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Resumen 
Estudio de la diversidad de organismos fotosintéticos en biocostras de 

suelos desérticos de San Luis Potosí. 
 
Las biocostras son comunidades compuestas por microorganismos como 

cianobacterias, bacterias heterófofas, clorofitas, hongos y organismos 

macroscópicos como líquenes, briofitas y microartrópodos. Se distribuyen 

mayoritariamente en los ecosistemas desérticos. 

El conocimiento de organismos fotosintéticos en biocostras presentes en el estado 

de San Luis Potosí es limitado. Por esa razón el presente trabajo está dirigido a la 

identificación de organismos y microorganismos fotosintéticos presentes en 

biocostras de suelos desérticos en los alrededores de Armadillo de los Infante y 

Guadalcázar. La metodología en este estudio incluyó técnicas de biología 

molecular, así como de microscopía. En este sentido, se registró la diversidad de 

líquenes en los sitios de estudio, donde se identificaron Psora ictérica, Psora 

crenata, y los géneros Diploschistes sp. y Placidium sp. En cuanto a la presencia de 

clorofitas, se identificaron los géneros Myrmecia sp. y Trebouxia sp., como 

fotobiontes de líquenes. En el caso del género Trebouxia sp., también se observó 

como una clorofita de vida libre. Otros microorganismos de vida libre observados en 

muestras de suelo asociado a las biocostras, fueron las cianobacterias 

heterocisticas de los géneros Scytonema sp., Nostoc sp., y Stigonema sp., así como 

las cianobacterias no heterocisticas de los géneros Phormidium sp, y Oscillatoria 

sp. Por lo tanto, en el presente estudio se logró identificar especies de líquenes, 

microalgas y cianobacterias de suelo, similares a las reportadas en otros estudios 

de biocostras realizados en México y otras partes del mundo. Las especies 

identificadas en este estudio corresponden con aquellas presentes en ambientes 

áridos y semiáridos, de acuerdo con lo reportado por diversos autores.  

 
PALABRAS CLAVE: Biocostras; Ecosistemas Desérticos; Biología Molecular y 
Microscopía; Líquenes; cianobacterias. 



xiii 
 

Abstract 
Study of the diversity of photosynthetic organisms in biocrusts of desert 

soils of San Luis Potosí 
 
The biocrusts are communities composed by microorganisms such as 

cyanobacteria, heterotrophic bacteria, chlorophytes, fungi, and macroscopic 

organisms like lichens, bryophytes, and microarthropods. They are mainly 

distributed in desert ecosystems. 

In the state of San Luis Potosí, the knowledge of photosynthetic organisms in 

biocrusts is rather limited. For this reason, the present work aimed at the 

identification of photosynthetic organisms and microorganisms present in biocrust of 

desert soils in the surroundings of two the localities Armadillo de los Infante and 

Guadalcázar. The methodologies in this study included molecular biology 

techniques, as well as microscopy. In this context, the diversity of lichens was 

recorded in the study sites, where Psora icterica, Psora crenata, and the genera 

Diploschistes sp. and Placidium sp., were found. Furthermore, the presence of 

chlorophytes, some microorganisms of the genera Myrmecia sp. and Trebouxia sp., 

the latter of these was also observed as a free-living chlorophyte. Finally, other 

microorganisms observed in soil samples associated with the biocrusts were the 

heterocystic cyanobacteria of the genera Scytonema sp., Nostoc sp., and Stigonema 

sp., as well as the non-heterocystic cyanobacteria of the genera Phormidium sp., 

and Oscillatoria sp. Therefore, in the present study it was possible to identify species 

of lichens, microalgae and soil cyanobacteria, similar to those reported in other 

biocrusts studies carried out in Mexico and other parts of the world. The species 

identified in the study locations correspond to common species in arid and semi-arid 

environments, according to various authors.  

 

KEYWORDS: 

Biocrust; Desert Ecosystems; Diversity; Molecular Biology and Microscopy; 
Lichens; cyanobacteria.
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I- Introducción 
1.1 Definición, estructura y distribución de las Biocostras 
Las costras biológicas del suelo (CBS) o biocostras, son comunidades compuestas 

por cianobacterias, bacterias heterótrofas, clorofitas, hongos, líquenes, briofitas y 

microartrópodos (Garcia-Pichel, 2002; Belnap y Lange, 2003; Bowker et al., 2016). 

Se establecen en la superficie de los suelos y pueden alcanzar espesores de hasta 

10mm, gracias a la íntima asociación que forman con las partículas del suelo 

(López-Cortés et al., 2001; Bowker et al., 2011). 

El establecimiento de las biocostras en los suelos es descrito como un proceso que 

ocurre por etapas (Figura 1). Inicialmente, un evento que causa perturbación en el 

ambiente, de origen natural o por actividad humana, deja los suelos desnudos, como 

los incendios forestales, el derretimiento de los glaciares, el deslizamiento de la 

tierra, o la pérdida de la vegetación por deforestación (Belnap y Lange, 2001; Dojani 

et al., 2011; Frey et al., 2013; Chilton et al., 2018). En esta etapa se asume que las 

cianobacterias y clorofitas son los primeros organismos en colonizar los suelos 

gracias a su capacidad fotosintética, y la producción de mucílagos que les permiten 

adherirse a las partículas del suelo, proporcionando condiciones para que líquenes 

y briofitas se establezcan posteriormente (Belnap, 2006; Dojani et al. 2011; Weber 

et al., 2016). Finalmente, las plantas vasculares como los pastos y arbustos pueden 

ocupar los espacios donde se establecieron las biocostras, pero esto depende de 

cada región biogeográfica y diversos factores bióticos y abióticos (Lange et al., 

1997, Belnap 2006).  

Las biocostras son consideradas la piel viva de la tierra (Belnap et al., 2001, Büdel 

et al., 2016), y se estima que cubren el 12% de la superficie terrestre (Figura 2) 

(Rodriguez-Caballero et al., 2018). Tienen la capacidad de tolerar condiciones 

extremas de temperatura, pH, salinidad y déficit de agua, por lo que su distribución 

no se limita a ningún hábitat especifico (Bowker et al., 2017), aunque es cierto que 

se desarrollan principalmente en suelos de zonas áridas y semiáridas, donde cubren 

los interespacios, es decir, espacios no ocupados por vegetación vascular, lo que 
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les permite abarcar una cobertura de hasta el 70% de estos interespacios (Belnap 

y Lange, 2003). 

Figura 1. Etapas de establecimiento de las biocostras 
(A) Un evento que causa perturbación en el ambiente deja los suelos desnudos, y 

permite el establecimiento de biocostras. (B) los primeros microorganismos en 

colonizar los suelos son las cianobacterias filamentosas y las clorofitas. (C) en 

etapas tardías se incorporan líquenes y briofitas. (D) Finalmente, la asociación de 

los microrganismos que componen las biocostras crean condiciones que facilitan, 

en algunos casos, la germinación de semillas y, por tanto, el desarrollo de plantas 

vasculares. Tomado de Belnap y Lange, 2003. 
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Figura 2. Cobertura estimada de las biocostras a nivel mundial 
Las biocostras cubren un área total de 17.9 millones de km2 lo que corresponde al 
12.2% de la superficie terrestre. Tomado de Rodríguez-Caballero et al., 2018.  
 

1.2 Función ecológica de las biocostras en los ecosistemas 
Las biocostras tienen un papel fundamental en los procesos clave para el 

funcionamiento de los ecosistemas desérticos (Figura 3). De manera general, los 

microorganismos del suelo intervienen en 3 aspectos importantes del sustrato: 1) 

estructura, 2) hidrología y 3) composición de nutrientes, (Castillo-Monroy et al., 

2011, Maestre et al., 2011, Veste et al.,2011). Respecto a la estructura de los suelos, 

las biocostras tienen la capacidad de mantener la cohesión de las partículas del 

suelo, protegiéndolos de esta manera de la acción erosiva del viento y la lluvia 

(Chamizo et al., 2019). En este proceso, participan cianobacterias filamentosas y 

algunas clorofitas, las cuales secretan exopolisacáridos (EPS) que mantienen 

unidas las partículas del suelo (Belnap et al. 2001; Chamizo et al., 2019). Por otro 

lado, los líquenes también aportan estabilidad a los suelos a través de sus rizinas, 

disminuyendo la erosión (Bowker et al; 2016; Rosentreter, 2016).  
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Otro proceso importante en el que intervienen las biocostras es en el ciclo 

hidrológico de los suelos (Lévesque, 2008; Belnap et al., 2016), que depende 

principalmente de la disponibilidad de agua en el ecosistema, así como la intensidad 

de la lluvia, la temperatura y la textura de los suelos (Eldridge et al., 2010; Chamizo 

et al., 2012., Tighe M. et al., 2012). Las estructuras filamentosas formadas por las 

cianobacterias, clorofitas y líquenes, incrementan la porosidad de los suelos 

(Colesie et al., 2016, Seppelt et al., 2016) favoreciendo la infiltración del agua 

(Belnap, 2006). Por otro lado, los polisacáridos extracelulares pueden absorber el 

agua y de esta manera incrementar la retención de la misma (Belnap, 2006).  

Una de las funciones que se investiga de las biocostras en los ecosistemas es su 

contribución en la fijación de carbono y nitrógeno en los suelos (Elbert et al., 2012).  

En este sentido es de gran importancia conocer la capacidad fotosintética y la 

actividad fijadora de nitrógeno de las cianobacterias de vida libre del suelo, y de las 

cianobacterias que se encuentran en relación simbiótica formando líquenes, pues 

al incrementar la cantidad de nitrógeno y carbono en los suelos, promueven la 

fertilidad de los suelos (Belnap, 2003; Ghiloufi et al., 2016).  
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Figura 3. Funciones ecosistémicas de las biocostras de suelos desérticos. 
Las cianobacterias y las bacterias heterótrofas presentes en las biocostras, realizan 
la fijación y la reducción del nitrógeno atmosférico (N2) a moléculas de amonio 
(NH4+), para que este elemento esté disponible para las plantas vasculares. Sin 
embargo, este proceso depende de la humedad del ambiente y por lo tanto de la 
temperatura, es por eso que la punta de las flechas amarillas, verdes y azules se 
encuentran apuntando a la misma dirección. Del mismo modo y tal como se muestra 
en la imagen, la fijación del carbono atmosférico también depende de la humedad 
del ambiente, pues se ha demostrado que pequeños pulsos de agua activan la 
fotosíntesis de las cianobacterias. Estos microorganismos, a través de procesos de 
lixiviación y descomposición, dejan el carbono disponible en el suelo, lo que ayuda 
a mantener la fertilidad de los suelos, y proporciona el alimento para otros 
organismos. Las flechas color café muestran la capacidad de las biocostras para 
formar una trampa de polvo rico en nutrientes, que posteriormente se redistribuyen 
en el suelo. Las biocostras forman una manta horizontal que tiene la capacidad de 
agregar y adherir las partículas y así disminuir la erosión causada por el aire y el 
viento. Respecto a los procesos hidrológicos, las biocostras participan en procesos 
de redistribución de agua, ya sea favoreciendo la infiltración o permitiendo la 
escorrentía, lo cual depende principalmente de características del suelo como 
textura y estructura. Tomado de Büdel et al., 2016. 
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1.3 Componentes biológicos de las biocostras y métodos para su 
identificación. 
Las biocostras tienen componentes macro y microscópicos, entre los que se 

incluyen cianobacterias, clorofitas, hongos, líquenes, briofitas y microartrópodos 

(Bowker et al., 2016). La apariencia de las biocostras, la biomasa de las mismas, 

así como la diversidad de los organismos que las componen, dependen de factores 

geológicos y climáticos como la altitud, la latitud, la temperatura promedio, el nivel 

de precipitación, la textura, la topografía, la elevación y la fisicoquímica de los 

suelos, así como el tipo de vegetación asociada a la región biogeográfica 

considerada (Castillo-Monroy et al., 2015). Se ha reportado que la actividad humana 

como el pastoreo intensivo y el cambio de uso de suelo, interfieren con el 

establecimiento y supervivencia de estas comunidades (Maestre et al., 2002). A 

continuación, se describen algunas características y métodos utilizados para la 

identificación de los organismos que componen las biocostras.   

