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Abstract 

Arid and semi-arid regions represent one third of the terrestrial surface. These regions 

characterized by long drought periods and low nutrient content soils, are the center of 

origin of Agave in the American Continent. Agave species are used to produce tequila, 

mezcal and fibers. Moreover, agaves are nowadays being considered potential biofuel 

stocks. Due to their relevance, we investigated which microorganisms are associated 

with these plants, which factors influence microorganisms’ assemblages and the 

functional potential in Agave microbiota. We investigated the bacterial and fungal 

communities associated with six different compartments of the cultivated species A. 

tequilana, and the wild species Agave salmiana and A. deserti during dry and rainy 

seasons in 2012. We used DGGE-fingerprinting of the v6-v8 16S rDNA gene as a first 

approach for the identification of the bacterial communities. Later, we performed v4 16S 

and ITS2 rDNA iTag sequencing to obtain a deeper understanding of both, bacterial and 

fungal community assembly. In parallel, we isolated and characterized native 

microorganisms to determine their plant growth promotion potential (PGPP) and drought 

tolerance. We found that bacterial communities were dominated by Proteobacteria, 

Actinobacteria, Firmicutes and Bacteroidetes, while in fungal communities Ascomycota 

and Basidiomycota were the most abundant groups. Our results showed that bacterial 

communities are shaped by the plant compartment. In contrast, fungal communities are 

mainly influenced by the biogeography of the host species. Interestingly, we observed a 

reduction in microbial diversity in the cultivated A. tequilana compared with native 

agaves, especially in the bacterial communities of the rhizosphere and phyllosphere. 

Using the Pareto concept, we identified a number of shared major microbial players 
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across the three Agave species, and detected a group of endophytic bacterial taxa, 

which increase in abundance during the dry season. Remarkably, isolated and 

characterized PGP bacteria such as Citrobacter, Enterobacter, Klebsiella, 

Stenotrophomonas and Bacillus belong to these groups. Altogether, our results provide 

a framework to deepen our understanding of the plant-microbe interactions in semiarid 

regions. 
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Resumen 

Las regiones áridas y semiáridas representan un tercio de la superficie terrestre. Estas 

regiones, caracterizadas por presentar largos períodos de sequía y suelos con bajo 

contenido de nutrientes, son el centro de origen del género Agave. Los agaves son 

usados principalmente para la producción de tequila, mezcal y fibras. Actualmente, 

estas plantas están siendo consideradas como una fuente potencial de 

biocombustibles. Debido a esto, analizamos la microbiota asociada con estas plantas, 

los factores que influyen en la composición de dicha microbiota y potencial funcional 

dentro de los microorganismos asociados con los agaves. Se analizaron las 

comunidades bacterianas y fúngicas asociadas con seis compartimentos diferentes de 

tres plantas sanas de la especie cultivada A. tequilana y de las especies silvestres A. 

salmiana y A. deserti durante dos estaciones en el año 2012. Como primer 

acercamiento para el análisis de las comunidades bacterianas utilizamos un análisis de 

huella genética con DGGE de la región v6-v8 del gen 16S rDNA. Posteriormente, se 

realizó la secuenciación etiquetada de la región v4 del gen 16S y el ITS2 rDNA para 

lograr un análisis más profundo tanto de las comunidades bacterianas como de las 

fúngicas. Paralelamente, se aislaron y caracterizaron algunos microorganismos 

silvestres para determinar su potencial de promoción del crecimiento vegetal (PPCV). 

Encontramos que las comunidades bacterianas estuvieron dominadas por 

Proteobacteria, Actinobacteria, Firmicutes y Bacteroidetes, mientras que en las 

comunidades fúngicas los grupos más abundantes fueron Ascomycota y 

Basidiomycota. Nuestros resultados mostraron que las comunidades bacterianas son 

determinadas por el compartimento de la planta, en contraste las comunidades fúngicas 
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están mayormente influenciadas por la biogeografía de la especie hospedera. De forma 

interesante, observamos que las comunidades asociadas con A. tequilana, la especie 

cultivada, fueron menos diversas en comparación con los agaves silvestres. Haciendo 

uso del concepto de Pareto, identificamos un número de microorganismos clave 

compartido entre las tres especies de Agave y detectamos un grupo de bacterias 

endófitas que incrementan su abundancia en la época de secas. Notablemente, se 

aislaron y caracterizaron bacterias PCV como Citrobacter, Enterobacter, Klebsiella, 

Stenotrophomonas y Bacillus, pertenecientes a estos grupos. En conjunto, nuestros 

resultados proporcionan un marco para profundizar el entendimiento de las 

interacciones planta-microorganismo en las regiones semiáridas. 
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1 Introducción 

Aproximadamente un tercio de la superficie terrestre se clasifica en zonas áridas o 

semiáridas (Withford, 2002; Ezcurra et al., 2006; Cline, 2008). Estas regiones se 

caracterizan por largos períodos de sequía, bajos niveles de humedad y suelos con 

bajo contenido de nutrientes (Noy-Meir, 1973; Withford, 2002; Ezcurra et al., 2006; 

Collins et al., 2008). A pesar de estas limitaciones, las zonas áridas y semiáridas son 

centro de origen de plantas como las cactáceas y los agaves. 

 Los agaves son nativos de regiones áridas y semiáridas de América. Están 

distribuidos desde el sur de Estados Unidos hasta la parte norte de Sudamérica, siendo 

México su centro de origen y diversidad (García-Mendoza, 2002; Good-Avila et al., 

2006; García-Mendoza, 2007; García-Moya et al., 2011). En conjunto con los cactus y 

otras xerófitas, los agaves representan recursos bióticos importantes en las zonas 

áridas y semiáridas (Nobel, 2010; García-Moya et al., 2011). El género Agave está 

constituido por más de 200 especies y durante siglos han sido utilizados para la 

producción de tequila, mezcal y fibras (Gentry, 1982; Nobel, 2010).  

Actualmente los agaves están siendo considerados como una posible fuente de 

biocombustible, ya que son plantas con reservas de carbohidratos y lignocelulosa, 

capaces de producir considerables cantidades de biomasa en condiciones ambientales 

no óptimas para otros cultivos (García-Moya et al., 2011; Davis et al., 2014; Li et al., 

2014). Del mismo modo que otras suculentas de regiones áridas y semiáridas, los 

agaves han desarrollado modificaciones fisiológicas y morfológicas para lidiar con la 

sequía extrema y las altas temperaturas, adaptaciones que les permiten minimizar la 

pérdida de agua (Nobel, 2003, 2010; García-Moya et al., 2011). Una de estas 
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adaptaciones es el metabolismo ácido de las crasuláceas (CAM), que permite la fijación 

de dióxido de carbono durante la noche, evitando la pérdida de agua durante el día 

(Nobel, 2003). 

 Las plantas son capaces de formar diferentes asociaciones con los 

microorganismos. De hecho se ha propuesto que las plantas deben ser consideradas 

como un holobionte, es decir la suma de la planta y de su microbiota, más que como 

entidades únicas (Zilber-Rosenberg & Rosenberg, 2008; Vandenkoorhuyse et al., 

2015). La microbiota de la planta tiene un impacto significativo en la salud de la misma 

y su adaptación al estrés (Partida-Martínez & Heil, 2011; Mendes et al., 2013; Panke-

Buise et al., 2015).  

En estudios recientes se ha demostrado que algunos microorganismos promotores 

de crecimiento vegetal asociados con plantas de zonas semiáridas son capaces de 

incrementar el crecimiento de la planta y la tolerancia al estrés (Marasco et al., 2012; 

Rolli et al., 2015). Estudios previos realizados en diferentes especies de Agave han 

demostrado que la colonización de estas plantas por hongos micorrízicos puede 

mejorar su capacidad de obtención de agua y nutrientes (Cui & Nobel, 1992; Camargo-

Ricalde et al., 2003; Pimienta-Barrios et al., 2009). Analogamente en las asociaciones 

de estas plantas con hongos endófitos o bacterias diazótrofas, se registra un 

incremento en la actividad fotosintética, el contenido de azúcares y el crecimiento 

(Obledo et al., 2003; Ruiz et al., 2011).  Estos estudios sugieren que el microbioma de 

Agave tiene un papel importante en la adecuación y productividad de las plantas del 

género. 

 Las comunidades microbianas asociadas con la plantas han sido objeto de estudio 

en diferentes trabajos. Estos reportes han demostrado que factores como el 
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compartimento de la planta, la especie hospedera y la localización geográfica son 

capaces de moldear la composición de dichas comunidades. No obstante la magnitud 

con la que dichos factores afectan a las comunidades microbianas asociadas con las 

plantas, varía entre los diferentes estudios (DeAngelis et al., 2008; Lundberg et al., 

2012; Lançoni et al., 2013; Peiffer et al., 2013; Mendes et al., 2014; Edwards et al., 

2015; Zarraonaindia et al., 2015). La mayoría de los estudios realizados hasta la fecha 

se enfocan principalmente en las comunidades procariontes. Los relativamente pocos 

reportes recientes sobre comunidades fúngicas asociadas con plantas, aunque proveen 

indicios de los factores que influyen la composición de las mismas, están restringidos a 

ciertos compartimentos de la planta como la rizósfera (Hilton et al., 2013; Shakya et al., 

2013).  

 En este trabajo se propone caracterizar las comunidades microbianas (hongos y 

bacterias) asociadas con diferentes compartimentos de las plantas de Agave, 

determinar la contribución de los factores bióticos y abióticos en la composición de las 

comunidades, así como la detección de microorganismos que sean relevantes en 

términos de abundancia y la determinación de su potencial funcional, los cuales son 

aspectos que nos ayudarán a entender las interacciones planta-microorganismo en las 

regiones áridas.  
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2 Antecedentes 

Las zonas áridas y semiáridas representan cerca de un tercio de la superficie terrestre 

del planeta (Withford, 2002; Ezcurra et al., 2006) y son particularmente sensibles al 

cambio climático debido a la alteración en los patrones de precipitación y los ciclos de 

nutrientes como el nitrógeno (Cline, 2008; Collins et al., 2008). Las características 

ambientales preponderantes en las zonas áridas son largos períodos de sequía que 

tienen como consecuencia una precipitación errática y limitada, suelos con pH ácido 

(limitando la asimilación de nutrientes como el nitrógeno y el fósforo) y de texturas 

arenosas (originando la percolación del agua) que no retienen humedad suficiente 

(Noy-Meir, 1973; Withford, 2002; Collins et al., 2008). Debido a esto, las regiones áridas 

y semiáridas se perciben como ambientes extremos, estériles e inhóspitos que sólo son 

capaces de dar cabida a la flora y fauna más rudimentaria (Withford, 2002; Ezcurra et 

al., 2006). Sin embargo, contrariamente a esta percepción, las zonas áridas y 

semiáridas son una fuente importante de diversidad biológica (Ezcurra et al., 2006), 

siendo incluso centro de origen de distintas xerófitas, además de plantas como los 

cactus y agaves (Nobel, 2003; Nobel, 2010). En conjunto con los cactus, los agaves 

representan recursos bióticos ecológica y económicamente importantes en las zonas 

áridas y semiáridas, a lo largo de las cuales se encuentran ampliamente distribuidos 

(Nobel, 2010; García-Moya et al., 2011). 
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2.1 Origen y distribución del género Agave 

El género Agave surgió aproximadamente hace 8-10 millones de años, teniendo un pico 

de especiación que coincide con el incremento de las condiciones áridas en las zonas 

centrales de México (Good-Avila et al., 2006; García-Moya et al., 2011). De hecho, los 

agaves son especies clave en las zonas áridas y semiáridas, teniendo a México como 

centro de origen, no obstante se encuentran ampliamente distribuidos (Good-Avila et 

al., 2006; García-Moya et al., 2011).  

Las poblaciones naturales de este género se han dispersado desde el sur de 

Estados Unidos, a través de América Central y el Caribe, hasta el norte de Sudamérica 

(Gentry, 1982; García-Mendoza, 2002, 2007; Good-Avila et al., 2006; García-Moya et 

al., 2011). Agave es un género que cuenta con más de 200 especies, cuya mayor 

riqueza es encontrada en México, Estados Unidos, Cuba y Guatemala (García-

Mendoza, 2002, 2007). De hecho, en México se encuentran 150 de las especies 

existentes, además de 36 categorías específicas, y casi el 70% de ellas son endémicas 

(García-Mendoza, 2002, 2007). Estas especies se encuentran distribuidas 

principalmente en la zona central de nuestro país, el desierto de Chihuahua y la región 

de Bajío (Gentry, 1982), siendo el Valle de Tehuacán-Cuicatlán (región centro-sur de 

México) donde se registra la mayor riqueza de especies (García-Mendoza, 2002). 

 

2.2 El metabolismo ácido de las crasuláceas (CAM) en los agaves 

El metabolismo ácido de las crasuláceas (CAM) es una de las tres rutas metabólicas 

que se pueden encontrar en los tejidos fotosintéticos para la asimilación del dióxido de 

carbono atmosférico (Winter & Smith, 1996; Lütgge, 2004) y es considerado como una 

modificación ecofisiológica de la adquisición del carbono utilizado para la fotosíntesis 
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(Lütgge, 2004). En contraste con las plantas C3 y C4, las plantas CAM obtienen el 

dióxido de carbono de la atmósfera predominantemente durante la noche a través de la 

apertura de los estomas, este dióxido de carbono es fijado por la enzima 

fosfoenolpiruvato carboxilasa y almacenado en forma de ácidos orgánicos en las 

vacuolas. Posteriormente, durante el día y con los estomas cerrados, los ácidos 

orgánicos son removidos de las vacuolas, decarboxilados y asimilados en el ciclo de 

Calvin (Winter & Smith, 1996; Lütgge, 2004). El metabolismo CAM ha sido detectado en 

más de 40 familias, no necesariamente relacionadas, de las 500 familias de plantas 

vasculares existentes (Nobel, 2010).   

Al ser plantas adaptadas a condiciones de zonas áridas y semiáridas, los agaves 

presentan modificaciones morfológicas y fisiológicas que les permiten adaptarse a la 

sequía extrema y las altas temperaturas, una de estas modificaciones es el uso del 

metabolismo CAM (Nobel, 2003, 2010; García-Moya et al., 2011). De hecho, las más de 

200 especies de hojas suculentas que conforman el género Agave presentan dicho 

metabolismo (Nobel, 2010). Las plantas con metabolismo CAM presentan una mayor 

eficiencia del uso del agua, es decir la cantidad de dióxido de carbono fijado con 

respecto a la pérdida de agua por evapotranspiración (Winter & Smith, 1996). En los 

agaves la eficiencia en el uso del agua es mayor (10-40 g de CO2 kg-1H2O) en 

comparación con las plantas C3 (1-3 g de CO2 kg-1H2O) y C4 (2-5 g de CO2 kg-1H2O) 

(Nobel, 2010). 
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2.3 La importancia del género Agave 

Los agaves han sido usados por los humanos desde tiempos prehistóricos. Existe 

evidencia arqueológica de artefactos hechos de fibra de agaves y herramientas 

fabricadas con la espina apical, que fueron utilizados al menos hace 9000 años (Gentry, 

1982; Nobel, 2003). No obstante, el cultivo de estas plantas no se extendió hasta finales 

del siglo XV y principios del siglo XVI, como consecuencia de la llegada de los 

españoles quienes provocaron la movilización de los pueblos indígenas y por 

consiguiente de sus cultivos (Gentry, 1982; Nobel, 2003).  

 Los usos de los agaves en México son variados (Nava-Cruz et al., 2014), pero son 

comúnmente usados para la producción de bebidas fermentadas como el pulque o 

destiladas como el bacanora producido a partir de A. angustifolia, A. potatorum y A. 

pacífica, el mezcal producido principalmente a partir de A. salmiana, A. angustifolia y A. 

potatorum y el tequila obtenido de A. tequilana (Nobel, 2003; Nava-Cruz et al., 2014). 

En el caso de tequila, su industria representa un mercado (nacional e internacional) de 

dos mil millones de dólares, con una producción anual de más de 250 millones de litros 

de tequila, de los cuales más del 50% es exportado a Estados Unidos, Europa y otros 

países (CRT, 2014). En nuestro país se cultivan cada año más de 140,000 hectáreas 

con A. tequilana en las zonas con Denominación de Origen Tequila, que incluye todos 

los municipios del estado de Jalisco y 44 más en los estados de Guanajuato, Nayarit, 

Tamaulipas y Michoacán (Bautista-Justo et al., 2001; CRT, 2014). Adicionalmente al 

uso de los agaves para la producción de bebidas alcohólicas, estas plantas se utilizan 

también para la producción de fibras, obtenidas principalmente de plantaciones de A. 

fourcroydes (henequén) en Yucatán y secundariamente de A. lechuguilla (Nobel, 2003). 
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 A nivel internacional, los agaves recientemente han comenzado a considerarse 

como materia prima para la producción de biocombustibles (Davis et al., 2011; Holtum 

et al., 2011; Valenzuela, 2011), ya que las plantas CAM tienen niveles de producción 

anual comparables con las plantas C3 y C4, pero con requerimientos menores que 

estas últimas (García-Moya et al., 2011). Los agaves son recursos ancestrales, que al 

estar adaptados a condiciones ambientales extremas, representan una alternativa de 

uso intensivo que permitirá hacer frente a los retos que acompañan al cambio climático 

(García-Moya et al., 2011). 

 

2.4 La microbiota de las plantas 

Las plantas albergan una gran cantidad de microorganismos tanto en sus 

compartimentos internos como externos (Partida-Martínez & Heil, 2011). Las 

asociaciones entre las plantas y microorganismos son antiguas, como las simbiosis con 

las micorrizas (más de 400 millones de años), las cuales se cree tuvieron un papel 

crucial en el proceso de terrestrialización de las plantas (Humphreys et al., 2010; 

Vandenkoorhuyse et al., 2015).  

En los últimos años, el estudio de las asociaciones planta-microorganismos ha 

progresado significativamente y diversos estudios han demostrado la importancia que 

tienen los microorganismos (principalmente bacterias y hongos) en aspectos como la 

nutrición, la resistencia a estrés biótico, la defensa contra patógenos, la tasa de 

crecimiento, la distribución y la sobrevivencia de las plantas (Partida-Martínez & Heil, 

2011; Bulgarelli et al., 2013; Gaeiro et al., 2013; Berg et al., 2014; Haney et al., 2015; 

Vandenkoorhuyse et al., 2015). De modo que, la adecuación de las plantas es 

consecuencia no sólo de la planta en sí, sino también de su microbiota. Las plantas no 
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se consideran más como entidades únicas sino más bien están tratando de entenderse 

desde un punto de vista más integral en conjunto con su microbiota (Hacquard & 

Schadt, 2015). En este contexto, se ha propuesto considerar a las plantas como un 

holobionte, es decir la suma del hospedero y sus microorganismos (Zilber-Rosenberg & 

Rosenberg, 2008; Rosenberg et al., 2010), de modo que pueda ser un nivel distinto de 

organización sobre el cual se ejerce la selección (Bordenstein & Theis, 2015).  

 

2.5 El ensamble de las comunidades microbianas 

El ensamble de las comunidades microbianas asociadas con las plantas es producto de 

diversos factores y mecanismos (Lebeis, 2015). Se considera que el suelo funciona 

como el reservorio principal de microorganismos a partir del cual se constituye la 

microbiota asociada con las plantas (Lebeis, 2015; Vandenkoorhuyse et al., 2015). En 

estudios realizados en comunidades de microorganismos asociadas con Arabidopsis 

thaliana, se ha demostrado la existencia de una conexión entre los microorganismos 

presentes en el suelo y aquellos asociados con las raíces de la planta (Bulgarelli et al., 

2012; Lundberg et al., 2012; Schlaeppi et al., 2014). La colonización de las raíces de la 

planta por parte de los microorganismos del suelo es un proceso determinista que 

puede involucrar diferentes mecanismos en la mediación de los cambios de las 

comunidades edáficas hacia las comunidades asociadas con la planta (Bulgarelli et al., 

2013). A diferencia de la microbiota asociada con las raíces, en las cuales el inóculo 

inicial está definido por los factores edáficos, la microbiota asociada con las hojas está 

sujeta a procesos estocásticos debido a que las fuentes de inóculo inicial son más 

variadas y complejas (Maignien et al., 2014). 
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 Gracias a la implementación de la secuenciación masiva en el estudio de la 

microbiota asociada con las plantas (Turner et al., 2013), ha sido posible determinar 

algunos factores involucrados en el ensamble de la misma. Estos estudios, realizados 

en diferentes plantas hospederas, muestran que el ensamble de la microbiota se ve 

afectado por la especie hospedera, la localización geográfica, el compartimento de la 

planta y la estacionalidad (DeAngelis et al., 2008; Lundberg et al., 2012; Lançoni et al., 

2013; Peiffer et al., 2013; Mendes et al., 2014; Edwards et al., 2015; Zarraonaindia et 

al., 2015). Aunque los esfuerzos realizados para analizar las comunidades microbianas 

asociadas con las plantas han sido importantes, han estado enfocados principalmente 

en las comunidades bacterianas. Aunado a esto, los reportes recientes que se enfocan 

en las comunidades fúngicas están restringidos al análisis de ciertos compartimentos 

como la rizósfera (Hilton et al., 2013; Shakya et al., 2013), de modo que no es posible 

determinar qué tan extrapolables son estos hallazgos hacia las comunidades asociadas 

con otras partes de la planta. 

 

2.6 Los agaves y sus microorganismos 

A pesar de la importancia ecológica y económica de los agaves, es poco lo que se sabe 

acerca de los microorganismos que interactúan con estas plantas. Los estudios 

realizados en este contexto, han estado enfocados principalmente en el aislamiento e 

inoculación de microorganismos (bacterias y hongos) en distintas especies como A. 

deserti (Cui & Nobel, 1992), A. angustifolia (Bautista-Cruz et al., 2015), A. tequilana 

(Pimienta-Barrios et al., 2009; Martínez-Rodríguez et al., 2014), A. americana (Martínez-

López et al., 2009), A. potatorum (Caballar-Hernández et al., 2013) y A. victoria-reginae 

(Obledo et al., 2003).  
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 Algunos de estos reportes en las diferentes especies de Agave,  han mostrado 

efectos benéficos como producto de la colonización de algunos microorganismos. Es el 

caso de los hongos micorrízicos, en cuya presencia se registra una mejoría en la 

obtención de agua y nutrientes por parte de las plantas (Cui & Nobel, 1992; Camargo-

Ricalde et al., 2003; Pimienta-Barrios et al., 2009). Efectos similares, además del 

incremento de la actividad fotosintética, el contenido de azúcares y un mayor 

crecimiento de las plantas, se observaron cuando las plantas de Agave establecieron 

asociaciones con hongos endófitos (Obledo et al., 2003;), bacterias diazótrofas (Ruiz et 

al., 2011) y solubilizadoras de fosfatos (Bautista-Cruz et al., 2015). 

 En conjunto, estos reportes sugieren que las interacciones que los agaves 

establecen con sus microorganismos juegan un papel importante en la salud y 

productividad de estas plantas. Considerando lo anterior, y que los agaves son plantas 

con metabolismo CAM adaptadas a condiciones extremas de temperatura y humedad, 

el análisis de la microbiota asociada con dichas plantas podría brindar una nueva 

perspectiva acerca de las interacciones planta-microorganismo y su función en la 

adecuación de las plantas en las zonas áridas. 

 

 

 

  



20 
 

3 Hipótesis 

1) La composición y diversidad de las comunidades microbianas asociadas con A. 

tequilana, A. salmiana y A. deserti son afectadas de forma diferencial por 

factores bióticos (especie de Agave y sus compartimentos) y abióticos 

(estacionalidad y localización geográfica).  

 

2) Ciertos microorganismos asociados con los agaves están involucrados con su 

adecuación. 

 

4 Objetivos 

 Caracterizar las comunidades microbianas asociadas con Agave tequilana,  A. 

salmiana y A. deserti. 

 Cuantificar el efecto de los factores bióticos y abióticos en la composición y 

diversidad de las comunidades microbianas asociadas. 

 Investigar las potenciales funciones de algunos de los microorganismos 

asociados con los agaves en la adecuación de estas plantas. 
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5 Estrategia Experimental 

 

5.1 Sistema de estudio 

En este proyecto se evaluaron las comunidades procariontes y fúngicas asociadas con 

tres especies del género Agave: Agave tequilana Weber var. azul, Agave salmiana Otto 

y Agave deserti Engelm. Estas tres especies se encuentran distribuidas en ciertas 

regiones de México y de los Estados Unidos de América, sin embargo no son 

simpátricas (Fig. 5.1). 

