsos de entre 50 a 400 años (Clark, 1990; Hubbell y Foster, 1990).

Figura 1. Diagrama que representa las tres fases del reemplazamiento de especies vegetales tras la
apertura del dosel en la selva alta perennifolia: Fase de apertura, Fase de construcción y Fase de madurez
(Modificado de Cárdenas-Torres, 2014)

11



Formación del claro

La formación de claros inicia con la caída de uno o varios árboles debido a la lluvia o

el viento en claros grandes. Sin embargo, en el caso de los claros más chicos, su formación

ocurre por la caída de ramas grandes o lianas, o por la desintegración gradual de árboles

viejos que se mantienen en pie (Brokaw, 1985; Yamamoto, 2000).

Los claros que se forman presentan condiciones climáticas distintas a la matriz que

los rodea (Fetcher et al., 1985; Gálhidy et al., 2005; Pang et al., 2016), influyendo sobre el

establecimiento de las especies vegetales que se encuentran en dichos microambientes

(Bazzaz, 1984), incrementando la germinación de semillas y las tasas de crecimiento de

hierbas y especies leñosas demandantes de luz (Goldblum, 1997).

El efecto inmediato tras la apertura de un claro es el aumento en la duración e

intensidad de la luz solar en los estratos inferiores (Chazdon y Fetcher, 1984). Antes del

disturbio, llega poca radiación a estos estratos, ya que la luz no penetra tanto a través de

las muchas capas de follaje que conforman el dosel (Richards, 1983). Además del aumento

en la intensidad de la luz solar, se ha observado un aumento en el cociente de rojo/rojo

lejano de la luz que llega al sotobosque y al suelo (Vázquez-Yanes y Orozco-Segovia, 1994).

Otros cambios microambientales que ocurren tras la apertura del dosel son el

aumento de la temperatura ambiental en el sotobosque y en el suelo (́Vazquez-Yanes y

Orozco-Segovia, 1985), una disminución de la humedad ambiental y un aumento en la

evaporación (Denslow y Spies, 1990). Por otro lado, los cambios que se han observado a

nivel del suelo son el aumento en las concentraciones y disponibilidad de nutrientes

(Vitousek y Denslow, 1986), así como en la tasa de descomposición (Fetcher et al., 1985).

El impacto en el microclima y los cambios en la vegetación tras la apertura de un

claro son determinados por muchos factores como el tamaño y forma del claro, pendiente

y orientación del sitio en donde se encuentra el claro, la altura del dosel en la selva madura

y las características de la vegetación caída, así como de la sobreviviente (Whitmore, 1975;

Brokaw, 1985). Todos estos factores son denominados "regímenes del claro" (Yamamoto,

1998).

Los cambios en las condiciones bióticas y abióticas pueden depender del tamaño

del claro (Kwit y Platt, 2003), mientras algunos claros llegan a ocupar un área menor o
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igual a 50 m2, otros pueden extenderse en áreas mayores a 100 m2 (Brokaw y Sheiner,

1989). Entre más grande sea el claro, mayor es la cantidad de radiación solar que puede

llegar al suelo de la selva (Barton et al., 1989) lo que afecta la velocidad a la que se

establece la nueva vegetación. Por ejemplo, se ha reportado que los claros grandes

permiten a los árboles demandantes de luz alcanzar sus etapas reproductivas y completar

su ciclo de vida en tiempos menores a cinco años, mientras que en los claros chicos las

plántulas demandantes de luz se mantienen por un largo tiempo sin alcanzar sus etapas

reproductivas, por la baja incidencia de luz, lo que se traduce en una predominancia de las

especies tolerantes a la sombra al momento de cerrarse el dosel (Brokaw y Sheiner, 1989;

Yamamoto, 2000).

No todos los claros tienen un microclima uniforme a lo largo de toda su área

(Brown, 1993), en los claros grandes suele formarse una zonificación del centro del claro

hacia la periferia de este (Poulson y Platt, 1989; Gray y Spies, 1996) en donde se pueden

observar gradientes de luz (Ricard y Messier, 1996) o gradientes en la humedad del suelo

(Schumann et al., 2003).

La tasa promedio de formación de claros en las SAPs varía de 0.5 a 2.0% (área/año)

(Runkle, 1985). Son principalmente formados por la caída de ramas y fragmentos que por

la caída de árboles completos. Ejemplo de ello, es la SAP de Los Tuxtlas, México, donde se

forma al menos un claro menor de 50 m² hectárea-1 año-1 mientras que los claros más

grandes (mayores a 300 m²) se forman cada quince años aproximadamente

(Martínez-Ramos, 2017).

Otro régimen que puede influir en el microclima y la composición vegetal final, es el

modo de muerte (o lesión) de los árboles del dosel que conforman el claro. El árbol puede

quedar muerto en pie, tener el tronco roto o puede quedar desarraigado por completo. En

el caso de un árbol desarraigado puede aumentar la cantidad de materia orgánica que

cae al suelo, mientras que si queda en pie, no ocurre un disturbio mecánico tan grande a

nivel del suelo al no romperse las raíces del árbol (Yamamoto, 2000).

La regeneración natural

La regeneración natural es un proceso de recuperación de la estructura y el

funcionamiento de un ecosistema en donde ha ocurrido una pérdida o alteración de la
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vegetación original (Almazón-Nuñez et al., 2012). El establecimiento de nuevos individuos

sucede de manera natural, es decir, sin intervención humana (Serrada-Hierro, 2003).

Teóricamente, este proceso puede resultar en la recuperación de las condiciones

originales del hábitat donde ocurrió un disturbio. Sin embargo, existen tantos elementos y

factores involucrados durante la regeneración natural, que generalmente existen cambios

en la estructura y composición de las especies que se van estableciendo en el claro en

comparación a las que se encontraban inicialmente (Chazdon et al., 2007). Por ejemplo, la

disponibilidad de propágulos y de los microhábitats apropiados para su desarrollo, pueden

impactar totalmente en la forma en que ocurre el proceso de recuperación y en la

vegetación que termina establecida (Guadarrama et al., 2006, Buma y Wessman, 2011).

Sucesión ecológica

La regeneración natural de un ecosistema ocurre a través de un proceso

denominado sucesión ecológica (Sahney y Benton, 2008), el cual es definido como un

proceso observable de cambio en la estructura, composición taxonómica y funciones de

un ecosistema de manera predecible y un tanto ordenada a lo largo del tiempo después

de un disturbio en el que el ecosistema vuelve a una condición similar a la original, antes

del disturbio (Vandermeer et al., 1990; Sahney y Benton, 2008; Fierer et al., 2010; Koziol y

Bever, 2015).

La sucesión ecológica se puede dividir en dos categorías: sucesión primaria y

sucesión secundaría. La sucesión primaria ocurre en ambientes con un sustrato sin

cobertura vegetal previa, en donde se establecen organismos provenientes de sistemas

contiguos. La sucesión secundaria, por otro lado, ocurre en ecosistemas preestablecidos

que poseen propágulos disponibles que podrían re-colonizar los sitios (Walker y del Moral,

2011; Fierer et al., 2010), tras verse afectados por algún disturbio que ocasione la pérdida de

la cobertura vegetal (Cook et al., 2005). En este tipo de sucesión, se forma un bosque

secundario, que con el paso del tiempo es sustituido por un bosque maduro (Guariguata y

Ostertag, 2001).

Tras la ocurrencia de la apertura de un claro se inicia en específico un proceso de

sucesión secundaria. Las especies de plantas que se van estableciendo durante la sucesión
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secundaria provienen de una, o varias, de las siguientes fuentes de propágulos

(Martínez-Ramos, 2017):

a) Semillas provenientes de los árboles del dosel o de los árboles que crecen fuera

de este. La cantidad que cae por unidad de tiempo y superficie en una localidad

determinada es denominada “Lluvia de semillas” (Martínez-Ramos y Garcia-Orth, 2017).

b) Plántulas y árboles jóvenes establecidas antes de la apertura del claro y que

forman la comunidad llamada “Regeneración de avanzada”. Crecen lentamente, o

suprimen su crecimiento, hasta que ocurre la formación de un claro (Yamamoto, 2000).

c) Rebrotes de árboles rotos, troncos rotos o heridos de los árboles que quedaron

tras la formación del claro (Brokaw, 1980).

El aumento de cociente rojo/rojo-lejano de la luz incidente y el aumento de las

temperaturas (Vázquez-Yanes y Orozco-Segovia, 1994) tras la apertura del dosel, estimula el

crecimiento de las especies demandantes de luz, como lo son herbáceas, trepadoras y

arbustos, quienes predominan en las primeras etapas de sucesión (Vandermeer et al.,

1990).

Las plantas demandantes de luz se encuentran asociadas a las primeras etapas de

la sucesión. En las condiciones previas al disturbio su densidad es baja; mientras que tras la

formación del claro se convierte en las especies dominantes, ya que sus semillas y

plántulas no suelen sobrevivir en la sombra y dependen de las condiciones que se generan

tras la apertura del dosel para su desarrollo (Granados y López 2000; De Souza y Válio,

2001).

En una etapa más madura de la sucesión, el crecimiento de las especies vegetales

pioneras ayuda a cerrar el dosel (van Breugel et al., 2007), permitiendo el establecimiento

de las especies tolerantes a la sombra a través de la lluvia de semillas, al banco de semillas

o al rebrote de tocones o raíces (Zhou et al., 2017). Las especies tolerantes a la sombra no

dependen de la apertura de claros para la germinación de sus semillas ni para que sus

plántulas alcancen tamaños reproductivos, por lo que son capaces de crecer bajo el dosel

de la selva madura (Granados y López 2000).

Sin embargo, es importante considerar que no es posible encajonar a las especies

vegetales en la clasificación en tolerantes a la sombra y demandantes de luz, debido a que
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no reflejan la complejidad de las respuestas de las plantas a la luz y otros factores

ambientales. Sería más acertado considerar que tanto las especies extremadamente

demandantes de luz como aquellas extremadamente tolerantes a la sombra son los

extremos en un gradiente de historias de vida en el que se ubican las especies vegetales

que se establecen a lo largo de la sucesión (Poorter et al., 2004).

Cierre del dosel y clausura del claro

Los cambios ambientales creados por la formación del claro en la selva son

efímeros. Con el crecimiento de las especies vegetales, la disponibilidad de luz disminuye,

por lo que se vuelve insuficiente para la germinación de semillas o el crecimiento de las

especies demandantes de luz que no han cumplido su ciclo de vida (van Breugel et al.,

2007; Chazdon, 2008). Tanto la temperatura, como su rango de variación a lo largo del día,

va disminuyendo conforme los claros se van cerrando (Fetcher et al., 1985).

El cierre del dosel provoca un aumento de la mortalidad de las especies

demandantes de luz, que son reemplazadas por especies tolerantes a la sombra, las cuales

terminan por aumentar su dominancia, provocando la clausura del claro (Whitmore, 1984).

Por lo tanto, se puede decir que la fase madura del claro ocurre cuando un árbol del dosel

es reemplazado por otro al alcanzar la altura suficiente para incorporarse a este estrato,

cerrando así el claro que se formó (Martínez-Ramos, 2017). Esta fase se mantiene hasta que

la caída de otro individuo o sus partes, renueve el ciclo (Whitmore, 1975; Hallé et al., 1978).
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EL SUELO Y LOS HONGOS MICORRIZÓGENOS ARBUSCULARES

La mayoría de las investigaciones sobre la dinámica de los claros en la selva se ha

centrado principalmente en las perturbaciones sobre las comunidades vegetales (Fierer et

al., 2010). Pero los ecosistemas terrestres se encuentran formados por dos componentes:

uno epigeo, donde se encuentran las plantas; y uno hipogeo, que se encuentra por debajo

del suelo. Estos se encuentran conectados y son altamente influyentes entre sí (Wardle et

al., 2004). Por lo tanto, estudiar el suelo es clave para entender la dinámica de un

ecosistema tras la formación de un claro (Bardgett y Wardle, 2010), puesto que los

disturbios también pueden perturbar las propiedades físicas, químicas y biológicas del

suelo (Haselwander, 1997).

El suelo

El suelo es definido como una matriz heterogénea ubicada en la superficie de la

tierra, donde interactúan cuatro fases: litosfera, atmósfera, hidrosfera y biosfera (Chapin et

al., 2011). Esto permite que sea un sistema dinámico y sensible a los cambios en los

elementos que lo componen (Tarbuck y Lutgens, 2005).

La parte abiótica del suelo está compuesta por la fracción mineral, la materia

orgánica, el agua y la atmósfera que se encuentran en el suelo. Las partículas que

componen la fracción mineral del suelo se clasifican según su tamaño en grava, arena,

limo y arcilla; y su proporción determina la textura del suelo. Estas partículas, junto con la

materia orgánica, retienen a los iones disueltos por el agua, o producidos por actividad

biológica, los cuales se encuentran disponibles para ser incorporados por plantas y

microorganismos (Richards, 1987).

