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Resumen 

La contaminación de los suelos por petróleo afecta las propiedades físicas, químicas, y 

biológicas, dentro de esta última hay una pérdida de la diversidad microbiana, lo que causa 

la disminución o la pérdida de funciones de los microorganismos en estos suelos 

contaminados. Los protozoos responden rápidamente al incremento de la población de 

bacterias, liberando nutrientes secuestrados en su biomasa como producto de la depredación, 

fomentando la mineralización y reincorporación de carbono en el ciclo de nutrientes. La 

fitorremediación acelera la degradación de los hidrocarburos, al promover la actividad de 

bacterias, protozoos y otros microorganismos. Las preguntas de investigación en este trabajo 

fueron ¿Cuál es el efecto del petróleo sobre la estructura de la comunidad de protozoos y 

bacterias, a corto y largo plazo? y ¿Cómo se reestructura la comunidad de bacterias y 

protozoos después de un pulso fuerte de petróleo en presencia de Medicago sativa? Para 

contestas estas preguntas se tuvieron 78 microcosmos divididos en 4 grupos: 1) suelo control 

(S), 2) suelo sembrado con M. sativa (SM), 3) suelo contaminado con 50g/kg de petróleo 

(SP), y 4) suelo contaminado con petróleo con M. sativa (SPM). Se determinó el número de 

UFCs de bacterias cultivables, la abundancia de especies, y los grupos tróficos de ciliados y 

flagelados a los 0, 7, 14, 30, 60, 120 y 240 días; así como la estructura de la comunidad 

mediante la herramienta molecular de DGGE, y la concentración de hidrocarburos totales. 

Las UFC de bacterias, la diversidad de ciliados y flagelados disminuyeron inmediatamente 

después del pulso de la contaminación. Después de 7 días, las UFC de bacterias y la 

diversidad y grupos tróficos de ciliados y flagelados se recuperaron. Los géneros Colpoda, 

Spumella-like resistieron a la contaminación y junto con Bodo y Cercomonas fueron los más 

abundantes en todos los microcosmos; el grupo trófico bacterívoro incrementó su riqueza de 
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especies después de la contaminación. Medicago sativa promovió la recuperación en menor 

tiempo, de la comunidad y grupos tróficos, y la mayor disminución de hidrocarburos. Las 

bacterias identificadas mediante DGGE correspondieron a los géneros Acidovorax, 

Burkholderia, Chryseolinea, Luteimonas, Luteitalea, Lysobacter, Pontibacter, 

Steroidobacter, y Vicinamibacter, estas se presentaron en todos los tratamientos, mientras 

que Colpoda, Gonostomum, Oxytricha y Urosoma fueron los géneros de ciliados 

predominantes. El petróleo ejerció una fuerte selección en la comunidad microbiana y 

promovió una composición alternativa de la comunidad de protozoos; M. sativa promovió 

una recuperación más rápida de la comunidad de bacterias y protozoos, así como mayor 

disminución del petróleo en el suelo. 
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ABSTRACT 

Soil contamination by petroleum affects the physical, chemical, and biological properties, 

within the latter there is a loss of microbial diversity, which causes the decrease or loss of 

functions of microorganisms in these contaminated soils. Protozoa respond rapidly to the 

increase in the bacterial population, releasing nutrients sequestered in their biomass as a 

product of predation, promoting mineralization and reincorporation of carbon into the 

nutrient cycle. Phytoremediation accelerates hydrocarbon degradation by promoting the 

activity of bacteria, protozoa and other microorganisms. The research questions in this work 

were: What is the effect of petroleum on the structure of the community of protozoa and 

bacteria, in the short and long term? and how is the community of bacteria and protozoa 

restructured after a strong petroleum pulse in the presence of Medicago sativa? To answer 

these questions, 78 microcosms were divided into 4 groups: 1) control soil (S), 2) soil planted 

with M. sativa (SM), 3) soil contaminated with 50g/kg of petroleum (SP), and 4) petroleum 

contaminated soil with M. sativa (SPM). The number of CFUs of culturable bacteria, the 

abundance of species, and the trophic groups of ciliates and flagellates were determined at 0, 

7, 14, 30, 60, 120, and 240 days; as well as the structure of the community using the DGGE 

molecular tool, and the concentration of total hydrocarbons. The CFU of bacteria, the 

diversity of ciliates and flagellates decreased immediately after the contamination pulse. 

After 7 days, the CFU of bacteria and the diversity and trophic groups of ciliates and 

flagellates recovered. The Colpoda and Spumella-like genera resisted contamination and 

together with Bodo and Cercomonas were the most abundant in all microcosms; the 

bacterivorous trophic group increased its species richness after contamination. Medicago 

sativa promoted the recovery in less time, of the community and trophic groups, and the 
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greatest reduction of hydrocarbons. The bacteria identified by DGGE corresponded to the 

genera Acidovorax, Burkholderia, Chryseolinea, Luteimonas, Luteitalea, Lysobacter, 

Pontibacter, Steroidobacter, and Vicinamibacter, these occurred in all treatments, while 

Colpoda, Gonostomum, Oxytricha, and Urosoma were the genera of ciliates predominant. 

Petroleum exerted strong selection on the microbial community and promoted an alternative 

composition of the protozoan community; M. sativa promoted a faster recovery of the 

community of bacteria and protozoa, as well as a greater decrease in petroleum in the soil. 
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INTRODUCCIÓN 

El suelo es muy complejo en su estructura y función debido a la forma en que se acoplan los 

componentes minerales y biológicos, los que en conjunto generan las diferentes regiones 

funcionales. El suelo es fundamental e irreemplazable, en él se basa la productividad de los 

ecosistemas terrestres (Nannipieri et al. 2003); es probablemente el ecosistema más diverso 

en el planeta por albergar una amplia diversidad de microorganismos (Buckley y Schmidt 

2002; Rasche y Cadisch 2013). Los microorganismos desempeñan un papel crucial en 

numerosas funciones clave de los ecosistemas: están involucrados en la fertilidad del suelo, 

la calidad ambiental y calidad del agua (Maron et al. 2018). La mayor parte del flujo 

energético y las transformaciones en los ciclos de los nutrientes como carbono (C), nitrógeno 

(N) y fósforo (P) proviene de la actividad microbiana (Mittal y Rockne 2012; Rutherford y 

Juma 1992).  

Las actividades antropogénicas con frecuencia afectan negativamente la calidad del agua, 

aire y suelo (Streche et al. 2018). En particular, México es uno de los países productores de 

petróleo, por lo que las fugas y derrames accidentales ocurren con regularidad en la 

producción, refinación, transporte y almacenamiento del petróleo y los productos derivados 

del mismo (Das y Chandran 2011; Singh et al. 2012). El 40% de las emergencias ambientales 

en México son causadas por derrames de petróleo y sus derivados; por estos motivos, existen 

extensas áreas contaminadas con petróleo (Cavazos-Arroyo et al. 2014). La contaminación 

por petróleo destruye la fertilidad del suelo, primero genera una serie de cambios físicos por 

contacto, ya que se forma una capa impermeable en la superficie que impide la circulación 

del agua y el intercambio de gases en el suelo, provocando la asfixia de las raíces de las 

plantas. A medida que el ambiente se vuelve anaerobio, la actividad metabólica de la 
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comunidad microbiana disminuye, mientras que los diferentes componentes del petróleo 

inhiben a muchos miembros de la comunidad mediante alteraciones en la membrana que 

causan daño a las funciones de estos, lo que produce la inhibición del crecimiento y lisis 

celular. Además, se genera un desequilibrio de nutrimentos como el nitrógeno y fósforo 

generado por el exceso de materia orgánica derivada del petróleo (Galitskaya et al. 2021; 

Streche et al. 2018). Los cambios negativos que generan los hidrocarburos se dan a corto 

plazo, estos están relacionados con el efecto inmediato de los hidrocarburos en la comunidad 

microbiana, la perdida de la diversidad y por tanto las funciones microbianas, estos se 

observan en días y algunas semanas. Los cambios a largo plazo tienen están relacionados con 

el tiempo que permanecen en el suelo, hidrocarburos de bajo peso molecular se degradan en 

menor tiempo mientras que los de alto peso molecular permanecerán en el suelo durante un 

largo período debido a su alta hidrofobicidad. La gravedad de estos efectos negativos sobre 

la biota del suelo depende de la frecuencia, duración, tipo e intensidad de los eventos de 

contaminación por hidrocarburos (Das y Chandran 2011; Robertson et al. 2007; Van Hamme 

et al. 2003).  

Composición del petróleo 

Los hidrocarburos de petróleo contienen una mezcla compleja de compuestos, se pueden 

clasificar en cuatro fracciones: saturados, aromáticos, resinas y asfaltenos. Todos estos 

compuestos difieren en volatilidad y en susceptibilidad a la degradación, algunos compuestos 

se degradan fácilmente, otros resisten la degradación en el corto plazo y algunos son 

biodegradables en el largo plazo. Los n-alcanos de longitud intermedia (C 10 -C 25) son los 

sustratos preferidos para los microorganismos y tienden a ser los más fácilmente degradables, 

mientras que los compuestos de cadena más corta son más tóxicos. Los alcanos de cadena 
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larga (C 25 -C 40) son sólidos e hidrofóbicos, por lo que son difíciles de degradar debido a 

su escasa solubilidad en agua y biodisponibilidad. Los alcanos y cicloalcanos de cadena 

ramificada también se degradan más lentamente. Los hidrocarburos aromáticos policíclicos 

(HAPs) y los alquitranes tienen mayor resistencia a la degradación. Uno de los principales 

componentes del petróleo son los alcanos, estos son moléculas lineales saturadas cuya 

longitud de cadena puede variar de 1 (metano) a más de 50 átomos de carbono. Los alcanos 

son los principales componentes de los combustibles derivados del petróleo, constituyen 

alrededor del 20-50% del petróleo crudo, dependiendo del tipo de petróleo (Labinger y 

Bercaw 2002; Rojo 2010; Zampolli et al. 2014). 

Redes tróficas del suelo 

Los organismos llevan a cabo diferentes funciones en el suelo y se les ha nombrado 

dependiendo de la función que realicen el mismo, por ejemplo, las bacterias y los hongos son 

considerados como ingenieros químicos en el suelo, son responsables de la descomposición 

de la materia orgánica (MO), participan en el ciclo de nutrientes y regulando el 90% del flujo 

de energía. Desempeñan un papel clave en la biorremediación del suelo, al degradar 

sustancias tóxicas a través de vías. Los reguladores biológicos como protozoos, nematodos, 

colémbolos y ácaros son responsables de la dinámica poblacional a través de la depredación. 

Las lombrices de tierra, hormigas y termitas son consideradas los ingenieros del suelo y son 

responsables de la modificación física del suelo y de la regulación de la disponibilidad de 

recursos para otras especies, manteniendo la estructura del suelo mediante la formación de 

poros y la agregación o transporte de partículas (Bonkowski et al. 2009; Saccá et al. 2017).  

Las redes tróficas representan la distribución de los enlaces tróficos entre las poblaciones de 

los ecosistemas, además de lo que restringe el flujo de energía a través de una comunidad 
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desde el nivel basal (autótrofos) hasta los principales depredadores (Thompson et al. 2012). 

El suelo tiene algunas diferencias respecto a otros tipos de hábitat, una de ellas son los 

compartimentos, ya que tiene un espacio fuertemente estructurado compuesto por la capa de 

hojarasca y los poros del suelo (Coleman et al. 2004). La comunidad del suelo también está 

fuertemente estructurada en tamaño e incluye microfauna basal pequeña (protozoos y 

nematodos), mesofauna (microartrópodos y enquitreidos) y macrofauna (escarabajos, milpiés 

y lombrices de tierra). Esta fuerte compartimentación en clases de tamaño tiene efectos 

profundos para las interacciones de las especies (Digel et al. 2014) (Figura 1). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 1. Esquema de las redes tróficas del suelo (tomado de Geisen et al. 2016) 
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En las redes tróficas del suelo se tienen tres vías energéticas básicas: plantas, bacterias y 

hongos. La mayoría de la entrada de carbono se da a través de las raíces de las plantas y en 

menor medida a través de la hojarasca, por lo que los depredadores microbianos como los 

protozoos y nematodos son de suma relevancia debido a que se alimentan de bacterias y 

hongos, con esta actividad canalizan la energía a los niveles tróficos superiores a través de 

dos rutas distintas, el canal de energía bacteriana y fúngica (Bonkowski 2004, 2009; Ekelund 

y Ronn 1994; Geisen 2016). Estos depredadores microbianos también pueden alimentarse de 

otros grupos de organismos en el suelo, por ejemplo, los protozoos y nematodos omnívoros 

se alimentan de una amplia variedad de presas además como algas, rotíferos y nematodos 

pequeños, además de bacterias y hongos. Esta actividad de depredación regula los flujos de 

energía y de nutrientes en las redes tróficas del suelo (Bonkowski et al. 2009; Neher 2010). 

 

Bacterias 

Las bacterias son los microorganismos más abundantes del suelo, un gramo de este puede 

contener hasta 1x109. Estas son fisiológicamente diversas, en las interacciones que se llevan 

a cabo en la zona de raíces de las plantas juegan un papel fundamental en la transformación 

y movilización de nutrientes. Entre sus muchas funciones en el suelo ayudan a estimular el 

crecimiento de las plantas, por ejemplo, a través de la producción de hormonas vegetales; 

también ayudan a controlar o inhibir la actividad de patógenos de plantas; además mejoran 

la estructura del suelo (Hayat et al. 2010). Más recientemente, las bacterias también se han 

utilizado en el suelo para la mineralización de contaminantes orgánicos, debido a que muchas 

especies de estas pueden utilizar como fuente de energía una amplia gama de sustratos 
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incluidos los hidrocarburos, bajo una gran variedad de aceptores de electrones (Van Hamme 

et al. 2003). 

La degradación más rápida y completa de la mayoría de los hidrocarburos se produce en 

condiciones aerobias, sin embrago, también se realiza en condiciones anaerobias (Heider y 

Schühle 2013; Laczi et al. 2020). Las bacterias utilizan el oxígeno molecular como aceptor 

terminal de electrones en condiciones aerobias. También, las bacterias secretan diversos 

surfactantes que facilitan la emulsificación de los hidrocarburos. Estos surfactantes 

probablemente también tienen otras funciones, como facilitar la motilidad celular en 

superficies sólidas o la adhesión/desprendimiento de superficies o biopelículas (Hommel 

1990). 