Agave tequilana pertenece al grupo Rigidae (Gentry, 1982) y se encuentra 

únicamente en poblaciones cultivadas, mientras que A. salmiana pertenece al grupo 

Salmianae y existe en poblaciones silvestres que se localizan desde Guerrero hasta 

Sonora (Gentry, 1982, CONABIO, 2006).  

Por otro lado, A. deserti pertenece al grupo Deseticolae y es nativo de California 

aunque también está localizado en ciertas zonas de Arizona y Baja California (Gentry, 

1982; Navarro-Quezada et al., 2003). 

 

5.2 Sitios de muestreo 

En el caso de A. tequilana y A. salmiana nuestros sitios de muestreo estuvieron 

establecidos en la región del Bajío, en los estados de Jalisco y Guanajuato (Fig. 5.1). 

Agave tequilana fue colectado en predios manejados por dos compañías tequileras en 

municipios bajo la Denominación de Origen Tequila: Pénjamo, Guanajuato (Pe) y 

Amatitán, Jalisco (Am). Las plantas de A. salmiana fueron muestreadas a partir de 
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poblaciones silvestres ubicadas en las localidades de El Magueyal (Ma) y San Felipe 

(SF) en el estado de Guanajuato (Apéndice A).  

Las muestras de A. tequilana y A. salmiana fueron colectadas durante los años 

2012 y 2013, durante la temporada de secas: a finales del mes de mayo y la temporada 

de lluvias (a finales del mes de octubre). Sin embargo para fines del proyecto doctoral 

se analizaron únicamente aquellas muestras obtenidas durante 2012.  

Gracias a la colaboración que existe entre el Laboratorio de Interacciones 

Microbianas, CINVESTAV y el Joint Genome Institute (JGI) del Departamento de 

Energía, EUA, pudimos incluir en este estudio las muestras de A. deserti, las cuales 

fueron colectadas por los colaboradores del JGI. Agave deserti fue muestreado durante 

los meses de septiembre y abril en 2012, a partir de poblaciones silvestres localizadas 

en la reserva Philip L. Boyd Deep Canyon Desert en California. Las colectas se 

realizaron en tres localidades denominadas Agave Hill (AH), Boyd Ridge (BR) y Pinyon 

Flats (PF). Las características de precipitación, temperatura y suelo para cada uno de 

los sitios de muestreo de las tres especies se describen en la Tabla 5.1.  

Para cada una de las especies y los sitios se tomaron muestras de tres plantas 

visualmente sanas. Se colectaron cuatro muestras por planta para realizar el análisis de 

las seis comunidades microbianas de nuestro interés (Fig. 5.2): dos hojas para la 

endósfera de hoja (le) y la filósfera (p), tejido de raíz para la endósfera de raíz (re) y 

rizósfera (rz), suelo asociado a raíz (rzs), es decir los agregados de suelo que se 

encuentran en la cercanía del sistema radical y finalmente suelo colectado a un metro 

de distancia de las plantas muestreadas (s). En total obtuvimos 252 muestras, 72 de A. 

tequilana, 72 de A. salmiana y 108 de A. deserti. Todas las muestras fueron 

almacenadas a 4°C hasta su procesamiento. 
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Figura 5.1 Localización de los sitios de estudio en Jalisco, Guanajuato y California donde fueron colectadas las tres especies de 
Agave analizadas. Sitios de colecta para A. tequilana: Am= Amatitán, Pe= Pénjamo; A. salmiana: Ma= El Magueyal, SF= San Felipe; 
A. deserti: BR= Boyd Ridge, PF= Pynion Flats, AH= Agave Hills. 
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BR
PF
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Figura 5.2 Diseño experimental establecido para la colecta de las muestras durante 2012 en los diferentes sitios de estudio. Sitios 
de colecta para A. tequilana: Am= Amatitán, Pe= Pénjamo; A. salmiana: Ma= El Magueyal, SF= San Felipe; A. deserti: BR= Boyd 
Ridge, PF= Pynion Flats, AH= Agave Hills (A). Planta de agave donde se muestran las seis comunidades microbianas en asociación 
con las agaváceas que fueron colectadas para el análisis (B) 
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Tabla 5.1 Localización geográfica, características de suelo, precipitación y temperatura de los sitios de muestreo. 
 Sitios de estudio 

México EUA 

Jalisco Guanajuato California 

A. tequilana A. salmiana A. deserti 

Amatitán 
(Am) 

Pénjamo 
(Pe) 

El Magueyal 
 (Ma) 

San Felipe 
(SF) 

Boyd Ridge 
(BR) 

Agave Hill 
(AH) 

Pinyon Flats 
(PF) 

Latitud 21.053 20.686 21.195 21.766 33.714 33.665 33.601 

Longitud 103.902 101.875 100.439 100.163 116.524 116.425 116.595 

Altitud (msnm) 1260 1714 2175 2089 452 814 1225 

Temperatura media anual (°C)
a 

26.4 19 17.9 17 23.7 20.6 18.0 

Precipitación (mm)
a
 558

 
790 485 204.5 136.0 183.0 238.3 

Precipitación en secas (mm)
a
 4.2 147 130 68 51.7 69.4 95.5 

Precipitación en lluvias (mm)
a
 553.8 643 355 136.5 83.9 113.6 142.8 

 

 
 
 

Características 
del suelo 

Textura Franco 
arcilloso 

Arcilla Franco 
arenoso 

Franco 
arenoso 

Franco 
arenoso 

Franco 
arenoso 

Franco 
arenoso 

pH
b
 6.8 6.68 5.79 6.25 8.02 7.48 7.95 

Materia Orgánica (%) 1.1 0.96 3.97 0.71 ND ND ND 
Nitrógeno (µg g

-1
) 19.7 9.14 8.76 12.65 ND ND ND 

Fósforo (µg g
-1

) 3.64 27.1 18.11 4.53 42.17 87 74 
Potasio (µg g

-1
) 193 482 64.35 251.7 155.5 131 91.33 

aEn el caso de los sitios de estudio en México, los datos se obtuvieron de la Comisión Nacional del Agua. Los datos 
correspondientes a los sitios de estudio en California se obtuvieron del DRI Weather Station Data Collection 
(http://www.wrcc.dri.edu/weather/ucde.html.  
ND= No determinado. 
bDiferencias estadísticamente significativas entre especies de acuerdo con la prueba de Kruskal-Wallis (H2, 15= 10.763, P= 0.0046). 
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5.3 Procesamiento de las muestras y extracción de ADN 

Con el objetivo de recuperar los microorganismos de la filósfera y rizósfera, en una 

campana de flujo laminar se lavaron las muestras de hojas y raíces con buffer de 

lavado para epífitos (6.75g KH2PO4, 8.75g K2HPO4, and 1mL Triton X-100 por litro) y 

una solución de NaCl 0.9%, respectivamente.  

A partir de estos lavados se recuperó el pellet microbiano por centrifugación y se 

almacenó a -80°C hasta su uso para la extracción de ADN. Después de la obtención del 

pellet microbiano, los tejidos de hojas y raíces fueron desinfectados por inmersión en 

etanol 70% durante dos min, NaClO 5% durante 10 min y finalmente enjuagados dos 

veces con agua destilada estéril. Para validar el proceso de desinfección, se tomaron 

200 µL del segundo lavado con agua estéril y se inocularon sobre placas Petri con agar 

nutritivo.  

Posteriormente, con una navaja estéril se hicieron cortes transversales de las 

hojas y raíces para obtener secciones de 5 mm de grosor. Aproximadamente se 

obtuvieron 300 g de tejido de hojas y raíces, estos se almacenaron en bolsas plásticas 

estériles a -80°C hasta la extracción de ADN.  

La extracción de ADN fue realizada utilizando tres protocolos distintos 

dependiendo del tipo de muestra. El ADN total de hoja y raíz se extrajo a partir de 500 

mg de tejido usando el protocolo de extracción de CTAB de acuerdo con Edwards 

(2001). En el caso de las muestras de filósfera y rizósfera, el ADN fue extraído con el 

Ultra Clean® Water ADN Kit (MO BIO Laboratories, Carlsbad, CA, EUA), siguiendo las 

recomendaciones del fabricante. Finalmente, el ADN de las muestras de suelo y suelo 

asociado a raíz se extrajo usando el Power Soil® ADN Isolation Kit (MO BIO 

Laboratories, Carlsbad, CA, EUA), según las instrucciones del fabricante.  
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El ADN obtenido de todas la muestras fue cuantificado en un espectrofotómetro 

ND 1000 (NanoDrop, Thermo Scientific, Wilmington, DE, EUA), y su integridad se 

corroboró por electroforesis en gel de agarosa 1%. 

 

5.4 Análisis molecular de las comunidades microbianas 

Debido a que nuestro estudio es uno de los primeros trabajos dirigidos al análisis de las 

comunidades microbianas asociadas con agaváceas, como primera aproximación para 

conocer la composición específicamente de las comunidades bacterianas, utilizamos la 

electroforesis en gel con gradiente desnaturalizante (DGGE, por sus siglas en inglés).  

El DGGE es una técnica rápida de separación de fragmentos de ADN del mismo 

tamaño (previamente amplificados vía PCR), pero constituidos por una secuencia de 

nucleótidos diferente (Muyzer et al., 1993; Muyzer, 1999). Una de las ventajas del 

DGGE es que en cuestión de horas podemos visualizar la composición de comunidades 

microbianas complejas asociadas con diferentes muestras ambientales y a partir de ahí 

hacer estimaciones de diversidad (Bondoso et al., 2014), y a un costo menor en 

comparación con otras técnicas como la secuenciación (Duarte et al., 2012).  

 No obstante, considerando la baja resolución y las limitaciones inherentes al 

DGGE, decidimos usar la secuenciación etiquetada Illumina (iTags) en plataforma 

MiSeq como segunda aproximación y así hacer un análisis con mayor resolución y 

profundidad tanto de las comunidades procariontes como fúngicas asociadas con las 

agaváceas. De tal modo que tener datos provenientes de estos dos enfoques nos 

permitió realizar una comparación entre los patrones observados con el DGGE y los 

iTags, al menos para las comunidades bacterianas. 
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5.4.1 PCR-DGGE de las comunidades bacterianas 

El ADN obtenido de las diferentes muestras fue utilizado como templado para realizar 

una PCR anidada. En esta PCR anidada se amplificó primero el gen 16S rRNA 

completo utilizando los oligonucleótidos F27 (5’-AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3’) y 

R1494 (5’-CTACGGRTACCTTGTTACGAC-3’), posteriormente se amplificó la región 

hipervariable V6-V8 con los oligonucléotidos F968-GC (5’-

CGCCCGGGGCGCGCCCCGGGCGGGGCGGGGGCACGGGGGG-

AACGCGAAGAACCTTAC-3’) y R1494 (5’-CTACGGRTACCTTG TTACGAC-3’). Estas 

reacciones se llevaron a cabo usando las condiciones previamente reportadas por 

Lottmann et al. (2010), modificando el número de ciclos a 25 y a 20 en la primera y 

segunda reacciones, respectivamente. Los productos obtenidos de la PCR (433 pb) 

fueron verificados con electroforesis en gel de agarosa 1%. 

El análisis de DGGE se realizó con el Dcode System (Bio-Rad Inc., Hercules, CA, 

USA), utilizando el protocolo establecido por Costa et al. (2006). Previo al análisis de 

todas las muestras, la reproducibilidad del análisis de DGGE del 16S rRNA fue validada 

usando cinco muestras diferentes de endósfera de hoja de los agaves. En dos 

diferentes geles de DGGE se cargaron 200 ng de cada una de las muestras por carril y 

se observaron patrones que fueron consistentes entre dichos geles (Fig. 5.3). 

Para  la evaluación de las 144 muestras obtenidas de A. tequilana y A. salmiana 

usando el DGGE, se cargaron 200 ng del segundo producto de PCR (433pb) por carril 

en los diferentes geles. Con la finalidad de evaluar de forma cuantitativa los perfiles 

observados en los geles de DGGE, se desarrolló un marcador a partir de la 

amplificación de la región hipervariable V6-V8 del gen 16S rRNA de cinco cepas 
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bacterianas axénicas, usando las mismas condiciones de PCR que en el caso de las 

muestras de agaves. El producto de amplificación (433 pb) obtenido de las cinco cepas 

y usado como marcador, fue cargado en los carriles inicial y final de cada gel en 

diferentes concentraciones (25, 50, 75, 100, 150 ng). Los geles de DGGE fueron 

teñidos con SYBR Gold (INVITROGEN), de acuerdo con las instrucciones del 

fabricante. Para realizar el análisis de los perfiles observados en los geles, las 

imágenes se capturaron con ayuda de un transiluminador ChemiDoc MP System (Bio-

Rad Inc., Hercules, CA, EUA). 

 

Figura 5.3 Perfiles de DGGE provenientes de dos diferentes corridas realizadas con ADN 
extraído de las mismas muestras (amplificaciones distintas) y que presentan patrones de 
migración consistentes. 1-2: muestras de endósfera de A. salmiana, 3-5: muestras de endósfera 
de A. tequilana. a-e: bandas similares detectadas a lo largo de ambos geles. Las condiciones 
de corrida de ambos perfiles consistieron en un gradiente desnaturalizante de 26-58% de urea, 
a 220 V durante seis horas. 
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Secuenciación de las bandas detectadas con DGGE 

Las bandas detectadas con el análisis de DGGE fueron escindidas de los geles 

previamente teñidos y posteriormente eluídas de acuerdo con el protocolo descrito por 

Lottmann et al. (2010). De la suspensión obtenida de la elución de las bandas, se 

tomaron 2 µL para ser usados como templado en una PCR para re-amplificar la región 

hipervariable V6-V8 del gen 16S rRNA (Lottmann et al., 2010).  

Los productos obtenidos de la PCR fueron ligados en el vector pJET 1.2 (Thermo 

Scientific) de acuerdo con las indicaciones del fabricante y posteriormente 

transformados en células competentes de E. coli DH5α. Las transformantes se 

inocularon en placas Petri con medio LB suplementado con ampicilina (100 mg/L) y se 

incubaron a 37°C durante una noche. En cada caso se seleccionaron aleatoriamente 10 

colonias que fueron inoculadas en caldo LB con ampicilina (100 mg/L) e incubadas a 

37°C durante la noche.  

A partir de las colonias seleccionadas se realizó la extracción de ADN plasmídico, 

el ADN obtenido se usó como templado en una PCR para verificar que el inserto 

contenido en las clonas fuera del tamaño correcto. Dicha PCR se realizó con los 

oligonucleótidos pJET 1.2 forward (5’-CGACTCACTATAGGGAGAGCGGC-3’) y pJET 

1.2 reverse (5’-AAGAACATCGATTTTCCATGGCAG-3’) (Thermo Scientific) de acuerdo 

con las indicaciones del fabricante. Finalmente, el ADN plasmídico de aquellas clonas 

que contenían el inserto correcto fueron enviadas a secuenciar por el método Sanger. 

 

Proceso y análisis estadístico de los perfiles de DGGE 

Las secuencias obtenidas de las bandas detectadas en los geles de DGGE, fueron 

depuradas y comparadas con las bases de datos SILVA (Quast et al., 2013), Ribosomal 
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Database Project (RDP) versión 10.32 (Maidak et al., 2001) y la base 16S rRNA del 

NCBI usando BLAST (Altschul et al., 1990).  

A partir de las bandas obtenidas de los perfiles de DGGE, se determinaron 88 

unidades taxonómicas operacionales (OTUs, por sus siglas en inglés). De estos OTUs, 

23 fueron identificados como cloroplastos y por lo tanto se eliminaron de los datos 

utilizados para los análisis posteriores. Las secuencias de los 65 OTUs bacterianos 

restantes fueron analizadas con el software UCHIME (Edgar et al., 2011), para detectar 

la presencia de quimeras y posteriormente fueron depositadas en el NCBI bajo los 

números de acceso KJ659221-KJ659285. 

Los perfiles de DGGE previamente digitalizados, se analizaron usando el software 

Image Lab® 4.0 (Bio-Rad Laboratories, CA, EUA). Con ayuda del programa se asignó 

cada una de las bandas detectadas dentro de los perfiles observados en los geles, 

aquellas bandas que presentaron el mismo patrón de migración (distancia 

electroforética) a lo largo de las diferentes muestras, se consideraron como un mismo 

OTU. La intensidad de cada banda fue cuantificada en relación al marcador colocado 

en los geles (Fig. 5.4), esta cuantificación fue usada para calcular la abundancia relativa 

de cada OTU con respecto al total de OTUs en cada una de las muestras. Finalmente, 

tanto la presencia/ausencia y la abundancia relativa de cada OTU se registraron en una 

base de datos que posteriormente fue transformada logarítmicamente antes de realizar 

los análisis estadísticos.  

La diversidad de las diferentes comunidades bacterianas asociadas con A. 

tequilana  y A. salmiana, se estimó con el índice de diversidad de Shannon (Hill, 1973), 

el cual se define como: 
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Donde pi es la abundancia relativa del i-ésimo OTU y S es el número total de OTUs. El 

índice de Shannon se calculó usando el paquete BiodiversityR (Kindt & Code, 2005) en 

el software R.  

A partir de los datos de abundancia observada para cada uno de los  OTUs 

detectados, se generó una matriz de distancias estimando la disimilitud entre las 

muestras. Para esto se calculó la distancia Bray-Curtis, donde la suma de las 

diferencias entre objetos (muestras) en las variables (OTUs) es estandarizada sumando 

los valores de las variables a lo largo de los objetos y de las variables (Quinn & Keough, 

2002). Los valores de la distancia Bray-Curtis fluctúan entre cero (mismas variables y 

valores en ambos objetos –completamente similar) y uno (sin variables en común –

completamente diferentes), y es usada comúnmente con datos de abundancia de 

especies ya que ignora aquellas variables con ceros en ambos objetos.  

El efecto de los factores considerados en nuestro diseño experimental (el tipo de 

comunidad, las especies de Agave, estacionalidad, sitio de muestreo y sus 

interacciones) sobre la matriz de distancias, se evaluó usando un análisis de varianza 

basado en permutaciones (PERMANOVA, Anderson, 2001).  
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Figura 5.4 Perfiles de DGGE de las seis comunidades bacterianas analizadas en este estudio. 
Izquierda: marcador mostrando cinco bandas y sus masas correspondientes. (A) Muestras de 
las comunidades bacterianas de suelo (1-3) y suelo asociado a raíz (4-6) asociadas con tres 
ejemplares de A. tequilana. (B) Muestras de las comunidades bacterianas de filósfera (1-3) y 
rizósfera (4-6) asociadas con tres ejemplares de A. tequilana. (C) Muestras de las comunidades 
bacterianas de endósfera y rizósfera asociadas con tres ejemplares de A. salmiana. 

 

Los factores que resultaron estadísticamente significativos de acuerdo a los 

resultados del PERMANOVA, se representaron gráficamente por medio de un análisis 

de ordenamiento de escalamiento multidimensional no métrico (NMDS). La finalidad de 

un NMDS es mostrar las disimilitudes entre las muestras (objetos) de forma gráfica, de 

tal modo que la distancia entre los objetos representa su disimilitud considerando la 

abundancia de los OTUs (variables) que se comparten entre dichos objetos. El ajuste 

de bondad del NMDS es el valor de stress (S), el cual indica cuanto coinciden la 

distancia entre objetos y la disimilitud. Entre más cercano a cero sea el valor de S, se 

considera que el análisis de ordenamiento es mejor (Manly, 1986; Quinn & Keough, 

2002). Todos los análisis se realizaron usando los paquetes MASS (Venables & Ripley, 

2002) y Vegan (Oksanen et al., 2013) en el software R (R Core Team, 2013). 
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5.4.2 Secuenciación etiquetada de las comunidades microbianas 

De manera paralela al análisis con DGGE, tanto las comunidades procariontes como 

las fúngicas fueron analizadas usando secuenciación etiquetada (iTags). Dicho 

procedimiento, así como el procesamiento de las secuencias obtenidas (depuración, 

asignación de OTUs), fue realizada por el JGI en California, EUA.  

Para el análisis de las comunidades procariontes se utilizó como marcador 

molecular la región V4 del gen 16S rRNA, los oligonucleótidos utilizados en la 

amplificación de esta región fueron: 515F (5’ –GTGCCAGCMGCCGCGGTAA-  3’) y 

816R (5’ GGACTACHVGGGTWTCTAAT- 3’). Las comunidades fúngicas fueron 

analizadas utilizando la región ITS2 como marcador molecular, empleando los 

oligonucleótidos: ITS9F (5’ -GAACGCAGCRAAIIGYGA- 3’) e ITS4R (5’ –

TCCTCCGCTTATTGATATGC- 3’).  

Con la finalidad de reducir la contaminación en el análisis de las comunidades 

procariontes por la presencia de mitocondrias y cloroplastos, se implementó el uso de 

péptidos de ácidos nucleicos (PNAs, por sus siglas en inglés). Los PNAs son 

oligómeros sintéticos que se unen específicamente a una zona particular en las 

secuencias contaminantes, de tal modo que bloquean su amplificación (Lundberg et al., 

2013). En general, el uso de los PNAs en la amplificación de la región V4 del gen 16S 

rRNA, redujo de forma importante la contaminación por mitocondrias y cloroplastos, de 

este modo fue posible incrementar el número de secuencias bacterianas utilizables de 

la endósfera de hoja y raíz, así como de la filósfera.  

La amplificación etiquetada de los marcadores moleculares se llevó a cabo en 

placas de 96 pozos, cada una de las muestras se hizo por triplicado usando 10 ng de 

templado por reacción y se colocaron cuatro controles negativos por placa. Las 
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condiciones usadas para la amplificación por PCR fueron las siguientes: 

desnaturalización a 94°C por 3min, 30 ciclos de 94°C por 45s, 78°C por 10s, 50°C por 

60s y 72°C por 90s, y una extensión final a 72°C durante 10min. Después de la 

amplificación, los triplicados de cada reacción fueron mezclados y cuantificados con el 

kit Qubit High Sensitivity Assay (Life Technologies) en un lector de fluorescencia Turner 

Biosystems (Promega, Madison, EUA). Los productos de PCR obtenidos de cada placa 

fueron mezclados de forma equimolar y purificados con perlas magnéticas AMPureXP 

(Beckman-Coulter, Indianápolis, EUA).  

Finalmente la secuenciación de los productos de PCR fue realizada en plataforma 

Illumina en un equipo MiSeq (Illumina Inc., San Diego, CA, EUA). Todas las secuencias 

de calidad obtenidas de este proyecto están disponibles en los archivos de lectura de 

secuencias (SRA, por sus siglas en inglés) del NCBI con las siguientes claves de 

acceso: SRA211411, SRA211420, SRA211416, SRA211422 y SRA211408. 

 

Procesamiento y análisis estadístico de los datos de secuenciación etiquetada 

Las secuencias obtenidas se manejaron de acuerdo con un procedimiento previamente 

desarrollado y validado por el JGI. En dicho procedimiento se filtraron 39, 624,119 

secuencias bacterianas (V4-16S rRNA) y 33, 323,114 secuencias fúngicas (ITS2) para 

eliminar aquellas secuencias identificadas como contaminantes. Posteriormente se 

eliminaron los oligonucleótidos en el extremo 5’, así como las bases de mala calidad de 

todas las secuencias. Las secuencias obtenidas de la filtración fueron 35, 770,987 

bacterianas y 27, 596,665 fúngicas que, con ayuda de los procedimientos de 

agrupamiento de OTUs de UPARSE (Edgar, 2013), se agruparon en 40, 759 OTUs 

bacterianos y 25, 871 OTUs fúngicos al 97% y 95% de identidad, respectivamente.  
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La taxonomía de cada OTU fue asignada usando el Clasificador Bayesiano RDP 

Naïve (Wang et al., 2007) con bases de referencia propias. Las secuencias 

correspondientes a la región V4 del gen 16S rRNA fueron taxonómicamente asignadas 

usando la base de referencia que fue compilada a partir de la versión de mayo de 2013 

de la base de datos 16S GreenGenes (DeSantis et al., 2006), la base de datos 16S 

rRNA SILVA (Quast et al., 2013) y además un conjunto de secuencias de la región V4 

obtenidas a partir secuencias de 16S rRNA curadas de forma manual. En el caso de los 

datos de ITS, la base de referencia se construyó a partir de la base de datos UNITE 

(Koljalg, 2013).  

Después de que cada OTU fue asignado taxonómicamente, se descartaron 

aquellos OTUs que: 1) fueron asignados a nivel de reino con un puntaje de clasificación 

en RDP menor a 0.5, 2) no fueron asignados a nivel reino, Bacteria o Archaea, para la 

base de datos 16S y 3) no fueron asignados a nivel de reino, Fungi, para la base de 

datos ITS2. Con ayuda de las réplicas incluidas en cada una de las placas de 96 pozos, 

se calculó un umbral para determinar la reproducibilidad técnica para los OTUs 

asignados según lo descrito por Lundberg et al. (2013). De acuerdo con dicho umbral, 

se conservaron aquellos OTUs que tuvieron al menos siete lecturas en por lo menos 

cinco muestras en los datos de la región V4 del 16S rRNA y dos lecturas en al menos 

cinco muestras en los datos del ITS2. La base de OTUs originada después de la 

aplicación de estos criterios fue utilizada para los análisis posteriores.  

