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RESUMEN 

Los humedales altoandinos son ecosistemas clave que se ven afectados por el comercio 

insostenible de turba y el sobrelulipastoreo del ganado. Esto reduce la cobertura vegetal, el 

agua, la humedad de los suelos y su comunidad microbiana rizosférica. Objetivo: Evaluar la 

diversidad microbiana de los suelos rizosféricos en zonas antropogénicas impactadas (ZI) y no 

impactadas (ZNI) en el humedal de Pumacocha (región Ancash, Perú central). Método: Se 

extrajo DNA de los suelos rizosféricos y se realizó la secuenciación del gen 16S mediante 

Illumina Miseq utilizando la biblioteca de DNA True Seq. Se realizaron análisis 

bioinformáticos para evaluar la composición y abundancia relativa de los microorganismos. 

Estas variables se asociaron a las condiciones ecológicas de los suelos del humedal. 

Resultados: En la ZNI predominaron las especies vegetales Distichia muscoides y Oxicloe 

andina. La composición bacteriana fue significativamente diferente entre ambas zonas; donde 

la abundancia relativa fue mayor en la ZI (índice de Shannon = 6; índice de Simpson = 0,9; 

índice de Bray Curtis = 0,5). Las ZNI presentaron una mayor proporción de bacterias no 

identificadas (~36%). En ambas zonas predominaron bacterias restauradoras. En las ZI se 

identificaron bacterias patógenas (Candidatus Xiphinematobacter y Pajaroellobacter). 

Respecto a las condiciones ecológicas, se encontraron diferencias en materia orgánica (ZI= 

17,69 %, ZNI= 40,06 %), tipo de suelo limoso (ZI= 32,17 %, ZNI= 4,17 %) y cationes de 

Al+3+H+1 (ZI=11,23 Cmol (+)/ Kg, ZNI=3,37 Cmol (+)/ Kg). Conclusiones: El impacto humano 

alteró la diversidad de las comunidades bacterianas del suelo rizosférico ácido del bofedal de 

Pumacocha; reflejando la posible adaptabilidad de los microorganismos en época seca. 

Bacterias Rhodomicrobium, Pedomicrobium, Bacillus, Candidatus Solibacter, Bryobacter, 

Bradyrhizobium, Acidothermus y Nitrobacter podrían tener potencial de reforestación en las 

ZI de este bofedal. 

Palabras Clave: Bofedales, DNA, Metabarcoding, Microbiota, Suelos rizosféricos  
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ABSTRACT 

High Andean wetlands are key ecosystems that are affected by unsustainable peat trade 

and overgrazing by livestock. This reduces vegetation cover, water, soil moisture and their 

rhizospheric microbial community. Objective: To evaluate the microbial diversity of 

rhizospheric soils in impacted (IZ) and non-impacted (NIZ) anthropogenic zones in the 

Pumacocha wetland (Ancash region, central Peru). Method: DNA was extracted from 

rhizospheric soils and 16S gene sequencing was performed by Illumina Miseq using the True 

Seq DNA library. Bioinformatic analyses were performed to evaluate the composition and 

relative abundance of microorganisms. These variables were associated with the ecological 

conditions of the wetland soils. Results: The plant species Distichia muscoides and Oxicloe 

andina were predominant in the ZI. The bacterial composition was similar in both zones, but 

they were different in quantity; where the relative abundance was higher in the ZI (Shannon 

index = 6, Simpson index = 0.9; Bray-Curtis index). The NIZ had a higher proportion of 

unidentified bacteria (~36%). Restoration bacteria predominated in both zones. Pathogenic 

bacteria (Candidatus Xiphinematobacter and Pajaroelloellobacter) were identified in the IZ. 

Regarding ecological conditions, differences were found in organic matter (ZI= 17,69 %, ZNI= 

40,06 %), loamy soil type (ZI= 32,17 %, ZNI= 4,17 %) and Al+3+H+1cations (ZI=11,3 Cmol 

(+)/ Kg, ZNI=3,37 Cmol (+)/ Kg). Conclusions: Human impact altered the diversity of 

bacterial communities in the acidic rhizospheric soil of the Pumacocha wetland, reflecting the 

possible adaptability of microorganisms in the dry season. Bacteria Rhodomicrobium, 

Pedomicrobium, Bacillus, Candidatus Solibacter, Bryobacter, Bradyrhizobium, Acidothermus 

and Nitrobacter could have potential for reforestation in the IZ of this wetland. 

Keyworks: DNA, Metabarcoding, Microbiota, Rhizospheric soils, Vegetation, Wetland
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I. INTRODUCCIÓN 

1.1. Descripción y formulación del problema 

Los humedales altoandinos o bofedales se caracterizan por presentar colchones 

vegetales sobre los cuerpos de agua, éstos son el suministro de agua tanto para la flora y fauna 

que lo habita como para las comunidades aledañas (Ministerio del Ambiente, 2015).  

La degradación de los bofedales es generada por las continuas presiones o 

perturbaciones antrópicas y climáticas; un impacto negativo de ello a corto plazo es la pérdida 

de la vegetación en este ecosistema frágil, que reduce la capacidad de secuestrar el CO2 de su 

entorno (Delavaux et al., 2020).  

A mediano y largo plazo el impacto negativo es el desabastecimiento hídrico para las 

poblaciones aledañas que corren el riesgo de sufrir inundaciones. Esto se vio agudizado durante 

el contexto de pandemia de la COVID-19 al haber un incremento en la explotación de la turba 

(Onursal & Gautam, 1997; Nwankwoala, 2012; Official Site of Monroe County, 2019; Ziegler, 

2020). 

Actualmente, en los bofedales de Ancash – Perú existen zonas impactadas por la 

actividad antrópica: el pastoreo y sobrepastoreo de camélidos que sobrecargan la superficie del 

bofedal, la extracción ilegal de la turba (champa) predominante y el ingreso de afluentes 

mineros (Maldonado, 2010; Ramírez, 2011; Sociedad Peruana de Derecho Ambiental, 2018; 

Decreto Supremo Nº-2020-MINAM; Resolución Ministerial N°019-2022-MINAM).  

 La microbiota rizosférica promotora de crecimiento y bioestimulante del suelo de estos 

colchones vegetales tienen un papel determinante en el proceso de restauración y recuperación 

del bofedal (Delavaux et al., 2020). Sin embargo, ante la actual problemática de la 

contaminación antrópica de los bofedales peruanos, el estudio del DNA microbiano de estos 

suelos, un tipo de biomonitoreo no invasivo; no se está dando a la fecha en el Perú.  
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Por ello, el presente estudio de la distribución y diversidad microbiana rizosférica 

presente de zonas con escasa y abundante vegetación que, entre otros factores, evidencien los 

impactos antrópicos en este ecosistema; proporcionará datos básicos para futuros estudios de 

restauración en los bofedales peruanos. 

1.2. Antecedentes 

La desactualización mundial sobre las descripciones colectivas de la diversidad 

microbiana en los humedales motivó a Lv et al. (2014) a evaluar la diversidad microbiana en 

varios humedales a nivel global realizando un metanálisis de todas las secuencias de genes de 

ARNr 16S, y concluyeron que estos están dominados en gran medida por Proteobacterias 

(40%); seguido de arqueas (56%) y grupos bacterianos (45%). 

Por otro lado, Mohan & Tippa (2019), mediante el uso del marcador genético 16S RNA, 

identificaron bacterias del suelo de humedal con capacidad para mejorar el proceso de 

fitorremediación en el sur de Chennai, India; los resultados arrojaron ocho especies bacterianas 

diferentes del filo Proteobacteria, Firmicutes y Actinobacteria. 

Respecto a estudios sobre diversidad microbiana en humedales en Latinoamérica, 

recientemente, Navarrete-Euan et al. (2021) compararon los microbiomas de sedimentos en 

humedales contaminados (abundantes en los taxa FBP y Chloroflexi) y prístinos (abundantes 

en filos Planctomycetes y Acidobacteria) de la costa de Yucatán (México), mediante la 

secuenciación de amplicones del gen 16S rRNA, para evaluar cómo las comunidades 

microbianas pueden cambiar su composición y abundancias según las perturbaciones 

ambientales. 

Hasta la fecha, en el Perú no se han reportado estudios sobre la diversidad de la 

microbiota asociados a la rizósfera de bofedales; sin embargo, se rescata el estudio enfocado 

en la diversidad microbiana de los cuerpos de agua del bofedal Huaytire (Tacna, Perú) realizado 
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por Salazar-Torres et al. (2012), donde concluyeron que las diatomeas fueron el grupo de algas 

más abundante, representando el 95% de la abundancia total; mientras que las clorofíceas y las 

cianobacterias contribuyen solo con el 3% y el 2%, respectivamente. 

1.3. Objetivos 

Objetivo General 

Determinar la diversidad microbiana rizosférica del bofedal de Pumacocha (Ancash, 

Perú) mediante identificación taxonómica a gran escala (metabarcoding). 

Objetivos Específicos 

Evaluar la diversidad de la comunidad microbiana rizosférica del bofedal de 

Pumacocha bajo condiciones de perturbación antrópica 

Determinar los factores abióticos que influyen en la composición y abundancia de las 

comunidades microbianas rizosféricas del bofedal de Pumacocha. 

Analizar el potencial de las comunidades microbianas rizosféricas para la 

implementación de futuros programas de restauración ecológica en bofedales. 

1.4. Justificación 

La principal importancia de los bofedales recae en su capacidad de secuestrar el carbono 

por que sirven como suministros naturales de agua para las comunidades y su destrucción 

agudiza el desabastecimiento hídrico y su correcta gestión (Onursal y Gautam, 1997; 

Nwankwoala, 2012). Además, los bofedales evitan las inundaciones almacenando 

temporalmente las aguas pluviales (reduciendo el flujo de agua) y estabilizando las orillas de 

los ríos y arroyos que colindan con éstos (Official Site of Monroe County, 2019). 

La degradación de los bofedales, además, impacta negativamente a la economía de los 

países, causando pérdidas de miles de millones de dólares para la producción agrícola y unos 
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billones de dólares de coste medioambiental en todo el mundo anualmente (Secretariat of the 

Convention on Biological Diversity, 2009); causando la pérdida de biodiversidad que traería 

consecuencias perjudiciales en el bienestar humano (Daryadel & Talaei, 2014). Esto involucra 

la disminución de la diversidad alimentaria provocando malnutrición, hambruna y 

enfermedades, especialmente en los países en desarrollo (Ipenza, 2010).  

Dado que el 90% de las catástrofes están relacionadas con el agua, revertir la pérdida y 

degradación de los humedales puede ser parte de la solución. Por ello, a nivel mundial, muchas 

organizaciones no gubernamentales (ONG’s) fomentan la resiliencia a lo largo de las costas 

fuertemente degradadas y urbanizadas que están sujetas, además, a la erosión y al hundimiento 

del terreno.  

Esto, con el fin de dar un mayor impulso político a los servicios ecosistémicos de los 

humedales mediante programas de restauración, biorremediación, construcción de 

infraestructuras que conecten a los ecosistemas con la ingeniería o la creación de sistemas 

agrícolas multifuncionales que incorporen a los humedales para favorecer así la salud 

alimentaria (Wetlands International, 2015).  

La ausencia de investigación en el Perú sobre la diversidad microbiana asociada a la 

rizósfera de bofedales degradados motiva a la creación del presente trabajo, puesto que este 

estudio sentará las bases para la elaboración de consorcios bacterianos como promotores de 

crecimiento vegetal, fijadores de nitrógeno y antagonistas naturales de fitopatógenos para 

posteriores estudios de revegetación sustentable de bofedales altoandinos peruanos. Además, 

este estudio busca contribuir con el Objetivo de Desarrollo Sostenible N° 15: Vida De 

Ecosistemas Terrestres y el N° 13: Acción Por El Clima de cara al 2030 (ONU, 2015). 

Finalmente, el presente trabajo, plantea explorar la diversidad bacteriana asociada a la 

rizósfera del bofedal de Pumacocha – Pomabamba (Áncash, Perú) de zonas impactadas y no 
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impactadas por actividades antrópicas, mediante el metabarcoding de DNA, a fin de explorar 

la diversidad y distribución microbiana. El análisis de ppmetabarcoding de muestras 

ambientales en un método rápido de evaluación de biodiversidad, rentable, auditable 

(verificable por otros) y que requiere menor dependencia del expertíse taxonómico del 

investigador. 

Pregunta de Investigación: ¿Cuál será la variación de la diversidad microbiana 

rizosférica en las zonas con impacto antropogénico del bofedal de Pumacocha, Ancash (Perú)? 

1.5. Hipótesis  

- Hipótesis nula 

Ho: No se detectarán variaciones en la diversidad microbiana rizosférica entre las zonas 

con y sin impacto antropogénico del bofedal de Pumacocha, Ancash (Perú) 

- Hipótesis alterna 

Ha: Se detectarán variaciones en la diversidad microbiana rizosférica entre las zonas 

con y sin impacto antropogénico del bofedal de Pumacocha, Ancash (Perú) 
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II. MARCO TEÓRICO 

2.1. Bases teóricas sobre el tema de investigación 

2.1.1. Humedales altoandinos o bofedales  

Los bofedales o humedales altoandinos son considerados ecosistemas frágiles según la 

Ley General del Ambiente del Perú (Ley N º. 28611), ya que, de éstos dependen varias especies 

de flora y fauna amenazadas o endémicas (León et al., 2006), cuyo hábitat se compone de 

turberas o capas de alta materia orgánica en estado de semi descomposición o “turba” 

(MINAM, 2021).  

Los bofedales poseen una vegetación herbácea de tipo hidrófila, densa, compacta y 

verdosa de porte almohadillado, la cual, se sostiene de la diversidad microbiana rizosférica que 

permiten la captura del carbono y la reducción de contaminantes urbanos (Mohan & Tippa, 

2019; Jackson y Pringle, 2010). 

 La vegetación de los bofedales está permanentemente inundados o saturados por el mal 

drenaje de agua corriente (MINAM, 2019), y esta alta capacidad de retención de agua provee 

el abastecimiento hídrico al ecosistema, siendo la principal fuente de sustento para la fauna 

silvestre, la ganadería y de las poblaciones aledañas (Hofstede y Aguirre, 1999; Mamani y 

Garcia, 2009; Resolución Presidencial N° 257-2016-SERNANP; Suárez et al., 2016; Mango, 

2017).  

