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1. RESUMEN 
 

La actividad enzimática en suelos tiene un rol fundamental en el ecosistema ya 

que las enzimas se ven involucradas en diversos procesos, incluyendo pasos 

fundamentales en los ciclos biogeoquímicos. Dentro de este grupo de enzimas se 

encuentran las extracelulares microbianas, las cuales suelen ser sintetizadas a modo de 

respuesta frente a diferentes perturbaciones en el suelo. Es por esto que estas 

actividades son de gran interés como indicador biológico de la calidad del suelo y nos 

entregan información de los diferentes procesos que ocurren en él. 

Nothofagus pumilio (Lenga) es una de las especies de árbol caducifolio con 

mayor extensión en la zona sur y austral de Chile. Estos bosques han sido estudiados 

bajo el punto de vista ecológico, pero se han registrado pocos estudios sobre la 

diversidad de microorganismos que se asocian a ellos, por esta razón es de gran 

relevancia describir y comprender su diversidad funcional microbiana. 

El objetivo de este estudio fue caracterizar la diversidad funcional microbiana en 

suelos de tres bosques de Nothofagus pumilio, los cuales se encuentran ubicados a lo 

largo de un gradiente de precipitaciones, mediante ensayos de fluorimetría y 

espectrofotometría. Se midieron las actividades de cinco enzimas que participan en los 

ciclos biogeoquímicos del carbono, fósforo y azufre; estas corresponden a β-

glucosidasa, celobiohidrolasa, lacasa, fosfatasa ácida y arilsulfatasa. Se usaron 

herramientas de análisis bioestadístico para encontrar cómo correlacionan las 

actividades enzimáticas, los parámetros edáficos y el gradiente de precipitaciones.  

Se reportaron correlaciones estadísticamente significativas entre las 

precipitaciones y las actividades enzimáticas cuantificadas. A excepción de la actividad 

β-glucosidasa, los sitios que presentaron un mayor nivel de precipitación exhibieron una 
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mayor actividad de las enzimas estudiadas. La enzima β-glucosidasa mostró actividades 

similares en los sitios de mayor y menor nivel de precipitación. 

Los análisis de correlación de Pearson para todos los sitios en conjunto 

mostraron correlaciones estadísticamente significativas entre el contenido hídrico y la 

actividad de cuatro de las cinco enzimas estudiadas (celobiohidrolasa, lacasa, fosfatasa 

ácida y arilsulfatasa). Se encontraron también correlaciones significativas entre las 

actividades de las enzimas fosfatasa ácida y arilsulfatasa con el pH del suelo. Sin 

embargo, no se registraron correlaciones estadísticamente significativas entre la 

actividad β-glucosidasa y los parámetros edáficos analizados, ni entre la actividad de las 

enzimas estudiadas y el contenido de materia orgánica. Además, se hicieron análisis de 

correlación para cada uno de los tres sitios por separado, en este caso se destacaron 

correlaciones entre la actividad β-glucosidasa y el pH, el contenido hídrico y la materia 

orgánica. En conjunto, los resultados mostraron una separación de los tres sitios en 

función del nivel de precipitación, los parámetros edáficos y el potencial metabólico. Sin 

embargo, al analizar solamente el potencial metabólico se observó que, si bien los tres 

sitios poseen la misma funcionalidad, esta se expresa en niveles diferentes, 

destacándose el sitio con mayor precipitación (Lago Largo) como el que posee un mayor 

nivel.  
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2. ABSTRACT 
 

Soil enzymatic activity has a fundamental role in the ecosystem since it is involved 

in various processes, including the fundamental steps of biogeochemical cycles. 

Within these group of enzymes are microbial extracellular enzymes, which are usually 

synthesized as a response to different disturbances in the soil, which is why these 

activities are of great interest as an indicator of the biological quality of the soil and 

provide us with information about the different processes that occur in it. 

Nothofagus pumilio (Lenga) is one of the deciduous tree species with the largest 

extension in the southern and southern parts of Chile. These forests have been 

studied from an ecological point of view, but few studies have been made on the 

diversity of microorganisms that are present and associated with these forests, which 

is why it is of great relevance to describe and understand their microbial functional 

diversity. 

The objective of this study was to characterize the microbial functional diversity in 

soils of three forests of Nothofagus pumilio, which are located along a precipitation 

gradient, by essays of fluorimetry and spectrophotometry. The activities of five 

enzymes involved in the carbon, phosphorus, and sulfur biogeochemical cycles were 

measured: β-glucosidase, cellobiohydrolase, laccase, acid phosphatase, and 

arylsulfatase. Biostatistical analysis tests were used to find correlations between 

enzyme activities, edaphic parameters, and precipitation gradients. 

Significant correlations were reported between the precipitation gradient and 

quantified enzymatic activities. With the exception of β-glucosidase, the highest 



 

12 
 

 

precipitation level site had the highest enzyme activity of all enzymes studied. β-

glucosidase showed similar activities at the sites of higher and lower precipitation 

levels. 

Pearson correlation analyses were performed for the sites as a whole. Significant 

relationships were observed between water content and four of the five enzymes 

studied (cellobiohydrolase, laccase, acid phosphatase, and arylsulfatase). There 

were significant correlations between acid phosphatase and arylsulfatase enzymes 

and soil pH. It is worth noting that no significant correlations were found between β-

glucosidase and any of the edaphic parameters, nor between enzymes and organic 

matter content. Correlation analyses were also performed separately for each of the 

three sites, which revealed correlations that differed from those observed in the 

overall analyses; these revealed correlations between the enzyme β-glucosidase and 

pH, water content, and organic matter. Overall, the results showed a separation of 

the three sites according to precipitation level, edaphic parameters and metabolic 

potential. However, when analyzing only the metabolic potential, it was observed that, 

although the three sites have the same functionality, this is expressed at different 

levels, with the site with the highest precipitation (Lago Largo) standing out as the 

one with the highest level. 
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3. INTRODUCCIÓN 
 

3.1 Nothofagus pumilio 
 
 La Lenga o Nothofagus pumilio (Poepp. et Endl.) Krasser es una de las especies 

de árbol caducifolio más representativas de la zona sur y austral de Chile. Esta crece 

desde la región del Maule hasta la región de Magallanes y corresponden a los bosques 

más abundantes en la Patagonia (tanto chilena como argentina) (Loewe Muñoz, V. y 

cols., 1998). En la región de Aysén los bosques de lengas cubren una superficie 

aproximada de 1,5 millones de hectáreas (Salinas y col. 2019; Soto y col. 2020) y crecen 

a lo largo de un gradiente de precipitaciones que va desde los 1500 mm hasta los 500 

mm de costa a cordillera, respectivamente (Soto y col., 2021). Los bosques de Lenga 

pertinentes a este estudio se encuentran en la región de Aysén. Estos bosques han sido 

estudiados desde un punto de vista ecológico, pero hasta el día de hoy existen escasos 

estudios sobre la diversidad de microorganismos que se asocian a ellos, es por esto que 

es de gran relevancia poder comprender y describir la diversidad funcional microbiana 

en ellos. En bosques dominados por esta especie se ha descrito la diversidad de hongos 

micorrícicos (Marín y col., 2018) y la diversidad de bacterias asociadas a líquenes 

(Almendras y col., 2019), sin embargo, aún son escasos los estudios que aborden el 

potencial metabólico microbiano en estos suelos.  
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3.2 Suelo y comunidades microbianas 
 
 El suelo posee una gran diversidad de microorganismos los cuales participan 

activamente en los ciclos biogeoquímicos y mantienen el correcto funcionamiento del 

ecosistema. La composición de plantas y las variables edáficas y ambientales influyen 

en la estructura de las comunidades microbianas del suelo; es por esto que estas 

comunidades son consideradas indicadores potenciales del funcionamiento y 

sostenibilidad del ecosistema, ya que son sensibles y responden de forma rápida y 

directa a los cambios ambientales (Fierer y col., 2003; de Armas-Ricard y col. 2016; 

Zheng y col., 2019). 

