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1. Resumen 

En este trabajo se realizó un análisis de la estructura de las comunidades bacteriana y fúngica 

en lavas a lo largo de una cronosecuencia, a través del análisis en coladas formadas en 1842 

y 1969, de la Isla Decepción (Antártida). La comunidad bacteriana no presentó cambios 

significativos en la estructura de su comunidad a lo largo de la cronosecuencia, mostrando 

continuidad de los taxones y siendo los filos bacterianos más abundantes Proteobacteria, 

Bacteroidota, Acidobacteriota, Actinobacteriota, Verrucomicrobiota y Firmicutes, donde los 

géneros Dyella, Bryocella y Endobacter explicaban la estructura de esta comunidad 

bacteriana. La comunidad de hongos estuvo dominada por Ascomycota, mostrando 

diferencias entre lavas de distinta edad, con una tendencia a reducir la biodiversidad a lo 

largo del tiempo y revelándose un posible reemplazamiento de taxones. Las familias de 

hongos más abundantes fueron Herpotrichiellaceae, Lecanoraceae, Acarosporaceae y 

Porpidiaceae en la colada de 1842 y Stereocaulaceae, Acarosporaceae, Trapeliaceae y 

Herpotrichiellaceae en lavas de la colada de 1969. Los géneros que mejor explicaban la 

estructura de la comunidad de hongos estudiada eran Lecidella, Bellemerea, Lepraria, 

Micarea, Cyathicula, Epithamnolia y Gorgomyces en 1842 y Plaxopsis y Stereocaulon en 

1969, todos géneros de hongos formadores de líquenes que a su vez dominan la comunidad. 

Por todo ello podemos concluir que las dinámicas de colonización de las lavas por bacterias 

y hongos son diferentes, siendo la aparición de ciertos taxones fúngicos más dependientes 

del tiempo de exposición de las lavas, que la de bacterias. 

2. Introducción 

Desde 1960 la ecología microbiana y la microbiología ambiental han ido cobrando cada vez 

más importancia y aumentando su número de estudios, en paralelo al incremento de interés 

general sobre el conocimiento de los entornos, la ecología. Estos estudios ambientales se 

clasifican en función de los entornos donde están presentes los microorganismos, 

distinguiéndose así estudios de sistemas terrestres, acuáticos, atmosféricos y otros 

organismos como sistema; aunque en estudios de microbiología ambiental es necesario 

definir también el concepto de microhábitat o microambiente, puesto que es lo que 

verdaderamente determinante en el establecimiento y funcionamiento de los ecosistemas 

microbianos (Atlas y Bartha, 2002; Brock et al., 2003; Madsen, 2015; McArthur, 2006; 

Pepper et al., 2015). Así, encontramos autoras que consideran los ambientes extremos como 
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ambiente propio a la misma escala que los terrestre, acuático y atmosférico, como es el caso 

de (Pepper et al., 2015), aunque la tendencia general de los estudios de microbiología 

ambiental, como los realizados por (Atlas y Bartha, 2002; Brock et al., 2003), consiste en 

dividir los sistemas en terrestre, acuático y atmosférico, y estudiar aparte otros organismos 

como sistema, hábitat o ambiente de los microorganismos. 

Los ecosistemas microbianos de ambientes extremos son de gran interés debido al 

desconocimiento de su diversidad y composición y su potencial biotecnológico, haciendo 

que haya organizaciones interesadas en la producción científica a favor de la comprensión 

de estos ambientes para su conservación, protección y manejo, algo que cobra mayor 

importancia en el actual marco de Cambio Global (Maier y Neilson, 2015). Estos ambientes 

pueden considerarse extremos por temperaturas muy altas o muy bajas, por baja 

disponibilidad de agua o de luz, por falta de nutrientes, pHs extremos, entre otros… 

Los ecosistemas en los que se desarrollan las comunidades microbianas contienen una 

variedad de nichos en los que las poblaciones pueden desarrollar papeles funcionales 

específicos (Wei et al., 2014). Las poblaciones que componen estas comunidades se van 

adaptando e interrelacionando y cambiando a lo largo del tiempo, pudiendo alcanzar un 

estado de equilibrio. Dentro de esta dinámica del sistema, las comunidades sufren de 

reemplazos de taxones, conocidas como sucesiones ecológicas. Tras la colonización inicial 

de las rocas, las comunidades presentan cambios de abundancia y reemplazo de taxones que 

juegan un papel fundamental en el funcionamiento del ecosistema, llegando rara vez a un 

clímax. Las sucesiones ecológicas se pueden clasificar en: A) primarias, sucesión de cambios 

en hábitats que no han sido colonizados previamente, y B) secundarias, procesos de cambios 

en hábitats con colonización e historia sucesional previas (Atlas y Bartha, 2002). 

Los zonas descubiertas tras el retroceso glaciar son áreas sin colonización previa y sistemas 

de elevado interés científico, porque no sólo permiten conocer cómo afecta en cambio 

climático en los sistemas sino que, además, permiten observar la génesis de nuevos 

ecosistemas y la adaptación de especialistas a nuevos ambientes, que permiten comprender 

cómo se produce la colonización y los procesos de sucesión ecológica primaria, donde los 

microorganismos son los colonizadores pioneros y generadores de condiciones para el 

establecimiento de comunidades más complejas (Fernández-Martínez et al., 2017; Llambí 

et al., 2021; Muggia y Grube, 2018; Ortiz-Rivero et al., 2023). 
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En los estudios de sucesión ecológica primaria, los ecosistemas volcánicos son 

probablemente uno de los sistemas menos estudiados. En estos sistemas, aunque sea cuestión 

de meses que las comunidades pioneras comiencen la colonización del material (Bergsten et 

al., 2021), la sucesión primaria es lenta, en especial en sus primeras fases incluso cuando ya 

es colonizada por plantas (del Moral, R., 1993). 