Las bacterias con metabolismo aerobio utilizan enzimas monooxigenasas y dioxigenasas que 

transfieren uno o dos átomos de oxígeno al sustrato, tienen un papel central en la 

bioconversión óxica de los hidrocarburos. Por ejemplo, las oxigenasas que se activan en la 

degradación de los alcanos dependen del número de átomos de carbono, para hidrocarburos 

de cadena corta se activan las enzimas relacionadas con las metano monooxigenasas (C2–

C4), en alcanos de cadena media (C5-C16 ) están relacionadas las alcano hidroxilasas tipo 

AlkB y citocromos P450 (C5–C16), y en alcanos de cadena larga (mayores a C16) se activan 

las enzimas dioxigenasas, están también se activan en la degradación de los hidrocarburos 

aromáticos policíclicos (HAPs) (Dubbels et al. 2007; Kanaly y Harayama 2000; Kotani et al. 

2007; Marchant et al. 2006; Van Beilen y Funhoff 2007). También en la degradación de los 

HAPs las enzimas mono y dioxigenasas son las que catalizan reacciones de hidroxilación que 

activan los anillos aromáticos mediante la adición de átomos de oxígeno molecular a uno o 

más átomos de carbono del sustrato (Haddock 2010). Algunas bacterias posen una o varias 
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de estas familias de enzimas para degradar hidrocarburos, bacterias Gram-positivas como 

Gordonia, Geobacillus, Rhodococcus, Mycobacterium, Nocardia pueden degradar 

hidrocarburos de cadena media y larga (C36) (Quatrini et al. 2008). Incluso se han encontrado 

bacterias que tienen más de una enzima que ayudan a la degradación de los hidrocarburos, 

por ejemplo, la cepa de Mycobacterium chubuense tiene una gran cantidad de enzimas 

monooxigenasas, un citocromo P450 e hidroxilasas AlkB (McCarl et al. 2018). También, 

bacterias Gram-negativas poseen este tipo de enzimas como los géneros Alcanivorax, 

Acinetobacter, Burkholderia, Pseudomonas, Sphingomonas (Crampon et al. 2018; Wentzel 

et al. 2007).  

Las bacterias con metabolismo anaerobio degradan los hidrocarburos de tipo alcano por 

medio de adición de fumarato, este se adhiere al enlace carbono-carbono, formando 

alquilsuccinato (Kropp et al. 2000; Rabus et al. 2001). La adición de fumarato ocurre en la 

posición subterminal C2 de un determinado alcano, posteriormente los alquilsuccinatos se 

transforman mediante una transposición del esqueleto de carbono. Seguido de la 

descarboxilación, se producen ácidos grasos ramificados que pueden entrar a la β-oxidación 

y otras rutas metabólicas centrales (Widdel y Grundmann 2010). Existen varios metabolitos 

que indican el consumo de alcanos en condiciones anaerobias que son indicadores de la 

adición del fumarato a este grupo de hidrocarburos. Estos metabolitos incluyen el metil y 

dimetil-benzilsuccinatos y los alquilsuccinatos derivados de alcanos C6-C9, cuya presencia 

confirma la biodegradación anaeróbica de hidrocarburos del petróleo (Li et al. 2012). Se ha 

sugerido que con la adición de fumarato también puede ser posible la oxidación de metano 

por la vía anaerobio. Otros mecanismos alternativos a la adición de fumarato sugieren una 
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carboxilación en la posición C3 de un n-alcano, seguido de la eliminación del grupo acetato 

por un mecanismo desconocido (Thauer y Shima 2008).  

La degradación de HAPs en condiciones anaeróbicas es difícil debido a la lenta tasa de 

crecimiento de las bacterias anaerobias y al bajo rendimiento energético en los procesos 

metabólicos, sin embargo, algunas de estas degradan los HAPs en condiciones de reducción 

de nitrato, reducción de sulfato, reducción de hierro y metanogésis. Las vías de degradación 

de los HAPs en condiciones anaerobias no han sido del todo descritas, se han propuesto al 

menos tres mecanismos diferentes en la activación de HAPs: hidroxilación, carboxilación y 

metilación particularmente del naftaleno, aunque la carboxilación se ha propuesto como el 

paso inicial en la degradación de este compuesto (Dhar et al. 2020; Heider y Schühle 2013). 

La carboxilación consiste en la adición de CO2 a un aceptor, como producto se obtiene ácido 

2-naftoico el cual se reduce a ácido tetralina-2-carboxílico y posteriormente a decahidro-2-

naftoico (Annweiler et al. 2000; Heider y Schühle 2013; Rockne et al. 2000; Zhang y Young 

1997).  

Protozoos 

Los protozoos son los organismos eucariontes más diversos y abundantes en el suelo, 

normalmente presentan densidades de 104 a 107 por gramo de suelo (Adl y Coleman 2005). 

Estos contribuyen a la descomposición y mineralización de la materia orgánica, nitrógeno y 

fósforo a través de diversos grupos tróficos (Adl y Gupta 2006). Los protozoos 

tradicionalmente se han agrupado en cuatro grandes grupos morfológicos amebas desnudas, 

amebas testadas, ciliados y flagelados. Cada uno de estos grupos tiene estrategias diferentes 

para la obtención de la energía y son un grupo importante de depredadores de una gran 

variedad de presas.  
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De los cuatro grupos morfológicos, los flagelados son los más abundantes en el suelo, son un 

grupo diverso que se alimentan principalmente de bacterias. Debido a sus altas tasas de 

crecimiento responden rápidamente a cambios en el número de bacterias, incluso pueden 

cambiar la composición de las comunidades bacterianas en el suelo (Ekelund y Rønn 1994; 

Rønn et al. 2002). Los flagelados bacterívoros más comunes incluyen kinetoplástidos, 

crisomonadidos y algunos miembros de cercozoa (Foissner 1991a). Además de bacterívoros 

también hay flagelados osmótrofos, estos absorben materia orgánica disuelta  presente en su 

entorno (Adl 2003; Leadbeater and Green 2000), este tipo de flagelados osmótrofos carecen 

de una forma alternativa de adquirir energía, son muy pobres en la descomposición de 

sustratos y son osmótrofos estrictos, estos dependen de los nutrientes disueltos. Algunos 

euglénidos  aplastídicos son osmótrofos, también algunas clorófitas de los géneros 

Polytomella, Polytoma, Prototheca son estrictamente osmótrofos (Adl et al. 2019). Otros 

flagelados son autótrofos como clorófitas del género Haematococcus; algunas son tanto 

autótrofas como heterótrofas bajo ciertas condiciones, por ejemplo, Chlamydomonas 

reinhardtii puede crecer también en ausencia de luz de forma heterótrofa en presencia de 

acetato (Heifetz et al. 2000; Yang et al. 2014). Los euglénidos como Peranema spp. también 

pueden ser depredadores de otros flagelados (Triemer 1997). 

Los ciliados son importantes miembros de la comunidad microbiana del suelo, se caracterizan 

por tener dimorfismo nuclear, cada célula posee micronúcleos y macronúcleos de tamaño y 

función claramente diferentes dentro del mismo citoplasma. El macronúcleo, que suele ser 

poliploide, se divide amitóticamente durante la reproducción asexual y controla 

principalmente las funciones somáticas (por ejemplo, la síntesis de ARN). El micronúcleo 

diploide está activo principalmente durante la reproducción sexual (conjugación) (Foissner 
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1999). Muchos ciliados pueden formar quistes para sobrevivir en condiciones adversas, estos 

quistes pueden permanecer viables por largos periodos de tiempo contribuyendo a su 

dispersión (Finlay et al. 2000; Foissner 1997). Los ciliados tienen un papel muy importante 

en ciclo de nutrientes, también regulan el tamaño y la composición de las comunidades 

bacterianas, además estimulan la amonificación y la nitrificación (Griffiths 1986). Más allá 

de su papel más conocido como consumidores de bacterias, también los ciliados pueden 

alimentarse de hongos y levaduras (fungívoros), algunos géneros como Grossglockneria y 

Fungiphrya son fungívoros (Aescht et al. 1991; Foissner, 1999b). Otros ciliados se alimentan 

de algas (alguívoros), ejemplos de estos son algunos miembros de los géneros 

Trithigmostoma, Thigmogaster y Chilodontopsis (Risse-Buhl y Küsel 2009). Algunos otros 

ciliados son depredadores de otros protozoos o incluso de metazoos (Coûteaux y Darbyshire 

1998; Geisen y Bonkowski 2017; Vaerewijck et al. 2008).  

En general todos los protozoos bacterívoros responden rápidamente al incremento 

poblacional de las bacterias, liberando nutrientes secuestrados en la biomasa bacteriana como 

subproducto de la depredación, lo que acelera la mineralización del carbono y su 

reincorporación en el ciclo de nutrientes (Clarholm 1981; Finlay et al. 2000). La importancia 

en el ciclo del N se debe a que su proporción carbono/ nitrógeno es más baja que la de las 

bacterias, por lo que el efecto neto es la liberación de nitrógeno que puede ser absorbido 

rápidamente por las raíces de plantas y otros microorganismos del suelo (Bonkowski 2004; 

Hodge et al. 1998).  

A su vez, los protozoos del suelo son depredados por los organismos de los niveles superiores 

de las redes tróficas del suelo, para quienes son una fuente muy importante de nutrientes y 

energía. En general los microorganismos del suelo se ven afectados por la contaminación por 
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petróleo, lo que afecta los enlaces de las redes tróficas (Figura 2). Algunos protozoos toleran 

la toxicidad al petróleo, estos tienen un papel importante en la metabolización de estos 

contaminantes mediante el consumo de bacterias que se alimentan del petróleo (Stoeck y 

Edgcomb 2010). Tanto la metabolización como la mineralización de los hidrocarburos 

dependen en gran medida de la red de interacciones tróficas entre varios tipos de 

microorganismos del suelo (Lara et al. 2007a). Las comunidades de protozoos en suelos con 

petróleo presentan cambios similares a las comunidades bacterianas, pues solo incrementa el 

número de individuos de las especies que pueden tolerar los hidrocarburos y consumir los 

recursos disponibles, por lo que hay una reducción en la riqueza de especies de protozoos 

(Cortés-Pérez et al. 2014; Lara et al. 2007a; Lara et al. 2007b).  

 

 

Figura 2. Esquema de las redes tróficas en suelos contaminados (modificado de Geisen et al. 2016) 
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Fitorremediación 

La fitorremediación se ha utilizado ampliamente para extraer y eliminar contaminantes o 

reducir su biodisponibilidad en el suelo (Kuiper et al. 2004; Pilon-Smits 2005; Yan et al. 

2020). Las plantas tienen la capacidad de absorber contaminantes en el suelo incluso en bajas 

concentraciones a través de su sistema de raíces. Las plantas extienden su sistema de raíces 

hacia la matriz del suelo estableciendo un sistema de rizosfera en donde las raíces exudan 

compuestos orgánicos nutritivos que influyen en la abundancia, diversidad, o actividad 

potencial de microorganismos que degradan hidrocarburos, incluso las plantas a través de la 

raíces acumulan metales pesados en diferentes partes de la planta, recuperando así el suelo 

contaminado y estabilizando la fertilidad del suelo (Anderson et al. 1993; Panchenko et al. 

2017; Yan et al. 2020). 

La actividad de los microorganismos en la zona de raíces depende de la cantidad y tipo de 

exudados de las plantas (Xiaoyun Chen et al. 2007; Hall et al. 2011). Los microorganismos 

de la zona de raíces pueden incrementar de dos a cuatro veces en orden de magnitud (Salt et 

al. 1998; Watt et al. 2006). También, los exudados de las raíces incrementan la actividad 

microbiana y en los suelos contaminados con hidrocarburos pueden incrementar la 

metabolización de estos a lo largo de las raíces en crecimiento (Anderson et al. 1993; 

Xiaoyun Chen et al. 2007; Phillips et al. 2012a). Por ello, los microorganismos que colonizan 

la raíz juegan un papel importante en el proceso de fitorremediación (Siciliano y Germida 

1997), la cual podría ser más eficaz durante las etapas de crecimiento, ya que en esta etapa 

del desarrollo, las raíces tienen mayor abundancia de bacterias que pueden degradador 

hidrocarburos (Nie et al. 2011).  
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El exceso de carbono que originan los hidrocarburos en el suelo produce un déficit en la 

disponibilidad de los principales nutrimentos tales como el nitrógeno y el fósforo. Para 

resolver este problema se han utilizado plantas leguminosas como Medicago sativa se ha 

utilizado en la fitorremediación de suelos contaminados con hidrocarburos debido a que es 

una planta de rápido crecimiento con un extenso sistema de raíces con capacidad de asociarse 

con bacterias fijadoras de nitrógeno (Agnello et al. 2016). Lo que permite que las plantas 

crezcan en un ambiente con un suministro de nitrógeno disminuido. En consecuencia, estas 

plantas también facilitan el crecimiento de otras plantas aliviando el estrés edáfico producido 

por los hidrocarburos (Graj et al. 2013). Por otro lado, en la zona de raíces de M. sativa se ha 

registrado un incremento significativo del número de bacterias y protozoos en suelos 

contaminados con diferentes hidrocarburos (Cortés-Pérez et al. 2014; Fan et al. 2008; Kirk 

et al. 2005a; Muratova et al. 2003a; Panchenko et al. 2017). La introducción de nitrógeno 

recién fijado puede comenzar a contrarrestar el exceso de carbono y, una vez que los 

contaminantes se hayan transformado en biomasa microbiana, los depredadores microbianos 

continuarán la movilización de nutrientes.  

La fitorremediación se basa en la promoción de la actividad microbiana a través de los 

exudados de las raíces de las plantas, que da como resultado el incremento de la biomasa 

microbiana y reduce el desbalance de nutrimentos causados por el exceso de carbono del 

petróleo. Es necesario profundizar en los mecanismos de interacción planta-microorganismo 

en la fitorremediación. Por lo tanto, en este trabajo se plantearon las siguientes preguntas: 

¿Cuál es el efecto del petróleo sobre la estructura de la comunidad de protozoos y bacterias 

a corto y largo plazo? ¿Cómo se reestructura la comunidad de bacterias y protozoos después 

de un pulso fuerte de petróleo en presencia de M. sativa? 
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Hipótesis 

· Si el petróleo tiene un efecto negativo sobre las comunidades microbianas, entonces habrá 

una disminución en los miembros de la comunidad de bacterias y protozoos en corto tiempo, 

pero éstos se recuperarán en el largo plazo. 

· Si los exudados de Medicago sativa influyen de manera positiva, entonces habrá mayor 

abundancia de la comunidad de bacterias y protozoos en los tratamientos con esta planta. Por 

ello, el parecido entre las comunidades bajo la influencia de M. sativa será mayor que el 

desarrollado en el suelo sin planta, independientemente de la contaminación con petróleo.  

