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RESUMEN 

Los hongos micorrízicos arbusculares (HMA) son simbiontes benéficos asociados a diversas 

especies de plantas en distintos hábitats. En la región San Martín el sacha inchi es un cultivo 

que estaría en interacción con comunidades de HMA, sin embargo su composición aún es 

desconocida. Por ello, se plantearon los siguientes objetivos: 1) identificar HMA mediante 

T-RFLP, 2) comparar la composición de las comunidades de HMA presentes en raíces de 

plantas de sacha inchi, según la localidad y edad de la planta y 3) determinar la correlación 

entre las características fisicoquímicas del suelo con el grado de colonización y riqueza de 

HMA. Por esta razón, se realizaron muestreos de raíces en cuatro localidades de la región 

San Martín: Lamas, El Dorado, Picota y Bellavista; en dos parcelas por localidad, una con 

plantaciones menores a uno y otra, mayores a tres años de edad. La identificación molecular 

de HMA, se realizó mediante la técnica T-RFLP. Los datos fueron analizados utilizando 

herramientas de correlación, análisis multivariado ACP y de conglomerados. Se 

identificaron un total de 13 unidades taxonómicas (OTU), tres, a nivel de especie: Glomus 

trimurales, Oehlia diaphana y Acaulospora tuberculata; siete y tres como género y familia, 

respectivamente. No hubo diferencias en la composición de comunidades de HMA, entre las 

localidades, ni entre rangos de edades. El grado de colonización, mostró una correlación 

positiva con la C.E., pH, contenido de CaCO3, Mg en el suelo y porcentaje de saturación de 

bases; y negativa con la altitud de la parcela. La riqueza de HMA mostró una correlación 

positiva con la concentración de Ca en el suelo, suma total de cationes y CIC; y negativa con 

el contenido de K total y disponible. Estos resultados serán importantes, debido a que 

servirán como base para estudios posteriores relacionados al manejo sustentable del cultivo 

de sacha inchi. 

 

Palabras clave: Identificación molecular, Hongos Micorrízicos Arbusculares (HMA), sacha 

inchi, Unidad Taxonómica Operativa (OTU), T-RFLP. 

 



ABSTRACT 

Arbuscular mycorrhizal fungi (AMF) are symbionts associated with a large number of plants 

in different hábitats, benefitiating each other.  In the San Martín region, sacha inchi is a crop 

that would interact with AMF communities, however its composition is still unknown. Based 

on this, the aims of present work are: 1) identify AMF using T-RFLP, 2) compare the 

composition of the AMF communities in roots of sacha inchi plants, according to location 

and age of the crop and 3) determine the relationship between physicochemical 

characteristics of soil with the degree of colonization and richness of AMF. Therefore, root 

samples were taken in four locations in the San Martín region: Lamas, El Dorado, Picota and 

Bellavista; in two plots per locality, one with plantations smaller than one and another, older 

than three years of age. The T-RFLP technique was used to identify, based on cut sizes in 

DNA sequences. Data were analyzed using correlation tools, multivariate analysis of PCA 

and clustering. 13 Operative Taxonomic Units (OTU) were identified, three at the species 

level: Glomus trimurales, Oehlia diaphana and  Acaulospora tuberculata; seven and three 

as genus and family, respectively. No differences were found in the composition of AMF 

communities, between the four locations or the two age ranges. On the other hand, the degree 

of mycorrhizal colonization was positively correlated with C.E., pH, CaCO3 and Mg 

content, of the soil and base saturation percentage, and negatively with the altitude of the 

plot. The richness of HMA was positively correlated with content of Ca, total sum of cations 

and CIC, and negatively with the total and available K content. These results will be 

important, since they will serve as a basis for further studies related to the sustainable 

management of sacha inchi cultivation. 

Keywords: Molecular identification, Arbuscular Mycorrhizal Fungi (AMF), sacha inchi, 

Operative Taxonomic Units (OTU), T-RFLP. 

 

 



  

 

I. INTRODUCCIÓN 

La región San Martín está ubicada en la selva norte del Perú. Tiene una superficie agrícola 

de 498 mil hectáreas, de las cuales 95 mil (19%) son empleadas para cultivos transitorios y 

191 mil (38%), para cultivos permanentes (INEI, 2012).  

Una de las especies que se cultiva de forma transitoria es el sacha inchi (Plukenetia volubilis 

L.), el cual ha ido adquiriendo una sustancial importancia en los últimos años, debido al alto 

valor nutricional de sus semillas, las cuales contienen 48.6% de lípidos polinsaturados 

esenciales (linoleico y linolénico), 29% de proteína (Arévalo, 1999), omega 9, vitamina E 

(tocoferoles y tocotrinoles) y antioxidantes (Gutiérrez et al., 2011; Chirinos et al., 2013; 

Srichamnong et al., 2017; Wang et al., 2018); atributos que lo han convertido en un cultivo 

con un gran potencial para el mercado externo. Esta especie pertenece al género Plukenetia, 

y familia Euforbiácea, es de origen amazónico y tiene una distribución pantropical (Molano 

et al., 2016). Su distribución en América, abarca principalmente los países de Perú, Bolivia, 

Surinam, Venezuela, Colombia, Ecuador y Brasil; donde se desarrolla en las zonas que 

presentan las características ideales para su crecimiento como: altitud comprendida entre 30 

y 2000 m.s.n.m., clima tropical o sub-tropical y temperaturas que oscilan entre 10 a 26°C. 

En el Perú se cultiva de forma tradicional principalmente en los departamentos de San 

Martín, Ucayali, Madre de Dios y Loreto (Márquez et al., 2007); con una superficie 

sembrada de 1569 ha. La producción de este cultivo es de 2255 t, alcanza un rendimiento de 

1.4 t/ha y un precio promedio de 7.17 S/./kg en chacra a nivel nacional (Albújar, 2018). 

Sin embargo, para instalar este y otros cultivos en la selva, los agricultores generalmente 

realizan la labor del rozado y quema. Esta actividad está ocasionando el empobrecimiento y 

erosión de los suelos debido a la deforestación y a la alteración de la microbiota del suelo. 

Asimismo, rompe el equilibrio y ciclaje de nutrientes de forma natural, lo que se traduce en 

mermas de la producción y finalmente en el abandono de tierras (MINAM -SINIA, 2009). 

Ante este escenario, la estabilidad de estos ecosistemas está influenciada por la composición 

y la  actividad  de  la  microbiota.  Parte de la riqueza  de estos organismos  está constituido
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por los Hongos Micorríticos Arbusculares (HMA), definidas como asociaciones simbióticas 

mutualistas que se establecen entre hongos del suelo y plantas. Probablemente se trata del 

tipo de simbiosis más importante, ya que casi todas las plantas de hábitats templados y 

tropicales pueden asociarse con los hongos formadores de micorrizas (Smith & Read, 2008; 

Brandán de Weht et al., 2013). Los beneficios que estos proporcionan a la planta hospedante 

son diversos. Adquieren un rol importante en la nutrición de la planta, debido a que el hongo 

contribuye con la absorción de nutrientes minerales del suelo (nitrógeno y fósforo) e iones 

poco móviles (fosfato, amoniaco, zinc, cobre), a través de un sistema de hifas (Castro, 2009). 

Además, permite a la planta absorber y asimilar más agua, favoreciendo de esta manera el 

balance hídrico (Barrera, 2009). En respuesta a lo mencionado, la planta cede al hongo 

compuestos carbonados derivados de la fotosíntesis (Berruti et al., 2015). Por otro lado, 

contribuyen a la protección de las mismas frente a patógenos del suelo, brindan una mayor 

tolerancia frente a estreses abióticos (salino, hídrico) y a metales pesados en suelos 

moderadamente contaminados (Van Tichelen et al. 2001; Azcón-Aguilar et al., 2002; Ruiz-

Lozano 2003; Sánchez et al., 2017).  

Por lo mencionado anteriormente, los HMA han llegado a considerarse casi como una 

relación obligada para el crecimiento de las plantas, en condiciones naturales y en sistemas 

agrícolas que se encuentran degradadas, gracias a que intervienen en la regeneración de estos 

sistemas y mantienen el equilibrio del ecosistema, lo cual viene promoviendo diversos 

estudios que permitan conocer sus posibles aplicaciones como inoculantes (León, 2006; 

Guerra, 2008). Sin embargo, los HMA poseen una gran diversidad y su funcionalidad puede 

depender incluso del género o especie. Asimismo, pueden mostrar un nivel considerable de 

selectividad al asociarse con diferentes especies o grupos ecológicos de plantas, incluso a 

diferentes edades (Daniell et al., 2001; Santos-González et al., 2007; Wolfe et al., 2007; 

Öpik et al., 2009; Davison et al., 2011). Por esta razón, es necesario realizar estudios básicos 

de identificación en determinados cultivos y en condiciones naturales para que en función a 

ellos, se realicen posteriores estudios aplicativos tanto para la agricultura como para 

desarrollar técnicas de conservación de suelos. Asimismo, determinar si existe influencia de 

la edad de la planta sobre la composición de estos organismos, para observar su adaptabilidad 

a lo largo del tiempo.  

En este sentido, el presente trabajo busca determinar la influencia de la edad del cultivo y la 

localidad sobre la composición de los HMA en el cultivo de sacha inchi, por lo cual se 
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plantearon los siguientes objetivos: 1) identificar Hongos Micorríticos Arbusculares 

mediante T-RFLP en el cultivo de sacha inchi, 2) Determinar la influencia de la edad del 

cultivo de sacha inchi sobre el grado de colonización, la riqueza y la composición de la 

comunidad de HMA asociadas al cultivo, 3) Determinar la influencia de las variables 

fisicoquímicas del suelo de plantaciones de sacha inchi sobre el grado de colonización, la 

riqueza y la composición de la comunidad de HMA asociadas al cultivo. 

 

 

 

 



  

 
 

II. REVISIÓN DE LITERATURA 

2.1.CULTIVO DE SACHA INCHI 

2.1.1. Origen y distribución geográfica  

El sacha inchi (Plukenetia volubilis L.) es una especie de origen amazónico. Pertenece al 

género Plukenetia, el cual se originó en dos posibles lugares: en la selva amazónica o 

atlántica de Brasil durante el Oligoceno (28.7 millones de años) y se dispersó entre estas 

regiones, América Central y México en todo el Mioceno (Cardinal et al., 2019). Este género 

comprende plantas tropicales de la familia Euphorbiaceae y contiene 19 especies, de las 

cuales entre siete a doce han sido reportadas en América Tropical (Stanley & Steyemark, 

1949; Hutchinson, 1969; Axtell & Fairman, 1992). 

La distribución del género Plukenetia es pantropical. Según Cardinal et al. (2019), se 

dispersó desde el Amazonas hasta África y de África a Madagascar y al Sudeste Asiático. 

Por otro lado, en América del Sur, la especie Plukenetia volubilis L., ha sido registrada en la 

selva amazónica de Perú, Bolivia, Brasil, Colombia, Ecuador, Antillas menores, Surinam y 

Venezuela (Macbride, 1951; Correa & Bernal, 1992). En nuestro país se ha encontrado de 

forma silvestre y está distribuido en Madre de Dios, Huánuco, Oxapampa, San Martín, 

Amazonas, Ucayali, Loreto, Junín, Pasco, Cusco y alrededores de Iquitos (Brako & 

Zarucchi, 1993). En la región San Martín se encuentra a lo largo de la cuenca del Huallaga 

hasta Yurimaguas, en el Alto Mayo, Bajo Mayo, subcuenca del Cumbaza y en áreas del 

sector Lamas Shanusi. y Pongo de Cainarachi (Correa & Bernal, 1992). A nivel de la región, 

su cultivo generalmente está determinado bajo un sistema de monocultivo, es decir no se 

encuentra asociado a otros cultivos o especies forestales. 
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2.1.2. Clasificación botánica 

La clasificación botánica (Martínez et al., 2002; Diaz, 2014; Vasquez & Rojas, 2016), es la 

siguiente: 

                         Orden: Malpighiales 

                                 Familia: Euphorbiaceae  

                                         Subfamilia: Acalyphoideae 

    Tribu: Plukenetieae 

                   Subtribu: Plukenetiinae 

                                                                     Género: Plukenetia  

                                                                             Especie: Plukenetia volubilis L. 

Los nombres comunes utilizados para referirse a esta especie varían de acuerdo al idioma o 

lugar, entre ellos destacan los siguientes: sacha inchi, sacha inchic, sacha maní, maní del 

monte y maní del inca (Arévalo, 1999). 

2.1.3. Morfología general 

Es una planta trepadora, semileñosa y perenne que alcanza una altura de 2 m 

aproximadamente. Sus hojas son alternas y simples; la forma de la lámina foliar es 

acorazonada, de base truncada y puntiaguda y posee márgenes aserrados; el tamaño de estas 

varía entre 6 a 13 cm de largo y de 4 a 10 cm de ancho, con peciolos de 2 a 6 cm de largo. 

Las nervaduras nacen en la base de la hoja, la central se orienta hacia el ápice (Macbride, 

1938; Valles, 1990; Dostert et al.,2009). Pueden presentar una estípula, en la base de la hoja 

(Arévalo, 1999). 

La inflorescencia es racemosa y monoica; generalmente su longitud varía entre 5 a 18 cm de 

largo. A lo largo de esta se encuentran las flores masculinas, se caracterizan por ser pequeñas, 

blanquecinas y dispuestas en racimos. En la base del racimo y lateralmente, se encuentran 

de una a dos flores femeninas (Manco, 2006). 
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El fruto es una cápsula de 3 a 5 cm de diámetro, de color verde; una vez maduros son de 

color marrón negruzco y dehiscente. Usualmente están formados por cuatro lóbulos 

aristados. En otros casos, los frutos pueden presentar de cinco, a siete lóbulos (Manco, 2006). 

La semilla se encuentra dentro de cada lóbulo; es de forma ovalada, de 1.5 a 2 cm de 

diámetro, ligeramente abultada en el centro y aplastadas hacia los bordes, con un hilum bien 

diferenciado; el color es marrón oscuro; posee nervaduras notorias y su peso varía entre de 

48 a 100 g. Al abrirlas encontramos los cotiledones a manera de almendras y cubiertos de 

una película blanquecina (Valles, 1990; Arévalo, 1999). 

2.1.4. Fenología  

La fase de la germinación, tiene una duración de aproximadamente dos semanas, 

dependiendo del tipo de siembra. En condiciones de almácigo, dura aproximadamente entre 

11 a 14 días después de la siembra (d.d.s.); mientras que, si se siembra de forma directa, dura 

entre 14 a 16 días (Arévalo, 1999; Manco, 2008). 

La fase de emisión de guías, dura entre 48 a 50 días d.d.s., cuando la siembra fue directa. 

Por otro lado, si la siembra fue indirecta, esta fase durará entre 20 a 41 días después del 

trasplante (d.d.t.) (Manco, 2008). 

La primera floración, inicia a los tres meses d.d.s. Posteriormente se emitirán más flores, a 

partir de los 88 a 135 d.d.s, en siembra directa y de 86 a 139 d.d.t., en siembra indirecta. 

Inicialmente aparecen los primordios florales masculinos e inmediatamente después los 

femeninos. Las flores completan su diferenciación floral en un período de 7 a 19 días 

(Arévalo, 1999; Manco, 2008). 

El inicio de fructificación, empieza a partir de los 122 a 168 d.d.s o 119 a 182 d.d.t. 

Posteriormente, los frutos completan su desarrollo aproximadamente cuatro meses de la 

floración. Al final de esta fase, los frutos cambiarán del color verde a un color marrón oscuro. 

En este punto, el fruto está listo para ser cosechado. La cosecha, inicia a partir de los 180 a 

220 d.d.s., en siembra directa y de 202 a 249 d.d.t., en siembra indirecta, a partir de esta fase, 

la fructificación se dará de forma continua (Arévalo, 1999; Manco, 2008). 
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2.1.5. Manejo agronómico  

En la selva peruana, el cultivo de sacha inchi se desarrolla mayormente en monocultivo, pero 

también se puede encontrar sistemas agroforestales o asociado a otros cultivos anuales o 

perennes como el café o cacao, siempre y cuando no generen sombra que afecte el desarrollo 

de estos. Su establecimiento se da principalmente en bosques secundarios, posteriores a 

cultivos de subsistencia como maíz o plátano o en tierras abandonadas (Manco, 2008; IIAP, 

2009). 

Las labores culturales inician con la preparación del terreno, para ello se empieza con el 

macheteo para remover los restos del cultivo anterior o bosque secundario, ya que 

generalmente, este cultivo se instala en tierras abandonadas o después de cultivos de 

subsistencia. Posteriormente se troza y se distribuyen uniformemente en todo el terreno. 

Previo a la siembra, es importante trazar los caminos y el sistema de drenaje (Arévalo, 1999). 

La siembra se determina en base a la época lluviosa, entre los meses de diciembre a marzo, 

debido a que este cultivo se establece de forma tradicional, bajo condiciones de secano. 

Mientras que, para cultivos bajo un sistema de riego, se puede sembrar en cualquier época 

del año. Esta labor se realiza de dos formas: directa, cuando la semilla se coloca directamente 

en el suelo e indirecta, cuando la semilla se germina en almácigo. Cuando la siembra se 

realiza de forma directa, se puede utilizar la semilla sin ser escarificada, siempre y cuando 

está fresca. La cantidad de semilla a usar varía entre 1 a 4.5 kg/ha; el distanciamiento entre 

golpes es de 3 m y la profundidad de siembra de 2-3 cm. Cuando la siembra es de forma 

indirecta, el almacigado se debe realizar de 1 a 4.5 meses antes del trasplante, en 

almacigueras con arena de rio y tierra negra de bosque como sustrato o bolsas de 

polipropileno, a una profundidad de 1.5 a 2 cm. El trasplante se realiza antes de la aparición 

de guías. Ambas formas de siembra, se deben realizar de 45 a 60 días antes del inicio de 

lluvias (Manco, 2008). 

Por ser una especie trepadora, necesita de un tutor para poder desarrollarse, en este sentido 

existen dos tipos de tutores generalmente utilizados:  

a. Tutor vivo. - se utiliza ramas maduras de especies como Erytrina sp., caracterizada 

por su crecimiento rápido. Ésta debe ser sembrada a una profundidad de 30 a 50 cm 

y al mismo distanciamiento que el sacha inchi (Manco, 2008; PBD, 2009). 
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b. Tutor muerto. - se utiliza postes secos de madera, con una longitud de 3 a 3.5 m, 

estos serán enterrados a una profundidad de 0.7 a 0.8 m cada 3 m x 6 m. En ellos se 

tiempla dos filas de alambres que servirán como tutor; a este sistema se le llama 

sistema de espalderas (Manco, 2008; PBD, 2009). 

Para ambos casos, la planta de sacha inchi, debe estar separada a una distancia de 20 cm con 

respecto al tutor. 

La densidad de siembra, puede variar entre 1111 y 1333 plantas/ha. Para ello, el 

distanciamiento entre plantas será de 3 x 3 m y 3 x 2.5 m en un diseño de plantación tipo 

tresbolillo respectivamente. Esto dependerá del tamaño de semilla que se tiene y de la 

productividad que se espera (Arévalo, 1999; Manco, 2008). 

Si bien es cierto, esta especie posee cierta adaptación a las diferentes condiciones de suelo, 

pero se podría realizar adicionalmente aplicaciones de NPK al suelo, en base a un análisis 

de suelo. También se recomienda aplicar entre 2 a 3 t/ha/año de humus de lombriz (Manco, 

2008). 

Para obtener plantas bien conformadas, incrementar la producción y facilitar la cosecha, se 

realiza la poda. Esta labor se realiza con tijeras de mano debidamente desinfectadas. 

Normalmente se practican dos tipos de poda (Arévalo, 1999):  

a. De formación: Para eliminar ramas o guías, esta puede ser a 0.5 cm de altura cuando 

el sistema de tutoraje es el vivo y de 0.3 a 0.7 cm cuando el sistema es con tutores 

muertos (Manco, 2008) 

b. De producción: Para eliminar ramas secas o enfermas. Normalmente se realiza en la 

etapa productiva cada 30 días. Cuando se está utilizando tutores vivos, es importante 

realizar la poda del mismo (Manco, 2008) 

Los principales problemas fitosanitarios que se han reportado en este cultivo son diversos. 

Uno de los más importantes son los ataques de Meloidogyne spp. y Aphelenchus sp., ya que 

dañan el sistema radicular, lo cual provoca una atrofia y por ende un menor crecimiento de 

la planta. Por otro lado, el daño, favorece el ingreso de hongos como Fusarium sp, 

ocasionando una pudrición de la raíz hasta puede ocasionar muerte de plantas (Arévalo, 

1999). Las plagas que afectan este cultivo son los insectos comedores de hojas, entre ellos 

se pueden mencionar a las hormigas Atta cephalotes, grillos Grillotalpa sp. y larvas de 
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lepidópteros. También pueden ocasionar daños en frutos en su estado lechoso (Arévalo, 

1999; Manco, 2008; IIAP, 2009). 

La limpieza y control de malezas es una actividad clave, para evitar la competencia de la 

planta por nutrientes y agua y mantener el cultivo con menor presión de plagas y 

enfermedades. Esta actividad se realiza con machetes y equipos mecánicos (PBD, 2009). 

Finalmente, la cosecha se realiza cuando el fruto ya ha adquirido un color marrón oscuro y 

está seco. Generalmente, a partir de los seis a siete meses y medio después de la siembra, si 

esta fue de forma directa y de ocho a diez meses después del almacigado en siembra 

indirecta. Esta labor se realiza de forma manual, con una frecuencia de cada 15 a 30 días 

(Manco, 2008). 

El rendimiento varía durante los tres primeros años de cultivo, según MINAGRI, (2009), se 

reportaron los siguientes valores: 

• Primer año: 1000 kg de capsula/ha  

• Segundo año: 4000 kg de capsula/ha  

• Tercer año: 5000 kg de capsula/ha  

La cápsula contiene entre 54% a 50% de semilla y entre 46% al 50% de cáscara. 

