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Resumen 

Las lagunas costeras se caracterizan por ser la mezcla de agua dulce y salada, 

provocando que estos sistemas sean sumamente dinámicos, esto genera un 

comportamiento ecológico muy particular. Las bacterias presentes en los sedimentos 

de dichos ecosistemas tienen un papel crítico en el funcionamiento de los 

ecosistemas, tal como reciclaje de materia orgánica, cadenas alimentarias y los 

ciclos biogeoquímicos; sin embargo, existen pocos estudios en donde se evalúa la 

composición microbiana en este tipo de sistemas. En el presente trabajo se investigó 

la composición microbiana en la laguna de La Mancha, Veracruz, así como su 

relación con las variables fisicoquímicas. Las muestras de sedimento se colectaron 

en los meses de julio y noviembre del 2013, y en junio del 2014. Se realizó una PCR 

anidada con primers específicos del domino bacteria para posteriormente realizar un 

DGGE a partir de fragmentos del 16S ARNr con lo que se secuenciaron las bandas 

del gel para construir un árbol filogenético de las especies obtenidas. El análisis 

granulométrico mostró que el componente principal en el sistema lagunar son las 

arenas finas. Al realizar el análisis de correlación de Pearson se concluyó que 

existen diferencias significativas entre ciertas variables. Atendiendo a categorías 

taxonómicas inferiores, en el sedimento se obtuvieron 12 especies pertenecientes a 

nueve géneros: Sacharophagus degradans, Thioalkalivibrio sulfidiphilus, 

Ectohiorhodospira mobilis, Rhodanobacter denitrificans, Geobacter bemidjiensis, 

Geobacter daltonii, Geobacter uraniireduces, Geobacter metalliredicens, 

Desulfuromonasacetoxidans, Syntrophobacter fumaroxidans, Syntrophus 

aciditrophicus y Planococcus halocryophilus. La topología del árbol filogenético 

confirmó que todas las muestras obtenidas en el presente estudio se ubican en un 

clado monofilético, hermano al clado que incluye la secuencia de Saccharophagus 

degradans. De acuerdo a lo obtenido se infiere que existe sintrofía entre  las 

especies encontradas del tipo fermentativo, sulfatoreductoras y metanogénicas. 

Palabras clave: laguna costera, sedimento, La Mancha, composición microbiana, 

PCR anidada, DGGE, árbol  filogenético, sintrofía. 

 



 

2 
 

Abstract 

The coastal lagoons are characterized by the mixture of fresh and salty water, 

causing these systems to be extremely dynamic, thus generating a very particular 

ecological behavior. The bacteria present in the sediments of this ecosystems have a 

critical role in its functioning, such as the recycling of organic matter, food chains and 

biogeochemical cycles; however, there are few studies where microbiology is 

evaluated in this type of ecosystems. In the present work, microbiology was 

investigated in the La Mancha lagoon, Veracruz, as well as its relationship with 

physicochemical variables. The sediment samples were collected in the months of 

July and November in 2013, and in June 2014. Nested PCR was carried out and 

specific markers of the domino bacteria were used to implement DGGE from 16S 

rRNA, the bands of the gel were used to build a phylogenetic tree. The granulometric 

analysis showed that the main component in the lagoon system were fine sands. . 

When performing the Pearson correlation analysis, it was concluded that there were 

significant differences between certain variables. Attending to lower taxonomic 

categories, in the sediment 12 species belonging to nine genera were obteined: 

Sacharophagus degradans, Thioalkalivibrio sulfidiphilus, Ectohiorhodospira mobilis, 

Rhodanobacter denitrificans, Geobacter bemidjiensis, Geobacter daltonii, Geobacter 

uraniireduces, Geobacter metalliredicens, Desulfuromonas acetoxidans, 

Syntrophobacter fumaroxidans, Syntrophus aciditrophicus and Planococcus 

halocryophilus. The topology of the phylogenetic tree confirmed that all the samples 

presented in the present study are located in a monophyletic clade, brother to the 

clade that includes the sequence of Saccharophagus degradans. According to the 

obtainedresults there is a syntrophy between the fermentative, sulfate-reduction and 

methanogenic species found. 

Key words: coastal lagoon, sediment, microbial, nested PCR, DGGE, phylogenetic 

tree,syntrophy.
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MARCO TEÓRICO 

Lagunas costeras 

Las zonas costeras se caracterizan por la presencia de diversos ecosistemas, como 

estuarios y lagunas costeras, que se forman por la mezcla del agua dulce de origen 

continental con el agua marina que ingresa al sistema a través de las mareas. 

Las lagunas costeras se definen como cuerpos de agua someros (generalmente de 

menos de 5 m de profundidad), caracterizados por la presencia de una barrera 

arenosa conocida como cordón litoral que separa la laguna del mar abierto. La 

conexión marina se mantiene a través de la boca o canales mareales (de Wit et al., 

2001). La mayoría de las lagunas están relacionadas con una cuenca continental 

dulceacuícola a través de los aportes fluviales, algunos permanentes (como en las 

lagunas de Alvarado y Tamiahua) o efímeros (como en la laguna de La Mancha, 

Veracruz, México). 

La mezcla de agua en estos ecosistemas genera gradientes espaciales de salinidad. 

De manera general, los gradientes de salinidad actúan como un factor de estrés, 

influyendo (directa o indirectamente) en el establecimiento de diferentes taxa y en la 

composición y distribución de especies. El gradiente de salinidad también se vincula 

con otros gradientes químicos, como la distribución de nutrientes y materia orgánica, 

cuya concentración generalmente es mayor en la desembocadura del río, 

disminuyendo hacia la comunicación con el mar.  

Lo anteriormente menciondo determina un comportamiento ecológico muy particular, 

como la presencia de ciclos biogeoquímicos intrincados, una alta diversidad de 

hábitats y una compleja cadena alimentaria (UNESCO, 1981). Asimismo, las lagunas 

costeras son lugares que funcionan como zonas de protección, reproducción y 

alimentación para diferentes organismos marinos, como peces y crustáceos (por esa 

razón, las pesquerías litorales dependen de la presencia de lagunas costeras y 

manglares). 
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Sedimentos y materia orgánica 

Los sedimentos son un factor importante en el control de las lagunas costeras. 

Generalmente presentan concentraciones considerables de materia orgánica (MO) y 

nutrientes (Kennish et al., 1986). La MO proviene de diversas fuentes, que se 

agrupan en tres categorías: alóctonas, antropogénicas y autóctonas. En los océanos 

la mayor parte del ciclo de la MO se origina en la columna de agua, pero en las 

lagunas costeras, al tener aguas someras, gran parte de la MO se precipita en el 

fondo, y por ello los sedimentos se consideran trampas de carbono. El contenido 

orgánico está estrechamente relacionado con la textura de los sedimentos, siendo 

las arcillas y limos los que retienen mayor cantidad de residuos orgánicos. Esta MO 

es incorporada al bentos, donde es degradada y modificada por densas 

comunidades microbianas. 

El sedimento es el hábitat de los organismos bentónicos (moluscos, crustáceos, 

peces) y conforma el substrato para los diversos microorganismos. La MO es 

incorporada al bentos, donde es degradada y modificada por densas comunidades 

microbianas. 

La microbiota bentónica está compuesta por miembros de los dominios Bacteria, 

Archaea, Eukarya y el grupo de los virus. Particularmente, las bacterias y arqueas 

desempeñan un papel fundamental en la mineralización de la MO, ya que son 

responsables de la oxidación del carbono orgánico, tanto por procesos aerobios 

como anaerobios (Hansen et al., 2000). Participan también en los ciclos del 

nitrógeno, fósforo y azufre, contribuyendo al reciclamiento de los nutrientes. 

Asimismo, generan biomasa celular bacteriana que representa un potencial de 

energía para diversos organismos detritófagos dentro del estuario (Moran & Hodson, 

2000). 

En los sedimentos, los ciclos de varios elementos químicos no sólo son afectados 

por la actividad de la microbiota bentónica, sino también por reacciones geoquímicas 

llevadas a cabo en la interfase agua-sedimento, como el intercambio y la difusión de 

iones disueltos o adsorbidos y por la presencia de diversos compuestos y gases 

(Kennish, 1986).  
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Comunidad bacteriana 

Las bacterias son uno de los grupos de organismos más abundantes y de mayor 

riqueza. Dykhuizen (1998) ha especulado que podría haber 10¹² especies bacterianas 

en la tierra. Estos microorganismos participan en diferentes procesos en el 

ecosistema. Juegan un papel crítico en el funcionamiento de los ecosistemas 

marinos, tal como en el proceso de la desintoxicación del medio ambiente, el 

reciclaje de materia orgánica, redes alimentarias bentónicas, y los ciclos 

biogeoquímicos (Cabello et al., 2004; Barbier et al., 2011). El crecimiento y 

sobrevivencia de estos microorganismos están determinados principalmente por la 

disponibilidad de componentes, orgánicos e inorgánicos, que son usados como 

fuentes de energía y por la capacidad de adaptarse a diferentes condiciones 

fisicoquímicas, como la temperatura, pH o presión. 

Las bacterias presentes en los sedimentos marinos y costeros presentan 

heterogeneidad espacial, en términos de abundancia, diversidad y actividad, en 

dimensiones tanto horizontal como vertical (Urakawa et al., 1999; Zhang et al., 

2008a,b). Se ha demostrado que la composición bacteriana de las comunidades 

varía de acuerdo a la temperatura, nutrientes, salinidad, contaminación, depredación, 

y muchas otras variables (Horner-Devine et al., 2004). Dichas variables se pueden 

presentar en gradientes en los sistemas acuáticos: por ejemplo, en la interfase de la 

capa óxica y anóxica de lagos estratificados o en la superficie de los sedimentos 

(Coyne et al., 1999; Madigan et al., 2000). 

Los gradientes de temperatura, nutrientes y salinidad son áreas de composición 

particularmente dinámica, así como de cambios funcionales en sistemas marinos 

(Bouvier & Giorgio, 2002). En particular, a lo largo de gradientes de salinidad ocurren 

cambios ecológicos importantes, como la disminución de la biodiversidad y el 

incremento de la dominancia de los microorganismos (Rodríguez-Valera 1988,1993). 

Los gradientes de salinidad se encuentran en una amplia gama de ambientes 

marinos, especialmente en estuarios y humedales asociados, pantanos y lagunas 

costeras (Kaiser et al.,2005). La gestión a largo plazo de estos ecosistemas, que se 

ha visto a menudo muy amenazada por cambios antropogénicos y climáticos (Dauvin 
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et al., 2006), se basa en una mejor comprensión del efecto de la salinidad sobre la 

estructura y el funcionamiento de los microorganismos. Sin embargo, las 

comunidades bacterianas de estos ecosistemas no han sido muy estudiadas. El 

análisis de variables ambientales, como la temperatura, pH o la geografía, 

correlacionado con las diferencias entre las diversas comunidades microbianas 

podría revelar con facilidad que los microorganismos toleran diferentes tipos de 

cambios ambientales y aumentaría nuestra comprensión de la ecología microbiana y 

la evolución (Lozupone & Knight, 2007). 

Pero algunas bacterias son difícles de cultivar por métodos tradicionales, por lo que 

en la actualidad la fuente principal de información acerca de su diversidad y  

distribución ambiental se encuentra en la secuencia de los genes (Lozupone & 

Knight, 2007). Las llamadas “huellas moleculares” generan perfiles específicos de las 

comunidades microbianas basado en el análisis directo de los productos de PCR 

amplificados a partir del ADN de muestras ambientales (Muyzer, 1999). La diversidad 

bacteriana revelada por medio del análisis de filogenético molecular puede ser un 

mejor reflejo de la diversidad metabólica bacteriana real. Conocer esta diversidad es 

fundamental para comprender la adaptación microbiana a diferentes entornos y su 

función en esos ambientes. La secuenciación de los genes para el ARNr 16S de 

muestras ambientales ha revolucionado nuestra comprensión de la sistemática y 

diversidad microbiana, revelando cuán lejos estamos de catalogar la gran diversidad 

de microorganismos en la Tierra (Pace, 1997; Hugenholtz et al., 1998; Rappe et al., 

2003; Schloss & Handelsman, 2004). Los estudios de filogenia molecular basados en 

este tipo de moléculas también han aportado mucha información en cuanto a 

comunidades bacterianas en sedimento, pero sólamente a nivel de clases 

(Hernández-Raquet et al., 2006, Todorova et al., 2014). 

Algunas de las técnicas utilizadas principalmente para este propósito son: 

DGGE/TGGE (electroforesis en gel con gradiente desnaturalizante) (electroforesis en 

gel con gradiente de temperatura), ARDRA (análisis de restricción de ADN ribosomal 

amplificado) y T-RFLP (polimorfismo en la longitud de fragmentos de restricción 

terminales). 



 

7 
 

Las huellas moleculares permiten un enfoque que se ha utilizado para demostrar las 

diferencias entre las comunidades microbianas (Rastogi & Sani, 2011). La mayoría 

de los estudios realizados en filogenia microbiana se mantienenen la categoría de 

género (Baker et al., 2015; Gontang et al., 2007), y suelen evaluar la riqueza y la 

composición bacteriana. 

 

Algunas técnicas moleculares 

PCR 

La reaccion en cadena de la polimerasa (PCR por sus siglas en ingles Polymerase 

Chain Reaction) es, sin lugar a dudas, la técnica mas importante y revolucionaria en 

biología molecular, debido a que permite obtener in vitro millones de copias de un 

fragmento de ácido desoxirribonucleico (ADN) a partir de una sola molécula. Esta se 

basa en la replicación celular en la que actuan varias proteínas para sintetizar dos 

nuevas hebras de ADN a partir de otra que funciona como molde. 

La PCR es la técnica más importante en la biología molecular porque con ella se ha 

logrado la simplificación e innovación de muchas técnicas moleculares que permiten 

abordar nuevas lineas de investigación en diferentes ramas de la ciencia como 

biotecnología, ecología y evolución entre otras (Cornejo et al., 2014). 

Siempre es mejor la utilización de secuencias de primers ya publicados para el 

dominio con el que se va a atrabajar, esto debido a que ya han sido probados por 

otros investigadores. Además de que el diseño de ellos será la variable más importa 

nte en la PCR, ya que el éxito o fracaso de la PCR dependerá de que tan buenos 

fueron los primers empleados (Najafov, 2016). 

 

DGGE 

La DGGE es un tipo de electroforesis que permite la separacion de fragmentos de 

ADN del mismo tamaño pero con diferente secuencia de nucleotidos. Para ello, un 

gradiente lineal creciente de agentes quimicos desnaturalizantes del ADN (una 
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mezcla de urea y formamida) se incorpora a lo largo de un gel de poliacrilamida. La 

concentracion desnaturalizante a la cual las cadenas se separan depende de la 

secuencia de nucleótidos.  

Los fragmentos de ADN ricos en guanina-citosina son mas estables y solo se 

desnaturalizan en cadenas sencillas una vez que alcanzan altas temperaturas o 

concentraciones de un agente quimico desnaturalizante. Ya que en un gel con 

gradiente desnaturalizante la resolución optima se consigue cuando las moléculas de 

ADN no se desnaturalizan por completo, la amplificación por PCR de los fragmentos 

a analizar por DGGE requiere del uso de iniciadores modificados con la llamada 

“grapa GC”, que evita que las cadenas de ADN se separen por completo. 

Finalmente, es posible identificar a cada uno de microorganismos que integran una 

comunidad microbiana en el que idealmente, cada banda representa a un miembro 

de la comunidad. Las secuencias pueden analizarse y ensamblarse en el software 

BioEdit. Posteriormente deberá llevarse a cabo el analisis de similitud de las 

secuencias. Es decir, utilizando determinadas herramientas bioinformáticas (Cornejo 

et al., 2014). 

 

ARNribosomal 

 

Los ribosomas son orgánulos complejos, altamente especializados, que participan en 

el proceso de síntesis de proteínas. Los ribosomas procarióticos funcionales son 

partículas con un coeficiente de sedimentación 70S y una masa de aproximadamente 

2.4 x 10⁶ Da. Están formados por dos subunidades: una subunidad 30S y otra 

subunidad 50S, cada una de las cuales es un complejo de ARN ribosomales 

específicos (abreviados como ARNr) y proteínas. La subunidad 30S contiene el ARNr 

16S y 21 proteínas diferentes (numeradas como S1-S21), mientras que la subunidad 

50S contiene los ARNr 5S y 23S junto con unas 34 proteínas (L1-L34) (Mathews et 

al., 2002). 
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En bacterias, los genes que codifican los ARN ribosomales están organizados en 

operones (conjunto de genes que se transcriben a partir de la misma región 

promotora). Cada operón ribosómico incluye genes para los ARNr 23S, 16S y 5S, 

separados por regiones espaciadoras o intergénicas (IG), y contiene además genes 

para uno o más ARN de transferencia (ARNt) (Rodicio & Mendoza, 2004) (Fig. 1). 

El gen 16S ARNr es un polirribonucleótido de aproximadamente 1,500 pb, también 

denominado ADN ribosomal 16S (ADNr 16S). Es una molécula muy antigua, 

presente en todas las bacterias actuales. Constituye, por lo tanto, una diana universal 

para su identificación. Su estructura y función han permanecido constantes durante 

un tiempo muy prolongado, de modo que las alteraciones en la secuencia reflejan 

probablemente cambios aleatorios. Los cambios ocurren de manera suficientemente 

lenta como para aportar información acerca de todos los procariotas y, junto con las 

variaciones en los ARNr 18S, a lo largo de toda la escala evolutiva. El tamaño 

relativamente largo de los ARNr 16S (1,500 pb) minimiza las fluctuaciones 

estadísticas. Además, la conservación en la estructura secundaria puede servir de 

ayuda en las comparaciones, aportando una base para el alineamiento preciso. Dado 

que resulta relativamente fácil secuenciar los ARNr 16S existen bases de datos 

amplias, en continuo crecimiento (Woese, 1987). 

Una vez determinada la secuencia de nucleótidos y establecidas las comparaciones, 

será el grado de similitud entre las secuencias de los ARNr 16S de dos bacterias lo 

que indique su relación evolutiva. Además, el análisis comparativo de secuencias 

permite construir árboles filogenéticos, que reflejan gráficamente la genealogía 

molecular de la bacteria, mostrando su posición evolutiva en el contexto de los 

organismos comparados (del Rosario Rodicio & Mendoza, 2004). 

El ARNr 16S es una de las moléculas más ampliamente utilizadas en estudios de 

filogenia y taxonomía bacterianas, su análisis se ha realizado ampliamente para 

establecer las relaciones filogenéticas dentro del mundo procariota, clasificación e 

identificación bacteriana (Woese et al., 1990). 
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Fig. 1.Organización del ADN ribosomal en una célula procariótica. 

 

 

 

Antecedentes 

La diversidad microbiana se ha convertido en un tema relevante debido a la 

importancia que tienen los microorganismos en las transformaciones de la energía y 

la materia. El conocimiento sobre la estructura de la comunidad bacteriana y la 

diversidad es esencial para comprender su relación con los factores ambientales y 

las funciones de los ecosistemas. Tal conocimiento se puede utilizar para evaluar el 

efecto sobre los ecosistemas de estrés ambiental y perturbaciones como la 

contaminación, la explotación agrícola y los cambios globales. Asimismo, nos da 

cuenta de que el potencial funcional y genético de los microorganismos puede ser 

superior al de los organismos superiores, por lo que podría constituir una valiosa 

fuente de nuevos productos y tecnología. A pesar de su importancia, en la actualidad 

no sabemos aún la magnitud de la diversidad bacteriana en la mayoría de los 

ecosistemas (Torsvik et al., 1996). por la dificultad de estudiarlas con las técnicas 

tradicionales basadas en el empleo de métodos de cultivo. 

Estudios en diferentes ambientes estiman que más del 99% de los organismos vistos 

con el microscopio no pueden ser cultivados (Hugenholtz & Pace, 1996), porque la 

mayoría de las bacterias en el sedimento no crecen en condiciones de laboratorio, a 

pesar de que son metabólicamente activas. Un problema adicional es que estas 

bacterias a menudo dan un alto porcentaje negativo en la aplicación de kits de 

diagnóstico catabólicos y bioquímicos, debido a la expresión baja de genes en las 

condiciones utilizadas. Esto implica que sólo una pequeña parte de la información 

genética de una población o una comunidad se explora en la aplicación de los 

métodos tradicionales para las mediciones de diversidad, por lo que las técnicas 
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moleculares han sido de gran importancia para potenciar estos análisis (Fægri et al., 

1977). 

La secuenciación de los genes 16S ARNr de muestras ambientales ha revolucionado 

la comprensión de la diversidad microbiana y sistemática, que revela cuán lejos se 

está de la catalogación de la gran diversidad de microorganismos en la Tierra. La 

determinación de los factores físicos y químicos, tales como la temperatura, el pH, o 

la geografía, que se correlacionan con las diferencias entre las diversas 

comunidades microbianas revelarán la facilidad con que los microorganismos toleran 

diferentes tipos de cambios ambientales y aumentarán la comprensión de la ecología 

microbiana y la evolución (Hugenholtz et al., 1998; Pace, 1997). Muchos de los 

estudios de ecosistemas microbianos naturales basados en ácidos nucleicos han 

puesto al descubierto nuevos tipos de secuencias de ARNr, que a menudo 

representan linajes sólo lejanamente relacionados con los conocidos. (Pace, 1997). 

Existen estudios realizados con métodos basados en el ADN de las comunidades 

microbianas en áreas costeras tales como lagunas costeras, estuarios, marismas y 

manglares (Bouvier & del Giorgio, 2002; Córdova-Kreylos et al., 2006; Gomes et al., 

2008, 2010, 2011; Said et al., 2010). Dichos estudios proporcionan información 

fundamental acerca de las interacciones microbianas en estos ecosistemas, y el 

efecto que tiene el continuo crecimiento de las zonas urbanas en estos ambientes 

(Gomes et al., 2013). 