Objetivos 

Objetivo general 

- Evaluar la recomposición de las comunidades de bacterias y protozoos de la zona de 

raíces de Medicago sativa después de un pulso fuerte de contaminación con petróleo 

Objetivos particulares 

a) Determinar y comparar los parámetros (materia orgánica, nitrato, amonio y fósforo 

disponibles) de los tratamientos (Grupo control (S); suelo contaminado (SP); suelo 

sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM)) de los 

días 0,7,14,30,60,120 y 240.   

b) Comparar la concentración de hidrocarburos totales de los tratamientos con petróleo SP y 

SPM. 

c) Comparar la biomasa de Medicago sativa en los tratamientos SM y SPM. 

d) Determinar la riqueza y abundancia de especies morfológicas de protozoos (ciliados y 

flagelados) de los cuatro tratamientos a lo largo de todo el experimento. 

e) Comparar el número de UFC de las bacterias de los diferentes tratamientos. 
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f) Evaluar y comparar la diversidad de la comunidad de bacterias y protozoos mediante la 

técnica molecular DGGE de los diferentes tratamientos a lo largo de todo el experimento. 

 

 

Materiales y métodos 

El suelo se recolectó de un campo de cultivo de maíz en el municipio de Tultitlán, Estado de 

México, sin antecedentes de contaminación por petróleo. La recolección de este material se 

llevó a cabo mediante una muestra compuesta de 10 sitios, dentro del campo de cultivo, 

alejados 10 m cada uno. Las muestras se homogeneizaron en un solo volumen, y la mezcla 

mostró las siguientes características: textura migajón arcillosa (50% arena, 26% arcilla, 24% 

limo), con pH 7.62, materia orgánica 7.99 %, NH4
+ 3.16 mg kg-1, NO3

-  2.05 mg kg-1, y fósforo 

disponible 4.63 mg kg-1.  

Diseño experimental 

Se prepararon 78 microcosmos con 1 kg de suelo, los cuales se asignaron aleatoriamente a 

cada uno de los 4 grupos de trabajo (Tratamientos): 1) el control (S) incluyó solo el suelo de 

cultivo, sin planta y sin petróleo; 2) el tratamiento con Medicago sativa (SM) incluyó 50 

semillas de esta planta sembradas a 4 mm de profundidad en el suelo libre de petróleo; 3) el 

tratamiento de la contaminación con petróleo (SP) incluyó solo el suelo de cultivo con 50g/kg 

de petróleo crudo ligero (Istmo API 32), el cual se obtuvo por donación de la refinería de 

Tula Hidalgo; y 4) el tratamiento de suelo con petróleo y con M. sativa (SPM) incluyó el 

suelo contaminado con 50g/kg de petróleo ligero más 50 semillas de M. sativa a 4 mm de 

profundidad. 
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Todos los microcosmos se mantuvieron en condiciones de invernadero con temperatura 

promedio de 23°C, y humedad relativa de 70%, sin control del fotoperiodo. El suelo de los 

microcosmos se mantuvo al 60 % de su capacidad de campo mediante la adición de agua 

estéril cada día. La cantidad de agua a suplementar se determinó mediante la diferencia de 

peso de los microcosmos: P1-P2= cantidad de agua a suplementar cada día en el invernadero 

para recuperar el 60 % deseado de la capacidad de campo del suelo en los microcosmos. 

Una vez asignados los microcosmos a los grupos control y experimentales (Figura 3), se 

extrajeron los protozoos, de tres microcosmos del control (S), y 3 del suelo con petróleo (SP) 

tomados aleatoriamente. Los microcosmos se desecharon una vez tomadas las muestras y 

realizados todos los análisis físicos, químicos y biológicos. Este primer muestreo 

correspondió al tiempo cero. Solo se procesaron 3 microcosmos de (S) y 3 de (SP) debido a 

que en este tiempo solo había semillas de M. sativa y, por tanto, no había efecto de planta 

alguna sobre la microbiota.  

 

 

 

 

 

 

 

 



 

21 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Se programaron muestreos a los 0, 7, 14, 30, 60, 120 y 240 días para explorar el desarrollo 

de la comunidad de protozoos y bacterias en el corto plazo, que fueron los primeros 30 días, 

y a largo plazo después de los 30 días. La duplicación del tiempo entre muestreos se basó en 

la observación del desarrollo no lineal de la comunidad de protozoos con respecto al tiempo 

(Bamforth 1992), por lo que este espaciamiento de los muestreos ayudó a una mejor 

exploración de los cambios operados en la comunidad de protozoos como consecuencia de 

la exposición al petróleo y al establecimiento de la planta en el suelo contaminado.  

 

 

Figura 3. Diseño del experimento. Grupo control (S); suelo contaminado (SP); suelo sembrado con 

M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días 
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Contaminación de suelo 

El petróleo fue agregado al suelo gradualmente y se revolvió mecánicamente hasta tener una 

mezcla homogénea de 50g/kg. Esta mezcla se dejó evaporar por 24 h y posteriormente se 

llevó a 60 % de la capacidad de campo del suelo con agua destilada estéril.  

Determinación de la riqueza de especies de protozoos 

Se realizó una curva de acumulación de especies para determinar el volumen de suelo que 

permitiera comparar la mayor proporción de las comunidades de ciliados y flagelados de los 

microcosmos con mayor nivel de confianza. Se procesaron consecutivamente, 10 muestras 

de 10g de suelo para obtener la frecuencia de aparición de cada especie presente en 100 g de 

suelo. Después se corrió el algoritmo de rarefacción del PC-Ord © (ver. 6 para Windows ©),  

mediante este análisis se estableció un tamaño de muestra de 40 g por cada microcosmos que 

permite tener representado el 80 % de las comunidades de ciliados y flagelados (Figura 4). 

Los 40 g se procesaron en 4 tandas de 10 g. 
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Figura 4. Curva de acumulación de especies de ciliados y flagelados. Se usó el algoritmo de rarefacción en PC-ORD © (ver. 

6 para Windows ©) para calcular el volumen de suelo apropiado para muestrear la mayoría de las comunidades de ciliados 

y flagelados antes de la contaminación del suelo con petróleo. La curva logarítmica normal es la proyección teórica del 

aumento de la riqueza de especies en función del aumento del volumen del suelo, y la línea de puntos superior e inferior 

indica la varianza de las especies. La línea hiperbólica representa las especies que aún faltan para lograr el 100% del censo 

de especies, y las líneas punteadas denotan el nivel de incertidumbre (Cortés-Pérez et al. 2018). Con base en este análisis, 40 

g de suelo fue el tamaño de muestra óptimo para obtener alrededor del 80 % de las especies en el microcosmos 
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Para la extracción de ciliados y flagelados se colocaron 10 g de suelo en una caja Petri a la 

que se le agregaron 10 ml de agua destilada, pasados 10 min, se filtró el agua en papel filtro 

del #2 y se centrifugó a 755g durante 5 min (observación personal). Después se identificaron 

los ciliados y flagelados en un microscopio de contraste de fases y se registró la aparición de 

cada tipo morfológico. Todos los microcosmos fueron revisados el mismo día que se 

extrajeron, por lo que representan la fracción de ciliados y flagelados activos en el suelo al 

momento del muestreo. Los ciliados y flagelados se observaron con aumentos desde 100 -

1000 × en microscopio de contraste de fases. También, se les tomaron videos de sus 

movimientos para complementar y corroborar su identificación, para ello se utilizaron claves 

taxonómicas basadas en sus características morfológicas (Foissner y Berger 1996; Jeuck y 

Arndt 2013; Lee et al. 2000; Patterson 1996). La identificación morfológica de las especies 

ayudó a determinar los grupos tróficos de ciliados y flagelados de acuerdo con sus hábitos 

alimenticios reportados en la literatura. Estos se agruparon en las siguientes preferencias: 

bacterívoros (B), osmotróficos (Os), omnívoros (O), los que se alimentan de otros protozoos 

(D), autótrofos (Au), fungívoros-bacterívoros (F, B), y los que se alimentan de algas (Al).  

Cuantificación de bacterias cultivables 

Las bacterias se cuantificaron usando el método de dilución en placa en agar extracto de 

suelo, para lo cual se utilizó 1 g de suelo de cada microcosmos y se homogenizó en 9 mL de 

agua destilada por un minuto en vortex y se dejó reposar durante 5 min, posteriormente se 

realizaron diluciones seriadas de 10-4. De esta dilución se tomó una alícuota de 0.1 mL que 

se dispersó sobre la caja Petri con agar extracto de suelo. Este procedimiento se realizó por 
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triplicado. Las cajas de Petri se incubaron a 28° C durante 7 días y se determinó el número 

de unidades formadoras de colonia por gramo de suelo en peso seco (UFC/g).  

Análisis molecular 

Extracción de ADN del suelo 

Se tomaron 0.25 g de suelo de cada uno de los microcosmos para extraer el ADN total del 

suelo de cada tratamiento. Para lo anterior, se utilizó el kit de extracción PowerSoil® DNA 

Isolation Kit (Mobio). Posteriormente, a las extracciones se corrió una electroforesis en geles 

de agarosa al 1 %. Después se hicieron amplificaciones de la fracción 18S rRNA con 

oligonucleótidos específicos para ciliados. Para las bacterias se utilizaron oligonucleótidos 

universales para 16S rRNA (ver Tabla 1).   

Amplificación por PCR 

Para todas las amplificaciones se utilizó un termociclador automatizado (T100™ 

ThermalCycler - Bio-Rad). Las condiciones de amplificación por PCR para las bacterias y 

para los ciliados fueron las siguientes:  

Bacterias: La PCR fue llevada a cabo en un volumen de 50 μl conteniendo 1 µM de cada 

primer (GM3F y GM4R), 0.2 mM de dNTPs, 1.5 mM de MgCl2, 1 U de Taq polimerasa 

(Fermentas), 1 X PCR buffer y 50 ng de ADN. Desnaturalización inicial a 94°C por 5 min; 

20 ciclos a 94°C por 45 s, 50°C 1 min, 72°C 45 s, bajando 1°C cada 2 ciclos; 10 ciclos a 

94°C por 45 s, 40°C 1 min, 72°C 45 s; extensión final a 72°C por 7 min. Los productos 

obtenidos de esta PCR se utilizaron como molde para hacer amplificaciones anidadas con los 

primers GM5F-GC y 907R, para así obtener un fragmento de aproximadamente 500 a 600pb, 

las condiciones de esta segunda PCR fueron: desnaturalización inicial a 94°C por 5 min; 20 
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ciclos a 94°C por 45 s, 70°C 1 min, 72°C 45 s, bajando 1°C cada 2 ciclos; 10 ciclos a 94°C 

por 45 s, 60°C 1 min, 72°C 45 s; extensión final a 72°C por 7 min.  

Ciliados: La PCR se llevó a cabo en un volumen de 25 μl conteniendo 0.2 µM de cada primer 

(CilF y CilR I), 0.2 mM de dNTPs, 2.5 mM de MgCl2, 1.25 U de Taq polimerasa (Fermentas), 

3.6 mg [ml]-1 de albumina (BSA), 1 X PCR buffer y 50 ng de ADN. Desnaturalización inicial 

a 94°C por 5 min; 26 ciclos a 94°C por 1 min, 52°C 1 min, 72°C 1 min, extensión final a 

72°C por 10 min. Los productos obtenidos se utilizaron como molde para hacer 

amplificaciones anidadas con los primers CilFa y CilR I, y así obtener fragmentos de 600 pb.   

Cultivo de Colpoda sp. 

De los mesocosmos con petróleo se cultivó el ciliado Colpoda sp. el cual se le extrajo el 

ADN, también se amplificó el ADN, y se realizó una PCR anidada con los primers para los 

ciliados ya mencionados.  

Tabla 1. Oligonucleótidos utilizados en este estudio 

Gen Especificidad Primer  Secuencia (5-3´) 

16S Universal GM3F 

GM4R 

GM5F-GC 

 

907R 

AGAGTTTGATCMTGGC 

TACCTTGTTACGACTT 

CGCCCGCCGCGCGCGGCGGGCGGGGCGGGGGCACGGGGGGCCT

ACGGGAGGCAGCAG 

CCGTCAATTCCTTTRAGTTT 

18S 

 

Ciliados CilF 

CilR I 

CilFa 

TGG TAG TGT ATT GGA CWA CCA 

TCT GAT CGT CTT TGA TCC CTT A  

CGCCCGCCGCGCGCGGCGGGCGGGGCGGGGGCACGGGGGGTG

G TAG TGT ATT GGA CWA CCA 

a-La secuencia GC de la grapa CGCCCGCCGCGCGCGGCGGGCGGGGCGGGGGCACGGGGGG 
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Electroforesis en gel con gradiente desnaturalizante (DGGE) 

Para la técnica de electroforesis en gel con gradiente de desnaturalización (DGGE) se 

utilizaron los amplicones de bacterias (16S), de ciliados (18S) y del ciliado Colpoda sp. Los 

DGGE se realizaron utilizando el sistema de electroforesis D-código (Bio-Rad Inc., Hercules, 

CA). Los productos de PCR se cargaron directamente en un gel de acrilamida al 6 % (w:v) 

(acrilamida-bisacrilamida 37,5: 1) con un gradiente desnaturalizante 30 % a 60 % para las 

bacterias. Para los ciliados, el gradiente desnaturalizante fue 20 a 42 %. Se utilizó buffer TAE 

1X para la electroforesis, la cual se realizó a 60 ° C y 60 V durante 16 h. Los geles se tiñeron 

con bromuro de etidio por 30 min, y se visualizaron en un transiluminador de UV.  

Secuencias 

Las bandas detectadas en los geles se cortaron, se colocaron en tubos de 0.6 mL con 10µL 

de agua (grado biología molecular) para extraer el ADN. El ADN recuperado de las bandas 

se amplificó, para las bacterias se utilizaron los primers GM5F y 907R. Para los ciliados se 

utilizaron los primers CilF y CilR I. Los productos de PCR se visualizaron en gel de agarosa 

al 1 %, se limpiaron con el Kit de limpieza Ultraclean® Kit (Mobio) para su posterior 

secuenciación. Las secuencias obtenidas fueron comparadas en la base de datos NCBI 

utilizando la herramienta de búsqueda de alineación local básica (BLASTn), y aquellas con 

mayor similitud se asignaron a nivel del género correspondiente. 

Análisis de datos moleculares 

Los geles de DGGE se fotodocumentaron, y los patrones de bandas de las imágenes de los 

DGGE se analizaron y compararon con el software PyElph 1.4 (Pavel y Vasile 2012), de este 

análisis se generó una matriz de presencias y ausencias, la cual fue analizada en el programa 
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PC-ORD © ver. 6 para Windows ©, para obtener los dendogramas de similitud de los geles 

de DGGE tanto de la comunidad de bacterias como de ciliados.  

Se calcularon los índices de riqueza ponderada por rango (Rr), que proporcionan una 

estimación de diversidad de los geles de DGGE: Rr = (N2 x Dg) donde N representa el número 

total de bandas del patrón, y Dg el gradiente desnaturalizante comprendido entre la primera 

y la última banda del patrón, según lo descrito por Marzorati et al. (2008). Además, se realizó 

el análisis de ventana corrediza (MWA- Moving Windows Analysis) para ver la dinámica de 

las comunidades de bacterias y ciliados a lo largo de los 240 día (Marzorati et al., 2008). Para 

lo cual se utilizó la matriz de similitud de los geles de DGGE para calcular el coeficiente de 

correlación de Pearson, con este se calculó la tasa de cambio (Δt) de la comunidad 

microbiana. El parámetro de tasa de cambio (Δt) promedia el grado de cambio entre perfiles 

de DGGE consecutivos de la misma comunidad durante un intervalo de tiempo (Marzorati 

et al. 2008).  