Cabe resaltar que, a causa de la perturbación antrópica en los bofedales, en el Perú se 

ha asumido el compromiso de conservarlos y promover su sostenibilidad bajo el marco de la 

Convención Ramsar desde 1999 (Blanco y De la Balze, 2004; MINAM, 2021). 

En los valles de Llanganuco, Quilcayhuanca y Carhuascanchalos en la región de 

Ancash, las especies más frecuentemente encontradas en los bofedales son Calamagrostis 

rigescens, Eleocharisalbibracteata, Gentiana sedifolia y Juncus ebracteatus.  
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Además, estos bofedales albergan siete especies endémicas del Perú, la hierba africana 

invasora Pennisetum clandestinum, y tres especies que pueden dominar la cobertura vegetal en 

áreas andinas sobrepastoreadas, la especie no nativa Trifolium amabile (no nativa) y las 

especies nativas Wernia nubigena y Lachemillaorbiculata (Adler & Morales, 1999; Veblen, 

Young & Orme, 2007; Polk et al., 2019). 

2.1.2. Microorganismos asociados a la rizósfera de bofedales 

Los microrganismos principalmente asociados a la rizósfera de los bofedales están 

sujetos a un patrón espacial de oxígeno disponible que varía fuertemente entre las especies 

vegetales (Armstrong, 1978; Laan et al., 1989; Colmer, 2003). La lignina y/o suberina de las 

plantas actúan como una barrera para prevenir la pérdida de O2 en la capa superior del suelo 

asegurando el suministro de O2 hacia las puntas de las raíces para promover la actividad 

microbiana que regula el suministro de nutrientes a las plantas (Berendsen et al. 2012).  

Muchos microorganismos rizosféricos de bofedales son degradadores de celobiosa, 

fermentadores, reductores de hierro, reductores de sulfatos, metanógenos, metanótrofos y están 

implicados en el reciclaje de la materia orgánica del suelo de estos humedales (Bardgett et al., 

2008; Yarwood, 2018).  

Parte de los microorganismos bacterianos del suelo son benéficos para el crecimiento 

de las plantas, ya que sintetizan fitohormonas y facilitan la absorción de nutrientes del suelo, 

además, ayudan a disminuir o prevenir las enfermedades de las plantas (Guo et al., 2004). Estas 

bacterias son generalmente denominadas rizobacterias promotoras del crecimiento de las 

plantas (PGPR, en inglés) (Hayat et al., 2010).  

La importancia de la actividad microbiana rizosférica en los bofedales, posiblemente 

compuesta por proteobacterias y bacterias del género Geobacter, Pseudomonas y 

Bradyrhizobium (Zhang et al., 2021) reside en convertir el nitrógeno inorgánico en uno 
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asimilable por las plantas, pues retrasa o frena la degradación del medio ambiente pues influyen 

en el crecimiento de las plantas, la acumulación del suelo, la calidad del agua y las emisiones 

de gases de efecto invernadero (Reddy et al., 2010).  

Desde otra perspectiva, existe un creciente interés biotecnológico en las bacterias 

asociadas al rizoma de Juncus acutus de humedales artificiales del filo Firmicutes 

(Pseudomonas fluorescens, Microbacterium oxydans, Microbacterium maritypicum, 

Flavobacterium johnsoniae, Lysinibacillus fusiformis y Enterobacter ludwigii) por mostrar 

capacidad comercial como bioestimulantes al producir abundante ácido indolacético (IAA, en 

inglés), una fitohormona que promueve el crecimiento del aparato radicular (Backer et al., 

2018).  

Además, estos componentes microbianos actúan en la biorremediación de 

contaminantes orgánicos recalcitrantes (Chandra & Singh, 2014; Chandra & Singh, 2016; 

Chandra & Enespa, 2019); y, en reducir el estrés de la planta por presentar la enzima ACC-

desaminasa encargada de catalizar el etileno de las plantas (Riva et al., 2019). 

2.1.3. Métodos de estudio de la diversidad microbiana  

Los estudios en diversidad microbiana asociados a la rizósfera iniciaron con estudios 

microbiológicos basados en la ecología microbiana de los suelos (Bull & Hardman, 1991; 

Bodelier & Dedysh, 2013; De Mandal & Bhatt, 2020).  

Gracias a los estudios moleculares del DNA de los microorganismos basados en 

técnicas de Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR, en inglés), se comprobó que con solo 

se había reportado el 1% de toda la diversidad microbiana de suelo (Amann et al., 1995). Por 

otro lado, gracias a las técnicas de secuenciación de alto rendimiento se logró identificar, 

mediante la data masiva, a microorganismos no cultivables (Delmont et al., 2015).  
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A razón de ello, se sugiere que, para aumentar la predicción de la diversidad microbiana 

de suelos, se deben correlacionar resultados referenciales de la diversidad microbiana 

mediante, i) el aislamiento de microorganismos cultivables, ii) análisis molecular de genes 

diferenciales del ácido desoxirribonucleico (DNA) o el ácido ribonucleico (ARN) del grupo de 

microorganismos de interés y iii) datos abióticos y bióticos del lugar de estudio.  

De esta manera, se espera que con el uso de herramientas bioestadísticas y 

bioinformáticas se muestran resultados más consistentes de la microbiota asociada a los suelos 

de cualquier ecosistema (Nannipieri et al., 2020) y se cuantifique la abundancia de 

microorganismos en respuesta a cambios de los factores ambientales (Fisher & Mehta, 2014). 

Las primeras técnicas basadas en ácidos nucleicos para predecir la diversidad 

microbiana de la rizósfera estaban sujetas a realizar un aislamiento microbiano inicial. Sin 

embargo, surgió la necesidad de implementar el estudio del DNA ambiental (eDNA, en inglés) 

debido a la necesidad de registrar la presencia de la microbiota rara de microorganismos, poco 

viables de cultivar y por la limitación del aislamiento de muestras adecuados (Delavaux, 2020). 

En base a ello, se propuso realizar el diagnóstico ecológico del microbioma de los 

suelos; es así como, en los últimos trece años se han incrementado los estudios de material 

genético ambiental (Taberlet et al., 2018).   

Desde entonces, el uso de marcadores genéticos estándares que flanqueen genes 

diferenciales de los microorganismos de interés (Schöller et al., 2017), como los introducidos 

para el análisis del gen 16S rRNA de la subunidad ribosómica pequeña cuya región V3-V4, es 

la región objetivo que ha ganado popularidad desde su desarrollo y uso por parte del Proyecto 

Genoma de la Tierra (https://www.earthgenome.org/). Esta región es ampliamente utilizada 

para comparar diferentes estudios de diversidad y para la reproducción de los análisis 

(Caporaso et al., 2012; Jurburg et al., 2020).  

https://www.earthgenome.org/
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En consecuencia, es vital obtener metadatos de alta calidad y abundancia para predecir 

la estructura y la dinámica de las comunidades microbianas de interés que en el momento del 

muestreo haya estado libre o dentro de las células microbianas y más o menos intacto (Taberlet 

et al., 2012); todas estas consideraciones componen a los estudios en metabarcoding (Degrune 

et al., 2017; Peiffer et al. 2013).  

Por estas razones, el objetivo del metabarcoding de DNA es identificar y caracterizar 

enteramente taxones; como se podría realizar con técnicas de la metagenómica pero que está 

principalmente describe el análisis funcional de los genomas microbianos contenidos en una 

muestra ambiental (Riesenfeld et al., 2004; Taberlet et al., 2012). 

El flujograma de trabajo del metabarcoding para microorganismos asociados a la 

rizósfera de los suelos, inicia con el muestreo del suelo, la extracción del eDNA de cada zona 

muestreada que luego se combina a fin de amplificar y evidenciar la etiqueta genética 

diferencial de procariotas amplificando el gen 16S rARN mediante PCR (Francioli et al., 2021; 

Lear et al., 2018).  

Los amplicones derivados del PCR fueron etiquetados y con la ayuda de adaptadores 

se secuencian con la plataforma Illumina MiSeq y se obtuvieron secuencias de nucleótidos 

(reads, en inglés) con el tamaño de la región V3 V4 (300 pares de bases) que constituyen los 

códigos de barras de DNA de procariotas (Dopheide et al., 2019).  

Finalmente, para realizar el metaanálisis de la abundancia y diversidad microbiana, se 

agrupan las lecturas con regiones taxonómicas relacionadas utilizando unidades taxonómicas 

operativas (OTU) o Variantes de Secuencia del Amplicón (ASV, en inglés) a un nivel de 

similitud del 97% (Callahan et al., 2017; Fricker et al., 2019).  
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A partir de ello, junto a la metadata se logra inferir y estimar la diversidad (índices de 

Shannon y Simpson y la uniformidad de Pielou), la riqueza (índices de Chao) y la abundancia 

(ACE) microbiana (Foulon et al., 2016; Hong et al., 2015) así como datos ecológicos. 
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III. MÉTODO 

3.1. Tipo de investigación 

El presente estudio fue una investigación básica que tuvo como objeto de estudio a la 

diversidad microbiana de la rizósfera de bofedales impactados y no impactados, donde se 

realizaron procedimientos in vitro y análisis in silico.  

A su vez, fue una investigación transversal por realizarse la obtención de la data en un 

único momento. Con ello, el objetivo de esta investigación permitió describir la situación actual 

de la microbiota asociada a los suelos del bofedal bajo presiones antrópicas y climáticas, por 

lo que se proyecta para futuros estudios de restauración ecológica. 

3.2. Ámbito temporal y espacial 

El muestreo de los suelos asociados a la rizósfera se realizó en el bofedal de Pumacocha, 

provincia de Pomabamba, región de Ancash - Perú (Figura 1 y Tabla 1). El DNA ambiental 

microbiano de los suelos se procesó y analizaron durante 8 meses desde octubre del 2021 hasta 

mayo del 2022 en el Área de Biología Molecular y Genómica del laboratorio de Fisiología y 

Biotecnología Vegetal de la Universidad Nacional Toribio Rodríguez de Mendoza (UNTRM), 

ubicada en la ciudad de Chachapoyas, región de Amazonas, nororiente del Perú. 

3.3. Variables 

- Variable independiente: Variables fisicoquímicas del suelo del bofedal 

- Variable dependiente: Diversidad de procariotas de la rizósfera 

3.4. Población y muestra 

La población de estudio fue el suelo rizosférico del bofedal situado en Pumacocha. A 

partir de las zonas accesibles y más representativas de toda la extensión del bofedal, se 

determinaron las zonas de muestreo impactadas y no impactadas, que en total incluyeron 30 

muestras seleccionadas bajo un muestreo por conveniencia, una técnica de muestreo no 

probabilística (Otzen y Manterola, 2017).  
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De dicho suelo, se extrajo y obtuvo la data genética del eDNA, del que solo se consideró 

el DNA procariota (bacterias y arqueas) para el presente estudio. Se excluyó data proveniente 

de la contaminación durante el procesamiento de las muestras. 

Figura 1 

Mapa de ubicación del bofedal de Pumacocha 

 

Nota: Imagen de elaboración propia. Fotos del bofedal de Pumacocha, tomadas por encargados 

de la ONG Yuran Yaqu, responsables del Proyecto Prociencia N°035-2021. 
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Tabla 1 

Ubicación cartográfica de las tres zonas de muestreo 

  Latitud Sur Latitud Oeste 

Zona 1 Zona no impactada 8° 45´ 54" 77° 34´ 52" 

Zona Impactada 8° 45´54" 77° 34´57" 

Zona 2 Zona no impactada 8° 45´ 54" 77° 34´ 52" 

Zona Impactada 8° 45´54" 77° 34´57" 

Zona 3 Zona no impactada 8° 45´ 54" 77° 34´ 52" 

Zona Impactada 8° 45´54" 77° 34´57" 

3.5. Instrumentos 

3.5.1. Instrumentos de muestreo 

● Treinta tubos Falcon de 15 ml de plástico con tapa rosca. 

● Una solución de preservación DNA/RNA Shield (Zymo Research, EE. UU.) 

3.5.2. Instrumentos de análisis in vitro 

Para el procesamiento de las muestras de suelo hasta la obtención del DNA se 

emplearon: 

● Materiales de laboratorio: 

 Se utilizaron 6 cucharas pequeñas de acero, 6 morteros con pilón de cerámica, 30 tubos 

Falcon de 30 ml, microtubos de 1,5 ml y 2 ml, puntas para micropipetas de 10µl, 200µl y 

1000µl y soportes para microtubos. 

● Equipos e instrumentos de laboratorio: 

Refrigeradora (LG, Colombia), Micropipetas de 10µl, 200µl y 1000µl (Nichepet, 

Japón), Vortex Mixer (Labnet International, México), mini centrifuga (Micro spinner PRISM 
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™ MINI, Corea del Sur), microcentrífuga digital (Labnet International, México), Thermoblock 

(Labnet International, China), Termociclador de PCR (BioRad, Singapur), Cámara de 

electroforesis (VMR, Reino Unido) y Software AIDA del fotodocumentador de electroforesis 

(SmartView Pro-1100 Imagen System), Espectofotómetro Nanodrop (Eppendorf 

BioSpectrometer® basic, Alemania) y Fluorómetro Quantus ™ (Promega, EE. UU.). 

● Insumos químicos: 

Kit ZymoBIOMICS™ DNA Miniprep (D4300, Zymo Research), cloruro de calcio 

(CaCl2) al 0,5 M, agua ultrapura y etanol al 94%. El kit de ensayo Qubit RNA Broad-Range 

(Invitrogen de ThermoFisher, EE. UU.). 

3.5.3. Instrumentos de análisis in silico 

Para el análisis del DNA obtenido a partir de los suelos se requirió: 

● Servicio de secuenciación con la plataforma Illumina MiSeq, realizado por la compañía 

Macrogen (Seúl, Corea del Sur). 

● Servicio gratuito de lenguaje de programación para análisis estadístico del software 

RStudio (RStudio Team, 2020). 

● Servicios bioinformáticos de acceso libre: paquetes bioinformáticos útiles para predecir 

ASVs como DADA2 (Callahan et al., 2016) en R Studio y bases de datos de referencia como 

SILVA (Pruesse et al., 2007). Y otros, que se detallaron en procedimientos. 