Zhou et al. (2002) observaron que los suelos saturados con carbono tenían menos 

taxa, y una distribución desigual de taxa bacterianos mayor que en suelos no 

saturados. En cuanto a heterogeneidad, Webster et al. (2002) mencionaron que las 

comunidades bacterianas del suelo muestran una heterogeneidad espacial 

significativa en escala de cerca de 1m, la escala espacial en la cual las 

concentraciones de pH y amonio variaron. Sin embargo, otros estudios han 

observado homogeneidad en la composición de la comunidad en esta escala 

espacial (p. ej. Felske & Akkermans 1998; Piceno et al., 1999). 

En el caso de las comunidades microbianas (bacterias, arqueas y virus), los estudios 

realizados hasta el momento en zonas costeras demuestran que éstas presentan 
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una heterogeneidad espacial en términos de abundancia, diversidad y actividad 

asociada con los cambios de salinidad y la cantidad y calidad de la materia orgánica, 

ya que ésta conforma el substrato para los diversos microorganismos (Urakawa et 

al., 1999; Zhang et al., 2008a,b). 

En algunos estuarios templados se ha demostrado que existen cambios drásticos en 

la composición microbiana en áreas discretas a lo largo del gradiente de salinidad, 

dominando las α-Proteobacterias en la zona marina y las β-Proteobacteria en la 

porción dulceacuícola, mientras que Cytophaga-Flavobacterium se localiza en la 

porción media del estuario (Bouvier & del Giorgio, 2002). Por el contrario, en otros 

trabajos se ha establecido que los cambios de la composición microbiana son 

graduales, como sucede en los sedimentos estuarinos (generalmente reductores y 

anóxicos), donde a pesar de que existe una separación espacial de los procesos 

anaerobios terminales, con las bacterias sulfatorreductoras dominando en la zona 

marina y las arqueas metanogénicas en la porción dulceacuícola, ambas 

comunidades microbianas pueden coexistir a lo largo del gradiente salino (Takii & 

Fukui, 1991; Purdy et al., 2001). 

Aunado a lo anterior, algunas investigaciones han demostrado cambios ecológicos 

importantes, como una disminución de la biodiversidad y el incremento de la 

dominancia de determinados microorganismos (Rodríguez-Valera 1988 y 1993). 

Benlloch et al. (2002) determinaron, a partir de análisis filogenéticos, que al aumentar 

la salinidad, el número de grupos bacterianos disminuye y solamente uno se vuelve 

dominante.  

Se ha observado también que, independientemente del gradiente de salinidad, en las 

zonas costeras hay una presencia constante de algunos grupos bacterianos, como 

es el caso de los Actinobacteriales y la clase ϒ-Protebacteria (que incluye las 

bacterias púrpuras del azufre). Esto puede ser explicado con base en la tolerancia de 

dichos grupos microbianos a las condiciones fluctuantes de la salinidad (Methé et al., 

1998). 
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En México existen pocos estudios sobre la dinámica de las comunidades 

microbianas. Torres-Alvarado et al. (2013) investigaron, por medio de técnicas 

tradicionales, la dinámica temporal y espacial de la actividad de las poblaciones 

bacterianas sulfatorreductoras y arqueas metanogénicas en el sedimento de 

Chantuto-Panzacola y Carretas-Pereyra, complejos de lagunas costeras localizados 

en la región sureste del estado de Chiapas, México. 

León-Galván et al. (2009) evaluaron la comunidad microbiana del sistema de lagunas 

Nichupte-Bojorquez, ubicada en Cancún, México. El análisis se realizó utilizando un 

enfoque molecular independiente de cultivo, usando muestras de agua de superficie. 

Encontraron un perfil bacteriano dominado por el grupo Bacteroidetes en particular. 

El segundo grupo más abundante fue asignado al grupo Proteobacteria y una 

proporción menor de bacterias que pertenece a las clases Cyanobacteria y Bacilli. 

Mediante métodos moleculares basados en ácidos nucleicos, combinado con 

estimaciones de biomasa (ATP), pigmentos y mediciones de microelectrodos de 

gradientes químicos, en una esterilla microbiana hipersalina de Guerrero Negro, Baja 

California Sur, México, Ley et al. (2006) encontraron una diversidad inesperada. La 

mayoría de las secuencias de ARNr 16S bacterianas generadas fueron únicas, y las 

bacterias del filo Chloroflexi formaron la mayor parte de la biomasa en porcentaje de 

rRNA. Este resultado contradice la creencia general de que las cianobacterias 

dominan estas comunidades. La complejidad biológica del estero excede con mucho 

a la observada en otros ecosistemas microbianos ricos en polisacáridos, y sugiere 

que existen reacciones positivas entre la complejidad química y la diversidad 

biológica. 

Existen algunos estudios específicos sobre microrganismos en la laguna de La 

Mancha, como el de Torres-Alvarado et al., (2016). En este trabajo, los análisis 

microbiológicos incluyen la cuantificación de las bacterias sulfatorreductoras (BSR) y 

arqueas metanogénicas (AM) viables con diferentes sustratos. Sin embargo, no se 

muestra la composición bacteriana a lo largo del cuerpo acuático. El presente trabajo 

complementaría esa parte faltante, de ahí su importancia. 
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PREGUNTA DE INVESTIGACIÓN 

¿Cuál es la composición bacteriana en los sedimentos de una laguna costera? ¿Ésta 

cambia con base en las diferentes concentraciones de salinidad y materia orgánica? 

 

 

HIPÓTESIS 

Si los sedimentos presentan un gradiente de salinidad y de materia orgánica, es de 

esperarse que la diversidad bacteriana en estos sedimentos presente cambios como 

resultado de dicho gradiente. 

 

OBJETIVO GENERAL 

Analizar, a lo largo de un gradiente de salinidad y materia orgánica, en diferentes 

meses, la diversidad bacteriana en los sedimentos de la laguna costera de La 

Mancha, Veracruz. 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 

• Determinar la composición bacteriana en los sedimentos lagunares 

• Determinar las características fisicoquímicas y granulométricas del hábitat 

sedimentario. 

• Establecer una posible relación entre la composición bacteriana y el gradiente 

químico de salinidad y materia orgánica 

• Establecer la importancia ecológica de la composición microbiana para el 

ecosistema costero de La Mancha, Veracruz. 

 



 

15 
 

ÁREA DE ESTUDIO 

 

La costa veracruzana tiene una extensión de 745.14 km; en ella existen numerosas 

lagunas costeras, entre las que sobresalen de norte a sur: Pueblo Viejo, Tamiahua, 

Tampamachoco, El Llano, La Mancha, Mandinga, Alvarado, Sontecomapan y El 

Ostión; asimismo se localizan los estuarios de los ríos Tuxpan, Papaloapan, 

Coatzacoalcos y Tonalá (Contreras-Espinosa, 2005). 

La laguna de La Mancha (Fig. 2) se encuentra entre los 19°34' y 19°42' de latitud 

norte y los 96°27' y 96°32' de longitud oeste, en el municipio de Actopan y tiene una 

extensión de 132 ha (Contreras-Espinosa, 2005). 

La laguna de La Mancha es una típica laguna costera de trampa de post-barra y 

post-acantilado, salobre y poco profunda (<3m) y se encuentra en un proceso natural 

de colmatación. La laguna se clasifica como de tipo III de acuerdo a la clasificación 

de Lankford (Lankford, 1977). La salinidad es altamente variable, desde condiciones 

oligohalinas (0-5) hasta hipersalinas (>40). La zona constituye una llanura 

acumulativa formada por sedimentos lacustres, fluviales y biógenos, en ocasiones 

inter-estratificados con depósitos marinos (Castañeda & Contreras, 2001). 

Tiene una precipitación media de 1,767 mm/año y una velocidad de evaporación de 

1,500 mm. Tres periodos meteorológicos han sido reconocidos en la región: 

temporada de secas, de febrero a mayo, que se caracteriza por vientos del este y 

sud-este con una baja precipitación (44±37 mm/año); temporada de lluvias, de junio 

a septiembre, con los patrones de viento similares, pero con alta precipitación 

(224±25 mm) (Varona-Cordero, 2011); y el periodo de “Nortes”, de octubre a febrero, 

caracterizado por los vientos fríos del norte (80-100 km/h) y fuertes tormentas 

ocasionales (Sanvicente-Añorve et al., 2000). El clima es del tipo Aw2 y se 

caracteriza por ser cálido subhúmedo, con régimen de lluvias de verano (Travieso-

Bello, 2000). 

La laguna presenta una comunicación temporal con el mar, con una barrera arenosa 

que cierra durante los nortes. Por consiguiente, es un sistema de características 

intermitentes, por el efecto de la apertura y cierre de la boca, que a su vez está 
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regulada por el balance de la marea (tipo mixta con predominancia diurna, con una 

amplitud que varía de 30-80 cm y una media anual de 50 cm) (CICESE, 2009). 

Recibe descarga de agua dulce de la cuenca del río Caño Grande, donde el uso de 

la tierra es principalmente de cultivos de maíz y pastoreo para la ganadería 

(Travieso-Bello, 2000). 

La conexión hidrológica de la laguna costera generalmente se interrumpe entre 

septiembre y octubre, cuando la barra de arena se cierra en el comienzo de la 

temporada de Nortes. La comunicación hacia el mar se abre de nuevo en marzo o 

abril, ya sea porque la cuenca del lago se llena debido a la afluencia constante del 

Río Caño Grande (Villalobos-Figueroa et al., 1984), lo que erosiona la barra de 

arena, o porque se abre manualmente por la población local (Utrera-López & 

Moreno-Casasola, 2008). La dinámica de apertura-cierre regula los ciclos y procesos 

hidrológicos, biológicos y ecológicosen la laguna (Domínguez et al., 2006). 

La vegetación natural cubre sólo el 22% de la superficie total de la cuenca (5.264 ha) 

y comprende árboles de hoja perenne , bosques tropicales, humedales y dunas; 

mientras que la agricultura y pastizales ocupan el 42% de la superficie total 

(Travieso-Bello, 2000). 

La vegetación circundante se compone de bosque de mangles, selva tropical, 

herbazal de ciénaga tropical, vegetación secundaria, frutales, cultivos de caña y 

pastos para la actividad ganadera. Las especies de manglar son Rhizophora mangle, 

Avicennia germinans, Laguncularia racemosa y Conocarpus erectus, que se 

encuentran bajo la categoría de amenazadas en la Norma Oficial Mexicana NOM-

059 SEMARNAT-2010. Además, el área es un corredor biológico para especies de 

aves (Hernández-Trejo et al.,2006). 
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Figura 2. Estaciones de muestreo. Laguna de La Mancha, Veracruz. 
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ASPECTOS METODOLOGICOS 

1. Trabajo de campo. 

Se efectuaron tres muestreos en la Laguna de la Mancha, en el estado de Veracruz, 

entres meses: julio y noviembre de 2013 y junio del 2014. 

Las variables fisicoquímicas del agua de la laguna (temperatura, pH y oxígeno 

disuelto) se evaluaron mediante una sonda multiparamétrica YSI Incorporated 

(modelo 536). La profundidad y transparencia fueron evaluadas mediante el disco de 

Secchi. 

Las muestras de sedimento fueron recolectadas en ocho diferentes puntos de la 

laguna utilizando una draga Ekman. Las muestras destinadas para la evaluación de 

la composición bacteriana se almacenaron en bolsas de plástico Ziploc. Las 

muestras paralas características sedimentarias se almacenaron en frascos de vidrio 

previamente lavados y enjuagados conacetona. 

Las muestras fueron transportadas a baja temperatura (4°C) para su procesamiento 

en el laboratorio. 

 

2. Trabajo de laboratorio. 

a)    Análisis sedimentario 

Para la cuantificación de las muestras de sedimento, éstas se centrifugaron a 3,600 

rpm a baja temperatura (4-5°C) durante 20 minutos, para separar el agua intersticial 

del sedimento (Howes et al., 1985). El agua intersticial se filtró a través de 

membranas Millipore® de 0.45 μm. de diámetro de poro. En el agua intersticial se 

determinó la salinidad por medio de un refractómetro óptico (American Optical) y los 

carbohidratos disueltos totales (Anexo 1) con la técnica de fenol-ácido sulfúrico 

(Dubois, 1956). 

En el sedimento húmedo se llevó a cabo la evaluación del contenido de sólidos 

totales (ST) y sólidos volátiles (SV) siguiendo las recomendaciones de APHA (2005) 

(Anexo 2). 
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Para determinar el porcentaje de carbono orgánico (CO), los sedimentos fueron 

secados a temperatura ambiente y se tamizaron en una malla de 0.25mm. El 

porcentaje de CO se determinó mediante la técnica propuesta por Gaudette et al. 

(1974), que consiste en la titulación del exceso de dicromato de potasio con sulfato 

ferroso (Anexo 3). Dicha técnica tiene una precisión de ±0.25%. 

Para la caracterización del tamaño de grano se realizó un análisis granulométrico. Se 

hizo la separación de la fracción arena limo-arcilla vía húmeda y esta fracción se 

analizó por medio de la técnica de pipeteo propuesta por Folk (1974). En cuanto a las 

arenas, se cuantificaron como fracción total (Anexo 4). 

 

b) Análisis estadístico 

Se realizó la prueba de Omnibus para verificar si los datos se comportaban de 

manera normal, y una prueba de homoscedasticidad para analizar qué tanta 

variabilidad había entre grupos. A partir de estos datos se realizó un ANOVA en caso 

de que se cumpliera con los estándares. De no ser así, se realizó la prueba no 

paramétrica correspondiente (en este caso una pruebade Kruskal-Wallis, para 

determinar si había diferencias significativas entre estaciones. 

No se realizó un análisis para verificar diferencias entre meses, debido a que se 

necesitaban más datos puntuales en cada estación de cada mes. Sin embargo, se 

realizaron diagramas de caja para visualizar las diferencias entre medias de los 

parámetros registrados. 

Para el análisis de correlación se realizó una transformación logarítmica de los datos, 

con lo que se justifica la normalidad de los mismos. Finalmente se realizó una prueba 

de correlación de Pearson para verificar si las variables se relacionaban entre sí 

significativamente. 

Para los análisis se utilizó el programa estadístico Statistical System (NCSS, versión 

1997) 
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C)    Determinación de la composición bacteriana. 

Se obtuvieron secuencias microbianas del gen 16S de la base de datos del GenBank 

para el análisis molecular (Anexo 5). 

La identidad de las secuencias de nucleótidos obtenidas en el presente estudio fue 

verificada con un análisis BLAST estándar nucleótido-nucleótido (Altschul et al., 

1990), realizada en la página de NCBI (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). 

 

Extracción de los ácidos nucleicos. 

La extracción de los ácidos nucleicos se realizó con el kit PowerSoilDNA (MoBio, 

Solana Beach, Calif.) con 1 g del sedimento húmedo y siguiendo las instrucciones del 

fabricante (Anexo 6). El resultado de la extracción de los ácidos nucleicos se analizó 

mediante una electroforesis en gel de agarosa al 1%, visualizándose en un 

Fotodocumentador Gel Logic 2200 PRO. El producto obtenido se cuantificó mediante 

un Nanodrop 2000. 

 

Amplificación por PCR del gen 16S ARNr 

Se realizó una PCR anidada, la cual es más específica y sensible para la 

amplificación de fragmentos del gen 16S ARNr. Esta técnica comprende dos rondas 

de amplificación con distintos pares de cebadores en cada una. El producto de una 

amplificación es utilizado como molde para realizar una segunda amplificación con 

iniciadores que se ubican dentro de la primera secuencia amplificada. 

El ADN extraído fue usado para la amplificación mediante la primera PCR en un 

termociclador Bio-Rad, con primers específicos para el dominio Bacteria (F8 y 

R1392, esperando un producto de alrededor de 1384 pb). 

La mezcla de reacción a 25 µl para la PCR consistió en: 1 µl de ADN (Tabla 5), 2.5 µl 

de buffer (10x) (Promega), 0.5 µl dNTPs (10 mM), 2.0 µl de MgCl₂25 (mM), 2.0 µl de 

primers (10x), 0.25 µl de Taq Polimerasa (500 U) y 15.75 de agua libre de nucleasas. 

Los primers utilizados para la amplificación se enumeran en la Tabla 1. Las 
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condiciones del termociclador fueron las siguientes: 2 minutos de desnaturalización 

inicial a 95°C, 25 ciclos de 30 seg a 95°C, 30 seg a 53.8°C y 1 min a 72°C, la PCR 

terminó con una extensión final a 72°Cdurante 1 min. Los amplicones obtenidos de la 

primera PCR fueron purificados mediante el Wizard SV Gel and PCR Clean-Up 

System(Promega®). 

 

Tabla 1. Primers utilizados en la amplificación. 

 

Posteriormente se realizó la segunda PCR, con los primers específicos para bacteria 

F1070 y R1392-GC (producto esperado de alrededor de322 pb). Las condiciones del 

termociclador para la PCR anidada fueron: desnaturalización inicial a 95°C 2 min, 25 

ciclos de 30 seg a 95°C, 30 seg a 65.2°C ,1 min a 72°C y 72°C durante 5 min. 

Los amplicones obtenidos de la segunda PCR fueron purificados nuevamente con el 

mismo kit para proceder a la DGGE (Anexo7). 

Cabe mencionar que en algunas muestras no se obtuvo el tamaño de banda 

esperado, por lo cual se utilizó un coadyuvante en la mezcla de reacción: 2 µl de 

ADN (Tabla 5), 2.5 µl de buffer (10x) (Promega), 1.0 µl dNTPs (10 mM), 2.0 µl de 

MgCl₂ (25 Mm), 3% (v/v) dimetilsulfóxido (DMSO) (0.7µl), 1.0 µl de primers (10x) y 

0.2µl de Taq Polimerasa (500 U). Se completaron los 25 µl con agua libre de 

nucleasas. 

PCR Secuencia Secuencia de los primers 

1 F-8 5´-AGT GTT TGA TCC TGG CTC AG -3´ 

R-1392 5´-ACG GGC GGT GTG TAC -3´ 

2 F-1070 5´-ATG GCT GTC GTC AGC T -3´ 

R-1392+GC 5´-CGC CCG CCG CGC CCC GCG CCC GGC CCG 

CCG CCC CCG CCC CAC GGG CGG TGT GTA C -3´ 
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Análisis de DGGE 

El DGGE (gel de electroforesis en gradiente desnaturalizante) (Anexo 8) se efectuó 

en un gel de acrilamida/bisacrilamida al 6%, con un gradiente de urea-formamida 

(30-60). El gel se sometió a electroforesis con buffer TAE 1X durante 16 horas a 

100V. Después de la electroforesis se aplicó la tinción de plata para la visualización 

de bandas. 

Las bandas claramente distinguibles fueron cortadas mediante un bisturí estéril, se 

colocaron microtubos estériles de 1.5 µl. Se adicionaron 50 µl de agua Millipore a 

cada tubo y se mantuvieron a 37°C durante 3 hrs, y posteriormente a 4° durante 24 

hrs. A continuación las bandas fueron purificadas mediante el Wizard SV Gel and 

PCR Clean-Up System. 

A continuación, se realizó una PCR en 50 µl para recuperar el ADN, la mezcla de 

reacción consistió en: 10 µl de ADN, 5.0 µl de buffer (10x) (Promega), 1.0 µl dNTPs 

(10 mM), 4.0 µl de MgCl₂ (25mM), 4.0 µl de primers F1070 y R1392 (10x) y 0.5 µl de 

Taq Polimerasa (500 U). Finalmente, los amplicones obtenidos fueron purificados 

(Wizard SV Gel and PCR Clean-Up System) y secuenciados en el laboratorio 

divisional de biología molecular (3130x/ Genetic Analyzer, Applied Biosystems, 

HITACHI). 

 

Divergencia nucleotídica 

Se calcularon los intervalos de valores de divergencia nucleotídica a nivel 

interespecífico e intergenérico, utilizando valores de distancia no corregidos “p” con 

el programa PAUP versión 4.0 para Macintosh (Swofford, 2001) (Anexo 9). 
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Análisis filogenético 

Los análisis filogenéticos se realizaron utilizando los programas de cómputo: PAUP, 

Modeltest v 3.06 (Posada & Crandall, 1998) y MrBayes v.3.0 beta 4 (Huelsenbeck & 

Ronquist, 2001), utilizando tres métodos para recuperar las posibles relaciones 

filogenéticas: máxima parsimonia (MP), máxima verosimilitud (MV) y análisis 

bayesiano (AB), respectivamente. 

 

 

Análisis máxima parsimonia. 

 

Los árboles de máxima parsimonia (MP) fueron construidos con la opción de 

búsqueda heurística, utilizando la optimización ACCTRAN (Accelerated 

CharacterTransformation), caracteres sin ordenar y con igual peso. Las inserciones-

deleciones fueron tratados como datos ausentes y quinta base. Se realizó una 

búsqueda heurística inicial para incrementar la verosimilitud del intercambio de 

ramas (swapping) dentro de las “islas” de árboles, lo que conduce a la mejor solución 

parsimoniosa (Maddison, 1991), consistente de 5000 adiciones de secuencias en 

forma aleatoria. Se retuvieron 25 árboles en cada paso, se guardaron árboles 

mínimos (MULPARS) y el intercambio de ramas se realizó con la opción de Tree -

Bisection - Reconnection (TBR), con la opción de MULTREES (guardar múltiples 

árboles).  

 

Análisis de máxima verosimilitud y bayesiano. 