La Isla Decepción, en la Antártida, supone un entorno poco alterado por la actividad humana 

y con condiciones climáticas adversas (clima polar marítimo) que oscilan entre los 11°C y -

28°C y precipitaciones elevadas, de 500mm de media anual (Departamento de 

Comunicación del Ejército de Tierra, 2021) y con condiciones de oligotrofia (Llames y 

Vinocur, 2007), lo que constituye un entorno de especial interés para estudios básicos de 

sucesión ecológica en volcanes. Además, dado que la macroecología de las islas 

circumantárticas está poco estudiada (Lebre et al., 2023), este estudio trata de aportar mayor 

conocimiento sobre los procesos ecológicos a escala temporal que pueda ayudar a continuar 

ampliando el conocimiento de la ecología microbiana de estos ambientes. 

Las lavas volcánicas en ambientes polares pueden contener unas comunidades de 

microorganismos muy específicas (Noell et al., 2022). A pesar de la tendencia creciente de 

estudios sobre diversidad microbiana en regiones polares, hasta lo que nosotras sabemos son 

escasos los estudios de diversidad microbiológica en coladas de lavas la Antártida, y la 

macroecología de las islas circumantárticas está mal caracterizada (Lebre et al., 2023). En 

la zona de estudio de este trabajo en Isla Decepción, se conoce la diversidad en cenizas 

depositadas en un glaciar de la isla (Martínez Alonso et al., 2019) y recientemente de algunas 

muestras de lava en las proximidades de la Base Gabriel de Castilla (Hidalgo-Arias et al., 

2023), pero no se ha analizado la cronosecuencia de colonización. Por ello, este estudio se 

propone caracterizar la estructura de la comunidad bacteriana y fúngica de lavas de Isla 

Decepción para conocer su singularidad y contribuir a las estimas de diversidad globales, 

pero a su vez al estudiar coladas volcánicas en esta isla procedentes de dos distintas 

erupciones datadas es posible analizar procesos de sucesión primaria a través de la 

comparación de la estructura de la comunidad microbiana en ambas. 

Nuestra hipótesis de trabajo es que la estructura de la comunidad de lavas en Isla Decepción 

(Antártida) depende de los años de exposición de las lavas a condiciones ambientales y es 

resultado de procesos de sucesión primaria. Para demostrar esta hipótesis nos proponemos 

los siguientes objetivos: 1) conocer la diversidad fúngica y bacteriana de lavas en la Isla 
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Decepción de dos erupciones diferentes, 2) evaluar si se han producido reemplazo de taxones 

3) caracterizar las dinámicas de colonización. 

3. Material y métodos 

Zona de estudio 

La zona de estudio se trata de dos coladas volcánicas sitas en la Isla Decepción, en la 

Antártida, cuyas formaciones se datan en 1842 y 1969. La Isla Decepción es una isla 

volcánica con forma de herradura, localizada en el archipiélago de las Islas Shetland del Sur, 

resultado de distintas erupciones de un volcán activo. En los años 1967, 1969 y 1970 se 

detectó actividad volcánica de conos piroclásticos y lavas andesíticas, y anteriormente, en 

las erupciones de 1829 a 1912 resultaron en lavas y tefras basálticas (Rey et al., 1995). 

Toma de muestras 

En 2022, se recogieron 40 fragmentos de lava de dos coladas volcánicas sitas en la Isla 

Decepción, datadas en 1842 y 1969. En cada colada se establecieron 5 zonas de muestreo en 

función de su cercanía al origen de las coladas y se recogieron 2 fragmentos de cada zona 

de muestreo con la misma orientación, con el objeto de minimizar las diferencias 

ambientales que puedan afectar a las comunidades microbianas, consiguiendo que la 

diferencia principal entre las zonas sea el tiempo de exposición a la colonización. Las 

coordenadas de los lugares donde se recogieron las muestras fueron tomadas por un GPS 

Garmin (Fig. 1). 

Figura 1. Mapa de la Isla Decepción (D), en la Antártida (C), donde se muestran en rosa las muestras tomadas en la 
colada de 1842 (detalle en B) y en verde las tomadas en la colada de 1969 (detalle en A). Además, en C) se muestra en 
rosa la localización de la Isla Decepción en la Antártida. 
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Extracción de DNA y PCR 

Para este proceso, en este estudio se sigue el procedimiento descrito en (Garrido-Benavent 

et al., 2020). El DNA genómico se extrajo a partir de 0,35 g de muestra de lava utilizando y 

siguiendo el protocolo del fabricante del kit de aislamiento de DNA PowerSoil (MO BIO 

Laboratories, Carlsbad, CA, Estados Unidos). Posteriormente, para la amplificación del 

DNA bacteriano por PCR se usaron los cebadores universales de código de barras 27F y 

338R, que abarcan las regiones hipervariables V1-V2 de los genes 16S rRNA bacterianos 

(Lane, 1991; Fierer et al., 2008), mientras que para la amplificación del DNA fúngico se 

usaron los cebadores ITS1F_KYO2 e ITS2_KYO2 (Toju et al., 2012) que abarca la región 

de la región espaciadora transcrita interna ITS1 del ARNr fúngico. Las PCRs se realizaron 

utilizando microesferas de PCR GE Healthcare illustraTM PuReTaq Ready-To-GoTM 

(Amersham Biosciences) que se añadieron a mezclas de reacción que contenían: 3 μl de 

DNA, 1,5 μl de cada cebador (10 μM) y 19 μl de H2O estéril (SigmaTM). Los cebadores 

tenían las etiquetas universales CS1 y CS2 unidas a sus extremos. Las condiciones de 

reacción fueron las siguientes: desnaturalización a 95◦C durante 5 min, seguida de 35 ciclos 

(30 para bacterias) de desnaturalización a 94◦C durante 1 min, alineamiento a 52º C (hongos) 

y 54◦C (bacterias durante 1 min, y extensión a 72◦C durante 1 min, más una extensión final 

a 72◦C durante 7 min. La secuenciación por pares se realizó en un secuenciador Illumina 

MiSeq (2 × 250 pb, San Diego, CA, Estados Unidos) utilizando el kit de reactivos MiSeq 

(v3). El centro de secuenciación desmultiplexó las lecturas sin procesar y eliminó las 

secuencias de código de barras. 