3.6. Procedimientos 

Se realizó el muestreo y análisis fisicoquímico de los suelos con y sin impacto 

antropogénico en los suelos del bofedal de interés, las muestras de suelos se preservaron 

química y físicamente hasta realizar la extracción de DNA incluyéndose en este proceso 

tratamientos químicos y físicos; cuyos DNA extraídos se secuenciaron. Con ello, se obtuvo la 

información bioinformática para su posterior análisis e interpretación de los resultados. 
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3.6.1. Muestreo de suelos rizosféricos de bofedales 

Se realizó la previa ubicación cartográfica del bofedal de Pumacocha del lugar de 

muestreo (Figura 2, ANEXO A). Las muestras de suelo rizosférico en las zonas con impacto 

antropogénico del bofedal en las zonas con impacto antropogénico del bofedal se recolectaron 

siguiendo la metodología propuesta por Cobo-Díaz et al. (2015).  

El muestreo incluyó 3 zonas del humedal y por cada zona se tomaron 10 puntos (5 

muestreos con signos de impacto antropogénico y 5 sin signos de impacto antropogénico) 

obteniéndose en total 30 muestras por cada área.  

El impacto antrópico de las zonas se determinó visualmente tomando los siguientes 

criterios tangibles: la vegetación del suelo (Abou & Ottow 1985; Chapuis‐Lardy et al., 2007) 

y la presencia de heces de camélidos por el sobrepastoreo. En cada área se mantuvo una 

distancia de separación de 10 m por muestreo, donde la muestra se obtuvo tomando 15 g de 

suelo descartando la capa superior a profundidades de 5 a 25 cm.  

3.6.2. Preservación de las muestras de suelos 

Se mezclaron los 10 g de cada muestra de suelo con 20 mL de la solución de 

preservación DNA/RNA Shield (Zymo Research) hasta que la solución recubrió toda la 

muestra; las 30 muestras se refrigeraron a 1°C durante 6 meses (Delavaux et al., 2020; 

Venturini, et al., 2020) en el Área de Biología Molecular y Genómica del laboratorio de 

Fisiología y Biotecnología Vegetal de la Universidad Nacional Toribio Rodríguez de Mendoza 

de Amazonas (UNTRM). 
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Figura 2 

Ubicación geográfica de las zonas muestreadas 

 

Nota: Se designaron 3 zonas de muestreo, cada una con impacto antropogénico (heces por el 

pastoreo) o presencia de vegetación; y otra sin impacto. Se tomaron 5 réplicas de muestras de 

suelo de estas zonas. Foto tomada con Google Earth por encargados de la ONG Yuran Yaqu 

responsables del Proyecto Prociencia N°035-2021 (fecha de acceso 20/09/22). 
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3.6.3. Análisis físico – químicos de suelos 

Se realizaron estudios fisicoquímicos (ANEXO B) a fin de conocer el tipo y textura del 

suelo (%limo, %arcilla y %arena), el porcentaje de materia orgánica (m.o.), la cantidad de 

fósforo (P p.p.m) y potasio (K p.p.m), pH del suelo, la conductividad eléctrica y la 

concentración de cationes intercambiables (Ca++, Mg++, Na*, K- y Al+3+H+1) de los suelos de 

la rizósfera muestreados.  

Luego, se realizó la prueba estadística de ANOVA mediante el software de R Studio 

(Tabla 2), a fin de evaluar si existían diferencias significativas en las variables ambientales en 

las zonas de estudio, ello se visualizó mediante gráficas de cajas de boxplot usando el software 

XLSTAT (Addinsoft, 2022) donde, las cajas que se sobrelapan no mostraron variación y en 

caso no se sobrelapen mostrarían diferencias en sus valores. 

3.6.4. Extracción del eDNA de suelos 

En primer lugar, se realizó el pesaje de 0,8 gr del suelo para ser colocado en cada tubo, 

previamente quitando impurezas como raíces de gran tamaño y piedras. Se obtuvieron dos 

réplicas por cada muestra, por lo que se realizaron dos procesos de extracción de DNA por 

cada muestra. 

La extracción del eDNA se realizó utilizando el protocolo del kit ZymoBIOMICS™ 

DNA Miniprep (D4300, Zymo Research modificado, cuyo proceso se explica a continuación. 

Se vertió el suelo en el tubo de lisis contenida con microperlas, al que se le añadió la solución 

de lisis incubando por 30 min en vortex; luego, se centrifugó y el sobrenadante se pasó a un 

nuevo tubo de 2ml al que se le añadió 1ml de CaCl2 al 5M (Li et al., 2011), se mezcló y 

centrifugó a 12500 rpm x 1,5 min.  
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Se repitió este paso 4 veces hasta que el precipitado de coloración marrón, característica 

del contaminante contenido de ácidos húmicos y fúlvicos (Cheng et al., 2016; Donaire et al., 

2017), fuera mínimo hasta ser imperceptible y sin sedimentación (ANEXO C). 

Seguidamente, el último sobrenadante obtenido, pasó por el filtro de eliminación de 

impurezas; al flujo obtenido en el tubo colector se añadió 800 μl de solución de unión al DNA 

y 400 μl de etanol al 94%. Posteriormente, se usó el procedimiento detallado por el protocolo 

del kit de extracción.  

Se obtuvieron 60 extracciones que se almacenaron a - 20°C. A fin de obtener muestras 

compuestas, las dos réplicas de cada muestra fueron mezcladas en un tubo. Al final del proceso, 

se obtuvieron 30 extracciones de eDNA (15 tubos de las zonas impactadas y 15 tubos de las 

zonas no impactadas).  

Las extracciones de DNA se visualizaron cualitativamente mediante electroforesis 

horizontal en geles de agarosa al 1,0% del buffer TBE, cargando en cada pocillo 5μl de DNA 

de Ladder de 1Kb, y 4μl del DNA de cada muestra se tiñó con 1 μl del colorante SYBR 

GREEN, se corrió a 120V por 15 min; las fotografías de las corridas electroforéticas se 

realizaron en un fotodocumentador SmartView Pro UVCI-1000. Marca Major Science, las que 

se revelaron mediante el software AIDA (Laurent et al., 2001; Sagova-Mareckova. et al., 2008; 

Xie et al., 2018). 

3.6.5. Cuantificación de eDNA de suelos  

Se estimó la calidad y cantidad del eDNA extraído de las 30 muestras del suelo 

empleando dos técnicas de cuantificación: a) Espectrofotometría, que mediante las curvas de 

absorbancia se pudo medir la presencia del DNA (260/230 nm) de suelos y contaminantes de 

este (260/280 nm) usando un equipo Nanodrop (Eppendorf BioSpectrometer® basic, 
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Alemania) (ANEXO D) y  b) Fluorometría con la tinción SYBR GREEN específico al DNA, 

mediante el uso del Fluorómetro Quantus ™ (Promega, USA) que designó resultados en ng/ul.  

Adicionalmente, las muestras de DNA se envió a la compañía Macrogen, donde se 

realizó una cuantificación de DNA mediante fuorometría, con el uso del reactivo Quant-iT™ 

PicoGreenTM dsDNA, tinción fluorescente ultrasensible para cuantificar el DNA de doble 

cadena (dsDNA) en solución, el cual permite cuantificar tan solo 250 pg/ml de dsDNA (50 pg 

de dsDNA en un volumen de ensayo de 200 µl) con un lector de microplacas de fluorescencia 

utilizando longitudes de onda de excitación y emisión de fluoresceína (ANEXO E).  

Los datos cuantitativos obtenidos de las concentraciones de DNA (ng/ul) mediante 

espectrofotometría y fluorometría se compararon mediante gráficas de violín usando el 

software XLSTAT de ambas zonas en estudio a fin de evaluar la técnica de cuantificación de 

DNA más precisa para este estudio.   

El cálculo de los parámetros de las absorbancias obtenidas en el espectrofotómetro del 

DNA de suelo de cada muestra de zonas con y sin impacto antropogénico, se compararon 

mediante gráficos de barras usando el software de Microsoft Excel. 

3.6.6. Amplificación y Secuenciación del DNA de suelos  

La amplificación y secuenciación Miseq, utilizando la biblioteca de DNA True Seq, del 

amplicón 16S rRNA de la región V3-V4 (300 pares de bases, pb) se realizó comercialmente en 

la empresa Macrogen (Seúl, Corea del Sur) y se emplearon los primers Bakt_341F: 

CCTACGGGNGGCWGCAG y Bakt_805R: GACTACHVGGGTATCTAATCC. Con ello se 

obtuvo la data cruda en dos archivos “fastq” de la secuencia Forward y Reverse por cada 

muestra. 
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3.6.7. Procesamiento bioinformático  

- Control de calidad y clasificación taxonómica 

 A todos los archivos fastq de secuenciación emparejada se sometieron a un previo 

tratamiento mediante el software R Studio. El control de calidad inició comprobando los 

valores de Phred y la ausencia de adaptadores mediante el software en FastQC v0.11.9 (Simon, 

2020) (ANEXO F y G).  

Los datos se procesaron con el pipeline DADA2 v1.20.0 (Callahan et al. 2016). Se 

utilizaron parámetros de filtro estándar (truncLen = c(285,205), maxN =0, truncQ = 2 y maxEE 

= c(2,2); se descartaron las longitudes inferiores a 200 pb) luego, se creó un modelo de error 

con el mismo paquete de DADA2 para inferir los ASVs (ANEXO H) y las secuencias de 

Forward y Reverse de cada muestra se parearon para elaborar una secuencia consenso.  

El proceso bioinformático de los “reads” continuó con la eliminación de las quimeras 

formadas (que representaban el 39%) utilizando la opción removeBimeraDenovo y se eliminó 

el ruido de fondo de los datos con la función getUniques; con ello se obtuvo secuencias listas 

(secuencias output) para el proceso de análisis bioinformático (ANEXO I).  

Se continuó con la asignación taxonómica de los ASVs, mediante la función 

assignTaxonomy se asignó hasta el nivel de género utilizando la base de datos procariotas de 

capacitación taxonómica SSU formateados para DADA2 Silva 138.1 (McLaren & Callahan, 

2021).  

Se creó un objeto phyloseq rarefactado y filtrado (McMurdie PJ & Holmes, 2017), que 

incluyó datos de OTU Table: [17850 taxa and 6 samples], Sample Data: [ 6 samples by 15 

sample variables], Taxonomy Table: [ 17830 taxa by 6 taxonomic ranks ] y un Phylogenetic 

Tree: [ 17830 tips and 17828 internal nodes. 
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3.7. Análisis de datos 

La diversidad alfa, en base al objeto phyloseq rarefactado (ANEXO J), se determinó 

utilizando los programas, Vegan (Community Ecology Package, s.f.) y ggplot2 (Wickham, 

2016) para obtener los valores Chao1 (estimador de riqueza), y de Shannon y Simpson 

(estimadores de diversidad y uniformidad o equitatividad) (Foulon et al., 2016; Hong et al., 

2015). Para la generación del árbol filogenético se utilizó el paquete ape v5.3 (Paradis & 

Schliep, 2018).  

Mientras que la diversidad beta, se determinó con el objeto phyloseq inicial, se 

evaluaron mediante un Análisis de Coordenadas Principales (PCoA) con el índice de 

disimilitud de Bray-Curtis para visualizar la agrupación de las muestras individuales.  

A partir de los 17850 ASVs se analizó la distribución de la profundidad de 

secuenciación en R Studio a fin de garantizar la confiabilidad de los posteriores análisis 

(ANEXO K).   

Luego, se calculó la cantidad total de ASVs de los 24 géneros bacterianos más 

representativos de las áreas 1, 2 y 3 de muestreo de las zonas impactadas y no impactadas, con 

ello se realizó la prueba estadística de ANOVA mediante el software de R Studio, a fin de 

evaluar si existían diferencias significativas en los géneros bacterianos en las zonas de estudio.  

La composición taxonómica se analizó mediante las abundancias relativas (enfocada 

en expresar la proporción de dicha TAXA en cada muestra, en base a las diversas secuencias 

de DNA que lo representan, es decir en base a los ASVs). 

Se visualizó la composición taxonómica mediante gráfico de barras usando el software 

R Studio y mediante mapas de calor con el software Primer v7 a fin de conocer las abundancias 

relativas de los Filos, Familias y géneros bacterianos. Así mismo, se calculó la prevalencia de 

estos géneros bacterianos mediante el software R Studio v. 4.2.2. 
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Así mismo, la metadata que contenía datos de los factores abióticos (características 

fisicoquímicas, climáticas, geográficas y nivel de perturbación antrópica determinada por la 

presencia de heces ligada al sobrepastoreo y poca vegetación) del bofedal de Pomacocha, se 

realizó una prueba de ANOVA mediante el software de R Studio, para identificar si existían 

diferencias significativas en las variables ambientales en ambas zonas de estudio.  

Finalmente, las variables que tenían diferencias significativas en ambas zonas de 

estudio se sometieron a un análisis de correlación con la biodata mediante la prueba estadística 

PERMANOVA mediante la función "adonis 2" en el software R Studio, a fin de identificar si 

la composición bacteriana de ambas zonas de estudio estaba influenciada por una o más 

variables ambientales.  

Posterior a ello, se visualizó mediante la gráfica de Análisis de Redundancia (RDA, en 

inglés) el software XLSTAT las variables ambientales que estaban involucradas en la 

distribución taxonómica en las zonas de estudio; ya que, esta gráfica relaciona linealmente a 

las variables dependientes o variables respuesta representadas en el eje X (abundancia 

bacteriana a nivel de género) con las variables independientes o explicativas representadas en 

el eje Y (parámetros fisicoquímicos) donde visualmente, ambos tipos de variables se 

relacionaron según la cercanía a las flechas que representan variables cualitativas como las 

zonas impactadas y no impactadas . 

Para una mejor comprensión se esquematizó el flujo de trabajo (Figura 3).  

3.8. Aspectos éticos 

La investigación se llevó a cabo con el permiso de acceso otorgado a la ONG Yuraq Yaqu, 

siendo los representantes los encargados de realizar el muestreo en el bofedal de Pumacocha 

en Ancash, Perú.  
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Figura 3  

Flujograma de extracción, secuenciamiento y análisis computacional del DNA de suelos 

 

Nota: Diagrama de elaboración propia, equipos y software fueron citados y detallados en 

metodología. 
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IV. RESULTADOS 

4.1. Zonas de muestreo con impacto antropogénico 

El bofedal está ubicado geográficamente entre las cordilleras, por lo cual es un humedal 

ácido, y de importancia económica local para los pobladores. El estudio se realizó en una época 

seca (15 – 16 de agosto del 2021) y se observó un impacto antropogénico por presencia de 

heces y nivel de vegetación diferenciada en ambas zonas de estudio (Figura 4). 