En el suelo se encuentra establecida una comunidad diversa de organismos

conocidos como la biota del suelo (Killham, 1995). Los cuales son clasificados según su

tamaño en tres grupos: la microbiota, donde se incluyen a las algas, protozoos, hongos y

bacterias; la mesobiota, que incluye nematodos, colémbolos y artrópodos pequeños; y la

macrobiota, compuesta por las lombrices, moluscos, y artrópodos de mayor tamaño

(Richards, 1987). La microbiota tiene un efecto sobre la fertilidad del suelo, determina la

estabilidad y funcionamiento de los ecosistemas, y su diversidad garantiza el ciclo de

diversos nutrientes (Azcón, 2000).
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Micorrizas

La rizosfera es el sitio donde las raíces de las plantas interactúan con el suelo

circundante y con la biota del suelo (Hawkes et al., 2007); en específico, es el sitio donde las

raíces de las plantas interactúan con las hifas de ciertos hongos, formando así asociaciones

micorrícicas (Sánchez de Prager et al., 2010). Las plantas funcionan como el principal

suministro de carbono orgánico para los organismos del suelo, a través de la materia

orgánica que cae o a través de sus raíces (Carrillo, 2009).

Las micorrizas se clasifican de acuerdo a la forma en que el hongo penetra la raíz, las

estructuras que forma el hongo y a las especies de hongos y plantas involucradas,

formando siete grupos distintos los cuales son: arbuscular, ericoide, orquideoide,

ectomicorriza, ectendomicorriza, arbutoide, y monotropoide (Álvarez-Sánchez y Monroy,

2008; Camarena-Gutierrez, 2012).

Los hongos micorrizógenos arbusculares

Las micorrizas arbusculares están formadas por hongos micorrizógenos

arbusculares (HMA) y las raíces de diversas especies de plantas como: briofitas, casi todos

los grupos de pteridofitas, gimnospermas y la mayoría de las familias de angiospermas

(Smith y Read, 2008; Sanders, 2003). Se estima que el 80 al 90% de las plantas terrestres se

encuentran asociadas a los HMA (Smith y Read, 2008).

De acuerdo a la clasificación de Schüβler y Walker (2010) los HMA pertenecen a

cuatro órdenes: Glomerales, Diversisporales, Paraglomerales y Archaeosporales; con doce

familias, 44 géneros y 346 especies aproximadamente (Redecker et al., 2013). Sin embargo,

la categorización del clado Glomeromycota como phylum (Tedersoo et al., 2018) o

subphylum (Spatafora et al., 2016) se encuentra actualmente en debate.

Los HMA son endosimbiontes obligados y completan su desarrollo dentro del

hospedero (Souza, 2015); puesto que han perdido la capacidad de adquirir y asimilar

carbono del suelo sin encontrarse asociados a una planta, en comparación con los hongos

saprótrofos, que no requieren estar asociados y que toman el C a partir de la

descomposición de la materia orgánica (Johnson, 2010).

Estos hongos son generalistas, al ser capaces de colonizar distintas especies de

plantas (van Der Heijden et al., 2003; Hodge et al., 2010) Incluso, un mismo hongo, puede
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colonizar a distintas especies de plantas al mismo tiempo. Se ha propuesto que los HMA

vinculan a las plantas entre ellas permitiendo la transferencia de C, N, P y agua a través de

las conexiones de hifas (Heap y Newman, 1980; Simard y Durall, 2004) y formando lo que se

conoce como redes micorrízicas.

En el caso de las plantas, el micotrofismo puede ser: dependiente, no pudiendo

crecer en ausencia de HMA; o facultativo, alcanzando la madurez reproductiva sin

necesidad de formar asociación con los HMA. Sin embargo, también existen plantas

dependientes que dejan de serlo cuando alcanzan cierta madurez, caso que se incluye

dentro del micotrofismo facultativo (Brundrett, 2004; Janos, 2007).

Funciones de los HMA

Absorción

La principal función de los HMA es aumentar la superficie de absorción de la raíz de

las plantas para obtener nutrientes como fósforo y nitrógeno. El área de absorción puede

llegar a aumentar de 10 a 1 000 veces gracias al micelio (Das y Varma, 2009)

complementando o llegando a reemplazar a los pelos radicales de las plantas. Por su

parte, la planta trasloca entre el 4% y hasta el 20% de sus fotosintatos a los HMA, quienes

los utilizan como fuente de carbono, produciendo más micelio y esporas (Janos, 2007).

Los HMA tienen diversos impactos sobre las plantas al facilitar la absorción de agua

(Borde et al., 2012) y de iones relativamente inmóviles (Johnson, 2010). Esto tiene muchas

ventajas para las plantas, incluso en algunas especies vegetales se estimula la producción

de flores, frutos y polen, mientras que en otras se aumenta la producción de citoquininas o

se mejora el enraizamiento (Allen et al., 1980). Asimismo, a otra escala de acción se ha

demostrado experimentalmente que los HMA intervienen en mantener la estructura de la

comunidad vegetal e incrementar su diversidad (Frías et al., 2004).

El micelio de los hongos micorrizógenos arbusculares participa en el aumento de la

absorción de diversos compuestos, entre los que se encuentran:

● Fósforo (P)

La forma principal de P disponible es el fosfato, el cual es relativamente insoluble en

el suelo y su transporte tiende a ser difícil para las plantas. El suelo en los ecosistemas

tropicales es de naturaleza ácida, lo cual facilita la inmovilización del fósforo y no permite
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que las plantas lo absorban en las concentraciones que lo requieren (Perry y Amaranthus,

1990). Las hifas tienen una mayor capacidad de exploración del suelo y probabilidad de

adquirir P de difícil acceso para las plantas mediante transportadores de fosfato de alta

afinidad ubicados en el micelio extrarradical (Azcón-Aguilar y Pérez-Tienda, 2019).

● Nitrógeno (N)

A pesar de que los iones de amonio y nitrato tienen una mayor movilidad en el

suelo en comparación con el P, los HMA pueden llegar a beneficiar la adquisición de N

cuando existe escasez (Leigh et al., 2009). Los hongos transportan principalmente NH4+ a

la planta, pero también NO3 y aminoácidos. (Hawkins et al., 2000; Read y Perez-Moreno,

2003). Esto mediante transportadores fúngicos de NH4+ y NO3 en esporas, micelio

extrarradical y micelio intrarradical (Bücking y Kafle, 2015).

● Micronutrientes

Las plantas requieren de ciertos nutrientes en pequeñas cantidades, como el caso

del cobre (Cu), zinc (Zn), magnesio (Mg), manganeso (Mn) y cobalto (Co) (Marschner, 1995).

Los HMA participan en la absorción de estos elementos, pero también evitan que alcancen

niveles de concentración tóxicos dentro de la planta (González-Chávez et al., 2004). De

manera similar, funcionan como sumideros de contaminantes, entre los que se

encuentran: cadmio (Cd), zinc (Zn), cobre (Cu), plomo (Pb), níquel (Ni) o arsénico (As) (Frías

et al., 2004).

● Agua

El micelio tiene la capacidad de absorber agua más rápidamente y a mayor

profundidad que las raíces, lo que aumenta el transporte de agua del suelo hacia la planta,

en especial en situaciones de estrés hídrico (Marulanda et al., 2003; Borde et al., 2012).

Estructura del suelo

Algunas especies de HMA producen glomalina, una glicoproteína hidrofóbica

recalcitrante que mantiene unidas las partículas minerales y orgánicas del suelo, la cual

tiene efectos directos sobre la agregación del suelo (Jastrow et al., 1998; Driver et al., 2005).

Esta proteína mejora las propiedades fisicoquímicas del suelo (Frías et al., 2004), reduce la

pérdida de nutrientes (Lovelock et al., 2004), mejora la infiltración del agua (Nobre et al.,
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2015) e influye en el secuestro de carbono, representando entre el 4 y 5% del carbono total

en suelos viejos (Rillig, 2004).

Resistencia a estresores biológicos

Los HMA llegan a proteger a las plantas hospederas contra varios patógenos

(Borowics, 2001; Sikes et al., 2009); ejemplo de ello es la resistencia de algunas plantas

asociadas a HMA ante el marchitamiento por Fusarium (Whipps, 2004). Además, los HMA

proveen a las plantas resistencia a la herbivoría (Bennett y Bever, 2007; Pozo et al., 2010) y

protección contra nemátodos fitoparásitos (Li et al., 2006).

Estructuras de los HMA

Micelio extrarradical

Se le denomina micelio extrarradical (ME) (Figura 2) a las redes de hifas de HMA

fuera de la raíz que se encuentran en contacto con el suelo (Smith y Read, 2008) y que se

forman después de establecerse dentro de las raíces de la planta (Hodge et al., 2010). Su

diámetro es más pequeño que el de las raíces, lo que les permite extenderse por largas

distancias a través del suelo, aumentando el área de absorción más allá de la zona de

agotamiento de los nutrientes (Albertsen et al.; 2006). El ME tiene un diámetro entre 2 a 27

μm, su longitud puede variar entre 1 a 5 mg-1 de suelo y constituye del 20 al 30 % de la

biomasa microbiana total en el suelo (Leake et al., 2004; Cuenca, 2015).

El ME está implicado principalmente en la exploración del suelo en búsqueda de

nuevas plantas en las cuales se logre la colonización y, por lo tanto, que existan nuevas

fuentes de C orgánico. De esta manera, interconecta y transfiere nutrientes entre plantas

de distintas especies (Schüßler et al., 2001; Simard et al., 2002).

Las hifas del micelio extrarradical se ramifican a partir de una “hifa de avance”, la

cual es de gran tamaño, con paredes gruesas, de tipo cenocítico y con ramificaciones de

forma angular. Las “hifas de exploración” son más finas; están altamente ramificadas, pero

no uniformemente; y presentan septos, ubicados irregularmente, que aíslan los

segmentos viejos y sin citoplasma. Las hifas de exploración forman conjuntos de hifas

pequeñas y ramificadas, conocidas como “estructuras ramificadas de absorción”, que se

encuentran en la parte externa de la raíz asociadas con la absorción de nutrientes

(Hernández-Cuevas et al., 2003; Smith y Read, 2008).
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Colonización intrarradical

La colonización intrarradical (CI) consiste de varias estructuras fúngicas (Figura 2)

dentro de las raíces de la planta hospedera, en la cual el hongo desarrolla estructuras que

participan en el intercambio de nutrientes con la planta hospedera, así como el

almacenamiento de lípidos y la comunicación mediante diferentes señales (Bago et al.,

2000). Las estructuras del hongo que se forman dentro de la raíz durante la colonización

intrarradical son las siguientes (Aguilera-Gómez et al., 2007):

a) Hifas intrarradicales:

Las hifas intrarradicales son células cenocíticas que crecen entre las células de la

corteza de la raíz, tienen afinidad por la glucosa y fructosa compartida por las raíces de las

plantas asociadas; fotosintatos que son convertidos en trialosa, glucógeno o lípidos de

reserva dentro de estas y transportados a las hifas extrarradicales que no pueden realizar

estas funciones (Bago et al., 2000).

b) Arbúsculos:

Los arbúsculos son ramificaciones sucesivas de hifas de HMA dentro de las células

de la corteza de las raíces vegetales, en las que se lleva a cabo el intercambio de nutrientes

entre los simbiontes (Luginbuehl y Oldroyd, 2017). Se forman cuando la membrana de la

planta hospedera invagina, creando una superficie de contacto entre los protoplastos de

ambos organismos en la que se transfiere iones y otras moléculas (Guzmán y Farías, 2005).

Los plasmalemas de ambos organismos entran en contacto, pero no sus citoplasmas. La

vida media de los arbúsculos es de entre 4 a 14 días, pero se forman continuamente

(Karandashov et al., 2004).

c) Ovillos:

Los ovillos son enrollamientos de hifas que participan en el intercambio de nutrientes,

junto con los arbúsculos (Hernández-Cuevas et al., 2003).

d) Vesículas:

Estructuras intracelulares redondas, elípticas o irregulares conectadas al micelio.

Surgen del hinchamiento de una hifa y sirven para el almacenamiento de lípidos en forma

de fosfolípidos, glicolípidos, esfingolípidos y lípidos neutrales (Smith y Read, 2008). Tienen

otras funciones alternas como participantes en el metabolismo y almacenamiento del
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fósforo (Olsson et al., 2011) y como auxiliares en la formación de esporas (Cuenca, 2015).