Es importante mencionar que para homogeneizar las diferencias en el número de 

lecturas entre las muestras en el análisis de diversidad, éste se realizó a partir de una 

base de datos rarificada (sub-muestreo aleatorio) a 1000 lecturas por muestra. La 
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diversidad tanto de las comunidades procariontes y fúngicas, se estimó con el índice de 

Shannon y se calculó cómo se hizo previamente para los datos obtenidos del DGGE.  

Los análisis estadísticos restantes se realizaron con la tabla de OTUs sin rarificar 

en el programa R, haciendo uso de diferentes paquetes. La composición de las 

comunidades procariontes y fúngicas fue descrita usando la abundancia relativa de 

cada uno de los OTUs en los diferentes tipos de muestra, de tal modo que se pudieron 

detectar los grupos microbianos relevantes en cada caso. Del mismo modo que con los 

datos del DGGE, se calculó una matriz de distancias (Bray-Curtis) y se evaluó el efecto 

de los factores considerados en nuestro diseño experimental, mediante PERMANOVAs, 

hechos con el paquete Vegan (Oksanen et al., 2013). Los factores estadísticamente 

relevantes se analizaron con un escalamiento multidimensional no métrico (NMDS), el 

cual fue hecho con los paquetes MASS (Venables & Ripley, 2002) y Vegan. Finalmente, 

se realizó también un análisis basado en el principio de Pareto (Werner et al., 2014) 

para determinar aquellos microorganismos que pudieran tener un papel importante en 

la comunidad. Dicho análisis se hizo usando la abundancia relativa promedio y la 

prevalencia de cada OTU en cada comunidad, en las muestras de las tres especies de 

Agave. 

 

5.5 Análisis metagenómico de las comunidades epífitas asociadas con A. 

tequilana y A. salmiana 

Como producto de la colaboración que existe entre el Laboratorio de Interacciones 

Microbianas y el JGI, adicionalmente al análisis de las comunidades microbianas 

realizado a través de DGGE y de la secuenciación etiquetada, fue posible realizar el 

análisis metagenómico de las comunidades epífitas asociadas con los dos agaves 
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colectados en México. Las muestras utilizadas corresponden a las comunidades de 

rizósfera y filósfera asociadas con A. tequilana y A. salmiana, es decir una muestra por 

cada sitio de colecta (Apartado 5.2) para ambas especies (dos rizósferas y dos 

filósferas por especie) 

 

5.5.1 Construcción de bibliotecas 

El ADN de las muestras tanto de rizósfera como de la filósfera fue extraído con el Ultra 

Clean® Water DNA Kit (MO BIO Laboratories, Carlsbad, CA, EUA), de acuerdo con las 

instrucciones del fabricante. La cuantificación del ADN obtenido se realizó en un 

espectrofotómetro ND 1000 (NanoDrop, Thermo Scientific, Wilmington, DE, EUA), y su 

integridad se corroboró por electroforesis en gel de agarosa 1%. 

El ADN obtenido fue utilizado para la construcción de las bibliotecas 

metagenómicas. De manera general en este proceso el ADN se manipula de tal forma 

que es fragmentado, sometido a la reparación de extremos, ligación de adaptadores y 

amplificación. Sin embargo, debido a que se obtuvieron diferentes concentraciones de 

ADN de las muestras analizadas, la preparación de estas bibliotecas se realizó con dos 

protocolos diferentes.  

A partir de las muestras con mayor concentración de ADN (rizósfera de ambos 

agaves y filósfera de A. tequilana sitio Pénjamo), se tomaron 100 ng de ADN para 

fragmentarse por medio de ondas ultrasónicas acústicas en segmentos de 300 pb, este 

procedimiento se realizó en un ultrasonicador LE220 (Covaris, Woburn, MA, EUA). 

Posteriormente los fragmentos obtenidos fueron seleccionados por tamaño utilizando 

perlas magnéticas SPRI (Beckman Coulter, CA, EUA), de acuerdo a las instrucciones 

del fabricante. Los fragmentos recuperados fueron sometidos a la reparación de 
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extremos, adición de cola de adenina y a la ligación de adaptadores compatibles con 

Illumina; estos procesos se realizaron usando el KAPA-Illumina Library Preparation Kit 

(KAPA Biosystems, Wilmington, MA, EUA), de acuerdo a las instrucciones del 

fabricante. 

En el caso de las muestras con baja concentración de ADN (filósfera de A. 

tequilana sitio Amatitán y de ambos sitios de A. salmiana), las bibliotecas se 

construyeron a partir de 1ng de ADN que simultáneamente fue fragmentado y ligado a 

adaptadores usando el Nextera XT kit (Illumina Inc., San Diego, CA, EUA) de acuerdo a 

las instrucciones del fabricante. Los fragmentos de ADN fueron enriquecidos con 12 

ciclos de amplificación vía PCR, finalmente el producto fue purificado usando perlas 

magnéticas SPRI (Beckman Coulter, CA, EUA), de acuerdo a las instrucciones del 

fabricante. 

Las bibliotecas construidas con ambos métodos fueron cuantificadas a través de 

PCR en tiempo real, usando el KAPA Biosystem’s NGS Library qPCR kit, de acuerdo a 

las instrucciones del fabricante. Las reacciones de PCR se realizaron en un 

termociclador tiempo real Roche LightCycler 480. Después de la cuantificación, las 

bibliotecas fueron preparadas para la secuenciación utilizando el TruSeq Paired-End 

Cluster kit y el equipo cBot de Illumina para la formación de los agrupamientos 

(clusters). La secuenciación se realizó en el secuenciador Illumina HiSeq 2500, usando 

el HiSeq TruSeq SBS Sequencing kit de acuerdo al protocolo descrito para una corrida 

2x150. 
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5.5.2 Anotación de metagenomas 

Para realizar la anotación estructural y funcional de los metagenomas se siguió un 

proceso establecido en el JGI, desarrollado y descrito por Huntemann et al. (2015): 

DOE-JGI Metagenome Annotation Pipeline (MAP v.4). Brevemente, el MAP implementa 

como primer paso un control de calidad en el cual se eliminan las secuencias como 

oligos y adaptadores, además las secuencias son renombradas para evitar duplicidad 

en los nombres y cumplir con los requerimientos de las herramientas que se usan 

posteriormente. Las secuencias son recortadas para eliminar las regiones de baja 

calidad, aquellas secuencias que después de ser recortadas contengan más de 150 pb 

son removidas. Posteriormente estas secuencias pasan por un filtro de baja 

complejidad, donde aquellas secuencias con regiones de baja complejidad son 

identificadas y removidas. Como último paso del control de calidad se realiza un 

proceso denominado dereplicación para eliminar secuencias replicadas que son 

artefactos de la secuenciación. Los replicados son aquellas secuencias que presentan 

un 95% de identidad y cuyos primeros cinco pares de bases son idénticos, sólo la copia 

de mayor tamaño es retenida. Como resultado se obtienen datos con la suficiente 

calidad para poder realizar la anotación estructural.  El proceso seguido con el MAP 

hace una predicción de características que incluye la identificación de genes 

codificantes de proteínas, ARNs no codificantes y ARNs de regulación, así como 

también la identificación de los elementos CRISPR. La anotación estructural es seguida 

por la anotación funcional que consiste en la asociación de los genes codificantes de 

proteínas con COGs, Pfams, términos KO, números EC y el linaje filogenético para los 

scaffolds/contigs. 
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5.5.3 Análisis preliminar de metagenomas disponibles 

Los metagenomas que han sido liberados por el JGI son los correspondientes a las dos 

rizósferas de A. tequilana (Amatitán y Pénjamo), dos rizósferas de A. salmiana (El 

Magueyal y San Felipe) y una filósfera de A. tequilana (Pénjamo). Estos metagenomas 

se encuentran disponibles en la plataforma Integrated Microbial Genomes (IMG) del 

JGI: https://img.jgi.doe.gov. 

Con los datos liberados en la plataforma IMG y las herramientas disponibles en el 

sitio, se determinó inicialmente la abundancia relativa de los phyla bacterianos 

utilizando el número de genes detectado. De este modo pudimos comparar la 

abundancia de los diferentes grupos bacterianos en las comunidades de rizósfera y 

filósfera detectados con DGGE, iTags y los metagenomas. 

 

5.6 Detección del potencial diazotrófico en comunidades procariontes asociadas 

con  A. tequilana y A. salmiana 

Sabiendo que el nitrógeno es uno de los macronutrientes más limitantes para el 

crecimiento de la mayoría de las plantas y en particular para los agaves (Nobel, 2003), 

decidimos realizar un aislamiento dirigido hacia bacterias silvestres que presentaran 

potencial diazotrófico (Torres-Gómez, 2013).  

A partir de las muestras de la endósfera, rizósfera y filósfera de A. tequilana y A. 

salmiana colectadas en campo, se realizaron inoculaciones en placas Petri con medios 

Rennie y Winogradsky (medios libres de nitrógeno para diazótrofos; Winogradsky, 

1935; Rennie, 1981). Las colonias bacterianas que crecieron en estas placas Petri 

fueron diluidas de forma seriada e inoculadas en nuevas placas hasta lograr cultivos 

axénicos. Los cultivos axénicos fueron utilizados para evaluar la morfología macro- y 
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microscópica de cada cepa, así como las condiciones de crecimiento y el pH de las 

mismas. Considerando los datos mencionados, fuimos capaces de identificar 18 cepas 

distintas.  

Posteriormente para confirmar la posible actividad de la enzima nitrogenasa, se 

realizó el ensayo de reducción de acetileno (ARA, por sus siglas en inglés) de acuerdo 

con Hardy et al. (1968). Las cepas bacterianas que fueron positivas para ARA, también 

fueron evaluadas en el uso de fructanos, azúcares complejos presentes en las especies 

de Agave (Mancilla-Margalli & López, 2006; Ravenscroft et al., 2009; Mellado-Mojica & 

López, 2012), como la única fuente de carbono.  

Las 18 cepas bacterianas fueron posteriormente identificadas molecularmente 

mediante la amplificación y secuenciación del gen 16S rRNA completo, siguiendo los 

procedimientos previamente descritos (Apartado 5.4.1). Las secuencias obtenidas se 

encuentran disponibles en el NCBI bajo los números de acceso: KM232684-KM232701. 

Finalmente, las secuencias del gen 16S rRNA de los aislados bacterianos fueron 

comparadas con las secuencias de los OTUs detectados mediante el DGGE y la 

secuenciación etiquetada, usando el software CD-HIT (Li & Godzik, 2006; Huang et al., 

2010).  

 

5.7 Caracterización de tolerancia a sequía y promoción del crecimiento vegetal en 

bacterias aisladas de Agave 

Después de realizar el ensayo de reducción de acetileno, las 11 cepas bacterianas que 

resultaron positivas para dicho ensayo y que habían sido aisladas de la rizósfera, 

endósfera de raíz y filósfera de A. tequilana y A. salmiana, fueron caracterizadas 
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bioquímicamente para determinar su tolerancia a la sequía y el posible potencial para la 

promoción del crecimiento vegetal (PCV).  

A partir de cultivos axénicos, se realizó un inóculo de cada una de las cepas, éste 

fue crecido en medio líquido de soya tripticaseína (TSB) durante 24 horas, el inóculo se 

revisó al microscopio para corroborar su estado axénico y se ajustó a OD600nm = 1. Los 

inóculos se utilizaron posteriormente en las diferentes pruebas para determinar la 

tolerancia a sequía y PCV. 

5.7.1 Tolerancia a sequía 

Capacidad de crecimiento en baja disponibilidad de agua 

La sobrevivencia de las cepas en condiciones de estrés hídrico fue evaluada con la 

prueba de crecimiento bajo reducción de agua, de acuerdo con lo descrito por 

Kavamura et al. (2013) y Hallsworth et al. (1998). El medio de cultivo utilizado en esta 

prueba emplea el sorbitol (405 g/L) para disminuir el coeficiente de disponibilidad de 

agua (Aw) a 0.919, y así originar el estrés hídrico. Debido a que la respuesta de cada 

una de las cepas bacterianas bajo estrés hídrico puede ser diferente, realizamos un 

gradiente en la concentración de sorbitol para tener distintos niveles de estrés. El 

gradiente de sorbitol se realizó tomando como 100% la concentración establecida por 

Kavamura et al. (2013) y Hallsworth et al. (1998), de tal modo que se establecieron tres 

concentraciones de sorbitol: 100% (405 g/L = 0.919 Aw), 50% (202.5 g/L = 0.938 Aw) y 

25% (101.25 g/L = 0.947 Aw).  

A partir de los inóculos se hicieron diluciones seriadas y se tomaron 10 μl de las 

diluciones 102, 104, 106 y 108 de cada una de las cepas, las cuales fueron inoculadas en 

placas Petri con medio agar soya tripticaseína (TSA) 10% con el gradiente de sorbitol. 

Como control de crecimiento para cada cepa, las diluciones antes mencionadas fueron 
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inoculadas en placas Petri con medio TSA. Las placas fueron incubadas a 40°C por 5 

días, durante este lapso el crecimiento se monitoreó cada 24 horas. 

 

Producción de exopolisacáridos 

Nuestras cepas fueron sometidas también a la prueba de producción de 

exopolisacáridos (EPS), ya que estos polímeros, secretados por algunos 

microorganismos, pueden estar asociados en la protección contra la desecación y el 

estrés osmótico (Sánchez et al., 2006). Para determinar si existía producción de EPS, 

se implementó la prueba desarrollada por Paulo et al. (2012) y Guimares et al. (1999). 

En esta prueba se colocaron 20 μl de cultivo axénico de cada una de las cepas en 

discos de papel filtro (0.5 cm ø) sobre placas Petri con un medio específico que 

contenía: extracto de levadura 2%, K2HPO4 1.5%, MgSO4 0.02%, MnSO4 0.0015%, 

FeSO4 0.0015%, CaCl2 0.003%, NaCl 0.0015%, agar 1.5% y glucosa 10%.  

La producción de EPS se caracteriza por la presencia de un halo con apariencia 

limosa, de tal modo que se registró la presencia y la apariencia limosa de dicho halo 

cada 24 horas, durante cinco días. Para confirmar la producción de EPS se realizó una 

tinción con azul alcian, el cual es un colorante básico polivalente y soluble en agua que 

se une a carbohidratos, originando una coloración azul debido a las moléculas de cobre 

presentes en su composición. Las preparaciones fueron observadas al microscopio 

(Leica DM 750) para corroborar la presencia de la coloración. 
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5.7.2 Características de promoción del crecimiento vegetal 

Producción de amoniaco 

Se evaluó la producción de amoniaco (NH3) en las 11 cepas aisladas de A. tequilana y 

A. salmiana, ya que a través de la producción de NH3  las bacterias promotoras del 

crecimiento vegetal (BPCV) acumulan y suplementan nitrógeno a la planta hospedera 

(Marques et al., 2010), además de ayudar en la defensa contra patógenos (Bashan et 

al., 1980). Para evaluar la producción de NH3 se utilizó la prueba descrita por Dey et al. 

(2004),  que consiste en inocular 100 μL de cultivo axénico en 10 mL de medio líquido 

de peptona, los cultivos fueron incubados a 28°C, 150 rpm durante 48 horas. La 

producción de NH3 se determinó con una prueba colorimétrica usando el reactivo de 

Nessler, constituido por K2 (HgI4) (Tetrayodomercuriato II) 0.09 M y KOH (Hidróxido de 

Potasio) 2.5 M. 

 

Producción de cianuro de hidrógeno 

El cianuro de hidrógeno (HCN) es uno de los compuestos volátiles producidos por las 

BPCV, principalmente en el suelo, y se caracteriza por tener actividad antifúngica e 

incluso nematicida (Gamalero & Glick, 2011). La producción de HCN se evaluó de 

acuerdo con la prueba reportada por Castric (1975). En esta prueba se cultivaron las 11 

cepas a evaluar en placas de Petri con medio TSA al 10% adicionado con glicina (4.4 

g/L), las placas fueron incubadas a 28°C durante 24 horas. Posteriormente se colocó en 

cada placa de Petri un disco de papel filtro, del mismo diámetro que la placa, 

previamente humedecido con una solución de ácido pícrico al 0.5% y Na2CO3 al 2%. 

Las placas fueron incubadas por 48 horas más y la producción de HCN se determinó 

por el cambio de coloración del papel filtro de naranja a rojo.  
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Hidrólisis de celulosa 

Una de los mecanismos que tienen la BPCV para combatir los posibles ataques de 

patógenos, es la producción de enzimas líticas. Estas enzimas pueden inducir la lisis de 

la pared celular de hongos patógenos a través de la degradación de quitina o celulosa 

(Gamalero & Glick, 2011). La determinación de la hidrólisis de carboximetilcelulosa 

(CMC) en nuestras cepas, se realizó con la prueba desarrollada por Teather & Wood 

(1982). Para hacer esta prueba se inocularon las cepas en discos de papel filtro (0.5 cm 

ø) sobre cajas de Petri con medio Mandels, el cual contiene por cada litro: 2 g de 

KH2PO4, 0.4 g de CaCI2, 5 mg de FeSO4·7H2O, 1.4 g de (NH4)2SO4, 0.3g de Urea, 0.3g 

de MgSO4·7H2O, 1.6 mg de MnSO4·H2O, 1.4 g de ZnSO4·7H2O, 20 mg de CoCI2, 1 g 

Tween 80, 25 g de peptona, 1 g de CMC y 12g de agar; las cajas fueron incubadas a 

28°C hasta observar crecimiento radial. La hidrólisis se determinó con dos parámetros, 

el crecimiento radial y la presencia de un halo de hidrólisis. La presencia de dicho halo 

se evaluó usando rojo Congo, el cual es un colorante que interactúa con los enlaces ß-

1,4 glucosídicos de la CMC de tal modo que funciona como un revelador del halo de 

hidrólisis. Después de observar crecimiento de las cepas en las placas, éstas fueron 

inundadas con una solución de rojo Congo (1mg/mL) durante 15 minutos para detectar 

el halo de hidrólisis.  

 

Solubilización de fosfatos 

El fósforo es uno de los macronutrientes utilizados por las plantas, pero de 

disponibilidad restringida debido a la facilidad con la que es atrapado durante la 

formación de distintos compuestos fosfatados (Rodríguez & Fraga, 1999). Dentro de los 
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mecanismos que tienen las BPCV se encuentra la solubilización de fosfatos, mediante 

el cual dichas bacterias hacen al fósforo disponible para las plantas. Debido a esto, 

decidimos evaluar nuestras cepas para determinar su capacidad de solubilizar fosfatos. 

La detección de fosfato disponible se realizó con el método colorimétrico desarrollado 

por Nautiyal (1999). Las cepas fueron inoculadas en medio líquido NBRIP (glucosa al 

1%, Ca3 (PO4)2 al 0.5%, MgCl2 al 0.5%, KCl al 0.02%, MgSO4·7H2O al 0.025% y 

(NH4)2SO4 al 0.01%), e incubadas a 28°C y 180 rpm durante 15 días. Posteriormente se 

tomó una alícuota de cada uno de los cultivos que se hizo reaccionar con una solución 

1:1 (v/v) de (NH4)6Mo7O24 (Molibdato de Amonio) 5% y NH4VO3 (Vanadato de Amonio) 

0.25%. La reacción colorimétrica fue analizada en un espectrofotómetro a una longitud 

de 420 nm para registrar la densidad óptica. Finalmente, con ayuda de curva de 

calibración con concentraciones conocidas de KH2PO4 se calculó el contenido de 

fósforo disponible (Apéndice B).  

 

Producción de ácido indolacético 

Las auxinas, como el ácido indolacético (IAA), son fitohormonas de origen vegetal o 

bacteriano, que intervienen en la regulación de procesos como el crecimiento, 

fototropismo y fenología de las plantas, además de estar involucradas en la tolerancia a 

condiciones de estrés (Gamalero & Glick, 2011). Por lo tanto, sometimos a nuestras 

cepas a la prueba colorimétrica descrita por Gordon & Weber (1951), para determinar si 

eran capaces de producir IAA. Las cepas fueron inoculadas en medio líquido TSB 10% 

con 5 mM de L-triptófano, e incubadas en oscuridad a 28°C, a 150 rpm, durante 48 

horas. Posteriormente una alícuota del medio donde creció cada cepa fue utilizada para 

realizar la reacción colorimétrica adicionando el reactivo de Salkowski (50 ml de HClO4 
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35% y 1 ml FeCl3 0.5 M) e incubando a temperatura ambiente durante 30 minutos para 

poder observar el cambio de coloración de rosa a rojo, lo que indica la presencia de 

IAA. Una alícuota de la reacción colorimétrica de cada cepa fue analizada en un 

espectrofotómetro a una longitud de 530 nm para registrar la densidad óptica. Para 

calcular la cantidad de IAA presente se realizó una curva de calibración con 

concentraciones conocidas de IAA comercial (Apéndice C). 

 

5.8 Inoculación de cepas promotoras del crecimiento vegetal en plantas de A. 

tequilana 

Con el objetivo de determinar el efecto de las 11 cepas bacterianas que fueron positivas 

en el ensayo de reducción de acetileno y caracterizadas como promotoras del 

crecimiento vegetal, sobre plantas de A. tequilana, dichas cepas se inocularon de forma 

individual y en consorcio a nivel de campo. Se realizó la inoculación de las 11 bacterias 

aisladas de A. tequilana y A. salmiana,  en plantas de A. tequilana con dos años de 

crecimiento, ubicadas en un predio de cultivo de la empresa Tequilera Real de 

Pénjamo, Pénjamo, Guanajuato.  

 

5.8.1 Establecimiento de los tratamientos 

Los tratamientos establecidos fueron 24: 11 inoculaciones con cepas individuales, 11 

inoculaciones en consorcio, un control con fertilización nitrogenada convencional y un 

control absoluto (Tabla 5.2). Las cepas (individualmente o en consorcio) se aplicaron 

directamente en suelo en la zona radical, con excepción de la cepa MJ22 aislada de 

filósfera, la cual fue aplicada en la zona foliar con ayuda de una bomba de aspersión. 

De cada inóculo bacteriano se aplicaron 125 mL/planta a OD600nm=0.75. En el caso del 
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tratamiento bajo fertilización nitrogenada convencional se aplicaron 150 g/planta de 

Urea comercial granulada (Nitrógeno 45%).  

El predio utilizado fue de 5000 m2 con un total de 1200 plantas, dicho predio fue 

divido en pequeñas parcelas experimentales con 25 plantas cada una. Los tratamientos 

fueron aplicados en dos parcelas cada uno, las cuales estaban ubicadas aleatoriamente 

a lo largo del predio, teniendo un total de 50 plantas para cada tratamiento. La 

aplicación de los diferentes tratamientos se realizó aproximadamente cuatro meses 

después (Agosto 2014) del desdoblamiento foliar (Abril 2014), el cual es un indicador de 

crecimiento en las plantas de agave y se da de forma anual.  

 

5.8.2 Colecta y proceso de las muestras 

El muestreo de las plantas se llevó a cabo ocho meses posteriores a la inoculación 

(abril 2015), cuando se presentó nuevamente el desdoblamiento foliar. Se colectaron 

tres hojas por planta en cada tratamiento (10 plantas/tratamiento), el tejido se 

deshidrató en estufa a 60°C durante 72 horas, posteriormente fue triturado en un molino 

mezclador (MM 200 Retsch) hasta obtener un polvo fino y fue almacenado a 

temperatura ambiente hasta su uso.  

 

5.8.3 Análisis de huella metabólica 

Los metabolitos en sus diferentes concentraciones, son un reflejo del estado fisiológico 

de un organismo en un ambiente específico bajo condiciones definidas (Maier et al., 

2010). Considerando lo anterior y que las técnicas metabolómicas, específicamente el 

análisis de huella metabólica, pueden proporcionar un panorama de la variabilidad entre 

muestras biológicas expuestas a diferentes condiciones bióticas o abióticas (Maier et 
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al., 2010), decidimos evaluar los perfiles metabólicos de las plantas de A. tequilana 

sometidas a la inoculación de 11 cepas bacterianas y la fertilización convencional 

(Tabla 5.2). 
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Tabla 5.2 Tratamientos establecidos con la inoculación de cepas y consorcios bacterianos en plantas de A. tequilana en 
campo. 