 Los microorganismos responden al estrés ambiental en diferentes formas, en 

función de su genética y su capacidad metabólica, siendo esta última la característica 

menos explorada del microbioma del suelo. Actualmente, es escaso el conocimiento de 

los mecanismos a escala microbiana que participan en las respuestas de los 

ecosistemas a perturbaciones; por esto la comprensión del papel de las comunidades 

microbianas del suelo en respuestas adaptativas a gran escala es un importante desafío 

(Baldrian, 2017, Jansson y Hofmockel, 2020). 

 La diversidad funcional de los microorganismos presentes en el suelo puede 

abordarse determinando tanto los diferentes microorganismos que componen los 

gremios participantes de los ciclos biogeoquímicos, como también la capacidad 

metabólica de las diversas comunidades microbianas que están presentes, y como estos 

influyen en el ecosistema (Arteaga-Garibay, R. I., 2018; Escalas, A. y cols., 2019).  En 

este seminario de título se evaluó el potencial metabólico para determinar la diversidad 

funcional microbiana en suelos de bosque de Nothofagus pumilio. 
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3.3 Actividad enzimática en suelos 
 
 Las enzimas del suelo son sintetizadas fundamentalmente por microorganismos 

y, en menor medida, por las plantas. Estas enzimas pueden ser de origen intracelular, 

asociadas a las paredes celulares de microorganismos o bien, ser secretadas hacia el 

medio. Estas últimas se denominan enzimas extracelulares y son secretadas para 

funcionar como enzimas libres en el suelo, o bien pueden asociarse a la capa externa 

de las raíces, siendo parte de la rizósfera de diferentes plantas (Jaskulak, M., & Grobelak, 

A., 2020). 

 Estas enzimas juegan un rol fundamental en el ecosistema ya que, se ven 

involucradas en diferentes procesos, desde reacciones bioquímicas en plantas, animales 

y microorganismos hasta la descomposición y transformación de materia orgánica. Junto 

con esto, son las principales responsables de la transformación y liberación de nutrientes 

en forma biodisponible para las plantas y otros organismos (Jaskulak, M., & Grobelak, 

A., 2020; Sharma, N., & Sharma, S., 2022). 

 La actividad enzimática extracelular en suelos es de gran interés como indicador 

biológico de la calidad de este, ya que es relativamente sencilla y rápida de determinar, 

es sensible al estrés ambiental, por lo que puede dar indicios de diferentes 

perturbaciones en el ecosistema, ya sean a causa de manejo antropogénico o 

contaminación y pueden indicarnos la capacidad que tiene el suelo para llevar a cabo 

diferentes reacciones biogeoquímicas y ayudarnos a identificar variaciones en las 

propiedades químicas, biológicas y físicas del suelo (Yakovchenko y col., 1996; Killham, 

K., 2002; Nannipieri, P. y cols., 2018; Sharma, N., & Sharma, S., 2022). 

 Como se mencionó anteriormente, las enzimas extracelulares se ven 

involucradas en los ciclos biogeoquímicos del carbono, nitrógeno, fósforo y azufre 

principalmente, transformando moléculas complejas a otras más simples, permitiendo el 
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flujo de estos elementos esenciales (Sharma, N., & Sharma, S., 2022). En este seminario 

se estudiaron 5 enzimas que participan activamente de los ciclos del carbono, fósforo y 

azufre. A continuación, se describen sus principales características. 

 

3.3.1 Enzimas β-glucosidasa, celobiohidrolasa y lacasa 
 
 En el ciclo del carbono, las comunidades microbianas se encargan de 

descomponer la materia orgánica (ya sea de origen animal o vegetal) y la transforman a 

compuestos más simples (Sharma, N., & Sharma, S., 2022). Dentro de las enzimas 

extracelulares más comunes y abundantes en el suelo se destaca la β-glucosidasa (EC 

3.2.1.21) que cataliza la hidrólisis de residuos terminales β–D-glucosídicos no reductores 

de sustratos derivados de la degradación de la celulosa, con la consiguiente liberación 

de D-glucosa (Tabatabai, M. A., 1994; Jaskulak, M., & Grobelak, A., 2020). En la figura 

1 se muestra la reacción de hidrólisis de la celulosa catalizada por esta enzima.  

 

Figura 1. Representación de la reacción de hidrólisis de la celulosa catalizada por la enzima β-
glucosidasa. 

 
 Los productos de su catálisis corresponden a importantes fuentes de carbono 



 

17 
 

 

para diferentes microorganismos en el suelo. Esta enzima es principalmente producida 

por bacterias y hongos y su presencia y actividad es utilizada como bioindicador de la 

calidad de los suelos (Jaskulak, M., & Grobelak, A., 2020). Se ha determinado que la 

actividad de esta enzima es altamente sensible a las variaciones de pH y que también 

se ve relacionada con el contenido hídrico del suelo y la materia orgánica (Eivazi y 

Tabatabai, 1990; Acosta-Martínez, V., & Tabatabai, M. A., 2000; Zhang, Y. y cols., 2011; 

Rahul, R. y cols., 2022). Los investigadores Eivazi y Tabatabai (2000) condujeron un 

estudio en suelos agrícolas de Estados Unidos y observaron que a medida que el 

contenido de materia orgánica disminuye, la actividad β-glucosidasa era menor. Un 

estudio similar se llevó a cabo en China por Zhang, Y. y cols. (2011), donde se estudió 

la correlación de esta enzima con el contenido hídrico, en este se determinó que, a mayor 

humedad del suelo, existía una mayor actividad enzimática, debido a una mejor difusión 

de los sustratos en el suelo. 

 Otra enzima que participa activamente en el ciclo del carbono es la 

celobiohidrolasa, también denominada exocelulasa (EC 3.2.1.91). Esta enzima cataliza 

la hidrólisis de enlaces β-(1-4)-D-glucosídicos en la celulosa, liberando celobiosa de los 

extremos no reductores de las cadenas (Sinsabaugh, R. L. y cols., 2008; Zimmer, M., 

2020). En la figura 2 se ve representada la reacción catalizada por esta enzima. 



 

18 
 

 

 

Figura 2. Representación de la reacción de hidrólisis de la celulosa catalizada por la enzima 
celobiohidrolasa. 

 
 Esta enzima es producida por muy pocos géneros de bacterias y también por 

hongos, principalmente de los grupos basidio y ascomicetes (Jaskulak, M., & Grobelak, 

A., 2020; Zimmer, M., 2020). Se ha descrito que esta enzima también se correlaciona de 

manera importante con el contenido hídrico del suelo, pero que no es extremadamente 

sensible a los cambios de pH (Sinsabaugh, R. L., 2008; Zhang, Y. y cols., 2011). Zhang 

y cols. (2011) determinaron que a medida que aumenta el contenido hídrico en el suelo, 

la actividad enzimática aumenta debido a un mejor movimiento de las enzimas y 

sustratos en este. 