Además de participar en el almacenamiento de metales pesados. Principalmente, se

encuentran en los géneros Glomus, Sclerocystis, Acaulospora y Entrophospora

(Hernández-Cuevas et al., 2003).

e) Esporas:

Estructuras de resistencia y propagación formadas asexualmente a través del

engrosamiento de una hifa (Souza, 2015). Son multinucleadas, con una gruesa pared de

quitina, con un diámetro de entre 50 y 300 μm y en las que se puede encontrar glucógeno

y lípidos (Sjöberg et al., 2004). Son la única fase independiente de los HMA, es decir son las

únicas estructuras que pueden sobrevivir en el suelo sin la presencia de la planta

hospedera, por lo que la mayoría se encuentra más en la fase extrarradical de la

colonización (Bonfante et al., 1994).

Formación de la asociación micorrízica arbuscular

Precolonización

Los hongos micorrizógenos arbusculares que colonizan a las raíces pueden provenir

de tres fuentes de inóculo: esporas, raíces previamente infectadas e hifas presentes en el

suelo (Bago et al., 2000). Estas tres estructuras, son conocidas como propágulos y su

capacidad de establecer una relación mutualista con las raíces de las plantas, se define

como potencial de inóculo (Brundrett y Abbott, 1995; Guadarrama, 2008).

Los periodos de latencia de las esporas pueden ser muy largos y no requieren estar

en contacto con una fuente de carbohidratos para mantenerse viables (Cervantes Salgado,

2017). Sin embargo, la formación de la asociación es lenta, puesto que se requiere de

energía y tiempo para su germinación. Es por ello que en suelos sin disturbio las redes de

hifas y los fragmentos de raíces, son los principales tipos de inóculo que forman la

colonización de nuevas plantas, aun cuando exista en el suelo una cantidad significativa

de esporas (Merryweather y Fitter, 1998; Klironomos y Hart, 2002).
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Figura 2. Estructuras que se forman durante la colonización intrarradical que sirven para la

formación de la asociación simbiótica, así como el intercambio y almacenamiento de nutrientes entre la

planta y el hongo micorrizógeno arbuscular (Piepenbring, 2015)

Colonización

Las raíces de la planta producen exudados que forman parte de una serie de

procesos de señalización y reconocimiento químico, entre los simbiontes, que regulan la

adhesión, penetración y colonización (Giovannetti, 1998). Estos exudados estimulan el

desarrollo y ramificación del micelio en dirección a las raíces de la planta (Sharma y Johri,

2002).

Una vez que las hifas entran en contacto con la raíz, se adhieren a ella para

penetrarla; gracias a la formación de una estructura especializada denominada apresorio

(Giovannetti, 1998). El hongo produce enzimas líticas de la pared celular no agresivas, por

lo que ambos organismos cambian su patrón de expresión génica y morfología (Strack et

al., 2003).
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Una vez que la colonización comienza, el hongo se extiende por la epidermis y el

parénquima cortical, sin penetrar la endodermis, los tejidos vasculares o meristemáticos

(Harley y Smith, 1983). Dentro de las células corticales de la raíz, la hifa se ramifica

repetidamente para formar una estructura en forma de árbol denominada arbúsculo.

Posteriormente a la formación de arbúsculos se forman el resto de estructuras intra- y

extrarradicales (Strack et al., 2003).

Tipos de colonización

Se han descrito dos tipos de colonización por hongos micorrizógenos arbusculares,

Arum y Paris, que resultan ser polos de un gradiente de colonización porque la mayor

parte de las especies vegetales estudiadas para este fin presentan combinaciones de los

tipos abajo descritos (Dickson, 2004):

● Arum: La colonización tipo Arum es rápida, con un arreglo constante y homogéneo

dentro de la raíz. El hongo se extiende a lo largo de los espacios entre las células o

apoplastos que se encuentran entre las paredes de las células corticales, por lo que

crecen de manera paralela a la raíz. Las hifas intercelulares penetran las células

corticales y se ramifican dicotómicamente para formar los arbúsculos. Pueden

formarse ovillos en las células exodérmicas de la raíz (Smith y Read, 2008). Este tipo

de colonización es común en plantas cultivadas y en plantas de las familias

Asteraceae, Arecaceae, Euphorbiaceae, Boraginaceae y Fabaceae (Fisher y

Jayachandran, 2005).

● Paris: En este caso, la colonización es lenta, con un arreglo muy variable. Las hifas se

desarrollan en la epidermis dentro de las células, extendiéndose directamente de

célula a célula. Las hifas pueden enrollarse formando estructuras denominadas

ovillos. Los arbúsculos no son abundantes, pero se pueden llegar a encontrar (Smith

y Read, 2008). Este tipo de colonización se ha observado en hierbas y árboles, por lo

que se considera que es el más frecuente en las comunidades vegetales naturales.

Algunas de las familias que poseen esta colonización son Poaceae, Annonaceae y

Smilacaceae (Fisher y Jayachandran, 2005).
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ANTECEDENTES

RESPUESTA DE LOS HONGOS MICORRIZÓGENOS ARBUSCULARES A LOS
FACTORES AMBIENTALES

Se ha observado cómo diversos factores ambientales (Tabla 1) influyen en el

establecimiento de los HMA de distintas maneras: en su formación, función, en la

composición y abundancia de especies, potencial de inóculo, producción de micelio y en

su adaptabilidad al entorno (Molino y Amaranthus, 1990; Segun, 2011; de Souza y Freitas,

2017). Además, se ha observado que los factores ambientales tienen un papel importante

en la formación de la asociación micorrízica entre la planta y el hongo; afectando la

colonización tanto intrarradical como extrarradical, al promover o inhibir la penetración

radical de las plantas por parte de la hifa, el encuentro entre los simbiontes, la germinación

de las esporas del hongo o el crecimiento de las hifas, etc. (McMillen et al., 1998).

Tabla 1. Factores ambientales y sus impactos sobre los HMA, así como sobre el establecimiento de la asociación

Factor Característica Efecto Referencia

Suelo Textura del suelo. En relación con la presión atmosférica y la

humedad, inhibe la germinación y el

crecimiento de las hifas.

Carrenho et al.,

(2007)

Cantidad de agregados,

porosidad y capacidad de

intercambio catiónico.

Efecto sobre la producción de micelio. Leake et al., (2004)

Grado de compactación y

calidad del suelo.

Efecto en la composición, abundancia y

potencial de inóculo.

Molino y

Amaranthus, (1990)

Luz Radiación solar. La falta de ella reduce la colonización

micorrízica de las raíces, la producción de

esporas y la reducción de las hifas externas.

Srivastava et al.,

(1996)

Temperatura Alta. Porcentaje de colonización incrementa

hasta en un 15% a temperaturas cercanas a

los 30 °C, pero disminuye cuando la

temperatura excede los 30 °C.

Furlan y Fortín,

(1973); Bowen,

(1987)

Baja Disminuyen la asociación micorrízica,

llegando a eliminarla cuando se alcanzan

Land y Schonbeck,

(1991)
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temperaturas menores de 5 a 10 °C. La

temperatura mínima a la cual puede

ocurrir la germinación de esporas es 5 °C.

Humedad Falta Reduce el proceso de colonización. (Deepika y

Kothamasi, 2014)

Estrés hídrico moderado Las hifas incrementan la absorción de

agua lo que favorece la relación mutualista

(Augé, 2001; Kumar

y Ghose, 2008)

Exceso Reduce la producción de micelio. Entry et al. (2002)

Nutrientes Suelos ricos El intercambio de nutrientes representa

un alto gasto energético, entrando en

conflicto las necesidades nutricionales de

los simbiontes por lo que hay menor

formación de la micorriza arbuscular.

Koide y Mosse,

(2004)

Suelos pobres Fortalecen la asociación micorrícica. Treseder y Allen,

(2002)

Materia
orgánica

De manera indirecta Los cambios sobre ella afectan la

estructura del suelo, el pH, los nutrientes y

la capacidad de retención de agua.

Srivastava et al.,

(1996)

Nitrógeno Altas concentraciones Reducen la colonización de manera

indirecta al inhibir la cantidad de exudados

producidos en las raíces que regulan la

adhesión y penetración de los hongos.

Carrenho et al.,

(2007); Thrall et al.,

(2006)

Fósforo Baja concentración Mayor colonización por HMA. Graham et al., (1981)

Alta concentración Inhiben el crecimiento y desarrollo de las

hifas externas al disminuir ciertos

exudados producidos por las raíces

mediados por la cantidad de fósforo.

Metales
pesados

Alta concentración Algunas especies de HMA son tolerantes,

llegando a proteger a sus hospederos de la

toxicidad. Pero también se puede eliminar

la colonización.

Gildon y Tinker,

(1981)
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pH
Extremadamente bajo Disminución del número de esporas, su

germinación y desarrollo.

(Porter et al., 1987)

Bajo Se favorece la colonización por ciertas

especies como Acaulospora laevis.

Robson y Abbott,

(1989)

Alto Se favorece la presencia de especies del

género Glomus sp.

Salinidad Alta concentración Aunque los HMA tienen la capacidad de

proteger a las plantas del estrés salino,

puede disminuir la producción de

propágulos y la colonización intrarradical.

Sengupta y

Chaudhuri, (2002);

Juniper y Abbott,

(2006)

HMA Compatibilidad entre

simbiontes y patrones

estacionales en la

esporulación.

Efectos sobre la formación de la asociación Camargo-Ricalde y

Esperón-Rodríguez,

(2005; Chaudhary

et al., (2008).

Plantas
hospederas

Recambio de raíces,

cantidad de pelos radicales,

tasa de crecimiento,

complementariedad

funcional e historias de vida

Influencia en la colonización micorrízica Brundrett, (1991);

Guadarrama et al.,

(1998); Lugo et al.,

(2003).

Plantas micotroficas. Estimulan la penetración de la raíz y el

grado de colonización

Koide, (1993)

Plantas no micotróficas. Inhibición en la penetración de la raíz, al

liberar exudados radicales: isotiocianatos,

que tienen actividad antifúngica, y

flavonoides, que afectan la germinación de

esporas, la extensión y ramificación de los

tubos germinativos de los HMA

Schreiner y Koide,

(1993);

Espinosa-Victoria,

(2000)

Estacionalidad

La temporada del año tiene repercusión sobre distintos factores ambientales, tales

como: la cantidad de radiación solar, la defoliación, la disponibilidad de fósforo, la

humedad del suelo y la temperatura (Buwalda et al., 1985; Cade-Menun et al., 1991). Por lo

tanto, la estacionalidad tiene efectos sobre la abundancia de esporas, la riqueza y la
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composición de los HMA (Núñez-Castillo y Álvarez-Sánchez, 2003; Escudero y Mendoza,

2005; Hawkes et al., 2011).

Durante la estación de secas, se ha observado un aumento del número de esporas

de HMA en el suelo, relacionado con la fenología de las plantas (mayor producción de

raíces finas) y la baja disponibilidad de nutrientes observada durante esta época.

(Guadarrama y Álvarez-Sánchez, 1999).

En cambio, durante la temporada de lluvias, el incremento de la humedad en el

suelo provoca una mayor germinación de las esporas, lo que se traduce en un mayor

porcentaje de colonización y una menor abundancia de éstas en el suelo (Miller et al., 1985;

García et al., 2008). Adicionalmente, la disminución de esporas de HMA en el suelo se

encuentra relacionada con el aumento en la actividad de la fauna del suelo que ocurre

durante esta estación, lo que incrementa la depredación de las esporas.
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RESPUESTA DE LOS HONGOS MICORRIZÓGENOS ARBUSCULARES A LOS
DISTURBIOS.

Cuando en un ecosistema ocurre un disturbio existe un efecto directo sobre los

factores ambientales descritos en el apartado anterior. Esta modificación de las

características del entorno tiene repercusión a su vez sobre las comunidades de HMA

(Willis et al., 2013). Se han observado efectos sobre la producción de micelio externo (Leake

et al., 2004), disminución de las tasas de absorción de nutrientes (McGonigle y Miller, 2000)

y aumento en la biomasa del HMA con el pasar del tiempo (Bach et al., 2010).

Además, los disturbios tienen un impacto directo sobre el potencial de inóculo del

suelo (Abbott, 1991), lo que se traduce en una disminución en la formación de la asociación

(Brundrett, 1991) y menores porcentajes de colonización (Addy et al., 1997). Sobre la

afectación sobre los propágulos del suelo se ha reportado: la reducción del número de

esporas viables, fragmentación de la red de micelio cuando ocurre un disturbio en los

primeros 30 cm del suelo (Jasper et al., 1989) y la disminución en la colonización de nuevas

raíces mediante raíces ya colonizadas (Pattinson et al., 1999).

Se han realizado diversos estudios sobre los impactos de los disturbios en los HMA,

entre los que se encuentran: incendios (Wicklow-Howard, 1989), erosión (Habte, 1989),

actividad volcánica (Pattinson et al., 1999) y heladas (Read y Birch, 1988).

