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Abstract 

 

A variety of studies have shown that agricultural practices and changes in soil 

conditions, such as water content, inorganic nitrogen concentration, temperature, pH 

and organic material availability, affect the bacterial community structure. Soil 

characteristics and the bacterial community structure were monitored over crop cycle in 

soil under five different treatments, including: soil with maize (Zea mays L.) and wheat 

(Triticum aestivum L.) rotation, zero tillage and crop residue kept (ZTRK) or removed 

(ZTRR), and conventional tillage with monoculture maize (CTMR) or maize-wheat 

rotation and crop residue removed (CTRR) or kept in the field and ploughed in 

(CTRK). The total organic carbon (TOC) content was significantly affected by tillage 

practices and ZTRK treatment had the highest concentration compared with the rest of 

the treatments, whilst CTMR had the lowest TOC concentration. Water content and 

NO3
- concentration showed large fluctuations over the crop cycle but were not affected 

significantly by agricultural practices. The bacterial community structure showed large 

changes over the crop cycle determined by varying soil characteristics, mostly water 

content and NO3
- concentration, which affected majorly to Achromobacter, Bacillus, 

Halomonas, Kaistobacter, Pseudomonas and Serratia, while changes due to agricultural 

practices were much smaller.  
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Resumen 

 

Diversos estudios han demostrado que las prácticas agrícolas y los cambios en el suelo, 

como el contenido de agua, concentración de nitrógeno inorgánico, temperatura, pH y 

disponibilidad de materia orgánica, afectan la estructura de la comunidad bacteriana. 

Las características del suelo y la estructura de la comunidad bacteriana fueron 

monitoreadas en suelos bajo cinco diferentes tratamientos que incluyeron: labranza 

cero, rotación de cultivos con maíz (Zea mays L.) y trigo (Triticum aestivum L.) y 

retención de residuos (ZTRK) o remoción de residuos (ZTRR). Y labranza 

convencional con monocultivo de maíz (CTMR) o rotación de maíz y trigo, y remoción 

de residuos (CTRR), o con retención de residuos (CTRK). El carbono orgánico total 

(TOC) fue afectado significativamente por la labranza, de tal forma que el tratamiento 

ZTRK tuvo una mayor concentración comparado con el resto de los tratamientos, 

mientras que el tratamiento CTMR presentó la menor concentración de TOC. El 

contenido de agua y la concentración de NO3
- tuvieron grandes fluctuaciones a lo largo 

del ciclo de cultivo, pero no hubo un efecto significativo por las prácticas agrícolas. La 

estructura de la comunidad bacteriana tuvo grandes cambios a lo largo del ciclo de 

cultivo, determinados por las variaciones en las características del suelo, principalmente 

el contenido de agua y la concentración de NO3
- afectando particularmente a los géneros 

Achromobacter, Bacillus, Halomonas, Kaistobacter, Pseudomonas y Serratia, mientras 

que los cambios debidos a las prácticas agrícolas fueron menos evidentes. 
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1. Introducción 

 

1.1 El suelo 

 

El suelo es la capa más externa de la litósfera terrestre, producto de la temperización del 

material parental (roca madre). Es un ambiente heterogéneo compuesto por una mezcla 

organizada de minerales, agua, aire y materia orgánica que sirve como soporte para la 

vida de diversos organismos (Arrouays et al., 2014). La organización estructural edáfica 

forma estratos llamados horizontes, siendo el horizonte 0 el más superficial, constituido 

principalmente por materia orgánica en descomposición. El horizonte A es una mezcla 

de partículas minerales y materia orgánica, el B de arcillas de hierro y/o aluminio y 

carbono, el C está compuesto principalmente de lixiviados; y el R es donde se encuentra 

el material parental (IUSS, Working Group, 2015).  

 

El horizonte 0 se considera un hábitat biológicamente activo ya que sustenta el 

crecimiento y desarrollo vegetal de los diferentes ecosistemas terrestres, y alberga una 

gran diversidad de organismos como artrópodos, nematodos, bacterias, hongos y 

arqueas (Brevik et al., 2016). Las comunidades microbianas en el suelo participan en 

los ciclos biogeoquímicos del nitrógeno, fósforo, azufre, carbono, etc., permitiendo el 

reciclaje y flujo de minerales (Maron et al., 2011; Guo et al., 2014). También participan 

en la degradación de la materia orgánica y en la eliminación de contaminantes (Gil-

Sotres et al. 2005; Hobara et al., 2014). 

 

1.2 Agricultura 

 

La agricultura, etimológicamente “cultivo de la tierra”, de acuerdo con la FAO (Food 

and Agriculture Organization for United Nations) es un conjunto de actividades y 

conocimientos desarrollados por el hombre para el manejo de los suelos, con la 

finalidad de producir alimentos. La agricultura implica la modificación del medio 

ambiente para favorecer la plantación, producción y cosecha de diferentes productos 

vegetales. Se piensa que se desarrolló en diferentes partes del mundo alrededor de 8,000 

a 12,000 años atrás, en diversos puntos del planeta y casi de manera simultanea (Martin 

y Sauerborn, 2013). Se estima que durante la primera década del siglo XXI el 40% de la 
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superficie del suelo terrestre era utilizado para la agricultura (Ramankutty et al., 2008). 

En América Central, México es considerado el centro de domesticación del maíz (Zea 

mays L.), además de variedades de otros cultivos como chile, frijol, algodón y aguacate 

(Balter, 2007; Martin y Sauerborn, 2013). 

 

La actividad humana para mejorar la productividad agrícola se ha valido de prácticas 

que, por un lado son efectivas para optimizar la producción y calidad de las cosechas, 

pero también han sido poco amigables con el medio ambiente y han causado severas 

perturbaciones a los ecosistemas (Hamza y Anderson, 2005). La creciente demanda de 

alimentos y biocombustibles ha provocado la deforestación de diferentes ecosistemas, 

transformándolos en suelos agrícolas también llamados sistemas agrícolas (Gibbs et al., 

2010). Los cambios antropogénicos del suelo han sido complejos y de diversa magnitud 

en escalas temporales y espaciales (Homburg y Sandor, 2011). Se considera que los 

sistemas agrícolas son los ambientes terrestres artificiales que han sufrido alteraciones 

debido al efecto de tecnología de diversa índole, enfocada a mejorar la producción 

agrícola (Vandermeer y Perfecto, 2007). Sin embargo, para comprender la dinámica de 

estos ambientes es necesario determinar el impacto de la actividad antropogénica sobre 

los suelos y cómo es que se llevan a cabo las diferentes interacciones ecológicas en este 

tipo de ecosistemas (Bull et al., 2001; Egli et al., 2013). 

 

La agricultura altera las características fisicoquímicas del suelo por efecto de diferentes 

factores como el clima, la topografía y la naturaleza de la roca madre (Zalidis et al., 

2002), el uso de fertilizantes y/o pesticidas, y la contaminación atmosférica, entre otros, 

lo que ocasiona la degradación del suelo (Homburg y Sandor, 2011; Sun et al., 2015; 

Yin et al., 2010). Diversos estudios han puesto en evidencia cómo la actividad agrícola 

impacta sobre las comunidades microbianas del suelo cambiando su estructura, la 

riqueza y abundancia de especies, y en algunas ocasiones alterando sus nichos 

ecológicos y su participación en los ciclos biogeoquímicos (Chaudhry et al., 2012; 

Wagg et al., 2014; Zhang et al., 2016; Schloter et al., 2018). 

 

Los sistemas agrícolas de explotación intensiva, basados en la mecanización y 

fertilización química han tenido un gran éxito en el incremento en la producción de 

cultivos, sin embargo, son altamente dañinos al ambiente (Foley et al., 2005; Renard et 
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al., 2013) ya que contribuyen a la eutrofización de los ecosistemas, y a la larga, se 

requiere aumentar el consumo de fertilizantes, afectando también a sus características 

fisicoquímicas (Tilman et al., 2002) 

 

1.3 Características del suelo como indicadores de la calidad de un agroecosistema 

 

La calidad de un sistema agrícola generalmente se asocia con su capacidad de 

producción de cultivos, sin embargo, es difícil determinar el grado de explotación de los 

suelos agrícolas considerando un único factor (Lal, 1997; Squire et al., 2015). Es por lo 

que se ha propuesto determinar la calidad de los suelos agrícolas con base en sus 

propiedades físicas y químicas, ya que estas características pueden alterar la 

disponibilidad de nutrientes y por lo tanto, el desarrollo de los cultivos (Gil-Sotres et al. 

2005; Shukla et al., 2006), entre las que destacan: pH, contenido de materia orgánica, 

textura y conductividad electrolítica, entre otras. 

 

pH 

 

Como indicador de la calidad del suelo, se asocia con la producción y rendimiento de 

los cultivos. Los efectos negativos de la acidez del suelo no se atribuyen directamente al 

exceso de H+, sino a una alta concentración de Al+3 y Mn+2 que provienen 

principalmente de la intemperización de la roca madre, o bien, una deficiencia de Ca+2 y 

Mg+2, producto de la degradación de la materia orgánica. También puede ser atribuida 

al exceso de fósforo (Lladó et al., 2018). 

 

Materia orgánica 

 

Las plantas son las principales responsables de la incorporación de carbono orgánico al 

suelo, ya sea por los residuos como la hojarasca o por actividad e influencia de su 

sistema radicular. Los residuos vegetales con una baja cantidad de lignina y una baja 

tasa C:N son fácilmente degradados, lo que libera cationes intercambiables que 

compiten con por los sitios de intercambio en la superficie de las partículas minerales 

del suelo y en la materia orgánica (humus estable), lo que resulta en un bajo nivel de 

acidez. Los exudados radiculares contienen polisacáridos y proteínas que interactúan 
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con las partículas del suelo formando agregados. La materia orgánica en el suelo entra 

en un proceso continuo de descomposición y síntesis (humificación), que libera energía 

y nutrientes que pueden ser aprovechados por las plantas y los microorganismos 

(Lhemann y Kleber, 2015; Lladó et al., 2018). 

 

Textura 

 

La fracción mineral del suelo está constituida por partículas de diferentes tamaños: 

arenas (200 a 20 µm), limos (< 20 a 2 µm) y arcillas (<2 µm) y la cantidad de cada una 

de estas partículas varía en cada suelo, dependiendo del material parental, ya que es 

producto del intemperismo de las rocas. La textura del suelo determina el número y 

tamaño de los poros, que a su vez determinan el flujo de agua y gases (IUSS, Working 

Group, 2015), favoreciendo o no, el establecimiento de los cultivos y los 

microorganismos (Lüneberg et al., 2018). 

 

Contenido de agua  

 

Los cambios en el contenido de agua pueden afectar a otros parámetros, como la 

conductividad electrolítica. Un aumento en el contenido de agua del suelo facilita la 

movilización de sustratos solubles, mientras que una disminución conlleva a la 

acumulación de sales. La disrupción de los agregados del suelo por efecto de la labranza 

disminuye el tamaño de los poros, disminuyendo la tasa de infiltración y limitando el 

intercambio gaseoso, afectando el desarrollo de los organismos aerobios presentes 

(Lüneberg et al., 2018; Prince et al., 2020). 