Figura 4 

Zonas de muestreo de suelos rizosféricos del bofedal de Pumacocha (Ancash-Perú) 

 

Nota: Fotos del suelo del bofedal de Pumacocha, tomadas por encargados de la ONG Yuran 

Yaqu, responsables del Proyecto Prociencia N°035-2021. 
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4.2. Predominancia de especies vegetales en las zonas de estudio 

Se observó que las especies vegetales identificadas en las zonas no impactadas (ZI-1, 

ZI-2 y ZI-3) del suelo del bofedal en época seca (15 – 16 de agosto del 2021) incluyeron (en 

orden decreciente) a Distichia muscoides, una especie de planta herbácea responsable de la 

formación almohadillados vegetales densos; Oxicloe andina Oreobolus obtusangulus, 

Plantago rígida y Werneria pygmaea. 

También se distinguió que las especies vegetales identificadas en las zonas impactadas 

(ZNI-1, ZNI-2 y ZNI-3) del suelo del bofedal en época seca (agosto del 2021) incluyeron (en 

orden decreciente) a: Distichia muscoides, Oxicloe andina y Plantago rígida (Tabla 2). 

Tabla 2 

Identificación visual de especies vegetales presentes en las zonas de estudio 

Zonas no impactadas ZNI-1 Distichia muscoides 

Oreobolus obtusangulus 

Oxichloe andina 

Plantago rigida 

ZNI -2 Distichia muscoides 

Oreobolus obtusangulus 

Oxichloe andina 

Werneria pygmaea 

ZNI-3 Distichia muscoides 

Oxichloe andina 

Plantago rigida 

Werneria pygmaea 
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Zonas impactadas ZI-1 Distichia muscoides 

Oxichloe andina 

Werneria pygmaea 

ZI-2 Distichia muscoides 

ZI-3 Distichia muscoides 

Oxichloe andina 

Plantago rigida 

4.3. Extracción de DNA de suelos rizosféricos  

Para evaluar la calidad de DNA extraído cualitativamente, se puede observar presencia 

de bandas de DNA de suelos en la electroforesis horizontal, para las 3 zonas impactadas y no 

impactadas; en los casos donde no se observó una banda compacta de DNA fue posiblemente 

por la presencia de contaminantes propios del suelo evidenciado en el arrastre del DNA hacia 

la parte superior (Figura 5). 

Figura 5 

Electroforesis horizontal del DNA de suelos en gel de agarosa 

 

Nota: Presencia de bandas de DNA de suelos rizosféricos de las zonas no impactadas (zona 

superior) y de las zonas impactadas (zona inferior).   
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Paralelamente, se evaluó cuantitativamente la calidad del DNA extraído del suelo 

mediante espectrofotometría y fluorometría. En la cuantificación por fluorometría, se observó 

menor grado de error y mayor homogeneidad entre las concentraciones obtenidas de las 15 

muestras de DNA de las 3 zonas impactadas y de las que se obtuvo a partir de las 15 muestras 

de las 3 zonas no impactadas (Figura 6).  

La cuantificación del DNA por fluorometría dio mayor homogeneidad en su análisis 

demostrando DNA óptimos para continuar con los posteriores análisis. 

 Figura 6 

Comparación de los métodos de cuantificación de DNA de suelos 

 

Nota:  Gráfica de violín de las concentraciones de DNA (ng/ul) por Espectrofotometría 

(Eppendorf BioSpectrometer® basic), Fluorometría (Quantus™ Fluorometer – Promega) con 

SYBR-GREEN y Fluorometría Illumina Miseq por la empresa Macrogen con PICO-GREEN 
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el DNA de suelos rizosféricos de ambas zonas del bofedal en estudio. Se visualizó mediante el 

software XLSTAT.  

Se evaluó la pureza y calidad del DNA extraído mediante la lectura de los parámetros 

según su densidad óptica (D.O.) las absorbancias de todas las muestras de las 3 zonas 

impactadas y no impactadas, a fin de detectar la presencia de contaminantes (relación 260/280 

nm = 1.8 a 1.9) y umbrales de concentración de DNA (relación 260/230 nm = 1.5) permisibles, 

según el manual técnico de DNA genómico del suelo (MACHEREY-NAGEL, 2015).  

Se observó que más del 75% de las muestras de las 3 zonas no impactadas presentaron 

DNA aceptable cercano a 1,5 (260/230 nm). Por otro lado, no hubo cantidades significativas 

de impurezas (como los ácidos húmicos) al mostrar valores cercanos a 1,8 (260/280 nm) en 

casi el 95% de las muestras (Figura 7). 

Figura 7 

Lectura de absorbancias de impurezas y DNA de suelos no impactados mediante 

Espectrofotometría 

 

Nota: A260/A230: Ratio de absorbancias de DNA de suelos. A260/A280: Ratio de 

absorbancias de impurezas proteicas y fenólicas como los ácidos húmicos de suelos. Zonas sin 

impacto antropogénico en los suelos rizosféricos del área muestral 1 (BNI 1, BNI 2, BNI 3, 
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BNI 4, BNI 5); área muestral 2 (BNI 6, BNI 7, BNI 8, BNI 9, BNI 10) y área muestral 3(BNI 

11, BNI 12, BNI 13, BNI 14, BNI 15). 

Así mismo, mediante espectrofotometría a una longitud de onda de 260/230 nm, se 

observó que casi el 75% de las muestras de la zona impactada presentaron DNA aceptable; 

respecto a la presencia de impurezas estas mostraron valores permisibles cercanos a 1.8 

(Figura 8). 

Figura 8 

Lectura de absorbancias de impurezas y DNA de suelos impactados mediante 

Espectrofotometría 

 

Nota: A260/A230: Ratio de absorbancias de DNA de suelos. A260/A280: Ratio de 

absorbancias de impurezas proteicas y fenólicas como los ácidos húmicos de suelos. Zonas con 

impacto antropogénico en los suelos rizosféricos del área muestral 1 (BI 1, BI2, BI3, BI4, BI5); 

área muestral 2 (BI 6, BI7, BI8, BI9, BI 10) y área muestral 3 (BI 11, BI 12, BI 13, BI 14, BI 

15).  

4.4. Análisis fisicoquímicos de suelos 

Se compararon los datos fisicoquímicos de las zonas impactadas y no impactadas 

mediante gráficas de boxplot. 
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De acuerdo con los resultados de los análisis estadísticos de varianza (ANOVA), se 

encontró que sólo cinco variables ambientales presentan diferencias significativas entre las 

zonas con y sin impacto antropogénico.  

Estas variables son el tipo de suelo (arenoso o limoso) y los niveles de cationes de Ca 

+ +, Mg + + y Al+3H+1, los cuales condicionan las características de ambos tipos de suelo y 

posiblemente la composición bacteriana (Tabla 3). 

 Así mismo, estás varianzas se corroboraron mediante gráficas de boxplot donde, tanto 

el pH (ZI =3.97, ZNI=4.56), los cationes intercambiables de Na+ (ZI=0.20 Cmol (+)/ Kg, 

ZNI=0.33 Cmol (+)/ Kg) y los porcentajes de suelo arcilloso (ZI=%5.05, ZNI=%4.39) se 

sobrelapan, esto reflejó que estos parámetros fisicoquímicos del suelo son semejantes en las 

zonas con y sin impacto antropogénico (Figura 9, 10 y 11).  

No obstante, las cajas de boxplot de conductividad eléctrica (ZI= 0,26 dS/m, ZNI= 0,51 

dS/m), materia orgánica (ZI= 17,69%, ZNI= 40,06%), cationes intercambiables de Ca++ 

(ZI=1.54 Cmol (+)/ Kg, ZNI=4.62 Cmol (+)/ Kg), Mg++(ZI=0.38 Cmol (+)/ Kg, ZNI=1.21 Cmol 

(+)/ Kg), Al+3+H+1 (ZI=11.23 Cmol (+)/ Kg, ZNI=3.37 Cmol (+)/ Kg), a nivel de fósforo 

disponible (Pppm) en el suelo (ZI=7.55 ppm, ZNI=21.74 ppm) y los porcentajes de suelo arenoso 

(ZI=%5.05, ZNI=%4.39) y limoso (ZI=%32.17, ZNI=%4.17); la medida de sus medias no se 

sobrelapan, demostrando que estos parámetros fisicoquímicos del suelo, posiblemente, difieran 

entre ambas zonas de estudio (Figura 9, 10 y 11). 
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Figura 9 

Parámetros fisicoquímicos principales del suelo 

 

Nota: Gráficas de boxplot que muestran la comparación de la media de los valores de pH (a), 

materia orgánica (b) y conductividad eléctrica (c) entre las zonas impactadas (barras azules) y 

no impactadas (barras rojas) por actividad antropogénica en los suelos del bofedal de 

Pumacocha. 

Figura 10 

Parámetros fisicoquímicos según tipo de suelo  
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Nota: Gráficas de boxplot que muestran la comparación de las medias de los porcentajes de suelo arenoso (a), limoso (b) y arcilloso (c) entre las 

zonas impactadas (barras azules) y no impactadas (barras rojas) por actividad antropogénica en los suelos del bofedal de Pumacocha. 

Figura 11 Parámetros fisicoquímicos de cationes intercambiables del suelo 

 

Nota: a. Gráficas de boxplot que muestran la comparación de las medias de los cationes intercambiables Ca++ (a), Mg++(b), Na+ (c), Al+3+H+1 (d); 

cationes intercambiables totales (e) y K (f) entre las zonas impactadas (barras azules) y no impactadas (barras rojas) por actividad antropogénica 

en los suelos del bofedal de Pumacocha
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4.5. Análisis de la composición taxonómica 

El procesamiento bioinformático de los “reads” de DNA de suelos de muestras 

provenientes de las tres áreas de muestreo, tanto con y sin impacto antropogénico, resultó en 

la identificación de 17850 ASVs (Amplicon Sequence Variants, en inglés) utilizando el 

objetivo "phyloseq" filtrado y rarefactado.  

Tabla 3 

Análisis de varianza ANOVA de las variables ambientales 

N° Variable ambiental Zona 

ZI - ZNI 

1 Arenoso 0.007b 

2 Limoso 0.009b 

3 Arcilloso 0.621e 

4 C.E. 0.163e 

5 pH 0.438e 

6 M.O. 0.001a 

7 P(ppm) 0.230e 

8 K(ppm) 0.238e 

9 Ca++ 0.009b 

10 Mg++ 0.021c 

11 Na+ 0.33e 

12 K- 0.282e 

13 Al+3H+1 0.006b 

Rangos de significancia: a = 0 – 0.001; b = 0.002- 0.01; c = 0.02 - 0.05; d = 0.06 – 

0.1;e =0.2 - 1 
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Se evaluó la distribución de la profundidad de secuenciación en las muestras analizadas 

con el objetivo de garantizar la confiabilidad de los resultados a obtener posteriormente. El 

análisis reveló una distribución de profundidad de secuenciación que oscila entre 0 y 2.  

Esta variabilidad limitada en las muestras de las áreas de estudio indica que la mayoría 

de ellas alcanzaron una profundidad de secuenciación moderada del 50%, con una puntuación 

de 1, mientras que sólo una porción de las muestras llegó al 100% de profundidad, obteniendo 

una puntuación de 2 (Figura 12).  

Figura 12 

Distribución de la profundidad de secuenciación de las zonas de estudio 

 

  El análisis de la composición taxonómica a nivel de Reino reveló una alta 

representatividad de microorganismos pertenecientes al Reino Bacteria en comparación con el 

Reino Archaea. Dentro de este último, se identificaron únicamente 11 ASVs que correspondían 

a microorganismos taxonómicamente distintos.  

En las áreas impactadas por la actividad humana, se hallaron cinco ASVs pertenecientes 

al filo Crenarchaeota y un ASV asociado al filo Micrarchaeota. Por otro lado, en las áreas no 

impactadas, se encontraron tres ASVs de Crenarchaeota, uno de Halobacteriota y uno de 

Nanoarchaeota. 
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En relación con el Reino Bacteria, se identificaron 35 filos, según las abundancias 

relativas basadas en las variantes de secuencia amplificada (ASVs).  

Entre las 30 muestras tomadas de tres áreas con y sin impacto antropogénico, dos filos 

alcanzaron una frecuencia del 100% (Firmicutes y Proteobacteria), mientras que otros tres filos 

(Actinobacteriota, Planctomycetota y Verrucomicrobiota) aproximadamente llegaron al 80% 

de frecuencia en las muestras. 

 Por otro lado, el filo Chloroflexi presentó una frecuencia del 75% en las muestras 

analizadas. Finalmente, se identificaron 28 filos adicionales con una frecuencia cercana al 30% 

(Figura 13).  

Por otro lado, se encontró diferencias en la composición taxonómica entre las zonas de 

estudio en 18 géneros bacterianos más predominantes con un nivel de significancia elevada de 

0 a 0.001 (Candidatus Solibacter, Rhodomicrobium, Roseiarcus, Candidatus Koribacter, 

Pedomicrobium, JG30a-KF-32, Bryobacter y Bradyrhizobium), significancia media de 0.001 

a 0.01 (HSB OF 53-F07, Bacillus, Candidatus Xiphinematobacter, Candidatus Udaeobacter, 

Haliangium, Reyranella y Pajaroellobacter) y una significancia baja de 0.01 a 0.05 

(Acidothermus, Clostridium sensu stricto 9 y Nitrobacter) (Tabla 4 y 5). 