1.3.1 Cianobacterias 
Las cianobacterias forman un grupo único de procariontes capaces de llevar a cabo la 

fotosíntesis oxigénica (Stal, 1995). A partir de su aparición hace 3500 millones de años 

(Schopf, 1993), cambiaron las condiciones biogeoquímicas de la tierra, pues dieron 

lugar a una atmosfera rica en oxígeno proporcionando las condiciones ambientales para 

el desarrollo de la respiración aerobia (Whitton y Potts, 2000). Actualmente, se 

reconocen cerca de 2700 especies de cianobacterias distribuidas en 170 géneros 

(Hitzfeld et al., 2000), de los cuales, se han reportado 70 formando parte de biocostras 

(Büdel et al., 2016). 

Las cianobacterias de las biocostras se pueden dividir en tres grupos, de acuerdo con 

la función que realizan. En el primer grupo se encuentran cianobacterias filamentosas, 

principalmente de los grupos, Oscillatoriales, Nostocales y Stigonematales. Estas 

cianobacterias excretan EPS formando una matriz extracelular (EMC) que mantiene la 

estabilidad del suelo, incluso después de que las cianobacterias mueren. Además, estos 

polisacáridos también representan un aporte de carbono importante a los suelos. Se 

considera que estas cianobacterias son las más abundantes y los principales elementos 
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en la formación inicial de las biocostras (García-Pichel et al., 2001; Büdel et al., 2016; 

Weber et al., 2016). El segundo grupo incluye a cianobacterias que potencian las 

funciones ecológicas de las biocostras, a través de su contribución en los ciclos del 

carbono y el nitrógeno (Weber et al., 2016). Incluye cianobacterias con heterocistos, los 

cuáles son células especializadas con capacidad fijadora de nitrógeno molecular en 

condiciones anaerobias (Scheidegger et al., 1995; López-Cortés et al., 2001). Las 

cianobacterias heterocísticas pertenecen a los géneros, Anabaena, Nostoc, Stigonema, 

Aulosira, Calothrix y Gloeotrichia (Belnap, 2006), entre otros. Por último, en el tercer 

grupo se agrupan cianobacterias de vida libre que no son exclusivas de biocostras, pues 

es posible encontrarlas en hábitats acuáticos, o bien, en relación simbiótica formando 

líquenes, como el caso de cianobacterias de los géneros Chroococcus, Gleocapsa, 

Gloeocapsopsis, Cylindrospermum, Tolypothrix y Phormidium (Root, 2013; Weber et al., 

2016).  

La clasificación taxonómica de las cianobacterias se ha hecho siguiendo dos enfoques, 

el enfoque botánico tradicional y el bacteriológico (Geitler L.,1932; Komárek y 

Anagnostidis, 2005), el primero está basado en las características morfológicas de las 

colonias y las células, requiere como referencia taxonómica muestras fijadas y 

preservadas, como muestras de herbarios (Palinska et al., 2006), mientras que el 

enfoque bacteriológico (Lapage y et al., 1992), a diferencia del primero, toma en cuenta 

propiedades fisiológicas, citológicas y bioquímicas de cultivos axénicos de especies 

aisladas. Requiere como referencia una muestra viva (Wilmotte, 1994). 

Dadas las diferencias observadas entre ambos sistemas de clasificación, y por los 

errores que se observaron en la clasificación de cianobacterias, fue necesario la 

introducción de una herramienta que permitiera la integración de la información 

genotípica, fenotípica y filogenética (Vandamme et al., 1991; June, 2007). Por lo que en 

la década de los 90¶s surgiy el enfoque ³polifásico´, que ha resultado ser una 

herramienta valiosa para el estudio de la diversidad de cianobacterias en diferentes 

ecosistemas (Lehtimaki et al., 2000; Taton et al., 2003; Casamatta et al., 2005; Willame 

et al., 2006; Yeager et al., 2007).  

El conocimiento de la distribución de las cianobacterias del suelo y de su abundancia, a 

nivel mundial, es de particular interés, y de gran importancia en los ecosistemas 
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desérticos, pues el estudio de estos microorganismos nos ayudaría a comprender la 

dinámica funcional en estos ecosistemas (Büdel et al., 2016). 

1.3.2 Microalgas  
Las algas constituyen un grupo amplio y filogenéticamente muy diverso de 

organismos eucariontes fotosintéticos. Hasta el 2012 se tenía reporte de 72 500 

especies de hábitat acuático y terrestre, aunque se estima que este número es 

mucho más grande en realidad (Büdel et al., 2016). Si bien no hay géneros de algas 

exclusivos de biocostras, sí hay especies representativas de algunos géneros con 

diferentes niveles de especialización ecológica (Büdel et al., 2016). Las microalgas 

presentes en las biocostras pertenecen a los phylum Chlorophyta y Streptophyta, 

distribuidas en las familias Xanthophyceae, Eustigmatophyceae y Diatomea 

(Leliaert et al., 2012).  

De acuerdo con el papel que juegan en las biocostras, se pueden agrupar de 

diferente manera. Por ejemplo, algas formadoras de costras, en este grupo se 

encuentran clorofitas filamentosas y clorofitas con capacidad de producir y secretar 

mucílago, lo que les permite atrapar las partículas del suelo y de esta manera 

potenciar la cohesión del mismo. Algunos ejemplos son las clorofitas de los géneros 

Klebsormidium y Zygogonium. Un segundo grupo incluye microalgas unidas a las 

partículas del suelo, algunos ejemplos son las clorofitas de los géneros 

Spongiochloris, Neochlorosarcina y diatomeas. A diferencia del primer grupo se 

encuentran presentes en menor abundancia. El tercer grupo está compuesto por 

microalgas que habitan como simbiontes de líquenes, y microalgas de vida libre. 

Por último, el cuarto grupo está compuesto por microalgas dulceacuícolas (Büdel et 

al., 2009; Fucíková y Lewis, 2012; Weber et al., 2016) 
Algo importante de resaltar es que de los organismos fotosintéticos componentes 

de las biocostras, posiblemente las algas son las menos estudiadas (Weber et al., 

2016). Esto se debe principalmente a dos factores, el primero es que, a diferencia 

de las cianobacterias, la abundancia de microalgas en biocostras es muy baja. Y el 

segundo, es debido a las dificultades que se presentan en el proceso de 

identificación de especies, pues algunas características distintivas de su morfología 
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solo se pueden observar en cultivos unialgales, ya que haciendo microscopia directa 

es difícil detectar microalgas no filamentosas. Además, algunos géneros de algas 

presentan estado de dormancia, principalmente cuando la biocostra está seca, 

dificultando su identificación (Büdel et al., 2016). 

Una opción para enfrentar esta problemática en la identificación de especies ha sido 

integrar la información de la observación microscópica con los datos moleculares, y 

de esta manera, se ha determinado que el phylum Chlorophyta es el que se 

encuentra en mayor frecuencia, con 21 especies correspondientes principalmente a 

las clases Chlorophyceae, Trebouxiophyceae y Ulvophyceae (Wang et al., 2016).  

1.3.3 Líquenes 
Los líquenes son organismos formados por la asociación simbiótica entre un hongo, 

llamado micobionte, que usualmente pertenece al phylum Ascomycota y en algunos 

casos al phylum Basidiomycota; y uno o más organismos fotosintéticos, a los que 

se les denomina fotobionte. Estos últimos, pueden ser algas verdes y/o 

cianobacterias. A los fotobiontes eucariontes se les denomina ³ficobiontes´, 

mientras que a las cianobacterias se les denomina ³cianobiontes´ (Root, 2013). 

Alrededor del 86% de especies liquénicas están formadas por algas, 10% por 

cianobacterias, y alrededor del 4% por una mezcla de ambos fotobiontes 

(Rosentreter et al., 2016). Los géneros de cianobacterias más comunes, por orden 

de frecuencia son Nostoc, Scytonema, Stigonema, Gleocapsa y Calothrix. Por otra 

parte, las algas verdes más comunes son: Trebouxia, Trentepholia, Coccomyxa y 

Myrmecia (Bowker et al., 2016). 

Dada la capacidad de los líquenes de resistir condiciones adversas como la 

desecación, irradiación solar y temperaturas extremas, pueden adaptarse 

perfectamente a las condiciones ambientales tan variadas en las que se desarrollan las 

biocostras (Bowker et al., 2011). Por tal motivo, no es de sorprender que, en ambientes 

con recursos limitados y escasa vegetación, como las regiones polares, alta montaña, 

la estepa, zonas áridas y semi-áridas, los líquenes sean los organismos dominantes de 

las biocostras (Poelt y Grube 1993; Eversman, 1995). 
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Los líquenes tienen funciones ecológicas importantes para el establecimiento de costras 

biológicas, tales como la modificación de las propiedades fisicoquímicas del suelo, al 

potenciar su estabilidad, alterando el flujo del agua, interviniendo en el proceso de 

retención e infiltración. Además, incrementan la fertilidad de los suelos a través de la 

fijación del nitrógeno y el secuestro del carbono, reducen o aumentan, la superficie de 

albedo, y son el hábitat y alimento para algunos invertebrados (Elbert et al., 2012; 

Maestre et al., 2012; Delgado-Baquerizo et al., 2013). 

Respecto a la clasificación taxonómica de los líquenes, esta se refiere siempre al 

micobionte, rigiéndose por las normas del código internacional de nomenclatura 

botánica. En este sentido, se reconocen más de 14 000 especies de líquenes, de 

los cuales 553 están presentes en biocostras (Honegger, 1991; Nash, 2008). 

