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RESUMEN 

Numerosos trabajos han abordado la composición taxonómica de comunidades 

bacterianas de diferentes ambientes, pero se sabe poco con respecto a la 

variabilidad de los rasgos de los miembros de una comunidad. Aquí nos centramos 

en un solo género, en su mayor parte aislado de una comunidad de sedimento de 

una laguna extremadamente oligotrófica, y evaluamos rasgos fenotípicos conocidos 

por evolucionar en los extremos o puntas terminales y los que están profundamente 

enraizados en la filogenia, es decir, los rasgos recientemente adquiridos y los rasgos 

ancestrales. La muestra de estudio estuvo compuesta de 467 aislados del sistema 

acuático Churince ubicado en la Cuenca de Cuatrociénegas, Coahuila (Cuatro 

Cienegas Basin CCB), un sistema de agua que incluye una gran diversidad de 

grupos taxonómicos bien definidos de Bacillus spp. y que presentan una coherencia 

ecológica definida entre las comunidades de la muestra. La evaluación fenotípica 

de 141 aislados de Bacillus spp. de esta muestra reveló una gran variabilidad en 

todos los clados en los rasgos relacionados con la adquisición de compuestos de 

carbono, consistente con el intercambio de rasgos no complejos de las puntas 

terminales de la filogenia. Sin embargo, fue inesperada la alta variabilidad en los 

rasgos de linajes ancestrales y las notables diferencias específicas de clado, las 

auxotrofías fueron la norma en algunos clados. Dado que muchos de los rasgos 

evaluados pueden ser considerados rasgos de acción colectiva, como la motilidad, 

el “swarming”, la formación de “biofilm” y la utilización de fuentes de fósforo, futuros 

trabajos pueden revelar si la variabilidad observada es una manifestación de la 

evolución actuando a nivel individual o a nivel de la comunidad.  
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ABSTRACT 

Numerous works have addressed the taxonomic composition of bacterial 

communities from different environments, but little is known regarding the variability 

of traits in members of a community. Herein we focused on a single genus, isolated 

mostly from a sediment community in an extremely oligotrophic lagoon, and 

evaluated both phenotypic traits known to evolve at the tips and deeply enrooted in 

the phylogeny, that is, the newly acquired traits and ancestral traits. The sample 

under study was composed of 467 isolates from Churince at Cuatro Cienegas Basin 

(CCB), a water system that included a large diversity of well-defined taxonomic 

groups of Bacillus spp. and having a defined ecological coherence among the 

sampled communities. The phenotypic evaluation of 141 Bacillus spp. isolates from 

this sample revealed great variability in all clades in traits related to carbon 

compound acquisition, consistent with the exchange of non-complex traits at the tips 

of the phylogeny. It was unexpected, the high variability in ancestral lineages’ traits 

and the remarkable clade specific differences, auxotrophies were the norm in some 

clades. Since many of the evaluated traits can be considered collective action traits, 

such as swarming motility, biofilm formation and the use of phosphorus sources, it 

is intriguing whether the observed variability is a manifestation of evolution acting 

both at individual and community level. 
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1 INTRODUCCIÓN 

 

Las comunidades son ensamblajes de diferentes especies, en las cuales los 

organismos co-ocurren en un entorno determinado e interactúan unas con otras 

(Konopka, 2009). Las estrategias moleculares han sido fundamentales en el 

descubrimiento de la gran diversidad taxonómica de las comunidades microbianas. 

Sin embargo, una de las cuestiones fundamentales en ecología microbiana es 

entender lo que la clasificación taxonómica de un organismo realmente significa en 

el nivel funcional y está claro que el saber "quién está allí" ya no es la pregunta más 

relevante. La relación entre la filogenia y rasgos funcionales han revelado una gran 

variabilidad, lo que limita el poder predictivo de los enfoques de la composición 

microbiana. La mayoría de los estudios que se han realizado muestran la 

consistencia de los rasgos a nivel de phylum (Koeppel y Wu, 2012; Goldfarb et al, 

2011; Philippot et al., 2010). Los rasgos ecológicos pueden ser específicos para 

especies o cepas ya que los genomas microbianos son altamente dinámicos y 

pueden cambiar rápidamente a través de la pérdida y la adquisición de genes de 

linajes distantes a través de la transferencia horizontal de genes (HGT) (Boon et al., 

2014). Además, se ha demostrado que las cepas dentro de una determinada 

especie pueden tener entre 20 a 30% de diferencias en el contenido de genes. Por 

lo tanto, las especies de bacterias se consideran mosaicos de genes transferidos, 

ya que su gran diversidad genética se obtiene de organismos distantemente 

relacionados (Ochman et al., 2000). Las diferencias en el estilo de vida se 

correlacionan con las variaciones en los genes necesarios para interactuar con 
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ambientes específicos. Se ha demostrado que las capacidades para la absorción 

de nutrientes, tales como diferentes fuentes de carbono, son transferidos fácilmente 

o evolucionan rápidamente de una función a otra, probablemente debido a que 

dependen de pocos genes. Se ha reportado que estos rasgos se encuentran 

filogenéticamente dispersos (variación de rasgos entre especies claramente 

relacionadas), y por lo tanto se observa su capacida de moverse superficialmente 

en las filogenias (Martiny et al., 2013). Por el contrario, los rasgos asociados con 

funciones complejas, tales como la fotosíntesis y la producción de metano, se 

encuentran sólo en clados profundos (Martiny et al., 2013). 

La ecología de comunidades investiga las interacciones complejas entre los 

organismos y las consecuencias ecológicas y evolutivas de estas interacciones en 

una comunidad. Se ha sugerido que los genes y las funciones se pueden perder 

cuando éstos ya no son necesarios en el hábitat o cuando las funciones pueden ser 

realizados por miembros de la comunidad por lo que la producción de bienes 

públicos es suficiente para apoyar la estabilidad de la comunidad (Visser et al., 

2010; McInerney et al, 2011; Morris et al, 2012; Boon et al, 2014). Otro aspecto 

fundamental de las comunidades microbianas son las interacciones sociales entre 

las células. Muchos fenotipos a nivel individual influyen en el entorno de sus vecinos, 

como por ejemplo, en su crecimiento y reproducción. Algunos procesos ecológicos 

importantes, de hecho, se basan en una serie de rasgos sociales, tales como la 

formación de “biofilm”, el “swarming”, y el “quorum sensing”. Los rasgos sociales 

como el “swarming” y la formación de “biofilm” son funciones conservadas en clados 

profundos (Daniels et al., 2004). Estos rasgos son considerados de acción colectiva, 
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ya que actúan a nivel de grupo (Stoodley et al., 2002, Daniels et al., 2004). Estas 

funciones dependen de la expresión de exopolímeros metabólicamente costosos, 

en el caso de “biofilms”, y en el caso de “swarming” de biosurfactantes y DNA 

extracelular (Daniels et al, 2004; Velicer y Yu, 2003; Spoering y Gilmore, 2006). 

Estas sustancias secretadas pueden ser consideradas bienes públicos. La 

evolución de los rasgos sociales ha sido el centro de numerosos trabajos (Nadel et 

al., 2008; Boyle et al., 2013; Gardner et al., 2007; Velicer y Yu, 2003; Kearns, 2010). 

Witham y col., (2006) proporcionaron un marco de referencia para entender cómo 

los rasgos genéticos pueden tener una influencia a nivel de especies y a nivel de 

los ecosistemas, una hipótesis soportada por estudios de selección de múltiples 

niveles y de las consecuencias en la adecuación de los efectos genéticos indirectos. 

La mayoría de los esfuerzos para abordar este tema se llevan a cabo en los 

sistemas de laboratorio y existe muy poca información sobre la variabilidad de los 

rasgos en las bacterias de las comunidades naturales y aun menos de los rasgos 

involucrados en la interacción social. 

La cuenca de Cuatro Ciénegas (CCB) se encuentra en el desierto de Coahuila, 

aislada por montañas altas de hasta 3,000 m de altura. Alberga un gran número de 

manantiales y sistemas de agua y posee una alta riqueza biológica, numerosos 

endemismos de flora y fauna (peces, tortugas, plantas vasculares) (Pinkava DJ, 

1984), además de una gran diversidad microbiana descrita a nivel de phylum dentro 

de los diferentes sitios (Souza et al., 2012). Hemos estudiado sistemáticamente la 

diversidad de bacterias, en particular del sistema acuático Churince el cual está 

ubicado en la ladera Oeste de la Sierra de San Marcos (26°50’53’’ Norte, 102°08’31’’ 
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Oeste y altitud de 746 msnm) y posee una longitud de aproximadamente 2 

kilómetros. Forma parte del Área de Protección de Flora y Fauna de 

Cuatrocienegas. Inicia con un manantial, seguido de una laguna intermedia y finaliza 

en una laguna desecación. Uno de los géneros representativos de este sistema es 

el grupo Bacillus spp., el cual posee rasgos correlacionados con el sistema 

oligotrófico, y el ambiente limitado en fósforo. Por ejemplo, Bacillus coahuilensis se 

sugiere que ha adquirido de cianobacterias por HGT, los genes implicados en la 

utilización de fósforo y de la adaptación a ambientes de alta radiación solar (Alcaraz 

et al., 2008). También se ha demostrado que los Bacillus spp. de las comunidades 

de sedimento no están ensambladas de forma aleatoria y que las interacciones 

bióticas entre los miembros de éste género (específicamente, el antagonismo) han 

desempeñado un papel fundamental en la conformación de la estructura de la 

comunidad en este sistema (Pérez-Gutiérrez et al., 2013). 

En este trabajo hemos explorado la diversidad fenotípica de los miembros del 

género Bacillus spp. que co-ocurren principalmente en la comunidad de sedimentos, 

para conocer si existe coherencia a nivel de género y especie en varios rasgos 

fenotípicos. Se analizaron rasgos relacionados con la utilización de recursos como 

la obtención de carbono y fósforo y los que influyen en el comportamiento social, 

tales como la formación de “biofilms” y la motilidad, considerados rasgos de acción 

colectiva. Nuestros resultados revelaron una gran variabilidad en los rasgos, lo que 

sugiere que la evolución podría estar actuando en dos niveles, uno a nivel de 

especies individuales y la otra a nivel de la comunidad. 
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2 ANTECEDENTES 

 

2.1 Comunidades microbianas y distribución 

Las comunidades son ensamblajes de diferentes especies, en las que co-ocurren e 

interactúan los organismos entre sí (Konopka, 2009). Los microorganismos de vida 

libre han sido considerados cosmopolitas debido a su alto potencial de dispersión, 

grandes tamaños de población, altas tasas reproductivas, su habilidad para 

sobrevivir en condiciones inhóspitas y su amplia diversidad genética (McArthur, 

2006). Recientes investigaciones han sido dirigidas hacia la búsqueda de patrones 

de distribución microbiana como lo realizado para las plantas y los animales (Martiny 

et al., 2006; Fitter et al., 2005). En diferentes trabajos se ha encontrado 

comunidades ensambladas con diferentes especies y relacionadas con las 

características ambientales (Bordez et al., 2016). Por ejemplo, Whitaker y col., 

(2002) estudiaron la distribución de Sulfolobus islandicus de ocho sitios diferentes 

de Islandia, del occidente de Estados Unidos y de Kamchatka, en Rusia, 

secuenciaron fragmentos de ocho genes que codifican para algunas proteínas y 

revelaron que cada cepa forma clados monofiléticos de acuerdo a la localización de 

muestreo. 

Varios factores bióticos y abióticos además de los procesos biológicos, tienen un 

impacto importante en la distribución microbiana (Ramette y Tiedje, 2007). Se ha 

encontrado que dicha distribución está asociada a las variables ambientales como 

el pH, salinidad, temperatura, las fuentes nutrimentales, luz, humedad del suelo, etc. 
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(Tsiknia et al., 2014; Lozupone y Knight, 2007; Fierer y Jackson, 2006; Lauber et 

al., 2009). Lozupone y Kinght (2007) evaluaron la relación de la diversidad 

microbiana con base en 21,752 secuencias del gen rRNA 16S de 202 muestras 

ambientales diferenciadas por algunos factores físicos y químicos. A grandes 

rasgos, observaron que la salinidad influyó principalmente en la composición de la 

comunidad microbiana. Por otra parte, Nemergut y col. (2013), evaluaron la 

importancia de 14 tipos de hábitats con varios gradientes ambientales como 

sedimentos salinos, sedimentos marinos, agua de mar, lagos, etc. y mostraron que 

hay una distribución diferencial dentro de los diferentes tipos de hábitats. 

Otros estudios reportan que la distribución microbiana está fuertemente asociada 

con los factores bióticos tales como antagonismo, cooperación, depredadores, 

virus, etc. (Aguirre von-Wobeser et al., 2014; Pérez-Gutiérrez et al., 2013; Freilich 

et al., 2011). Por ejemplo las interacciones competitivas y/o la especialización del 

nicho puede ser importante en estructurar las comunidades bacterianas (Horner-

Devine et al., 2007). 

 

2.1.1 Procesos de ensamble de la comunidad: Filtrado del hábitat y 

competencia 

El ensamble de la comunidad ha sido definido como la agrupación de organismos 

filogenéticamente relacionados, formada y mantenida por colonizadores potenciales 

de las comunidades locales que llegan de forma secuencial (Fukami, 2004). El 

ensamble de las comunidades microbianas está limitado por la habilidad de 
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colonizar nuevos hábitats a través de procesos como la competencia local y el 

filtrado ambiental (Martiny et al., 2006). El primer proceso es considerado el principal 

promotor de la evolución, en este caso, si las especies claramente relacionadas 

poseen rasgos morfológicos y respuestas fisiológicas similares, estas tenderán a 

competir más fuertemente por la misma fuente que las especies distantemente 

relacionadas, por lo que una coexistencia estable requiere que los miembros difieran 

en sus nichos (divergencia ecológica). Este proceso está basado en el principio de 

exclusión competitiva, que propone que una de las especies en competencia 

siempre dominará a la otra, llevándola a la extinción, a cambiar de hábitat o a una 

modificación evolutiva (Hardin, 1960). 

En el segundo proceso conocido como el filtrado del hábitat, el ambiente es el factor 

determinante para que una especie permanezca en una comunidad, es decir, el 

ambiente es un filtro que actúa removiendo especies que carezcan de rasgos 

particulares y que les permitan mantenerse dentro de las condiciones particulares 

de ese hábitat. Este proceso, al contrario de la competencia, guía al agrupamiento 

filogenético y a la coherencia ecológica (Weiher y Keddy, 1995; Pausas y Verdu, 

2010). Sin embargo, en Cuatro cienegas hemos observado que la gran diversidad 

microbiana no corresponde a ninguno de los 2 modelos, ya que al ser el lugar con 

menos nutrientes que se conoce, esperariamos que tanto el filtrado ambiental como 

la competencia redujeran la diversidad a algunos grupos dominates muy eficientes 

en el uso de los recursos limitantes. 

Para conocer qué procesos ensamblan una comunidad en particular es necesario 

conocer tres elementos: la filogenia, la composición de la comunidad y los rasgos 
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que son ecológicamente relevantes para un organismo (Webb et al. 2002; McArthur, 

2006). 

 

2.2 Demarcación de especies bacterianas y coherencia ecológica 

2.2.1 Definición de especies 

Tener un concepto de especie es importante para cualquier aspecto de la biología, 

la ecología y la evolución. Las especies son consideras la unidad fundamental de la 

naturaleza (MacArthur, 2006; Philippot et al., 2010) y de acuerdo a Roselló-Mora y 

Amann (2001) son descritas como un grupo monofilético y genómicamente 

coherente de organismos individuales que muestran un alto grado de similitud en 

muchas características independientes. Aunque los conceptos propuestos de 

especie para procariontes hasta la fecha no han sido totalmente aceptados, son 

cuatro las definiciones que actualmente están en debate como: el concepto 

biológico de especie, el fenético, el evolutivo y el filogenético (MacArthur, 2006).   

En el primer concepto, el biológico, la especie es definida como un grupo de 

organismos capaces de entrecruzarse y de producir descendencia fértil, pero que 

además están reproductivamente aislados de otros grupos (Mayr, 1942), sin 

embargo, aunque esta definición encaja bien en organismos sexuales no es así para 

bacterias. Por otra parte, el concepto fenético de especies se basa en la similitud 

fenotípica, la ausencia o presencia de un rasgo permite la clasificación o 

identificación de una especie (MacArthur, 2006). En cambio, el concepto filogenético 

define una especie como un grupo que tiene una historia evolutiva compartida y 
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única, donde los miembros descienden de un ancestro común. Finalmente el 

concepto evolutivo define a la especie como un linaje que mantiene su identidad 

con otros linajes, sus tendencias evolutivas y destino histórico (Wiley, 1978). 