Procesamiento de datos de DNA 

Las secuencias obtenidas de los amplicones de un fragmento del gen bacteriano 16S ARNr 

obtenidas a través de la tecnología MiSeq® de IIlumina® fueron procesadas 

bioinformáticamente para inferir ASVs (del inglés, amplicon sequence variant, se trata de 

secuencias que difieren al menos en un solo nucleótido) utilizando el paquete 

R dada2 v.1.8.0 (Callahan et al., 2016) y siguiendo el flujo de trabajo publicado en (Neilson 

et al., 2017) y adaptado para este estudio. Este flujo de trabajo consiste en realizar un análisis 

taxonómico y filogenético de los conjuntos de muestras. Para ello las secuencias recibidas 

por Illumina se transformaron en archivos legibles por el software (artefactos), y se realizó 

un análisis de la calidad de los reads, que se usa para determinar los valores de filtrado y 

truncamiento de dada2 (en este estudio se establecen límites de 0 a 250 para bacterias y 
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ningún límite para hongos), eliminando así las regiones o reads con baja calidad. 

Posteriormente se realizó una filtración para reducir el número de ASVs, estableciendo un 

mínimo de presencia en 2 muestras y eliminación de las no clasificadas. Después, se 

asignaron taxones a las ASVs utilizando la aproximación de Naive-Bayes (Buitinck et al., 

2013; Pedregosa et al., 2011) implementada en la librería “scikit learn” de Python 

(https://scikit-learn.org/stable/modules/naive_bayes.html) y la Base de Datos “SILVA” 

(Quast et al., 2012; Yilmaz et al., 2014). Tras esto, se evaluaron los conjuntos de asignación 

taxonómica con BLAST, para realizar una comprobación de las asignaciones con mayor 

calidad de las ASVs. Después, se eliminaron las asignaciones de contaminantes o 

identificaciones que no son relevantes para este estudio, tales como cloroplastos, 

mitocondrias, Archaea y Eukaryota, así como aquellas no asignadas a nivel de filo, llamadas 

secuencias “quimera”, ya que sólo generan ruido. Las ASVs se agruparon para determinar 

el árbol filogenético. Finalmente, estos datos se exportaron los ficheros de secuencia, perfil 

y abundancia. 

Para el estudio de la estructura de la comunidad fúngica se trataron las secuencias de Illumina 

de la región ITS1 del DNA que codifica al ARN ribosomal nuclear fúngico y se realizó el 

mismo procedimiento que en el análisis bacteriano, aunque se utilizó la base de datos 

“UNITE” (Abarenkov et al., 2024; Kõljalg et al., 2020), exportada a fecha 31 de marzo de 

2023 y sin recortar, dado que no se ha probado sistemáticamente que recortarla sea mejor 

para la clasificación. De esta manera se usa la base de datos de los desarrolladores sin 

recortar. Además, se utilizó clasificador de Qiime2 “Naive-Bayes” (Pedregosa et al., 2011). 

La región ITS1 se extrajo con ITSx (Bengtsson‐Palme et al., 2013). 

Análisis de los datos 

Los datos exportados de hongos y bacterias se visualizaron con la aplicación 

“Microbiomeanalyst” (https://www.microbiomeanalyst.ca/). En esta plataforma se realizó 

un filtrado mínimo de los datos, pero no se hizo ni rarefración, ni transformación de los 

datos, siguiendo como modelo de trabajo el publicado en (Garrido-Benavent et al., 2020) y 

se escalaron los datos mediante escalado de sumas acumuladas. Posteriormente se analizaron 

las abundancias de filos en bacterias y de familias en hongos y se calculó la α diversidad 

mediante los índices Simpson y Shannon, dado que el índice de Simpson da más peso a la 

abundancia de los grupos más comunes mientras que el índice de Shannon se lo da la riqueza. 

La β diversidad se calculó en base al índice Bray-Curtis y se visualizó a través del 

https://scikit-learn.org/stable/modules/naive_bayes.html
https://www.microbiomeanalyst.ca/
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escalamiento multidimensional no métrico (NMDS, por sus siglas del término en inglés 

Nonmetric Multidimensional Scaling) y el ordenamiento en el análisis de componentes 

principales (PCoA, por sus siglas del término en inglés Principal Coordinates Analysis) en 

(Figuras 3C y 3D para bacterias y 3G y 3F para hongos), dado que los ordenamientos utilizan 

métricas y asunciones diferentes: el PCoA usa métricas de distancias euclídicas y asume que 

las variables son independientes mientras que el NMDS no tiene estas asunciones. Además, 

se desarrolló un análisis discriminante lineal (LDA) cuyo tamaño de efecto (LEfSe) permitió 

evaluar qué grupo de organismos explicaba mejor los cambios en la comunidad.  

Mediante el paquete R “biomformat” (McMurdie y Paulson, 2023), se calculó la 

uniformidad de ASVs en las comunidades fúngicas y bacterianas en las muestras de las dos 

coladas estudiadas, mediante el Índice de Pielou. 

Finalmente, para analizar el número de ASVs compartidos entre las comunidades de las dos 

coladas (1842 y 1969), se crearon listados de ASVs a partir de los archivos que teníamos en 

formato Biological Observation Matrix (BIOM). Estos datos fueron visualizados por 

diagramas de Venn realizados mediante la aplicación jvenn (Bardou et al., 2014). 

4. Resultados 

Estructura de las comunidades fúngica y bacteriana de lavas en Isla Decepción 

Se logró obtener amplicones de bacterias a partir de 21 muestras de lava y de hongos de 22 

muestras de lava. La secuenciación consiguió 238667 secuencias bacterianas, con una media 

de 11933,4 ± 4754,4 secuencias por muestra y 610213 secuencias fúngicas y una media de 

30510,7 ± 19835,6 secuencias por muestra (Tabla Suplementaria 1 del Apéndice I). En 

bacterias se consiguieron 870 UTO y en hongos, 180. 

La estructura de la comunidad bacteriana de ambas lavas antárticas estudiadas se caracteriza 

una dominancia en todas las muestras del filo Proteobacteria, a la que le siguen los filos 

Bacteroidota, Acidobacteriota y Actinobacteriota (Figura Suplementaria 1 del Apéndice II). 