 

El programa Modeltest fue utilizado para encontrar el modelo evolutivo de sustitución 

de nucleótidos que más se ajustó a los datos en el análisis de ML, tratando a las 

inserciones-deleciones como datos ausentes. El modelo fue seleccionado utilizando 

dos criterios: la prueba de la razón de verosimilitud (LRT) y el criterio de información 

de Akaike, como está implementado en el programa Modeltest, con un nivel de 

significancia de 0.01. Cuando el modelo evolutivo fue encontrado se estimaron 

parámetros como: distribución gamma, proporción de sitios invariables, frecuencia y 
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proporción de bases. Con los modelos evolutivos estimados se corrieron 

posteriormente análisis bayesianos. 

 

Se evaluó la estabilidad de las ramas internas en los cladogramas mediante análisis 

de bootstrap (B) (Felsenstein,1985) implementado en PAUP, con 1000 réplicas. En el 

programa PAUP se calcularon además los índices de Consistencia (IC) y de 

homoplasia (IH) como resultado del análisis de MP. Los árboles fueron enraizados 

por comparación con el grupo externo, donde se incluyeron: Thermosipo japonicus, 

Thermosipho sp., Thermotoga marítima, del orden Thermotogales, y Petrotaga 

mobilis del orden Petrotagales. Los grupos externos fueron seleccionados teniendo 

en cuenta dos criterios: relaciones filogenéticas cercanas con el grupo interno (Takai 

et al., unpublished; Weryet al., 2002; Cunliffe et al., 2008; Zhou et al., 2007) y la 

disponibilidad de secuencias en la base de datos del GenBank. 
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RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

a) Caracterización fisicoquímica 

Variables ambientales del agua 

Los resultados de las variables ambientales del agua se encuentran en la Tabla 2. La 

temperatura resultó ser homogénea en toda la laguna (Fig. 3) por lo que a nivel 

espacial no hubo grandes fluctuaciones, con un promedio de 26.97°C (19.84-31.30). 

En este caso no se obtuvieron diferencias significativas entre estaciones (p<0.05). 

Los promedios de temperatura (29.98°C, 20.86°C y 30.07°C) obtenidos en cada mes 

de muestreo no varían mucho, ya que las horas de muestreo fueron casi las mismas, 

por lo que es de esperarse que el máximo (31.30°C) sea en el mes de junio el cual 

corresponde a la época de secas, y el mínimo (19.84°C) corresponda a la época de 

nortes, en el mes de noviembre. 

Durante el mes de noviembre se obtuvo el promedio mas bajo (20.86°C), siendo este 

un mes correspondiente a la época de nortes (Fig 3). La menor temperatura 

promedio registrada durante esta época climática se debió a que es frecuente la 

aparición de frentes fríos, acompañados de fuertes vientos y lluvia que provocan una 

importante disminución de la temperatura ambiente y del agua (Ayala-Pérez et al., 

2003).  
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Figura 3. Variación espacial y temporal de la temperatura en la Laguna de la 

Mancha. 

 

La salinidad a lo largo de la laguna tuvo un promedio de 24.98 ups, las primeras 

estaciones siendo afectadas por la descarga de los ríos y las últimas por la influencia 

de la marea. La laguna registró un intervalo de 16.46 a 35.90 ups, tendiendo el valor 

mínimo en el mes de junio y el máximo en julio. Los gradientes de salinidad son una 

característica común en las lagunas costeras ya que se presenta un intercambio de 

agua con el océano y la recepción de agua dulce proveniente de los ríos (Contreras, 

2010). En este caso, el análisis estadístico no reveló diferencias significativas entre 

estaciones, pero se observa un gradiente de salinidad al acercarnos a la boca de la 

laguna (Fig. 4). En las primeras estaciones se encuentra la zona de descarga del Río 

Caño Grande, por lo que la salinidad es un poco mas baja (min = 16.46), en las 

últimas estaciones la cercanía con el mar incrementa la salinidad. Además del efecto 

que tienen sobre la salinidad, las descargas fluviales también ocasionan que 

disminuya la transparencia, especialmente en las desembocaduras de los ríos 

(Varona-Cordero & Gutiérrez-Mendieta, 2003). 

Durante el mes de noviembre de 2013 se registró la salinidad promedio menor (18.77 

ups), seguido de junio de 2014 (26.96 ups), con julio de 2013 con el promedio más 

alto (29.22), Se esperaba que el mes de junio fuese en el que se obtuviera una 

mayor salinidad, debido a la evaporación ocasionada por temperaturas más altas y 
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poca profundidad de la laguna, pero no fue así, ya que se obtuvieron salinidades 

bajas con respecto a los demás meses. Esto podría deberse a que hay un constante 

dragado en la zona, además de que los muestreos se realizaron cuando la laguna se 

encontraba con la boca abierta, por lo que existía una mayor mezcla de salinidades 

en la laguna. Además, en junio de 2014 se registraron 124.2 mm de lluvia, 19% por 

arriba del promedio histórico de junio (1941-2013), debido a seis ondas tropicales, la 

tormenta tropical Boris y el huracán Cristina. Las entidades donde se registró el 

mayor número de días con registros máximos de lluvia en 24 horas entre 85 y 255 

mm durante este mes fueron Veracruz y Oaxaca con siete y seis días 

respectivamente (CONAGUA, 2014).  

Las lluvias en la primera parte del verano de 2013 ocurrieron por debajo del 

promedio histórico, pero a partir de septiembre se registró un excelente repunte y la 

segunda mitad del año fue una de las más húmedas (CONAGUA, 2013) lo que 

podría explicar el aumento de salinidad durante el mes de julio de 2013.  

 

 

Figura 4. Variación espacial y temporal de la salinidad en la Laguna de la Mancha. 
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Tabla 2. Variables ambientales en agua. Promedio ± desviación estándar             

(Mínimos - Máximos) 

 

Variable jul-13 nov-13 jun-14 

Temperatura (°C) 
29.90 ± 0.34 20.87 ± 0.87 30.07 ± 0.91 

(29.44 - 30.42) (19.84 - 22.50) (28.27 - 31.30) 

Salinidad (ups) 
29.98 ±0.34 18.77 ± 2.07 26.96 ± 2.74 

(23.09 - 35.90) (16.46 - 22.73) (23.71 - 31.70) 

pH 
8.52 ± 0.37 7.13 ± 0.45 7.68 ± 0.50 

(7.83 - 8.89) (6.26 - 7.89) (6.8 - 8.6) 

O₂ (mg/l) 
4.31 ± 1.35 7.17 ± 2.59 5.61 ± 2.35 

(2.65 - 5.89) (1.06 - 9.41) (1.5 - 8.32) 

Profundidad (m) 
1.18 ± 0.55 1.7 ± 0.51 0.99 ± 0.50 

(0.6 - 2.2) (1.1 - 2.8) (0.4 - 1.9) 

Transparencia (m) 
0.63 ± 0.07 0.63 ± 0.14 0.52 ± 0.28 

(0.5 - 0.7) (0.5 - 0.8) (0.0 - 0.9) 

 

En cuanto el comportamiento del pH del agua, se obtuvo un promedio de 7.78 a lo 

largo de la laguna, teniendo un intervalo que va desde 6.26 obtenido en el mes de 

noviembre de 2013, hasta 8.89 obtenido en el mes de julio de 2013. No se 

encontraron diferencias significativas a nivel espacial (Fig. 5). 

En zonas costeras el pH depende de la influencia marina, de los escurrimientos, 

precipitación, vegetación circundante, circulación, actividad biológica de algunos 

organismos y del origen de los suelos. Sin embargo, los procesos biológicos 

(fotosíntesis y respiración), la turbulencia y aireación son los que principalmente 

influyen en el pH, por la variación de dióxido de carbono (De LaLanza-Espino, 1994). 

Las estaciones en las que el pH llegó a ser ligeramente alcalino fueron las más 

cercanas a la boca de la laguna, donde el valor máximo registrado es de 8.89. Los 

cambios entre estaciones pudieran estar relacionados con el ciclo de las mareas 

vivas y muertas: las primeras ocasionan aumentos en el pH, por el aporte de agua 
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marina, mientras que las segundas ocasionan el proceso contrario, por la influencia 

del aporte de la materia orgánica y metabolitos del estero. La fluctuación es muy 

poca y se mantiene en un pH neutro, por lo que no suele interferir con la composición 

o distribución de las bacterias (Valdez-Holguín, 1993). 

A escala temporal, el pH en época de nortes y secas fue ligeramente ácido, causado 

probablemente por el aumento repentino en las lluvias de mitad de año. Es 

importante mencionar que el pH puede influir directamente en la abundancia de la 

microbiota anaerobia, ya que consigue limitar la disponibilidad de nutrientes 

esenciales para su crecimiento (Atlas & Bartha, 1992) (Figura 5). 

Los valores de pH fueron similares a los reportados por Salazar Chavez (2008) en 

las lagunas de Aguas blancas y Aguas negras(ecosistemas tropicales también), en 

las que los valores registrados de pH se encontraron en un intervalo de 5.8 a 7.2. 

 

 

 

 

Figura 5. Variación espacial y temporal del pH en la Laguna de la Mancha. 

 

El oxígeno disuelto se mantuvo bajo, con un mínimo de 1.06, un máximo de 9.4 y un 

promedio de 5.69 mg/l en toda la laguna. Los valores mínimos se localizaron en las 

primeras estaciones. No se encontraron diferencias significativas entre estaciones 

(Fig. 6). En julio de 2013 se obtuvo un promedio de 4.31, en noviembre de 2013 7.17 

y en junio de 2014 5.6 mg/l. 
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Vander Leeden et al. (1990) mencionaron un mínimo de 2.0 mg/l, condiciones 

consideradas de hipoxia (OD <2 mg/l) que sólo se encontarron en el presente trabajo 

en la estación 1 durante los meses de noviembre de 2013 y junio de 2014. 

Durante la época de secas, la concentración de OD fue mayor que en los meses 

siguientes. No obstante, la diferencia entre noviembre y junio no fue mucha (Fig. 6). 

De acuerdo con Flores-Verdugo et al., (1990), estos valores pueden estar 

relacionados con el gran aporte de nutrientes y materias húmicas que en época de 

lluvias ingresan a estos sistemas, además de las temperaturas bajas en la superficie 

del agua y de los vientos del norte presentes en esta época, que provocan un mayor 

oleaje y mezcla aumentando la probabilidad de que la superficie de la columna del 

agua se encuentre saturada o sobresaturada de oxígeno.  

 

 

Figura 6. Variación espacial y temporal del oxígeno disuelto en la Laguna de la 

Mancha. 

 

El promedio de la profundidad de la laguna fue de 1.3 m, teniendo su máximo en la 

estación 5 (2.8 m.), Dado que un río pasa justo por debajo de dicha estación, era de 

esperarse que en la estación “El Cruce” se obtuviera la mayor profundidad.Al 

realizarse la prueba estadística de ANOVA, se encontraron diferencias significativas 

entre estaciones (p=0.008672) (Fig 7). 

Durante el mes de junio de 2013 se encontró el promedio menor de profundidad (0.4 

m), lo que pudiera ser debido a las altas temperaturas y evaporaciónque se genera 

en la laguna. Y siendo esta tan somera, en ocasiones llega a ser visible el fondo. 
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La transparencia se mantuvo constante, con variaciones desde 0.9 m hasta 0 (es 

decir, en estas estaciones no se lograba observar el disco de Sechi a simple vista 

sobretodo cerca de la boca de la laguna, donde existe mayor cantidad de arenas y 

hay un mayor oleaje). Aunque está descrito que las descargas fluviales también 

ocasionan que disminuya la transparencia, especialmente en las desembocaduras de 

los ríos (Varona-Cordero & Gutiérrez, 2003), en este trabajo la menor visualización 

se obtuvo en las estaciones cercanas a la boca (Fig 7). Los promedios en los 

diferentes meses no variaron mucho, siendo el mes de julio de 2013 con 0.63 m el 

mes con el mayor promedio y junio de 2014 (0.52) el de menor promedio. 

 

 

Figura 7. Variación espacial y temporal de la profundidad y transparencia en la 

Laguna de la Mancha. 
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Variables ambientales del sedimento 

 

Tabla 3. Variables ambientales del sedimento. Promedio ± Desviación estándar               

(Mínimos - Máximos) 

 

Variable jul-13 nov-13 jun-14 

Arena (%) 

76.75 ±17.21 68.10 ± 26.47 74.3 ± 21.36 

(52.14 - 98.55) (15.98 - 98.79) (26.0 - 93.0) 

Limo (%) 

16.51 ± 14.59  22.27 ± 24.22 17.1 ± 15.02 

(0.73 - 44.71) (0.61 - 76.11) (3.0 - 51.0) 

Arcilla (%) 

6.63 ± 5.40 9.53 ± 5.42 8.5 ± 5.97 

(0.72 - 17.68) (0.6 - 19.73) (2.0 - 19.0) 

Carbono orgánico 

(%) 

3.71 ± 1.43 3.11 ± 1.81 4.28 ± 1.96 

(1.18 - 5.21) (0.22 - 5.24) (0.87 - 5.99) 

Sólidos volátiles 

(%) 

11.04 ± 6.07 49.90 ± 19.36 8.48 ± 3.32 

(0.60 - 21.71) (8.36 - 74.98) (4.39 - 14.26) 

Sólidos fijos (%) 

88.96 ± 6.07 50.10 ± 19.36 91.51 ± 3.32 

(78.29 - 99.40) (25.02 - 91.63) (85.73 - 95.60) 

Carbohidratos 

 5.41 ± 0.92 5.77 ± 1.22  7.16 ± 2.52  

 (4.29 - 6.36)  (4.37 - 7.38)  (4.42 - 10.89) 

 

 

Granulometría 

 

La textura de sedimentos entre las diferentes estaciones analizadas no presentó 

diferencias significativas entre los principales tipos de grano: arenas y limos, 

exceptuando en arcillas (p= 0.029463). Esto pudiese ser debido al cambio que se da 

sobre todo en las estaciones 6,7 y 8 ,en donde el porcentaje de fracciones finas 

aumentó, lo cual indicó ambientes muy heterogéneos, con variación hidrodinámica a 

nivel espacial (Fig. 8c). Cabe recordar que la mezcla de arenas, limos y arcillas, en 
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diferentes proporciones, es característica de zonas someras y cercanas a la costa 

(Poppe et al., 2000). Un aspecto destacado de la laguna de La Mancha, es que las 

arenas estuvieron conformadas por arenas finas (ф = 3.0 ). 

A nivel espacial, se observa cierta tendencia desde la estación 1 hacia la 8 (Fig. 8a): 

las arenas disminuyen hacia la boca de la laguna y ocurre un efecto inverso en los 

limos (Fig. 8b) y, sobre todo, las arcillas (Fig. 8c). 

 

 

a.                                                                              b. 

 

  

 

c. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig 8. Distribución espacial de sedimentos en la laguna de La Mancha. (a: Arenas 

finas, b: Limos, c:Arcillas). 
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El análisis granulométrico mostró que el componente principal en el sistema lagunar 

son las arenas finas, teniendo un promedio de 73.03%, presentándose los mayores 

porcentajes en las bocas de comunicación con el mar así como en zonas cercanas a 

éstas o con mayor influencia marina. Lo anterior corrobora lo reportado por Flemming 

(2000) quien mencionó que los sistemas arenosos indican depositación bajo 

condiciones de alta energía.  

Respecto a la fracción fina, los limos obtuvieron 18.67% en promedio, mientras que 

las arcillas 8.22%. Estos sedimentos se encuentran asociados a zonas someras, así 

como a aportes fluviales, en las cuales se depositan bajo condiciones de baja 

energía (Fig. 9). 

 

 

Fig. 9. Distribución general de sedimentos en la Laguna de La Mancha. 

 

En general, los sedimentos de textura más gruesa se distribuyeron en la zona de 

aporte de ríos. Galván et al., (1999), mencionan que el tipo de sedimento puede ser 

un indicador fundamental del nivel energético de las corrientes de un medio de 

depósito: cuánto más grueso es el tamaño de grano, más alto es el nivel energético 

de la corriente que lo depositó. En el sistema lagunar existió una mayor influencia de 

las corrientes de los ríos en la zona de manglar donde se registró el mayor contenido 

de arenas finas. Sin embargo, hubo un aumento en la estación 8, la cual es 

influenciada por la marea y actividades antropogénicas como el dragado de la 

laguna, lo que genera un aumento en las arenas, y cierta homogeneidad en la laguna 

(Fig. 10). 

Arenas finas Limos Arcillas
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Fig. 10. Distribución espacio-temporal de arenas, limos y arcillas en los sedimentos 

de la laguna de la Mancha (a:julio-2013, b:noviembre-2013, c:junio-2014). 
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El mes con mayor cantidad de arenas fue julio de 2013 (76.75%), seguido de junio de 

2014 (74.30%), probablemente debido a que existe un mayor escurrimiento por los 

aportes fluviales de los ríos. Recordando que durante el mes de junio de 2014 las 

lluvias fueron mayores a lo normal, esto provoca que junio tenga mayores cantidades 

de arenas finas a diferencia de noviembre de 2013 (68.10%) (Fig. 10). 

En cuanto a la materia orgánica, en los estuarios y lagunas costeras ésta proviene de 

fuentes autóctonas y alóctonas (Eatherall et al., 1998). Las primeras incluyen el 

fitoplancton, fitobentos, bacterias, macroalgas, pastos, marismas, detritus de 

manglares y excreciones y restos de animales (peces, crustáceos y moluscos, entre 

otros) (Flores-Verdugo et al., 1990). Las fuentes alóctonas incluyen el material 

continental erosionado, lixiviado y los aportes antropogénicos, como las descargas 

industriales y municipales, que llegan a los ambientes litorales principalmente a 

través de los ríos y drenajes (Preston & Prodduturu, 1992). Su caracterización 

química ha involucrado la evaluación del carbono orgánico (CO), el cual representa 

una fracción de ésta (Libes, 2011). 

El CO presentó un promedio de 3.70%, con un mínimo de 3.11% durante el mes de 

noviembre de 2013 y un promedio máximo de 4.28%, registrado en el mes de junio 

de 2014 (Tabla 3). El CO fue mayor en las primeras estaciones, lo que se podría 

deber al aporte de los ríos que se encuentran cercanos a dicha zona, así como el 

aporte de los manglares, los cuales son trampas de carbono dentro de una laguna. 

Existe un gradiente inverso hacia la boca, por lo que en la estación 8 siempre se 

obtuvo el porcentaje menor de CO. Esto también es debido al tipo de sedimento, el 

cual es completamente arena al acercarse a las estaciones cercanas a la boca, 

además del hecho de que la boca se encontraba abierta en todos los muestreos, por 

lo que hubo remoción de sedimentos que provocaron así el movimiento de las arenas 

características de la zona. 

En este caso sí se obtuvieron diferencias significativas entre estaciones 

(p=0.000025) (Fig. 11). Valette-Silver (1993) reportó que existe una relación 

inversamente proporcional entre la distribución de la materia orgánica y el tamaño de 

grano, de modo que a menor tamaño de grano hay mayor acumulación de materia 
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orgánica, en este trabajo el tamaño de grano es mayor en las estaciones donde la 

cantidad de CO es mayor, por lo que la relación es directa. Gutiérrez-Aguirre et al., 

(2000) mencionaron que los valores altos de CO en las zonas estuarinas se asocian 

con el aporte de materia orgánica derivada de la presencia de pastos marinos y 

manglar. Dado que en toda la laguna está rodeada de manglar, y en las primeras 

estaciones las muestras fueron tomadas mucho más cerca de este, existe un 

aumento en el CO de dichas estaciones. Aunado a lo anterior, en dichas estaciones 

se encontraron sedimentos finos, en los que se incrementa la capacidad de 

adsorción debido al aumento del área superficial de las partículas (Poppe et al., 

2000).  

 

 

Figura 11. Variación espacial y temporal del CO en la Laguna de la Mancha. 

 

Los porcentajes mayores de CO se obtuvieron durante el mes de junio de 2014, con 

4.28%, seguida de julio de 2013, con 3.71%. Los menores en noviembre de 2013, 

con 3.11%. En julio las principales fuentes de CO fueron las descargas de los ríos, 

las cuales incrementan el contenido de CO en esta época. Como ya se mencionó 

anteriormente, durante el mes de junio de 2014 hubo un incremento de lluvias en el 

país, por lo que justifica el hecho de que en ese mes haya habido un incremento en 

el contenido de CO (Fig. 11). Además, en los meses con mayores temperaturas, el 

agua presenta poco movimiento, lo que provoca un inmediato y substancial 

enriquecimiento orgánico de los sedimentos (Mendes et al., 2012). Llegados a este 
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punto, hay que considerar el hecho de que un excesivo enriquecimiento de CO de los 

sedimentos puede ocasionar una baja considerable de oxígeno, producción de 

sulfuro de hidrógeno y por ende, el colapso de la macrofauna bentónica (Díaz & 

Rosenberg, 1995; Levin et al., 2009). 

Dado que el CO y los carbohidratos son aportados a la zonas costeras 

principalmente por materia vegetal (ya sea autóctona, como raíces y hojas de pastos) 

o por la vegetación alóctona que es adyacente al sistema (entre ésta las marismas y 

los manglares), los principales aportes en la laguna son la zona de ríos, en la que se 

obtuvieron los valores más altos (Fig. 12). 

 

Figura 12. Variación espacial y temporal de carbohidratos en la Laguna de la 

Mancha. 