 Otra enzima esencial en el ciclo del carbono corresponde a la lacasa (EC 

1.10.3.2), la cual es miembro de la familia de las enzimas oxidorreductasas. Son enzimas 

con actividad fenoloxidasa, es decir, oxidan compuestos fenólicos usando el oxígeno como 

aceptor final de electrones para finalmente liberar dos moléculas de agua (Thurston, C. F., 

1994; Sinsabaugh, R. L., 2008; Blánquez, A., 2015; Sharma, N., & Sharma, S., 2022). 

En la figura 3 se representa la reacción catalizada por esta enzima. 
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Figura 3. Representación de la reacción de oxidorreducción catalizada por la enzima lacasa. 

 

 Es una de las principales enzimas responsables de degradar lignina, la cual 

proviene de restos vegetales, siendo esta su principal sustrato natural que se encuentra 

en bosques (Kotroczó, Z. y cols., 2014; Jaskulak, M., & Grobelak, A., 2020; Janusz, G. y 

cols., 2020). Estas enzimas son secretadas principalmente por hongos y es considerada 

una de las respuestas más básicas de estos organismos frente a toxinas, metales y otros 

microorganismos (Baldrian P., 2006; Janusz, G. y cols., 2020; Sharma, N., & Sharma, 

S., 2022).  

 

3.3.2 Enzima fosfatasa ácida 
 
 El fósforo es un elemento esencial para la vida de diferentes organismos y puede 

ser encontrado en dos formas, orgánica e inorgánica. El movimiento del fósforo en el 

suelo depende principalmente de su mineralización y redistribución. Al menos un 50% 

de esta transformación lo llevan a cabo un grupo de enzimas denominadas fosfatasas 

(Jaskulak, M., & Grobelak, A., 2020; Sharma, N., & Sharma, S., 2022), es por esto que 

se cree que estas enzimas juegan un rol crucial en el ciclo del fósforo y por ende en el 
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ecosistema (Bakshi, M. & Varma, A., 2010; Jaskulak, M. & Grobelak, A., 2020; Rahul, R. 

y cols., 2022). La enzima fosfatasa ácida (EC 3.1.3.2), también denominada 

fosfomonoesterasa ácida, es una de las enzimas más abundantes en el suelo y cataliza 

la hidrólisis de ésteres de fosfato, causando la liberación del grupo fosfato al medio; el 

principal sustrato natural de estas enzimas son compuestos orgánicos que contienen 

fósforo, provenientes de plantas y otros microorganismos, como pueden ser 

mononucleótidos y fosfatos unidos a carbohidratos, entre otros (Tabatabai, M. A., 1994; 

Acosta-Martínez V & Tabatabai M.A., 2011; Nannipieri, P. y cols., 2011). En la figura 4 

se detalla la reacción catalizada por esta enzima. 

 

 

Figura 4. Representación de la reacción de hidrólisis catalizada por la enzima fosfatasa ácida. 

 

 Estas enzimas provienen mayoritariamente de microorganismos como bacterias 

de los géneros Pseudomonas y Bacillus y hongos de los géneros Penicillium y 

Aspergillus (Nannipieri, P. y cols., 2011; Yokoyama, D. y cols., 2017; Jaskulak, M. & 

Grobelak, A., 2020); y en menor medida pueden originarse de células vegetales en la 

rizósfera (Nannipieri, P. y cols., 2011; Yokoyama, D. y cols., 2017; Sharma, N., & 

Sharma, S., 2022).  

 Como el nombre lo sugiere, la actividad de esta enzima depende altamente del 

pH del suelo, reportándose un intervalo de pH óptimo entre 4 y 6,5 (Niemi & Vepsäläinen, 

2005). Otros factores que afectan directamente la actividad de esta enzima son el 
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contenido hídrico y de fósforo del suelo (Sinsabaugh, R. L., 2008; Zhang, Y. y cols., 

2011). Esta enzima es considerada un buen indicador de la fertilidad de los suelos y se 

encuentra estrechamente relacionada con el correcto crecimiento de las plantas (Acosta-

Martínez V & Tabatabai M.A., 2011; Jaskulak, M. & Grobelak, A., 2020; Sharma, N., & 

Sharma, S., 2022). Los estudios realizados por Acosta-Martínez V & Tabatabai M.A 

(2011) indican que una alta actividad de esta enzima está relacionada con una mayor 

fertilidad del suelo, esto debido principalmente a que estas enzimas son las encargadas 

de mantener el fósforo biodisponible en suelos. 

 

3.3.3 Enzima arilsulfatasa 
 

 El azufre corresponde a un nutriente esencial requerido tanto por 

microorganismos como por las plantas, y su destino en los suelos depende directamente 

de la actividad microbiana en estos (Sharma, N., & Sharma, S., 2022). La 

biodisponibilidad de este nutriente es regulada por la movilización o mineralización desde 

ésteres de sulfato aromáticos, donde su sustrato natural en bosques deriva de restos de 

plantas y otros microorganismos como pueden ser algunas biomoléculas (Tabatabai, M. 

A., 1994; Inamdar, A.y cols., 2022; Rahul, R. y cols., 2022). La enzima arilsulfatasa (EC 

3.1.6.1) es una de las principales enzimas participando del ciclo del azufre, catalizando 

la hidrólisis de cualquier arilsulfato (Tabatabai, M. A., & J. M. Bremner., 1970; Tabatabai, 

M. A., 1994; Acosta-Martínez, V. & Tabatabai, M. A., 2000; Germida, J. J. y cols., 2021). 

En la figura 5 se representa la reacción catalizada por esta enzima. 
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Figura 5. Representación de la reacción de hidrólisis catalizada por la enzima arilsulfatasa. 

 
 La síntesis de esta enzima en suelos es inducida por comunidades microbianas 

en condiciones limitantes de azufre (Sharma, N., & Sharma, S., 2022) y entre los 

principales factores que afectan su actividad está el pH, la materia orgánica y la 

contaminación con metales pesados (Tabatabai, M. A., 1994; Acosta-Martínez, V. & 

Tabatabai M. A., 2000; Rahul, R. y cols., 2022; Sharma, N., & Sharma, S., 2022). Acosta-

Martínez y Tabatabai (2000) junto con Rahul y cols (2022) plantean que la contaminación 

de suelos con metales pesados estaría afectando el pH de este, alterando así la actividad 

enzimática de la arilsulfatasa. También otros estudios de Tabatabai (1994) indicaron que 

a medida que el contenido de materia orgánica en suelo disminuye, la actividad de esta 

enzima es menor. 
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4. OBJETIVOS 
 

4.1. Objetivo General 

Caracterizar la diversidad funcional microbiana del suelo y su relación con las variables 

edáficas en bosques de Nothofagus pumilio ubicados a lo largo de un gradiente de 

precipitaciones. 

 

4.2. Objetivos Específicos 

1. Determinar parámetros edáficos de suelos de bosques de N. pumilio con 

diferente nivel de precipitación. 

2. Determinar la diversidad funcional microbiana del suelo en bosques de N. pumilio 

con diferente nivel de precipitación. 