Aunque la definición más comúnmente aceptada es la definición de especies 

polifásica, que la propone como un grupo con coherencia genómica de cepas o 

aislados individuales que comparten un alto grado de similitud en muchas 

características independientes, probados de manera comparativa bajo condiciones 

altamente estandarizadas (Stackebrandt et al., 2002). Los métodos para definir una 

especie deben tomar varios criterios como datos fenotípicos a partir de pruebas 

bioquímicas y composición de ácidos grasos, patrones de restricción de DNA y 

realizar la identidad de secuencias de genes como los ribosomales. Por ejemplo, el 

grado de similitud genómica es evaluada por hibridación DNA-DNA, un valor mayor 

a 70% de re-asociación se considera para demarcar especie, cuando se utiliza la 

secuencia del gen 16S rRNA, un valor de 97% identidad mínima se usa como 

referencia y finalmente un rango promedio de identidad de nucleótidos (ANI) de 95-

96% para demarcar especies (Gevers et al., 2005, Kim et al., 2014). 

 

2.2.2 Coherencia ecológica de especies 

La coherencia ecológica implica que los miembros de un taxón compartan 

estrategias de vida o rasgos que los distingan de miembros de otros taxones 

(Philippot et al., 2010). Sin embargo, la limitación de la información acerca de la 

coherencia ecológica en bacterias radica principalmente en la dificultad en la 
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demarcación de especies.  

Las especies relacionadas frecuentemente tienen requerimientos ecológicos 

similares, derivados de su ancestro común. Este modelo, llamado conservacionismo 

del nicho filogenético ha sido descrito con respecto a factores bióticos y abióticos 

(Futuyma, 2009). La cuestión de si forman unidades filogenéticamente coherente y 

la medida en que dichas unidades se correlacionan con las características 

fenotípicas y adaptaciones del medio ambiente han sido objeto de debate (Philippot 

et al., 2010). Esto hace oportuno formular preguntas acerca de los niveles dentro de 

las jerarquías taxonómicas que muestran la coherencia en el estilo de vida y si 

existen clados que compartan rasgos ecológicos únicos (Philippot et al., 2010).  

Algunos estudios realizados muestran consistencia de rasgos a nivel de phylum 

(Koeppel y Wu, 2012; Goldfarb et al., 2011; Philippot et al., 2010). Por ejemplo, el 

phylum Chlamidiae y los miembros del phylum Cianobacteria son conocidos por ser 

grupos ecológicamente coherentes, ya que para el primero todos sus integrantes 

son simbiontes intracelulares obligados, mientras que en el segundo phylum, todos 

son capaces de crecer fotoautotróficamente. Por otra parte, Hunt y col., (2008) 

sugieren que los rasgos ecológicos pueden ser específicos de cepas y las bacterias 

claramente relacionadas pueden ocupar nichos distintos, por lo tanto son 

ecológicamente divergentes, ya que un nicho microbiano puede cambiar debido a 

que los genomas microbianos son altamente dinámicos después de eventos como 

la pérdida de genes, duplicación de genes y adquisición de genes de linajes 

distantes a través de la transferencia horizontal de genes (HGT) (Boon et al., 2014; 

Gogarten et al., 2002). Por otra parte, se menciona que la HGT toma lugar 
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únicamente entre especies bacterianas claramente relacionadas debido a las 

barreras genéticas reducidas que pueden mantener la coherencia ecológica 

(Kurland et al., 2003).  

Konstantinidis y col. (2006), sugieren que la coherencia solamente aplica a los 

eucariontes pero no al mundo bacteriano, pero si esto llega a pasar, ocurre a 

diferentes niveles taxonómicos. Se ha mostrado que una especie puede tener entre 

un 20 a un 30% de diferencias en el contenido de genes (Konstantinidis et al. 2006). 

Si hay por lo menos 1,000 genes diferentes, incluso a nivel de especie, puede 

esperarse numerosas diferencias fenotípicas y no debería ser sorprendente 

encontrar una especie con la habilidad de colonizar diferentes hábitats. Se conoce 

que las especies bacterianas son un mosaico de genes transferidos ya que su gran 

diversidad genética es obtenida a partir de organismos distantemente relacionados 

(Ochman et al., 2000). 

 

2.3 Comportamiento social de los microorganismos dentro de las 

comunidades y los rasgos fenotípicos  

Las comunidades microbianas son organizaciones sociales complejas de múltiples 

células (Oleskin, 1994). Dentro de estas comunidades, los microorganismos tienen 

la habilidad de interactuar con los miembros de su comunidad a través del 

comportamiento multicelular (dispersión, adquisición de nutrientes, formación de 

“biofilm”, “quorum sensing”, biosurfactantes, sideróforos, etc.) (West et al., 2006). 

La producción de bienes públicos es la forma más común de comportamiento social, 
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en la que un individuo provee productos que son liberados en el ambiente para él y 

sus vecinos, aunque se propone que serán mayormente favorecidos los organismos 

filogenéticamente relacionados (discriminación por parentesco) (West et al., 2006). 

West et al., (2006), consideran que existe un enorme número de comportamientos 

y rasgos sociales que no han sido examinados desde el punto de vista evolutivo. 

Los microorganismos cooperan y coordinan sus actividades para expresar rasgos a 

nivel de población (Ross-Gillespie y Kümmerli, 2014). Esta coordinación requiere un 

proceso de toma de decisiones colectiva (acción colectiva) para lograr un efecto 

combinado de los comportamientos individuales dentro del grupo, con el fin de llegar 

a tener una respuesta frente a su ambiente físico o social (Ross-Gillespie y 

Kümmerli, 2014; Travisano y Veliser, 2004). 

Los rasgos son todas aquellas características morfológicas, fisiológicas o 

fenológicas, que impactan indirectamente sobre la adecuación a través de sus 

efectos sobre el crecimiento, la reproducción y la supervivencia (Violle et al., 2007). 

Los rasgos median las interacciones entre los organismos y el ambiente (Violle et 

al., 2007), ya que les confieren la capacidad a los organismos de ocupar un nicho 

particular (Moluillot et al., 2013). De acuerdo a McGill y col., 2006 y Violle y col., 

2007, las investigaciones que se basan en los rasgos son más relevantes que el 

análisis de la comunidad y que los atributos filogenéticos o taxonómicos. Por esta 

razón es que ha surgido un creciente interés en los rasgos funcionales en las que 

se incluyen características de un organismo que están relacionadas con su 

adecuación y el rendimiento (McGill et al., 2006).  
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Los estudios comparativos en rasgos bacterianos y genomas están basados en 

cepas que han sido muestreadas de ambientes ampliamente diversos. Muchos 

rasgos funcionales han sido encontrados filogenéticamente dispersos en bacterias 

(Martiny et al., 2013). De acuerdo a Smith y col (2001) los genes involucrados en el 

comportamiento social, específicamente genes de factores de virulencia, pueden 

ser transferidos horizontalmente entre diferentes linajes bacterianos a través de 

elementos genéticos móviles (Smith et al., 2001), por lo que la coherencia 

filogenética de estos factores de virulencia es escasa. Por lo que estos estudios, 

muestran que las diferencias en los estilos de vida se correlacionan con variaciones 

en los genes requeridos para interactuar con ambientes específicos. 

Por otra parte, se ha propuesto que los genes y funciones pueden ser perdidos 

cuando éstos ya no son necesarios en el hábitat o pueden realizarse por miembros 

de la comunidad, por lo que los productos son suficientes para soportar la 

estabilidad de la comunidad (McInerney et al., 2011, Morris et al., 2012, y Boon et 

al., 2013). La producción de enzimas extracelulares, exopolisacáridos, surfactantes, 

compuestos antimicrobianos entre otros, son considerados bienes públicos o rasgos 

de acción colectiva, generados por algunos miembros de la comunidad pero donde 

logran beneficiarse otros (cheaters) (Pirhonen et al., 1993; Vu et al., 2009; Kearns, 

2010; Xavier, 2011). En los últimos años, ha surgido un creciente interés en conocer 

cómo y cuándo los microorganismos cooperan entre los miembros de la comunidad 

(Velicer and Yu, 2003), por ejemplo, los mecanismos fisiológicos y moleculares 

involucrados en las interacciones, el impacto en la fisiología y la adecuación de 

estas comunidades así como la influencia de las condiciones ambientales y las 
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señales extracelulares en la función y fisiología de las comunidades (Crespi, 2001). 

 

2.4 El género Bacillus 

2.4.1 Generalidades del género Bacillus  

El género Bacillus está caracterizado por la morfología de su célula en forma de 

bastón. Sus miembros son Gram positivos, aunque en algunos casos pueden ser 

Gram negativos dependiendo de la edad del cultivo. Suelen encontrarse formando 

filamentos, su tamaño es de 0.5-2.5 µm x 1.2-10 µm, poseen la habilidad de 

moverse por medio de flagelos peritricos, son catalasa positivos, 

quimioorganotrofos, son anaeróbicos facultativos o aeróbicos, pero además forman 

estructuras especiales que resisten condiciones inhóspitas (resistentes al calor, 

radiación, desecación, desinfectantes), conocidas como endosporas (Buchanan, 

1970; Turnbull, 1986, Claus y Berkeley, 1986).  

Un primer estudio comparativo sobre diferentes especies de Bacillus fue realizado 

por Smith y col. (1952), con 1134 cepas las cuales fueron dividas en 3 grupos y 

asignadas a sólo 19 especies diferentes, dada su similitud por sus propiedades 

morfológicas, fisiológicas y bioquímicas. Posteriormente, en el segundo volumen del 

manual Bergey de Bacteriología se dividió a este género en 26 especies (Claus y 

Berkeley, 1986).  

De acuerdo con Claus y Fritze (1989) los problemas para la clasificación de 

especies dentro del género Bacillus radican principalmente en la formación de 
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esporas, la tinción gram, diferencias en el contenido de la pared celular y la variación 

en el metabolismo de carbohidratos. Por ejemplo, la formación de esporas depende 

de las condiciones con las cuales el cultivo fue probado. Charney y col., 1957, 

encontraron que el manganeso estimulaba fuertemente la esporulación de B. 

subtilis, B. brevis, B, megaterium pero no así de B. pumillus. En cuanto a la tinción 

gram, la edad del medio de cultivo influye en la tinción, así por ejemplo en las 

primeras etapas de crecimiento, suele teñirse de violeta, por lo que son clasificadas 

como gram positivas. 

El género Bacillus comparte junto con el género Clostridium el mismo phylum 

(Firmicutes), y al igual que los Bacillus, se han caracterizado por la formación de 

esporas, la capacidad de formación de “biofilm”, y de moverse a través del 

“swarming” y el “swimming” (Baban et al., 2013; Dapa et al., 2012), por lo que son 

considerados rasgos profundamente enraizados a la filogenia.  

En B. subtilis, una de las especies más estudiadas, se ha encontrado que para la 

expresión de algunos rasgos están involucrados un gran número de genes, por 

ejemplo, para la formación de “biofilm” aproximadamente 58 genes están 

involucrados, para el “swarming” y “swiming” alrededor de 68 genes, y para la 

esporulación aproximadamente 168. Esto complica la noción de que estos rasgos 

puedan ser adquiridos por ganancia de genes.  
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2.3.2 Hábitat del género Bacillus 

Debido a la formación de esporas, el género es considerado ubicuo en el ambiente, 

ya que estas estructuras pueden ser dispersadas fácilmente por el viento (Earl et 

al., 2008). Sin embargo, algunos autores consideran que dependiendo del origen o 

de la fuente de aislamiento, es entonces considerado el hábitat de alguna de las 

especies de Bacillus. Por ejemplo, el hábitat de B. subtilis suele considerarse muy 

amplio pero es aislado con frecuencia de suelo; B. pumillus y B. licheniformis sólo 

de suelo; B. cereus y B. thuringiensis del suelo y los alimentos; para B. anthracis su 

hábitat son los vertebrados (Slepecky y Hemphill, 2006), por mencionar algunos.   

Una de las clasificaciones del género Bacillus está basada principalmente en su 

ecofisiología y sus aplicaciones industriales, como la producción de antibióticos y 

por su patogenicidad a insectos y otros animales (Ravel y Fraser, 2005).  

 

2.3.4 Comportamiento social y multicelularidad del género Bacillus  

B. subtilis, la especie más estudiada del género, exhibe características 

multicelulares y sociales como el “swarming”, el “biofilm” y la esporulación 

(González-Pastor et al., 2003), sin embargo, estos rasgos están profundamente 

enraizados en el linaje de los Bacillus (Macfarlane et al., 2001, Barban et al., 2013).  

La esporulación, uno de los rasgos más característicos de los Bacillus, ha sido uno 

de los mejor estudiados en la especie modelo B. subtilis. Diferentes trabajos se 

enfocan en los cambios fisiológicos y morfológicos que ocurren durante la transición 
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de las células vegetativas a las esporas, así como los factores que disparan la 

esporulación (Errington, 1993; Losick, 1982; Partridge y Errington, 1993; de Vries et 

al., 2005). La espora ha sido considerada un estado latente de la célula, es decir la 

actividad metabólica es baja o incluso nula, por lo que la interacción con los demás 

miembros de la comunidad no ocurre (Sussman y Halvorson, 1966). Trabajos 

recientes, sin embargo, realizados con técnicas moleculares y computacionales, 

sugieren que aún en estado latente las células pueden influenciar en la estructura y 

función de comunidades microbianas en ambientes complejos (Lennon y Jones, 

2011).    

El “swarming” es un comportamiento multicelular que permite a las bacterias 

moverse rápidamente a través de superficies sólidas (Kearns, 2010). Este 

movimiento depende de la síntesis de flagelos y la producción de surfactantes que 

es un factor muy importante para la dispersión de estas células ya que reduce la 

tensión superficial (Cosmina et al. 1993; Kearns y Losick, 2003). Por otro lado, el 

“swimming”, contrario al “swarming”, es un movimiento de células individuales que 

independientemente perciben señales químicas que disparan la respuesta 

quimiotáctica y sólo requieren de flagelos para la dispersión (Calvio et al. 2005). 

En cuanto al “biofilm”, B. subtilis también es el organismo modelo para estudiar las 

bases moleculares de la formación de este rasgo (Vlamakis et al., 2013). Por 

ejemplo, dentro de una colonia de esta especie, se ha encontrado que coexisten 

diferentes tipos de células expresando genes diferentes, a pesar de que son 

genéticamente idénticas (Phelan et al., 2012). Los “biofilms” pueden estar 

constituidos por una o múltiples especies (Davey y O’toole, 2000). La presencia de 
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este rasgo se ha sugerido que le permite a las bacterias adherirse a las fuentes de 

nutrientes disponibles, adherirse a células epiteliales (Costerton et al., 1987; Auger 

et al., 2009) o les permite a los microorganismos interaccionar para lograr una mejor 

adaptación ante cambios ambientales (Kaiser y Losick, 1993; Davey y O’toole, 

2000). 

 

2.4 Cuatro Ciénegas Coahuila 

La cuenca de Cuatro Ciénegas (CCB) se encuentra en el desierto de Coahuila, 

aislada por montañas altas de hasta 3,000 m de altura, caracterizada por su belleza 

natural que incluye manantiales, arroyos y pozas (Souza et al., 2006). Este lugar 

posee un alto número de especies endémicas de flora y fauna (>70), una enorme 

diversidad microbiana (Proteobacterias, Acidobacterias, Catinobacterias, 

Bacteroidetes, Chlamidiae, Chlorobi, Chloroflexi, Firmicutes, Cianobacteria, etc.) de 

la que aproximadamente 50% de los filotipos están cercanamente relacionados a 

taxones marinos (Souza et al., 2006; Souza et al., 2012). La biota está adaptada a 

condiciones extremas ya que el ambiente posee concentraciones altas en magnesio 

y de sulfatos (54866,67 mg/L de Mg, 74302,64 mg/L SO42) (López-Lozano et al., 

2012; Rebollar et al., 2012) pero un contenido de fósforo extremadamente bajo 

(0.6μmol/L de fósforo total) (Elser et al., 2005), por lo que es considerado un sistema 

extremadamente oligotrófico.  

Debido a las características biológicas, diferentes organismos nacionales e 

internacionales como la Comisión Nacional para el Conocimiento y Uso de la 
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Biodiversidad (CONABIO), World Wildlife Fund (WWF), Ramsar Convention on 

Wetlands y Man and Biosphere (MAB)/UNESCO la consideran un área prioritaria 

para la conservación (Escalante, 2008). 

Una de las paradojas de las pozas de CCB es la existencia de una alta diversidad 

bacteriana, por lo que surge el interés de conocer cuáles son las estrategias que 

poseen para coexistir en las condiciones oligotróficas. Ecosistemas semejantes a 

estas condiciones oligotróficas son los bentos marinos, en la que los gradientes 

tróficos, los depredadores y las diferentes estrategias de supervivencia juegan un 

papel fundamental en la diversidad (Hewson et al., 2003). Dentro de las 

adaptaciones genómicas evidentes de B. coahuilensis se encuentran genes 

involucrados en la optimización del uso del fósforo y de adaptación a ambientes de 

alta radiación. Es capaz de sintetizar sulfolípidos de membrana para optimizar la 

cantidad reducida fósforo. El segundo Bacillus secuenciado, B. sp. m3-13, posee un 

genoma más grande que el de B. coahuilensis,  4.2 Mb, y diferentes genes 

adaptativos para lidiar con la carencia de fósforo, como genes para la utilización de 

fosfonatos. Sin embargo, aunque este género no es uno de los más abundadantes 

(2.4%) (López-Lozano et al., 2012), se ha demostrado que juega un rol fundamental 

en el ensamble de las comunidades (Pérez-Gutiérrez et al., 2013).   
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3 HIPÓTESIS 

 

 

El género Bacillus obtenido del Sistema Churince de Cuatrociénegas Coahuila, 

posee coherencia ecológica y una gran variabilidad en rasgos relacionados a linajes 

ancestrales.   
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4 OBJETIVOS 

 

4.1 Objetivo general 

Conocer la diversidad y distribución espacial de bacterias termoresistentes, y 

explorar la coherencia fenotípica de los grupos taxonómicos del género Bacillus 

dominantes en el Sistema Acuático Churince del Valle de Cuatro Ciénegas, 

Coahuila. 