Para la construcción de los árboles filogenéticos las secuencias se alinearon con la 

herramienta MUSCLE, las distancias evolutivas se calcularon usando el método Neighbor-

joining y la construcción de los árboles se realizaron en el programa MEGA versión X 

(Kumar et al. 2018). 

 

Biomasa de Medicago sativa 

La biomasa total de M. sativa en peso seco se evaluó en los días 7, 14 y 30 esto debido a que 

durante los primero 30 días las raíces y tallos fueron muy pequeños en todos los tratamientos. 

Después de 60 y hasta los 240 días se evaluó la biomasa en peso seco de tallos, raíces y hojas. 
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Después de procesar el suelo de los tratamientos con M. sativa, las raíces se lavaron con agua 

para quitar el suelo adherido a ellas, y el exceso de agua se quitó con papel absorbente. La 

planta se colocó en horno a 65 ° C durante 48 h, y se registró el peso seco (Chigbo et al. 

2013). 

Determinación de materia orgánica, nitrato, amonio y fósforo disponible 

La materia orgánica total se cuantificó mediante oxidación con dicromato de potasio (método 

de Walkley y Black) (Nelson y Sommers 1982). Las concentraciones de nitrato (NO3
-) y 

amonio (NH4
+) extraíbles se determinaron por espectrofotometría (UV/vis) a partir de 

extractos de suelo realizados con KCl 2M. El NH4
+ se registró a 660 nm y el NO3

- a 410 nm 

(Foster 1995). El pH del suelo se midió con un pHmetro en una solución suelo:agua con 

relación 1:2.5. La cuantificación de fósforo disponible en suelo se realizó por el método de 

Bray y Kurtz (1945).   

Análisis de los hidrocarburos (C12 a C26) mediante cromatografía de 

gases/espectrometría de masas (GC-MS) 

La extracción de hidrocarburos se realizó por duplicado de cada una de las muestras de suelo 

al finalizar cada periodo experimental. Se pesó 1 g de muestra y se adicionaron 2 mL de 

hexano grado HPLC, se mantuvo en agitación durante 30 min, se separó la fase orgánica y 

esto se repitió tres veces. El extracto hexánico fue secado con NaSO4 anhidro y fue filtrado, 

se evaporó en rotavapor a presión reducida, para su posterior inyección al cromatógrafo de 

gases. 

Para el análisis de GC-MS se utilizó un cromatógrafo de gases marca Agilent Technologies, 

modelo 6890N (Net Work GC system), equipado con una columna DB-5, 5%-fenil-
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metilpolisiloxano (Agilent Technologies) de 60 m de longitud, 0.25 mm de diámetro interno 

y 0.25 µm de espesor de película. La temperatura de inicio fue 50 ° C, la cual se mantuvo 

durante 5 min, posteriormente la temperatura se elevó hasta 280 ° C usando una rampa de 

calentamiento de 20 °C/min y se mantuvo durante 20 min. Se usó helio como gas acarreador 

a un flujo de 1 mL/min, la temperatura del inyector fue de 250 ° C, inyección 30plit, con una 

relación de 30plit de 15:1. Una vez obtenido el cromatograma, la identificación de cada uno 

de los picos se llevó a cabo mediante espectrometría de masas empleando un espectrómetro 

de masas marca Agilent Technologies modelo 5975 inert XL. Los espectros de masas se 

obtuvieron mediante ionización por impacto electrónico a 70 eV, para la identificación se 

compararon los espectros de masas obtenidos para cada compuesto, con una base de datos 

(HP Chemstation-NIST 05 Mass Spectral search program, versión 2.0d), además de la 

comparación con un estándar (Saturated Alkanes, C7-C3, #49451-U Sigma-Aldrich) 

analizado bajo las mismas condiciones, para cuantificar los hidrocarburos. Los hidrocarburos 

totales se obtuvieron de la suma de todos los compuestos que se cuantificaron.  
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Análisis estadístico y cálculos 

Se realizó un análisis de varianza para cada variable (materia orgánica, nitrato, amonio, 

fósforo disponible e hidrocarburos) y la prueba de comparación de medias (Tukey, α=0.05). 

La riqueza de especies y sus abundancias fueron comparadas mediante chi-cuadrada. El 

índice de similitud de Sørensen se calculó con base en la abundancia de especies utilizando 

el software PC-ORD © ver. 6 para Windows ©. Se calcularon los índices de diversidad de 

Shannon (H ′) y Simpson (1 / D). 

 

donde 𝑝𝑖 es la proporción de individuos de la especie i respecto al total de individuos, ln es 

el logaritmo natural.  

 

donde 𝑛𝑖 es el número de organismos que pertenecen a la especie i y N el número total de 

organismos. 

También, se realizó un análisis de correlación canónica (CCA) entre los parámetros 

realizados y la comunidad de ciliados y flagelados, el cual se hizo con el software PC-ORD 

© ver. 6 para Windows ©.  

Shannon (H ′) 

Simpson  
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RESULTADOS 

Parámetros del suelo 

El contenido de materia orgánica del suelo fue alto en los microcosmos sin petróleo (S y 

SM), en ambos tratamientos los valore fueron muy similares entre sí durante los 240 días 

(7.99 a 9.93). En los microcosmos con petróleo (SP y SPM) el contenido de M. O. incrementó 

el doble que en los microcosmos sin petróleo (14.29 a 16.37) (Figura 5).  

El contenido de nitrato en los microcosmos S y SM fue significativamente mayor (P< 0.01) 

que en los tratamientos con petróleo. En estos microcosmos la concentración de nitrato 

incrementó a través de los 30 días, comenzó a disminuir a partir del día 60 hasta los 240 días 

en donde hubo una disminución significativa en ambos tratamientos. Por otro lado, la 

concentración de nitrato fue muy similar en los microcosmos con petróleo (SP y SPM) 

durante los 240 días (Figura 5). El amonio no mostró un patrón claro de cambio durante los 

240 días, los microcosmos de suelo control y suelo con petróleo presentaron las 

concentraciones más altas en el tiempo 0, y las concentraciones fueron significativamente 

más bajas en los siguientes 30 días que en el resto de los tratamientos (Figura 5). Los niveles 

de amonio aumentaron en todos los microcosmos a los 60 y 120 días, pero disminuyeron 

significativamente después del día 240, salvo en el suelo con petróleo SP240.  

Los tratamientos sin petróleo (S y SM) mostraron mayor concentración de fósforo, la cual 

tuvo poca variación durante los 240 días. En los microcosmos con petróleo (SP y SPM) la 

concentración de P fue significativamente más baja que en los tratamientos sin 

contaminación, y mostraron valores similares durante los 240 días (Figura 5). 
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Figura 5. Parámetros del suelo Materia Orgánica (M.O), Nitrato, Amonio y Fósforo. Grupo control (S); suelo contaminado (SP); 

suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días. Las 

líneas de desviación estándar se muestran en la parte superior de las barras, cada barra representa la media de 3 réplicas 
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Hidrocarburos totales 

Se produjo una mayor degradación de hidrocarburos totales en los microcosmos con M. 

sativa (95%) que en los microcosmos SP (81%) después de 240 días. Después de 7 días los 

tratamientos con petróleo tuvieron una disminución del 45% en SPM y 41% en los 

tratamientos SP. Sin embargo, en los días 30, 60 y 120 hubo fluctuaciones, aumentando y 

disminuyendo la concentración de hidrocarburos totales en ambos tratamientos (SP y SPM) 

(Figura 6).  

 

 

 

 

Figura 6. Hidrocarburos totales del petróleo TPH. Suelo contaminado (SP); suelo contaminado sembrado con M. 

sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240. Las líneas de desviación estándar se muestran en la parte superior de las 

barras, cada barra representa la media de 3 réplicas 
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Los hidrocarburos identificados en los tratamientos SP y SPM fueron compuestos de 12 a 26 

carbonos (C12-C26). En el tratamiento con SPM, todos los compuestos se redujeron 

significativamente después del séptimo día (P˂0.01), mientras que en el tratamiento SP sólo 

los compuestos C14 a C22 tuvieron una reducción significativa (P<0.01) después de 7 días. 

Sin embargo, los compuestos de C15 a C26 aumentaron sus cantidades significativamente en 

el día 30 en ambos tratamientos. Después de 60 días, todos los compuestos tuvieron una 

reducción significativa respecto al día 30 y en el día 120 nuevamente incrementaron (Figura 

7).   
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Figura 7. Concentraciones de hidrocarburos en los microcosmos. Suelo contaminado (SP); Suelo contaminado 

sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días. Las líneas de desviación estándar se muestran en la 

parte superior de las barras, cada barra representa la media de 3 réplicas. Hidrocarburos: dodecano (C12), tridecano 

(C13), tetradecano (C14), pentadecano (C15), hexadecano (C16), heptadecano (C17), octadecano (C18), 

nonadecano (C19), eicosano (C20), heneicosano (C21), docosano (C22), tricosano (C23), tetracosano (C24), 

pentacosano (C25) y hexacosano (C26)  
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Biomasa de Medicago sativa 

Durante el estudio, se incrementó la biomasa de las plantas tanto en los tratamientos no 

contaminados como en los contaminados. En ambos tratamientos las plantas de M. sativa 

incrementaron su tamaño continuamente durante los 240 días. Sin embargo, en las plantas 

crecidas en suelo con petróleo el crecimiento fue menor que el de las plantas en el suelo libre 

de petróleo. Durante los primeros 30 días, las plántulas fueron muy pequeñas por lo que la 

biomasa no se dividió en tallo, raíz y hojas, sino que se pesó la biomasa total. A partir del día 

30 la biomasa en los tratamientos sin petróleo incrementó significativamente (P<0.01) casi 

al doble (Figura 8A). Del día 60 al 240, se cuantificó la biomasa de hojas, tallos y raíces, las 

cuales fueron mucho más grandes en los tratamientos sin petróleo. En cuanto a los 

tratamientos con petróleo, las raíces fueron las que incrementaron más su biomasa del día 60 

a 240 (Figura 8B).  
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Figura 8. Biomasa total de Medicago sativa. Cada barra representa la media de 3 réplicas con 

error estándar. A) Biomasa total peso seco. B) Biomasa peso seco de Raíces (R), Tallos (T) y 

Hojas (H). Suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa 

(SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días. 
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Cabe recalcar que las plantas de los tratamientos con petróleo después de 30 días empezaron 

a tornarse amarillentas, además de que las raíces fueron más gruesas respecto a las que 

crecieron en suelo libre de petróleo; además, se observaron nódulos en raíces de plantas en 

los microcosmos sin petróleo en el día 30, y en los microcosmos con petróleo se observaron 

hasta los 60 días (Figura 9).    

 

 

 

Figura 9. Medicago sativa en diferentes días. Suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado 

sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días. 
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Estructura de la comunidad de ciliados y flagelados 

Se identificaron 91 especies de ciliados y flagelados durante todo el estudio, los cuales 

pertenecen a 58 géneros y 36 familias. Los flagelados con más abundancia fueron Bodo, 

Cercomonas, Heteromita, Neobodo y Spumella-like. Los ciliados con mayor frecuencia 

fueron Colpoda, Cyrtolophosis, Tetrahymena y Trithigmostoma (Tabla 2). 

Solo 3 especies de protozoos sobrevivieron 24 h después del pulso de contaminación: 

Colpoda steinii, Spumella dangerardii y Spumella socialis (tiempo SP 0), mientras que en el 

suelo control (S) se encontraron 14 especies a las 24 horas (Figura 10A). 
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La riqueza de especies incrementó a través de los primeros días, en todos los tratamientos. 

La mayor riqueza de especies se alcanzó en el control a los 30 días, mientras que en los 

tratamientos suelo con petróleo (SP) y suelo con M. sativa (SM), el máximo número de 

especies se registró en el día 60. En cuanto al tratamiento suelo con petróleo y M. sativa 

(SPM) el número máximo de especies se registró en los 30 días y se mantuvo hasta al día 60 

(Figura 10A). La abundancia de especies mostró una tendencia muy similar a la riqueza de 

especies en los tratamientos S, SM y SPM, en tanto que en SP la máxima abundancia de 

especies se encontró en el día 30 (Figura 10B). La abundancia de especies fue 

significativamente diferente (P˂ 0.01) entre el suelo control respecto a los tratamientos SP, 

SM y SPM. En el tratamiento control, la riqueza y abundancia de especies disminuyó después 

del día 60 (Figura 10B). 

Los microcosmos del suelo control (S) acumularon 56 especies durante los 240 días, las 

cuales pertenecieron a 37 géneros. Estos microcosmos tuvieron la menor abundancia de 

especies donde Bodo saltans, Colpoda steinii, Spumella cylindrica y Spumella dangeardii 

fueron los flagelados y ciliados más abundantes.  

Los microcosmos de suelo con petróleo (SP) presentaron 56 especies durante los 240 días, 

pertenecientes a 33 géneros, si bien acumularon la misma cantidad de especies que el control, 

tuvieron mayor abundancia de individuos por especie. Las especies más abundantes fueron 

Neobodo caudatus, Cercomonas sp1., Colpoda cucullus, Colpoda inflata, Colpoda steinii, 

Heteromita sp., Protaspis gemmifera, Spumella cylindrica, Spumella dangeardii, Spumella 

socialis y Platyoprya sp2. 

Los microcosmos de suelo plantado (SM) acumularon la mayor riqueza de especies durante 

los 240 días. Las 68 especies detectadas en este tratamiento se agruparon en 46 géneros. Por 
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otro lado, Neobodo caudatus, Colpoda cucullus, Colpoda steinii, Goniomonas truncata, 

Spumella cylindrica, Spumella dangeardii, Spumella socialis y Trithigmosoma sp., fueron 

los más abundantes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Figura 10 A) Riqueza de especies de ciliados y flagelados detectada en microcosmos a lo largo de 240 días. B) 

Abundancia de especies de ciliados y flagelados. Grupo control (S); suelo contaminado (SP); suelo sembrado con 

M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días 
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Los microcosmos de suelo contaminando plantado (SPM) fueron los segundos en riqueza de 

especies (64 especies) durante los 240 días, las cuales se agrupan en 38 géneros. Las especies 

más abundantes fueron Neobodo caudatus, Cercomonas sp1., Colpoda cucullus, Colpoda 

inflata, Colpoda steinni, Spumella cylindrica, Spumella dangeardii, y Spumella socialis.  