 
Tratamientos 

Cepas  
bacterianas inoculadas 

Origen de las cepas 

 Especie Comunidad 

1 MJ04 A. tequilana Endósfera de raíz 

2 MJ05 A. tequilana  Endósfera de raíz 

3 MJ08 A. tequilana  Rizósfera 

4 MJ09 A. tequilana  Rizósfera 

5 MJ11 A. salmiana Rizósfera 

6 MJ12 A. salmiana Rizósfera 

7 MJ14 A. salmiana  Rizósfera 

8 MJ17 A. salmiana Endósfera de raíz 

9 MJ18 A. salmiana Endósfera de raíz 

10 MJ19 A. salmiana Endósfera de raíz 

11 MJ22 A. salmiana Filósfera 

12 MJ08+MJ09 A. tequilana Rizósfera 

13 MJ04+MJ05 A. tequilana Endósfera de raíz 

14 MJ04+MJ05+MJ08+MJ09 A. tequilana Endósfera de raíz+Rizósfera 

15 MJ11+MJ12+MJ14 A. salmiana Rizósfera 

16 MJ17+MJ18+MJ19 A. salmiana Endósfera de raíz 

17 MJ11+MJ12+MJ14+MJ17+MJ18+MJ19+MJ22 A. salmiana Endósfera de raíz+Rizósfera 

18 MJ04+MJ05+MJ17+MJ18+MJ19 A. tequilana+A. salmiana Endósfera de raíz 

19 MJ08+MJ09+MJ11+MJ12+MJ14  A. tequilana+A. salmiana Rizósfera 

20 MJ04+MJ05+MJ17+MJ18+MJ19+MJ22 A. tequilana+A. salmiana Endósfera de raíz+Filósfera 

21 MJ08+MJ09+MJ11+MJ12+MJ14+MJ22 A. tequilana+A. salmiana Rizósfera+Filósfera 

22 MJ04+MJ05+MJ08+MJ09+MJ11+MJ12+ 
MJ14+MJ17+MJ18+MJ19+MJ22 

A. tequilana+A. salmiana Endósfera de raíz+Rizósfera+ 
Filósfera 

23 UREA (Nitrógeno 45%) - - 

24 Control  - - 
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 A partir del tejido de las plantas colectadas de los 24 tratamientos establecidos 

(Tabla 5.2), se tomaron 150 mg de tejido vegetal seco y molido para realizar extractos 

crudos por triplicado de cada tratamiento. El tejido se colocó en un tubo de cristal y se 

adicionaron 500 µL de etanol grado HPLC 90%, los tubos fueron sonicados durante 20 

minutos. El contenido de los tubos de cristal fue transferido a tubos eppendorf de1.5 mL 

de capacidad y fueron centrifugados a 5000 rpm durante tres minutos para decantar el 

tejido y recuperar el sobrenadante (extracto crudo). Se realizó una dilución 1:100 del 

extracto crudo con etanol grado HPLC 90%, la dilución fue filtrada a través de una 

membrana de nylon de 0.2 µm. Los extractos y las diluciones fueron almacenados a  

-80°C hasta su uso. 

 La espectrometría de masas de las diluciones de los extractos crudos se realizó 

con una trampa de iones SQ Detector 2, equipada con una interface de ionización por 

electroaspersión (ESI) (Waters Corporation, MA, EUA). Los parámetros de la ESI fueron 

los siguientes: voltaje de capilar 3 V, cono 30 V y temperatura de desolvatación 250°C. 

La trampa de iones del espectrómetro de masas se operó en modo negativo y positivo 

adquiriendo m/z de 100 a 1400. Se tomaron 100 µL de cada uno de las muestras para 

ser inyectados de forma automática en el equipo a un flujo de 10 µL/min. 

 Los datos obtenidos de la espectrometría de masas fueron analizados en 

colaboración con el Dr. Robert Winkler titular del Laboratorio de Análisis Bioquímico e 

Instrumental (CINVESTAV, Unidad Irapuato). Para realizar el análisis de los datos, 

éstos fueron convertidos y alineados con ayuda de los programas MS Convert y 

TOPPAS (Junker et al., 2012). Finalmente el análisis estadístico se realizó con los 

espectros obtenidos de la ionización positiva, debido a que la detección de metabolitos 
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con la ionización negativa es casi nula. Para detectar las diferencias entre los 

tratamientos evaluados se realizó un análisis de agrupamiento a través de un heatmap. 
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6. Resultados y Discusión 

6.1 Capítulo 1: Composición y diversidad de las 

comunidades microbianas asociadas con Agave 
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6.1.1 Composición de las comunidades microbianas asociadas con agaves 

silvestres y cultivados 

A partir de nuestro análisis de DGGE de las comunidades bacterianas detectamos 1097 

bandas, las cuales fueron agrupadas en 65 OTUs a nivel de orden/familia (seis phyla), 

de los cuales 51 estuvieron presentes tanto en A. tequilana como en A. salmiana, es 

decir el 78.5% de los taxones bacterianos detectados se compartió entre estas dos 

especies de Agave (Fig. 6.1A). Dentro de los OTUs específicos de cada uno de los 

agaves, observamos que sólo tres fueron exclusivos de A. tequilana y once de A. 

salmiana (Fig. 6.1A, Apéndice D). De los 65 OTUs bacterianos detectados, 37 

estuvieron presentes en los seis compartimentos analizados (suelo: suelo, suelo 

asociado a raíz; epísfera: rizósfera, filósfera; endósfera: endófitos de raíz y hoja) 

mientras que nueve fueron exclusivos de la endósfera, cuatro de las comunidades 

epífitas y cuatro de las comunidades de suelo (Fig. 6.1B, Apéndice D).  

Por otro lado, con el análisis de iTags de las comunidades procariontes y fúngicas se 

obtuvieron 35,770,987 y 27,596,665 lecturas bacterianas y fúngicas, respectivamente.  

Después de aplicar los criterios de reproducibilidad técnica (Apartado 5.4.2), estas 

lecturas fueron agrupadas en 3,923 OTUs procariontes (33 phyla) y 3,173 OTUs 

fúngicos (seis phyla). De estos, 1,787 OTUs procariontes y 267 OTUs fúngicos 

estuvieron compartidos entre A. tequilana, A. salmiana y A. deserti, es decir el 56% y 

7%, respectivamente (Fig. 6.1C). También observamos que entre A. salmiana y A. 

deserti, las dos especies silvestres, se compartió el 22% de los OTUs procariontes (871 

OTUs), mientras que entre A. salmiana y A. tequilana, la especie cultivada, se 

compartió únicamente el 10% de los OTUs (394 OTUs). En contraste, el 16% de los 

OTUs fúngicos (499 OTUs) estuvieron compartidos entre A. tequilana y A. salmiana (las 
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especies colectadas en México), mientras que sólo el  7.5% de los OTUs fúngicos (237 

OTUs) estuvieron compartidos entre las especies silvestres, A. salmiana y A. deserti, 

(esta última colectada en California) (Fig. 6.1C). 

La mayoría de los OTUs procariontes y fúngicos que se encontraron en las 

muestras de endósfera (hoja y raíz) estuvieron presentes también en la rizósfera, 

filósfera y el suelo circundante (Fig. 6.1D). Del mismo modo, observamos que la 

mayoría de los OTUs asociados con la parte aérea de la planta, se encontraron también 

en la zona radical y en las muestras de suelo. No obstante, en la parte aérea de la 

planta se observó una proporción mayor de OTUs fúngicos (16.8%) específicos de este 

compartimento en comparación con los bacterianos (2.2%) (Fig. 6.2). Particularmente, 

notamos que el porcentaje de OTUs procariontes compartidos entre los sitios de 

muestreo de México y California fue de 72.2%, mientras que el porcentaje de OTUs 

fúngicos fue 18.2% (Fig. 6.2). Este patrón fue consistente con el número de OTUs 

compartidos entre las especies de Agave en cada de una de las comunidades 

estudiadas (Fig. 6.3). Observamos que en las seis comunidades el porcentaje de OTUs 

procariontes compartido entre los tres agaves (suelo=63%, suelo asociado a raíz=64%, 

rizósfera=53%, filósfera=60%, endósfera raíz=29%, endósfera hoja=10%) fue al menos 

tres veces mayor que el porcentaje de OTUs fúngicos (suelo=10%, suelo asociado a 

raíz=14%, rizósfera=7%, filósfera=19%, endósfera raíz=7%, endósfera hoja=2%) (Fig. 

6.3). Estos resultados muestran que, a diferencia de las comunidades procariontes, la 

distancia geográfica parece tener un efecto sobre las comunidades fúngicas asociadas 

con agaves. Adicionalmente, observamos que tanto el porcentaje de los OTUs 

procariontes y fúngicos compartido entre los tres agaves fue menor en las comunidades 

asociadas internamente (Endósfera hoja y raíz, Archaea/Bacteria= 10-29%, Hongos= 2-
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7%) en comparación con aquellas asociadas de forma externa (suelo, suelo asociado a 

raíz, rizósfera y filósfera; Archaea/Bacteria= 53-64%, Hongos= 7-19%) 

 

 

Figura 6.1 Diagramas de Venn de los OTUs compartidos entre las especies de Agave y los 
grupos de muestras analizados con DGGE (A-B) y secuenciación etiquetada (C-D, 
Archaea/Bacteria: azul, Fungi: negro).  
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Figura 6.2 Diagramas de Venn de los OTUs compartidos entre la partes aérea y radical de la 
planta con el suelo, entre las muestras colectadas en México y California y los OTUs 
compartidos entre los agaves silvestres y el agave cultivado. Archaea/Bacterias: azul, Fungi: 
negro. 
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Figura 6.3 Diagramas de Venn de los OTUs compartidos entre las tres especies de Agave en 
las seis comunidades analizadas. Archaea/Bacteria: azul, Fungi: negro. 
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En el caso de las comunidades procariontes, a pesar de las diferencias en la 

resolución (OTUs y phyla detectados) entre DGGE y iTags, los phyla Proteobacteria, 

Actinobacteria, Firmicutes y Bacteroidetes (este último no detectado con DGGE) fueron 

determinados como dominantes, ya que constituyeron más del 80% de la abundancia 

relativa de las comunidades directamente asociadas (rizósfera, filósfera, endósfera raíz 

y hoja) con las tres especies de Agave (Figs. 6.4-6.7). En comparación con las 

comunidades provenientes del suelo, las comunidades asociadas directamente con los 

agaves,  estuvieron enriquecidas con miembros de los phylum Proteobacteria (Kruskal-

Wallis X2= 50.84, pmenos de 1.00x10-12) y Actinobacteria (Kruskal-Wallis X2= 11.07, 

pmenos de 8.790x10-4), mientras que hubo una disminución de Acidobacteria (Kruskal-

Wallis X2= 125.51, pmenos de 2.20x10-16) (Figs. 6.4-6.7). Lo anterior es consistente con 

lo se ha encontrado en otras plantas como Arabidopsis thaliana (Bulgarelli et al., 2012; 

Lundberg et al., 2012; Shakya et al., 2013).  

Las seis comunidades fúngicas analizadas estuvieron dominadas por el phylum 

Ascomycota (92.1% de la abundancia relativa total en promedio), mientras que el 

phylum Basidiomycota estuvo presente en una menor proporción (7.7%) (Fig. 6.8-6.9). 

Llamó nuestra atención que los OTUs del phylum Glomeromycota (hongos micorrízico 

arbusculares), fueron detectados en una proporción baja: únicamente 36 OTUs, es 

decir el 1.1% de la abundancia relativa total. Los OTUs micorrízicos detectados fueron 

miembros de los géneros Entrophospora y Glomus y se encontraron asociados 

principalmente con los agaves silvestres, A. salmiana y A. deserti, respectivamente 

(Kruskal-Wallis X2= 23.79, pmenos de 1.01x10-6). Los taxones micorrízicos estuvieron 

virtualmente ausentes de todas las comunidades fúngicas asociadas con A. tequilana. 
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Se observaron diferencias entre los patrones de abundancia tanto de las 

comunidades procariontes como de las fúngicas entre las tres especies de Agave. En 

general, observamos que los patrones de abundancia relativa de los OTUs en las 

comunidades provenientes de suelo y suelo asociado a raíz fueron similares entre sí (A. 

tequilana: Kruskal-Wallis X2= 0.333, pmenos de 0.5637; A. salmiana: Kruskal-Wallis X2= 

0.034, pmenos de 0.8535; A. deserti: Kruskal-Wallis X2= 0.064, pmenos de 0.8002;), 

mientras que la composición de las comunidades epífitas y endófitas fueron diferentes 

entre ellas (A. tequilana: Kruskal-Wallis X2= 7.58, pmenos de 0.05; A. salmiana: 

Kruskal-Wallis X2= 18.39, pmenos de 3.66x10-4; A. deserti: Kruskal-Wallis X2= 39.58, 

pmenos de 1.088x10-8;) (Figs. 6.4-6.7). En contraste, los patrones de abundancia 

relativa entre las diferentes comunidades fúngicas presentaron variaciones más 

graduales entre los diferentes compartimentos analizados (Fig. 6.8-6.9). No obstante, 

observamos que tanto en A. tequilana como en A. deserti, la abundancia relativa de los 

órdenes fúngicos Pleosporales (Clase Dothidiomycetes) y Eurotiales (Clase 

Euroiomycetes) disminuyó e incrementó, respectivamente, en la transición entre las 

muestras de suelo y la endósfera de raíz. Sin embargo, en A. salmiana la abundancia 

relativa de ambos grupos taxonómicos fue estable entre dichos tipos de muestra. Por el 

contrario, el orden Capnodiales (Clase Dothidiomycetes) representó una parte 

significativa del microbioma de la parte aérea de los agaves colectados en México, sin 

embargo dicho orden estuvo prácticamente ausente en los diferentes tipos de muestra 

en A. deserti (Kruskal-Wallis X2= 28.64, pmenos de 8.70x10-7). Del mismo modo, el 

orden Bacillales que constituyó más de 20% de la endósfera de hoja en los dos agaves 

mexicanos, representó menos del 5% en la endósfera de hoja de A. deserti (Kruskal-

Wallis X2= 12.65, pmenos de 3.77x10-4). 
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Figura 6.4 Abundancia relativa a nivel de phylum de los taxones bacterianos detectados con 
DGGE en las seis comunidades asociadas con A. tequilana y A. salmiana. Los taxones 
marcados con asterisco no fueron identificados hasta nivel de phylum. 
 

 

Figura 6.5 Abundancia relativa a nivel de orden de los taxones bacterianos detectados con 
DGGE en las seis comunidades asociadas con A. tequilana y A. salmiana. Los taxones 
marcados con asterisco no fueron identificados hasta nivel de orden. 
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Figura 6.6 Abundancia relativa a nivel de phylum de los taxones bacterianos detectados con 
iTags en las seis comunidades asociadas con A. tequilana, A. salmiana, A. deserti. Los taxones 
marcados con asterisco no fueron identificados hasta nivel de phylum. 
 

 
Figura 6.7 Abundancia relativa a nivel de orden de los taxones bacterianos detectados con 
iTags en las seis comunidades asociadas con A. tequilana, A. salmiana, A. deserti. Los taxones 
marcados con asterisco no fueron identificados hasta nivel de orden. 
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Figura 6.8 Abundancia relativa a nivel de clase de los taxones fúngicos detectados con iTags 
en las seis comunidades asociadas con A. tequilana, A. salmiana, A. deserti. Los taxones 
marcados con asterisco no fueron identificados hasta nivel de phylum. 
 
 

 
Figura 6.9 Abundancia relativa a nivel de orden de los taxones fúngicos detectados con iTags 
en las seis comunidades asociadas con A. tequilana, A. salmiana, A. deserti. Los taxones 
marcados con asterisco no fueron identificados hasta nivel de orden. 
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Figura 6.10 Abundancia relativa a nivel de phylum de los taxones bacterianos detectados en el 
análisis metagenómico de las comunidades de rizósfera y filósfera asociadas con A. tequilana y 
A. salmiana. Los taxones marcados con asterisco no fueron determinados hasta nivel de 
phylum. 

 

 
Figura 6.11 Abundancia relativa a nivel de orden de los taxones bacterianos detectados en el 
análisis metagenómico de las comunidades de rizósfera y filósfera asociadas con A. tequilana y 
A. salmiana. Los taxones marcados con asterisco no fueron determinados hasta nivel de orden. 
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La comunidad procarionte de la rizósfera de A. tequilana, el agave cultivado, 

estuvo enriquecida por los órdenes Pseudomonadales (Kruskal-Wallis X2= 6.61, 

pmenos de 9.97x10-3) y Enterobacteriales (Kruskal-Wallis X2= 21.37, pmenos de 

3.79x10-6), en comparación con las rizósferas de los agaves silvestres (Fig. 6.7). En 

conjunto, los órdenes Pseudomonadales y Enterobacteriales representaron el 92% en 

una muestra de la rizósfera de A. tequilana, en promedio dichos órdenes representaron 

el 66% de la rizósfera de este agave (Fig. 6.7). Estos resultados fueron consistentes 

con el análisis preliminar de los metagenomas de rizósfera de A. tequilana, donde el 

phylum Proteobacteria representó más del 95% (Fig. 6.10) y el orden Enterobacteriales 

conformó 24-49% de la abundancia relativa de dicha comunidad (Fig. 6.11).  Los 

órdenes más abundantes en las rizósferas de A. salmiana y A. deserti fueron 

Actinomycetales y Bacillales, respectivamente, y representaron en promedio sólo el 

14% y 10% de las rizósferas silvestres. A diferencia de la rizósfera de A. tequilana, las 

rizósferas de los agaves silvestres, del mismo modo que en análisis metagenómico 

(Figs. 6.10-6.11, Apéndice E), mostraron una mayor riqueza (Figs. 6.4- 6.7, Apéndice 

E). Además de las similitudes mencionadas, con el análisis preliminar de los 

metagenomas se detectó una presencia mayor del phylum Cyanobacteria en la 

rizósfera de A. salmiana (más de 6%) y la filósfera de A. tequilana (más de 10%) (Figs. 

6.10-6.11), en comparación con lo detectado con el análisis de iTags (menos de 0.5%) 

(Figs. 6.4- 6.7). Los órdenes de Cyanobacteria detectados con el análisis 

metagenómico fueron: Chroococcales, Gloeobacterales, Oscillatoriales, Pleurocapsales 

y Stigonematales, mientras que los detectados con el análisis de iTags fueron: 

mle1_12, SM1D11, Nostocales, Chroococcales, Oscillatoriales y Pseudanabaenales. 
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Las comunidades procariontes asociadas al suelo fueron similares entre los 

distintos sitios de muestreo, y los órdenes Enterobacteriales y Pseudomonadales, que 

fueron abundantes en la rizósfera, representaron menos de 1% en las comunidades de 

suelo de todos los agaves. Particularmente, llamó nuestra atención que en el caso de la 

filósfera de A. tequilana, los órdenes Pseudomonadales, Enterobacteriales y 

Flavobacteriales representaron una parte importante de la abundancia constituyendo en 

promedio el 58% de esta comunidad en el agave cultivado. La abundancia de estos 

pocos linajes bacterianos en la rizósfera y filósfera de A. tequilana es consecuencia de 

la baja presencia de otros órdenes como Pirellulales, Solibacterales, Acidimicrobiales y 

Rhizobiales en estas comunidades. Contrariamente, dichos órdenes resultaron ser 

significativamente más abundantes en las rizósferas silvestres: Pirellulales (Kruskal-

Wallis X2= 8.19, pmenos de 4.20x10-3);  Solibacterales (Kruskal-Wallis X2= 8.23, 

pmenos de 4.05x10-3); Acidimicrobiales (Kruskal-Wallis X2= 12.85, pmenos de 3.39x10-

4) y Rhizobiales (Kruskal-Wallis X2= 13.25, pmenos de 2.73x10-4). 

 

6.1.2 La diversidad microbiana es diferente entre los compartimentos de la 

planta y entre agaves silvestres y cultivados 

En general la diversidad de las comunidades microbianas, determinada por el índice de 

Shannon, estuvo afectada por el compartimento del que provenían y la especie de 

Agave con la que estuvieron asociadas.  Los valores de Shannon fueron mayores en 

las muestras de suelo, seguidas por las muestras epífitas y endófitas (Fig. 6.12, 

Apéndice E). Tanto en las comunidades procariontes como en las fúngicas de las tres 

especies de Agave, la diversidad del suelo asociado a raíz fue ligeramente mayor que 
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en el suelo, lo que sugiere un posible efecto de los exudados radicales, u otros factores 

asociados a la planta, sobre el incremento de la diversidad microbiana local.  

 En el caso de las comunidades procariontes, encontramos que la rizósfera y 

filósfera asociadas con A. tequilana, la especie cultivada, fueron menos diversas en 

comparación con aquellas asociadas con los agaves silvestres (Fig. 6.12A, Apéndice 

E). Esto fue consistente con los resultados obtenidos del análisis metagenómico (Figs. 

6.10-1.11, Apéndice E), donde observamos que el índice de Shannon estimado para la 

rizósfera del agave nativo A. salmiana, fue hasta dos veces mayor (H’= 3.485-4.681, 

Apéndice E) que los valores del mismo índice para la rizósfera asociada con la especie 

cultivada A. tequilana (H’= 2.153-2.714, Apéndice E). Nuestros resultados sugieren una 

reducción de la diversidad natural epífita de Archaea/Bacteria en A. tequilana en 

comparación con los agaves silvestres. Esta pérdida de diversidad estuvo explicada 

directamente por la abundancia relativa de algunos miembros de la familia 

Enterobacteriaceae, principalmente el género Leclercia que representó hasta el 38% en 

las comunidades epífitas asociadas con A. tequilana mientras que en las comunidades 

epífitas de A. salmiana y A. deserti dicho género representó menos de 6% de la 

abundancia relativa. Finalmente, observamos que la diversidad microbiana en la 

filósfera de las tres especies de Agave fue casi tan alta como en la rizósfera (Fig. 

6.11A-B, Apéndice E) o incluso mayor como lo mostraron los datos metagenómicos de 

dichas comunidades epífitas asociadas con A. tequilana (filósfera: H’= 4.694, rizósfera: 

H’= 2.153-2.714; Apéndice E). Esto resulta interesante ya que las condiciones como 

contenido de humedad, exposición a la radicación solar, temperatura, entre otras son 

más severas en la parte aérea de la planta en comparación con la zona radical, 
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haciendo que ésta última resulte un ambiente más propicio para la proliferación de los 

microorganismos. 

 

 

Figura 6.12 Índice de Shannon (H’), media ± desviación estándar, de las comunidades 
procariontes (A) y fúngicas (B) asociadas con A. tequilana, A. salmiana y A. deserti detectadas 
con el análisis de iTags. Los superíndices a-d: diferencias significativas entre especies en el 
compartimento indicado de acuerdo con la prueba de Kruskal-Wallis (Apéndice E); e-g: 
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diferencias significativas entre compartimentos en la especie indicada de acuerdo con la prueba 
de Kruskal-Wallis (Apéndice E). 

 

6.1.3 Discusión 

Los agaves son plantas adaptadas a ambientes pobres en nutrientes y con baja 

humedad, lo que los convierte en un recurso biótico importante en las zonas áridas y 

semiáridas. No obstante, es poco lo que se sabe acerca de las interacciones que estas 

plantas establecen con los microorganismos y como dichas interacciones pueden estar 

involucradas en la adecuación de las agaváceas a su ambiente.  

Este trabajo es la primera aproximación que se realiza para conocer la 

composición de las comunidades microbianas (procariontes y hongos) asociadas de 

manera interna y externa con tres especies de Agave, una cultivada A. tequilana var. 

azul y dos silvestres: A. salmiana y A. deserti. La composición del microbioma de los 

agaves (A. tequilana y A. salmiana) fue evaluada inicialmente mediante un análisis de 

huella genética con DGGE de las comunidades bacterianas. Adicionalmente a este 

análisis, se realizó la secuenciación etiquetada (iTags) de las comunidades procariontes 

y fúngicas asociadas con las tres agaváceas antes mencionadas, los datos obtenidos 

de iTags nos proporcionaron una mayor resolución de la composición del microbioma 

de los agaves.  

En general el porcentaje de OTUs procariontes (56%) compartidos entre los tres 

agaves fue mayor en comparación con el porcentaje de OTUs fúngicos (7%), lo que fue 

consistente al interior de cada una de las seis comunidades estudiadas. Particularmente 

observamos que el número de OTUs fúngicos compartidos entre las especies 

colectadas en México fue mayor con respecto a los que se compartieron con la especie 

colectada en California, lo que sugiere un posible efecto de la localización geográfica 
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sobre la composición de las comunidades fúngicas. Recientemente Talbot et al. (2014) 

encontraron que las comunidades fúngicas, así como las plantas y animales, son 

endémicas de bioregiones específicas; mencionando que de manera global, factores 

como la dispersión limitada o el clima pueden afectar el ensamble de las comunidades 

de hongos. Aunado a esto Meiser et al. (2013) observaron que en las comunidades 

fúngicas los taxones generalistas o aquellos distribuidos de forma global son poco 

comunes. 