La apariencia del talo o cuerpo vegetativo de los líquenes está determinada 

principalmente por el micobionte, aunque hay algunos casos donde el fotobionte 

influye en mayor medida (Nash, 2008). Tomando en cuenta la morfología del talo, 

los líquenes se dividen tradicionalmente en costrosos, foliosos y fructiculosos. 

(Eldridge y Rosentreter, 1999). En una clasificación más extensa se incluyen los 

líquenes escuamulosos, dimórficos y los gelatinosos, en estos últimos el fotobionte 

siempre es una cianobacteria (Berreno y Ortega, 2003).  

Por otro lado, la anatomía de los talos (Figura 4) se puede dividir en dos grupos: 

talos homómeros, en los que el micobionte y el fotobionte están distribuidos 

uniformemente, generalmente ocurre en los cianolíquenes, es decir, líquenes cuyo 

fotobionte es una cianobacteria (Brodo et al., 2001). Esta organización estructural 

les permite absorber gran cantidad de agua rápidamente, promueve la anoxia y 

favorece la fijación de nitrógeno (Asplund y Wardle, 2017). El segundo grupo de 

talo, son los talos heterómeros cuya estructura (Figura 4B) se caracteriza por una 

organización o estratificación en capas claramente ordenadas designadas como 

córtex superior, capa de fotobionte, médula y córtex inferior (Anderson et al., 1982). 

La ventaja que confiere esta organización es la protección del fotobionte por una 

capa fúngica donde se acumulan sustancias como el ácido úsnico, la atranorina o 

la parietina, así como cristales de oxalato que permiten proteger el aparato 

fotosintético del fotobionte (Root, 2013). La mayoría de los líquenes conocidos se 
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encuentran en este grupo, cuyo fotobionte es una clorofita y son denominados 

clorolíquenes (Berreno y Ortega, 2003). 

En general, la distribución de los líquenes es muy amplia. Sin embargo, hay especies 

que tienen una distribución geográfica limitada y hasta la fecha solo se tienen reporte 

de su presencia en los lugares donde fueron descritos por primera vez.  

 

 

 

Figura 4. Organización estructural de los líquenes. 
(A) Representación de la estructura interna del talo homómero de un cianoliquen. B) 
representación de la estructura interna del talo heterómero de un clorolíquen. Tomado 
de Lichens of North America, chapter 1. Brodo et al., 2001.  
 

1.3.4 Briofitas y otros componentes biológicos  
Las briofitas son plantas generalmente pequeñas que incluyen a tres grupos 

principales: Hepáticas, Antocerotes y Musgos; su distribución va desde los 

ambientes árticos, tropicales y desérticos (Delgadillo and Cárdenas, 1990). Se 

desarrollan principalmente en sitios húmedos, pues requieren agua líquida para su 

reproducción. Aunque, dadas sus características fisiológicas, también pueden 

tolerar condiciones ambientales extremas, como las que se presentan en los 

ecosistemas desérticos (Stark y Whittemore 2000). En estos ecosistemas las 

briofitas modifican el substrato y dan lugar a condiciones favorables para la 

colonización por otras plantas (Delgadillo and Cárdenas, 1990). 

 

 

A) B) 
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De los tres grupos de briofitas antes mencionadas, los musgos son los que se 

encuentran con mayor frecuencia, como componentes fotosintéticos de las 

biocostras (Hu et al., 2014). 

Las biocostras dominadas por musgos se desarrollan en climas semiáridos con 

precipitaciones anuales de 250-500mm (Hu et al., 2014). Algunos investigadores 

argumentan, que son los musgos junto con otras especies criptogámicas, como 

clorofitas y líquenes, los responsables de combatir la desertificación, a través de la 

estabilización de los suelos y retención del agua (Pando-Moreno et al., 2014). Los 

dos tipos de musgo encontrados en biocostras son: cortos anuales como 

Pterygoneurum ovatum; y musgos altos perianuales como Bryum argentum (Kidron 

et al., 2002). Su identificación se ha realizado mediante observaciones 

microscópicas y claves taxonómicas (Stark y Whittemore 2000), y se han reportado 

aproximadamente 320 especies presentes en biocostras (Brinda et al. 2007). 

1.4 Herramientas moleculares para la identificación de microorganismos 
presentes en CBS 
La diversidad de microalgas y cianobacterias presentes en biocostras se ha 

evaluado a través de técnicas moleculares por medio de dos enfoques. El primero 

es denominado enfoque dependiente de cultivo, el cual consiste en primer lugar en 

aislar y cultivar en medio los microorganismos presentes en la muestra. Y, una vez 

aislados los microrganismos, se procede a extraer y purificar el ADN a partir de 

estos cultivos. El segundo enfoque es denominado independiente de cultivo, y 

consiste en hacer la extracción y purificación de ADN directamente de las muestras 

colectadas del suelo. En este caso, el ADN obtenido proviene de los diferentes 

microorganismos presentes en la muestra.  

En ambos casos, posterior a la obtención del material genético, se lleva a cabo una 

reacción en cadena de la polimerasa (PCR), utilizando oligonucleótidos específicos 

para regiones genómicas tanto de cianobacterias como de microalgas (Tabla 1). 

Los productos de amplificación son clonados y finalmente secuenciados mediante 

tecnologías estándar o tecnologías de secuenciación de nueva generación 

(Becerra-Absalón et al., 2019).  
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En el caso específico de las microalgas, la mayoría de los análisis moleculares 

reportados se han llevado a cabo con el aislamiento y cultivos unialgales obtenidos 

a partir de muestras de biocostras. Recientemente, mediante un enfoque 

independiente de cultivo, se amplificó y secuenció un segmento de la región 

conservada del operón 16S-23S rRNA, con los oligonucleótidos nuITS1 y nuITS2 

(Maestre et al. 2006; Lin y Wu 2014). La información obtenida de los datos de 

secuenciación fue comparada con aquellas secuencias reportadas en bases de 

datos. Posteriormente, el resultado fue corroborado con la información obtenida del 

análisis morfológico de los microorganismos por microscopía y con las claves 

taxonómicas para su identificación (Komarek, 2015). 

En México, la identificación de microorganismos que conforman las biocostras se 

ha llevado a cabo principalmente mediante el análisis microscópico (Maya et 

al.,2002; Rivera-Aguilar et al., 2006; López-Cortés et al.,2010), así como por análisis 

de ³clusters´ de patrones de bandeado de secuencias del 16S rRNA, obtenidos por 

electroforesis de gel en gradiente desnaturalizante (DGGE), para determinar 

diferencias en la estructura de las comunidades de cianobacterias estudiadas 

(López-Cortés et al., 2010). Con el desarrollo de nuevas herramientas 

bioinformáticas, en 2018 se analizó la estructura secundaria de los dominios 

conservados de la región 16S-23S ITS de doce aislados de cianobacterias 

colectadas en la región central de México. Con esta herramienta, se logró la 

identificación de dos especies del género Chroakolemma que inicialmente habían 

sido clasificadas dentro del género Leptolyngbya (Becerra-Absalón et al., 2018). 

Posteriormente, se comenzaron a aplicar tecnologías de secuenciación de nueva 

generación (NGS), combinado con el análisis microscópico, para la identificación de 

especies de cianobacterias endémicas en el centro del país (Becerra-Absalón et al., 

2019). En este estudio se encontraron cianobacterias reportadas en otros estudios 

como cosmopolitas y nuevos filotipos, correspondientes al género Schizothrix sp., 

no reportados previamente en el desierto Chihuahuense, por lo que propusieron 

esos filotipos como posiblemente endémicos de la región estudiada.  

Actualmente los científicos que abordan la investigación sobre la composición de 

microorganismos presentes en biocostras, concuerdan en que es necesario 



INTRODUCCIÓN 

27 
 

combinar las herramientas informáticas y moleculares con los datos de microscopia, 

además de considerar la ecología de estas comunidades. 

En este sentido, el presente trabajo está dirigido en el uso de herramientas 

moleculares para la identificación de microorganismos fotosintéticos presentes en 

biocostras de suelos desérticos de San Luis Potosí, específicamente en los 

alrededores de Armadillo de los Infante y Guadalcázar. Con la finalidad de conocer 

las especies presentes en los sitios de estudio y comparar con aquellas identificadas 

y reportadas en otros sitios geográficos, principalmente en sistemas áridos y semi 

áridos. 

 

Tabla 1. Algunos oligonucleótidos empleados en la identificación de 
cianobacterias y clorofitas.   

 

CIANOBACTERIAS 
Nombre Secuencia Referencia 
CYA106FC 5¶-CGG ACG GGT GAG TAA CGC GTG A-3¶ Nübel et al., 1997 
CYA359FC 

 
5¶-GGG GAA TYT TCC GCA ATG GG-3¶ Nübel et al., 1997 

CYA781R(a) 
CYA781R(b) 
 

5¶-GAC TAC TGG GGT ATC TAA TCC CAT T-
3¶ 
5¶-GAC TAC AGG GGT ATC TAA TCC CTT T-
3¶ 

Nübel et al., 1997 

27F 5¶-AGA GTT TGA TCC TGG CTC AG-3¶ Wilmotte et al., 
1993 

B23SR 5¶-CTT CGC CTC TGT GTG CCT AGG T-3¶ Lepère et al., 
2000 

CLOROFITAS 
Nr-SSU-1780 
(Oligo FW) 

5¶-CTGCGGAAGGATCATTGATTC-3¶ Piercy-Nomore y 
DePriest, 2001 

ITS1 
Trebouxia 
(Oligo RV) 

5¶-GGAAGGATCATTGAATCTATCGT-3¶ Kroken y Taylor, 
2000 

ITS4 
(Oligo RV) 

5¶-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3¶ White et al., 1990 

20F 5¶-GTAGTCATATGCTTGTCTC-3¶ De Long, 1992 
CH1750R 5¶-CTTCCTCTARTTGGGAGG-3¶ 

 
Hallmann et al., 
2013 

nuITS1 5¶-TGGTTGATCCTGCCAGTAG-3¶ Shoup and Lewis, 
2003 

nuITS2 5¶-TGATCCTTCCGCAGGTTCAC-3¶ Shoup and Lewis, 
2003 
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II- Objetivo general 
 

Identificar microorganismos fotosintéticos presentes en biocostras dominadas por 

líquenes, en dos regiones semidesérticas de San Luis Potosí, mediante marcadores 

moleculares y otras técnicas.  

 

2.1 Objetivos específicos  
1. Identificar líquenes mediante técnicas de microscopia. 

2. Identificar microorganismos fotosintéticos presentes en biocostras 

dominadas por líquenes y en el suelo asociado a estas, mediante técnicas 

de microscopia 

3. Identificar cianobacterias mediante el uso de oligonucleótidos específicos de 

la región 16S-23S (ITS) del rRNA. 
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III- Materiales y métodos 
3.1 Sitios de estudio 
Las muestras fueron colectadas en suelos de ecosistemas desérticos en los 

alrededores de Armadillo de los Infante y Guadalcázar, municipios localizados en la 

zona centro y norte del estado de San Luis Potosí, México.  