Algunas especies se encontraron exclusivamente en los tratamientos sin petróleo (S y SM) 

como: Amphisiella sp., Blepharisma sp., Coleps sp., Euplotes sp., Monosiga ovata, 

Phalansterium solitarium, Plagiopyla sp. y Urotricha sp. En tanto que Astylozoon sp., 

Metakinetoplastina sp3., Mastigamoeba sp., Protaspis gemmifera, Gonostomum sp2. y 

Tetrahymena sp2. estuvieron presentes en los tratamientos con petróleo (SP y SPM). 

Además, las especies Halteria sp., Leptophrarynx sp., Cercomonas sp5., Gonostomum sp1., 

Trachelophyllum sp. y Trachelostyla sp., solo se registraron en los tratamientos con planta 

(SM y SPM).  

Los ciliados y flagelados con mayor abundancia en todos los microcosmos fueron Bodo, 

Cercomonas, Colpoda, Neobodo y Spumella-like, estos organismos dominaron en los 

microcosmos SP y SPM en los primeros 30 días, representando el 75 y 70% respectivamente; 

en contraste, en los microcosmos S y SM sólo representaron el 53 y 56 % de la comunidad, 

respectivamente. A partir del día 60, la abundancia de estos ciliados y flagelados disminuyó 

en los tratamientos con petróleo y representaron la mayor parte de la comunidad en el suelo 

control a partir del día 120 (Figura 11). 
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Similitud entre las comunidades de ciliados y flagelados 

El análisis de similitud de las comunidades de ciliados y flagelados muestra que los 

tratamientos con petróleo (SP y SPM) comparten 70% de similitud durante los 240 días; 

mientras que los tratamientos sin petróleo (S14, S30, SM14 y SM30) mostraron menor 

similitud (65%). En el resto de los tratamientos se observó una agrupación escalonada. La 

comunidad de ciliados y flagelados en S0 (suelo 24 h después de la instalación de los 

microcosmos) compartió menos del 20% de similitud con el resto de los tratamientos. El 

fuerte pulso de contaminación del petróleo provocó que SP0 (suelo + hidrocarburos 24 h 

después de la instalación de los microcosmos) mostrara una comunidad que se identificó 

como un grupo totalmente externo (Figura 12). 

Figura 11. Géneros de ciliados y flagelados más comunes en todos los microcosmos. Grupo control (S); suelo 

contaminado (SP); suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 

7, 14, 30, 60, 120, 240 días 

like 
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Índices de diversidad 

El índice de diversidad de Shannon (H’) aumentó con el tiempo. En el momento 0, la 

diversidad fue apreciablemente mayor en el tratamiento de control que en el tratamiento de 

SP. Sin embargo, la diversidad se acercó a valores similares en todos los tratamientos a los 

7, 14, 30 y 60 días, siendo el suelo con petróleo sembrado con M. sativa el más diverso, tanto 

a los 30 como a los 60 días (H ′ = 3.31). En el control (S) en los días 120 y 240, la diversidad 

disminuyó significativamente (P ˂ 0.01) respecto al resto de los tratamientos SP, SM y SPM.  

El índice de diversidad de Simpson (1 / D) mostró valores crecientes de diversidad durante 

los primeros 30 días en los tratamientos sin petróleo (S y SM), a partir de los 60 días 

Figura 12. Análisis de similitud de la comunidad de ciliados y flagelados. Grupo control (S); suelo contaminado 

(SP); suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 

120, 240 días. En los rectángulos con color se muestra la agrupación de los tratamientos con más del 60% de 

similitud 
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disminuyeron significativamente, mientras que la diversidad en los tratamientos con petróleo 

(SP y SPM) mostró valores crecientes hasta los 60 días, posterior a eso la diversidad también 

disminuyó (Tabla 3). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Grupos tróficos 

Se registraron 7 grupos tróficos en todo el estudio: bacterívoros (B), osmótrofos (Os), 

omnívoros (O), los que se alimentan de otros protozoos- depredadores (D), autótrofos (Au), 

fungívoros-bacterívoros (FB) y alguívoros (Al). Todos los grupos tróficos estuvieron 

representados por más de una especie. Los bacterívoros fueron los únicos con presencia en 

todos los tratamientos durante los 240 días, mostrando también la mayor riqueza de especies. 

La abundancia de bacterívoros fue más alta en los microcosmos SPM, seguida en orden 

descendente por SP, SM y S (Figura 13). Los microcosmos plantados con M. sativa (SPM y 
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SM) tuvieron mayor riqueza de bacterívoros. Dentro de este grupo trófico, los géneros más 

comunes fueron Bodo, Cercomonas, Goniomonas, Monosiga, Neobodo, Spumella-like, 

(flagelados), Colpoda, Cyclidium, Cyrtolophosis y Tetrahymena (ciliados). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

El grupo osmótrofo (Os) estuvo representado por euglénidos del género Astasia y clorófitas 

del género Polytoma, hubo más frecuencia de estos géneros en los tratamientos con petróleo 

(SP y SPM). El grupo omnívoro (O) estuvieron presentes en los microcosmos sin petróleo 

después de 7 días mientras que en los microcosmos con petróleo estuvieron después de 14 

días. Los omnívoros estuvieron representados por los géneros de ciliados Astylozoon, Coleps, 

Euplotes, Holophrya, Uroleptus, Urostyla y Vorticella. Los depredadores (D) estuvieron 

representados por los géneros de ciliados Amphileptus, Blepharisma, Dileptus, Litonotus, 

Figura 13. Abundancia de ciliados y flagelados bacterívoros. Grupo control (S); suelo contaminado (SP); suelo 

sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días  
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Sphatidium y Trachelophyllum y euglénidos del género Peranema. Los depredadores fueron 

más comunes en los microcosmos SM durante todo el estudio. Los autótrofos (Au) estuvieron 

presentes en todos los microcosmos, pero fueron más frecuentes en los microcosmos SM, en 

los tratamientos SPM tuvieron presencia después de 30 días, los autótrofos estuvieron 

representados por los géneros de clorófitas Chlamydomonas y Haematococcus, además de 

euglénidos del género Trachelomonas. El grupo fungívoro-bacterívoro estuvo representado 

por ciliados del género Platyoprya, estuvieron presentes en todos los tratamientos, en los 

microcosmos contaminados (SP y SPM) aparecieron después de 14 días y fueron más 

abundantes que en los tratamientos libres de contaminación (S y SM). El grupo alguívoro 

(Al) estuvo representado por ciliados de los géneros Trithigmostoma y Urotricha, en los 

microcosmos sin contaminar S y SM fueron más abundantes. En los microcosmos con 

petróleo solo se encontró el género Trithigmostoma.  

El impacto de la contaminación por petróleo sobre la estructura trófica de ciliados y 

flagelados fue fuerte en los primeros 30 días. A partir de que solo existían especies 

bacterívoras (SP) 24 h después de la contaminación, en los siguientes 7 días se detectaron 

osmótrofos y bacterívoros-fungívoros. Los osmótrofos y omnívoros fueron muy activos 2 

semanas después del pulso de contaminación. El efecto de la planta sobre la estructura de 

grupos tróficos fue evidente al mostrar 5 de los 6 grupos tróficos después de 30 días de 

contaminación, en comparación con los microcosmos SP que tuvieron los mismos 3 grupos 

tróficos desde el día 14 al 30. Fue hasta el día 60 donde se presentaron los 6 grupos tróficos, 

incluso hubo más grupos tróficos que en los otros tratamientos a los 60 días (Figura 14). En 

los microcosmos sin petróleo (S y SM) hubo mayor número de grupos tróficos en los 

primeros 30 días, aunque disminuyó el número y la abundancia de los grupos tróficos en los 
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microcosmos S después de 60 días, a diferencia de los microcosmos SM en donde solo se 

redujo la abundancia de grupos tróficos, pero se mantuvo el número de individuos. 

Particularmente los alguívoros aparecieron desde el día 7 en el control, a partir del día 14 se 

presentaron en el SM, en el día 30 se encontraron en el SPM y finalmente, aparecieron en el 

tratamiento SP hasta el día 60.   
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Figura 14. Abundancia de grupos tróficos de la comunidad de ciliados y flagelados detectados en los microcosmos durante 240 

días. Grupo control (S); suelo contaminado (SP); suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. 

sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días. Osmótrofos, omnívoros, fungívoros-bacterívoros, depredadores, autótrofos y 

alguívoros 
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Número de Unidades formadoras de colonia de bacterias (UFC) 

En el tiempo 0, la cantidad de unidades formadoras de colonias fue mayor en el suelo control 

en comparación con el tratamiento SP, siete días después hubo una disminución significativa 

(P<0.01) en el número de UFC en el tratamiento SP en comparación con los demás 

tratamientos (Figura 15). Los números de UFC fueron muy similares entre los microcosmos 

sin petróleo S y SM. En comparación con los tratamientos con petróleo que en los primeros 

siete días arrojaron menores cantidades, pero después del día 30 se fueron recuperando y 

tuvieron un incremento significativo (P< 0.01) del número de UFC en el día 240 (Figura 15). 

 

 

 

 

Figura 15. Número de unidades formadoras de colonia UFC por gramo de suelos. Cada barra representa la media de 

3 réplicas con error estándar. Grupo control (S); suelo contaminado (SP); suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo 

contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días 
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DGGE de la comunidad de bacterias y ciliados 

Los perfiles de DGGE de bacterias presentaron patrones de bandas distintos, se encontraron 

un total de 57 bandas en todos los microcosmos, de las cuales solo 5 estuvieron presentes en 

todos los tratamientos. El dendograma de similitud de la comunidad de bacterias muestra dos 

agrupaciones, la primera con el 50% de parecido se agrupan los tratamientos SM y SPM de 

7 días y S0. En la segunda agrupación con más de 50% de parecido, está la mayoría de los 

tratamientos del día 14 a 240 días (Figura 16). 

 

 

 

 

Figura 16. Perfiles de DGGE de la comunidad de bacterias.  Análisis de similitud de presencia-ausencia de 

bandas de los perfiles de DGGE de la comunidad de bacterias. Grupo control (S); suelo contaminado (SP); 

suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 

240 días. En los rectángulos con color se muestra la agrupación de los tratamientos con más del 50% de 

similitud  
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Con base en los rangos ponderados de riqueza (Rr) de las bandas de los geles de DGGE de 

la comunidad de bacterias todos los tratamientos durante los 240 días presentaron una 

diversidad de bacterias alta, debido a que los valores de Rr fueron superiores a 30 (Marzorati 

et al. 2008). A los 7 días, los valores de Rr fueron más bajos en los tratamientos con petróleo 

(SP y SPM) que en los tratamientos no contaminados (S y SM). Después de 14 días, los 

valores de Rr incrementaron significativamente (P ˂ 0.01) en todos los tratamientos; a los 14 

días, el tratamiento SPM presentó mayor diversidad de bacterias Rr = 240 (Tabla   4). 

 

 

 

En los perfiles de DGGE de ciliados se tuvieron patrones de bandas distintos en los diferentes 

tratamientos, se encontraron un total de 37 bandas y solo 2 bandas estuvieron presentes en 

todos los tratamientos. El dendograma de la comunidad de ciliados muestra cuatro 

agrupaciones, éstas se dieron por el tiempo, independientemente de los tratamientos, y se 

identifica la agrupación de los microcosmos de 0 a 7 días, 14 días, de 30 a 120, y de 240 días 

(Figura 17). La banda de los perfiles de DGGE que correspondió a Colpoda sp., coincidió 

con el patrón de banda del cultivo de Colpoda sp., el cual fue detectado en todos los perfiles 

de DGGE de todos los tratamientos. 

Tabla 4. Riqueza ponderada por rango (Rr) de bacterias. Grupo control (S), suelo contaminado 

(SP); suelo plantado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 

30, 60, 120, 240 días  

Días 0 7 14 30 60 120 240 

S 66.15 48.6 194.4 144.15 194.4 135 126.15 

SP 48.6 33.75 126.15 173.4 173.4 101.4 135 

SM 
 

79.35 216.6 101.4 93.75 93.75 126.15 

SPM 
 

66.15 240 173.4 135 109.35 163.35 
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La comunidad de ciliados en los microcosmos S y SM presentaron riqueza ponderada (Rr) 

de rango medio (valores intermedios entre 10 y 30) durante los 240 días, excepto en S a los 

60 días que presentó valores altos de Rr = 33.75. Aunque en estos dos tratamientos la riqueza 

ponderada estuvo en rango medio, la riqueza en SM fue mayor a 25 en los días 30, 60 y 240. 

La comunidad de ciliados de los microcosmos contaminados SP tuvo valores intermedios de 

Rr, solo en el día 7 presento valores altos Rr = 33.75. Mientras que la comunidad de ciliados 

de los microcosmos SPM a los 30, 120 y 240 días mostró valores altos Rr = 33.75 (Tabla 5).   

 

Figura 17. Perfiles de DGGE de la comunidad de ciliados. Análisis de similitud de presencia-ausencia de bandas de 

los perfiles de DGGE de la comunidad de ciliados. Grupo control (S); suelo contaminado (SP); suelo sembrado con 

M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días. En los 

rectángulos con color se muestra la agrupación de los tratamientos con más del 50% de similitud  
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Tabla 5. Riqueza ponderada por rango (Rr) de ciliados. Grupo control (S), suelo contaminado (SP); 

suelo plantado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 

60, 120, 240 días 

  
Días 0 7 14 30 60 120 240 

S 12.15 12.15 15 15 33.75 21.6 15 

SP 12.15 33.75 18.15 29.4 29.4 25.35 25.35 

SM 
 

18.15 21.6 25.35 29.4 18.15 25.35 

SPM 
 

15 25.35 33.75 29.4 33.75 33.75 

 

 

 

 

El análisis de ventana corrediza (MWA) se realizó para observar los cambios de la 

comunidad de bacterias y de ciliados a los largo de tiempo en todos los microcosmos de los 

diferentes tratamientos, este análisis mostró que en la comunidad de bacterias en promedio 

los microcosmos SM fluctuaron más, por lo tanto tuvieron mayor tasa de cambio 87.15 ± 

14.75 y los microcosmos control fueron los que cambiaron menos Δt  62.39 ± 9.36, en estos 

últimos se mantuvo en promedio el 50% de la comunidad a lo largo del tiempo, en tanto que 

en los microcosmos SP, SPM y SM la permanencia de la comunidad fue más baja (Figura 

18). 

El análisis de ventana corrediza (MWA) de la comunidad de ciliados mostró que los 

microcosmos SP tuvieron la mayor tasa de cambio Δt 75.86 ± 15.96, mientras que en los 

microcosmos control tuvieron la menor tasa de cambio 66.01 ± 19.23, en estos se observó 

que la comunidad de ciliados se mantuvo en promedio el 60%, en los microcosmos SM, SPM 

y SP la permanencia de la comunidad de ciliados fue mucho más baja (Figura 19). 