3. Relacionar los parámetros edáficos y las funciones microbianas del suelo en 

bosques de N. pumilio ubicados a lo largo de un gradiente de precipitación. 
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5. MATERIALES Y MÉTODOS 
 

5.1. Muestras de suelo: 

Se trabajó con muestras de suelos de bosques adultos de Nothofagus pumilio de tres 

sitios ubicados a lo largo de un gradiente de precipitaciones. Estos sitios se clasificaron 

como húmedo (Lago Largo (LL): 1000 mm), mesobosque o bosque templado (Reserva 

Nacional Trapananda (RNT): 800 mm) y seco (Coyhaique Alto (CA): 600 mm) (Figura 6), 

como se describe en Soto y cols. (2021). En cada uno de los sitios se trazaron 4 parcelas 

y se tomaron de cada una tres muestras de suelo, las cuales posteriormente se 

mezclaron para obtener una muestra compuesta de suelo por cada parcela. 

 

 

Figura 6. Mapa de la provincia de Coyhaique y área de estudio, junto con fotografías de cada 
uno de los sitios (Lago Largo, Reserva Nacional Trapananda y Coyhaique Alto) tomadas de 
Soto y cols. (2021). 

 

5.2. Determinación de parámetros edáficos: 

5.2.1. pH, contenido de nitrato (NO3
-) y amonio (NH4

+): 

Se midió pH, contenido de nitrato y amonio de cada parcela mediante potenciometría 

siguiendo protocolos descritos por Sadzawka (2006) y Black, C. A. y cols (1982). Para 

cada una de las muestras de suelo se realizaron 3 réplicas técnicas, para luego obtener 

una medición promedio de cada parcela. 
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5.2.2. Contenido hídrico: 

Se determinó el contenido hídrico por gravimetría, siguiendo el protocolo descrito por 

Sadzawka (2006), para cada una de las parcelas estudiadas. 

 

5.2.3. Porcentaje de materia orgánica y fósforo en suelo: 

El contenido de materia orgánica y de fósforo en el suelo se determinó por 

espectrofotometría, según los protocolos descritos por Sadzawka (2006). El primero 

consiste en la oxidación de una masa de suelo con dicromato de sodio en medio ácido. 

En nuestro caso, se utilizaron 0,2 g de muestra de suelo por reacción. La cuantificación 

se realizó utilizando una curva patrón de sacarosa. El fósforo fue determinado por el 

método de Olsen, variando entre 0,5 y 2,5 g de muestra. La cuantificación se realizó 

utilizando una curva patrón de fósforo preparada utilizando disoluciones estándar de 0 a 

5 mg/L de fósforo, según se indica en el protocolo anteriormente mencionado. 

 

5.3. Determinación de actividad enzimática: 

Se determinaron las actividades β-glucosidasa (EC 3.2.1.21), celobiohidrolasa (EC 

3.2.1.91), arilsulfatasa (EC 3.1.6.1) y fosfatasa ácida (EC 3.1.3.2) mediante fluorimetría 

según describen Vepsäläinen y cols. (2001) y Marx y cols. (2001) con algunas 

modificaciones. Se extrajeron las enzimas a partir de 1 g de suelo en tampón acetato de 

sodio 50 mM pH 5,0. En una placa de 96 pocillos para fluorescencia, se mezclaron 160 

µL del extracto anterior con 40 µL de cada sustrato (4-metilumbeliferil-β-D-celobiósido, 

4-metilumbeliferil-β-D-glucopiranósido, sulfato de 4-metilumbeliferilo y fosfato de 4-

metilumbeliferilo) para una concentración final de 500 µM de cada uno de ellos. La 

formación del producto, 4-metilumbeliferona (4-MUB), se registró cada 5 min en un 
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fluorímetro a 30°C durante 2 horas, donde la longitud de onda de excitación fue 346 nm 

y la longitud de onda de emisión 447 nm. Para cuantificar el producto de las reacciones 

se hizo una curva patrón utilizando 4-MUB (3,5-100 µM) y se empleó el tampón acetato 

de sodio 50 mM pH 5,0 como blanco. Se realizaron mediciones por triplicado para cada 

muestra de suelo. Las actividades enzimáticas se expresaron como la concentración de 

4-MUB obtenida (nM) por minuto por gramo de suelo seco (nM/min/g). 

Se determinó la actividad lacasa (EC 1.10.3.2) mediante espectrofotometría según 

describen Bourbonnais y Paice (1990) y Štursová y Baldrian (2011), con algunas 

modificaciones. Se pesaron 0,5 g de suelo y se mezclaron con 20 mL de tampón acetato 

de sodio 50 mM pH 5,0 y 7 mM de ABTS (ácido 2,2'-azinobis-3-etilbenzotiazolin-6-

sulfónico). La reacción se agitó durante 1 hora a 150 rpm y 25°C, al finalizar el tiempo 

de incubación de la reacción, se filtró por gravedad. Posteriormente, se registró la 

oxidación del ABTS a 420 nm. La actividad lacasa se expresó como la concentración de 

ABTS oxidado (µM) por minuto por gramo de suelo seco (µM/min/g). 

 

5.4. Análisis estadístico: 

Se utilizó el programa “Graphpad Prism 6” para realizar el análisis estadístico, usando 

ANOVA de una vía y la prueba de Tukey para las comparaciones entre sitios. Las 

correlaciones entre las variables edáficas y las actividades enzimáticas se hicieron 

usando el procedimiento de Pearson y se realizó un análisis de componentes principales 

(PCA) para determinar la influencia de las variables en los diferentes sitios junto con un 

test ANOSIM, usando el programa “Past4”. 
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6. RESULTADOS 

 

6.1. Determinar parámetros edáficos de suelos de bosques de N. pumilio con 

diferente nivel de precipitación: 

En la figura 7 se muestran los resultados de las determinaciones de los parámetros 

edáficos para los tres sitios de interés; Coyhaique Alto (CA), Reserva Nacional 

Trapananda (RNT) y Lago Largo (LL).  

Con respecto al pH, se observó que el valor para LL es significativamente menor 

que para los sitios Coyhaique Alto y la Reserva Nacional Trapananda. Entre estos dos 

últimos no existen diferencias significativas, haciendo énfasis en que poseen un pH más 

básico (Figura 7.a) 

El contenido hídrico, la concentración de nitrato y la de amonio en Lago Largo fueron 

significativamente mayores en comparación a los demás sitios (Figuras 7.b, c y d, 

respectivamente). Además, se observó que no hay diferencias estadísticas 

significativas en el contenido hídrico y la concentración de amonio de CA y RNT. A 

diferencia de esto, se encontró que el contenido de nitrato en suelo presentó diferencias 

estadísticas significativas en los tres sitios estudiados, destacando que en el sitio que 

presenta un menor nivel de precipitación (CA) presenta la menor concentración de 

nitrato, y el sitio que exhibe un mayor nivel de precipitación (LL) presenta una mayor 

concentración de éste (Figura 7.c). Finalmente, es notoria la diferencia en el contenido 

de amonio entre LL y los otros dos sitios de muestreo (figura 7.d). 

La concentración de fósforo en suelo muestra un comportamiento contrario a lo 

observado con el nitrato. El sitio con un menor nivel de precipitación (CA) es el que 

exhibe una mayor concentración de fósforo en suelo (mg de fósforo por Kg de suelo), 

mientras que Lago Largo es el sitio que presenta la menor concentración de éste. Es 
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importante destacar que los tres sitios estudiados muestran diferencias estadísticas 

significativas con respecto a esta variable (Figura 7.e). 