4.2 Objetivos específicos 

1. Analizar la diversidad y distribución espacial de bacterias termoresistentes 

del Sistema Acuático Churince  

2. Evaluar los rasgos fenotípicos caracterizados por evolucionar en los 

extremos o puntas terminales y los que están profundamente enraizados en 

la filogenia de los Bacillus spp. 

3. Conocer si se ha mantenido la coherencia fenotípica entre los diferentes 

grupos taxonómicos de Bacillus spp. 
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5 MATERIALES Y MÉTODOS 

 

5.1 Sitio de estudio  

El Sistema Hidrológico Churince está localizado en la parte oeste del valle de CCB 

y está formado por un manantial, una laguna intermedia y una laguna de 

desecación. Las muestras de agua y sedimento descritas en este trabajo se tomaron 

de la laguna intermedia. Las medidas físicas y químicas revelaron condiciones 

homogéneas a lo largo de los puntos de muestreo tal como pH (7.8 a 8), salinidad 

(~1.7-2.1 ppt) y temperaturas que flucturaron durante el día de 20 a 35 °C (Pérez-

Gutiérrez et a.l, 2013).  

 

5.2 Muestreo y aislamiento bacteriano  

Los aislados de esta colección fueron obtenidos en octubre del 2007 de muestras 

de agua y de sedimento de la laguna intermedia. Las muestras de sedimento fueron 

cuidadosamente obtenidas con un área no mayor a 1 cm2 de sedimento superficial 

(nos referiremos a éstas como muestras TOP) y sedimento a 2 cm de profundidad 

(muestras DEEP). Las muestras fueron sometidas a choque térmico (70°C por 30 

minutos) para obtener aislados termoresistentes, que luego fueron plaqueados en 

cajas Petri con agar Medio Marino Modificado (MM; Cerritos et al., 2008), e 

incubadas a 37°C por 2 días. Los diferentes morfotipos fueron seleccionados por 

tamaño, forma y color. Los aislados fueron purificados por sub-cultivo en el mismo 

medio para asegurar que el cultivo fuera axénico; todos los aislados fueron 

almacenados a -80°C en MM con glicerol al 15% (w/v). En total obtuvimos 467 

aislados termo-resistentes de 11 puntos de muestreo (Figura 1). 
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Figura 1. Reconstrucción filogenética y distribución espacial de bacterias aisladas del 
Sistema Hidrológico Churince. (a) mapa de localización del Sistema Hidrológico 
Churince y los puntos de muestreo, (b) Reconstrucción filogenética de las secuencias 
de los ailados termo-resistentes y su asociación con el sitio de muestreo. En el anillo 
interno, se señalan los OTU’s (Unidades Taxonómicas Operacionales) obtenidos con 
el programa Mothur, seguido de la profundidad de la cual las muestras fueron tomadas 
(azul: muestras de agua, gris: muestras de sedimento TOP y negro: muestras DEEP 
del sedimento). El anillo externo muestra los diferentes sitios de muestreo de acuerdo 
a lo mostrado en la imagen (a).  

 

5.3 Extracción de DNA, marcadores moleculares y reconstrucción filogenética 

El DNA de los aislados fue purificado usando el Kit S QuickGene DNA (Fujifilm 

Corporation, Minato-Ku, Japan) siguiendo las instrucciones del fabricante. El gen 

16S rRNA fue amplificado por PCR usando los oligos 27f (5’-

AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3’ y 1492r (5’-GGTTACCTTGTTACGACTT-3’ 

(Lane, 1991). Esta amplificación incluye las regiones V1 a V3 (approx. 275 pb de la 

región 5' terminal) considerada la más informativa para Bacillus spp., (Goto et al., 
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2000). La reacción de PCRs fue llevada a cabo usando 30 ciclos a 94°C, 55°C y 

70°C en un termociclador Gradient Palm–Cycler™ de Corbett Research. Por otra 

parte, para tener una filogenia con una mejor resolución optamos por amplificar y 

secuenciar el gen gltX (glutamil-tRNA sintetasa).  La región de 700 pb del gen gltX 

fue amplificada usando los oligos gltX-for (5’ CGYGGBGADGAYCAYATYT 3’) y 

gltX-rev (5’ CRATTTCMGCDCCRWARCT 3’). Los productos de PCR fueron 

secuenciados por la metodología Sanger (Sanger et al., 1977) en el Cinvestav-

Langebio (Irapuato, México). Las secuencias del gen 16S rRNA fue calificado con 

Phred (Ewing et al., 1998), y las secuencias de por lo menos 500 pb fueron usadas 

para el análisis. Las secuencias del gen gltX fueron ensambladas con CAP 3 (Huang 

y Madan, 1999). Los números de acceso y la lista de todas las 467 cepas pueden 

ser encontrados en la Tabla Suplementaria 1.  

El método de Máxima Verosimilitud (Guindon et al., 2010) fue usado para reconstruir 

la historia filogenética de todas las bacterias aisladas a través del gen 16S rRNA. 

Por otra parte, una segunda reconstrucción filogenética fue hecha con el software 

MrBayes para las secuencias de una submuestra de 141 Bacillus spp. de los cuales 

los rasgos fenotípicos fueron obtenidos. Además, las secuencias del gen gltX de los 

mismos 141 Bacillus spp. fueron obtenidos, para aumentar la resolución de grupos 

particulares. Las secuencias fueron agrupadas usando CLANS (Huelsenbeck y 

Ronquist, 2001; Frickey y Lupas, 2004).  

 

5.4 Análisis filogenético de las comunidades de aislados termoresistentes 

Un total de 467 secuencias del gen 16S rRNA fueron analizadas (240 para TOP, 

164 para DEEP y 63 para COLUMN) usando Mothur para asignar OTU’s con un 
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umbral de similitud del 97% (Schloss et al., 2009). La base de datos del clasificador 

Proyecto Ribosomal (RDP) fue usado para asignar la taxonomía, con un umbral de 

confianza de 0.8 (Cole et al., 2007). El Índice de Relación Neta (NRI) examina la 

distancia taxonómica promedio entre especies dentro de una comunidad y fue 

calculado con el paquete Picante (Webb, 2000; Kembel et al., 2010). Para entender 

las diferencias composicionales de las comunidades microbianas se utilizó el 

método UniFrac ponderado y no ponderado. Los datos obtenidos con este método 

pueden detectar cambios en el número de secuencias presentes de cada linaje 

(ponderado) y la abundancia relativa de los linajes bacterianos (no ponderado), a 

través de comparaciones por pares de la comunidad filogenética (Lozupone y 

Knight, 2005). Finalmente, para identificar las poblaciones ecológicamente distintas, 

examinamos los datos filogenéticos de los grupos usando el software AdapML 

software (Hunt et al., 2008). El árbol fue editado en la plataforma iTOL (Letunic y 

Bork, 2011). 

 

5.5 Ensayos fenotípicos de una submuestra de 141 Bacillus spp. 

Para evaluar los rasgos fenotípicos de los aislados, como la utilización de diferentes 

fuentes de carbono, las cinéticas de crecimiento, las auxotrofías, los ensayos de 

motilidad, y la frecuencia de esporulación se utilizó el medio LPDM modificado 

(Muller et al., 1997). Este medio contiene: Tris (pH 8.0) [50 mM], NH4NO3 [3.3 mM], 

K2HPO4 [0.065 mM], MgSO4 [3.5 mM], Citrato de Sodio dihidratado [6.8 mM], MnCl2 

[1mM], ZnCl2 [0.01mM], NaCl [0.17M], FeCl3 [49.9 µM], CaCl2 [3.60 mM], KCl [0.67 

mM], glucose [100mM], complejo B [100µL/L], biotina [0.1mg/mL], ácido nicotínico 

[0.1mg/mL], peptona [0.05%] y aminoácidos  (Cutting y  Vander-Horn, 1990).  
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Para determinar la preferencia por la utilización de las fuentes de carbono usamos 

xilosa, rafinosa, sorbitol, trehalosa y glucosa (100 mM) con el medio LPDM. Para 

los ensayos se usaron placas de microtítulo de 96 pozos y las lecturas se realizaron 

con un espectrofotómetro µQuant BioTek. Para estimar la tasa de crecimiento 

máxima (μmax) y la densidad de saturación, las cinéticas de crecimiento fueron 

monitoreadas dentro de dos concentraciones de glucosa (5 y 50 mM). Las placas 

fueron incubadas a 30°C, con vibración constante (100 Hz) y una humedad del 90%. 

El crecimiento fue monitoreado a OD600 usando un lector de microplacas (Tecan 

Infinite ® M1000) cada 30 min con ayuda de un robot TECAN EVO (Tecan Infinite 

® M1000) por 24 h.   

Para evaluar si las diferentes cepas pueden crecer en ausencia de un aminoácido 

dado, o la ausencia de peptona o extracto de levadura (que proveen mezclas 

complejas de péptidos, entre otras sustancias), los cultivos fueron primero 

cultivados en MM líquido, y luego sub-cultivados dos veces a medio LPDM el cual 

carecía de aminoácidos, de extracto de levadura y de peptona. Las cepas que 

fueron capaces de crecer en estas condiciones fueron consideradas protótrofas, 

pero las cepas que requirieron la adición de aminoácidos, peptona o extracto de 

levadura fueron evaluadas al transferirlas al medio LPDM que contenía cualquiera 

de los 20 aminoácidos, y/o el extracto de levadura o la peptona. Esas cepas que 

pueden crecer sin peptona y extracto de levadura fueron evaluadas en medio LPDM 

con uno de los 20 aminoácido ausente. El crecimiento fue monitoreado a las 24 h. 

Los ensayos de motilidad fueron realizados de acuerdo al protocolo descrito en 

Hamze y col., (2009) para “swarming”, y en Kearns y Losick (2003) para “swimming”. 

Las placas Petri fueron preparadas con MM con concentraciones de agar al 0.6% 
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para “swarming” o 0.3% de agar para “swimming”, luego las placas se dejaron secar 

a temperatura ambiente. El mismo día de la preparación de las placas Petri fueron 

inoculadas al centro y el cultivo se dejó crecer por 24 h a 37°C. Por otra parte, en la 

habilidad para la formación de “biofilm” fue evaluada en placas de microtítulo de 24 

pozos en MM líquido y los cultivos de dejaron sin agitación por 48 h a 37°C. 

Para evaluar la frecuencia de esporulación, los aislados fueron crecidos en MM y 

Medio para esporulación Difco (DSM) (Nicholson y Setlow, 1990). Las diluciones de 

las muestras calentadas y sin calentar (20 min a 80°C) fueron plaqueadas en MM 

para determinar el porcentaje de esporulación (Nakata y Halvorson, 1960). 

 

5.6 Evaluación de la capacidad de las cepas de Bacillus spp. para crecer en 

diferentes fuentes de fósforo 

Para conocer las estrategias que tiene este género para lidiar con la carencia de 

fósforo, se realizó la evaluación en diferentes fuentes de fósforo como el fosfato de 

potasio, fosfato de calcio, fosfito, ácido 2-aminoetil-fosfónico (2-AEP), 2-

fosfonoaceltaldehido (2-PA) y DNA. Las 141 cepas de Bacillus spp. se cultivaron 

dos veces secuencialmente en el medio LPDM sin la adición de alguna de las 

fuentes de fósforo y se incubaron a 37°C por 72 horas, luego fueron pasadas al 

medio con cada uno de las seis diferentes fuentes de fósforo a una concentración 

de 1 mM y a un medio control sin la adición de fósforo e incubadas a 37°C por 72 h 

para evaluar su crecimiento. 
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5.7 Señal filogenética de los rasgos de Bacillus spp.  

Para evaluar la señal filogenética de los diferentes rasgos fenotípicos y conocer su 

tendencia calculamos el valor de K de Blomberg (Blomberg et al., 2003), este valor 

nos ayuda a revelar si un taxón distantemente relacionado es similar 

ecológicamente con respecto a otro taxón (es usado para rasgos continuos, como 

el crecimiento). El valor de K = 1 revela una tendencia Browniana, en la cual los 

cambios de los rasgos son aleatorios, y un valor de K > 1 indica que los rasgos son 

más conservados. Además también llevamos a cabo un análisis para conocer el 

valor de D de Fritz y Purvis, y se aplica para rasgos con valores discretos y ayuda 

también a identificar el conservacionismo filogenético. Un valor de D<0 indica que 

el rasgo está altamente agrupado, D~0 indica que el rasgo está agrupado y sugiere 

un modo de movimiento browniano, D=1 sugiere un modo aleatorio de evolución del 

rasgo y D>1 propone una sobredispersión filogenética Fritz y Purvis, 2010).  Tanto 

el valor de K y el valor de D fueron calculados usando los paquetes Picante y Caper, 

respectivamente (Kembel et al., 2010; Fritz y Purvis, 2010), ambos con el software 

R (R development Core Team, 2009).  

 

5.8 Preparación de muestras para microscopía electrónica de transmisión  

Doce cepas de Bacillus fueron seleccionados para realizar la medición de su 

longitud y grosor con un Microscopio electrónico de transmisión Marca Morgani 

Modelo 268. Las cepas fueron cultivadas en Medio Marino Modificado en fase 

exponencial, se lavó con buffer de cacodilato (0.5M) y se fijó con 1% glutaraldehido 

por 24 horas. Luego se lavó tres veces por 10 minutos con cacodilato y se fijó con 

una solución al 1% de tetróxido de osmio. Se lavó nuevamente dos veces por 10 
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minutos con cacodilato, se eliminó el cacodilato, se agregaron 20 µL de agua 

destilada y se resuspendió la pastilla, dejándola en baño maría por 10 minutos 

aproximadamente, se agregó agarosa al 2% y se vortexeó rápidamente para 

después centrifugar. Después de dejar enfriar la pastilla se le agregaron 250 µL de 

PBS 1X. Posteriormente cada tercer día se le agregó una solución de etanol (30%, 

50%, 70%, 90%, 96%, 100% v/v) cada tercer día. Luego la pastilla se lavó con 

acetona. La resina se preparó con una mezcla de ERL (50µl), DER (3ml), NSA 

(13ml) y 100µL de DMAE. Se realizaron lavados con resina en serie creciente cada 

24 horas (15%, 30%, 75%, 90%). Finalmente se realizaron cortes ultrafinos, se 

contrastaron rejillas con citrato de plomo y acetato de uranilo y se observó en el 

microscopio electrónico de transmisión. 

 

5.9 Clasificación de cepas de Bacillus por identificación de proteínas 

ribosomales usando espectrometría de masas 

Para corroborar la identidad y clasificación por 16S rRNA utilizamos además 

espectrometría de masas. Para esto utilizamos sólo 32 cepas representativas de los 

grupos filogenéticos de B. pumillus, B. licheniformis, B. subtilis, B. cereus, B. 

marisflavi, y B. horikoshii. Para la preparación de las muestras, las cepas se 

cultivaron en MM y se cosecharon durante la fase exponencial (hasta una densidad 

de 0.5) y se obtuvo un volumen de 1 mL para formar una pastilla. Las células fueron 

centrífugadas y lavadas dos veces con buffer TMA-1 (10 mM de Tris-HCl a pH de 

7.8, 30 mM de NH4Cl, 10 Mm MgCl2 y 6 mM 2-mercaptoetanol), seguido de la 

adición de ácido fósmico y ácido trifluoroacético para el rompimiento de las células. 

Esta solución se ajustó a una densidad óptica de 1.0 (660nm) y luego mezclada con 
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7.0 µL de solución de ácido sinapico a una concentración de 10 mg/mL en 50% (v/v) 

de acetonitrilo con 1% de ácido trifluoroacético. Finalmente 1.5 µL de la muestra fue 

utilizado en el objetivo de MALDI y secado al aire (Hotta et al., 2011). Los espectros 

fueron observados en el equipo MALDI-TOF Biflex III system (CINVESTAV Unidad 

Irapuato). Los espectros fueron transferidos al software Biotyper y comparados en 

la base de datos Maldi Biotyper DB version 2.0.4.0. 

 

5.10 Análisis estadísticos 

Los análisis estadísticos de la utilización de las fuentes de carbono, la tasa de 

crecimiento máximo y la densidad de saturación fueron determinados por ANOVA. 