2.2.MICORRIZA 

En 1885, las asociaciones simbióticas entre raíces vegetales y hongos precedentes del suelo, 

fueron denominadas por el patólogo alemán A. B. Frank, como “micorriza”, que traducida 

del griego significa raíz fungal. Estas, hoy en día se consideran como raíces nutricias 

normales de la mayoría de las plantas como cereales, hortalizas, plantas de ornato y árboles 

(Agrios, 2002). Tal es así que, algunos autores la consideran como el tipo de simbiosis más 

importante en el planeta, ya que más del 80% de plantas de hábitats templados y tropicales, 

pueden asociarse a los hongos micorríticos (Smith y Read, 2008; Brandán de Weht et al., 

2013). 
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2.2.1. Tipos de micorriza  

La clasificación general de las micorrizas, fueron establecidas en función de características 

morfológicas, anatómicas, atributos fisiológicos de los hongos y de las plantas y el grupo 

taxonómico (Lynch, 1990; Smith & Read, 1997; Brundrett, 2002). Aunque, existe 

discrepancias en la determinación de esta clasificación, la más práctica es la que proponen 

Smith & Read, (1997), quienes reconocieron siete diferentes tipos de micorrizas, las que se 

mencionan a continuación: 

 Micorriza arbuscular  

 Ectomicorriza 

 Micorriza monoproide 

 Micorriza arbutoide 

 Ectendomicorriza 

 Micorriza ericoide 

 Micorriza de orquídeas o endomicorriza orquideoide 

El presente estudio, enfocó su estudio en las micorrizas arbusculares, las que se describen a 

continuación:  

Hongos micorrízicos arbusculares (HMA) 

a. Características:  

Este tipo de micorriza, se distingue por formar una estructura característica denominada 

arbúsculo. Inicialmente, fue clasificada como endomicorriza, posteriormente, como 

micorriza vesículo-arbuscular. 

Esta asociación es obligada para los hongos que la forman, pero no para las plantas que 

colonizan. No tienen un estado sexual conocido. No forman la red de Hartig ni el manto. 

Las hifas penetran la raíz, se introducen en las células y pueden formar dos tipos de 

estructuras únicas: Arbúsculos y vesículas.  
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Los arbúsculos, son las estructuras características de este tipo de micorriza. Se forman 

dentro de las células de la corteza de la raíz, cerca del cilindro vascular de la planta, 

mediante numerosas ramificaciones dicotómicas sucesivas a partir de una hifa inicial. 

Normalmente, esto ocurre dos días después de la penetración en la raíz.  Su función es 

básicamente, ser el sitio de transferencia de nutrientes entre la planta y el hongo 

(Brundrett et al., 1985; Andrade 2010; Luginbuehl & Oldroyd, 2017; Brundrett & 

Tedersoo, 2018).   

Las vesículas, son estructuras que pueden estar o no presentes. Se forman dentro o entre 

las células de la corteza de la raíz, a manera de bolsas ovaladas o esféricas, producto de 

la inflamación de las hifas. Su formación inicia poco después de la formación de los 

primeros arbúsculos y permanecen desarrollándose hasta que la planta envejezca. Su 

función es almacenar lípidos y citoplasma. A demás pueden funcionar como estructuras 

de propagación, cuando están aisladas de la raíz; ya que a menudo poseen paredes con 

múltiples capas similar a las esporas (Biermann & Linderman, 1983; Andrade, 2010).  

Por otro lado, las estructuras de propagación, almacenamiento y reposo de los hongos 

micorríticos arbusculares son las esporas, ya que contienen lípidos, citoplasma y muchos 

núcleos. Son producidas en presencia de una planta hospedante, en los micelios intra o 

extraradiculares o agregados en estructuras llamadas esporocarpos. Las esporas difieren 

en forma, estructura, contenido citoplasmático, color, tamaño, número de paredes, vía de 

germinación, morfología de esporas secundarias y presencia o ausencia de esporocarpo.  

Estas características son el resultado de procesos de desarrollo completamente diferentes. 

De esta manera, la espora es considerada autónoma en forma y función por algunos 

investigadores y que un individuo fungal es representado por una sola espora 

identificable la cual consiste de una sola célula multinucleada (Gerdemann & Trappe, 

1974; Mosse et al., 1981; Morton, 1990; Morton, 1993; Brundrett, 2008 Andrade, 2010). 

Respecto a la clasificación taxonómica de este tipo de micorriza, inicialmente estuvo 

considerado dentro del phyllum Zygomycota. Posteriormente se agruparon en un nuevo 

phyllum, los Glomeromycota. Esta nueva clasificación, se realizó en base a los estudios 

de biología molecular, siendo los principales objetos de estudio la estructura y 

secuenciamiento de ADN de las esporas. Asimismo, este phyllum está compuesto por 

cinco órdenes y 14 familias (Oehl et al., 2011b):  
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 Archaeosporales: Archaesporaceae, Geosiphonaceae y Ambisporaceae 

 Paraglomerales: Paraglomeraceae 

 Diversisporales: Diversisporaceae, Acaulosporaceae, Sacculosporaceae y 

Pacisporaceae 

 Gigasporales: Scutellosporaceae, Gigasporaceae, Dentiscutataceae y 

Racocetraceae  

 Glomerales: Glomeraceae y Entrophosporaceae 

Actualmente, se ha inventariado una cantidad de secuencias de ADN de los HMA, en 

bases de datos como GenBank. Sin embargo, gran parte de la diversidad de los HMA 

aún no ha sido registrada, tal es así que hasta el momento solo 315 especies de HMA son 

descritas (www.amf-phylogeny.com) dentro de éste phyllum (Brundrett, 2008; Montaño 

et al., 2008). 

b. Ciclo de vida: 

La germinación de la espora es un proceso que depende de ciertos factores químicos, 

físicos y biológicos; como el periodo de vernalización de las esporas, concentraciones 

de CO2, exudados radiculares y la microfauna del suelo. Sin embargo, es independiente 

de la planta hospedante (Hepper, 1981; Azcón-Aguilar et al., 1986; Azcón-Aguilar, 

1987; Becard & Piché, 1989; Hildebrandt et al., 2002). 

La simbiosis inicia, cuando la planta estimula al hongo a través de los exudados 

radiculares y señales, de manera que los HMA, reconozcan la presencia del hospedante 

(Nagahashi & Douds, 2003). Los hongos estimulados emiten sus hifas, a partir de las 

esporas, hifas o raíces micorrízadas, las cuales, al entrar en contacto con la raíz forman 

una estructura llamada apresorio, a través de la cual se fija, antes de iniciar la 

colonización. Después de este proceso, inicia la colonización. La hifa penetra la corteza 

y forma diferentes estructuras morfológicamente diferentes y especializadas: hifas intra 

e intercelulares, arbúsculos y vesículas. Algunos investigadores consideran que los 

arbúsculos son la interfase principal para la toma de azúcares por parte del hongo y la 

transferencia de iones desde el hongo a las células corticales de las raíces, aunque existen 
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evidencias de la separación espacial de las funciones de transferencia de carbono y 

fósforo entre una interfase hifal y arbuscular (Smith & Read, 1997).  

Simultáneo a la colonización, el micelio del hongo crece fuera de la raíz, explorando el 

suelo en busca de nutrientes minerales y colonizando también raíces de otras plantas.  De 

esta manera, el micelio extraradicular tiene un papel importante en la adquisición de 

nutrientes y forma una fuente de colonización secundaria a lo largo de la raíz y entre 

raíces (Harley & Smith, 1983; Smith & Gianinazzi-Pearson, 1988).  

El ciclo se completa cuando a partir del micelio externo, se forman las esporas asexuales 

(Smith & Read, 1997; Requena & Breuninger, 2004)  

Por ello según Eckardt, (2005), la planta hospedante juega un rol importante en el 

proceso de colonización, debido a que los procesos requieren comunicación molecular e 

intercambio y percepción de señales entre ambos organismos (Bucher, 2007). Por otro 

lado, el proceso y la tasa de colonización determinan la efectividad de un HMA o una 

asociación micorrizal. 

c. Importancia 

Actualmente, se está optando por utilizar HMA, para el mejoramiento agronómico de los 

cultivos. Según algunos autores, estos organismos tienen efecto sobre el incremento de 

la producción, favorecen la resistencia al estrés hídrico (Al-Karaki et al., 2004; Cardoso 

& Kuyper, 2006), incrementan la producción de clorofila (Ekanayake et al., 2004) y 

ejercen influencia sobre la resistencia de las plantas y sobre su capacidad de sobrevivir 

en condiciones adversas (Purakayastha & Chhonkar, 2005; Karandashov & Bucher, 

2005). Por lo que su estudio ha adquirido gran importancia (Azcón & Barea, 1992; 

Medina et al., 2000; Baar, 2008). 

Los efectos benéficos que los HMA brindan a la planta, son producto de diversos 

mecanismos, siendo el principal, el desarrollo del micelio, lo que permite una mayor 

extensión de la superficie radicular. A continuación, se detallan los beneficios que 

proporciona esta interacción (Muchovej, 2004).  

 Nutricional: El hongo desarrolla un extenso sistema de micelios, a través de los 

cuales, explora el suelo y adquiere macronutrientes inorgánicos como nitrógeno, 

fósforo y potasio, micronutrientes como cobre, hierro y zinc y de cierto modo 
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nitrógeno y fósforo orgánico, que posteriormente son transferidos a la planta (Smith 

& Read, 1997; Leake et al., 2004).  

El fósforo en el suelo es un elemento inmóvil, incluso si se agrega al suelo en forma 

soluble se inmoviliza como fósforo orgánico, fosfatos de calcio u otras formas fijas 

(Wetterauer & Killorn, 1996; Bucher, 2007). Los HMA, mejoran la adquisición de 

fosfato del suelo, dado que, al agotarse este elemento en la zona de alcance de la raíz, 

el desarrollo micelial, permite explorar los lugares a los que a la planta le es difícil y 

alcanzar zonas donde el fosfato es soluble (Marschner, 1995; Smith & Read, 1997; 

Roose & Fowler, 2004). Este proceso, inicia cuando el fósforo inorgánico es 

asimilado en la interfaz hifal-suelo por transportadores fúngicos de alta afinidad 

(Harrison & van Buuren, 1995; Maldonado et al., 2001; Benedetto et al., 2005), 

posteriormente dentro del hongo, este elemento es translocado como polifosfato 

hacia las estructuras intraradiculares y antes de ser liberado hacia los arbúsculos, se 

despolimeriza en fósforo inorgánico, el cual es adquirido por la planta mediante 

transportadores de fosfato, inducidos durante el desarrollo de la simbiosis (Harrison 

et al., 2002; Paszkowski et al., 2002; Glassop et al., 2005; Nagy et al., 2005; Bucher, 

2007; Javot et al., 2007; Pumplin & Harrison, 2009). 

El nitrógeno es otro elemento muy importante para el desarrollo de las plantas y su 

disponibilidad, puede limitar el crecimiento de estas. Los HMA pueden absorber u 

transferir cantidades considerables de nitrógeno inorgánico, ya sea como NH4 o 

NO3, del suelo a la planta o incluso entre plantas. Las hifas extraradiculares, pueden 

tomar y asimilar NH4, NO3 y aminoácidos del suelo alrededor, siendo el principal 

el NH4. Por otro lado, algunos autores consideran que el nitrógeno inorgánico es 

tomado por el micelio extraradicular, es incorporado y almacenado dentro del hongo 

principalmente como arginina, asimilado a través del ciclo GS / GOGAT, asparagina 

sintasa y el ciclo de la urea. La arginina almacenada, puede ser cotransportada con 

PolyP del micelio extraradicular al intraradicular y viceversa. Finalmente, el 

nitrógeno es liberado de la arginina como NH4 y es transferido de esta forma a la 

planta, a través de los arbúsculos (Hawkins et al., 2000; He et al., 2003; Toussaint et 

al., 2004; Govindarajulu et al., 2005; Jin et al., 2005). 

Asimismo, la colonización de HMA estimula la absorción de micronutrientes, lo que 

conduce a una mayor producción de fotosintatos y por ende, una mayor acumulación 
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de biomasa, incluso en condiciones inadecuadas para el desarrollo de la planta (Chen 

et al., 2017; Mitra et al., 2019). El hongo en respuesta al beneficio recibido de la 

planta, proporciona también nutrientes como K, Ca, Zn y S. Este efecto, ha sido 

comprobado por Balliu et al. (2015), quien luego de realizar estudios de inoculación 

en plantas de tomate con HMA, obtuvo un incremento en el área de hojas y de los 

contenidos de macro y micronutrientes (Begum et al., 2019). 

 Disminución del estrés salino: Los HMA, juegan un rol importante en el aumento de 

la tasa de intercambio de dióxido de carbono, la transpiración y la conductancia 

estomática. De esta manera mejora el desequilibrio iónico, protege la actividad 

enzimática, facilita la absorción del agua y ajusta el equilibrio osmótico de forma 

favorable (Feng et al., 2002; Ruiz-Lozano, 2003; Giri & Mukerji, 2004; Zandavalli 

et al., 2004; Rabie & Almadini, 2005; Colla et al., 2008; Sheng et al., 2008). 

Asimismo, permite que la planta produzca en estas condiciones, debido a su papel en 

la absorción de nutrientes.  

 Protección frente a patógenos: Existen diversos estudios, en los cuales se reporta que 

la interacción entre la planta y los HMA, aumenta la tolerancia del huésped al ataque 

de los nemátodos Meloidogyne sp. e insectos herbívoros.  La protección está mediada 

por una serie de mecanismos, incluyendo la regulación ascendente y descendente de 

genes específicos, que dan como resultado respuestas localizadas y sistémicas por 

parte del hospedante. Estas respuestas incluyen la síntesis de nuevas isoformas de 

quitinasas y glucanasas y el engrosamiento de las paredes celulares (Tahiri-Alaoui & 

Antoniw, 1996; Azcón-Aguilar et al., 2002; Pozo et al., 2002). Asimismo, frente al 

ataque de hongos patógenos del suelo, las plantas micorrizadas son menos afectadas, 

ya que los HMA atenúan el efecto perjudicial que les puedan causar (Jaizme-Vega 

et al., 1998; Abdalla & Abdel-Fattah, 2000). 

2.2.2. Influencia de la especie hospedante y edad de las plantaciones sobre la 

diversidad de hongos micorríticos arbusculares 

Existen diversos estudios que afirman que la planta hospedante puede influenciar o dirigir 

una comunidad de HMA. Según, Torrecillas et al. (2012), una mayor diversidad de HMA se 

encuentran colonizando especies herbáceas (entre 13 y 20 filotipos), mientras que en una 

especie perenne la diversidad disminuye. Asimismo indican que ciertos filotipos se 



  

16 

encuentran exclusivamente en raíces de Hieracium vulgare y Anagallis arvensis. Sin 

embargo, este efecto podría estar influenciado por las propiedades del suelo. Asimismo, en 

un estudio realizado  por Rask et al. (2019); en el cual inocularon diversas especies de plantas 

con consorcios de HMA, reportaron que plantas de Hordeum vulgare L. presentan mayor 

grado de colonización en comparación con Linum usitatissimum L., Sorghum bicolor L. y 

Matricaria recutita L.; y que Sinapis alba L. y Dianthus deltoides L.  casi no presentaron 

estructuras micorrízicas, lo cual evidenció que los HMA tienen afinidad al momento de 

infectar las raíces de diferentes especies de plantas o a nivel de familia. Otros autores, 

sugieren que esta especificidad no necesariamente está influenciada por la especie del 

huésped sino por grupos ecológicos de plantas, de manera que las plantas generalistas 

tienden a asociarse con especies de HMA generalistas (Santos-González et al., 2007; Öpik 

et al., 2009; Davison et al., 2011). 

Aunque el mecanismo es especulativo, esta afinidad podría estar relacionada con los rasgos 

morfofuncionales de las plantas hospedantes. Las plantas anuales poseen tasas rápidas de 

alargamiento de la raíz, altas tasas de crecimiento relativo y mayor capacidad de absorción 

de nutrientes, mientras que las plantas perennes generalmente se asocian con rasgos que 

sugieren una estrategia más conservadora como una mayor densidad de tejido radicular, un 

diámetro mayor y un menor contenido de nutrientes en la raíz (Roumet et al. 2006).  

Otro factor podría ser la asignación preferencial de fotosintatos por las plantas huésped a los 

HMA que más las benefician (Bever et al., 2009). Asimismo, existe cierta influencia de la 

planta sobre la germinación de los HMA, a través de los exudados radiculares (Smith & 

Read, 1997), de manera que, las raíces emiten una señal volátil reguladora que estimula el 

crecimiento direccional del hongo hacia ellas (Koske, 1982). Dentro de estas señales, se 

puede mencionar al CO2, que puede estimular la extensión hifal de algunos hongos en 

condiciones in vitro y que combinado con los exudados radiculares provocan un aumento de 

la respuesta de crecimiento positiva de los hongos (Becard & Piche, 1989). Este efecto 

incluso ha conllevado a denominar a algunas plantas como micotróficas por tener la 

capacidad de inducir ramificación de hifas. Otros autores sugieren la existencia de señales 

quimiotácticas emitidas por las plantas (Parniske, 2004). Contrario a ello, también existen 

plantas que contienen compuestos inhibitorios, por lo que se les denomina no micotróficas 

como Brasica spp. o Lupinus spp. que no estimulan la germinación (Giovannetti et al., 

1993).   
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Por otro lado, la edad de los cultivos también puede influir en la colonización de los HMA 

(Andrade et al., 2009; Debnath et al., 2014; Kil et al., 2014; Chakraborty et al., 2016). Una 

hipótesis que podría explicar este comportamiento, es que la comunidad de HMA que 

colonizan las raíces se vuelve más uniformes conforme la edad del cultivo se incrementa, 

debido a los cambios de preferencias de los HMA. Asimismo, Eom et al. (2000) y Daniell 

et al. (2001) plantean que las especies dominantes de HMA responden de manera diferente 

a los diversos cambios en el entorno abiótico a lo largo del tiempo. Asimismo, este efecto 

puede ser influenciado por la fenología de la planta huésped. 

2.2.3. Importancia del estudio del ADN en la clasificación de hongos micorríticos 

Existen básicamente dos formas de identificar las comunidades de HMA. Una de ellas es la 

morfológica, cuyo objeto de estudio son las esporas o propágulos presentes en el suelo. Sin 

embargo, su estudio es limitado, debido a que existe variación en las características físicas 

incluso en individuos de la misma especie, asimismo, existen especies de HMA que se 

pueden reproducir vegetativamente sin necesidad de producir esporas y la presencia de estas 

últimas pueden no reflejar una comunidad de organismos simbióticamente activa (Walker & 

Vestberg, 1998; Helgason et al., 2002; Krüger et al., 2009). Por tal motivo, muchos autores 

tienen discrepancias respecto a la determinación de un morfotipo y su pertenencia a una 

especie o género (Peña et al., 2006).  

Por otro lado, existen otras técnicas complementarias como la biología molecular, que 

ofrecen la posibilidad de realizar estos estudios de manera rápida, sensible y confiable. 

Asimismo, esta técnica posibilita estudiar aquellas especies que están estableciendo 

simbiosis con las plantas independientemente del criterio morfológico y permite establecer 

su filogenia (Lee et al., 2008). De esta manera, actualmente se vienen realizando estudios a 

nivel molecular de los propágulos y del micelio extra e intraradicular, a partir de muy 

pequeñas cantidades de ADN fungal, que finalmente permite diferenciar estos organismos, 

incluso si son muy próximos entre sí. Por ello se ha convertido en un método crucial para 

superar las limitaciones de la identificación morfológica (Llorens et al., 1997; Krüger et al., 

2009). 

2.2.4. ARN ribosomal 28S 

El ARN ribosomal 28S o 28S ARNr, es un componente de la subunidad mayor (60S) del 

ARN ribosómico, que se encuentra formando parte de la estructura de los ribosomas 
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citoplasmáticos de todas las células eucariotas. Esta región del ARN está codificada por el 

gen 28S ADNr, la cual posee regiones caracterizadas por ser altamente polimórficas e 

informativas, debido a la variabilidad en su longitud y secuencias. Esta característica ha 

conllevado a la generación de cebadores que permiten diferenciar taxones de 

Glomeromycota, a diferentes niveles de especificidad, incluso si existen sustituciones de 2 

a 3 pares de bases. Asimismo, permite realizar estudios de diversidad en poblaciones de 

hongos micorrízicos arbusculares que han colonizado sistemas radiculares y ofrecen la 

posibilidad de relacionar la variabilidad en función de los factores bióticos y abióticos (van 

Tuinen et al., 1998; Markmann & Tautz, 2005).  

2.3.MARCADORES MOLECULARES 

En el ámbito de la genética, un marcador molecular es una biomolécula, como el ADN o una 

proteína.  Una secuencia de ADN, que se utiliza como marcador, debe estar relacionado a 

una parte del genoma, con una ubicación conocida en el cromosoma, cuya expresión se 

puede detectar, cuantificar y observar. Este hecho facilita la investigación en disciplinas 

como la taxonomía, debido a que la variación de estas secuencias, permite establecer con un 

nivel confiable la identidad de los individuos, incluso a nivel de especies, por ser el genotipo 

el objeto de estudio, el cual no está influenciado por el medio ambiente. Asimismo, es objeto 

de estudio en otras áreas como la filogenia, la ecología, la genética y el fitomejoramiento. 

Por otro lado, las proteínas que son utilizadas como marcadores son las isoenzimas y los 

antígenos, cuya característica principal es la relación con un rasgo genético.  

En base a estos dos tipos de materiales, se establece una clasificación general de marcadores 

moleculares: bioquímicos y de ADN (Solís et al., 2005; Sharma, 2010).  