 A partir de los 23 géneros bacterianos más representativos, se evaluaron las diferencias 

significativas mediante el análisis de varianza (ANOVA). Se constató que la composición 

taxonómica en solo 4 géneros bacterianos fue similar en las zonas con y sin impacto 

antropogénico: Aquisphaera, Mycobacterium, Conexibacter, mle1-7 y 1921-2 (Tabla 4)



49 
 

Figura 13 

Prevalencia y abundancia de microorganismos a nivel de Filo 
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Tabla 4 

Análisis de varianza ANOVA de los géneros bacterianos más representativos 

N° Género Zona Zonas no impactadas Zonas impactadas 

 ZI - ZNI ZNI 1 - 

ZNI 2 

ZNI 1 - 

ZNI 3 

ZNI 2 - 

ZNI 3 

ZI 1 - 

ZI 2 

ZI 1 - 

ZI3 

ZI 2 - 

ZI3 

1 HSB OF 53-

F07 

0.004b 0.916e 0.999e 0.793e 0.027c 0.516e 0.591e 

2 Acidothermus 0.049c 1.000e 0.999e 0.999e 0.000a 0.765e 0.003b 

3 Bacillus 0.016b 0.995e 0.919e 0.996e 0.305e 0.666e 0.987e 

4 Candidatus 

Solibacter 

0.001a 0.299e 0.437e 1.000e 1.000e 0.827e 0.934e 

5 Rhodomicro_ 

bium 

0.001a 0.959e 0.999e 0.822e 0.980e 0.487e 0.878e 

6 Roseiarcus 0.001a 0.361e 1.000e 0.458e 0.000a 0.314e 0.011c 

7 Candidatus 

Xiphinemato_ 

bacter 

0.005b 0.015c 1.000e 0.018c 0.982e 0.999e 0.895e 

8 Aquisphaera 0.220d 0.032c 0.997e 0.085d 0.201e 0.957e 0.641e 

9 Candidatus 

Udaeobacter 

0.011b 0.171e 0.054d 0.993e 0.122e 0.831e 0.696e 

10 Candidatus 

Koribacter 

0.002a 0.102e 0.381e 0.971e 0.579e 0.991e 0.891e 

11 Pedomicrobium 4.35e^-06a 1.000e 1.000e 1.000e 0.570e 0.299e 0.010b 

12 JG30a-KF-32 9.49e^-08a 0.000a 0.000a 0.866e 0.375e 0.975e 0.805e 
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13 Bryobacter 0.000a 0.056d 0.166e 0.993e 1.000e 0.993e 0.991e 

14 Mycobacterium 0.567e 0.989e 0.769e 0.978e 0.986e 1.000e 0.999e 

15 Conexibacter 0.698e 0.720e 1.000e 0.571e 1.000e 1.000e 0.995e 

16 Bradyrhizo_ 

bium  

1.89e^-07a 0.008b 0.000a 0.840e 0.066d 1.000e 0.103e 

17 mle1-7 0.201d 1.000e 1.000e 1.000e 0.000a 0.000a 0.010b 

18 Haliangium 0.004b 0.981e 0.855e 0.997e 0.000a 0.000a 0.885e 

19 Reyranella 0.005b 0.982e 0.998e 1.000e 1.000e 1.000e 1.000e 

20 1921-2  0.177d 0.013e 0.016e 1.000e 0.862e 1.000e 0.912e 

21 Clostridium 

sensu stricto 9  

0.020c 0.989e 0.997e 0.885e 0.959e 0.044c 0.225e 

22 Pajaroelloba_ 

cter  

0.002b 0.027e 0.889e 0.230e 0.807e 1.000e 0.761e 

23 Nitrobacter 0.010c 0.999e 0.636e 0.419e 0.081d 0.778e 0.636e 

Rangos de significancia: a = 0 – 0.001; b = 0.002- 0.01; c = 0.02 - 0.05; d = 0.06 – 0.1; e = 

0.2 – 1 

Estas diferencias en la composición taxonómica de los géneros bacterianos en áreas con 

y sin impacto antropogénico, basándose en las abundancias relativas de las ASVs, se 

representaron en un gráfico de barras apiladas, en el cual el eje Y abarca un rango de 0 a 1, 

siendo 1 equivalente al 100% de las ASVs identificadas por zona. Además, en el bofedal de 

Pumacocha, se encontraron más géneros desconocidos en los suelos rizosféricos no afectados 

en comparación con aquellos impactados por la actividad antropogénica. (Figura 14). 
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Figura 14 

Abundancias relativas de ASVs en las zonas con y sin impacto antrópico a nivel de género 

 

Nota: Barras apiladas de la abundancia relativa de microorganismos a nivel de los 24 géneros 

más representativos de las zonas muestreadas no impactadas ZNI 1 (zona no impactada del 

área muestral 1: BNI 001, BNI002, BNI003, BNI004, BNI005), ZNI2 (zona no impactada del 

área muestral 2: BNI 006, BNI007, BNI008, BNI009, BNI010) y ZNI 3 (zona no impactada 

del área muestral 3: BNI 011, BNI012, BNI013, BNI014, BNI015) y zonas impactadas ZI1 

(zona no impactada del área muestral 1: BI 001, BI002, BI003, BI004, BI005), ZI2 (zona no 

impactada del área muestral 2: BI 006, BI007, BI008, BI009, BI010) y ZI3 (zona no impactada 

del área muestral 3: BI011, BI012, BI013, BI014, BI015) por actividad antropogénica en los 

suelos rizosféricos. 
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Mediante un mapa de calor se evaluó la estructura y composición bacteriana a nivel de 

género presentes en el suelo rizosférico influenciada por la actividad humana en las zonas 

impactadas (ZI 1, ZI 2 y ZI 3) y sin impacto (ZNI 1, ZNI 2 y ZNI 3) antropogénico.  

En ella, se observó que en el suelo rizosférico de las zonas afectadas por la actividad 

humana, predominaron los géneros bacterianos cómo Candidatus Solibacter, Roseiarcus, 

Candidatus Koribacter, JG30a-KF-32, Bryobacter, Bradyrhizobium, HSB OF 53-F07, 

Candidatus Xiphinematobacter, Candidatus Udaeobacter, Reyranella, Pajaroellobacter, 

Acidothermus y Nitrobacter. 

Por otro lado, en las zonas sin impacto antropogénico prevalecieron bacterias del género 

Rhodomicrobium, Pedomicrobium, Bacillus, Haliangium y Clostridium sensu stricto 9 (Figura 

15). 

Figura 15 

Mapa de calor de microorganismos presentes a nivel de géneros en los suelos impactados  
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Nota: Las etiquetas de las muestras BA equivalen al bofedal impactado. Gráfica obtenida con 

el software Primer v7. (BA1: zona impactada del área muestral 1; BA2: zona impactada del 

área muestral 2 y BA3: zona impactada del área muestral 3) por actividad antropogénica en los 

suelos rizosféricos. 

Tabla 5 

Predominancia de microorganismos rizosféricos de las zonas no impactadas por actividad 

antropogénica del bofedal de Pumacocha 

Microorganismo Taxon Función ecológica Referencias 

Arqueas Halobacteriota (a) Producción de metano  (Pazinato, et al. 2010) 

Nanoarchaeota (a) - - 

Bacterias Rhodomicrobium (*) Fotótrofa y 

psicotolerante  

(Ramana, et al. 2013) 

Pedomicrobium (*) Extremófilos terrestres  (Moore 1981; Wang, 

et al (2021) 

Bacillus (**) Solubilizadoras de 

fosfato  

(Ten et al, 2022) 

Haliangium (**) Fotótrofa  (Bai et al. (2023) 

Clostridium sensu 

stricto 9 (***) 

Quimioorganotróficas  (Bai, et al. (2023) 

(*): nivel de significancia elevada de 0 a 0.001 

(**):  nivel de significancia media de 0.001 a 0.01 

(***): nivel de significancia baja de 0.01 a 0.05 

(a): nuevo microorganismo reportado en suelos rizosféricos de bofedal 
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Tabla 6 

Predominancia de microorganismos rizosféricos de las zonas impactadas por actividad 

antropogénica del bofedal de Pumacocha 

Microorganismo Taxon Función ecológica Referencias 

Arqueas Crenarchaeota (a) Arqueas edáficas 

benéficas  

(Lehtovirta, et al. 

2009; Pazinato, et al. 

2010) 

Micrarchaeota (a) - - 

Bacterias Candidatus Solibacter 

(*) 

Desnitrificación  

Solubilizadoras de 

Mg y Fe  

 

(Deng, et al. 2018; 

James, et al. 2022 y 

He, et al. 2023) 

(Castellano-

Hinojosa, 2023) 

Roseiarcus (*) Remediación de 

contaminantes  

(Svetashev, 2020) 

Candidatus 

Koribacter (*) 

Solubilizadoras de 

Mg y Fe  

Desnitrificante  

(Castellano-

Hinojosa, 2023) 

(He, et al. 2023) 

JG30a-KF-32 (*) - - 

Bryobacter (*) Quimioorganotróficas  

Solubilizadoras de 

Mg y Fe  

Desnitrificante  

(Bai, et al. (2023) 

(Castellano-

Hinojosa, 2023) 

(He, et al. 2023) 
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Bradyrhizobium (*) Rizobacterias 

promotoras del 

crecimiento vegetal 

(Shahid, et al. 2023) 

HSB OF 53-F07 (**) - - 

Candidatus 

Xiphinematobacter 

(**) 

Bacterias 

endosimbióticas del 

nemátodo patógeno 

Xiphinema.  

(Palomares-Rius, 

2017; Palomares-

Rius, 2021) 

Candidatus 

Udaeobacter (**) 

Bacterias edáficas 

Eliminación de gases 

traza  

(Willms, et al. 2020) 

Reyranella (**) Patógeno intestinal de 

mamíferos  

(De, Mukhopadhyay 

& Dutta, 2020; 

Méndez-Pérez, et al. 

2020) 

Pajaroellobacter (**) Patógeno intracelular 

en mamíferos 

murinos  

(Blanchard, et al. 

2022) 

Acidothermus (***) Acidófilas 

Degradación de 

lignina, quitina y 

celulosa 

(Zhang et al., 2018) 

Nitrobacter (***) Nitrificante  (Philippot, et al. 

2013; Otu, et al. 

2016) 
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(*): nivel de significancia elevada de 0 a 0.001 

(**):  nivel de significancia media de 0.001 a 0.01 

(***): nivel de significancia baja de 0.01 a 0.05 

(a): nuevo microorganismo reportado en suelos rizosféricos de bofedal 

4.6. Análisis de diversidad microbiana 

A partir del objeto Phyloseq, se llevó a cabo un análisis detallado de la diversidad 

microbiana presente en cada área de muestreo, incluyendo las zonas no impactadas (ZNI 1, ZNI 

2 y ZNI 3) y las zonas impactadas por actividad antropogénica (ZI 1, ZI 2 y ZI 3).  

Este análisis abordó tanto la diversidad alfa, que se refiere a la diversidad microbiana 

dentro de cada área de muestreo, como la diversidad beta, que evalúa las diferencias en la 

diversidad microbiana entre las áreas con y sin impacto antropogénico. 

Para conocer la riqueza y homogeneidad de la diversidad bacteriana presente en cada 

una de las áreas de muestreo, se calculó el índice de Shannon (ZNI 1 = 6.73, ZNI 2 = 6.76, ZNI 

3 = 6.58, ZI 1 =6.54, ZI 2 = 6.66 y ZI 3 = 6.63); ello explicó que las zonas no impactadas, 

específicamente la ZNI 1 y ZNI 2, presentan una mayor riqueza y homogeneidad en la 

proporción de bacterias.  

Así mismo, la diversidad de especies comunes y raras (índice de Chao) y la dominancia 

relativa de las especies presentes expresada en la probabilidad de encontrar dos bacterias 

elegidas al azar de una muestra que pertenezcan a diferentes especies (índice de Simpson) fue 

mayor en las zonas no impactadas respecto a las muestras de las zonas impactadas (Figura 16).  

Estos resultados podrían sugerir que el impacto humano está reduciendo la diversidad 

de las comunidades bacterianas del suelo rizosférico del bofedal de Pumacocha. 
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Figura 16 

Índices de diversidad alfa de cada zona con y sin impacto antropogénico 

 

Nota: Índices de diversidad alfa de las bacterias pertenecientes a las zonas no impactadas 

(ZNI1: zona no impactada del área muestral 1; ZNI2: zona no impactada del área muestral 2 y 

ZNI3: zona no impactada del área muestral 3) y zonas impactadas (ZI1: zona no impactada del 

área muestral 1; ZI2: zona no impactada del área muestral 2 y ZI3: zona no impactada del área 

muestral 3) por actividad antropogénica en los suelos rizosféricos. 

Mediante el índice de disimilitud de Bray-Curtis se analizó, con relación al impacto 

antropogénico, el grado de diferenciación entre las comunidades microbianas rizosféricas de 

los suelos; las zonas impactadas y no impactadas, en conjunto, son comunidades diferentes en 

función al grado de abundancia microbiana en ambas zonas de estudio (Figura 17).  
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Figura 17 

Índices de diversidad beta de las zonas con y sin impacto antropogénico 

 

Nota: Los puntos rojos representan a los 15 objetos de phyloseq bajo una estandarización y 

ordenamiento por Unifrac ponderado de los datos obtenidos por muestra de cada zona 

impactada. Los puntos azules representan a los 15 objetos de phyloseq bajo una estandarización 

y ordenamiento por Unifrac ponderado de los datos obtenidos por muestra de cada zona no 

impactada. 

4.7.  Correlación de variables fisicoquímicas y composición microbiana 

Mediante el análisis de PERMANOVA (Permutational Multivariate Analysis of 

Variance, en inglés) se obtuvo un valor de significancia de 0.001 lo que indica que la 

composición bacteriana es significativamente diferente entre los suelos rizosféricos de las 

zonas impactadas y no impactadas por actividad antropogénica del bofedal en estudio; lo que 

podría indicar una posible contaminación microbiana en los grupos con valores más altos de 

materia orgánica (Tabla 7). 
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Tabla 7 

Análisis de PERMANOVA de las variables ambientales 

Modelo Relación Zona (ZI - ZNI) 

1 data_genus ~ Arena 0.061d 

2 data_genus ~ Limo 0.100d 

3 data_genus ~ MO 0.001a 

4 data_genus ~ Ca 0.067d 

5 data_genus ~ Mg 0.050d 

6 data_genus ~ Arena*Limo 0.364e 

7 data_genus ~ Arena* MO 0.136e 

8 data_genus ~ Arena* Ca 0.162e 

9 data_genus ~ Arena* Mg 0.151e 

10 data_genus ~ Limo * MO 0.249e 

11 data_genus ~ Limo * Ca 0.368e 

12 data_genus ~ Limo * Mg 0.168e 

13 data_genus ~ MO * Ca 0.201e  

14 data_genus ~ MO * Mg 0.080d 

15 data_genus ~ Ca * Mg 0.092d 

16 data_genus ~ Arena * Limo * MO 1e 

17 data_genus ~ Limo * Ca * Mg 1e 

18 data_genus ~ MO * Ca * Mg 1e 

19 data_genus ~ Arena * Limo * MO * Mg 1e 

20 d ata_genus ~ Arena * MO * Ca * Mg 1e 
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Rangos de significancia: a = 0 – 0.001; b = 0.002- 0.01; c = 0.02 - 0.05; d = 0.06 – 0.1; 

e = 0.2 - 1 

 

Se correlacionó los 24 géneros bacterianos más prevalentes (ANEXO XI), a partir de 

los 17850 ASVs obtenidos post rarefacción, con la metadata fisicoquímica mediante la gráfica 

de RDA (Análisis de Redundancia). En este, se interpretó las observaciones y las variables de 

respuesta con cosenos cuadrados altos (Figura 18) En esta gráfica se observó lo siguiente:  

El suelo limoso y el % de cationes intercambiables a nivel de Al+3+H+1 fue la 

composición fisicoquímica más prevalente en las zonas impactadas por actividad 

antropogénica, caracterizada por contener bacterias conocidas y desconocidas del género. 