 

La agricultura de conservación (AC) propone la implementación de estrategias que 

permitan preservar las buenas características físicas, químicas y biológicas del suelo, 

para una buena producción agrícola (Dendooven et al., 2012). 

 

1.4 Agricultura de conservación 

 

La agricultura de conservación busca minimizar el impacto negativo del manejo 

intensivo del suelo en los agroecosistemas y se basa en la mínima labranza, la retención 
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de residuos de la cosecha y la rotación de cultivos, y se ha propuesto como una vía para 

la sustentabilidad de los sistemas de producción agrícola (Govaerts et al., 2009b). En las 

últimas décadas la AC ha sido promovida debido los aspectos positivos que involucra, 

principalmente el aumento en la producción, reducción en la pérdida de materia 

orgánica y disminución de la erosión, ya sea eólica o hídrica (FAO, 2001; Thierfelder y 

Wall, 2010; Powlson et al., 2016). 

 

1.4.1 Labranza  

 

Cuando el suelo es labrado, la materia orgánica del suelo (SOM) queda expuesta a una 

rápida descomposición, disminuyendo la capacidad amortiguadora del pH del suelo y 

aumentando la producción de gases de efecto invernadero y la tasa de evaporación de 

agua (Ogle et al., 2005; Homburg y Sandor, 2011; Datta et al., 2013). En suelos con 

poca o nula labranza los macroagregados del suelo son más estables comparados con 

suelos con labranza, debido a lo cuál, en suelos sin labranza la disponibilidad de la 

materia orgánica está restringida y es poco accesible para una importante fracción de la 

comunidad microbiana (Christensen, 2001; Lichter et al., 2008). Se ha documentado 

que en los suelos sin labranza o con labranza reducida se optimizan las interacciones 

ecológicas entre las plantas, el suelo y los microorganismos, al compararse con 

prácticas agrícolas convencionales (Marinari et al., 2000; Nivelle et al., 2016), 

estimulando la actividad microbiana (Mathew et al., 2012; Huang et al., 2014).  

 

1.4.2 Retención de residuos del cultivo 

 

Al mantener los residuos de la cosecha en el sistema agrícola aumenta la cantidad de 

materia orgánica en el suelo (Govaerts et al., 2006). La tasa de descomposición de estos 

residuos depende de la técnica de labranza, ya que la incorporación de estos en el suelo 

aumenta su disponibilidad (Drury et al., 2006). La descomposición de los residuos varía 

significativamente dependiendo del tamaño de las partículas, de su localización y su 

distribución en el suelo (Alvarado, 2006; Repullo et al., 2012). 
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1.4.3 Rotación de cultivos 

 

Se presenta como una opción para el control de patógenos en los suelos (Lazarovits, 

2010). La implementación de esta práctica se refleja en una disminución de las 

enfermedades que afectan a los cultivos (Bernard et al., 2012) y de la infestación por 

insectos y malezas (Plourde et al., 2013). 

 

La labranza mínima, la retención de los tejidos vegetales y la rotación de cultivos, en 

conjunto, mejoran la estructura del suelo al promover la formación de macro y micro 

agregados en la capa de 0 a 20 cm. Estos agregados son capaces de estabilizar una gran 

cantidad de C y N (Bimüller et al., 2016; Hontoria et al., 2016). El uso prolongado de 

fertilizantes químicos se ha asociado a la pérdida de diversidad microbiana (Sun et al., 

2015); De Rosa et al. (2016), proponen el uso combinado de fertilizantes químicos y 

orgánicos, así como la rotación de cultivos, en favor de la producción agrícola y la 

fertilidad del suelo, ya que se ha observado que el uso controlado de fertilizantes y la 

irrigación controlada pueden disminuir sustancialmente la perdida de N por lixiviación 

y desnitrificación (Li et al., 2016). Es por ello que, en México, desde el 2011 existe una 

iniciativa del gobierno en la que se fomenta la adopción de la agricultura de 

conservación en todos los niveles posibles, y en colaboración con el Centro 

Internacional de Mejoramiento de Maíz y Trigo, CIMMYT (Beuchelt et al., 2015). 

 

1.5 La comunidad bacteriana y los suelos agrícolas 

 

1.5.1 Diversidad del suelo 

 

Se estima que un gramo de suelo contiene alrededor de 1 x 109 células bacterianas 

pertenecientes a decenas de miles de taxa posibles y casi 2 x 108 hifas fúngicas, además 

de un cuantioso número de ácaros, nematodos y artrópodos; y en el caso particular de 

las arqueas, al ser un grupo con nichos más restringidos en ambientes terrestres, no hay 

estudios que brinden certeza de su abundancia en el suelo. A pesar de esto, la relación 

entre la estructura de la microbiota del suelo y su nicho en el mismo, siguen sin ser del 

todo esclarecidas (Wagg et al., 2014). Cuando las condiciones de un microhábitat 

favorecen el aumento del número de taxa, aumentan las interacciones bióticas, tanto 
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positivas como negativas: la facilitación de los recursos recalcitrantes, la 

complementación de nichos y la competencia por recursos, modulando la eficiencia en 

el aprovechamiento de dichos recursos. También, se ha observado que estas 

interacciones pueden alcanzar un umbral de saturación al aumentar el número de 

poblaciones bacterianas capaces de cumplir una misma función, en un ambiente 

fluctuante, durante largos periodos de tiempo, alcanzando así un estado estable (Yu et 

al., 2018). 

 

La estructura heterogénea del suelo promueve la diversificación de las poblaciones al 

fraccionar los recursos y permitir la formación de nichos (Escalante, 2008), asimismo, 

las comunidades bacterianas pueden ser altamente influenciadas por factores abióticos 

como el pH, concentración de carbono y otros nutrientes o bien, en el caso de los suelos 

agrícolas, las bacterias pueden ser estimuladas de forma positiva o negativa en función 

del manejo del suelo y del tipo de cultivo presente (Li et al., 2014). 

 

1.5.2 Las comunidades bacterianas en el suelo y su importancia 

 

Una comunidad se define como el conjunto de especies que coexisten en un lugar y 

tiempo determinado (Escalante, 2008). La diversidad de las comunidades bacterianas y 

su dinámica pueden ser determinantes en la salud del suelo y jugar un papel crucial en 

el desarrollo óptimo de los cultivos (Garbeva et al., 2004). Como se ha mencionado 

anteriormente, en los suelos sin labranza o con labranza mínima, existe una mejor 

interacción microorganismo-suelo-planta, comparado con los suelos bajo prácticas 

agrícolas convencionales, y se ha demostrado que los microorganismos involucrados de 

manera activa en los ciclos biogeoquímicos son de gran relevancia en los sistemas 

agrícolas de explotación a largo plazo (Shi et al., 2012; Nivelle et al., 2016), es por ello 

que los cambios en la estructura de la comunidad bacteriana (diversidad de especies, 

abundancia relativa y su posible función) debido al uso y manejo del suelo son 

importantes en el estudio de la acumulación de C, emisión de gases de efecto 

invernadero y restauración de suelos en el actual escenario de cambio climático 

(Fernandez et al., 2016; Zhang et al., 2016). 
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1.5.3 Las comunidades bacterianas y las perturbaciones del suelo 

 

El proceso mediante el cual las comunidades biológicas se desarrollan a través del 

tiempo debido a su dinámica interna o bien, a factores externos, se conoce como 

sucesión ecológica. Una sucesión primaria comienza con la colonización y movilización 

de nutrientes por una comunidad pionera (Ortiz-Álvarez et al., 2018). Durante las 

primeras etapas de una sucesión las propiedades edáficas conllevan una débil presión de 

selección, donde los eventos aleatorios rigen los cambios en la abundancia de las 

especies. Mientras que en las etapas posteriores de la sucesión, dichos eventos 

aleatorios pierden fuerza (Dini-Andreote et al., 2015). Sin embargo, las comunidades 

bacterianas del suelo están sometidas a perturbaciones (alteraciones de las condiciones 

ambientales debidas a factores bióticos o abióticos) de manera intermitente, como los 

cambios estacionales, periodos de lluvia y sequía, cambios de temperatura o los 

periodos de siembra y barbecho, y el desarrollo propio de los cultivos (Zhang et al., 

2016; Lüneberg et al., 2018; Wang et al., 2019). Estos cambios pueden propiciar las 

condiciones para el establecimiento de otras especies, ocasionando un estadio de 

sucesión secundaria (Goss-Souza et al., 2017; Ortiz-Álvarez et al., 2018). También 

pueden existir perturbaciones profundas o frecuentes que fragmenten los nichos o 

microhábitats, exponiendo los recursos y dejándolos a merced de la microbiota existente 

(Escalante, 2008).  

 

Los cambios del ambiente a causa del manejo del suelo tienen un efecto directo en la 

comunidad bacteriana. La respuesta de grupos específicos y taxonómicamente 

diferentes que, con base en su capacidad de adaptación y la disponibilidad de nutrientes, 

alteran la estructura, composición y diversidad metabólica de dicha comunidad a escala 

espacial y temporal. En el caso de suelos bajo prácticas de agricultura de conservación, 

la comunidad bacteriana cuenta con recursos más heterogéneos, lo que promueve 

ensambles por especialización de nichos, estableciendo redes metabólicas que facilitan 

el acceso a recursos que serían poco accesibles para poblaciones individuales, y donde 

sólo unas pocas condiciones ambientales ejercen un efecto significativo sobre la 

comunidad (Kim y Liesack, 2015; Goss-Souza et al., 2017). 
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La coalescencia comunitaria, un término recientemente acuñado, describe situaciones en 

las que dos o más comunidades completas interactúan debido a la translocación de 

fragmentos del suelo. Dicha translocación puede ser ocasionada por diferentes factores 

o eventos que pueden ocurrir de forma natural, vía interacciones ecológicas (factores 

intrínsecos), o bien, como resultado de influencias externas o perturbaciones (factores 

extrínsecos). En ambos casos se involucra a comunidades que se desarrollaron bajo 

diferentes condiciones y por consiguiente, con diferente composición. Por ejemplo, al 

romper los agregados del suelo, su interior queda expuesto a una comunidad microbiana 

muy diferente a la que contenía en su microhábitat. Durante este tipo de eventos la 

diversidad de la comunidad cambia (aumenta o disminuye) y se generan nuevas 

interacciones que pueden ser determinantes para el ensamble de la comunidad 

microbiana a nivel espacial y temporal (Rillig et al., 2016). 

 

En los bosques y ecosistemas prístinos, la mayoría de los miembros de una comunidad 

microbiana muestran cambios en su abundancia a través del tiempo, así que la 

ocurrencia de las especies dependerá de si la comunidad objeto de estudio es observada 

durante una sucesión primaria, una sucesión secundaria o en un estado estable (Dini-

Andreote et al., 2015; Shade y Gilbert, 2015; Goss-Souza et al., 2017). 