2.3.1. Marcadores bioquímicos 

Este tipo de marcadores, incluye el estudio de proteínas e isoenzimas, que representan rasgos 

bioquímicos que pueden ser analizados por electroforesis de proteínas, por lo cual es 

considerado como una técnica rápida, económica y directa. Sin embargo, por tratarse de 

productos de la transcripción y traducción génica, son vulnerables a ser influenciados por el 

medio ambiente; lo que limita la amplitud de su aplicación (Drinkwater y Hetzel, 1991; Yang 

et al., 2013).  
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Por otro lado, la técnica básicamente consiste en realizar una electroforesis, para lo cual se 

coloca el material proteico en los pocillos de un papel de celulosa o geles, para luego ser 

migrados y separados por diferencia de tamaños y de cargas en un campo eléctrico durante 

varias horas. Posteriormente para ser observados, el gel se coloca en un colorante especial 

que permite visualizar las proteínas en forma de bandas de color. Finalmente, la diferencia 

que se observa en los tamaños de banda, es explicada por la diferencia en la secuencia de 

ADN que codificaron dichas proteínas (Solís et al., 2005). 

2.3.2. Marcadores de ADN  

Este tipo de marcadores, permite realizar un estudio con un nivel mayor de precisión y 

rendimiento, comparado a los demás marcadores, debido a que el material que se utiliza 

como objeto de estudio es el ADN. Esta técnica tiene numerosas aplicaciones en la 

construcción de mapas genéticos, en el área de fitomejoramiento, para estudiar la 

biodiversidad genética de organismos y toma de huellas dactilares de los germoplasmas 

(Winter & Kahl, 1995; Gupta et al., 2001; Duran et al., 2009), debido a que este material 

genético es relativamente fácil de analizar y no está influenciado por el medio ambiente, ni 

el estado o etapa de desarrollo de la planta. Asimismo, cualquier variación que puede surgir 

en sus secuencias de nucleótidos, muchas veces no puede ser observada fenotípicamente, sin 

embargo, pueden ser altamente heredables, por cual lo cual se considera una técnica 

confiable para realizar dichos estudios. 

Se cuenta con diversas técnicas para identificar estos marcadores y se agrupan en tres 

categorías: las de hibridación tipo Southern, las de reacción de polimerización en cadena 

(PCR) y las que combinan PCR o sus productos de ADN con la hibridación tipo Southern 

(Solís et al., 2005). 

a. Hibridación tipo Southern 

Es una técnica basada en la formación de una molécula de doble cadena a partir de la unión 

de bases complementarias de dos moléculas de una sola cadena. Permite medir la cantidad, 

detectar la presencia o ausencia y la variación en la longitud de un fragmento particular de 

ADN, asimismo permite estudiar su organización dentro un genoma (Solís et al., 2005; 

Udriste & Radu, 2014). Para ello, se realiza inicialmente la digestión del ADN genómico 

con una o más enzimas de restricción, estos fragmentos son separados según el tamaño 

mediante electroforesis a través de un gel de agarosa estándar. El ADN se desnaturaliza in 
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situ y se transfiere del gel a un soporte sólido, generalmente de nylon o una membrana de 

nitrocelulosa. Finalmente, el ADN unido a la membrana se hibrida con una sonda u 

oligonucleótido marcada radiactivamente y se visualiza mediante un sistema de detección 

apropiado, por ejemplo, mediante autorradiografía (Hass et al., 1972; Solís et al., 2005). 

Dentro de esta técnica se encuentran los marcadores RFLP (polimorfismo de la longitud de 

los fragmentos de restricción) y los VNTR (secuencias adyacentes que se repiten en número 

variable) (Solís et al., 2005). 

b. PCR (Reacción en Cadena de la Polimerasa) 

Es una técnica desarrollada por Kary Mullis en el año 1980, basada en la replicación del 

ADN en los organismos eucariotas realizada por la ADN polimerasa. Básicamente consiste 

en multiplicar in vitro, fragmentos específicos de ADN, delimitados a partir de 

oligonucleótidos o cebadores que reconocen una secuencia complementaria determinada. 

Durante el proceso se sacan miles de copias del fragmento mediante ciclos repetitivos que 

involucran la desnaturalización del ADN molde, alineamiento de cebadores a la cadena 

molde y la extensión de los cebadores por la enzima ADN polimerasa. Asimismo, los 

productos sintetizados a partir de la extensión de los cebadores en un ciclo, pueden servir 

como molde para el siguiente ciclo. Por ello la cantidad resultante de copias de ADN objetivo 

se duplica en cada ciclo (Mas et al., 2001; Solís et al., 2005; Atawodi et al., 2011). Dentro 

de esta metodología se encuentran los marcadores llamados RAPD (ADN polimórfico 

amplificado al azar), PCR iniciada con microsatélites (MP-PCR), AFLP (polimorfismo de 

longitud de fragmentos amplificados) y DAF (amplificación de huellas del ADN), entre otros 

(Solís et al., 2005). 

 

 Componentes esenciales de reacción (PCR)  

1. ADN molde: El ADN de plantilla contenido en una muestra de ADN genómico de la 

muestra, puede usarse en forma monocatenaria o bicatenaria. La PCR completa 

requiere solo una copia de la secuencia objetivo como plantilla (Metzker & Caskey, 

2009). 

2. Un par de cebadores u oligonucleótidos: Deben ser cortos, monocatenarios y 

complementarios a los fragmentos de interés. Las reacciones estándar contienen 0.1 
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- 0.5 μM de cada cebador, que es suficiente para 30 ciclos de amplificación de un 

segmento de ADN de 1 kb (Metzker & Caskey, 2009). 

3. ADN polimerasa termoestable: Es esencial para catalizar la síntesis de ADN, Debe 

tener la capacidad de soportar las temperaturas de desnaturalización (94-95ºC). 

Generalmente, se utiliza la Taq ADN polimerasa aislada de la bacteria termofílica 

Thermus aquatics. Para una reacción estándar de 25-50 μl, se utilizan 0.5-0.25 

unidades de esta enzima (Metzker & Caskey, 2009). 

4. Desoxinucleósidos trifosfatos (dNTPs): Generalmente se utilizan concentraciones 

equimolares de dCTP (trifosfato de desoxicitidina), Dttp (trifosfato de 

desoxitimidina), dATP (trifosfato de desoxiadenosina) y dGTP (trifosfato de 

desoxiaguanosina) (200-250 μM cada uno). Estos dNTP están disponibles 

comercialmente y se suministran como mezclas libres de pirofosfato (Metzker & 

Caskey, 2009). 

5. Cationes divalentes: Usado para la actividad de las polimerasas termoestables, el cual 

se une a los dNTPs y los oligonucleótidos. La concentración molar de catión debe 

exceder la concentración molar de grupos fosfato en los dNTP y los cebadores juntos. 

Se usa habitualmente una concentración de 1.5 mM de Mg+2. Su exceso provoca la 

acumulación de productos de amplificación inespecíficos y su insuficiencia reduce 

el rendimiento (Rittié & Perbal, 2008) 

6. Solución tampón: Utilizado para mantener el pH de la mezcla de reacción (8.3 - 8.8). 

  

 Procedimiento 

Inicialmente, el ADN que se va a utilizar debe ser de buena calidad y encontrarse en buen 

estado. Por otro lado, la amplificación se logra mediante la repetición de un ciclo 

formado por tres etapas: 

1ª Desnaturalización del ADN molde por acción del calor 

2ª Hibridación de los cebadores a la zona 3´específica de cada una de las hebras 

3ª Extensión del cebador por la DNA polimerasa termoestable 
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En el primer paso (desnaturalización) la cadena de doble hélice de ADN se separa en dos 

hebras. La separación se realiza debido a la acción de altas temperaturas (93-97ºC sobre 

la cadena.  Posteriormente, se renaturalizará cuando la temperatura disminuya (Mas et 

al., 2001). 

En el segundo paso (hibridación) los cebadores se alinean a las zonas 3´ complementarias 

al fragmento que se va a amplificar. Para ello, se realiza una disminución de la 

temperatura que varía entre 50-65ºC, dependiendo de las secuencias y el tamaño de los 

cebadores (Ehtisham et al., 2016).  

La tercera etapa (elongación), es catalizada por la enzima ADN polimerasa e inicia a 

partir de los cebadores. Una vez alineados los cebadores a la cadena molde, inicia la 

síntesis de la nueva cadena sencilla (produciéndose un fragmento de doble cadena por la 

complementariedad) en la dirección 5´-> 3´, mediante la incorporación de los 

desoxinucleótidos fosfato presentes en el medio (Mas et al., 2001; Ehtisham et al., 2016).  

 TRFLP (Polimorfismos de la longitud del fragmento terminal de restricción) 

Es un método de biología molecular que permite evaluar la composición y diversidad de 

las comunidades de microorganismos (Liu et al., 1997). Según Dickie & FitzJohn, 

(2007), también se puede aplicar para estudiar la ecología de hongos micorríticos. Esta 

técnica está basada en los polimorfismos de la longitud del fragmento terminal que existe 

entre diferentes secuencias de fragmentos de ADN, pertenecientes a la misma subunidad 

del ARN ribosomal. Consiste básicamente en aislar una muestra de ADN que codifica 

para una región de la subunidad pequeña del ARN ribosomal mediante la amplificación 

por PCR, utilizando un par de cebadores sintetizados a partir de una región conservada 

y marcados con un fluorescente. Posteriormente, el producto PCR se digiere con enzimas 

de restricción que permiten establecer diferencias entre las especies que componen la 

muestra de ADN. Finalmente, se realiza el análisis, mediante la fluorescencia que emiten 

los fragmentos que fueron alineados con los cebadores marcados, estos tamaños se 

comparan con un banco de datos que contienen las secuencias y tamaños teóricos de cada 

especie. Mediante este método se establece la riqueza de especies que están componiendo 

una muestra, aunque también se podría evaluar la abundancia mediante la intensidad de 

emisión de fluorescencia (Vengatesen et al., 2019). 
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c. Metodologías combinadas 

Finalmente, dentro de las metodologías que combinan la PCR y la hibridación tipo Southern, 

están los RAHM y RAMPO (amplificación aleatoria del polimorfismo de microsatélites) 

(Solís et al., 2005). 



  

 

III. METODOLOGÍA 

3.1.ÁREA DE ESTUDIO 

El presente trabajo se realizó en el departamento de San Martín, situado en la parte 

nororiental del territorio peruano. Limita con los departamentos de Loreto (Este), Amazonas 

(Norte), La Libertad (Oeste) y Huánuco (Sur). La región se encuentra ubicada en la selva 

alta, con coordenadas de 7°12′ latitud sur  76°48′ longitud oeste.  

Las muestras se colectaron de cuatro diferentes provincias caracterizadas por presentar la 

mayor producción del cultivo de sacha inchi en la región San Martín (Figura 1). De cada 

provincia se escogió una localidad caracterizada por presentar dos parcelas contiguas, una 

con plantas menores a un año de edad y la otra con plantas mayores a tres años de edad.   La 

información de las zonas muestreadas se detalla en la Tabla 1. De cada parcela se escogieron 

4 plantas aleatoriamente que fueron rotuladas y codificadas. La codificación de cada planta 

se realizó en base al nombre de la provincia, localidad, rango de edad y número de planta. 

Por otro lado, se generó una base de datos a partir de la información obtenida de la ubicación, 

especies alrededor y asociados al cultivo de sacha inchi, tutoraje y área de cada parcela 

(anexo 1). 

Tabla 1. Ubicación espacial de las parcelas de sacha inchi muestreadas en la región de San 

Martín 

Departamento Provincia Localidad 

Georreferencia 

(UTM) Altitud 

(m) 

Este Norte 

San Martín Lamas Paucarpata 0331070 9287544 462 

San Martín El Dorado Cashnahuasi 0294262 9286934 900 

San Martín Picota San Antonio 0366448 9226536 250 

San Martín Bellavista Nuevo  Progreso 0348625 9207226 305 

http://tools.wmflabs.org/geohack/geohack.php?language=es&pagename=Departamento_de_San_Mart%C3%ADn&params=-7.2_N_-76.8_E_type:city
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Figura 1. Ubicación de las parcelas muestreadas de sacha inchi  en cuatro provincias de la 

región San Martín (Fuente: Instituto Nacional de Estadística e Informática - Censos Nacionales 

de Población y Vivienda). 

Por otro lado, el procesamiento de muestras y el trabajo de caracterización molecular se 

realizaron en el Laboratorio de Biología y Genética Molecular (LBGM) de la Universidad 

Nacional de San Martin, con coordenadas 6°29′05″ latitud sur y  76°22′40″ longitud oeste, 

en la ciudad de Tarapoto ubicada en la selva nororiental peruana.  

3.2.MUESTREO DE SUELOS Y RAÍCES  

3.2.1. Obtención de material biológico  

La colección de muestras, se realizó en cuatro provincias. De cada provincia se eligieron dos 

parcelas de sacha inchi, diferenciadas por la edad del cultivo. Una con plantaciones menores 

a un año de edad y la otra con plantas mayores a tres años (Tabla 2). El criterio que se utilizó 

para elegir los predios se basó en la ubicación contigua de estas dos parcelas productoras de 

diferentes edades en cada localidad de muestreo. De cada parcela, se seleccionaron 

aleatoriamente cuatro plantas distanciadas 15 m aproximadamente, que fueron codificadas 

y georreferenciadas (anexo 1).  

 

 

 

http://tools.wmflabs.org/geohack/geohack.php?language=es&pagename=Universidad_Nacional_de_San_Mart%C3%ADn_(Per%C3%BA)&params=-6.4848428_N_-76.3777414_E_type:edu
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Tabla 2. Edad de plantaciones de sacha inchi ubicadas en ocho parcelas en cuatro localidades 

de la región San Martín 

Provincia  Localidad Parcela Rango de edad (años) 
Edad del cultivo 

(años) 

Lamas Paucarpata 
1 A (menor a un año) 1  

2 B (mayor a tres años) 4  

El Dorado Cashnahuasi 
3 A (menor a un año) 1 

4 B (mayor a tres años) 6 

Picota San Antonio 
5 A (menor a un año) 0.5 

6 B (mayor a tres años) 3.5  

Bellavista Nuevo Progreso 
7 A (menor a un año) 0.25 

8 B (mayor a tres años) 5 

Una vez seleccionadas las plantas, se eligieron tres puntos de submuestreo ubicados 

horizontalmente a 15 cm del tallo principal. De cada planta se extrajeron aproximadamente 

20 g de raíces (secundarias y raicillas), a una profundidad de 0 a 15 cm de y 2 kg de suelo 

rizosférico de 5 a 25 cm de profundidad (Modificado de Varela-Cervero et. al, 2016).  

Posteriormente, cada muestra de suelo fue separada en una bolsa de polietileno y las de raíz 

en un sobre de papel debidamente codificado. Finalmente se transportaron al laboratorio en 

una caja con hielo para su posterior análisis. Una vez llegado al laboratorio, se almacenaron 

en un refrigerador a 4°C hasta tres días después de la extracción de la muestra. 

3.3.PROCESAMIENTO DE MUESTRAS 

Las muestras fueron inmediatamente procesadas en el Laboratorio de Biología y Genética 

Molecular de la Universidad Nacional de San Martín (LBGM - UNSM). Las raíces finas se 

lavaron con agua de caño, se enjuagaron con agua destilada y fueron secadas con papel 

absorbente, luego se cortaron en segmentos de entre 0.5 y 1 cm y fueron homogeneizadas 

por cada planta.  Las raíces de 1cm, se utilizaron para determinar el porcentaje de 

colonización (500 mg). Estas se conservaron en alcohol etílico al 70% hasta su 

procesamiento. Posteriormente, se seleccionaron las raíces más pequeñas, delgadas y mejor 

conservadas. A partir de estas, se pesaron de 2 a 3 alícuotas de 200 mg cada una (peso fresco) 

y se colocaron en un sobre de papel aluminio. Finalmente, se colocaron en un congelador a 

-80°C hasta la extracción de ADN (Modificado de Sánchez-Castro et al., 2017). 
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Por otra parte, la muestra de suelo, fue tamizado con una apertura de malla de entre 2 a 5 

mm, para eliminar raíces, piedras, etc. Posteriormente, el suelo tamizado fue secado a 

temperatura ambiente durante 48 horas. 

3.4.ANÁLISIS FÍSICO-QUÍMICO DEL SUELO 

El análisis se realizó en el Laboratorio de Análisis de Suelos, Plantas, Aguas y Fertilizantes 

de la Facultad de Agronomía de la Universidad Nacional Agraria la Molina (LASPAF – 

UNALM).  Los parámetros que se determinaron fueron los siguientes: pH, conductividad 

eléctrica, contenido de fósforo, potasio, carbonatos de calcio, materia orgánica, textura, CIC, 

cationes cambiables y porcentaje de nitrógeno. 

3.5.DETERMINACIÓN DEL PORCENTAJE DE COLONIZACIÓN DE HMA A LA 

RAÍZ 

Para realizar la tinción de raíces se utilizó la metodología propuesta por Phillips y Hayman 

(1970) modificada por Vierheilig et al., (1998). Las raíces fueron colocadas en un tubo de 

ensayo; a estas se añadió hidróxido de potasio al 10% y se colocaron en baño María durante 

45 minutos a 90°C. Posteriormente, se añadió peróxido de hidrógeno (30 vol) a cada tubo, 

se dejó reposar por 1 minuto a temperatura ambiente, se descartó la solución y se realizaron 

tres lavados. 

Una vez lavadas las raíces, se vertió tinta Parker Quink (5.7%) en cada tubo, se dejó reposar 

por 15 minutos a temperatura ambiente y otros 15 en baño María. Posteriormente, se descartó 

la tinta y se lavaron dos veces con lactoglicerol. Las raíces permanecieron una noche en 

lactoglicerol. 

La evaluación de colonización micorrízica se realizó de acuerdo a la metodología propuesta 

por Brundrett et al. (1996). Inicialmente, se escogieron aleatoriamente por planta, 20 raíces 

de 1cm de longitud. Estas fueron montadas en una lámina portaobjetos. 

Una vez montadas las muestras, se observó al microscopio con un aumento de 20x, 

estableciéndose 20 campos superiores, 20 medios y 20 inferiores, haciendo un total de 60 

campos a observar. En cada campo se revisó la presencia o ausencia de estructuras 

micorrízicas como hifas, vesículas o arbúsculos. Finalmente, se contaron las estructuras 
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presentes y se dividió entre el número total de observaciones, correspondientes a los 60 

campos. 

3.6.PROCEDIMIENTOS BASADOS EN TÉCNICAS DE BIOLOGÍA MOLECULAR 

3.6.1. Extracción de ADN  

La extracción de ADN, se realizó mediante el método de CTAB 

(Cetyl Trimethyl Ammonium Bromide.), siguiendo el protocolo propuesto por Doyle & 

Doyle (1987). Inicialmente, las alícuotas de raíces congeladas, fueron trituradas en un tubo 

con ayuda de un pilón en nitrógeno líquido. A partir de este producto, se pesaron 100 mg de 

tejido triturado y se colocaron en tubos de 2 ml. A cada tubo, se vertió 200 μl del buffer 

CTAB a 60°C, se agregó 2 µl de β-mercaptoetanol y se homogeneizó la mezcla haciendo 

uso de un pilón, hasta conseguir una consistencia pastosa, este procedimiento se realizó con 

el fin de romper las membranas de las células y evitar la actividad de nucleasas. 

Posteriormente, se agregó 10 μl de proteinasa K (-20°C) a cada tubo, se mezcló y se colocó 

en baño María a 60°C durante toda la noche; con el fin de degradar las proteínas que estén 

adheridas al ADN y precipitar este último. 

Al día siguiente, se añadió 1 ml de cloroformo a cada tubo, se mezcló suavemente por 

inversión durante 5 minutos y se centrifugó a 8000 rpm durante 5 minutos, para eliminar las 

proteínas que se encuentran en la solución. Se retiraron 500 μl de sobrenadante y se 

colocaron en tubos de 1.5 ml.  Posteriormente, se adicionaron 750 μl de isopropanol frio, se 

mezcló suavemente por inversión durante 2 minutos y se congeló durante dos horas a -20°C, 

para precipitar el ADN. Luego se centrifugó a 13000 rpm por 5 minutos y se desechó el 

líquido sin perder el pellet de ADN.  Este último se lavó dos veces con 750 μl de etanol frio 

al 70%, se centrifugó a 3000 rpm durante 15 minutos y se desechó el sobrenadante. El pellet 

sedimentado, fue secado a temperatura ambiente durante 3 horas. 

Finalmente, se resuspendió el pellet en 30 μl de agua grado molecular y se colocó en la 

refrigeradora a 4°C durante dos horas. Cumplido el tiempo, se agitó suavemente y se 

almacenó a -20°C.  
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3.6.2. Amplificación en PCR (Reacción en Cadena de la Polimerasa) 

El ADN extraído, comprende una mezcla de ADN de todos los organismos que se encuentran 

en la raíz, incluyendo a la planta. Por ello, se realizó la amplificación de fragmentos de ADN 

de HMA, utilizando marcadores genéticos (cebadores) específicos, mediante la técnica de 

PCR anidado (dos reacciones).  

PCR1: Se realizó para amplificar el ADN de organismos pertenecientes a la división 

Glomeromycota, a partir de una región parcial del ADN ribosómico de 1800 pb. Esta región 

fue amplificada usando 0.4 μM de los cebadores SSUmAr y LSUmAf (Krüger et al., 2009), 

0.02 U/μl de la polimerasa Taq KOD, 1X de buffer para KOD DNA polymerase, 1.5 mM de 

cloruro de magnesio, 0.4 mM de DNTPs y 0.375 ng/μl de ADN, para un volumen final de 

10 μl. Esta amplificación se realizó en un termociclador automático con gradiente 

(Mastercycler, Eppendorf), con las siguientes condiciones: desnaturalización inicial a 95°C 

durante 5 minutos, 40 ciclos de desnaturalización a 95°C durante 30 segundos, hibridación 

a 58°C durante 45 segundos y elongación 75°C durante 2 minutos; finalmente una 

elongación a 72°C durante 10 minutos. 