Con lo que respecta a las comunidades bacterianas, con el DGGE detectamos 

sólo seis phyla constituyendo dichas comunidades mientras que con el análisis de iTags 

se detectaron 33 phyla distintos (Archaea/Bacteria). A pesar de la diferencia en la 

resolución, se detectaron grupos bacterianos dominantes similares independientemente 

de la técnica utilizada. Esto sugiere que pese a las limitaciones propias del DGGE en 

comparación con la secuenciación masiva (Nocker et al., 2007), esta técnica es útil para 

determinar los principales grupos que conforman las comunidades bacterianas 

asociadas con los agaves. De los 33 phyla detectados, las comunidades procariontes 

directamente asociadas con los tres agaves estuvieron dominadas por taxones de los 

phyla Proteobacteria, Actinobacteria, Firmicutes y Bacteroidetes. Esto es consistente 

con lo que se ha observado previamente en otras plantas como Arabidopsis thaliana 

(Bulgarelli et al., 2012; Lundberg et al., 2012; Shakya et al., 2013) y también con plantas 

de metabolismo CAM como las cactáceas, que cohabitan con los agaves, en las cuales 

los mismos grupos, además del phylum Acidobacteria, representaron más de 85% de 

las comunidades directamente asociadas con dichas plantas (Fonseca-García et al., 

2016). Es importante mencionar que aunque estos resultados fueron consistentes entre 

el análisis con iTags y el análisis metagenómico (comunidades epífitas de A. tequilana y 
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A. salmiana), el phylum Cyanobacteria estuvo mayormente representado en los 

resultados obtenidos del análisis metagenómico (iTags= menos de 0.5%, 

metagenomas= más de 6%). Estas diferencias pueden relacionarse con el sesgo 

originado por el uso de la PCR (amplificación preferencial del ADN más abundante) 

para la secuenciación dirigida (iTags), el cual no es un paso necesario en la 

secuenciación aleatoria del análisis metagenómico (NAS, 2007; Manichanh et al., 

2008). Las cianobacterias han sido detectadas también como parte de las comunidades 

microbianas epífitas de cactáceas (Fonseca-García, 2016), plantas que cohabitan con 

los agaves, donde se reportan géneros como Phormidium y Microcoleus (Orden 

Oscillatoriales), los cuales son similares a los encontrados en asociación con los 

agaves. Estos dos géneros de cianobacterias, además de otros como Nostoc (Orden 

Nostocales) y Stigonema (Orden Stigonematales), también detectados en las 

comunidades epífitas de los agaves, han sido reportados como microorganismos 

capaces de colonizar ambientes extremos como las costras biológicas de suelo en 

sistemas áridos (Nunes da Rocha et al., 2015; Čapková et al., 2016) y biofilms 

subaéreos de montañas y desiertos, contribuyendo a la formación de mini-ecosistemas 

microbianos gracias a que son fotosintéticos, capaces de fijar nitrógeno, tolerantes a la 

desecación y la radiación solar (Gorbushina, 2007).  

Las comunidades fúngicas estuvieron constituidas en más del 90% por miembros 

del phylum Ascomycota, mientras que el phylum Basidiomycota representó poco menos 

del 8%, del mismo modo que en otras plantas de zonas semiáridas como los pastos 

perennes (Porras-Alfaro et al., 2011) o las cactáceas (Fonseca-García et al., 2016), los 

cuales son colonizados de forma predominante por Ascomycota. A pesar de que las 

micorrizas se asocian con la mayoría de las plantas y son simbiontes antiguos, al 
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menos de 400 millones de años (Humphreys et al., 2010), en nuestro estudio 

representaron únicamente el 1% de las comunidades fúngicas asociadas sólo con los 

agaves silvestres. Esta baja o ausente colonización de los agaves por parte de los 

hongos micorrízicos pudo ser ocasionada por el uso de oligos universales en el análisis 

molecular de las comunidades fúngicas. Se ha demostrado que los oligos universales 

utilizados para la amplificación de marcadores moleculares fúngicos (subunidad 18S o 

ITS), no son del todo útiles en la detección de hongos micorrízicos (Redecker, 2000, 

Martin & Rygiewicz, 2005; Lee et al., 2008). Dentro de las opciones que se plantean 

como factibles está el diseño de oligos específicos dirigidos a la amplificación de 

regiones que incluyan no sólo las subunidades ribosomales o los espaciadores internos, 

sino un conjunto de éstos para usarse como marcadores moleculares (Lee et al., 2008; 

Stockinger et al., 2010). 

Con respecto a la diversidad de las comunidades microbianas, llamó nuestra 

atención la baja diversidad observada en las comunidades de rizósfera y filósfera 

asociadas con A. tequilana en comparación con las especies silvestres A. salmiana y A. 

deserti. Los bajos niveles de diversidad en estas comunidades epífitas están 

directamente relacionados con el hecho de que sólo unos pocos grupos bacterianos, 

como los Enterobacteriales específicamente el género Leclercia, fueron dominantes en 

las comunidades asociadas con A. tequilana. Es importante mencionar que A. tequilana 

var. azul es un monocultivo que se encuentra bajo la Denominación de Origen Tequila, 

por lo que la propagación de estas plantas está restringida a la reproducción vegetativa 

(bulbilos o hijuelos de rizoma), de modo que sólo se obtienen plantas genéticamente 

idénticas a las parentales (Valenzuela et al., 2011). Este monocultivo se encuentra 

sujeto a prácticas agrícolas como la desinfección radical de los hijuelos antes de la 



74 
 

plantación, teniendo en cuenta que el ensamble de las comunidades rizosféricas se da 

en etapas tempranas del desarrollo de las plantas (Chaparro et al., 2014), es probable 

que la desinfección radical ocasione cierto nivel de perturbación en estas comunidades. 

Adicionalmente, existen otras prácticas como la falta de rotación de cultivos y el uso de 

plaguicidas y fertilizantes químicos que podrían estar perturbando las comunidades 

microbianas. De este modo, creemos probable que el manejo agrícola puede 

relacionarse con el incremento de los Enterobacteriales en las comunidades epífitas 

asociadas con A. tequilana, dentro de cuyos miembros se encuentran los géneros 

Erwinia y Pantoea, dos géneros que forman parte del complejo bacteriano responsable 

de la pudrición blanda en A. tequilana (Jiménez-Hidalgo et al., 2004). En estudios 

recientes se ha observado que el manejo agrícola puede disminuir la diversidad 

microbiana (Hilton et al., 2013), alterando las interacciones benéficas entre la planta y la 

microbiota nativa y adicionalmente permitir el incremento de microorganismos 

patógenos (Santhanam et al., 2015). Sin embargo, nuestro diseño experimental no 

provee evidencia suficiente para adjudicar la disminución de la diversidad microbiana en 

las comunidades epífitas con A. tequilana al manejo agrícola.  

Consideramos que es necesario realizar otros estudios donde pueda evaluarse el 

efecto de la disminución de la microbiota nativa en cultivos, y así conocer las 

repercusiones del manejo agrícola sobre el microbioma los agaves y cómo esto afecta 

la adecuación de las mismas. 
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6.2 Capítulo 2: Factores que afectan la estructura de las 

comunidades asociadas con Agave 
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6.2.1 El tipo de muestra y la biogeografía de la especie influyen en la 

composición de las comunidades microbianas en agaves silvestres y 

cultivados 

A partir de la evaluación del efecto global de todos los factores considerados y sus 

interacciones, sobre las comunidades procariontes y fúngicas por medio del análisis de 

varianza basado en permutaciones (PERMANOVA), observamos que el tipo de 

muestra, la biogeografía de la planta, así como la interacción entre estos dos, son los 

factores que ejercen una mayor influencia sobre las comunidades microbianas (Fig. 

6.13; Tablas 6.1-6.2).  

Si bien, los mismos factores tuvieron un efecto tanto en las comunidades 

procariontes como en las fúngicas, en el caso de Archaea/Bacteria el factor que explicó 

el mayor porcentaje de la variación, tanto en los datos obtenidos a partir de DGGE 

como iTags, fue el tipo de muestra. Este factor por sí solo explicó el 63% de la variación 

observada en la comunidades procariontes, mientras que el factor especie lo hizo en un 

15% (Fig. 6.13; Tablas 6.1-6.2).  

Por otro lado, en las comunidades fúngicas el factor que explicó el mayor 

porcentaje de variación fue la biogeografía de la especie hospedera: 52.7%, mientras 

que el tipo de muestra explicó un 18% (Fig. 6.13; Tabla 6.2). Además de estos factores, 

las comunidades fúngicas se vieron influidas, aunque en menor proporción, por la 

estacionalidad y la interacción entre este factor y el tipo de muestra (Fig. 6.13; Tabla 

6.2), algo que, a nivel global, no ocurrió con las comunidades procariontes. Es 

importante mencionar que, debido a que las especies de Agave utilizadas en este 

trabajo no se encuentran en simpatría, el factor sitio no pudo ser evaluado de forma 

independiente del factor especie en el análisis global. 
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Figura 6.13 Porcentaje de variación explicada por los diferentes factores que influyen las 
comunidades microbianas asociadas con los agaves, detectadas con iTags y DGGE. 
 

Tabla 6.1 PERMANOVA de las comunidades procariontes asociadas con A. tequilana y 
A. salmiana detectadas con DGGE, considerando todos los factores y sus 
interacciones. Se muestran únicamente valores estadísticamente significativos 
(P≤0.001). 

Factora F R2 P 

Global    

     Tipo de muestra5, 120 16.94 0.29 0.001 

     Especie1, 120 12.05 0.04 0.001 

     Tipo de muestra:Especie5, 120 5.27 0.09 0.001 

     Estación1, 120 5.71 0.02 0.001 

Suelob    

     Estación1, 40 11.86 0.15 0.001 

     Especie1 40 3.79 0.05 0.001 

     Estación:Especie1, 40 6.63 0.08 0.001 

Epíspferac    

     Especie1, 40 35.01 0.31 0.001 

     Estación1, 40 12.85 0.11 0.001 

     Especie:Estación1, 40 15.58 0.14 0.001 

Endósferad    

     Estación1, 40 11.24 0.16 0.001 

     Tipo de muestra1, 40 4.80 0.07 0.001 

     Especie1, 40 4.50 0.06 0.001 
aLos subíndices indican los grados libertad y los residuales para cada prueba de F. 
bComunidades provenientes de suelo y suelo asociado a raíz. 
cComunidades provenientes de rizósfera y filósfera. 
dComunidades provenientes de endósfera de hoja y raíz. 
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Tabla 6.2 PERMANOVA de las comunidades procariontes y fúngicas asociadas con las tres especies de Agave 
detectadas con secuenciación etiquetada, considerando todos los factores y sus interacciones. Se muestran únicamente 
valores estadísticamente significativos (P≤0.05). 

Bacterias Hongos 

Factora F R2 P Factora F R2 P 

Global 

   Tipo de muestra5, 199 183.25 0.63 0.001 Especie2, 190 350.97 0.53 0.001 

   Especie2, 199 107.10 0.15 0.001 Tipo de muestra5, 190 49.04 0.18 0.001 

   Tipo de muestra:Especie10, 199 10.52 0.07 0.001 Tipo de muestra:Epecie10, 190 16.83 0.13 0.001 

    Tipo de muestra:Estación5, 190 1.94 0.01 0.016 

    Estación1, 190 2.54 0.002 0.050 

Suelob 

   Epecie2, 71 88.06 0.67 0.001 Especie2, 71 190.85 0.82 0.001 

 Tipo de muestra1, 71 4.28 0.01 0.019 

Epísferac 

   Epecie2, 70 88.02 0.59 0.001 Especie2, 70 254.03 0.71 0.001 

   Tipo de muestra1, 70 32.06 0.11 0.001 Tipo de muestra:Especie2, 70 34.26 0.10 0.001 

   Tipo de muestra:Especie2, 70 7.14 0.05 0.001 Tipo de muestra1, 70 56.94 0.08 0.001 

     Estación1, 70 2.98 0.00 0.049 

Endósferad 

   Tipo de muestra1, 58 110.96 0.48 0.001 Tipo de muestra1, 49 57.27 0.35 0.001 

   Especie2, 58 12.55 0.11 0.001 Especie2, 49 17.77 0.21 0.001 

   Tipo de muestra:Especie2, 58 7.27 0.06 0.001 Tipo de muestra:Especie2, 49 4.45 0.05 0.001 

   Especie:Estacion1, 58 5.23 0.04 0.001 Estación1, 49 3.76 0.02 0.008 

   Estación2, 58 4.62 0.02 0.014 Tipo de muestra:Estación1, 49 3.51 0.02 0.014 

   Tipo de muestra:Estación1, 58 3.36 0.01 0.027 Tipo de muestra:Especie:Estación1, 49 2.62 0.02 0.049 
aLos subíndices indican los grados libertad y los residuales para cada prueba de F. 
bComunidades provenientes de suelo y suelo asociado a raíz. 
cComunidades provenientes de rizósfera y filósfera. 
dComunidades provenientes de endósfera de hoja y raíz. 
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Figura 6.14 Escalamiento multidimensional no métrico (NMDS) del análisis con iTags de las 
comunidades procariontes asociadas con A. tequilana, A. salmiana y A. deserti. A: Seis 
comunidades, B: endófitos, C: epífitos. 
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Con el objetivo de tener un soporte gráfico para los resultados del PERMANOVA a 

nivel global, se generó un análisis de ordenamiento con un escalamiento 

multidimensional no métrico (NMDS, por sus siglas en inglés), a partir de una matriz de 

distancias Bray-Curtis. En las gráficas de NMDS pudimos observar que tanto las 

comunidades procariontes como las fúngicas se agruparon de acuerdo al tipo de 

muestra y la biogeografía de la planta. No obstante, como previamente se observó en 

los resultados del PERMANOVA, la contribución de cada factor fue diferente entre 

Archaea/Bacteria y Fungi.  

Los agrupamientos en las comunidades procariontes estuvieron determinados 

principalmente por el tipo de muestra, conjuntando a las comunidades en tres 

subgrupos: en un extremo el suelo (suelo y suelo asociado a raíz), seguido por las 

comunidades epífitas (rizósfera y filósfera) y al otro extremo las comunidades endófitas 

(endósfera de raíz y hoja) (Fig. 6.14A). Adicionalmente, las gráficas de NMDS 

mostraron también que la mayor variación entre muestras se encontró en las 

comunidades endófitas (Fig. 6.14A), en comparación con las muestras provenientes de 

suelo, cuya variación intra-muestral fue menor. En el caso de los datos obtenidos a 

partir de DGGE, el agrupamiento de las comunidades procariontes así como la 

formación de los subgrupos, fue consistente con lo observado con iTags para A. 

tequilana y A. salmiana (Fig. 6.14-6.15). Sin embargo, a diferencia de iTags, con DGGE 

el patrón de agrupamiento para A. tequilana fue similar sólo cuando los sitios  de 

muestreo (Amatitán y Pénjamo) fueron analizados por separado (Fig. 6.15B-C).  
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Figura 6.15 Escalamiento multidimensional no métrico (NMDS) del análisis con DGGE de las 
comunidades procariontes asociadas con A. tequilana y A. salmiana. A: seis comunidades de 
ambos sitios de muestreo (Magueyal y San Francisco) asociadas con A. salmiana, B: seis 
comunidades de Pénjamo asociadas con A. tequilana, C: seis comunidades de Pénjamo 
asociadas con A. tequilana. 
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Figura 6.16 Escalamiento multidimensional no métrico (NMDS) del análisis con iTags de las 
comunidades fúngicas asociadas con A. tequilana, A. salmiana y A. deserti. A: Seis 
comunidades, B: endófitos, C: epífitos. 

 

-0.4 -0.2 0.0 0.2 0.4

-0
.4

-0
.2

0
.0

0
.2

0
.4

0
.6

Coordinate 1

C
o
o
rd

in
a
te

 2

-0.6 -0.4 -0.2 0.0 0.2 0.4 0.6

-0
.6

-0
.4

-0
.2

0
.0

0
.2

0
.4

0
.6

Coordinate 1

C
o
o
rd

in
a
te

 2

-0.6 -0.4 -0.2 0.0 0.2 0.4

-0
.6

-0
.4

-0
.2

0
.0

0
.2

Coordinate 1

C
o
o
rd

in
a
te

 2

A

B

C

S= 0.190

S= 0.187

S= 0.145

Especie Suelo Suelo 

asociado a 

raíz

Rizósfera Filósfera Endósfera

raíz

Endósfera

hoja

A. tequilana

A. salmiana

A. deserti



83 
 

En el caso de las comunidades fúngicas el análisis global con NMDS nos mostró 

una diferencia notoria entre las muestras colectadas en México y las de California (Fig. 

6.16A). Aunado a esto, pudimos observar que las muestras provenientes de la rizósfera 

y filósfera formaron un grupo cercano a las comunidades de suelo, mientras que las 

comunidades endófitas formaron un grupo distante de este último (Fig. 6.16A). 

Considerando que el tipo de muestra fue un factor determinante en el 

agrupamiento de los datos, decidimos analizar el efecto de todos los factores por 

separado sobre los dos subgrupos asociados directamente con las plantas: epífitos y 

endófitos (Figs. 6.14B-C, 6.16B-C). Las comunidades epífitas procariontes y fúngicas se 

vieron afectadas por la biogeografía de las especies de Agave, sin embargo la 

influencia de este factor fue mayor sobre las comunidades fúngicas (Tabla 6.2; Figs. 

6.14, 6.16). El tipo de muestra y la interacción entre este factor y la especie, explicaron 

el 15.6% y 17.6% de la variación en las comunidades epífitas procariontes y fúngicas, 

respectivamente. En el caso de las comunidades endófitas, observamos que tanto las 

comunidades procariontes como las fúngicas fueron afectadas no sólo por el tipo de 

muestra, la especie de Agave y la interacción entre estos dos factores (en conjunto 

explican 65% y 62.4% de la variación total en Archaea/Bacteria y Fungi, 

respectivamente), sino también por la estacionalidad (Tabla 6.2). De hecho, la 

estacionalidad y la interacción de este factor con otros, explicaron el 7.9% de la 

variación en las comunidades endófitas bacterianas y el 6.1% en las fúngicas (Figs. 

6.14, 6.16; Tabla 6.2). Este patrón es consistente con las observaciones hechas a partir 

de los datos obtenidos de DGGE para las comunidades procariontes endófitas, donde 

el factor estacionalidad en conjunto con su interacción con otros factores explicó hasta 

el 29% de la variación total en dichas comunidades (Tabla 6.1). 
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Debido a la influencia de la localización geográfica de las especies de Agave 

sobre las comunidades microbianas, realizamos un análisis, similar al anteriormente 

descrito, para evaluar el efecto de todos los factores considerados y sus interacciones, 

en cada una de las especies de Agave por separado. A partir de estos análisis 

observamos que las comunidades microbianas asociadas con los dos agaves silvestres 

fueron afectadas de forma similar por los factores evaluados. Tanto en A. salmiana 

como en A. deserti, el tipo de muestra fue el factor que explicó la mayor cantidad de 

variación en las comunidades microbianas (Tabla 6.3), sin embargo el efecto de este 

factor fue aún mayor en las comunidades procariontes en comparación con las fúngicas 

(85-81% en Archaea/Bacteria; 74-62% en Fungi para A. salmiana y A. deserti, 

respectivamente). El factor sitio tuvo un efecto mínimo en las comunidades procariontes 

de A. salmiana y parece no haber afectado las comunidades asociadas con A. deserti 

(Tabla 6.3). Por el contrario, las comunidades fúngicas asociadas con A. deserti se 

vieron afectadas por el factor sitio y la interacción de éste con el tipo de muestra, 

explicando en conjunto el 15% de la variación total de estos datos. En el caso de las 

comunidades fúngicas de A. salmiana el factor sitio sólo explicó el 1.5% de la variación 

total. En contraste, las comunidades microbianas (Archaea/Bacteria y Fungi) asociadas 

con A. tequilana se vieron afectadas tanto por el sitio como por la estacionalidad, 

sugiriendo que los factores abióticos podrían jugar un papel importante en la 

conformación del microbioma de A. tequilana. 
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Tabla 6.3 PERMANOVA de las comunidades procariontes y fúngicas al interior de cada una de las tres especies de 
Agave, con base en los datos obtenidos con secuenciación etiquetada, considerando todos los factores y sus 
interacciones. Se muestran únicamente valores estadísticamente significativos (P≤0.05). 

Bacterias Hongos 

Factora F R2 P Factora F R2 P 

A. tequilana        

Tipo de muestra5, 47 64.14 0.79 0.001 Tipo de muestra5, 44 59.90 0.63 0.001 

Estación1, 47 4.85 0.01 0.018 Tipo de muestra:Sitio5, 44 8.29 0.09 0.001 

Sitio1, 47 4.76 0.01 0.018 Sitio1, 44 37.03 0.08 0.001 

    Tipo de muestra:Estación:Sitio5, 44 4.63 0.05 0.001 

 
   Tipo de muestra:Estación5, 44 3.81 0.04 0.001 

 
   Estación1, 44 6.84 0.01 0.001 

 
   Estación:Sitio1, 44 5.56 0.01 0.005 

A. salmiana        

Tipo de muestra5, 42 83.52 0.86 0.001 Tipo de muestra5, 46 43.67 0.74 0.001 

Tipo de muestra:Sitio5, 42 2.12 0.02 0.045 Sitio1, 46 4.53 0.01 0.004 

A. deserti        

Tipo de muestra5, 62 78.67 0.81 0.001 Tipo de muestra5, 56 38.75 0.62 0.001 

    Sitio2, 62 13.45 0.09 0.001 

    Tipo de muestra:Sitio8, 62 2.45 0.06 0.002 
aLos subíndices indican los grados libertad y los residuales para cada prueba de F. 
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6.2.2 Microorganismos clave asociados con agaves silvestres y cultivados 

Considerando las relaciones ecológicas desde la perspectiva de los mercados 

microbianos, de acuerdo con Werner et al. (2014), hicimos uso del concepto de Pareto 

(la regla del 80-20) para detectar aquellos taxones bacterianos y fúngicos que 

constituyeran el 80% (microorganismos clave) de la abundancia relativa de las 

comunidades microbianas en las especies de Agave estudiadas. A partir de la 

detección de dichos taxones, se graficaron el promedio de la abundancia relativa y la 

prevalencia de éstos en cada tipo de muestra para cada una de las especies de Agave 

(Figs. 6.17-6.22), de este modo intentamos inferir cuales interacciones agaves-

microorganismos podrían ser relevantes ecológica y funcionalmente.  

 En general, nuestro análisis confirmó los bajos niveles de diversidad observados 

en las comunidades microbianas asociadas con A. tequilana, ya que un número 

reducido de taxones conformaron el 80% de estas comunidades en comparación con 

aquellas asociadas con los agaves silvestres, esto sugiere un posible efecto del manejo 

agronómico sobre el microbioma de A. tequilana (Figs. 6.17-6.22). A pesar de esta 

reducción en la diversidad microbiana, el análisis de Pareto también reveló que existe 

un grupo de microorganismos clave que se comparte a nivel de phylum/clase entre las 

tres especies de Agave estudiadas. Por otro lado, observamos que a un nivel 

taxonómico más fino (OTUs) existen diferencias entre los microorganismos clave 

asociados con las especies silvestres y la especie cultivada de Agave.  

 A partir de nuestro análisis, observamos que la endósfera bacteriana de hoja 

asociada con A. tequilana estuvo dominada por dos OTUs identificados como 

Acinetobacter (Clase Gammaproteobacteria) y Bacillus (Clase Bacilli)  (cada uno con el 
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12% de la abundancia relativa), mientras que la endósfera de hoja de los agaves 

silvestres estuvo dominada por el OTU 4, identificado como Leclercia (Clase 

Gammaproteobacteria, representando 8-30% de la abundancia relativa, (Figs. 6.17-

6.19). En el caso de la endósfera de raíz de A. tequilana, los microorganismos clave 

fueron los OTUs identificados como Stenotrophomonas (Clase Gammaproteobacteria, 

33%) y Agrobacterium (Clase Alphaproteobacteria, 17%). En contraste, la endósfera de 

raíz de los agaves silvestres estuvo dominada por Actinosynnemataceae y 

Promicromonospora (Clase Actinobacteria, cada uno con el 16% de la abundancia 

relativa), además de Rhizobiales (Clase Alphaproteobacteria, 11%) en A. salmiana y 

Leclercia (Clase Gammaproteobacteria, 15%) en A. deserti. Es importante mencionar 

que las diferencias observadas en los microorganismos clave en la endósfera, no 

fueron perceptibles en las comunidades procariontes de suelo de las tres especies de 

Agave (Figs. 6.17-6.19). 