Uno de los disturbios que más ha sido estudiado, en cuanto a su impacto en los

HMA, es el cambio de uso de suelo por actividades antropogénicas como la agricultura y la

ganadería (Oehl et al., 2003; Tchabi et al., 2008; Xiang et al., 2014). Se ha encontrado una

disminución de la diversidad y abundancia de esporas en parcelas de cultivo recién

perturbadas (Cuenca et al., 1998). Mientras que otros estudios que se han enfocado en el

impacto sobre el porcentaje de colonización y la composición de especies no han

encontrado cambios en estas variables (Picone, 2000; Guadarrama et al., 2006).

HMA y su capacidad de regeneración natural

La recuperación de la micorriza arbuscular tras un disturbio depende en gran parte

del potencial de inóculo (Jasper et al., 1989); el cual a su vez depende de las

concentraciones iniciales, resiliencia y dispersión de los propágulos y del impacto de los

cambios ambientales sobre los hongos sobrevivientes (Brundrett, 1991). Algunos

propágulos suelen ser más sensibles que otros al impacto por parte de los disturbios en los
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ecosistemas. Las raíces colonizadas son uno de los propágulos más resistentes al disturbio,

debido a que el micelio se encuentra protegido dentro de las raíces (Rives et al., 1980). Las

esporas, debido a su latencia y a su efectividad para colonizar plantas, son la principal

fuente de inóculo cuando sucede un disturbio de alto impacto (Jasper et al., 1989). Por otro

lado, el micelio extrarradical es una fuente de colonización secundaria al ser muy sensible

a los disturbios (Pattinson et al., 1999).

HMA a través de la sucesión ecológica

Los HMA son importantes en los procesos de sucesión ecológica vegetal (Kardol et

al., 2006), porque afectan los mecanismos de coexistencia de las comunidades vegetales

(Veresoglou et al., 2017). El cambio en la composición de plantas durante un proceso de

sucesión altera, a su vez, la composición de los HMA en el suelo (Johnson et al., 2004;

Antoninka et al., 2011).

Las especies de plantas que crecen inmediatamente después de un disturbio,

denominadas demandantes de luz, en el caso de las selvas; son conocidas por no formar

micorrizas o ser no micotrofas (Kiers et al., 2000; Middleton y Bever 2012, Koziol y Bever

2015). Debido a que presentan un aumento en la producción de raíces finas, las cuales les

permiten encontrar recursos sin requerir estas asociaciones (Seifert et al., 2009). Sin

embargo, otros estudios han encontrado resultados contradictorios; mencionando que las

especies demandantes de luz tienen una alta capacidad de respuesta a las micorrizas, y se

ven beneficiadas en su crecimiento y supervivencia (Zangaro et al., 2003); en relación a un

alto potencial de inóculo, que favorece la formación de la asociación, en comparación a

etapas de sucesión más avanzadas (Zangaro et al., 2000).

Avanzado el proceso de sucesión, se van estableciendo especies herbáceas que

requieren de manera facultativa la colonización de hongos micorrizógenos arbusculares

(Read, 1994). La formación de la asociación dependerá de las condiciones ambientales

independientemente si el hongo está disponible en el suelo del sitio (Janos, 1980), debido

a que las plantas que se establecen son no micotrofas. Posteriormente, en los sitios que se

encuentran en las últimas etapas de sucesión se pueden encontrar plantas micótrofas

obligadas, es decir, que dependen fuertemente de los HMA (Janos, 1980; Middleton y

Bever 2012; Bauer et al. 2018); pero que son sensibles a la identidad taxonómica del hongo

(Koziol y Bever, 2016).
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Otros factores, más allá del proceso sucesional, pueden influir en si se establecen

plantas micotrofas o no micotrofas recién ocurrido un disturbio, siendo un ejemplo la

cantidad de nutrientes en el suelo. La inversión en micorrizas sirve para compensar otras

estrategias de recolección de nutrientes por parte de las plantas (Gordon y Jackson, 2000)

por lo que se ha sugerido que las plantas formarán la asociación micorrízica en los sitios

donde los nutrientes son bajos y ocurre un disturbio ligero. Mientras que aquellos sitios

con disturbios severos, pero con niveles altos de nutrientes favorecerán el establecimiento

de plantas que no formenmicorrizas (Miller, 1987).

El suelo en la dinámica de claros

La formación de claros provoca cambios en las condiciones ambientales, lo que

incluye cambios en las propiedades físicas y químicas del suelo. Se ha observado que en

claros jóvenes la limitación de N es mayor, mientras que en claros de más edad la

limitación de P es mayor; el pH puede ser alto en la sucesión temprana, se vuelve más

neutral y, en sistemas antiguos, tiende a ser ácido (Teste y Dickie, 2017). Sin embargo, cabe

destacar que la intensidad de estos cambios también puede depender del tamaño del

claro.

Se ha reportado que en suelos donde ocurre la apertura de un claro, el contenido de

N y K disponibles son mayores en comparación con aquellos suelos donde no se han

formado claros (He et al., 2015; Xu et al., 2016). En cambio, los contenidos de P total, P

disponible, materia y carbono orgánicos fueron menores (He et al., 2015; Xu et al., 2016).

Los HMA en la dinámica de claros

El tipo de asociación micorrícica que más se establece en los bosques tropicales es

la micorriza arbuscular, donde el elemento limitante del crecimiento vegetal es el fósforo

(P) y el nitrógeno (N) (Alexander, 1989). No se ha estudiado en profundidad cómo los

cambios durante la regeneración natural de claros afectan a los hongos micorrizógenos

arbusculares, pero se ha observado que la diversidad aumenta en claros más jóvenes; para

posteriormente disminuir pasada la sucesión temprana (Krüger et al., 2015;

Martínez-García et al., 2015). La disminución en la diversidad de HMA está asociada a la

disminución en la disponibilidad de P en el suelo que ocurre a lo largo de la regeneración

natural, nutriente al que no todas las especies de HMA se encuentran adaptadas cuando

se alcanzan niveles extremadamente bajos de P en las últimas etapas (Krüger et al., 2015).
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OBJETIVOS

Objetivo general

Describir la respuesta funcional de la comunidad de hongos micorrizógenos

arbusculares a través del proceso de regeneración natural de claros en la selva alta

perennifolia de Los Tuxtlas, Veracruz, México.

Objetivos particulares

Cuantificar la longitud del micelio extrarradical y el porcentaje de colonización

intrarradical de hongos micorrizógenos arbusculares en el suelo y raíces de claros en

diferentes etapas de regeneración natural.

Determinar la relación entre las propiedades físicas y químicas del suelo con los

cambios en el porcentaje de colonización y la longitud del micelio extrarradical en claros

en diferentes etapas de regeneración natural.

Determinar la relación entre las características de los claros con la longitud del

micelio extrarradical y el porcentaje de colonización intrarradical.
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HIPÓTESIS

Tomando en cuenta que en la micorriza arbuscular participan tres elementos:

plantas, suelo y hongos micorrizógenos arbusculares; hipotetizo que cualquier disturbio

que afecte a la zona aérea, como la formación de claros y la regeneración natural, afectará

las características del suelo y las respuestas funcionales de los hongos micorrizógenos

arbusculares.

Debido a que la caída del árbol en la formación del claro provocará un aumento en

la cantidad de materia orgánica del suelo, se espera que exista un aumento de nutrientes

conforme se descompone la materia orgánica, en específico de P y N, reflejándose en

mayores concentraciones de nutrientes en las etapas intermedias de los claros.

Espero que esto tenga un efecto en el porcentaje de colonización intrarradical y en

la longitud de micelio extrarradical. En específico, que a mayor edad del claro, la longitud

de micelio extrarradical del hongo micorrizógeno arbuscular aumente. En cuanto, al

porcentaje de colonización intrarradical, espero que éste sea menor en claros más

recientes debido a que al inicio de la apertura del claro la disponibilidad de los nutrientes

es mayor que en aquellos más longevos.

Por último, espero que los parámetros físicos y químicos del suelo, como las

concentraciones de P, N y la humedad, estarán principalmente relacionados con la

producción de micelio extrarradical y el porcentaje de colonización intrarradical de los

HMA.
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MÉTODO

SITIO DE ESTUDIO

Ubicación geográfica

La Reserva de la Biosfera de Los Tuxtlas (Figura 3) es un área natural protegida

ubicada en la región de Los Tuxtlas, al sur del estado de Veracruz, México. Posee una

superficie total de 155,122 ha, la cual se encuentra dividida en aproximadamente 125,403 ha

de zona de amortiguamiento y 30,000 ha de zona núcleo repartida en las tres principales

elevaciones del lugar: 18,031 ha en la Sierra de Santa Marta, 1,883 ha en San Martín Pajapan

y 9,805 ha en el volcán San Martín Tuxtla (Laborde, 2004). La zona tiene una altitud entre

los 200 a los 1,700 m sobre el nivel del mar (Soto y Gama, 1997).

Figura 3. Ubicación de la Reserva de la Biosfera de Los Tuxtlas y la Estación de Biología Tropical de Los

Tuxtlas. Fuente: Elaboración propia sobre la base de datos “Áreas Naturales Protegidas“

(SEMARNAT-CONANP, 2017) y con ayuda del software QGIS.
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El presente estudio se realizó en la Estación de Biología Tropical Los Tuxtlas (EBTLT)

con un área aproximada de 640 ha ubicada entre las coordenadas 95° 04’ y 95° 09’ O y los

18° 34’ y 18° 35’ N (Dirzo et al., 1997) dentro de la zona núcleo de la Reserva.

Suelo

El suelo de la Reserva de la Biosfera de Los Tuxtlas se forma sobre materiales

expulsados de los volcanes San Martín Tuxtla, Santa Marta y San Martín Pajapan; consiste

de rocas ígneas, basaltos y andesitas mezcladas con cenizas volcánicas (Nelson y

González-Caver, 1992). La textura es arcillosa, franco arcillosa arenosa, franco arcillosa y

franca con horizontes pocos desarrollados (Chizon, 1984). Los tipos de suelos en la región

son luvisoles acrisoles (34.2%), andosoles (21 %), feozems (18%) y vertisoles (13%) (Campos,

2004). En las zonas altas de la Estación de Biología dominan los andosoles, suelos

ligeramente ácidos (pH de 6.0 a 6.5) donde la mayoría del fósforo (91% a 96%) se encuentra

retenido por la fracción coloidal (Sommer-Cervantes et al., 2003).

Clima

La región de Los Tuxtlas es afectada por ciclones tropicales; y “nortes” (vientos

provenientes del Golfo de México) entre los meses de noviembre a febrero. Es una de las

zonas más lluviosas del país, con una precipitación media anual de entre 3,000 y 4,000

mm. A pesar de esto, la zona presenta un régimen de lluvias con una época húmeda de

junio a febrero y una seca entre marzo y mayo (Figura 4). La temperatura media anual es

de entre 24 y 26 °C; la temperatura mínima es de 16 °C durante el mes de enero y la

temperatura máxima extrema varía entre 34 y 36 °C durante el mes de mayo. La

clasificación climática de la Reserva de Los Tuxtlas es cálido-húmedo de tipo Am(f) en la

parte más alta de la sierra, y Am en las partes más bajas (Soto y Gama, 1997; Guevara, 2010).

Vegetación

El tipo de vegetación en el sitio de estudio se clasifica como selva alta perennifolia

(SAP) (Miranda y Hernández, 2016), o bosque tropical perennifolio (Rzedowski, 2006). Aquí

el dosel es denso, cerrado y presenta alturas de 30 a 35 m, siendo representado por

especies como Ficus yoponensis, Ocotea uxpanapana, Brosimum alicastrum y Nectandra

ambigens. En el estrato medio se encuentran especies arbóreas de menos de 20 m de

altura como Pseudolmedia oxyphyllaria, Pleuranthodendron lindenii y Pimenta dioica.
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Mientras que en el sotobosque dominan especies como Astrocaryum mexicanum,

Chamaedorea pinnatifrons y C. alternans (Bongers et al., 1988; Castillo-Campos y Laborde,

2004). Aunque existe una riqueza baja de palmas, éstas representan alrededor del 50% de

la vegetación (Ibarra-Manríquez et al., 1997). Algunas especies que crecen en los Tuxtlas

tras la formación de un claro son: Cecropia obtusifolia, Heliocarpus appendiculatus,

Myriocarpa longipes y Urera caracasana (Castillo-Campos y Laborde, 2004).

Figura 4. Climograma de la Estación Climatológica de la EBTLT de 1996 a 2015 (tomado de

Baleón-Sepúlveda, 2021).