 

En lo que se refiere a los carbohidratos, éstos ingresan a la fase sedimentaria no 

sólo a través de las diversas fuentes establecidas anteriormente, sino también como 

producto de las transformaciones efectuadas por los microorganismos durante la 

mineralización de la materia orgánica. Al mismo tiempo, los carbohidratos son 

utilizados por la microbiota presente en el ecosistema (bacterias y hongos, 

principalmente) como fuente de energía y a través de la actividad microbiana pueden 

ser incorporados en biomasa o ser transformados metabólicamente en polímeros 

complejos que contribuyen a la formación de compuestos refractarios. Los 
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carbohidratos constituyen una fracción fundamental del carbono orgánico, 

contribuyen entre el 14% y el 21% de éste en un estuario (Preston & Prodduturu, 

1992; Borsheim et al., 1999). Las diferencias en concentración de carbohidratos 

entre las estaciones fueron pocas: el valor mínimo se obtuvo durante el mes de julio 

de 2013 (4.43 mg/l) en la estación 6 y el máximo (10.89) en la estación 1 durante el 

mes de junio de 2014. No se encontraron diferencias significativas entre estaciones, 

sin embargo al igual que en el CO se observa (Fig. 12) que hay un decremento en la 

concentración de carbohidratos hacia la zona de la boca de la laguna. Todo sugiere 

que en la distribución de los constituyentes carbonados de la materia orgánica en la 

laguna están relacionados diversos factores, como ha sido establecido por otros 

autores (Al-Ghadban et al., 1994), entre los que destacan los patrones de circulación, 

la distribución de los sedimentos, el tamaño de grano de los mismos y los aportes 

alóctonos y autóctonos de materia orgánica. 

 

Los sólidos fijos (SF) tampoco tuvieron diferencias significativas a nivel espacial, sin 

embargo los mayores porcentajes se obtuvieron cercanos a la boca de la laguna. La 

concentración de sólidos fijos (fracciones inorgánicas), representó el 76.22% a nivel 

temporal.  

La concentración de sólidos volátiles (SV) no exhibió diferencias significativas entre 

estaciones, aunque durante el mes de noviembre de 2013 existe un incremento 

importante en los mismos, obteniéndose en este mes un promedio de 49.90% de SV, 

mientras que en julio de 2013 fue de 11.04 y en junio de 2014 de 8.48 (Fig. 13). El 

mes de noviembre corresponde a la época de nortes, por lo que es posible que este 

incremento se deba a la acción de los vientos fríos y al hecho de que la boca ha 

permanecido abierta, lo que incrementa la concentración de fracciones orgánicas. 
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Figura 13. Variación espacial y temporal de sólidos volátiles y fijos en la Laguna de la 

Mancha. 

 

Correlación 

Se realizó una transformación logarítmica de los datos, por lo que se justifica la 

normalidad de los mismos. Al realizar el análisis de correlación de Pearson se 

concluyó que existen diferencias significativas entre ciertas variables (Tabla 4). 

Tabla 4. Correlaciones ambientales en la Laguna de la Mancha. (p<0.05). 
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La salinidad tuvo una correlación positiva con la temperatura y el pH, además de 

tener una correlación negativa con los sólidos volátiles. Al haber mayor temperatura, 

existe cierta evaporación en la laguna, por lo que la salinidad aumenta, y dado que el 

pH depende sobretodo de las mareas (y por lo tanto de la influencia marina), es de 

esperarse que ambos tengan un aumento al acercarnos a la boca de la laguna. 

Los sólidos volátiles tuvieron una correlación positiva con la profundidad y una 

correlación negativa con la temperatura y la antes mencionada salinidad. 

Los carbohidratos, en cambio, tuvieron correlación positiva con el carbono orgánico y 

los sólidos fijos (Fig. 15). Se ha mencionado antes que el CO y los carbohidratos son 

aportados principalmente por materia vegetal autóctona o por vegetación alóctona 

adyacente al sistema, por lo que ambos disminuyen al acercarnos a la boca de la 

laguna. Sus máximos se encuentran en las primeras estaciones, en donde la 

cantidad de materia orgánica es mayor. 

 

Figura 15. Correlación entre CO y Carbohidratos en la laguna de La Mancha. 
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El tamaño de grano es de suma importancia en las lagunas costeras, en este caso 

observamos como a pesar de tratarse de arenas finas, éstas tienen una correlación 

negativa con los limos, ya que los limos van disminuyendo al acercarnos a las 

primeras estaciones, en donde la cantidad de arenas finas es mayor debido al nivel 

energético de la corriente.  
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Caracterización microbiana 

Análisis moleculares 

a) Extracción 

Como resultado de la extracción de ADN, se obtuvo un producto con un tamaño 

aproximado de 10,000 pb, el cual fue comprobado mediante una electroforesis en gel 

de agarosa al 1.0% con buffer TAE 1x (Fig. 16).  

 

 

Figura 16. Resultado de la extracción de ADN total de las muestras de los 

sedimentos de la laguna de la Mancha, Veracruz. 

Carriles: λ = marcador de tamaño 1 kb; 1 =1N, 2 = N2, 3 = 3N, 4 = 4N, 5 = 5N, 6 = 

6N, 7 = 7N, 8 = 8N, 9 = 1J, 10 = 2J, 11 = 3J, 12 = 4J, 13 = 5J, 14 = 6J, 15 = 7J, 16 = 

8J, 17 = 1JU, 18 = 2JU, 19 = 3JU, 20 = 4JU, 21 = 5JU, 22 = 6JU, 23 = 7JU, 24 = 

8JU. 

Claves: N = noviembre de 2013, J = julio de 2013, JU = junio de 2014. 

 

El ADN extraído posteriormente fue cuantificado en un Nanodrop 2000, obteniéndose 

las concentraciones que se presentan en la Tabla 5. 
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Tabla 5. Concentración de ADN obtenido en el sedimento de la laguna de la Mancha, 

Veracruz. 

Muestra ng/µl Muestra ng/µl Muestra ng/µl 

1N 1.5 1J 2.2 1JU 157.9 

2N 5.9 2J 3.7 2JU 127.7 

3N 2.7 3J 4.3 3JU 115.8 

4N 9.1 4J 3.9 4JU 213.2 

5N 1.2 5J 12.2 5JU 124.8 

6N 1.2 6J 2.8 6JU 127.6 

7N 4.5 7J 8 7JU 120.7 

8N 1.5 8J 2.1 8JU 123.9 

 

 

b) PCR anidada 

Con el ADN obtenido a partir de la extracción, se procedió a realizar la primera PCR, 

obteniéndose un fragmento de 1384 pb. Como se observa en la figura 17, las 

muestras correspondientes al mes de junio de 2014 tuvieron una correcta 

amplificación del fragmento de ADN, sin embargo para las muestras de julio y 

noviembre de 2013 fue necesario la adición de un coadyuvante (DMSO) para su 

correcta amplificación. Aún así, las muestras correspondientes al mes de julio de 

2013 no pudieron amplificarse, por lo que se eliminaron de los futuros análisis 

moleculares. Tampoco se consideraron las muestras de la estación 8 de cada 

muestreo, donde la calidad del ADN no fue buena porque desde el proceso de 

extracción el ADN se encontraba fragmentado, lo que dificulta su amplificación y la 

reproducibilidad de las técnicas (Cornejo et al., 2014). 
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Figura 17. Resultado de la pimera PCR. Muestras de los sedimentos de la laguna de 

la Mancha, Veracruz. 

Carriles: λ = marcador de tamaño 1 kb; 1= 1N, 2 = 2N, 3 = 3N, 4 = 4N, 5 = 5N, 6 = 

6N, 7 = 7N, 8= 1JU, 9 = 2JU, 10 = 3JU, 11 = 4JU, 12 = 5JU, 13 = 6JU, 14 = 7JU. 

Claves: N = noviembre de 2013, J = julio de 2013, JU = junio de 2014. 

 

Posteriormente se llevó a cabo una segunda PCR con la finalidad de reducir el 

tamaño del fragmento, y con esto aumentar la sensibilidad y la especificidad así 

como evitar hibridaciones inespecíficas de los cebadores. En este caso se obtuvo un 

fragmento con un tamaño aproximado de 322 pb (Fig. 18). 
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Figura 18. Segunda PCR de los sedimentos de la Laguna de la Mancha, Veracruz. 

Carriles: λa =marcador de tamaño 100 bp , λb = marcador de tamaño 1kb, 1 = 1N, 2 

= 2N, 3 = 3N, 4 = 4N, 5 = 5N, 6 = 6N, 7 = 7N, 8 = 1JU, 9 = 2JU, 10 = 3JU, 11 = 4JU, 

12 = 5JU, 13 = 6JU, 14 = 7JU. 

Claves: N = noviembre de 2013, J = julio de 2013, JU = junio de 2014. 

 

c) DGGE 

Los perfiles de DGGE no mostraron un alto número de bandas dominantes para 

los sitios de muestreo durante los diferentes meses. Se obtuvieron un total de 27 

bandas (Fig. 19). 
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Figura 19. Visualización de gel de DGGE a partir de fragmentos del 16S rADN 

obtenidos por PCR para muestras colectadas en la Laguna de La Mancha.  

Carriles: λ =marcador de tamaño, 1 = 1N, 2 = 2N, 3 = 3N, 4 = 4N, 5 = 5N, 6 = 6N, 7 = 

7N, 8 = 1JU, 9 = 2JU, 10 = 3JU, 11 = 4JU, 12 = 5JU, 13 = 6JU, 14 = 7JU. 

Claves: N = noviembre de 2013, JU = junio de 2014. 
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No todas las bandas se distribuyeron de la misma manera. Las bandas 1-5, 11, 12, 

13 y 15-19, se encontraron en todas las estaciones de ambos muestreos. Las 

bandas 6 y 7 se encuentran en todas estaciones, pero sólo en el mes de noviembre 

de 2013. Las bandas 8, 9, 10 y 20 a 23 se encuentran sólo en la estación 6 (lugar en 

donde se localiza el río que pasa por la Laguna) y el mes de noviembre de 2013. En 

esta estación es donde apareció un mayor número de bandas.  

En la estación 7 y el mes de noviembre de 2013 se encontraron las bandas 14, 24 y 

25. Esta estación es la más cercana a la boca de la laguna, por lo que existe una 

salinidad mayor. 

También se encontraron bandas localizadas en un solo punto de la laguna, por 

ejemplo la banda 26 que se encontró en la estación 3 en el mes de junio de 2014, y 

la banda 27 que se localiza en la estación 7 en ese mismo mes.  

La banda 17 no tuvo similitud con ninguna secuencia registrada en el GenBank. 

Los patrones de bandas de los sedimentos obtenidos en las estaciones 6 y 7 (las 

estaciones más cercanas a la boca de la laguna) y el mes de noviembre de 2013 

revelaron una estructura de comunidad diferente, además de un aumento en el 

número de bandas. 

Uraka et al., (1999) y Zhang et al., (2008a,b) mencionaron que las bacterias en los 

sedimentos marinos presentan heterogeneidad espacial en términos de abundancia, 

diversidad y actividad, en dimensiones tanto horizontal como vertical. Esto es 

contrario a los resultados obtenidos en este trabajo, donde no se encuentran grandes 

diferencias entre las estaciones analizadas. Las pocas diferencias en la estructura de 

la comunidad de los sedimentos analizados podrían atribuirse a bandas que no 

fueron detectadas en las muestras analizadas (tal vez el gradiente de urea utilizado 

durante el DGGE fue demasiado amplio y no permitió la correcta separación de todas 

las muestras), o sean efecto del sesgo asociado a la técnica de PCR, esto es, 

diferencias en el número de copias de los genes o heterogeneidad del 16S rADN 

dentro de las especies (Araya et al., 2008). 
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Sin embargo, existen otros factores que podrían haber afectado la distribución y 

diversidad de los organismos. Estos podrían ser los primers utilizados, los cuales no 

fueron lo suficientemente específicos para lograr una correcta amplificación del ADN, 

además el hecho de que las muestras sean de sedimento, vuelve aún más compleja 

la extracción de los ácidos nucleicos, esto debido a la gran cantidad de 

contaminación de origen de las mismas, así como la gran cantidad de ácidos 

húmicos presentes en dicho sistema lagunar. 

Otro factor, podría deberse a que las comunidades bacterianas se mantienen 

constantes a pesar de los cambios fisicoquímicos del ambiente. De acuerdo con 

Gilbert et al., (2012), la dinámica de las comunidades microbianas marinas en 

diversas épocas del año, aparentemente está más relacionada con aspectos 

biológicos (relaciones con otros organismos) más que con factores fisicoquímicos, 

coincidiendo con los resultados en este trabajo. 

El patrón de bandas del DGGE se considera la huella genética de la comunidad 

microbiana e idealmente cada banda representa a un miembro de la comunidad. 

(Cornejo et al., 2014). Gracias a esta técnica, es posible identificar a cada uno de los 

microorganismos que integran a esta comunidad bacteriana. Sin embargo, la 

resolución de los perfiles DGGE, en términos de número de bandas, no siempre es 

suficiente para ilustrar la considerable diversidad bacteriana en comunidades 

indígenas y algunos estudios han demostrado que fragmentos de diferentes 

secuencias pueden migrar en la misma posición (Ranjard et al., 2000). 

Probablemente las bandas que no tuvieron significancia en el Blast fueron aquellas 

en donde no hubo suficiente ADN o se encontraba muy degradado. También existe 

la posibilidad de que aquellas bandas que aparentemente se encontraban 

contaminadas al cortarlas se trataba de dos bandas muy juntas, o era una banda 

donde migraron dos filotipos distintos. 

Las bandas diferentes fueron cortadas y enviadas a secuenciar. Las secuencias 

obtenidas se compararon con las depositadas en GenBank. Al realizar el BLAST, las 

27 bandas tuvieron similitud filogenética con 12 especies cultivables. De acuerdo al 

porcentaje de cobertura e identidad son las especies filogenéticamente más 
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cercanas a las bandas obtenidas. Se mencionan como especies cercanas debido a 

que el porcentaje de identidad no fue lo suficientemente alto (mayor o igual al 99%), 

por lo que no se puede considerar en principio que se trate de la misma especie 

(Tabla 7). Esto probablemente debido a la baja calidad de las secuencias obtenidas, 

por lo que no se contaba con la secuencia concenso de las mismas. 

 

Tabla 6. BLAST. Simiitud de las secuencias obtenidas con sus parientes 

filogenéticamente más cercanos 

# Secuencia 
Especie filogenéticamente más 
cercana 

% 
Cobertura 

% 
Similitud 

# Acceso a 
GenBank 

1 Geobacter bemidjiensis 89 87 NR_075007.1 

2 Geobacter bemidjiensis 86 90 NR_075007.1 

3 Geobacter bemidjiensis 87 86 NR_074940.1 

4 Geobacter daltonii strain 89 88 NR_074916.1 

5 Geobacter bemidjiensis 88 88 NR_075007.1 

6 Syntrophus aciditrophicus 87 89 NR_102776.1 

7 Geobacter bemidjiensis 68 91 NR_075007.1 

8 Saccharophagus degradans 99 87 NR_074359.1 

9 Thioalkalivibrio sulfidophilus 89 86 NR_074692.1 

10 Rhodanobacter denitrificans  91 93 NR_102497.1 

11 Thioalkalivibrio sulfidophilus 99 91 NR_074692.1 

12 Thioalkalivibrio sulfidophilus 88 88 NR_074692.1 

13 Ectothiorhodospira mobilis 80 86 NR_044901.1 

14 Ectothiorhodospira mobilis 87 91 NR_044901.1 

15 Geobacter bemidjiensis 89 87 NR_075007.1 

16 Syntrophobacter fumaroxidans 94 79 NR_075002.1 

17 S.S       

18 Thioalkalivibrio sulfidophilus 69 85 NR_074692.1 

19 Geobacter bemidjiensis 89 87 NR_075007.1 

20 Geobacter uraniireducens 89 88 NR_074940.1 

21 Saccharophagus degradans 96 95 NR_074359.1 

22 Saccharophagus degradans 92 90 NR_074359.1 

23 Geobacter metallireducens 88 93 NR_075011.1 

24 Geobacter bemidjiensis 89 87 NR_075007.1 

25 Thioalkalivibrio sulfidophilus 91 90 NR_074692.1 

26 Desulfuromonas acetoxidans 86 88 NR_121678.1 

27 Planococcus halocryophilus 98 85 NR_118149.1 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/507147969?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=7&RID=FMNWK86U015
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Estas especies se distribuyeron de manera homogénea a lo largo de la laguna (Tabla 

7), exceptuando la estación 6 de noviembre. 

 

Tabla 7. Distribución de especies en el sedimento de la laguna de La Mancha, 

Veracruz.  

Especie 

nov-13 jun-14 

Estaciones 

1 2 3 4 5 6 7 1 2 3 4 5 6 7 

Saccarophagus degradans - - - - - + - - - - - - -  - 

Thioalkalivibrio sulfidiphilus + + + + + + + + + + + + + + 

Ectothiorhodospira mobilis + + + + + + + + + + + + + + 

Rhodanobacter denitricans - - - - - + - - - - - - - - 

Geobacter bemidjinensis + + + + + + + + + + + + + + 

Geobacter daltoni + + + + + + + + + + + + + + 

Geobacter uraniireduces - - - - - + - - - - - - - - 

Geobacter metallireducens - - - - - + - - - - - - - - 

Desulfuromonas acetoxidans - - - - - - - - - + - - - - 

Syntrophobacter fumaroxidans + + + + + + + + + + + + + + 

Syntrophus aciditrophicus + + + + + + + - - - - - - - 

Planococcus halocryphilus - - - - - - - - - - - - - + 

 

 

2.- Taxonomía y clasificación 

 

Se obtuvieron un total de 12 especies pertenecientes a 9 géneros diferentes, 

incluidos en 8 familias, 6 órdenes, 3 clases y 2 phyllum (Lista 1). Cabe mencionar 

que no se encontró similitud de la secuencia 17 (3.7%) con ninguna secuencia 

conocida o depositada en el GenBank. Esto probablemente debido a la mala calidad 

de la secuencia. 

León-Galván et al., (2009) encontraron en la laguna de Nichupte-Bojorquez que 

aproximadamente dos tercios de las bacterias identificadas en su estudio 

corresponden al filo Bacteroidetes. Hasta donde sabemos, los miembros del filo 
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Bacteroidetes son en su mayoría anaerobios estrictos y es indicado como el grupo 

taxonómico más abundante en las aguas oceánicas y costeras abiertas (Kirchman, 

2002). Sin embargo, en este estudio no se encontró ninguna especie perteneciente a 

este grupo. La mayoría de las especies encontradas pertenecen al filo de las 

Proteobacterias, con excepción de la especie Planococcus halocryophilus, la cual 

pertenece al filo Firmicutes. 

El filo de las Proteobacterias es muy diverso, presenta grupos con casi todos los 

tipos de metabolismos, ya que contiene especies autótrofas, heterótrofas, aerobias, 

anaerobias quimiolitótrofas, quimiorganótrofas, mixótrofas, etc. Es por eso que el 

estudio de su actividad metabólica resulta complicada, incluso en niveles 

taxonómicos como orden o familia (Rodríguez, 2016). 
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Lista 1. Distribución de especies encontradas en el sedimento de la laguna de La 

Mancha, Veracruz. 

 

Phyllum: Proteobacteria 

 Clase: γ-Proteobacteria 

  Orden: Cellvibrionales 

   Familia: Cellvibrionaceae 

    Género: Saccharophagus 

     Especie: S. degradans 

Phyllum: Proteobacteria 

 Clase: γ-Proteobacteria 

  Orden: Chormatiales 

   Familia: Ectothiorhodospiraceae 

    Géneros: Thioalkalivibrio 

     Ectothiorhodospira 

     Especies: T. sulfidiphilus 

      E. mobilis 

Phyllum: Proteobacteria 

 Clase: γ-Proteobacteria 

  Orden: Xanthomonadales 

   Familia: Rhodanobacteraceae 

    Género: Rhodanobacter 

     Especie: R. denitrificans 
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Phyllum: Proteobacteria 

 Clase: δ-Proteobacteria 

  Orden: Desulfuromonadales 

   Familia: Geobacteraceae 

Género: Geobacter 

     Especies: G. bemidjiensis 

            G. daltonii 

            G. uraniireducens 

            G. metallireducens 

   Familia: Desufuromonadaceae 

    Género: Desulfuromonas 

     Especie: D. acetoxidans 

Phyllum: Proteobacteria 

 Clase: δ-Proteobacteria 

  Orden: Syntrophobacterales 

   Familia: Syntrophobacteraceae 

    Género: Syntrophobacter 

     Especie: S. fumaroxidans 

   Familia: Syntrophaceae 

    Género: Syntrophus 

     Especie: S. aciditrophicus 

Phyllum: Firmicutes 

 Clase: Bacilli 

  Orden: Bacillales 

   Familia: Planococcaceae 

    Género: Planococcus 

     Especie: P. halocryphilus 
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Moraga et al., (2014) realizaron estudios en los que se analizó la composición 

bacteriana en sedimentos en la bahía de Mejillones (Chile), y determinaron que el 

grupo Proteobacteria fue el segundo grupo dominante, aunque cuantificaron un 

número relativamente bajo de las subclases α, β y ϒ. En dicha bahía las bacterias 

predominantes fueron las desnitrificantes.  

En el presente trabajo, a nivel de clase, las δ-Proteobacterias representaron el grupo 

dominante, seguido de las γ-Proteobacterias y, por último, la clase Bacilli con sólo un 

representante. 

La clase γ-Proteobacteria es la más rica en géneros (~250) de todos los phyla 

bacterianos con excepción de la clase Firmicutes. Los miembros exhiben amplios 

intervalos de trofismo, incluyendo quimioautotrofismo y fotoautotrofismo, así como de 

adaptación a diferentes temperaturas (Scott et al., 2006). Esta clase contiene una 

mezcla fenotípicamente distinta de aerobios y anaerobios. Los representantes 

aerobios son bacterias deslizantes con un ciclo de vida complejo o bacterias 

depredadoras que atacan a otras bacterias Gram-negativas. El grupo anaeróbico 

está formado principalmente por respiradores que utilizan sulfuro, sulfato y/o metales, 

particularmente hierro y manganeso, como aceptores de electrones terminales. 