Los análisis estadísticos fueron llevados a cabo con el software R (R development 

Core Team, 2009).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

32 
 



6. RESULTADOS 

 

6.1 Todos los grupos taxonómicos de los aislados termoresistentes no están 

aleatoriamente dispersos entre los sitios de muestreo.  

Primero decidimos caracterizar la diversidad de bacterias aisladas cultivables de 11 

sitios dentro de la laguna Intermedia del Sistema Hidrológico Churince de CCB. 

Recuperamos 467 aislados termo-resistentes y analizamos las secuencias parciales 

del gen 16S rRNA, de los cuales resultaron 86 OTU’s (usando el programa Mothur 

con un umbral del 97% de similitud) (Schloss et al., 2009) (Figura 1). De los 467 

aislados, 428 fueron clasificados como Bacillus spp. y 39 fueron clasificados como 

Koccuria sp. y otras taxas (estos se muestran como grupos con grandes ramas 

basales en la Figura 1). Las secuencias fueron asignadas a la siguientes categorías: 

Sitios COLUMN (columna de agua, integrado por 63 miembros), TOP (sedimento 

superficial, 240 miembros), y DEEP (sedimento sub-superficial con 164 miembros). 

Para conocer si había diferencias composicionales de las comunidades microbianas 

de los diferentes sitios de muestreo, determinamos el agrupamiento filogenético 

entre los 467 aislados. Obtuvimos valores de NRI positivos para las muestras de 

sedimento (para las muestras TOP el valor fue de 0.58 y para las DEEP de 1.83), 

indicando agrupamiento filogenético entre los 467 aislados. Sin embargo, para las 

secuencias de las COLUMN los valores de NRI fueron negativos (-2.28), sugiriendo 

un patrón filogenético de dispersión de aislados termo-resistentes de la columna de 

agua en comparación con las muestras de sedimento.  

Por otra parte, para entender las diferencias composicionales de las comunidades 

microbianas, usamos los métodos UniFrac Ponderado y No Ponderado. Los 
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resultados del UniFrac no Ponderado mostraron diferencias significativas entre los 

sitios COLUMN y DEEP, y entre DEEP y TOP (p<0.05), indicando que existen 

diferencias entre las comunidades microbianas que fueron asociadas a la 

abundancia relativa de las especies, más que diferencias de los linajes presentes 

en las muestras. 

 

También examinamos si había división espacial de la fuente entre los aislados 

termo-resistentes. Para esto, analizamos las secuencias con el programa AdaptML, 

el cual las clasifica por poblaciones formando un hábitat común conocido como 

“hábitat proyectado”. Los resultados de este análisis identificaron un hábitat 

proyectado sugiriendo que no hay diferenciación del nicho (datos no mostrados), lo 

cual soporta la información obtenida con UniFrac no ponderado y con NRI. Todos 

estos resultados sugieren que los mismos OTUs están presentes en los diferentes 

sitios de muestreo, lo cual es consistente con los datos fisicoquímicos homogéneos 

previamente reportados y por lo que se sugirió que no hay un filtro abiótico y que 

tanto el mutualismo como el antagonismo era el principal proceso que estructura las 

comunidades de Bacillus de sedimento de Churince (Pérez-Gutiérrez et al., 2013). 

 

6.2 Coherencia las preferencias por la utilización de fuentes de carbono entre 

los linajes de Bacillus spp. 

El agrupamiento basado en el gen 16S rRNA mostró que varios linajes de Bacillus 

spp. cultivables co-ocurren en el Sistema Churince, sin embargo, esto no revela la 

variabilidad fenotípica que les permitiría diversificarse en la búsqueda de recursos 

o para cumplir una función ecológica. 

34 
 



Para determinar la coherencia fenotípica de los diferentes linajes taxonómicos 

llevamos a cabo el análisis de rasgos fenotípicos en una sub-muestra de 141 

aislados, todos pertenecen al género Bacillus, de 5 puntos de muestreo y que 

representan, numéricamente, a los taxones principales. Los aislados elegidos 

fueron distribuidos en 13 clados (de acuerdo al análisis CLANS, Frickey y Lupas, 

2004), pero en 6 de ellos observamos 80% de todos los miembros. Los aislados 

seleccionados fueron filogenéticamente cercanos a B. subtilis/B. licheniformis, B. 

pumillus, B. marisflavi, B. aquimaris, B. horikoshii y B. cereus. De acuerdo a la 

clasificación previa de las especies de Bacillus basada en la relación evolutiva y 

funcional, clasificamos los aislados en tres grupos diferentes: 1) Miembros de 

Bacillus del suelo (B. subtilis/B. licheniformis, y B. pumillus), 2) miembros acuáticos 

(B. marisflavi, B. aquimaris, y B. horikoshii), y 3) especies relacionadas a B. cereus 

sensu lato, que agrupa a B. thuringiensis, B. anthracis y B. cereus (Alcaraz et al., 

2010). 

Dirigimos entonces el trabajo hacia conocer si había variabilidad en la utilización de 

diferentes fuentes de carbono. Nosotros observamos que la glucosa fue usada por 

todos los aislados, pero encontramos variación en la habilidad para utilizar xilosa, 

rafinosa, sorbitol y trehalosa (Figura 2). El grupo de miembros de suelo exhibió la 

mayor habilidad para utilizar las fuentes de carbono, seguido por el grupo acuático, 

y finalmente el grupo de B. cereus. El valor de D de Purvis y Fritz para glucosa fue 

de -2.02 reflejando una alta conservación de este rasgo, mientras que el valor para 

xilosa, trehalosa, rafinosa y sorbitol fueron todos positivos (0.85, 0.77, 0.7619, y 

0.81, respectivamente) indicando que la habilidad para crecer en estos compuestos 

de carbono están conservados, pero indicando un modelo de movimiento 
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Browniano. Estos resultados indican que en general, si hay una coherencia 

fenotípica dentro de los Bacillus spp. para la utilización de xilosa, trehalosa, rafinosa 

y sorbitol y como era de esperarse, si hay una alta coherencia para la utilización de 

glucosa. Dentro de todos los clados, hay miembros que pueden tener diferentes 

preferencias por las fuentes de carbono y calificación negativa para la utilización de 

todas las fuentes de carbono ensayadas.  

 

 

Figura 2. Variabilidad en la utilización de las diferentes fuentes de carbono por los 
grupos taxonómicos de Bacillus spp. Del anillo externo al interno se indican las 
fuentes de carbono evaluadas 1) sorbitol, 2) rafinosa, 3) trehalosa, 4) xilosa y 5) 
glucosa. Los círculos oscuros indican la utilización de la fuente de carbono mientras 
que los círculos claros indican que la cepa no utilizó la fuente. La reconstrucción 
filogenética fue realizada con el gen 16S rRNA por el método de máxima 
verosimilitud. 
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Dado que el sistema de agua Churince es un ambiente oligotrófico, nos interesó 

evaluar la habilidad de los Bacillus spp. para responder a cambios en la 

disponibilidad de nutrientes. También quisimos determinar si había diferencias 

clado-específicas en las tasas máximas de crecimiento, o en la densidad de 

saturación (densidad máxima de crecimiento) que sus miembros podrían alcanzar 

(Figura 3). Determinamos si al aumentar la concentración de glucosa, diferentes 

aislados responderían con un aumento del crecimiento. Muchos aislados del grupo 

B. subtilis/B. licheniformis respondieron al aumento en la concentración de glucosa, 

pero también se observó un aumento significativo en el crecimiento en las cepas 

dispersas por toda la filogenia (Figura 3). Todos los grupos exhibieron una alta 

densidad de saturación a altas concentraciones de glucosa, pero no hubo 

diferencias estadísticas significativas con la densidad de saturación o la tasa de 

crecimiento máxima en cualquiera de las dos concentraciones de glucosa a través 

de los grupos taxonómicos (Figura 3).  

 

37 
 



 

Figura 3. Tasas de crecimiento máxima y densidad de saturación para los diferentes 
grupos de Bacillus spp. A) Análisis de varianza de las tasas de crecimiento máximas 
para las concentraciones de 5 y 50 mM de glucosa. B) Análisis de varianza de la 
densidad de saturación con 5 y 50 mM de glucosa.  
 

6.3 Variación extensiva de rasgos profundamente enraizados relacionados en 

rasgos de acción colectiva 

La especie de B. subtilis exhibe características multicellulares y sociales, tal como 

“swarming” y la formación de “biofilm”, además de la esporulación (González-Pastor 

et al., 2003). Estos pueden ser considerados rasgos de acción colectiva ya que su 

expresión tiene consecuencias a nivel de grupo. Estos rasgos están profundamente 

enraizados en el linaje de los Bacillus spp. (Stoodley et al., 2002; Daniels et al., 

2004), por lo que se asume que son un rasgo fijo de los Bacillus spp. y rara vez son 

evaluados. Nosotros evaluamos la co-ocurrencia de la motilidad “swarming” y 

“swimming”, y la habilidad para la formación de “biofilm” en la colección de Bacillus 

spp. Nuestros resultados mostraron una sorprendente variabilidad en la 

conservación de todos los rasgos, pero aún más en ciertos grupos taxonómicos. 
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Mientras que el “swimming” parece ser un rasgo conservado en todos los clados, 

algunos miembros parecen haber perdido esta habilidad, particularmente en el 

grupo de los acuáticos. Por ejemplo, para B. horikoshii, sólo 9 de 23 cepas carecen 

de la habilidad para hacer “swimming” (Figura 4). Respecto al “swarming”, tenemos 

que destacar que se muestra por la mayoría de los miembros del clado B. 

subtilis/licheniformis y B. pumilus y, en contraste, en el clado B. cereus 75% de sus 

miembros calificaron negativamente para esta característica (22 de un total de 34). 

El “swarming” fue un rasgo ausente en todos los miembros del clado de B. horikoshii, 

y se observó solo un miembro del clado de B. marisflavi y B. aquimaris (Figura 4). 

 

 
 
Figura 4. Rasgos de las cepas de los diferentes grupos taxonómicos de Bacillus 
spp. De afuera hacia adentro, los anillos muestran los rasgos evaluados 1) 
“swimming”, 2) “swarming”, 3) “biofilm” y 4) prototrofía. Los círculos coloreados 
indican resultados positivos para el rasgo descrito, los círculos vacíos indican 
resultado negativo.  
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Respecto a la formación de “biofilm”, observamos intermitencia de los patrones que 

fue más notable entre los grupos de Bacillus spp. acuáticos.  Mientras que este 

rasgo estuvo raramente ausente en miembros de los grupos B. subtilis/licheniformis-

pumilus o B. cereus (Figuras 4 y 5), ya que casi todos los miembros del grupo de 

suelos tuvieron la capacidad de formar “biofilm” (sólo 1 de 36 miembros de los 

grupos de B. subtilis/licheniformis y B. pumilus, y 3 de 34 de los miembros del clado 

de B. cereus no exhibieron esta característica). Sin embargo, menos de la mitad de 

los miembros del clado de B. horikoshii exhibieron esta habilidad. 

Mientras llevamos a cabo las cinéticas de crecimiento para los diferentes aislados 

de Bacillus spp., observamos tres patrones diferentes de crecimiento.  El patrón 1, 

los cultivos presentaron una curva de crecimiento bien definida (47% de los 

aislados); el patrón 2, estuvo caracterizado por una fase logarítmica bien definida, 

seguido por la agregación al final del crecimiento (resultando en lecturas fluctuantes 

durante la fase estacionaria, en 50% de los aislados); y el patrón 3 estuvo 

caracterizado por lecturas fluctuantes a través de las fases de crecimiento, y ocurrió 

en 3% de las cepas evaluadas (Figura 5). Estos patrones indican que hay 

diferencias en las estrategias de las diferentes cepas para crecer. Algunas se 

comportan como planctónicas (patrón 1), que no se agregan al final del crecimiento 

(aunque nuestra evaluación de la formación de bio-películas muestra que muchos 

tienen esta capacidad) y algunos para los cuales la agregación fue disparada 

inmediatamente al final del crecimiento exponencial (patrón 2). 
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Figura 5. Patrones de crecimiento y su relación con la producción de “biofilm”. En 
la figura se muestra una representación gráfica de los tres patrones de las curvas 
de crecimiento típicas con dos concentraciones de glucosa. La curva roja describe 
el crecimiento con 5 mM de glucosa y la curva verde describe el crecimiento con 50 
mM. También se muestran fotografías de algunas cepas al final de la cinética de 
crecimiento para cada patrón.  
 

6.4 Una paradoja de extensas auxotrofías entre algunos clados de Bacillus 

spp.  

La co-ocurrencia en una comunidad permite compartir los compuestos del 

metabolismo, pero esto no sería necesario si todos los miembros fueran 

autosuficientes. Evaluamos la auto-suficiencia metabólica, a través del análisis de 

las auxotrofías para los diferentes aminoácidos entre los miembros de Bacillus spp. 

de estas comunidades de sedimento.  
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Algunos miembros exhibieron una fuerte dependencia a la peptona o extracto de 

levadura para crecer, pero incluso exhibieron dependencia a la presencia de todos 

los 20 aminoacidos, y esto también fue calificado como rasgo auxotrófico (44 cepas 

requieren este suplemento) (Figura 4).  

Estas cepas posiblemente obtengan sus aminoácidos en la forma de péptidos. Los 

Bacillus spp. acuáticos (B. horikoshii, B. aquimaris, and B. marisflavi) exhibieron una 

extensa dependencia a la adición de aminoácidos o peptona para crecer (Figura 4).  

Lo mismo fue para los miembros de los B. cereus, y en la cual la prototrofía fue 

raramente observada. Estos resultados son consistentes con la noción de que la 

pérdida de rasgos compensados ocurre en comunidades donde la disponibilidad de 

la fuente les permite la pérdida individual de rasgos, siempre que la comunidad 

pueda mantener la función. Por otra parte, los miembros de Bacillus spp. de suelo 

(B. subtilis/licheniformis y B. pumilus), raramente exhibieron auxotrofías. Es una 

paradoja que a pesar de formar parte de una comunidad, algunos grupos 

taxonómicos son dependientes de alguna fuente externa de aminoácidos y otros 

son auto-suficientes. En este sentido, el primer grupo podría ser considerado como 

especialista y el segundo como generalista.  

 

6.5 Distribución de rasgos profundamente enraizados de los Bacillus spp. en 

comunidades de sedimento exhiben poca señal filogenética y en su lugar es 

consistente con un modelo Browniano.  

El rasgo más profundamente enraizado es sin duda la esporulación, y el cual 

distingue a los Bacillus spp. Los aislados en este trabajo fueron obtenidos de 

muestras resistentes al tratamiento por calor, por lo que era de esperarse que todos 
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pudieran ser capaces de esporular. Nosotros observamos una alta variabilidad en 

la frecuencia de esporulación (Figura 6). Adicionalmente, en medio MM todos los 

miembros del grupo del suelo fácilmente esporulan, mientras que ninguno de los 

Bacillus spp. acuáticos mostró este rasgo. Miembros de todos los grupos 

taxonómicos esporulan en medio DSM salvo pocas excepciones. Este resultado 

sugiere que la señal fisiológica que dispara la esporulación puede ser diferente entre 

los Bacillus spp. de suelo y los acuáticos. Esto es consistente con las diferencias en 

los genes de la señal de esporulación entre los grupos taxonómicos de Bacillus spp. 

previamente reportados (Alcaraz et al., 2010). 

 

 

Figura 6. Análisis de varianza de la frecuencia de esporulación de los grupos 
taxonómicos de Bacillus spp. 
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El “swimming”, “swarming”, y la formación de “biofilm” son rasgos profundamente 

enraizados entre los firmicutes (Stoodley et al., 2002; Daniels et al., 2004). Estos 

rasgos son típicamente observados, y han sido caracterizados, en los grupos de los 

B. subtilis de suelo y los B. cereus patogénicos. Sin embargo, la distribución de la 

habilidad para la formación de “biofilm” a través de los grupos taxonómicos de 

Bacillus spp. de estas comunidades de sedimento exhibieron sólo un nivel 

moderado de señal filogenética (D=0.511), probablemente debido a la alta 

variabilidad de este rasgo en B. marisflavi, B. aquimaris, y B. horikoshii. El valor D 

obtenido para el “swimming” reveló que el este rasgo filogenético está agrupado 

(D=0.90), es decir, encontrado más a menudo de lo esperado por el azar, lo que era 

de esperarse para un rasgo profundamente enraizado. Sin embargo, para swarming 

y prototrofía, obtuvimos valores de D de 0.21 y 0.28, respectivamente. El valor 

estadístico de D indica que estos rasgos son significativamente no aleatorios 

(prand=0) para “swarming”, “biofilm”, y prototrofía, pero el estadístico de D indica que 

este patrón sugiere un modelo Browniano (prototrofía: pbrown=0.106, “swarming”: 

pbrown=0.181, y “biofilm” pbrown=0.017). Esta variabilidad de los rasgos 

profundamente enraizados de los Bacillus spp. puede ser explicado por la pérdida 

o la diferencia en la regulación de la expresión de genes involucrados en estas vías 

en miembros de los Bacillus spp. que co-ocurren en comunidades microbianas. 