En total, en la Estación de los Tuxtlas se han reportado 943 especies, 545 géneros y

137 familias de plantas (Ibarra y Sinaca, 1995). La mayor diversidad se encuentra en las

herbáceas (30%), seguida de las trepadoras (19%), arbustos (18%), árboles (17%) y las epífitas

(16%) (Ibarra-Manríquez et al., 1997). Sin embargo, actualmente parte de la región de los

Tuxtlas está formada por acahuales, zonas agrícolas, potreros y fragmentos de selva

(Castillo-Campos y Laborde, 2004).
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MUESTREO

Como la regeneración natural de un claro es un proceso ecológico que puede llegar

a tomar largos periodos de tiempo; para este estudio utilicé el método de

cronosecuencias. Este método sustituye espacio por tiempo al ocupar parcelas de

diferentes edades que representan diferentes etapas de desarrollo del proceso ecológico a

estudiar (Johnson y Miyanishi, 2008; Walker y Del Moral, 2011). En el caso de este estudio el

proceso ecológico a estudiar sería la regeneración natural de los claros.

El muestreo fue realizado en septiembre de 2020, en época de lluvias, dentro de la

Estación de Biología Tropical “Los Tuxtlas” del Instituto de Biología de la UNAM. Seleccioné

15 claros formados por la caída de árboles o ramas con diferentes etapas de formación

(Figura 5); los cuales posteriormente distribuí equitativamente en 3 grupos, según un

gradiente de regeneración natural (determinado mediante los criterios descritos en la

Tabla 2):

● Grupo C1 (5 claros formados entre 1 a 5 años): Sitios con la mayor apertura del

dosel, mayor acumulación de materia orgánica pero menor grado de

descomposición de esta. La vegetación del claro tiene presencia de

individuos de Heliocarpus appendiculatus.

● Grupo C2 (5 claros formados entre 6 a 10 años): Sitios con apertura del dosel

intermedia. La acumulación de la materia orgánica y el grado de

descomposición de esta es intermedio. La vegetación del claro tiene

presencia de individuos de Heliocarpus appendiculatus y Nectandra

ambigens,

● Grupo C3 (5 claros formados entre 11 a 15 años): Sitios con la menor apertura

del dosel, menor acumulación de materia orgánica y mayor grado de

descomposición de esta. La vegetación del claro tiene mayor presencia de

individuos de Nectandra ambigens.

Adicionalmente, se seleccionaron de manera aleatoria cinco sitios de referencia en la selva

y ubicados al norte de los claros. Estos fueron denominados como Grupo S.
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Tabla 2. Criterios utilizados durante el muestreo para clasificar a los claros en un gradiente

de regeneración natural (Baleón-Sepúlveda, 2021).

Criterio Descripción

Apertura del dosel La mayor apertura del dosel la presenta el claro
más joven, mientras que la menor apertura la
presenta el claro más avanzado.

Grado de descomposición de la especie vegetal
que formó el claro

El grado de descomposición más bajo lo
presenta el claro más reciente; y el mayor, el
claro más avanzado.

Acumulación de materia orgánica del suelo Existe una mayor acumulación de materia
orgánica en los claros recientes en
comparación con aquellos que se encuentran
en estados más avanzados de regeneración.

Especies vegetales indicadoras de la etapa de
regeneración

Los claros de reciente creación presentan
plántulas que requieren de la apertura de un
claro para su germinación. En este caso se
ocupó Heliocarpus appendiculatus como
planta indicadora del estado de regeneración.
Para los claros en etapas más avanzadas de
regeneración se ocupó Nectandra ambigens
como especie indicadora.

Observaciones en campo Realizadas por Praxedis Sinanca (datos no
publicados), quien poseía registro previo de las
especies de plantas ubicadas en cada claro y
amplia experiencia dentro del sitio de estudio.

Se midió la pendiente, altitud, georeferenciación y el diámetro de los claros

muestreados (anexo 1). A partir del diámetro obtenido, se calculó el área total de cada

claro. En cada claro, se trazó un cuadro de 5 x 5 cm, en el centro tomé una sola muestra de

suelo con un nucleador de 8 cm de diámetro por 16.5 cm de profundidad. De manera

similar se tomaron muestras en 5 sitios ubicados en la selva madura, los cuales se

ocuparon como puntos de referencia.
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Figura 5. 4.1. Ubicación de la la EBTLT. 4.2. Ubicación de los claros dentro de la EBTLT. 4.3. Claros

muestreados, agrupados en los grupos C1, C2 y C3 definidos por los criterios mostrados en la Tabla 1. Fuente:

Elaboración propia sobre la base de datos de Baleón-Sepúlveda (2021) y con ayuda del software ArcMap 10.5.

ANÁLISIS DE MUESTRAS

Las muestras de suelo de los claros y la selva madura las mantuve en refrigeración a

3 °C hasta que fueron procesadas en el Laboratorio de Ecología del suelo, Facultad de

Ciencias, UNAM. De las muestras obtuve la longitud de micelio extrarradical y el porcentaje

de colonización intrarradical.
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Longitud de Micelio Extrarradical (ME)

De cada muestra recolectada, separé 50 g de suelo húmedo, los cuales se tamizaron

con un tamiz de 2.2 mm de apertura. De este suelo tamizado se tomaron 5 g para extraer

el micelio extrarradical por medio de la técnica de Miller Jastrow (1998) y modificada por

Jasso (2010) y Sánchez-Prager et al. (2010) (Anexo 3). De cada muestra se obtuvieron 3

membranas de nitrocelulosa con las que se realizó la cuantificación del micelio

extrarradical total mediante la técnica de Jakobsen (1998) (Anexo 4).

Adicionalmente, se tomaron otros 5 g del suelo tamizado para obtener el peso seco,

dato que fue utilizado en la cuantificación de la longitud del micelio extrarradical. Para este

procedimiento, el suelo fue secado en una estufa a 105°C durante 72 horas. Pasado este

tiempo, el suelo fue pesado de nuevo para calcular la pérdida de humedad de cada

muestra mediante el método gravimétrico.

Porcentaje de colonización intrarradical (CI)

Para estimar el porcentaje de colonización intrarradical se colectaron todas las

raíces finas terminales, con un diámetro menor a 2 mm aproximadamente, que se

encontraron dentro de cada muestra y se almacenaron en bolsas de polietileno hasta que

fueron procesadas. Estas raíces se caracterizan por no presentar un crecimiento

secundario, por lo que los HMA usualmente están asociados a ellas en los primeros 30 cm

del perfil del suelo (Manoharachary y Kunwar, 2002).

Una vez colectadas las raíces, se tiñeron con azul de tripano mediante la técnica

descrita por Phillips y Hayman (1970) (Anexo 5). De cada muestra se obtuvieron los

porcentajes de colonización de cada estructura: hifas, vesículas, esporas, ovillos y

arbúsculos; así como el porcentaje de colonización total.

Propiedades físicas y químicas del suelo

Las variables químicas y físicas del suelo de los sitios de muestreo (Anexo 1) fueron

medidas por Baleón-Sepulveda (2021). Los análisis se llevaron a cabo en el laboratorio de

Agua y Suelo Sustentables, del Instituto de Investigaciones en Ecosistemas y

Sustentabilidad, UNAM ubicado en Morelia. Los métodos ocupados para medir cada

variable fueron:
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● Para medir el pH del suelo, se tomaron 5 g de este y se pusieron en agua

desionizada para formar una solución 1:10 p/v, la cual se agitó durante 30 min y fue

medida con un potenciómetro calibrado (Willard et al., 1974).

● La materia orgánica del suelo (MOS) se midió mediante el método de oxidación de

las formas activas de carbono orgánico en el suelo con dicromato y ácido sulfúrico

de Walkley y Black (1947).

● Los ortofosfatos (PO4-) se obtuvieron con la solución extractora de Mehlich III

(Mehlich, 1984) siguiendo la técnica modificada por Mehlich (1984). Fueron leídos en

un autoanalizador III-Bran+Luebbe (Technicon Industrial System, 1977) tras ser

pasados por papel filtro Whatman 42 y desarrollar el color con molibdato de

amonio.

● La determinación tanto de los nitratos (NO3
-) como el amonio (NH4

+) se obtuvieron

mediante el método de Robertson et al. (1999) y utilizando KCl como solución

extractora. Estos extractos se leyeron en un autoanalizador III-Bran+Luebbe

(Technicon Industrial System, 1977) después de haber sido filtrados a través de papel

filtro Whatman 1.

● El contenido hídrico del suelo se calculó mediante el método gravimétrico (Aguilera,

1989), el cual se basa en la diferencia de peso entre el suelo húmedo y el suelo

secado en una estufa hasta peso constante a 105ºC.

ANÁLISIS ESTADÍSTICO

Los datos obtenidos fueron analizados usando el software de análisis estadístico R

versión 4.0.2 (Development Core Team, 2020). Las diferencias se consideraron significativas

a p<0.05. Comprobé la normalidad y homogeneidad de varianzas de todos los datos

mediante la prueba de Shapiro-Wilk y la prueba de Levene, respectivamente. Las graficas

fueron realizadas con el software de análisis estadístico R versión 4.0.2 (Development Core

Team, 2020).

Longitud de micelio extrarradical (LME)

Para analizar si existían diferencias en los datos de longitud de micelio extrarradical

(LME), entre los diferentes grupos de claros (C1, C2, C3) y el grupo de referencia (selva), se

aplicó una prueba de Kruskal-Wallis. En caso de que se presentaran diferencias
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significativas entre los factores o en su interacción, procedí a aplicar una prueba de

comparación múltiple de medias de Tukey.

Porcentaje de colonización intrarradical (CI)

A los datos obtenidos del porcentaje de colonización intrarradical (CI) se les aplicó

una prueba de Kruskal-Wallis para analizar si existían diferencias entre las diferentes

etapas de regeneración de los datos de porcentaje colonización intrarradical por cada

estructura y porcentaje de colonización intrarradical total.

Propiedades físicas y químicas del suelo y propiedades de los claros.

Para analizar las posible relación entre los factores abióticos de los claros con la

longitud de micelio extraradical y el porcentaje de colonización intrarradical, se realizaron

regresiones lineales simples entre longitud del micelio extrarradical y la colonización

intrarradical, de manera independiente, contra los datos de humedad, pH, materia

orgánica del suelo (MOS), fósforo (PO4-), nitratos (NO3-), amonio (NH4+), área del claro,

pendiente y altitud.

Posteriormente, se realizó un análisis de componentes principales (PCA) para

determinar aquellos factores que tuvieran mayor impacto en los resultados obtenidos. Se

consideró el pH, MOS, fósforo, nitrato (N-NO3), amonio (N-NH4), la temperatura (T) y las dos

variables bióticas fúngicas.
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RESULTADOS

LONGITUD DE MICELIO EXTRARRADICAL

La longitud de micelio extrarradical no fue estadísticamente distinta (X2
(3) = 2.2739; p

> 0.05) entre los 3 grupos de claros y la selva. Las longitudes promedio de los claros

variaron del grupo C1 con el promedio más bajo 5.62 (± 2.7 mg-1), al grupo de claros C3 con

la longitud promedio más alta con un valor de 6.09 (± 2.5 mg-1). Por otro lado, la selva

presenta un valor menor a los tres grupos de claros con 4.82 (± 1.5 mg-1) (Figura 6).

Figura 6. Longitud promedio del micelio extrarradical (mg-1) y desviación estándar comparando los 3 grupos

de claros (C1= claros de 1-5 años, C2= claros de 6-10 años y C3= claros de 11 a 15 años) y la selva.
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PORCENTAJE DE COLONIZACIÓN INTRARRADICAL

En el Anexo 6 se encuentran algunas imágenes de las estructuras teñidas con azul

de tripano que fueron observadas al microscopio en este trabajo y que fueron

cuantificadas para obtener el porcentaje de colonización intrarradical.

Colonización intrarradical total

La colonización intrarradical total promedio es alta, alrededor del 70%, tanto para los

claros como para la selva; excepto para el grupo de claros C3, el cual posee un porcentaje

promedio de colonización total del 48.8% (± 12.7%). La prueba de Kruskal-Wallis no indicó

diferencias significativas (X2
(3) = 5.065; p>0.05) entre los grupos de regeneración natural y la

selva (Figura 7).

Figura 7. Porcentaje promedio de la colonización intrarradical total y desviación estándar comparando los 3
grupos de claros (C1= claros de 1-5 años, C2= claros de 6-10 años y C3= claros de 11 a 15 años) junto con la

selva.
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Colonización intrarradical por estructuras

De manera general, el grupo de claros C3, obtuvo los promedios más bajos de

colonización en cada una de las estructuras intrarradicales analizadas en este trabajo. Las

hifas intrarradicales fueron la estructura más abundante en la colonización intrarradical, las

cuales alcanzaron porcentajes del 46.2% (± 5.2%) en el grupo de claros C3 y alrededor del

60% para el resto de claros y la selva (Figura 8). La prueba de Kruskal Wallis para los datos

de colonización por hifas no mostró diferencia alguna entre los tres grupos de claros y el

grupo de selva, con un valor de X2
(3) =4.295 y p>0.05 (Figura 8).