PCR2: Se realizó para amplificar una región parcial de la subunidad grande del ADN 

ribosómico obtenido de la primera PCR, de un tamaño aproximado de 450 pb. Para 

amplificar esta región, se utilizaron 0.2 μM de los cebadores FLR3 y NDL22, el primero 

eucariótico y el segundo específico para HMA, de la región LSU (Van Tuinen, 1998: 

Lekberg, 2012); 0.5 μl de ADN producto del PCR inicial, 0.02 U/ μl de la polimerasa Taq 

PLATINUM, 1X de buffer PLATINUM Taq Hi Fi, 2mM de sulfato de magnesio, 0.2 mM 

de dNTPs, para un volumen final de 25 μl. Las condiciones de PCR fueron las siguientes: 

desnaturalización inicial a 94°C durante 2 minutos, 33 ciclos de desnaturalización a 94°C 

durante 30 segundos, hibridación a 62°C durante 30 segundos y elongación 68°C durante 40 

segundos; finalmente una elongación a 68°C durante 10 minutos. 

3.6.3. Electroforesis en gel de agarosa 

Se realizó una electroforesis para confirmar la presencia de los fragmentos de interés. La 

corrida se realizó en un gel al 1.2% de agarosa, buffer TAE 1X y con las siguientes 

condiciones: 100 V, 180 mA y durante 30 minutos. Para este fin, se tomaron 5 μl de producto 

PCR II, mezclado con 2 μl de diamond y 2 μl de azul de bromofenol. El reactivo diamond, 

es un tinte fluorescente que se adhiere al ADN, lo cual permite su observación con luz UV 
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o azul; mientras que el azul, sirve como buffer de carga del ADN. Posteriormente se 

confirmaron en un fotodocumentador. 

3.6.4. Mezcla equimolar y purificación del producto PCR 

La mezcla se realizó a partir de los 32 productos de PCR II. Se colocaron 4 μl de cada 

muestra en un solo tubo de 0.2 ml y se homogeneizó con ayuda de una micropipeta, 

obteniéndose de esta manera 128 μl de mezcla final.  

Posteriormente se realizó una corrida electroforética en un gel de agarosa estéril al 1.2%, 

buffer TAE 1X y con las siguientes condiciones: 100 V, 180 mA y durante 60 minutos.   

Una vez obtenidos los fragmentos se realizó la purificación de ADN a partir del gel de 

agarosa, utilizando el KIT GFX PCR DNA and GEL BAND PURIFICATION (GE Healthcare 

Life Sciences). Para ello, con la ayuda de un bisturí se extrajo la banda de interés, se colocó 

en un tubo y se pesó y se realizó el procedimiento según las instrucciones del fabricante 

(anexo 2). Este kit, posee unos filtros que retienen las moléculas de ADN, posibilitando la 

eliminación de los restos de agarosa y el lavado del mismo. Finalmente se reservó el producto 

obtenido, el cual fue almacenado a -20°C para usos posteriores.  

3.6.5. Ligación y transformación bacteriana 

La ligación, consiste en insertar el fragmento de interés en un vector o molécula 

transportadora. El producto ligado se introduce en la bacteria, la cual posteriormente se 

multiplica, replicando el plásmido insertado. 

La reacción de ligación se realizó con el ADN purificado y el vector pCR 2.1 del kit de 

clonación TA cloning (Invitrogen, Carlsbad, CA, EE.UU.). Para ello el ADN fue diluido a 

5.8 ng/μl, ya que, según el manual del vector, esta cantidad se determina en base a la 

siguiente fórmula:  

X ng de producto PCR =
Ypb de producto PCR X 50 ng de vector

Tamaño en pb de PCR vector (3900)
  = 

450x50

3900 
 = 5.76 

Posteriormente se preparó la reacción, siguiendo las instrucciones del fabricante (anexo 3).  

Para realizar la transformación bacteriana, se utilizó 1 μl de reacción de ligación y las células 

químicamente competentes de E. coli One Shot TOP10 (Invitrogen, Carlsbad, CA, EE.UU.). 
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Esta reacción se realizó siguiendo las instrucciones del fabricante (anexo 4). Posteriormente, 

para introducir el plásmido en la bacteria, se realizó un shock térmico, colocando el vial con 

bacterias 1 minuto en hielo, 30 segundos en baño María a 42°C y 30 segundos adicionales 

en hielo. 

Finalmente se sembraron las bacterias en medio LB (10 g de triptona, 5 g de extracto de 

levadura y 10 g de NaCl y 15 g de agar en 950 ml de agua desionizada), conteniendo 

adicionalmente 25 μl de X-gal (50 mg/ml) y kanamicina (50 mg/ml). La incubación se llevó 

a cabo a 37°C y durante 16 horas. 

3.6.6. Selección de colonias positivas 

Para diferenciar las colonias positivas, se utilizó el antibiótico kanamicina (50 mg/ml) y el 

compuesto orgánico X-gal (40 mg/ml). El primero para seleccionar las bacterias que 

contengan el plásmido, ya que este último contiene un gen de resistencia al antibiótico. De 

este modo, solo crecerán aquellas bacterias que fueron transformadas. Sin embargo, dentro 

de las bacterias transformadas, se encuentran aquellas que contienen el vector solo y otras el 

vector ligado al fragmento de interés. Para distinguirlas, se utilizó el X-gal (5-bromo-4-

cloro-3-indolil-β-D-galactopiranósido), el cual da una coloración azul a aquellas colonias 

que contienen solo el vector cerrado, ya que estos contienen el gen lacZ, el cual es un 

inductor de la enzima  β-galactosidasa, que hidroliza al X-gal en dos compuestos, uno de 

ellos al oxidarse, genera una coloración azul en las colonias transformadas sin el inserto. Por 

otro lado, las colonias de color blanco, son las positivas, es decir que contienen el inserto de 

interés. De esta forma, se seleccionaron 101 las colonias blancas para continuar con los 

análisis posteriores. 

3.6.7. PCR de confirmación de clones con Taq KOD y cebadores FLR3 y NDL22  

Una vez seleccionadas las colonias positivas, se realizó una PCR de confirmación. Para ello 

se enumeraron y se realizó la suspensión bacteriana de una porción de cada colonia en 10 μl 

de agua ultrapura. La amplificación se llevó a cabo utilizando 0.5 μl de la suspensión, 0.02 

U/μl de la polimerasa KOD, 1X de buffer, 1.5 mM de cloruro de magnesio, 0.2 mM de 

DNTPs, 0.2 μM de los cebadores FLR3 y NDL22 (Van Tuinen, 1998: Lekberg, 2012). 

Las condiciones de PCR fueron las siguientes: Desnaturalización inicial a 95°C durante 5 

minutos, 33 ciclos de desnaturalización a 95°C durante 30 segundos, hibridación a 62°C 

https://es.wikipedia.org/w/index.php?title=LacZ&action=edit&redlink=1
https://es.wikipedia.org/wiki/%CE%92-galactosidasa
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durante 30 segundos y elongación 72°C durante 40 segundos; finalmente una elongación a 

72°C durante 10 minutos. 

Para confirmar la presencia de los amplicones, se realizó la corrida en un gel de agarosa. 

Para ello, se tomaron 5 μl de producto PCR de cada muestra, se mezcló independientemente 

con 2 μl de diamond y 2 μl de azul de bromofenol y se cargaron en geles preparados con 

agarosa al 1.2% y buffer TAE 1X. Las condiciones de corrida fueron las siguientes: 100 V, 

180 mA y durante 30 minutos. Posteriormente se observaron los resultados en un 

fotodocumentador y se discriminaron las bandas según su nitidez. Producto de esta 

evaluación, se escogieron 71 colonias, para continuar con los análisis posteriores. 

3.6.8. Extracción de ADN plasmídico y secuenciamiento 

La extracción de ADN plasmídico, se realizó a las 71 colonias seleccionadas. Para ello se 

utilizó el Kit de miniprep QIAPREP (QIAGEN), siguiendo las instrucciones del fabricante 

(anexo 5). Este ADN puro, fue enviado a corporación Macrogen Inc. Korea, para ser 

secuenciado. 

3.6.9. Análisis bioinformático 

a. Selección de clones y construcción de biblioteca de clones 

Del total de clones secuenciados, se seleccionaron aquellos clones que presentaron buena 

calidad de secuenciamiento y se descartaron las que mostraron errores y mala calidad. La 

biblioteca, se elaboró a partir de los clones seleccionados.  

b. Determinación de Unidades Taxonómicas Operativas (OTU´S)  

Las 63 secuencias seleccionadas fueron agrupadas mediante dos enfoques, el primero según 

la similaridad al 97% (árbol filogenético) y el segundo según el ancestro común mediante 

grupos o clados monofiléticos (red filogenética). Esta última agrupación considera el grado 

de parentesco entre las secuencias y definió los OTU´s o filotipos.    

 Elaboración del árbol filogenético  

Inicialmente, se alinearon las secuencias obtenidas a partir de los clones, juntamente con 

secuencias de otras especies de HMA disponibles en la base de datos de GenBank 

(NBCI), en el programa online MEGA X versión 10.0.5. (Tamura et al., 2007), 
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eliminando las secuencias pertenecientes a los cebadores. Luego, se realizó un 

agrupamiento inicial al 97% de similaridad (Lekberg et al. 2012), mediante el algoritmo 

de unión de vecinos cercanos, el parámetro Kimura-2 como modelo de sustitución y 1000 

replicaciones como bootstrap. 

 Elaboración de la red filogenética  

Una vez determinadas las secuencias representativas por cada OTU, se elaboró la red 

filogenética en el programa SplitsTree versión 4.14.8. Este método permitió realizar un 

agrupamiento más general, bajo el enfoque de clados monofiléticos, que muestra la 

proximidad entre las ramas e involucra un agrupamiento en menos del 97% de similitud 

(Lekberg et al., 2012). Asimismo, mejora la capacidad de comprender la ecología de los 

grupos de secuencias (Powell et al., 2011). Posteriormente, se definieron los nuevos 

OTU´s o filotipos, agrupando los clones representativos. 

c. Análisis de rarefacción  

Con el fin de determinar la cantidad óptima de clones secuenciados, se realizó la curva de 

rarefacción. Esta curva indica el porcentaje de cobertura de unidades taxonómicas que 

representa el número de clones. Un porcentaje mayor al 70%, indica que los clones 

secuenciados representan significativamente a la cantidad de unidades taxonómicas y que 

éstas son suficientes para continuar con el estudio. Dicho análisis se realizó con el programa 

R versión 3.5.3. 

d. Alineamiento de secuencias 

De cada filotipo, se seleccionó una secuencia representativa, estas secuencias fueron 

comparadas a otras pertenecientes a la región 28S del ARNr, mediante la opción BLAST del 

banco de datos GenBank. Finalmente, se renombraron en función a la familia a la que 

pertenecen según el alineamiento.  
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3.6.10. Procedimientos basados en T-RFLP (Terminal Restriction Fragment Length 

Polimorphism)  

a. Selección de enzimas de restricción 

Para el presente trabajo, se escogieron cuatro enzimas de restricción, con un sitio de 

reconocimiento diferente. Estas, fueron utilizadas en simultáneo para la digestión de cada 

muestra. Para ello se realizó una serie de corrida de datos. Inicialmente, se realizó un 

alineamiento con el programa online MAFFT versión 6.864. Para este fin se modificó el 

nombre de cada secuencia indicando el número de OTU y el nombre de la muestra 

respectiva. Estos nombres fueron editados en un bloc de notas y se guardó en formato 

FASTA. 

Una vez alineadas las secuencias, se realizó la selección de las enzimas de restricción, 

mediante el programa online REPK versión 1.3 (Collins & Rocap, 2007). Este programa, 

dio a conocer la combinación ideal de cuatro enzimas y sus isómeros que permitieron 

diferenciar los OTU´S, mediante distintos patrones de corte.   

Posteriormente, con el fin de determinar los tamaños de corte de cada enzima, se realizó una 

corrida de datos en el programa TriFle (Junier et al., 2008), el cual simuló los cortes, en base 

a los cebadores con los que se está trabajando, las secuencias alineadas y las enzimas 

seleccionadas. Finalmente se seleccionaron las enzimas de restricción Hpy8I, BsedI, AanI y 

TaiI. 

b. Obtención de ADN de HMA puro 

 PCR de ADN extraído con CTAB  

Inicialmente, se realizó una PCR anidada, para obtener los amplicones deseados. La 

primera reacción se preparó utilizando 0.4 μM de los cebadores SSUmAr y LSUmAf 

(Krüger et al., 2009), 0.02 U/μl de la polimerasa Taq KOD, 1X de buffer para KOD 

DNA polymerase, 1.5 mM de cloruro de magnesio, 0.4 mM de DNTPs y 0.375 ng/μl de 

ADN, para un volumen final de 10 μl. Esta amplificación se realizó un termociclador 

automático con gradiente (Mastercycler, Eppendorf), con las siguientes condiciones: 

desnaturalización inicial a 95°C durante 5 minutos, 40 ciclos de desnaturalización a 95°C 

durante 30 segundos, hibridación a 58°C durante 45 segundos y elongación 75°C durante 

2 minutos; finalmente una elongación a 72°C durante 10 minutos. 
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La segunda reacción, se realizó utilizando 1 μl de ADN producto del PCR inicial, 0.2 

μM de los cebadores FLR3 y NDL22, 0.02 U/μl de la polimerasa Taq PLATINUM, 1X 

de buffer PLATINUM Taq Hi Fi, 2mM de sulfato de magnesio, 0.2 mM de DNTPs, para 

un volumen final de 40 μl. Las condiciones de PCR fueron las siguientes: 

desnaturalización inicial a 94°C durante 2 minutos, 33 ciclos de desnaturalización a 94°C 

durante 30 segundos, hibridación a 62°C durante 30 segundos y elongación 68°C durante 

40 segundos; finalmente una elongación a 68°C durante 10 minutos. 

 Electroforesis en geles de agarosa 

La corrida se realizó en un gel al 1.2% de agarosa, buffer TAE 1X y con las siguientes 

condiciones: 100V, 180mA y durante 30 minutos. Para este fin, se tomaron 40 μl de 

producto PCR II, mezclado con 3 μl de diamond y 3 μl de azul de bromofenol y se sembró 

el total de mezcla obtenido, en cada pocillo. Posteriormente se confirmaron en un 

fotodocumentador. 

 Purificación del producto PCR 

Para realizar la purificación, se utilizó el KIT GFX PCR DNA and GEL BAND 

PURIFICATION. Para ello, con la ayuda de un bisturí se extrajo la banda de interés, se 

colocó en un tubo y se pesó y se realizó el procedimiento según las instrucciones del 

fabricante (anexo 2). El producto obtenido, fue almacenado a -20°C para un PCR 

posterior con los cebadores marcados. 

e. Amplificación de ADN con cebadores marcados mediante PCR 

A partir del producto purificado, se realizaron cuatro PCR´s independientes por muestra. 

Para cada una se tomaron 2 μl de ADN (10 ng/μl) y se preparó la mezcla, utilizando 0.2 μM 

de los cebadores FLR3 (dos marcados con FAM y los otros dos con PET) y NDL22, 0.02 

U/μl de la polimerasa Taq PLATINUM, 1X de buffer PLATINUM Taq Hi Fi, 2 mM de 

sulfato de magnesio y 0.2 mM de DNTPs, para un volumen final de 20 μl. De este producto, 

se tomaron 5 μl para ser confirmados en gel de agarosa al 1.2%, con condiciones similares 

a la anteriormente descrita. 
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f. Proceso de digestión enzimática 

Para iniciar con este procedimiento, inicialmente se seleccionaron dos tintes fluorescentes, 

los cuales marcaron al cebador FLR3. Uno de color azul y el otro de color rojo. Estos tintes, 

se utilizaron para conocer los tamaños de fragmentos obtenidos a partir de la digestión 

enzimática y que fueron sometidos al analizador de picos. Estos picos se observan en función 

a la coloración de dichos marcadores. Por otro lado, cada tinte se utilizó para marcar los 

productos digeridos con dos enzimas. El tinte FAM (azul) marcó a las digestiones con las 

enzimas Hpy8I y BsedI y PET (rojo), a las digestiones con las enzimas AanI y TaiI. 

La digestión enzimática, se realizó partir del producto obtenido de la última PCR. Para ello 

se realizó la siguiente mezcla: 

 Enzima Hpy8I + producto PCR marcado con FAM: 

En un tubo de 1.5 ml, se mezcló 15 μl de producto PCR, 18 μl de agua grado molecular, 

2 μl de buffer TANGO y 2 μl de enzima Hpy8I. Se agitó suavemente e incubó a 37°C 

durante 16 horas. Finalmente se inactivó incubando a 80°C durante 20 minutos. 

 Enzima BsedI + producto PCR marcado con FAM: 

En un tubo de 1.5 ml, se mezcló 15 μl de producto PCR, 18 μl de agua grado molecular, 

2 μl de buffer TANGO y 2 μl de enzima BsedI. Se agitó suavemente e incubó a 55°C 

durante 16 horas. Finalmente se inactivó incubando a 80°C durante 20 minutos. 

 Enzima AanI + producto PCR marcado con PET 

En un tubo de 1.5 ml, se mezcló 15 μl de producto PCR, 18 μl de agua grado molecular, 

2 μl de buffer TANGO y 2 μl de enzima AanI. Se agitó suavemente e incubó a 37°C 

durante 16 horas. Finalmente se inactivó incubando a 65°C durante 20 minutos. 

 Enzima TaiI + producto PCR marcado con PET 

En un tubo de 1.5 ml, se mezcló 15 μl de producto PCR, 18 μl de agua grado molecular, 

2 μl de buffer R y 2 μl de enzima TaiI. Se agitó suavemente e incubó a 65°C durante 16 

horas. Finalmente se inactivó mediante la purificación de ADN. 
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g. Confirmación de la digestión enzimática en gel de agarosa al 1% 

Para confirmar el éxito de las digestiones, se realizó una corrida electroforética en gel de 

agarosa al 1% y TAE 1X. Para ello se tomaron 5 μl de cada producto digerido y se mezcló 

independientemente con 2.5 μl de diamond y 2.5 μl de azul de bromofenol. Esta corrida se 

realizó bajo las siguientes condiciones: con las siguientes condiciones: 100 V,   y durante 30 

minutos. 

h. Mezcla de productos digeridos y purificación 

Una vez confirmada la digestión, se realizó la mezcla de productos digeridos. Por muestra, 

en un tubo se mezcló la digestión de Hpy8I marcado con FAM con la digestión de AanI 

marcado con PET; en otro tubo, la digestión de BsedI marcado con FAM con la digestión de 

TaiI marcado con PET. Este patrón de mezcla se realizó para todas las muestras. 

Posteriormente, se realizó una purificación de estos productos, debido a que cada mezcla 

contiene el producto digerido por dos enzimas, enzimas y reactivos de digestión. Para 

realizar este procedimiento se utilizó el kit de purificación QIAEX II Gel Extraction 

(QIAGEN), siguiendo las instrucciones del fabricante (anexo 6). Mediante este 

procedimiento, se retiraron todos los restos que están en solución juntamente con el ADN, 

mientras este último, quedó adherido a moléculas de sílice. Finalmente, se realizaron dos 

lavados que permitieron eliminar las moléculas de sílice, dejando en suspensión el ADN 

puro. 

i. Análisis de fragmentos 

Los productos purificados, fueron analizados en la corporación Macrogen Korea Inc, 

mediante el servicio Genescan. Posteriormente, los resultados fueron procesados, con el 

programa Peak Scanner versión 2.0. 
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3.7.ANÁLISIS DE RIQUEZA 

3.7.1. Identificación de OTU´s 

Las secuencias representativas, fueron identificadas mediante la comparación con 

secuencias pertenecientes a la región del ARN ribosomal 28S de otras especies de HMA 

registradas en la base de datos de GenBank.  

3.7.2. Determinación de filotipos 

Para coincidir los tamaños de picos obtenidos por el programa Peak Scanner (Versión 3.5.3) 

y los tamaños teóricos de los clones (secuencias representativas), se utilizó el paquete 

TRAMPR (FitzJohn & Dickie 2007), de R versión 3.5.3 (R Core Team, 2019), teniendo 

como nivel de umbral, tres pares de base. Asimismo, se eliminaron todos aquellos 

fragmentos menores a 65 y mayores a 460 pares de base, similares a los tamaños teóricos.  

3.7.3. Análisis de riqueza de OTU´s 

Los datos obtenidos a partir de las comparaciones de tamaños de fragmento, fueron 

organizados en una matriz de presencia / ausencia de OTU´s de cada muestra. A partir de 

este gráfico se calculó la riqueza (S) o número de OTU´s presentes en cada muestra. 

3.8.ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

3.8.1. Comparación de medias de las características fisicoquímicas del suelo 

Para determinar la existencia de diferencias estadísticas entre las variables fisicoquímicas 

del suelo, de acuerdo a la localidad de muestreo y la edad de la plantación, se realizó un 

análisis de comparación de medias de cada variable cuantitativa mediante la prueba de Tukey 

(p < 0.05). Este análisis se realizó utilizando el software Yupana (Lozano-Isla et al., 2018).  

