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RESUMEN 

 

 

Las bacterias representan un grupo microbiano abundante y esencial de los ecosistemas 

acuáticos. Sin embargo, la diversidad bacteriana es muy variable y depende de factores 

ambientales, geográficos y fuentes de contaminación. Esta última, modifica y compromete la 

calidad de los cuerpos de agua superficial mediante la introducción de bacterias patógenas, con 

potenciales riesgos para la población. La regla de oro para verificar la ausencia de bacterias 

patógenas en agua de uso agrícola es mediante la medición de bacterias indicadoras. Sin embargo, 

su utilización es altamente cuestionada ya que no detecta directamente a las bacterias patógenas y 

tampoco permiten determinar la prevalencia de grupos bacterianos. Especialmente, identificar 

bacterias patógenas resulta importante ya que el agua puede actuar como vehículo de enfermedades 

diarreicas, las cuales son una de las diez principales causas de muerte a nivel mundial y segunda 

causa de muerte de niños menores de cinco años. Debido a la importancia que representan las 

fuentes de agua en el Valle de Culiacán, particularmente en el sector agrícola, se requiere 

profundizar en la identificación de los grupos bacterianos más prevalentes con técnicas robustas y 

confiables. Para contribuir con ello, el objetivo de la presente investigación fue determinar la 

composición de las comunidades bacterianas presentes en agua superficial, empleando análisis 

metagenómico (secuenciación y análisis del gen ARNr 16S) de 17 muestras pertenecientes a cinco 

sitios (río y canales de riego agrícola), asignadas taxonómicamente con la base de datos SILVA y 

el programa Centrifuge. Como resultado de todas las muestras, se obtuvieron 2.7 M de lecturas, 

asignadas a 2862 taxones, una diversidad máxima de 4.66 (río) y una mínima de 3.16 (canal) de 

acuerdo al índice de Shannon. Se identificó una comunidad bacteriana dominada por los filos 

Proteobacteria, Bacteroidetes y Actinobacteria en río y canales de riego agrícola. También se 

demostró la presencia de géneros que contribuyen a una buena salud del ecosistema, como 

Dinghuibacter, Polynucleobacter, CL_500_29 y Limnohabitans. Adicionalmente, se identificaron 

37 patógenos, entre los que destacan Aeromonas, Clostridium sensu stricto 1, Pseudomonas y 

Legionella, y en menor proporción se recuperaron secuencias asignadas a Salmonella y E. coli. Los 

resultados obtenidos sugieren que se puede utilizar un enfoque metagenómico para detectar géneros 

de importancia ecológica, así como géneros potencialmente patógenos en agua superficial. 

 

Palabras clave: Metagenómica, ARNr 16S, comunidades bacterianas, agua superficial. 
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ABSTRACT 

 

 

Bacteria represent an abundant and essential microbial group in aquatic ecosystems. 

However, bacterial diversity is highly variable and depends on environmental and geographical 

factors and sources of contamination. The latter, modifies and compromises the quality of surface 

water bodies by introducing pathogenic bacteria, with potential risks for the population. The golden 

rule to verify the absence of pathogenic bacteria in agricultural water is by measuring indicator 

bacteria. However, its use is highly questioned since it does not directly detect pathogenic bacteria 

and does not allow the prevalence of bacterial groups to be determined. Especially, identifying 

pathogenic bacterial groups is essential since water can act as a vehicle for diarrheal diseases, one 

of the ten leading causes of death worldwide and the second cause of death of children under five 

years of age. Due to the importance of water sources in the Culiacan Valley, particularly in the 

agricultural sector, it is necessary to identify the most prevalent bacterial groups with robust and 

reliable techniques. To contribute to this, the objective of this research was to determine the 

composition of the bacterial communities present in surface water, using metagenomic analysis 

(sequencing and analysis of the 16S rRNA gene) of 17 samples belonging to five sites (river and 

agricultural irrigation canals), taxonomically assigned with the SILVA database and the Centrifuge 

program. As results, 2.7 M readings were obtained, assigned to 2,862 taxa, maximum diversity of 

4.66 (river), and a minimum of 3.16 (canal) according to the Shannon index. A bacterial community 

dominated by Aeromonas, Clostridium sensu stricto 1, Pseudomonas and Legionella phyla were 

identified in river and agricultural irrigation canals. The presence of genera contributing to good 

ecosystem health is also demonstrated, such as Dinghuibacter, Polynucleobacter, CL_500_29, and 

Limnohabitans. Additionally, 37 pathogens were identified, among which Aeromonas, 

Pseudomonas, and Legionella stand out; and to a lesser extent, sequences assigned to Salmonella 

and E. coli were recovered. The obtained results suggest that a metagenomic approach can be used 

to detect ecologically important genera and potentially pathogenic genera in surface water. 

 

Key words: Metagenomics, ARNr16S, bacterial communities, surface water. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

 

El agua dulce es un bien transversal empleado en todas las actividades sociales, económicas 

y ambientales. Sin embargo, el deterioro de su calidad ha llevado a catalogar el agua dulce como 

en estado de crisis global, generando con ello un evidente desequilibrio de las comunidades 

microbianas en los ecosistemas acuáticos (García-Moreno et al., 2014; ONU, 2014).  

En agua superficiales, las comunidades bacterianas están conformadas principalmente por 

Proteobacteria, Bacteroidetes, Actinobacteria y Cyanobacteria (Zwart et al., 2002), filos 

relacionados con tareas esenciales en el ciclo del carbono, nitrógeno y producción de oxígeno; de 

tal manera que son componentes importante del ecosistema (Falkowski et al., 2008; Clokie et al., 

2011). No obstante, también puede existir presencia de grupos bacterianos patógenos, que pueden 

resultar en enfermedades transmitidas por el agua (OMS, 2019).  

La introducción de bacterias patógenas en los cuerpos de agua, se debe mayormente a fuentes de 

contaminación de origen fecal (Ej. agua residual y heces de animales) (Bravo et al., 2013). Por lo 

tanto, los estándares de vigilancia microbiológica se han basado en la detección y cuantificación 

de microorganismos cuyo origen es la materia fecal, como lo es el monitoreo de bacterias 

Coliformes fecales (CF), E. coli y Enterococcus (USEPA, 1996; WHO, 2004). Este grupo de 

bacterias se reconocen como indicadoras de la posible existencia de microorganismos patógenos 

(Larrea-Murrell et al., 2013). Sin embargo, su utilización se ha puesto en duda, ya que en algunos 

casos estas bacterias pueden persistir y reproducirse fuera de su hospedador. También se ha 

comprobado una correlación negativa entre la presencia de Coliformes y ciertas bacterias 

patógenas; además, estos ensayos no permiten identificar grupos bacterianos patógenos (Devane 

et al., 2020; Rochelle-Newall et al., 2015; St-Pierre et al., 2009).  

Estas limitaciones, aunado a los avances en tecnologías de secuenciación, han propiciado el 

desarrollo de análisis basados en el monitoreo de comunidades microbianas, las cuales permiten 

ofrecer una imagen más amplia del “estado de salud” de los ecosistemas acuáticos en comparación 

con el estudio de un solo microorganismo o grupo microbiano (Mathai et al., 2020).  

Actualmente, una alternativa para describir estas comunidades es el uso de técnicas basadas en 

análisis metagenómicos, por ejemplo, un enfoque metagenómico dirigido al gen ARNr 16S (ARN 

ribosomal 16S) para el estudio de bacterias (Rodicio y Mendoza, 2004). De tal manera que en ríos 
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ha sido posible clasificar taxones propios del medio y taxones introducidos, pero más importante, 

los taxones que contienen bacterias causantes de enfermedades transmitidas por el agua (Naphtali 

et al., 2019; Ibekwe et al., 2016; Jin et al., 2018). A esto se le suma la capacidad de determinar la 

presencia de bacterias cuya identificación por métodos dependientes de cultivos resulta imposible, 

difícil o requiere de mucho tiempo (Ghosh et al., 2019). Sin embargo, hay que considerar que esta 

metodología está limitada a determinar presencia-ausencia de las poblaciones bacterianas; para 

establecer su concentración y funciones se requiere de metodologías complementarias. Además, se 

debe tomar en cuenta que estas comunidades pueden presentar variaciones espaciotemporales. En 

este sentido, la generación de bibliotecas metagenómicas por áreas específicas de estudio es 

altamente recomendable (Unno et al., 2018).  

El Valle de Culiacán en el estado de Sinaloa, es una zona agrícola sobresaliente a nivel nacional e 

internacional (CONAGUA, 2018; PRONACCH, 2013). Donde el 89 % del agua destinada al riego 

agrícola proviene de ríos y canales de la región (SEMARNAT, 2015). Sin embargo, se tiene 

conocimiento que los recursos hidrológicos de esta zona están constantemente expuestos a 

descargas de aguas residuales municipales, industriales y de retorno agrícola (SEMARNAT, 2012), 

las cuales comprometen la calidad microbiológica del agua. Por ejemplo, se ha reportado 

prevalencia de serotipos de Salmonella en agua de río, así como prevalencia de E. coli en canales 

de riego y drenaje agrícola (Castañeda-Ruelas y Jiménez-Edeza, 2018; Ahumada-Santos et al., 

2014; López-Cuevas et al., 2009). Adicionalmente, se han catalogado distintos sitios de agua 

superficial del Valle de Culiacán como contaminados por CF (CONAGUA, 2018).  

Lo anterior, podría ocasionar cambios en la composición de las comunidades microbianas que 

habitan estos cuerpos hídricos (Breton-Deval, et al., 2019; García-Moreno et al., 2014; Ibekwe et 

al., 2016; Jin et al., 2018; Sigee, 2005). Sin embargo, el estudio bacteriológico de estos cuerpos se 

ha centrado en ciertas bacterias o indicadores bacterianos, a través de técnicas dependientes de 

cultivo; por lo que, a la fecha no se han realizado estudios sobre la estructura y composición global 

de comunidades bacterianas en estos cuerpos de agua. Por lo tanto, el presente trabajo de 

investigación se centró en determinar la diversidad bacteriana e identificar la presencia de grupos 

bacterianos potencialmente patógenos en agua de ríos y canales de riego del Valle de Culiacán, 

mediante la amplificación por PCR, secuenciación y análisis del gen ARNr 16S. Esta investigación 

supone ser un punto de partida para entender cómo se encuentran conformadas las comunidades 

bacterianas en la zona de estudio. 
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2. ANTECEDENTES 

 

 

2.1. Importancia del Agua Dulce  

 

 

El agua dulce representa el 2.5 % del total de agua disponible en la Tierra, proporción que se haya 

dispersa en solo el 0.8 % de la superficie del planeta. Su distribución se encuentra mayormente en 

glaciares (68.7 %), seguido de acuíferos subterráneos (30 %), y finalmente un mínimo porcentaje 

(0.4 %) se encuentra almacenado en aguas superficiales (lagos, ríos, arroyos, canales) (Figura 1) 

(CONAGUA, 2018; García-Moreno et al., 2014). 

 

 

 
Figura 1. Porcentajes de distribución de agua dulce en la Tierra (SEMARNAT, 2020b). 
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El agua dulce superficial representa un recurso indispensable para la vida, no solo para beber sino 

también para el desarrollo de otras actividades esenciales, tales como la agricultura e industria 

(ONU, 2021). Sin embargo, cuidar y mantener éste recurso representa un desafío, debido al uso 

indiscriminado del agua, una creciente población y el incremento de las actividades antropogénicas, 

lo que ha conducido a que los ecosistemas de agua dulce sean más susceptibles al deterioro en su 

calidad y cantidad (OMS, 2019; García-Moreno et al., 2014).  

En México, gran parte del agua se destina a usos consuntivos (SEMARNAT, 2005). Según los 

registros de la SEMARNAT del 2001 a 2015 (Figura 2), la mayor proporción de agua se concesiona 

al sector agrícola, seguido de abastecimiento público y un menor volumen al sector industrial (76.3 

%, 14.6 % y 4.3 %, respectivamente) (SEMARNAT, 2015). 

 

 

 
Figura 2. Volumen concesionado de agua por sector consuntivo de 2001-2015 (SEMARNAT, 

2015). 

 

 

Según el Registro Público de Derechos de Agua (REPDA) en el 2020, a nivel nacional, el 60.9 % 

del abastecimiento de estos sectores proviene de cuerpos de agua superficial y 39.1 % de acuíferos 

subterráneos (SEMARNAT, 2020a). No obstante, a lo largo del país existen diferencias marcadas 

con respecto a la proporción del tipo de agua utilizada. En la zona sur del país el 97 % del agua 

para usos consuntivos proviene de acuíferos subterráneos; en cambio, en la zona norte del país, 

gran parte proviene de fuentes superficiales como los ríos. Por ejemplo, en la región Pacífico Norte 
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III (correspondiente a Sinaloa), el 90 % del agua para usos consuntivos proviene exclusivamente 

de ríos, además, esta región hidrológica es la que más agua destina a la agricultura (SEMARNAT, 

2005; CONAGUA, 2018; SEMARNAT, 2020a).  

Debido a que los ríos son una de las principales fuentes de abastecimiento del país, una de las 

prioridades de la “Agenda del Agua en México” es contar con ríos limpios. De tal manera que se 

han establecido estrategias para cumplir en el año 2030. Por ejemplo: lograr que el 100 % de aguas 

residuales municipales sean tratadas para evitar que sean vertidas sin tratamiento a los sistemas de 

agua superficial. También se ha propuesto lograr que todos los ríos y lagos del país estén libres de 

contaminantes orgánicos e inorgánicos y finalmente, controlar las fuentes de contaminación difusa 

que se depositan en los sistemas de agua superficial (Bravo et al., 2013; CONAGUA, 2012). De 

manera global, las estrategias que se buscan implementar contribuyen a mejorar y mantener una 

calidad de los recursos hidrológicos más importantes del país. 

 

 

2.2. Calidad de Aguas Superficiales 

 

 

La calidad del agua se ha convertido en una de las principales preocupaciones para las autoridades 

públicas y reguladoras de todo el mundo, ya que su gestión contribuye directamente con el 

desarrollo de las actividades económicas de un país. Además, el manejo adecuado de los sistemas 

de agua superficial favorece el mantenimiento de una amplia variedad de vida silvestre, que vale 

la pena conservar (Ramírez-Castillo et al., 2015; WHO, 2016; OMS, 2019).  

La calidad del agua es un parámetro que se establece a través de múltiples mediciones, mismas que 

resultan fundamentales para lograr diferenciar el estado de una corriente. De tal manera que para 

catalogar, dar tratamiento y uso adecuado del agua, es necesario tomar en cuenta diferentes 

estándares como la temperatura, conductividad, turbidez, pH, oxígeno disuelto, nutrientes 

suspendidos, sólidos suspendidos, metales, compuestos orgánicos y bacterias indicadoras 

(SEMARNAT, 2015; WHO, 2016). El uso de estos parámetros fisicoquímicos y biológicos se ha 

basado en que los ecosistemas se pueden ver afectados por el vertido de elementos contaminantes; 

que si bien, los ecosistemas de agua dulce llevan a cabo un proceso de autodepuración natural de 

contaminantes químicos, físicos y biológicos y permiten mantener un balance entre todos estos 
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elementos (Molero et al., 2001; SEMARNAT, 2015), es una situación que sólo aplica mientras la 

cantidad de contaminantes no sobrepase la capacidad de autodepuración de una cuenca, por el 

contrario, conllevaría a daños irreversibles en el ecosistema (Efron et al., 2014). Por consiguiente, 

además del uso adecuado del agua y la aplicación de programas preventivos de contaminación del 

agua, el monitoreo microbiológico de las cuencas es altamente importante para demostrar si los 

planes o estrategias implementadas están funcionando. De esta manera, la determinación de los 

parámetros mencionados permite identificar y aplicar de manera eficiente las acciones correctivas 

o preventivas en un sistema de agua superficial.   

En México, los planes de monitoreo de la calidad del agua son implementados y ejecutados por la 

Comisión Nacional del Agua (CONAGUA) a través de la Red Nacional de Monitoreo, que 

básicamente es una supervisión periódica de la calidad del agua de 5,027 sitios a lo largo del país 

(2,785 sitios de agua superficial) (SEMARNAT, 2020b).  

Para tal monitoreo se consideran 8 indicadores principales; la demanda bioquímica de oxígeno a 

cinco días (DBO5), demanda química de oxígeno (DQO), sólidos suspendidos totales (SST), 

Coliformes fecales (CF), Escherichia coli (E_COLI), Enterococcus (ENTEROC), porcentaje de 

saturación de oxígeno (OD %) y toxicidad (TOX). Cada uno con niveles máximos permisibles, que 

llevan a catalogar el estado de calidad de un sistema de agua, que va desde excelente hasta 

fuertemente contaminado (SEMARNAT, 2018).  

De los ocho parámetros principales, solo cuatro de ellos se miden bimestralmente en todos los sitios 

del país: DBO5, DQO, SST y CF. Con referencia a la DBO5, este es un parámetro que indica la 

presencia de materia orgánica biodegradable en una muestra de agua, ocasionada por descarga de 

aguas residuales principalmente de origen municipal, mientras que la DQO se toma en cuenta como 

un indicador de descarga de aguas residuales generales (municipales y no municipales) (Ruiz et 

al., 2010; Muñoz-Nava et al., 2011). Por otro lado, los SST indican descargas residuales agrícolas 

y erosión (Ochoa, 2021). Finalmente, CF indica presencia de contaminación microbiológica de 

origen fecal, ocasionado por descargas residuales municipales (CONAGUA, 2018; SEMARNAT, 

2019). Este último, se considera como un parámetro indicador proporcional (correlacional) a la 

cantidad de microorganismos causantes de enfermedades transmitidas por el agua; por lo tanto, una 

cantidad baja de Coliformes fecales se podría considerar como un riesgo sanitario bajo (Martínez-

Romero et al., 2009).  