Con respecto a la diversidad fúngica el filo Ascomycota fue el más abundante, con 

dominancia de las familias Stereocaulaceae, seguida por Acarosporaceae, 

Herpotrichiellaceae y Lecanoraceae (Figura Suplementaria 2 del Apéndice II). Es de 

destacar que en el estudio de hongos una gran cantidad de secuencias no pudieron asignarse 

a ningún taxón por falta de secuencias próximas en las bases de datos. 
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Comparación de la estructura de las comunidades fúngica y bacteriana en lavas de 

1969 y 1842 

Como se muestra en la Figura 2A, los ASVs bacterianos inferidos se segregan en 20 familias 

para lavas de la colada de 1842 y 23 familias para lavas de la colada de 1969. En lavas de 

1842 las familias con mayor abundancia relativa fueron Proteobacteria, Bacteroidota, 

Acidobacteriota, Actinobacteriota, Verrucomicrobiota y Firmicutes, con 37,6 ± 7,3 %, 14,5 

± 4,8 %, 11,4 ± 7,3 %, 9,6 ± 4,8 %, 9,3 ± 7,6 % y 7,05 ± 11,5 % respectivamente. Estas 

mismas familias, en lavas de 1969, tenían una abundancia relativa de 40,0 ± 8,0 %, 12,8 ± 

3,9 %, 7,3 ± 7,4 %, 8,1 ± 4,8 %, 7,2 ± 8,8 % y 15,1 ± 14,9 % respectivamente, manteniéndose 

Proteobacteria como el filo más abundante (Tabla Suplementaria 2 del Apéndice I). 

 

Figura 2. Abundancia relativa de filos (A) y géneros (B) bacterianos calculada como la media aritmética de las muestras, 
y utilizando la base de datos “SILVA” (Quast et al., 2012; Yilmaz et al., 2014) y fusionando los taxones pequeños con 
recuentos menores que 5000 ASV. 

En la Figura 3A se puede ver cómo las ASVs fúngicas inferidas se segregan en 22 familias 

en lavas de 1842 y 23 familias en las de 1969. Es de destacar el alto porcentaje de secuencias 

no idnetificadas, un 65,9 ± 12,1 % para la colada de 1842y un 42,8 ± 35,0 % no identificado 

para la colada de 1969. En 1842 las familias más abundantes fueron Herpotrichiellaceae, 

Lecanoraceae, Acarosporaceae y Porpidiaceae, con abundancias relativas de 9,71 ± 4,8 %, 

7,3 ± 13,3 %, 6,9 ± 6,6 % y 6,8 ± 11,9 % respectivamente. Estas mismas familias, en lavas 

de 1969 tiene unas abundancias relativas de 3,8 ± 4,0 %, 0,03 ± 0,04 %, 10,3 ± 16,0 % y 0,2 

± 0,5 % respectivamente, pasando a ser la más abundante Stereocaulaceae (36,0 ± 39,3 %), 

seguida de Acarosporaceae, Trapeliaceae (6,1 ± 19,0 %) y Herpotrichiellaceae (3,8 ± 4,0 %). 
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Todas estas familias pertenecen al filo Ascomycota, que representa el 67,4 ± 28,3 % en 1842 

y 77,5 ± 32,0 % de la abundancia relativa en lavas 1969. 

 

Figura 3. Abundancias relativas de familias (A) y géneros (B) de hongos calculadas como medias aritméticas de las 
muestras y utilizando las secuencias exportadas con fecha 31 de marzo de 2023 de la base de datos “UNITE” (Abarenkov 
et al., 2024; Kõljalg et al., 2020) y fusionando los taxones pequeños con recuentos menores que 2000 ASVs. Además, 
aparecen tres grupos especiales: “No asignado”, que son ASVs interpretados como hongos pero que no se puede asignar a 
ninguna de las familias de las bases de datos; “Indefinido”, que son ASVs ue el programa no identifica y “Otra”, que son 
grupos minoritarios. 

Géneros más característicos según el análisis LEfSe 

El análisis discriminante lineal (LDA), cuyo tamaño de efecto (LEfSe) fue analizado, reveló 

que los géneros que mejor explicaban los cambios observados en la comunidad fúngica eran 

Lecidella, Bellemerea, Lepraria, Micarea, Cyathicula, Epithamnolia y Gorgomyces en 1842 

y Placopsis y Stereocaulon en 1969 (Fig. 4A) y que, en la comunidad bacteriana, eran 

Dyella, Bryocella y Endobacter en 1842, mientras que ningún género explicó los cambios 

en la comunidad en 1969 (Fig. 4B). 

 

Figura 4. Tamaño del efecto (LEfSe) del análisis discriminante lineal (LDA) de los géneros de A) hongos y B) bacterias. 
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Alfa diversidad de las comunidades fúngica y bacteriana a lo largo de la sucesión 

No se detectaron diferencias significativas para los índices Simpson y Shannon entre 

comunidades bacterianas (Figura 5A-B) y fúngicas (Fig. 5E-F) de lavas de las dos coladas. 

Sin embargo, en comunidades fúngicas, si se observa una tendencia a la disminución de la 

diversidad con el paso del tiempo (Fig. 5E-F). Además, la dispersión de los datos de los 

índices de α diversidad para bacterias es menor en 1969, mientras que en hongos lo es en 

lavas de 1842. 

Beta diversidad de las comunidades fúngica y bacteriana a lo largo de la sucesión 

Las ordenaciones de PCoA y NMDS que utilizan como base las disimilitudes de Bray-

Curtis no mostraron agrupaciones claras en las comunidades bacterianas por tiempo de 

colonización (Fig. 5: C, D, G y H). Sin embargo, sí se aprecia una tendencia segregativa en 

las comunidades fúngicas de las dos edades, especialmente en el NMDS (Fig. 5: G y H). 