3.8.2. Análisis de componentes principales en función de las localidades de muestreo 

y edades de las parcelas 

Inicialmente, se realizó un análisis exploratorio de datos, con el fin de seleccionar las 

variables que explican mejor la variabilidad de datos, en función a la localidad y edad de las 

parcelas. Para ello se elaboró un Análisis de Componentes Principales, para lo cual se 
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empleó el paquete estadístico FactoMineR, para la estandarización de los datos 

(Kassambara, 2017) del programa R versión 3.5.3 (R Core Team, 2019). En este análisis se 

representaron todas las variables cuantitativas obtenidas del muestreo en campo como 

características fisicoquímicas del suelo y la altitud de la parcela. Asimismo, se representaron 

los valores obtenidos de la investigación como el porcentaje de colonización y la riqueza de 

OTU´s de cada parcela. Para este análisis, se seleccionaron los dos primeros componentes 

que representan la mayor variabilidad de los datos (López-García et al., 2013). 

Adicionalmente, se representaron algunos valores en gráficos de puntos y barras, para 

observar con mayor claridad los resultados. 

3.8.3. Análisis de correlación múltiple de variables 

Para determinar el grado de correlación entre las variables estudiadas, se realizó un análisis 

de correlación múltiple utilizando el paquete estadístico corrplot (Wei et al., 2017) del 

programa R versión 3.5.3 (R Core Team, 2019). Este análisis consideró todas las variables 

cuantitativas correspondientes a las características fisicoquímicas del suelo y la altura de la 

parcela y los datos obtenidos de la determinación del porcentaje de colonización y riqueza. 

Por otro lado, se realizó un análisis de comparación de medias mediante la prueba de Tukey, 

para aquellas variables que presentaron una correlación significativa moderada, fuerte o muy 

fuerte (r ≥ 0.5) en función al grado de colonización de HMA y la riqueza de OTU´s (Martínez 

et al., 2009; Arévalo, 2016; Arias & Chillo, 2017 ). 

3.8.4. Análisis de conglomerados (clusters) 

El análisis de conglomerados, es una técnica multivariante que agrupa variables en función 

a la máxima similitud. Este análisis se utilizó para comparar las comunidades de HMA 

presentes en las raíces de cada planta de sacha inchi y para observar las diferencias o 

similitudes entre ellas. Este agrupamiento se llevó a cabo con el paquete estadístico 

factoextra (Kassambara & Mundt, 2019) del programa R versión 3.5.3 (R Core Team, 2019), 

utilizando una matriz de distancias en base al índice de Jaccard (Jaccard, 1908) y el método 

jerárquico Ward (Ward, 1963; citado por Murtagh & Legendre, 2011). 

 



  

 

IV. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

4.1.ANÁLISIS FISICOQUÍMICO DE LOS SUELOS 

4.1.1. Características generales 

Según Garrido, (1993) y Andrades & Martínez, (2014), el análisis de suelo realizado (anexo 

7), se puede interpretar de la siguiente forma: 

 Localidad Paucarpata – Lamas:  

Los suelos de las plantas pertenecientes al rango A (plantas de un año), se caracterizaron 

por ser básicos, no salinos, con una presencia alta de carbonatos de calcio, alto porcentaje 

de materia orgánica, de baja a media cantidad de fósforo, alta capacidad de intercambio 

catiónico, alta cantidad de potasio, alto porcentaje de nitrógeno y de textura franco 

arcilloso. 

Los suelos de las plantas pertenecientes al rango B (plantas de cuatro años), se 

caracterizaron por ser básicos, no salinos, con una presencia muy alta de carbonatos de 

calcio, alto porcentaje de materia orgánica, baja cantidad de fósforo, alta capacidad de 

intercambio catiónico, alta cantidad de potasio, alto porcentaje de nitrógeno y de textura 

franco arcilloso. 

 Localidad Cashnahuasi – El Dorado: 

Los suelos de las plantas pertenecientes al rango A (plantas de un año), se caracterizaron 

por ser de pH neutro, no salinos, con una presencia media de carbonatos de calcio, alto 

porcentaje de materia orgánica, de baja a media cantidad de fósforo, alta capacidad de 

intercambio catiónico, alta cantidad de potasio, alto porcentaje de nitrógeno y de textura 

franco arcilloso. 

Los suelos de las plantas pertenecientes al rango B (plantas de seis años), se 

caracterizaron por ser de pH neutro, no salinos, con una presencia baja de carbonatos de 

calcio, alto porcentaje de materia orgánica, baja cantidad de fósforo, alta capacidad 
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de intercambio catiónico, alta cantidad de potasio, alto porcentaje de nitrógeno y de 

textura franco arcilloso. 

 Localidad San Antonio – Picota 

Los suelos de las plantas pertenecientes al rango A (plantas de seis meses), se 

caracterizaron por ser básicos, no salinos, con una presencia alta de carbonatos de calcio, 

alto porcentaje de materia orgánica, baja cantidad de fósforo, alta capacidad de 

intercambio catiónico, alta cantidad de potasio, alto porcentaje de nitrógeno y de textura 

franco arcilloso. 

Los suelos de las plantas pertenecientes al rango B (plantas de tres años y seis meses), 

se caracterizaron por ser básicos, no salinos, con una presencia muy alta de carbonatos 

de calcio, porcentaje medio de materia orgánica, de baja cantidad de fósforo, alta 

capacidad de intercambio catiónico, alta cantidad de potasio, alto porcentaje de nitrógeno 

y de textura franco arcilloso. 

 Localidad Nuevo Progreso – Bellavista 

Los suelos de las plantas pertenecientes al rango A y rango B se caracterizaron por ser 

básicos, no salinos, con una presencia muy alta de carbonatos de calcio, alto porcentaje 

de materia orgánica, baja cantidad de fósforo, alta capacidad de intercambio catiónico, 

alta cantidad de potasio, alto porcentaje de nitrógeno y de textura arcilloso. 

 

 

 

 

 

 



  

42 

4.1.2. Comparación de medias de las variables fisicoquímicas 

De forma general, la tabla 3 muestra las características promedio de los suelos de cada 

parcela y la comparación de medias mediante la prueba de Tukey (p<0.05). Las variables, 

que presentaron diferencias significativas en función de la localidad fueron: pH, 

conductividad eléctrica, contenido de carbonato de calcio, materia orgánica, fósforo y 

potasio; concentración de calcio, magnesio, potasio y sodio y porcentaje de saturación de 

bases. En función a la variable edad, solo se observó diferencia significativa en las variables 

pH y contenido de fósforo en la localidad de Cashnahuasi – El Dorado. Por otro lado, las 

demás variables son estadísticamente similares a nivel de localidad y edad. 

Tabla 3. Análisis de suelo y comparación de medias de los parámetros fisicoquímicos del suelo 

de plantaciones productoras de sacha inchi de dos rangos de edad en cuatro localidades de la 

región San Martín 

Localidad 
Paucarpata - 

Lamas 

Cashnahuasi - El 

Dorado 

San Antonio – 

Picota 

Nuevo Progreso – 

Bellavista 

Rango de edad A B A B A B A B 

pH 7.7 ab 7.7 a 7.3 b 6.8 c 7.8 a 7.9 a 7.8 a 7.8 a 

C.E. (dS/m) 0.4 abc 0.4 abc 0.3 bc 0.3 c 0.5 ab 0.4 abc 0.4 abc 0.5 a 

CaCO3 (%) 14.5  c 17.7 bc 2.3 d 0.2 d 12.1 c 16.2 bc 23.2 ab 30.9 a 

M.O. (%) 4.8 b 4.6 b 8.1 ab 9.7 a 4.9 b 3.4 b 5.3 ab 4.7 b 

P (ppm) 8.9 ab 4.6 bc 11.9 a 6.5 bc 6.6 abc 4.3 bc 3.6 c 3.8 bc 

K (ppm) 353.3 b 256.8 b 459.8 b 421.8 b 889.5 a 858 a 439.3 b 492 b 

Textura 

Arena (%) 32.5 a 35.5 a 28.5 a 30 a 27 a 28.5 a 27.5 a 25 a 

Limo (%) 28 a 34 a 35.5 a 32 a 34 a 33.5 a 31.5 a 34 a 

Arcilla (%) 39.5 a 30.5 a 36 a 38 a 39 a 38 a 41 a 41 a 

CIC (meq/100g) 34.4 a 28.2 a 35.4 a 35.1 a 28.8 a 26 a 33.2 a 28.6 a 

Cationes 

cambiables 

Ca+2 30.3 a 24.9 ab 27.1 ab 26.1 ab 22.1 ab 19.8 b 27.8 ab 22.6 ab 

 mg+2 3.2 abc 2.5 c 2.6 bc 2.6 c 4.7 a 4 abc 4.4 ab 4.8 a 

K+ 0.8 b 0.7 b 1.1 b 0.9 b 1.9 a 2.0 a 0.9 b 1 b 

Na+ 0.1 ab 0.1 ab 0.1 b 0.1 ab 0.1 ab 0.2 ab 0.1 ab 0.2 a 

Suma    de Cationes 34.4 a 28.2 a 31 a 29.7 a 28.8 a 26 a 33.2 a 28.6 a 

Suma de Bases 34.4 a 28.2 a 31 a 29.7 a 28.8 a 26 a 33.2 a 28.6 a 

% Sat. De Bases 100 a 100 a 88.1 b 84.7 b 100 a 100 a 100 a 100 a 

N (%) 0.3 a 0.3 a 0.4 a 0.4 a 0.3 a 0.3 a 0.4 a 0.4 a 

A = Plantas menores de 1 año, B = Plantas mayores de 3 años 
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4.2.DETERMINACIÓN DE UNIDADES TAXONÓMICAS (OTU´s) 

4.2.1. Biblioteca de secuencias 

A partir del secuenciamiento de los clones, se obtuvieron un total de 72 secuencias, de las 

cuales se seleccionaron 63 (87.5%), correspondientes al phyllum Glomeromycota; las 

restantes pertenecieron a otros organismos o mostraron errores de secuenciamiento.  

4.2.2. Determinación de OTU´S 

a. Agrupamiento al 97% de similaridad 

Este enfoque considera agrupar las muestras que tienen 97% de similitud entre sus 

secuencias. Se representa gráficamente en un árbol filogenético anexado al presente informe, 

por tener un tamaño grande (anexo 8). Para resumir esta figura, se realizó un árbol, 

considerando solo las secuencias del estudio (Figura 2). El número de unidades taxonómicas 

inicialmente identificadas mediante este enfoque fueron 29. Cada secuencia fue nombrada 

según el número de clon (SACHA1 – SACHA 72) (Lekberg et al., 2014). 

b. Agrupamiento general por clados monofiléticos 

Mediante el enfoque de clados monofiléticos, se definieron el número final de filotipos o 

unidades taxonómicas (OTU´S), dando como resultado 13 unidades, que representaron la 

riqueza total de las cuatro parcelas muestreadas (Figura 3). Este gráfico, muestra el 

agrupamiento en base a un antecesor común, considerándose las ramas más cercanas como 

un filotipo. Asimismo, las ramas que se encuentran más separadas, están menos relacionadas 

filogenéticamente. La nueva denominación de las muestras posterior al agrupamiento se 

muestra en la tabla 4 (Lekberg et al., 2014). 
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Figura 2. Agrupamiento al 97% de similaridad entre 63 secuencias pertenecientes a ADN de 

HMA asociados a raíces de sacha inchi de dos rangos de edad diferentes de cuatro localiddes 

de la región San Martín 
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Figura 3. Red filogenética y agrupamiento general bajo el enfoque de clados monofiléticos, en 

13 unidades taxonómicas operativas (OTU´s), a partir de las secuencias representativas de las 

29 unidades taxonómicas preliminares  

 

Tabla 4. Denominación de las OTU´s representativas preliminares y las secuencias que agrupa 

al 97 % de similaridad 

OTU 

preliminar 

Secuencia 

representativa 

(1° agrupamiento) 

Número de 

secuencias 
 

OTU 

preliminar 

Secuencia 

representativa 

(1° agrupamiento) 

Número de 

secuencias 

OTU 1 
SACHA13 

11 
 OTU 8 SACHA2 1 

SACHA61  OTU 9 SACHA10 2 

OTU 2 SACHA12 1  OTU 10 SACHA59 2 

OTU 3 

SACHA51 

4 

 

OTU 11 

SACHA15 

8 

SACHA53  SACHA23 

SACHA64  SACHA32 

OTU 4 
SACHA50 

6 
 SACHA40 

SACHA71  SACHA43 

OTU 5 
SACHA41 

11 
 SACHA66 

SACHA52  

OTU 12 

SACHA17 

9 
OTU 6  SACHA9 1  SACHA27 

OTU 7 

SACHA7 

5 

 SACHA30 

SACHA19  SACHA34 

SACHA22  
OTU 13 

SACHA8 
2 

SACHA33  SACHA37 
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c. Representatividad de muestras 

Este análisis fue realizado mediante la elaboración de una curva de rarefacción. La curva 

indica el porcentaje de cobertura de unidades taxonómicas que representa el número de 

clones. El resultado predijo un total de 16 filotipos que representan el 100% de OTU´s 

presentes en la mezcla de ADN, por lo que los 13 filotipos obtenidos representaron el 81%, 

este valor se consideró como suficiente para considerar a la muestra representativa, lo que 

fue determinante para continuar con el estudio (figura 4).  

 

Figura 4. Curva de rarefacción de los 63 clones (eje X) y las 13 unidades taxonómicas (eje 

Y) obtenidas mediante el agrupamiento final 

4.3.IDENTIFICACIÓN DE ESPECIES DE HMA ASOCIADOS AL CULTIVO DE 

SACHA INCHI EN LAS PARCELAS MUESTREADAS 

4.3.1. Alineamiento de los filotipos 

Las 13 secuencias representativas, fueron identificadas mediante comparación con la base 

de datos del phyllum Glomeromycota, de la región 28S, registrados en el GenBank (Tabla 

5). Las secuencias que se llegaron a identificar como especie fueron: Glomus trimurales 

(OTU2), Oehlia diaphana (OTU6) y Acaulospora tuberculata (OTU13); a nivel de género: 

Diversispora (OTU1), Glomus (OTU4, OTU5 y OTU10), Rhizophagus (OTU 7 y OTU8) y 

Funneliformis (OTU11) y las tres secuencias restantes (OTU3, OTU9 y OTU12), son OTU´s 

no reportados pertenecientes al orden Glomerales (OTU9) o al phylum Glomeromycota 
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(OTU3 y OTU12). El término uncultured hace referencia a aquellos hongos que no han sido 

aislados y solo fueron identificados como especies ambientales, presentes en una mezcla de 

ADN. Para diferenciar con mayor claridad los OTU´s, se renombraron en base a la familia a 

la que pertenecen. 

Tabla 5. Correspondencia de OTU´s representativos pertenecientes ADN de HMA asociados a 

raíces de plantaciones de sacha inchi de dos rangos de edad en cuatro localidades de la región 

San Martín y secuencias de la base de datos GenBank 

OTU 
Nombre 

de OTU 
Familia 

Secuencia más cercana 

(n° de accesión) 
Cobertura Homología 

OTU1 Div1 Diversisporaceae 
Diversispora* 

(LC416144.1) 
95% 95.56% 

OTU2 Glo2 Glomeraceae 
Glomus trimurales 

(FJ461854.1) 
89% 95.05% 

OTU3 Aca3 Acaulosporaceae 
Glomeromycota * 

(KY114635.1) 
100% 94.68% 

OTU4 Glo4 Glomeraceae 
Glomus* 

(JQ218218.1) 
100% 95.67% 

OTU5 Glo5 Glomeraceae 
Glomus* 

 (KF849703.1) 
100% 94.44% 

OTU6 Glo6 Glomeraceae 
Oehlia diaphana ( 

MG836662.1) 
100% 88.83% 

OTU7 Glo7 Glomeraceae 

Rhizophagus *  

(LC416196.1) 
95% 92.43% 

OTU8 Glo8 Glomeraceae 

Rhizophagus * 

(LC416198.1) 
95% 89.41% 

OTU9 Glo9 Glomeraceae 
Glomerales * 

(KC411100.1) 
91% 97.35% 

OTU10 Glo10 Glomeraceae 
Glomus * 

(FM992381.1) 
100% 96.81% 

OTU11 Glo11 Glomeraceae 
Funneliformis * 

(LC416202.1) 
95% 97.18% 

OTU12 Glo12 Glomeraceae 
Glomeromycota * 

(JX276910.1) 
100% 95.37% 

OTU13 Aca13 Acaulosporaceae 
Acaulospora tuberculata 

(AF378437.1) 
100% 98.64% 

*Uncultured 
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4.3.2. Distribución y riqueza de OTU´s de HMA  

Una vez definidas las denominaciones de las unidades taxonómicas, se determinó su 

presencia o ausencia en cada planta muestreada, representada mediante una matriz (Tabla 

6); obtenida mediante el análisis de picos (fragmentos). En la matriz, se observan las 32 

plantas estudiadas y los OTU´s que están presentes o ausentes. Asimismo, se muestra el 

número de OTU´s o riqueza y el resumen de OTU´s reportados en cada parcela (Tabla 7 y 

8). 

Tabla 6. Presencia y ausencia de los diferentes OTU´s de HMA asociadas a raíces de cada 

planta de sacha inchi según rango de edad y localidad en la región San Martín 

 

Localidad
Rango 

de edad
Edad PLANTA Div1 Glo2 Aca3 Glo4 Glo5 Glo6 Glo7 Glo8 Glo9 Glo10 Glo11 Glo12 Aca13

LAPAAP1 1 0 1 1 1 1 1 0 1 0 1 1 0

LAPAAP3 0 0 0 1 1 1 1 0 1 0 1 1 0

LAPAAP4 1 0 0 1 1 1 1 0 1 0 1 1 1

LAPAAP5 1 1 0 1 1 1 1 1 1 1 1 1 0

LAPABP1 1 0 0 1 1 1 0 0 0 0 1 1 0

LAPABP2 1 0 0 1 1 1 1 0 1 1 1 1 1

LAPABP3 1 0 0 1 1 1 1 0 1 0 1 1 0

LAPABP4 1 0 0 1 1 1 1 0 0 0 1 1 0

DOCAAP1 0 0 0 1 1 1 1 0 1 1 1 1 1

DOCAAP2 1 1 0 1 1 0 1 0 1 0 1 1 1

DOCAAP3 0 0 1 1 1 1 1 0 1 0 1 1 1

DOCAAP4 1 1 1 1 1 1 1 0 1 1 1 1 1

DOCABP2 0 0 0 1 1 0 0 0 0 0 0 0 0

DOCABP3 0 0 1 1 1 1 1 0 1 0 1 1 1

DOCABP4 0 0 0 1 1 1 1 0 1 0 1 1 1

DOCABP5 0 0 1 1 0 1 1 0 1 0 1 1 0

PISAAP1 0 0 0 1 1 0 1 0 1 0 1 1 0

PISAAP2 0 0 0 1 1 1 1 0 1 0 1 1 0

PISAAP3 0 0 0 1 1 1 0 0 0 0 1 1 0

PISAAP5 0 0 0 1 1 1 0 0 1 0 1 1 0

PISABP1 0 0 0 1 1 1 1 0 1 0 1 1 0

PISABP2 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 1 1 0

PISABP3 1 0 0 1 1 1 1 0 0 0 1 1 0

PISABP4 1 1 0 1 0 0 0 0 0 0 1 1 0

BEPOAP1 1 0 0 1 1 1 1 0 1 0 1 1 0

BEPOAP2 0 0 0 1 1 1 1 0 1 1 1 1 0

BEPOAP3 0 0 0 1 1 1 1 0 1 0 1 1 0

BEPOAP4 1 0 0 1 1 0 1 0 1 0 1 1 1

BEPOBP1 1 0 0 1 1 1 0 0 1 0 1 1 0

BEPOBP3 1 0 0 1 1 1 1 0 1 1 1 1 0

BEPOBP4 1 0 1 1 1 0 1 0 1 0 1 1 0

BEPOBP5 1 0 0 1 0 1 1 0 1 1 1 1 0

A (< 

1año)

B (> 3 

años)

A (< 

1año)

B (> 3 

años)

0.25 

años

5 

años

Paucarpata – 

Lamas

Cashnahuasi - 

El Dorado

San Antonio 

– Picota

Nuevo 

Progreso – 

Bellavista

B (> 3 

años)

A (< 1 

año)

A (< 

1año)
1 año

6 

años

0.5 

años

3.5 

años

1 año

4 

años

B (> 3 

años)
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Tabla 7. Riqueza de HMA´s registrados en raíces de plantas de sacha inchi según la edad en 

cuatro localidades de la región de San Martín 

Localidad Edad Planta Riqueza (S) 

Paucarpata – Lamas 

1 año 

LA_PA_A_P1 9 

LA_PA_A_P3 7 

LA_PA_A_P4 9 

LA_PA_A_P5 11 

4 años 

LA_PA_B_P1 6 

LA_PA_B_P2 10 

LA_PA_B_P3 8 

LA_PA_B_P4 7 

Cashnahuasi - El 

Dorado 

1 año 

DO_CA_A_P1 9 

DO_CA_A_P2 9 

DO_CA_A_P3 9 

DO_CA_A_P4 12 

6 años 

DO_CA_B_P2 2 

DO_CA_B_P3 9 

DO_CA_B_P4 8 

DO_CA_B_P5 7 

San Antonio – Picota 

0.5 años 

PI_SA_A_P1 6 

PI_SA_A_P2 7 

PI_SA_A_P3 5 

PI_SA_A_P5 6 

3.5 años 

PI_SA_B_P1 7 

PI_SA_B_P2 3 

PI_SA_B_P3 7 

PI_SA_B_P4 5 

Nuevo Progreso – 

Bellavista 

0.25 años 

BE_PO_A_P1 8 

BE_PO_A_P2 8 

BE_PO_A_P3 7 

BE_PO_A_P4 8 

5 años 

BE_PO_B_P1 7 

BE_PO_B_P3 9 

BE_PO_B_P4 8 

BE_PO_B_P5 8 
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Tabla 8. Riqueza y  OTU´s reportadas según edad de parcela de producción de sacha inchi en 

cuatro localidades en la región de San Martín 

Localidad 
Rango de 

Edad  
OTU´s reportados 

Riqueza de 

OTU´s 

Paucarpata – 

Lamas 

A 

Glomus trimurales, Oehlia diaphana, 

Acaulospora tuberculata, Div1 (Diversispora); 

Glo4, Glo5, Glo10 (Glomus); Glo7, Glo8 

(Rhizophagus); Glo11 (Funneliformis), Aca3, Glo9 

y Glo12  

13 

B 

Oehlia diaphana, Acaulospora tuberculata,  Div1 

(Diversispora), Glo4, Glo5, Glo10 (Glomus), Glo7 

(Rhizophagus), Glo11 (Funneliformis), Glo9 y 

Glo12  

10 

Cashnahuasi - El 

Dorado 

A 

Glomus trimurales, Oehlia diaphana, 

Acaulospora tuberculata,  Div1 (Diversispora), 

Glo4, Glo5, Glo10 (Glomus), Glo7 (Rhizophagus), 

Glo11 (Funneliformis), Aca3, Glo9 y Glo12  

12 

B 

Oehlia diaphana, Acaulospora tuberculata,  Glo4, 

Glo5 (Glomus), Glo7 (Rhizophagus), Glo11 

(Funneliformis), Aca3, Glo9 y Glo12  

9 

San Antonio – 

Picota 

 

A 

Oehlia diaphana, Glo4, Glo5 (Glomus), Glo7 

(Rhizophagus), Glo11 (Funneliformis), Glo9 y 

Glo12  

7 

B 

Glomus trimurales, Oehlia diaphana, Div1 

(Diversispora), Glo4, Glo5 (Glomus), Glo7 

(Rhizophagus), Glo11 (Funneliformis), Glo9 y 

Glo12  

9 

Nuevo Progreso 

– Bellavista 

A 

Oehlia diaphana, Acaulospora tuberculata,  Div1 

(Diversispora), Glo4, Glo5, Glo10 (Glomus);  Glo7 

(Rhizophagus), Glo11 (Funneliformis), Glo9 y 

Glo12  

10 

B 

Oehlia diaphana, Div1 (Diversispora), Glo4, Glo5, 

Glo10 (Glomus), Glo7 (Rhizophagus), Glo11 

(Funneliformis), Aca3, Glo9 y Glo12  

10 
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4.2.ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

4.2.1. Análisis de Componentes Principales (ACP) 

Fue elaborado a partir de las siguientes variables fisicoquímicas del suelo: pH, conductividad 

eléctrica (C.E.), porcentaje de carbonatos de calcio (CaCO3), porcentaje de materia orgánica 

(M.O.), concentración de fósforo (P), potasio cambiable y disponible (K1 y K), calcio (Ca), 

magnesio (Mg), sodio (Na), aluminio (Al), capacidad de intercambio catiónico (CIC), 

cationes, porcentaje de saturación de bases, nitrógeno (N) y cantidad de arena, limo y arcilla. 