Cualquiera que sea el caso, parece que los rasgos de acción colectiva se mantienen 

a nivel de la comunidad, lo que sugiere que la evolución se produce en un nivel de 

selección mayor. 
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6.6 Morfología de la colonia y pigmentación son rasgos altamente 

conservados, rasgos de clado específico.  

Observamos que la morfología de la colonia, el tamaño, y la pigmentación son 

rasgos altamente conservados que actualmente distinguen a algunos clados (Figura 

7). La apariencia de la colonia es un buen indicador de los miembros filogenéticos 

de una especie. El color de la colonia puede exhibir diferencias en la intensidad y 

puede cambiar con la etapa de crecimiento, y medio, pero es generalmente 

consistente para los miembros del mismo clado. La morfología de la colonia 

probablemente implica el mayor número de genes en un proceso celular 

diferencialmente y espacialmente expresados para formar una comunidad 

altamente organizada y estructurada. El hecho de que su herencia sugiere que no 

es neutro pero existe presión para mantener este patrón de desarrollo. 

Probablemente las micro-colonias son la forma que prevalece en el sedimento, pero 

las macro-colonias que observamos en las placas pueden re-crear algunas de sus 

características. 
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Figura 7. Comparación del análisis filogenético entre los genes 16S rRNA y gltX, y 
su asociación con la morfología. Los rectángulos coloreados indican las cepas que 
se han movido del grupo filogenético del árbol realizado con el gen 16S rRNA gen 
con respecto al gen gltX. En la figura del lado izquierdo se muestran las fotografías 
indicando la pigmentación de las cepas asociadas a la relación filogenética entre los 
grupos de Bacillus spp. 
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6.7 Sobredispersión en las preferencias por la utilización de fuentes de fósforo 

entre los linajes de Bacillus spp. 

El fósforo es uno de los elementos más importantes para todas las formas de vida, 

ya que es una de las piedras angulares para la síntesis de biomoléculas, como el 

ATP, ADP y RNA (Huang et al., 2005). Como se mencionó anteriormente, CCB es 

descrito como un ambiente oligotrófico por sus bajas concentraciones de fósforo. 

Es por ello que decidimos analizar las fuentes de fósforo que utilizan las cepas de 

Bacillus. De manera general, los resultados mostraron que en su mayoría los 

Bacillus de los diferentes grupos crecen sin problema cuando al medio se le adiciona 

el fosfato de potasio y el ADN, como fuentes de fósforo, seguido del fosfato de calcio 

y el fosfito, y en menor medida en el medio adicionado 2-phosphonoacetaldehido y 

el ácido 2-aminoetil fosfónico. En la figura 8 se distingue además la dispersión de la 

adquisición de fósforo a partir de las diferentes fuentes tanto entre los grupos 

taxonómicos como dentro de éstos, lo que sugiere que para lograr el mantenimiento 

de ésta diversidad filogenética, la estrategia de partición del nicho esté presente.  
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Figura 8. Crecimiento de cepas de Bacillus spp. en las diferentes fuentes de fósforo. 
1. MM, 2. Fosfato de Potasio, 3. DNA, 4. Ácido 2-aminoetil fosfónico, 5. Fosfato de 
calcio, 6. Fosfito, 7. 2-fosfonoacetaldehido, 8. DM (sin la adición de fósforo). Los 
cuadros con color gris obscuro indican que las cepas si presentaron crecimiento y 
los de color gris claro las cepas no presentaron crecimiento. Los espacios en blanco 
muestran las cepas que no mantuvieron el crecimiento en el cultivo sin la adición de 
fósforo. 
 

6.8 Imágenes de obtenidas con el microscopio electrónico de transmisión de 

cepas de Bacillus spp. 

Ocho cepas de Bacillus spp. aisladas del sedimento del Sistema Acuático Churince 

y 4 cepas tipo (B. marisflavi, B. aquimaris, B. horikoshii, y B. vietnamensis) fueron 

analizadas con un microscopio electrónico de transmisión (TEM: (Transmission 
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electron microscopy)  para conocer su tamaño. En la tabla 1 muestra los promedios 

de las longitudes y el grosor de las cepas seleccionadas para el análisis. El grosor 

de las células va de 512.41 nm a 641.35 nm, y de largo los tamaños van de 1411.46 

nm  a 2092.86 nm. Dentro de las células con mayor longitud fueron a B. horikoshii, 

B. aquimaris, CH429a_13T, CH112b_4T, CH155a_5T, mientras que CH139_4T, 

CH144a_4T y CH429b_13T fueron las de menor tamaño (Figura 6). CH144a_4T 

está dentro del grupo de B. pumilus y las demás cepas están relacionadas al grupo 

de las acuáticas. 

 

Tabla 1. Tamaño promedio de las células de Bacillus spp. tomadas con TEM  

  Grosor de la célula 
(nm) 

Longitud de la célula 
(nm) 

CH144a_4T  512.41 1411.46 
m3-13 523.35 1506.48 

B. marisflavi 537.04 1586.60 
CH418b_13T 553.89 1594.62 
CH429b_13T 584.82 1610.15 

CH138_4T 593.50 1648.59 
B. aquimaris 601.57 1784.32 
B. horikoshii 611.78 1902.13 
CH429a_13T 612.09 1963.65 
CH112b_4T 620.82 1966.13 
CH155a_5T 623.12 2070.83 

B. vietnamensis 641.35 2092.86 
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Figura 9. Imágenes de TEM de las cepas de Bacillus spp.  
 

Una característica que nos llamó la atención, fue el grosor y la apariencia de la pared 
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celular, ya que algunas cepas mostraron una pared celular gruesa además de que 

pareciera tener doble pared (Figura 10A). En las fotografías es también muy notoria 

la formación de pequeños gránulos rodeando la pared celular, específicamente para 

las cepas de B. vietnamensis y B. marisflavi, la cual se podría tratar de 

exopolisacáridos que constituyen el glicocálix que le confieren a la célula la 

capacidad de adherirse a superficies, la formación de microcolonias y la formación 

de “biofilm” (Mayberry-Carson et al., 1984).   

  

Figura 10. Imágenes TEM de B. horikoshii (A) y B. vietnamensis (B). I. Pared celular, 

II. Membrana plasmática, y III. Formación de gránulos en la pared celular. 

 

6.9 Clasificación de Bacillus por Maldi-Tof y análisis filogenético con los 

genes 16S rRNA y gltX 

Treinta y dos cepas se usaron para el análisis de proteínas ribosomales por MALDI-

TOF. El agrupamiento obtenido con los espectros obtenidos del perfil de masas de 

las 32 cepas de Bacillus spp. fue similar al árbol filogenético obtenido con las 

secuencias del gen 16S de rRNA. Con este análisis se logró diferenciar claramente 
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los Bacillus relacionados a ambientes marinos, y los Bacillus spp. relacionados a 

licheniformis/subtilis y pumilus pero además se observó una diferenciación entre B. 

cereus y B. thuringiensis (Figura 11-15), aunque cabe señalar que de acuerdo al 

análisis filogenético realizado con el gen 16S de rRNA el grupo de B. cereus (como 

se agrupa con MALDI-TOF) se encuentra distribuido dentro del grupo de las 

acuáticas. El grupo de B. cereus y B. thuringiensis contiene a las cepas CH111 _4T, 

CH425b_13T, CH458b_14D, CH372_12D, CH126_4D, CH138_4T, CH155a_5T, 

CH425c_13T y CH34_1T. Para el grupo de B. licheniformis/subtilis las cepas son: 

CH183_5D, CH426b_13T, CH130b_4D, CH21_1T, CH109a_4T, CH90_3T. En el 

caso de B. pumilus se agruparon las cepas: CH95a_3T, CH112a_4T, CH144a_4T, 

CH156_5T, y CH435a_13D. Finalmente B. aquimaris, B. horikoshii, CH418b_13T, 

CH112b_4T, m3-13 y CH429a_13T se agrupan con los Bacillus relacionados a 

ambientes acuáticos. 
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Figura 11. Análisis de MALDI-TOF de cepas de Bacillus spp. relacionadas  a 
ambientes acuáticos. En la figura se muestran los espectros de las cepas: B. 
aquimaris, B. horikoshii, 418b_13T, 112b_4T, m3_13, y 429a_13T. 
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Figura 12. Análisis de MALDI-TOF de cepas de relacionadas  a B. cereus. En la 
figura se muestran los espectros de las cepas: CH138_4T, CH155a_5T, CH34_1T, 
CH425c_13T. 
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Figura 13. Espectros del grupo relacionado a B. thuringiensis, el cual está integrado 
por las cepas CH111_4T, CH425b_13T, CH458b_14D, CH372_12D y CH126_4D. 
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Figura 14. Análisis de MALDI-TOF de cepas de relacionadas a B. subtilis. En la 
figura se muestran los espectros de las cepas: CH183_5D, CH426b_13T, 
CH130b_4D, CH21_1T, CH427_, CH109a_4T, CH90_3T. 
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Figura 15. Análisis de MALDI-TOF de cepas de relacionadas a B. pumilus. En la 
figura se muestran los espectros de las cepas: CH95a_3T, CH112a_4T, 
CH144a_4T, CH156_5T, CH435a_13D. 
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L30, L28, S14, L35, L29, S18, S20, S16, S19 y L24. El análisis reveló dos grupos 

distintos como son: B. cereus y B. thuringiensis, en cuyo caso con el análisis 

filogenético con el gen 16S rRNA no se logra una diferenciación con las cepas que 

los integran. En cuanto las cepas que están estrechamente relacionados con B. 

subtilis y B. licheniformis, al contrario de los grupos antes mencionados no se 

diferencian. El grupo de B. pumilus se mantiene su agrupamiento al conjuntar las 

señales de sus espectros en comparación con el la filogenia obtenida con el gen 

16S rRNA. Otro de los grupos que es muy variable es el formado por las cepas que 

se relacionan con Bacillus de ambientes acuáticos, ya que aunque se mantienen en 

un mismo clado, su cercanía de una y de otra cambia con las dos herramientas 

utilizadas. 

 

Finalmente, la filogenia con el gen 16S rRNA fue más coherentes con los fenotipos 

de los miembros de los clados. Nosotros tratamos de adicionar un gen más, el gen 

gltX para aumentar la resolución, pero muchos de los grupos formados con el gen 

16S rRNA se perdieron. B. subtilis/licheniformis y B. pumilus fueron más robustos, 

y muchos de los miembros de B. cereus permanecieron como grupo, pero varios de 

los grupos acuáticos se dispersaron en otros grupos (Figura 7). Estos datos 

sugieren que la transferencia de genes está ocurriendo en la filogenia a todos los 

niveles, incluso en los que son considerados como genes núcleo.  
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7. DISCUSIÓN 

 

Los microorganismos conforman comunidades integradas por una gran diversidad 

de especies y las cuales están organizadas a través de redes cooperativas de 

intercambio metabólico, con el objetivo de construir estrategias para lograr 

sobrevivir en su nicho (Oliveira et al., 2014; Ponomarova y Patil, 2015). El 

mantenimiento de estas interacciones cooperativas se lleva a cabo a través de los 

comportamientos como la selección de parentesco y la selección a nivel de grupo, 

en el primero, los organismos más claramente relacionados son favorecidos por los 

rasgos altruistas de un individuo (Hamilton, 1964), mientras que la selección a nivel 

de grupo se propone que aunque no estén filogenéticamente relacionados, todos 

los microorganismos que integran un grupo se verán favorecidos de los rasgos 

altruistas producidos por un individuo (Wilson, 1975). Diversos trabajos reportan el 

comportamiento social del género Bacillus, a través de la formación de “biofilm”, de 

“quorum sensing”, de la solubilización de fósforo, el “swarming”, o la producción 

antibióticos y su interacción con miembros de su comunidad (Stein, 2005; Swain et 

al., 2012; Velicer and Yu, 2003). En suelos áridos, se tienen reportes que 

aproximadamente más del 50% de las bacterias son formadoras de esporas, por lo 

que en su mayoría los Bacillus conforman las comunidades microbianas en estos 

sitios (Skujinš, 1984), sin embargo, este género es considerado uno de los grupos 

menos abundantes en el desierto de Coahuila, con sólo un 2.4% (López-Lozano et 

al., 2012), por lo que conocer que rasgos de acción colectiva conservan o han 

perdido, puede ser relevante para conocer el rol de esta especie dentro de la 

comunidad y por lo tanto para coexistir.  
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En este trabajo estudiamos la variabilidad de rasgos individuales de miembros de 

un grupo de Bacillus spp., de una comunidad de sedimento y agua, que comprende 

diferentes grupos taxonómicos dentro de un género. Hemos descubierto que existe 

una amplia variabilidad de rasgos, aun de aquéllos que están profundamente 

enraizados en la filogenia, pero también en los superficiales, lo que sugiere la 

pérdida de rasgos condicionales.  Nuestros datos nos llevan a cuestionar también 

si la evolución está actuando a nivel individual o a nivel de la comunidad. 

La colección de Bacillus spp. de este estudio es un excelente modelo para explorar 

la variabilidad, porque su ensamblaje en la comunidad del sedimento depende más 

de las interacciones ecológicas que de los factores abióticos. Nuestros datos 

también muestran el agrupamiento filogenético de las muestras del sedimento, en 

contraste con la columna de agua. Una observación similar fue hecha por Rebollar 

y col., (2012) con muestras de exiguobacterias de diferentes pozas de CCB y en las 

que se asociaron en grupos ecológicamente diferenciados asociados con ambientes 

de sedimento o ambientes de agua.  Estos resultados son también consistentes con 

los de Burke y col. (2012) que mostraron que las comunidades asociadas a Ulva 

australies, un alga que se encuentra en pozas de marea, fueron diferentes a las 

encontradas en el agua de mar. Los Bacillus spp. de esta colección no exhibieron 

variabilidad taxonómica asociada a los sitios de muestreo.  

La misma especie estuvo representada en todos los diferentes sitios de sedimento 

muestreado, sólo 10 de 77 OTUs fueron compartidos entre columna de agua y 

sedimento. Esto sugirió que el agua no es el hábitat para los Bacillus y que los 

taxones recuperados de la columna de agua están usualmente representados en el 

sedimento, sugiriendo que los Bacillus de agua son parte de un “pool” en 
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movimiento que están presentes en todos los sitios del sedimento. El hecho de que 

el sedimento parezca ser el hábitat para los Bacillus, podría implicar una preferencia 

por las comunidades espacialmente estructuradas con un vecindario predecible. 

Esto no sería peculiar, ya que se sugiere que los “biofilms” representan el estado 

dominante de las bacterias en la naturaleza. Los “biofilms” son estructuras 

extremadamente complejas y, en lo particular el caso de Bacillus subtilis, hasta 

cinco tipos de células se ha mostrado que contribuyen a su organización espacial y 

funcional: motilidad, esporulación, y producción de diferentes moléculas matriz, 

surfactantes y proteasas (Vlamakis et al., 2013).  

  

7.1 ¿Qué tanta variabilidad filogenética hay entre los aislados individuales a 

nivel superficial y profundo? 

Se ha mostrado en bacterias que muchos rasgos funcionales están 

filogenéticamente dispersos (Martiny et al., 2013), y éste es el caso para nuestra 

muestra de bacterias de sedimento y agua del Churince. Observamos variabilidad 

en la utilización de cinco diferentes sustratos de carbono dentro y entre los grupos 

taxonómicos. Esta diferenciación en la habilidad para usar diferentes sustratos era 

esperada y explica por qué numerosas bacterias pueden co-ocurrir en una 

comunidad. La utilización de sustratos depende sólo de pocos genes y son por lo 

tanto fácilmente transferidos (Martiny et al., 2013). Consistentemente, hemos 

observado una gran variabilidad en rasgos para la utilización de diferentes fuentes 

de fósforo en una gran muestra de Bacillus spp. dentro de CCB (Tapia-Torres et al., 

2016).  

Un hallazgo inesperado fue la gran variación en los considerados rasgos de acción 
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colectiva y que además están profundamente enraizados en la filogenia de los 

Bacillus. La motilidad “swimming” depende de flagelos de células individuales 

(movimiento no organizado) que se mueven independientemente al recibir señales 

químicas (Calvio et al., 2005). Por otra parte, el “swarming” es un comportamiento 

multicelular que permite el rápido movimiento de células bacterianas diferenciadas 

(Kearns, 2010), y depende no sólo de la síntesis de flagelos, sino también en la 

secreción de surfactantes (Cosmina et al., 1993; Kearns y Losick, 2003). La 

habilidad “swarming”, además de la formación de biofilm sólo tiene beneficio a nivel 

de grupo, y depende de la expresión coordinada de genes y señales (Stoodley et 

al., 2002; Daniels et al., 2004), el mantenimiento o pérdida de estos genes de bienes 

públicos sería de esperar que evolucionen a nivel de la comunidad. De los 141 

aislados evaluados, el “swimming” fue el rasgo más conservado (exhibido por el 

87% de las cepas), seguido por la producción de “biofilm” (71%). Pero sólo el 34% 

de las cepas exhibieron movimiento “swarming”. Sorprendentemente, solo el 41.8% 

de los aislados fueron protótrofos, sugiriendo que más de la mitad de las cepas 

estudiadas necesitan interactuar con el resto de la comunidad para sus necesidades 

de alimentación básicas. A pesar de que las frecuencias entre clados son diferentes 

(y esto también es notable), todos los clados incluyen miembros que poseen un 

resultado positivo para el rasgo evaluado, sugiriendo que las especies pueden 

manifestar la función dentro de las condiciones usadas. Una excepción notable para 

el “swarming”, cuya ausencia prevaleció en todos los miembros evaluados del clado 

de B. horikoshii. 