 



 

62 

 

        Δ
t
 

 

 

62.39 ± 9.36 

 

 

 

 

75.97 ± 10.58 

        Δ
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87.15 ± 14.75 

 

 

 

 

81.72 ± 11.43 

Figura 18. Análisis ventana corrediza (MWA- Moving Windows Analysis) y tasa de cambio (Δt) de la comunidad de 

bacterias 
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66.01 ± 19.23 

 

 

 

 

75.86 ± 15.96  
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75.33 ± 16.71  

 

 

 

 

75.09 ± 7.74  

Figura 19. Análisis ventana corrediza (MWA- Moving Windows Analysis) y tasa de cambio (Δt) de la comunidad de 

ciliados   
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Secuencias 

Se cortaron 132 bandas de los geles de DGGE de bacterias, de las cuales solo 52 se pudieron 

amplificar y secuenciar, de éstas solo 30 tuvieron algún grado de similitud con el dominio 

bacteria en la base de datos del GenBank. Las secuencias tuvieron un tamaño de 450 a 650 

pb, estas secuencias pertenecieron a 5 Phyla: Acidobacteria (20%), Actinobacteria (17%), 

Bacteroidetes (27%), Firmicutes (3%) y Proteobacteria (33%) (Figura 20). Algunos de los 

géneros que representaron a estos Phyla fueron Burkholderia, Chryseolinea, Luteitalea, 

Steroidobacter, Streptomyces y Vicinamibacter (Tabla 6).  
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Tabla 6.  Identidades de bacterias detectados mediante la secuenciación de las bandas de los 

perfiles de DGGE 
 

Secuencia Afiliación grupo 

taxonómico (Filo, clase) 

% 

Cobertura 

% 

Identidad 

Coincidencia a grupo más cercano 

y No. De acceso 

4b  Acidobacteria; 

Vicinamibacteria 

62 

68 

84.64 

82.04 

Luteitalea pratensis NR_156918 

Vicinamibacter silvestris 

NR_151905   

8b Proteobacteria; 

Betaproteobacteria 

28 

28 

74.03 

74.03 

Acidovorax montícola NR_164911 

Mitsuaria noduli NR_159302 

17b Actinobacteria; 

Micrococcales 

81 

 

76.05 

 

Pseudarthrobacter 

phenanthrenivorans NR_074770 

Figura 20. Árbol filogenético construido con las secuencias de bacterias del gen 16S rRNA y secuencias del 

GENBANK construidas mediante el método Neighbor-joining  
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81 76.05 Arthrobacter humícola NR_041546 

18b Bacteroidetes; Cytophagia 77 

70 

75.2 

73.14 

Chryseolinea serpens NR_108511 

Cesiribacter andamanensis 

NR_116974 

64b Actinobacteria; 

Micrococcales 

14 72.84 Phycicoccus cremeus NR_116717 

65b Proteobacteria; 

Betaproteobacteria 

89 

 

89 

83.06 

 

81.79 

Burkholderia catarinensis 

NR_153664 

Paraburkholderia sacchari 

NR_025097 

74b Acidobacteria; 

Vicinamibacteria 

84 

 

84 

77.68 

 

77.13 

Vicinamibacter silvestris 

NR_151905 

Luteitalea pratensis NR_156918 

81b Proteobacteria;  

Gammaproteobacteria 

99 

 

98 

71.76 

 

71.13 

Steroidobacter agariperforans 

NR_134189 

Povalibacter uvarum NR_126172 

88b Proteobacteria; 

Gammaproteobacteria 

73 

73 

80.88 

80.62 

Luteimonas terrae NR_149233 

Lysobacter tolerans NR_148853 

93b Proteobacteria; 

Betaproteobacteria 

68 

 

68 

75 

 

75 

Burkholderia catarinensis 

NR_153664 

Caballeronia telluris NR_125559 

94b Acidobacteria; 

Vicinamibacteria 

60 

64 

85.98 

84.24 

Luteitalea pratensis NR_156918 

Vicinamibacter silvestris 

NR_151905 

98b Proteobacteria; 

Alphaproteobacteria 

94 

 

94 

72.76 

 

72.76 

Sphingobium chungangianum 

NR_164968 

Sphingobium mellinum NR_133859 

99b Acidobacteria; 

Vicinamibacteria 

68 

 

68 

80.95 

 

80.28 

Vicinamibacter silvestris 

NR_151905 

Luteitalea pratensis NR_156918 

100b Bacteroidetes; Chitinophagia 26 

26 

74.83 

74.15 

Filimonas aquilariae NR_157994 

Deminuibacter soli NR_173512 

101b Acidobacteria; 

Vicinamibacteria 

65 

65 

87.64 

87.36 

Luteitalea pratensis NR_156918 

Vicinamibacter silvestris 

NR_151905 

105b Bacteroidetes; Chitinophagia 86 

86 

77.74 

77.36 

Flavitalea flava NR_164923 

Terrimonas terrae NR_157715 

107b  Acidobacteria; 

Vicinamibacteria 

60 

60 

83.43 

82.53 

Luteitalea pratensis NR_156918 

Vicinamibacter silvestris 

NR_151905 

108b  Proteobacteria; 

Betaproteobacteria 

86 

86 

78.45 

78.09 

Ramlibacter montícola NR_159166 

Aquabacterium olei NR_137381 

111b  Proteobacteria; 

Betaproteobacteria 

28 

23 

74.75 

74.75 

Cupriavidus plantarum NR_109160 

Cupriavidus oxalaticus NR_117018 

113b Actinobacteria; 

Streptomycetales 

98 

 

98 

96.02 

 

95.69 

Streptomyces andamanensis 

NR_149230 

Streptomyces montícola 

NR_164930 

117b Firmicutes; Clostridia 43 

 

43 

70.25 

 

70.12 

 

Novibacillus thermophilus 

NR_136797 

Desulfofundulus kuznetsovii 

NR_075068 

119b Actinobacteria; 

Streptomycetales 

12 

 

17 

83.87 

 

76.92 

Streptomyces erringtonii 

NR_108855 

Streptomyces cerasinus NR_158072 
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Se cortaron 93 bandas de los geles de DGGE de ciliados, de las cuales solo 34 se pudieron 

amplificar y secuenciar, de estas solo 12 tuvieron algún grado de similitud con ciliados en la 

base de datos del GenBank. Las secuencias tuvieron un tamaño de 400 a 650 pb, estas 

secuencias correspondieron a las familias Amphisiellidae (25%), Colpodidae (8%), 

Gonostomatidae (18%) y Oxytrichidae (50%) (Figura 21). Algunos de los géneros que 

representaron estas familias fueron Colpoda, Gonostomum, Lamtostyla, Oxytricha, 

Uroleptoides, Urosoma (Tabla 7). 

 

 

 

120b  Bacteroidetes; Cytophagia 44 

 

44 

70.32 

 

68.35 

Hymenobacter persicinus 

NR_164953 

Hymenobacter crusticola 

NR_171441 

121b Proteobacteria; 

Gammaproteobacteria 

95 

 

78 

70.14 

 

71.37 

Steroidobacter agariperforans 

NR_134189 

Steroidobacter sp NR_170506 

124b  Bacteroidetes; Cytophagia 28 

22 

73.47 

75.63 

Pontibacter ruber NR_133823 

Dyadobacter psychrotolerans 

NR_170487 

127b Proteobacteria; 

Gammaproteobacteria 

74 

74 

78.54 

78.28 

Lysobacter tolerans NR_148853 

Luteimonas terrae NR_149233 

128b Actinobacteria; 

Micromonosporales 

32 

 

32 

76 

 

76 

Dactylosporangium sucinum 

NR_145935 

Dactylosporangium tropicum 

NR_112813 

129b  Bacteroidetes; Chitinophagia 25 77.78 

77.78 

Edaphocola flava NR_165730 

Edaphocola aurantiacus 

NR_173598 

130b Bacteroidetes; Cytophagia 82 

82 

75.08 

75.08 

Chryseolinea soli NR_165708 

Chryseolinea serpens NR_108511 

132b Bacteroidetes; Cytophagia 70 

70 

74.61 

74.61 

Chryseolinea serpens NR_108511 

Chryseolinea soli NR_165708 
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Figura 21. Árbol filogenético construido con las secuencias de ciliados del gen 18S rRNA y secuencias 

del GENBANK construidas mediante el método Neighbor-joining  
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Tabla 7.   Identidades de ciliados detectados mediante la secuenciación de las bandas de los 

perfiles de DGGE 

Secuencia Afiliación grupo taxonómico 

(Orden, Familia) 

% 

Cobertura 

% 

Identidad 

Coincidencia a grupo más 

cercano y No. De acceso 

5c Colpodida; Colpodidae 97 

97 

98.73 

98.73 

Colpoda sp.  MK801290 

Colpoda inflata KJ607917 

11c Sporadotrichida; Oxytrichidae 97 

 

97 

96.99 

 

96.99 

Hemiurosomoida warreni 

MT448250 

Rigidohymena inquieta 

KY968739 

12c Stichotrichida; Amphisiellidae 95 

95 

93.31 

93.31 

Lamtostyla salina KX641150 

Uroleptoides salina 

MW035913 

15c Stichotrichida; Amphisiellidae 60 

60 

98.23 

98.23 

Lamtostyla ovalis KP266625   

Stichotrichida sp. MN472864 

24c Sporadotrichida; 

Gonostomatidae 

94 

 

94 

98.54 

 

98.54 

Metagonostomum 

gonostomoida MT247895 

Gonostomum kuehnelti 

MF445660 

32c Sporadotrichida; Oxytrichidae 97 

 

97 

79.41 

 

79.41 

Urosoma emarginata 

MH393887 

Oxytricha sp.  MK039735 

34c Sporadotrichida; 

Gonostomatidae 

96 

 

96 

88.64 

 

88.64 

Gonostomum kuehnelti 

MF445660   

Metagonostomum 

gonostomoida MT247895 

36c Sporadotrichida; Oxytrichidae 92 

 

92 

83.16 

 

83.16 

Urosoma salmastra 

MH393884 

Uroleptoides longiseries 

MH143251   

48c Sporadotrichida; Oxytrichidae  98 

 

98 

98.54 

 

98.54 

Urosoma emarginata 

MH393887  

Parabistichella dieckmanni 

MN994505   

58c Stichotrichida; Amphisiellidae 90 

 

90 

93.82 

 

93.82 

Uroleptoides longiseries 

MH143251 

Lamtostyla ovalis KP266625 

60c Sporadotrichida; Oxytrichidae 96 

 

96 

97.58 

 

97.58 

Hemiurosomoida warreni 

MT448250   

Oxytricha lithofera  

MT364897 

84c Sporadotrichida; Oxytrichidae 96 

 

96 

88.50 

 

88.50 

Pseudogastrostyla sp.  

MH051840 

Heterogastrostyla salina 

MT739409 
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Análisis de correlación 

El análisis de correlación canónica muestra que la materia orgánica y los hidrocarburos 

totales son los principales factores que influyeron en la respuesta de la comunidad de 

ciliados y flagelados, estos explicaron el 32.6% de la varianza, el fósforo disponible explico 

el 21.6% de la varianza, los nitrato y amonio explicaron el 13.9%. La correlación del 

entorno de las especies para los tres ejes fue 96%, lo que sugiere que la comunidad 

microbiana estaba fuertemente correlacionada con estos factores ambientales (Figura 22). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 22. Biplot del análisis de correlación canónica (CCA) que muestra la distribución 

de especies de ciliados y flagelados con los factores ambientales. Grupo control (S); suelo 

contaminado (SP); suelo sembrado con M. sativa (SM); suelo contaminado sembrado con 

M. sativa (SPM). 0, 7, 14, 30, 60, 120, 240 días. Materia orgánica (M.O), Hidrocar 

(hidrocarburos totales), FO (Fósforo disponible) 
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DISCUSIÓN 

Parámetros del suelo 

Uno de los efectos del petróleo en el suelo fue el aumento significativo de MO en los 

microcosmos contaminados, además de otros cambios en sus características físicas y 

químicas (Alrumman et al. 2015). El incremento de MO cambió la relación C/N debido al 

exceso de carbono del petróleo; con este tipo de cambios en los nutrimentos del suelo, los 

microorganismos tienden a inmovilizar el N por más tiempo (Deni y Penninckx 1999; Xu y 

Johnson 1997). 

En suelos contaminados con petróleo también se ha observado una disminución en las 

bacterias nitrificantes (Deni y Penninckx 1999; Urakawa et al. 2019), esto también podría 

explicar las oscilaciones en la cantidad de nitrato que se observan en los microcosmos durante 

los 240 días, es decir, el incremento en la concentración durante los primeros 30 días y la 

posterior disminución, podría estar correlacionada con los cambios en las bacterias de este 

grupo en los diferentes microcosmos. El desequilibrio de nutrientes causado por el exceso de 

C también provoca la baja disponibilidad de nutrientes en los suelos con petróleo (Jajoo et 

al. 2014), esto explica la reducción significativa del fósforo disponible durante los 240 días 

en los microcosmos con petróleo. Sin embargo, las oscilaciones del fósforo disponible fueron 

más pequeñas que las observadas en el nitrógeno. Lo anterior puede deberse a que todos los 

organismos contienen fósforo, pero solo algunos grupos pueden fijar nitrógeno, de ahí la 

mayor oscilación en el contenido de este nutrimento en el suelo. Todas estas limitaciones de 

nutrientes provocan tensión en las comunidades microbianas del suelo, lo que lleva a cambios 

en la composición de las especies (Zhang et al. 2018). 
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Degradación de hidrocarburos  

La concentración de hidrocarburos totales disminuyó después de 7 días, esto puede deberse 

a varios fenómenos como la fotodegradación, la evaporación y la biodegradación; los dos 

primeros operan inmediatamente después de la contaminación del suelo (Maliszewska-

Kordybach 2005).  

La participación de las plantas en la eliminación de contaminantes del suelo ha sido reportada 

ampliamente en estudios de fitorremediación. Medicago sativa participa en la reducción de 

los hidrocarburos entre el 80 y 95% (Muratova et al. 2010; Peng et al. 2009; Phillips et al. 

2012; Rezek et al. 2008; Wei et al. 2017). En este trabajo después de 240 días los tratamientos 

con M. sativa el petróleo disminuyo 95%. El efecto positivo de M. sativa en la degradación 

de hidrocarburos se atribuye principalmente al incremento de la actividad bacteriana 

alrededor de las raíces, lo que lleva a una mayor transformación y mineralización de los 

hidrocarburos (Muratova et al. 2003b; Muratova et al. 2010; Wei et al. 2017). Además de la 

actividad bacteriana alrededor de las raíces, las peroxidasas secretadas por M. sativa también 

ayudan a la degradación de hidrocarburos (Muratova et al. 2015; Dubrovskaya et al. 2017).  