De lo explicado anteriormente, se ha propuesto una escala que permite catalogar de manera general 
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el estado biológico de una corriente (Cuadro 1). Un río con una calidad excelente, o de buena 

calidad, se encuentra en un rango de 100-200 NMP/100 mL CF y representa una escala satisfactoria 

para la vida acuática y para uso recreativo. Una cuenca catalogada con una calidad aceptable tiene 

un rango de 200-1,000 NMP/100 mL CF, y es suficiente como fuente de abastecimiento de agua 

potable y riego agrícola. Mientras que un rango mayor a 1,000 NMP/100 mL CF, representa una 

cuenca considerada contaminada o fuertemente contaminada bacteriológicamente (CONAGUA, 

2015). Respecto a los límites de CF para el uso en riego agrícola, se considera que durante un 

periodo mensual se debe cumplir un límite máximo permisible de 1,000 y 2,000 NMP/100 mL CF 

como límite máximo diario según la NOM-001-SEMARNAT-1996 (CONAGUA, 2002).  

 

 

Cuadro 1. Escala de clasificación de la calidad del agua superficial con base en Coliformes fecales. 

Cuadro adaptado de CONAGUA (2015). 

Calidad (NPM/100 mL) Coliformes fecales 

Excelente CF ≤ 100 

Bueno 100 <CF ≤ 200 

Aceptable 200 < CF ≤ 1,000 

Contaminado 1,000 < CF ≤ 10,000 

Fuertemente contaminado CF > 10,000 

 

 

Establecer la calidad biológica de una corriente mediante el conteo de bacterias Coliformes es un 

estándar ampliamente aceptado; sin embargo, una gran desventaja es que no permite identificar de 

forma directa a ningún patógeno, por lo que su utilización se ha puesto en duda en repetidas 

ocasiones (Ramírez-Castillo et al., 2015; SEMARNAT, 2018; Jang et al., 2017).  

 

 

2.3. Contaminación Biológica: Introducción de Bacterias Patógenas 

 

 

La introducción de microorganismos patógenos en los ríos es la principal causa de alteración en su 

calidad (Pandey et al., 2014). Los principales contaminantes biológicos del agua son: bacterias, 

virus, hongos, protozoarios y parásitos; causantes de enfermedades como cólera, disentería, 



19 

hepatitis, fiebre tifoidea y poliomielitis (Barrera-Bernal, 2020; OMS, 2019). Estos 

microorganismos pueden llegar a las corrientes por una gestión inadecuada de las fuentes de 

contaminación (Martínez-Romero et al., 2009). 

Aunque es difícil identificar puntos de origen y las vías por las cuales estos patógenos ingresan a 

las corrientes, se conoce de fuentes potenciales como difusas y puntuales. Las difusas son aportes 

laterales de pastizales, contaminación por fuentes no puntuales de tierras agrícolas, depósito directo 

de materia fecal de ganado y vida silvestre; mientras que las  puntuales son descargas de aguas 

residuales de origen municipal y efluentes de las plantas de tratamiento de aguas residuales (Chin, 

2010;  Krauss y Griebler, 2016; Okoh et al., 2007). Dichas fuentes constituyen una gran 

problemática para los ecosistemas, ya que algunas de estas fuentes pueden ser persistentes en los 

ríos.  

Se estima en que algunos países en desarrollo, del 80-90 % de las aguas residuales municipales se 

descargan sin tratamiento a los cuerpos de agua (Ahumada-Santos et al., 2014). A nivel estatal, en 

Sinaloa se cuenta con una gran capacidad para el tratamiento de aguas residuales (municipal y no 

municipal), sin embargo, todavía algunos sitios de agua superficial de la región se siguen 

catalogando como contaminados o fuertemente contaminados de acuerdo a niveles de Coliformes 

fecales (Figura 3) (CONAGUA, 2018; CONAGUA, 2021). Por otro lado, las fuentes de 

contaminación por ganado y animales silvestres también aportan a la incidencia de patógenos en 

el agua, y a diferencia de las fuentes puntuales, estas fuentes de contaminación son altamente 

difíciles de gestionar (Bravo et al., 2013; Devane et al., 2020).  

Actualmente, para llevar un control sobre la contaminación biológica ocasionada por fuentes 

puntales y difusas se utiliza de manera rutinaria el monitoreo de bacterias Coliformes y E. coli, 

como los únicos parámetros para describir el potencial patogénico de una corriente, a pesar de que 

es un hecho que no son indicadores universales. Por ejemplo, un estudio canadiense reveló una 

baja correlación entre la presencia de Coliformes y Campylobacter spp, sugiriendo que el 

monitoreo de microorganismos indicadores no es suficiente para evaluar la presencia de 

Campylobacter (St-Pierre et al., 2009). De la misma manera se demostró una baja correlación entre 

CF y Vibrio, así como tampoco se encontró una correlación entre patrones de detección patógenos 

a través del gen 16S y la presencia de Coliformes fecales. Asimismo se ha demostrado no haber 

correlación entre coliformes y la abundancia relativa de Acinetobacter y Arcobacter en estuarios 

marinos (Ghaju Shrestha et al., 2017; Saingam et al., 2020). Por otra parte, hay evidencia que 

demuestra la capacidad de adaptación de las bacterias Coliformes a climas tropicales, logrando 
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persistir y replicarse fuera de su hospedador (Jang et al., 2017). Sumado a que la naturaleza de 

sobrevivencia de cada patógeno en el ambiente es diferente, por lo tanto es difícil que todas las 

bacterias patógenas se asemejen con la sobrevivencia de Coliformes, por ende su medición es 

insuficiente para evaluar la contaminación por bacterias patógenas. 

Esas desventajas han puesto en duda su utilización para estimar la calidad del agua, sumado a la 

incapacidad de indicar de dónde proviene la contaminación o de indicar cuáles microorganismos 

patógenos se encuentran en la corriente (Ahmed et al., 2015). Adicionalmente, se ha propuesto 

implementar el monitoreo de Enterococcus como un indicador más eficiente en climas tropicales, 

puesto que se ha comprobado una mayor sobrevivencia en condiciones de aguas tropicales en 

comparación con Coliformes; sin embargo, actualmente solo se utiliza en el monitoreo de playas 

(Vega-Rodríguez, 2007; Byappanahalli et al., 2012; CONAGUA, 2018).  

Está claro que no hay un grupo de bacterias que pueda ser utilizado como un indicador confiable 

de todos los patógenos presentes en agua. Por lo que la implementación de nuevos métodos que 

permitan identificar microorganismos patógenos en agua es un área en constante desarrollo (Wolf-

Rainer, 2011; Mathai et al., 2020).  

 

 

 
Figura 3. Sitios contaminados o fuertemente contaminados por CF en el Valle de Culiacán. Los 

sitios en color rojo representan sistemas de agua superficial (río y canales), catalogados como 

contaminados (1,000 < CF 10,000 NMP/100 mL) o fuertemente contaminados (> 10,000 CF 

NMP/100 mL) de acuerdo con la red nacional de monitoreo la CONAGUA (2021). Los sitios en 

color azul representan las ubicaciones de muestreo de esta investigación.  
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2.3.1. Identificación de Bacterias Patógenas en Agua 

 

 

El desarrollo de técnicas de identificación microbiana se ha centrado en resolver dos grandes 

limitaciones prescindiendo del uso de bacterias indicadoras; la identificación directa de bacterias 

patógenas y el rastreo del origen de contaminación, lo que ha resultado en el constante desarrollo 

de diversas áreas de la microbiología ambiental y la biología molecular (Mathai et al., 2020).  

Sobre la identificación directa de patógenos, el monitoreo de todos los patógenos en agua resulta 

una idea difícil. Las aproximaciones más cercanas a ello son aquellas técnicas de laboratorio que 

involucran el uso de microarreglos fenotípicos, ya que ofrecen la detección simultánea de 

microorganismos en cualquier tipo de muestra ambiental; sin embargo, se ha descrito que requiere 

de mejoras en la sensibilidad y límites de detección (Straub et al., 2005; Dhar y Lee, 2018).  

Por otro lado, la identificación directa por medios de cultivo selectivos es una estrategia clásica, 

sensible y específica; por ejemplo, para identificar Salmonella, Shigella y Campylobacter spp 

(Sagova-Mareckova et al., 2021). Sin embargo, algunos patógenos pueden ser difíciles de cultivar, 

lo que resultaría en un gran esfuerzo técnico para identificarlos de forma paralela (Field y 

Samadpour, 2007).  

En ese sentido, se han implementado técnicas (PCR) para la detección directa de patógenos en 

muestras ambientales, incluso hay disponibilidad de kits comerciales para la detección de los 

patógenos de mayor relevancia (ThermoFisher, 2021); sin embargo, requieren de enriquecimiento 

previo, y además centrar la detección a patógenos comunes también podría ser una desventaja. 

Por otro lado, algunas estrategias de monitoreo se han basado en aislamiento de cepas específicas 

de E. coli, Enterococcus y Salmonella en heces de animales, para después compararlas con los 

aislados de agua (Ahmed, 2007), de tal manera que se puede comprobar si hay similitud entre 

ambos aislados. Para ello se han utilizado métodos de comparación como: perfiles de resistencia 

antibióticos, longitud de polimorfismos de fragmentos de restricción (RFLP’s, siglas en inglés) y 

electroforesis de campos pulsados (PFGE, siglas en inglés) (Bernhard y Field, 2000; Furukawa y 

Suzuki, 2013; Scott et al., 2002). Sin embargo, son metodologías dependientes de bibliotecas 

genómicas y de cultivo en laboratorio. 

Por otra parte, se han desarrollado métodos independientes de cultivo y de bibliotecas, como qPCR 

dirigida a cepas específicas del genero Bacteroides para identificar contaminación ocasionada por 
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heces de humanos o animales en cuerpos de agua (Unno et al., 2018). Pero estos métodos se han 

caracterizado por tener problemas con la sensibilidad y especificidad entre cepas de distintos 

animales, además sólo se centran en indicar origen de contaminación y no en indicar grupos 

patógenos (Boehm et al., 2013). Estas limitantes, junto con avances en tecnologías de 

secuenciación, han motivado el desarrollo de monitoreos que involucren comunidades completas 

(Tan et al., 2015; Ghaju Shrestha et al., 2017). 

Recientemente se sabe que el estudio de comunidades microbianas de agua y de fuentes de 

contaminación, ofrece información para conocer su composición, presencia-ausencia de géneros 

patógenos y para establecer orígenes de contaminación (Jin et al., 2018; Reza et al., 2018). Por 

ejemplo, mediante generación de bibliotecas de comunidades microbianas de fuentes de 

contaminación biológica (heces de animales silvestres, comunidades de descargas de aguas 

residuales y efluentes), es posible identificar grupos de taxones específicos por cada fuente 

contaminante, lo cual puede utilizarse para estimar la probabilidad de que un taxón encontrado en 

agua pertenezca a cierta fuente contaminante (Knights et al., 2011).  

Por lo tanto, el estudio de comunidades microbianas podría considerase como una herramienta 

prometedora para rastrear orígenes de contaminación, que a la vez permite identificar la presencia 

de microorganismos patógenos (Ahmed et al., 2017; O’Dea et al., 2019). Sin embargo, 

nuevamente, son estrategias dependientes de bibliotecas, donde se requiere conocimiento de las 

comunidades de la fuente de agua de interés así como de las posibles fuentes contaminantes, y 

además, se debe considerar llevar a cabo un estudio a nivel regional para tomar en cuenta variación 

temporal de las comunidades presentes en agua (Knights et al., 2011; Ahmed et al., 2017; Unno et 

al., 2018). 

 

 

2.4. Principales Bacterias en Ríos 

 

 

Las comunidades microbianas de un río pueden ser muy ricas y diversas, se pueden encontrar 

bacterias, arqueas, hongos y protozoarios, que en conjunto con los virus forman la microbiota 

acuática y ayudan a mantener la cadena trófica de todo el ecosistema (Balasubramanian, 2016; 

Pepper et al., 2013).  
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En ecosistemas de agua dulce, estos microorganismos se pueden hallar conformando biopelículas 

o asentados en sedimentos, o pueden encontrarse de forma planctónica, suspendidos en la columna 

de agua, incluso pueden pasar de estar adheridos a suspendidos, y viceversa (Sigee, 2005). De 

éstos, los microorganismos planctónicos dominan los ecosistemas acuáticos en términos de 

abundancia y biomasa, además desempeñan un papel central en los ciclos biogeoquímicos que 

ocurren en el agua (Zinger et al., 2012). En cambio, los microorganismos que se conforman en 

biopelículas o se encuentran en sedimentos se caracterizan por ser más diversos (Rickard et al., 

2003; Flemming y Wuertz, 2019). En ambos casos, las bacterias son consideradas como un 

componente principal de estos ecosistemas, debido a que se encargan de procesos esenciales como 

descomposición de materia orgánica, asimilación de compuestos inorgánicos y actúan como fuente 

de alimento para otros organismos (Sigee, 2005). En específico, participan en procesos 

relacionados con reducción de nitrato, degradación de fosfato, reducción de sulfato y metabolismo 

de lípidos (Falkowski et al., 2008; Llirós et al., 2014; Fenchel et al., 2012).  

Las comunidades bacterianas encargadas de estos procesos en agua superficial son de composición 

diversa, algunos taxones tienen origen terrestre o de sedimentos, sin embargo, su composición 

nativa se encuentra bien establecida (Barberán y Casamayor, 2010; Tee et al., 2021; Wang et al., 

2012). Por ejemplo, a nivel filo, Proteobacteria, Bacteroidetes, Cyanobacteria y Actinobacteria 

(~42 %, ~18 %, ~10% y ~2 %, respectivamente), se consideran como los más abundantes, ya que 

en su conjunto contribuyen a más del 70 % de la abundancia total, de tal forma que se han 

considerado como los linajes ubicuos de agua dulce (Figura 4) (Zwart et al., 2002; Ibekwe et al., 

2016; Huang et al., 2021).  

 

 

2.4.1. Proteobacteria 

 

 

Proteobacteria es un filo compuesto por nueve clases reconocidas: Acidithiobacillia, 

,Alfaproteobacteria, Betaproteobacteria, Deltaproteobacteria, Epsilonproteobacteria, 

Gammaproteobacteria, Hydrogenophilalia, Oligoflexia y Zetaproteobacteria (NCBI, 2021a; 

Newton et al., 2011; Leff, 2019). Es el filo bacteriano más amplio y diverso de todos, su nombre 

proviene del griego proteus, que significa “diferentes formas”, con referencia en la diversidad de 



24 

morfologías y fisiologías de las bacterias que lo componen (LPSN, 2021).  

El filo está compuesto mayormente por bacterias Gram negativas y microorganismos de vida libre, 

aunque también pueden formar asociaciones, vivir de manera intracelular o como parásitos 

intracelulares obligados. En cuanto a su tipo de respiración, existen desde aerobios y anaerobios 

estrictos, anaerobios facultativos, hasta microaerófilos (Seong et al., 2019).  

En cuanto a la participación de este filo en el ambiente, de manera general, las clases 

Alfaproteobacteria y Gammaproteobacteria albergan bacterias participantes en el ciclo del 

carbono, nitrógeno y azufre (Yannarell y Kent, 2009; Kersters et al., 2006). En particular, 

miembros del género Beggiatoa y Roseobacter se relacionan con fijación de carbono (Bryant, 

2019; Megonigal et al., 2003); géneros pertenecientes a la familia Chromatiaceae son ampliamente 

relacionados con la oxidación de sulfuro y otros compuestos de azufre reducido, lo que representa 

una parte fundamental en el ciclo biogeoquímico del azufre (Márquez et al., 2010; Rosenberg et 

al., 2014); por otro lado, especies del género Rizhobium se asocian con la fijación de nitrógeno. De 

tal manera que se posiciona como un filo dominante y esencial en aguas superficiales, debido a las 

funciones que cumple en el ecosistema. 

 

 

 
Figura 4. Distribución de los principales filos bacterianos en agua superficial, en términos de 

abundancia relativa (%).  
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2.4.2. Bacteroidetes 

 

 

El filo Bacteroidetes comprende a seis clases: Bacteroidia, Chitinophagia, Cytophagia 

Flavobacteria, Saprospiria y Sphingobacteria, que representan más de 7,000 especies (NCBI, 

2021b). Las bacterias de este filo son Gram negativas, algunas estrictamente aerobias y otras 

estrictamente anaerobias, pueden ser flageladas o inmóviles (Thomas et al., 2011).  

Se caracterizan por ser uno de los taxones predominantes de la microbiota animal, especialmente 

en el tracto gastrointestinal. La microbiota animal se compone principalmente de especies de la 

clase Bacteroidia, en cambio, los Bacteroidetes ambientales (suelo, océanos y agua dulce) 

pertenecen principalmente a las clases Flavobacteria, Cytophagia y Sphingobacteria; estas 

diferencias han sido utilizadas para generar estrategias de identificación de contaminación de 

origen fecal-animal (Naphtali et al., 2019; Thomas et al., 2011).  

En cuanto a la participación de este filo en el ambiente, se consideran como fundamentales en la 

degradación de materia orgánica (proteínas y carbohidratos), para lo cual, hacen uso de diferentes 

mecanismos de degradación (Sigee, 2005). Por ejemplo, miembros pertenecientes a Cytophagia y 

Flavobacteria se consideran competentes en la degradación de biopolímeros (quitina, celulosa y 

pectina) (Kirchman, 2002) y miembros de la clase Flavobacteria se asocian con la regulación del 

flujo de carbono mediante degradación de macronutrientes en ecosistemas acuáticos (Ahmad et al., 

2021); de tal manera que sus funciones en el ecosistema se consideran esenciales. 

 

 

2.4.3. Cyanobacteria 

 

 

El filo Cyanobacteria, también conocido como “Cianobacterias”, algas verde-azuladas o bacterias 

verde-azuladas, son uno de los procariotas más diversos y más ampliamente distribuidos (Walter 

et al., 2017).  

Este filo bacteriano se compone de una clase reconocida: Cyanophyceae (Parte et al., 2020). Se 

considera un filo ubicuo del agua dulce y es característico por contener bacterias capaces de llevar 

a cabo fotosíntesis oxigénica. Es uno de los filos con mayor información debido a que son más 
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susceptibles a cultivo en laboratorio. Por otro lado, también han sido de interés para autoridades 

públicas debido a que las Cianobacterias pueden aumentar considerablemente en aguas con 

nutrientes excesivos (eutrofizada), lo que afecta negativamente a la producción de agua potable, e 

incluso, pueden representar un alto riesgo, ya que algunas Cianobacterias son capaces de producir 

toxinas nocivas para humanos y animales (Pernthaler, 2013; CDC, 2021).   