 

2. Antecedentes 

 

En los primeros tres lustros del siglo veintiuno, una gran variedad de herramientas 

moleculares ha facilitado profundizar en el conocimiento de la diversidad y 

composición de las comunidades microbianas presentes en el suelo. Herramientas como 

la electroforesis en gel con gradiente desnaturalizante (DGGE), la identificación del 

perfil de ácidos grasos (PLFA), y en particular, el análisis metagenómico de los ácidos 

nucleicos, que ha dado acceso a los genomas de la “mayoría no cultivable”. La 

obtención de amplicones del gen 16S rRNA (región del genoma que codifica para la 

síntesis del rRNA 16S) en conjunto con el desarrollo acelerado de la secuenciación 

masiva, ha permitido el descubrimiento de nuevos phyla, clases, y géneros de 

microorganismos, ayudando así, a caracterizar y cuantificar la diversidad del suelo, lo 

que representa una oportunidad sin precedentes para analizar la biodiversidad en 

diferentes ecosistemas (Nesme et al., 2016). 
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A continuación se presenta una serie de estudios que, con base en el gran avance de las 

herramientas moleculares, han ayudado a identificar algunos de los factores capaces de 

modelar la estructura de las comunidades bacterianas a través del tiempo y del espacio, 

sentando así las bases para el desarrollo del presente trabajo. 

 

Banning et al. (2011) hicieron la caracterización de la comunidad bacteriana y fúngica 

del suelo de un bosque de eucalipto que estuvo sometido a explotación minera durante 

18 años. El análisis de la comunidad bacteriana se realizó con microarreglos del gen 

16S rRNA, poniendo a prueba la hipótesis de que, con el paso del tiempo la estructura 

de la comunidad microbiana se volvería más similar a la de las áreas no explotadas del 

bosque, y concluyeron que existen patrones predecibles en la estructura de la 

comunidad bacteriana durante una sucesión secundaria y que la estructura de la 

comunidad está íntimamente relacionada con diferentes variables edáficas como el pH, 

y la concentración de C, N y P.  

 

Lauber et al. (2013) estudiaron los cambios en la comunidad microbiana de tres 

diferentes tipos de suelos representados por réplicas de parcelas bajo prácticas de 

agricultura convencional, agricultura de insumos reducidos y suelo de pastizal, cada 

mes durante ocho meses. Utilizando pirosecuenciación y “metabarcoding” del gen 16S 

rRNA, encontraron que los suelos agrícolas y el pastizal albergaban comunidades 

bacterianas que mostraban patrones temporales distintos, por lo que ellos sugirieron que 

se debe ser muy cuidadoso cuando se analiza la variabilidad temporal, al comparar la 

diversidad microbiana entre diferentes tipos de suelos expuestos a las mismas 

condiciones ambientales. 

 

Figuerola et al. (2014) utilizaron secuencias del gen 16S rRNA para estudiar la rotación 

espacial y la diversidad de la comunidad bacteriana entre suelos agrícolas bajo 

monocultivo de soya y suelo bajo rotación de cultivos, respecto a suelos de pastizal, en 

las Pampas argentinas, durante tres ciclos de cultivo (un año y medio), y concluyeron 

que, la implementación de buenas prácticas de agricultura, a largo plazo, pueden jugar 

un papel crítico para la conservación de la biodiversidad del suelo. 
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Ashworth et al. (2017) analizaron los cambios de la comunidad bacteriana en respuesta 

a la secuencia de cultivos y la aplicación de cubiertas de residuos vegetales en campos 

experimentales sin labranza, utilizando diferentes secuencias de cultivo de maíz, 

algodón y soya que fueron rotados en etapas de cuatro años, durante un total de 12 años. 

Encontraron que la riqueza y diversidad cambiaron temporal y espacialmente de 

acuerdo con los eventos climáticos, la variación de los nutrientes, y en particular la 

concentración de carbono en el suelo y con el pH, y concluyeron que la adición de 

nutrientes, la rotación de los cultivos por largos periodos de tiempo y la retención de 

residuos vegetales en sistemas agrícolas sin labranza puede moldear la estructura de la 

comunidad bacteriana.  

 

En general, se puede decir que los cambios en los factores abióticos como el pH y la 

concentración de nutrientes como C y N; así como las fluctuaciones en las condiciones 

climáticas como la humedad y la temperatura, y la implementación de estrategias para 

la explotación del suelo, como la rotación de cultivos, el manejo de residuos vegetales y 

la labranza, podrían dirigir los cambios en la estructura de la comunidad bacteriana a 

través del tiempo en los diferentes microhábitats, de una forma dinámica. De tal manera 

que los grupos bacterianos presentes, aunque con baja abundancia relativa (persistentes) 

encuentren las condiciones que les permitan aumentar significativamente su población, 

es decir, se vuelvan prevalentes; o viceversa. 
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3. Justificación 

 

Uno de los objetivos de la ecología microbiana es comprender los factores que 

controlan los cambios en la composición y distribución de las comunidades bacterianas 

para poder realizar proyecciones de los cambios que podría causar el manejo de los 

suelos agrícolas. Sin embrago, la implementación de dinámicas en condiciones de 

laboratorio puede dejar de lado algunos factores bióticos y abióticos con un papel activo 

en el desarrollo de la comunidad bacteriana a través del tiempo. 

 

Para llevar acabo un estudio ecológicamente significativo dentro de una escala temporal 

adecuada en campo, la frecuencia y extensión de los muestreos debe tomar en cuenta no 

solo el tiempo de generación bacteriana, si no también tiempo de desarrollo del cultivo, 

de tal manera que se pueda observar la rotación de la comunidad bacteriana, así como 

las fluctuaciones ambientales del ecosistema durante un ciclo de cultivo de maíz. 

 

  



 

 

13 

4. Objetivos 

 

4.1 Objetivo general  

 

Conocer el efecto de las prácticas agrícolas contrastantes (convencional y de 

conservación) sobre la comunidad bacteriana a lo largo del ciclo de producción de maíz, 

en un campo experimental con riego de temporal. 

 

 

4.2 Objetivos específicos 

 

 

Determinar los cambios en los factores fisicoquímicos del suelo de los diferentes 

tratamientos a lo largo del ciclo de producción del maíz. 

 

Comparar los cambios termporales en la estructura de las comunidades bacterianas del 

suelo bajo prácticas agrícolas contrastantes. 

 

Dilucidar cuáles de los factores evaluados (tiempo y/o tratamiento) ejercen mayor 

impacto en las comunidades bacterianas del suelo. 
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5. Hipótesis 

 

La temporada de lluvias y los cambios en la concentración de nutrientes por efecto del 

desarrollo del maíz influyen de manera positiva en la diversidad de la comunidad 

bacteriana, y este efecto es mayor que el efecto que ejercen las diferentes prácticas 

agrícolas. 
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6. Materiales y métodos 
 

 
Figura 1. Diagrama general de trabajo. 

 

6.1 Descripción de la zona de muestreo, campo experimental 

 

El sitio de muestreo se encuentra dentro de las instalaciones del centro internacional de 

mejoramiento de maíz y trigo (CIMMYT Int.) en El Batán. El Batán está ubicado en el 

altiplano semiárido subtropical de México (Fig. 2), cerca del exlago de Texcoco, a una 

altitud de 2240 msnm (19.31°N, 98.50°W). Con una precipitación pluvial anual 

promedio de 651 mm, de los cuales, 558 mm caen entre los meses de mayo y octubre. 

Lluvias cortas e intensas seguidas de semanas secas caracterizan esta temporada, con 

temperaturas anuales promedio de 7° mínima y 24°C máxima (Govaerts et al., 2007). El 

suelo se clasifica de acuerdo al sistema de referencia mundial (WRB; IUSS Working 

Group WRB; 2006), como Phaeozem cumulic o Haplustoll cumulic, con base en el 

sistema taxonómico de suelos de la USDA (Govaerts et al., 2009a). 
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Figura 2. Localización del sitio de muestreo, CIMMYT Int. El Batán, Texcoco; vista satelital tomada de 

Google Maps ® 2016. 

 

6.2 Diseño de los tratamientos en campo  

 

Este campo es parte de un experimento a largo plazo que comenzó en 1991 (Govaerts et 

al., 2008). El resumen de los tratamientos considerados para este trabajo se muestra en 

la Tabla 1 y consisten en suelos con labranza convencional (CT, conventional tillage), 

no labranza (ZT, zero tillage), con retención (K, keep) o remoción (R, removed) de 

residuos en la parcela, además de la rotación anual de los cultivos con maíz (Zea mays) 

y trigo (Triticum aestivum) (MW), y monocultivo de maíz (MM). Los tratamientos 

utilizados para este estudio fueron cultivados con maíz con un rendimiento promedio 

(kg ha-1 y 12% H2O) de: CTMR 3570 ± 220, CTRR 4063 ± 388, CTRK 4403 ± 150, 

ZTRR 4339 ± 461, ZTRK 5285 ± 184, entre los años 1997-2002 (Govaerts et al., 2005). 

En el tratamiento de labranza convencional (CT) el rastrojo se retira después de la 

cosecha; además, para la labranza se utilizó un devastador agrícola con una profundidad 

de 30 cm, posteriormente se hicieron dos tratamientos con una grada de discos a una 

profundidad de 20 cm y otros dos con una grada de dientes de 10 cm de profundidad y 

se utilizó la grada de dientes en caso de control de maleza. Todo el proceso de labranza 

se hizo antes de la siembra, es decir, en los meses de mayo y diciembre (Ramírez-

Villanueva et al., 2015). 

 

 



 

 

17 

Tabla 1. Resumen de los tratamientos en campo. 

Tratamiento Parcelas Práctica Labranza Cultivo Residuos 

CTRK (1) 10 y 40 Convencional Si Rotación WM Retenidos 

CTRR (2) 11 y 34 Convencional Si Rotación WM Removidos 

ZTRR (3) 13 y 39 Conservación No Rotación WM Removidos 

ZTRK (4) 28 y 49 Conservación No Rotación WM Retenidos 

CTMR (5) 29 y 51 Convencional Si Maíz Removidos 

El número en el paréntesis indica el número del tratamiento en campo. 

 

En los tratamientos sin labranza (ZT) el rastrojo se dejó en la superficie, generando una 

cubierta uniforme, el control de maleza se llevó a cabo en temporada de sequía 

aplicando herbicida sólo de ser necesario.  

 

Los cultivos de maíz y trigo comenzaron en la temporada de lluvias (5-15 de junio de 

2016) (Govaerts et al., 2008), todos los cultivos fueron fertilizados con urea a una tasa 

de 150 kg N ha-1. En el caso de trigo se aplicó después de la aparición del primer nodo 

de la plántula, en el caso de maíz se fertilizó después de la aparición de la quinta o sexta 

hoja de la planta. 

 

6.3 Muestreo y análisis fisicoquímico del suelo 

 

6.3.1 Toma de muestras 

 

El diseño experimental comprendió dos réplicas por parcela y fue diseñado para 

estudiar el efecto de las prácticas agrícolas en el rendimiento de los cultivos a largo 

plazo. El número de réplicas del experimento en campo estuvo en función del espacio y 

costo del experimento, por lo que el desarrollo experimental en agronomía y agricultura 

se valió de dos réplicas para reducir costos, permitiendo observar diferencias 

significativas entre tratamientos (Federer, 1977; Federer y Crossa, 2012). 