El primer sitio de colecta corresponde a Armadillo de los Infante, 22� 13' 33.1Ǝ N, y 

100° 39' 31.3" W, 1641m.s.n.m (Carta Topográfica 1: 1 000 000 INEGI, 2009) 

(Figura 5A). El tipo de vegetación predominante es el matorral desértico micrófilo, 

dominado por Prosopis spp. El clima predominante es semiseco templado, con 

lluvias en verano y con temperatura media anual de 18° C. La precipitación total 

anual varía entre 300 ± 700 mm. La topografía se caracteriza por sierras plegadas 

con llanuras desérticas. Los suelos son leptosoles de origen sedimentario, de 

textura franco-arcillosa a franca. Su uso es ganadero y agrícola (INEGI, 2009). 

El segundo sitio de colecta corresponde a Guadalcázar, 22� 37' 9.6Ǝ N, y 100° 29' 

23.3" W, 1640 m.s.n.m (Carta Topográfica 1: 2 500 000 INEGI, 2009) (Figura 5B).  

El tipo de vegetación predominante es el matorral desértico rosetófilo, donde es 

posible encontrar nopal, izotal y cardonal. El clima predominante es seco 

semicálido, con lluvias en verano y con temperatura media anual de 18.1° C. La 

precipitación total anual varía entre 300±800 mm (INEGI, 2009). Cuenta con suelos 

de origen sedimentario, derivándose de rocas calcáreas, lutitas y areniscas; su 

topografía es variable, pues existen áreas planas y otras como las laderas, además 

de cerros con pendientes mayores y relieve ondulado (INEGI, 2009). 
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Figura 5. Mapa de localización de los sitios del estudio 
(A) Guadalcázar, (B) Armadillo de los Infante, San Luis Potosí, México. Los puntos 
rojos señalados en las fotografías corresponden a los sitios de muestreo. Imagen 
de Google Earth 2020. Mapa tomado de INEGI, Marco geoestadístico, diciembre 
2018.  
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3.2 Muestreo en campo 
Las muestras fueron colectadas durante el mes de agosto de 2019, siguiendo el 

procedimiento descrito por García-Pichel et al. (2013) y Muñoz-Martín et al. (2019). 

En ambos sitios de colecta, se consideró un área de 25 a 50 m2, que previamente 

fue inspeccionada para elegir lugares con abundancia de biocostra. En total en 

Armadillo se colectaron 8 muestras, y en Guadalcázar se colectaron 6 muestras 
(tabla 2). Las muestras fueron biocostras dominadas por líquenes. Para la 

extracción del talo del liquen se utilizó una espátula, y cajas Petri de 60 mm, para 

tomar una profundidad de suelo de aproximadamente 1cm, tratando de no perturbar 

la capa superior del suelo. Las muestras se colocaron cuidadosamente en bolsas 

de papel etiquetadas y se almacenaron en una hielera para su traslado al 

Laboratorio de Biotecnología de Productos Naturales en el IPICYT. En el laboratorio, 

las muestras fueron conservadas a 4°C. 

3.3 Caracterización morfológica de líquenes 
La identificación de las especies de líquenes de las muestras colectadas se realizó 

mediante microscopia en el Laboratorio de Procesamiento de Muestras Biológicas, 

con la asesoría de la Dra. Olga Araceli Patrón. Para ello, se hicieron cortes 

criogénicos de 15, 20 y 40 µm a -25°C. Posteriormente se observaron en un 

microscopio óptico Zeiss con módulo apotome, utilizando una amplificación de 100, 

200 y 400 aumentos. Adicionalmente, se hizo un test químico con KOH, NaClO, y 

Solución Steiner, el procedimiento se describe en el Anexo 1. Para la identificación 

de las especies de líquenes se utilizaron las guías taxonómicas Nash II y Nash III 

(Nash et al., 2002; Nash et al., 2008).  

3.4 Caracterización morfológica de cianobacterias 
La identificación de las cianobacterias de vida libre asociadas al suelo de las 

muestras colectadas se realizó primero con la hidratación de las muestras, 

posteriormente se tomó una sección de suelo y con ayuda de unas pinzas de 

disección se realizó un frotis. Las muestras fueron observadas en el Laboratorio de 

Procesamiento de Muestras Biológicas, con el apoyo de la Dra. Olga Araceli Patrón 

Soberano, se utilizó un microscopio óptico Zeiss con módulo apotome, con 
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amplificaciones de 100, 200 y 400 aumentos. Para la identificación de especies de 

cianobacterias observadas se utilizaron las guías taxonómicas de Komáreck 

(Komárek y Anagnostidis, 1998; Komárek y Anagnostidis, 2005; Komárek, 2013). 

Algunas de las características que se tomaron en cuenta para la identificación de 

los géneros encontrados fueron las siguientes: la forma de las células, presencia y 

posición de los heterocistos, tipo de ramificación del tricoma, presencia de 

estructuras de reproducción, coloración y grosor de la vaina.  

3.5 Extracción de ADN total de líquenes y biocostras 
La extracción de ADN genómico de 14 muestras colectadas, 8 muestras de 

Armadillo y 6 de Guadalcázar, se hizo a partir de 100 mg de muestra y de acuerdo 

con el protocolo de extracción con fenol-cloroformo reportado por Sagova-

Mareckova et al., 2008. 

Adicionalmente, se realizaron las siguientes modificaciones al protocolo original: 

menor cantidad de muestra, mayor tiempo de agitación para lisis celular, se 

implementó el uso de perlas de vidrio de 0.1mm y 1mm de diámetro, así como el 

uso de un agitador vórtex para la lisis mecánica. En el Anexo 2 se describe en detalle 

el protocolo de extracción utilizado en este trabajo. Por otro lado, la eliminación de 

inhibidores de la enzima ADN polimerasa presentes en la muestra, como ácidos 

húmicos y fúlvicos, se realizó mediante la adición de un paso de lavado con 

polivinilpirrolidona (PVP) al 5%. En el Anexo 3 se describe detalladamente este 

procedimiento.  

3.6 Amplificación por PCR de la región 16S-23S (ITS) rRNA de cianobacterias 
Los oligonucleótidos específicos para la región 16-23S rRNA de cianobacterias 

fueron seleccionados considerando la información de trabajos publicados por Nübel 

y colaboradores (Nübel et. al., 1997), así como de Boyer y colaboradores (Boyer et. 

al., 2001). En la figura 6 se indican los oligonucleótidos utilizados en este trabajo. 

La composición de la mezcla de reacción para PCR (volumen total 50 µl) consistió 

en: Buffer Taq DNA polimerasa 1X, MgCl2 1.5 mM, dNTPs 0.2mM, oligonucleótidos 

1 µl, Taq polimerasa 2 UT, DNA 100ng. Inicialmente se realizó un gradiente de 

temperatura para determinar las condiciones óptimas para la amplificación de los 
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fragmentos esperados, considerando la temperatura de fusión (Tm) de ambos 

oligonucleótidos. Las condiciones finales para PCR fueron: desnaturalización inicial 

a 94°C/3min, y 30 ciclos conformados por 95°C/1min, 68°C/30seg, 72°/2 min, con 

una extensión final de 72°C/5min. Los productos amplificados fueron analizados por 

movilidad electroforética en geles de agarosa al 1%. 

Cabe mencionar que las condiciones de PCR fueron establecidas utilizando una 

muestra de ADN obtenida de un cultivo de cianobacteria filamentosa, donada por el 

Dr. Alejandro López Cortés, del Centro de Investigaciones Biológicas del Noroeste 

(CIBNOR). Al momento de proporcionar la muestra, la identificación de la 

cianobacteria estaba en proceso. 

 

Figura 6.  Oligonucleótidos utilizados en este proyecto y mapa del operón 16-
23S rRNA 
 

 
 
 
 
 
 
 



MATERIALES Y MÉTODOS 
 

34 
 

3.7 Corte con enzimas de restricción de los fragmentos amplificados 
Los productos de PCR fueron purificados por columna, y cortados con enzimas de 

restricción para comparar los productos de esta reacción. Para ello, se realizó una 

búsqueda, en la base de datos del GenBank, de secuencias nucleotídicas 

correspondientes a la región ITS reportadas para cianobacterias presentes en 

biocostras. Estas secuencias se analizaron con el programa NEBcutter2.0 para 

buscar sitios de corte para enzimas de restricción. Con los datos de este análisis, 

se seleccionaron las enzimas PstI y KpnI las cuales solo tienen un sitio de corte en 

las secuencias. Los productos de PCR obtenidos a partir de nuestras muestras, 

fueron sometidos a la reacción de corte y analizados por electroforesis en geles de 

agarosa al 1%. Las enzimas utilizadas fueron de New England BioLabs. 

3.8 Clonación de productos de PCR. 
Los productos de PCR obtenidos con los oligonucleótidos CYA106F/23S30R fueron 

clonados en el vector pGEM-T easy. Previo a la clonación, los productos de 

amplificación fueron purificados con el ³PCR purification Kit´ de Jena Bioscience, 

siguiendo las indicaciones del proveedor. La reacción de ligación de los productos 

de PCR y el vector se llevó a cabo en un volumen de 10 ȝl, una relación molar 

vector±inserto de 3:1, 1 unidad de enzima T4 ADN ligasa (1 unidad/ ȝl), y 2 ȝl del 

buffer 5X. La reacción se dejó incubando durante toda la noche a 16°C y al día 

siguiente se utilizó para la transformación de células competentes de Escherichia 

coli Top 10. 

3.9 Transformación de células competentes de Escherichia coli Top 10. 
Las células competentes fueron descongeladas y se les adiciony 5 ȝl de la reacciyn 

de ligación, se mezcló rápidamente e incubó en hielo por 5 min. Posteriormente, se 

dio un choque térmico a 42°C durante 45 seg, seguido de incubación en hielo por 3 

min. Se les adiciony 300 ȝl de medio LB líquido, y se incubaron a 37°C durante 90 

min. Una vez transcurrido este tiempo, se sembraron 200 ȝl del cultivo en cajas Petri 

con medio LB agar suplementado con ampicilina a una concentración de 100µg/mL, 

y se incubaron a 37°C. Al día siguiente, se seleccionaron colonias para inocular 3ml 

de medio LB líquido suplementado con ampicilina y se dejó crecer a 37°C durante 
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toda la noche; al día siguiente se llevó a cabo la extracción de ADN plasmídico 

(miniprep) con el método de Birnboim±Doly (Sambrook y Rusell, 2001). Las clonas 

seleccionadas fueron secuenciadas con los oligonucleótidos CYA106FW y M13, 

usando el método de secuenciación por dideoxinucleótidos (SANGER), en el 

Laboratorio Nacional de Biotecnología Agrícola, Médica y Ambiental, LANBAMA. 