El sitio que presentó un menor porcentaje de materia orgánica corresponde al sitio 

con menor nivel de precipitación (CA) y los sitios Reserva Nacional Trapananda y Lago 

Largo exhibieron un mayor porcentaje de este parámetro, sin embargo, los valores de 

estos dos últimos no mostraron diferencias estadísticas significativas entre ellos (Figura 

7.f). 
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 Figura 7. Parámetros edáficos, para cada uno de los bosques de Nothofagus pumilio; Coyhaique 
Alto (CA), Reserva Nacional Trapananda (RNT) y Lago Largo (LL). (a) pH. (b) Porcentaje de 
contenido hídrico en suelo. (c) Contenido de nitrato en suelo, reportado en partes por millón (ppm). 
(e) Fósforo en suelo, reportado en mg de fósforo por Kg de suelo fresco. (f) Porcentaje de materia 
orgánica en suelo. Se representan las medias de cuatro réplicas y la desviación estándar. Dentro 
de cada conjunto de datos se muestran letras, las cuales representan valores significativamente 
diferentes según la prueba de comparaciones múltiples de Tukey (P ≤ 0,05). 
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6.2. Determinar la diversidad funcional microbiana del suelo en bosques de N. 
pumilio con diferente nivel de precipitación: 

 
 
 Para determinar la diversidad funcional microbiana potencial en los suelos de los 

bosques estudiados, se midieron las actividades de cinco enzimas relacionadas a los 

ciclos biogeoquímicos en suelos. La actividad de las enzimas β-glucosidasa, 

celobiohidrolasa, fosfatasa ácida y arilsulfatasa se determinaron utilizando técnicas de 

fluorescencia y su actividad fue reportada como nM de 4MUB/min/g de suelo seco. La 

determinación de la actividad de la enzima lacasa se realizó por espectrofotometría y se 

reportó en μM de ABTS oxidado/min/g de suelo seco.  

 La actividad de la enzima β-Glucosidasa en Coyhaique Alto (CA) y Lago Largo 

(LL) es mayor que la registrada en Reserva Nacional Trapananda (RNT), siendo este 

último sitio el único que se diferencia significativamente (Figura 8.a). 

 Se observó también que cuatro de las cinco enzimas medidas (celobiohidrolasa, 

arilsulfatasa, fosfatasa ácida y lacasa) presentaron un comportamiento similar. El sitio 

que presenta un mayor nivel de precipitación (LL) mostró actividades enzimáticas 

significativamente mayores que los sitios CA y RNT. Entre estos últimos no se verificaron 

diferencias significativas en dichas actividades. (Figuras 8.b, c, d y e). 
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Figura 8. Cuantificación de actividad enzimática en cada uno de los sitios estudiados; Coyhaique 
Alto (CA), Reserva Nacional Trapananda (RNT) y Lago Largo (LL). (a) Actividad β-glucosidasa 
expresada como nM de 4-MUB/min./g de suelo seco. (b) Actividad celobiohidrolasa expresada 
como nM de 4-MUB/min./g de suelo seco. (c) Actividad fosfatasa ácida expresada como nM de 
4-MUB/min./g de suelo seco. (d) Actividad arilsulfatasa expresada como nM de 4-MUB/min./g de 
suelo seco. (e) Actividad lacasa expresada como μM de ABTS oxidado/min./g de suelo seco. Se 
representan las medias de cuatro réplicas y la desviación estándar. Dentro de cada conjunto de 
datos se muestran letras, las cuales representan valores significativamente diferentes según la 
prueba de comparaciones múltiples de Tukey (P ≤ 0,05). 
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6.3. Relacionar los parámetros edáficos y las funciones microbianas del suelo 
en bosques de N. pumilio ubicados a lo largo de un gradiente de 
precipitación: 

 
 Con el fin de relacionar los parámetros edáficos y las actividades enzimáticas de 

todas las muestras de suelo, se utilizó como herramienta bioestadística el coeficiente de 

correlación de Pearson. En la figura 9 se muestran los resultados de este análisis y los 

valores de los coeficientes de correlación se muestran en el Anexo. 

 En la figura 9.a se muestran los análisis de correlación de todos los sitios en 

conjunto, observándose una correlación positiva significativa entre los niveles de 

precipitación y las actividades celobiohidrolasa, fosfatasa ácida y arilsulfatasa. Todas las 

actividades enzimáticas se correlacionaron negativamente con el pH en el rango 

comprendido entre 5,54 y 6,81 en el cual se encuentran las muestras analizadas. Los 

mayores coeficientes de correlación se observaron para las enzimas celobiohidrolasa, 

fosfatasa ácida y arilsulfatasa, mostrando las dos últimas correlaciones estadísticamente 

significativas. Por otra parte, se observó una correlación positiva de todas las actividades 

enzimáticas con el contenido hídrico y de nitrato, obteniéndose, en general, para todas 

las enzimas, excepto para la β-glucosidasa, elevados coeficientes de correlación, la 

mayoría de ellos estadísticamente significativos.  

 Las correlaciones entre las actividades enzimáticas y el contenido de materia 

orgánica y de amonio exhiben un comportamiento similar, ya que todas excepto la β-

glucosidasa, mostraron una relación positiva. Sin embargo, sólo las correlaciones entre 

las enzimas celobiohidrolasa, fosfatasa ácida y arilsulfatasa con el contenido de amonio 

fueron estadísticamente significativas. A diferencia de los demás parámetros edáficos, 

no se identificaron correlaciones significativas entre el contenido de materia orgánica de 

los sitios estudiados con ninguna actividad enzimática. 

 Finalmente, todas las actividades enzimáticas excepto la β-glucosidasa, 



 

33 
 

 

correlacionaron negativamente con el contenido de fósforo, siendo estadísticamente 

significativa esta relación solamente para la fosfatasa ácida. De acuerdo con el análisis 

realizado, se observó que, a diferencia de las demás enzimas, la actividad β-glucosidasa 

no presentó correlaciones significativas con ninguno de los parámetros edáficos 

estudiados. 

 Se realizaron también análisis de correlación de Pearson de manera individual 

para cada uno de los sitios de estudio con la finalidad de observar si las correlaciones 

entre las enzimas y los parámetros edáficos se comportaban de forma distinta al analizar 

los sitios por separado (Figuras 9.b, c y d). 

 De forma general, se pudieron observar varias diferencias entre el análisis 

conjunto y los análisis individuales. Una de las diferencias más relevantes es que para 

los tres sitios se observaron coeficientes de correlación altos entre la enzima β-

glucosidasa y los distintos parámetros edáficos estudiados, a diferencia del análisis 

general, el cual no presenta coeficientes de correlación altos. Sucede lo mismo para la 

materia orgánica, donde en el análisis conjunto no presenta correlaciones significativas 

con ninguna de las enzimas estudiadas, pero que, al analizar de manera individual cada 

sitio, se observan coeficientes de correlación altos entre este parámetro edáfico y la 

actividad de las enzimas; es importante destacar que en el sitio CA se pudo observar 

una correlación significativa positiva entre este y la enzima arilsulfatasa. 