 

Se colectaron de 8 a10 submuestras en puntos aleatorios de la capa más externa del 

suelo con un sacabocados de 20 cm de longitud y un diámetro interno de 2 cm 
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(aproximadamente 80 g de suelo cada vez). Las submuestras se mezclaron para obtener 

una muestra compuesta (aproximadamente de 600 a 800 g de suelo) por parcela para 

cada tratamiento (dos parcelas por cinco tratamientos) (Ceja-Navarro et al., 2010; 

Dendooven et al., 2012) (Fig. 3). La colecta de muestras se efectuó una vez al mes 

durante el periodo de sequía y cada 15 días en periodo de lluvias; para un total de 18 

colectas durante todo el ciclo de producción de maíz (Fig. 4). 

 

 
Figura 3. Diagrama de la colecta de muestras. 

 
Figura 4. Un ciclo de cultivo en el campo experimental D5 en El Batán (Texcoco, Estado de México). 

 

 

 

 

 

 

Labranza convencional (CT) 

Maíz (Zea mays L.) y trigo (Triticum aestivum 

L.) rotación de cultivos (R) 

Residuos vegetales retenidos (K) o 

removidos (R) 

Labranza convencional (CT) 

Monocultivo de maíz (M)  

Residuos vegetales removidos (R) 

(Tratamiento CTMR) 

Muestra 1  

Se colectaron 

8-10 muestras 

cada vez 

Se mezclaron 

8-10 muestras  

Se mezclaron 

8-10 muestras  

Se mezclaron 

8-10 muestras  

Se mezclaron 

8-10 muestras  

Muestra 

compuesta 

1/18 

Muestra 

compuesta 

1/18 

Muestra 

compuesta 

1/18 

Muestra 

compuesta 

1/18 

Se colectaron 18 muestras del suelo agrícola del campo experimental D5, entre el 22 de noviembre de 2016 al 7 de diciembre de 2017, evaluando las 

características fisicoquímicas cada vez. Aproximadamente 50 g de cada muestra fueron conservados a -80ºC para su posterior análisis molecular. 

No labranza (ZT) 

Rotación maíz - trigo (R) 

Residuos retenidos (K) o removidos (R) 

(Tratamiento ZTRK o ZTRR ) 

Parcela 1 Parcela 2 Parcela 2 Parcela 2 Parcela 1 

Parcela 1 

Muestra 

compuesta 

1/18 

Muestra 

compuesta 

1/18 

Se mezclaron 

8-10 muestras  

Se mezclaron 

8-10 muestras  
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Las muestras colectadas se transportaron al laboratorio en bolsas de plástico negro y se 

conservaron en hielo hasta ser procesadas. Cada muestra fue tamizada con una criba de 

2 mm. Posteriormente se separaron las muestras para la caracterización fisicoquímica y 

aproximadamente 50 g se conservaron inmediatamente a -80ºC para extracción de 

DNA. 

 

6.3.2 Caracterización fisicoquímica de los suelos  

 

Se hizo la caracterización fisicoquímica de las diferentes muestras de suelos: cada 

muestra fue molida y mezclada para posteriormente efectuar los diferentes protocolos 

de caracterización fisicoquímica que incluyeron la determinación de, humedad relativa 

(WC, por sus siglas en inglés) (Ruíz-Valdiviezo et al., 2010), capacidad de retención de 

agua (WHC, por sus siglas en inglés) por el método gravimétrico (Cassel y Nielsen, 

1986), conductividad eléctrica (EC, por sus siglas en inglés) con el método de pasta 

saturada (Rhoades et al., 1989), pH (Thomas, 1996), tamaño de partícula del sedimento 

(Gee y Bauder, 1986), carbono orgánico total (TOC, por sus siglas en inglés) (Amato, 

1983) y nitrógeno mineral en el suelo (NH4
+, NO2

- y NO3
-) con el equipo automático 

San Plus System-SKALAR (USA) (Mulvaney, 1996; Ruíz-Valdiviezo et al., 2010) 

(Apéndice). 

 

6.4 Extracción de DNA de los suelos 

 

La extracción de DNA se llevó a cabo mediante tres diferentes protocolos de extracción, 

utilizando 0.5 g de suelo cada vez. Cada técnica se efectuó por duplicado (1 g de suelo) 

y se mezcló para obtener finalmente el DNA de 3 g de suelo por muestra. Para eliminar 

la materia orgánica, a los tubos con 0.5 g de suelo se les agregó 10 ml de pirofosfato de 

sodio 0.15 M y se agitó en un equipo Vortex hasta resuspender perfectamente, se 

centrifugó a 10,000 rpm por 15 min y se eliminó el sobrenadante. Este proceso se 

repitió seis veces, después se lavaron con 10 ml de regulador de fosfatos pH 8 y se agitó 

con vortex para resuspender, se centrifugó y se eliminó el sobrenadante. Se repitió el 

lavado cuatro veces (Ceja-Navarro et al., 2010). Después se efectuaron los diferentes 

protocolos de extracción. 
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El primer protocolo de extracción fue propuesto por Valenzuela-Encinas et al. (2008) y 

consiste en una lisis química y choque térmico, el segundo protocolo fue propuesto por 

Hoffman y Winston (1987) y consiste en lisis química por efecto de detergentes, y 

finalmente, el protocolo propuesto por Sambrook y Russel (2001) que consiste en una 

lisis enzimática.  

 

Se verificó la calidad del DNA mediante electroforesis en gel de agarosa 0.8% con TAE 

1X usando 3 µl de muestra y 1 µl de regulador de carga y se desarrolló a 80 V, durante 

30 min.  

 

6.5 Identificación molecular por PCR 

 

Se amplificó por triplicado para cada muestra la región variable V3–V4 del gen 16S 

rDNA de bacterias; utilizando los iniciadores 341F (5´CCTACGGGNGGCWGCAG 3´) 

y 805R (5´GACTACHVGGGTATCTAATCC 3´) (Herlemann et al., 2011) con un 

volumen de 12.5 µL, el tamaño del amplicón obtenido fue verificado con electroforesis 

en agarosa 1% y usando SyBrGold. 

 

6.6 Construción de librerias para secuenciación 

 

Se mezclaron los amplicones generados por tres reacciones de PCR de cada muestra 

para minimizar los sesgos (Ancinas et al., 2004) y se purificaron utilizando el kit DNA 

Clean and Concentrator (Zymo Research, Irvine, CA, USA), siguiendo las indicaciones 

del fabricante. La purificación de los amplicones se comprobó mediante gel de agarosa 

1.5% y posteriormente se cuantificaron los amplicones usando PicoGreen dsDNA 

(Invitrogen, Carlsbad, CA, USA): se hizo una dilución 1:50 de la muestra en TE 1X 

(Tris-EDTA pH8) y se mezcló con volúmenes iguales de PicoGreen 1X, la mezcla se 

dejó reposar 5 min a 4ºC en la oscuridad y se midió en el NanoDropTM 3300 

Fluoroespectrometer (Thermo Scientific Nanodrop; Thermo Fisher Scientific, 

Wilmington, DE, USA).  

 

Se normalizaron y mezclaron los amplicones obtenidos por cada muestra con base en su 

concentración. La mezcla de amplicones se cuantificó para realizar una segunda PCR 
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donde se colocó un multiidentificador para secuenciación con la plataforma Illumina 

300-bp paired-end (PE) runs MiSeq en Macrogen, Inc. (DNA Sequencing Service, Seúl, 

Corea del sur). 

 

6.7 Análisis de las secuencias 

 

Para el análisis de las secuencias obtenidas se utilizó el software QIIME versión 1.9.1 

(http://www.qiime.org) (Caporaso et al., 2010b). Se utilizó el método fastq-join para el 

ensamble de secuencias Paired-end. Se hizo el demultiplex de las Trimmed reads y se 

removieron las secuencias de baja calidad (menos de 19 Phred score) y las quimeras. Se 

seleccionaron las unidades taxonómicas operacionales (OTUs) con nivel de similitud de 

97% usando la base de datos Greengenes v13_8 con el algoritmo de UCLUST (Edgar 

2010). El alineamiento de las secuencias se hizo usando el algoritmo PyNAST, con un 

umbral de identidad mínima de 75% comparando con la base de datos de Greengenes 

(http://greengenes.lbl.gov/) (Caporaso et al., 2010a). La asignación taxonómica se hizo 

mediante el clasificador del RDP11 (Ribosomal Data Project release 11) 

(http://edp.cme.msu.edu/classifier/classifier.jps) usando la clasificación Naïve Bayesian 

con identidad mínima de 80% (Wang et al., 2007). Las matrices de observación 

biológica (biom) con la asignación taxonómica y los metadatos de las muestras se 

construyeron de la siguiente manera. Las muestras con menos de 3000 secuencias 

fueron descartadas de las OTU-biom, y un total de 153 muestras fueron utilizadas para 

los análisis posteriores. Las OTU-biom fueron rarificadas a una misma profundidad, y 

utilizadas en el análisis de diversidad alfa, n= 8,000 (Gilbert et al., 2009; O’Brien et al., 

2016). Las tablas rarificadas se obtuvieron mediante submuestras consecutivas de la 

ocurrencia de poblaciones bacterianas para cada muestra a intervalos de 100 secuencias 

y 3,171 lecturas 50 veces. 

 

6.8 Análisis bioinformático y estadístico de los resultados 

 

Los análisis para calcular los índices de alfa diversidad de Chao1, Shannon y Simpson, 

se realizaron con la OTU-biom rarificada (Shannon, 1948; Simpson, 1949; Chao, 1984). 

El índice de cobertura de Good se calculó con la tabla biom de QIIME (Good, 1953; 

Caporaso et al., 2010b). Todos los análisis estadísticos se efectuaron con el software R 
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(R Core Team, 2013). Se hizo un análisis no paramétrico para determinar el efecto de 

las prácticas agrícolas sobre las características del suelo y la diversidad alfa bacteriana 

con el t1 way non-parametric test de la paquetería WRS2 (A collection of robust 

statistical methods) (Mair y Wilcox, 2017). La estructura de la comunidad bacteriana en 

los diferentes tratamientos fue explorada con un análisis de componentes principales 

(PCA), mientras que el análisis canónico de coordenadas principales (CAP) fue 

utilizado para explorar el efecto de las características del suelo sobre la estructura de las 

comunidades bacterianas. El análisis de varianza permutacional multivariada 

(perMANOVA) utilizando una prueba de matrices de distancia (usage adonis, method 

Bray-Curtis) se utilizó para determinar el efecto de las diferentes prácticas agrícolas y el 

tiempo sobre la estructura de la comunidad bacteriana. Los heatmap fueron elaborados 

con la paquetería pheatmap (Kolde, 2015). Los coeficientes de correlación de Spearman 

entre las características del suelo y la abundancia relativa de las diferentes comunidades 

bacterianas fueron calculados con la paqueteria vegan en R (Oksanen et al., 2017). Un 

efecto probable de las características del suelo (pH, EC, TOC y Ni) y los tratamientos 

sobre la abundancia relativa de los diferentes grupos bacterianos se exploró con el 

algoritmo random Forest (Breiman et al., 2015). El mejor subconjunto de variables 

ambientales con una gama máxima de correlación con las disimilitudes de la comunidad 

(bioenv) fue utilizado para determinar qué características del suelo explican mejor la 

estructura de la comunidad bacteriana. Los análisis CAP, PCA, adonis y bioenv fueron 

efectuados con la paquetería vegan (Oksanen et al., 2017). 