Algunos ejemplos de variabilidad en el rasgo para la formación de “biofilm” han sido 

reportados. Las cepas de Pseudomonas aeruginosa y Burkholderia cepacia que 
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fueron aisladas de pulmones de pacientes con fibrosis quística (Govan y Deretick, 

1996), y de aislados de laboratorio y silvestres de Vibrio cholerae (Hammer y 

Bassler, 2003) varían en la habilidad de formación de “biofilm”. Nadell y Bassler, 

(2011) mostraron que las células que producen exopolisacáridos selectivamente 

benefician a sus compañeros clones, en comparación con la cepa isogénica 

deficiente de la producción de exopolisacáridos, aunque poseen deficiencia en su 

habilidad para dispersarse a nuevos lugares, un costo ecológico que rebasaría los 

requerimientos energéticos para la producción de exopolisacáridos. En este caso, 

parece haber una interacción entre las capacidades de motilidad y de adhesión.   

El tamaño celular de estos Bacillus también fue un rasgo que llamó la atención, ya 

que la longitud y grosor independientemente del grupo al que pertenecen fue 

relativamente menor que los reportados anteriormente (B. subtilis 4-10 μm de largo 

por 0.25–1.0 μm de diámetro; B. thuringiensis 5 µm de largo por 1 µm de ancho y 

B. cereus 3-4 µm de largo) (Yu et al., 2014; Sakai et al., 2007; Vilain et al., 2006). El 

tamaño celular tiene importantes efectos en los atributos fisiológicos de las bacterias 

como la eficiencia en la adquisición o competencia por nuetrientes, escapar de los 

depredadores, la dispersión pasiva, la tasa de crecimiento, etc., y en sus 

interacciones con el ambiente, ya que depende de las circunstancias que las células 

necesitan en el ambiente en el que viven (Young, 2006; Young, 2007).  

Existen por lo menos dos explicaciones por las que podrían haber sido ser perdidos 

los rasgos: la primera, la pérdida real debido a lo prescindible de los rasgos, y la 

segunda, la pérdida compensada de rasgos, debido a la disponibilidad como bienes 

públicos. En la primera explicación, algunos rasgos pueden ser perdidos por la 

deriva génica y mutación debido a que la selección natural no las mantiene. Por 
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ejemplo, dentro de condiciones de saturación de agua en el sedimento, el 

movimiento “swimming” puede ser suficiente para muchas células y el “swarming” 

puede ser dispensable. Sin embargo, esto puede ser también explicado por la 

pérdida compensada de rasgos, como la síntesis de surfactantes por otras bacterias 

de la comunidad. La complementación por bacterias productoras de surfactantes a 

bacterias defectuosas en “swarming” ha sido descrita (Kearns y Losick, 2003). La 

pérdida compensada de rasgos (Visser et al., 2010) es promovida por la distribución 

en la comunidad. Ellers y col., 2012 proporcionaron una herramienta útil para 

distinguir entre diferentes términos para describir la dinámica evolutiva entre 

organismos que interactúan. Para la “hipótesis de la reina negra” (Morris et al., 

2012), se sugiere que la pérdida de genes es adaptativa en ambientes oligotróficos 

ya que las funciones esenciales son compartidas. Aunque nosotros observamos 

pérdida de diferentes fenotipos, el análisis de la adecuación utilizando cepas no 

isogénicas complica evaluar esta hipótesis. De igual forma, no observamos una 

mejor tasa de crecimiento asociada a la pérdida de rasgos fenotípicos que pudieran 

sugerir una ventaja (trade-off). La pérdida compensada de rasgos a través de la 

interacción de especies ha sido observada en la pérdida de la habilidad lipogénica 

del hongo parásito Malassezia globosa que se alimenta de los lípidos de la piel del 

hospedero (Xu et al., 2007). Otro ejemplo es la pérdida de la biosíntesis de arginina 

en dos géneros de hormigas cortadoras de hojas (Suen et al., 2011; Nygaard et al., 

2011). Finalmente, existe la posibilidad de que algunos rasgos no se pierdan sino 

que su expresión dependa de las interacciones específicas o de los metabolitos 

producidos en la comunidad, es decir, se mantienen los genes pero se regula la 

expresión.  
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7.2 ¿La evolución trabaja a nivel individual o a nivel de la comunidad? 

Parece que existen dos niveles en las cuales la evolución trabaja, una es en las 

puntas del árbol en una filogenia y la cual es cepa específica. Esta puede implicar 

regulación, mutación o intercambio de pequeños grupos de genes que proveen un 

rápido medio para adquirir nuevas habilidades en la utilización de los sustratos 

disponibles en la comunidad (los azúcares son un ejemplo). Sin embargo, a nivel de 

la comunidad, estos rasgos serán conservados, y así los cambios idiosincráticos 

entre miembros de la comunidad serán tolerados. El segundo nivel al cual la 

evolución podría estar actuando es a nivel de la comunidad. Este tipo de selección 

natural considerada “fussy” no tiene un marco teórico que soporte su mecanismo ya 

que no hay heredabilidad de los rasgos adaptativos por encima de la selección de 

grupos. El objetivo de este trabajo no es el de proveer para tal teoría o incluso 

separar este tema altamente discutido, pero nuestros resultados son consistentes 

con la idea de que las bacterias de estas comunidades complejas poseen rasgos 

distribuidos, incluso fuera de su filo lo que puede ser relevante para funciones de 

acción colectiva en comunidades estructuradas. Varias revisiones han discutido los 

principios de la evolución social en microorganismos (Crespi, 2001; West et al., 

2006; Diggle et al., 2007; Foster et al., 2006; de Vargas et al., 2011) y algunos se 

enfocan más específicamente en “biofilm” (Nadell et al., 2008; Mitri et al., 2011) 

donde una simple especie, o simples genotipos cooperan.  
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7.3 ¿Podrían algunos clados, como el de B. cereus, basar su éxito en 

compartir funciones a nivel de comunidad?  

Los miembros de este grupo exhiben la capacidad de “swarming” de forma dispersa 

y es clara su dependencia de la comunidad para obtener aminoácidos. En este 

clado, la formación de “biofilm” es un rasgo conservado en casi todos los miembros, 

lo que enfatiza la importancia de esta estrategia. Por otra parte, los grupos de B. 

subtilis/pumilus y licheniformis, conocidos como migrantes, tienen sus propias 

estrategias ecológicas, que parecen conservadas, a fin de no correr el riesgo de 

pérdida de los rasgos individuales, lo cual parecería conveniente para moverse 

entre comunidades. En cuanto al clado considerado el más endémico y local, B. 

horikoshii, los rasgos para “swimming” no están presentes en muchos de los 

miembros, la formación de “biofilm” y la prototrofía son escasos, y el “swarming” es 

carente completamente. Este grupo tendría que depender de los miembros de la 

comunidad para la nutrición y tal vez para el movimiento. 

Finalmente, pocos trabajos han evaluado la actividad de los rasgos colectivos en 

miembros de una comunidad natural. El reto sigue siendo el entender si la 

variabilidad observada en este estudio es un ejemplo de una distribución de la 

fuerza de trabajo entre las células que comparten moléculas como bienes públicos 

en las comunidades naturales y si la propia cooperación en la comunidad es un 

rasgo seleccionado. 
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8. CONCLUSIONES 

 

Los diferentes linajes del género Bacillus que co-ocurren en la comunidad del 

sedimento del Sistema Churince son un excelente modelo para estudiar la 

profundidad filogenética de la variabilidad de los rasgos. En este trabajo hemos 

descubierto una amplia e inesperada variabilidad de rasgos en los niveles 

filogenéticos profundos y superficiales, que nos llevan a cuestionar si la evolución 

está actuando a nivel individual o a nivel de la comunidad. 
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9. PERSPECTIVAS 

 

Las interacciones competitivas entre estos grupos de cepas ya han sido realizadas 

antes, sin embargo, sería interesante conocer si entre los mismos grupos 

taxonómicos de Bacillus o algunas otras especies encontradas dentro del sistema 

acuático de Churince existen interacciones de cooperación. Vale la pena explorar si 

los compuestos metabólicos generados por un individuo funcionan como bienes 

públicos o únicamente para el que los genera. Se podría estudiar las condiciones 

que disparan o inhiben algunos rasgos, por ejemplo, para la esporulación las 

condiciones que la dispararon fueron diferentes para los grupos taxonómicos 

(especialmente las acuáticas), en algunos otros rasgos como el “swarming” al 

probar modificaciones en el medio de cultivo (concentración de glucosa, magnesio, 

datos no mostrados) se modificó esta característica, aunque también, se observaron 

cambios en la morfología y el tamaño asociado al “swarming”.  

 

Se podrían estudiar otros genes que se relacionen con las funciones de acción 

colectiva, y analizar la distribución de los grupos taxonómicos. Por ejemplo, algunos 

genes relacionados al “swarming”, específicamente los relacionados a la surfactina, 

buscar algunos involucrados en la formación de “biofilm”, por mencionar algunos.   

Por otra parte, las aplicaciones biotecnológicas de las cepas de Bacillus spp. 

pueden ser exploradas. Si bien es cierto que se han comenzado trabajos para 

conocer el potencial de algunas cepas para degradar compuestos contaminantes a 

base de fosfonatos en el laboratorio del Dr. Felipe García Oliva del Centro de 
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Investigaciones de Ecosistemas (CIECO UNAM), sería interesante poder explorar 

cuales otras características poseen, como la habilidad de producir sideróforos, 

producir ácido indolacético, para promover el crecimiento de plantas, o incluso 

antagonizar algunos patógenos de humanos o plantas.  
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ABSTRACT
Phosphorus (P) plays a fundamental role in the physiology and biochemistry of all living things. Recent evidence indicates that
organisms in the oceans can break down and use P forms in different oxidation states (e.g., !5, !3, !1, and "3); however, infor-
mation is lacking for organisms from soil and sediment. The Cuatro Ciénegas Basin (CCB), Mexico, is an oligotrophic ecosystem
with acute P limitation, providing a great opportunity to assess the various strategies that bacteria from soil and sediment use to
obtain P. We measured the activities in sediment and soil of different exoenzymes involved in P recycling and evaluated 1,163
bacterial isolates (mainly Bacillus spp.) for their ability to use six different P substrates. DNA turned out to be a preferred sub-
strate, comparable to a more bioavailable P source, potassium phosphate. Phosphodiesterase activity, required for DNA degra-
dation, was observed consistently in the sampled-soil and sediment communities. A capability to use phosphite (PO3

3") and
calcium phosphate was observed mainly in sediment isolates. Phosphonates were used at a lower frequency by both soil and sed-
iment isolates, and phosphonatase activity was detected only in soil communities. Our results revealed that soil and sediment
bacteria are able to break down and use P forms in different oxidation states and contribute to ecosystem P cycling. Different
strategies for P utilization were distributed between and within the different taxonomic lineages analyzed, suggesting a dynamic
movement of P utilization traits among bacteria in microbial communities.

IMPORTANCE
Phosphorus (P) is an essential element for life found in molecules, such as DNA, cell walls, and in molecules for energy transfer,
such as ATP. The Valley of Cuatro Ciénegas, Coahuila (Mexico), is a unique desert characterized by an extreme limitation of P
and a great diversity of microbial life. How do bacteria in this valley manage to obtain P? We measured the availability of P and
the enzymatic activity associated with P release in soil and sediment. Our results revealed that soil and sediment bacteria can
break down and use P forms in different oxidation states and contribute to ecosystem P cycling. Even genetically related bacte-
rial isolates exhibited different preferences for molecules, such as DNA, calcium phosphate, phosphite, and phosphonates, as
substrates to obtain P, evidencing a distribution of roles for P utilization and suggesting a dynamic movement of P utilization
traits among bacteria in microbial communities.

Phosphorus (P) is an essential element for the synthesis of many
biomolecules, including DNA, RNA, and ATP (1), with no

substitute as a building block of life. P is also frequently limiting
for a variety of biota, including vascular plants, marine and fresh-
water phytoplankton, aquatic and terrestrial bacteria, and herbiv-
orous animals (2); thus, understanding how P limitation shapes
ecological and evolutionary dynamics is a key step in linking levels
of biological organization from genes to ecosystems.

Organisms not only assimilate P in the form of phosphate for
their cellular requirements (3) but can also break down and use P
forms in different oxidation states (4). Indeed, Van Mooy et al. (5)
showed that oceanic P is recycled through a previously unexplored
pool of reduced forms of P. This suggests that the P cycle is more
complicated than previously thought, in that several P redox
states are involved at the global scale; if corroborated, this will
change our understanding of global P cycling and ecosystem P
limitation, as well as interspecific competition for P. While
there is evidence of the importance of reduced P compounds in
marine P biogeochemistry (3–5), the importance of reduced P
compounds in terrestrial and inland water ecosystems is not
well understood, reflecting a lack of information about the

presence, abundance, and utilization of reduced P compounds
in these ecosystems.

It is well-known that in soils, lakes, and oceans, microorgan-
isms are primarily responsible for P recycling, manipulating the
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pool of available P through a variety of P transformation processes
(e.g., P solubilization, organic matter depolymerization, P miner-
alization, and P assimilation) (6, 7). P forms in ecosystems include
mineral P (e.g., in rocks, soil, and sediment), dissolved and par-
ticulate organic P, and dissolved inorganic phosphate (PO4

3!,
here Pi) (8). Pi is the main P source for microorganisms and
plants, but its availability in soil, sediment, and water is very
low due to its high reactivity with calcium, iron, and aluminum
(9). Since primary productivity and growth rates in ecosystems
are highly P dependent (10), microbes have evolved numerous
mechanisms for uptake and storage of Pi in response to nutri-
ent scarcity (11, 12).

Phosphorus can exist in a range of oxidation states (e.g., "5,
"3, "1, and !3) (4, 13). This spectrum of valence states supports
a cascade of microbial oxidation-reduction reactions that may
have important bioenergetic and ecological consequences analo-
gous to those of the microbial C, N, and S cycles (4). In its most
oxidized state (valence "5), P is found as phosphate esters (a
mixture of HPO4

2! and H2PO4
!) in many biomolecules, includ-

ing nucleic acids (DNA and RNA), phospholipids, and phospho-
proteins (14). Most phosphate esters are transformed or me-
tabolized by microbes that produce extracellular enzymes
(exoenzymes, often called phosphatases in a general form) that
cleave organic molecules to liberate Pi for assimilation, as well as C
and N in some cases (15). For example, in marine environments,
dissolved DNA concentrations can range from 0.2 to 0.88 #g/liter,
constituting a significant portion of the organic phosphorus pool
(16). Additionally, in marine bacteria, dissolved DNA has been
found to sustain 8 to 50% of the bacterial N demand (17).

Among the different classes of phosphatase enzymes, the most
frequently studied are phosphomonoesterases (PM, often called
acid or alkaline phosphatases, depending on their pH optima),
enzymes that mineralize P from inositol phosphates, nucleotides,
phosphoproteins, and sugar phosphates (18). However, phos-
phodiesterases (PD) that mineralize P from nucleic acids, phos-
pholipids, and other diester phosphates (19) are also relevant for
microbial P requirements. Among these, phosphate diesters are
the main input of organic P (PO) to soils but typically constitute
only a small fraction of total soil PO (20).

In a more-reduced state (valence "3), P is also found as phos-
phite (PO3

3! [Phi]) and organophosphonates. The organophos-
phonates are a class of organophosphorus molecules of both
biogenic and xenobiotic origin that contain at least one stable
carbon-phosphorus (C-P) covalent bond (21). In organophos-
phonates, this carbon-phosphorus bond replaces one of the four
carbon-oxygen-phosphorus bonds of the more common phos-
phate ester (22). Phosphonates are found largely in unicellular life
forms, such as bacteria, archaea, and fungi, occurring either as free
molecules or, more usually, in peptide, glycan, or lipid conjugates,
such as the 2-aminoethylphosphonic acid (ciliatine) and 2-ami-
no-3-phosphonopropionic acid (phosphonoalanine) compo-
nents of membrane phosphonolipids (23).

