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RESUMEN

ARTICULO 1

La rizosfera es la interfaz entre las raices de las plantas y el suelo. Aqui, las
interacciones entre las raices y microorganismos influyen en el desarrollo, crecimiento y
adaptacion de la planta al estrés bidtico y abiotico. La rizosfera es un ambiente complejo
y dindmico debido a la diversidad de microorganismos que habitan en este ambiente; por
lo que, descifrar su composicidon es clave para entender como ocurren las adaptaciones de
las plantas en sus habitats silvestres. EI conocimiento actual sobre microorganismos
asociados a especies de plantas silvestres es limitado, particularmente en la region andina.
En esta revision se analiza y discute la informacién disponible en la literatura sobre las
interacciones planta-microbioma con el objetivo de comprender el avance de los estudios
del microbioma en ambientes de alta montafia. Primeramente, se describe la estructura
del suelo enfocandonos principalmente en la rizosfera. Mas adelante, nos centramos en
los factores ambientales relevantes que se han descrito como moduladores de la estructura
del microbioma de la rizosfera. Adicionalmente, se discute sobre las técnicas moleculares
que se utilizan actualmente para acceder y caracterizar el microbioma. Después, se
describen los principales hallazgos de los estudios actuales sobre el analisis del
microbioma en suelos de paramo y alta montafia, en cultivos comerciales, asi como en
cultivos silvestres. Finalmente, nos enfocamos en los estudios disponibles para el género
Vaccinium y en la informacion reportada sobre estudios en el mortifio (Vaccinium
floribundum Kunt, Ericaceae) en paramos del Ecuador.

Palabras clave: interacciones, ensamblaje, microorganismos, mortifio paramos, plantas,
rizosfera, Vaccinium floribundum,



RESUMEN

ARTICULO 2

La rizosfera es un entorno complejo y dindmico donde las raices de las plantas interactdan
con los microorganismos, lo que influye en el crecimiento de las plantas y la tolerancia al
estrés biotico y abidtico. Descifrar su composicion es clave para comprender como
ocurren las adaptaciones de las plantas en los habitats silvestres. A pesar de ello, el
conocimiento sobre los microorganismos asociados con las especies de plantas silvestres
es limitado, particularmente en la region andina. En este estudio, analizamos el
microbioma de la rizosfera asociado con el mortifio (Vaccinium floribundum), en los
paramos ecuatorianas. Se analizaron cuarenta y tres muestras, colectadas en diez
provincias de la Sierra, utilizando secuenciamiento de proxima generacién (NGS) para
explorar la composicion bacteriana y fangica. Nuestros datos revelaron que
Proteobacteria, Actinobacteria y Acidobacteria fueron los phyla bacterianos dominantes,
mientras que Ascomycota y Basidiomycota fueron los phyla fungicos dominantes.
Nuestro estudio identific6 un microbioma central que incluye taxones con roles
importantes en la interaccion suelo y microbio de la planta, lo que sugiere que estos
taxones podrian desempefiar un papel clave en la adaptacion del mortifio a condiciones
ambientales adversas. Separamos nuestras muestras en cuatro grupos (A, B, C y D); el
Grupo A, compuesto por individuos de las provincias del norte (Carchi, Imbabura,
Pichincha y la parte norte de Cotopaxi); Grupo B, compuesto por individuos de las
provincias de la region central (la parte sur de Cotopaxi, Tungurahua, Bolivar y
Chimborazo); Grupo C, compuesto por individuos de las provincias de la region sur
(Canar, Azuay y Loja); y el Grupo D, un grupo atipico, compuesto por individuos que
crecen en el rango de altitud més alto (la parte sur de las provincias de Cotopaxi y Azuay).
Las métricas de diversidad filogenética mostraron que la diversidad de rizobacterias es
similar dentro de los grupos, mientras que el grupo C mostrd la mayor diversidad de
hongos, este grupo representa muestras provenientes de la region Centro. Lasdiferencias
encontradas en la diversidad y composicion del microbioma podrian explicarse por los
cambios en el pH y la concentracion de elementos quimicos del suelo como Fe, P, Cd, Cu
y Co. Colectivamente, estos resultados mostraron similitudes con los patrones de
diversidad genética encontrados en el mortifio en Ecuador, lo que sugiere que esta especie
de planta y su microbioma asociado han interactuado para adaptarse a las condiciones
ambientales particulares de los paramos andinos.

Palabras clave: adaptacion, comunidades bacterianas, comunidades fungicas, praderas,
interaccion planta-microbioma, mortifio, plantas silvestres.