 
Figura 5. Índices de diversidad. A) α diversidad bacteriana usando el índice de α diversidad de Simpson. B) α diversidad 
bacteriana usando el índice de α diversidad Shannon. C) β diversidad bacteriana basándose en el escalamiento 
multidimensional no métrico (NMDS, por sus siglas del término en inglés Nonmetric Multidimensional Scaling). D) β 
diversidad bacteriana basándose en el análisis de componentes principales (PCoA, por sus siglas del término en inglés 
Principal Coordinates Analysis). E) α diversidad fúngica usando el índice de α diversidad de Simpson. F) α diversidad 
fúngica usando el índice de α diversidad Shannon. G) β diversidad fúngica basándose en el escalamiento multidimensional 
no métrico (NMDS, por sus siglas del término en inglés Nonmetric Multidimensional Scaling). H) β diversidad fúngica 
basándose en el análisis de componentes principales (PCoA, por sus siglas del término en inglés Principal Coordinates 
Analysis). 

Uniformidad calculada mediante el índice de diversidad de Pielou (Alfa diversidad) 

Se utilizó el Índice de Pielou para evaluar la uniformidad de ASVs en las comunidades 

bacteriana (Fig. 6A) y fúngica (Fig. 6B). Mientras en la comunidad bacteriana, no se 
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detectaron diferencias significativas en uniformidad entre lavas de las dos coladas, en la 

comunidad fúngica se apreció una uniformidad mayor en lavas más antiguas. 

 

Figura 6. Índice de Pielou (uniformidad) calculada para las ASVs de las comunidades bacteriana (A) y fúngica (B) de lavas 
de distinta edad. 

Especificidad de la comunidad fúngica y bacteriana a lo largo de la sucesión 

En la Figura 7 se puede observar el número de ASVs específicas y compartidas de bacterias 

y hongos para las lavas de distinta edad. El número de ASVs compartidas de bacterias 

(48,6%), es mucho mayor que el de hongos (13,1%), lo que lleva asociado un mayor 

porcentaje de ASVs específicas a cada edad de lava para hongos (56,54% de ASVs 

específicas en 1842 y 30,38% en 1969). En bacterias, por su parte, número similar de ASVs 

específicas en 1842 y 1969, con un 20,57% y 30,80% respectivamente. 

 

Figura 7. Diagrama de Venn donde se muestras las ASVs de cada edad de las muestras y el número de ASVs compartidas 
entre las muestras clasificadas por su edad. 
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5. Discusión 

Los filos bacterianos más abundantes en lavas de la Isla Decepción son Proteobacteria, 

Bacteroidota, Acidobacteriota, Actinobacteriota, Verrucomicrobiota y Firmicutes (Fig. 2A), 

lo que coincide con los resultados de artículos que han investigado la sucesión primaria en 

suelos volcánicos y polares (Dragone et al., 2023; Fernández-Martínez et al., 2017; Garrido-

Benavent et al., 2020; Hu et al., 2021; Liu et al., 2022; Ortiz-Rivero et al., 2023). Sin 

embargo, otras autoras detectaron mayores abundancias en otros grupos taxonómicos 

(Coleine et al., 2024; del Moral, A. et al., 2021; Vimercati et al., 2022), algo esperable dada 

la heterogeneidad de comunidades microbianas que se pueden encontrar en un mismo 

entorno (Lebre et al., 2023). Por su parte, la diversidad en estas comunidades de bacterias se 

muestra poco diferente entre lavas de distintas edades (Fig. 5), compartiendo un gran número 

de ASVs entre ambas coladas volcánicas estudiadas (Fig. 7), y mostrando pocas ASVs 

específicas de cada tiempo estudiado, lo que se respalda con los resultados mostrados en la 

Figura 5: C y D. Esto podría indicar que se producen pocos reemplazamientos de taxones 

bacterianos con el tiempo. Algunas autoras han detectado una cantidad significativa de 

reemplazamientos en sus estudios sobre sucesión ecológica (Liu et al., 2022). Sin embargo, 

otros trabajos muestran que, dada la alta presión selectiva que se encuentra en la Antártida, 

los clados bacterianos sometidos a selección homogénea cuentan con fuertes adaptaciones a 

estos entornos que los hace prevalecer en estas zonas y tener adaptaciones bien conservadas 

para ocupar los nichos disponibles y llevar a cabo una microdiversificación (Quiroga et al., 

2024). Por otro lado, la uniformidad calculada mediante el índice de Pielou (Fig. 6A) reveló 

que no hay una variación a lo largo de la cronosecuencia, algo coherente con los resultados 

expuestos en la Figura 5: A y B, dado que todas son medidas de la α diversidad. La 

uniformidad calculada mediante el índice de Pielou mostró una proximidad al valor 1 en 

ambas coladas, lo que parece indicar una dominancia de algún grupo que condicionaba la 

estructura de la comunidad. 

Las Proteobacterias son un filo muy abundante en suelos que muestra una alta diversidad 

metabólica, la cual puede ser la responsable de su gran abundancia en los suelos (Brock et 

al., 2003; Fernández-Martínez et al., 2017). Dentro de la comunidad bacteriana, la clase más 

abundante fue Alfaproteobacteria (Fig. 2B). Las especies de esta clase son mayoritariamente 

aerobias o aerobias facultativas y oligotróficas (Brock et al., 2003), algo que coincide con 

las condiciones ambientales, en especial la oligotrofia, que se encuentran en las coladas de 
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la Isla Decepción (Llames y Vinocur, 2007). La siguiente clase más abundante fue 

Gammaproteobacterias (Fig. 2B), tratándose de la clase más grande y diversa, compuesta 

por especies fototróficas de metabolismos quimioorganotróficos y quimiolitotróficos tanto 

respiratorios como fermentativos (Brock et al., 2003), que la confiere una capacidad de 

supervivencia en suelos volcánicos helados (Northup y Lavoie, 2015). Como ya se ha 

comentado, el siguiente filo más abundante fue Bacteridota (Fig. 2A), compuesto 

típicamente por organismos sacarolíticos aerobios o fermentativos (Brock et al., 2003), 

aunque en la comunidad se da la clase de Bacteroidales (Fig. 2B), el cual se compone de 

especies principalmente anaerobias fermentativas, las cuales se encuentran, sobre todo, 

como parásitas intestinales humanas (Brock et al., 2003). A este le siguió en abundancia el 

filo Acidobacteriota (Fig. 2A), el cual es muy abundante en la naturaleza, sobre todo en 

suelos, particularmente ácidos (Brock et al., 2003). El siguiente filo más abundante fue 