 En general, para los tres sitios se observaron correlaciones significativas, algunas 

distintas a las observadas en la figura 9.a, dando cuenta de variaciones internas 

relacionadas probablemente con la heterogeneidad inherente de las muestras de suelo. 

Para el sitio CA, la única correlación significativa es la mencionada anteriormente, 

mientras que RNT fue el sitio que presentó un mayor número de correlaciones 

significativas; la enzima lacasa se correlacionó de forma significativa con el amonio y 
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nitrato, mientras que la enzima fosfatasa presentó correlaciones significativas solamente 

con el nitrato; la única correlación que corresponde con el análisis conjunto es entre la 

lacasa y el nitrato. Finalmente, en LL se observaron dos correlaciones estadísticamente 

significativas; entre la enzima fosfatasa ácida y el pH y entre el contenido de fósforo y la 

lacasa. Es importante destacar que solo una de estas correlaciones se corresponde con 

lo observado en la figura 9.a, siendo esta la correlación entre el pH y la fosfatasa ácida. 
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Figura 9. Gráficos de correlación de Pearson. En ellos se comparan los parámetros edáficos (eje 
vertical) con las actividades enzimáticas (eje horizontal). El diámetro de los círculos 
representados indica el valor del coeficiente de correlación de Pearson (r); el color azul de estos 
indica una correlación positiva y el color rojo una correlación negativa. Los círculos encerrados 
en cuadrados de color gris indican correlaciones estadísticamente significativas entre los datos 
comparados (P ≤ 0,05). (a) Gráfico de correlación de Pearson para el conjunto de los tres sitios 
estudiados (CA, RNT y LL). (b) Gráfico de correlación de Pearson para CA. (c) Gráfico de 
correlación de Pearson para RNT. (d) Gráfico de correlación de Pearson para LL. 
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 Finalmente se realizó un análisis de componentes principales para determinar el 

efecto de todas las variables analizadas en el agrupamiento de las muestras. En la figura 

10 es posible apreciar que los tres sitios estudiados se separan, siendo las variables 

precipitación y actividad β-glucosidasa las que más influyen en la separación de las 

muestras a lo largo del eje PCA2; mientras que la actividad fosfatasa es la que explica 

la separación a lo largo del eje PCA1. 

   

  

 
Figura 10. Análisis de componentes principales de los tres sitios de estudio. Los cuadrados de 
color azul representan las cuatro muestras compuestas del sitio Coyhaique Alto (CA), en verde 
los círculos representando las muestras compuestas del sitio Reserva Nacional Trapananda 
(RNT) y en rojo los triángulos representando las muestras compuestas del sitio Lago Largo (LL). 

 Se aplicó el test estadístico ANOSIM de una vía, obteniéndose un valor de p de 
0,0002, el cual indicó que los tres sitios (CA, RNT y LL) presentaban diferencias 
estadísticas significativas. 
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7. DISCUSIÓN Y PROYECCIONES 
 

  Al comparar los resultados obtenidos con la literatura, es posible establecer una 

relación entre los parámetros edáficos medidos y la caracterización de suelos de los 

bosques de Nothofagus pumilio. El Instituto de Investigaciones Agropecuarias (INIA) 

realizó un estudio el año 2014 (Hepp K., Christian y Stolpe B., Neal, 2014), en el cual 

se caracterizó el suelo en la región de Aysén. En él se realizaron mediciones entre la 

costa (Puerto Aysén y Puerto Cisnes) hasta la frontera con Argentina, zona en la cual 

se encuentran los bosques estudiados en este seminario. 

 El sitio de Lago Largo se encuentra en los sectores más húmedos y cercanos a 

Puerto Aysén; este fue clasificado como suelos de origen volcánico, específicamente 

del tipo “Andisols”, los cuales se caracterizan por poseer alto contenido de materia 

orgánica y una alta capacidad de retención de agua (Nanzyo, M., Shoji, S., & Dahlgren, 

R., 1993; Hepp K., Christian y Stolpe B., Neal, 2014; Soto y cols., 2021). También se 

ha descrito que los suelos de origen volcánico presentan una baja disponibilidad de 

fósforo y muchas veces un pH ácido (Borie, F., & Rubio, R., 2003). Esto se corresponde 

con los resultados obtenidos donde el sitio LL presenta un alto contenido de materia 

orgánica y alto contenido hídrico, como también un menor contenido de fósforo y un pH 

más ácido. En contraste con esto, el sitio de estudio Coyhaique Alto se encuentra 

próximo a la frontera con Argentina, clasificándose como suelo “Xerolls”, este se 

identifica como zonas con menos lluvia y más secas, las cuales siguen el régimen de 

humedad de suelos xéricos (casi completamente secos en verano, y con mayor 

humedad en invierno) (Fenton, T., 1983; Hepp K., Christian y Stolpe B., Neal, 2014; 

Soto y cols., 2021). Esto se ve representado también en los resultados obtenidos, en el 

cual se observa que el sitio de CA presenta menor contenido hídrico. 

  En este seminario se estudiaron tres sitios bajo un régimen de 
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precipitación diferente. Con respecto a esto, se ha descrito en la literatura que en los 

sitios que presentan un mayor nivel de precipitación y por consecuencia un mayor 

contenido hídrico en suelo, exhiben un aumento en la actividad de enzimas hidrolasas, 

como lo son celobiohidrolasa, β-glucosidasa, arilsulfatasa y fosfatasa ácida; esto puede 

deberse al aumento en la difusión de las enzimas y de sus sustratos (Zhang, Y. y cols., 

2011; Zhou, X. y cols., 2013). Además, el agua es uno de los sustratos para estas 

enzimas, por lo que como es de esperar su variación en los suelos afecta directamente 

la actividad de este tipo de enzimas (Tabatabai, M. A., 1994). Es posible distinguir esto 

en resultados obtenidos, donde LL es el sitio que presenta una mayor actividad 

enzimática de fosfatasa ácida, arilsulfatasa y celobiohidrolasa, siendo este sitio el que 

presenta un mayor nivel de precipitación. También se registraron correlaciones 

significativas entre las enzimas anteriormente mencionadas y el contenido hídrico en 

suelo.  

 Según los resultados obtenidos, las enzimas arilsulfatasa y fosfatasa ácida 

fueron las que presentaron correlaciones significativas con el pH; como se ha descrito 

reiteradamente, el pH es uno de los factores determinantes para la actividad enzimática 

(Tabatabai, M. A., 1994). Se encontró también que pequeños cambios en el pH generan 

grandes cambios en la actividad arilsulfatasa, siendo el rango de pH en la cual se 

registra la máxima actividad de 5,5 a 6,2 (Tabatabai, M. A., and J. M. Bremner., 1970; 

Chen, H., 2019; Germida, J. J., Wainwright, M., & Gupta, V. V., 2021). Niemi y 

Vepsäläinen, (2005) y Turner, B. L. (2010) indicaron que la enzima fosfatasa ácida en 

suelos actúa en un rango de pH que va de 4 a 6 y, según el estudio realizado por 

Herbien, S. A., y Neal, J. L. (1990) determinaron que a medida que el pH aumenta, la 

actividad fosfatasa disminuye; en este mismo estudio se observó que al medir la 

actividad de esta enzima a un pH mayor (entre 6,5 y 7) su actividad era 2 veces menor, 
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confirmando lo anteriormente mencionado. Esto se puede apreciar en los resultados 

obtenidos, donde existe una correlación significativa negativa entre el pH y las enzimas 

arilsulfatasa y fosfatasa ácida. Es importante también destacar que el pH promedio 

medido en los tres sitios (CA 6,42, RNT 6,37 y LL 5,86) se encuentra en un rango 

cercano al rango de pH óptimo de estas dos enzimas, donde el sitio que posee un pH 

más ácido es el que presenta una mayor actividad fosfatasa ácida. Por otro lado, se ha 

descrito que la celobiohidrolasa está débilmente relacionada con el pH del suelo, por lo 

que su actividad se ve menos afectada frente a la variación de este parámetro edáfico 

(Sinsabaugh, R. L., 2008). Esto se ve reflejado en los resultados obtenidos, donde no 

existen correlaciones significativas entre esta enzima y el pH. 