Figura 8. Porcentaje promedio de la colonización intrarradical por hifas (%) y desviación estándar
comparando los 3 grupos de claros (C1= claros de 1-5 años, C2= claros de 6-10 años y C3= claros de 11 a 15

años) y la selva.
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En el caso de la colonización intrarradical por vesículas (Figura 9) el porcentaje fue

alto en claros iniciales, grupo C1 con 22.6% (± 17.3%) y grupo C2 con 14% (± 14%) y bajo en el

grupo de claros C3 con un valor de 10.8% (± 7.9%), se observa una disminución del

porcentaje conforme avanza la regeneración natural. La selva posee altos porcentajes de

vesículas con un 17.4% (± 6.5%). Sin embargo, no hubo diferencias significativas entre ellos

(X2
(3) = 2.689; p>0.05).

Figura 9. Porcentaje promedio de la colonización intrarradical por vesículas (%) y desviación estándar
comparando los 3 grupos de claros (C1= claros de 1-5 años, C2= claros de 6-10 años y C3= claros de 11 a 15

años) y la selva.

Por su parte, el ANOVA de la colonización por ovillos indicó igualmente diferencias

no significativas entre los estados de regeneración (X2
(3) = 6.227; p>0.05) (Figura 10). Se

observó un número mayor de estructuras en la selva (4.2 % ± 6%) en comparación con los 3

grupos de claros (C1= 2% ± 1.5%, C2= 5% ± 5.3%, C3= 1.2% ± 1.5%).
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Figura 10. Porcentaje promedio de la colonización intrarradical por ovillos (%) y desviación estándar
comparando los 3 grupos de claros (C1= claros de 1-5 años, C2= claros de 6-10 años y C3= claros de 11 a 15

años) y la selva.

El valor de la media de colonización por arbúsculos en claros más alto fue para el C2

con 2.4% (± 2.1%), mientras que el valor medio más bajo fue del C3 con 0.4% (± 0.89%). La

selva también tiene valores similares al C2 con 2.8% (± 3.3%). Por otro lado, para el caso de

la colonización por esporas, la media fue de 13% tanto para el grupo de claros C2 (± 9.8%) y

C3 (± 4.3%). El grupo C1, en cambio, tuvo una media de colonización del 5.2% (± 2.9%).

En ambos casos la prueba de Kruskal-Wallis mostró que no hubo diferencias

significativas, entre las etapas analizadas (arbúsculos: X2
(3) = 3.0343, p > 0.05; esporas: X2

(3) =

3.4724, p > 0.05) (Figura 11).
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Figura 11. Porcentaje colonización intrarradical por ovillos (azul) y esporas (amarillo) y su respectiva
desviación estándar, comparando los 3 grupos de claros (C1, C2 y C3) y la selva (S).
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RELACIÓN ENTRE VARIABLES BIÓTICAS Y ABIÓTICAS

Longitud de micelio extrarradical (LME)

Al evaluar si existe una relación entre las propiedades del suelo y de los claros con la

longitud de micelio extrarradical (Tabla 3), la única relación que fue significativa fue aquella

entre la materia orgánica del suelo y la LME, siendo lineal, y directamente proporcional

F(1,18) = 12, p=0.0027 con una R2= 0.4 (Figura 12).

Tabla 3. Valores de R2 obtenidos de la regresión lineal entre la longitud del micelio extrarradical (LME)

(mg-1) y las variables físicas y químicas edáficas, así como las propiedades del claro. MOS= materia

orgánica del suelo, PO4
-= fósforo, NO3

-= nitrato, NH4
+= amonio; ** =p < 0.01

Humedad pH MOS PO4
- NO3

- NH4
+ Altitud Pendiente Área

LME 0.012n.s 4.2e-06n.s 0.4 ** 0.084n.s 0.002n.s 0.037n.s 0.081n.s 0.039n.s 0.082n.s

Figura 12. Relación entre la longitud de micelio extrarradical (LME) (mg-1) y la materia orgánica del suelo
(MOS)
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Porcentaje de colonización intrarradical

Para el porcentaje de colonización intrarradical (Tabla 4), la regresión lineal entre el

porcentaje de esporas y el PO4
- fue significativa (F(1,18) = 7.159, p=0.015) y directamente

proporcional con una R2 de 0.284 (Figura 13).

Tabla 4. Valores de R2 obtenidos de la regresión lineal entre el porcentaje de colonización intrarradical (%) y

las variables físicas y químicas edáficas, así como las características del claro. % H = porcentaje de hifas, % V =

porcentaje de vesículas, % E = porcentaje de esporas, % O = porcentaje de ovillos, % A = porcentaje de

arbúsculos y % T = porcentaje total. En negritas se señalan las regresiones lineales significativas (* =p < 0.05).

Humedad pH MOS PO4- NO3
- NH4

+ Altitud Pendiente Área

% H 0.009 --- 0.014 0.11 0.004 0.034 0.073 0.004 0.01

% V 1.23e-05 0.043 0.014 0.047 0.047 0.02 0.004 0.034 0.12

% E 0.004 0.054 0.014 0.284* 0.0001 0.005 6.94e-05 0.081 0.036

% O 0.028 --- 0.044 0.025 2.89e-05 0.019 0.068 0.102 0.059

% A --- --- --- --- --- --- --- 0.141 ---

% T 0.010 --- 0.003 0.071 0.002 0.009 0.075 0.001 0.024

Figura 13. Relación entre el porcentaje de colonización por esporas (%) y las concentraciones de PO4
-_
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Para aquellos datos que no cumplieron con los supuestos de normalidad y

homogeneidad se aplicó la prueba correlación por rangos de Spearman. Todas las

correlaciones no fueron significativas (Tabla 5); pero la correlación entre el pH y el

porcentaje de hifas fue marginalmente significativa (p = 0.06) (Figura 14) con una rho =

0.420.

Tabla 5. Valores de rho de Spearman obtenidos de la regresión lineal entre el porcentaje de

colonización intrarradical (%) y las variables físicas y químicas edáficas, así como las características del

claro. % H = porcentaje de hifas, % O = porcentaje de ovillos, % A = porcentaje de arbúsculos y % T =

porcentaje total. “ → p = 0.06 (marginalmente significativo)

Humedad pH MOS PO4
- NO3

- NH4
+ Altitud Área

% H --- 0.420 ” --- --- --- --- --- ---

% O --- -0.0619 --- --- --- --- --- ---

% A -0.021 -0.061 0.277 0.277 0.011 -0.127 0.3161 -0.188

% T --- 0.365 --- --- --- --- --- ---

Figura 14. Relación marginalmente significativa entre el porcentaje de colonización por hifas (%) y el pH
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ANÁLISIS MULTIVARIADO

El análisis de componentes principales (ACP) formó 12 componentes principales a

partir de las variables del suelo y las características de los claros que explican el 100% de la

varianza, los cuales se pueden observar en la Tabla 6.

Los primeros tres componentes del análisis explican en conjunto el 61% de la

variación observada en los datos de longitud del micelio extrarradical y la colonización

intrarradical de los 3 grupos de sitios ubicados en claros y del grupo ubicado en la selva.

Tabla 6. Componentes principales, su desviación estándar y su contribución acumulada (% de varianza)
obtenidos del análisis de componentes principales.

CP1 CP2 CP3 CP4 CP5 CP6 CP7 CP8 CP9 CP10 CP11 CP12

Desviación
estándar 1.727 1.573 1.366 1.161 1.066 0.743 0.702 0.660 0.592 0.435 0.328 0.233

Varianza de
cada eje 0.248 0.206 0.155 0.112 0.094 0.046 0.041 0.036 0.029 0.015 0.008 0.004

% varianza
acumulado 0.248 0.455 0.610 0.723 0.817 0.863 0.905 0.941 0.970 0.986 0.995 1.000

Para el componente principal 1 (CP1) las variables que más contribuyeron a él, son la

pendiente (-0.442) y la altitud (-0.415), así como la cantidad de nitratos (NO3
-) en el suelo

(-0.408) (Tabla 7).

Mientras tanto, para el componente principal 2 (CP2) las variables que explicaron en

mayor proporción los datos fue: la colonización intrarradical, dada por el porcentaje de

colonización por vesículas (-0.441) y el porcentaje por hifas (-0.434); así como la

concentración de amonio en el suelo (-0.389) (NH4
+) (Tabla 7).

Por último, para el componente principal 3 (CP2) los valores de contribución más

altos fueron: el área del claro (0.496), la longitud del micelio extrarradical (0.471) y la materia

orgánica del suelo (0.449) (Tabla 7).
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Tabla 7. Resumen de los valores de contribución de las variables a los tres primeros componentes
principales obtenidos del análisis multivariado; los datos sombreados indican aquellas tres variables que
más aportan a los componentes (>0.40).

Variables CP1 CP2 CP3

Humedad 0.355 -0.155 0.264

pH -0.236 -0.294 -0.167

MOS -0.155 -0.323 0.449

PO4
- -0.252 -0.280 -0.035

NO3
+ -0.408 0.202 0.107

NH4 0.304 -0.389 0.260

Altitud -0.415 -0.092 -0.014

Pendiente -0.442 0.215 -0.008

Área -0.126 0.154 0.496

LME -0.220 -0.222 0.471

Hifas -0.190 -0.434 -0.215

Vesículas -0.025 -0.441 -0.322

En la Figura 15 donde se grafica el PC1 contra el PC2 observamos los grupos C3 y S

parcialmente delimitados, los grupos que correspondientes a los claros de la etapa C1 y C2

se sobrelapan entre sí.

Los sitios de C2 son claramente muy heterogéneos, por lo que sus características se

comparten con los otros tres grupos. El C3 se separa fuertemente del C1 dado que el

primero tiene una alta humedad del suelo y altas concentración de amonio, así como bajo

porcentaje de vesículas e hifas. Por otro lado, el C1 presenta bajos valores relacionados con

la colonización de los hongos micorrizógenos arbusculares, así como alto contenido de

materia orgánica del suelo y pH básico. Por su parte, los sitios de selva (S) comparten

características con estos dos grupos, como valores bajos de longitud de micelio y

porcentaje de hifas intrarradicales, bajas concentraciones de fósforo disponible y alto

contenido de humedad y amonio.
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Figura 15. Gráfica con el componente principal 1 (PC1) contra el componente principal 2 (PC2).

En el caso de la figura 16 del PC1 contra el PC3 podemos observar una delimitación

fuerte de los sitios de selva (S) y el grupo de claros C3, quienes se separan del resto debido

a los altos valores de humedad y de contenido de amonio. A su vez, el grupo S se separa

debido a que presenta altos valores de colonización intrarradical por vesículas en

comparación con el grupo C3, el cual además presenta altos valores de MOS, LME y Área

del claro. El grupo C3 se separa por completo del C1, ya que este último presenta bajos

valores de amonio y humedad en el suelo pero bajos valores de colonización intrarradical
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por hifas, concentraciones de pH, fósforo y nitratos, así como poca pendiente y altitud de

los claros.

Figura 16. Gráfica con el componente principal 1 (PC1) contra el componente principal 3 (PC3).

Por último, en la figura 17, en donde se comparó al PC2 con el PC3 el único grupo

que se separa del resto es el de las selvas (S) debido a los bajos valores de las variables de

LME, Humedad, MOS y NH4 del suelo. Los tres grupos de claros permanecen sobrelapados

debido a la alta heterogeneidad que presentan.
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Figura 17. Gráfica comparando el componente principal 2 (PC2) contra el componente principal 3 (PC3).
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Discusión

RESPUESTA DE LOS HONGOS MICORRIZÓGENOS ARBUSCULARES A LA
REGENERACIÓN NATURAL DE CLAROS EN LA SELVA

Las distintas variables fúngicas que medí no fueron estadísticamente distintas

debido a las perturbaciones causadas por la formación de claros sobre el microclima y las

propiedades del suelo, ni se observaron diferencias estadísticamente significativas

relacionadas con las etapas de regeneración del sitio donde ocurrió el disturbio. Esto es

contrario a los cambios sobre la longitud de micelio y porcentaje de colonización

intrarradical que se esperaban en la hipótesis planteada en este estudio.

Longitud de micelio extrarradical

Los resultados de la longitud de micelio no presentaron diferencias significativas al

compararse entre los grupos de claros y la selva. Lo cual no concuerda con lo esperado:

observar un aumento del micelio extrarradical a lo largo de un gradiente de regeneración.