Actinobacteriota (Fig. 2A), compuesto principalmente por bacterias filamentosas del suelo 

con un metabolismo que puede ofrecer unas condiciones clave para la posterior colonización 

en suelos oligotróficos (Brock et al., 2003; Fernández-Martínez et al., 2017). El penúltimo 

de los filos que se destaca por abundancia en este trabajo es Verrucomicrobiota (Fig. 2A), 

compuesto por bacterias aerobias o aerobias facultativas, que habitan de forma generalizada 

en medios marinos y de agua dulce, así como en suelos forestales y agrícolas (Brock et al., 

2003), también comunes en suelos oligotróficos con condiciones anóxicas bajo cubiertas 

criptogámicas (Op den Camp et al., 2009). Finalmente, destacamos Firmicutes (Fig. 2A), 

filo compuesto por bacterias formadoras de endosporas (Brock et al., 2003) con gran 

capacidad de adaptación a condiciones adversas, con prevalencia en los sistemas a través de 

hábitos psicrófilos, reductores de azufre o a través de endosporas (Filippidou et al., 2016); 

en concreto, la clase Clostridia juega este papel en la comunidad estudiada en este trabajo 

(Fig. 2B). 

El análisis LEfSe mostró que los géneros Dyella, Bryocella y Endobacter explicaban la 

estructura de la comunidad bacteriana (Fig. 4B). Por un lado, Dyella es un género que parece 

asociado a entornos ácidos, aunque prolifera en ambientes neutros (Giddings et al., 2022), y 

el cual puede funcionar como especie clave en las comunidades (Ji et al., 2021), y con 

capacidad de degradación de compuestos orgánicos del suelo (Gui et al., 2017; Lee et al., 

2022), y contaminantes (Zhao et al., 2023). Por otro lado, Bryocella es un género con 

capacidad degradativa del carbono orgánico disuelto recalcitrante mediante una estrategia 

de crecimiento K (Mastný et al., 2021). Finalmente, Endobacter es un género mal 
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caracterizado propio de ambientes ácidos que parece tolerar bien aumentos en las 

temperaturas de las tundras donde ha sido estudiado (Klarenberg et al., 2020). 

Por su parte, los taxones fúngicos encontrados muestran una clara dominancia del filo 

Ascomycota, las familias más abundantes fueron Herpotrichiellaceae, Lecanoraceae, 

Acarosporaceae y Porpidiaceae en la colada de 1842 y Stereocaulaceae, Acarosporaceae, 

Trapeliaceae y Herpotrichiellaceae en la colada de 1969 (Fig. 3A). Como se aprecia en la 

Figura 7B, la comunidad de hongos ha podido tener reemplazamientos, ya que solo hay un 

13,1% de ASVs compartidas entre las dos coladas volcánicas. El porcentaje de ASVs 

fúngicas específicas en las fases iniciales de colonización de las coladas es un 86,08% mayor 

que en 1969, lo que reveló una tendencia a la reducción de la biodiversidad a lo largo del 

tiempo (Fig. 5: E y F). Además, la estructura de comunidad de hongos también difirió entre 

lavas de las dos coladas estudiados (Fig. 5: G y H), como se puede apreciar de forma más 

evidente en el ordenamiento NMDS. 

La familia Herpotrichiellaceae se ha descrito asociada al suelo y plantas, dada su capacidad 

de capacidad de crecer en ambientes oligotróficos y hábitos saprófitos permiten que esta 

familia se desarrolle en climas adversos (Costa et al., 2020; Huang et al., 2023). Dentro de 

esta familia, el género más abundante fue Cladophialophora (Fig. 3B) cuya abundancia 

relativa disminuye levemente con la edad de las lavas. Se trata de un género donde se 

encuentran algunos de los denominados black fungi, hongos muy melanizados y resistentes 

a condiciones extremas y en ocasiones parásitos de líquenes (Chang et al., 2023). La familia 

Lecanoraceae reúne hongos que forman líquenes al asociarse con fotobiontes (Medeiros et 

al., 2021). Dentro de esta familia, el género Lecidella (Fig. 3B) se establece en 1969 (Zhao, 

et al., 2015). Dentro de la familia Acarosporaceae, el género Myriospora aparece en similar 

abundancia en ambos puntos de la cronosecuencia (Fig. 3B), siendo un género de hongos 

formadores de líquenes citado previamente en la Antártida (Purvis et al., 2018). En la familia 

Stereocaulaceae encontramos el género Stereocaulon, un tipo de hongo formador de líquenes 

que entra en simbiosis con varias especies de fotobionte de forma específica para poder 

adaptarse a una gran variedad de nichos en la comunidad (Vančurová et al., 2021), aunque 

se puede observar cómo disminuye notablemente con la edad de las lavas (Fig. 3B). También 

encontramos el género de líquenes Lepraria, el cual tiene mayor presencia en lavas de 1969 

aunque con valores bajos de abundancia (Fig. 3B), que estabiliza los sustratos colonizados 

(Lázaro et al., 2023). Dentro de la familia Porpidiaceae (también conocida como 

Lecideaceae) tenemos como género mayoritario Bellamerea, tratándose otro hongo 
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formador de líquenes (Hafellner, 2007) el cual fue más abundante en lavas de 1969 (Fig. 

3B). De las familias destacadas en este trabajo, dentro de Trapeliaceae encontramos el 

género Placopsis, tratándose de otro tipo de hongo formador de líquenes (Torres-Benítez et 

al., 2023) que parece más abundante en lavas más jóvenes, lo cual concuerda con su 

capacidad de primocolonizador (De los Ríos et al., 2011). Aunque no es una de las familias 

más abundantes que se destacan en este trabajo, debido a la resolución utilizada para destacar 

los géneros de hongos merece una mención el género Cyathicula, perteneciente a la familia 

Helotiaceae y el cual aparece solo en lavas del 1969 (Fig. 3B). 

El análisis LEfSe mostró que los géneros que mejor explicaban las diferencias en estructura 

de la comunidad de hongos eran la abundancia de Lecidella, Bellemerea, Lepraria, Micarea, 

Cyathicula, Epithamnolia y Gorgomyces en lavas de 1842 y Placopsis y Stereocaulon en las 

de 1969 (Fig. 4A), tratándose de géneros de hongos formadores de líquenes, lo que 

concuerda con los estudios realizados sobre suelos de la Antártida marítima por otros autores 

que proponen también una dominancia de los hongos formadores de líquenes en suelos y les 

atribuyen un papel impulsor en la ecología microbiana de los suelos (Lebre et al., 2023). 