 

7. Resultados 

 

7.1 Características del suelo 

 

La textura del suelo del campo experimental D5 se clasificó como suelo limoso 

arcilloso (Tabla 2). El contenido de agua del suelo descendió desde el final de la 

temporada de lluvias en noviembre y hasta marzo (Fig. 5 y Fig. 6a). Permaneciendo 

<100 g kg-1 de suelo hasta finales de mayo, e incrementando de nuevo con el inicio de 

las lluvias en junio (Fig. 6a). Mostrando grandes fluctuaciones como resultado de 

lluvias erráticas y descendiendo de nuevo en noviembre, con el final de la temporada de 
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lluvias (Fig. 5). El contenido de agua no se vio afectado por los tratamientos, a lo largo 

del ciclo de un año completo (Tabla 3).  

 
Tabla 2. Clasificación textural del suelo en el campo experimental D5 en El Batán (Texcoco, Estado de 

México). 

Tratamiento a Fertilizante Arcilla Limo Arena Clasificación 

(kg N ha-1) (g kg-1 suelo) USDA 

CTMR 150 220 480 300 Limoso 

CTRR 150 200 480 320 Limoso 

CTRK 150 190 540 270 Limo arcilloso 

ZTRR 150 170 500 330 Limo arcilloso 

ZTRK 150 170 560 270 Limo arcilloso 
a La descripción se encuentra en la Tabla 3. 

 

 
Figura 5. Precipitación pluvial (las barras representan los mm) y promedio de contenido de agua del suelo 

(g kg-1, representado por los puntos) en el campo experimental D5 en El Batán (Texcoco, Estado de 

México). 

 

Hubo ligeras variaciones en el carbono orgánico en los diferentes tratamientos a lo largo 

del tiempo, excepto en el tratamiento ZTRK, alrededor del 22 de junio (día 198) (Fig. 

6b). El contenido de TOC fue significativamente afectado por los diferentes 

tratamientos en el orden ZTRK>CTRK>CTRR=ZTRR>CTMR (Tabla 3). EL pH del 

suelo fue ligeramente ácido y mostró fluctuaciones al principio del año (Fig. 6c), pero 
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no fue afectado de manera significativa por los tratamientos (Tabla 3). La EC 

disminuyó al principio del experimento y remontó durante la temporada de lluvia, entre 

julio y agosto, para caer nuevamente al final de la temporada (Fig. 6d). La EC no se 

afectó de manera significativa por los tratamientos (Tabla 3). 
 

 
Figura 6. Características fisicoquímicas del suelo: a) Contenido de agua WC (g kg-1, b), carbono orgánico 

total (g kg-1), c)pH y d) conductividad electrolítica (dS m-1) en suelos bajo labranza convencional, 

monocultivo de maíz (Zea mays L.) y residuos removidos (r, CTMR), labranza convencional, rotación 

maíz-trigo (Triticum aestivum L.) y retención de residuos (¢, CTRK) labranza convencional, rotación 

maíz-trigo y residuos removidos (£, CTRR), no labranza, rotación maíz-trigo, retención de residuos (�, 

ZTRK) y no labranza, rotación maíz-trigo y residuos removidos (�, ZTRR), colectados 18 veces entre el 

22 de noviembre de 2016 y 7 de diciembre de 2017, en El Batán. 

 

No hubo un patrón definido en la concentración de NH4
+ durante el ciclo de cultivo, 

fluctuando entre >2 y >50 g N kg-1 (Fig. 7a). La concentración de NO2
- fue baja (< 0.6 

mg kg-1 suelo seco) y se volvió indetectable a partir de abril (Fig. 7b). La concentración 

de NO3
- se incrementó gradualmente a partir de junio, fluctuando bruscamente desde 

entonces y volviéndose casi indetectable entre agosto y octubre (Fig. 7c). Las 

concentraciones de NH4
+ NO2

- y NO3
- no se afectaron de manera significativa por los 

tratamientos (Tabla 3). 
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Tabla 3. Características del suelo en el campo experimental D5 en El Batán (Texcoco Estado de México). 

 

 
Figura 7. Concentración de nitrógeno inorgánico en el suelo: a) Amonio (g NH4

+ -N kg-1), b) nitrito (g 

NO2
- -N kg-1) y c) nitrato (g NO3

- -N kg-1) en suelos bajo labranza convencional, monocultivo de maíz y 

residuos removidos (r, CTMR), labranza convencional, rotación maíz-trigo y retención de residuos (¢, 

CTRK) labranza convencional, rotación maíz-trigo y residuos removidos (£, CTRR), no labranza, 

rotación maíz-trigo, retención de residuos (�, ZTRK) y no labranza, rotación maíz-trigo y residuos 

removidos (�, ZTRR), colectados 18 veces  entre el 22 de noviembre de 2016 y 7 de diciembre de 2017, 

en El Batán. 

	

Tratamientoa Rotación Labranza Residuos Fertilizante pH ECb WCc TOC NH4
+ NO2

- NO3
- 

    (kg N ha-1)  (dS m-1) (g kg-1 Suelo) 
CTMR MMd Convencional Removido 150 6.3e Af 0.176 A 114 A 24.8 D 14.3 A 0.08 A 13.5 A 
CTRR MWg Convencional Removido 150 6.4 A 0.250 A 122 A 26.9 C 13.6 A 0.11 A 21.5 A 
CTRK MW Convencional Retenido 150 6.2 A 0.278 A 117 A 31.3 B 14.4 A 0.09 A 24.9 A 
ZTRR MW No labranza Removido 150 6.4 A 0.215 A 113 A 26.7 C 15.9 A 0.09 A 20.8 A 
ZTRK MW No labranza Retenido 150 6.3 A 0.185 A 128 A 37.3 A 14.6 A 0.10 A 14.6 A 
F val.     2.33 2.31 0.76 61.06 0.03 0.07 1.32 
P val.h     0.068 0.071 0.556 <0.001 0.0998 0.991 0.273 
a CTMR: suelos bajo labranza convencional, monocultivo de maíz (Zea mays L.) y residuos removidos, CTRR: labranza convencional, rotación maíz-trigo 
(Triticum aestivum L.) y residuos removidos, CTRK: labranza convencional, rotación maíz-trigo y retención de residuos, ZTRR: no labranza, rotación maíz-trigo 
y residuos removidos y ZTRK: no labranza, rotación maíz-trigo, retención de residuos, b EC: conductividad electrolítica, c contenido de agua, d monocultivo de 
maíz, e no diferencia significativa entre tratamientos, f valores con la misma letra no presentan diferencia significativa, g MW rotación maíz-trigo, h Non 
parametric analysis T1way en R con la librería WRS2. 
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7.2 Cambios en la estructura de la comunidad bacteriana a través del tiempo 

 

De las muestras de suelo se obtuvieron un total de 2’078,379 secuencias bacterianas, 

que representan 33,618 OTUs. Las curvas de rarefacción muestran que aún incluyendo 

un mayor número de secuencias en el análisis, se obtendría sólo una limitada cantidad 

de OTUs extra (Fig. 8). Los índices de diversidad Chao1, Shannon y Simpson (81%) 

fueron significativamente afectados por el tiempo de colecta (p < 0.001), mientras que 

sólo Chao1 por tratamiento (p < 0.001) (Fig. 9). 

 

El phylum más abundante fue Proteobacteria (34.84 ± 9.99% promedio de todas las 

colectas y tratamientos), seguido por Actinobacteria (14.14 ± 3.64%) (Fig. 11). Con 

algunos grupos bacterianos se observó una variación mayor a lo largo del tiempo, sin 

embargo, no hubo ningún patrón claro. Por ejemplo, en el tratamiento CTMR, la 

abundancia relativa de Proteobacteria fue 2.4 veces mayor el 18 de julio de 2017 

(63.95%) que el 7 de febrero del mismo año (26.74 ± 4.64%), mientras que con 

Actinobacteria se vio un comportamiento opuesto, 10.34% el 18 de julio y 26.31 ± 

3.05% el 7 de febrero. 
 

 
Figura 8. Curvas de rarefacción del número de secuencias versus el número de OTUs en los diferentes 

días de colecta (n=18). 
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Figura 9. a) Índice de diversidad de Shannon, b) índice de diversidad de Chao1, c) índice de diversidad de 

Simpson y d) índice de cobertura de Good, para los suelos bajo labranza convencional, monocultivo de 

maíz y residuos removidos (r, CTMR), labranza convencional, rotación maíz-trigo y retención de 

residuos (¢, CTRK), labranza convencional, rotación maíz-trigo y residuos removidos (£, CTRR), no 

labranza, rotación maíz-trigo, retención de residuos (�, ZTRK) y no labranza, rotación maíz-trigo y 

residuos removidos (�, ZTRR), colectados 18 veces entre el 22 de noviembre de 2016 y 7 de diciembre 

de 2017, en El Batán. 

 

El genero bacteriano más abundante en el suelo fue Kaistobacter (3.2 ± 1.5%) y su 

abundancia relativa observada tuvo una distribución uniforme durante el ciclo de cultivo 

(Fig. 11). Serratia (2.9 ± 5.82%) fue el segundo género más abundante, pero su 

abundancia relativa tuvo grandes variaciones durante el ciclo, como en el caso de 

Bacillus (1.88 ± 6.79%) y Pseudomonas (1.64 ± 5.09%). La abundancia relativa de 

Serratia y Achromobacter se incrementó hacia el fin del ciclo de cultivo, mientras que 

la de Bacillus tuvo un pico el 3 de abril de 2017 y Pseudomonas el 18 y 27 de julio, así 

como el 8 de agosto del mismo año. 
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Figura 10. Heatmap con las abundancias relativas de los diferentes phyla bacterianos en suelos bajo 

labranza convencional, monocultivo de maíz y residuos removidos (CTMR), labranza convencional, 

rotación maíz-trigo y retención de residuos (CTRK), labranza convencional, rotación maíz-trigo y 

residuos removidos (CTRR), no labranza, rotación maíz-trigo, retención de residuos (ZTRK) y no 

labranza, rotación maíz-trigo y residuos removidos (ZTRR), colectados 18 veces entre el 22 de noviembre 

de 2016 y 7 diciembre de 2017, en El Batán. 

 

Con el análisis perMANOVA se observó un efecto altamente significativo del tiempo 

de colecta en la estructura de la comunidad bacteriana, considerando los diferentes 

phyla (F val= 22.54, p < 0.001) o incluso más, si se consideran sólo los 50 géneros más 

abundantes (F val= 30.73, p < 0.001) (Tabla 4). Un análisis PCA con todos los phyla 

bacterianos, los 50 géneros más abundantes, todos los grupos asignados a nivel de 

género, todos los ordenes bacterianos, los 50 OTUs más abundantes y todas las OTUs, 

separaron las muestras colectadas el 18 de julio de 2017 del resto de los días de colecta, 

sin embargo, no hubo un patrón claro debido a las prácticas o a otras fechas de colecta 

que pudieran distinguirse (Fig. 12). 
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Figura 11. Heatmap con la abundancia relativa de los géneros bacterianos más abundantes, en suelos bajo 

labranza convencional, monocultivo de maíz y residuos removidos (CTMR), labranza convencional, 

rotación maíz-trigo y retención de residuos (CTRK), labranza convencional, rotación maíz-trigo y 

residuos removidos (CTRR), no labranza, rotación maíz-trigo, retención de residuos (ZTRK) y no 

labranza, rotación maíz-trigo y residuos removidos (ZTRR), colectados 18 veces entre el 22 de noviembre 

de 2016 y 7 de diciembre de 2017, en El Batán. 