Asimismo, también fueron incluidos las variables respuesta: grado de colonización 

micorrízica y la riqueza de OTU´s. 

a. Análisis de componentes principales en función de las localidades de muestreo 

El análisis en ACP (Figura 5), mostró que, la localidad de San Antonio (Picota) difiere 

totalmente de Cashnahuasi (El Dorado) y Paucarpata (Lamas) en función de las variables 

estudiadas. Por otra parte, comparte ciertos atributos con la localidad de Nuevo Progreso 

(Bellavista). Asimismo, se puede observar que la localidad de Paucarpata, comparte ciertas 

características con Nuevo Progreso y Cashnahuasi. Por otra parte, la localidad de Nuevo 

Progreso, difiere totalmente de Cashnahuasi, pero comparte características con San Antonio 

y Paucarpata. Respecto a la localidad de Cashnahuasi, se puede observar que no compartió 

características con las localidades de Nuevo Progreso  y San Antonio. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Agrupación de localidades en función a las variables fisicoquímicas del suelo, riqueza 

de OTU´s y grado de colonización micorrítica.  
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Asimismo, la figura 6, muestra las variables que están influenciando sobre la variabilidad de 

las parcelas. La importancia de cada variable, está representada por el tamaño de un vector, 

de esta manera, se observa que las variables que están influenciando en mayor grado son: 

Altitud, CIC, calcio, suma de cationes, conductividad eléctrica, porcentaje de colonización, 

magnesio, pH, saturación de bases, CaCO3 y limo. Asimismo, esta información se corrobora 

en la tabla 9. 

  

Figura 6. ACP de las variables fisicoquímicas del suelo, porcentaje de colonización y riqueza y 

agrupamiento por localidades. Las flechas indican como dirigen cada variable la variabilidad 

de las parcelas. La longitud de cada flecha indica la fuerza con la cual dirige la variabilidad, 

por lo que se consideran más importantes para el estudio. Flechas cercanas entre sí, presentan 

una mayor relación. 
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Tabla 9. Porcentaje de variabilidad que explica cada variable en los dos primeros componentes 

principales  

Variable Dim 1 Dim 2 

Suma de Cationes       2.4379 17.5631 

Ca+2 (meq/100g)                     5.3970 12.4012 

CIC (meq/100g)         7.3652 9.0139 

Altitud (msnm) 12.4796 1.8527 

Limo (%)       0.6774 13.1920 

C.E. (dS/m) 4.1648 9.2186 

pH           8.4398 3.2173 

Colonización (%)  4.0968 7.3611 

 mg+2 (meq/100g)          4.8472 6.1468 

Sat.Bases (%)     8.4959 1.9319 

CaCO3 (%)         8.4885 1.0898 

N (%)            4.1028 4.9916 

M.O. (%)          8.1721 0.9031 

Arcilla (%)    0.6152 5.1657 

Na + (meq/100g)             4.6478 1.1272 

Riqueza 1.8078 3.6658 

P (ppm)            4.9541 0.0008 

K+ (meq/100g)            3.1644 0.5550 

K (ppm)            3.6319 0.0271 

Arena (%) 2.0139 0.5754 

Al+3 (meq/100g)         0.0000 0.0000 

 

 Colonización micorrízica 

Otra información que muestra la figura 6 es la correlación general que existe entre las 

variables. El grado de colonización (%) varía en forma inversa a la altitud de la parcela, 

de manera que mientras más alta se encuentra la parcela, menor será el porcentaje de 

colonización micorrízica en las raíces de sacha inchi. Por otro lado, esta variable posee 

estrecha correlación de forma directa con la conductividad eléctrica y el contenido de 

magnesio disponible en el suelo. Asimismo, varía de forma directa con el pH, saturación 

de bases, sodio, carbonatos de calcio y contenido de arcilla. En base a estas 

características, las parcelas que mostraron un mayor valor de colonización fueron Nuevo 

Progreso (Bellavista) y San Antonio (Picota).  
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 Riqueza de OTU´s 

La riqueza de OTU´s, a diferencia del porcentaje de colonización, mostró una relación 

directa principalmente con la capacidad de intercambio catiónico del suelo y el contenido 

de calcio disponible en el suelo. De igual forma con el porcentaje de materia orgánica, 

suma de cationes y contenido de arena presente en el suelo. Respecto al contenido de 

potasio libre en el suelo, mostró una relación inversa, de manera que cuanto más alta fue 

la cantidad de potasio, menor fue la riqueza de hongos micorrízicos arbusculares dentro 

de la raíz. En base a estas características, se observa que las localidades que presentaron 

mayor riqueza de OTU´s fueron Cashnahuasi (El Dorado) y Paucarpata (Lamas). Para 

corroborar este resultado, la tabla 10 muestra los valores obtenidos en función a la 

riqueza. 

Tabla 10. Riqueza de OTU´s en ocho parcelas de sacha inchi en cuatro localidades de la 

región San Martín 

Localidad 
Rango de 

Edad  

N° total de 

OTU´s 

Paucarpata - Lamas 
A 13 

B 10 

Cashnahuasi - El 

Dorado 

A 12 

B 9 

San Antonio - Picota 
A 7 

B 9 

Nuevo Progreso - 

Bellavista 

A 10 

B 10 

 

b. Análisis de componentes principales en función de las edades del cultivo 

A nivel de rango de edad, las plantas menores a un año y mayores a tres años no mostraron 

diferencias en función a las variables estudiadas anteriormente. La figura 7, muestra que no 

hay conformaciones según  rango de edad, ya que todas se ubican dentro de un mismo 

conjunto, excepto una planta del rango de plantas mayores a tres años. No se observa 

variabilidad a nivel general, sin embargo, cada grupo presenta una tendencia a dirigirse de 

manera opuesta ente ellas. 
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Figura 7. Rangos de edad agrupadas en función a las variables fisicoquímicas del suelo, riqueza 

de OTU´s y grado de colonización micorrítica. Las intersecciones, muestran características 

comunes. 1A= < a un año, 3A=>a tres años 

Asimismo, la figura 8, muestra la influencia de cada variable sobre la edad del cultivo.  

 

Figura 8. ACP de las variables fisicoquímicas del suelo, porcentaje de colonización y riqueza y 

agrupamiento por rangos de edad. Las lechas indican como dirigen cada variable la 

variabilidad de las parcelas. La longitud de cada flecha indica la fuerza con la cual dirige la 

variabilidad, por lo que se consideran más importantes para el estudio. Flechas cercanas entre 

sí, presentan una mayor relación. 
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 Colonización micorrízica 

El grado de colonización micorrízica no mostró alguna tendencia según el rango de edad. 

El comportamiento de esta variable según la figura 8 está explicado en su mayoría por 

la conductividad eléctrica, el contenido de magnesio disponible en el suelo, pH, 

saturación de bases, sodio, carbonatos de calcio y contenido de arcilla; estas variables 

influyen de forma directa. Por otro lado, mostró una relación inversa respecto a la altitud 

de la parcela, por lo que las plantas ubicadas a mayor altitud, mostraron una tendencia a 

presentar menor grado de colonización. 

Para complementar este resultado, se realizó una comparación de medias mediante la 

prueba de Tukey (p<0.05), representada en la figura 9. Se puede observar que existe 

diferencia significativa entre el grado de colonización de la parcela del rango de edad A, 

localizada en la localidad de San Antonio (Picota) en comparación con los dos rangos de 

edad de Cashnahuasi (El Dorado). Asimismo, la parcela correspondiente al rango A 

localizada en Cashnahuasi (El Dorado), se mostró significativamente diferente a la del 

rango B de Nuevo Progreso (Bellavista). Por otro lado, no hubo diferencia significativa 

entre rangos de edad dentro de ninguna localidad, lo cual podría indicar que el factor 

edad no determinó el grado de colonización. 
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Figura 9. Gráfico de barras indicando la comparación de medias del grado de colonización 

micorrítica en plantas de sacha inchi en ocho parcelas de cuatro localidades de la región San 

Martín 

En el presente estudio, no se observó influencia de la edad de la plantación sobre el grado 

de colonización. Sin embargo, diversos estudios en cultivos semiperennes o perennes, 

muestran lo contrario (Husband et al., 2002). Según Chakraborty et al. (2016), el grado 

de colonización de HMA (presencia de arbúsculos, vesículas e hifas) en raíces de plantas 

de caucho, es mayor en plantas jóvenes y va disminuyendo conforme la edad del cultivo 

aumenta. Cabe resaltar que los estudios se realizaron en plantas de 5 a 30 años de edad, 

cuyo rango es muy amplio. Asimismo, Bolaños et al. (2000), señala que la presencia y 

la cantidad de HMA, está relacionada con la edad de la plantación. Este efecto podría 

estar explicado por las características morfofuncionales de la raíz según el estado de 

desarrollo en el que se encuentren la planta (Roumet et al. 2006).  

 Riqueza específica 

La riqueza de las OTU´s de HMA presentes en plantas menores a un año de edad, 

mostraron una tendencia a presentar un mayor valor respecto a las mayores de tres años 

de edad. Si bien es cierto puede estar relacionado a la edad de la plantación, éste 

comportamiento puede además estar influenciado por otras variables como capacidad de 

intercambio catiónico, el contenido de calcio disponible en el suelo, porcentaje de 

materia orgánica, suma de cationes, contenido de arena y en menor grado con la cantidad 
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total de fósforo presente en el suelo. Asimismo, en la figura 10, se representa la tendencia 

de los datos de forma complementaria. 

 

Figura 10. Gráfico de puntos indicando la tendencia del número de OTU´s (riqueza específica) 

de HMA en función a la edad de plantaciones de sacha inchi en cuatro localidades de la región 

San Martín 

En el presente estudio, las diferencias entre la riqueza de HMA según edad no son muy 

notorias. Este hecho puede atribuirse a que la diferencia etárea  no es muy marcada.  

Estudios  realizados por Chakraborty et al. (2016) evidencian que la diversidad de HMA 

disminuye ligeramente en función de la edad, en plantaciones de caucho de 5, 10 y 30 

años. Asimismo, comparó sus resultados con los obtenidos por Debnath et al. (2014), 

quien obtuvo resultados similares, al encontrar una menor diversidad de especies en 

plantaciones adultas. Por otro lado, Kil et al. (2014), realizó un estudio en plantaciones 

de ginseng, concluyendo que, la diversidad de especies de HMA disminuyó en 

plantaciones de 5 años de edad. Una hipótesis que planteó para explicar este 

comportamiento, fue que la comunidad de HMA que coloniza las raíces se vuelven más 

uniformes cuando la edad del cultivo aumenta, debido a los cambios de preferencias de 

las HMA en función a la edad del cultivo. Daniell et al. (2001) y Eom et al. (2000), 

plantean otra posible explicación. Estos autores mencionan que las especies dominantes 

de HMA responden de manera diferente a los diversos cambios en el entorno abiótico a 

lo largo del tiempo. Asimismo, este efecto, puede ser influenciado por la fenología de la 

planta huésped. 
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4.2.2. Análisis de correlación múltiple 

La tabla 11, muestra el grado de correlación que tienen las variables cuantitativas. Los 

valores del coeficiente de correlación de Pearson indican el grado en el que están 

relacionadas las variables, siendo los valores mayores a 0.5 de medio a alto grado. Las 

variables respuesta son la riqueza específica y el grado de colonización micorrízica en las 

raíces de sacha inchi y las variables independientes son las características fisicoquímicas del 

suelo y la altitud de la parcela. 

Tabla 11. Valores del coeficiente de correlación de Pearson entre las variables fisicoquímicas 

del suelo, los valores de riqueza de OTU´s y grado de colonización micorrítica  

 

 Grado de colonización (%) 

El grado de colonización micorrízica, presenta una correlación moderada positiva con 

las variables conductividad eléctrica, pH, CaCO3, cantidad de magnesio y porcentaje de 

saturación de bases (r = 0.64, r = 0.57, r = 0.56, r = 0.56 y r = 0.53). Por otro lado, muestra 

una correlación moderada negativa con la altitud de la parcela, lo cual significa que, a 

mayor altitud de la parcela, las raíces de sacha inchi, mostrarán una menor presencia de 

estructuras micorrízicas (r = -0.63). Es importante resaltar que, la altitud de la parcela 
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Cationes 1.00 0.94 0.43 0.88 0.52 0.25 0.40 0.31 0.10 -0.73 -0.22 -0.14 -0.16 -0.02 -0.11 0.03 0.22 0.19 0.29 0.36

Ca 0.94 1.00 0.53 0.89 0.52 0.31 0.48 0.35 0.31 -0.66 -0.44 -0.39 -0.27 -0.15 -0.24 -0.12 -0.10 0.02 0.09 0.23

RIQUEZA 0.43 0.53 1.00 0.40 0.27 0.05 0.20 0.08 0.27 -0.19 -0.49 -0.49 -0.03 -0.05 -0.06 0.09 -0.22 0.00 0.04 0.10

CIC 0.88 0.89 0.40 1.00 0.57 0.19 0.61 0.49 0.47 -0.62 -0.23 -0.18 -0.48 -0.49 -0.27 -0.39 -0.02 -0.07 0.04 0.32

N 0.52 0.52 0.27 0.57 1.00 0.33 0.82 0.25 0.42 -0.25 -0.28 -0.22 -0.24 -0.24 -0.07 -0.26 0.07 0.21 0.04 -0.13

Arena 0.25 0.31 0.05 0.19 0.33 1.00 0.30 0.07 0.16 -0.45 -0.34 -0.35 -0.19 0.02 -0.31 -0.02 -0.10 -0.14 -0.14 -0.66

M.O. 0.40 0.48 0.20 0.61 0.82 0.30 1.00 0.34 0.67 -0.15 -0.26 -0.25 -0.53 -0.54 -0.22 -0.56 -0.21 -0.01 -0.30 -0.19

P 0.31 0.35 0.08 0.49 0.25 0.07 0.34 1.00 0.52 -0.04 0.09 0.02 -0.57 -0.43 -0.51 -0.40 -0.22 -0.35 -0.16 -0.04

ALTITUD 0.10 0.31 0.27 0.47 0.42 0.16 0.67 0.52 1.00 0.06 -0.36 -0.41 -0.77 -0.82 -0.49 -0.81 -0.67 -0.63 -0.63 -0.21

Limo -0.73 -0.66 -0.19 -0.62 -0.25 -0.45 -0.15 -0.04 0.06 1.00 0.20 0.08 0.13 0.00 -0.04 -0.07 -0.30 -0.12 -0.34 -0.37

K1 -0.22 -0.44 -0.49 -0.23 -0.28 -0.34 -0.26 0.09 -0.36 0.20 1.00 0.94 -0.07 0.11 0.14 0.16 0.37 0.11 0.33 0.19

K -0.14 -0.39 -0.49 -0.18 -0.22 -0.35 -0.25 0.02 -0.41 0.08 0.94 1.00 -0.05 0.15 0.20 0.20 0.54 0.19 0.37 0.30

CaCO3 -0.16 -0.27 -0.03 -0.48 -0.24 -0.19 -0.53 -0.57 -0.77 0.13 -0.07 -0.05 1.00 0.73 0.46 0.73 0.45 0.56 0.45 0.09

Sat.Bases -0.02 -0.15 -0.05 -0.49 -0.24 0.02 -0.54 -0.43 -0.82 0.00 0.11 0.15 0.73 1.00 0.38 0.91 0.45 0.53 0.47 -0.02

Na -0.11 -0.24 -0.06 -0.27 -0.07 -0.31 -0.22 -0.51 -0.49 -0.04 0.14 0.20 0.46 0.38 1.00 0.33 0.41 0.41 0.34 0.36

pH 0.03 -0.12 0.09 -0.39 -0.26 -0.02 -0.56 -0.40 -0.81 -0.07 0.16 0.20 0.73 0.91 0.33 1.00 0.48 0.57 0.57 0.09

Mg 0.22 -0.10 -0.22 -0.02 0.07 -0.10 -0.21 -0.22 -0.67 -0.30 0.37 0.54 0.45 0.45 0.41 0.48 1.00 0.56 0.58 0.36

COLONIZACION 0.19 0.02 0.00 -0.07 0.21 -0.14 -0.01 -0.35 -0.63 -0.12 0.11 0.19 0.56 0.53 0.41 0.57 0.56 1.00 0.64 0.25

C.E. 0.29 0.09 0.04 0.04 0.04 -0.14 -0.30 -0.16 -0.63 -0.34 0.33 0.37 0.45 0.47 0.34 0.57 0.58 0.64 1.00 0.43

Arcilla 0.36 0.23 0.10 0.32 -0.13 -0.66 -0.19 -0.04 -0.21 -0.37 0.19 0.30 0.09 -0.02 0.36 0.09 0.36 0.25 0.43 1.00
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está correlacionada fuertemente con el pH del suelo de forma negativa (r = -0.81), lo cual 

puede explicar la correlación inversa entre esta variable y la colonización. 

La conductividad eléctrica, mide la salinidad del suelo y en el presente estudio, sus 

valores oscilan entre 0.3 y 0.5 a nivel de localidad. Si bien es cierto, todos los suelos en 

el presente estudio son no salinos, el suelo de El Dorado, se caracterizó por presentar el 

menor valor promedio (C.E = 0.3). Asimismo, en esta localidad, el grado de colonización 

fue menor comparado a las demás localidades. Según estudios realizados por Scharnagl 

et al. (2018), determinaron el efecto de la salinidad sobre el porcentaje de colonización 

de HMA en plantas de Galactia smallii, llegando a la conclusión que las plantas tratadas 

con sales, mostraron un mayor porcentaje de colonización con HMA que las plantas no 

tratadas (Scharnagl et al., 2017). Este comportamiento, se explica debido a que los 

hongos del suelo en general tienen una mayor tolerancia a la salinidad en comparación 

con las plantas, de manera que cuando se impone un factor estresante como la sal, la 

planta invierte menos en la biomasa radicular y aumenta la asociación con HMA. A 

medida que las plantas invierten más en este tipo de asociaciones y menos en biomasa 

de raíces, los HMA reemplazan el papel de las raíces en el suelo, absorbiendo agua y 

nutrientes esenciales para las plantas. Por lo cual esta variable podría estar influenciando 

en el grado de colonización. 

Respecto al pH del suelo, se observó que la parcela de El Dorado, mostró el menor valor 

(pH = 7), comparado con las demás parcelas (pH > 7.7). Este parámetro, mostró una 

correlación directa con el grado de colonización. El pH no solo afecta el desarrollo de 

las plantas, sino también la abundancia y actividad de organismos del suelo (de 

microorganismos a artrópodos) responsables de las transformaciones de nutrientes (De 

Boer & Kowalchuk 2001; Nicol et al., 2008). Algunos autores afirman que los cambios 

en el pH del suelo, tienen un efecto notable sobre el grado de colonización de las especies 

de HMA en las raíces de los cultivos, mostrando su mejor actividad en suelos neutros. 

Por otro lado, valores muy altos o bajos (4.5 y 8), reducen drásticamente la tasa de 

colonización y formación de arbúsculos y vesículas de los HMA. Abbott & Robson 

(1985) reportaron que el desarrollo de algunas especies de Glomus, se ven afectadas 

cuando el pH es menor a 5.3, debido a la incapacidad de las hifas de crecer en este medio. 