Serrano-Ysunza (2012) reportó un valor entre 8.57 ± 1.65 mg-1 y 6.29 ± 0.79 mg-1 de longitud

de micelio extrarradical (LME) en las selvas de Los Tuxtlas, lo que concuerda con el valor de

LME promedio observado de 4.82 (0.40± m g-1) para los sitios muestreados en este trabajo

ubicados en esta misma selva. Estos valores también coinciden con los valores reportados

por Cruz-Paredes (2013) y Becerril-Pombo (2017) para las selvas de La Mancha y Los Tuxtlas,

respectivamente.

Porcentaje de colonización intrarradical

Para el caso de la colonización intrarradical total, los datos alcanzaron altos

porcentajes , aunque sin mostrar diferencias estadísticamente significativas a lo largo de la

regeneración de los claros. Estos altos niveles de colonización nos indican, de acuerdo con

Barragán (2003), que el nivel de interacción entre los mutualistas es de gran importancia

para el crecimiento y desarrollo de las plantas involucradas, desde claros recién formados

hasta aquellos en fases sucesionales más avanzadas y sitios en la selva o dosel cerrado.

El porcentaje de colonización por hifas en las raíces de las plantas de la selva

concuerda con lo reportado por Cruz-Paredes (2013) en una selva baja subperennifolia del

norte de Veracruz. Sin embargo, no concuerda con las diferencias entre sitios en claros y

sitios bajo dosel cerrado (selva) reportadas por Nuñez-Castillo (2001). Las hifas fueron la

estructura fúngica que más contribuyó a los altos valores de colonización intrarradical, con
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valores de colonización del 48% a más del 60%, puesto que son cruciales para el transporte

e intercambio de nutrientes entre los simbiontes cuando los niveles de colonización por

arbúsculos son bajos (Harrison, 1997; Ferrol et al., 2002).

El porcentaje de vesículas no fue estadísticamente distinta a lo largo de la

regeneración natural en claros ni en selva; esto no concuerda con los datos registrados por

Nuñez-Castillo (2001) quien encontró mayores niveles de colonización por vesículas en los

claros que en la selva con dosel cerrado. Sin embargo, es importante señalar que el estudio

de Nuñez-Castillo analizó solo raices de Astrocaryum mexicanum, mientras que las raíces

que analicé en este estudio pertenecieron a más de una especie vegetal, y probablemente

eso homogeneizó más la respuesta de estas especies a los HMA. En este estudio, las

vesículas fueron la segunda estructura que más contribuyó a los altos porcentajes de

colonización. Esto podría indicarnos una baja cantidad de recursos en los sitios de estudio,

que son almacenados en las vesículas producidas por los HMA (Harrison, 1997). Las cuales,

además, tienen un papel importante en el mantenimiento de ciertos propágulos infectivos

que regeneran o mantienen las redes micorrízicas tras un disturbio (Guadarrama et al.,

2008).

Por otro lado, el porcentaje de colonización por esporas no fue alta; ni mostró

diferencias entre la selva y los claros. Esto último concuerda con lo encontrado por Allen et

al. (1998) quienes además tampoco encontraron diferencias en la abundancia de esporas

al compararla entre sitios de claro y selva. La falta de diferencias significativas en la

abundancia de esporas a lo largo de los diferentes grupos de claros en distintos estados de

regeneración concuerda con los estudios realizados por Stürmer y Siqueira (2006) y

Guadarrama et al., (2008), en diferentes estados sucesionales de sitios que sufrieron algún

tipo de disturbio.

Tanto la producción de arbúsculos como de ovillos tuvieron valores bajos, de menos

del 3% y 5% respectivamente, pero constantes a lo largo de la regeneración de los claros. A

pesar de ello, los porcentajes de ovillos son más altos que los porcentajes de arbúsculos lo

que podría determinar que la colonización que se presenta en este sitio de estudio es es

de tipo París (Smith y Read, 1997).

Aunque no encontré diferencias significativas entre las variables fúngicas en las

distintas etapas de regeneración; dichas variables tuvieron valores altos (exceptuando
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colonización por arbúsculos y esporas intrarradicales) lo que implica que, a pesar de la

sucesión de especies vegetales, la colonización de los HMA y, en particular su

funcionalidad, no se vieron afectadas en ningún sentido, probablemente esto tiene que

ver con la capacidad de respuesta de los HMA a los cambios ambientales y su capacidad

de colonización sin distingos entre especies vegetales. No tenemos datos sobre las

diferencias de complementariedad entre especies vegetales y fúngicas en nuestros

diferentes sitios de regeneración, es decir, entre qué especies se da la asociación. Lo cual

será muy importante posteriormente evaluar estas respuestas más finas y analizar si

cambia durante el proceso sucesional, con lo analizado hasta ahora podemos afirmar que

la relación HMA-plantas sí estuvo presente.
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FACTORES QUE AFECTAN LA RESPUESTA DE LOS HONGOS MICORRIZÓGENOS
ARBUSCULARES A LA REGENERACIÓN NATURAL DE CLAROS EN LA SELVA

Como se mencionó en la sección anterior, no se encontraron diferencias

estadísticamente significativas en los datos de colonización intrarradical y de longitud de

micelio extrarradical al comparar los claros entre sí y con la selva. Para el caso de los

porcentajes de colonización, lo anterior es contrario a lo propuesto por Janos, (1980)

referente al aumento de esta variable conforme avanza la sucesión.

Janos (1980) reportó que la dinámica de claros en las selvas sí modifica el porcentaje

de colonización por HMA presente en la comunidad de plantas en las diferentes etapas

sucesionales, esto debido a que conforme avanza la sucesión, aumenta el número de

especies vegetales dependientes de los HMA al haber una disminución de los recursos en

el suelo, en etapas tardías de regeneración de los claros en la selva.

En este estudio encontré que no hubo un efecto de la etapa de regeneración sobre

el porcentaje de colonización intrarradical ni la longitud de micelio extrarradical de los

HMA, a pesar de que el cambio en la composición vegetal sí ocurrió (Rodríguez et al. en

preparación). Esto puede estar relacionado con el hecho de que el suelo de los claros

analizados no fue fuertemente alterado por el disturbio, de tal forma que la matriz edáfica

no se vio tan afectada y mantuvo características muy semejantes entre etapas de claros y

selva (Peto-Barrios (2021). La falta de diferencias significativas también podría indicar que

la comunidad de HMA presenta una alta resiliencia ante disturbios de la zona aérea, que

los efectos podrían estar siendo amortiguados por la vegetación (Baleón-Sepúlveda, 2021).

Mis resultados no concuerdan con los reportados por Nuñez-Castillo (2001) quien sí

encontró mayores porcentajes de colonización total, así como de hifas y vesículas en los

claros al compararlos con sitios de selva en los Tuxtlas. Esta mayor colonización fúngica

esperada en los claros está asociada a las altas tasas fotosintéticas de la vegetación,

Nuñez-Castillo estudió el porcentaje de colonización de una sola especie vegetal presente

tanto en los claros como en la selva, de esta forma, las especies creciendo en los claros

tienen mayor tasas fotosintéticas lo que se asocia con mayor disponibilidad de carbono

para asignar y mantener a los HMA, lo cual se refleja en un mayor porcentaje de

colonización. Aunque la naturaleza de la relación planta-hongo todavía se debe analizar, el

hecho de tener altos porcentajes de hifas intrarradicales implica que los HMA obtienen
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altas concentraciones de carbono, pero ello ocurre independientemente de la etapa de

regeneración de la selva, esto abre una interrogante sobre la magnitud del disturbio que

pueda promover un cambio en los HMA, entre las distintas etapas de regeneración, sobre

la resistencia del suelo como ambiente protegido en una matriz sólida y sobre la resiliencia

de la comunidad biótica edáfica a esos cambios en la zona por arriba del suelo.

Por otro lado, los resultados de este trabajo concuerdan con los de Allen et al. (1998)

quienes no encontraron diferencias significativas en los niveles de colonización de los HMA

al comparar sitios de claro con dos años de haberse formado contra sitios de selvas

subperennifolias. Esta falta de diferencias son atribuidas, ya sea a la recuperación del

porcentaje de colonización, o a que éste realmente nunca se vio afectado negativamente.

Sin embargo, en esta investigación se tuvo la oportunidad de comparar claros en

diferentes etapas de regeneración y en ninguna etapa se observaron cambios

significativos en la colonización, por lo que podrían atribuirse a que la perturbación

causada por la formación del claro no fue lo suficientemente fuerte o la escala del

disturbio fue pequeña para impactar positiva o negativamente a los HMA.

Esta diferencia de resultados tan contradictorios en otros estudios se debe a que en

el estudio de Allen et al. (1998) solo se realizó un muestreo en época de lluvias, al igual que

este trabajo. Por otro lado, Núñez-Castillo (2001) realizó muestreos de claros en estación de

lluvias y secas; encontrando que las mayores diferencias sucedieron durante la época de

secas; debido a que en esta época las condiciones microambientales repercuten en mayor

medida en la respuesta de los HMA ante los disturbios. Lo que podría hablarnos de que la

estacionalidad podría tener un efecto sobre la respuesta por parte de los HMA tras la

apertura de claros y sería importante evaluarlo posteriormente.

Ante estos contrastes de resultados, cabe mencionar que no sólo la estacionalidad

juega un papel importante en la respuesta de los HMA, existe una gran variedad de

factores a los que estos hongos pueden responder, y no necesariamente debe ser una

respuesta individual, sino más bien multifactorial (McGonigle y Miller, 2000). Por ejemplo,

si estamos analizando una etapa de regeneración inicial, donde además hay una mayor

acumulación de materia orgánica y ello repercute en una mayor concentración de

nutrientes en el suelo, se puede plantear que la asociación plantas-HMA es débil por la alta

concentración de recursos, pero si no hay tal acumulación de materia y son sitios bajos en

62

https://www.mendeley.com/reference-manager/reader/76cc2e76-6dd6-3453-ab89-999bd1ae5592/687a7600-ab7f-57ad-5891-bb118d04c33a?fragmentSelector=page%3D22%26viewrect%3D85.1015625%252C667.5703125%252C207.47660064697266%252C-12.75


nitrógeno y fósforo, la asociación podría ser más fortalecida, estando en las etapas iniciales

de regeneración natural.

El suelo posee diversos factores que podrían explicar los resultados observados en

este trabajo, pero también es un ecosistema que posee una alta resistencia a las

perturbaciones (Tibbett et al., 2020). Por lo que, aun cuando diversos estudios hayan

registrado cambios ambientales ante la formación de un claro y un posterior proceso de

sucesión ecológica con la comunidad de plantas, en esta tesis no se observaron cambios

en la colonización intrarradical y el micelio extrarradical por parte de los HMA ante estas

perturbaciones, ni a los cambios entre claros con distinto grado de regeneración.

Cabe aclarar que las variaciones en el suelo probablemente tienen causas más allá

de la formación de claros y de su regeneración (Allen et al., 1998). Por ejemplo: las

características del origen del claro, la identidad taxonómica del árbol caído, el tamaño del

claro y la magnitud del disturbio; podrían estar influenciando los impactos sobre el suelo.

Por lo que las relaciones significativas que se encontraron entre la colonización intra y

extrarradical no necesariamente están relacionadas con la regeneración natural.

Ejemplo de lo anterior, podría ser que de entre los factores del suelo analizados, la

colonización de raíces por hifas intrarradicales resultó estar marginalmente relacionada

con el pH del suelo (Figura 14). Sabemos que las variaciones en el pH tienen efectos sobre

la disponibilidad de los nutrientes en el suelo, lo que a su vez, tendría un efecto indirecto

sobre la producción de hifas fúngicas, debido a que éstas permiten el intercambio de

aquellos nutrientes entre la planta y el hongo (Chaudhary et al., 2008). Sin embargo, aun

cuando en el análisis de regresión lineal se relacionaron de manera marginal los datos de

colonización por hifas intrarradicales y el pH, Peto-Barrios (2021), quien realizó su trabajo en

los mismos sitios de muestreo, no encontró diferencias de pH entre los grupos de claros y

el sitio con dosel cerrado o selva. Las variaciones en el pH podrían estar relacionadas con la

descomposición microbiana y liberación de N en formas disponibles (McCauley et al., 2017)

Otra relación significativa positiva que se encontró en el análisis de regresión lineal

fue entre el PO4 y el porcentaje de colonización por esporas intrarradicales. Diversos

estudios han reportado que el incremento de los niveles de fósforo en el suelo disminuye

la colonización intrarradical y la longitud del micelio extrarradical (Entry et al., 2002; Nouri

et al., 2014; Cortés-Tello, 2015). Esto adquiere sentido con nuestros resultados cuando
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recordamos que la disminución en los niveles de colonización intrarradical permite a los

HMA invertir en la producción de esporas (Harrison, 1997). Los bajos niveles de PO4

reportados en los sitios de muestreo pueden explicar los bajos niveles de porcentaje de

colonización por esporas (menores al 13%) y los altos niveles de colonización por hifas

(alrededor del 70%) (Baleón-Sepúlveda, 2021).