Existe un pequeño número de fermentadores pertenecientes a este grupo también. 

Los anaerobios pertencientes a δ-Proteobacteria habitan en sedimentos marinos, 

dulceacuícolas y ambientes subsuperficiales (Green, 2014). 

Dentro de estas clases, se encontraron microorganismos que pertenecen a seis 

órdenes distintos: Cellvibrionales, Chromatiales y Xanthomonadales se encuentran 

dentro de la clase de las γ-Proteobacterias, Desulfuromonadales y 

Syntrophobacterales dentro de la clase δ-Proteobacteria, y el orden Bacillales en la 

clase Bacilli. Predominó el orden Desulfuromonadales, seguido de Chromatiales, 

Cellvibrionales, Bacillales, Syntrophobacterales y Xanthomonadales. 
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El orden Cellvibrionales es aerobio, con un metabolismo respiratorio, además de ser 

mesofílico y quimiorganótrofo. La mayoría de sus cepas son positivas en la prueba 

de oxidasa (Parte et al., 2014). 

El orden Chromatiales, contiene bacterias fototrófocas anoxigénicas conocidas como 

bacterias púrpuras del azufre, capaces de realizar fotosíntesis bajo condiciones 

anóxicas sin usar agua como agente reductor (así que no producen oxígeno) sino 

H2S (Imhoff, 2005). En lo que respecta al orden Xanthomonadales, sus integrantes 

son aerobios obligados, con un tipo de metabolismo estrictamente respiratorio 

(Staley et al., 1990). 

Desulfuromonadales es un orden bacteriano en el que todos los miembros son 

estrictamente anaerobios, capaces de oxidar completamente los compuestos 

orgánicos usando azufre y/o metales como aceptores de electrones (entre ellos, 

azufre, Mn (IV), Fe (III), nitrato, Co (III), Tc (VII), U (VI) y ácido tricloroacético). Dicho 

orden incluye algunas de las bacterias reductoras de azufre y metal disimiladoras 

más importantes de los sedimentos marinos, dulceacuícolas o salobres (Staley et al., 

1990; Green, 2014). Actualmente, el orden Desulfuromonadales contiene dos 

familias estrechamente relacionadas: Desulfuromonadaceae y Geobacteraceae. Las 

especies Desulfuromonas acetoxidans y Geobacter metallireducens pertenecientes a 

este orden fueron las primeras bacterias desasimilatorias reductoras de sulfatos 

(SO₄⁻²) y reductoras de hierro, respectivamente, descubiertas. Desde su 

descubrimiento, el azufre y la reducción de hierro han sido encontrados como rasgos 

generalizados a través de los dominios procariotas (Green, 2014). 

El orden Syntrophobacterales abarca quimiorganótrofos o quimiolitoautótrofos 

anaerobios obligados. Algunos miembros utilizan sulfato como aceptor de electrones 

el cual es reducido a sulfuro; mientras que diversas especies en lugar de usar sulfato 

como aceptor de electrones reducen protones o forman formato, por lo cual requieren 

la presencia de organismos capaces de utilizar H₂ como organismos sintróficos 

(metanógenos o reductores de sulfato). Se han encontrado en ambientes acuáticos 

anóxicos, incluyendo hábitats de agua marina y dulce, así como en aguas residuales 

de plantas de tratamiento (Kuever et al., 2005). 
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Cabe mencionar que en este sistema se obtuvo una cantidad de CO similar a la de 

otros sistemas como el de Chantuto-Panzacola (Calva Benitez, 2006), pero 

relativamente alto con respecto a otros sistemas como El Llano, con un promedio de 

1.70% de CO (Botello et al., 2001). por ello no es sorprendente encontrar varias 

bacterias capaces de oxidar compuestos orgánicos, dado que el sistema es rico en 

materia orgánica, sobretodo en el área cercana a los ríos (E1-5). 

Los microorganismos representados pertenecerían a ocho familias incluídas en los 

órdenes que se acaban de mencionar. La familia Cellvibrionaceae se encuentra en el 

órden Cellvibrionales, Ectothiorhodospiraceae dentro de Syntrophobacterales, en el 

órden Xanthomonadales está Rhodanobacteraceae. Dentro de Desulfuromonadales 

se incluyen las familias Geobacteraceae y Desulfuromonadaceae, dentro del orden 

Syntrophobacterales se encuentran las familias Syntrophobacteraceae y 

Syntrophaceae, y por último, Planococcaceae que está en el órden Bacillales. 

Cellvibrionaceae incluye, principalmente, bacterias aisladas del suelo, ambientes 

marinos o de invertebrados. La capacidad de utilizar polisacáridos complejos como 

sustratos es un rasgo generalizado entre las cepas pertenecientes a esta familia 

(Parte et al., 2014). 

 

La familia Ectothiorhodospiraceae comprende bacterias que realizan una fotosíntesis 

anoxigénica utilizando bacterioclorofilas y carotenoides como pigmentos 

fotosintéticos. Oxidan el sulfuro a S⁰, que se deposita fuera de las células, y 

eventualmente pueden forman sulfato como producto de oxidación final. Se 

encuentran desde ambientes marinos hasta ambientes extremadamente salinos que 

contienen sulfuro y que tienen un pH alcalino. Las especies de esta familia son las 

eubacterias más halófilas (Imhoff, 2005). 

 

Los organismos de Rhodanobacteraceae, al igual que Cellvibrionaceae, son 

aeróbios, quimioorganotróficos y no formadores de esporas. Los organismos dentro 

de esta familia pueden dar una reacción positiva o negativa tanto a la oxidasa como 

a la catalasa (Naushad et al., 2015). 
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Todos los miembros de la familia Geobacteraceae son gram-negativos, mesófilos y 

quimioorganotróficos. Sus especies son capaces de reducir Fe (III) y utilizan 

principalmente ácidos orgánicos pequeños y alcoholes, además de contener genes 

para la fijación de nitrógeno (Holmes et al., 2004). 

 

La familia Desulfuromonadaceae está estrechamente relacionada con la familia 

Geobacteraceae, por lo que comparten muchas similitudes (Pfennig & Biebl, 1976). 

Los miembros de la familia Desulfuromonadaceae aunque son estrictamente 

anaerobios, se han reportado en algunos casos cierta tolerancia al oxígeno. Tienen 

un papel importante en la degradación de la materia orgánica y están involucrados 

en asociaciones sintróficas, especialmente con otros respiradores anaerobios,como 

bacterias fermentativas, metanógenos y bacterias fototróficas de azufre verde. La 

mayoría de las especies de la familia son mesófilas, pero hay varias especies 

psicrofilas, alcalofílicas/alcalinitolerantes y una termófila (Green, 2014). 

 

Aunque parece no haber características fisiológicas únicas que distingan la familia 

Geobacteraceae de Desulfuromonadaceae, los miembros de la primera sólo han sido 

aislados de ambientes anóxicos de agua dulce, mientras que los integrantes de 

Desulfuromonadaceae están asociados principalmente con ambientes marinos 

(Garrity et al., 2005, Kuever et al., 2005). 

Los miembros de la familia Syntrophobacteraceae son estrictamente anaerobios, con 

un tipo de metabolismo respiratorio o fermentativo. Podría, de hecho, ocurrir 

asociación sintrófica con organismos que utilizan H₂/formiato. Son bacterias de 

sulfato mesofílicas o moderadamente termófila, que se encuentran principalmente en 

agua dulce, lodos de depuradora o hábitats marinos. La mayoría de las especies 

descritas son quimioorganoheterótrofas; algunos son quimiolitoheterotróficas o 

quimiolitoautótrofas. La mayoría de los miembros realizan una oxidación completa de 

los sustratos orgánicos, excepto un miembro del género Syntrophobacter, que 

muestra una oxidación incompleta del acetato (Kuever, 2014). 
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La familia Planococcaceae está formada por microorganismos en su mayoría gram 

positivos. Son aerobios y anaerobios facultativos, y producen una gran variedad de 

ácidos a partir de carbohidratos. Los valores de G + C del ADN para la familia 

Planococcaceae oscilan entre 34 y 54%. Filogenéticamente es un miembro del grupo 

Firmicutes y está estrechamente relacionado con Bacillaceae (Shivaji et al., 2014).  

Atendiendo a categorías taxonómicas inferiores, en el sedimento de la laguna de La 

Mancha se encontraron en los meses analizados 12 especies, pertenecientes a 

nueve géneros: Sacharophagus degradans, Thioalkalivibrio sulfidiphilus, 

Ectohiorhodospira mobilis, Rhodanobacter denitrificans, Geobacter bemidjiensis, 

Geobacter daltonii, Geobacter uraniireduces, Geobacter metalliredicens, 

Desulfuromonas acetoxidans, Syntrophobacter fumaroxidans, Syntrophus 

aciditrophicus y Planococcus halocryophilus. Su distribución se presenta en la Lista 

1. 

 

El género Saccharophagus es el mayor degradador de carbohidratos marinos 

conocido en la actualidad, y requiere de sales marinas para su crecimiento. Participa 

en los ciclos de carbono oceánicos y estuarinos, es Gram-negativo, heterotrófico, 

pleomórfico, aerobio, positivo a la catalasa y a la oxidasa (Ekborg et al., 2005). 

Saccharophagus degradans es la primera bacteria marina de vida libre que se ha 

demostrado que escapaz de degradar algas celulósicas y material vegetal superior 

Tiene una capacidad de degradar al menos diez diferentes polisacáridos complejos. 

Estas capacidades enzimáticas inicialmente sugirieron que tiene un papel 

significativo en el ciclo del carbono marino, funcionando como un "super-degradador" 

y mediando la descomposición de polisacáridos complejos de plantas, algas e 

invertebrados (Ensor et al., 1999). Normalmente se requieren consorcios de 

microorganismos para degradar carbohidratos complejos (celulosa) y tales 

microorganismos suelen ser especialistas en la degradación de uno o varios 

carbohidratos diferentes. Por esa razón, S. degradans es único e inusual, por su 

capacidad para mineralizar completamente una planta en cultivo puro, en aguas 

marinas. Además, hay que tener en cuenta sus capacidades adicionales para 
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degradar los polímeros estructurales de algas (agar y alginato), así como el 

polisacárido quitina, característico de los invertebrados (Weiner et al., 2008). 

Thioalkalivibrio es un género de quimiolitoautótrofos obligados, halotolerantes. 

Oxidan el sulfuro, el tiosulfato, azufre y tetrationato, por lo que asimilan el carbono a 

través del ciclo de Calvin. Este género contiene haloalcalífilicos obligados y forma un 

grupo monofilético (pese a la relativamente grande divergencia filogenética de su 

subgrupo principal) dentro de la familia Ectothiorhodospiraceae, que se sabe que 

alberga especies halófilas y haloalcalifílicas (Imhoff, 2005). Hasta la fecha, las 

bacterias quimiolitotróficas, haloalcalifílicas y sulfuroxidizantes (SOB) se han aislado 

sólo de los lagos de sosa que se encuentran en condiciones naturales en hábitats 

extremadamente alcalinos y salinos (Imhoff, 2005). 

Thioalkalivibrio sulfidiphilus utiliza CO₂ como fuente de carbono y reduce compuestos 

de azufre inorgánico como fuente de energía. La característica principal de estos 

organismos, que los diferencía de otros SOB, es su capacidad de crecer 

óptimamente a pH 9.5-10.0. Sin embargo, parece que la especie se puede 

desarrollar en ambientes con un rango de pH mayor, incluso bastante más bajos 

(6.2-8.6) (Muyzer at al., 2011). 

Todas las especies de Ectothiorhodospira crecen bien bajo condiciones anóxicas a la 

luz, utilizando compuestos de azufre reducidos como donadores de electrones 

fotosintéticos en presencia de fuentes de carbono orgánico e inorgánicos. El SO se 

deposita fuera de las células como producto intermedio (Staley et al.,1990). 

Como cualquier otra bacteria fototrófica, las especies de Ectothiorhodospira se 

encuentran en todo tipo de ambientes acuáticos, pero sobretodo en litoral estancado, 

estuarios y ambientes con alta salinidad. Ectothiorhodospira mobilis crece en 

condiciones anaerobias. Los sulfuros solubles originados de la sulfato reducción de 

las bacterias son sus sustratos preferidos. Su pH óptimo es entre 7.4 y 8.1, y su 

crecimiento es mejor entre los 25 y 48°C, así como en una salinidad de entre 0 y 

30% (Trüper & Imhoff, 1981). Acetato, piruvato, malato, succinato, y fumarato son 

utilizados como fuente de carbono orgánico y donadores de electrones (Staley et al., 

1990). 
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El género Rhodanobacter es aerobio estricto, quimioorganotrófico y su temperatura 

óptima de crecimiento es de 30ºC (Imhoff, 2005). En cuanto a Rhodanobacter 

denitrificans, su metabolismo anaerobio no ha sido estudiado en detalle, ya que 

ninguna de las especies reconocidas para el género Rhodanobacter ha demostrado 

ser capaz de realizar una desnitrificación completa. Estudios moleculares 

cuantitativos y semicuantitativos de ambientes subsuperficiales ricos en nitratos han 

revelado abundancias y actividad extremadamente altas de las bacterias del género 

Rhodanobacter (Green et al., 2010). 

Green et al. (2012) demostraron que el pH es un impulsor principal de la estructura 

de la comunidad microbiana subterránea y de las bacterias desnitrificantes, y que las 

bacterias del género Rhodanobacter dominan a pH bajo. En este caso, el pH 

registrado en la E6-nov fue de 7.1, además de que el mes de noviembre fue el que 

obtuvo el menor pH registrado (7.13). 

Existe cierta dominancia de microorganismos del género Geobacter, seguido de 

Thioalkalivibrio. El género Geobacter se encontró en todas estaciones de muestreo, 

sus cepas son a menudo los miembros dominantes de los sedimentos 

subsuperficiales en condiciones de reducción de metal (Lovley et al., 2004). Las 

especies de Geobacter son generalmente los microorganismos predominantes en 

muchos suelos y sedimentos en los que la reducción de Fe (III) es un proceso 

importante (Rotaru et al., 2011), tanto para la degradación de la materia orgánica 

natural como de contaminantes orgánicos o para estimular la biorremediación in situ 

de entornos subterráneos contaminados con metales (Lovley et al., 2004; Holmes et 

al., 2007). 

La reducción disimilatoria del Fe (III) es un proceso acoplado a la descomposición 

terminal de materia orgánica en los sedimentos acuáticos y marinos (Kostka et al., 

2002; Canfield et al., 2005), que también puede afectar a los ciclos biogeoquímicos 

globales controlando la liberación de fosfato inorgánico secuestrado en minerales de 

óxido de Fe (III) y suprimiendo la producción de metano. En ambientes 

subsuperficiales, se ha demostrado que los microorganismos reductores de Fe (III) 

pueden degradar o eliminar las sustancias orgánicas y contaminantes inorgánicos, 
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por lo que desempeñan un papel importante en las estrategias de remediación para 

la protección de las aguas subterráneas (Lovley, 2006). 

Los estudios fisiológicos con especies de Geobacter revelan una serie de 

propiedades microbianas novedosas que tienen un impacto en la geoquímica de 

algunos suelos anaeróbicos y sedimentos, y en algunos casos tienen aplicaciones 

prácticas (Rotaru et al., 2011). Estas especies representan un ejemplo raro de 

microorganismos que son abundantes por su papel biogeoquímico en los ciclos del 

carbono y de los metales, lo cual permite que las especies de este género llenen 

nichos importantes en una gran diversidad de ambientes anaerobios.  

Existen estudios (Botello et al., 2001) en los que se ha demostrado que la laguna de 

La Mancha se encuentra contaminada con desechos orgánicos y metálicos, por lo 

que la presencia de bacterias degradadoras como Geobacter bemidjiensis es de 

esperarse, ya que además crece a una temperatura ideal de 30°C (Aklujkar et al., 

2010). 

G. daltonii también es capaz de utilizar el oxihidróxido de Fe (III) como aceptor de 

electrones, utilizando acetato como donante de electrones y sustrato de carbono. Su 

crecimiento se produce a 20-35°C, siendo su óptimo a 30°C, este se produce en 

ausencia de NaCl, aunque puede tolerar hasta 0.7% de NaCl. Su crecimiento ocurre 

a un pH de 6.0-8.0. Utiliza citrato férrico, azufre elemental, malato y fumarato como 

aceptores de electrones, pero el nitrato no se reduce (Prakash et al., 2010). 

Geobacter metallireducens, al igual que G. bemidjensis, es miembro de la familia 

Geobacteraceae, y su papel en la biorremediación de aguas subterráneas 

contaminadas con materiales orgánicos y metálicos, así como la recolección de 

electricidad a partir de materia orgánica compleja es importante (Lovley et al., 2004). 

Sin embargo, G. metallireducens contiene más genes para el metabolismo de ácidos 

orgánicos, incluyendo acetato, propionato y piruvato, mientras que G. uraniiredicens 

utiliza Fe (III) como donador de electrones y crece bien a un pH 6.0-7.7 (Prakash et 

al., 2010). 
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La constatación de que las especies de Geobacter son importantes microorganismos 

sintróficos, formando alianzas con microorganismos metanogénicos en condiciones 

en las que pueden contribuir significativamente a la conversión de residuos orgánicos 

o depósitos de hidrocarburos a metano ha constituido una sorpresa (Rotaru et al., 

2011). 

El género Desulfuromonas realiza respiración anaerobia utilizando azufre elemental. 

Estas bacterias acoplan la oxidación de substratos tales como acetato y etanol a la 

reducción del azufre elemental a sulfuro de hidrógeno (Ortíz-Maya et al., 2017). 

Se ha determinado que Desulfuromonas acetoxidans puede oxidar el azufre 

elemental a sulfito y sulfato, además de  causar la reducción de S⁰ con la generación 

de H2S (Zhang et al., 2014). Cabe mencionar que esta especie selocalizósólo en la 

estación 3 en el mes de junio de 2014, por lo que su distribución en el sistema no es 

homogénea. 

El género Syntrophobacter es un quimiorganótrofo estricto mesofílico. Crece a un pH 

neutro (6.2-8) en salinidades bajas, además de realizar reducción de sulfato. Tiene 

un metabolismo sintrófico del tipo fermentativo, por lo que requiere la presencia de 

organismos que utilizan hidrógeno u organismos que utilicen fumarato 

(metanogénicas o sulfato reductoras) o sulfato como aceptores de electrones. 

Muchas de las especies de Syntrophobacter son capaces de utilizar sulfato como 

aceptor de electrones para la oxidación de propionato y algunos otros compuestos 

orgánicos e hidrógeno (McInerney et al., 2008, Plugge et al., 2011). Además, pueden 

crecer por fermentación de piruvato y fumarato. Sin embargo, oxida de manera 

incompleta el substrato orgánico a acetato (Staley et al., 1990). Todas las bacterias 

oxidantes propiónicas sintróficas identificadas en la actualidad están afiliadas bien 

con la clase δ-Proteobacteria, a la que pertenece Syntrophobacter, o a la clase 

Clostridia dentro del phylum Firmicutes (McInerney et al., 2008). 

S. fumaroxidans tiene metabolismo estrictamente anaeróbico y puede ser respiratorio 

o fermentativo (McInerney et al., 2008). El intervalo de temperatura para el 

crecimiento es de 20-40°C (óptimo a 37°C) (Plugge et al., 2012). Todas las especies 

de Syntrophobacter oxidan propionato a acetato e hidrógeno cuando se encuentran 
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en la presencia de un organismo que utiliza fumarato e hidrógeno, así como 

microorganismos metanogénicos o sulfato reductores. Por el contrario, S. 

fumaroxidans es incapaz de degradar propionato en presencia de un metanógeno 

que utiliza sólo hidrógeno, sugiriendo que el uso de fumarato e hidrógeno es 

requerido para su metabolismo sintrófico del propionato (Boone et al., 2001). 

Los miembros del género Syntrophus son incapaces de utilizar sulfato como aceptor 

de electrones, por lo que crecen en asociación sintrófica con microorganismos que 

utilizan H₂ y oxidan sustratos incompletamente a acetato. Todos los miembros del 

género son bacterias mesofílicas, y la mayoría de las especies son fermentativas 

(Staley et al., 1990). 

Syntrophus aciditrophicus es una bacteria Gram-negativa sintrófica degradadora de 

ácidos grasos, ácidos aromáticos, benzoato, carboxilato de ciclohexano, carboxilato 

de ciclohex-1-eno y crotonato, en cocultivo con metanógenos o reductores de sulfato 

que contienen hidrógeno/formiato. Filogenéticamente, S. aciditrophicus es un 

miembro de la subdivisión δ-Proteobacteria junto con reductores de sulfato y 

especies de Geobacter. Tienen un papel esencial en el reciclaje anaeróbico de 

materia orgánica a metano y dióxido de carbono, junto con los organismos 

fermentativos y metanogénicos (Elshahed et al., 2001). Mientras que las vías de 

emisión de carbono y energía de estos dos últimos grupos microbianos se conocen 

bien, se conoce muy poco sobre el metabolismo de los síntróficos, porque hay pocas 

cepas disponibles en cultivo puro. Se reproducen lentamente (tiempos de generación 

de 24-50 h), con bajo rendimiento, y requieren socios simbióticos para sobrevivir y 

expresar su estilo de vida sintrófico. Bioquímicamente, constituyen el eslabón perdido 

en nuestra comprensión del flujo anaeróbico de carbono en la biosfera (McInerney et 

al., 2007). 