Four different phosphonate-degradative pathways have been
reported for various bacterial species: the phosphonopyruvate hy-
drolase, phosphonoacetate hydrolase, phosphonoacetaldehyde
hydrolase (phosphonatase), and the carbon-phosphorus lyase
(C-P lyase) pathways (13, 24, 25). Homologous genes for phos-
phonate degradation pathways are distributed in distantly related
bacteria, thus providing strong evidence for lateral gene transfer
during evolution (1). Additionally, recent genomics studies have

shown that soil and sediment bacteria have a large variety of
mechanisms for the transformation, acquisition, and storage of
phosphorus when it is both in oxidized and reduced forms (11).
These suggest the existence of a terrestrial P redox cycle that might
be analogous to the oceanic phosphorus redox cycle described by
Van Mooy et al. (5). However, to better understand the global
redox phosphorus cycle, it is necessary to identify the environ-
mental controls on C-O-P and C-P compound cycling, the micro-
organisms involved, and the bioenergetics of the P oxidation and
reduction pathways, as suggested by Karl (4), in aquatic and ter-
restrial energy-limited environments.

Physiological adaptations have been observed in bacteria that
have to contend with environments limited in phosphorus. For
instance, Bacillus coahuilensis, isolated from the Churince Pond in
Cuatro Ciénegas, Coahuila, Mexico, was shown to have unique
features compared to most well-studied Bacillus spp., such as hav-
ing a small genome, lacking teichoic acid (a P-rich cell wall com-
ponent), and having the capability to synthesize membrane sulfo-
lipids in addition to phospholipids (26).

Here, we report a vast group of bacterial isolates from soil and
sediment of a halophile ultraoligotrophic ecosystem which are
able to obtain phosphorus from substrates with different oxida-
tion states. We expected that evolution in a P-limited environ-
ment would have selected for traits that would allow bacteria to
use diverse organic P substrates (C-O-P and C-P) through secre-
tion of exoenzymes for P acquisition. Therefore, the objective of
our study was to assess the capabilities of strains to use different P
substrates and determine the phylogenetic distribution of these
traits. We also wanted to measure the activities of the different
exoenzymes in soil and sediment to evaluate the relevance of the
different P substrates for microbial communities and their corre-
lation with the presence of specific P utilization traits. We believe
that understanding the strategies that microorganisms use to ac-
cess P in different substrates will help both to understand how P is
transformed by bacteria in microbial communities and to aid in
elucidating the importance of reduced phosphorus compounds in
the terrestrial components of the global phosphorus redox cycle.

MATERIALS AND METHODS
Study site and sampling. This study was carried out in halophile grass-
land soil and aquatic sediments in the Cuatro Ciénegas Basin (CCB) in the
central region of the Chihuahuan Desert in Coahuila, Mexico. The climate
is hot and arid, with temperatures as high as 45°C in July and down to
below 0°C in January (27). The mean annual precipitation is 253 mm. On
the western side of the basin, Jurassic-era gypsum is the dominant parent
material, while on the eastern side, Jurassic-era limestone dominates (28,
29). In both parts of the basin, the grass Sporobolus airoides (Torr.) is the
dominant plant species (30).

Three study sites (one for grassland soil sampling and two for sedi-
ment sampling) were located within the Churince (CH) drainage on the
western side of the CCB. Additionally, one site (for grassland soil sam-
pling) was located within the natural reserve Pozas Azules (PA) on the
eastern side of the CCB. At each soil sampling site, a 100- by 50-m plot was
demarcated. In total, 10 composite samples were taken at each plot. For
sediment sampling, samples were taken from the edge of one of the larger
lagoons and from one small fertilized pool (for a more detailed descrip-
tion of the fertilization processes, see reference 31). The distance between
each sediment sampling site was approximately 30 m. Soil (10 samples per
site) and sediment (five samples from Churince sediment and one sample
from Churince fertilized sediment) samples were stored in black plastic
bags and refrigerated at 4°C for biogeochemical laboratory analyses; an
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aliquot of each sample was stored in a Falcon tube and immediately pro-
cessed for microbial plating (see below).

Biogeochemical analyses. To allow nutrient concentrations and en-
zymatic activities to be corrected for soil sample moisture content, a 100-g
subsample was oven dried at 75°C to constant weight for soil moisture
determination using the gravimetric method.

Dissolved nutrients. Dissolved and microbial nutrient forms were
extracted from moist soil samples with deionized water after shaking for
45 min and then were filtered through a Millipore 0.42-#m-pore-size
filter (32). A blank with deionized water was processed in a manner sim-
ilar to that of the samples to correct the values in case any contamination
was present during the procedure. Prior to acid digestion, one aliquot of
the filtrate was used to determine the Pi in the deionized-water extract.
Total dissolved P (TDP) was determined by acid digestion, followed by
colorimetry using a Bran-Luebbe AutoAnalyzer III (Norderstedt, Ger-
many [33]). Total dissolved carbon (TDC) was measured with an auto-
analyzer carbon module for liquids (TOC module CM5012; UIC-Coulo-
metrics, Joliet, IL, USA). Dissolved inorganic carbon (DIC) was
determined in an acidification module (CM5130). DOC and dissolved
organic phosphorus (DOP) were calculated as the difference between to-
tal dissolved forms and inorganic dissolved forms (34).

Nutrients within microbial biomass. C, N, and P within microbial
biomass (Cmic, Nmic, and Pmic, respectively) concentrations were deter-
mined by the chloroform fumigation-extraction method (34–36). Fumi-
gated and nonfumigated samples were incubated for 24 h at 25°C and
under constant moisture. Cmic was extracted from fumigated and nonfu-
migated samples with 0.5 M K2SO4 and filtered through Whatman no. 42
paper (36). C concentration was measured from each extract as total car-
bon (TC) and inorganic carbon (IC) by the method described before. The
organic C concentration was the difference between TC and IC, and the
organic C was used for the Cmic calculations. Cmic was calculated by sub-
tracting the extracted organic carbon in nonfumigated samples from that
of fumigated samples and dividing it by a conversion factor, kEC (extract-
able part of microbial biomass C), of 0.45 (37). Nmic was extracted using
the same procedure used for Cmic, but the extract was filtered through
Whatman no. 1 paper. The filtrate was acid digested and quantified as TN
using the macro-Kjeldahl method (38). Nmic was calculated similarly as
Cmic but divided by a kEN factor (extractable part of microbial biomass N
after fumigation) of 0.54 (39). Pmic was extracted using 0.5 M NaCO3 at
pH 8.5. After this, the fumigation-extraction technique involving chloro-
form and an acid digestion was performed (40, 41). Pmic was calculated as
for Cmic and Nmic but divided by a kP factor (extractable part of microbial
biomass P after fumigation) of 0.4 (36, 42). Pmic was determined colori-
metrically by the molybdate-ascorbic acid method (35) using a spectro-
photometer (Evolution 201; Thermo Scientific, Inc.). Finally, the values of
Cmic, Nmic, and Pmic were corrected to dry-soil basis.

Exoenzyme activity analyses. The activities of three exoenzymes were
measured with assay techniques previously reported (43–46). The poten-
tial activities of phosphomonoesterase (PM) and phosphodiesterase (PD)
were quantified colorimetrically using $-nitrophenol ($NP) substrates,
while phosphonatase (PN) activity was determined using (2-amino-
ethyl)phosphonic acid (2-AEP) as the substrate, and the Pi liberated over
time was quantified colorimetrically by the molybdate-ascorbic acid

method (35) (Table 1). For all enzymes, we used 2 g of fresh soil and fresh
sediment and 30 ml of modified universal buffer (MUB) (pH 9) for ex-
oenzyme extraction. Three replicates and one control (sample without
substrate) per sample were prepared. Additionally, three substrate con-
trols (substrate without sample) were included per assay; all were incu-
bated at 30°C. We centrifuged the tubes after the incubation period, and
then 750 #l of supernatant was diluted in 2 ml of deionized water. For
enzymes with substrates linked to $NP, we measured the absorbance of
$NP at 410 nm on an Evolution 201 spectrophotometer (Thermo Scien-
tific, Inc.). Finally, exoenzyme activity was expressed in nanomoles of $NP
formed per gram of soil (dry weight) per hour (nmol $NP [g SDW]!1

h!1) (47). For PN, we measured the absorbance of Pi at 882 nm after
ascorbic acid reduction. Finally, PN activity was expressed as parts per
million of Pi released per hour (ppm Pi h!1). All enzymatic assays were
done at 30°C.

Isolation of microorganisms. The isolates in the collection were ob-
tained using an inoculum of sediment and soil for each sample from each
of the two main sampling sites (the Churince hydrological system and
Pozas Azules). Fresh samples were added to an Eppendorf tube with 800
#l of modified universal buffer (MUB) to achieve a ratio of 1/3 (wt/vol);
the resulting suspension was mixed continuously for 60 min. The resul-
tant suspension was used as an inoculum for plating onto petri dishes with
modified marine agar medium, a complex medium that includes peptone,
yeast extract, and dibasic sodium phosphate (48), and incubated at 37°C
for 2 days. Colonies with different morphotypes (i.e., size, shape, and
color) were selected. Purification was performed by subculturing on the
same medium to ensure that the culture was axenic; all isolates were stored
at !80°C in marine medium with 15% (wt/vol) glycerol.

Evaluation of isolates for growth in different phosphorus sources. A
total of 1,163 isolates were obtained (250 from CH soil, 250 from PA soil,
141 from intermediate lagoon sediment of CH, and 512 from the fertilized
small-pond sediment of CH). All were isolated and routinely grown on
rich medium (marine agar medium). To evaluate preference for different
P substrates, we used a defined medium (DM) (49) either with no phos-
phorus added (DM) or containing different P sources. The base medium
(DM) contained (per liter): Tris base, 6.057 g adjusted to pH 8.0;
NH4NO3, 0.26 g; MgSO4, 0.48 g; disodium citrate, 1.99 g; ZnCl2, 0.000136 g;
NaCl, 5 g; FeCl3, 0.27 g; KCl, 0.1 g; MnCl2, 0.2 g; CaCl, 0.4 g; glucose, 9 g; and
amino acid mixture, 0.93 g. Heat-labile substrates (vitamin B complex, biotin,
and nicotinic acid) were filter sterilized and added aseptically after autoclav-
ing. Isolates were evaluated for growth in the following six phosphorus
sources at a concentration of 1 mM added to the base DM medium: (i) po-
tassium phosphate, (ii) calcium phosphate, (iii) phosphite, (iv) (2-aminoeth-
yl)phosphonic acid, (v) 2-phosphonoacetaldehyde, and (vi) DNA; there was
also (vii) a control without P (PFree) (Table 1).

Isolates were grown initially at 37°C for 72 h in DM lacking any P to
ensure the depletion of P storage. After that, each isolate was transferred to
DM with each one of the six different P sources, along with a control plate
lacking P. These were then incubated at 37°C for 72 h. For each isolate that
grew on a given P source, we further tested its ability to use that same P
source. Only 528 isolates exhibited an ability to grow on DM medium
after the 2nd transfer and were selected and used for DNA extraction and
16S rRNA identification.

TABLE 1 Substrates utilized as sole phosphorus source at a final concentration of 0.1 mM and their abbreviations and formulas

Substrate Abbreviation Formula

Potassium phosphate PP KH2PO4

Calcium phosphate CP Ca(H2PO4)2H2O
(2-Aminoethyl)phosphonic acid 2-AEP H2NCH2CH2P(O)(OH)2

Diethyl phosphonoacetaldehyde 2-PA (CH3CH2O)2CHCH2P(O)(OCH2CH3)2

Phosphite Phi KH2PO3

DNA DNA C6H12O6N5Pa

P-free control PFree
a Example of a polymer with a guanosine base.
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DNA extraction and 16S rRNA gene amplification by PCR. Total
genomic DNA was extracted from isolates using the phenol-chloroform
method (50). The 16S rRNA genes were amplified from the DNA tem-
plates by PCR with the universal primers 16S 27F (5=-AGA GTT TGA
TCM TGG CTC AG-3=) and 1492R (5=-TAC GGY TAC CTT GTT ACG
ACT T-3=) obtained from Sigma (St. Louis, MO, USA). PCRs were run in
a thermocycler (Palm-Cycler; Corbett Research) using 30 cycles of 94°C,
55°C, and 70°C. PCR products were sequenced by the Sanger methodol-
ogy (51) at Cinvestav-Langebio (Irapuato, Mexico). The 16S rRNA se-
quences were verified with Phred (52), and sequences of at least 500 bp
were used for the analysis. Phylogenetic reconstruction was carried out
with 528 sequences using the maximum-likelihood method in PhyML
(53). The DNA sequences were retrieved from the data set, classified using
the Ribosomal Database Project (RDP) Classifier tool (54), and then clus-
tered as operational taxonomic units (OTU) using mothur (55). The tree
was edited on the ITOL platform (56).

We analyzed the sequences with AdaptML (57) to define ecologically
differentiated populations; the sequences were assigned to the Churince
soil, Pozas Azules soil, sediment, and fertilized sediment habitats to iden-
tify populations as groups of related strains sharing a common projected
habitat.

Statistical analyses. To compare the abilities of various isolates to
grow on the different P sources, a logistic regression model (LRM) with
two factors (site and P source) was performed using a generalized linear
model in STATISTICA (58). This model is suitable for analyzing data with
a binomial distribution (59). Spearman correlations were used to explore
relationships among isolates’ growth on the different P substrates.

Nucleotide sequence accession numbers. Sequences from this study
for strains from Churince and Pozas Azules soil samples have been depos-

ited in GenBank under the accession numbers KP296259 to KP296570;
sequences for strains from Churince sediment have been deposited in
GenBank under accession numbers KP340470 to KP340508, KF966199,
KF966201, KF966211, KF966216, KF966223, KF966226, KF966228 to
KF966230, KF966234, KF966236, KF966247, KF966248, KF966250,
KF966253, KF966255, KF966256, KF966264, KF966270, KF966272,
KF966276, KF966281, KF966284, KF966289, KF966291, KF966297,
KF966304, KF966305, KF966310, KF966311, KF966315, KF966321,
KF966324, KF966327, KF966329, KF966332, KF966334, KF966336 to
KF966338, KF966343, KF966348, KF966351, KF966355, KF966357,
KF966358, KF966367, KF966379, KF966380, KF966386, KF966387,
KF966397, KF966410 to KF966419, KF966421 to KF966425, KF966427 to
KF966432, KF966434, KF966441, KF966443, KF966447, KF966449,
KF966450, KF966452, KF966454, KF966455, KF966467, KF966477,
KF966485, KF966486, KF966507, KF966509, KF966515, KF966516,
KF966526, and KF966534; and sequences for strains from Churince fer-
tilized sediment have been deposited in GenBank under accession num-
bers KP296571 to KP296656 (see Table S1 in the supplemental material).

RESULTS
Nutrient and exoenzyme distributions across sites. To under-
stand the different bacterial strategies for P utilization in the mi-
crobial communities from Cuatro Ciénegas ultraoligotrophic
ecosystems, we first assessed free and microbe-associated nutri-
ents in soil and sediment, as well as enzymatic activities in the
different sampling sites. Our results showed that the sediment
samples were characterized by noticeably higher concentrations of
dissolved organic carbon (DOC), dissolved organic nitrogen
(DON), and dissolved organic phosphorus (DOP) than the soil
samples (Table 2). The microbial nitrogen (Nmic) content was also
higher in the sediment samples than in the soil samples. Addition-
ally, Cmic/Pmic and Nmic/Pmic ratios were higher in sediment sam-
ples than in the soil samples. However, soil samples had higher
microbial P (Pmic) concentrations, DOC/DON and DOC/DOP
ratios, and Cmic/Nmic ratios (Table 2) than the soil samples.

We next evaluated patterns of enzymatic expression of differ-
ent exoenzymes known to be involved in phosphorus scavenging.
Table 3 shows that there are strong differences in the amounts and
types of exoenzyme activities in the different microbial commu-
nities in the study sites. Phosphodiesterase (PD) activity was
higher in soil than in sediment samples, whereas the opposite was
true for phosphomonoesterases (PM), which were highly active in
sediment. Notably, while phosphonatase (PN) activity was de-
tected in soil samples, it was not detectable in sediment samples
(Table 3). Notice that a single biochemical condition was used to
measure the collective enzymatic activity from either soil or sedi-
ment. Since the different enzymes could have differences in the
optimal conditions for their assay, possibly correlated with envi-
ronmental differences at each site, what was measured was the
potential enzyme activity.

Evaluation of isolates’ ability to grow on different P sources.
Figure 1 shows the distribution of P-scavenging capabilities
among 1,163 isolates from all sampled sites. Unexpectedly, only

TABLE 2 Nutrients quantified in grassland soil and sediment in the
Cuatro Ciénegas Basin, Coahuila, Mexico

Parametera

Soil Sediment

Churince
Pozas
Azules Churince Fertilized

Nutrient amt [mean
(SE) #g g!1]

DOC 172 (9.6) 99 (5.4) 333 (160) 342
DON 10.39 (1.4) 5.59 (0.3) 50.52 (27.8) 70.24
DOP 1.54 (0.32) 0.89 (0.11) 6.68 (0.25) 8.35
Cmic 211 (52.23) 135 (16.7) 184 (23.7) 134
Nmic 15.48 (3.6) 11.05 (2.6) 23.77 (3.4) 22.54
Pmic 4.021 (0.03) 7.769 (0.03) 2.864 (0.5) 2.731

Ratios
DOC/DON 16.55 17.74 6.59 4.86
DOC/DOP 111.5 110.5 49.82 40.93
DON/DOP 6.73 6.23 7.56 8.42
Cmic/Nmic 13.26 12.19 7.75 5.95
Cmic/Pmic 52.37 17.34 64.38 49.13
Nmic/Pmic 3.85 1.42 8.29 8.25

a DOC, dissolved organic carbon; DON, dissolved organic nitrogen; DOP, dissolved
organic phosphorous; Cmic, carbon within microbial biomass; Nmic, nitrogen within
microbial biomass; Pmic, phosphorus within microbial biomass.