Hubo un incremento de la concentración de hidrocarburos de 13 a 26 carbonos (C13 a C26) 

después de 30 días en ambos tratamientos (SP y SPM). Resultados similares mostraron Lee 

et al. (2021) en un suelo contaminado con diésel, la concentración de hidrocarburos de 16 a 

20 carbonos incremento a los 22 y 37 días. También, Galitskaya et al. (2021) encontraron 

que los hidrocarburos de cadena larga (C24 a C40) incrementaron su concentración después 

de 120 días en 3 tipos de suelo diferentes contaminado con petróleo. Se ha descrito que 

bacterias, cianobacterias, hongos y microalgas sintetizan hidrocarburos de 10 a 30 carbonos 

(Gennadiev et al. 2015; Ladygina et al. 2006) (Gennadiev et al. 2015; Ladygina et al. 2006). 



 

72 

Después de 30 días también hubo un incremento de ciliados y flagelados que se alimentan de 

bacterias, hongos y algas. Este incremento de la concentración de los hidrocarburos de 13 a 

26 carbonos podría ser resultado de los hidrocarburos del petróleo más los hidrocarburos que 

los microorganismos sintetizan y los que son parte de los propios microorganismos. Como 

consecuencia, hay un incremento de la biomasa microbiana después del periodo de 

aclimatación, este aumento de la comunidad microbiana puede explicar parte del aumento de 

la cantidad de hidrocarburos totales, ya que la biomasa de bacterias, hongos y microalgas 

puede ser una fuente importante de hidrocarburos C10 a C30.   

 

Biomasa de Medicago sativa 

Los resultados muestran que las plantas de M. sativa plantadas en el petróleo tuvieron menor 

crecimiento y por lo tanto menor biomasa. Los hidrocarburos pueden tener efectos negativos 

en las plantas que van desde la reducción en la germinación, la inhibición de la fotosíntesis 

y de la asimilación de nutrientes, lo que trae por consecuencia una reducción significativa en 

el crecimiento vegetal (Jajoo et al. 2014; Peng et al. 2009; Shirdam et al. 2008; Tang et al. 

2010). Los cambios físicos y químicos producidos por los hidrocarburos están involucrados 

en el poco crecimiento de las plantas. Por ejemplo, los cambios físicos como el menor 

potencial hídrico y la menor disponibilidad de oxígeno limitan seriamente el desarrollo 

vegetal (Jajoo et al. 2014). Cuando los hidrocarburos recubren las raíces, influyen 

negativamente en la absorción de nutrientes y de agua (Xu and Johnson 1997), además del 

desequilibrio de nutrientes por el aumento del carbono y la toxicidad de los hidrocarburos a 

las plantas (Hussain et al. 2019).  Todos estos cambios generan una reducción en la biomasa 

de las plantas y también está relacionada con la disminución de su fotosíntesis, pues a mayor 
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concentración de hidrocarburos en el suelo menor tasa fotosintética (Cartmill et al. 2014; Han 

et al. 2016). 

El poco crecimiento de M. sativa en suelos contaminados con petróleo ya ha sido descrito. 

La concentración de hidrocarburos está relacionada con el crecimiento de las plantas, se ha 

detectado que entre mayor concentración de hidrocarburos menor cantidad de biomasa 

vegetal (Cartmill et al. 2014; Fan et al. 2008; Minoui et al. 2015; Panchenko et al. 2017). Por 

otro lado, se ha observado que M. sativa puede translocar hidrocarburos a diferentes órganos 

como tallos, hojas y tricomas (Alves et al. 2017; Zuzolo et al. 2021). Además del incremento 

de bacterias en la zona de raíces de las de M. sativa, se ha observado que los tricomas pueden 

ayudar a la metabolización de los hidrocarburos (Alves et al. 2017). Otro de los efectos 

negativos que presentan las plantas crecidas en suelos con petróleo es la disminución en la 

nodulación, a mayor concentración de hidrocarburos hay menos nódulos en las raíces de 

Medicago sativa (Pourbabaee et al. 2021). Esto es causado por varios factores como la baja 

disponibilidad de nutrientes como el fósforo (Míguez-Montero et al. 2020), además los 

hidrocarburos inhiben las señales bioquímicas entre bacterias fijadoras de nitrógeno y sus 

hospedantes. También, se ha reportado la disminución en la capacidad de división celular de 

la raíz de la planta para formar nódulos, lo que también reduce la fijación de nitrógeno 

(Anderson et al. 2004).  

 

Efecto del petróleo sobre la comunidad de ciliados y flagelados 

El petróleo tuvo varios efectos en la comunidad de ciliados y flagelados: primero, hubo una 

simplificación extrema de esta comunidad inmediatamente después de la adición de petróleo, 

esto causo que se encontraran pocas especies y pocos individuos. Los efectos negativos del 
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petróleo que se han reportado sobre la comunidad de bacterias (Alrumman et al. 2015; Girvan 

et al. 2005) también aplican para la comunidad de ciliados y flagelados. La disminución de 

la riqueza de especies y abundancia podría deberse a una combinación de dos fenómenos: 1) 

la muerte de individuos sensibles, y 2) la reducción de la variedad de fuentes de alimento 

debido a la perturbación (Rykiel 1985; Stoeck y Edgcomb 2010), lo que resultó en la 

simplificación de la comunidad de ciliados y flagelados.  

El proceso de recuperación de los protozoos inició 7 días después del pulso de contaminación, 

con un aumento de la riqueza de especies y el número de individuos por especie. El aumento 

de individuos se debe a que las bacterias capaces de utilizar hidrocarburos como fuente de 

carbono, tienden a adaptarse y multiplicarse rápidamente (Bell et al. 2013; Johnsen et al. 

2006), por lo que pueden volverse muy abundantes (Hamamura et al. 2006; Margesin et al. 

2003) y atraer o activar protozoos bacterívoros que sobrevivieron a la contaminación y 

comenzar a reestablecer el ciclo de nutrientes. 

Se inició un cambio sucesional en todos los microcosmos, luego de que la disponibilidad de 

agua inició la activación de la comunidad de protozoos. Se encontraron unas pocas especies 

muy abundantes de ciliados y flagelados durante los primeros días después de la 

contaminación por petróleo y gradualmente otras especies se fueron integrando a la 

comunidad de los microcosmos. Varios estudios han reportado este tipo de sucesión de 

protozoos después de un evento de perturbación, en donde después de la disminución en la 

diversidad de especies esta se recupera gradualmente (Ekelund et al. 2003; Holtze et al. 2003; 

Lara et al. 2007b). Los cambios en la comunidad de protozoos fueron más lentos en los 

microcosmos control (S) en comparación con el microcosmos SP. Respecto a los 

microcosmos con planta, la influencia de M. sativa provocó que la sucesión de especies 

ocurriera más rápidamente. 
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La presencia de M. sativa tuvo un efecto positivo en la comunidad, ya que mostró la mayor 

riqueza de especies en los microcosmos con petróleo plantado con esta leguminosa. Este 

efecto se debe al aumento de la actividad microbiana en la zona de la raíz. Por tanto, el 

aumento de la diversidad de protozoos es una consecuencia indirecta del efecto de la zona de 

raíces de M. sativa (Bouwman y Zwart 1994; Cortés-Pérez et al. 2014; Griffiths 1990), ya 

que esta planta estimula bacterias heterótrofas y bacterias que degradan hidrocarburos, 

incluidas especies capaces de metabolizar hidrocarburos aromáticos policíclicos (Kirk et al. 

2005b; Muratova et al. 2003b). 

 

La simplificación de la comunidad de ciliados y flagelados debido a la adición de petróleo 

permitió que las especies de los géneros Colpoda, Spumella-like, Bodo, Neobodo y 

Cercomonas aumentaran su abundancia. Estos protozoos son los depredadores microbianos 

más comunes y abundantes en los suelos (Domonell et al. 2013; Ekelund y Rønn 1994; 

Foissner 1991b) y los que toleraron un pulso de contaminación de 50g/kg de petróleo. En 

consecuencia, estas especies dominaron la comunidad en los microcosmos con petróleo en 

los primeros 14 días. Estos géneros de protozoos se han vuelto característicos de los suelos 

perturbados, incluidos los contaminados por hidrocarburos y metales pesados (Brinch et al. 

2002; Ekelund et al. 2003; Holtze et al. 2003). Probablemente estos géneros estén agrupando 

especies generalistas con estrategias de supervivencia muy efectivas. Por ejemplo, el ciliado 

Colpoda tiene una estrategia que puede generar quistes reproductivos, de los cuales pueden 

emerger de 4 a 8 individuos, dependiendo de la especie (Lüftenegger et al. 1985). Por otro 

lado, la reducción de la población de especialistas puede permitir que los generalistas se 

desarrollen debido a la disminución de la competencia por los recursos.  
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Después de 60 días, los microcosmos control (S) también presentaron una reducción de 

especies y un incremento en la dominancia de Colpoda, Spumella-like, Bodo, Neobodo y 

Cercomonas, esto debido a que no hubo aporte de nutrientes en estos microcosmos y 

probablemente la limitación y la poca variedad de recursos provocó la reducción de especies 

y la dominancia de estos protozoos característicos de suelos perturbados.  

 

Similitud 

Las comunidades de ciliados y flagelados fueron más similares entre los tratamientos con 

petróleo sin importar el tiempo, sugiriendo que el petróleo es un factor importante en la 

selección de especies. Resultados similares reportó Cortes-Pérez et al. (2014), en donde las 

comunidades de amebas son más parecidas entre los tratamientos con hidrocarburos. 

También, Ding et al. (2012) encontró que las comunidades de bacterias en suelos con 

hidrocarburos fueron más similares entre ellas. Entre los microcosmos contaminados y no 

contaminados solo fueron similares los microcosmos SPM30 con SM7 compartiendo poco 

más del 55% de información, probablemente este parecido se deba al efecto de la M. sativa. 

Estos resultados pueden interpretarse como una muestra del tiempo que le toma a la 

leguminosa y los microrganismos para sobreponerse a las adversidades ocasionadas por el 

petróleo en el suelo. Al grado que la comunidad de protozoos estaba apenas dando muestras 

de recuperación 30 días después del pulso de contaminación, probablemente la situación de 

estrés en la planta con petróleo retrasó el efecto benéfico de las raíces hasta los 30 días. 
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Índices de diversidad 

La comunidad de ciliados y flagelados se estabilizó debido a la recuperación de especies 

raras, como lo revela el índice de Shannon (H ′), y el aumento de la biomasa de las especies 

dominantes a lo largo de la construcción de la estructura de la comunidad tuvo lugar en 30 

días, según lo revelado por el índice de Simpson (1 /D). Este lapso permitió observar el 

desarrollo de una estructura comunitaria con especies comunes y raras, y una notoria 

disminución de las especies que dominaron durante los primeros días posteriores a la 

contaminación. Por el contrario, la diversidad se mantuvo alta en los microcosmos sin 

petróleo a lo largo de los primeros 30 días del experimento, mostrando solo pocas especies 

con alta abundancia de individuos. Sin embargo, después de 60 días la diversidad disminuyó 

en los microcosmos control, teniendo menos número de especies con mayor dominancia, lo 

que ocurrió por el nulo aporte de nutrientes del exterior, al haber menor cantidad de nutrientes 

el suelo solo puede mantener pocas especies, a diferencia de los microcosmos SM en donde 

gracias a los aportes de la planta permitió mantener mayor cantidad de especies. En los 

microcosmos SP la diversidad disminuyó hasta los 120 días y en los microcosmos SPM hasta 

los 240. También en la comunidad de bacterias se ha reportado la simplificación de la 

comunidad y la disminución de la uniformidad como consecuencia de la contaminación por 

hidrocarburos (Ding et al. 2012; Gan et al. 2018). Además de la disminución de la abundancia 

de bacterias, como la que también se presenta en este trabajo.  

 

Efecto del petróleo sobre los grupos tróficos de ciliados y flagelados 

La contaminación por petróleo redujo inmediatamente, el número de especies por grupo 

trófico, así como la variedad de grupos. Sin embargo, el efecto raíz de M. sativa ayudó a la 
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recuperación de todos los grupos tróficos en el suelo después de 30 días del experimento. El 

tiempo de recuperación de los grupos tróficos de protozoos en el presente estudio es muy 

similar al que presentan las amebas de vida libre en un suelo contaminado con hexano y 

sembrado con M. sativa, que también tardó 30 días en completar la recuperación (Cortés-

Pérez et al. 2018). 

Los protozoos bacterívoros suelen ser los más abundantes en todos los suelos (Trap et al. 

2016), pero en suelos contaminados con petróleo, incluso representan más del 90% de la 

comunidad de protozoos (Cortés-Pérez et al. 2014; Laraet al. 2007b). En este trabajo, los 

ciliados y flagelados bacterívoros dominaron los tratamientos con petróleo durante los 

primeros 14 días, lo que sugiere que el recambio de la materia orgánica se está llevando a 

cabo a través de la vía bacteriana. 

El aumento de la diversidad de bacterívoros después de 14 días puede estar relacionado con 

una creciente diversidad bacteriana en los microcosmos con petróleo durante ese tiempo 

(Batani et al. 2016; Saleem et al. 2013; Trap et al. 2016), permitiendo el desarrollo de especies 

de ciliados y flagelados bacterívoros previamente inhibidos por el pulso de contaminación. 

Se ha observado que cuando hay más variedad de presas los depredadores pueden 

beneficiarse de una dieta más equilibrada (Gamfeldt et al. 2005), probablemente la mezcla 

de presas satisface mejor sus necesidades nutricionales. Esto también puede favorecer la 

diversidad de depredadores, Saleem et al. (2012) encontró que la riqueza de depredadores 

tuvo un efecto positivo en la producción de más depredadores, mientras que la abundancia 

de bacterias se redujo significativamente en presencia de múltiples depredadores, lo que 

indica una explotación más fuerte de las presas. Esto potencia una mayor diversidad en el 

grupo trófico bacterívoro que, a su vez, se asocia con un uso más eficiente de los recursos 

(Cardinale et al. 2006). 
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Los bacterívoros más abundantes en los tratamientos del petróleo fueron las especies de 

Colpoda, Spumella-like, Bodo, Neobodo y Cercomonas, que son cruciales para la 

transformación de nutrientes de la biomasa bacteriana a otros niveles de la red trófica del 

suelo (Ekelund y Rønn 1994). Estos protozoos fueron probablemente los que facilitaron la 

presencia de otras especies de bacterias, al liberar importantes nutrientes ya fijados en las 

bacterias resistentes al petróleo. 

Algunos grupos tróficos de ciliados y flagelados tardaron más en recuperarse, ya que existe 

un umbral de abundancia de presas para alimentarlos. La baja densidad de presas o la 

ausencia de sus presas favoritas pueden limitar la capacidad de estas poblaciones de 

protozoos para prosperar en un ambiente contaminado (Gast et al. 2009). En consecuencia, 

su activación fisiológica requiere la mejora de las condiciones del suelo lo suficiente como 

para que la población de sus presas sea numerosa. 