Todos los miembros del género Planococcus son gram-positivos, cocos aerobios 

capaces de crecer a temperaturas moderadamente bajas y altas concentraciones de 

sal;además, han sido aislados predominantemente de ambientes fríos y/o salinos 

(Mykytczuk et al., 2012). 
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Planococcus halocryphilus crece entre -10 y 37°C (de forma óptima a 25°C). Es una 

especie halotolerante y crece en presencia de NaCl al 0-19%, pero la alta salinidad 

no es esencial para su crecimiento. El intervalo de pH de crecimiento es de 6,0-11,0, 

con un crecimiento óptimo a pH 7,0-8,0 (Mykytczuk et al., 2012). Esta especie sólo 

fue localizada en la estación 7 en el mes de junio de 2014. Al estar tan cerca de la 

boca de la laguna y disfrutar de concentraciones más altas de salinidad, esta especie 

tendría allí todo lo necesario para crecer. 

Las especies Saccarophagus degradans, Geobacter uraniireduces, Rhodanobacter 

denitricans, y Geobacter metallireducens se localizaron sólo en la estación 6 en el 

mes de noviembre de 2013. Cabe mencionar que en esta estación se encontraron 10 

de las 12 especies descritas en este trabajo. 

Las especies Geobacter bemidjiensis, Thioalkalivibrio sulfidiphilus, 

Ectothiorhodospira mobilis, Geobacter daltonii y Syntrophobacter fumaroxidans 

tuvieron una amplia distribución en este sistema, ya que se encontraron en todas las 

estaciones durante los dos meses de muestreo. 

Debido a que múltiples especies pueden realizar roles funcionales similares (Hooper 

et al., 2005), la diversidad observada en los sedimentos puede proveer estabilidad al 

escosistema contra disturbios ambientales. La estructura de la comunidad bacteriana 

está generalmente regulada por la capacidad de las bacterias para poder hacer 

frente a varias condiciones ambientales, estos factores pueden incluir el tipo de 

suelo, el tipo de vegetación, salinidad, nutrientes, etc, siendo la salinidad el factor 

que se cree principal (Prieur et al., 1987). Por otra parte, las perturbaciones 

ambientales, dependiendo de su intensidad y extensión pueden llevar a la 

disminución de la diversidad local, conduciendo a la proliferación de poblaciones 

adaptadas que pasan a ser dominantes (Torsvik et al. 2002). 

Se esperaba un cambio en la composición bacteriana debido al gradiente de 

salinidad, pero al parecer existen otros factores que pueden llegar a ser más 

determinantes en la composición microbiana de una comunidad. Se sabe que los 

ambientes variables soportan una red más amplia de especies que entornos 

estables, en los que las especies mejor adaptadas con frecuencia superan a todas 
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las demás. Esto podría indicar que las afluencias de agua de mar u otros 

mecanismos de agitación son comunes en este complejo lagunar, proporcionando 

importantes mecanismos para el mantenimiento de la variedad de especies 

bacterianas que se observa (León-Galván et al., 2009). 

El hecho de que no se haya encontrado un marcado gradiente en cuanto a la 

composición microbiana se puede deber a múltiples factores. Benlloc et al. (2002), 

observaron cambios progresivos en los patrones de bandas de un estanque a 

salinidades superiores (>35 ups), pero este gradiente de salinidad era mucho más 

pronunciado al obtenido en el presente trabajo, ya que aquí en ningún momento se 

llegó a tener salinidades mayores a 35 ups (marinas), ni aguas completamente 

dulceacuícolas. En esta trabajo sí se obtuvieron resultados similares a los obtenidos 

por Ikenaga et al. (2010), quienes encontraron secuencias similares a bacterias 

reductoras de sulfatos en δ Proteobacterias y secuencias de bacterias fototróficas 

púrpuras del azufre en γ-Proteobacterias, respectivamente.  

Una amplia gama de compuestos orgánicos incluyendo alcoholes, ácidos grasos, 

ácidos aromáticos, ácidos orgánicos (tales como lactato y glicolato), muchos 

aminoácidos, azúcares e hidrocarburos (incluyendo metano) se degradan 

sintróficamente bajo condiciones anaeróbicas (Kelso et al., 1997). Por otro lado, 

existen pruebas de que la nitrificación se limita a la superficie del sedimento; por lo 

tanto, en ambientes más ricos en oxígeno se espera que las poblaciones bacterianas 

sean más eficientes y competitivas en el uso de la oferta de carbono que en 

condiciones anaeróbicas, tales como las desnitrificantes (Kelso et al., 1997). 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

67 
 

 

 

 Filogenia 

 

Características del gen 

 

La matriz de datos comprendió un total de 43 secuencias y 363 caracteres, de los 

cuales 198 sitios fueron variables informativos para la parsimonia, 118 sitios 

conservados y 245 sitios variables. 

 

Divergencia en las secuencias del gen 16S. 

Un total de 43 secuencias fueron analizadas, incluyéndose muestras de 9 géneros: 

Saccharophagus, Thioalkalivibrio, Ectothihordospira, Rhodanobacter, Geobacter 

Desulfuromonas, Syntrophobacter, Syntrophus y Planococcus. 

Los valores de divergencia intergenérica oscilaron entre 4.3 y 33% (Anexo 10). Los 

valores de distancia genética obtenidos entre las secuencias obtenidas en el 

presente trabajo oscilaron de 2.7 a 62% (Anexo 11). Estas secuencias divergieron 

entre 8 y 60% de la secuencia de Saccharophagus degradans NR07435 contenida 

en GenBank. 

 

Análisis filogenéticos 

Las topologías obtenidas en los análisis de máxima parsimonia, máxima verosimilitud 

y análisis bayesiano fueron similares (Fig. 15). El análisis de parsimonia arrojó 100 

arboles más parsimoniosos, con una longitud de 1786 pasos. El Índice de 

Consistencia (IC) obtenido fue de 0.25 y el Indice de Retención (IR) fue de 0.56.  

La topología del análisis bayesiano (Fig. 16) confirmó que todas las muestras 

obtenidas en el presente estudio (27) se ubican en un clado monofilético, hermano al 
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clado que incluye la secuencia de Saccharophagus degradans NR074359 

enGenBank. 

Los valores de distancia genética registrados entre las 27 secuencias obtenidas son 

elevados, por lo que cada secuencia se corresponde con una entidad taxonómica 

independiente. A su vez, estas secuencias divergen con altos valores de la 

secuencia de Saccharophagus degradans en GenBank, por lo que no se puede 

establecer la identidad de las secuencias obtenidas en el presente trabajo. 

Teniendo en cuenta los resultados de divergencia genética y análisis filogenéticos 

realizados, se propone la presencia de 27 entidades taxonómicas diferentes, 

correspondientes a cada secuencia obtenida en el presente estudio. Estas 

secuencias son filogenéticamente cercanas al género Saccharophagus. 
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Figura 15. Reconstrucción filogenética Bayesiana. Los valores de soporte en las 

ramas indican de izquierda a derecha: Valores de Bootstrap Máxima Parsimonia / 

Valores de Bootstrap Máxima Verosimilitud / Valores de Probabilidad Posterior 

Bayesiana.  
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Importancia ecológica 

Los procariotas muestran una impresionante variedad de procesos metabólicos. En 

el medio ambiente, estos complicados metabolismos bacterianos se encuentran 

relacionados y contribuyen a generar ecosistemas complejos que son protagonistas 

fundamentales de los ciclos biogeoquímicos (Moreno et al., 2012). 

Los procesos biológicos que se dan en un sistema dependen de la energía de las 

reacciones, favoreciéndose aquellos que obtienen mayor energía del substrato. La 

fuente de energía para el mantenimiento celular puede ser química (quimiótrofos) o 

lumínica (fotótrofos). Los organismos fotótrofos convierten la energía lumínica en 

energía metabólica y poder reductor, pero en los sedimentos de la laguna de La 

Mancha predominaron los metabolismos basados en la quimiotrofía (quimio-

organotrofía o quimio-litotrofía), esto debido a que los sedimentos fueron tomados de 

las capas anóxicas. A su vez, la fuente de carbono empleada puede ser inorgánica 

(autótrofos) u orgánica (heterótrofos) (Sánchez-Andrea, 2012). 

Hay dos tipos de metabolismo quimiótrofo principales: la fermentación y la 

respiración. Existen diferentes fermentaciones: alcohólica, láctica, propiónica, ácido-

mixta y de acetona-butanol, estas generan como productos distintos tipos de ácidos 

grasos volátiles, alcoholes e hidrógeno (Sánchez-Andrea, 2012). A pesar de que en 

el presente estudio no se realizó el análisis de los productos fermentativos, sabemos 

que en el ecosistema se encuentran especies de ese tipo, ya que se identificaron 

bacterias capaces de realizar fermentación como Syntrophobacter fumaroxidans. 

Aunque en este tipo de metabolismo, los compuestos orgánicos son degradados de 

forma incompleta. 

Los productos de fermentación como el propionato y el butirato pueden ser oxidados 

a acetato, CO2 y H2. Esta oxidación es llevada a cabo por un grupo denominado 

“organismos acetógenos productores obligados de hidrógeno (OHPA)”, mediante un 

proceso conocido como acetogénesis. Aunque la energía de este proceso es muy 

baja, su acoplamiento con metanógenas consumidoras de hidrógeno (que reducen la 

presión parcial de hidrógeno) la convierte en favorable. Esta relación se denomina 
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sintrófica y la llevan a cabo bacterias del género Syntrophobacter (Sánchez-Andrea, 

2012). 

Dentro del sistema lagunar en estudio se encontraron dos especies aerobias, S. 

degradans y Planococcus halocryphilus, especies que se localizaron cerca de la 

boca de la laguna (posiblemente el principal factor para su identifcación en dichas 

estaciones). La muestra de sedimento se localizó en la zona óxica, sin embargo 

existen numerosos ciclos dentro del ecosistema. 

La respiración anaeróbica es un proceso en el que los sustratos orgánicos son 

completamente degradados a dióxido de carbono, pero requieren un compuesto 

distinto al oxígeno como aceptor terminal de electrones (Moreno et al., 2012). 

Cuando la concentración de oxígeno se reduce por debajo de 2-8 μM, el nitrato se 

convierte en el mejor aceptor de electrones (Canfieldet al., 1992). Como se mencionó 

anteriormente la especie R. denitrificans  se cree que es capaz de realizar una 

desnitrificación incompleta, sin embargo al no poder comprobarse aún, no se 

indentificó ninguna es especie de este tipo en la laguna. 

Existe una amplia conexión entre las especies obtenidas, esto debido a los diferentes 

metabolismos que tienen. En la parte superficial del sedimento tenemos la 

respiración aerobia en la que encontramos especies como S. degradans, P. 

halocryophilus y R. denitrificans,  esta comienza con polímeros como la glucosa, 

llevándola hasta CO₂, agua y piruvato. La fotosíntesis anoxigénica se realiza en 

presencia de luz, aquí encontramos a E. mobilis, la cual utiliza compuestos orgánicos 

como fuente de carbono. En la siguiente capa del sedimento tenemos la  

fermentación; no se identificaron especies del tipo fermentativo, pero si especies que 

son sintróficas de las mismas, como S. fumaroxidans, S. aciditrophicus e incluso G. 

metallireducens, los cuales utilizan los desechos de las fermentadoras como 

donadores de electrones.  

No se encontraron bacterias desnitrificantes en este estudio, sin embargo existe una 

alta probabilidad de que se encuentren el sistema. 



 

72 
 

D. acetoxidans es una representante de las BSR, en donde se liberan sulfitos o 

sulfatos, los cuales también pueden ser utilizados por otras especies, tal como T. 

sulfidiphilus la cual puede reducir compuestos inorgánicos de S⁰. 

De acuerdo a lo anterior  se propone el siguiente modelo conceptual (Figura 16). 

 

Las bacterias reductoras del azufre (BSR) pueden utilizar los subproductos de la 

fermentación para su respiración anaerobia, usando sulfato u otras formas 

parcialmente oxidadas de azufre como el tiosulfato y generando grandes cantidades 

de sulfuro de hidrógeno en el proceso. El sulfuro de hidrógeno producido reacciona 

con el hierro y otros metales precipitándolos en forma de sulfuros (Sánchez-Andrea, 

2012). Por esa razón, allí es donde las BSR son más abundantes, se reduce la 

concentración de sulfato y aumenta el pH, como consecuencia de su metabolismo. 

En la laguna de La Mancha se encontró a la especie D. acetoxidans, como BSR, la 

cual es sintrófica de especies fermentativas. 

El acetato e hidrógeno producido tras los procesos anteriores son substratos típicos 

de la metanogénesis. A pesar de que la metanogénesis no es el proceso dominante 

en la fase terminal de la mineralización anaeróbica en sedimentos costeros y 

marinos, se ha reportadola presencia de un número elevado de bacterias 

metanogénicas en éstos (Ramamurthy et al., 1990). Es por esto que se infiere que 

aunque no se identificaron especies del tipo metanogénicas en el sistema, estas se 

encuentran en el mismo, ya que suelen encontrarse en sintrofía con especies del 

género Geobacter.  

Una de las características de la actividad de las BSR en ambientes salinos es que 

gran parte del sulfuro de hidrógeno producido no llega a la atmósfera porque sigue 

alguno de estos tres caminos: se precipita como monosulfuro de hierro (lo cual se 

corresponde con los fangos negros untuosos), es re-oxidado en las aguas 

superficiales por las bacterias oxidadoras de sulfuros, o bien es utilizado como 

donador de protones por las bacterias fotótrofas anoxigénicas. E. mobilis realiza una 

fotosíntesis anoxigénica, por lo que podría tener una relación sintrófica con las BSR 

debido a que los sulfuros son sus sutratos preferidos. 
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Algunos autores mencionan que esta relación entre bacterias sulfato-reductoras y 

fotótrofas del azufre puede llegar a considerarse un mutualismo, debido a la estrecha 

complementación metabólica que existe entre ellas (Reese et al. 2008).  

Por otra parte, la reducción de hierro ha sido descrita como una de las principales 

formas de degradación de materia orgánica en sedimentos y los organismos que la 

llevan a cabo han sido utilizados en biorremediación y producción de energía 

(Sánchez-Andrea, 2012). 

La cantidad similar de microorganismos heterótrofos encontrados sugiere la 

presencia de compuestos orgánicos biodisponibles en todos los sectores de la 

laguna. El origen de estos compuestos podría ser diferente según los sectores 

analizados, pues muchos de ellos podrían provenir de ríos y de la zona de 

asentamientos urbanos. En los sitios cercanos a la desembocadura del río podrían 

ser incluso de origen alóctono. 

El papel ecológico de los procariotas, que reducen el exceso de carga orgánica y 

producen biomasa que puede ser utilizada por los consumidores, representa un 

ejemplo de mecanismos de retroalimentación que permiten a los sistemas de la 

laguna evitar el colapso de su funcionamiento (Danovaro & Pusceddu, 2007). 

Por lo que en la laguna se logra apreciar un grado de sintrofía entre numerosas 

especies debido a los productos de desecho de algunas especies son incorporadas 

por otras creando una armonía en el sistema. 
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Figura 16. Esquema de las asociaciones sintróficas entre especies encontradas en la laguna de La 

Mancha, Veracruz. 

 

 



 

 

CONCLUSIONES 

 

 La textura de los sedimentos entre las estaciones analizadas no presentó 

diferencias significativas entre los principales tipos de grano: arenas y limos, 

exceptuando en arcillas, pero la textura dominate en todo momento fue arena 

fina, esto debido probablemente a la hidrodinámica del sistema. 

 

 Los parámetros fisicoquímicos de salinidad, pH y OD no tuvieron diferencias 

significativas entre estaciones, sin embargo se observa un gradiente positivo 

hacia la boca de la laguna. 

 

 

 El CO fue el único parámetro fisicoquímico que sí tuvo diferencias 

significativas entre estaciones, en este se observa un gradiente inverso de la 

zona de manglar hacia la boca de la laguna. Los carbohidratos también 

presentan una relación inversa hacia la zona marina. 

 

 A pesar de que los sedimentos presentan un gradiente de salinidad y MO, la 

diversidad bacteriana en estos sedimentos no presentó cambios como 

resultado de dicho gradiente. 

 

 Los parámetros fisicoquímicos no tuvieron relación con la composición 

microbiana en los sedimentos de la laguna. 

 

 La técnica de DGGE, probablemte necesite de un mayor gradiente de urea, 

esto con la finalidad de que las bandas obtenidas en la parte superior del gel 

puedan separarse aún más, permitiendo así una mejor visualización de las 

mismas, evitando así  que se traslapen, y por lo tanto exista un posible mayor 

número de bandas, lo que con llevaría a una mayor composición microbiana 

en la laguna. 



 

 

 

 La técnica de DGGE permitió observar la homogeneidad en cuanto a 

diversidad microbiana debido al patrón de bandas similar en cada estación de 

muestreo, con la excepción de la estación 6 en la que la diversidad fue mayor 

que en las demás estaciones 

 

 Se dilucidaron 27 bandas en el DGGE, las cuales corresponden a 27 

entidades diferentes. 

 

 

 El análisis de Blast arrojó 12 entidades en la laguna de La Mancha, las cuales 

son filogenéticamente cercanas a: Sacharophagus degradans, Thioalkalivibrio 

sulfidiphilus, Ectohiorhodospira mobilis, Rhodanobacter denitrificans, 

Geobacter bemidjiensis, Geobacter daltonii, Geobacter uraniireduces, 

Geobacter metalliredicens, Desulfuromonas acetoxidans, Syntrophobacter 

fumaroxidans, Syntrophus aciditrophicus y Planococcus halocryophilus. 

 

 Los análisis filogenéticos y de distancia genética realizados proponen la 

presencia de 27 entidades taxonómicas diferentes, correspondientes a cada 

secuencia obtenida en el presente estudio.  

 

 Las secuencias obtenidas en el presente estudio se ubicaron 

filogenéticamente cercanas al género Saccharophagus. 

 

 Se infieren múltiples metabolismos  que incluyen: fermentación, 

sulfatorreducción, desnitrificación, reducción de protones y metanogénesis, lo 

que evidencia el amplio rango de tolerancia de los microorganismos a las 

condiciones ambientales. 

 



 

 

 Las especies encontradas son de importancia para el reciclaje de nutrientes 

en el ecosistema. Algunas de ellas son sintróficas, por lo que generan un 

equilibrio en sistema, en el que nada se desperdicia, regulando así los ciclos 

biogeoquímicos en los que participan. 

 

 Dado que muchas especies son capaces de la degradación de compuestos, 

pueden ser utilzadas en la bioremediación y su investigación para nuevos 

usos en diferentes áreas de la industria. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

PERSPECTIVAS FUTURAS 

 

El presente estudio representa una contribución al conocimiento de la composición 

microbiana en los sedimentos de la laguna costera de La Mancha, Veracruz, siendo 

éste el primer estudio de dicha laguna en el que se consideran los parámetros 

fisicoquímicos, granulométricos, biogeoquímicos y filogenéticos de los 

microorganismos. A partir de los resultados derivados de este trabajo se plantean 

nuevas propuestas de investigación: 

 

 

 Es necesaria la investigación de métodos con los cuales se pueda lograr la 

amplificación mediante PCR de las muestras obtenidas durante el mes de julio 

del 2013. 

 La implementación de metagenómica ayudaría a la posibilidad de secuenciar 

directamente los genomas de los microorganismos, abriendo así nuevas 

puertas a la microbiología. 

 Estudiar la biodiversidad de arqueas metanogénicas en el ecosistema para 

poder ampliar la diversidad obtenida. Esto podría contribuir al modelo 

conceptual propuesto. 

 Las técnicas moleculares de clonación podrían ser utlizadas con el fin de 

mejorar la calidad de las secuencias. 

 La utilización de otros primers de diferente genes funcionales, combinándolos 

así poder tener una perspectiva mucho más amplia de los metabolismos 

realizados en el ecosistema. 

 Un análisis combinado con diferentes genes para una filogenia más robusta. 
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ANEXOS 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Anexo 1. Protocolo de análisis de carbohidratos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Colocar en tubo de ensaye 1 ml 
de muestra o del estándar 

(realizar duplicados)

Agregar 1 ml de fenol al 5%, 
mezclar + 5 ml de ácido sulfúrico 

concentrado con sulfato de 
hidracina al 0.5%

Poner los tubos en baño maría a 
25°C durante 15 minutos

Leer en un espectrofotómetro a 
488 nm.

Obtener la concentración de 
carbohidratos a partir de la 

curva de calibración.

Esperar 10 minutos 



 

 

Anexo 2. Protocolo de determinación del contenido de sólidos totales y 

volátiles. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Llevar a peso constante los 
crisoles (998°C). Pesarlos

Poner en los crisoles el 
sedimento centrifugado. Pesar

Poner los crisoles en una mufla 
a  103°C durante una hora. 

Enfriar y pesarlos.

Poner los crisoles en una mufla 
a 550°C durante 1 hora. Enfriar 

y pesarlos.

Poner los crisoles en una mufla 
a 990°C durante 1 hora. Enfriar 

y pesarlos.

Calcular el contenido de los 
sólidos volátiles (totales y 

carbonatados).



 

 

Anexo 3. Protocolo de determinación del contenido de carbono orgánico. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Pesar  de 0.25 a 0.5 g de sedimento seco y 
tamizado (malla 0.2 mm). Colocar en un 

matraz Erlenmeyer de 500 ml. Hacer 
duplicados. Hacer 2 blancos.

Agregar 10 ml de dicromato de potasio 
1N + 20 ml de ácido sulfúrico 

concentrado. Agita con cuidado. Esperar 
30 minutos

Agregar 200 ml de agua destilada.

Agregar 10 ml de ácido fosfórico al 85% 
+  0.05 g de fluoruro de sodio + 15 gotas 

de difenilamida. Mezclar

Titular con sulfato ferrosa. El color verde 
brillante indica el punto de equivalencia.



 

 

Anexo 4. Protocolo de análisis granulométrico. 

 

 

 

Colocar 10 g de sedimento 
en un vaso de perecipitado y 
agregar 15 ml de peróxido.