Las Cianobacterias han sido clasificadas en 4 grupos de acuerdo con su comportamiento en el 

agua: (1) las que son capaces de fijar N2, (2) las que habitan en la capa de cambio de temperatura 

más abrupta (metalimnion), y que se conocen por ser capaces por regular flotabilidad, (3) las que 

habitan en la zona de un progresivo cambio de temperatura y disminución de oxígeno disuelto, que 

se caracterizan por su capacidad de supervivencia a esos cambios, y finalmente, (4) las formadoras 

de colonias o agregados (Dokulil y Teubner, 2000). Por ejemplo, el género Trichodesmium se 

asocia específicamente con la fijación de N2 (Stal, 2007), y los géneros Prochlorococcus y 

Synechococcus se consideran como los principales productores de oxígeno (Sánchez-Baracaldo et 

al., 2021).  

De manera general, las Cianobacterias cumplen funciones importantes en los ciclos 

biogeoquímicos, y debido a su capacidad de llevar a cabo fotosíntesis oxigénica se consideran 

fundamentales en la oxigenación de la atmosfera (Hofer, 2013). 

 

 

2.4.4. Actinobacteria 

 

 

Actinobacteria es un filo compuesto por seis clases oficiales: Actinobacteria, Acidimicrobiia, 

Coriobacteriia, Nitriliruptoria, Rubrobacteria y Thermoleophilia (Stackebrandt et al., 1997). El 

filo Actinobacteria es característico por su alto contenido de G+C (51 % a 71 %) y por la 

producción de una amplia variedad de compuestos (Ventura et al., 2007). La mayoría de sus 

componentes son bacterias Gram positivas, aerobias y filamentosas (Ludwig et al., 2015; Yannarell 

y Kent, 2009). Con referencia a su origen, se creía que este filo era autóctono del suelo, sin 

embargo, ahora se sabe que está ampliamente distribuido en la naturaleza, incluyendo sistemas de 

agua dulce. Desde entonces, el estudio de Actinobacteria en agua dulce se ha enfocado 

principalmente a conocer más sobre su diversidad y distribución, motivados por el interés de 
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descubrir nuevos compuestos bioactivos (Pernthaler, 2013; Zothanpuia et al., 2018).  

En cuanto a la participación de este filo en el ambiente, algunos miembros del género 

Micromonospora se les ha atribuido un papel importante en la degradación de materia orgánica 

(celulosa y quitina, principalmente), mediante la síntesis y secreción de enzimas hidrolíticas 

(Ranjani et al., 2016). Por otro lado, bacterias del género Streptomyces son responsables de la 

producción de los metabolitos que producen el olor durante la lluvia. Bacterias de este filo no solo 

se desempeñan como fundamentales en el ecosistema, sino que es un filo ampliamente reconocido 

por contener bacterias productoras de metabolitos secundarios considerados como bioactivos (Ej. 

antibióticos) (Zothanpuia et al., 2018). 

 

 

2.5. Taxones Bacterianos Potencialmente Patógenos en Agua Superficial 

 

 

La diversidad de comunidades bacterianas está íntimamente ligada con las actividades 

antropogénicas, así como con los cambios ambientales (Zhang et al., 2019). Se ha comprobado que 

las comunidades bacterianas responden rápidamente a cambios de temperatura, salinidad y pH, así 

como a la cantidad de materia orgánica y descarga de aguas residuales (Urban et al., 2021; Crump 

et al., 2003; Abia et al., 2018; Fortunato y Crump 2011; Lauber et al., 2009). 

Como se ha descrito, las principales bacterias presentes en agua superficial cumplen tareas 

importantes en el ecosistema (Gilbert y Neufeld, 2014), sin ellas, la materia orgánica se acumularía 

en los ecosistemas y eventualmente organismos más altos en la cadena trófica se quedarían sin 

fuente de alimentos (Schulz et al., 2018). De tal manera que la alteración ocasionada por 

contaminantes contribuye directamente con la degradación de los ecosistemas, pérdida de 

biodiversidad y desarrollo de enfermedades (García-Moreno et al., 2014; ONU, 2014). Esta última, 

puede llevar a que un ecosistema de agua dulce sea catalogado como gravemente afectado 

(UNESCO, 2019), de tal forma que la identificación oportuna de patógenos en agua representa una 

constante preocupación, ya que su aparición podría ocasionar brotes epidemiológicos, floración de 

algas nocivas, efectos adversos en la salud de plantas y animales acuáticos, así como impactos en 

la pesca y agricultura (Edge et al., 2020). 

La contaminación por patógenos bacterianos en aguas superficiales es una situación ampliamente 
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reportada, tanto en países desarrollados como en desarrollo. Por ejemplo, en el Río Santa Ana, en 

Estados Unidos, se reportó la presencia de géneros potencialmente patógenos como Arcobacter, 

Citrobacter, Shigella, Aeromonas y Legionella, todos ellos pertenecientes al filo Proteobacteria. 

Por otro lado, el segundo filo con mayor número de patógenos asociados fue Actinobacteria, con 

la presencia de Nocardia, Corynebacterium y Mycobacterium, y en tercer lugar, el filo 

Bacteroidetes con géneros asociados a contaminación fecal como Bacteroides (Ibekwe et al., 

2016).  

De la misma manera, en Río Tama, en Japón, se ha reportado presencia de géneros patógenos, 

como: Pseudomonas, Aeromonas, Acinetobacter y Legionella, pertenecientes al filo 

Proteobacteria, además de Mycobacterium del filo Actinobacteria y Bacteroides del filo 

Bacteroidetes; así como Mycrocystis y Cylindrospermopsis, géneros pertenecientes al filo 

Cyanobacteria que se asocian con la producción de toxinas (Reza et al., 2018).  

Asimismo, otros autores ha reportado la presencia de géneros potencialmente patógenos 

pertenecientes a los mismos filos bacterianos, entre ellos, el que más resalta por su mayor 

abundancia es Arcobacter en el Río Akaki en Etiopía (Acharya et al., 2020), en el Río Cam en 

Cambridge (Urban et al., 2021) y en el Río Apatlaco en México (Breton-Deval  et al., 2019). 

Arcobacter spp, se considera como un patógeno emergente causante de enfermedades 

gastrointestinales y trasmitido por el agua, que generalmente no se identifica directamente por 

métodos convencionales (Kayman et al., 2012).  

De manera global, se puede asumir que gran parte de los patógenos que se han reportado en agua 

se encuentran albergados en los filos Proteobacteria, Actinobacteria y Bacteroidetes, que además 

se posicionan como los filos de mayor abundancia y diversidad de estos ecosistemas.  

Conocer más acerca de la distribución de estos patógenos en los recursos de agua dulce puede 

contribuir a prevenir la prevalencia de enfermedades diarreicas, las cuales se posicionan como una 

de las diez principales causas de defunción a nivel mundial y segunda causa en niños menores de 

5 años (OMS, 2017, OMS, 2020).  

La prevención de contaminación de alimentos y agua por bacterias patógenas no es un tarea fácil, 

por ello se ha requerido de investigaciones profundas acerca de los patógenos en agua, desde su 

supervivencia y comportamiento, hasta cómo llegan y se transmiten en los diferentes cuerpos de 

agua (Magana-Arachchi y Wanigatunge, 2020).  

Como se ha descrito, la presencia de estos microorganismos patógenos se monitorea rutinariamente 
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mediante bacterias indicadoras, sin embargo, existen nuevas herramientas que permiten obtener 

una imagen más amplia del ecosistema; por ejemplo, mediante el estudio de comunidades 

microbianas, pues de esta manera es posible detectar una mayor diversidad de bacterias. De tal 

forma que la conformación de estas comunidades bacterianas en agua puede ser un favorable 

indicador de la situación del ecosistema.  

Aunque, a nivel filo, la abundancia relativa se encuentra ampliamente establecida y se mantiene 

constante. En los distintos subniveles (clase, orden, familia y género) se puede encontrar una gran 

variabilidad de taxones, sobre todo, en aquellos relacionados con enfermedades transmitidas por el 

agua; por lo que es necesario implementar el uso de estrategias que permitan estudiar la presencia 

y diversidad de estos taxones de una forma confiable. 

 

 

2.6. Metagenómica como una Nueva Área de la Microbiología 

 

 

Los estudios pioneros sobre la caracterización de comunidades microbianas en ecosistemas 

acuáticos se lograron a través de observación morfológica de microorganismos y métodos de 

cultivo; sin embargo, de esta manera fue notorio que sólo el 1 % de las bacterias eran cultivables 

en condiciones de laboratorio (Staley y Konopka, 1985). Más adelante, gracias a los avances en el 

área de biología molecular, se ha desarrollado mayor información sobre la diversidad microbiana 

en sistemas acuáticos, pues se comenzó a tomar en cuenta a aquellos microrganismos que no eran 

aptos para su cultivo o eran difíciles de aislar (Olsen et al., 1986).  

En el caso de bacterias, a principios de la década de los 80’s según los estudios realizados por 

Woese (1987), se propuso al gen del ARN ribosomal 16S (ARNr 16S) como apto para establecer 

relaciones evolutivas e identificación de bacterias. Desde entonces, hasta la actualidad, el análisis 

de secuencias de ADN de este gen ha servido de base para una amplia variedad de tecnologías y 

métodos para el estudio de comunidades bacterianas (Ghosh et al., 2019). 

A partir de este desarrollo tecnológico se ha generado una nueva área de la microbiología, la 

metagenómica, considerada como una herramienta que representa una aproximación totalmente 

nueva al estudio de las comunidades microbianas.  

A grandes rasgos,  un análisis metagenómico consiste en llevar a cabo protocolos de extracción de 
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material genético de muestras ambientales (ADN ambiental), seguido de la determinación del 

orden nucleotídico del ADN mediante el uso de plataformas de secuenciación, como las tecnologías 

de siguiente generación (NGS, siglas en inglés) o plataformas más actuales, como Oxford 

Nanopore y PacBio (tecnologías de 3ra generación) (Clark et al., 2019). Posteriormente, se llevan 

a cabo análisis bioinformáticos con la ayuda de bases de datos. Finalmente, dependiendo del 

enfoque metagenómico utilizado, estos análisis podrán proveer información acerca de la estructura 

de las comunidades microbianas y de las funciones potenciales dentro de un ambiente específico 

(Song et al., 2013).  

 

 

2.7. Análisis Metagenómicos 

 

 

Usualmente, los análisis metagenómicos pueden ser aplicados en dos tipos de enfoques: 

secuenciación de genomas completos o metagenómica dirigida (Figura 5). En secuenciación 

completa, se extrae el total de ADN de una muestra y es fragmentado para preparar bibliotecas 

genómicas, que después serán sometidas a secuenciación. Ese proceso permite determinar el total 

del contenido genómico y con el uso de herramientas bioinformáticas se puede determinar la 

diversidad de microorganismos y además permite predecir el potencial funcional de cada miembro 

de la comunidad microbiana. Por otro lado, el enfoque de metagenómica dirigida se usa para 

estudiar la diversidad de un gen particular o fragmentos de él (ej. ARN ribosomal), es útil para el 

estudio de la diversidad taxonómica en términos de abundancia relativa a un menor costo (Song et 

al., 2013).  

Con referencia en el enfoque de metagenómica dirigida, el ribosoma ha jugado un papel 

fundamental en el estudio de comunidades microbianas. A nivel celular, el ribosoma participa en 

el proceso de traducción, un proceso que se encuentra bien conservado en todos los organismos 

vivos. El ribosoma es un organelo que está conformado por proteínas y algunas moléculas de ARN 

ribosomal (ARNr). En el caso de los ribosomas procariotas, estos están compuestos por 65 % de 

ARNr y 35 % de proteínas ribosómicas. Su estructura simple está compuesta por dos subunidades 

conocidas como subunidad mayor (50S) que contiene dos moléculas de ARNr (5S y 23S), y la 

subunidad menor (30S) la cual contiene una sola molécula de ARNr (16S) (Bharagava et al., 2019). 
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Figura 5. Estrategia general de los enfoques metagenómicos. a) Secuenciación dirigida a un gen 

marcador y b) secuenciación de genomas completos. Adaptado de Lasken y McLean (2014). 

 

 

La subunidad menor del ribosoma procariote ha sido ampliamente utilizada para el estudio de 

comunidades bacterianas debido a que está presente en todos los procariontes, además es poco 

susceptible a transferencia horizontal de genes y por lo tanto está altamente conservado de acuerdo 

a cada género, e incluso, a cada especie. Como lo muestra la Figura 6, el gen ARNr 16S cuenta con 

regiones conservadas (funcionalmente importantes) y 9 regiones hipervariables (V1-V9) de 

diferentes tamaños, que en total constituyen una longitud aproximada de 1,500 pb (Takayasu et al., 

2019).  
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Figura 6. Representación de la longitud y regiones del gen ARNr 16S con base en una comparación 

In silico. La entropía indica la variación a lo largo del gen 16s con base en el alineamiento de cada 

especie conocida, representada en la base de datos Greengenes. Los paneles grises indican regiones 

variables (sitios comúnmente utilizados para unión de primers). Imagen modificada de Johnson y 

colaboradores (2019). 

 

 

La secuenciación orientada a todas o algunas de estas regiones, y sus variaciones, son las que 

permiten clasificar o identificar la diversidad de especies bacterianas en una muestra sin la 

necesidad de aislar a cada microorganismo de la muestra. Esta técnica se ha considerado como el 

estándar de oro para el estudio de la diversidad de células procariotas (bacterias y arqueas) en 

diversos ambientes (Ramazzotti y Bacci, 2018). 

 

 

2.8. Plataformas Utilizadas para Secuenciación del Gen 16S 

 

 

El estudio de comunidades bacterianas a partir del gen 16S completo (~1,500 pb) fue posible a 

través de secuenciación Sanger, un método de secuenciación de primera generación capaz de 

generar fragmentos largos, pero demandante de tiempo y esfuerzo (Johnson et al., 2019). Más 
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adelante, el estudio de comunidades bacterianas a través del gen 16S comenzó a ser liderado por la 

plataforma Illumina, tecnología de nueva generación (NGS) que produce lecturas cortas de 25-350 

pb a un menor costo y esfuerzo, comparado con Sanger. De tal manera que se optó en la mayoría 

de los casos por elegir una región del gen 16S a secuenciar para describir la diversidad microbiana 

(Santos et al., 2020).  

Se ha descrito que elegir entre una u otra región del gen 16S, tendrá una repercusión directa sobre 

la diversidad bacteriana final. Por ejemplo, la identificación mediante la región V6 (~60 pb) falla 

en proveer una resolución taxonómica más allá de familia (Tan et al., 2015). También se ha descrito 

que utilizar regiones más largas como V1-V2 y V2-V3, de aproximadamente 300 pb, V2-V3 resulta 

en una mejor representación de la diversidad bacteriana, según estudios realizados en comunidades 

de un lago, mientras que la región V1-V2 ha resultado en una mejor resolución en estudios 

relacionados con la microbiota de la piel (Bukin et al., 2019; Santos et al., 2020).  

Estas diferencias han sido expuestas de una manera clara en un análisis de comunidades bacteriana 

In silico, realizado por Johnson et al. (2019), donde demostraron que había diferencias marcadas 

con respecto al total de asignaciones taxonómicas según la región del gen 16S utilizada. Por 

ejemplo, la región V4 del gen representó la secuencia con menores taxones asignados (Figura 7), 

en cambio, la secuencia completa del gen representó una asignación completa a todos los taxones 

esperados.  

Actualmente, con el advenimiento de las tecnologías de tercera generación, como la de PacBio y 

Oxford Nanopore Technologies (ONT), es posible generar secuencias que cubran en una sola 

lectura al gen 16S completo (1,500 pb), lo cual representa llevar a cabo una mejor discriminación 

taxonómica (Zhang et al., 2018; Clark et al., 2019). Esta última, es una plataforma de secuenciación 

basada en medir cambios en la conductividad eléctrica generada por el paso de una molécula 

(nucleótido) por un nanoporo (Lu et al., 2016).  

En el año 2014, la compañía ONT lanzó públicamente la plataforma MinION, un secuenciador 

portátil, del tamaño de una USB que tiene la facilidad de ser operado en tiempo real por una 

computadora portátil, tales características, junto con la habilidad de secuenciar fragmentos 

sumamente largos (~882 kb) posicionó a este dispositivo como uno de los más innovadores y de 

mayor interés entre la comunidad científica (Benítez-Páez et al., 2016; Jain et al., 2018; ONT, 

2017). 

En el área de investigación ambiental, la secuenciación portátil de ONT ha permitido investigar las 
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comunidades de un amplio rango de ambientes, incluyendo lugares remotos. Por ejemplo, el Ártico, 

”El mar de Bering, permafrost de Alaska e incluso fuera de la tierra, en una unidad espacial 

internacional” (ONT, 2020), de tal manera que se ha generado un mejor entendimiento de la 

diversidad e interacciones de microorganismos en una amplia variedad de ambientes. 

 

 

 
Figura 7. Arboles filogenéticos basados en los niveles de asignación taxonómica según la región 

del gen 16S utilizada. La intensidad en el color de cada rama refleja la proporción de secuencias 

dentro de cada clado que no se identificaron a nivel de especie. Adaptado de Johnson y 

colaboradores (2019). 

 

 

2.9. Metagenómica en Aguas Superficiales 

 

 

El estudio de comunidades bacterianas en ecosistemas acuáticos ha sido en gran medida gracias a 

análisis metagenómicos, sin embargo, a pesar de la gran importancia del agua de los ríos, con 

respecto a otras fuentes, durante los primeros años del desarrollo de estos análisis (1995-2009), las 

comunidades bacterianas de sistemas marinos y sistemas lénticos fueron las más exploradas 
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(Zinger et al., 2012; Wang et al., 2012). No obstante, durante los últimos 10 años se han realizado 

mayores esfuerzos sobre la caracterización de comunidades bacterianas de aguas superficiales 

como los ríos, en su mayoría basados en metagenómica dirigida al gen 16S (Ramazzotti y Bacci, 

2018; Abia et al., 2018; Urban et al., 2021; Samson et al., 2019).  