La eliminación de los grupos tróficos por el petróleo permitió rastrear los tiempos en que 

estos grupos comenzaron a reorganizarse. Los osmótrofos (Polytoma) se recuperaron una 

semana después de la adición de petróleo; estos flagelados se alimentan de compuestos 

orgánicos disueltos. También el género Astasia (osmotrófos) posiblemente estos flagelados 

se alimentan de compuestos de bajo peso molecular fácilmente degradables presentes en la 

mezcla de hidrocarburos o de compuestos que son producto de la degradación de 

hidrocraburos, razón por la cual proliferaron después de 7 días en los tratamientos con 

petróleo y en los tratamientos sin petróleo fueron raros.  

El grupo fungívoro-bacterívoro (Platyoprya) logró recuperarse en los microcosmos con 

petróleo en los primeros 14 días. Se ha observado que el petróleo genera una reducción en la 

diversidad de especies de hongos y favorece el desarrollo de hongos resistentes (Obire y 
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Anyanwu 2009). Probablemente, no hubo suficiente biomasa fúngica y/o especies de hongos 

para sustentar a los fungívoros inmediatamente después de la contaminación por petróleo, lo 

que explicaría la ausencia de este grupo antes de los 14 días. 

Las redes tróficas se simplificaron después del impacto del petróleo hasta tal punto que solo 

permanecieron activos los bacterívoros. Es posible proponer que los omnívoros estarían 

sustituyendo especies bacterívoras sensibles debido a la falta de competencia, ayudando a la 

reorganización de la red trófica del suelo dentro de los primeros 14 días y funcionando como 

estabilizadores de la red trófica (Holyoak y Sachdev 1998; Kratina et al. 2012). 

Los autótrofos aparecieron en los microcosmos contaminados con petróleo plantados con M. 

sativa a los 30 días, lo que permitió la presencia de ciliados que se alimentan de autótrofos, 

como Trithigmostoma sp. Esto podría deberse a quelantes liberados por las plantas, lo que 

aumenta la disponibilidad de algunos nutrientes como el hierro (Dotaniya y Meena 2015), 

que son indispensables para las algas y otros autótrofos para comenzar a prosperar. Los 

resultados de este trabajo muestran el efecto benéfico generado por el establecimiento de 

leguminosas. Este efecto benéfico de la planta puede deberse a una mayor disponibilidad y 

movilidad de nutrientes que alimentan las poblaciones microbianas en la zona radicular. Al 

haber más recursos disponibles y a su vez favorecen la recuperación de los grupos tróficos 

de ciliados y flagelados que fueron reducidos a causa de la contaminación por con petróleo. 

Este proceso de recuperación con M. sativa está casi completo en tan solo 30 días después 

del pulso de contaminación. Mientras que, en los microcosmos con petróleo y sin planta, la 

recuperación de todos los grupos tróficos tardó el doble de tiempo (60 días).   

La recuperación de la comunidad de protozoos realza la importancia del funcionamiento de 

especies redundantes en el sistema. La pérdida de especies debido a cualquier tipo de 

perturbación es bastante común, provocando la reducción de la diversidad dentro de los 
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grupos funcionales. Sin embargo, las especies redundantes evitan una pérdida completa de la 

funcionalidad del grupo (Naeem 1998). Las especies raras se pueden considerar como un 

banco de semillas de recursos genéticos, y se supone que incluyen especies ecológicamente 

redundantes que podrían aumentar en abundancia después de la perturbación ambiental para 

mantener el funcionamiento continuo del ecosistema (Gözdereliler et al 2013), sin embargo, 

las especies comunes que son resistentes a diferentes perturbaciones y además que son 

generalistas también podrían mantener y ayudar a la recuperación de las funciones en 

ambientes perturbados.  

 

Efecto del petróleo sobre las UFC de bacterias 

Los hidrocarburos pueden cambiar la composición de la comunidad microbiana, a corto o 

largo plazo, dependiendo de la susceptibilidad de las poblaciones a la toxicidad de los 

hidrocarburos (Robertson et al. 2007). En el tiempo 0, el efecto del petróleo sobre la 

comunidad de bacterias fue menos drástico que el efecto en la comunidad de protozoos; si 

bien en el tiempo 0 el número de UFC fue más bajo que en el control, el pulso fuerte de 

contaminación por petróleo hizo disminuir significativamente las UFC en el tratamiento SP 

hasta después de 7 días. Estos resultados son similares a los presentados por Li et al. (2007), 

en donde en concentraciones de 10 a 50g/kg de diésel disminuye significativamente el 

número total de UFC durante los primeros 5 días, lo que sugiere una toxicidad potencial de 

las bacterias a altas concentraciones de hidrocarburos. Después de 14 días el número de UFC 

se recuperó, probablemente de los 7 a los 14 días fue el periodo de aclimatación al petróleo, 

pues se ha observado que las comunidades bacterianas se adaptan rápidamente a la 

contaminación por hidrocarburos y los utilizan como fuente de energía (Bell et al. 2013; 
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Johnsen et al. 2006). La recuperación del número de bacterias coincidió con la reducción 

significativa de los hidrocarburos de 13 a 22 carbonos. En otros trabajos también se ha 

reportado el aumento de bacterias y la disminución de los alcanos en estudios de 

microcosmos, sugiriendo que las bacterias del suelo utilizan activamente alcanos como 

fuentes de carbono y energía durante las primeras semanas después de la adición de 

hidrocarburos (Khomarbaghi et al. 2019).  

Por otro lado, el tratamiento SPM a los 7 días, presentó valores altos de UFC muy similares 

a los que registró SM, probablemente la emergencia de las plántulas de M. sativa ayudó a 

que las bacterias se activaran, reduciendo con ello el tiempo de aclimatación en comparación 

con las UFC registradas en el tratamiento SP.  Estos resultados pueden ser consecuencia de 

que las comunidades microbianas del suelo cambian rápidamente en respuesta al 

establecimiento de las plantas, además de que la densidad y/o composición de la comunidad 

del suelo cambia en respuesta a los diferentes tipos de plantas (Bever et al. 2012; Sheridan et 

al. 2017), así como a la etapa de desarrollo en la que se encuentren las mismas (Sugiyama et 

al. 2014). 

 

 

Análisis molecular 

 

Los filos que representaron el mayor porcentaje de la comunidad de bacterias en los 

microcosmos fueron Proteobacteria y Acidobacteria. Estos filos junto con Actinobacteria son 

los más abundantes en los suelos, también las Proteobacterias y Actinobacterias son las más 

abundantes en suelos contaminados por hidrocarburos y las que participan en la degradación 
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de estos (Janssen 2006; Mukherjee et al. 2014; Storey et al. 2018). Los resultados del presente 

trabajo no son una descripción exhaustiva de la diversidad bacteriana o la estructura de la 

comunidad de los diferentes tratamientos, pero muestran la estructura bacteriana de los 

microcosmos contaminados y no contaminados.  

Los géneros de bacterias Acidovorax, Burkholderia, Chryseolinea, Luteimonas, Luteitalea, 

Lysobacter, Pontibacter, Steroidobacter, y Vicinamibacter se detectaron en todos los 

microcosmos, todas estas bacterias son Gram-negativas, se ha reportado que estas bacterias 

son más tolerantes a los hidrocarburos (Lǎzǎroaie 2010; Shahi et al. 2016). Las bacterias 

Gram-negativas tienen una membrana externa que actúa principalmente como una barrera de 

permeabilidad selectiva, por lo que los hidrocarburos no pueden difundir libremente a través 

de ella, esto las ayuda a ser más tolerantes a los hidrocarburos (Parales y Ditty 2017), esto 

las hace más abundantes que las bacterias Gram-positivas en suelos contaminados con 

hidrocarburos. El género Streptomyces también se detectó en todos los tratamientos, estas 

bacterias son Gram-positivas. Los géneros Streptomyces y Burkholderia han sido utilizadas 

ampliamente como parte de consorcios microbianos para la biorremediación de suelos 

contaminados con hidrocarburos, debido a su capacidad de degradar hidrocarburos (Al-

Mailem et al. 2017; Castro-Silva et al. 2013; Morya et al. 2020; Tardif et al. 2016; Zafra et 

al. 2017). 

Todas las secuencias de ciliados estuvieron representadas por 3 familias Amphisiellidae,  

Colpodidae y Oxytrichidae; dentro de estas familias se encontraron los géneros Colpoda, 

Gonostomum, Oxytricha y Urosoma, estos ciliados son muy comunes en los suelos, estos 

géneros han sido reportados en suelos contaminados con hidrocarburos y en suelos con algún 

tipo de contaminación (Abraham et al. 2019; Lara et al. 2007a,b; Li et al. 2010; Shimano et 

al. 2012). Dos bandas se presentaron en los perfiles de DGGE en todos los tratamientos 
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durante los 240 días, una de esas bandas fue reconocida como Colpoda, estos resultados se 

complementan con los ya descritos en los datos morfológicos en donde Colpoda fue el género 

más abundante de todos los ciliados durante los 240 días en todos los tratamientos, se ha 

observado que en suelos contaminados con hidrocarburos son dominados por ciliados 

pertenecientes a la familia Colpodidae tanto en trabajos morfológicos como moleculares 

(Jousset et al. 2010; Lara et al. 2007a; Lara et al. 2007b).  

 

Los resultados de diversidad que arrojan la técnica de DGGE deben de interpretarse con 

cuidado debido a que una banda puede representar múltiples especies y varias bandas pueden 

pertenecer a una sola especie (Al-Mailem et al. 2017; Neilson et al. 2013; Sekiguchi et al. 

2001). Sin embargo, los perfiles de DGGE son una herramienta útil para ofrecer información 

adicional sobre la estructura de la comunidad y su dinámica de cambio en el tiempo 

(Gözdereliler et al. 2013; Neilson et al. 2013).  

La comunidad de bacterias mostró valores altos en riqueza ponderada (Rr > 30) durante los 

240 en todos los tratamientos, Marzorati et al (2008) describe que comunidades con valores 

altos de Rr son típicas de ambientes muy habitables (con amplia capacidad de carga), 

caracterizados por una alta diversidad microbiana. Sin embargo, en los tratamientos con 

petróleo la riqueza ponderada fue menor los días 0 y 7, después del día 14 está incrementó. 

Se ha observado que entre menor contaminación hay mayor riqueza ponderada (Ferrera-

Rodríguez et al. 2013). Después de 14 días hubo una disminución en la concentración de 

hidrocarburos que en su mayoría fueron alcanos de 12 a 26 carbonos, lo que sugiere que una 

vez que las bacterias se adaptaron y consumieron el petróleo incrementaron su riqueza. En 

estudios de biorremediación se ha observado que los alcanos del petróleo son los que 



 

85 

consumen primero las bacterias (Afzal et al. 2013; Atlas y Bragg 2009; De Pasquale et al. 

2012). 

La comunidad de ciliados mostró valores de Rr intermedios (10-30) en los tratamientos S, 

SP y SM, estos pueden correlacionarse con una riqueza ponderada de rango medio (Marzorati 

et al. 2008). Mientras que los tratamientos SPM después de 14 días mostraron valores altos 

de Rr > 30. Estos resultados muestran que M. sativa favoreció la recuperación de la 

comunidad más rápido después de una contaminación de alta intensidad, pero de corta 

duración. En estudios de suelos permanentemente contaminados con hidrocarburos se ha 

observado que los valores de riqueza de ciliados permanecen bajos (Jousset et al. 2010; Lara 

et al. 2007a). Es importante resaltar que este tipo de análisis se han realizado solo en 

comunidades bacterianas, por lo que en un futuro será importante calibrar este análisis en 

comunidades de protozoos y otras comunidades microbianas. 

 

Los análisis de ventana corrediza (MWA) y tasa de cambio describen la estabilidad y el 

recambio de especies a lo largo del tiempo (Pereira e Silva et al. 2012). Tanto para la 

comunidad de bacterias como de ciliados estos análisis indicaron cambios más altos en los 

microcosmos SP, SPM y SM, mientras que los cambios observados en los microcosmos 

control fueron más bajos. Este tipo de cambios grandes indican una dinámica de la 

comunidad microbiana amplia, muchas especies llegan a ser dominantes y abandonan la 

comunidad en esos periodos (Marzorati et al. 2008).  

La comunidad de microbiana de los microcosmos SP, SMP y SM cambió la composición del 

ensamblaje de la comunidad y tuvo mayor tasa de recambio de especies de debido al efecto 

del petróleo y el efecto de M. sativa durante los 240 días. Las comunidades microbianas 

asociadas a las raíces de las plantas son susceptibles a cambios, estos dependen tanto de la 
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especie de planta como de la etapa de crecimiento en la que se encuentre la misma. Además, 

la comunidad microbiana en suelos contaminados con hidrocarburos está sujeta a cambios 

en la composición de la comunidad durante las diferentes etapas de la degradación de los 

hidrocarburos (Inceoǧlu et al. 2010; Leal et al. 2017; Militon et al. 2010 Yu et al. 2022).  

 

En resumen, los resultados del análisis molecular tanto de bacterias como de ciliados son 

muy similares a los resultados dependientes de cultivo, en ambos casos se muestra la 

disminución de la diversidad como efecto de la contaminación por petróleo y el reensamblaje 

de la comunidad de estos microorganismos a lo largo de los 240 días. Así como también se 

muestra la recomposición de la comunidad de ciliados y flagelados y la recuperación de las 

funciones de estos en los suelos con petróleo.  
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Conclusión 

El efecto inmediato de la contaminación por petróleo es la reducción de la diversidad y de 

las funciones de las especies, esto genera una simplificación en las redes tróficas. El petróleo 

es el factor más importante que estructura la comunidad, los miembros de la comunidad que 

pueden tolerar y utilizar el petróleo, aumentan su abundancia e inician la recuperación de la 

diversidad de la comunidad microbiana y de sus funciones. La utilización de M. sativa para 

la remediación de suelos favorece la disponibilidad y movilidad de nutrientes, estas 

características tienen efectos importantes en la estructura y diversidad de la comunidad de 

bacterias, ciliados y flagelados, además de una manera más rápida, y al mismo tiempo la 

interacción planta-microorganismos mejoran sinérgicamente la degradación de los 

hidrocarburos del petróleo. 
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Anexo 1 

Flagelados y ciliados de los microcosmos con petróleo (SP y SPM). (Microscopia de 

contraste de fases 40X). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

      Platyoprya sp.1                      Colpoda sp. 1                   Colpoda cucullus 

Trithigmostoma sp  

Cercomonas sp.1                             Spumella-like                                    Neobodo caudatus   

Ciliados 

Flagelados 10 μ 



 

102 

Anexo 2  
Recovery of Soil Protozoan Community Structure Promoted by M. sativa After a Strong 

Pulse of Hydrocarbon Contamination 
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