Asimismo, influencia sobre la actividad enzimática de las HMA en el micelio 

extraradicular y altera la composición comunitaria de los HMA, lo cual conlleva a una 
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disminución en la actividad micorrízica y por ende una reducción de la absorción de 

nutrientes y la eficiencia del uso de agua en las plantas (Coughlan et al., 2000; Van Aarle 

et al., 2002; Soti et al., 2015) 

Otra variable que presenta una correlación directa con la colonización micorrízica es el 

porcentaje de carbonatos de calcio. Esta variable, mostró un valor muy bajo en los suelos 

de la localidad de El Dorado y su máximo valor en la localidad de Bellavista, con valores 

de 1.3 y 27% respectivamente. Estos valores obtenidos, mostraron que la cantidad de 

CaCO3 favorece la colonización micorrízica.  Es importante tener en cuenta que este 

compuesto, afecta directamente al pH del suelo, lo cual podría explicar esta correlación. 

Por otra parte, algunos autores mencionan que la colonización micorrízica permanece en 

presencia de altas concentraciones de CaCO3 en el medio.  Sin embargo, existe cierta 

influencia de niveles altos sobre el crecimiento de hifas extraradiculares y la germinación 

de esporas, mas no las inhibe (McMillen et al., 1998), además de reducir el número de 

arbúsculos (Hirrel, 1981; Pfeiffer & Bloss, 1988; Labidi et al., 2011). 

De igual forma el grado de colonización varió directamente proporcional al contenido 

de magnesio. Su valor resultó ser menor en la localidad de El Dorado y mayor en la 

localidad de Bellavista. Según Khanpour et al. (2015), existe una correlación entre el 

aumento de la concentración de iones de  mg en el suelo y el aumento de la colonización 

micorrízica, cuando su concentración es de baja a media; mientras que cuando es alta, 

este efecto se invierte, debido a que el magnesio induce la senescencia prematura de la 

raíz e interrumpe el desarrollo de las estructuras micorrízicas (Azcón et al., 2003). 

Asimismo, en un experimento realizado por Gryndler et al. (1992), concluye que los 

iones de magnesio tienen un efecto positivo pronunciado en el desarrollo de estructuras 

de Glomus sp. dentro de raíces del maíz. 

Respecto al porcentaje de saturación de bases, de igual forma, está correlacionado de 

forma directa con el pH del suelo e indica que los coloides del suelo, están ocupados por 

los cationes básicos.  No se han reportado estudios que prueben su efecto en el grado de 

colonización. Sin embargo, se puede mencionar el estudio realizado por St Clair & Lynch 

(2005), que consistió en observar los efectos de las enmiendas con cationes básicos sobre 

la micorrización. Los resultados de este estudio, indicaron que estas enmiendas estimulan 

la colonización de raíces, debido a que los cationes base mejoran las condiciones ácidas 

del suelo y, por lo tanto, conducen a la estimulación de las asociaciones micorrízicas. 
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Por otro lado, la única variable que mostró una correlación inversa con el grado de 

colonización fue la altitud de la parcela. Esta variable, presenta una alta correlación 

inversa con el pH del suelo, lo cual explica la relación negativa con la formación de 

estructura micorrízicas, ya que, en el presente estudio, estas estructuras se ven 

favorecidas cuando el pH es mayor. Cabe destacar que el mayor valor de pH obtenido 

fue el de la parcela de Bellavista y Picota, y el menor el de las parcelas de El Dorado. 

Todos estos factores, explican el comportamiento de la colonización micorrízica, el cual 

fue menor en la localidad de El Dorado 

 Riqueza especifica  

La riqueza, presenta una correlación moderada positiva con la concentración de calcio 

en el suelo (r = 0.53). Asimismo, presenta correlación positiva moderada con la suma 

total de cationes (r = 0.43), capacidad e intercambio catiónico (r = 0.4). Por otro lado, 

presenta una correlación inversa moderada con la concentración de potasio cambiable y 

disponible en el suelo (r = -0.49). Cabe resaltar que no existe correlación entre la riqueza 

de OTU´s presentes en las raíces y el grado de colonización micorrízica (r = 0).  

La riqueza o número de OTU´s, registrada en cada parcela, resultó ser variable a nivel 

de localidad. Esta variabilidad, se explica en su mayoría por las variables del suelo, ya 

que estos parámetros influyen sobre la distribución de las HMA (Coutinho et al., 2015). 

Las principales variables correlacionadas directamente con este parámetro en el presente 

estudio, fueron el contenido de calcio disponible, la suma total de cationes y la capacidad 

de intercambio catiónico del suelo. Cabe resaltar que estas variables, mostraron un grado 

de correlación fuerte entre ellas y que la suma total de cationes, está compuesta en su 

mayoría por el Ca. El efecto de estas tres variables sobre la diversidad de los HMA, no 

ha sido muy estudiado, ya que, en la mayoría de casos, explican el grado de colonización, 

pero no la riqueza de especies. Sin embargo, en este estudio, se observa una correlación 

positiva entre el contenido del calcio del suelo y la riqueza específica encontrada en la 

raíz. Lo cual permite concluir que los niveles de calcio han posibilitado de alguna forma 

la colonización de una mayor cantidad de especies de HMA. Sin embargo, hay que tener 

en cuenta que un alto contenido de calcio en el suelo, puede inhibir la actividad de la 

poligalacturonasa, enzima involucrada en la colonización de las raíces. Asimismo, puede 
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incrementar rigidez de las células radiculares, lo cual dificultaría la colonización 

radicular (Hepper & O'Shea, 1984).  

Según Hepper & O'Shea, (1984), el estado nutricional de la planta hospedante, puede 

influenciar sobre la porción, densidad y anatomía de la infección en la raíz. En suelos 

ácidos, los cationes base mejoran las condiciones de disponibilidad de nutrientes, lo cual 

permite mejorar los desequilibrios de nutrientes en las hojas, de manera que la planta 

realizará una mayor producción de fotosintatos y estimulará las asociaciones 

micorrízicas (St. Clair y Lynch, 2005). 

Por otro lado, se observó que la cantidad cambiable y disponible de potasio, se 

correlacionaron de forma negativa con la riqueza. Según Beauchamp et al. (2006), el 

potasio intercambiable tiene influencia sobre la composición de la comunidad de HMA. 

Asimismo, Coutinho et al. (2015), señalaron que en general, la disponibilidad de los 

nutrientes potasio y fósforo, propician una menor colonización de HMA en raíces de 

plantas y una menor densidad de esporas en el suelo; cuando se encuentran en altas 

concentraciones. Sin embargo, las concentraciones adecuadas del ion potasio en el suelo, 

favorecen la infección de estos hongos (Khanpour, 2015).  

 Características fisicoquímicas del suelo 

Para las variables de suelo, se consideraron los valores de r ≥ 0.5. De esta manera, se 

puede observar que las variables que poseen correlación positiva o directa son. 

- La suma de cationes, con la concentración de calcio, capacidad de intercambio 

catiónico, porcentaje de nitrógeno.  

- La capacidad de intercambio catiónico con la concentración de calcio, porcentaje de 

nitrógeno, cantidad de materia orgánica. 

- La cantidad de materia orgánica con el porcentaje de nitrógeno y la altitud de la 

parcela. 

- El contenido de fósforo, con la altitud de la parcela. 

- La concentración de potasio disponible con el contenido de potasio cambiable y la 

concentración de magnesio. 

- El pH, con el contenido de carbonatos de calcio, el porcentaje de saturación de bases 

y la conductividad eléctrica. 
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- El contenido de carbonatos de calcio con el porcentaje de saturación de bases. 

- La concentración de magnesio con el contenido de potasio cambiable y con la 

conductividad eléctrica. 

Por otro lado, se puede observar que las variables que poseen correlación negativa o 

inversa son: 

- La cantidad de limo, con la suma de cationes, concentración de calcio y capacidad 

de intercambio catiónico. 

- La cantidad de arena con la cantidad de arcilla. 

- La cantidad de materia orgánica con el contenido de carbonatos de calcio, porcentaje 

de saturación de bases y pH. 

- El contenido de fósforo con la cantidad de carbonatos de calcio y sodio. 

- El contenido de carbonatos de calcio y el porcentaje de saturación de bases, el pH, la 

concentración de magnesio y la conductividad eléctrica, con la altitud de la parcela. 

4.2.3. Análisis de conglomerados o clusters 

El análisis de conglomerados, permite observar un agrupamiento en base a la similitud de la 

composición de comunidades de HMA entre plantas (Jaccard, 1908) (Figura 12). En esta 

figura, se observan siete grupos conformados por plantas con OTU´s comunes entre sí, bajo 

una altura de 0.4. Estos grupos comparten 5 OTU´s como mínimo y poseen una composición 

parecida. Por otro lado, los clusters que se observan más separados, son los que se 

diferencian en mayor grado.  Las plantas que se agrupan a la altura de cero (h = 0), son 

plantas que tienen exactamente la misma composición, mientras que las que se agrupan una 

altura de uno (h = 1), no se agruparon debido a diferencias en la composición de OTU´s. La 

composición de cada grupo, se describe en la tabla 12. 



  

65 

 

Figura 11. Agrupamiento de plantas en función de la composición de la comunidad de HMA. 

No se observa formación de grupos en función a la localidad de muestreo o al rango de edad. 

Cada rama de diferente color, comparte como mínimo cinco OTU´s. 

 

Los resultados muestran que, no se observa diferencia a nivel de composición de 

comunidades de HMA, entre localidades ni edades. Muchas plantas comparten los mismos 

OTU´s reportados, lo cual podría estar explicado por los diversos factores fisicoquímicos del 

suelo y su variabilidad entre plantas. Por otro lado, Janos & Sahley (1995) mencionan que 

existen pequeños mamíferos que podrían estar dispersando las esporas de los hongos.  

Asimismo, Mangan & Adler (1999) señalan que, luego de haber investigado la micofagia, 

demostró que las esporas consumidas por estos animales, pertenecen a especies de Glomus, 

lo cual además explicaría el dominio de estas especies en el presente estudio. 

 

1 2 3 4 5 6 7 
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Tabla 12. OTU´s de HMA comunes entre plantas de  sacha inchi de dos edades diferentes en 

cuatro localidades de la región San Martín sin mostrar especificidad por localidad o rango de 

edad 

Grupo Provincia Localidad 
Rango de 

Edad 
Planta OTU´s  Compartidos 

1 El Dorado Cashnahuasi > 3 años DOB-P2   

2 

Lamas Paucarpata > 3 años LAB-P1 

Glo4, Glo5 (Glomus), 

Oehlia diaphana, Glo11 

(Funneliformis) y Glo12  

Lamas Paucarpata > 3 años LAB-P4 

Picota San Antonio < 1 Año PIA-P5 

Picota San Antonio < 1 Año PIA-P3 

Picota San Antonio > 3 años PIB-P3 

Bellavista Nuevo Progreso > 3 años BEB-P1 

3 

Lamas Paucarpata < 1 Año LAA-P1 

Glo4 (Glomus), Glo7 

(Rhizophagus),  Glo9, 

Glo11 (Funneliformis) y 

Glo12  

Lamas Paucarpata < 1 Año LAA-P3 

Lamas Paucarpata > 3 años LAB-P3 

El Dorado Cashnahuasi > 3 años DOB-P5 

El Dorado Cashnahuasi < 1 Año DOA-P3 

El Dorado Cashnahuasi > 3 años DOB-P3 

Picota San Antonio < 1 Año PI-A-P1 

Picota San Antonio < 1 Año PIA-P2 

Picota San Antonio > 3 años PIB-P1 

Bellavista Nuevo Progreso < 1 Año BEA-P1 

Bellavista Nuevo Progreso < 1 Año BEA-P3 

Bellavista Nuevo Progreso > 3 años BEB-P4 

4 

Lamas Paucarpata < 1 Año LAA-P5 
Glo4 (Glomus), Oehlia 

diaphana, Glo7 

(Rhizophagus) Glo9, Glo10 

(Glomus) Glo11 

(Funneliformis) y Glo12  

El Dorado Cashnahuasi < 1 Año DOA-P4 

Bellavista Nuevo Progreso < 1 Año BEA-P2 

Bellavista Nuevo Progreso > 3 años BEB-P3 

Bellavista Nuevo Progreso > 3 años BEB-P5 

5 

Lamas Paucarpata < 1 Año LAA-P4 

Glo4 y Glo5 (Glomus), Glo7 

(Rhizophagus), Glo9, Glo11 

(Funneliformis), Glo12 y 

Acaulospora tuberculata  

Lamas Paucarpata > 3 años LAB-P2 

El Dorado Cashnahuasi < 1 Año DOA-P1 

El Dorado Cashnahuasi < 1 Año DOA-P2 

El Dorado Cashnahuasi > 3 años DOB-P4 

Bellavista Nuevo Progreso < 1 Año BEA-P4 

6 Picota San Antonio > 3 años PIB-P2   

7 Picota San Antonio > 3 años PIB-P4   

 

Los OTU´s más abundantes fueron Glo5 (Glomus), Glo11 (Funneliformis) y Glo12 

(Glomeraceae) (Figura 13). Estos tres OTU´s estuvieron presentes en 31 plantas (97%), lo 

cual indica que están muy distribuidas a nivel de la región y poseen un amplio rango de 

condiciones para su adaptación y colonización. Estos tres, pertenecen a la familia 

glomeraceae y al orden glomerales. Este orden, domina las comunidades de HMA en 
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diversos entornos ecológicos. Asimismo, las especies del género Glomus, han sido 

ampliamente reportadas en cultivos agrícolas, como en hábitats no alterados, debido a su alta 

capacidad de esporulación y colonización a partir de fragmentos de hifas, por lo que se le 

considera más competitiva (Klironomos y Hart, 2002; Oehl et al., 2003; Alguacil et al., 

2008; Xiang et al., 2014; Casazza et al., 2017). 

 

Figura 12. Presencia de OTU´s en raíces de plantas de sacha inchi 

 

El OTU Div1 (Diversispora) no estuvo presente en las localidades de El dorado rango B y 

Picota rango A. Sin embargo, se observó su presencia en más del 50% de plantas, lo cual 

indica, que no es un OTU dominante, pero se encuentra distribuida en casi todas las 

localidades. Los miembros del género Diversispora parecen existir en todo el mundo, con 

registros basados en secuencias de ADN en Europa, América del Norte, América Central, 

África, Asia, Hawái y Oriente Medio (Schüßler et al., 2011). Asimismo, posee un amplio 

rango de huéspedes y hábitats, pudiendo encontrarse en ecosistemas tropicales naturales y 

alterados.  

Los OTU´s pertenecientes al género Acaulospora, mostraron una menor presencia en el total 

de las plantas. Asimismo, fueron reportadas en las localidades de El Dorado, Bellavista y 

Lamas, pero no en la localidad de Picota. Esta última localidad, fue la que se ubicó a una 
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menor altitud y presentó el mayor valor promedio de pH. Por otro lado, el 67% del OTU 

Aca3, se encontró en la localidad de El Dorado. De la misma forma, el 67% de las especies 

Acaulospora tuberculata, fueron encontradas en la misma localidad. Esto indica que las 

especies reportadas para el género Acaulospora, en su gran mayoría se encontraron en la 

localidad de El Dorado. Las dos parcelas pertenecientes a esta localidad, presentaron el 

menor valor promedio de pH, asimismo, se ubicaron a una mayor altitud. Según Clark 

(1997), el género Acaulospora, se encuentra ampliamente distribuido en suelo ácidos, ya que 

sus esporas son más tolerantes a dichas condiciones (pH < 5). Asimismo, este género, está 

ampliamente distribuido en regiones tropicales (Cuenca & Meneses, 1996; Siqueira et al., 

1989). Incluso, es posible no detectar algunas especies, en suelos calcáreos pH > 7, pero si 

en suelos con pH < 7 (Oehl et al., 2011a) 

Finalmente, el OTU Glo8 (Rhizophagus), fue reportado solo en una planta perteneciente a 

la localidad de Paucarpata-Lamas del rango A, mientras que Glo7 (Rhizophagus), estuvo 

presente en casi el 81% de las plantas. Esta única planta, se diferenció del resto en el 

contenido de calcio, y la suma total de cationes, lo cual podría estar influenciando la 

presencia de esta especie. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



  

 
 

V. CONCLUSIONES 

1) En el presente trabajo, se lograron identificar 13 unidades taxonómicas operativas 

(OTU´s) de hongos micorrízicos arbusculares. Tres de ellas a nivel de especie: 

Glomus trimurales, Oehlia diaphana y Acaulospora tuberculata; siete, a nivel de 

género: 1, 3, 2 y 1 de Diversispora, Glomus, Rhizophagus y Funneliformis; y tres a 

nivel de familia: 1 y 2 de Acaulosporaceae y Glomeraceae respectivamente. Los 

OTU´s que se encontraron presentes en el 97% de las plantas fueron pertenecientes 

a los géneros Glomus, Funneliformis de la familia Glomeraceae,  

2) La edad del cultivo de sacha inchi, no mostró influencia significativa sobre la 

composición de la comunidad de HMA. Asimismo, no influyó de forma significativa 

sobre el grado de colonización de los HMA. Sin embargo, si mostró cierta influencia 

sobre la riqueza de HMA, la cual mostró una correlación positiva con el contenido 

de calcio disponible. Por otro lado, presentó una correlación negativa con la 

concentración de potasio cambiable y disponible en el suelo. 

3) La localidad, influenciada principalmente por las variables fisicoquímicas del suelo 

y la altitud de la parcela, no mostró influencia significativa sobre la composición de 

comunidad de HMA. Sin embargo, si influenció sobre el grado de colonización 

micorrízica, la cual presentó una correlación positiva con las variables: 

conductividad eléctrica, pH, contenido de carbonato de calcio (CaCO3) y magnesio 

y porcentaje de saturación de bases.  

Finalmente, influenció sobre la riqueza de HMA, la cual presentó una correlación 

positiva con la concentración de calcio en el suelo, suma total de cationes, la 

capacidad de intercambio catiónico y el contenido de materia orgánica. Este hecho 

evidenciaría que en el presente estudio, la riqueza de los HMA fue mayor en los 

suelos más fértiles.  

 

 



  

 
 

VI. RECOMENDACIONES 

 Los géneros Glomus y Funneliformis fueron los mejores adaptados en las 

condiciones de los suelos estudiados, en especial las unidades taxonómicas Glo4, 

Glo11 y Glo12 (Glomeraceae). Por ello, sería interesante realizar la identificación de 

la espora (propágulo), para que posteriormente se estudien los efectos benéficos que 

proporcionan a las plantas de sacha inchi y otros cultivos. Una vez determinados 

estos efectos, se podrían producir masivamente y utilizarlos como inoculantes. 

 Complementar este estudio con la diversidad morfológica de esporas en el suelo 

circundante para identificar los OTU´s hasta el grado de especie. 

 Evaluar el efecto de los ecotipos de sacha inchi sobre la diversidad de HMA, ya que 

este factor, no se consideró en el presente estudio. 