La longitud del micelio extrarradical resultó estar relacionada significativamente

con la materia orgánica del suelo (MOS) de manera positiva. Esto concuerda con Hodge et

al. (2001) quienes observaron que la longitud del micelio extrarradical aumenta a causa de

la MOS, debido a que las hifas pueden acelerar la descomposición de la MOS, tomar el N y

transferirlo a las plantas. A pesar de ello, esta relación no está asociada al gradiente de

regeneración de los claros, probablemente por el tiempo que tarda la materia orgánica en

incorporarse al suelo (Baleón-Sepúlveda, 2021; Peto-Barrios, 2021).

Los resultados del Análisis de Componentes mostraron que algunas variables de los

sitios de muestreo como la altitud; la pendiente y la humedad, son las variables que más

contribuyen al componente principal 1 (CP1) el cual explica el 25% de la variación de los

datos en los claros. El efecto de la humedad se observa claramente en la Figura 16, donde

esta variable agrupa a los sitios de selva. Lo anterior concuerda con lo encontrado por

Peto-Barrios (2021). Vitousek et al. (1987) quienes encontraron que los niveles de humedad

en los primeros 10 cm del suelo son significativamente más altos en los claros que en el

sotobosque adyacente. Sin embargo, este estudio no mostró que la humedad se

encuentre significativamente relacionada con la longitud del micelio extrarradical ni la

colonización intrarradical de los HMA.

El Componente Principal 2 (CP2), el cual explica el 20% de la variación en los claros y

la selva, está compuesto principalmente por el NH4 en el suelo y por los porcentajes de

colonización de raíces por vesículas e hifas. Esto podría interpretarse como que existe una

relación entre estas variables. Peto-Barrios (2021) encontró que los grupos de claros más

jóvenes presentaban los valores de NH4 más bajos; grupos que presentaron los niveles de

colonización por vesículas e hifas ligeramente altos en este estudio, aunque no

significativamente. Esto se podría explicar debido a que el nitrógeno es un nutriente que

los HMA transportan hacia las plantas en forma NH4+ cuando existe una escasez de este

en el suelo a través de las hifas y es acumulado en las vesículas (Leigh et al., 2009).
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Conclusiones

● No se encontraron diferencias significativas en la colonización intrarradical y

longitud de micelio extrarradical en claros con distintas etapas de regeneración

ubicados en la selva alta perennifolia de Los Tuxtlas, Veracruz.

● Los porcentajes de colonización intrarradical se relacionaron de manera directa y

significativa con el pH y el PO4; mientras que la longitud del micelio extrarradical se

relacionó de manera directa y significativa con el porcentaje de materia orgánica en

el suelo.

● Las variables que explican el mayor porcentaje de la variación de mis datos

observada, fueron la altitud y pendiente de los claros para el Componente Principal

1, con un 25% de la variación. Mientras que el Componente Principal 2, el cual explica

el 20% de la variación, por el porcentaje de colonización por hifas y vesículas; y por la

cantidad de NH4 en el suelo. Por último, la materia orgánica del suelo, el área del

claro y la longitud de micelio extrarradical fueron las variables que explican con el

mayor porcentaje al Componente Principal 3.
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ANEXOS

Anexo 1. Caracteristicas fisicas y quimicas de los sitios de muestreo

(Baleon-Sepulveda, 2021)

Etapa Humedad (%) pH %MO PO4- NO3- NH4+ Altitud Pendiente Área

C1 25.77 6.79 6.41 0.000003 0.1 74.7 246 35 78

C1 17.4 6.83 7.58 3.99 7.65 16.74 272 80 310

C1 26.83 7.03 8.57 1.55 3.44 47.69 297 70 86

C1 21.81 6.72 8.42 19.08 2.86 35.09 211 25 94

C1 26.28 6.63 10.69 14.36 5.09 52.19 323 70 236

C2 24.96 6.41 7.01 5.23 11.73 31.95 207 70 156

C2 25.19 6.56 10.41 8.17 15.41 30.52 306 74 526

C2 36.2 6.46 5.4 2.04 2.18 72.47 234 10 382

C2 27.29 6.77 13.49 6.1 0.77 97.21 273 50 96

C2 27.13 6.5 14.44 6.71 0.000003 98.05 205 60 107

C3 33.41 6.54 9.57 8.03 5.26 64.6 186 30 220

C3 25.43 6.18 8.23 3.31 2 55.96 194 40 290

C3 34.42 6.37 11.63 1.21 0.92 85.69 197 10 285

C3 31.55 6.63 5.23 12.98 0.73 54.61 202 30 115

C3 24.88 6.19 7.46 1.48 0.16 74.71 199 60 423

S 26.14 6.8 7.04 0.000003 0.33 91.22 246 35 3

S 26.2 6.44 8.25 4.03 3.48 48.41 306 74 3

S 26 6.55 6.74 2.73 0.01 54.56 273 50 3

S 25.09 6.2 5.96 1.66 1.97 55.51 194 40 3

S 24.23 5.97 6.91 0.7 0.08 20.03 199 60 3
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Anexo 2. Datos de longitud de micelio extraradical (LME) y porcentaje de
colonización intrarradical (%CI)

Etapa
%CI LME (Repeticiones)

Total Hifas Vesículas Ovillos Arbúsculos Esporas 1 2 3

C1 74 68 42 4 3 10 4.639 1.432 2.797

C1 63 56 6 2 0 17 5.049 4.912 6.482

C1 31 31 5 0 1 0 6.749 4.102 2.315

C1 80 85 38 1 0 27 4.294 5.822 7.278

C1 90 85 22 3 5 14 6.768 11.936 9.753

C2 73 72 4 2 7 1 3.308 3.374 2.580

C2 70 67 15 14 2 2 9.035 8.658 7.755

C2 69 62 8 1 0 23 1.056 2.183 2.253

C2 53 52 5 2 1 5 10.917 8.006 7.278

C2 82 81 38 6 2 23 7.888 5.916 7.114

C3 46 42 12 2 0 5 1.705 3.275 3.070

C3 47 45 5 0 0 4 5.049 6.345 4.708

C3 54 51 15 3 2 5 11.519 9.336 7.529

C3 66 62 21 0 0 12 4.499 5.888 5.359

C3 31 31 1 1 0 0 8.297 7.299 7.548

S 88 88 16 4 1 0 3.411 4.503 2.934

S 62 58 28 8 2 6 4.230 4.639 5.595

S 74 74 13 7 0 5 6.550 7.710 5.936

S 53 47 17 1 0 5 5.779 4.174 7.192

S 49 26 11 17 8 0 4.014 2.535 3.169
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Anexo 3. Extracción de micelio extrarradical mediante la técnica de Miller y Jastrow

(1998), modificada por Jasso (2010) y Sánchez-Prager et al. (2010)

1. Se toman 5 gramos de suelo, previamente tamizados, y se agregan a un matraz

Erlenmeyer de vidrio de 500 ml junto con 250 ml de agua y 31 ml de

hexametafosfato de sodio. Lo anterior se mezcla con un agitador de vidrio hasta

deshacer los agregados del suelo.

2. El matraz se coloca en una agitadora a 180 r.p.m. durante 90 minutos.

3. Posteriormente, mientras la agitación está en curso, y evitando tomar del

precipitado, se toma una alícuota de 12 ml de la solución del suelo y se coloca en

otro matraz de 500 ml con 250 ml de agua y 31 ml de hexametafosfato.

4. El matraz se coloca en la agitadora a 180 r.p.m. durante 20 minutos.

5. A continuación, mientras el matraz se encuentra en movimiento y sin tocar el fondo,

se toma una alícuota de 20 ml de la solución del suelo y se pasa por un tamiz con

una apertura de 0.037 mm. El remanente que queda se coloca en una membrana

de nitrocelulosa de 45 µm de apertura. Esto se repite dos veces más por cada

muestra y se usa una bomba de vacío para acelerar el tiempo de filtrado.

6. A cada membrana se le agrega 3 ml de azul de tripano al 0.1% durante 5-10 minutos

para teñir el micelio que quede depositado en la membrana. Transcurrido este

tiempo se usa la bomba de vacío para eliminar el azul de tripano sobrante.

7. Las membranas de nitrocelulosa se montan sobre un portaobjetos con alcohol

polivinílico, con ayuda de pinzas para evitar tocar el colorante, y se mantienen

durante más de 24 horas secando. Posteriormente se coloca un cubreobjetos con

alcohol polivinílico sobre cada membrana.
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Anexo 4. Cuantificación del micelio extrarradical total mediante la técnica de

Jakobsen (1998)

Por cada membrana se seleccionan 70 campos, cuatro por cada cuadro de la

membrana cuadriculada. Con una rejilla en el ocular del microscopio óptico se

contabilizan por cada campo el número de intersecciones líneas-hifa, para posteriormente

usar la siguiente fórmula y así obtener la longitud total del micelio (TL).

𝑇𝐿 =
𝐻𝐿× 12+250+31( )

20⎡⎣ ⎤⎦× 250+31( )
12⎡⎣ ⎤⎦

𝑝

Dónde:

p= peso seco en g de la muestra de 5 g de suelo humedad utilizada.

250 ml = volumen de agua donde la muestra es suspendida.

31 ml= volumen de hexametafosfato de sodio utilizado en las disoluciones

12 y 20 ml son las alícuotas de las disoluciones pipeteadas del suelo

HL= longitud total de la hifa sobre un filtro (HL g*m-1) =𝐻𝐿 = 𝐻
𝐶𝐴 · 𝐹𝐴

Longitud total de la hifa en el área de filtrado cubierta por 70 campos de observación (H):

(mm)11
14 (𝑁 ⋅𝑎)

N= número total de interceptos en 70 campos de observación

a= longitud total de la unidad de la región auricular 10 x 10 sobre el filtro usando un

objetivo micrométrico = 0.05 mm

11/14= constante

Área filtrable sobre membrana de nitrocelulosa (FA):

FA= π⋅𝑟2                          (𝑚𝑚2)

r= = 9.5 mm
𝑟𝑎𝑑𝑖𝑜 𝑑𝑒𝑙 á𝑟𝑒𝑎 𝑑𝑒 𝑐𝑎𝑝𝑡𝑎𝑐𝑖ó𝑛

𝑓𝑖𝑙𝑡𝑟𝑎𝑑𝑜

Área total examinada o área contable (CA)

CA= 10⋅𝑎2⋅𝐶                  (𝑚𝑚2)
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Anexo 5. Tinción y cuantificación de la colonización intrarradical mediante la

técnica descrita por Phillips y Hayman (1970) y modificada por Del Valle (2022).

Tinción

1. Se lavan las raíces con abundante agua para remover el exceso de tierra. Se colocan

fragmentos de raíces delgadas con una longitud de más de 2 cm en frascos de

plástico. Cada frasco es etiquetado según el sitio en que fueron muestreadas las

raíces.

2. En cada uno de los frascos se coloca una solución de KOH al 10% durante 18 horas.

Transcurrido este tiempo, se lavan las raíces con agua corriente. Este paso se repite

de nuevo, manteniendo las raíces en KOH al 10 % por otras 18 horas, y enjuagando al

terminar.

3. A continuación, se agrega en cada frasco agua oxigenada al 10% durante 15-30

minutos o hasta que se vean de un color amarillo/blanco, retirando la solución de las

raíces y lavándolas con agua.

4. Después, se agrega una solución de HCL a 10% durante 15 minutos, retirando el HCL

sin enjuagar.

5. Posteriormente, las raíces son cubiertas con una solución de lactoglicerol y azul de

tripano al 0.05%, la cual será retirada tras 24 horas sin enjuagar.

6. Finalmente, se mantienen en una solución de lactoglicerol hasta que se vean al

microscopio.

Nota: Todos los residuos de las soluciones (HCL, azul de tripano, KOH) son

colectados para ser desechados correctamente.

Microscopio

Para ser observadas y cuantificadas las muestras, se colocan de 20 a 25 raíces de

una longitud de 1.5 a 2 cm en un portaobjetos. El porcentaje de colonización se determina

a través de la observación al microscopio de 100 campos repartidos a lo largo de las 25

raíces con el objetivo de 20x. En cada campo se registra la presencia o ausencia de las

estructuras fúngicas: hifas, vesículas, esporas, ovillos y arbúsculos. Obteniendo así los

porcentajes de colonización total y por estructura.
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Anexo 6. Estructuras intrarradicales de los hongos micorrizógenos arbusculares

teñidas con azul de tripano observadas al microscopio.

Colonización por hifas (400x)

Colonización por ovillos (400x) Colonización por esporas (400x)

Colonización por vesículas (400x)
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