En el caso de las comunidades fúngicas, encontramos que tanto en la endósfera 

de hoja de A. tequilana como en la de A. salmiana los tres OTUs más abundantes se 

identificaron como Alternaria (Orden Pleosporales, 9% y 14%, respectivamente), 

Penicillium (Orden Eurotiales, 7%, A. tequilana) y Cladosporium (Orden Capnodiales, 

20%, A. salmiana) (Figs. 6.20, 6.22). En contraste, la endósfera de hoja de A. deserti 

estuvo dominada por los OTUs Psathyrella (Orden Agaricales, 17%) y Cyphellophora 

(Orden Chaetothyriales, 13%) (Fig. 6.22). Del mismo modo, encontramos que la 

endósfera de raíz de los agaves silvestres fue dominada por Lophiostoma (Orden 

Pleosporales, 6-11%), además de Cladosporium (Orden Capnodiales, 6%, A. salmiana) 

y Cyphellophora (Orden Chaetothyriales, 11%, A. deserti), mientras que la endósfera de 
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raíz de A. tequilana estuvo dominada por Penicillium (Orden Eurotiales, 28%) y 

Fusarium (Orden Hypocreales, 11%) (Figs. 6.20-6.22). Finalmente, se observó que el 

número de OTUs fúngicos en las comunidades de suelo fue mayor en aquellas 

asociadas con los agaves silvestres en comparación con A. tequilana (Figs. 6.17-6.19). 
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Figura 6.17 Análisis de Pareto (frecuencia relativa vs. abundancia relativa) de las seis 
comunidades procariontes asociadas con A. tequilana. El número de OTUs clave y el número 
de muestras utilizadas para el análisis (n) se muestra en la base de cada gráfico. 
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Figura 6.18 Análisis de Pareto (frecuencia relativa vs. abundancia relativa) de las seis 
comunidades procariontes asociadas con A. salmiana. El número de OTUs clave y el número 
de muestras utilizadas para el análisis (n) se muestra en la base de cada gráfico. 
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Figura 6.19 Análisis de Pareto (frecuencia relativa vs. abundancia relativa) de las seis 
comunidades procariontes asociadas con A. deserti. El número de OTUs clave y el número de 
muestras utilizadas para el análisis (n) se muestra en la base de cada gráfico. 
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Figura 6.20 Análisis de Pareto (frecuencia relativa vs. abundancia relativa) de las seis 
comunidades fúngicas asociadas con A. tequilana. El número de OTUs clave y el número de 
muestras utilizadas para el análisis (n) se muestra en la base de cada gráfico. 
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Figura 6.21 Análisis de Pareto (frecuencia relativa vs. abundancia relativa) de las seis 
comunidades fúngicas asociadas con A. salmiana. El número de OTUs clave y el número de 
muestras utilizadas para el análisis (n) se muestra en la base de cada gráfico. 
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Figura 6.22 Análisis de Pareto (frecuencia relativa vs. abundancia relativa) de las seis 
comunidades fúngicas asociadas con A. deserti. El número de OTUs clave y el número de 
muestras utilizadas para el análisis (n) se muestra en la base de cada gráfico. 
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6.2.3 El microbioma endófito central de agaves en la sequía 

El diseño experimental que implementamos en este trabajo nos permitió evaluar el 

efecto de la sequía, una condición que caracteriza el hábitat de los agaves, sobre las 

comunidades microbianas asociadas con estas plantas. Considerando los resultados 

obtenidos del NMDS y el PERMANOVA, los cuales mostraron que la estacionalidad 

afectó a las comunidades endófitas de bacterias y hongos (Tabla 6.2), se analizó el 

efecto de la sequía sobre las comunidades endófitas de hoja y raíz.  

 Analizamos de forma inicial el efecto de la sequía en los datos obtenidos del 

análisis de DGGE y encontramos un grupo de 15 OTUs que estuvieron compartidos 

entre la endósfera de hoja y raíz de A. tequilana y A. salmiana en todos los sitios de 

muestreo durante la época de secas (Apéndice D). Este conjunto de OTUs estuvo 

constituido por miembros de Alpha-, Delta-, Gammaproteobacteria, Actinobacteria, 

Acidobacteria y Firmicutes (Apéndice D). En ambos agaves el conjunto de 15 OTUs 

representó una mayor abundancia relativa durante la época de secas (más de 65%) en 

comparación con la época de lluvias (menos de 33%). 

Con respecto al análisis del efecto de la sequía en los datos obtenidos de iTags, 

observamos que, del mismo modo que con el DGGE, en las comunidades procariontes 

endófitas asociadas con A. tequilana y A. salmiana, pero no en aquellas con A. deserti, 

los taxones Actinobacteria, Bacilli, Alpha-, Beta- y Gammaproteobacteria se 

enriquecieron durante la estación de secas en comparación con las lluvias (Fig. 6.23-

6.24, Tabla 6.4). Esta diferencia entre los agaves mexicanos y A. deserti puede ser 

explicada por el hecho de que este último se desarrolla en el sitio más árido de los sitios 

estudiados (Nobel, 2003), lo que se refleja en una menor variación estacional.  A pesar 
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de las diferencias entre los agaves, se identificó un grupo de 121 OTUs endófitos 

compartidos entre las muestras de hoja y 351 OTUs compartidos en las muestras de 

raíz de las tres especies de Agave en todos los sitios de muestreo (Fig. 6.24A). Estos 

grupos de OTUs representaron más del 50% del total de la comunidad bacteriana 

endófita para cada especie durante la época de secas. 

 

Figura 6.23 Escalamiento multidimensional no métrico (NMDS) de las comunidades 
procariontes endófitas asociadas con A. tequilana y A. salmiana. As.Ma: A. salmiana en el sitio 
El Magueyal, As.SF: A. salmiana en el sitio San Francisco, At.Am: A. tequilana en el sitio 
Amatitán, At.Pe: A. tequilana en el sitio Pénjamo. 
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Tabla 6.4 PERMANOVA de las comunidades microbianas endófitas asociadas con A. tequilana y A. salmiana, detectadas 
con secuenciación etiquetada, considerando todos los factores y sus interacciones. Se muestran únicamente valores 
estadísticamente significativos (P ≤ 0.05). 

Bacterias Hongos 

Factora F R2 P Factora F R2 P 

Tipo de muestra1, 34 81.19 0.55 0.001 Tipo de muestra 1, 35 40.56 0.40 0.001 

Estación1, 34 11.00 0.07 0.001 Especie1, 35 11.57 0.11 0.001 

Tipo de muestra:Estación1, 34 6.29 0.04 0.004 Tipo de muestra: Especie1, 35 6.040 0.06 0.004 

Estación:Especie1, 34 5.66 0.04 0.008 Estación1, 35 4.50 0.04 0.008 

Tipo de muestra:Especie1, 34 3.43 0.02 0.037 Tipo de muestra:Estación:Especie1, 35 2.76 0.03 0.044 

Especie1, 34 3.50 0.02 0.038 Tipo de muestra:Estación1, 35 2.24 0.02 0.050 

aLos subíndices indican los grados libertad y los residuales para cada prueba de F. 
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Figura 6.24 Grupo bacteriano endófito central durante la sequía. A: Diagramas de Venn mostrando los OTUs bacterianos endófitos 
compartidos entre las tres especies de Agave en la época de secas. B: Abundancia relativa de los grupos bacterianos enriquecidos 
durante la época de secas en comparación con la época de lluvias en las tres especies de Agave; diferencias significativas entre 
secas y lluvias según la prueba de Kruskal-Wallis, A. tequilana: X2 = 7.5, gl= 1, P = 0.00617 en endósfera de hoja, X2 = 8.31, gl = 1, 
P = 0.0039 en endósfera de raíz y A. salmiana: X2 = 4.5, gl = 1, P = 0.03389 en endósfera de raíz. 
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Figura 6.25 Grupo fúngico endófito central durante la sequía. A: Diagramas de Venn mostrando los OTUs fúngicos endófitos 
compartidos entre las tres especies de Agave en la época de secas. B: Abundancia relativa de los grupos fúngicos enriquecidos 
durante la época de secas en comparación con la época de lluvias en las tres especies de Agave; diferencias significativas entre 
secas y lluvias según la prueba de Kruskal-Wallis, A. tequilana: X2 = 4.03, gl= 1, P = 0.04461 en endósfera de raíz. 
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En contraste con las diferencias observadas en las comunidades procariontes, las 

comunidades fúngicas endófitas se vieron menos afectadas por la estacionalidad (Fig. 

6.25, Tabla 6.4). La endósfera de hoja fue similar entre los agaves mexicanos (Fig. 

6.25), donde se encontraron taxones como: Cladosporium, Aureobasidium, Alternaria, 

Cyphellophora, Penicillium, Fusarium and Gibberella. Aunque las comunidades fúngicas 

de la endósfera de raíz fueron diferentes entre las tres especies de Agave en términos 

de abundancia relativa, se detectó un grupo de 80 OTUs compartido en condiciones de 

sequía (Fig. 6.25A). Este grupo representó el 40% o más del total de la comunidad en 

cada especie (Fig. 6.25B). 

Considerando lo anterior, creemos importante hacer uso de la definición de 

―microbioma central‖ para el desarrollo de futuras hipótesis funcionales. El microbioma 

central se define como un conjunto de miembros de la comunidad microbiana que se 

encuentra en todos los ensambles asociados con un hábitat en particular (Shade & 

Handelsman, 2012). Por lo tanto, estos grupos de OTUs compartidos entre las tres 

especies de Agave podrían representar un microbioma endófito central de secas con 

alguna posible función para los agaves. 

 

6.2.4 Discusión  

La composición y la diversidad del microbioma de las plantas son determinadas por 

diversos factores como, el genotipo de la planta  (Pefiffer et al 2013; Kembel et al., 

2014),  el sistema inmune de la misma (Lebeis, 2014), los diferentes compartimentos de 

la planta (Zarranoaindia et al., 2015; Fonseca-García et al., 2016) y desde luego, por las 

interacciones con el ambiente (Schlaeppi et al., 2014; Zhang & Yao, 2015). Debido a 
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esto, uno de los objetivos de nuestro estudio fue analizar el efecto de factores bióticos 

(tipo de muestra, especie hospedera) y abióticos (estacionalidad y localización 

geográfica) sobre las comunidades microbianas asociadas con las agaváceas de 

nuestro interés. A partir de dicho análisis, determinamos que el microbioma de los 

agaves es definido mayoritariamente por dos factores: el tipo de muestra y la 

biogeografía de la planta hospedera (Fig. 6.13). No obstante, estos dos factores afectan 

de forma diferencial a las comunidades procariontes y fúngicas (Fig. 6.13).  

Las comunidades procariontes fueron afectadas mayormente por el tipo de 

muestra, de hecho observamos una clara diferencia entre las comunidades epífitas y 

endófitas y de estas en comparación con las comunidades provenientes del suelo 

(suelo y suelo asociado a raíz). Este resultado es consistente con estudios realizados 

en comunidades bacterianas asociadas directa (epífitas y endófitas, Marasco et al., 

2013; Zarranoaindia et al., 2015) o indirectamente (suelo, Zarranoaindia et al., 2015) 

con plantas no CAM de zonas semiáridas, donde el tipo de muestra ejerce una clara 

influencia sobre el ensamble de las comunidades. Del mismo modo, en un estudio 

reciente realizado por Fonseca-García et al. (2016) en dos especies de cactáceas que 

cohabitan con los agaves, el tipo de muestra fue el factor determinante en la 

composición de las comunidades de Archaea/Bacteria, explicando más de 60% de las 

disimilitudes entre las comunidades analizadas.  

Por otro lado, la composición de las comunidades fúngicas asociadas con los 

agaves fue determinada principalmente por la biogeografía de la especie hospedera 

(Fig. 6.13). Se ha observado que en las comunidades fúngicas, los taxones con 

distribución global son poco comunes, de hecho su composición parece estar afectada 

por las condiciones ambientales locales (Meiser et al., 2014; Zhang & Yao, 2015). Al 
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parecer las comunidades fúngicas presentan patrones biogeográficos similares a los de 

macroorganismos (Meiser et al., 2014; Talbot et al., 2014), relacionando directamente el 

efecto de la distancia geográfica sobre el ensamble de las mismas con las limitaciones 

en la dispersión (Peay et al., 2007; Shakya et al., 2013; Talbot et al., 2014). De modo 

que la divergencia entre las comunidades fúngicas es mayor conforme la distancia 

geográfica aumenta (Meiser et al., 2014), tal es el caso de las diferencias observadas  

entre las comunidades fúngicas asociadas con A. deserti, colectado en California a más 

de 2000 km de distancia, y aquellas asociadas con los agaves colectados en México. El 

efecto de la biogeografía sobre las comunidades fúngicas ha sido reportado en otras 

plantas de zonas áridas como Artiplex spp. (no CAM), cuyas comunidades fueron 

evaluadas en tres regiones áridas distintas, dos en Jordania y una en Nuevo México, 

mostrando una clara disimilitud entre los sitios geográficamente más distantes 

(Tahtamouni et al., 2016).  

 Asumiendo que los microorganismos que son abundantes pueden tener un papel 

importante en la funcionalidad del microbioma para las plantas (Shade & Handelsman, 

2012), utilizamos el concepto de Pareto para identificar los microorganismos con un rol 

clave, es decir aquellos que constituyeron al menos el 80% de la abundancia relativa de 

las comunidades microbianas asociadas a las tres especies de Agave.  

En el caso de las comunidades procariontes, observamos que los taxones clave 

registrados para los agaves pertenecen a los mismos phyla (Proteobacteria, 

Actinobacteria, Bacteroidetes, Firmicutes) detectados en otras plantas CAM que 

cohabitan con los agaves (Fonseca-García et al., 2016), plantas no CAM de zonas 

áridas (Marasco et al., 2013; Zarraonaindia et al., 2015; Tahtamouni et al., 2016), y 

plantas desarrolladas en condiciones ambientales distintas a las agaváceas (Lundberg 
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et al., 2012; Bulgarelli et al., 2015; Edwards et al., 2015). No obstante, diferentes 

taxones, al interior de cada phylum, fueron dominantes entre las especies vegetales. 

Mientras que los compartimentos endófitos (hoja y raíz) de los agaves estuvieron 

dominados por las clases Gammaproteobacteria (Orden Enterobacteriales), 

Alphaproteobacteria (Orden Rhizobiales), Bacillales (Orden Bacilli) y Actinobacteria 

(Orden Actinomycetales); taxones como Pseudomonadales, Xanthomonadales (Clase 

Gammaproteobacteria, Lundberg et al., 2012; Zarraonaindia et al., 2015), 

Burkholderiales (Clase Betaproteobacteria, Lundberg et al., 2012; Bulgarelli et al., 

2015), Sphingobacteria, Flavobacteria (phylum Bacteroidetes, Bulgarelli et al., 2015; 

Fonseca-García et al., 2016) y Oscillatoriophycideae (phylum Cyanobacteria, Fonseca-

García et al., 2016) dominaron las comunidades directamente asociadas con las otras 

especies vegetales. Esto sugiere que aunque existen factores que se conservan a lo 

largo de los distintos ambientes y que influyen de forma similar en la composición de las 

comunidades bacterianas (nivel de phylum), las variaciones a niveles taxonómicos más 

específicos en dichas comunidades sugieren un efecto de selección ejercido por la 

planta (Mendes et al., 2013; Mendes et al., 2014). El efecto de selección de la planta 

sobre las comunidades bacterianas puede estar relacionado con los exudados 

radicales, ya que a través de estos exudados las plantas liberan diferentes nutrientes 

que pueden influir en la composición y diversidad de dichas comunidades (Haichar et 

al., 2008; Bever et al., 2012). Además es importante considerar que la composición de 

los exudados radicales es diferente entre especies o variedades vegetales (Costa et al., 

2006). 
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Con respecto a las comunidades endófitas fúngicas asociadas con los agaves, 

éstas estuvieron dominadas por los órdenes Pleosporales, Capnodiales (Clase 

Dothideomycetes), Eurotiales (Clase Eurotiomycetes) de forma similar a otras plantas 

CAM que cohabitan con los agaves como Myrtillocactus geometrizans y Opuntia 

robusta (Fonseca-García et al., 2016), y plantas no CAM de zonas áridas como Atriplex 

ssp. (Tahtamouni et al., 2016;), Phoenix dactylifera (Ben-Chobba et al., 2013), pastos 

perennes (Porras-Alfaro et al., 2011) y Yucca glauca (Khidir et al., 2010), donde 

principalmente taxones del orden Pleosporales, además de otros miembros de la clase 

Dothideomycetes, fueron los endófitos más abundantes. Sin embargo, difieren 

notablemente de los taxones endófitos más abundantes en zonas tropicales (Arnold & 

Luzotoni, 2007) y templadas (U’Ren et al., 2012; O’Brien et al., 2005), donde taxones de 

las clases Sordariomycetes (Arnold & Luzotoni, 2007; U’Ren et al., 2012), 

Pezizomycetes (U’Ren et al., 2012) y Leotiomycetes (O’Brien et al., 2005) fueron más 

abundantes. Lo anterior es consistente con la idea de que las comunidades fúngicas 

son influenciadas de manera importante por las condiciones ambientales presentes en 

diferentes regiones geográficas (Meiser et al., 2014; Talbot et al., 2014; Zhang & Yao, 

2015), es decir que factores como el clima y la dispersión limitada restringen la 

distribución de los taxones fúngicos.  

Por otra parte, el análisis de Pareto reveló que en las comunidades microbianas 

epífitas y endófitas asociadas con A. tequilana existe un menor número de OTUs clave 

en comparación con aquellas asociadas con los agaves silvestres: A. salmiana y A. 

deserti. A pesar de las diferencias entre la especie de Agave cultivada y las silvestres, 

nuestro análisis mostró que existe un grupo de taxones bacterianos y fúngicos que 

están presentes en las comunidades microbianas asociadas con las tres especies de 
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Agave estudiadas, no obstante estos taxones comunes presentaron variaciones en su 

distribución entre los tres agaves. Lo anterior es consistente con estudios recientes 

realizados en Arabidopsis thaliana (Schlaeppi et al., 2014; Haney et al., 2015), Hordeum 

vulgare (Bulgarelli et al., 2015) y especies cercanas a ambas, donde se observaron 

tanto taxones asociados de forma específica así como otros compartidos entre las 

diferentes especies de plantas. Por otra parte observamos que, a diferencia de las 

comunidades procariontes epífitas y endófitas, las comunidades de suelo no fueron 

significativamente diferentes entre el agave cultivado y los agaves silvestres. En 

contraste, las comunidades fúngicas provenientes del suelo asociadas con A. tequilana 

presentaron un menor número de taxones clave en comparación con las asociadas con 

A. salmiana y A. deserti. 

Como ya hemos mencionado, los agaves son plantas que se desarrollan en zonas 

áridas, caracterizadas por largos periodos de sequía (seis meses o más). De hecho, 

nuestro análisis nos mostró que las comunidades microbianas endófitas, si bien fueron 

afectadas por la biogeografía de la planta hospedera, se vieron más influenciadas por el 

compartimento de la planta del que provenían y por las variaciones propias de las 

estaciones de secas y lluvias. Esta tendencia fue similar tanto para los datos obtenidos 

del análisis de DGGE como para aquellos resultados de la secuenciación etiquetada.  

Considerando lo anterior y dadas las condiciones del hábitat de las comunidades 

endófitas (interior de la planta), fue interesante observar que, al menos en el caso de 

las comunidades procariontes, existe un grupo de taxones dentro de los agaves que 

incrementan su abundancia durante la época de sequía. Esto es consistente con 

estudios recientes donde se sugiere que las condiciones ambientales extremas, como 

las que existen en las zonas áridas, podrían tener un papel importante en el ensamble 
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de las comunidades procariontes endófitas (Marasco et al., 2012; Zhang & Yao; 2015). 

Por otro lado, observamos que en el caso de las comunidades fúngicas, aunque existe 

un grupo endófito de taxones que se comparte durante la estación de secas, su 

abundancia no se ve significativamente afectada por las condiciones de sequía.  

Adicionalmente, observamos que el número de taxones tanto bacterianos como 

fúngicos compartido entre los agaves durante la época de secas fue mayor en las 

comunidades de endósfera de raíz en comparación con la endósfera de hoja. Sería 

interesante analizar si el mayor número de taxones compartidos en la zona radical bajo 

condiciones de sequía, puede estar relacionado con un efecto de selección de la planta 

diferencial entre las partes aérea y radical, como consecuencia de la liberación de los 

exudados radicales y la especificidad de los microorganismos a ciertos compartimentos 

de la planta.  

El análisis y entendimiento del microbioma central o compartido se considera un 

paso fundamental en la ecología de las comunidades microbianas, ya que los 

microorganismos que están compartiéndose entre comunidades diferentes 

probablemente tienen un papel funcional importante en el ecosistema (Shade & 

Handelsman, 2012; Shakya et al., 2013). De hecho, algunos de los microorganismos 

compartidos entre los agaves durante la época de sequía han sido aislados y 

caracterizados para determinar posibles funciones en la adecuación de las agaváceas 

estudiadas (Apartado 6.3). Adicionalmente, los genomas de algunas de cepas han sido 

secuenciados, de modo que el análisis de dichos genomas será de utilidad para 

entender las interacciones planta-microorganismos y su complejidad en los ecosistemas 

de zonas áridas.  
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Nuestro estudio ha sido útil para conocer la composición, diversidad y los factores 

que determinan el microbioma de los agaves, que en conjunto con otros estudios que 

estén enfocados al entendimiento de las dinámicas de las comunidades microbianas 

para colonizar al hospedero, determinar cómo contribuyen las interacciones planta-

microorganismo y microorganismo-microorganismo en la conformación de los 

consorcios microbianos, son el primer paso para lograr una visión integral de la 

complejidad de la interacción entre las plantas y su microbiota y su repercusión en la 

estabilidad de los ecosistemas. 
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6.3 Capítulo 3: Potencial funcional en las comunidades 

microbianas asociadas con Agave 
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Diazotrophic potential among bacterial communities associated with wild and cultivated 
Agave species. FEMS Microbiology Ecology 90: 844-857. 
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6.3.1 Potencial diazotrófico entre las comunidades microbianas asociadas 

con A. tequilana y A. salmiana 

Debido a que el nitrógeno es uno de los nutrientes que influye de forma importante en el 

crecimiento de los agaves (Nobel & Hartsock, 1986; Nobel, 2003), uno de los objetivos 

de nuestro proyecto fue evaluar el posible potencial diazotrófico entre las comunidades 

microbianas asociadas con los agaves. A partir del uso de medios de cultivo selectivos 

libres de nitrógeno logramos aislar 18 cepas de la endósfera de raíz y rizósfera de A. 

tequilana y de la endósfera de raíz, rizósfera y filósfera de A. salmiana (Torres-Gómez, 

2013).  

Las 18 cepas aisladas fueron sometidas al ensayo de reducción de acetileno, de 

las cuales 11 fueron positivas en dicho ensayo, corroborando su actividad diazotrófica 

(Fig. 6.26). La caracterización molecular reveló que las cuatro cepas recuperadas de A. 

tequilana fueron miembros de la clase Gammaproteobacteria, tres géneros del orden 

Enterobacteriales: Enterobacter (2), Citrobacter (1) y uno del orden Xanthomonadales: 

Stenotrophomonas. Las siete cepas aisladas de A. salmiana incluyeron no solamente 

miembros de la clase Gammaproteobacteria como Enterobacter (2), Klebsiella (1) y 

Stenotrophomonas (1), sino también de la clase Alphaproteobacteria: Belnapia (1), 

Bacilli: Bacillus (1) y una levadura de la clase Saccharomycetes: Clavispora (Tabla 6.5). 