 

La abundancia relativa de Achromobacter, DA101, Firmicutes, Methylibium, 

Planctomycetes, Serratia y Tenericutes disminuyó significativamente con el incremento 

de la EC, mientras que la de Agrobacterium y Gemmatimonadetes aumentó (p < 

0.0001) (Fig. 13). La abundancia relativa de Bacteroidetes y Flavobacterium aumentó 

significativamente al aumentar el contenido de TOC (p < 0.0001). Amycolaptosis y 

Opitutus disminuyeron al aumentar el contenido de agua en el suelo, mientras 

Achromobacter, Kaistobacter, Proteobacteria y Pseudomonas aumentaron (p < 0.0001). 
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La abundancia relativa de un gran número de grupos bacterianos se vio afectada de 

manera significativa por la concentración de NH4
+, NO2

- y NO3
- en el suelo. 

 

Tabla 4. Efecto del tiempo, tratamiento y su interacción, labranza, manejo de residuos y su interacción, y 

rotación de cultivo sobre la estructura de la comunidad bacteriana considerando todos los phyla, todos los 

grupos asignados a nivel de género y todos los OTUs (Operational Taxonomic Units). 

 Phylum Género OTU 

Factor F val. p val. F val. p val. F val. p val. 

Tiempo 19.57 < 0.001 21.99 <0.001 7.83 < 0.001 

Tratamiento   0.65   0.934   2.66 <0.001 4.20 < 0.001 

Tiempo Tratamiento   0.42   0.993   0.32   0.945 0.84   0.868 

Labranza a, b   0.76   0.500   3.51 <0.001   5.54 <0.001 

Residuos   0.95   0.383   2.53   0.007   4.36 <0.001 

Labranza Residuos   0.80   0.530   1.79   0.060   3.04   0.002 

Rotación b   0.77   0.530 1.08 0.317   2.34   0.008 
a Sólo se consideraron los tratamientos bajo rotación de cultivo, b Las colectas fueron incluidas en el 

análisis como anidadas. 

 

El mejor modelo considerando los phyla bacterianos incluyó el contenido de NO2
- en 

todos los tratamientos, excepto el ZTRK, y el contenido de NO3
- para los 50 géneros 

más abundantes (Tabla 5). Más del 30% de la variación en la abundancia relativa de 

Chloroflexi, Cyanobacteria y Gemmatimonadetes pudo ser explicada con el algoritmo 

random Forest (considerando todas las características del suelo) y >40% de 

Methylibium y Rhodoplanes (Fig. 13). 

 

El análisis CAP incluyendo todos los phyla bacterianos y características del suelo, 

separó claramente el suelo colectado el 18 de julio del resto de las colectas realizadas, 

pero el modelo no fue significativo (F= 1.50 p= 0.058) (Fig. 14). El phylum 

Proteobacteria, principalmente los ordenes Burkholderiales, Pseudomonadales y 

Xantomonadales se vieron favorecidos por la humedad del suelo colectado el 18 de julio 

(Fig. 10). Algunas de las muestras colectadas al inicio del ciclo de cultivo, en general, 

se caracterizaron por una gran abundancia relativa de Acidobacteria, Chloroflexi y 

Gemmatimonadetes; mientras que otras por Actinobacteria (principalmente 

Actinomycetales) y Firmicutes (principalmente Bacillales). El análisis CAP 

considerando los 50 géneros más abundantes y las características del suelo como pH, 



 

 

31 

WC, EC, TOC y Ni, fue altamente significativo (F= 5.79, p= 0.001) y se observó un 

efecto claro de los tiempos de colecta (Fig. 15). La separación fue determinada 

principalmente por la abundancia relativa de seis géneros Achromobacter, Bacillus, 

Halomonas, Kaistobacter, Pseudomonas y Serratia, y por las características del suelo. 

Hubo una mayor abundancia relativa de Bacillus y mayor contenido de nitrógeno en las 

colectas entre el 22 de noviembre de 2016 y 22 de junio de 2017. La abundancia relativa 

de Serratia y Achromobacter fue mayor en la comunidad bacteriana del suelo colectado 

el 18 de julio de 2017 (Fig. 11), además, el contenido de agua y la abundancia relativa 

de Kaistobacter y Pseudomonas también fueron mayores que en las muestras colectadas 

antes del 18 de julio y después del 8 de agosto. También hubo mayor contenido de agua 

 

 
Figura 12. Análisis de componentes principales (PCA) para a) la abundancia relativa de los phyla 

bacterianos, b) los 50 géneros bacterianos más abundantes, c) todos los grupos bacterianos asignados a 

nivel de género, d) todos los ordenes bacterianos, e) los 50 OTUs bacterianos más abundantes y f) todos 

los OTUs de los suelos bajo labranza convencional, monocultivo de maíz y residuos removidos (r, 

CTMR), labranza convencional, rotación maíz-trigo y retención de residuos (¢, CTRK), labranza 

convencional, rotación maíz-trigo y residuos removidos (£, CTRR), no labranza, rotación maíz-trigo, 

retención de residuos (�, ZTRK) y no labranza, rotación maíz-trigo y residuos removidos (�, ZTRR), 

colectados 18 veces entre el 22 de noviembre de 2016 y 7 de diciembre de 2017, en El Batán. La imagen 

se muestra como la arroja el software. 
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Figura 13. Heatmap de la correlación entre las características del suelo EC, TOC, WC, NH4

+, NO2
-, NO3

- 

y la abundancia relativa de a) los phyla bacterianos y b) los 50 géneros más abundantes en los suelos de 

El Batán. Los dendrogramas fueron construidos con los valores Booleanos utilizando la librería 

FactoMineR en R. Se utilizó el algoritmo random Forest en R, para buscar un posible efecto de las 

características del suelo (EC, TOC, WC, NH4
+, NO2

-, NO3
-) y los tratamientos sobre la abundancia 

relativa de los diferentes grupos bacterianos. 

 

(WC) en el suelo colectado el 27 de julio y el 8 de agosto y mayor abundancia relativa 

de Kaistobacter y Pseudomonas, como el suelo colectado el 18 de julio, pero la 

abundancia relativa de Serratia y Achromobacter fue menor. Se observó un bajo 

contenido de agua y baja abundancia relativa de Kaistobacter y Pseudomonas en las 

muestras colectadas después del 8 de agosto y particularmente el 23 de agosto, pero la 

abundancia relativa de Serratia y Achromobacter repuntó nuevamente. 
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Figura 14. Análisis de componentes canónicos (CAP) de los phyla bacterianos de suelos bajo labranza 

convencional, monocultivo de maíz y residuos removidos (r, CTMR), labranza convencional, rotación 

maíz-trigo y retención de residuos (¢, CTRK), labranza convencional, rotación maíz-trigo y residuos 

removidos (£, CTRR), no labranza, rotación maíz-trigo, retención de residuos (�, ZTRK) y no labranza, 

rotación maíz-trigo y residuos removidos (�, ZTRR),y las características del suelo, contenido de agua 

(WC), carbono orgánico total (TOC), pH, conductividad electrolítica (EC), amonio (NH4
+), nitrito (NO2

-) 

y nitrato (NO3
-).  
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Figura 15. Análisis de componentes canónicos (CAP) de los 50 géneros bacterianos más abundantes en 

suelos bajo labranza convencional, monocultivo de maíz y residuos removidos (r, CTMR), labranza 

convencional, rotación maíz-trigo y retención de residuos (¢, CTRK), labranza convencional, rotación 

maíz-trigo y residuos removidos (£, CTRR), no labranza, rotación maíz-trigo, retención de residuos (�, 

ZTRK) y no labranza, rotación maíz-trigo y residuos removidos (�, ZTRR), y de las características del 

suelo, contenido de agua (WC), carbono orgánico total (TOC), pH, conductividad electrolítica (EC), 

amonio (NH4
+), nitrito (NO2

-) y nitrato (NO3
-). 
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7.3 La estructura de la comunidad bacteriana y las prácticas agrícolas 

 

Con el análisis perMANOVA se puso de manifiesto que los tratamientos tuvieron un 

efecto significativo en la estructura de la comunidad bacteriana, considerando todos los 

grupos bacterianos asignados a nivel de género (F val= 2.66, p < 0.001) y OTUs (F val= 

4.20, p= <0.001), pero su efecto fue menor al del tiempo de colecta (F val= 21.99, p= < 

0.001 y F val= 7.83, p= <0.001, respectivamente) (Tabla 4). La labranza y el manejo de 

los residuos vegetales tuvo un efecto altamente significativo en la comunidad 

bacteriana, considerando todos los grupos asignados a nivel de género y OTUs, pero no 

así a nivel de phyla (p <= 0.007). La rotación de cultivos tuvo un efecto altamente 

significativo en la estructura de la comunidad bacteriana a nivel de OTUs (p= 0.008). 

Con el PCA considerando los phyla, ordenes, los 50 géneros más abundantes, todos los 

grupos asignados a nivel de género, los 50 OTUs más abundantes y todos los OTUs, no 

se observó una separación evidente entre los diferentes tratamientos, al parecer, los 

cambios en los tiempos de colecta enmascararon las diferencias entre los tratamientos 

(Fig. 12). El análisis CAP no separó los tratamientos en los diferentes días de colecta 

(dato no mostrado). Además, el CAP no separó los diferentes tratamientos al promediar 

la abundancia relativa de los phyla bacterianos, ni de los 50 géneros más abundantes y 

las características del suelo, obteniendo un modelo no significativo (F val= 1.71, p= 

0.177 para el nivel de phyla y F val= 1.43, p= 0.234 para género) (Fig. 16). 

 
Tabla 5. Efecto del tiempo y tratamiento sobre la estructura de la comunidad bacteriana. 

 Phylum Género 

Tratamiento a Correlación Parámetros Correlación Parámetros 

Todos 0.215 NO3
-, WC 0.197 NO2

- 

CTMR 0.275 WC, NH4
+, NO3

- 0.298 NO2
- 

CTRR 0.308 NO3
- 0.246 NO2

-, NO3
- 

CTRK 0.207 TOC, NO3
- 0.265 TOC, NO2

- 

ZTRR 0.250 NO3
-, WC 0.211 NO2

-, NO3
-, WC 

ZTRK 0.206 NH4
+, NO3

- 0.302 NH4
+ 

a La descripción se encuentra en la Tabla 3 
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Figura 16. Análisis de componentes canónicos (CAP), de las características del suelo (EC, TOC, WC, 

NH4
+, NO2

-, NO3
-) y a) los phyla bacterianos, b) los 50 géneros bacterianos más abundantes de los suelos 

bajo labranza convencional, monocultivo de maíz y residuos removidos (r, CTMR), labranza 

convencional, rotación maíz-trigo y retención de residuos (¢, CTRK), labranza convencional, rotación 

maíz-trigo y residuos removidos (£, CTRR), no labranza, rotación maíz-trigo, retención de residuos (�, 

ZTRK) y no labranza, rotación maíz-trigo y residuos removidos (�, ZTRR), colectados 18 veces entre el 

22 de noviembre de 2016 y  7 de diciembre de 2017, en El Batán. La gráfica se muestra como la arroja el 

software. 