Las secuencias nucleotídicas de ambas cadenas obtenidas por secuenciación 

fueron comparadas con secuencias disponibles en la base de datos del GenBank, 

utilizando BLAST y la base de datos SILVA.
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IV-Resultados 
4.1 Identificación de líquenes mediante técnicas de microscopía.  
En Armadillo de los Infante se colectaron 8 muestras y en Guadalcázar se colectaron 

6 muestras de biocostras (tabla 2). 

 

Tabla 2. Muestras colectadas. 

 

En una de las muestras colectadas en Armadillo de los Infante, (muestra 1), se 

identificó la especie Psora ictérica (Figura 7A). En esta misma muestra, se observó 

la presencia de una cianobacteria que no se encuentra integrada en la capa del 

fotobionte, sino que al parecer se localiza en el exterior del córtex inferior (Figura 7B 

y 7C). Para determinar si correspondía a un fotobionte, y no a una interferencia de 

 Armadillo de los Infante Guadalcázar 

Número de muestras 
colectadas 

8 6 

Muestras a las cuales 
se les hizo extracción 

de ADN 

 

1, 2, 3, 4, 5, 6 ,7, 8 G2, G3, G4,G5,G6 

Muestras de las cuales 
se obtuvo producto 

PCR 

3, 4, 5, 6, 7 G2, G3, G4, G5,G6 

Identificación de 
líquenes  

Muestra 1:  Psora ictérica 

 

Muestra G1:  Psora 

crenata 

Muestra G2: Placidium 

sp. 

Muestra G4: 

Diploschistes sp 
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las partículas de suelo adheridas a la muestra, se expuso el corte a una longitud de 

onda de 400 nm, esta longitud de onda es capaz de excitar la clorofila presente en 

las cianobacterias. El resultado observado fue una señal de fluorescencia en la 

muestra como se ilustra en la Figura 7D. Estos resultados sugieren que 

posiblemente se trate de una cianobacteria epífita de este liquen. Sin embargo, es 

necesario corroborar esta información con la observación a mayor detalle, y 

examinando otros cortes de dicha muestra. Así como de obtener datos adicionales 

mediante análisis molecular.  

En otra muestra, (muestra 4), colectada en este mismo sitio, se encontró un posible 

cianolíquen (Figura 7K), el cual no se logró identificar debido al estado físico de la 

muestra, ya que en el transporte y almacenamiento se deterioró. Esto no permitió 

identificar de manera precisa la morfología externa del liquen. Sin embargo, en parte 

de la muestra se observó que su fotobionte corresponde a la cianobacteria del 

género Nostoc sp. (Figura 7K). 

Por otro lado, en las muestras colectadas en Guadalcázar, en la muestra G1 se 

identificó la especie Psora crenata, (Figura 7E), en tanto que en la muestra G4 se 

identificó el género Diploschistes sp., (Figura 7I), y en la muestra G2 se encontró el 

género Placidium sp. (Figura 7J). Respecto a las especies de fotobiontes 

encontrados en estos líquenes, en el caso de Psora ictérica, Psora crenata, y el 

género Placidium sp., observamos el fotobionte correspondiente a la clorofita del 

género Myrmecia sp. como se ha reportado previamente (Figura 7A, 7E y 7J); en el 

caso del género Diploschistes sp., se observó el fotobionte corresponde a la clorofita 

del género Trebouxia sp. (Figura 7I). 
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Figura 7. Identificación microscópica de líquenes.  
Diversidad de líquenes presentes en las biocostras de Armadillo de los Infante y 

Guadalcázar, (A) Muestra1, Psora ictérica. (B) En la imagen se puede observar una posible 

cianobacteria epífita del liquen (señalada con flecha) que, de acuerdo con las 

características morfológicas, es posible que corresponda al genéro Scytonema sp. (C) 

Corte transversal del talo, la flecha señala el fotobionte, que corresponde a la clorofita del 

género Myrmecia sp. (D) la flecha indica la señal de fluorescencia que se observó en la 

zona de la presunta cianobacteria. (E) Muestra G1 Psora crenata, (G) La flecha señala las 

esporas de Psora crenata, algunas de las características que se observaron incluyeron, su 

coloración hialina y forma esférica. (H) corte transversal de Psora crenata donde es posible 

distinguir la estructura típica de un liquen, (I) muestra G4, corte transversal de Diploschistes 

sp. (J) muestra G2, corte transversal de Placidium sp. (K) Corte transversal de un 

cianolíquen con Nostoc sp. como fotobionte, señalado con una flecha.  
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4.2 Identificación de cianobacterias asociadas a biocostras de suelos 
desérticos 

En Armadillo de los Infante se analizaron cuatro muestras (muestra 1, 4, 6 y 7), en 

Guadalcázar se analizó la muestra G4.  

Se observaron cianobacterias de vida libre con presencia de hetereocistos, y sin 

heterocistos (Figura 8). Respecto a las cianobacterias con heterocistos, las 

características morfológicas sugieren que pertenecen a los géneros Scytonema sp. 

(Figura 8A), Nostoc sp. (Figura 8B), y Stigonema sp. (Figura 8C). 

En cuanto a las cianobacterias sin heterocistos, se observó la presencia de 

cianobacterias que posiblemente pertenecen a los géneros Phormidium sp. (Figura 

8D), y Oscillatoria sp. (Figura 8E).  

Adicionalmente, en la muestra G4 colectada en Guadalcázar se encontró la 

presencia de clorofitas correspondientes al género Trebouxia sp. (Figura 8F).
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                Figura 8. O
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4.3 Estandarización del protocolo de extracción de ADN total de líquenes y 
biocostras. 
Tomando en cuenta que en las muestras colectadas se identificó la presencia de 

cianobacterias asociadas al suelo o que viven como fotobiontes de los líquenes, se 

procedió a realizar una búsqueda bibliográfica sobre métodos de extracción de 

biocostras del suelo, por lo que inicialmente la extracción de ADN total de muestras 

colectadas en Armadillo de los Infante se realizó con PowerSoil DNA isolation Kit 

(MO BIO laboratories). Sin embargo, el ADN obtenido no fue de buena calidad 

(Figura 8) y en la PCR no se obtuvieron productos de amplificación. Por tanto, se 

decidió seguir el protocolo de extracción de ADN de Miller y colaboradores (1999), 

así como algunas modificaciones a este, hechas por Sagova±Mareckova (Sagova-

Mareckova, et al., 2008). Con este protocolo modificado fue posible obtener ADN 

de buena calidad de las muestras colectadas en Armadillo de los Infante (Figura 

9A). Sin embargo, en las muestras colectadas en Guadalcázar no se obtuvo el 

mismo resultado (Figura 9B), y no se observaron productos de amplificación. Por 

esta razón fue necesario realizar modificaciones al protocolo, que consistieron en el 

incremento del tiempo de lisis mecánica en el vórtex, se añadieron nanopartículas 

de plata como un paso adicional a la lisis química. Sin embargo, al ver que a pesar 

de estos cambios no se obtenían productos de amplificación, se optó por añadir un 

paso de lavado con polivinilpirrolidona (PVP) al 5%. Esto mejoró la calidad de ADN 

en las muestras de ambos sitios (Figura 9A y 9C), y fue posible obtener productos 

de amplificación. Por lo que concluimos que se deben considerar las características 

fisicoquímicas del suelo, para poder seleccionar el mejor protocolo de extracción de 

ADN que permita tener una buena calidad y concentración de ADN genómico total 

y así llevar a cabo análisis moleculares posteriores. 
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Figura 9. Electroforesis en gel de agarosa al 1.0% de ADN genómico total 
extraído con kit comercial. 
Muestras colectadas en Armadillo de los Infante, la muestra tomada como referencia 
(ctrl+) corresponde a ADN genómico de cianobacteria donada por el Dr. Alejandro 
López Cortés del CIBNOR. Carril 1 al 6, muestras 1 a 6.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 10. Electroforesis en gel de agarosa al 1.0% de ADN genómico total 
extraído de las muestras.   
(A) Muestras colectadas en Armadillo de los Infante, carril 1 ± 8, muestras 1 ± 8. (B) 
muestras colectadas en Guadalcázar, carril 9 ± 13, muestras G2 ± G6 (ver tabla 2). 
El ADN obtenido de estas muestras resultó ser de mala calidad, ya que no fue 
posible obtener producto de amplificación en ningún caso. (C) Muestras tratadas 
con PVP al 5% durante la extracción. Carril 14 ± 18, muestras G2 ± G6. 

Ctrl+     1       2       3        4       5       6  

1       2       3      4      5      6      7     8         9    10   11   12  13       14     15    16     17   18 

A)                                          B)                                          &) 
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4.4 Amplificación por PCR de la región 16S-23S (ITS) rRNA de cianobacterias 
Los oligonucleótidos específicos para cianobacterias fueron seleccionados 

considerando trabajos publicados previamente. Los oligos CYA106F y 23S30R, 

fueron usados para la amplificación por PCR de la región 16-23S rRNA, (Figura 11). 

 

 

Figura 11. Mapa del operón 16-23S rRNA y sitios blanco de los 
oligonucleótidos utilizados por Boyer et al. (2001). 
Los oligonucleótidos señalados con las flechas rojas corresponden al par de 
iniciadores utilizados en este trabajo. En el caso del oligonucleótido CYAFW1, el 
sitio blanco se encuentra entre las posiciones 106 y 127 (pb) y para el 
oligonucleótido CYARV4 el sitio blanco se encuentra alrededor de los 2000 (pb). 
 

Las condiciones óptimas para la PCR debieron ser establecidas en primer término, 

para lo cual se realizó un gradiente de temperatura a fin de determinar las 

condiciones óptimas de amplificación de los fragmentos esperados. Considerando 

la temperatura de fusión (Tm) de ambos oligonucleótidos, se decidió iniciar con 

temperaturas de alineamiento de 54° a 60°C. Sin embargo, a estas temperaturas se 

observaron más de una banda (datos no mostrados), por lo que se decidió 

incrementar el rango de temperaturas del gradiente de 60 a 70°C, con lo que se 

logró observar una banda única a los 68°C (Figura 12A).  