Decantar el peróxido o extraerlo con 
pipeta volumetrica. Posteriormente 
agregar cantidad suficiente de agua 

destilada.

Lavar el sedimento con 
agua destilada en un tamiz 

de 0.625 mm

Fracción gruesa: Colocar en una 
caja de Petri previamente pesada. 

Colocar en estufa. Pesar

Fracción fina: Colocar en probetas de 1 
litro. Agregar 900 ml de agua destilada y 

agitar vigorosamente 2 min.

Arcillas: pipetear a 10 
cm a las 2 h posteriores 
desde el minuto cero.

Colocar las cajas de Petri 
(previamente pesadas) con lo 

obtenido y llevar a sequedad en 
la estufa

Limos: pipetear a los 20 
cm a los 15 min después 

de agitar 

Añadir hexametafosfato sólo 

si se flocúa la muestra. 

*Lavar la pipeta con agua destilada en cada muestra. 

*Se pueden procesar hasta nueve muestras al mismo tiempo. 

Se usan tres cajas de Petri por muestra (fracción gruesa,media y fina 

 



 

 

Anexo 5. Taxa incluidos en el análisis filogenético para el gen ADNr 16S. 

 

Especie No. Acceso 
GenBank 

Localización Referencia Fecha de 
colecta 

 

 
Desulfuromonas 

acetoxidans c 

NR_121678 Océano 
Antártico 

Copeland, A., Lucas, S., Lapidus, A., Barry, 
K., Detter, C., Glavina, T., ...& Richardson, P. 
Sequencing of the draft genome and 
assembly of. Desulfitobacterium hafniense. 
Unpublished. 

 
 
- 

 
Ecthothiorhodospira 

mobilisc 

NR044901 Israel, cerca 
de Ein Gedi 
en la orilla 

occidental del 
Mar Muerto 

Imhoff, J. F., & Süling, J. (1996). The 
phylogenetic relationship among 
Ectothiorhodospiraceae: a reevaluation of 
their taxonomy on the basis of 16S rDNA 
analyses. Archives of microbiology, 165(2), 
106-113. 

1990 

 
Geobacter 

bemidjiensisc 

NR075007 USA, 
Minnesota, 

Bemidji 

Aklujkar,M., Young,N.D., Holmes,D., 
Chavan,M., Risso,C., Kiss,H.E., Han,C.S., 
Land,M.L. and Lovley,D.R. (2010).The 
genome of Geobacter bemidjiensis, exemplar 
for the subsurface clade of Geobacter species 
that predominate in Fe(III)-reducing 
subsurface environments. BMC Genomics 11, 
490 
 

2010 

 
Geobacter daltonii c 

NR074916 - Lucas,S. et al. (2009).Complete sequence of 
Geobacter sp. FRC-32. Unpublished 

 
 

2009 

 
Geobacter 

metallireducens c 

NR075011  Aklujkar, M., Krushkal, J., DiBartolo, G., 
Lapidus, A., Land, M. L., & Lovley, D. R. 
(2009). The genome sequence of Geobacter 
metallireducens: features of metabolism, 
physiology and regulation common and 
dissimilar to Geobacter sulfurreducens. BMC 
microbiology, 9(1), 109. 

2009 

Geobacter 
uraniireducens c 

 

NR074949  Copeland,A. et al. (2007).Complete sequence 
of Geobacter uraniireducens Rf4. Unpublished 

2007 

 
Planococcus 

halocryphilus c 

NR118149 Ártico Mykytczuk, N. C., Wilhelm, R. C., & Whyte, L. 
G. (2012). Planococcus halocryophilus sp. 
nov., an extreme sub-zero species from high 
Arctic permafrost. International journal of 
systematic and evolutionary microbiology, 
62(8), 1937-1944. 

2012 

Rhodanobacter 
denitrificans c 

 

NR102497  Direct submission 2013 

 
Saccharophagus 

degradans c 

NR074359  Weiner, R. M., Taylor II, L. E., Henrissat, B., 
Hauser, L., Land, M., Coutinho, P. M., ...& 
Bayer, E. A. (2008). Complete genome 
sequence of the complex carbohydrate-
degrading marine bacterium, Saccharophagus 
degradans strain 2-40T. PLoS genetics, 4(5), 

2008 



 

 

e1000087. 

Syntrophobacter 
fumaroxidans c 

NR075002  Copeland,A. et al. (2013). Complete sequence 
of Syntrophobacter fumaroxidans MPOB. 
Unpublished. 

2013 

 
Syntrophus 

aciditrophicus c 

NR102776  McInerney, M. J., Rohlin, L., Mouttaki, H., 
Kim, U., Krupp, R. S., Rios-Hernandez, L., ... 
& Gunsalus, R. P. (2007). The genome of 
Syntrophus aciditrophicus: life at the 
thermodynamic limit of microbial growth. 
Proceedings of the National Academy of 
Sciences, 104(18), 7600-7605. 

 

 
Thioalkalivibrio 
sulfidiphilus c 

NR074692  Muyzer, G., Sorokin, D. Y., Mavromatis, K., 
Lapidus, A., Clum, A., Ivanova, N., ...& 
Kyrpides, N. C. (2011). Complete genome 
sequence of “Thioalkalivibrio sulfidophilus” 
HL-EbGr7. Standards in genomic sciences, 
4(1), 23. 

2007 

Secuencia1b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia2b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia3b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia4b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia5b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia6b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia7b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia8b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia9b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia10b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia11b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia12b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia13b NS Laguna de la 
Mancha, 

 
- 

Nov 2013 



 

 

Veracruz 

Secuencia14b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia15b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Junio 
2014 

Secuencia16b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Junio 
2014 

Secuencia17b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia18b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia19b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia20b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia21b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia22b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia23b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia24b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia25b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Nov 2013 

Secuencia26b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Junio 
2014 

Secuencia27b NS Laguna de la 
Mancha, 
Veracruz 

 
- 

Junio 
2014 

Petrotoga mobilis 
SJ95a 

 

Y15479  
- 

Lien, T., Madsen, M., Rainey, F. A., & 
Birkeland, N. K. (1998). Petrotoga mobilis sp. 
nov., from a North Sea oil-production well. 
International Journal of Systematic and 
Evolutionary Microbiology, 48(3), 1007-1013. 

 
- 

Thermotoga 
marítimaa 

M21774 
 

- 
 

Achenbach-Richter, L., Gupta, R., Stetter, K. 
O., & Woese, C. R. (1987). Were the original 
eubacteria thermophiles?. Systematic and 
applied microbiology, 9(1), 34-39. 

- 
 

Thermosipho 
japonicusa 

AB024932 
 

 
- 

Takai,K. and Horikoshi,K. Characterization of 
an extremely thermophilic bacterium isolated 
from a deep-sea hydrothermal vent. 

 
- 



 

 

Unpublished. 

Thermosipho sp. a 
 

AJ419874 
 

 
 
- 

Wery, N., Cambon-Bonavita, M. A., 
Lesongeur, F., & Barbier, G. (2002). Diversity 
of anaerobic heterotrophic thermophiles 
isolated from deep-sea hydrothermal vents of 
the Mid-Atlantic Ridge. FEMS microbiology 
ecology, 41(2), 105-114. 

 
 
- 

aGrupos externos. bSecuencias obtenidas en el estudio. cSecuencias tomadas del 
GenBank. NS = Secuencia no sometida a GenBank. - Datos no disponibles. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Anexo 6. PROTOCOLO DE EXTRACCIÓN DE ADN en sedimentos. 

Power Soil DNA Isolation Kit 

 

1.- Pesar 0.25 g de muestra en los tubos Power Bead. 

2.- Mezclar en vortex a velocidad media durante10 segundos. 

3.- Revisar la solución C1, si está precipitada se debe calentar a 60°C hasta que se 

disuelva. 

4.- Adicionar a los tubos Power Bead 60 µl de la solución C1. 

Agitar en vortex 5 segundoso invertir varias veces el tubo (10 veces). Velocidad 

máxima. 

5.- Colocar los tubos Power Bead horizontalmente en el vortex y agitar a velocidad 

máxima durante10 minutos. 

6.- Colocar los tubos en una microcentrífuga. Centrifugar a 10,000 × g durante 30 

segundos a temperatura ambiente. 

7.-Transferir el sobrenadante a un microtubo limpio de 2 ml. 

Se deben obtener ≈ 400-500 µl de sobrenadante. 

8.- Adicionar 250 µl de la solución C2, agitar en vortex durante5 segundos a 

velocidad máxima. 

Incubar a 4°C durante 5 minutos. 

9.- Centrifugar los tubos a temperatura ambiente durante1 minuto a 10,000 ×g. 

10.- Colectar el sobrenadante a un tubo limpio de 2 ml. No deben ser más de 600 µl. 

Evitar colectar el precipitado. 

11.- Adicionar 200 µl de la solución C3, agitar en vortex durante5 segundos a 

velocidad máxima. 

Incubar a 4°C durante 5 minutos. 

12.- Centrifugar los tubos a temperatura ambiente durante 1 minuto a 10,000 ×g. 



 

 

13.- Transferir el sobrenadante, máximo 750 µl, a un tubo limpio de 2 mL. Evite el 

precipitado. (≈ 700 µl). 

14.- Mezclar la solución C4 antes de utilizarla. 

Adicionar 1200 µl al sobrenadante y agitar en vortex durante 5 segundos a velocidad 

máxima. 

15.- Colectar 675 µl de la mezcla y colocar en un tubo con el Spin Filter. 

Centrifugar a 10,000 ×gdurante 1 minuto a temperatura ambiente. 

Descartar el filtrado. 

*Adicionar otros 675 µl al Spin Filter y centrifugar a 10,000 ×g durante 1 minuto a 

temperatura ambiente, decantar el filtrado. 

Adicionar el resto del sobrenadante en el Spin Filter, centrifugar a 10,000 ×gdurante 

1 minuto a temperatura ambiente. Decantar el sobrenadante. 

16.- Adicionar 500 µl dela solución C5 al Spin Filter y centrifugar a 10,000 a 

temperatura ambiente durante 30 segundos.  

Decantar el filtrado 

17.- Centrifugar nuevamente a 10,000 ×gdurante 1 minuto a temperatura ambiente.  

Decantar el sobrenadante. 

18.- Colocar cuidadosamente el Spin Filter enun tubo de 2 mllimpio, evitar que el 

Spin Filter se contamine con los residuos de la solución C6 

19.- Adicionar 100 µl dela solución C6 en el centro de la membrana blanca del filtro. 

(Alternativamente se puede utilizar agua libre de ADN para PCR.) 

(Esperar 5 minutos) 

20.- Centrifugar a temperatura ambiente durante 30 segundos a 10,000 ×g. 

21.- Descartar el Spin Filter, el ADN extraído se almacena congelado (-20°Ca-80°C) 

NOTA: 

rpm: 12,400 rpm  

T ambiente: 20°C 

 



 

 

Fórmula: 

g= (1.118 x 10¯⁵) (r) (s²) 

 

r= radio del rotor 

s= velocidad en rpm 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Anexo 7. Protocolo de purificación de ADN. 

Wizard SV Gel and PCR Clean-Up System. 

 

Procesamiento de las amplificaciones de PCR 

1.-Añadir de la solución Membrane Binding un volumen igual que el producto de 

amplificación de la PCR. 

Unión de ADN 

1.- Insertar la Minicolumna SV en el tubo de colecta. 

2.- Transferir el producto de la PCR al emsamble de la minicolumna. Incubar a 

temperatura ambiente durante 1 minuto. 

3.- Centrifugar a 16,000 ×gdurante 1 minuto. Descartar el sobrenadante y reinsertar 

la minicolumna en el tubo de colecta. 

Lavado 

4.- Agregar 700 µl de Membrane Wash Solution (con etanol agregado). Centrifugar a 

16,000 ×gdurante 1 minuto. 

Descartar el sobrenadante y reinsertar la minicolumna en el tubo de colecta. 

5.- Repetir el paso 4, pero con 500 µl de Membrane Wash Solution. Centrifugar a 

16,000 ×gdurante 5 minutos. 

6.- Vaciar el tubo de colecta y recentrifugar la columna durante 1 minuto sin la tapa, 

para permitir la evaporación de cualquier residuo de etanol. 

Elución 

7.- Transferir con cuidado la minicolumna a un tubo limpio de 1.5 ml. 

8.- Adicionar 50 µl de agua libre de nucleasa a la minicolumna. Incubar a temperatura 

ambiente durante 1 minuto. 

Centrifugar a16,000 ×gdurante 1 minuto. 

9.- Descartar la minicolumna y refrigerar el ADN a 4°C o a -20°C. 

 



 

 

 

ANEXO 8. Tinción con sales de plata de geles de DGGE 

 

1.- Colocar el gel en el contenedor. 

2.- Adicionar 200 ml de la solución de fijación 1x de Cairn y agitar durante 3 minutos. 

3.- Quitar la solución y guardarla, para su posterior aplicación. 

4.- Agregar 200 ml de la solución de tinción de plata (usar guantes) al contenedor y 

agitar durante 10 min. 

5.- Descartar la solución de tinción de plata. (Desperdicio químico). 

6.- Agregar un poco de agua desmineralizada. (Desperdicio químico). 

7.- Adicionar agua limpia desmineralizada y agitar durante 2 minutos. 

8.- Descartar el agua. (Desperdicio químico). 

9.- Enjuagar el gel y el gel bond con agua desmineralizada. 

10.- Colocar el gel en el recipiente para revelar (“developer container”). 

11.- Agregar una pequeña parte de la solución reveladora y agitar un poco. Descartar 

la solución (al lavabo) y llenar el contenedor con la solución reveladora restante. 

12.- Agitar hasta que la intensidad de las bandas sea satisfactoria (alrededor de 20 a 

50 min). 

13.- Descartar la solución reveladora. (Al lavabo). 

14.- Adicionar los 200 ml de la solución de fijación 1x de Cairn previamente usada. 

15.- Agitar durante 5 minutos. 

16.- Descartar la solución 1x de Cairn. 



 

 

Anexo 9. Matriz de distancias genéticas no corregidas ("p") para ADNr 16Sdelos taxa estudiados. 
 

 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 

1 Petrotaga mobilisY15479 -               

2 Thermosipho japonicusAB024932 0.218 -              

3 Thermosipho sp.AJ419874 0.197 0.037 -             

4 Thermotoga maritimaM21774 0.234 0.090 0.122 -            

5 Secuencia 1 0.628 0.622 0.612 0.622 -           

6 Secuencia 2 0.638 0.628 0.617 0.638 0.043 -          

7 Secuencia 3 0.633 0.617 0.612 0.622 0.069 0.048 -         

8 Secuencia 4 0.638 0.622 0.617 0.633 0.080 0.048 0.032 -        

9 Secuencia 5 0.644 0.638 0.628 0.638 0.048 0.027 0.043 0.048 -       

10 Secuencia 6 0.628 0.628 0.617 0.633 0.085 0.064 0.064 0.074 0.064 -      

11 Secuencia 7 0.633 0.638 0.628 0.644 0.059 0.053 0.069 0.064 0.048 0.090 -     

12 Secuencia 8 0.324 0.266 0.266 0.229 0.574 0.574 0.559 0.580 0.580 0.574 0.585 -    

13 Secuencia 9 0.633 0.628 0.622 0.628 0.064 0.053 0.069 0.069 0.048 0.096 0.053 0.574 -   

14 Secuencia 10 0.649 0.622 0.617 0.633 0.128 0.101 0.096 0.069 0.096 0.117 0.096 0.580 0.085 -  

15 Secuencia 11 0.665 0.644 0.638 0.654 0.122 0.101 0.074 0.059 0.096 0.112 0.106 0.612 0.096 0.080 - 

16 Secuencia 12 0.649 0.622 0.617 0.633 0.080 0.048 0.043 0.032 0.048 0.059 0.064 0.574 0.059 0.074 0.080 

17 Secuencia 13 0.665 0.638 0.622 0.638 0.080 0.090 0.074 0.085 0.090 0.080 0.096 0.585 0.090 0.117 0.112 

18 Secuencia 14 0.638 0.628 0.617 0.638 0.074 0.048 0.064 0.043 0.059 0.064 0.080 0.580 0.085 0.059 0.064 

19 Secuencia 15 0.665 0.638 0.633 0.644 0.074 0.085 0.090 0.085 0.080 0.112 0.096 0.596 0.074 0.101 0.074 

20 Secuencia 16 0.633 0.628 0.622 0.628 0.101 0.106 0.122 0.128 0.101 0.112 0.074 0.590 0.085 0.133 0.149 

21 Secuencia 17 0.670 0.691 0.686 0.697 0.229 0.218 0.218 0.218 0.213 0.229 0.213 0.628 0.197 0.229 0.229 

22 Secuencia 18 0.654 0.660 0.644 0.654 0.165 0.154 0.149 0.138 0.133 0.133 0.128 0.590 0.128 0.128 0.160 

23 Secuencia 19 0.638 0.633 0.628 0.638 0.053 0.032 0.027 0.037 0.027 0.064 0.064 0.574 0.053 0.090 0.085 

24 Secuencia 20 0.638 0.622 0.617 0.633 0.085 0.053 0.043 0.021 0.059 0.074 0.074 0.580 0.074 0.059 0.059 

25 Secuencia 21 0.660 0.638 0.633 0.654 0.160 0.133 0.117 0.090 0.133 0.144 0.144 0.612 0.128 0.069 0.101 

26 Secuencia 22 0.293 0.239 0.239 0.202 0.590 0.596 0.580 0.596 0.601 0.596 0.606 0.059 0.596 0.596 0.628 

27 Secuencia 23 0.638 0.622 0.617 0.633 0.080 0.048 0.053 0.037 0.053 0.074 0.069 0.574 0.069 0.053 0.059 

28 Secuencia 24 0.649 0.633 0.628 0.638 0.080 0.048 0.037 0.053 0.043 0.053 0.080 0.574 0.080 0.096 0.096 

29 Secuencia 25 0.649 0.644 0.638 0.654 0.096 0.085 0.059 0.059 0.074 0.064 0.080 0.590 0.069 0.085 0.080 

30 Secuencia 26 0.633 0.612 0.606 0.617 0.064 0.043 0.053 0.048 0.037 0.048 0.074 0.564 0.064 0.096 0.090 

31 Secuencia 27 0.686 0.660 0.644 0.654 0.122 0.122 0.106 0.117 0.112 0.112 0.117 0.596 0.106 0.138 0.138 

32 Geobacter bemidjiensisNR075007 0.303 0.229 0.255 0.181 0.612 0.606 0.590 0.606 0.612 0.612 0.633 0.191 0.612 0.601 0.633 

33 Desulfuromonas acetoxidansNR121678 0.309 0.239 0.255 0.191 0.601 0.596 0.580 0.596 0.601 0.601 0.622 0.186 0.601 0.596 0.628 

34 Ectothiohordospira mobilisNR04490 0.282 0.234 0.234 0.170 0.580 0.574 0.569 0.585 0.580 0.585 0.601 0.170 0.590 0.580 0.612 

35 Geobacter daltoniiNR074916 0.298 0.234 0.261 0.191 0.606 0.601 0.585 0.601 0.606 0.606 0.628 0.186 0.606 0.596 0.628 

                



 

 

 
                

 
Anexo 8. Continuación. 
 