Para la caracterización molecular de las 11 cepas diazótrofas se utilizó el gen 16S 

rRNA, esto nos permitió comparar las secuencias obtenidas con las secuencias 

provenientes del análisis de iTags (región V4 del gen 16S rRNA). Esta comparación 

reveló que cinco de las 11 cepas fueron similares con el OTU 4, cuyo linaje 

corresponde al género Leclercia (Orden Enterobacteriales) y se encuentra asociado 

principalmente (más de 5%) con la epísfera y la endósfera de las tres especies de 
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Agave estudiadas (Tabla 6.5; Fig. 6.27). Dos de las cepas aisladas coincidieron con el 

OTU 12, identificado como el género Stenotrophomonas (Orden Xanthomonadales) y 

que estuvo asociado principalmente (más de 5%) con las comunidades endófitas de A. 

tequilana (Tabla 6.5; Fig. 6.27). Las tres cepas bacterianas restantes fueron similares a 

tres OTUs distintos: los OTUs bacterianos 7, 340 y 351 cuyo linaje corresponde a los 

géneros Bacillus (Orden Bacillales), Trabulsiella (Orden Enterobacteriales) y 

Roseomonas (Orden Rhodospirillales) (Tabla 6.5; Fig. 6.27). Finalmente, la levadura 

aislada de la rizósfera de A. salmiana fue similar al OTU fúngico 1745 identificado 

únicamente como Fungi. El OTU 1745 estuvo presente en las comunidades fúngicas de 

endósfera de hoja, filósfera, rizósfera y suelo asociadas con A. tequilana, en las seis 

comunidades asociadas con A. salmiana y sólo estuvo presente en las comunidades de 

rizósfera y suelo asociado a raíz asociadas con A. deserti. En todos los casos la 

abundancia relativa del OTU 1745 representó menos de 0.5%. 
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Figura 6.26 Producción de etileno en cepas aisladas de A. tequilana y A. salmiana que fueron 
positivas en el ensayo de reducción de acetileno. 
 
 

Tabla 6.5 Cepas aisladas de A. tequilana y A. salmiana positivas en el ensayo de 
reducción de acetileno 

 
ID 

 
Cepa 

 
Origen 

 
OTU en iTags 
99% identidad 

MJ04 Citrobacter murliniae A. tequilana endo raíz OTU 4 

MJ05 Enterobacter cancerogenus A. tequilana endo raíz OTU 4 

MJ08 Stenotrophomonas pavanii A. tequilana rizósfera OTU 12 

MJ09 Enterobacter aerogenes A. tequilana rizósfera OTU 4 

MJ11 Bacillus megaterium A. salmiana rizósfera OTU 7 

MJ12 Clavispora lusitaniae A. salmiana rizósfera OTU 1745 

MJ14 Enterobacter cloacae A. salmiana rizósfera OTU 4 

MJ17 Stenotrophomonas maltophila A. salmiana endo raíz OTU 12 

MJ18 Enterobacter sacchari A. salmiana endo raíz OTU 340 

MJ19 Klebsiella pneumoniae A. salmiana endo raíz OTU 4 

MJ22 Belnapia rosea A. salmiana filósfera OTU 351 
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Figura 6.27 Abundancia relativa de los OTUs bacterianos que fueron coincidentes (99% de 
identidad) con las cepas aisladas de A. tequilana y A. salmiana que fueron positivas en el 
ensayo de reducción de acetileno, en las seis comunidades asociadas con las tres especies de 
Agave estudiadas. 
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6.3.2 Microorganismos promotores del crecimiento vegetal asociados con A. 

tequilana y A. salmiana  

Para determinar el potencial de promoción del crecimiento vegetal (PCV) en los 

microorganismos asociados con los agaves, se seleccionaron las 11 cepas que fueron 

positivas en el ensayo de reducción de acetileno (Tabla 6.5). Estas cepas se 

sometieron a un conjunto de pruebas para determinar características de PCV in vitro, 

enfocadas tanto a las características comunes de PCV como aquellas relacionadas con 

la tolerancia a sequía (Apéndice F, Fig. 6.28). 

 Con respecto a la tolerancia a sequía, se evaluaron dos características: la 

capacidad de crecimiento de las cepas en un medio con tres diferentes niveles de 

reducción de disponibilidad de agua (Aw) y la producción de exopolisacáridos (EPS). 

Las 11 cepas evaluadas lograron crecer en el medio con el 25% de reducción en Aw, 

pero sólo la cepa MJ12 (Clavispora lusitaniae) proveniente de la rizósfera de A. 

salmiana logró crecer en el medio con 100% de reducción en Aw, a un nivel similar al 

crecimiento obtenido en el medio control (TSA sin adición de sorbitol). La segunda 

característica evaluada para determinar la capacidad de tolerancia a sequía fue la 

producción de EPS, esta característica se asocia con un incremento en la retención de 

humedad, la estimulación en la producción de exudados radicales y la protección de 

raíces contra daños mecánicos debidos a la rigidez del suelo ocasionada por sequía 

(Rolli et al., 2015; Xu et al., 2013, Alami et al., 2010). De las 11 cepas evaluadas, nueve 

cepas presentaron el halo con apariencia limosa característico de la producción de EPS 

y además fueron positivas en la prueba de tinción con azul alcian, lo que confirma la 

capacidad de producir EPS en estas cepas (Apéndice F, Fig. 6.28).  
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 Por otro lado, observamos que la mayoría de las cepas analizadas presentan 

potencial para promover el crecimiento vegetal de forma indirecta a través de la 

producción de amonio y la hidrólisis de celulosa, y de forma directa por medio de la 

solubilización de fosfatos y la producción de ácido indolacético (Fig. 6.28). 

Específicamente observamos que, aunque casi todas las cepas fueron capaces de 

solubilizar fosfatos, MJ04 (Citrobacter murliniae), MJ05 (Enterobacter cancerogenus) y 

MJ09 (Enterobacter aerogenes), aisladas de A. tequilana, presentaron mayor capacidad 

de solubilización (Apéndice F, Fig. 6.28-6.29), siendo diferentes del resto de las cepas 

evaluadas (ANOVA: F9, 20= 86.33, R2= 0.9636, P= 4.997e-14; Fig. 6.29). En el caso de 

la producción de ácido indolacético (IAA), se observó una diferencia significativa entre 

las cepas MJ11 (Bacillus megaterium), MJ17 (Stenotrophomonas maltophila) y MJ19 

(Klebsiella pneumoniae), aisladas de A. salmiana, y el resto de las cepas evaluadas 

(ANOVA: F10, 22= 130.9, R2= 0.976, P= 2.2e-16, Fig. 6.30), ya que dichas cepas fueron 

las que presentaron una mayor producción de IAA (Apéndice F, Fig. 6.28). 
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Figura 6.28 Filogenia de las 11 cepas aisladas de A. tequilana y A. salmiana con un heatmap de la actividad registrada para las 
diferentes características promotoras del crecimiento vegetal evaluadas. La escala de colores representa valores 0-5, donde 0 
representa actividad nula o ausente y 5 se refiere al valor más alto de actividad. aEntre paréntesis se indica el origen de aislamiento 
de la cepa: As= A. salmiana, At= A. tequilana, y el OTU coincidente dentro de las comunidades asociadas con los agaves, 
detectadas con los iTags. bCaracterísticas de promoción del crecimiento vegetal (PCV): Aw= disponibilidad de agua reducida de 
forma gradual (25-100%), EPS= producción de exopolisacáridos, NH3= producción de amonio, HCN= producción de cianuro de 
hidrógeno, PO4= solubilización de fosfatos, IAA= producción de ácido indolacético. 
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Figura 6.29 Cepas aisladas de A. tequilana y A. salmiana solubilizadoras de fosfatos. 
Diferencias de acuerdo al ANOVA: F9, 20= 86.33, R2= 0.9636, P= 4.997e-14. Letras distintas 
indican diferencias significativas. 

 

 

Figura 6.30 Cepas aisladas de A. tequilana y A. salmiana productoras de ácido indolacético. 
Diferencias de acuerdo al ANOVA: F10, 22= 130.9, R2= 0.976, P= 2.2e-16. Letras distintas indican 
diferencias significativas. 
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6.3.3 Microorganismos promotores del crecimiento vegetal aislados de 

Agave y su efecto sobre A. tequilana 

Considerando los resultados obtenidos del ensayo de reducción de acetileno, la 

caracterización de PCV y la determinación de tolerancia a sequía de las diferentes 

cepas analizadas, decidimos evaluar el efecto de las mismas sobre el desarrollo de 

plantas de A. tequilana. Para esto, se estableció un experimento a nivel de campo en 

un predio de cultivo comercial con plantas de A. tequilana de dos años de edad. En 

dicho experimento se evaluaron las 11 cepas, previamente caracterizadas, de forma 

individual y en consorcios, además de dos controles, de modo que se establecieron 24 

tratamientos diferentes (Tabla 5.2).  

Las plantas de A. tequilana son de crecimiento lento y alcanzan la etapa de 

madurez agronómica entre los cinco y siete años después de ser plantadas (Ruiz-

Corral, 2007). Debido a esto y a que nuestro experimento se realizó en plantas con 

apenas dos años de edad, decidimos evaluar de forma preliminar el efecto de la 

inoculación de las diferentes cepas en las plantas de A. tequilana a través de un 

análisis de huella metabólica. Este tipo de análisis es reconocido por ser una forma 

eficiente de evaluar muestras fitoquímicas complejas, como los extractos crudos de 

plantas (Goodacre et al., 2003), es utilizado de forma común para fenotipar 

metabólicamente (Montero-Vargas et al., 2013; García-Flores et al., 2015) y conocer el 

estadio fisiológico de las plantas (Maier et al., 2010; García-Flores et al., 2012).  

A partir de dicho análisis se pudo generar un mapa metabólico con el cual se 

detectaron las similitudes o diferencias entre los perfiles de los 24 tratamientos 

evaluados (Fig. 6.31). Dicho mapa está basado en la intensidad detectada para cada 
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uno de los metabolitos (iones) y su variación en los perfiles metabólicos de los 

diferentes tratamientos.  

El mapa metabólico mostró que los perfiles de los tratamientos que recibieron 

algún tipo de inoculación, ya fuera individual o en consorcio, fueron similares entre sí y 

formaron un grupo distinto al conjunto de tratamientos que no recibió ningún tipo de 

bioinoculante (Fig. 6.31). Particularmente, observamos que en el grupo de los 

tratamientos inoculados se formaron algunos subgrupos que resultan interesantes, por 

ejemplo el subgrupo formado por los tratamientos 20, 21 y 22 (Tabla 5.2). Estos 

tratamientos están constituidos por consorcios que incluyen todas las cepas aisladas 

tanto de endósfera de raíz como de rizósfera de A. tequilana y A. salmiana pero en 

combinación con la cepa MJ22 (Belnapia rosea), cuyo origen es la filósfera de A. 

salmiana (Tabla 5.2). Los tratamientos 20, 21 y 22 son consorcios similares a los 

tratamientos 17, 18 y 19 ya que incluyen las mismas cepas, excepto que estos últimos 

no incluyen la cepa MJ22 (Belnapia rosea). Sin embargo, los tratamientos 17, 18 y 19 

no mostraron ser similares entre sí, de igual forma el tratamiento 11, inoculado 

únicamente con la cepa MJ22 (Belnapia rosea), no se agrupó entre sí o con otros 

tratamientos (Fig. 6.31).   

Del mismo modo, observamos otro subgrupo formado exclusivamente por las 

muestras del tratamiento 9 (Fig. 6.31), el cual fue inoculado con la cepa MJ18 

(Enterobacter sacchari), proveniente de la endósfera de raíz de A. tequilana. Aunque la 

cepa MJ18 (Enterobacter sacchari) no dio los mejores resultados en la caracterización 

de la promoción del crecimiento vegetal (Apéndice F, Fig. 6.28), si resultó ser una de 

las cepas positivas en el ensayo de reducción de acetileno (Fig. 6.26). El resto de los 
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tratamientos no presentaron un patrón de agrupamiento de acuerdo a los perfiles 

metabólicos observados (Fig. 6.31). 

En general, el análisis de huella metabólica mostró que la inoculación biológica 

ejerce un efecto en los metabolitos producidos en el tejido foliar de A. tequilana, sin 

embargo es necesario realizar otros estudios para identificar estos metabolitos, saber si 

son precursores de compuestos relevantes y determinar si el efecto observado está en 

realidad relacionado con el desarrollo, la salud y la productividad de las plantas A. 

tequilana. 
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Figura 6.31 Mapa metabólico de las muestras de tejido foliar de plantas de A. tequilana provenientes de los 24 tratamientos 
establecidos en campo (n=3/tratamiento). Se muestran los diferentes agrupamientos formados de acuerdo al perfil de metabolitos 
detectado. La descripción detallada de cada uno de los tratamientos puede consultarse en la (Tabla 5.3).  

SIN INOCULACIÓN INOCULACIÓN 

Consorcios 

con MJ22

(B. rosea)

Filósfera-A. salmiana

MJ18

(E. sacchari)

Endo raíz

A. salmiana

Cepas 

aisladas de

A. tequilana

Iones

(m/z)

Z
 s

c
o

re



121 
 

6.3.4 Discusión 

En nuestro estudio logramos aislar 11 microorganismos de las comunidades de 

rizósfera, endósfera de raíz y filósfera asociadas con A. tequilana y A. salmiana. Dichos 

microorganismos se determinaron como potenciales diazótrofos y promotores del 

crecimiento vegetal.  

Las cepas diazótrofas aisladas de los agaves incluyeron mayormente miembros 

de la clase Gammaproteobacteria, principalmente de los género Enterobacter lo que 

difiere de otros estudios realizados en plantas CAM como Mamillaria fraileana (López et 

al., 2011), y no CAM de zonas semiáridas como Lolium multiflorum (Castanheira et al., 

2014) y Prosopis strombulifera (Sgroy et al., 2009), de donde se aislaron principalmente 

cepas de las géneros Azotobacter, Pseudomonas, Xanthomonas (Clase 

Gammaproteobacteria) y Bacillus (Clase Bacilli). Esto es consistente con la idea de que 

el efecto de selección de la planta en combinación con condiciones ambientales de 

clima y suelo están mediando la selección y reclutamiento de los microorganismos 

asociados con las plantas (Mendes et al., 2013; Soussi et al., 2015). 

Las cepas confirmadas como diazótrofas en el ensayo de reducción de acetileno 

aisladas de A. salmiana fueron siete y pertenecen a cuatro grupos taxonómicos 

diferentes. En comparación, las cepas recuperadas de A. tequilana fueron cuatro y 

pertenecen a un solo grupo taxonómico. Este resultado puede estar relacionado 

directamente con la reducción de la diversidad observada en las comunidades 

asociadas con A. tequilana. Una de las cepas con actividad diazotrófica confirmada, 

MJ22 (Belnapia rosea), fue aislada de la filósfera de A. salmiana, sugiriendo la 

posibilidad de que en el caso de los agaves, la fijación biológica de nitrógeno tiene lugar 

no sólo en la zona radical sino también en la parte área de la planta. Adicionalmente, 
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MJ22 (B. rosea) resulta de interés ya que algunos estudios han demostrado que 

algunas cepas de Belnapia spp., presentes en la capas endurecidas del suelo, pueden 

estar involucradas en el ciclo del carbono en suelos de zonas áridas pobres en 

nutrientes  (Csotonyi et al., 2010). Otra de las cepas que fue positiva en el ensayo de 

reducción de acetileno fue la levadura MJ12 (Clavispora lusitaniae), lo que resulta de 

interés ya que la fijación de nitrógeno generalmente se atribuye a organismos 

procariontes (Kneip et al., 2007). El potencial diazotrófico en esta levadura puede 

considerarse como el resultado de dos procesos distintos: la transferencia horizontal de 

genes relacionados con la fijación de nitrógeno o la asociación simbiótica con 

organismos procariontes que realicen dicho proceso. En este último caso, en un estudio 

reciente realizado por Ruiz-Herrera et al. (2015), se reportó por primera vez la 

asociación endosimbiótica de fijación de nitrógeno que involucra al hongo patógeno del 

maíz Ustilago maydis y a la bacteria endosimbionte Bacillus pumilus. Considerando lo 

anterior, creemos que sería pertinente realizar estudios moleculares enfocados en la 

búsqueda de diferentes genes relacionados con la enzima nitrogenasa y el gen 16S 

rRNA para confirmar la actividad diazotrófica de la cepa MJ12 (Clavispora lusitaniae) y 

determinar los procesos involucrados en este fenómeno. 

En el caso de la caracterización de la promoción del crecimiento vegetal (PCV), 

una de las características analizadas fue la solubilización de fosfatos, considerada 

como una característica importante, ya que el fósforo es uno de los macronutrientes 

limitantes del desarrollo de los agaves y se obtiene del suelo en forma de fosfatos 

(Nobel, 2003). Los niveles de fósforo en el tejido foliar de los agaves es usualmente 

bajo en comparación con otras plantas de interés agronómico (Nobel, 2003). Este 

elemento es importante en la división celular, degradación de azúcares y transferencia 
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de nutrientes, entre otros procesos (Behera et al., 2013). Dentro de los 

microorganismos solubilizadores de fosfatos, los géneros bacterianos más importantes 

son Pseudomonas, Bacillus, Rhizobium y Enterobacter (Behera et al., 2013, Rodríguez 

& Fraga, 1999). En nuestro estudio las mejores solubilizadoras fueron las cepas MJ04 

(Citrobacter murliniae), MJ05 (Enterobacter cancerogenus) y MJ09 (E. aerogenes). Los 

niveles de solublización que observamos fueron mayores que los registrados en la 

literatura para cepas de las mismas especies aisladas en zonas silvestres subtropicales 

y áreas cultivadas (Chen et al., 2006; Chung et al., 2004). 

Otra de las características evaluadas fue la producción de ácido indolacético (IAA). 

El IAA es una de las auxinas fisiológicamente más activas incrementando la longitud y 

número de raíces, lo que está directamente relacionado en la adquisición de nutrientes 

por parte de la planta (Mohite, 2013). En nuestro estudio observamos que de las cepas 

evaluadas, tres presentaron niveles significativamente mayores de producción de ácido 

indolacético (más de 100 µg/mL), estas cepas fueron MJ11 (Bacillus megaterium), 

MJ17 (Stenotrophomonas maltophila) y MJ19 (Klebsiella pneumoniae).  Estos niveles 

fueron similares a los registrados por cepas de los mismos taxones aisladas de la 

rizósfera de cultivos como maíz, algodón y avena (Mohite, 2013; Marques et al., 2010) e 

incluso similares con los niveles producidos por los géneros registrados como mayores 

productores de IAA como Pseudomonas, Enterobacter y algunas especies de 

Rhizobium (Mu’minah et al., 2015; Mohite, 2013; Sahasrabudhe, 2011). 

Con respecto a la evaluación preliminar de la inoculación de las 11 cepas 

caracterizadas en las plantas de A. tequilana, nuestros resultados mostraron un efecto 

diferencial entre las plantas sometidas a la inoculación biológica y aquellas que no 

fueron inoculadas con ninguna de las cepas. Particularmente resultó de interés 
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observar que el grupo de tratamientos cuyos consorcios estuvieron formados por cepas 

provenientes de la endósfera de raíz y la rizósfera de A. tequilana y A. salmiana, en 

combinación con la cepa asociada a la filósfera de A. salmiana, mostraron perfiles 

metabólicos similares. Por el contrario cuando el consorcio de cepas de endósfera de 

raíz, el consorcio de cepas de rizósfera y la cepa de filósfera se inocularon de forma 

independiente, no hubo similitudes entre sus perfiles metabólicos. En estudios recientes 

(Santhanam et al., 2015), se ha reportado que la inoculación de consorcios bacterianos 

específicos en comparación con inoculaciones individuales, ayudan a incrementar la 

defensa contra algunas enfermedades fúngicas. Sin embargo, nuestro análisis del 

efecto de la inoculación biológica no provee aún evidencia suficiente para determinar si 

las cepas inoculadas están afectando el desarrollo, la salud y la productividad de las 

plantas de A. tequilana. Es necesario realizar otros estudios que proporcionen evidencia 

sobre aspectos primordiales como la capacidad de las cepas inoculadas para colonizar 

las plantas de A. tequilana, parámetros importantes para la industria como el contenido 

de azúcares en estas plantas o aspectos agronómicos como el contenido de 

macronutrientes (N, P, K) o la incidencia de enfermedades en el cultivo.  

Las 11 cepas aisladas de A. tequilana y A. salmiana poseen características 

promotoras del crecimiento y de tolerancia a sequía y recientemente los genomas de 

estas cepas han sido secuenciados. Los datos obtenidos de estos genomas, además 

de la evaluación del efecto de la inoculación biológica en las plantas, nos ayudarán a 

entender el tipo de interacciones que estas cepas establecen con los agaves y si juegan 

un papel importante en la adecuación de estas plantas a su ambiente.  
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7 Conclusiones 

Nuestro estudio provee un análisis de la composición y diversidad tanto de las 

comunidades procariontes como de las comunidades fúngicas asociadas con seis 

compartimentos distintos de tres especies de Agave, y determina los factores que 

influyen en el ensamble de dichas comunidades. Adicionalmente, aislamos algunos 

microorganismos que fueron caracterizados como promotores del crecimiento vegetal y 

tolerantes a sequía.  

Encontramos que las comunidades procariontes están conformadas 

principalmente por miembros de los phyla Proteobacteria, Actinobacteria, Firmicutes y 

Bacteroidetes, mientras que las comunidades fúngicas se componen principalmente de 

los phyla Ascomycota y Basidiomycota. Nuestro diseño experimental nos permitió 

determinar que el tipo de comunidad y la especie hospedera fueron los factores que 

tuvieron una mayor influencia en el ensamble de las comunidades microbianas 

asociadas con los tres agaves. Estos factores influyeron de manera diferencial a las 

comunidades procariontes y fúngicas, mientras que el tipo de muestra fue el factor 

determinante en las comunidades procariontes, las comunidades fúngicas estuvieron 

determinadas por la biogeografía de la especie hospedera. Esta diferencia en la 

influencia de los factores puede estar relacionada con la dispersión limitada de los 

hongos, apoyando la idea de que los taxones fúngicos distribuidos de manera global 

son poco comunes: ―no todos los hongos están en todos lados‖.  

Los resultados de nuestro estudio muestran una reducción en la diversidad de las 

comunidades microbianas asociadas con A. tequilana, la especie cultivada, en 

comparación con A. salmiana y A. deserti, las especies silvestres. Aunque se ha 
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reportado que las prácticas agrícolas, características de un monocultivo como A. 

tequilana, pueden alterar la diversidad microbiana, nuestro diseño experimental no 

provee evidencia suficiente para adjudicar la disminución de la diversidad al manejo 

agronómico. 

 A pesar de las diferencias encontradas entre las comunidades microbianas 

asociadas con los agaves, detectamos la presencia de microorganismos clave  (análisis 

de Pareto) que son comunes en los tres agaves, sugiriendo que las tres especies de 

Agave pueden estar actuando de manera similar con su microbiota en cierto nivel. 

Aunado a esto se confirmó, en el caso de las comunidades procariontes, la existencia 

de un grupo de microorganismos endófitos que incrementan su abundancia en la época 

de secas. Adicionalmente, se aisló un conjunto de 11 cepas de las comunidades de 

endósfera de raíz, rizósfera y filósfera asociadas con A. tequilana y A. salmiana. Estas 

cepas son diazótrofas potenciales, poseen características promotoras del crecimiento 

vegetal y tolerancia a sequía. Esto representa un acervo microbiológico importante para 

la realización de estudios funcionales en planta. 

 En conclusión, nuestro estudio representa el primer paso para lograr una visión 

integral de la interacción entre los agaves y su microbiota, lo que nos permitirá entender 

cómo estas interacciones participan en la adecuación de estas plantas a su ambiente.  
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8 Perspectivas 

Aunque nuestro estudio hace aportaciones importantes sobre la estructura de las 

comunidades microbianas asociadas con los agaves, los factores que determinan 

dichas comunidades y el potencial funcional dentro de ellas, es necesario resolver otras 

preguntas que nos ayuden a comprender de una manera más profunda las 

interacciones planta-microorganismo y cuáles de estas interacciones poseen roles 

centrales en el desarrollo, la salud y la productividad de las plantas. 

De manera inicial, la anotación de los genomas y metagenomas, que se 

encuentran en proceso, podrían proporcionar información con respecto a funciones 

diferenciales entre los microorganismos asociados con A. tequilana y A. salmiana. De 

modo que se pueda determinar si estas funciones están asociadas con la adaptación de 

la planta nativa a condiciones de sequía extrema o si son importantes en la defensa 

contra patógenos, y si existen funciones conservadas entre la especie nativa y la 

cultivada que jueguen un rol central en la adecuación.  

El estudio de las interacciones planta-microorganismo en ambientes naturales 

representa un reto debido al grado de complejidad de las comunidades mircobianas 

silvestres.  Reducir la complejidad de las comunidades microbianas es un enfoque 

interesante que nos permitiría descifrar el papel de ciertas interacciones en la 

adecuación de las plantas, como por ejemplo los experimentos que involucran el 

transplante de individuos a suelos con una microbiota más simple en comparación con 

la nativa. Es probable que este tipo de experimentos puedan aportar argumentos que 

nos ayuden a comprender si el manejo agronómico tiene un papel preponderante en la 
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disminución de la diversidad microbiana, como la que observamos en las comunidades 

asociadas con el monocultivo de A. tequilana. 