El cálculo de la uniformidad nos reveló que en la comunidad de bacterias los mismos taxones 

eran dominantes en lavas de distinta edad lo cual condicionaba la estructura de la comunidad 

(Fig. 6A). Por el contrario, la uniformidad de comunidades de hongos era menor en lavas de 

menor edad (Fig. 6B), lo que podría relacionarse con los procesos de sucesión y 

establecimiento de comunidades más estables con el tiempo (Fernández-Martínez et al., 

2017; Llambí et al., 2021; Muggia y Grube, 2018; Ortiz-Rivero et al., 2023). 

Como se demuestra en este trabajo, los hongos y las bacterias podrían tener diferentes 

dinámicas de colonización. Los patrones biogeográficos y los factores que influyen en la 

presencia y la ausencia de ciertos taxones bacterianos son distintos que los que influyen en 

la de los hongos (Quiroga et al., 2024), y su papel en el sistema con respecto a las funciones 

que desarrollan sobre los suelos difieren (Ortiz-Rivero et al., 2023). Las comunidades 

bacterianas son menos variables, e incluso reducen su diversidad con el tiempo, por ser 

pioneras en los suelos, adaptándose rápidamente a los nichos y desarrollando una 

microdiversificación de sus clados (Quiroga et al., 2024), con una mayor complejidad de la 

comunidad con el paso del tiempo (Atlas y Bartha, 2002), aunque sin poder asignarles una 

especificidad ecológica (Ortiz-Rivero et al., 2023). Sin embargo, el establecimiento de 

ciertos taxones fúngicos, en este estudio especialmente de hongos formadores de líquenes, 
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podría requerir más tiempo y por eso aparecer más tarde en los procesos de sucesión 

primaria. En este establecimiento es fundamental las actividades previas de comunidades 

bacteria pioneras y aquellos hongos primocolonizadores más resistentes a condiciones 

oligotróficas que fueron más abundantes en lavas de 1969 (Fernandez-Martinez et al., 2017; 

Garrido-Benavent et al., 2020).  

Finalmente, debido a la multitud de variables ambientales que influyen en la colonización 

microbiana, los suelos son uno de los sistemas más complejos de estudiar (McArthur, 2006). 

En este estudio, se analiza la colonización en dos coladas volcánicas de distinta edad a lo 

que atribuimos las principales diferencias detectadas, pero no se puede descartar que 

diferencias en textura y composición de las lavas pudiera tener también cierta influencia 

(Rey et al., 1995), que condicionaría las dinámicas de colonización. Además, dado que se 

pretende estudiar la sucesión ecológica, lo ideal habría sido contar con más puntos en la 

cronosecuencia y poder estudiar la evolución del suelo probablemente, pero eran las únicas 

erupciones datadas en la isla. Estos resultados pueden compararse con otros del grupo 

realizados en Islandia donde si se ha podido establecer una cronosecuencia con más puntos, 

que está revelando información más esclarecedora sobre los procesos de sucesión ecológica 

primaria. 

6. Conclusiones 

Los filos bacterianos más abundantes en lavas de la Isla Decepción son Proteobacteria, 

Bacteroidota, Acidobacteriota, Actinobacteriota, Verrucomicrobiota y Firmicutes. 

La diversidad en bacterias de las lavas de la Isla Decepción se muestra poco variable con el 

tiempo, lo que muestra una continuidad de los grupos taxonómicos bacterianos, con pocos 

reemplazamientos y similar uniformidad. Es de esperar que estas comunidades bacterianas 

no varíen tanto, incluso reduzcan su diversidad, por ser pioneras en los suelos, adaptándose 

rápidamente a los nichos y desarrollando una microdiversificación de sus clados con una 

mayor complejidad de la comunidad con el paso del tiempo. 

En las lavas estudiadas, dentro de la clara dominancia del filo Ascomycota, las familias más 

abundantes fueron Herpotrichiellaceae, Lecanoraceae, Acarosporaceae y Porpidiaceae en la 

colada de 1842 y Stereocaulaceae, Acarosporaceae, Trapeliaceae y Herpotrichiellaceae en 

la colada de 1969, en su mayoría hongos formadores de líquenes. 
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En las comunidades de hongos parece haber reemplazamiento de taxones a través de los 

procesos de sucesión primaria, con una tendencia a la reducción de la biodiversidad a lo 

largo del tiempo y un incremento de uniformidad. 

Los géneros que mejor explicaban la estructura de la comunidad de hongos estudiada eran 

Lecidella, Bellemerea, Lepraria, Micarea, Cyathicula, Epithamnolia y Gorgomyces en 1842 

y Plaxopsis y Stereocaulon en 1969, tratándose de géneros de hongos formadores de 

líquenes, los cuales suelen ser dominantes y pueden ser los principales impulsores de los 

procesos de colonización primaria en lavas. 

Las dinámicas de colonización de bacterias y hongos son diferentes, siendo la aparición de 

ciertos taxones fúngicos más dependientes del tiempo de exposición de las lavas, que la de 

bacterias. 

7. Líneas futuras de investigación 

Para obtener información más detallada sobre la diversidad microbiana en distintos 

ambientes, en particular sobre la sucesión ecológica primaria en suelos, sería conveniente 

realizar estudios geológicos, edafológicos y microbiológicos combinados en sistemas de 

información geográfica que permitan realizar análisis más precisos sobre las correlaciones 

que existen entre diversidades biológica y ambiental. 

Además, los estudios de metagenómica para conocer la diversidad taxonómica y funcional 

de los colonizadores, en combinación con análisis por microscopía electrónica están 

demostrando ser muy efectivos para mejorar la comprensión sobre la explotación de nichos 

y desarrollo de los suelos, evolución de las comunidades y relación entre taxones 

microbianos (Garrido-Benavent et al., 2020). 
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Apéndice I: tablas suplementarias 
Tabla Suplementaria 1. Número de secuencias por muestra, nombradas con formato: nombre de expedición (“ANT” de 
Antártida y 22 porque las muestras se tomaron el año 2022), número de colada volcánica (1 para la colada de 1842 y 2 para 
la de 1969), número de zona de muestreo de la colada (1-5) y réplica (A y B). 