Tales análisis han permitido identificar un número importante de bacterias cosmopolitas en río, su 

distribución, correlación a factores ambientales y contaminantes, así como taxones relacionados 

con bacterias patógenas. Un ejemplo de ello, es el estudio de comunidades bacterianas (a través V2 

del 16S) llevado por Breton-Deval (2019), reporta una composición bacteriana dominada por el 

filo Proteobacteria (57 %), además de la incidencia de géneros patógenos considerados poco 

comunes o emergentes como: Myroides (7 %), Arcobacter (2 %) y Pseudomonas (2 %), pero 

ausencia de patógenos clásicos como Salmonella y Escherichia, en ríos con altos conteos de 

Coliformes fecales (zonas cercanas a descargas residuales industriales y domésticas). 

Por su parte, Ibekwe y colaboradores (2016), mediante la secuenciación de la región V1-V2 del 

gen 16S, describen una población bacteriana liderada por los filos Proteobacteria, Bacteroidetes, 

Actinobacteria y Acidobacteria (34 %, 18.7 %, 3.99 % y 2.99 %, respectivamente) en el Río Santa 

Ana, además reportan una alta prevalencia de secuencias asociadas a Bacteroidales y 

Enterobacteriales en sitios con altos recuentos de Coliformes fecales; sin embargo, aunque 

lograron identificar secuencias asociadas a 13 géneros potencialmente patógenos, en los sitios con 

altos recuentos de Coliformes no identificaron secuencias pertenecientes a Enterococcus, 

Escherichia y Salmonella. En los estudios mencionados se resalta la limitante de detección  de 

géneros poco abundantes. 

Durante los últimos cinco años las tecnologías de tercera generación han facilitado la 

implementación  del monitoreo mediante el gen 16S completo, una opción que se ha descrito como 

más precisa. En ese sentido, Urban y colaboradores (2021), utilizan metagenómica dirigida al 16S 

completo para evaluar la diversidad bacteriana y los niveles de contaminación bacteriana acuática 

en el Río Cam en Cambridge. De tal manera que logran identificar la diversidad propia del río y 

además 21 géneros potencialmente patógenos, entre ellos: Arcobacter, 

Pseudomonas, Legionella, Salmonella y Leptospira. De ellos, el género Leptospira se encontró en 

una mayor abundancia con respecto a los otros patógenos, no obstante, las secuencias se asociaron 

a especies saprófitas en vez de patógenas, lo cual se comprobó mediante análisis taxogenómicos a 

nivel especie. 
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De acuerdo con los estudios mencionados, la composición bacteriana global podría considerarse 

bien establecida a nivel filo, a pesar de que cada río se encuentra en una zona geográfica y climática 

distinta. Sin embargo, claramente las diferencias encontradas en cuanto al número de géneros 

patógenos presentes dependerán del grado de contaminación del área específica de estudio y del 

grado de discriminación taxonómica basado en la elección del gen a 16S a secuenciar. 

Por lo tanto, además de identificar el número de géneros patógenos en una corriente como indicador 

del ”estado de salud”, otro aspecto a considerar son los valores de riqueza y diversidad de una 

comunidad bacteriana; por ejemplo, una mayor diversidad se asocia a una mayor resistencia y 

mantenimiento de funciones en el ecosistema, por lo tanto un mejor “estado de salud” del 

ecosistema  (Loreau et al., 2001).  

Para estimar la diversidad, se utilizan distintas medidas o índices de diversidad (alfa, beta y gama), 

que consisten en caracterizar en número, composición y variación de taxones bacterianos a nivel 

comunidad (Figura 8) (Balsega y Gómez-Rodríguez, 2019; Veech, 2018).  

 

 

 
Figura 8. Representación esquemática de la diversidad alfa, beta y gamma. Diversidad alfa: se 

refiere a la riqueza de especies en un sitio o muestra. Diversidad beta: consiste en determinar 

diferencias en la diversidad o composición de una comunidad entre dos o más sitios/muestras. 

Diversidad gamma: se refiere a la diversidad regional, similar a diversidad alfa pero se aplica a un 

área más grande que abarca las unidades de estudio. Adaptado de Zinger y colaboradores (2012). 
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En ríos, se han reportado valores de diversidad bacteriana entre 4.49–5.20 según el índice de 

Shannon, sin embargo, los valores de diversidad pueden diferir ante perturbaciones en pH, 

nutrientes y temperatura de la corriente (Huang et al., 2021). Por ejemplo, Ibekwe y colaboradores 

(2016), reportaron una mayor riqueza y diversidad de especies bacterianas en sitios naturales (sin 

perturbación antropogénica) de agua superficial y sedimentos (4.44 y 5.32, respectivamente), en 

comparación con agua superficial de escorrentía urbana, canales de irrigación y sitios recreativos 

(río). Además, cabe mencionar que en tal estudio, los sitios naturales tuvieron recuentos bajos de 

Coliformes fecales como indicador de microrganismos patógenos pero se demuestra presencia de 

géneros potencialmente patógenos, según el análisis metagenómico. Por lo tanto, el estudio de la 

diversidad de los ambientes acuáticos es un complemento necesario para evaluar, monitorear y 

anticipar un estado sustentable del ecosistema en estudio (Zinger et al., 2012).  

 

 

2.10. Calidad de Aguas Superficiales del Valle de Culiacán 

 

 

Se conoce que los ríos mexicanos ayudan a satisfacer gran parte de las necesidades económicas del 

país. Sin embargo, se ven gravemente afectados por el vertido indiscriminado de aguas residuales 

de origen municipal, agrícola e industrial, lo que ha amenazado la calidad del agua de distintos ríos 

(Bravo et al., 2013). Esto ha ocasionado que el agua superficial pueda contener una amplia variedad 

de patógenos clásicos y emergentes, entre ellos bacterias, virus, protozoarios y otros parásitos 

(Navarro-Frómeta y Navarrete-Rosas, 2020).  

De manera más focalizada, el estado de Sinaloa se encuentra ubicado en una región privilegiada 

con 11 ríos y 11 presas, recursos que le ha permitido posicionarse como uno de los estados agrícolas 

más destacados del país (INAFED, 2020; CODESIN, 2019). Sinaloa, al ser un estado productor 

agrícola, concesiona cerca del 90 % del agua para esa actividad, de la cual, gran parte depende de 

fuentes superficiales, como el Río Fuerte, Río Sinaloa y Río Culiacán (CONAGUA, 2018; 

PRONACCH, 2013).  

El Río Culiacán, se forma por la convergencia de dos ríos originados en la Sierra Madre Occidental 

(Ríos Humaya y Tamazula), y se posiciona como uno de los 10 ríos más importantes del país. 

Donde gran parte de su caudal es utilizado para actividades agrícolas en la zona del Valle de 
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Culiacán, y un menor porcentaje en abastecimiento público, industria y energía (CONAGUA, 

2018).  

A causa de la gran importancia económica y social que representan estos recursos, en años recientes 

se ha evaluado de manera frecuente la calidad química y microbiológica de las aguas superficiales 

del Valle de Culiacán.  

Entre los diversos estudios realizados en el Valle de Culiacán, se ha comprobado que hay un 

aumento en la concentración de carbono, fósforo y nitrógeno, debido a presencia de materia 

orgánica y nutrientes en sedimentos, indicando liberación de aguas residuales urbanas y desechos 

agrícolas (Ruiz-Fernandez et al., 2002).  

Por otro lado, se ha encontrado presencia de bacterias patógenas en drenes agrícolas, así como 

presencia de metales pesados (Ahumada-Santos et al., 2014; Soto-Jiménez et al., 2003). Además, 

según los últimos reportes sobre el monitoreo de Coliformes fecales en la región Pacífico Norte III 

en el municipio de Culiacán y Navolato, se ha reportado a la mayoría de las aguas superficiales 

(ríos, arroyos, drenes, bahía, estuarios y presas) como contaminados y fuertemente contaminados 

por CF (CONAGUA, 2018).  

Otros estudios han reportado la presencia de Coliformes fecales y E. coli en canales de riego 

agrícola, así como la persistencia de Salmonella en muestras de agua de los ríos de Culiacán 

(Castañeda-Ruelas y Jiménez-Edeza, 2018; Jiménez-Edeza y Chaidez, 2012). Estudios más 

detallados han indicado la presencia de diferentes serotipos y cepas de Salmonella y E. coli (López-

Cuevas et al., 2009).  

Para el caso de Salmonella, Jiménez-Edeza et al. (2014), reportaron su presencia en 111 de 138 

muestras de agua de ríos del Valle de Culiacán. Por otro lado, Ahumada-Santos (2014), reportó 

contaminación fecal y bacterias como Escherichia coli, Kluyvera cryocrescens y Enterobacter 

agglomerans en canales de drenaje agrícola del Valle de Culiacán, indicando contaminación de 

origen fecal, además la presencia de estas bacterias se asoció con parámetros como temperatura y 

porcentaje de oxígeno disuelto; sin embargo, concluyen que se requieren de trabajos más extensos, 

como estudios de consorcios microbianos para una mayor explicación de lo que ocurre en tales 

ecosistemas.   

Los diferentes estudios llevados a cabo en el Valle de Culiacán sobre la contaminación microbiana 

en ecosistemas acuáticos han indicado la presencia de bacterias interés en el área de salud pública, 

como Coliformes, E. coli y Salmonella, las cuales pueden contribuir a la alta prevalencia de 
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enfermedades entéricas en la región. No obstante, al momento no se han realizado estudios para 

describir la diversidad bacteriana completa en esa región. Por tal razón, se requiere la 

implementación de técnicas de monitoreo complementarias que permitan realizar una descripción 

global de la diversidad bacteriana, que permitan al mismo tiempo la identificación de bacterias 

patógenas. 
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3. HIPÓTESIS 

 

 

El perfil bacteriano del agua superficial en el Valle de Culiacán es diverso y se encuentra 

conformado por cuatro filos principales, Proteobacteria ≈ 42 %, Bacteroidetes ≈ 18 %, 

Cyanobacteria ≈ 10 %, y Actinobacteria ≈ 2 % y a nivel género, se encuentra por lo menos la 

presencia de Salmonella y Escherichia como patógenos potenciales.  
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4. OBJETIVOS 

 

 

4.1. Objetivo General 

 

 

Determinar la diversidad y composición bacteriana en muestras de agua superficial del Valle de 

Culiacán, mediante metagenómica del gen ARNr 16S completo. 

 

 

4.2. Objetivos Específicos 

 

 

1.- Determinar la estructura (alfa y beta) de las de comunidades bacterianas de muestras de agua 

superficial. 

2.- Determinar la distribución taxonómica basada en la comparación de gen ARNr 16S, a nivel filo, 

orden y género en muestras de agua superficial. 

3.-Determinar la presencia o ausencia de géneros bacterianos potencialmente patógenos. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

 

5.1. Área de Estudio  

 

 

El estado de Sinaloa está ubicado en Noroeste de México (22 ° 31 'a 26 ° 56'N y 105 ° 24' a 109 ° 

27'W) y colinda con el Golfo de California. En la zona centro del estado de Sinaloa se encuentra el 

Valle de Culiacán, una zona de uso extensivo agrícola, con un clima cálido-seco, con lluvias en 

verano y ligeras en invierno, con una temperatura media anual de 24.9 °C (González Acosta et al., 

2006; Ruiz-Fernandez et al., 2002). Dentro de esta zona, se eligieron cinco sitios de muestreo de 

aguas superficiales, los cuales fueron seleccionados por su cercanía a posibles fuentes de 

contaminación biológica.  

La ubicación geográfica de los sitios de estudio se pueden observar en la Figura 9 donde se 

recolectaron muestras de 5 sitios, denominados como R1, R2, R3, C4 y C5, en un periodo de dos 

meses con intervalos mensuales (enero y febrero 2021) (Cuadro 2). No se recolectaron réplicas de 

los sitios de muestreo, ya que el objetivo de esta investigación fue exclusivamente evaluar la 

diversidad de las comunidades bacterianas en los sitios de muestreo seleccionados. 

 

 

Cuadro 2. Sitios de toma de muestra para el monitoreo microbiológico y su ubicación geográfica. 

Sitio Tipo de muestra Latitud Longitud 

R1 Río Culiacán 24.778067894710503 -107.59336915823582 

R2 Río Culiacán 24.78033961954041 -107.5710290619531 

R3 Río Culiacán 24.80239994652536 -107.54941545937028 

C4 Canal de irrigación 24.724696547404598 -107.59466865470351 

C5 Canal de irrigación 24.731781596664188 -107.5457570386035 
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5.2. Colecta de Muestras  

 

 

En cada uno de los sitios de estudio se colectó 1 L de agua. Para ello se utilizaron bolsas estériles 

con un volumen de 2 L (Nasco Whirl-pack, EUA), las muestras se tomaron aproximadamente a 30 

cm por debajo de la superficie, en dirección opuesta al flujo de la corriente. Luego fueron 

transportadas en hieleras a 4-8 °C al Laboratorio Nacional para la Investigación en Inocuidad 

Alimentaria (LANIIA), del Centro de Investigación en Alimentación y Desarrollo (CIAD) Unidad 

Culiacán y se procesaron en un periodo no mayor a 12 h. 

 

 

 
Figura 9. Mapa de los sitios de muestreo en Valle de Culiacán. Los sitios R1, R2 y R3 se localizan 

sobre la cuenca Río Culiacán, C4 y C5 sobre canales de riego agrícola. El mapa fue generado con 

la herramienta Google Maps.| 

 

 

Una vez en el laboratorio, se prepararon las muestras para la extracción de material genético. 

Brevemente, de cada muestra de agua se filtraron 200 mL a través de un disco de nitrocelulosa con 

tamaño de poro de 0.45 µm (Millipore, EUA) empleando un embudo conectado a una fuente de 

vacío. Después, los filtros se retiraron del embudo y se cortaron en tiras (1 cm) con tijeras estériles 

y se pusieron en tubos con perlas de lisis para la extracción de ADN (Urban et al., 2021).  

 

México 

Sinaloa 
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5.3. Extracción de Material Genético 

 

 

Para la extracción de ADN total se empleó el kit DNeasy® PowerWater® (Qiagen, Hilden, 

Alemania) siguiendo las instrucciones del proveedor, a excepción de ligeras modificaciones 

propuestas por Urban et al., (2021). A los filtros previamente cortados en tiras y colocados en tubos 

con perlas de lisis de 5 mL, se les añadió 1 mL del buffer de homogeneización PW1, después, los 

tubos se sometieron a 10 minutos de agitación vigorosa en un vórtex. Después se transfirió el 

sobrenadante (aproximadamente 600–650 µL) a un tubo colector de 2 mL, enseguida se centrifugó 

a 13,000 x g por 1 min. Evitando recuperar el pellet, se transfirió el sobrenadante a un tubo nuevo 

de 2 mL. Después se agregaron 200 µL de la solución IRS y se dio vórtex para mezclar. 

Inmediatamente después, los tubos se incubaron a 2–8 °C durante 5 min, posteriormente se 

centrifugaron a 13,000 x g por un minuto. Evitando el pellet, se transfirió el sobrenadante un tubo 

de recolección estéril de 2 mL y se agregaron 650 µL de solución PW3, después se agitó para 

mezclar. Enseguida se cargaron 650 µL del sobrenadante en una columna MB y se centrifugó a 

13,000 x g por 1 min, este paso se repitió hasta procesar todo el sobrenadante. Enseguida se colocó 

el filtro de la columna MB en un tubo estéril de 2 mL y se agregaron 650 µL de la solución PW4 

y se centrifugó a 13,000 x g por 1 min, después se desechó el filtrado. Luego se añadieron 650 µL 

de etanol y  se esperó por 5 min antes de centrifugar a 13,000 x g por 2 min, nuevamente se desechó 

el filtrado y se centrifugó a 13,000 x g por 1 min. Después se colocó la columna MB en un tubo de 

2 mL y se agregaron 50 µL de la solución EB al centro de la membrana del filtro y se centrifugó a 

13,000 x g por 1 min. Finalmente se desechó la columna y el ADN se resguardó en ultracongelador 

a -80 °C para posteriores análisis.  

 

 

5.4. Determinación de la Calidad del ADN 

 

 

La calidad del ADN proveniente de cada muestra se evaluó mediante la cuantificación de ácidos 

nucleicos en un espectrofotómetro Nanodrop 2000c (Thermo Fisher Scientific, USA). Como 

blanco se utilizó 1 μL de solución EB.  
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Una muestra fue considerada buena cuando cumplió con una concentración mayor a 5 ng/μL y una 

relación A260/A280 mayor a 1.8 pero menor a 2.1. El número de muestras y su concentración se 

pueden consultar en el anexo 10.1. 

 

 

5.5. Amplificación y Secuenciación del Gen ARNr 16S 

 

 

A partir del ADN extraído de las muestras de cada uno de los sitios, se seleccionaron 17 muestras 

que cumplieron con los criterios de calidad, y se enviaron al Centre for Environment, Fisheries and 

Aquaculture Science (CEFAS) en Reino Unido para su secuenciación; el resto de las muestras se 

resguardó en ultracongelación. A continuación se describe brevemente el procesamiento de 

muestra realizado. En CEFAS se verificó la calidad e integridad de las muestras mediante un 

método flourométrico (Quibit, Thermo Fisher, EUA), los datos sobre concentraciones obtenidas se 

muestran en el anexo 10.2. Posteriormente, las muestras fueron sometidas a la amplificación del 

gen 16S completo (V1-V9) por PCR; para ello, se utilizó del kit 16S Barcoding 1-24 SQK-16S024 

(Oxford Nanopore Technologies, Reino Unido). La reacción de PCR se llevó a cabo con los 

reactivos descritos en el Cuadro 3 y las condiciones de PCR utilizadas fueron de un ciclo inicial de 

desnaturalización de 1 min a 95 ºC, seguido de 25 ciclos 20 s a 95 ºC, 30 s a 55 ºC2 min a 65 ºC y 

por último, un ciclo de extensión final de 5 min a 65 ºC y estabilización a 4 °C. El ADN fue 

amplificado con oligonucleótidos específicos (27F and 1492R) con barcodes adaptados para un 

fácil ligamiento de adaptadores de secuenciación (ONT, 2019). 