 Realizar un estudio similar en plantaciones silvestres de sacha inchi, cuya diferencia 

de edad sea más marcada. Asimismo, abarcar otros departamentos productores del 

cultivo, incluyendo las otras posibles especies de sacha inchi que se puedan encontrar 

uno de ellos. 
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VIII. ANEXOS 

Anexo 1. Datos generales de ocho parcelas de sacha inchi en la región San Martín 

 

Estándar UTM DENTRO DE LA PARCELA
CERCO Y 

ALREDEDORES

LA-PA-A-P1

Tutor 

muerto 462 331070, 9287544 Papaya. Plátano Monte

LA-PA-A-P3 443 331109.5, 9287507.7Papaya. Plátano Monte

LA-PA-A-P4 439 331069, 9287489.2 Papaya. Plátano Monte

LA-PA-A-P5 437 331048.7, 9287509.4Papaya. Plátano Monte

LA-PA-B-P1 Sin tutor 502 330677.4, 9288367.1Maleza Cacao (al costado)

LA-PA-B-P2 503 330666.3, 9288361.6Maleza Cacao (al costado)

LA-PA-B-P3 501 330670, 9288376.3 Maleza Cacao (al costado)

LA-PA-B-P4 502 330668.1, 9288368.9Maleza Cacao (al costado)

DO-CA-A-P1 Tutor muerto 900 294262.2, 9286933.8Café cacao, maleza en su mayoría poaceas Monte

DO-CA-A-P2 897 294174.1, 9288349.2Café cacao, maleza en su mayoría poaceas Monte

DO-CA-A-P3 904 294268.1, 9288345.9Café cacao, maleza en su mayoría poaceas Monte

DO-CA-A-P4 910 294268.1, 9288342.2Café cacao, maleza en su mayoría poaceas Monte

DO-CA-B-P2 Tutor muerto 893 294255.1, 9288391.9Cacao y maleza Monte

DO-CA-B-P3 898 294268, 9288393.8 Cacao y maleza Monte

DO-CA-B-P4 898 294268, 9288386.4 Cacao y maleza Monte

DO-CA-B-P5 900 294275.5, 9288358.8Cacao y maleza Monte

PI-SA-A-P1 Tutor muerto 250 366448.3, 9226536.4Maleza Monte

PI-SA-A-P2 241 366424.5, 9226499.5Maleza Monte

PI-SA-A-P3 234 366505.4, 9226529.2Maleza Monte

PI-SA-A-P5 230 366461.3, 9226495.9Maleza Monte

PI-SA-B-P1 Tutor muerto 276 366604.4, 9226717.4Maleza, predominante pasto brizantha Limón y papaya

PI-SA-B-P2 284 366536.2, 9226720.9Maleza, predominante pasto brizantha Limón y papaya

PI-SA-B-P3 286 366525.1, 9226748.5Maleza, predominante pasto brizantha Limón y papaya

PI-SA-B-P4 283 366563.8, 9226745 Maleza, predominante pasto brizantha Limón y papaya

BE-PO-A-P1 Sin tutor 305 348625, 9207226 Guaba y plátano. Maleza Cerco vivo

BE-PO-A-P2 304 348615, 9207225 Guaba y plátano. Maleza Cerco vivo

BE-PO-A-P3 306 348612, 9207226 Guaba y plátano. Maleza Cerco vivo

BE-PO-A-P4 309 348604, 9207214 Guaba y plátano. Maleza Cerco vivo

BE-PO-B-P1
Tutor 

muerto
286

348636, 9207121 Guaba, limón, coco, maiz y plátano. Maleza Plátano y maiz

BE-PO-B-P2 284 348614, 9207109 Guaba, limón, coco, maiz y plátano. Maleza Plátano y maiz

BE-PO-B-P3 285 348614, 9207109 Guaba, limón, coco, maiz y plátano. Maleza Plátano y maiz

BE-PO-B-P4 282 348641, 9207092 Guaba, limón, coco, maiz y plátano. Maleza Plátano y maiz

PAUCARPATA

1 año

4 años

1 año

6 años

6 meses

3.5 años

3 Meses

5 Años

BELLAVISTA
NUEVO 

PROGRESO

LAMAS

EL DORADO CASHNAHUASI

PICOTA SAN ANTONIO

1
Floración-

fructificación

0.5
Crecimiento 

vegetativo

1
Floración-

fructificación

1
Floración-

fructificación

0.5
Floración-

fructificación

1
Floración-

fructificación

ETAPA 

FENOLÓGICA

1.5
Floración-

fructificación

2.5
Floración-

fructificación

UBICACION
AREA 

(ha)

SISTEMA DE 

CULTIVO
ALTITUD

OTRAS ESPECIES

PROVINCIA LOCALIDAD

EDAD DEL 

CULTIVO 

(años)

PLANTA
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Anexo 2. Protocolo para purificación de ADN con el kit illustra GFX PCR DNA and 

Gel Band Purification 

1. Captura de la muestra 

a) Pesar un tubo de microcentrífuga de 1,5 ml sin ADNasa y registrar el peso. 

b) Usando un bisturí limpio, cortar la banda de agarosa que contiene la muestra de 

interés. Colocar la banda de gel de agarosa en un tubo de microcentrífuga de 1,5 ml 

(suministrado por el usuario) libre de DNasa.  

c) Pesar el tubo de microcentrífuga más el gel agarosa y calcular el peso de la agarosa 

rebanada (La muestra ahora se puede almacenar a -20° C hasta 1 semana) 

d) Agregar 10 µl de Capture buffer type 3 por cada 10  mg de rebanada de gel, por 

ejemplo, agregar 300 µl de Capture buffer type 3 por cada 300  mg de gel. (Si la 

porción de gel pesa menos de 300  mg, agregar 300 µl de Capture buffer type 3. NO 

agregar menos de 300 µl de buffer por muestra).  

e) Mezclar por inversión e incubar a 60° C por 15-30 minutos hasta que la agarosa esté 

completamente disuelta. Mezclar por inversión cada 3 minutos.  (Si la muestra 

contiene ADN mayor a 5 kb, no vortecear, ya que esto puede causar la ruptura de 

ADN. 

f) Una vez que la agarosa se ha disuelto completamente, comprobar que la mezcla 

Capture buffer type 3-muestra, es de color amarillo o naranja pálido. (Si el color de 

la mezcla es rosa oscuro o rojo, agregar un pequeño volumen (~ 10 µl) de acetato de 

sodio 3 M, pH 5.0 y mezclar. Asegúrese de que la mezcla se vuelva de color amarillo 

o naranja pálido antes de cargar en el GFX MicroSpin column) 

g) Para cada purificación que se va a realizar, colocar una columna GFX MicroSpin en 

un tubo de colección. 

2. Unión de la muestra 

a) Centrifugar brevemente la mezcla Capture buffer type 3-muestra para colectar el 

líquido en la parte inferior del tubo. 

b) Transferir 800 µl de la mezcla Capture buffer type 3-muestra en la columna GFX 

MicroSpin ensamblado en el tubo de colección. (Se puede utilizar la tapa del tubo de 

colección para tapar la columna GFX Microspin) 

c) Incubar a temperatura ambiente durante 1 minuto. 

d) Centrifugar a 16000 xg por 30 segundos 
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e) Desechar el flujo vaciando el tubo de colección. Colocar nuevamente la columna 

GFX MicroSpin dentro del tubo de recogida. 

f) Repetir los pasos de b a e hasta que toda la muestra esté cargada. 

3. Lavar y secar: 

a) Añadir 500 µl de Wash buffer type 1 a la columna GFX MicroSpin. 

b) Centrifugar la columna ensamblada y el tubo de recogida a 16 000 × g durante 30 

segundos.  

(Si la pureza es primordial (muestra de extremo romo), repetir el lavado y secado del 

paso a y realizar el paso b dos veces. Después de la primera centrifugada, descartar 

el flujo, colocar el GFX Columna MicroSpin de nuevo al interior del tubo de recogida 

y centrifugar a 16 000 × g por 30 segundos. Este paso de lavado adicional puede 

reducir el rendimiento en un 4%). 

c) Descartar el tubo de colección y transferir la columna GFX MicroSpin a un nuevo 

tubo de 1,5 ml libre de DNasa (suministrado por el usuario). 

4. Elución: 

a) Añadir 10–50 µl de Elution buffer type 4 o tipo 6 al centro de la membrana en la 

columna GFX MicroSpin ensamblada al nuevo tubo de colección. 

b) Incubar la Columna GFX MicroSpin y tubo de colección de muestra a T° ambiente 

durante 1 minuto. 

c)  Centrifugar la columna ensamblada con el tubo de colección a 16 000 × g durante 1 

minuto para recuperar el ADN purificado.  

d) Almacenar el ADN purificado a -20°C. 
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Anexo 3. Protocolo para ligación del fragmento de ADN en el Vector PCR 2.1-TOPO 

Materiales: 

 Tubos eppendorf de 1.5 ml y 2 ml. 

 Gradilla para tubos. 

 Micropipetas de 10, 200 y 1000 μl 

 Tips de 10, 200 y 1000 μl. 

 Rack para tubos. 

 Cooler. 

 Vector PCR 2.1-TOPO 

 Buffer de reacción de ligasa 5X T4 DNA 

 Agua para PCR. 

Procedimiento: 

Para la ligación: Inicialmente, obtener el ADN puro. Posteriormente realizar la ligación con 

dicho fragmento.  

 Determinar la concentración ideal de ADN en base al tamaño del fragmento de ADN 

y del vector 2.1-TOPO. Para ello utilizar la siguiente fórmula: 

X ng de producto PCR =
Ypb de producto PCR X 50 ng de vector

Tamaño en pb de PCR vector (3900)
 

 Preparar el siguiente mix de ligación para un volumen final de 10 μl: 

Agua para PCR:          4 μl 

Buffer 5XT4:              2 μl 

Vector pCR 2.1:         2 μl 

Producto PCR:           1 μl 

LIGASA:                       1 μl 

TOTAL:                     10 μl 

 Incubar durante 1 hora a temperatura ambiente y almacenar a -30°C hasta realizar la 

transformación bacteriana 
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Anexo 4. Protocolo para transformación bacteriana en Células E. coli TOP 10 

químicamente competentes por shock térmico 

Materiales: 

 Células E. coli  TOP 10 químicamente competentes. 

 Medio S.O.C. y LB (sólido y líquido). 

 Material de vidrio estéril (probeta de 100, 250 y 500 ml, alza, placas Petri) 

 Cinta parafilm 

 Alcohol. 

 Mechero. 

 Ampicilina o kanamicina. 

 Cámara de flujo laminar. 

 Incubador shaker.  

Procedimiento: 

La transformación bacteriana se realizará por shock térmico, para ello se realiza el siguiente 

procedimiento: 

 Calentar el baño María a 42°C. 

 Descongelar los viales de bacterias y la reacción de ligación sobre hielo y el medio 

S.O.C. a temperatura ambiente.  

 Pipetear 1 μl de reacción de ligación en el vial que contiene 50 μl de suspensión 

bacteriana. 

 Incubar en hielo durante un minuto. 

 Incubar en baño María durante 30 segundos e inmediatamente colocar en hielo 

durante 30 segundos más. 

 Adicionar al vial, 250 μl de medio S.O.C. y resuspender. 

 Incubar durante 1 hora a 37°C y 150 rpm. 

 Preparar el medio LB sólido conteniendo kanamicina en la relación de 1000:1 

(LB:Kanamicina). P. ej. verter 250 μl de kanamicina en 250 ml de medio LB. 

 Plaquear  25 ml de  medio  LB sólido con kanamicina y enfriar durante 15 minutos. 

 Pipetear 25 μl de X-gal en el medio sólido y expandir. 

 Sembrar 100 μl de bacteria transformada en la placa. 

 Incubar durante 16 horas a 37°C. 
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Anexo 5. Protocolo del QIAprep® Spin Miniprep Kit 

Todos los pasos de centrifugación se llevan a cabo a 13,000 rpm (~ 17,900 x g) en una 

centrífuga convencional. 

Procedimiento: 

 Obtener pellet a partir de 1–5 ml de cultivo bacteriano mediante centrifugación a> 

8000 rpm (6800 x g) durante 3 min. a temperatura ambiente (15–25°C). 

 Resuspender las células bacterianas sedimentadas en 250 μl de Tampón P1 y 

transferir a un tubo de microcentrífuga. 

 Agregar 250 μl de Buffer P2 y mezclar bien invirtiendo el tubo 4–6 veces hasta que 

la solución se vuelva clara.  No permitir que la reacción de lisis proceda más de 5 

min. (Si usa el reactivo LyseBlue, la solución se volverá azul) 

 Agregar 350 μl de Buffer N3 y mezclar inmediatamente y completamente invirtiendo 

el tubo 4–6 veces.  (Si usa el reactivo LyseBlue, la solución se volverá incolora) 

 Centrifugar durante 10 minutos a 13,000 rpm (~ 17,900 x g) en una microcentrífuga. 

 Aplicar 800 μl de sobrenadante del paso 5 a la columna de centrifugación QIAprep 

2.0 mediante pipeteo. Centrifugar durante 30–60 s y desechar el flujo. 

 Recomendado: Lavar la columna de centrifugación QIAprep 2.0 agregando 0.5 ml 

de tampón PB. Centrifugar durante 30–60 s y desechar el flujo 

Nota: este paso solo es necesario cuando se utilizan endA + cepas u otras cepas de 

bacterias con alta actividad nucleasa o contenido de carbohidratos. 

 Lavar la columna de centrifugación QIAprep 2.0 agregando 0.75 ml de Buffer PE. 

Centrifugar durante 30–60 s y desechar el flujo,  

 Centrifugar durante 1 minuto para eliminar el tampón de lavado residual. 

 Colocar la columna QIAprep 2.0 en un tubo limpio de microcentrífuga de 1,5 ml. 

Para eluir el ADN, añadir 50 μl de Buffer EB (TrisCl 10 mM, pH 8.5) o agua al 

centro del QIAprep 2.0 spin column , dejar reposar durante 1 min y centrifugar 

durante 1 min. 

 Si el ADN extraído se analiza en un gel, agregar 1 volumen de Loading Dye por 5 

volúmenes de ADN purificado. Mezclar la solución pipeteando arriba y abajo antes 

de cargar el gel. 
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Anexo 6. Protocolo para purificación de ADN de 40 pb a 50 kb a partir de soluciones 

acuosas 

Procedimiento: 

 Transferir la muestra a un tubo de 1.5 ml. Agregar 3 volúmenes de Buffer QX1 a 1 

volumen de muestra de ADN de 100 pb - 4 kb. (Por ejemplo, agregar 300 µl de 

Buffer QX1 a cada 100  mg de gel). 

 Resuspender QIAEX II mediante vorteceo durante 30 s. Añadir 10 ul de QIAEX 

II a la muestra. 

 Incubar a 50° C durante 10 minutos para solubilizar la agarosa y unir el ADN. 

Mezclar por vorteceo * cada 2 minutos para mantener QIAEX II en suspensión. 

Comprobar que el color de la mezcla sea amarillo. (Si el color de la mezcla es 

naranja o púrpura, agregar 10 µl de acetato de sodio 3 M, pH 5.0, y mezclar).  

 Centrifugar la muestra durante 30 segundos y eliminar cuidadosamente el 

sobrenadante con una pipeta. 

 Lavar el pellet con 500 µl de Buffer QX1. (Resuspender el sedimento mediante 

agitación con vórtex. * Centrifugar la muestra durante 30 segundos y retirar todo el 

sobrenadante con una pipeta. Este paso de lavado elimina la agarosa residual). 

 Lavar el pellet dos veces con 500 µl de Buffer PE. (Resuspender el pellet mediante 

vórtice *. Centrifugar la muestra durante 30 s y eliminar con cuidado el sobrenadante 

con una pipeta. Estos pasos de lavado eliminan los restos de sal). 

 Secar al aire el pellet durante 10–15 minutos o hasta que el pellet se vuelva blanco. 

(Si se usan 30 µl de suspensión QIAEX II, secar al aire el sedimento durante 

aproximadamente 30 minutos. No secar al vacío, ya que esto puede causar un secado 

excesivo. El secado en exceso del pellet QIAEX II puede resultar en una 

disminución de la eficiencia de elución. 

 Para eluir el ADN, agregar 20 µl de Tris · Cl 10 mM, pH 8.5 o H2O y volver a 

suspender el sedimento mediante vórtice. Incubar a temperatura ambiente durante 5 

minutos. 

 Centrifugar durante 30 s. Con cuidado pipetear el sobrenadante en un tubo limpio. 

(El sobrenadante ahora contiene el ADN purificado). 

 Opcional: repita los pasos 9 y 10 y combine los eluatos. (Un segundo paso de elución 

aumentará el rendimiento en aproximadamente un 10-15%). 
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Anexo 7. Análisis fisicoquímico del suelo en parcelas de sacha inchi de cuatro 

localidades de la región San Martín 
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A
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A
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1 

LA-PA-A-P1 7.62 0.34 19.99 3.42 8.4 250 24 38 38 Fr.Ar. 

LA-PA-A-P3 7.71 0.47 14.76 4.50 10.7 397 30 26 44 Ar. 

LA-PA-A-P4 7.67 0.47 10.95 7.24 11.8 295 46 22 32 Fr.Ar.A. 

LA-PA-A-P5 7.75 0.46 12.38 4.06 4.8 471 30 26 44 Ar. 

4 

LA-PA-B-P1 7.71 0.41 15.71 4.83 5.7 282 36 32 32 Fr.Ar. 

LA-PA-B-P2 7.71 0.43 19.52 5.29 4.8 272 38 32 30 Fr.Ar. 

LA-PA-B-P3 7.72 0.43 14.76 4.43 4.3 270 32 32 36 Fr.Ar. 

LA-PA-B-P4 7.80 0.31 20.94 3.97 3.4 203 36 40 24 Fr. 

C
A
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D
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 1 

DO-CA-A-P1 7.39 0.38 0.70 11.13 14.1 544 30 33 37 Fr.Ar. 

DO-CA-A-P2 6.92 0.37 0.00 6.55 16.7 650 22 35 43 Ar. 

DO-CA-A-P3 7.13 0.32 0.00 5.88 8.9 306 34 33 33 Fr.Ar. 

DO-CA-A-P4 7.77 0.27 8.60 8.66 8.0 339 28 41 31 Fr.Ar. 

6 

DO-CA-B-P2 6.53 0.18 0.00 6.90 10.7 615 30 39 31 Fr.Ar. 

DO-CA-B-P3 7.26 0.41 0.70 11.26 7.3 409 26 25 49 Ar. 

DO-CA-B-P4 6.61 0.30 0.20 6.07 2.8 335 22 35 43 Ar. 

DO-CA-B-P5 6.74 0.33 0.00 14.48 5.2 328 42 29 29 Fr.Ar. 

S
A

N
 A

N
T

O
N

IO
-

P
IC

O
T

A
 0.5 

PI-SA-A-P1 7.84 0.43 15.71 5.79 6.0 758 36 30 34 Fr.Ar. 

PI-SA-A-P2 7.75 0.47 5.71 4.24 5.7 1022 28 28 44 Ar. 

PI-SA-A-P3 7.71 0.50 13.33 4.21 6.5 726 22 38 40 Ar. 

PI-SA-A-P5 7.71 0.53 13.80 5.33 8.2 1052 22 40 38 Fr.Ar. 

3.5 

PI-SA-B-P1 7.84 0.39 15.23 3.37 3.5 680 26 36 38 Fr.Ar. 

PI-SA-B-P2 7.93 0.42 22.37 2.68 4.9 1020 26 34 40 Ar. 

PI-SA-B-P3 7.84 0.45 12.85 4.06 3.6 1070 30 32 38 Fr.Ar. 

PI-SA-B-P4 7.84 0.37 14.28 3.59 5.1 662 32 32 36 Fr.Ar. 
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0.25 

BE-PO-A-P1 7.69 0.40 21.00 5.14 2.8 511 26 33 41 Ar. 

BE-PO-A-P2 7.73 0.38 25.30 4.44 4.4 391 24 33 43 Ar. 

BE-PO-A-P3 7.78 0.44 23.90 7.46 3.8 523 30 33 37 Fr.Ar. 

BE-PO-A-P4 7.82 0.31 22.40 4.14 3.3 332 30 27 43 Ar. 

5 

BE-PO-B-P1 7.78 0.54 30.50 6.73 3.8 518 24 31 45 Ar. 

BE-PO-B-P2 7.82 0.47 29.60 4.78 3.7 512 26 33 41 Ar. 

BE-PO-B-P3 7.86 0.59 28.60 1.38 4.2 594 26 31 43 Ar. 

BE-PO-B-P4 7.77 0.40 34.80 5.75 3.4 344 24 41 35 Fr.Ar. 
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1 

LA-PA-A-P1 25.60 23.03 1.63 0.78 0.15 0 25.60 25.60 100 0.23 

LA-PA-A-P3 35.84 31.14 3.83 0.76 0.11 0 35.84 35.84 100 0.31 

LA-PA-A-P4 40.00 34.96 4.20 0.72 0.11 0 40.00 40.00 100 0.45 

LA-PA-A-P5 36.32 32.10 3.02 1.06 0.15 0 36.32 36.32 100 0.31 

4 

LA-PA-B-P1 27.68 24.57 2.23 0.76 0.12 0 27.68 27.68 100 0.38 

LA-PA-B-P2 28.16 24.60 2.72 0.68 0.16 0 28.16 28.16 100 0.33 

LA-PA-B-P3 30.72 27.32 2.65 0.64 0.10 0 30.72 30.72 100 0.30 

LA-PA-B-P4 26.08 23.03 2.35 0.59 0.11 0 26.08 26.08 100 0.27 
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 1 

DO-CA-A-P1 39.20 31.40 3.67 1.21 0.12 0 36.40 36.40 93 0.57 

DO-CA-A-P2 42.56 28.40 3.12 1.64 0.10 0 33.26 33.26 78 0.31 

DO-CA-A-P3 31.68 23.40 1.62 0.72 0.09 0 25.82 25.82 82 0.34 

DO-CA-A-P4 28.32 25.34 2.18 0.68 0.12 0 28.32 28.32 100 0.46 

6 

DO-CA-B-P2 27.20 19.60 2.75 1.32 0.13 0 23.80 23.80 88 0.35 

DO-CA-B-P3 42.40 32.90 2.82 0.83 0.15 0 36.70 36.70 87 0.48 

DO-CA-B-P4 30.72 21.70 2.37 0.79 0.13 0 24.99 24.99 81 0.28 

DO-CA-B-P5 40.00 30.10 2.38 0.71 0.13 0 33.32 33.32 83 0.58 
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-
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A
 0.5 

PI-SA-A-P1 27.68 19.85 6.17 1.54 0.12 0 27.68 27.68 100 0.36 

PI-SA-A-P2 31.68 24.52 5.47 1.55 0.15 0 31.68 31.68 100 0.30 

PI-SA-A-P3 27.20 22.15 3.13 1.76 0.15 0 27.20 27.20 100 0.29 

PI-SA-A-P5 28.80 21.96 3.97 2.74 0.13 0 28.80 28.80 100 0.35 

3.5 

PI-SA-B-P1 24.64 19.22 3.65 1.59 0.18 0 24.64 24.64 100 0.25 

PI-SA-B-P2 25.60 19.46 3.83 2.17 0.13 0 25.60 25.60 100 0.22 

PI-SA-B-P3 28.80 21.84 4.30 2.53 0.13 0 28.80 28.80 100 0.30 

PI-SA-B-P4 24.80 18.65 4.32 1.67 0.17 0 24.80 24.80 100 0.27 
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0.25 

BE-PO-A-P1 35.20 29.56 4.53 0.97 0.14 0 35.20 35.20 100 0.40 

BE-PO-A-P2 30.72 25.88 3.87 0.82 0.15 0 30.72 30.72 100 0.33 

BE-PO-A-P3 32.32 25.92 5.23 1.01 0.17 0 32.32 32.32 100 0.43 

BE-PO-A-P4 34.56 29.72 4.07 0.63 0.14 0 34.56 34.56 100 0.30 

5 

BE-PO-B-P1 31.04 24.70 5.18 0.99 0.17 0 31.04 31.04 100 0.43 

BE-PO-B-P2 30.08 23.97 4.80 1.14 0.17 0 30.08 30.08 100 0.33 

BE-PO-B-P3 28.80 22.33 5.12 1.18 0.17 0 28.80 28.80 100 0.42 

BE-PO-B-P4 24.32 19.50 3.98 0.70 0.13 0 24.32 24.32 100 0.36 
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Anexo 8. Árbol filogenético y clustering al 97% de secuencias de clones de HMA en 

asociación con raíces de sacha inchi 
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