Con esta temperatura de alineamiento, se obtuvieron productos de PCR de 6 

muestras de Armadillo de los Infante y 5 de Guadalcázar (Figura 12B). Los 

productos de PCR fueron purificados por columna y se procedió a realizar un 

análisis de polimorfismos mediante el uso de enzimas de restricción. Para esto, las 

secuencias nucleotídicas de la región ITS reportados para cianobacterias fueron 

analizadas para la búsqueda de enzimas de restricción de corte único. Con los datos 

obtenidos se eligieron las enzimas PstI y KpnI.  De las muestras analizadas, se 

observó un patrón de bandeo distinto en las muestras 6, 7 y G4 (Figura 12C). Este 

resultado sugiere la posibilidad de que exista más de un genoma de cianobacteria 
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en estas muestras de ADN. Por lo tanto, se decidió clonar los productos de PCR de 

las muestras 6, 7 (Armadillo de los Infante) y G4 (Guadalcázar) en el vector pGEM 

easy T, y se secuenciaron bidireccionalmente como se describe en materiales y 

métodos. 

Como resultado de la secuenciación obtuvimos secuencias de aproximadamente 

1150 pb. Las secuencias obtenidas fueron ensambladas utilizando el software 

BioEdit 7.2. Posteriormente, fueron comparadas con las secuencias disponibles en 

la base de datos del National Center for Biotechnology Information (NCBI) usando 

BLAST (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PAGE_TYPE=BlastSearch). Se 

tomaron en cuenta las asignaciones con porcentajes de identidad mayores al 90% 

y con una cobertura mayor del 95%. Enseguida, se hizo un alineamiento múltiple de 

secuencias, utilizando la función ClustalW multiple alignment (Thompson et al., 

1994), los alineamientos fueron visualizados y corregidos posteriormente utilizando 

el software BioEdit 7.2. 
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Figura 12. Amplificación por PCR de la región 16S-23S (ITS) rRNA de 
cianobacterias 
(A) Gradiente de temperaturas para determinar la temperatura óptima de fusión, en el 
cuadro rojo se señala que a los 68°C se obtuvo una banda única. (B) Productos de 
amplificación por PCR, las muestras 3, 4, 5, 6, 7 y 8 corresponden a biocostras colectadas 
en Armadillo de los Infante, las muestras G1, G2, G3, G4 y G5 corresponden a biocostras 
colectadas en Guadalcázar, en algunas muestras como la 6 y G4 se observó más de una 
banda, por lo que se hizo un ensayo de AFLP (C), utilizando las enzimas de restricción PstI 
y KpnI observando un patrón de bandeo diferente entre las muestras, lo que sugiere la 
presencia de más de un genoma en la muestra. El carril 1 corresponde a la muestra 6; carril 
2, muestra 7; carril 3, muestra G4; carril 4, marcador de peso molecular; carril 5, muestra 6; 
carril 6, muestra 7; y carril 7, muestra G4 (ver tabla 2).  
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4.5 Resultados de secuenciación y análisis de datos de microscopia  
Para lograr una identificación más precisa de las muestras 6 y 7 colectadas en 

Armadillo de los Infante, aunado al análisis molecular, se llevó a cabo la observación 

microscópica de las cianobacterias presentes en estas muestras (Figura 13 y 14).  

 

Figura 13. Observación de la morfología, muestra 6 
(A) Observación macroscópica de la muestra 6. (B) La observación de la forma 
irregular de las células y C) la presencia de un heterocisto intercalar, señalado con 
la flecha, fueron características que nos permitieron determinar que correspondía al  
género Stigonema sp. 

Figura 14. Observación de la morfología de la muestra 7  
(A) Observación macroscópica de la muestra 7. B). presencia de un heterocisto, 
señalado con una flecha. C) forma de las células, tricomas unidos fuertemente al 
sustrato 
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Las secuencias obtenidas de la muestra 6, se analizaron mediante BLAST, y el 

análisis arrojó una similitud elevada con secuencias correspondientes al género 

Stigonema sp., (Tabla 2) lo que correspondió con las características morfológicas 

observadas mediante microscopia (Figura 13B y 13C).  

 

Tabla 3. Ensamble cadena forward y reverse, muestra 6 (Armadillo). 

a: Número de nucleótidos de la secuencia de interés que se alinearon con las secuencias 
depositadas en la base de datos.   
b: Número de nucleótidos de la secuencia de interés que en el alineamiento tuvieron coincidencias 
respecto a las secuencias depositadas en la base de datos.  
 
Respecto a la muestra 7, de acuerdo con las bandas observadas en el ensayo de 

AFLPs, parecía corresponder a secuencias de cianobacterias, por lo que las cuatro 

clonas obtenidas fueron analizadas mediante BLAST, a continuación, se describen 

los resultados obtenidos. 

Los resultados de secuenciación y el análisis posterior de la secuencia obtenida de 

la clona 7A mostró similitudes con regiones ITS de cianobacterias de los géneros 

Microcoleus sp. y Pycnacronema sp. (Tabla 4). 

Muestra 
6 

Oligonucleótido Organismo Número de 
Acceso 

GenBank 

% de 
Coberturaa 

% de 
Identidadb 

CONTIG 
1 

CYA106F/M13RV Stigonema 
anomalum 
H55-2 

KT867165.1 100% 98.52% 

CONTIG 
2 

CYA106F/M13RV Stigonema 
sp. LS12-6 

KT867189.1 100% 98.10% 

CONTIG 
3  

CYA106F/M13RV Stigonema 
sp. H7-5 

KT867183.1 100% 98.11% 

CONTIG 
4 

M13FW/M13RV Stigonema 
sp. LS01-1 

KT867198.1 66% 89.78% 

CONTIG M13FW/M13RV Stigonema 
sp. H7-8 

 
KT867184.1 

66% 89.78% 

CONTIG M13FW/M13RV Stigonema 
sp. H7-5 

KT867183.1 66% 89.78% 
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 Tabla 4. Ensam
ble cadena forw

ard y reverse, clona 7A
 (A

rm
adillo). 

               a: N
úm

ero de nucleótidos de la secuencia de interés que se alinearon con las secuencias depositadas en la base de datos.   
b: N

úm
ero de nucleótidos de la secuencia de interés que en el alineam

iento tuvieron coincidencias respecto a las secuencias depositadas en la 
base de datos.  
 R

especto a la clona 7B
 el ensam

ble de las secuencias obtenidas por secuenciación en am
bos sentidos y el análisis de 

esta, resultó sim
ilar a secuencias de cepas de cianobacterias no cultivables (Tabla 5).  

M
uestra 

 
O

ligonucleótido 
O

rganism
o 

N
úm

ero de 
Acceso 

G
enBank 

%
 de 

Cobertura 
%

 de 
Identidad 

7A 
C

O
N

TIG
 

C
YA106F/M

13R
V

 
M

icrocoleus 
sp. 

C
EN

A344 
KT731160.1 

100%
 

95.24%
 

7A 
C

O
N

TIG
 

C
YA106F/M

13R
V

 
U

ncultured 
cyanobacterium

 
clone 
BkfYyyy_00  

KC
463364.1 

100%
 

95.23%
 

7A 
C

O
N

TIG
 

C
YA106F/M

13R
V

 
Pycnacronem

a 
m

arm
oreum

 
42PC

 

M
F581658.1 

100%
 

95.12%
 

7A 
C

O
N

TIG
 

M
13FW

/M
13R

V 
M

icrocoleus 
sp. 

D
AI 

EF654029.1 
99%

 
94.89%

 

7A 
C

O
N

TIG
 

M
13FW

/M
13R

V 
M

icrocoleus 
sp. 

C
EN

A344 
KT731160.1 

99%
 

94.62%
 

7A 
C

O
N

TIG
 

M
13FW

/M
13R

V 
U

ncultured 
bacterium

 
clone 

abscm
03.0.660  

JX255262.1 
99%

 
94.61%
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Tabla 5. Ensam
ble cadena forw

ard y reverse, clona 7B
 (A

rm
adillo). 

a: N
úm

ero de nucleótidos de la secuencia de interés que se alinearon con las secuencias depositadas en la base de datos.   
b: N

úm
ero de nucleótidos de la secuencia de interés que en el alineam

iento tuvieron coincidencias respecto a las secuencias depositadas en la 
base de datos.  
 E

n el caso de la clona 7C
, los resultados de secuenciación y el análisis posterior de la secuencia obtenida, fueron m

uy 

sim
ilares a los resultados de la clona 7A

, dado que las asignaciones obtenidas correspondieron con regiones ITS de 

cianobacterias del género M
icrocoleus sp. (Tabla 6). 

M
uestra 

 
O

ligonucleótido 
O

rganism
o 

N
úm

ero de A
cceso 

G
enB

ank 
%

 de 
C

obertura 
%

 de 
Identidad 

7B 
C

O
N

TIG
 

C
YA106F/M

13R
V

 
U

ncultured 
bacterium

 
clone abscm

03.0.660  
JX255262.1 

88%
 

83.85%
 

7B 
C

O
N

TIG
 

C
YA106F/M

13R
V

 
U

ncultured 
cyanobacterium

 clone 
BkfYyyy_00 

KC
463364.1 

85%
 

84.15%
 

7B 
C

O
N

TIG
 

C
YA106F/M

13R
V

 
U

ncultured 
O

scillatoriales 
cyanobacterium

 clone 
M

C
89  

KJ191929.1 
85%

 
84.17%

 

7B 
C

O
N

TIG
 

M
13FW

/M
13R

V 
U

ncultured 
cyanobacterium

 clone 
16L6 

EU
409863.1 

100%
 

98.09%
 

7B 
C

O
N

TIG
 

M
13FW

/M
13R

V 
U

ncultured 
cyanobacterium

 clone 
16L3  

EU
409851.1 

100%
 

98.09%
 

7B 
C

O
N

TIG
 

M
13FW

/M
13R

V 
U

ncultured 
cyanobacterium

 
gene 

for 16S rR
N

A 

AB636061.1 
91%

 
97.63%

 



R
E

S
U

LTA
D

O
S 

 

50  

Tabla 6. Ensam
ble cadena forw

ard y reverse, clona 7C
 (A

rm
adillo). 

                a: N
úm

ero de nucleótidos de la secuencia de interés que se alinearon con las secuencias depositadas en la base de datos.   
b: N

úm
ero de nucleótidos de la secuencia de interés que en el alineam

iento tuvieron coincidencias respecto a las secuencias depositadas en la 
base de datos.  
 P

or últim
o, la clona 7D

, al igual que la clona 7A
 y 7C

, m
ostró m

ayor sim
ilitud con secuencias de cianobacterias del género 

M
icrocoleus sp. (Tabla 7).  