 

 

Cuadro 3. Componentes para amplificación por PCR del gen 16S. 

Reactivos Cantidad 

Agua libre de nucleasas 14 µL 

ADN (10 ng) 10 µL 

Oligonucleótido 16S barcode 1 µL 

Taq LongAmp 2x master mix 25 µL 

Los barcodes asignados a cada muestra se pueden revisar en el Anexo 10.2. El siguiente paso 
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consistió en mezclar las bibliotecas en una proporción de 50-100 fmol/10 µL y se cargaron en el 

puerto SpotON del dispositivo de secuenciaron MinION Mk1B (Oxford Nanopore Technologies, 

Reino Unido)  (Figura 10) (Acharya et al., 2020; Benítez-Páez et al., 2016). 

Los archivos generados (fast5) pasaron por un proceso de asignación de bases con el uso de la 

herramienta Guppy, que se basa en traducir la señal eléctrica a una secuencia de nucleótidos 

utilizando un modelo de alta precisión (high accuracy model). El total de secuencias generadas se 

recibieron ya clasificadas en carpetas de acuerdo al barcode utilizado durante la amplificación, 

conglomeradas en un archivo comprimido bajo el nombre de HA_basecalled.tar. 

 

 

 
Figura 10. Descripción general del proceso de secuenciación de nanoporos. Tomado de Bhattaru y 

colaboradores (2019). 
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5.6. Análisis Bioinformáticos 

 

 

5.6.1. Análisis de Calidad de Secuencias 

 

 

Las secuencias del gen 16S contenidas en el archivo HA_basecalled.tar se sometieron a un 

procesamiento con diferentes programas bioinformáticos con el objetivo final de asignar un taxón, 

siguiendo las recomendaciones para asignación de lecturas largas según Santos et al. (2020). El 

pipeline utilizado se encuentra descrito detalladamente en el Anexo 10.3.  

El primer paso consistió en verificar la calidad de las lecturas, para ello se utilizó el programa 

NanoPlot (versión 1.38.0), el cual permite procesar datos de secuenciación de lecturas largas y 

visualizar una serie de gráficos referentes a cantidad, calidad y longitud de lecturas, adicionalmente 

se utilizó NanoStat (versión 1.5.0) el cual produce un resumen estadístico sobre los datos de 

secuenciación (De Coster et al., 2018). 

Las secuencias pasaron por un proceso de control de calidad, por longitud y calidad de lectura. Para 

esta tarea se utilizó el programa NanoFilt y los parámetros utilizados fueron –length, --maxlength 

y –q, para indicar un filtro por longitud de secuencias de 600 pb a 1900 pb y puntaje promedio de 

calidad de la lectura >8 (De Coster et al., 2018; Rodríguez-Pérez et al., 2020; Urban et al., 2021). 

Posteriormente, se realizó un proceso de recorte (trimming) de adaptadores o datos erróneos al 

inicio/final de las secuencias, para ello se utilizó el programa Porechop (versión 0.2.4), con los 

parámetros adicionales de --middle_threshold y --discard_middle para identificar quimeras 

(secuencias con adaptadores intermedios) y en caso de existir, descartar esa secuencia (Wick, 

2017).  

Los archivos resultantes se utilizaron para verificar nuevamente las características de las lecturas, 

para ello se utilizaron los programas NanoPlot y NanoStat, los gráficos de comparación de antes y 

después del control de calidad se pueden ver en el anexo 10.4 (De Coster et al., 2018). 
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5.6.2. Asignación Taxonómica 

 

 

Para la asignación taxonómica se utilizó el programa Centrifuge (v1.0.4), un programa de 

clasificación taxonómica que permite realizar un etiquetado de lecturas (Kim et al., 2016). Este 

programa se utilizó en conjunto con la base de datos SILVADB, la cual contiene secuencias del 

ARN ribosómico (ARNr) 16S (SilvaDB, 2020). Para llevar a cabo la asignación de taxones primero 

se descargó la base de datos, se construyó un índice con el parámetro --centrifuge-build, lo que 

resulta en tres índices (.cf) y finalmente se llevó a cabo la asignación con los parámetros adicionales 

de –q (formato del archivo de entrada) y –p (para indicar el número de subprocesos ejecutados para 

realizar el alineamiento). El resultado de la clasificación con Centrifuge se muestra en archivos con 

un contenido de 8 columnas (anexo 10.5).  

 

 

5.6.3. Obtención de Tabla de OTUs, Exploración de Datos y Creación de Gráficas 

 

 

Antes de explorar los datos, los resultados de Centrifuge se transformaron en tablas con el 

contenido de unidades taxonómicas operacionales, en este caso se utilizó el 16S como unidad de 

clasificación (OTUs, siglas en inglés) en la página web Pavian 

(https://fbreitwieser.shinyapps.io/pavian/) (Breitwieser y Salzberg, 2020). Para ello, se eligió un 

formato de salida de abundancia en número de lecturas, a partir de esta tabla se prepararon tres 

formatos correspondientes a taxonomía, metadata y OTUs; el primero, referente a datos 

clasificación taxonómica (filo a género), el segundo sobre número y tipo de muestras, y el tercero 

sobre el contenido de abundancia y número identificador de taxón. Los pasos para obtener estos 

formatos se encuentran descritos a detalle en el anexo 10.3 (Breitwieser y Salzberg, 2020). Seguido 

a ello, se llevó a cabo una normalización de los datos por rarefacción, que consiste en submuestrear 

el mismo número de lecturas hasta ya no encontrar taxones nuevos, de esta manera se establece un 

número de lecturas donde todas las muestras llegan a una asíntota. Después, los datos normalizados 

se utilizaron para definir la estructura de la comunidad a través de comparar abundancias a nivel 

sitio y entre sitios. 

https://fbreitwieser.shinyapps.io/pavian/
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5.6.4. Análisis Estructural de Comunidades: Diversidad Alfa y Beta 

 

 

Para el análisis de diversidad por sitio se utilizaron índices alfa, con base en el índice de Chao1 

para riqueza (número de microorganismos), en este caso representado por las secuencias del gen 

16S asignadas a un OTU. Para evaluar biodiversidad se utilizaron los índices Shannon, el cual toma 

en cuenta el número de microorganismos y además su proporción, de tal modo que se refleja la 

heterogeneidad de la comunidad en función del número de géneros presentes (Fedor, 2013; Veech, 

2018). Por otro lado, la diversidad beta se utilizó para evaluar diferencias entre la composición de 

comunidades entre los diferentes tipos de muestra. Para ello se utilizó el índice de Bray Curtis, el 

cual se basa en el cálculo de diferencias sobre abundancia (Legendre, 2013). Para análisis de alfa 

y beta diversidad, así como para el perfilamiento de comunidades se utilizó la herramienta 

MicrobiomeAnalyst propuesta por Chong et al. (2020). Con la misma herramienta se crearon 

gráficas para géneros potencialmente patógenos, abundancias que se buscaron manualmente en las 

bibliotecas de abundancias. Se utilizó como referencia un esquema de 55 patógenos que causan 

enfermedades transmitidas por el agua (Urban et al., 2021).  
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6. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

 

6.1. Análisis de la Estructura y Diversidad Bacteriana en Agua Superficial del Valle de Culiacán 

 

 

Tras el proceso de secuenciación del gen ARNr 16S mediante la plataforma MinION de Oxford 

Nanopore Technologies, se obtuvo un rendimiento de 5.5 M lecturas crudas, pertenecientes a los 5 

sitios de estudio (Anexo 10.4), después del proceso de limpieza de secuencias, se conservó 

alrededor de 4.4 M de lecturas (Anexo 10.6), lo que representa el 80.45 % con respecto a las 

secuencias crudas; que resultó en 2,721,566 lecturas clasificadas a un taxón, distribuidas en 2,862 

OTUs (Anexo 10.7), lo que significa que más del 60 % de los taxones existentes en base de datos 

LSU de SILVA fueron encontrados en este conjunto de datos (SilvaDB, 2020).  

Para tener en cuenta las variaciones en la profundidad de secuenciación, las bibliotecas pasaron un 

proceso de rarefacción, donde los datos se unificaron en función de la muestra con profundidad 

inferior (Weiss et al., 2017; Escalante, 2008).  

Se aplicó un límite de 75,000 lecturas para los sitios de agua superficial de río (R1, R2 y R3) y 123 

lecturas para canales de riego (C4 y C5); los resultados tras este proceso se muestran en curvas de 

acumulación de riqueza (Anexo 10.8). Para ello, se tomó en cuenta que los sitios C4 y C5, no 

representan la comunidad bacteriana completa, según los valores de cobertura de Goods (Anexo 

10.8) (Chao y Jost, 2012); por lo tanto, los datos se unificaron en función del tipo de muestra (río 

o canal). Para posteriores análisis, se recomienda una secuenciación más profunda, para obtener 

una mayor estimación de la comunidad y valores de Goods más altos (Fujiyoshi et al., 2020). 

 

 

6.1.1. Diversidad Alfa 

 

 

Las 17 bibliotecas resultantes revelaron niveles de riqueza y heterogeneidad bacteriana similares 

entre los sitios del mismo tipo de muestra. Con referencia al índice Chao1, el cual mide únicamente 

la riqueza, nos indica que los sitios monitoreados en el Río Culiacán (R1, R2 y R3) tuvieron valores 
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medios de 800, 797 y 826, una riqueza menor a lo reportado por Jin et al. (2018) en  comunidades 

bacterianas de ríos (Chao1 > 2000), pero una riqueza mayor a lo reportado por Ibekwe et al. (2016). 

Además, en tales estudios se obtuvo una menor cobertura de la comunidad (96 % y 33 %, 

respectivamente), en comparación con los sitios analizados en este trabajo  (> 99.8 % para R1, R2 

y R3, anexo 10.8); de tal forma que a pesar de haber obtenido una menor riqueza a lo que otros 

autores han reportado, el número de secuencias obtenidas son una muy buena representación de la 

comunidad.  

Por otro lado, se obtuvieron valores de menor riqueza en las lecturas pertenecientes a canales (C4 

y C5) con valores de 60 y 130, lo cual claramente indica un número de individuos muy inferior con 

respecto a los puntos de río (Figura 11).  

Por otra parte, el índice de Shannon es un parámetro que toma en cuenta riqueza y uniformidad de 

los taxones (Veech, 2018). Este índice indica que el sitio con mayor diversidad fue el punto R2 con 

un valor de 4.66 y el sitio C5 fue el menos diverso, con un índice de Shannon de 3.16 (Cuadro 4). 

De manera general, los tres sitios de río fueron representados por valores >4, lo que indica una 

diversidad elevada y concuerdan con valores reportados por Samson et al. (2019) y Xia et al. (2014) 

en comunidades bacterianas de aguas superficiales y sedimentos superficiales de río.  

La diversidad obtenida en esta investigación se podría considerar una comunidad más rica y diversa 

que el tracto gastrointestinal de distintos animales, pero menos diversa que las comunidades 

pertenecientes a suelos, donde se han reportado índices de diversidad Shannon > 8 (Takayasu et 

al., 2019). 

Con referencia a la diversidad de C4 y C5, se pueden observar valores medios de 3.5 y 3.1, lo que 

representa una diversidad inferior con respecto a lo obtenido en río. De acuerdo con Ibekwe et al., 

(2016) una diversidad mayor se asocia a sitios con menor impacto antropogénico y una menor 

diversidad, en este caso podría atribuirse a que los canales generalmente tienen un flujo de agua 

bajo y una exposición UV (ultra violeta) continua, resultando en una menor diversidad bacteriana.  

Con referencia a la exposición UV, se ha reportado que la exposición a luz UV causa daños en el 

ADN bacteriano, produciendo emparejamiento entre bases, principalmente entre pirimidinas, si el 

daño no es reparado, la acumulación de dímeros puede ser letal para las células bacterianas (Ben 

Said et al., 2010).  
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Figura 31. Diagrama de caja sobre la diversidad alfa calculada con base al índice de diversidad alfa 

Chao1. La diversidad alfa con Chao1 resume riqueza de especies basado en su abundancia en una 

muestra. a) Diversidad alfa de los sitios sobre el Río Culiacán b) Diversidad alfa de los sitios sobre 

canales de riego. 

 

 

Por otro lado, algunos estudios han reportado que cambios en la diversidad bacteriana puede verse 

afectada por propiedades fisicoquímicas del agua, por la profundidad del canal, concentración de 

N y P, así como por temperatura (Fortunato y Crump, 2011; Yang et al., 2019; Huang et al., 2021). 

Con referencia al agua superficial recolectada de los sitios C4 y C5, una menor diversidad 

bacteriana podría ser explicada por un menor flujo de agua y profundidad, donde la exposición a 

luz es continua.  

Adicionalmente, es necesario tomar en cuenta que las muestras pertenecientes a C4 y C5 

presentaron valores de cobertura de Goods menores que los sitios R1, R2 y R3, por lo que el total 

de la comunidad que podría estar presente en la muestra no se encuentra representada en las 

secuencias analizadas (Anexo 10.8).  
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Cuadro 4. Valores de diversidad alfa con base en el índice de Shannon de cada sitios de muestreo. 

Para estimar la diversidad alfa, el índice de Shannon toma en cuenta riqueza de especies y 

uniformidad. 
Punto Shannon 

R1 4.60 

R2 4.66 

R3 4.34 

C4 3.54 

C5 3.16 

 

 

6.1.2. Diversidad Beta 

 

 

Con respecto a la diversidad beta, la evaluación con base al índice Bray Curtis sobre las distancias 

ocasionadas por diferencias entre abundancias, indica que la diversidad de todos los sitios de 

estudio se asemeja entre sí, al englobar a todos las muestras en un solo grupo. En este caso, los 

puntos cercanos a cero indican una mayor similitud, por lo tanto, entre más alejados, hay una mayor 

diferencia.  

En la Figura 12 se puede observar que los puntos más cercanos entre sí y cercanos a 0, son los tres 

sitios de muestreo en el Río Culiacán que se encuentran representados en color azul, mientras que 

los sitios C4 y C5 se encuentran ligeramente más dispersos; sin embargo, todos englobados por 

una misma similitud de taxones, de tal manera que la composición de comunidades bacterianas es 

similar, sobre todo entre los sitios de río, donde incluso se encontró un mismo patrón de similitud 

a nivel género (Anexo 10.9).  

El agua superficial de canales de riego tiene origen en el Río Culiacán; sin embargo, los canales de 

riego están típicamente separados por una amplia variedad de factores, como el flujo de agua, 

relación ancho-profundidad y transporte de sedimentos (Theol et al., 2016), este último es casi nulo 

en los canales de riego. Algunos autores han reportado una creciente disimilitud entre taxones, 

ocasionado por distancia física entre los sitios de muestreo, por diferencias estacionales de 

muestreo y por una amplia variedad de propiedades fisicoquímicas entre sitios de estudio 
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(Zwirglmaier et al., 2015; Huang et al., 2021; Tee et al., 2021). 

Aunque entre los sitios analizados no se observa una amplia disimilitud, a nivel OTUs (riqueza) 

existe una enorme diferencia entre número de taxones, lo cual se reafirma con los diferentes niveles 

de diversidad indicados por el índice de Shannon; sin embargo, de acuerdo con la similitud indicada 

por el análisis de coordenadas principales se espera que la composición bacteriana entre los sitios 

esté conservada, a pesar de las diferencias entre los números de riqueza. 

De la misma manera, Zwirglmaier et al. (2015) reportó patrones estructurales similares según el 

índice de beta diversidad, pero patrones distintivos a nivel OTUs, donde enfatizan que la diversidad 

podría ser explicada por OTUs con funciones muy específicas en un sitio, y no únicamente por 

patrones estructurales de la comunidad, adicionalmente se tendrían que tomar en cuenta parámetros 

estacionales, factores físicos y químicos para explicar con un mayor sentido las diferencias entre 

las comunidades bacterianas de los distintos sitios analizados.  

 

 

 
Figura 42. Análisis de coordenadas principales sobre diversidad beta con base al índice de Bray 

Curtis. 
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6.2. Diversidad de la Comunidad Bacteriana 

 

 

6.2.1. Diversidad Bacteriana a Nivel Filo 

 

 

Con base en los resultados obtenidos del análisis metagenómico se logró identificar a 27 filos en 

las muestras de río y 15 en canal, estos últimos compartidos en todos los sitios. De ellos, 

únicamente 7 filos tuvieron una abundancia mayor al 1 %. De éstos, el filo dominante fue 

Proteobacteria (48 %), seguido de Bacteroidetes (22 %), Cyanobacteria (10 %), Actinobacteria (7 

%), Planctomycetes (6 %), Firmicutes (2.5 %) y Verrucomicrobia (2 %), que en conjunto 

contemplaron el 97.5 % de la abundancia total (Figura 13). Algunos filos predominantes coinciden 

con los principales filos reportados en distintos ecosistemas de agua dulce como: cenotes, lagos y 

ríos (Carrillo Jovel, 2019; Zhang et al., 2019; Wei et al., 2015).  

La predominancia de Proteobacteria (48 %) en agua dulce ha sido ampliamente reportada. Por 

ejemplo, Breton-Deval (2019), reportó a Proteobacteria (57 a 87 %) como el filo más abundante 

en ríos expuestos a descargas residuales así como en ríos no contaminados.  

Por otro lado, Jin y colaboradores (2018), han descrito que Proteobacteria y Bacteroidetes (21.9  

% y 19.1 %, respectivamente) como los filos más comúnmente detectados en un río ubicado en una 

zona urbana. Sumado a ello, Ibekwe y colaboradores (2016), describieron a estos dos filos como 

los de mayor abundancia en agua superficial tanto sin impacto antropogénico, como en zonas 

urbanas y canales de riego agrícola.  