Bacterias desconocidas como 1921-2, JG30a-KF-32 y ADurb.Bin063-1; y bacterias conocidas 

como Nitrobacter, Aquisphaera, Mycobacterium, Candidatus Xiphinematobacter, 

Pajaroellobacter, Reyranella, Conexibacter, Roseiarcus, Candidatus Koribacter y Candidatus 

Solibacter. 

El % de materia orgánica, calcio, magnesio y el tipo de suelo arenoso fue la 

composición fisicoquímica más prevalente en las zonas no impactadas por actividad 

antropogénica, caracterizada por contener bacterias conocidas y desconocidas del género. 

Bacterias desconocidas como mle1-7; y bacterias conocidas como Bradyrhizobium, 

Haliangium, Candidatus Udaeobacter, Clostridium sensu stricto 9, Pedomicrobium y 

Rhodomicrobium. 

Los resultados de la investigación sobre el bofedal de Pumacocha revelan varias 

observaciones importantes respecto a la composición del suelo y su relación con la actividad 

humana y la diversidad biológica. Durante la temporada seca, los suelos del bofedal de 

Pumacocha demostraron ser ácidos. Esta es una característica que puede influir en la 

composición de la flora y fauna del suelo. 
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En cuanto a la composición bacteriana, se encontraron diferencias entre las zonas 

impactadas y no impactadas por la actividad humana, específicamente por el pastoreo. Aunque 

las bacterias presentes en ambos tipos de zonas eran en su mayoría las mismas, había una 

abundancia relativa más alta de estos microorganismos en las zonas impactadas. Esto podría 

deberse a la presencia de heces de camélidos, que pueden aportar nutrientes adicionales al suelo 

que favorecen el crecimiento bacteriano. 

Además, en las zonas no afectadas por el pastoreo, se observó una mayor diversidad de 

especies vegetales. Esto podría estar relacionado con el mayor porcentaje de materia orgánica, 

la conductividad eléctrica y los niveles de cationes intercambiables de Mg++ y Ca++ encontrados 

en estas áreas. Estos elementos son vitales para la salud del suelo y pueden contribuir a la 

mayor diversidad de plantas en las zonas no impactadas. 
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V. DISCUSIÓN DE RESULTADOS 

5.1. Presencia de especies vegetales en las zonas de estudio 

Ambas zonas de estudio (no impacta e impactada) presentaron especies vegetales que 

conforman los colchones vegetales de los bofedales, tales como Distichia muscoides, 

Oreobolus obtusangulus, Plantago rigida y Oxicloe andina (Ministerio del Ambiente, 2019) 

La especie vegetal Werneria pygmaea, presente en las zonas filtrantes del bofedal, sólo 

abundó en las zonas no impactadas, esto podría evidenciar una tolerancia a la época seca (Polk 

et al., 2019), contrariamente a lo obtenido por Loza et al. (2015), quienes encontraron que en 

los bofedales bolivianos W. pygmaea no toleró la falta de agua dentro del suelo durante la época 

seca debido al retroceso glaciar que pudo afectar indirectamente la diversidad vegetal a través 

de cambios en las especies dominantes en este estudio. 

5.2. Diferencias fisicoquímicas en ambas zonas de estudio 

En los humedales de la sierra altoandina, la presencia de rocas calcáreas como la caliza 

hace que los suelos sean desde ligeramente ácidos a básicos; siendo las turberas ácidas el 

resultado de la acumulación de materia orgánica debido a su descomposición microbiana lenta, 

las bajas temperaturas y a la falta de oxígeno, lo que conlleva a la predominancia de bacterias 

ácidas anoxigénicas (Gardi et al. 2014). 

Los suelos sin impacto antropogénico mostraron un mayor porcentaje de materia 

orgánica, cationes de calcio, suelo arenoso y cationes de magnesio. La presencia de una mayor 

cantidad de materia orgánica se debe a una alta tasa de productividad primaria y una tasa 

reducida de descomposición anaeróbica (Sherman, et al. 2003).  
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Figura 18 

Análisis de RDA: Correlación de la composición taxonómica con variables ambientales de los suelos rizosféricos 
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Así mismo, a una mayor presencia de especies vegetales con bacterias con un 

metabolismo lento pero activo contribuyendo a la resiliencia del suelo del bofedal en época 

seca (Gardi et al. 2014). No obstante, las turberas, en particular, acumulan cantidades 

significativas de materia orgánica del suelo cuando la producción de plantas excede la 

descomposición con el tiempo (Trettin, et al. 2020). 

Por otro lado, el alto porcentaje de suelo limoso y cationes de Hidróxido de aluminio 

(Al+3+H+1) pareció determinar la composición de microorganismos de la zona impactada. 

Probablemente, debido a que estos cationes de Al+3+H+1 inmovilizan el fósforo disponible en 

el suelo, no dejándolo disponible para las bacterias solubilizadoras de fosfatos; sin embargo, 

en las zonas no impactadas en presencia abundante de Ca++ y Mg++, los fosfatos quedarían 

disponibles en el suelo (Farfán y Farfán, 2012). 

6. Diversidad microbiana rizosférica del bofedal de Pumacocha  

Para predecir la composición bacteriana, las secuencias obtenidas en este estudio se 

compararon con la base de datos SILVA, teniendo como referencia un 97% de coincidencia, 

obteniéndose que 72% de las secuencias corresponden a organismos no identificados, no 

cultivados o desconocidos; 25%, a Géneros ya reportados y cerca del 2.5%, no coinciden con 

etiquetas del género porque excluyeron secuencias de cloroplasto y mitocondriales.  

En este estudio, la predicción taxonómica bacteriana solo llegó hasta nivel de género 

debido a que la predicción no incluye los desajustes a nivel de especies que se encuentran en 

los datos de origen de NCBI GenBank (Pruesse et al., 2007; Quast et al., 2013, Robeson et al., 

2021). 

La estructura y composición de las comunidades bacterianas halladas en esta 

investigación pueden ser un buen indicador de la salud de los humedales o el estado de 

restauración durante la restauración natural. Investigaciones previas han indicado que la 
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composición de las comunidades microbianas, tanto arqueas como bacterias, del suelo en 

humedales puede variar como respuesta a alteraciones antropogénicas en las condiciones del 

suelo (Yang, et al. 2019; Gao, et al. 2021). 

En los suelos rizosféricos de los humedales ácidos de Pumacocha, se identificaron 

arqueas cuyo papel es importante en la biogeoquímica del suelo y en la promoción del 

crecimiento de las plantas (Huang, et al. 2019). 

En este estudio, también se identificaron bacterias presentes en la rizosfera cuyos filos 

prevalentes también fueron reportados por Deng, et al. (2017) quienes exploraron la diversidad 

microbiana en suelos de humedales en los pequeños montículos sobre el suelo (hummock, en 

inglés) y tres humedales en la meseta Qinghai-Tibet utilizando secuenciación de 

pirosecuenciación de 16S rRNA.  

Cuyos filos bacterianos dominantes identificados en los humedales incluyeron 

Proteobacteria, Acidobacteria, Actinobacteria, Bacteroidetes, Verrucomicrobia, 

Planctomycetes y Chloroflexi. 

Así mismo, este estudio fue compatible con los hallazgos de Mandal, Singh & Panda 

(2019), quienes analizaron la composición y diversidad de la comunidad bacteriana en 

humedales ácidos impactados en East Calcutta en la India; donde los filos bacterianos más 

abundantes identificados en el estudio fueron Proteobacteria, Firmicutes, Actinobacteria, 

Bacteroidetes y Chloroflexi. 

6.1. Diversidad microbiana rizosférica de zonas no impactadas 

Los microorganismos encontrados con predominancia elevada en estos suelos 

rizosféricos sin presencia excesiva de heces y con mayor vegetación, se detallan a 

continuación: 
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Se identificaron arqueas con una predominancia alta fueron Haloarchaeota y 

Nanoarchaeota; no obstante, hay información limitada sobre el papel ecológico de las arqueas 

Halobacteriota en suelos de rizosfera de humedales ácidos. Hay investigaciones sobre la 

caracterización molecular de la comunidad arqueal en suelos de humedales del este de 

Amazonas y su papel en la producción de metano al cual estos filos arqueales pueden estar 

involucrados (Pazinato, et al. 2010).  

Su producción de metano se logra a partir de la degradación de los residuos vegetales 

y otros materiales orgánicos que de otra manera podrían acumularse en el suelo. No obstante, 

de no ser asimilado el metano por otros microorganismos metanótrofos, podrían ser liberados 

al ambiente contribuyendo al calentamiento global (Jia-qi, et al. 2022). 

Respecto a la diversidad bacteriana en estos suelos no impactados por actividad 

antropogénica, se identificó a 5 géneros con una predominancia elevada, cuya función 

ecológica se detalla a continuación: 

Los estudios han demostrado que bacterias del género Rhodomicrobium son uno de los 

géneros bacterianos que puede enriquecerse significativamente en el suelo de la rizosfera de 

ciertas plantas en humedales (Ramana, et al. 2013; Hester, et al. 2018).  

Así mismo, hay una especie de rodomicrobio que se ha identificado como una 

alfaproteobacteria fototrófica y presente en humedales de China (Ma, et al. 2022), que también 

fue aislada de una corriente de agua dulce con una característica adicional de ser psicotolerante 

es decir que son capaces de crecer y multiplicarse en condiciones de bajas temperaturas, 

generalmente entre -20°C y 10°C (Ramana, et al. 2013). 

Las bacterias del género Pedomicrobium son un tipo de extremófilos terrestres que 

habitan principalmente en ambientes duros como las superficies rocosas del desierto, además 

de encontrarse en suelos, sistemas acuáticos y diversos sistemas acuáticos (Moore 1981). 
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Semejante a nuestros resultados hallados, Wang, et al (2021) en los humedales 

pantanosos del borde oriental de Qinghai-Tíbet en China, encontraron una comunidad 

bacteriana del suelo rizosférico dominado por Pedomicrobium entre otros géneros clave en las 

redes de interacción bacteriana. Así mismo, en esos humedales identificaron a 

Rhizomicrobium, Geobacter y Nitrospira que encomparación a nuestro estudio, no fueron las 

bacterias más representativas ni dominantes en los suelos rizosféricos del humedal de 

Pumacocha (Ancash – Perú). 

Por otra parte, las bacterias encontradas con predominancia media en estos suelos 

rizosféricos sin presencia excesiva de heces y con mayor vegetación, se detallan a 

continuación: 

Ten et al, 2022, caracterizaron bacterias solubilizadoras de fosfato de suelos 

rizosféricos del humedal de Yeyahu (Pekín, China) del género Bacillus, así como la especie 

patógena B. cereus. 

En un humedal artificial o construído en China, según Bai, et al. (2023) en la rizosfera, 

la pérdida radial de oxígeno (ROL, en inglés) desempeña un papel clave en la actividad y 

abundancia de microorganismos funcionales. El alto nivel de ROL en la capa superior podría 

apoyar el suministro de oxígeno para las bacterias aerobias como Haliangium, facilitando la 

eliminación de la demanda química de oxígeno (60%) y NH4+-N (50%), 

Las bacterias halladas con predominancia baja en estos suelos rizosféricos sin presencia 

excesiva de heces y con mayor vegetación, fueron del género Clostridium sensu stricto, que 

pertenecen a Firmicutes, se han descrito como un tipo de bacterias metabolizadoras de materia 

orgánica en los estudios anteriores (Wang et al., 2019; Xu et al., 2017). 
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6.2. Diversidad microbiana rizosférica de zonas impactadas 

Los microorganismos encontrados en estos suelos rizosféricos con presencia excesiva 

de heces y con menor vegetación, se detallan a continuación: 

Se identificaron arqueas con una predominancia alta fueron Crenarchaeota, 

Micrarchaeota. Crenarchaeota es un filo arqueal que está presente en el suelo, incluidos los 

suelos ácidos, y está regulada por el pH del suelo. Un estudio encontró que un grupo de 

Crenarchaeota representa una mayor proporción en suelos ácidos y puede tener una función 

ecológica importante en condiciones específicas. Otro estudio encontró que el 65% de las 

secuencias en la comunidad arqueal en una planta de humedales rizosfera pertenecían al filo 

Crenarchaeota (Lehtovirta, et al. 2009; Pazinato, et al. 2010). 

Respecto a la diversidad bacteriana en estos suelos impactados por actividad 

antropogénica, se identificó a 6 géneros con una predominancia elevada, cuya función 

ecológica en estos suelos rizosféricos ácidos, se detalla a continuación: 

Candidatus Solibacter es una bacteria que se encuentra en los suelos de la rizosfera de 

los humedales ácidos, y su presencia es importante para los procesos biogeoquímicos de estos 

suelos. Esta bacteria contribuye al ciclo de nutrientes y a la emisión de gases de efecto 

invernadero (Deng, et al. 2018; James, et al. 2022).  

Además, Candidatus Solibacter puede llevar a cabo la oxidación anaeróbica de amonio 

o desnitrificación en suelos de humedales con bajo contenido de nutrientes y oxígeno (Zou, et 

al. 2022). Esta bacteria también proporciona condiciones ambientales beneficiosas para otras 

bacterias y fue reportada como uno de los principales organismos involucrados en el ciclo 

nutricional de los suelos ácidos en el noreste de Estados Unidos y Canadá (Li, et al. 2018; 

James, et al. 2022). 
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La presencia de Roseiarcus en suelos rizosféricos de bofedales es limitada; sin 

embargo, se ha identificado entre bacterias rizosféricas de plantas de tomate y berenjena en 

condiciones de invernadero en el sur de Rusia, cuya función ecológica estuvo implicada en la 

remediación de contaminantes en los suelos rizosféricos, así como en la mejora de la calidad 

del suelo (Svetashev, 2020). 