 
36 Geobacter metallireducensNR075011 0.319 0.261 0.287 0.207 0.617 0.617 0.601 0.617 0.622 0.617 0.644 0.191 0.622 0.601 0.638 

37 Geobacter uraniireducensNR074940 0.303 0.234 0.261 0.186 0.601 0.596 0.580 0.596 0.601 0.601 0.622 0.191 0.601 0.590 0.622 

38 Planococcus halocryphilusNR118149 0.250 0.176 0.207 0.138 0.622 0.617 0.601 0.612 0.622 0.628 0.633 0.154 0.622 0.617 0.644 

39 Rhodanobacter denitrificansNR102497 0.298 0.234 0.239 0.191 0.590 0.585 0.569 0.585 0.590 0.596 0.612 0.144 0.590 0.585 0.617 

40 Saccharophagus degradansNR074359 0.255 0.255 0.255 0.213 0.580 0.574 0.559 0.574 0.580 0.580 0.601 0.117 0.580 0.585 0.606 

41 Syntrophobacter fumaroxidansNR075002 0.303 0.223 0.250 0.181 0.606 0.606 0.590 0.606 0.612 0.601 0.628 0.165 0.606 0.606 0.638 

42 Syntrophus aciditrophicusNR102776 0.330 0.245 0.271 0.223 0.606 0.601 0.596 0.606 0.617 0.606 0.628 0.207 0.606 0.606 0.638 

43 Thioalkalivibrio sulfidiphilusNR074692 0.277 0.239 0.239 0.186 0.580 0.574 0.569 0.585 0.580 0.585 0.601 0.160 0.590 0.590 0.612 

 

 16 17 18 19 20 21 22 23 24 25 26 27 28 29 30 

16 Secuencia 12  -               

17 Secuencia 13 0.064 -              

18 Secuencia 14 0.048 0.090 -             

19 Secuencia 15 0.085 0.074 0.080 -            

20 Secuencia 16 0.117 0.106 0.122 0.106 -           

21 Secuencia 17 0.207 0.207 0.223 0.218 0.213 -          

22 Secuencia 18 0.128 0.128 0.128 0.154 0.112 0.218 -         

23 Secuencia 19 0.037 0.090 0.059 0.085 0.117 0.213 0.144 -        

24 Secuencia 20 0.037 0.090 0.037 0.085 0.138 0.223 0.133 0.043 -       

25 Secuencia 21 0.106 0.149 0.096 0.128 0.191 0.266 0.186 0.122 0.085 -      

26 Secuencia 22 0.596 0.601 0.596 0.606 0.606 0.638 0.601 0.596 0.596 0.628 -     

27 Secuencia 23 0.037 0.080 0.027 0.080 0.112 0.207 0.138 0.048 0.027 0.090 0.596 -    

28 Secuencia 24 0.037 0.080 0.059 0.101 0.122 0.218 0.154 0.037 0.048 0.128 0.596 0.043 -   

29 Secuencia 25 0.048 0.048 0.069 0.074 0.117 0.213 0.112 0.064 0.064 0.106 0.612 0.059 0.074 -  

30 Secuencia 26 0.043 0.085 0.059 0.085 0.096 0.223 0.149 0.043 0.053 0.128 0.585 0.048 0.037 0.080 - 

31 Secuencia 27 0.085 0.053 0.133 0.101 0.106 0.213 0.106 0.112 0.122 0.170 0.606 0.122 0.112 0.085 0.117 

32 Geobacter bemidjiensisNR075007 0.612 0.628 0.601 0.628 0.628 0.670 0.644 0.606 0.606 0.628 0.165 0.606 0.606 0.633 0.601 

33 Desulfuromonas acetoxidansNR121678 0.601 0.617 0.596 0.617 0.617 0.654 0.638 0.596 0.596 0.612 0.165 0.596 0.596 0.622 0.590 

34 Ectothiohordospira mobilisNR04490 0.590 0.606 0.569 0.606 0.612 0.644 0.606 0.585 0.585 0.606 0.133 0.585 0.585 0.612 0.585 

35 Geobacter daltoniiNR074916 0.606 0.617 0.596 0.622 0.622 0.654 0.633 0.601 0.601 0.622 0.165 0.601 0.601 0.622 0.596 

36 Geobacter metallireducensNR075011 0.622 0.633 0.612 0.633 0.638 0.676 0.654 0.612 0.617 0.628 0.181 0.617 0.617 0.638 0.612 

37 Geobacter uraniireducensNR074940 0.601 0.617 0.590 0.617 0.617 0.660 0.633 0.596 0.596 0.617 0.170 0.596 0.596 0.622 0.590 



 

 

 

 

-             

0.644 -            

0.633 0.059 -           

0.617 0.112 0.117 -          

0.638 0.037 0.064 0.117 -         

0.649 0.043 0.080 0.122 0.053 -        

0.633 0.032 0.059 0.112 0.005 0.048 -       

0.654 0.128 0.138 0.128 0.128 0.144 0.133 -      

0.622 0.096 0.101 0.090 0.112 0.117 0.106 0.122 -     

0.606 0.138 0.128 0.096 0.122 0.149 0.128 0.117 0.080 -    

0.644 0.112 0.112 0.154 0.117 0.106 0.112 0.138 0.128 0.170 -   

0.638 0.117 0.128 0.176 0.112 0.117 0.106 0.160 0.170 0.186 0.106 -  

0.617 0.117 0.122 0.043 0.128 0.133 0.122 0.117 0.085 0.085 0.144 0.165 - 

 
 
 
 
 
 

38 Planococcus halocryphilusNR118149 0.622 0.633 0.622 0.644 0.628 0.660 0.649 0.617 0.612 0.633 0.128 0.612 0.617 0.638 0.617 

39 Rhodanobacter denitrificansNR102497 0.590 0.606 0.585 0.606 0.622 0.654 0.622 0.585 0.585 0.601 0.117 0.585 0.585 0.612 0.585 
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40 Saccharophagus degradansNR074359 0.580 0.590 0.574 0.596 0.606 0.622 0.601 0.574 0.574 0.612 0.080 0.574 0.574 0.596 0.569 

41 Syntrophobacter fumaroxidansNR075002 0.606 0.628 0.606 0.622 0.617 0.681 0.638 0.606 0.606 0.628 0.160 0.606 0.606 0.628 0.590 

42 Syntrophus aciditrophicusNR102776 0.606 0.622 0.606 0.617 0.617 0.676 0.644 0.612 0.606 0.628 0.191 0.606 0.612 0.633 0.590 

43 Thioalkalivibrio sulfidiphilusNR074692 0.590 0.606 0.569 0.606 0.612 0.638 0.606 0.585 0.585 0.617 0.122 0.585 0.585 0.612 0.585 

31 32 33 34 35 36 37 38 39 40 41 42 43 

31 Secuencia 27 

32 Geobacter bemidjiensisNR075007 

33 Desulfuromonas acetoxidansNR121678 

34 Ectothiohordospira mobilisNR04490 

35 Geobacter daltoniiNR074916 

36 Geobacter metallireducensNR075011 

37 Geobacter uraniireducensNR074940 

38 Planococcus halocryphilusNR118149 

39 Rhodanobacter denitrificansNR102497 

40 Saccharophagus degradansNR074359 

41 Syntrophobacter fumaroxidansNR075002 
42 Syntrophus aciditrophicusNR102776 
43 Thioalkalivibrio sulfidiphilusNR074692 

 



 

 

 
 
 
 
 
 
 
 



 

 

Anexo 10. Distancias genéticas entre géneros y secuencias obtenidas en el 

trabajo.  

 

Secuencias 
obtenidas en el 
trabajo/Géneros 

Petrotaga Thermosipo Thermotaga Planococcus Rhodanobacter Ectothiorhodospira 

Secuencia 1 62.8 62.2 62.2 62.2 59.0 58.0 
Secuencia 2 63.8 62.8 63.8 61.7 58.5 57.4 
Secuencia 3 63.3 61.7 62.2 60.1 56.9 56.9 
Secuencia 4 63.8 62.2 63.3 61.2 58.5 58.5 
Secuencia 5 64.4 63.8 63.8 62.2 59.0 58.0 
Secuencia 6 62.8 62.8 63.3 62.8 59.6 58.5 
Secuencia 7 64.3 63.8 64.4 63.3 61.2 60.1 
Secuencia 8 32.4 26.6 22.9 15.4 14.4 17.0 
Secuencia 9 63.3 62.8 62.8 62.2 59.0 59.0 
Secuencia 10 64.9 62.2 63.3 61.7 58.5 58.0 
Secuencia 11 66.5 64.4 65.4 64.4 61.7 61.2 
Secuencia 12 64.9 62.2 63.3 62.2 59.0 59.0 
Secuencia 13 66.5 63.8 63.8 63.3 60.6 60.6 
Secuencia 14 63.8 62.8 63.8 62.2 58.5 56.9 
Secuencia 15 66.5 63.8 64.4 64.4 60.6 60.6 
Secuencia 16 63.3 62.8 62.8 62.8 62.2 61.2 
Secuencia 17 67.0 69.1 69.7 66.0 65.4 64.4 
Secuencia 18 65.4 66.0 65.4 64.9 62.2 60.6 
Secuencia 19 63.8 63.3 63.8 61.7 58.5 58.5 
Secuencia 20 63.8 62.2 63.3 61.2 58.5 58.5 
Secuencia 21 66.0 63.8 65.4 63.3 60.1 60.6 
Secuencia 22 29.3 23.9 20.2 12.8 11.7 13.3 
Secuencia 23 63.8 62.2 63.3 61.2 58.5 58.5 
Secuencia 24 64.9 63.3 63.8 61.7 58.5 58.5 
Secuencia 25 64.9 64.4 65.4 63.9 61.2 61.2 
Secuencia 26 63.3 61.2 61.0 61.7 58.5 58.5 
Secuencia 27  68.6 66.0 65.4 65.4 62.2 61.7 

 

 

Secuencias 
obtenidas en el 
trabajo/Géneros 

Thioalkalivibrio Desulfuromonas Geobacter Syntrophobacter Syntrophus Saccharophagus 

Secuencia 1 58.0 60.1 61.2 60.6 60.6 58.0 

Secuencia 2 57.4 59.6 60.6 60.6 60.1 57.4 

Secuencia 3 56.9 58.0 59.0 59.0 59.6 55.9 

Secuencia 4 58.5 59.6 60.6 60.6 60.6 57.4 

Secuencia 5 58.0 60.1 61.2 61.2 61.7 58.0 

Secuencia 6 58.5 60.1 61.2 60.1 60.6 58.0 

Secuencia 7 60.1 62.2 63.3 62.8 62.8 60.1 

Secuencia 8 16.0 18.6 19.1 16.5 20.0 11.7 

Secuencia 9 59.0 60.1 61.2 60.6 60.6 58.0 

Secuencia 10 59.0 59.6 60.1 60.6 60.6 58.5 

Secuencia 11 61.2 62.8 63.3 63.8 63.8 60.6 

Secuencia 12 59.0 60.1 61.2 60.6 60.6 58.0 



 

 

Secuencia 13 60.6 61.7 62.8 62.8 62.2 59.0 

Secuencia 14 56.9 59.6 60.1 60.6 60.6 57.4 

Secuencia 15 60.6 61.7 62.8 62.2 61.7 59.6 

Secuencia 16 61.2 61.7 62.8 61.7 61.7 60.6 

Secuencia 17 63.8 65.4 67.0 68.1 67.6 62.2 

Secuencia 18 60.6 63.8 64.4 63.8 64.4 60.1 

Secuencia 19 58.5 59.6 60.6 60.6 61.2 57.4 

Secuencia 20 58.5 59.6 60.6 60.6 60.6 57.4 

Secuencia 21 61.7 61.2 62.8 62.8 62.8 61.2 

Secuencia 22 12.2 16.5 16.5 16.0 19.1 08.0 

Secuencia 23 58.5 59.6 60.6 60.6 60.6 57.4 

Secuencia 24 58.5 59.6 60.6 60.6 61.2 57.4 

Secuencia 25 61.2 62.2 63.3 62.8 63.3 59.6 

Secuencia 26 58.5 59.0 60.1 59.0 59.0 56.9 

Secuencia 27  61.7 63.3 64.4 64.4 63.8 60.6 
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Anexo 11. Valores de divergencia genética obtenidos entre las muestras 

secuenciadas en el estudio. 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 1 Secuencia 2 4.4 Secuencia 1  Secuencia 15 7.8 

  Secuencia 3 7.3   Secuencia 16 10.9 

  Secuencia 4 8.4   Secuencia 17 27.3 

  Secuencia 5 4.9   Secuencia 18 18.6 

  Secuencia 6 9.0   Secuencia 19 5.5 

  Secuencia 7 6.1   Secuencia 20 9.0 

  Secuencia 8 8.9   Secuencia 21 17.9 

  Secuencia 9 6.7   Secuencia 22 16.1 

  Secuencia 10 14.0   Secuencia 23 8.4 

  Secuencia 11 13.4   Secuencia 24 8.4 

  Secuencia 12 8.4   Secuencia 25 10.2 

  Secuencia 13 8.4   Secuencia 26 6.7 

   Secuencia 14  7.8   Secuencia 27 13.4 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 2 Secuencia 3 4.9 Secuencia 2 Secuencia 15 9.0 

  Secuencia 4 4.9   Secuencia 16 11.5 

  Secuencia 5 2.7   Secuencia 17 25.8 

  Secuencia 6 6.7   Secuencia 18 17.3 

  Secuencia 7 5.5   Secuencia 19 3.3 

  Secuencia 8 108.9   Secuencia 20 5.5 

  Secuencia 9 5.5   Secuencia 21 14.6 

  Secuencia 10 10.9   Secuencia 22 118.6 

  Secuencia 11 10.9   Secuencia 23 4.9 

  Secuencia 12 4.9   Secuencia 24 4.9 

  Secuencia 13 9.6   Secuencia 25 9.0 

  Secuencia 14 4.9   Secuencia 26 4.4 

    Secuencia 27 13.4 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 3 Secuencia 4 3.3 Secuencia 3 Secuencia 16 13.4 

  Secuencia 5 4.4   Secuencia 17 25.8 

  Secuencia 6 6.7   Secuencia 18 16.6 

  Secuencia 7 7.3   Secuencia 19 2.7 

  Secuencia 8 102.4   Secuencia 20 4.4 

  Secuencia 9 7.3   Secuencia 21 12.7 
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  Secuencia 10 10.2   Secuencia 22 111.2 

  Secuencia 11 7.8   Secuencia 23 5.5 

  Secuencia 12 4.4   Secuencia 24 3.8 

  Secuencia 13 7.8   Secuencia 25 6.1 

  Secuencia 14 6.7   Secuencia 26 5.5 

  Secuencia 15 9.6    Secuencia 27  11.5 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 4 Secuencia 5 4.9 Secuencia 4 Secuencia 16 1.4 

  Secuencia 6 7.8   Secuencia 17 25.8 

  Secuencia 7 6.7   Secuencia 18 15.3 

  Secuencia 8 111.2   Secuencia 19 3.8 

  Secuencia 9 7.3   Secuencia 20 2.2 

  Secuencia 10 7.3   Secuencia 21 9.6 

  Secuencia 11 6.1   Secuencia 22 118.6 

  Secuencia 12 3.3   Secuencia 23 3.8 

  Secuencia 13 9.0   Secuencia 24 5.5 

  Secuencia 14 4.4   Secuencia 25 6.1 

  Secuencia 15 9.0   Secuencia 26 4.9 

    Secuencia 27 12.7 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A  Secuencia 27 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 5 Secuencia 6 6.7 Secuencia 5 Secuencia 17 2.5 

  Secuencia 7 4.9   Secuencia 18 14.6 

  Secuencia 8 111.2   Secuencia 19 2.7 

  Secuencia 9 4.9   Secuencia 20 6.1 

  Secuencia 10 10.2   Secuencia 21 14.6 

  Secuencia 11 10.2   Secuencia 22 121.2 

  Secuencia 12 4.9   Secuencia 23 5.5 

  Secuencia 13 9.6   Secuencia 24 4.4 

  Secuencia 14 6.1   Secuencia 25 7.8 

  Secuencia 15 8.4   Secuencia 26 3.8 

  Secuencia 16 10.9   Secuencia 27  12.1 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 6 Secuencia 7 9.6 Secuencia 6 Secuencia 17 27.3 

  Secuencia 8 108.9   Secuencia 18 14.6 

  Secuencia 9 10.2   Secuencia 19 6.7 

  Secuencia 10 12.7   Secuencia 20 7.8 

  Secuencia 11 12.1   Secuencia 21 15.9 

  Secuencia 12 6.1   Secuencia 22 118.6 
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  Secuencia 13 8.4   Secuencia 23 7.8 

  Secuencia 14 6.7   Secuencia 24 5.5 

  Secuencia 15 12.1   Secuencia 25 6.7 

  Secuencia 16 12.1   Secuencia 26 4.9 

    Secuencia 27 12.1 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia 27 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 7 Secuencia 8 113.6 Secuencia 7 Secuencia 18 14.0 

  Secuencia 9 5.5   Secuencia 19 6.7 

  Secuencia 10 10.2   Secuencia 20 7.8 

  Secuencia 11 11.5   Secuencia 21 15.9 

  Secuencia 12 6.7   Secuencia 22 124.0 

  Secuencia 13 10.2   Secuencia 23 7.3 

  Secuencia 14 8.4   Secuencia 24 8.4 

  Secuencia 15 10.2   Secuencia 25 8.4 

  Secuencia 16 7.8   Secuencia 26 7.8 

  Secuencia 17 25.0   Secuencia 27  12.7 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 8 Secuencia 9 108.9 Secuencia 8 Secuencia 18 116.1 

  Secuencia 10 111.2   Secuencia 19 108.9 

  Secuencia 11 126.8   Secuencia 20 111.2 

  Secuencia 12 108.9   Secuencia 21 126.8 

  Secuencia 13 113.6   Secuencia 22 6.1 

  Secuencia 14 111.2   Secuencia 23 108.9 

  Secuencia 15 118.6   Secuencia 24 108.9 

  Secuencia 16 116.1   Secuencia 25 116.1 

  Secuencia 17 136.0   Secuencia 26 104.5 

    Secuencia 27 118.6 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia 27 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 9 Secuencia 10 9.0 Secuencia 9 Secuencia 19 5.5 

  Secuencia 11 10.2   Secuencia 20 7.8 

  Secuencia 12 6.1   Secuencia 21 14.0 

  Secuencia 13 9.6   Secuencia 22 118.6 

  Secuencia 14 9.0   Secuencia 23 7.3 

  Secuencia 15 7.8   Secuencia 24 8.4 

  Secuencia 16 9.0   Secuencia 25 7.3 

  Secuencia 17 22.8   Secuencia 26 6.7 

  Secuencia 18 14.0   Secuencia 27  11.5 

Secuencia A Secuencia B 
Intervalo de 
divergencia Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 
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(%) 

Secuencia 10 Secuencia 11 8.4 Secuencia 10 Secuencia 19 9.6 

  Secuencia 12 7.8   Secuencia 20 6.1 

  Secuencia 13 12.7   Secuencia 21 7.3 

  Secuencia 14 6.1   Secuencia 22 118.6 

  Secuencia 15 10.9   Secuencia 23 5.5 

  Secuencia 16 14.6   Secuencia 24 10.2 

  Secuencia 17 27.3   Secuencia 25 9.0 

  Secuencia 18 14.0   Secuencia 26 10.2 

    Secuencia 27 15.3 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia 27 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 11 Secuencia 12 8.4 Secuencia 11 Secuencia 20 6.1 

  Secuencia 13 12.1   Secuencia 21 10.9 

  Secuencia 14 6.7   Secuencia 22 136.0 

  Secuencia 15 7.8   Secuencia 23 6.1 

  Secuencia 16 16.6   Secuencia 24 10.2 

  Secuencia 17 27.3   Secuencia 25 8.4 

  Secuencia 18 17.9   Secuencia 26 9.6 

  Secuencia 19 9.0   Secuencia 27 15.3 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 12 Secuencia 13 6.7 Secuencia 12 Secuencia 20 3.8 

  Secuencia 14 4.9   Secuencia 21 11.5 

  Secuencia 15 9.0   Secuencia 22 118.6 

  Secuencia 16 12.7   Secuencia 23 3.8 

  Secuencia 17 24.3   Secuencia 24 3.8 

  Secuencia 18 14.0   Secuencia 25 4.9 

  Secuencia 19 3.8   Secuencia 26 4.4 

    Secuencia 27 9.0 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia 27 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 13 Secuencia 14 9.6 Secuencia 13 Secuencia 21 16.6 

  Secuencia 15 7.8   Secuencia 22 121.2 

  Secuencia 16 11.5   Secuencia 23 8.4 

  Secuencia 17 24.3   Secuencia 24 8.4 

  Secuencia 18 14.0   Secuencia 25 4.9 

  Secuencia 19 9.6   Secuencia 26 9.0 

  Secuencia 20 9.6   Secuencia 27  5.5 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 
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Secuencia 14 Secuencia 15 8.4 Secuencia 14 Secuencia 21 10.2 

 Secuencia 16 13.4  Secuencia 22 118.6 

 Secuencia 17 26.5  Secuencia 23 2.7 

 Secuencia 18 14.0  Secuencia 24 6.1 

 Secuencia 19 6.1  Secuencia 25 7.3 

 Secuencia 20 3.8  Secuencia 26 6.1 

    Secuencia 27 14.6 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 15 Secuencia 16 11.5 Secuencia 15 Secuencia 22 124.0 

  Secuencia 17 25.8   Secuencia 23 8.4 

  Secuencia 18 17.3   Secuencia 24 10.9 

  Secuencia 19 9.0   Secuencia 25 7.8 

  Secuencia 20 9.0   Secuencia 26 9.0 

  Secuencia 21 14.0   Secuencia 27 10.9 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 16 Secuencia 17 25.0 Secuencia 16 Secuencia 23 12.1 

  Secuencia 18 12.1   Secuencia 24 13.4 

  Secuencia 19 12.7   Secuencia 25 12.7 

  Secuencia 20 15.3   Secuencia 26 10.2 

  Secuencia 21 22.1   Secuencia 27 11.5 

  Secuencia 22 124.0       

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 17 Secuencia 18 25.8 Secuencia 17 Secuencia 23 24.3 

  Secuencia 19 25.0   Secuencia 24 25.8 

  Secuencia 20 26.5   Secuencia 25 25.0 

  Secuencia 21 32.8   Secuencia 26 26.5 

  Secuencia 22 142.8   Secuencia 27 25.0 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 18 Secuencia 19 15.9 Secuencia 18 Secuencia 24 17.3 

  Secuencia 20 14.6   Secuencia 25 12.1 

  Secuencia 21 21.4   Secuencia 26 16.6 

  Secuencia 22 121.2   Secuencia 27 11.5 

  Secuencia 23 15.3       

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 19 Secuencia 20 4.4 Secuencia 19 Secuencia 24 3.8 

  Secuencia 21 13.4   Secuencia 25 6.7 
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  Secuencia 22 118.6   Secuencia 26 4.4 

  Secuencia 23 4.9   Secuencia 27 12.1 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 20 Secuencia 21 9.0 Secuencia 20 Secuencia 25 6.7 

 
  Secuencia 22 118.6   Secuencia 26 5.5 

  Secuencia 23 2.7   Secuencia 27 13.4 

  Secuencia 24 4.9       

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 21 Secuencia 22 136.0 Secuencia 21 Secuencia 25 11.5 

  Secuencia 23 9.6   Secuencia 26 14.0 

  Secuencia 24 14.0   Secuencia 27 19.3 

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 22 Secuencia 23 118.6 Secuencia 22 Secuencia 26 113.6 

  Secuencia 24 118.6   Secuencia 27 124.0 

  Secuencia 25 126.8      

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 23 Secuencia 24 4.4 Secuencia 24 Secuencia 25 7.8 

  Secuencia 25 6.1   Secuencia 26 3.8 

  Secuencia 26 4.9   Secuencia 27 12.1 

  Secuencia 27 13.4      

Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia 
(%) Secuencia A Secuencia B 

Intervalo de 
divergencia (%) 

Secuencia 25 Secuencia 26 8.4 Secuencia 26 Secuencia 27 12.7 

  Secuencia 27 9.0       
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