8. Discusión 

 

8.1 Análisis fisicoquímicos 

 

Las prácticas de manejo de suelos, como la rotación de cultivos, la retención de residuos 

vegetales y la no labranza, incrementan el carbono orgánico en el suelo (D’Acunto et 

al., 2018). Como era de esperarse, el contenido de C fue mayor en el tratamiento sin 
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labranza y con retención de residuos (ZTRK), comparado con el tratamiento bajo 

labranza convencional y retención de residuos (CTRK), en donde la incorporación de 

estos residuos y el rompimiento de los agregados del suelo favorece el consumo de 

fuentes de carbono de fácil asimilación (Schmidt et al., 2011; Upton et al., 2019; Xia et 

al., 2019). De la misma manera que ocurre con los suelos en los que no se conservan 

residuos vegetales, en donde también se encuentra una baja concentración de carbono 

orgánico. La descomposición de la materia orgánica también depende de la calidad de 

los residuos y las condiciones de humedad, obteniéndose mayor taza de descomposición 

cuando se lleva a capacidad de campo (40-60% de WHC) (Benbi y Khosa, 2014), 

aunque éste es un parámetro que no puede controlarse en parcelas de temporal o a cielo 

abierto. Durante la temporada de lluvias el tratamiento ZTRK tuvo un mayor contenido 

de agua comparado con el resto de los tratamientos, lo que puede ser atribuido al 

contenido de materia orgánica (Moreno et al., 2019), así como a las diferentes etapas de 

descomposición de ésta conforme aumenta la profundidad del suelo (Valboa et al., 

2015). Además, la labranza convencional da un menor rendimiento comparada con los 

tratamientos sin labranza con retención de cultivo (Verhulst et al., 2011a), que se 

traduce en un menor aporte de materia orgánica. La deficiencia de SOM en la labranza 

convencional y monocultivo, comparada con la rotación de cultivos, también puede ser 

asociada al propio cultivo, ya que se ha encontrado mayor rendimiento en la rotación 

maíz-trigo, que en el monocultivo de maíz (Govaerts et al., 2005). También se ha 

demostrado que el trigo, debido a su sistema radicular, aporta mayor cantidad de 

rastrojo y materia orgánica que el maíz, en los tratamientos donde los residuos vegetales 

son removidos (Waever et al., 1926). 

 

La conductividad electrolítica en todos los tratamientos aumentó después de la siembra 

y fertilización, disminuyendo en los sesenta días posteriores, posiblemente por la 

demanda de nutrientes del maíz debido a su desarrollo (Eyhereaguibel y Morard, 2008). 

El rompimiento de los agregados del suelo no sólo libera C y N, sino que, al igual que la 

degradación los residuos vegetales, libera una importante cantidad de minerales que 

pueden aumentar la EC (Abdollahi y Munkholm, 2014; Shahbaz et al., 2017). Lo 

anterior podría explicar el por qué de la mayor EC en el tratamiento CTRK comparado 

con los tratamientos CTMR y ZTRK. Las concentraciones de nitrato y amonio 

disminuyeron durante los sesenta a setenta días posteriores a la aplicación del 
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fertilizante, probablemente debido a el consumo de nitrógeno por parte de la planta y 

también al proceso de desnitrificación (Eyhereaguibel y Morard, 2008; Ward y Jensen, 

2014). 

 

La acidificación del pH del suelo se atribuye principalmente a la acumulación de 

compuestos húmicos, aunque sólo comprenden una pequeña fracción de la materia 

orgánica del mismo (Schmidt et al., 2011; Anderson et al., 2018); en todo caso, los 

cambios en el contenido de agua, la conductividad electrolítica, el carbono y el 

nitrógeno influyen en los cambios en la composición estructural de las comunidades 

bacterianas de nuestro modelo de estudio y no el pH, lo que contrasta con los reportes 

de Kaiser et al. (2016); Liu et al. (2017) y Legrand et al. (2018). 

 

8.2 Phyla dominantes 

 

La abundancia relativa de los phyla bacterianos presentes en el suelo pueden ser 

afectados por una gran variedad de factores bióticos y abióticos (Fierer, 2017; Xue et 

al., 2018). En suelos agrícolas la labranza, el manejo de residuos vegetales, la rotación 

de cultivos y el uso de fertilizantes puede ocasionar cambios en la estructura de las 

poblaciones bacterianas (Babin et al., 2019). En este caso en particular no se observaron 

cambios significativos derivados de las prácticas agrícolas durante el ciclo de cultivo. 

Muchos estudios han puesto en evidencia la influencia del maíz en las poblaciones 

bacterianas, sus exudados radicales pueden ejercer tanto influencia positiva como 

negativa (Ludueña et al., 2018; Martínez et al., 2018; Ely y Smets, 2019). Los tres 

phyla más abundantes en las parcelas experimentales, Proteobacteria, Actinobacteria, y 

Acidobacteria, han sido descritas como phyla dominantes en una amplia variedad de 

cultivos, ambientes y ecosistemas (Caldwell et al., 2015; Bonanomi et al., 2016) ya que 

su abundancia tiende a estar fuertemente asociada a su estrategia trófica (Bastida et al., 

2017). El phylum Proteobacteria se ha reportado como bacterias promotoras del 

crecimiento vegetal (PGPB), asociado a una amplia variedad de hospederos (Trivedi et 

al., 2016), mientras que Acidobacteria ha sido reportado como oligótrofos con 

poblaciones altamente sensibles al pH del suelo (Hartmann et al., 2015), aunque no se 

encontró dicha correlación en este estudio. Los miembros del phylum Actinobacteria 

son resistentes a la desecación y tienen la capacidad de degradar materia orgánica 
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recalcitrante, así como de producir una amplia diversidad de enzimas extracelulares y 

metabolitos (Moreno et al., 2019); así como los Bacteroidetes que se han correlacionado 

positivamente con el carbono orgánico total, además de considerarse importantes PGPB 

(Babin et al., 2019). Choloroflexi y Cyanobacteria se han descrito como sensibles a 

cambios en la estructura del suelo, la deficiencia de N y del contenido de agua en el 

suelo; Chloroflexi se ve favorecido, mientras que Cyanobacteria se ve afectado de 

forma negativa (Trivedi et al., 2016), lo que concuerda con los resultados observados. 

De la misma manera, se encontró una tendencia opuesta en la abundancia relativa de 

Gemmatimonadetes, usualmente reportados como oligótrofos, con una amplia 

distribución en ecosistemas terrestres y que han demostrado adaptarse a la desecación 

(DeBruyn et al., 2011) y Actinobacteria, de acuerdo con los reportes previos. 

 

Los phyla dominantes dan estabilidad a la comunidad bacteriana del suelo, mientras que 

aquellos con baja abundancia aseguran la resistencia y resiliencia a los cambios 

ambientales (Jiao et al. 2019). 

 

8.3 Cambios en las poblaciones de los diferentes tratamientos 

 

Como ya se había mencionado antes, las parcelas experimentales incluyen tres 

tratamientos convencionales y dos de conservación, con diferencias en la labranza y la 

retención de residuos vegetales, por lo que se esperaría un efecto significativo de los 

tratamientos sobre las comunidades bacterianas. Por una parte, la ruptura de los 

agregados del suelo debida a la labranza podría impactar a las comunidades bacterianas 

al dejar expuestas fuentes de carbono de fácil asimilación, estimulando positivamente a 

los organismos copiótrofos (Carbonetto et al., 2014; Sun et al., 2018). Aún cuando 

estudios como los realizados por Wang et al. (2019) demuestran que la tasa de 

descomposición del C orgánico del suelo es mayor durante la época de sequía, sólo una 

pequeña fracción de las comunidades bacterianas del suelo son resistentes a la sequía 

(Preece et al., 2019); lo que concuerda con los resultados observados. Entonces, la 

adición de materia orgánica al suelo puede moldear la estructura de las comunidades 

bacterianas, a la vez que las protege de la desecación (Bastida et al., 2017). 

 



 

 

40 

Por otro lado, D’Acunto et al. (2018) han reportado que la rotación de cultivos 

incrementa la diversidad bacteriana de los suelos entre un 3.5 a 4.0%. Sin embargo, dos 

de cada tres estudios de una gran variedad de cultivos no muestran diferencia en la 

diversidad microbiana entre monocultivos y cultivos en rotación. Una mayor variedad 

de cultivos en rotación rinde una mayor diversidad microbiana, con mayor biomasa y 

actividad metabólica, favoreciendo la formación de agregados en el suelo (D’Acunto et 

al., 2018). También las raíces tienen influencia sobre los agregados del suelo, 

facilitando la formación de una variedad de nichos y microagregados que contienen una 

mayor diversidad que los macroagregados. Esta dinámica brinda resiliencia a los suelos 

contra los cambios ambientales (Upton et al., 2019). 

 

El efecto significativo de los tratamientos y la baja interacción con el efecto de la 

temporada de muestreo-tratamiento, indican que las prácticas de manejo intensivo, con 

el tiempo, pueden ocasionar una gran similitud en la diversidad biológica y funcional 

(Hamm et al., 2016; Legrand et al., 2018).  

 

Un estudio previo de Navarro-Noya et al. (2013) encontró un efecto significativo del 

efecto del manejo de residuos vegetales y la labranza sobre la estructura de la 

comunidad bacteriana, pero no así de la rotación de cultivos. En este estudio se 

confirma el efecto del manejo de los residuos vegetales y la labranza y el efecto de la 

rotación de cultivos, maíz versus maíz-trigo, considerando todos los OTUs. Y este 

efecto puede estar asociado a la rizósfera y/o a la diferencia en la composición de los 

residuos vegetales (Haichar et al., 2008; Maarastawi et al., 2018). 

 

8.4 Cambios en las poblaciones a través del tiempo 

 

Durante la temporada de sequía (día 1 a 198) el bajo WC, la alta concentración de N 

inorgánico y TOC del suelo, favorecieron a las Actinobacterias, que son consideradas 

colonizadores secundarios del suelo y a los Firmicutes, resistentes a la desecación y 

formadores de esporas (Triphati et al., 2017), particularmente al genero Bacillus, 

coincidiendo con los reportes de Delgado-Baquerizo et al. (2017). Actinobacteria es un 

phylum funcionalmente diverso, conocido como degradador de materia orgánica y con 

una respuesta positiva a altas concentraciones de N (Hamm et al., 2016); sin embargo, 



 

 

41 

la correlación positiva con el NO3
- y no con el NH4

+ contrasta con los resultados de 

Hamm et al. (2016). El género Bacillus es un importante miembro de la comunidad 

bacteriana del suelo, con un rol activo en los ciclos biogeoquímicos del C, N y P. 