En el caso de Bacteroidetes, en los sitios correspondientes a canal se observa una mayor abundancia 

(32.6 %) con respecto a río (17.5 %). Algunos estudios han asociado su riqueza a contaminación 

de origen fecal (Coliformes fecales), junto con una mayor abundancia de Proteobacteria y 

Firmicutes; específicamente el filo Bacteroidetes en una alta abundancia, se asocia a sitios con 

menor diversidad, lo que coincide con los resultados obtenidos en los sitios C4 y C5, los cuales 

representan las muestras con menor diversidad según el índice de Shannon (Ibekwe et al., 2016; 

Jin et al., 2018).  
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Figura 53. Gráfico de barras sobre la composición de la comunidad bacteriana a nivel filo. El 

diagrama representa los porcentajes en términos de abundancia relativa de los 7 filos más 

predominantes. a) Sitios en río y b) Canales de riego. 

 

 



57 

Con referencia a Cyanobacteria, se reconoce como un filo habitual en agua dulce, sin embargo, 

una abundancia relativa alta se asocia con ambientes eutróficos y floración de algas nocivas (Ej. 

30 % de abundancia), de la misma forma se ha asociado al filo Planctomycetes con ambientes 

eutróficos (Yang et al., 2019).  

De acuerdo con las abundancias relativas obtenidas para el filo Cyanobacteria, ningún sitio mostró 

un porcentaje > 10 %, incluso en los sitios C4 y C5 Cyanobacteria se posicionó como el séptimo 

filo más abundante (2.8 %) y no entre los tres más abundantes como se posicionó en río. En cambio, 

el filo Planctomycetes representó el tercer filo de mayor abundancia en canales (7.06 %), lo que 

podría relacionarse con un ambiente eutrófico, según lo reportado por Yang et al. (2019), donde se 

encontró una abundancia significativamente mayor de Planctomycetes (3.02 %) en sitios de río 

ubicados en zonas altamente perturbadas en comparación con zonas menos perturbadas (menor 

número de habitantes). 

En cuanto a los filos en menor abundancia, éstos comprendieron a Armatimonadetes, 

Desulfobacterota, Chloroflexi, Bdellovibrionota, Acidobacteroita, Myxococcota, Fusobacteriota, 

Gemmatimonadota, Campilobacterota, Spirochaetota, Deinococcota y Nitrospirota. Algunos de 

los filos de menor abundancia se encontraron únicamente en un sitio; por ejemplo, 

Campilobacterota y Nitrospirota se encontraron únicamente en el sitio C4, los cuales, son 

estrechamente relacionados con la oxidación de sulfuro en ambientes naturales (Carrier et al., 2020; 

Umezawa et al., 2020). 

Por otro lado, el filo Gemmatimonadota solo se encontró en el sitio R2, un filo mayormente 

asociado a suelos; sin embargo, recientemente se ha asociado a ambientes acuáticos (Mujakić et 

al., 2021).  

El filo Deinococcota solo se encontró en el sitio R3, y según la literatura es un grupo bacteriano 

que se distingue por su resistencia altas temperaturas y es ampliamente distribuido en entornos 

naturales, comúnmente en agua dulce y marina, incluyendo aguas profundas (Battista, 2016).  

De manera general, se observaron diferencias mínimas entre abundancias a nivel filo, lo que 

evidencia claras tendencias sobre la diversidad bacteriana. Estos resultados nos indican que en 

ambos tipos de muestras y sitios analizados los filos predominantes son similares, lo cual concuerda 

con la poca variación mostrada en los análisis de beta diversidad. 
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6.2.2. Diversidad Bacteriana a Nivel Orden 

 

 

Se analizaron los órdenes más predominantes, de los cuales siete fueron los principales, comenzado 

por Burkholderiales (29 %) como el más abundante, seguido de Cytophagales (9.52 %), 

Chitinophagales (8.59 %), Rhizobiales (5.4 %), Cyanobacteriales (5.05 %) y Synechococcales 

(4.41 %), además de otros 20 órdenes que contribuyen al resto de la abundancia relativa (27 %). 

El orden de mayor abundancia (Burkholderiales) (Figura 14), coincide con lo reportado por Staley 

et al. (2014) en el Río Mississippi, donde Burkholderiales (~25 %) se posicionó como uno de los 

principales órdenes en comunidades del río. Por otra parte, se ha descrito que este orden se 

encuentra en mayor  abundancia en reservorios oligotróficos y mesotróficos (niveles bajos y 

medios de nutrientes) (Llirós et al., 2014). 

Por su parte, Starke y colaboradores (2017), revelaron que Burkholderiales junto con Rhizobiales 

son de los miembros más activos en comunidades de aguas subterráneas con niveles bajos de 

oxígeno; por lo tanto, se consideran órdenes comunes en aguas superficiales y subterráneas. 

Respecto a Chitinophagales, este fue el segundo orden de mayor abundancia en río con 10 % (R1, 

R2 y R3) y tercero en canales con 7.3 % (C4 y C5). Acerca de Cytophagales se observó una mayor 

abundancia en canal (20 %) con respecto a río (6 %), de tal manera que este orden aporta a la mayor 

abundancia observada en el filo Bacteroidetes en los sitios de canal, que como se mencionó se 

asocia a sitios menos diversos.  

En especial, en el sitio C5, la mayor abundancia del orden Cytophagales (22 %) podría atribuirse 

a su cercanía a campos agrícolas, donde se podría esperar una mayor carga de nutrientes con 

respecto a río. En ese sentido, Mason et al. (2020), indicaron que Chitinophagales junto con 

Cytophagales, pueden funcionar como bioindicadores de sitios con altas concentraciones de 

fósforo o nutrientes, mientras que su ausencia o baja proporción indicarían lo contrario, de acuerdo 

a resultados obtenidos en comunidades bacterianas de suelos forestales. 

Por otro lado, en gráficos representados solo se alcanza a apreciar los órdenes de mayor abundancia, 

sin embargo, en el grupo de “otros” se encuentran englobados todos aquellos órdenes con 

abundancia menor al 2.5 %, entre ellos se encuentran órdenes que podrían albergar bacterias 

patógenas, por ejemplo: Aeromonadales (0.5 %), Pseudomonadales (0.27 %), Enterobacterales 

(0.14 %), Bacillales (0.09 %), Campylobacterales (0.07 %) y Lactobacillales (0.02 %). 
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Figura 64. Gráfico de barras sobre la composición de la comunidad bacteriana a nivel orden. a) 

Abundancia relativa en porcentaje de los sitios R1, R2 y R3 b) Abundancia relativa en porcentaje 

de los sitios C4 y C5. 
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Pseudomonadales, es un orden que alberga bacterias patógenas para humanos y plantas, por 

ejemplo, el género Xanthomonas comprende 27 especies causantes de aproximadamente 400 

enfermedades a plantas (Sharma et al., 2014). Por otra parte, especies del género Acinetobacter son 

de importancia clínica para humanos (Fusco et al., 2018). 

Aeromonadales, es un orden que se asocia comúnmente a ecosistemas acuáticos, sin embargo, 

algunas especies son patógenas para humanos, así como para animales (ej. peces) (Martin-

Carnahan A. y Joseph S.W, 2005). 

En el caso del orden Enterobacterales, algunos de sus miembros son patógenos para humanos, así 

como algunas bacterias fitopatógenas. Especies como Escherichia coli, Salmonella enterica y 

Yersinia pestis para humanos, y géneros como Pectobacterium (antes Erwinia) y Pantoea, como 

causantes de enfermedades en plantas y asociadas a grandes pérdidas económicas en cultivos 

(Cother, 2001; Coutinho y Venter, 2009; Croxen y Finlay, 2010; Geldreich, 1996).  

Dentro del filo Firmicutes, el orden Bacillales se conoce por tener una gran habilidad de formar 

endosporas, otorgándoles la capacidad de sobrevivir en distintos ambientes. Algunos de sus taxones 

se han involucrado en oxidación de metales en ambientes marinos (Dick et al., 2006; Ettoumi et 

al., 2013). Por otro lado, algunos miembros de este orden también han sido ampliamente asociados 

a infecciones bacterianas en humanos, por ejemplo, asociadas a géneros como Listeria, 

Staphylococcus y Clostridium (Berman, 2019). 

Con referencia a Campylobacterales, algunos de sus taxones se asocian con miembros del tracto 

gastrointestinal de mamíferos y con géneros patógenos como Arcobacter y Helicobacter; sin 

embargo, también existen especies que cumplen funciones en la oxidación de compuestos de una 

amplia variedad de ambientes (Beeby, 2015).  

Acerca de Lactobacillales, este es un orden que comprende un grupo de bacterias ácido lácticas 

(BAL), las cuales se les considera como bacterias de vida libre, comúnmente se asociadas con un 

papel importante en el metabolismo de carbohidratos (Baureder y Hederstedt, 2013). Finalmente, 

especies del género Lactobacillus son miembros normales de la microbiota intestinal humana, pero 

cambios en su abundancia pueden resultar en infecciones (Dean et al., 2020). 

Los órdenes mencionados se encontraron distribuidos en todos los sitios, y aunque se ha descrito 

que algunos de sus miembros podrían representan un potencial riesgo para la salud de humanos, 

plantas y animales, también algunos cumplen funciones importantes en el ecosistema, por lo tanto, 

la correcta caracterización de estas bacterias en el ambiente es de alto interés científico.  
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6.2.3. Diversidad Bacteriana a Nivel Género 

 

 

A nivel género, en promedio se asignaron 780 taxones en los sitios de río y 109 taxones en canales, 

de los cuales, sólo 18 géneros se encontraron en un porcentaje de abundancia relativa igual o mayor 

al 1 %. Por otro lado, 21 % de la abundancia total fue asignada a bacterias no cultivables o 

candidatus, una categoría provisional para clasificar taxones que no han sido cultivados en 

laboratorio (Figura 15) (Murray y Stackebrandt, 1995).  

Una de las ventajas de utilizar metagenómica dirigida es que no se depende de técnicas de cultivo 

en laboratorio, y en teoría se pueden recuperar casi todos los taxones bacterianos de cualquier 

hábitat. Sin embargo, una desventaja es que a pesar del rápido avance en esta área, es que diversas 

especies bacterianas ambientales aún no han sido totalmente caracterizadas.  

En este caso gran parte de las secuencias pertenecen a taxones conocidos, siendo los más 

abundantes Dinghuibacter, Limnohabitans, Polynucleobacter y Pseudarcicella, tanto en agua de 

río como en canal (Figura 15).  

En el caso de Dinghuibacter se encontró en una abundancia de 6.29 % en los sitios de río y 5.04 % 

en canal, es un género que se ha asociado a sitios contaminados por hidrocarburos y zonas 

contaminadas por metales como Hg, As, Pb y Zn (en suelo) (Wang et al., 2021; Bourhane et al., 

2021). Por otro lado, también se considera como uno de los taxones principales en comunidades 

bacterianas de lago, con una abundancia de 1.2 % (Fournier et al., 2021). 

Para el caso de Polynucleobacter se obtuvo una abundancia de 5.48 % y 2.52 %, en río y canales 

respectivamente. Es un género que considerado abundante en sistemas de agua dulce; por ejemplo, 

en cenotes se presenta en una abundancia de 7.24 % (Carrillo Jovel, 2019), en lagos se encuentra 

en una abundancia de 3.5 % (Bourhane et al., 2021) y en río 12 % (Breton-Deval et al., 2019), 

además se ha encontrado como género principal en agua de lluvia (Reyneke et al., 2020). El género 

Polynucleobacter, se considera cosmopolita de agua dulce y se asocia con un buen estado del 

ecosistema (Jezberová et al., 2010).  

En  el caso del género CL_500_29, se encontró en una abundancia promedio de 4.29 %, un valor 

mayor a lo reportado en el Río Pasvik, en Noruega (0.1 a 3.3 %) (Papale et al., 2020); y según  

Zhang y colaboradores (2020a) una mayor abundancia de este género se ha asociado a sitios 

naturales y una menor abundancia a sitios con influencia de agua tratada, según análisis de 
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comunidades bacterianas en sistemas de agua superficial en Beijín.  

Adicionalmente, un valor de abundancia alto (16 %) se ha asociado a una capacidad de absorber C 

y compuestos ricos en N a niveles bajos de oxígeno, según análisis de comunidades de un río en 

China (Zhang et al., 2020b). Por lo tanto, que el género CL500_29 se posicione como uno de los 

más abundantes indica un buen estado de los sitios de estudio. 

Por otro lado, el género Limnohabitans (3.53 %) se encontró en todos los sitios, es un género que 

ha sido reportado como omnipresente en ecosistemas de agua dulce, además, su mayor abundancia 

se ha asociado con sistemas de agua sin perturbación por contaminantes (Abia et al., 2018; Hahn 

et al., 2010). El género Limnohabitans junto con Polynucleobacter se consideran como los dos 

géneros más ampliamente distribuidos en agua dulce (Nuy et al., 2020). 

Aunque de manera global, se observa una distribución similar en todos los sitios, se observa una 

excepción acerca del género Pseudarcicella, el cual se encontró como el género predominante en 

canales, en una abundancia promedio del 18 % (C4 y C5); en cambio, en río no figuró como un 

género abundante (1.67 %). Este género pertenece al filo Bacteroidetes, de tal manera que 

contribuye a la alta abundancia encontrada de este filo en los sitios C4 y C5.  

Pseudarcicella, es un género que se ha asociado con una mayor abundancia en ambientes altamente 

contaminados por nutrientes, por ejemplo por nitrógeno, según lo descrito por Yang et al. (2019), 

quienes además recomiendan a este género junto con Limnohabitans, Flavobacterium, 

Limnobacter, Rhodoferax, Zavarzinia, Pseudarcicella, y Pseudorhodobacter como indicadores de 

remediación en el Río Songhua en China.  Adicionalmente se ha reportado que cargas elevadas de 

nutrientes podrían favorecer el crecimiento de Pseudarcicella y Flavobacterium, lo que sugiere 

actividades antropogénicas y cercanía a zonas eutróficas (Li et al., 2017).  

En este caso, se conoce que los sitios C4 y C5 corresponden a canales de riego agrícola, por lo 

tanto una mayor carga de nutrientes es una condición esperada, de tal forma que la presencia de 

Pseudarcicella en estos sitios podría considerarse benéfico para el ecosistema, pues se sabe que 

este género está involucrado en reducción de nitrato; además, este taxón juega un papel vital en la 

defensa de la estructura y función de las comunidades ecológicas, según estudios en comunidades 

bacterianas de río (en abundancia de 7.1 %) (Zhang et al., 2021).  
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Figura 75. Gráfico de barras sobre la composición de la comunidad bacteriana a nivel género. Se 

muestran los 45 géneros más abundantes, en el grupo “otros” se agrupan géneros con una 

abundancia < 0.5 %. 

 

 

6.3. Géneros Potencialmente Patógenos en Agua Superficial del Valle de Culiacán 

 

 

Como resultado de la comparación entre los géneros bacterianos detectados en agua superficial, y 

una lista de 55 bacterias patógenas transmitidas por el agua  (Urban et al., 2021), se logró detectar 

presencia de 37 géneros potencialmente patógenos a lo largo de todos los sitios (Figura 16).  

En los sitios R1, R2 y R3, se encontraron en promedio 35 de estos géneros, siendo los de mayor 

abundancia, Aeromonas, Clostridium sensu stricto 1, Legionella, Mycobacterium y Pseudomonas. 

En cambio, en los sitios C4 y C5 se encontraron 34 géneros, siendo los más abundantes, 

Clostridium sensu stricto 1, Pseudomonas, Aeromonas y Legionella.  

Aeromonas, se encontró en una abundancia de 1.09 % en río y 1.29 % en canal, una abundancia 

mayor a lo reportado en ríos sin impacto antropogénico (0.65 %) (Ibekwe et al., 2016). Aeromonas 
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es un género típico de agua dulce, pero también es causante de enfermedades en humanos y 

animales, especialmente en peces (Baron et al., 2017).  

En este caso, se encontró una mayor abundancia de Aeromonas en canales de riego, lo que podría 

estar relacionada con los factores que favorecen su abundancia en agua, por ejemplo, agua 

estancada, alta turbidez y presencia de materia orgánica (Figueras y Ahbolt, 2019). Aeromonas se 

recupera con frecuencia en agua de riego, y también se han recuperado genotipos patógenos en 

perejil y tomate, lo que demuestra que el agua de riego es fuente probable de contaminación y 

supone un riesgo para la salud pública (Latif-Eugenin et al., 2016; Latif-Eugenin et al., 2015).  

Acerca de Clostridium sensu stricto 1, se encontró como el primer género potencialmente patógeno 

en canales (2.68 %) y segundo lugar en río (1.08 %). Este género se ha asociado con la 

descomposición de sustratos producidos por la bacteria Microcystis, un género que se encuentra 

con frecuencia en agua dulce eutrófica, la cual además asocia con la producción de toxinas 

peligrosas para la salud humana y ecológica (Zhao et al., 2017).  

De hecho, en los sitios ubicados en el Río Culiacán se encontró presencia del género 

Microcystis_PCC_7914 (1.32 %), que de acuerdo con la literatura, el conjunto de estos dos géneros 

se podría asociar con floración de algas nocivas. Por otra parte, se ha asociado a Clostridium sensu 

stricto 1 con la degradación de materia orgánica en comunidades bacterianas de lagos y con fijación 

de N en el ambiente (Wiegel et al., 2006), y es un género típico en aguas residuales y de heces 

humanas (Mueller-Spitz et al., 2010). Por lo que, además de género potencialmente patógeno, 

algunos de sus miembros se relacionan con funciones importantes en el ecosistema. 

En el caso Legionella, se presentó en una abundancia de 0.42 % en ríos y 0.65 % en canales. Otros 

autores han reportado una abundancia inferior en sitios naturales (0.022 %), y ausencia en canales 

de riego (Ibekwe et al., 2016).  

De la misma manera que Aeromonas, el género Legionella se considera ubicuo del agua dulce y 

suelo. Si bien, no todas las especies existentes de Legionella han sido aisladas de muestras clínicas, 

todas aquellas que han sido detectadas son consideradas patógenas para humanos (Mercante y 

Winchell, 2015). Por lo tanto, su presencia en agua podría representar un riesgo para la salud 

pública.  