M
uestra 

 
O

ligonucleótido 
O

rganism
o 

N
úm

ero de 
A

cceso 
G

enB
ank 

%
 de 

C
obertura 

%
 de Identidad 

7C
 

C
O

N
TIG

 
C

YA106F/M
13R

V
 

M
icrocoleus 

sp. 
C

EN
A344 

KT731160.1 
100%

 
94.71%

 

7C
 

C
O

N
TIG

 
C

YA106F/M
13R

V
 

M
icrocoleus 

sp. 
D

AI 
EF654029.1 

96%
 

95.39%
 

7C
 

C
O

N
TIG

 
C

YA106F/M
13R

V
 

U
ncultured 

cyanobacterium
 

clone 
BkfYyy_200 

KC
463677.1 

100%
 

94.32%
 

7C
 

C
O

N
TIG

 
M

13FW
/M

13R
V 

U
ncultured 

Fam
ily 

3.1 
bacterium

 
clone 

G
ASP-

W
A

2S3_C
07 

EF072731.1 
83%

 
84.22%

 

7C
 

C
O

N
TIG

 
M

13FW
/M

13R
V 

U
ncultured 

Fam
ily 

3.1 
bacterium

 
clone 

G
ASP-

W
A

2S3_B09  

EF072722.1 
83%

 
84.22%
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 Tabla 7. Ensam
ble cadena forw

ard y reverse, clona 7D
 (A

rm
adillo). 

  a: N
úm

ero de nucleótidos de la secuencia de interés que se alinearon con las secuencias depositadas en la base de datos.   
b: N

úm
ero de nucleótidos de la secuencia de interés que en el alineam

iento tuvieron coincidencias respecto a las secuencias depositadas en la 
base de datos.

M
uestra 

 
O

ligonucleótido 
O

rganism
o 

N
úm

ero de 
Acceso G

enBank 
%

 de Cobertura 
%

 de Identidad 

7D
 

C
O

N
TIG

 
C

Y
A

106F/M
13R

V 
U

ncultured 
bacterium

 
clone 

nbu113d03c1  

G
Q

016905.1 
99%

 
90.96%

 

7D
 

C
O

N
TIG

 
C

Y
A

106F/M
13R

V 
U

ncultured 
bacterium

 
clone 

H
F803 16S

  

K
F037298.1 

99%
 

90.96%
 

7D
 

C
O

N
TIG

 
C

Y
A

106F/M
13R

V 
M

icrocoleus 
steenstrupii 
S

O
N

59 

K
C

999631.1 
99%

 
90.82%

 

7D
 

C
O

N
TIG

 
M

13FW
/M

13R
V 

U
ncultured 

bacterium
 

clone 
H

F803 16S
  

K
F037298.1 

99%
 

80%
 

7D
 

C
O

N
TIG

 
M

13FW
/M

13R
V 

U
ncultured 

bacterium
 

clone 
nbu113d03c1 

G
Q

016905.1 
99%

 
80%

 

7D
 

C
O

N
TIG

 
M

13FW
/M

13R
V 

M
icrocoleus 

steenstrupii 
S

O
N

59 

K
C

999631.1 
99%

 
80%
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Los resultados obtenidos sugieren que las secuencias corresponden a las regiones 

ITS de los géneros de cianobacterias indicados. Sin embargo, consideramos que es 

necesario llevar a cabo otra ronda de secuenciación de las clonas 7A, 7C y 7D, para 

corroborar los resultados obtenidos y llegar a una identificación más precisa. Dado 

que en la observación microscópica que se hizo de la muestra 7, no se identificaron 

cianobacterias del género Microcoleus sp., por lo que es pertinente realizar nuevas 

preparaciones y repetir el análisis microscópico para corroborar la información 

obtenida del análisis de secuencias.   

En el caso de la muestra G4, colectada en Guadalcázar, no fue posible tener un 

indicio del género de cianobacteria presente en la muestra, debido a que el 

porcentaje de cobertura fue menor del 90% (Tabla 8). Por lo que es necesario repetir 

la secuenciación bidireccional de esta clona. 

 
Tabla 8. Ensamble cadena forward y reverse, muestra G4 (Guadalcázar).  

Cadena 
Muestra 

G4 

Oligonucleótido Organismo Número de 
Acceso 

GenBank 

% de 
Cobertura 

% de 
Identidad 

CONTIG M13FW/M13RV Oculatella 
ucrainica 
KZ-5-4-1 

MG652620.1 86% 95.20% 

CONTIG M13FW/M13RV Oculatella 
ucrainica 
KZ-7-1-4 

MG652619.1 86% 95.20% 

CONTIG M13FW/M13RV Oculatella 
ucrainica 
Vin-4-4-1 

MG652618.1 86% 95.20% 

 a: Número de nucleótidos de la secuencia de interés que se alinearon con las secuencias 
depositadas en la base de datos.   
b: Número de nucleótidos de la secuencia de interés que en el alineamiento tuvieron coincidencias 
respecto a las secuencias depositadas en la base de datos.  
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La integración de los datos que se obtuvieron de microscopia y del análisis de 
secuencias, nos permitieron determinar que los oligonucleótidos seleccionados sí 
son específicos de cianobacterias, y que es posible encontrar cianobacterias 
identificadas en biocostras de sitios estudiados por otros autores, en nuestras 
muestras, ya que la mayoría de las secuencias seleccionadas de NCBI 
corresponden a muestras de cianobacterias colectadas en suelo. 
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V- Discusión 
 
Los estudios sobre la distribución y la abundancia de especies de microorganismos 

presentes en biocostras han tenido como objetivo principal comprender la dinámica 

entre estas comunidades, su entorno y las funciones dentro del ecosistema (Büdel 

et al., 2016). El uso de herramientas moleculares para identificar las especies que 

forman parte de estas comunidades no es nuevo. Sin embargo, el uso de 

tecnologías de secuenciación de nueva generación (NGS) y la secuenciación de 

bibliotecas genómicas a partir de material genómico de muestras colectadas 

directamente de los sitios de estudio, o de cepas cultivadas en el laboratorio, han 

permitido un mayor conocimiento de organismos presentes en biocostras (Becerra-

Absalón et al., 2019). Esta información se verifica con la observación microscópica 

e identificación a través del análisis morfológico de los microorganismos. Mediante 

estos estudios se ha encontrado que la diversidad de los microorganismos del suelo 

es influenciada por las condiciones ambientales de cada región geográfica 

(Komárek, 2015).  

En México, la identificación de organismos que conforman las biocostras se han 

enfocado principalmente en cianobacterias (Maya et al., 2002; López-Cortés et al., 

2010; Becerra-Absalón et al.,2018; Becerra-Absalón et al.,2019), microalgas 

(Flechtner et al.,1998), y en menor medida, musgos y líquenes (Rivera-Aguilar et 

al., 2006; Concostrina-Zubiri et al., 2014). Estos estudios se han realizado en las 

cuatro regiones áridas más grandes del país, que comprenden el Desierto de 

Sonora (Ball y Alvarez±Guevara, 2015), la península de Baja California (López-

Cortés et al.,2010), el Desierto Chihuahuense (Becerra-Absalón et al., 2019), la 

región árida Tamaulipeca, y el valle de Tehuacán-Cuicatlán, en los estados de 

Puebla y Oaxaca (Rivera-Aguilar et al., 2006). En estos trabajos, se ha encontrado 

que la riqueza de líquenes y briofitas incrementa a lo largo de un gradiente altitudinal 

(Austrheim, 2002; Bruun, et al., 2006). La familia de líquenes con mayor diversidad 

de especies presentes en biocostras corresponden a la familia Verrucariaceae, con 

96 especies diferentes. El género Placidium sp., se considera uno de los más 
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frecuentes en las biocostras de México (Molina-Guerra, et al., 2014, Mendoza±

Aguilar, 2014), pues su distribución abarca desde la Península de Baja California 

(Büdel, et al., 2013) hasta el Valle de Tehuacán-Cuicatlán (Rivera-Aguilar et al., 

2006). 

En el presente trabajo se analizaron muestras colectadas en suelos desérticos 

localizados en los alrededores de Armadillo de los Infante y Guadalcázar. Mediante 

técnicas de microscopía se identificó un liquen correspondiente al género Placidium 

sp.; dos especies del género Psora sp.: Psora ictérica y Psora crenata.; uno más 

correspondiente al género Diploschistes sp. Los dos primeros se han registrado en 

estudios realizados en el Valle de Tehuacán y en el semidesierto Queretano 

(Becerra-Absalón et al., 2019). Mientras que el género Diploschistes sp. ha sido 

reportado en el desierto Chihuahuense (Becerra-Absalón et al., 2019). 

Adicionalmente, se encontró un cianolíquen cuyo fotobionte es una cianobacteria 

del género Nostoc sp. Sin embargo, no fue posible determinar la identidad de este 

líquen, debido a que no se logró diferenciar las características morfológicas 

necesarias para su identificación, como son las estructuras reproductivas (Figura 

7k). Por lo que consideramos necesario repetir el análisis microscópico con 

preparaciones de otras secciones del ejemplar.  

Un dato interesante es que, en una de las muestras colectadas correspondientes a 

Psora ictérica, observamos la presencia de una posible cianobacteria epífita. Esto 

nos llamó la atención debido a que hasta ahora no se ha reportado este tipo de 

interacción. Sin embargo, en este trabajo no logramos obtener una muestra de ADN 

que nos permitirá amplificar la región ITS e identificar por análisis molecular la 

posible cianobacteria. De corroborar esto, se aportaría información sobre la 

dinámica que hay entre los líquenes y los microorganismos asociados a las 

partículas del suelo.  

Con respecto al estudio de la diversidad de especies de cianobacterias, se ha 

encontrado que los principales ordenes de cianobacterias presentes en biocostras 

de los cuatro sistemas desérticos del país son: Chroccocales, 

Chroococcidiopsidales, Nostocales, Oscillatoriales, Pleurocapsales y 

Synechococcales. Los órdenes Nostocales y Oscillatoriales, particularmente los 
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géneros Scytonema sp. y Nostoc sp., son los que se han reportado en prácticamente 

todos los sitios estudiados (Rivera ± Aguilar et al., 2006; Maya et al., 2002; 

Mendoza-Aguilar, 2014; Becerra-Absalón et al., 2019). Nostoc sp. y Scytonema sp. 

se establecen bajo condiciones extremas de temperatura, desecación e intensidad 

de luz solar, esto último debido a que presentan mayor cantidad de pigmentos 

fotosintéticos que otras especies. Adicionalmente, poseen la capacidad de fijar 

nitrógeno atmosférico en el suelo y, en consecuencia, dejarlo disponible para las 

plantas vasculares (Kumar et al. 2009; Maya et al. 2002). Estas cualidades les 

permiten establecerse en sitios con altas temperaturas en el día durante el verano, 

bajas temperaturas en las noches durante el invierno, alta radiación UV y baja 

precipitación (Hu et al., 2014). 

Respecto a las especies de cianobacterias identificadas en el presente trabajo, 

observamos que Nostoc sp. y Scytonema sp., están presentes en muestras de suelo 

asociado a las biocostras, así como en líquenes colectados en ambos sitios. 