 Se observó también, que las enzimas celobiohidrolasa, lacasa y arilsulfatasa 

están correlacionadas significativamente con el contenido de nitrato del suelo. Se ha 

registrado que la actividad de las enzimas microbianas de adquisición de carbono y 

fósforo, como lo son celobiohidrolasa, β-glucosidasa y fosfatasa ácida, aumenta a 

medida que el contenido de nitrógeno en suelo se incrementa (Zhou, X., 2013; Ullah y 

cols., 2019). Los estudios realizados por Ullah y cols. (2019) indicaron que el aumento 

de nitrógeno en suelos conlleva a una disminución del pH, teniendo como consecuencia 

un incremento en la unión de grupos fosfato a minerales presentes en él. La quelación 

del fósforo produce una disminución del fosfato biodisponible, estimulando así la 

producción de enzimas de adquisición de fósforo para suplir esta. Además, hay estudios 

que indican que, a medida que los niveles de precipitación aumentan, los niveles 

relativos de disponibilidad de nitrógeno en suelos incrementan también (Sinsabaugh, 

R. L., 2008) correspondiéndose con los resultados obtenidos, donde los niveles de 

nitrato y amonio en suelo son mayores en LL y menores en CA. Así mismo, Tabatabai, 

M. A. (1994) observó que la enzima arilsulfatasa está correlacionada con el contenido 



 

40 
 

 

de materia orgánica en suelo, donde una disminución de este reduce su actividad; esto 

se aprecia en los resultados obtenidos, donde en CA existe una correlación significativa 

entre estos. 

 Con respecto al fósforo en suelo, la única enzima que presentó una correlación 

significativa con este parámetro fue la fosfatasa ácida. Se ha estudiado que, en 

ecosistemas terrestres, existe una relación inversa entre la actividad de esta enzima y 

la disponibilidad relativa de fósforo en suelo, siendo este un fenómeno común 

(Sinsabaugh, R. L., 2008). Es posible especular que esta relación observada puede 

deberse a que esta enzima responde a déficit de fósforo inorgánico en suelo, por lo 

que, para producir fosfato biodisponible los organismos liberan esta enzima al ambiente 

dependiendo de su necesidad (Speir, T.W., Cowling, J.C., 1991; Nannipieri, P. y cols., 

2011; Sinsabaugh, R. L., & Follstad Shah, J. J., 2012). Junto con esto, Nannipieri P. y 

cols. (2011) también plantea que se ha estudiado que el fosfato inorgánico inhibe la 

actividad de esta enzima en suelos, por lo que suelos con un mayor contenido de fosfato 

inorgánico debiesen presentar una menor actividad fosfatasa. Esto puede apreciarse 

en los resultados obtenidos, donde los sitios que poseían una mayor actividad fosfatasa 

presentaban un menor contenido de fósforo. 

 Con respecto a la capacidad metabólica, los tres sitios estudiados exhibieron el 

mismo potencial metabólico, pero en diferentes niveles. En base a esto, el sitio que 

presenta un mayor potencial metabólico es Lago Largo.  

 Como se mencionó anteriormente, un segundo aspecto que aborda la 

diversidad funcional microbiana de los suelos corresponde a la composición de los 

diferentes microorganismos que participan de los gremios solubilizadores y 

descomponedores de los nutrientes estudiados (Fósforo, P, Azufre, S y Carbono, C).  

 En el año 2017, Lladó S. y colaboradores realizaron una revisión en la cual se 
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caracterizaron los principales filos y géneros de bacterias que forman parte de los 

gremios participantes de los ciclos biogeoquímicos del C y P en suelos de bosques del 

hemisferio norte. Ellos encontraron que como parte del gremio descomponedor de C, 

se encuentran esencialmente dos tipos de bacterias, unas celulolíticas y otras 

lignolíticas. Como parte de la primera se hallan principalmente Actinobacterias (géneros 

como Cellulomonas y Arthrobacter),Acidobacterias, Bacteroidetes (géneros como 

Mucilaginibacter y Pedobacter) y Proteobacterias (Luteibacter). Por otro lado, formando 

parte de las bacterias degradadoras de lignina estarían participando bacterias del filo 

Proteobacteria (géneros como Sphingomonas, Burkholderia y Pseudomonas) y 

Actinobateria (géneros como Mycobaterium y Streptomyces), siendo las bacterias del 

género Burkholderia las posibles productoras de la enzima lacasa en suelos de bosques 

(Štursová, M. y cols., 2012; Lladó S. y cols., 2017).  

 Como parte de este seminario no se realizaron análisis para determinar la 

composición de los gremios en los suelos, pero si existe un análisis preliminar de la 

composición de bacterias en dos de los sitios estudiados, CA y LL (datos no 

publicados). En ellos fue posible dilucidar que el filo más abundante en ambos 

corresponde a Proteobacteria, seguido de Actinobacteria, Acidobacteria y 

Bacteroidetes. En este análisis se encontraron géneros de estos filos, los cuales 

podrían ser parte del gremio descomponedor de C en los suelos estudiados. Entre ellos 

están Cellulomonas y Arthrobacter (Actinobacteria) y Mucilaginibacter y Pedobacter 

(Bacteroidetes), siendo estas las principales bacterias productoras de enzimas 

celulolíticas (como la β-glucosidasa y la celobiohidrolasa). Por otro lado, el género 

Burkholderia estaría participando de la síntesis de lacasa como bacteria lignolítica. 

Tanto el género Arthrobacter como Mucilaginibacter y Pedobacter fueron identificadas 

en ambos sitios estudiados, a diferencia de Cellulomonas que solo fue encontrado en 
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el sitio de CA. Esto último podría explicar la similitud del nivel de actividad de la enzima 

β-glucosidasa en ambos sitios, ya que estarían presentando diferentes géneros de 

bacterias contribuyendo de la degradación de la celulosa. 

 Además, también se han descrito en menor medida filos de bacterias las cuales 

podrían estar formando parte del gremio solubilizador de P en los suelos, entre ellas 

están Actinobacteria, Acidobacteria y Proteobateria (Alphaproteobacteria y 

Betaproteobacteria) (Lladó S. y cols., 2017). Los filos Actino y Acidobacteria están 

presentes en ambos sitios (CA y LL) (datos no publicados), dilucidando la presencia del 

potencial metabólico del P en estos, destacando que el filo Acidobacteria tiene una 

abundancia relativa significativamente mayor en LL, lo que podría relacionarse con la 

mayor actividad fosfatasa ácida en este sitio. 