Las bacterias del género Bryobacter son quimioorganotróficas, es decir, obtienen 

energía a partir de compuestos orgánicos (Integrated Taxonomic Information System (2002) 

Se ha demostrado que Bryobacter es capaz de reducir nitrato, lo que favorece la acumulación 

de este compuesto en el suelo (He, et al. 2023); sin embargo, no se han reportado en suelos 

rizosféricos de humedales ácidos. 

Se han encontrado que Bryobacter, Candidatus Koribacter y Candidatus Solibacter, 

son importantes y positivamente correlacionados con la concentración de Mg y Fe y 

disponibilidad en las raíces de las plantas (Castellano-Hinojosa, 2023). También se ha 

demostrado que Bryobacter tiene una relación negativa con NO3-N en el suelo, lo que indica 

una disminución en la reducción de nitrato (He, et al. 2023). 

Los PGPR o "rizobacterias promotoras del crecimiento vegetal" en inglés, son 

microorganismos esenciales que desempeñan un papel importante en la mitigación de los 

efectos tóxicos de diferentes estresores ambientales en las plantas, como la salinidad, la sequía, 

los metales pesados y los contaminantes orgánicos. Las cepas de Bradyrhizobium, que son un 

tipo de PGPR y que producen la enzima ACC desaminasa, han demostrado ser altamente 

prometedoras al proporcionar resistencia y tolerancia a las plantas frente a diversos estresores, 

lo que las convierte en una opción ventajosa en comparación con otros microorganismos del 

suelo y microbiomas vegetales que pueden florecer en ambientes estresados (Shahid, et al. 

2023). 
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Por otra parte, las bacterias encontradas con predominancia media en estos suelos 

rizosféricos sin presencia excesiva de heces y con mayor vegetación fueron los siguiente 5 

géneros bacterianos, cuya función ecológica asociada a estos suelos rizosféricos ácidos, se 

detallan a continuación: 

Los nematodos del género Xiphinema son conocidos por ser fitoparásitos y se 

encuentran en la rizosfera de muchas plantas, lo que significa que se alimentan de las raíces y 

pueden causar daños significativos a la planta (Palomares-Rius, 2020). Además, se ha 

observado que algunos nematodos del género Xiphinema pueden albergar bacterias 

endosimbióticas, como Candidatus Xiphinematobacter, cuya función en la interacción planta-

nematodo no está completamente entendida (Palomares-Rius, 2017; Palomares-Rius, 2021).  

En general, la presencia de Xiphinema en la rizosfera de las plantas puede tener 

implicaciones negativas para la salud y el crecimiento de la planta. 

Los representantes de Udaeobacter se encuentran en los ecosistemas del suelo a nivel 

mundial (Brewer, et al. 2016). Los representantes de Udaeobacter pueden utilizar nutrientes 

que se liberan debido a la lisis impulsada por antibióticos de otros microbios del suelo y, por 

lo tanto, reducen la síntesis energéticamente costosa de las biomoléculas requeridas. 

Candidatus Udaeobacter se beneficia de la liberación de antibióticos en el suelo y puede 

eliminar gases traza (Willms, et al. 2020). 

Respecto a la bacteria Reyranella, se ha identificado en muestras fecales diarreicas (De, 

et al. 2020), demostrando ser parte del microbioma intestinal patógeno de humanos, animales 

terrestres y acuáticos (Méndez-Pérez, et al. 2020); por ello, al no encontrarse reportes sobre la 

presencia de esta bacteria en suelos rizosféricos de humedales ácidos y tampoco en otro tipo 

de suelos rizosféricos, se infiere que esta bacteria posiblemente altere el equilibrio ecológico y 

la salud del suelo. 
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Según Brooks, et al. (2016) una especie representativa de Pajaroellobacter, P. 

abortibovis, estuvo presente en análisis citométrico de flujo en leucocitos murinos 

catalogándose como un patógeno bacteriano intracelular en murinos. Además, dicha especie, 

es causante del aborto epizoótico bovino (Blanchard, et al. 2022). Con ello podría deducirse 

que este género, es un patógeno de mamíferos más no es propio del microbioma del suelo 

rizosférico el cual podría alterarse en su presencia. 

Las bacterias halladas con predominancia baja en estos suelos rizosféricos sin presencia 

excesiva de heces y con mayor vegetación, fueron bacterias actinobacterias como 

Acidothermus. Estas, son un grupo importante de microorganismos para el ciclo de nutrientes 

en el suelo, ya que contribuyen en la degradación de compuestos como la lignina, quitina y 

celulosa. Además, son capaces de producir enzimas que ayudan en la liberación de nutrientes 

importantes como carbono, fósforo, potasio (Zhang et al., 2018). Sin embargo, su alta 

prevalencia, puede ser debido a la elevada acidez y el tipo de suelo (Eisenlord & Zak, 2010; 

Duran et al., 2015), que en este estudio fue de naturaleza limosa. 

También se identificaron a bacterias firmicutes como Nitrobacter. En los suelos ácidos 

rizosféricos, Nitrobacter podría presentar una relación simbiótica con las plantas. Además, se 

ha demostrado que la actividad de Nitrobacter podría aumentar en la rizosfera favoreciendo 

disponibilidad de nitrógeno para las plantas, y puede ser especialmente relevante en ambientes 

con baja disponibilidad de nutrientes manteniendo fértil el suelo (Philippot, et al. 2013; Otu, et 

al. 2016). 

De hecho, estudios han demostrado que la presencia de enzimas como la ureasa, 

catalasa y fosfatasa ácida se correlacionan positivamente y de manera significativa con muchos 

géneros bacterianos importantes, como Acidothermus y Bacillus que degradan lignina, quitina 

y celulosa (Khan, et al. 2022). 
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En aspectos generales, respecto a la función ecológica microbiana, la presencia de 9 

géneros bacterianos restauradoras de suelos como Candidatus Solibacter, Roseiarcus, 

Candidatus Koribacter, Bryobacter, Bradyrhizobium, Candidatus Udaeobacter, Reyranella, 

Acidothermus y Nitrobacter fueron prevalentes en las zonas con mayor presencia de heces de 

camélidos y poca vegetación podría explicar la adaptabilidad y sobreactividad de estos 

microorganismos rizosféricos ante la presencia de heces y poca vegetación. La presencia de 

bacterias patógenas de mamíferos como Candidatus Xiphinematobacter y Pajaroellobacter, 

manifiesta que en estos suelos probablemente se esté presentando una disbiosis microbiana 

(Tabla 5) (Cangioli et al., 2022).  

Finalmente, para futuros estudios de restauración de suelos rizosféricos alterados por 

actividad antropogénica como el sobrepastoreo de camélidos o la extracción vegetal no 

controlada de la turba en los bofedales de Pumacocha, se plantea como candidatos microbianos 

a bacterias del género Rhodomicrobium, Pedomicrobium, Bacillus, Haliangium, Clostridium 

sensu stricto 9, Candidatus Solibacter, Roseiarcus, Candidatus Koribacter, Bryobacter, 

Bradyrhizobium, Candidatus Udaeobacter, Reyranella, Acidothermus y Nitrobacter (Tabla 6). 

La diversidad obtenida en este estudio corresponde al suelo rizosférico superficial 

(muestreo realizado a una profundidad de 20 cm). Sin embargo, a niveles superficiales hay un 

mayor contenido de nutrientes debido a la eliminación de la materia orgánica de la planta y los 

exudados de raíz, lo que favorece la alta biomasa microbiana y la diversidad grupos bacterianos 

copitróficos. Sin embargo, próximos estudios deben considerar muestras a nivel de subsuelo, 

ya que a profundidades mayores a 30 cm se registran condiciones más extremas y pobres en 

nutrientes que favorece el crecimiento de arqueas y bacterias resistentes al estrés (Naylor et al., 

2022). 
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La poca cantidad de estudios utilizando técnicas dependientes de cultivos para 

caracterizar la comunidad microbiana en ecosistemas de bofedales andinos, explicaría la alta 

cantidad de especies sin identificar obtenidos en este estudio. Por otro lado, la presencia de 

bacterias en estado viable pero no cultivable (VBNC, en inglés) (Xu et al. 1982) puede ser otra 

de las causas de la alta prevalencia de bacterias desconocidas en los suelos rizosféricos de las 

zonas no impactadas del bofedal (sin presencia de heces de camélidos y una mayor cobertura 

vegetal). Las VBNC entran a un estado de latencia en respuesta al hambre o al estrés citotóxico 

cuando sus poblaciones son bajas (De la Peña et al., 2022). 

Posteriores estudios pueden evaluar la presencia de bacterias VBNC en zonas no 

impactadas del bofedal mediante métodos de microscopía de fluorescencia (Fakruddin et al., 

2013), detección de a actividades metabólicas y respiratorias (Oliver 2010, Ramamurthy et al., 

2014, Zhao et al., 2017), y métodos moleculares para identificar genes funcionales para poder 

(Oliver, 2005; Oliver, 2010; Li et al., 2014) a fin de determinar su influencia la resiliencia del 

bofedal. 
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VI. CONCLUSIONES 

● Los mayores niveles de materia orgánica y conductividad eléctrica en la zona no impactada 

podrían estar relacionados con la abundancia de especies vegetales y bacterias oligotrofas 

en las zonas no impactadas; no obstante, el estado ácido del bofedal condiciona la 

prevalencia de bacterias acidófilas en ambas zonas. 

● Existen diferencias significativas en la diversidad microbiana rizosférica entre las zonas con 

y sin impacto antropogénico del bofedal de Pumacocha, Ancash (Perú). 

● En los suelos rizosféricos de zonas con impacto antropogénico predominaron 13 bacterias 

restauradoras y dos bacterias patógenas de mamíferos (Candidatus Xiphinematobacter y 

Pajaroellobacter). En los suelos rizosféricos sin impacto, predominaron 5 bacterias 

indicadoras de salud edáfica.  

● Las bacterias candidatas para futuros estudios de restauración son según prevalencia 

Rhodomicrobium, Pedomicrobium, Bacillus, Haliangium, Clostridium sensu stricto 9, 

Candidatus Solibacter, Roseiarcus, Candidatus Koribacter, Bryobacter, Bradyrhizobium, 

Candidatus Udaeobacter, Reyranella, Acidothermus y Nitrobacter. 
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VII. RECOMENDACIONES 

● Para próximos estudios de metabarcoding de DNA en suelos de bofedales andinos, se 

recomienda realizar la toma de muestras a nivel de suelo y subsuelo (profundidad de 20 y 

40 cm, respectivamente) a fin de ubicar bacterias resilientes. También se recomienda 

realizar un estudio estacional, ya que tener muestreos en varias épocas del año permitirá 

obtener una mejor representación de la diversidad microbiana y definir si los suelos ácidos 

se presentan durante todo el año por ser un bofedal de cordillera. 

● Se sugiere realizar estudios de metabarcoding junto a estudios de metagenómica, a fin de 

encontrar genes funcionales en las comunidades microbianas que se identifiquen; ya que 

éstas involucran a bacterias viables conocidas y desconocidas sean o no cultivables en el 

laboratorio; que guardan un potencial aplicativo para futuros estudios de reforestación en 

los suelos del bofedal de Pumacocha (Ancash – Perú).  

● Se recomienda diseñar e implementar el biomonitoreo de la diversidad microbiana 

rizosférica de los suelos del bofedal de Pumacocha mediante metabarcoding de DNA para 

i) conocer, en primera instancia, la situación de la comunidad bacteriana de la zona de 

estudio, en vista de que expresa mayor resolución taxonómica en menor tiempo que las 

técnicas tradicionales y ii) para identificar a las especies de interés con potencial para 

restauración ecológica. 
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IX. ANEXOS 

ANEXO A. Muestreo de suelos rizosféricos  

 

 

Fotos del bofedal de Pumacocha, tomadas por encargados de la ONG Yuran Yaqu, 

responsables del Proyecto Prociencia N°035-2021
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ANEXO B.  Análisis fisicoquímico de los suelos rizosféricos de las zonas muestreadas en el bofedal 

Lab. Muestras Zona C.E. (dS/m) Arena% Limo% Arcilla% Textura pH M.O. 

% 

17268 BI 1,2,3,4,5 ZI-1 0.42 65.44 29.84 4.72 Franco arenoso 3.83 17.93 

17269 BI 6,7,8,9,10 ZI-2 0.20 53.44 42.84 3.72 Franco arenoso 4.09 17.80 

17270 BI 11,12,13,14,15 ZI-3 0.16 69.44 23.84 6.72 Franco arenoso 4.00 17.34 

17271 BNI 1,2,3,4,5 ZNI-1 0.46 95.44 1.84 2.72 Arena 5.91 43.35 

17272 BNI 6,7,8,9,10 ZNI-2 0.33 85.44 8.84 5.72 Arena franca 4.01 34.81 

17273 BNI 11,12,13,14,15 ZNI-3 0.74 93.44 1.84 4.72 Arena 3.76 42.03 

Lab. Muestras Zona Cationes intercambiales 

CIC total Ca++ Mg++ Na* K- Al+3+H+1 CaCO
3 % 

17268 BI 1,2,3,4,5 ZI-1 18.94 1.88 0.33 0.09 0.44 16.20 - 

17269 BI 6,7,8,9,10 ZI-2 8.96 1.35 0.39 0.19 0.63 6.40 - 

17270 BI 11,12,13,14,15 ZI-3 13.91 1.40 0.43 0.34 0.64 11.10 - 

17271 BNI 1,2,3,4,5 ZNI-1 7.69 4.10 1.65 0.51 0.53 0.90 - 

17272 BNI 6,7,8,9,10 ZNI-2 10.46 3.86 1.03 0.29 0.75 4.52 - 

17273 BNI 11,12,13,14,15 ZNI-3 12.58 5.90 0.95 0.20 0.83 4.70 - 
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ANEXO C. Evidencias experimentales de la extracción de DNA de suelos rizosféricos  

Figura C.1 

Evidencias del suelo sedimentado posterior al lisado celular bacteriano 

 

Figura C.2 

Eliminación de ácidos húmicos con CaCl2 de suelos rizosféricos 
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ANEXO D. Cuantificación de DNA extraído de suelos rizosféricos mediante espectrofotometría  

Tabla D.1 

Cuantificación de DNA extraído mediante espectofotometría de suelos rizosféricos de las zonas no impactadas por actividad antropogénica  