Mediante el análisis molecular, en una muestra colectada en Armadillo de los Infante 

(Figura 13, Tabla 3), se identificó una cianobacteria del género Stigonema sp. Este 

género de cianobacterias ha sido reportado en estudios realizados en Baja 

California y en el desierto Chihuahuense (Maya et al., 2002; López-Cortés et al., 

2010; Becerra-Absalón et al., 2019). Las cianobacterias de este género pertenecen 

al grupo de cianobacterias filamentosas formadoras de biocostras (Büdel, 2013), 

que debido a su metabolismo y a la asociación con otras cianobacterias participan 

en los ciclos del carbono y el nitrógeno en el suelo, por lo que son fundamentales 

para el establecimiento y desarrollo de biocostras. En este sentido, los resultados 

del análisis molecular obtenidos con una muestra (muestra 7), revelan que mediante 

esta estrategia es posible identificar la asociación entre cianobacterias presentes en 

suelo. Dado que los datos de secuenciación, así como el patrón diferencial de corte 

por enzimas de restricción, de la región ITS amplificada a partir de ADN extraído de 

la muestra, sugieren la presencia de más de una especie de cianobacterias. Al 

respecto, los resultados del análisis de secuencias de las cuatro clonas obtenidas a 

partir de la muestra 7 fueron diferentes. Dos clonas (7A y 7C) mostraron una 

similitud (aunque relativamente baja) a secuencias de cianobacterias del género 
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Microcoleus sp. Este último es considerado como un género cosmopolita, pues se 

ha reportado en todos los sitios geográficos donde se ha analizado la composición 

de biocostras (Rivera-Aguilar et al., 2006; Garcia-Pichel et al., 2013; Dojani et al., 

2014; Williams et al., 2016; Muñoz-Martín et al., 2019). Sin embargo, en el análisis 

microscópico no se observaron cianobacterias de este género, por lo que sería 

conveniente repetir la observación microscópica haciendo nuevas preparaciones de 

la muestra. De igual manera, consideramos secuenciar nuevamente las clonas 

obtenidas para corroborar las secuencias obtenidas y una posible identificación de 

las cianobacterias presentes en esa muestra. 

Por otro lado, el análisis microscópico de los líquenes y las muestras de suelo 

colectadas nos permitió identificar clorofitas de los géneros Trebouxia sp, y 

Myrmecia sp. Este último género se ha reportado con mayor frecuencia en el 

semidesierto Queretano (Becerra-Absalón et al., 2019). Algo pendiente en este 

trabajo fue el uso de los marcadores moleculares nuITS1 y nuITS2, utilizados en 

otros estudios (Piercey ± Normore y DePriest, 2001; Sámed et al., 2016), para 

confirmar la identidad de estas clorofitas.  

En este estudio se llevó a cabo un análisis preliminar de la riqueza de organismos 

presentes en dos sitios correspondientes a zonas desérticas del estado de San Luis 

Potosí, mediante el uso de una combinación de oligonucleótidos específicos de la 

región ITS de cianobacterias que no había sido utilizada previamente. Esto nos 

permitió analizar toda la región genómica ITS a diferencia de los trabajos publicados 

en los cuales sólo reportan una parte de esta región genómica. La comparación de 

la región ITS completa, puede permitir un mejor análisis de polimorfismos y una 

identificación más precisa de cianobacterias. La información obtenida del análisis 

molecular se corroboró con el análisis microscópico de las muestras, a esto se le 

denomina enfoque polifásico, el cual es el enfoque principal para el estudio de estas 

comunidades a nivel mundial.
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IV-Resumen y Conclusiones 
 

1. Los líquenes identificados en las localidades examinadas corresponden a los 
géneros, Psora sp., Placidium sp., y Displochistes sp., comunes en 
ambientes áridos y semiáridos, de acuerdo con diversos autores. 

2. Las modificaciones realizadas al protocolo de extracción de ADN de las 
biocostras nos permitieron obtener material genético de buena calidad para 
el análisis molecular. 

3. La observación de características morfológicas y estructurales de las 
cianofíceas, así como su correlación con los datos moleculares, permitieron 
la identificación de cianobacterias del género Stigonema sp.   

4. El fotobionte que se encontró con mayor frecuencia en las muestras de 
líquenes analizadas mediante microscopia fue la clorofita del género 
Myrmecia sp.  

V-Perspectivas 
1. Llevar a cabo el estudio microscópico y molecular de otras muestras de los 

sitios de estudio para complementar los datos obtenidos en este proyecto.  
2. Realizar el estudio molecular para la identificación de clorofitas en las 

muestras colectadas. 
3. Explorar alternativas para identificar la posible cianobacteria epífita 

observada en Psora ictérica, y corroborar esta probable interacción.
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VII-Anexos 
 

Anexo 1. Protocolo detallado de pruebas químicas para la identificación de 
líquenes 
Los test de coloración se llevan a cabo para detectar sustancias liquénicas 
características de los géneros de líquenes estudiados. Estas sustancias son 
detectadas por el cambio en la coloración que adquiere el tejido examinado cuando 
se pone en contacto con los reactivos químicos que se describen a continuación:  
 

x KOH al 10%: Se debe aplicar con un gotero de 2 a 4 gotas de una solución 
de KOH al 10% sobre el corte del talo del líquen que debe incluir el cortex y 
la medula. El hidróxido de potasio reacciona con ȕ-orcinol depsidonas dando 
coloraciones amarillas y con las antraquinonas y la parietina produce 
coloraciones rojizas.  

x Solución de hipoclorito de sodio concentrado: Se coloca de 1 a 3 gotas de la 
solución, en el corte del líquen que debe incluir el cortex y la medula. Las 
coloraciones que produce son rosas con los dépsidos derivados del orcinol, 
verdes con el ácido úsnico, rojas, naranjas y amarillos. Se utiliza 
principalmente para detectar los ácidos lecanórico y girofórico.  

x Solución Steiner: se debe pesar 1 gr de parafenilendiamina y 10 gr de sulfito 
de sodio, disolver en 5mL de detergente y añadir 100mL de agua destilada, 
posteriormente se colocan de 4 a 6 gotas sobre el corte del líquen que debe 
incluir el cortex y la medula. Reacciona produciendo coloraciones amarillas, 
naranjas y rojas. 

x Solución iodada al 1%: colocar 2 gotas sobre el tejido, en este caso se 
considera tejido repoductivo (ascas, himenio). Produce coloraciones rojizas, 
azules y verdosas.  

 
Una vez que se colocó el reactivo en el corte, este se fija a un portaobjetos y se 
procede a la observación al microscopio.  
 
Literatura:  Brodo et al., 2001; Nash III et al., 2002; Nash et al., 2004 
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Anexo 2. Protocolo modificado para extracción de ADN de biocostras  
1-. Pesar 100mg de la tierra asociada al talo del liquen y colocar en un tubo de 1.5 
mL; pesar 0.25 mg de perlas de vidrio de 0.5mm de diamétro y 0.25 mg de perlas 
de vidrio de 1 mm de diámetro, estériles 
2.- Colocar 1 mL de buffer de extracción y llevar a vórtex por 30min, en el 
refrigerador de 4ºC 
3.-Colocar en la centrifuga durante 2 min a 13 000rpm  
4.-Pasar el sobrenadante a un tubo nuevo, agregar 300µl de fenol-cloroformo- 
alcohol isoamilico (25:24:1), mezclar en vórtex hasta obtener una mezcla 
homogénea y centrifugar durante 8 min a 13 000 rpm 
5.-Descartar el sobrenadante a tubos nuevos y poner 400 µl de cloroformo-alcohol 
isoamilico (24: 1), llevar a vórtex y centrifugar a 13 000 rpm durante 5 min 
6.- Colocar el sobrenadante en tubos nuevos, y colocar NaCl para tener una 
concentración final de 1.5M y añadir CTAB para tener un porcentaje de 1%. Incubar 
en termoblock a una temperatura de 65°C durante 10 min. Dejar reposar a 
temperatura ambiente 
7.- Agregar un volumen igual de cloroformo-alcohol isoamilíco (24:1), centrifugar a 
13 000 rpm durante 10 min 
8.- Decantar el sobrenadante y precipitar con 200 µl de isopropanol, dejar enfriar 
durante 20 min 
9.-Centrifugar a 13 000 rpm durante 6min 
10.- Decantar el sobrenadante y lavar la pastilla con 400 µl de alcohol al 70% 
11.-Centrifugar 15 min a 13 000 rpm  
12.- Decantar el sobrenadante y dejar la pastilla secar 
14.- Una vez que la pastilla de ADN este seca, resuspender con agua 50 µl de agua 
Mili Q.  
15.- Llevar a -20°C y conservar ahí. 
 
 
Soluciones: 
Buffer de extracción: 50 mM de buffer de fosfato de Sodio (pH 8), 50Mm NaCl, 500 
mM Tris HCl (pH 8), SDS 5%. 
 
Literatura: Sagova-Mareckova et al., 2008. 
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Anexo 3. Limpieza de muestras de ADN con PVP al 5% 
A las muestras obtenidas con el protocolo de extracción previamente descrito.  
1.- Se agregan 50 µl de agua MQ y se adicionan 600 µl de Buffer de extracción con 
PVP, se mezcla en vórtex, y se añade 650 µl de fenol-cloroformo- alcohol isoamilico 
(25:24:1). 
2.- Centrifugar a 13 000 rpm, durante 10 min.  
3.- Tomar la fase superior y pasar a nuevos tubos.  
4.- Añadir 500 µl de isopropanol y mezclar. 
5.- Incubar en hielo durante 15 min 
6.-Centrifugar 8min a 13 000 rpm. 
7.- Decantar el sobrenadante y colocar 400 µl de alcohol al 70%. 
8.- Centrifugar durante 10 min a 13 000 rpm. 
8.- Decantar el sobrenadante, tratando de dejar la pastilla lo más seca posible. Para 
ello se puede llevar a termoblock a 60° por no más de 5 min 
9.- Dejar enfríar a temperatura ambiente y resuspender en un volumen de 50 µl de 
agua MQ.  
10.- Llevar a -20 y conservar ahí. 
 
Buffer de extracción con PVP 
30mM EDTA, 0.1M Tris pH 8.0, 1.2 NaCl, CTAB 3%, PVP 1.5% 
 

Literatura: Young ,et al., 1993. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 
 



ANEXOS  
 

70 
 

 
Anexo 4: Micrografías de líquenes colectados en Armadillo de los Infante 

 

 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

        MUESTRA 1                        MUESTRA 2                        MUESTRA 3                              

        MUESTRA 4                       MUESTRA 6                     MUESTRA 7                              

            Psora ictérica                           Sin identificar                      Sin identificar 
 

            Sin identificar                          Sin identificar                    Placidium sp. 
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Anexo 5: Micrografías de líquenes colectados en Guadalcázar 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 

        MUESTRA G4                        MUESTRA G5                       MUESTRA G6                            

        MUESTRA G1                       MUESTRA G2                       MUESTRA G3                             

       Psora crenata                          Placidium sp.                           Sin identificar                      

      Diploschistes sp.                       Sin identificar                          Sin identificar                      