Mycobacterium, es un género considerado como saprófito en una amplia variedad de ambientes; 

por ejemplo, en el agua dulce. Sin embargo, algunas especies se conoce que son patógenas para 

humanos y animales debido a que causan enfermedades pulmonares y cutáneas. Mycobacterium es 
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un patógeno que normalmente se adquiere por ingesta, inoculación o inhalación en el ambiente y 

no de persona a persona, por lo tanto, las fuentes ambientales para la transmisión de esta bacteria 

podrían ser de gran relevancia (Le Dantec et al., 2002).  

Un río impactado por contaminantes urbanos, en Estados Unidos, se reportó a Mycobacterium en 

una abundancia de 0.005 % (Brown et al., 2015), mientras que en agua de río sin impacto 

antropogénico se encontró en una abundancia 0.01 % (Ibekwe et al., 2016). Por otro lado, Breton-

Deval (2019), reportó 2 % de abundancia en sitios con menor impacto antropogénico y 7 % en 

sitios afectados por descarga de aguas residuales e industriales. Por lo tanto, se podría asumir que 

una mayor abundancia del género indica una menor calidad del agua superficial. En este caso, 

Mycobacterium se encontró en una abundancia de 0.41 % en río y 0.36 % en canales, abundancia 

mayor a lo reportado en sitios naturales, pero menores que en sitios altamente contaminados.  

El género Pseudomonas se presentó en al menos una muestra de cada sitio, la mayoría con conteos 

> 200 lecturas, siendo una muestra del sitio C5 fue la de mayor número de lecturas (5,096) (Anexo 

10.10). El género Pseudomonas, es considerado común en ecosistemas de agua dulce y algunas 

especies se asocian con actividades importantes en el ecosistema (biorremediación) (Tripathy et 

al., 2007). 

Por otro lado, algunos de los miembros del género Pseudomonas son importantes fitopatógenos o 

causantes de enfermedades humanas, donde se sabe que el agua dulce es la principal fuente de 

infección, pues hay un fuerte vínculo entre aislados ambientales y clínicos (Pereira et al., 2018).  

Se ha descrito que mediante análisis del gen 16S el género Pseudomonas sólo se detecta 

ocasionalmente o no es detectado (Ibekwe et al., 2016; Reza et al., 2018); sin embargo, en este 

caso se identificó en todos los sitios. De la misma manera, un estudio metagenómico del gen 16S 

completo en río, se reporta al género como uno de los más abundantes entre posibles patógenos, 

con un promedio de 50 lecturas y un máximo de 100 (Urban et al., 2021).  

Adicionalmente, en ríos con zonas catalogadas como ligeramente contaminadas y altamente 

contaminadas, se identificó a este género en 0.85 % y 2.17 % respectivamente, correlacionado con 

cambios en la calidad de aguas superficiales, por lo que se ha propuesto como bioindicador (Yang 

et al., 2019).  

En el sitio C5 se encontró una abundancia de 2.43 %, similar a lo reportado en sitios altamente 

contaminados, mientras que el resto de los sitios representó una abundancia menor. El porcentaje 

de abundancia de este género es importante ya que además de representar riesgo para humanos y 

cultivos, su presencia puede indicar una mala calidad del agua (English et al., 2018; Batrich et al., 
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2019).  

Por otra parte, fue posible identificar secuencias asociadas a los géneros Salmonella y Escherichia, 

además de secuencias del género Enterococcus. Para Escherichia y Salmonella se encontraron 

abundancias muy bajas de, 0.01 % (conteos de 0-50 lecturas, Anexo 10.10) y 0.04 % (conteos de 

0-253 lecturas, Anexo 10.10), respectivamente. El número de secuencias identificadas por ambos 

géneros fue mayor a lo reportado recientemente por Urban y colaboradores (2021), para 

Escherichia < 100 lecturas y Salmonella < 10, de acuerdo a un análisis de comunidades bacterianas 

del Río Cam. Por otro lado, los conteos y abundancias son menor a lo reportado por Dutra et al. 

(2016), para Escherichia (7.86 %) y Salmonella (2.04 %), en comunidades de agua superficial de 

un río urbano clasificado como altamente contaminado. 

Salmonella, junto con Vibrio, fueron reconocidos como los primeros patógenos transmitidos por el 

agua. Salmonella spp se encuentra comúnmente en el tracto gastrointestinal de animales 

domésticos y silvestres (Some et al., 2021), por lo que la contaminación con heces en los 

ecosistemas acuáticos podría estar relacionado con la incidencia de esta bacteria.  

En el Valle de Culiacán, se han reportado altas concentraciones de Coliformes fecales y prevalencia 

de Salmonella en el Río Culiacán y canales de riego agrícola (Arce-Navarro et al., 2021; López-

Cuevas et al., 2009; Jiménez-Edeza y Chaidez, 2012). Adicionalmente, se ha aislado a Salmonella 

de heces animales dentro de la misma región (Jiménez-Edeza et al., 2011). En consecuencia, la 

presencia de secuencias del gen ARNr 16S perteneciente a este género podría atribuirse a su 

cercanía con posibles fuentes contaminantes, ya que en todos los sitios de recolección de muestras 

se identificaron animales de traspatio cercanos. 

De la misma manera, se identificaron secuencias asociadas al género Escherichia, incluso gran 

parte de los sitios donde se encontraron mayor número de secuencias de Salmonella coincide con 

recuentos altos de Escherichia. Estas dos bacterias contribuyen con enfermedades transmitidas por 

agua o alimentos, aunque se sabe que se subestima la incidencia de otros patógenos. En parte, 

podría ser ocasionado por falta de implementación de metodologías que permitan establecer 

etiología de una infección, tomando en cuenta distintos patógenos (Rusiñol et al., 2020).  

Aunque se encontró una baja abundancia de ambos géneros, se identificaron en por lo menos una 

muestra de cada sitio. Pese a que en algunos sitios no se identificaron secuencias de estos géneros, 

su ausencia no podría asegurar que no se encuentren presentes en el medio, sino que puede verse 

relacionado con el poder discriminativo de la técnica. 
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En ese sentido, se ha reportado ausencia de ciertos géneros en agua superficial. Por ejemplo, el 

género Enterococcus no fue detectado en estudios metagenómicos del 16S (región V1-V2), pese a 

haber sido identificado en altas concentraciones en medios de cultivos (Ibekwe et al., 2016); 

incluso los autores reportaron que en los sitios con mayores conteos Enterococcus no fue posible 

detectar a tal género, así como tampoco secuencias asociadas a otros patógenos comunes como 

Escherichia y Salmonella, en cambio, se detectó la presencia de otros 13 géneros potencialmente 

patógenos. 

De la misma manera, Hamner et al. (2019), identificaron a E. coli en medios de cultivo selectivos, 

sin embargo, en resultados metagenómicos (genomas completos) de agua superficial el género no 

fue detectado, los autores lo atribuyen a la gran abundancia y diversidad de microorganimos 

presentes que no eran E. coli.  

Los estudios mencionados nos indican que algunos enfoques metagenómicos tienen limitantes para 

detectar o discriminar entre taxones menos abundantes. Por lo tanto, se resalta la importancia del 

uso del gen 16S completo y de establecer límites de detección, al menos para taxones bacterianos 

de mayor interés en la salud pública. 

En relación al número de patógenos encontrados, se identificó un total de 37; mientras que otros 

autores han reportado 15 géneros patógenos en un río de la ciudad de Beijín, China (Jin et al., 

2018). Reza et al. (2018), reportaron 7 géneros patógenos, en el Río Tama en Japón y, Huang y 

colaboradores (2021), reportaron 12 géneros potencialmente patógenos en una abundancia menor 

al 0.1 %.  

Es importante resaltar que para tales estudios se utilizó una región del gen 16S (V1-V2, V4-V5 o 

V3-V4), y se conoce que el uso de una región u otra del gen 16S puede ofrecer una discriminación 

limitada durante asignación taxonómica (Johnson et al., 2019), lo que podría ocasionar una menor 

resolución, y por lo tanto, que menor número de patógenos sean identificados. Recientemente, 

Urban et al., (2021), reporta la presencia de 21 géneros patógenos con un máximo de 1000 lecturas 

y abundancias menores al 3 % en un río urbano según análisis del 16S completo.  

Por lo tanto, se observa una mayor a riqueza de géneros potencialmente patógenos en comparación 

con lo reportado por otros autores; sin embargo, tomando en cuenta la abundancia de la mayoría 

de estos géneros, se considera una menor abundancia de bacterias patógenas que en sitios altamente 

contaminados (abundancias 1 a 7 %) (Breton-Deval et al., 2019; Dutra et al., 2016).  

Por lo antes mencionado, podríamos asegurar que los géneros patógenos asociados a transmisión 
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por el agua están distribuidos en todos los sitios de muestreo. Pero sus abundancias se asocian más 

con lo que otros autores han reportado en sitios ligeramente perturbados o no perturbados. Sumado 

a ello, se encontraron géneros relacionados con una “buena salud” del ecosistema. Por ejemplo, 

Limnohabitans y Polynucleobacter fueron dos de los géneros más abundantes en la mayoría de las 

muestras. Cabe resaltar que en río se presentaron en mayor abundancia que en canales, lo que 

podría atribuirse a una menor calidad del agua ocasionada por mayor carga de nutrientes, pues se 

sabe que es un factor que modifica la conformación de comunidades bacterianas. 

En los sitios C4 y C5, la alta abundancia de Pseudarcicella y el género Pseudomonas indican una 

menor calidad del agua, sin embargo, la presencia de estos géneros podría estar relacionados con 

biorremediación del ecosistema; por lo tanto, su presencia podría considerarse benéfica. 

Un enfoque metagenómico del gen 16S completo supone ser una técnica importante para el 

monitoreo de microorganismos patógenos y no patógenos en agua, y se podría esperar que a medida 

que los dispositivos de secuenciación continúen desarrollándose y sean más asequibles, la 

vigilancia en tiempo real de patógenos transmitidos por el agua se convierta en una técnica de 

monitoreo común. Es importante resaltar que existe la necesidad de tomar en cuenta características 

específicas de la zona de estudio, como parámetros físicos y químicos del agua, así como 

temporalidad y fuentes de contaminación, que permitan un mejor entendimiento tanto de las 

comunidades benéficas de los ecosistemas como de las bacterias patógenas. 
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Figura 86. Mapa de calor sobre la abundancia relativa de OTUs asociados a patógenos para 

humanos, presentes en agua superficial del Valle de Culiacán. Se consideran OTUs con  una 

prevalencia mínima de 10 % en todas las muestras y un conteo mínimo de 4 lecturas. La barra de 

colores superior indica los sitios, seguido por una barra de clasificación por tipo de muestra y, en 

la parte inferior se indica sitio y número de muestra.  
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7. CONCLUSIONES 

 

 

El análisis de la estructura de las comunidades bacterianas indicó que existe una mayor 

riqueza y diversidad en los sitios sobre el Río de Culiacán. Sin embargo, según el análisis de 

coordenadas principales, los sitios tuvieron una composición de comunidades bacterianas similar, 

lo cual concuerda con el perfilamiento de la comunidad, donde se encontró predominancia de 3 

filos bacterianos, Proteobacteria, Bacteroidetes y Actinobacteria en todos los sitios. También se 

demuestra la presencia de géneros que contribuyen a una buena salud del ecosistema, como 

Dinghuibacter, Polynucleobacter, CL_500_29 y Limnohabitans, resaltando la presencia del género 

Pseudarcicella y Pseudomonas en canales de riego, lo que en un contexto ecológico indica 

actividades de biorremediación, influenciado por una posible mayor carga de nutrientes en esos 

sitios. Los resultados de este análisis demuestran la presencia de 37 géneros bacterianos 

potencialmente patógenos y que frecuentemente se asocian con transmisión por agua, entre ellos 

Aeromonas, Clostridium sensu stricto 1, Legionella, Mycobacterium y Pseudomonas se 

identificaron en todos los sitios. Adicionalmente, se encontraron secuencias relacionadas con 

Salmonella y Escherichia. Estos resultados nos otorgan una mejor compresión de la ecología de 

aguas superficiales de la zona del Valle de Culiacán, lo que representa el primer esfuerzo por 

conocer las comunidades bacterianas que se encuentran en la zona de estudio. 
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8. RECOMENDACIONES 

 

 

• Continuar los monitores bacterianos a través del 16S completo y la plataforma Oxford 

Nanopore Technologies. Además un análisis en conjunto con la medición de parámetros 

fisicoquímicos e indicadores de contaminación biológica. 

• Comparar las comunidades microbianas en zonas libres de “áreas urbanas” vs “con impacto 

de zonas urbanas”. 

• Establecer límites de detección para géneros bacterianos de interés en la salud pública y de 

interés agrícola. 
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10. ANEXOS 

 

 

10.1. Concentración de ADN Obtenido por Sitios de Muestreo. 

 

 

El 90 % resultaron dentro de parámetros deseables, las muestras que no cumplieron fueron por una 

baja concentración o una mayor o menor proporción 260/280, todas ellas correspondientes a 

extracciones de agua superficial de canal. 

 

 

Número de 

muestra 
Sitio Conc. de Ac. nucleicos Unidad 280/260 Total (ng) Tipo de muestra 

1 R1 95.2 ng/µL 1.89 4760 DNA 

2 R1 92.2 ng/µL 1.91 4610 DNA 

3 C4 6.8 ng/µL 2.31 - DNA 

4 C4 3.7 ng/µL 3.13 - DNA 

5 C5 28 ng/µL 1.98 1400 DNA 

6 C5 33.8 ng/µL 1.91 1690 DNA 

7 R3 63 ng/µL 1.91 3150 DNA 

8 R3 43.1 ng/µL 1.69 2155 DNA 

9 R2 82.3 ng/µL 1.91 4115 DNA 

10 R2 72.3 ng/µL 1.92 3615 DNA 

11 R1 20.3 ng/µL 2.09 2030 DNA 

12 R1 25.7 ng/µL 1.95 2570 DNA 

13 R1 90.9 ng/µL 1.86 4545 DNA 

14 R1 135.6 ng/µL 1.84 6780 DNA 

15 R2 67.4 ng/µL 1.88 3370 DNA 

16 R2 100.9 ng/µL 1.83 5045 DNA 

17 R3 60.1 ng/µL 1.83 3005 DNA 

18 R3 77 ng/µL 1.85 3850 DNA 

19 C4 10.8 ng/µL 1.77 - DNA 

20 C4 14.6 ng/µL 1.86 730 DNA 

21 C5 27 ng/µL 1.66 - DNA 

22 C5 10.2 ng/µL 1.85 510 DNA 

23 C4 11.4 ng/µL 1.87 570 DNA 

24 C4 12.7 ng/µL 1.86 635 DNA 
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25 C5 10 ng/µL 1.94 500 DNA 

26 C5 11 ng/µL 1.85 550 DNA 

27 R1 89.9 ng/µL 1.86 4495 DNA 

28 R1 81.5 ng/µL 1.9 4075 DNA 

29 R2 84.2 ng/µL 1.89 4210 DNA 

30 R2 48.7 ng/µL 1.95 2435 DNA 

31 R3 59.5 ng/µL 1.91 2975 DNA 

32 R3 59.5 ng/µL 1.9 2975 DNA 

33 C4 9.9 ng/µL 2.19 495 DNA 

34 C4 9.2 ng/µL 2.13 460 DNA 

35 C5 8.1 ng/µL 2.14 405 DNA 

36 C5 9.8 ng/µL 2.17 490 DNA 

37 R1 127.8 ng/µL 1.87 6390 DNA 

38 R2 109.9 ng/µL 1.86 5495 DNA 

39 R3 146.2 ng/µL 1.87 7310 DNA 

 

 

10.2. Muestras Secuenciadas en CEFAS, Concentraciones por Método Flourométrico y Barcode 

Asignado. 

 

 

Sample No. Site 
Sample 

type 
Nanodrop (ng/ µL) 

Qubit 

(ng/µL) 

Barcode 

(SQK-

16S024) 

1 R1 DNA 95.2 102 13 

5 C5 DNA 28 34 14 

7 R3 DNA 63 87 15 

9 R2 DNA 82.3 96 16 

11 R1 DNA 20.3 32 17 

13 R1 DNA 90.9 106 18 

15 R2 DNA 67.4 84 19 

17 R3 DNA 60.1 68 20 

23 C4 DNA 11.4 11 21 

25 C5 DNA 10 9 22 

27 R1 DNA 89.9 94 23 

29 R2 DNA 84.2 91 24 

31 R3 DNA 59.5 71 1 

33 C4 DNA 9.9 9 2 

35 C5 DNA 8.1 7 3 



91 

37 R1 DNA 127.8 106 4 

39 R3 DNA 146.2 112 5 

Negative 

control 

N/A Water N/A 0 7 

 

 

10.3. Pipeline para el Procesamiento de Lecturas Largas del Gen 16S. 

 

 

#Control de calidad de secuencias: filtrado y recorte de adaptadores 

$ NanoPlot --summary sequencing_summary.txt -o summary-plots 

$ gunzip -c *.fastq.gz | NanoFilt -q 8 --length 600 --maxlength 1900 | gzip > *.fastq.gz-

nanofilt.fastq.gz 

$Porechop -i *.nanofilt.fastq.gz -o nanofilt.fastq.gz-trim.fastq.gz --middle_threshold 85 --

discard_middle --threads 20 

#Asignación taxonómica 

$./16S_silva_installation.sh 

$~/silva/database 

$centrifuge-build --conversion-table ~/seqid2taxid.map --taxonomy-tree taxonomy/nodes.dmp --

name-table taxonomy/names.dmp /library/silva.fnacentrifuge-build --conversion-table 

seqid2taxid.map --taxonomy-tree ./taxonomy/nodes.dmp --name-table ./taxonomy/names.dmp 

./library/silva.fna silva_database 

$centrifuge -q -x ~/silva138/silva138 *-trim.fastq -S "$files"-silva-full.tsv --report-file *-

trim.fastq-silva-summary.tsv --min-totallen 900 -p 30 

$centrifuge-kreport -x ~/silva138/silva138 *-silva-full.tsv > *-silva-full.tsv-silva-kraken.csv 

#vizualizar tablas en Pavian (https://fbreitwieser.shinyapps.io/pavian/) y obtener tabla OTUs con 

la opción “reads” y el nivel taxonómico deseado. 