Extraction DNA Eppendorf BioSpectrometer® basic 

Sample ID DNA QC Date vol. Sample (㎕) Conc. (ng/㎕) A260/A280 A260/A230 DNA QC Date 

BNI1 19/04/2022 1 154.5 1.85 1.45 21/05/22 

BNI2 20/04/2022 1 448 1.82 1.74 21/05/22 

BNI3 20/04/2022 1 179.6 1.8 1.38 21/05/22 

BNI4 21/04/2022 1 477.1 1.8 1.74 21/05/22 

BNI5 19/04/2022 1 145.9 1.84 1.43 21/05/22 

BNI6 22/04/2022 1 208.4 1.75 1.03 21/05/22 

BNI7 22/04/2022 1 100.6 1.7 0.91 21/05/22 

BNI8 23/04/2022 1 91.6 1.77 1.02 21/05/22 

BNI9 23/04/2022 1 509.7 1.79 1.43 21/05/22 
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BNI10 24/04/2022 1 475.7 1.78 1.32 21/05/22 

BNI11 24/04/2022 1 178.2 1.78 1.09 21/05/22 

BNI12 20/04/2022 1 162.5 1.73 0.87 22/05/22 

BNI13 22/04/2022 1 126.4 1.8 1.13 23/05/22 

BNI14 18/04/2022 1 81 1.84 1.17 21/05/22 

BNI15 22/04/2022 1 90.8 0.83 1.32 23/05/22 

 

Tabla D.2 

Cuantificación de DNA extraído mediante espectofotometría de suelos rizosféricos de las zonas impactadas por actividad antropogénica  

Extraction DNA Eppendorf BioSpectrometer® basic 

Sample ID DNA QC Date vol. Sample (㎕) Conc. (ng/㎕) A260/A280 A260/A230 DNA QC Date 

BI1 22/05/2022 1 443.9 1.73 0.96 23/05/22 

BI2 30/04/2022 1 850.9 1.77 1.17 21/05/22 

BI3 22/04/2022 1 593.6 1.69 0.86 23/05/22 

BI4 30/04/2022 1 972.1 1.78 1.24 21/05/22 
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BI5 1/05/2022 1 1100.4 1.8 1.29 21/05/22 

BI6 1/05/2022 1 204.6 1.77 0.86 21/05/22 

BI7 1/05/2022 1 164.5 1.77 0.85 21/05/22 

BI8 1/05/2022 1 149.7 1.79 1.06 21/05/22 

BI9 2/05/2022 1 244.5 1.73 0.89 21/05/22 

BI10 2/05/2022 1 173.5 1.79 0.99 21/05/22 

BI11 2/05/2022 1 126.9 1.73 0.79 21/05/22 

BI12 20/05/2022 1 526.6 1.69 0.74 22/05/22 

BI13 20/05/2022 1 441.8 1.75 0.82 22/05/22 

BI14 21/05/2022 1 261 1.75 0.86 22/05/22 

BI15 21/05/2022 1 180.8 1.71 0.82 22/05/22 
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ANEXO E. Cuantificación de DNA extraído de suelos rizosféricos mediante fluorometría 

Tabla E.1 

Cuantificación de DNA extraído mediante fluorometría de suelos rizosféricos de las zonas no impactadas por actividad antropogénica 

Extraction DNA Fluorómetro Quantus™ - Promega con kit de. 

Invitrogen (Estándar=200ng/㎕) 

Fluorómetro - servicio externo de 

secuenciación Illumina Miseq (Macrogen) 

Sample ID  DNA QC Date vol. Sample (㎕) Conc. (ng/㎕) DNA QC Date Conc. (ng/㎕) DNA QC Date 

BNI1 19/04/2022 1 192 21/05/22 73.548 2/09/22 

BNI2 20/04/2022 1 168 21/05/22 124.87 2/09/22 

BNI3 20/04/2022 1 174 21/05/22 115.127 2/09/22 

BNI4 21/04/2022 1 177 21/05/22 159.9 2/09/22 

BNI5 19/04/2022 1 137 21/05/22 79.626 2/09/22 

BNI6 22/04/2022 1 144 21/05/22 101.917 2/09/22 

BNI7 22/04/2022 1 116 21/05/22 66.625 2/09/22 

BNI8 23/04/2022 1 202 21/05/22 58.786 2/09/22 
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BNI9 23/04/2022 1 152 21/05/22 108.063 2/09/22 

BNI10 24/04/2022 1 195 21/05/22 96.293 2/09/22 

BNI11 24/04/2022 1 150 21/05/22 91.889 2/09/22 

BNI12 20/04/2022 1 78 22/05/22 33.299 2/09/22 

BNI13 22/04/2022 1 202 23/05/22 55.061 2/09/22 

BNI14 18/04/2022                         1 174 21/05/22 47.638 2/09/22 

BNI15 22/04/2022 1 170 23/05/22 60.178 2/09/22 

 

Tabla E.2 

Cuantificación de DNA extraído mediante fluorometría de suelos rizosféricos de las zonas impactadas por actividad antropogénica 

Extraction DNA Fluorómetro Quantus™ - Promega con kit de. 

Invitrogen (Estándar=200ng/㎕) 

Fluorómetro - servicio externo de 

secuenciación Illumina Miseq (Macrogen) 

Sample ID  DNA QC Date vol. Sample (㎕) Conc. (ng/㎕) DNA QC Date Conc. (ng/㎕) DNA QC Date 

BI1 22/05/2022 1 165 23/05/22 75.452 2/09/22 

BI2 30/04/2022 1 160 21/05/22 180.4 2/09/22 
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BI3 22/04/2022 1 >200 23/05/22 127.336 2/09/22 

BI4 30/04/2022 1 >200 21/05/22 215.73 2/09/22 

BI5 1/05/2022 1 >200 21/05/22 181.265 2/09/22 

BI6 1/05/2022 1 173 21/05/22 66.915 2/09/22 

BI7 1/05/2022 1 192 21/05/22 89.026 2/09/22 

BI8 1/05/2022 1 197 21/05/22 59.083 2/09/22 

BI9 2/05/2022 1 114 21/05/22 45.899 2/09/22 

BI10 2/05/2022 1 156 21/05/22 50.905 2/09/22 

BI11 2/05/2022 1 127 21/05/22 36.971 2/09/22 

BI12 20/05/2022 1 145 22/05/22 97.361 2/09/22 

BI13 20/05/2022 1 161 22/05/22 118.175 2/09/22 

BI14 21/05/2022 1 155 22/05/22 66.221 2/09/22 

BI15 21/05/2022 1 145 22/05/22 75.493 2/09/22 
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ANEXO F. Control de calidad de la data cruda post-secuenciamiento Illumina Miseq (R Studio) 

Figura F.1 

Control de calidad de la data cruda de las secuencias Forward obtenidas post-secuenciamiento Illumina Miseq del amplicon 16S (R Studio) 
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Figura F.2 

Control de calidad de la data cruda de las secuencias Reverse obtenidas post-secuenciamiento Illumina Miseq del amplicon 16S (R Studio) 
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ANEXO G. Ausencia de adaptadores en los archivos fastq de la data cruda obtenida post secuenciamiento (FASTQC) 
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ANEXO H. Construcción del modelo de error de las secuencias filtradas para designar ASV (R Studio) 

Figura H.1 

Construcción del modelo de error de las secuencias Forward limpias para inferir ASV previo pareamiento de las secuencias (R Studio) 
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Figura H.2 

Construcción del modelo de error de las secuencias Reverse para inferir ASV previo pareamiento de las secuencias (R Studio) 
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ANEXO I. Cantidad de secuencias de DNA crudas y secuencias filtradas post-

secuenciamiento (R Studio) 

Nota: BNI: Bofedal no impactado, BI: Bofedal impactado. Se observó que por Área de 

muestreo: Área 1(BNI 001 – BI 001, BNI 002 – BI 002, BNI 003 – BI 003, BNI 004 – BI 004, 

BNI 005 – BI 005), Área 2 (BNI 006 – BI 006, BNI 007 – BI 007, BNI 008 – BI 008, BNI 009 – 

BI 009, BNI 010 – BI 010) y Área 3 (BNI 011 – BI 011, BNI 012 – BI 012, BNI 013 – BI 013, 

BNI 014 – BI 014, BNI 015 – BI 015) que en promedio se inició con una data cruda de 107 724 

“reads” de 300 pb cada una, y posterior a la limpieza, filtrado y pareado de secuencias 

Forward y Reverse se obtuvo 21 700 reads de los cuales se halló 22733 ASV´s.
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ANEXO J. Rarefacción de ASV’s post-limpieza y paremiento de las secuencias Forward y Reverse (R Studio) por muestra 
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ANEXO K. 24 géneros taxonómicos a partir de losASV´s más representativos del DNA de suelos de las zonas con impacto antropogénico 

Zonas ZI1 ZI 2 ZI3 

Replicas 
BI.00 

1 

BI.00

2 

BI.00

3 

BI.00

4 

BI.00

5 

BI.00

6 

BI.00

7 

BI.00

8 

BI.00

9 

BI.0 

10 

BI.0 

11 

BI.0 

12 

BI.0 

13 

BI.0 

14 

BI.0 

15 

HSB OF53-F07 2113 3087 3174 2764 2693 3627 3363 1749 577 889 1768 6050 2191 1813 3055 

Acidothermus 789 1724 1502 1835 2656 2267 1844 1762 1336 1302 710 1030 2007 1728 2434 

Bacillus 591 611 100 1428 790 750 553 523 118 232 190 135 315 173 164 

Candidatus 

Solibacter 
432 355 967 591 160 473 568 547 1574 1879 1659 719 1050 949 352 

Rhodomicrobium 155 158 142 316 306 492 442 305 115 242 153 133 323 103 119 

Roseiarcus 454 281 398 470 436 478 552 542 726 686 361 482 426 373 479 

Candidatus 

Xiphinematobacter 
240 347 414 236 295 624 427 374 1290 1069 199 98 661 386 229 

Aquisphaera 104 55 430 344 272 331 484 790 796 569 479 88 344 284 254 
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Candidatus 

Udaeobacter 
322 1124 760 488 403 312 269 108 265 549 241 168 630 76 15 

Candidatus 

Koribacter 
657 0 257 95 0 160 138 642 1279 1062 779 587 358 450 474 

Pedomicrobium 42 72 74 0 76 47 69 0 60 82 112 133 33 0 0 

JG30a-KF-32 712 716 891 892 840 568 562 125 134 119 75 115 372 244 230 

Bryobacter 147 164 361 85 143 554 349 92 657 1270 491 678 325 776 287 

Mycobacterium 142 106 483 189 477 485 152 98 74 309 47 402 58 283 0 

Bradyrhizobium 177 362 313 412 309 80 104 82 12 225 22 18 35 17 84 

mle1-7 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 

Conexibacter 81 181 255 0 275 878 391 0 50 240 35 115 204 159 145 

Haliangium 12 0 19 40 0 33 3 0 129 106 395 0 0 0 8 

Reyranella 249 96 276 192 74 0 146 141 178 253 220 183 2 130 247 

Clostridium sensu 

stricto 9 
103 67 123 64 63 0 109 0 0 44 3 532 69 0 18 

1921-2 4 41 132 0 103 521 421 94 290 139 93 452 402 297 191 
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Pajaroellobacter 31 25 228 0 0 236 228 24 513 698 171 250 99 212 0 

Nitrobacter 117 93 188 123 138 141 121 59 108 172 199 197 190 184 138 

ADurb.Bin063-1 84 139 242 98 68 93 72 31 203 280 392 185 160 105 26 

ANEXO L. 24 géneros taxonómicos a partir de losASV´s más representativos del DNA de suelos de las zonas sin impacto antropogénico 

Zonas ZNI1 ZNI2 ZNI3 

Replicas 
BNI.

001 

BNI.0

02 

BNI.0

03 

BNI.0

04 

BNI.0

05 

BNI.0

06 

BNI.0

07 

BNI.0

08 

BNI.0

09 

BNI.0

10 

BNI.0

11 

BNI.0

12 

BNI.0

13 

BNI.0

14 

BNI.0

15 

HSB OF53-F07 0 0 0 8 84 2864 3089 732 3379 2343 2637 2361 0 1432 43 

Acidothermus 257 2 163 307 929 2893 2767 2569 2775 1336 1734 934 179 1207 109 

Bacillus 521 1093 758 221 345 437 437 3850 946 2785 2746 2009 1563 228 279 

Candidatus 

Solibacter 
367 390 324 545 493 418 165 557 154 493 424 165 6 0 90 

Rhodomicrobium 289 211 398 418 692 1150 162 449 196 489 529 670 668 697 569 

Roseiarcus 0 0 0 0 169 563 599 939 406 394 401 564 9 116 68 
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Candidatus 

Xiphinematobacter 
265 215 342 222 211 135 67 204 205 219 252 325 382 168 358 

Aquisphaera 99 41 73 189 508 510 136 670 385 486 327 296 211 401 125 

Candidatus 

Udaeobacter 
263 213 265 426 542 0 0 0 0 0 0 85 483 75 292 

Candidatus 

Koribacter 
0 0 0 0 78 255 201 504 119 359 292 217 0 49 0 

Pedomicrobium 384 180 534 513 513 220 91 196 385 282 520 1227 515 889 200 

JG30a-KF-32 0 0 0 0 0 261 0 99 151 324 222 10 0 77 0 

Bryobacter 31 122 116 73 207 78 0 265 90 137 0 70 38 0 69 

Mycobacterium 252 137 60 253 108 298 67 309 271 162 230 127 365 93 112 

Bradyrhizobium 266 224 152 309 29 14 65 32 46 6 19 369 257 96 180 

mle1-7 382 631 477 500 454 0 0 0 0 0 0 305 179 83 505 

Conexibacter 56 29 0 398 114 122 95 276 123 112 87 78 171 110 0 

Haliangium 293 416 264 558 374 0 0 0 0 56 44 54 67 79 123 

Reyranella 0 87 108 114 73 123 20 142 0 96 73 173 35 43 2 
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Clostridium sensu 

stricto 9 
6 57 0 59 49 105 121 67 132 106 118 704 348 159 212 

1921-2 0 0 0 0 0 0 78 156 72 58 42 0 0 0 0 

Pajaroellobacter 0 0 2 78 59 107 139 320 98 0 0 59 0 0 44 

Nitrobacter 10 12 8 75 74 121 111 79 224 103 145 193 11 40 0 

ADurb.Bin063-1 81 129 0 102 169 41 40 118 0 0 90 76 0 52 0 
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