Muestra Bacteria Fungi Bacterias (filtradas) 
ANT22-1-1A 7463 18838 10595 
ANT22-1-1B 15494 51669 16382 
ANT22-1-2A 23105 33095 25031 
ANT22-1-2B 9874 54259 12153 
ANT22-1-3A 11516 37902 12905 
ANT22-1-3B 13972 12090 19686 
ANT22-1-4A 11003 38961 11644 
ANT22-1-4B 14035 34785 15671 
ANT22-1-5A 7624 14146 16564 
ANT22-1-5B 9340 20751 9622 
ANT22-2-1A 8768 30768 10856 
ANT22-2-1B 13173 25257 13415 
ANT22-2-2A 4610 10211 4778 
ANT22-2-2B 7738 23224 8121 
ANT22-2-3A 6627 13211 6708 
ANT22-2-3B 19513 31985 19938 
ANT22-2-4A 12012 16731 14260 
ANT22-2-4B 19917 95470 23243 
ANT22-2-5A 11781 14206 14673 
ANT22-2-5B 11102 32654 12456 

Total 238667,0 610213,0 278701,0 
Media 11933,4 30510,7 13935,1 

Desviación Estándar 4754,4 19835,6 5213,8 
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Tabla Suplementaria 2. Porcentajes de la abundancia relativa correspondientes a cada filo de los datos filtrados de 
bacterias. 

Filo 
1842 1969 

Media Desviación 
estándar Media Desviación 

estándar 
Otra 0,000% 0,000% 0,005% 0,007% 

Abditibacteriota 1,207% 1,535% 0,245% 0,312% 
Acidobacteriota 8,805% 5,174% 6,441% 6,479% 

Actinobacteriota 8,088% 4,220% 7,326% 4,247% 
Armatimonadota 2,788% 1,799% 1,389% 2,609% 

Bacteroidota 12,403% 5,355% 11,654% 2,920% 
Bdellovibrionota 0,051% 0,055% 0,036% 0,049% 

Campilobacterota 0,106% 0,210% 0,212% 0,282% 
Chloroflexi 0,861% 1,007% 0,992% 1,121% 

Cyanobacteria 1,696% 1,685% 3,212% 1,283% 
Deinococcota 0,028% 0,030% 0,089% 0,235% 

Desulfobacterota 0,682% 1,106% 1,320% 1,395% 
Euryarchaeota 0,029% 0,055% 0,054% 0,082% 

Firmicutes 6,203% 10,714% 14,107% 14,209% 
Fusobacteriota 0,158% 0,293% 0,271% 0,311% 

Gemmatimonadota 0,713% 0,659% 0,275% 0,294% 
Myxococcota 0,052% 0,089% 0,206% 0,377% 
Nitrospirota 0,000% 0,000% 0,019% 0,053% 

Patescibacteria 0,115% 0,183% 0,193% 0,189% 
Planctomycetota 1,437% 1,126% 0,450% 0,358% 

Proteobacteria 46,428% 13,322% 43,863% 9,037% 
Spirochaetota 0,108% 0,183% 0,221% 0,250% 

Sumerlaeota 0,000% 0,000% 0,007% 0,017% 
Verrucomicrobiota 8,005% 6,851% 6,547% 8,394% 

WPS_2 0,039% 0,052% 0,865% 1,587% 

Apéndice II: figuras suplementarias 

 
Figura Suplementaria 1. Abundancia relativa de filos bacterianos utilizando la base de datos “SILVA” (Quast et al., 2012; 
Yilmaz et al., 2014) para las muestras tomadas en la Isla Decepción. En el eje de abscisas se muestran las muestras, 
nombradas como ANT (de Antártida), el número 22 por la fecha de la campaña de recogida de muestras (año 2022), un 
guion, el número 1 o 2 en función de si se trata de la colada con formación en 1842 (1) o 1969 (2), otro guion y, finalmente, 
un número del 1 al 4 en función del punto de muestreo de esa colada acompañado de la letra A o B, dado que se tomaban 
dos muestras por cada punto de muestreo. 
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Figura Suplementaria 2. Abundancia relativa de familias de hongos utilizando las secuencias exportadas con fecha 31 de 
marzo de 2023 de la base de datos “UNITE” (Abarenkov et al., 2024; Kõljalg et al., 2020) para las muestras tomadas en la 
Isla Decepción. Además, aparecen tres grupos especiales: “No asignado”, que son OTU interpretados como hongos pero 
que no se puede asignar a ninguna de las familias de las bases de datos; “Indefinido”, que son OTU que el programa no 
identifica y “Otra”, que son grupos minoritarios. En el eje de abscisas se muestran las muestras, nombradas como ANT (de 
Antártida), el número 22 por la fecha de la campaña de recogida de muestras (año 2022), un guion, el número 1 o 2 en 
función de si se trata de la colada con formación en 1842 (1) o 1969 (2), otro guion y, finalmente, un número del 1 al 4 en 
función del punto de muestreo de esa colada acompañado de la letra A o B, dado que se tomaban dos muestras por cada 
punto de muestreo. 

 
Figura Suplementaria 3. A) Abundancia relativa por fechas de filos de bacterias calculada como la media aritmética de las 
muestras, y utilizando la base de datos “SILVA” (Quast et al., 2012; Yilmaz et al., 2014). B) Abundancia relativa de 
familias de hongos calculada como la media aritmética de las muestras y utilizando las secuencias exportadas con fecha 31 
de marzo de 2023 de la base de datos “UNITE” (Abarenkov et al., 2024; Kõljalg et al., 2020). Además, aparecen tres 
grupos especiales: “No asignado”, que son OTU interpretados como hongos pero que no se puede asignar a ninguna de las 
familias de las bases de datos; “Indefinido”, que son OTU que el programa no identifica y “Otra”, que son grupos 
minoritarios. 
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