TABLE 3 Exoenzyme activities quantified in grassland soil and sediment in the Cuatro Ciénegas Basin, Coahuila, Mexico

Exoenzyme

Soil Sediment

Churince Pozas Azules Churince Fertilized

Phosphomonoesterase [mean (SE) nmol $-NP g!1 SDW h!1] 105 (19.8) 24.06 (2.9) 557 (190) 597
Phosphodiesterase [mean (SE) nmol $-NP g!1 SDW h!1] 181 (12.2) 371 (9.8) 286 (68) 176
Phosphonatase [mean (SE) ppm Pi h!1] 63.22 (13.3) 76.23 (9.76) 0 0
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80% of the isolates from sediments (both the shallow lagoon and
the fertilized small pond) and 60% of the isolates from soil (Chu-
rince and Pozas Azules) were capable of growing with potassium
phosphate as a sole source of P (Fig. 1). Differences were observed
between the four sites when calcium phosphate was used as a sole
source of phosphorus. The highest proportion of growth on cal-
cium phosphate was observed for isolates from CH sediment, fol-
lowed by isolates from soil (CH and PA), and finally by isolates
from the P-fertilized sediment sample (Fig. 1).

Remarkably, 50% of the isolates from CH sediment were capa-
ble of growing with phosphite as a sole P source. However, %20%
of the isolates from the P-fertilized sediment and %10% of the
isolates from soil (CH and PA) were capable of growing with this
P source (Fig. 1).

Less than 10% of the isolates from the four sites had the capac-
ity to grow with 2-phosphonoacetaldehyde (2-PA) phosphonate
as the sole P source, but &20% of the isolates could grow using the
P from 2-AEP, the most abundant biogenic phosphonate (13)
(Fig. 1).

Ninety percent of the isolates from CH soil, PA soil, and CH
sediment were able to grow with DNA as the P source. However,
this capacity was less frequently observed (only 30%) among the
isolates from the P-fertilized pond sediments (Fig. 1).

All three factors of the study (site [either soil or sediment], P
substrate, and the correlation of site and P substrate) were ana-
lyzed to determine how these were associated with the occurrence
of different P utilization traits. All three were highly significant
(P % 0.0001), indicating a strong dependence of P utilization pat-
terns on sample site (sediments versus soil). The strongest Spear-
man correlation observed was for potassium phosphate and cal-
cium phosphate for soil (0.698 for Churince and 0.523 for Pozas
Azules; see Tables S2 and S3 in the supplemental material). For
Churince soil, a correlation was found between phosphite and
2-PA (0.402; Table S2) and, in Pozas Azules soil, for DNA and

potassium phosphate (0.398; Table S3). Meanwhile, the strongest
correlation observed for Churince sediment was between phos-
phite and 2-AEP (0.447; see Table S4 in the supplemental mate-
rial) and, for P-fertilized sediment, between DNA and calcium
phosphate (0.326; see Table S5 in the supplemental material).

Phylogenetic analysis of bacteria, based on 16S rRNA gene,
across all sites and samples. A total of 528 sequences were ana-
lyzed using mothur, yielding 210 operational taxonomic units
(OTU) grouped at 99% similarity (121 at 98% and 97 at 97%). The
OTU were distributed as follows: 32 OTU from the Churince sed-
iment, 61 OTU from the P-fertilized sediment, 68 OTU from the
Churince soil, and 74 OTU from the Pozas Azules soil. The dom-
inant OTU were classified as Firmicutes (approximately 85% were
Bacillus and Staphylococcus), followed by Proteobacteria (Aeromo-
nas and Paracoccus) and Actinobacteria. Some bacterial groups
were recovered only from some sites, but most groups were recov-
ered at least at low levels from both soil and sediment.

Notably, the distribution of P utilization traits was not associ-
ated with particular taxonomic groups (Fig. 2). That is, all clades
had members that could use potassium phosphate, calcium phos-
phate, and/or DNA. There were, however, some clades that lacked
members that could grow on phosphite, 2-PA, or 2-AEP. Under
close analysis of the genetically cohesive group Bacillus cereus,
which was highly represented both in soil and sediment, the num-
ber and diversity of traits related to P utilization were higher for
members isolated from sediment than from members isolated
from soil (Table 4). In general, isolates from sediment had, on
average, the capacity to use up to 4 different P substrates, while soil
isolates could use only 3. Remarkably, despite the high genetic
similarity of the B. cereus group members, the ability to use phos-
phite seemed to be a trait selected for in isolates from sediment
(71.8% of isolates from sediment versus 12% of isolates from soil).

AdaptML analysis was used to discover ecotypes and deter-
mine their preferences for habitats (in this case, soil and sediment,

FIG 1 Differences in the frequency of utilization of P sources among soil and sediment isolates. The y axis reports the proportion of isolates able to grow under
each of the six different phosphorus sources. PP, potassium phosphate; CP, calcium phosphate; Phi, phosphite; 2-PA, 2-phosphonoacetaldehyde; 2-AEP,
(2-aminoethyl)phosphonic acid. Isolates tested were recovered from Churince soil (CH), Pozas Azules soil (PA), Churince sediment (S), or fertilized sediment
(FS). Since some isolates can grow under more than one P source, the proportion does not add to 1. All three factors were highly significant (P % 0.0001).
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and the different P substrates). Two distinct habitats were uncov-
ered: habitat 1, containing sequences obtained predominantly
from soil and fertilized sediment and present in both the basal and
the most recent phylogenetic branches; and habitat 2, mostly con-

taining sequences obtained from sediment (Fig. 4). This result
suggests that bacteria have different niche adaptations that influ-
ence patterns of genotypic differentiation (Fig. 3 and 4). Clearly,
soil and sediment act as a filter for different taxonomic groups.

DISCUSSION
Soil and sediment bacteria transform P into different oxidized and
reduced forms, just as bacterial communities do in the oceans.
Overall, we found that soil and sediment bacterial communities of
CCB have a variety of strategies for P scavenging, and they can also
use a variety of both oxidized and reduced phosphorus species.
Strategies include mineralization of ester phosphates and phos-
phonates, biosynthesis of different exoenzymes, as well as inor-
ganic P solubilization and phosphite oxidation. Our results indi-
cate that although individual isolates can utilize up to four
different P substrates, these capabilities are scattered within and

FIG 2 Distribution of phosphorus utilization capabilities among isolates of different taxonomic groups from soil and sediment communities. Phylogeny based
on the 16S rRNA gene. The site of isolation is shown in the innermost circle, labeled 1 with the following colors: blue, Pozas Azules soil; red, Churince soil; dark
green, Churince sediment; and light green, Churince fertilized sediment. The outer circles indicate the isolates’ ability to grow with a given P source (represented
in dark gray); light gray indicates lack of growth of the isolate. The circle numbers refer to P source evaluated: 2, potassium phosphate; 3, calcium phosphate; 4,
phosphite; 5, 2-phosphonoacetaldehyde; 6, (2-aminoethyl)phosphonic acid; 7, DNA; and 8, P free.

TABLE 4 Differences in trait selection for P utilization, notably
phosphite, between soil and sediment B. cereus isolates

Phosphorus source

Isolate source (%)

Soil (n ' 55) Sediment (n ' 39)

Potassium phosphate 93 100
Calcium phosphate 74.5 84.6
(2-Aminoethyl)phosphonic acid 43.6 51.2
Diethyl phosphonoacetaldehyde 10.9 20.5
Phosphite 12.77 71.8
DNA 90.9 92.3
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across different taxonomic groups, with diversity in the strategies
used between individual isolates. Only 11 of the 1,160 tested iso-
lates were capable of using every substrate evaluated.

Exoenzyme expression was expected to reflect the quality of
available organic matter. Our results (Table 3) showed that sedi-
ments exhibited the largest phosphomonoesterase activity (often
referred to as alkaline phosphatase), suggesting that monoesters
(inositol phosphates, sugar phosphates, phosphoproteins, etc.)
could be a preferred scavenging option in sediment. In soil sites, in
contrast, phosphodiesterase activity seems to be more abundant,
suggesting a preference of soil microorganisms for diesters (such

as nucleic acids and phospholipids). It is in soils where there is the
least amount of DOP (Table 2), so it was expected that all enzymes
would be expressed at higher levels in soils than in sediments; that
seemed to be the case for phosphonatases and phosphodiesterases
(in Pozas Azules). It is noticeable that in Pozas Azules, soil phos-
phodiesterases played a prominent role. This is in agreement with
the number of isolates from this site that exhibited a preference to
grow on DNA as a sole source of P (Fig. 1). On the other hand,
phosphonatase was detected only in soil. Since isolates from all
sites exhibited similar capabilities to use phosphonates, we suggest
that in sediments, there were other alternatives for P utilization,

FIG 3 Phosphorus source preferences by bacteria related to B. cereus sensu lato species. This is a closeup of the clade that groups Bacillus cereus, Bacillus
thuringiensis, and Bacillus anthracis in Fig. 2. Phylogeny is based on the 16S rRNA gene. The site of isolation is shown in the innermost circle, labeled 1 and
indicated by the following colors: blue, Pozas Azules soil; red, Churince soil; dark green, Churince sediment; and light green, Churince fertilized sediment. The
outer circles indicate the isolates’ ability to grow with a given P source (represented in dark gray); light gray indicates lack of growth of the isolate. The circle
numbers refer to P source evaluated: 2, potassium phosphate; 3, calcium phosphate; 4, phosphite; 5, 2-phosphonoacetaldehyde; 6, (2-aminoethyl)phosphonic
acid; 7, DNA; 8, P free.
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and phosphonatases were not being expressed. In fact, it is in
sediments that dissolved C, N, and P occurred at a higher concen-
tration (see reference 47 for a detailed analysis of the correlation
between nutrients and enzymes in soil and sediments). Phospho-
rus concentration is known to regulate the expression of numer-
ous genes involved in P uptake and utilization; however, not all
P-scavenging enzymes are regulated by P availability. A recent
paper from our group showed that in B. coahuilensis alkaline
phosphatase activity was regulated by P concentration in one
strain, but in another strain, expression was constitutive (60).

Among the P substrates tested in our experiment, potassium
phosphate and DNA were the substrates on which the highest
percentage of isolates grew (Fig. 1 and 2). The fact that DNA was
the preferred P source for isolates from soil and unamended sed-
iment, but not for the isolates from Pi-fertilized sediment, suggests
that the addition of Pi enriched for bacteria that are capable of
profiting from this easily metabolized and rarely available P sub-
strate. This inference is consistent with differences in the bacterial
community composition, as in fertilized sediment, we recovered
Actinobacteria and Proteobacteria at high frequencies, while we
typically obtained an overrepresentation of Firmicutes (Bacillus)
from both soil and sediments.

In ultraoligotrophic environments, DNA released, either by
cannibalistic behavior (61), natural cell death, or phages, repre-
sents a P-rich resource (62). However, bacterial P acquisition
from DNA requires the biosynthesis of phosphodiesterase en-
zymes. The ability of the microbial community to synthesize
phosphodiesterase was documented in all four sites we sampled in
CCB (Table 2). DNA is also an N-rich resource (63); thus, micro-
bial investment in DNA mineralization allows the acquisition of
both P and N. Our results suggest that this mechanism for P ac-
quisition might be an important way by which microorganisms
acquire and recycle P. Although N is also often limiting for growth
in this ultraoligotrophic system (46), it has been documented that
DNA is not utilized as a source of nitrogen (63).

In contrast to the ubiquity of phosphodiesterases in isolates
able to use DNA, only a low percentage of isolates was able to grow
in media with phosphonate substrates (2-PA and 2-AEP). How-
ever, we did identify isolates with the ability to grow either in 2-PA
or 2-AEP in almost all genotypic clusters (Fig. 2). For microorgan-
isms from severely P-limited ecosystems, like CCB, it is an advan-
tage to be able to obtain P from even somewhat unusual forms,
such as phosphonates.

Phosphonate degradation has been reported to occur via the

FIG 4 Assortment of genotypes according to ecological similarity. The analysis was done with AdaptML (51). The 16S rRNA gene sequences are associated with
colored bars in the outer ring that represent the sites of isolation (sediment or soil). The predictive model projected two habitats (1 and 2), shown in the inner
circles on the phylogenetic branches as dots colored in yellow or purple, which reflect trends in distribution. Taxonomic assignments are shown on the outside
based on type strain’s sequences included in the analysis. Shown with bars at the left is the distribution of each population among isolation sites for each predicted
habitat. Notice that habitat 2 groups most of the sediment isolates (dark green).
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phosphonatase pathway in marine bacteria (64), as well as in soil
bacteria (65). This pathway is present in diverse bacteria, includ-
ing representatives of Proteobacteria, Planctomycetes, Cyanobacte-
ria (65), and Firmicutes (11). We observed phosphonatase activity
in soil, but we could not detect this activity in sediments. These
results are consistent with the idea that microbial degradation of
phosphonates is especially favored under conditions of phosphate
limitation, as we also observed lower DOP concentrations in soil
than in sediments (Table 3). This implies, of course, that phos-
phonate is available in soil. In general, when P utilization prefer-
ence is examined, the absolute concentration of a given substrate
is meaningful only in relation to the most readily metabolized
form, usually phosphate. If phosphate is available, enzymes to
obtain alternative P sources are usually not expressed.

Regarding phosphonate utilization, three other phosphonate-
degradative pathways have been reported in various bacterial spe-
cies that rely on different key enzymes: phosphonopyruvate hy-
drolase, phosphonoacetate hydrolase, and carbon-phosphorus
lyase (C-P lyase) (13). The first two pathways are highly substrate
dependent, while C-P lyase is not substrate dependent. Our results
suggest that the microbial degradation pathway for phosphonates
plays out differently in soil (via phosphonatase [Phn]) and sedi-
ment (via C-P lyase). These results suggest that different bacteria
found in the soil and sediment of CCB can grow under conditions
in which the only source of P is 2-PA or 2-AEP.

We also identified isolates that could grow using phosphite as a
sole P source. Phosphite (H2PO3

! [Phi]) is a reduced form of
inorganic phosphate (HPO4

2! [Pi]), where Phi has a substitution
of oxygen by hydrogen; as a result, the two compounds behave
quite differently in living organisms (66). Phi cannot enter into
the same metabolic pathways as Pi, because most enzymes in-
volved in phosphoryl transfer reactions discriminate between Phi
and Pi (67). The oxidation of Phi to Pi in soil is largely due to soil
microbial activity (68) by microbes that use Phi for the production
of energy and Pi (13). Phosphite and phosphonates have the same
valence ("3) (versus "5 for Pi [13]), and the same gene cluster
that is required to degrade phosphonates, phn, is also required to
oxidize phosphite to phosphate (69). This suggests that there
should be close associations between the bacterial taxa that can
metabolize Phi and phosphonates. Indeed, our Spearman rank
correlation results indicated a significant correlation between Phi
and 2-PA and between Phi and 2-AEP (see Tables S2 and S3 in the
supplemental material) for CH soil and PA soil, while in sedi-
ments, we observed a strong correlation only between Phi and
2-AEP (see Tables S4 and S5 in the supplemental material). Our
results support the idea that there is a connection between the use
of phosphonates and phosphite, possibly explained by the rela-
tionship between the genes involved in phosphonate degradation
and phosphite oxidation, as suggested in previous studies (65, 68,
69). However, a diversity of pathways is suggested from this study,
as not all strains able to use Phi could use phosphonate; the
sources of the Phi are enigmatic. It is suggested that both Phi and
phosphonate are produced as antibiotics (4), but there is still work
to do to understand how these are produced and why these sub-
strates that are costly to process are preferred by some organisms.

Our description of the different strategies of P acquisition in
bacterial isolates from an oligotrophic environment, particularly
one limited in Pi, may help in understanding the functioning of
microbial communities in Pi-limited environments. The disper-
sion of traits related to P acquisition within and across taxonomic

groups is suggestive of niche-partitioning strategies that also ex-
plain how genetic diversity is maintained. Lateral transfer of genes
involved in substrate acquisition has been widely described for
carbon utilization, including genes that encode enzymatic activi-
ties to scavenge for carbon sources and transporters (70).

It has been suggested that phosphate transporter genes, phos-
phonate utilization genes, and alkaline phosphatase-coding genes
have been transferred between bacterial lineages (71–74). It is thus
possible that lateral gene transfer during bacterial evolution in this
ultraoligotrophic terrestrial environment has played an important
role in allowing bacteria to sample and retain diverse genes for P
acquisition, resulting in a complex redox cycle for P analogous to
that shown for the oceans.
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