#Formatear las tablas OTUs: para crear tres archivos (Taxonomy, Otu y metadata). 

#Taxonomy 

$cut -f3 --output-delimiter="," Uploaded_sample_set-matrix-all-210405.tsv | sed 

's/taxID/#TAXONOMY/g' > taxID.csv 

$cut -f1 --output-delimiter="," Uploaded_sample_set-matrix-all-210405.tsv | sed 

's/name/Genus/g'> genus.csv 

https://fbreitwieser.shinyapps.io/pavian/
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$awk '{print $NF}' Uploaded_sample_set-matrix-all-210405.tsv |  tail -n +2 | sed 's/>/","/g' > 

lineage.csv 

#Crear tabla OTU 

$ sed 's/.cladeReads//g' Uploaded_sample_set-matrix-all-210405.tsv | sed 's/NA/0/g'| cut -f5-11 --

output-delimiter="," > abundance.csv 

paste -d="," taxID.csv abundance.csv | sed 's/=/,/g' | sed 's/#TAXONOMY/#NAME/g'>OTU.csv 

paste -d="," taxID.csv lineage.csv genus.csv | sed 's/=/,/g'> Taxonomy.csv 

#Metadata 

Es un archivo .csv con los datos referetes a las muestras metagenómicas 

#Gráficas y análisis de datos 

Los tres archivos resultantes su utilizan en 

https://www.microbiomeanalyst.ca/MicrobiomeAnalyst/home.xhtml, mediante la opción de 

Marker Data Profiling y taxonomy labels de SILVA DB. 

 

 

10.4. Estadísticos sobre número de lecturas, calidad y longitud antes y después de filtrado de 

secuencias. 

 

 

Número de secuencias 
Promedio de 

calidad de lectura 

Promedio de longitud 

de lectura 

5,507,863 11.9 1227 pb 

4,431,120 13.6 1,372.1 

 

 

10.5. Formato de Salida sobre la Clasificación Taxonómica con el Programa Centrifuge. 

Adaptado de Kim et al., 2016. 

 

 

ID  

de 

Lectura 

ID 

de 

Sec 

ID 

de 

Tax 

Puntaje 2doMejorPuntaje 
Longitud 

de aciertos 

No./longitud 

de aciertos 

No.Asignaci

ones 

1_1 gi|4 964

6 

4225 0 80 80 1 

https://www.microbiomeanalyst.ca/MicrobiomeAnalyst/home.xhtml
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- ID de Lectura: ID de lectura de una lectura de secuenciación sin procesar. 

- ID de Seq: ID de secuencia de la secuencia genómica, donde se clasifica la lectura. 

- ID de Tax: ID taxonómico de la secuencia genómica en la segunda columna. 

- Puntaje: puntuación de la clasificación, que es la suma ponderada de los resultados. 

- 2doMejorPuntaje: puntuación para la siguiente mejor clasificación. 

- Longitud de aciertos: un número aproximado de pares de bases de la lectura que coinciden con 

la secuencia genómica. 

- No. /longitud de aciertos: es un par de dos números: (1) un número aproximado de pares de 

bases de la lectura que coinciden con la secuencia genómica y (2) la longitud de una lectura o la 

longitud combinada de los pares de parejas. 

- No.Asignaciones: número de clasificaciones para esta lectura, que indica cuántas asignaciones 

se hicieron. 
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10.6. Gráfico de puntos sobre secuencias del gen 16S antes de control de calidad y después. a) 

Secuencias antes de limpieza b) Secuencias después de limpieza y recorte de adaptadores. 
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10.7. Datos generales sobre las bibliotecas generadas por la asignación taxonómica en 

MicrobiomeAnalyst. 

 

 

 

 

 

  

Tipo de datos:
Tabla de abundancia 

en OTUs

Anotación de OTUS SILVA

Numero de OTUs : 2862

OTUs con ≥ 2 conteos: 2457

Conteo total de lecturas: 2721566

Conteo promedio por 

muestra:
160092

Conteo máximo por 

muestra:
365529

Conteo mínimo por 

muestra
123

Número de muestras en 

metadata:
17
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10.8. Curvas de Acumulación de Riqueza. 

 

 

Con el objetivo de llevar a cabo una comparación justa entre los distintos sitios de estudio, que 

resultaron en tamaños de bibliotecas muy variables. Las lecturas pasaron un proceso de rarefacción, 

donde los datos se unificaron en función de la muestra con profundidad inferior  (Weiss et al., 

2017; Escalante, 2008). Adicional, se incluyen valores de cobertura de Goods. 
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Curvas de acumulación de taxones de las bibliotecas generadas por punto de muestreo. Las curvas 

revelan la calidad del muestreo, ya que las comunidades tienen una cantidad finita de especies, si 

se continúan muestreando individuos (secuencias), las cuervas eventualmente alcanzan una 

asíntota (línea vertical), lo que indica que ya no se encontraran más OTUs. a) Lecturas 

pertenecientes a sitios sobre el Río Culiacán b) Lecturas pertenecientes a canales de riego. 

Punto Cobertura de Goods (%) 

1 99.87127604 

2 99.86510277 

3 99.84040972 

4 72.26890756 

5 82.07282913 

 

 

10.9. Análisis de Coordenadas Principales, con el Índice de Bray Curtis a Nivel Género. 
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10.10. Conteos de Lecturas Correspondientes a Géneros Potencialmente Patógenos por Sitios de 

Muestreo. 

 

 

OTU Genus Punto1 Punto1 Punto1 Punto1 Punto1 Punto1 

46190 Achromobacter  161 277 263 113 77 205 

3711 Acinetobacter 28 108 43 54 11 35 

43314 Actinomyces 4 7 3 2 1 3 

1804 Aerococcus 0 0 0 0 0 0 

3318 Aeromonas 505 384 989 641 205 420 

44483 Arcobacter 5 3 3 47 2 0 

1688 Bacillus 64 243 199 114 69 138 

26096 Bartonella 1 6 6 0 4 3 

46194 Bordetella 67 127 86 52 20 83 

46614 Borreliella 0 0 0 0 0 1 

43427 Brevibacterium 2 5 2 0 1 0 

26097 Brucella 1 4 0 0 0 0 

46221 
Burkholderia-Caballeronia-

Paraburkholderia 
270 541 587 188 171 449 

44491 Campylobacter 0 3 2 0 0 2 

46704 Chlamydia 0 0 0 0 0 0 

46459 Citrobacter 4 28 5 5 8 14 

45621 Clostridioides 11 6 15 8 4 5 

45342 Clostridium sensu stricto 1 422 1531 1034 854 349 624 

45346 Clostridium sensu stricto 13 13 33 16 32 6 7 

45348 Clostridium sensu stricto 15 1 3 1 1 1 2 

45351 Clostridium sensu stricto 18 1 2 1 1 0 2 

43344 Corynebacterium 16 42 9 4 3 14 

26614 Coxiella 37 188 91 43 34 90 

2768 Ehrlichia 0 0 0 0 0 0 

46462 Enterobacter 16 48 27 17 21 23 

1831 Enterococcus 3 10 5 2 3 2 

46463 Escherichia-Shigella 30 103 83 51 36 49 

26657 Francisella 0 3 0 1 1 0 

3698 Haemophilus 3 6 15 4 2 4 

46492 Hafnia-Obesumbacterium 0 2 0 0 0 2 

44493 Helicobacter 0 4 4 1 0 2 

46465 Klebsiella 13 27 23 19 8 17 

3560 Legionella 303 1698 535 225 137 454 

46603 Leptospira 210 1261 105 34 54 658 

45258 Listeria 0 0 1 0 0 0 
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3714 Moraxella 5 15 8 5 2 8 

43354 Mycobacterium 332 805 101 51 81 310 

45267 Mycoplasma 0 11 8 1 1 1 

46354 Neisseria 52 172 80 32 38 97 

43358 Nocardia 5 14 2 0 1 6 

NA Parachlamydia      

46470 Plesiomonas 21 25 34 11 12 26 

46519 Proteus 0 4 4 3 1 1 

3723 Pseudomonas 154 867 423 214 157 676 

2784 Rickettsia 9 49 24 2 3 13 

46474 Salmonella 9 6 15 3 0 6 

46541 Serratia 26 21 22 12 10 18 

45295 Staphylococcus 8 39 29 22 6 12 

3818 Stenotrophomonas 37 111 84 40 20 61 

1853 Streptococcus 9 21 13 16 7 16 

46624 Treponema 2 9 8 7 2 4 

43367 Tsukamurella 1 1 0 0 0 0 

45268 Ureaplasma 0 0 1 0 0 1 

3783 Vibrio 16 34 39 32 4 18 

46542 Yersinia 2 4 11 6 1 3 

 

 

OTU Genus Punto2 Punto2 Punto2 

46190 Achromobacter  135 197 202 

3711 Acinetobacter 73 20 34 

43314 Actinomyces 2 0 4 

1804 Aerococcus 0 0 0 

3318 Aeromonas 1153 751 586 

44483 Arcobacter 28 5 13 

1688 Bacillus 150 60 94 

26096 Bartonella 2 4 4 

46194 Bordetella 65 57 69 

46614 Borreliella 0 0 0 

43427 Brevibacterium 0 0 3 

26097 Brucella 0 2 0 

46221 
Burkholderia-Caballeronia-

Paraburkholderia 
334 359 357 

44491 Campylobacter 5 4 0 

46704 Chlamydia 0 1 0 

46459 Citrobacter 11 4 3 

45621 Clostridioides 20 5 5 

45342 Clostridium sensu stricto 1 3630 432 777 

45346 Clostridium sensu stricto 13 82 14 26 
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45348 Clostridium sensu stricto 15 0 0 1 

45351 Clostridium sensu stricto 18 5 2 3 

43344 Corynebacterium 7 4 19 

26614 Coxiella 55 65 101 

2768 Ehrlichia 0 0 1 

46462 Enterobacter 39 14 18 

1831 Enterococcus 6 1 2 

46463 Escherichia-Shigella 104 37 42 

26657 Francisella 1 4 1 

3698 Haemophilus 9 3 2 

46492 Hafnia-Obesumbacterium 0 0 0 

44493 Helicobacter 0 2 3 

46465 Klebsiella 32 16 14 

3560 Legionella 907 454 733 

46603 Leptospira 78 93 296 

45258 Listeria 0 0 0 

3714 Moraxella 6 4 8 

43354 Mycobacterium 187 147 579 

45267 Mycoplasma 3 3 4 

46354 Neisseria 47 52 71 

43358 Nocardia 6 1 10 

NA Parachlamydia   

46470 Plesiomonas 41 23 24 

46519 Proteus 3 3 0 

3723 Pseudomonas 512 245 301 

2784 Rickettsia 17 15 15 

46474 Salmonella 8 7 5 

46541 Serratia 14 28 36 

45295 Staphylococcus 17 13 11 

3818 Stenotrophomonas 76 41 50 

1853 Streptococcus 17 8 9 

46624 Treponema 4 3 5 

43367 Tsukamurella 1 0 1 

45268 Ureaplasma 0 0 0 

3783 Vibrio 52 30 25 

46542 Yersinia 5 3 3 

 

 

OTU Genus Punto3 Punto3 Punto3 

46190 Achromobacter  309 110 211 

3711 Acinetobacter 33 82 19 

43314 Actinomyces 8 2 3 
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1804 Aerococcus 0 0 0 

3318 Aeromonas 753 2187 1087 

44483 Arcobacter 1 2 0 

1688 Bacillus 131 204 115 

26096 Bartonella 8 1 2 

46194 Bordetella 137 41 74 

46614 Borreliella 0 0 0 

43427 Brevibacterium 2 1 2 

26097 Brucella 2 1 0 

46221 
Burkholderia-Caballeronia-

Paraburkholderia 
536 195 309 

44491 Campylobacter 4 3 3 

46704 Chlamydia 0 1 0 

46459 Citrobacter 4 8 5 

45621 Clostridioides 7 16 5 

45342 Clostridium sensu stricto 1 761 1867 323 

45346 Clostridium sensu stricto 13 14 36 20 

45348 Clostridium sensu stricto 15 7 0 0 

45351 Clostridium sensu stricto 18 0 1 0 

43344 Corynebacterium 15 13 10 

26614 Coxiella 70 165 45 

2768 Ehrlichia 1 0 0 

46462 Enterobacter 19 56 27 

1831 Enterococcus 8 8 3 

46463 Escherichia-Shigella 33 147 46 

26657 Francisella 0 1 0 

3698 Haemophilus 5 9 6 

46492 Hafnia-Obesumbacterium 1 0 1 

44493 Helicobacter 1 0 1 

46465 Klebsiella 20 47 29 

3560 Legionella 955 3386 346 

46603 Leptospira 294 48 29 

45258 Listeria 0 0 1 

3714 Moraxella 5 13 4 

43354 Mycobacterium 955 289 333 

45267 Mycoplasma 1 3 6 

46354 Neisseria 101 40 43 

43358 Nocardia 7 2 1 

NA Parachlamydia   

46470 Plesiomonas 23 53 28 

46519 Proteus 4 8 7 

3723 Pseudomonas 201 533 142 

2784 Rickettsia 38 22 18 
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46474 Salmonella 5 18 9 

46541 Serratia 32 49 36 

45295 Staphylococcus 13 42 10 

3818 Stenotrophomonas 41 84 49 

1853 Streptococcus 13 15 15 

46624 Treponema 4 3 5 

43367 Tsukamurella 0 3 3 

45268 Ureaplasma 0 0 0 

3783 Vibrio 20 51 24 

46542 Yersinia 10 9 14 

 

 

OTU Genus Punto4 Punto4 

46190 Achromobacter  1 76 

3711 Acinetobacter 0 371 

43314 Actinomyces 0 2 

1804 Aerococcus 0 5 

3318 Aeromonas 2 609 

44483 Arcobacter 0 604 

1688 Bacillus 1 779 

26096 Bartonella 0 2 

46194 Bordetella 1 36 

46614 Borreliella 0 0 

43427 Brevibacterium 0 2 

26097 Brucella 0 3 

46221 
Burkholderia-Caballeronia-

Paraburkholderia 
2 132 

44491 Campylobacter 0 0 

46704 Chlamydia 0 0 

46459 Citrobacter 0 17 

45621 Clostridioides 0 2 

45342 Clostridium sensu stricto 1 6 409 

45346 Clostridium sensu stricto 13 0 12 

45348 Clostridium sensu stricto 15 0 1 

45351 Clostridium sensu stricto 18 0 4 

43344 Corynebacterium 0 3 

26614 Coxiella 0 246 

2768 Ehrlichia 0 0 

46462 Enterobacter 0 82 

1831 Enterococcus 0 11 

46463 Escherichia-Shigella 0 132 

26657 Francisella 0 0 

3698 Haemophilus 1 7 
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46492 Hafnia-Obesumbacterium 0 3 

44493 Helicobacter 0 7 

46465 Klebsiella 0 54 

3560 Legionella 2 549 

46603 Leptospira 2 153 

45258 Listeria 0 0 

3714 Moraxella 0 6 

43354 Mycobacterium 0 48 

45267 Mycoplasma 0 0 

46354 Neisseria 0 32 

43358 Nocardia 0 0 

NA Parachlamydia  

46470 Plesiomonas 0 43 

46519 Proteus 0 9 

3723 Pseudomonas 1 406 

2784 Rickettsia 0 1 

46474 Salmonella 0 18 

46541 Serratia 0 25 

45295 Staphylococcus 0 5 

3818 Stenotrophomonas 0 50 

1853 Streptococcus 0 19 

46624 Treponema 0 7 

43367 Tsukamurella 0 0 

45268 Ureaplasma 0 0 

3783 Vibrio 0 20 

46542 Yersinia 0 5 

 

 

OTU Genus Punto5 Punto5 Punto5 

46190 Achromobacter  0 115 0 

3711 Acinetobacter 0 576 1 

43314 Actinomyces 1 1 0 

1804 Aerococcus 0 0 0 

3318 Aeromonas 1 4188 0 

44483 Arcobacter 0 6 0 

1688 Bacillus 1 74 1 

26096 Bartonella 0 1 0 

46194 Bordetella 0 40 0 

46614 Borreliella 0 0 0 

43427 Brevibacterium 0 2 0 

26097 Brucella 0 0 0 

46221 
Burkholderia-Caballeronia-

Paraburkholderia 
0 208 2 
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44491 Campylobacter 0 0 0 

46704 Chlamydia 0 1 0 

46459 Citrobacter 0 37 0 

45621 Clostridioides 0 0 0 

45342 Clostridium sensu stricto 1 4 22 2 

45346 Clostridium sensu stricto 13 0 1 0 

45348 Clostridium sensu stricto 15 0 0 0 

45351 Clostridium sensu stricto 18 0 0 0 

43344 Corynebacterium 0 1 0 

26614 Coxiella 0 173 0 

2768 Ehrlichia 0 0 0 

46462 Enterobacter 0 198 0 

1831 Enterococcus 0 4 0 

46463 Escherichia-Shigella 1 253 0 

26657 Francisella 0 0 0 

3698 Haemophilus 0 19 0 

46492 Hafnia-Obesumbacterium 0 4 0 

44493 Helicobacter 0 1 0 

46465 Klebsiella 0 108 0 

3560 Legionella 1 21 0 

46603 Leptospira 1 31 0 

45258 Listeria 0 0 0 

3714 Moraxella 0 3 0 

43354 Mycobacterium 0 5 0 

45267 Mycoplasma 0 1 0 

46354 Neisseria 0 93 0 

43358 Nocardia 0 0 0 

NA Parachlamydia   

46470 Plesiomonas 0 19 0 

46519 Proteus 0 5 0 

3723 Pseudomonas 0 5096 1 

2784 Rickettsia 0 3 0 

46474 Salmonella 0 50 0 

46541 Serratia 0 74 0 

45295 Staphylococcus 0 5 0 

3818 Stenotrophomonas 1 39 0 

1853 Streptococcus 0 2 0 

46624 Treponema 0 2 0 

43367 Tsukamurella 0 0 0 

45268 Ureaplasma 0 0 0 

3783 Vibrio 0 59 0 

46542 Yersinia 0 34 0 

 