 Finalmente, se han descrito diferentes bacterias que participan del gremio 

solubilizador de S, entre ellas están Actinobacteria, Pseudomonas, Klebsiella y 

Raoultella (Inamdar, A., 2022). En el análisis preliminar, están presentes tanto 

Actinobacteria como Pseudomonas (datos no publicados) lo que podría relacionarse 

con la presencia de la actividad arilsulfatasa en ambos sitios. 

 Continuando con la discusión, los ciclos biogeoquímicos en los que las enzimas 

microbianas se ven involucradas corresponden a un proceso complejo en el cual 

participan en cada paso un gran número de estas, es por esto que la interpretación de 

estas actividades es solamente una mirada a lo que sucede realmente en el ambiente 

y en estos ciclos (Nannipieri, P. y cols., 2018). 

 Es importante destacar que, según algunos autores, la actividad enzimática en 

suelos no proviene únicamente de los microorganismos activos en el momento de la 

toma de muestras, sino que también se corresponde a enzimas que se encuentran 

estabilizadas en la matriz del suelo (Nannipieri, P. y cols., 2018). Estos dos tipos de 
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actividades enzimáticas, en conjunto estarían dando cuenta del potencial metabólico 

del suelo en el momento en que fueron tomadas las muestras. Tomando en 

consideración este punto en nuestro trabajo presentamos el potencial metabólico del 

suelo de los bosques de Nothofagus pumilio ubicados en tres sitios con diferente nivel 

de precipitaciones. 

 Existen varios estudios que indican que es posible interpretar la calidad del 

suelo a partir de la caracterización de la diversidad funcional microbiana en estos, esto 

es debido a que tanto la estructura de las comunidades microbianas como su 

biodiversidad son potenciales indicadores de cómo funciona y se sostiene el 

ecosistema en el que se ven envueltos, ya que son sensibles y responden rápida y 

directamente a los cambios ambientales (Fierer y cols., 2003; de Armas-Ricard y cols., 

2016; Baldrian, 2017; Schloter, M. y cols., 2018; Zheng y cols., 2019). Algunas de estas 

actividades enzimáticas pueden ser utilizadas como marcadores capaces de responder 

frente a distintas perturbaciones en él, como lo es el estrés ambiental (Arshad y Martin, 

2002; Bünemann y cols., 2018). Esta aproximación también puede ser utilizada para 

evaluar la calidad del suelo en terrenos agrícolas, los cuales son relevantes para la 

economía regional. 

 Se ha descrito que la enzima lacasa es capaz de catalizar la degradación de 

compuestos contaminantes, como lo son los antibióticos y otros desechos industriales 

(Arregui, L. y cols., 2019) y que su secreción suele estar asociada a la respuesta de 

microorganismos frente a condiciones antagónicas (Janusz, G. y cols., 2020). Su 

potencial como biorremediador de aguas podría ser de gran interés, considerando que 

la industria salmonera es partícipe de la contaminación de masas de agua en el país, 

sobre todo por la utilización de una gran cantidad de antibióticos y otros compuestos. 
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8. CONCLUSIONES 
 
 A partir de los resultados obtenidos se pudo apreciar que tanto el nivel de 

precipitación como los parámetros edáficos tienen influencia en la diversidad funcional 

microbiana de los bosques de Nothofagus pumilio estudiados.  

 Los tres sitios de estudio presentaron diferencias significativas entre sí. Se 

observó que existe una correlación entre el nivel de precipitación y las actividades 

enzimáticas en el suelo, donde el sitio con mayor nivel de precipitación mostró una mayor 

actividad. Se identificaron también correlaciones significativas entre varios parámetros 

edáficos y las distintas actividades enzimáticas para los tres sitios de estudio, 

destacando el contenido hídrico, donde los sitios con mayor contenido de este 

presentaban mayores actividades en la mayoría de los casos.   

Además, fue posible demostrar a partir de los resultados obtenidos que los tres 

sitios estudiados presentan diferencias significativas entre sí en función del potencial 

metabólico, los parámetros edáficos y el nivel de precipitación. 

Finalmente, se observó para los tres sitios de estudio la misma funcionalidad 

(mismo potencial metabólico), pero en diferentes niveles; destacando el sitio de Lago 

Largo el cual exhibió un mayor nivel en comparación a los demás.  
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10. ANEXO 

10.1. Coeficientes de correlación de Pearson  
 
Tabla I. Valores de los coeficientes de correlación de Pearson para el análisis de los tres sitios 

en conjunto. 

  Coeficiente de correlación de Pearson 

 β-Glucosidasa Celobiohidrolasa Lacasa Fosfatasa 
ácida 

Arilsulfatasa 

pH -0.363 -0.54322 -0.17111 -0.7179** -0.72964** 

CH 0.15229 0.63418* 0.65435* 0.72975* 0.7923** 

MO -0.087838 0.31977 0.39837 0.29134 0.44928 

P-Olsen 0.21844 -0.47929 -0.13917 -0.58001* -0.40829 

Nitrato 0.11592 0.60051* 0.61287* 0.57582 0.82077** 

Amonio -0.074489 0.69558* 0.22595 0.72838** 0.86147*** 

 
 
Tabla II. Valores de los coeficientes de correlación de Pearson para el sitio Coyhaique Alto. 

  Coeficiente de correlación de Pearson (CA) 

 β-Glucosidasa Celobiohidrolasa Lacasa Fosfatasa 
ácida 

Arilsulfatasa 

pH -0.73084 -0.50997 0.94321 -0.081232 -0.85159 

CH -0.77876 -0.85936 0.041549 -0.070258 0.2296 

MO 0.1799 0.072425 -0.83673 -0.49553 0.95* 

P-Olsen -0.16737 -0.30258 -0.62949 -0.33561 0.81972 

Nitrato 0.67244 0.4047 -0.74212 0.45565 0.61556 

Amonio -0.77042 -0.83959 0.026685 -0.12467 0.24699 

 
 
Tabla III. Valores de los coeficientes de correlación de Pearson para el sitio Reserva Nacional 
Trapananda. 

  Coeficiente de correlación de Pearson (RNT) 

 β-Glucosidasa Celobiohidrolasa Lacasa Fosfatasa 
ácida 

Arilsulfatasa 

pH 0.44706 0.9228 -0.56015 0.47079 -0.17406 

CH -0.32727 0.70679 0.28279 -0.24615 -0.13283 

MO -0.87439 0.25298 0.73934 -0.51357 -0.30884 

P-Olsen 0.45104 0.87842 -0.48473 0.35317 -0.047078 

Nitrato -0.7223 -0.36161 0.97913* -0.95847* 0.34824 

Amonio 0.8237 0.37897 -0.99787** 0.90994 -0.20927 
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Tabla IV. Valores de los coeficientes de correlación de Pearson para el sitio Lago Largo. 

  Coeficiente de correlación de Pearson (LL) 

 β-Glucosidasa Celobiohidrolasa Lacasa Fosfatasa 
ácida 

Arilsulfatasa 

pH 0.027565 0.41687 0.94196 -0.95354* -0.17076 

CH 0.79342 -0.69534 0.3819 0.17763 0.30624 

MO 0.84213 -0.67328 0.51628 0.048529 0.17384 

P-Olsen 0.47227 -0.042069 0.98081* -0.70235 -0.11514 

Nitrato 0.3669 -0.24057 0.46804 -0.098292 0.70125 

Amonio -0.56824 0.2446 -0.62085 0.41769 0.79814 

 