Además, son capaces de solubilizar K, Zn y Fe (Meena et al., 2016); algunos 

integrantes de este género pueden desarrollarse con baja disponibilidad de nutrientes, y 

pueden fungir como control biológico contra patógenos del suelo (McSpadden 

Gardener, 2004). El tres de abril las concentraciones de NO3
-, NO2

-, EC y WC se 

encontraron entre sus más bajas concentraciones, coincidiendo con los valores de 

abundancia relativa más altos de Bacillus. El phylum Proteobacteria, es comúnmente 

reportado como copiótrofo, por lo que era de esperarse una tendencia a la baja, 

comparado con Firmicutes y Actinobacterias durante el periodo de sequía, tal como 

pudo observarse (Triphati et al., 2017). 

 

El 18 de julio ocurrió un importante incremento en WC y una ligera baja en la EC, TOC 

y concentración de NO3
-, lo que favoreció a la abundancia relativa de los géneros 

Kaistobacter y Pseudomonas. Se ha reportado que el contenido de agua en el suelo 

ejerce un efecto positivo en dichos géneros, aún más que otros parámetros 

fisicoquímicos (Moreno-Espíndola et al., 2018), y esto concuerda con la correlación 

positiva observada entre el contenido de agua del suelo con los géneros Kaistobacter y 

Pseudomonas, y la correlación negativa del N inorgánico y el TOC con Kaistobacter, 

género que también ha sido reportado como antagonista a patógenos del suelo (Jiao et 

al., 2019), mientras que algunas especies de Pseudomonas han sido reportadas como 

PGPB (Martínez et al., 2018). La siembra de maíz ocurrió en el día 183 (mayo 24) y su 

etapa de desarrollo dura entre 70 y 100 días, por lo que la disminución de NO3
- y el 

comportamiento de Kaistobacter y Pseudomonas pueden estar relacionadas con el 

desarrollo del cultivo (Tao et al., 2018). La hidrólisis de la urea que se aplica como 

fertilizante libera NH4
+, NO2

- y NO3
-, la oxidación del NH4

+ ocurre casi al instante por 

acción de los nitrificantes y contribuye poco al resto de la comunidad bacteriana, por lo 

que podemos asumir que la alta correlación de la comunidad bacteriana con el Ni, no es 

con el N per se, sino con los procesos como la mineralización de la materia orgánica o 

liberación del N inmovilizado. La relación C:N en la materia orgánica de fácil 

asimilación moldeará a la comunidad bacteriana y su actividad determinará la liberación 

del N al ambiente (Masunga et al., 2016; Zhou et al., 2017).  
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El contenido de agua en el suelo y la EC aumentaron entre los días 198 y 317 (junio 22 

a octubre 5), mientras que se observó una tendencia opuesta del NO3
- y los valores de 

NO2
- se mantuvieron cercanos a cero, esto coincide con los resultados de Bastida et al. 

(2017), quienes reportaron que el N inorgánico tiende a acumularse durante la 

temporada de sequía. 

 

El género Halomonas se ha reportado como descomponedor de materia orgánica en 

suelos agrícolas con una alta tasa de C:N (De la Cruz-Barrón et al., 2017), lo que 

concuerda con los resultados obtenidos en este estudio, donde presenta una baja 

correlación con la concentración de N y TOC. Mientras que Serratia se ha descrito 

como un género capaz de producir auxinas y fijar N en vida libre, por actividad de la 

enzima 1-aminociclopropano-1-carboxilato desaminasa (Martínez et al., 2018), además, 

se ha descrito como un importante solubilizador de fosfatos, con un gran potencial 

como PGPB, capaz de establecer interacciones positivas con el maíz (Ludueña et al., 

2018). Serratia se encontró correlacionado de manera positiva con el WC y de manera 

negativa con el Ni y la EC, tal vez debido a su capacidad para fijar N. El género 

Achromobacter se ha descrito como un PGPB capaz de producir sideróforos, y tolerante 

a una variedad de metales pesados (Sayyed et al., 2019). Hubo una correlación positiva 

de Achromobacter a la WC y negativa a la CE y el N, y su alta abundancia relativa al 

final de la temporada de crecimiento podría estar asociada a la presencia del cultivo y 

sus exudados radicales (Ely y Smets, 2019). 

 

Varios estudios han analizado los cambios en las comunidades microbianas durante 

largos periodos de tiempo entre las tomas de muestra, por ejemplo medio año, un año o 

aún más tiempo (Orr et al., 2015), sin encontrar cambios atribuibles al tiempo, pero sí 

atribuibles al manejo del suelo (Hartmann et al., 2015). Por lo que es importante 

seleccionar un intervalo adecuado de tiempo entre los muestreos para optimizar la 

evaluación de estos cambios. Actualmente, los estudios de la respuesta microbiana a los 

cambios en la temperatura pueden subestimar la importancia de la humedad del suelo, 

mientras que se ha demostrado que la humedad del suelo puede ocasionar cambios en 

las comunidades microbianas de suelos tropicales y subtropicales (Wang et al., 2019). 

La precipitación anual promedio y directamente el contenido de agua del suelo, puede 
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ejercer una importante influencia sobre las comunidades microbianas, como lo 

reportaron Trivedi et al. (2016) y Triphati et al. (2017), que también encontraron que la 

estructura y función del microbioma del suelo son fuertemente influidos por las 

condiciones climáticas; y que los cambios en la composición de la comunidad están 

asociados a cambios en su funcionalidad (Moreno et al., 2019). Las bajas abundancias 

relativas de algunas bacterias pueden permanecer así entre las estaciones, con 

florecimientos ocasionales en respuesta a cambios ambientales súbitos (Shade et al., 

2014; Orr et al., 2015; Jiao et al., 2019). 

 

9. Conclusiones 

 

v El contenido de agua del suelo tuvo grandes variaciones como resultado de la 

fluctuación de las precipitaciones a lo largo del año. 

v El nitrógeno inorgánico, principalmente el nitrato producto de la mineralización 

de la materia orgánica y la aplicación de fertilizante, tuvo grandes cambios 

durante el ciclo de cultivo, ya que la actividad bacteriana varía en función del 

contenido de agua y la disponibilidad de materia orgánica de fácil asimilación. 

v La estructura de la comunidad bacteriana tuvo variaciones significativas 

correlacionadas a la fluctuación del agua y el contenido de Ni del suelo durante 

el ciclo de cultivo. 

v El análisis CAP de los 50 géneros bacterianos más abundantes y las 

características fisicoquímicas del suelo, agrupó dichas variaciones considerando 

seis géneros principales: Achromobacter, Bacillus, Halomonas, Kaistobacter, 

Pseudomonas y Serratia, y el contenido de agua, carbono orgánico, nitrito, 

nitrato y la conductividad electrolítica. 
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11. Apéndice 

 

Apéndice 1. De los análisis fisicoquímicos del suelo 

 

Capacidad de retención de agua (WHC) (Cassel y Nielsen, 1986). 

 

1. Pesar una pieza de papel filtro Whatman no. 42 de 10 x 10 cm. 

2. En un embudo, colocar el papel filtro y adicionar 50 g de suelo secado al aire. 

3. Adicionar agua destilada hasta inundar el suelo por completo. 

4. Cubrir con aluminio la muestra y el embudo evitando la evaporación. 

5. Dejar reposar por 24 h y pesar el papel filtro junto con el suelo húmedo.  

Cálculos  

WHC (g kg-1) = ((Wt - (pf * Fpf) - W SS) * 1000) /W SS 

Donde: Wt: Peso total drenado 24 h (papel filtro húmedo más suelo húmedo) 

Pf: Peso del papel filtro inicial (seco) 

Fpf: Factor de retención de agua del papel filtro, se obtiene con blancos de papel filtro 

saturados con agua y dispuestos de la misma manera en embudos con cubiertos con 

aluminio, drenados por 24 h. Fpf = peso pf húmedo (24 h drenado) / peso pf seco 

(inicial). 

W SS: Peso del suelo seco.  

 

Determinación de textura (Gee y Bauder, 1986). 

 

1. Eliminación de materia orgánico: En caso de que las muestras tengan un alto 

contenido de materia orgánica, se adiciona H2O2 y se permite su evaporación, 

repitiendo este procedimiento hasta que no se observe la formación de efervescencia. 

2. Pesar 50 g de suelo secado al aire. 

3. Agregar aproximadamente 600 ml de agua destilada y colocar en un vaso de 

mezclado 19 ml de dispersante (hexametafosfato de sodio 50 g l). 

4. Agitar por 2 minutos 

5. Verter a una probeta de 1 l y aforar con agua destilada. 

6. Agitar por inversión por 1 minuto para homogeneizar, reposar 40 segundos y tomar la 

primera lectura de temperatura y del hidrómetro. 
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7. Dejar reposar por 2 h y realizar la segunda lectura del hidrómetro y de la temperatura.   

Cálculos  

% de limo + % de arcillas = (1a lectura + ((T1 - 20) * 0.36)) *100/g de suelo % de arena 

= 100 - (% de limo + % de arcilla) % de arcilla = (2a lectura + ((T2 - 20) * 0.36)) * 

100/g de suelo  

 

pH (Thomas, 1996). 

 

1. Pesar 10 g de suelo en un vaso de precipitado y adicionar 25 ml de agua destilada.  

2. Agitar con magneto durante 10 min. 

3. Dejar reposar por 10 min. 

4. Leer con potenciómetro calibrado.  

Conductividad electrolítica (Rhoades et al., 1989) 

1. Pesar 200 g de suelo y adicionar c. B. P 100 % de CRA, mezclar hasta homogeneizar. 

2. Reposar por 24 h en refrigeración. 

3. Centrifugar a 3500 rpm durante 30 min. 

4. Extraer el sobrenadante y leer en conductímetro, calibrando con los estándares 

respectivos.  

 

Determinación de carbono total (TOC) (Amato M., 1983)  

 

1. Preparar soluciones de: - NaOH 1MMezcla digestora:  

H2SO4 conc. 60 ml- H3PO4 conc. 40 ml- K2Cr2O7 5 g. 

2. Adicionar el suelo secado al horno (80ºC 24 h) al fondo del tubo de ensaye de 2.5 x 

2.5 cm.  

3. Colocar un bastoncillo de vidrio en el fondo del tubo  

4. Adicionar 20 ml de mezcla digestora al tubo anterior, evitando que toque las paredes 

del tubo. 

5. Colocar un tubo de ensaye con rosca con 20 ml de NaOH 1M.  

6. Tapar inmediatamente con un sub-seal y calentar paulatinamente hasta que alcance 

una temperatura de 130ºC, manteniendo esta temperatura por varias horas y hasta que 

no se observe la producción de burbujas en la mezcla digestora.  
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7. Dejar reposar por 24 h y titular la solución de NaOH para HCO3-  

 

Humedad relativa (WC) (Ruíz-Valdiviezo et al., 2010). 

 

1. En un capacillo o placa Petri a peso seco se adicionan 10g de suelo fresco. 

2. El capacillo con el suelo se introducen al horno a 80ºC hasta que alcancen peso 

constante. 

Cálculos 

WC = (Peso inicial – Peso Final/ Peso de la muestra) × 100 
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Apéndice 2. Portada del artículo 

 