Considerando que los agaves se reproducen principalmente de manera 

vegetativa, por lo que es probable que exista transmisión vertical de microorganismos, 

sería interesante analizar el microbioma de estas plantas en términos de una sucesión 

temporal a lo largo del desarrollo de las mismas. Adicionalmente con ayuda de un 

análisis de transcriptoma de ciertas etapas bajo condiciones de estrés, sería posible 

determinar que grupos de microorganismos están interactuando con la planta de forma 

importante para lograr la adecuación de la misma a su ambiente. 

Con respecto al conjunto de cepas aisladas que mostraron características de 

promoción del crecimiento vegetal (PCV) y considerando que se encuentran en 

asociación con plantas de zonas áridas, resulta de interés evaluar, si a nivel de planta, 

la actividad de PCV se presenta en las cepas como una característica per se o como un 

efecto inducido bajo condiciones de estrés por sequía.  

 Estos estudios serían útiles para comprender de un modo más profundo las 

interacciones entre las plantas y su microbiota, además de determinar la importancia de 

dichas interacciones para la adecuación de la planta. Adicionalmente, podrían derivar 

en algún desarrollo biotecnológico como la generación de bioinoculantes. 
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Apéndice A 
 
Altura, diámetro y localización geográfica de las plantas muestreadas de A. tequilana y A. salmiana en la región 
del Bajío durante los años 2012 y 2013. 
 

Especie Etiqueta Altura 
(cm) 

Diámetro 
(cm) 

A/D Hijuelos Plantas Vecinas Estación
a 

Sitio Localización Geográfica 

 
 
 
 
 
 
 
 

A. tequilana 

AtPe1-1 135 135 1 0 A. tequilana  Secas Pénjamo N 20°25.971, W 101°41.689 

AtPe1-2 154 135 1.14 6 A. tequilana Secas Pénjamo N 20°25.957, W 101°41.659 

AtPe1-3 142 134 1.06 1 A. tequilana Secas Pénjamo N 20°25.982, W 101°41.678 

AtAm1-1 136 187 0.73 0 A. tequilana Secas Amatitan N 20°50.792, W 103°43.666 

AtAm1-2 134 176 0.76 2 A. tequilana Secas Amatitan N 20°50.748, W 103°43.690 

AtAm1-3 148 190 0.78 0 A. tequilana Secas Amatitan N 20°50.702, W 103°43.739 

AtPe2-1 121 132 0.92 3 A. tequilana Lluvias Pénjamo N 20°25.982, W 101°41.698 

AtPe2-2 129 173 0.74 1 A. tequilana Lluvias Pénjamo N 20°25.944, W 101°41.602 

AtPe2-3 137 181 0.76 2 A. tequilana Lluvias Pénjamo N 20°26.006, W 101°41.632 

AtAm2-1 146 187 0.78 0 A. tequilana Lluvias Amatitan N 20°50.814, W 103°43.663 

AtAm2-2 145 192 0.75 1 A. tequilana Lluvias Amatitan N 20°50.766, W 103°43.695 

AtAm2-3 144 192 0.75 0 A. tequilana Lluvias Amatitan N 20°50.687, W 103°43.729 

AtPe3-1 133 146 0.91 2 A. tequilana Secas Pénjamo  N 20°25.990, W 101°41.691 

AtPe3-2 143 127 1.13 4 A. tequilana Secas Pénjamo  N 20°25.944, W 101°41.607 

AtPe3-3 144 129 1.12 3 A. tequilana Secas Pénjamo  N 20°25.995, W 101°41.622 

AtPe4-1 150 178 0.84 3 A. tequilana Lluvias Pénjamo  N 20°25.995, W 101°41.698 

AtPe4-2 149 185 0.80 4 A. tequilana Lluvias Pénjamo  N 20°25.999, W 101°41.696 

AtPe4-3 138 192 0.72 4 A. tequilana Lluvias Pénjamo  N 20°26.006, W 101°41.661 
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Continuación… 
Especie Etiqueta Altura 

(cm) 
Diámetro 

(cm) 
A/D Hijuelos Plantas Vecinas Estación

a 
Sitio Localización Geográfica 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

A. salmiana 
 

AsMa1-1 70 66 1.06 6 M. geometrizans, 
O. robusta 

Secas El Magueyal N 21°05.403, W 100°17.561 

AsMa1-2 85 114 0.74 4 grupo A. salmiana Secas El Magueyal N 21°05.209, W 100°17.746 

AsMa1-3 78 82 0.95 0 grupo A. salmiana Secas El Magueyal N 21°04.106, W 100°16.105 

AsSF1-1 89 109 0.81 0 - Secas San Felipe N 21°38.477, W 100°03.407 

AsSF1-2 94 114 0.82 0 - Secas San Felipe N 21°40.178, W 100°02.651 

AsSF1-3 103 109 0.94 6 grupo A. salmiana Secas San Felipe N 21°40.224, W 101°02.818 

AsMa2-1 71 129 0.55 1 grupo A. salmiana Lluvias El Magueyal N 21°05.200, W 100°17.733 

AsMa2-2 70 64 1.09 5 M. geometrizans, 
O. robusta 

Lluvias El Magueyal N 21°04.097, W 100°16.116 

AsMa2-3 94 127 0.74 4 grupo A. salmiana Lluvias El Magueyal N 21°04.106, W 100°16.105 

AsSF2-1 103 79 1.30 1 Malezas Lluvias San Felipe N 21°40.217, W 101°02.654 

AsSF2-2 70 62 1.13 0 Malezas Lluvias San Felipe N 21°40.178, W 101°02.758 

AsSF2-3 77 98 0.78 0 Malezas Lluvias San Felipe N 21°38.526, W 101°03.285 

AsMa3-1 62 63 0.98 2 grupo A. salmiana Secas El Magueyal N 21°05.363, W 100°17.642 

AsMa3-2 62 59 1.05 5 O. robusta Secas El Magueyal N 21°05.250, W 100°17.730 

AsMa3-3 63 71 0.89 0 grupo A. salmiana Secas El Magueyal N 21°04.108, W 100°16.103 

AsSF3-1 89 122 0.73 0 O. robusta Secas San Felipe N 21°39.960, W 101°02.796 

AsSF3-2 93 110 0.84 3 grupo A. salmiana Secas San Felipe N 21°40.013, W 101°02.874 

AsSF3-3 83 104 0.80 2 grupo A. salmiana, 
O. imbricata 

Secas San Felipe 
N 21°38.564, W 101°03.275 

AsMa4-1 103 123 0.83 0 A. salmiana,  
O. robusta 

Lluvias El Magueyal 
N 21°05.215, W 100°17.759 

AsMa4-2 93 116 0.80 3 A. salmiana Lluvias El Magueyal N 21°05.177, W 100°17.769 

AsMa4-3 76 82 0.93 1 M. geometrizans, 
O. robusta 

Lluvias El Magueyal 
N 21°04.095, W 100°16.116 

AsSF4-1 89 97 0.92 1 A. salmiana,  
M. geometrizans 

Lluvias San Felipe 
N 20°25.995, W 101°41.698 

AsSF4-2 101 108 0.93 1 A. salmiana,  
M. geometrizans 

Lluvias San Felipe 
N 20°25.999, W 101°41.696 

AsSF4-3 86 104 0.83 0 grupo A. salmiana Lluvias San Felipe N 20°26.006, W 101°41.661 
a 

Las muestras correspondientes al año 2012 se colectaron para la época de secas de Mayo 28 a Junio 7 y en el caso de la época 

de lluvias de Octubre 10 a Octubre 15. En el caso de las muestras correspondientes al año 2013, la colecta de secas se realizó de 
Mayo 27 a Mayo 31 y para la época de lluvias de Septiembre 30 a Octubre 4. 
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Apéndice B 

Curva de calibración para la cuantificación de solubilización de fosfatos (KH2PO4) 
 
 

Concentración de 
soluciones madre de 

KH2PO4 (µg/ml) 

 
 

Absorbancia  

 Concentración 
estimada de KH2PO4 
(µg/ml) a partir de la 

recta 

Blanco 0 0 

50 0.087 49.6875 

100 0.169 100.9375 

200 0.33 201.5625 

250 0.422 259.0625 

300 0.482 296.5625 

350 0.575 354.6875 
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Apéndice C 

Curva de calibración para la cuantificación de producción de ácido indolacético 
(IAA) 
 

Concentración 
de soluciones 
madre de IAA 

(µg/ml) 

Absorbancia  Concentración 
estimada de IAA 

(µg/ml) a partir de la 
recta 

Blanco 0 0 

1 0.006 2.013513514 

3 0.023 2.779279279 

12 0.174 9.581081081 

18 0.347 17.37387387 

24 0.567 27.28378378 

40 0.825 38.90540541 

50 1.075 50.16666667 
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Apéndice D 

OTUs asociados con A. tequilana y A. salmiana detectados con DGGE, indicando aquellos que son endófitos 
centrales de secas y aislados relacionados. 
 

 
OTU 

 
Linajea 

Tipo de 
comunidadb 

 
Especiec 

 
Estaciónd 

Número 
de cepas 
aisladase  

18 Bacteria 1, 2, 3 As/At S/LL - 

20 Bacteria 3 At LL - 

41 Bacteriaf 1, 2, 3 As/At S/LL - 

64 Bacteria 1, 2, 3 As/At S/LL - 

84 Acidobacteria 1, 3 As/At S/LL - 

7 Acidobacteria Gp4 3 As LL - 

28 Acidobacteria Gp4f 2, 3 As/At S/LL - 

42 Acidobacteria Gp4 1, 2, 3 As/At S/LL - 

6 Acidobacteria Gp6 3 As LL - 

29 Acidobacteria Gp6 1, 2, 3 As/At S/LL - 

43 Acidobacteria Gp6 1, 2, 3 As/At S/LL - 

65 Acidobacteria Gp6f 1, 2, 3 As/At S/LL - 

45 Actinobacteria 1, 2, 3 As/At S/LL - 

63 Actinobacteria 1, 2, 3 As/At S/LL - 

90 Actinobacteria 1 As/At S/LL - 

92 Actinobacteria 1 As/At LL - 

67 Corynebacteriales 1, 2, 3 As/At S/LL - 

55 Mycobacterium 1, 2, 3 As/At S/LL - 

36 Microbacteriaceae 1, 2, 3 As/At S/LL - 

47 Streptomycesf 1, 2, 3 As/At S/LL - 
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23 Rubrobacter 1, 2, 3 As/At S/LL - 

46 Rubrobacter 1, 2, 3 As/At S/LL - 

35 Solirubrobacteralesf 1, 2, 3 As/At S/LL - 

2 Bacillaceae 3 As LL - 

27 Bacillus 2 At S - 

31 Bacillus 2 As/At S 1 

58 Bacillus 1, 2, 3 As/At S/LL - 

56 Clostridiumf 1, 2, 3 As/At S/LL - 

80 Gemmatimonadetes 2 At S - 

69 Gemmatimonas 1, 2 As/At S/LL - 

30 Nitrospira 1, 2, 3 As/At S/LL - 

91 Proteobacteria 1, 3 As LL - 

24 Hyphomicrobiaceae 2, 3 As/At LL - 

66 Devosia 1, 2, 3 As/At S/LL - 

54 Xanthobacteraceaef 1, 2, 3 As/At S/LL - 

83 Acetobacteraceae 1, 2, 3 As/At S/LL - 

70 Gluconacetobacter 1, 2, 3 As/At S/LL - 

68 Reyranellaf 1, 2, 3 As/At S/LL - 

5 Rhizobium 3 As LL - 

94 Comamonadaceae 1 As/At LL - 

71 Deltaproteobacteriaf 1, 2, 3 As/At S/LL - 

93 Gammaproteobacteria 1, 2, 3 As/At S/LL - 

3 Enterobacteriaceae 3 As LL - 

12 Enterobacteriaceae 3 As LL - 

32 Enterobacteriaceae 1, 2, 3 As/At S/LL - 

33 Enterobacteriaceae 1, 2 As/At S/LL - 
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34 Enterobacteriaceae 1, 2, 3 As/At S/LL - 

48 Enterobacteriaceaef 1, 2, 3 As/At S/LL - 

59 Enterobacteriaceaef 1, 2, 3 As/At S/LL - 

60 Enterobacteriaceae 1, 3 As/At S/LL 7 

62 Enterobacteriaceae 1, 2, 3 As/At S/LL 7 

81 Enterobacteriaceae 2 As LL - 

88 Enterobacteriaceae 1, 2 As/At S/LL - 

40 Enterobacterf 1, 2, 3 As/At S/LL - 

61 Enterobacterf 1, 2, 3 As/At S/LL 7 

52 Pantoea 1, 2, 3 As/At S/LL - 

76 Pectobacterium 1 As/At LL - 

25 Acinetobacter 2, 3 As/At S/LL - 

26 Acinetobacter 2, 3 As/At S/LL - 

37 Pseudomonas 1, 2, 3 As/At S/LL - 

57 Xanthomonadalesf 1, 2, 3 As/At S/LL - 

8 Stenotrophomonas 3 As LL - 

9 Stenotrophomonas 3 As S/LL - 

16 Stenotrophomonas 1, 3 As LL - 

38 Stenotrophomonasf 1, 2, 3 As/At S/LL 2 
aLas secuencias de cada OTU están depositadas en el NCBI bajo los números de acceso KJ659221-KJ659285. 
bTipo de comunidad, 1: suelo-suelo asociado a raíz, 2: rizósfera-filósfera y 3: endósfera de hoja-raíz. 
cEspecie, As: Agave salmiana, At: Agave tequilana. 
dEstación, S: estación de secas, LL: estación de lluvias. 
eNúmero de cepas aisladas relacionadas con cada OUT, basados en un 97% de similitud en la secuencia del gen 16S rRNA. 
fOTUs endófitos centrales de secas. 
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Apéndice E 

Diversidad de las comunidades asociadas con A. tequilana, A. salmiana y A. deserti 
 
Índice de Shannon (H’) para las comunidades microbianas detectadas con iTags.  
 
Tipo de muestra Archaea-Bacteria Fungi 

A. tequilanae A. salmianaf A. desertig A. tequilanae A. salmianaf A. desertig 

Sueloa 5.149 ± 0.324 5.252 ± 0.310 5.303 ± 0.161 2.987 ± 0.431 3.616 ± 0.575 3.109 ± 0.564 

Suelo Asociado Raízb 5.036 ± 0.889 5.516 ± 0.122 5.386 ± 0.242 3.023 ± 0.522 3.574 ± 0.625 3.543 ± 0.618 

Rizósferac 2.417 ± 1.211 4.600 ± 1.006 4.803 ± 0.282 3.325 ± 0.391 3.954 ± 0.526 2.751 ± 0.558 

Filósferad 2.716 ± 1.610 4.389 ± 1.039 4.952 ± 0.820 3.052 ± 0.424 2.374 ± 0.528 3.619 ± 0.410 

Endósfera raíz 2.534 ± 1.146 3.316 ± 0.761 2.872 ± 0.644 1.728 ± 0.499 2.139 ± 0.538 1.942 ± 0.448 

Endósfera hoja 3.035 ± 0.815 2.051 ± 1.010 2.936 ± 0.763 2.721 ± 0.681 2.225 ± 0.442 3.260 

Todos los valores del índice de Shannon se presentan como la media ± la desviación estándar, excepto para la comunidad fúngica de la  
endósfera de hoja de A. deserti, la cual representa sólo una muestra. 
a. Diferente significativamente entre especies, Fungi: Kruskal-Wallis H2, 41 = 6.880, P= 0.0321. 
b. Diferente significativamente entre especies, Archaea-Bacteria: Kruskal-Wallis H2, 41 = 9.458, P= 0.0088, Fungi: Kruskal-Wallis 
H2, 42 = 7.507, P= 0.0234. 
c. Diferente significativamente entre especies, Archaea-Bacteria: Kruskal-Wallis H2, 42 = 19.090, P= 0.00007, Fungi: Kruskal-Wallis H2, 41 = 20.501, 
P= 3.12e

-05
. 

d Diferente significativamente entre especies, Archaea-Bacteria: Kruskal-Wallis H2, 41 = 16.587, P= 0.0002, Fungi: Kruskal-Wallis H2, 40 = 25.370, 
P= 3.71e

-06
). 

e. Diferente significativamente entre los tipos de muestra asociados con A. tequilana Archaea-Bacteria: Kruskal-Wallis H5, 71 = 42.525, P= 4.611e
-

08
, Fungi: Kruskal-Wallis H5, 68 = 29.535, P= 1.82e

-05
. 

f. Diferente significativamente entre los tipos de muestra asociados con A. salmiana Archaea-Bacteria: Kruskal-Wallis H5, 66 = 42.751, P= 4.15e
-08

) 
Fungi: Kruskal-Wallis H5, 70 = 46.389, P= 7.568e

-09
. 

g. Diferente significativamente entre los tipos de muestra asociados con A. deserti Archaea-Bacteria: Kruskal-Wallis H5, 98 = 71.298, P= 5.499
e-14

) 
Fungi: Kruskal-Wallis H5, 86 = 46.242, P= 2.193e

-09
. 
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Índice de Shannon (H’) para las comunidades microbianas detectadas con DGGE. 

Tipo de muestra Bacteria 

A. tequilana A. salmiana 

Suelo 3.526 ± 0.344 3.555 ± 326 

Suelo Asociado Raíz 3.401 ± 0.263 3.714 ± 0.335 

Rizósfera 3.332 ± 0.523 3.135 ± 0.396 

Filósfera 3.296 ± 0.646 3.296 ± 0.484 

Endósfera raíz 3,434 ± 0.375 3.555 ± 0.315 

Endósfera hoja 2.773 ± 0.261 3.526 ± 0.529 

Todos los valores del índice de Shannon se presentan como la media ± la desviación estándar. 

 
Perfiles de Renyi 
 
El perfil de Renyi se entiende como una escala de estimaciones de diversidad en la cual 
se otorga de forma creciente un mayor peso a la abundancia relativa de las especies y 
un peso decreciente al número de especies en la comunidad (riqueza). Los índices de 
diversidad que se calculan comúnmente son secciones particulares de este perfil. De 
este modo tenemos que cuando el parámetro α = 0 estamos hablando de la riqueza de 
especies en la comunidad, el índice de Shannon se da cuando α = 1, el índice de 
Simpson se da cuando α = 2 y la abundancia relativa de la especie más abundante se 
da cuando α tiende a infinito (Bonilla-Rosso et al., 2012).  
 

 
 
En las gráficas de los perfiles de Renyi, una comunidad puede ser denominada como 
más diversa que otra si cada uno de los puntos a lo largo de línea que representa el 
perfil se encuentran arriba de los puntos de otra comunidad (perfil azul en la parte alta 
de la figura). La comunidad será menos diversa si todos los puntos de su perfil se 
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encuentran debajo de otro (perfil morado en la parte baja de la figura). Finalmente, 
cuando alguno(s) de los puntos de un perfil se sobreponen con otro (perfiles verde y 
rojo en la parte media de la figura), no pueden determinarse como más o menos 
diversos ya que aquel con puntos más altos en el lado izquierdo (perfil rojo) tiene más 
especies pero estará más dominado por pocas especies en comparación con el perfil 
con el que se sobreponen (perfil verde). Este último tendrá menos especies ya que 
cuenta con puntos más bajos del lado izquierdo pero el número de sus individuos estará 
distribuido más equitativamente entre las diferentes especies (Bonilla-Rosso et al., 
2012). 
 
 
Referencias 
 
Bonilla-Rosso G, Peimbert M, Alcaraz LD, Hernández I, Eguiarte LE, Olmedo-Álvarez G 

& Souza Valeria (2012) Comparative metagenomics of two microbial mats at 
Cuatro Ciénegas Basin II: community structure and composition in oligotrophic 
environments. Astrobiology 12: 659-673. 

 
 
En las figuras siguientes: 
 
Especies de Agave 
At= A. tequilana 
As= A. salmiana 
Ad= A. deserti 
 
Tipos de comunidad 
s= suelo 
rz= suelo asociado a raíz 
rh= rizósfera 
p= filósfera 
re= endósfera hoja 
le= endósfera raíz 
 
Sitios 
Ma= El Magueyal 
SF= San Felipe 
Am= Amatitán 
Pe= Pénjamo 
 
 



160 
 

 
 
 

0

1

2

3

4

5

6

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

At

As

Ad

iTags 16S - Bacteria/Archaea

0

1

2

3

4

5

6

7

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

At.s

At.rz

At.rh

At.p

At.re

At.le

0

1

2

3

4

5

6

7

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

As.s

As.rz

As.rh

As.p

As.re

As.le

0

1

2

3

4

5

6

7

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

Ad.s

Ad.rz

Ad.rh

Ad.p

Ad.re

Ad.le

H
(α

)

H
(α

)

H
(α

)

H
(α

)

α α

α α

A. tequilana

A. desertiA. salmiana



161 
 

 
 
 

0

0.5

1

1.5

2

2.5

3

3.5

4

4.5

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

At

As

0

0.5

1

1.5

2

2.5

3

3.5

4

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

At.s

At.rz

At.rh

At.p

At.re

At.le

0

0.5

1

1.5

2

2.5

3

3.5

4

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

As.s

As.rz

As.rh

As.p

As.re

As.le

DGGE 16S - Bacteria
H

(α
)

H
(α

)

H
(α

)

α α

α

A. tequilana

A. salmiana



162 
 

 

 
 

0

1

2

3

4

5

6

7

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

As.Ma.rz

As.Sf.rz

At.Am.rz

At.P.rz

0

1

2

3

4

5

6

7

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

At.Am.rz

At.P.rz

At.P.e

METAGENOMAS- Bacteria/Archaea

H
(α

)

H
(α

)

α α



163 
 

 
 
 
 

iTags ITS2 - Fungi

0

0.5

1

1.5

2

2.5

3

3.5

4

4.5

5

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

At

As

Ad

0

1

2

3

4

5

6

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

At.s

At.rz

At.rh

At.p

At.re

At.le

0

1

2

3

4

5

6

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

As.s

As.rz

As.rh

As.p

As.re

As.le

0

1

2

3

4

5

6

0 0.25 0.5 1 2 4 8 16 32 64 Inf

Ad.s

Ad.rz

Ad.rh

Ad.p

Ad.re

Ad.le

H
(α

)

H
(α

)

H
(α

)

H
(α

)

α α

α α

A. tequilana

A. desertiA. salmiana



164 
 

Apéndice F 

Cepas aisladas de Agave tolerantes a sequía y con características promotoras del crecimiento vegetal 
 

 
ID 

 
Cepa 

 
Origen 

Tolerancia a sequía Indirectos Directos 

Aw reducida
a
 EPS

b
 NH3

c
 HCN

d
 Hidrólisis 

de 
celulosa

e
 

PO4
f
 

(µg/mL) 
IAA

g
 

(µg/mL) 25% 50% 100% 

MJ04 Citrobacter murliniae A. tequilana endo raíz ++++ +++ + + + - + 1060.10 76.19 

MJ05 Enterobacter cancerogenus A. tequilana endo raíz ++++ ++++ + + + - + 1083.02 84.15 

MJ08 Stenotrophomonas pavanii A. tequilana rizósfera ++++ ++++ - + + - + 535.85 63.72 

MJ09 Enterobacter aerogenes A. tequilana rizósfera ++++ ++++ + + + - + 1053.30 90.30 

MJ11 Bacillus megaterium A. salmiana rizósfera ++++ +++ + + + - + 81.81 117.52 

MJ12 Clavispora lusitaniae A. salmiana rizósfera ++++ ++++ ++++ + + - + 167.00 30.23 

MJ14 Enterobacter cloacae A. salmiana rizósfera ++++ + - - + - + 644.41 30.39 

MJ17 Stenotrophomonas maltophila A. salmiana endo raíz ++++ ++++ - + + - + 497.90 106.98 

MJ18 Enterobacter sacchari A. salmiana endo raíz ++++ ++++ - + + - + 594.78 41.71 

MJ19 Klebsiella pneumoniae A. salmiana endo raíz ++++ ++++ - + + - + 474.82 103.57 

MJ22 Belnapia rosea A. salmiana filósfera ++ - - - + - - - 14.73 
aCoeficiente de disponibilidad agua reducido por acción del gradiente de sorbitol. El crecimiento (+) se indica en una escala de 1 a 4, 
indicando el número de repeticiones donde se observó crecimiento para cada condición del gradiente. 
bProducción de exopolisacáridos. 
cProducción de amonio (NH3). 
dProducción de cianuro de hidrógeno (HCN). 
eLas cepas fueron capaces de crecer (+) pero no presentaron halo de hidrólisis. 
fSolubilización de fosfatos. 
gProducción de ácido indolacético. 
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