ABSTRACT

MANUSCRIPT 1

Rhizosphere is the interface between plant roots and soil. Here, interactions between roots
and microorganisms influence plant growth, development, and adaptation to biotic and
abiotic stress. Rhizosphere is a complex and dynamic environment because of the
biodiversity of microorganisms; therefore, deciphering its composition is key to
understand how plant adaptations occur in wild habitats. However, the knowledge about
microorganisms associated with wild plant species is limited, particularly in the Andean
region. In this review, we discuss developments in plant-microbiome research, in order
to understand the progress in the study of the microbiome in high-montane environments.
First, the soil structure is described focusing primarily on the rhizosphere. Later, we focus
on the relevant environmental factors that have been described as modulators of the
structure of the rhizosphere microbiome. Then we discuss the molecular techniques that
are currently used to access and to characterize the microbiome. The main findings of the
current studies on the microbiome analysis in tundra-like ecosystems and high mountain
soils, in commercial crops, as well as in wild crops are described too. Finally, we analyze
the available studies for the genus Vaccinium and for mortifio (Vaccinium floribundum
Kunt, Ericaceae) in the paramos of Ecuador.

Keywords: assembly, Ecuadorian highlands interactions, microorganisms, plants,
rhizosphere, Vaccinium floribundum.



ABSTRACT

MANUSCRIPT 2

The rhizosphere is a complex and dynamic environment where plant roots interact with
microorganisms, affecting plant growth and tolerance to biotic and abiotic stress. Deciphering its
composition is key to understand how plant adaptations occur in wild habitats. In spite of it, the
knowledge about microorganisms associated with wild plant species is limited, particularly in the
Andean region. In this study, we analyzed the rhizosphere microbiome associated with the wild
Andean blueberry (Vaccinium floribundum), also known as “mortifio”, in the Ecuadorian
highlands. Forty-three samples, across ten provinces, were analyzed using Next-generation
sequencing (NGS) to explore bacterial and fungal composition. Our data revealed that
Proteobacteria, Actinobacteria, and Acidobacteria phyla were the dominant bacterial taxa,
whereas Ascomycota and Basidiomycota were the dominant fungal taxa. Our study identified a
core microbiome that includes taxa with important roles in soil and plant-microbe interaction,
suggesting that it could play a key role in the adaptation of the wild Andean blueberry to harsh
environmental conditions. We separated our samples into four groups (A, B, C, and D); the Group
A, composed by individuals from the northern provinces (Carchi, Imbabura, Pichincha, and the
north part of Cotopaxi); Group B, composed by individuals from the provinces of the central
region (The south part of Cotopaxi, Tungurahua, Bolivar and Chimborazo); Group C, composed
by individuals from the provinces of the southern region (Cafar, Azuay, and Loja); and Group D,
an atypical group, composed by individuals growing at the highest altitude range (the south part
of Cotopaxi and Azuay provinces) . Phylogenetic diversity metrics showed rhizobacterial
diversity was similar within groups, whereas group C showed the highest diversity of fungi
rhizospheres, which represent samples coming from the Center region. The differences found in
the microbiome diversity and composition could be explained by the changes in pH and
concentration of soil chemical elements like Fe, P, Cd, Cu and Co. Collectively, these results
showed similarities with the genetic diversity patterns found in the Andean blueberry in Ecuador,
suggesting that this plant species and its associated microbiome have interacted in order to adapt
to the particular environmental conditions of the Andean grasslands.

Keywords: adaptation, bacterial communities, fungal communities, grasslands, plant-
microbiome interaction, mortifio, wild plants.
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ARTICULO 1
Comunidades microbianas de la rizésfera de plantas en paramos andinos

Autor: Andrea Pinos?

! Universidad San Francisco de Quito USFQ. Laboratorio de Biotecnologia Vegetal,

Colegio de Ciencias Biologicas y Ambientales. EC170157, Quito, Ecuador
Introduccion

El término “microbioma” es usado para describir un conjunto de microorganismos que
viven asociados a un determinado hospedador o que comparten un mismo ambiente
(Andreote et al., 2017). En este sentido, se estima que alrededor de 20,000 especies de
plantas requieren simbiontes microbianos del suelo para poder persistir en sus habitats
(Bills et al., 2004; Gams, 2007; Prober et al., 2015; Torsvik, et al., 2002). Esto se debe a
que los microorganismos son de vital importancia para el ciclo de nutrientes y carbono
en ecosistemas naturales (Bender et al., 2016). Los microorganismos presentes en el suelo
fragmentan y descomponen la materia organica, permitiendo que los nutrientes estén
disponibles para su posterior procesamiento en el suelo y en la planta (Bardgett et al.,
1999). A su vez, dichos nutrientes son los que generan y modulan la actividad de los
microorganismos presentes en el microbioma (Bonfante et al., 2009; Minz et al., 2013

Philippot et al., 2013).

Los estudios reportados en la Gltima década recalcan el creciente interés por estudiar los
microorganismos del suelo (Bron et al., 2012; Mitter et al., 2016; Philippot et al., 2013).
Sin embargo, el conocimiento sobre microorganismos asociados a especies de plantas
silvestres es limitado. Muchos de los estudios reportados se basan en especies vegetales
de importancia agronémica, u organismos modelo como Arabidopsis thaliana (Philippot

et al., 2013). Es por esta razon, que se necesitan mas estudios que nos permitan mejorar
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el conocimiento sobre la ecologia microbiana del suelo que incluyan interacciones con

especies de plantas en ecosistemas silvestres (Bever et al., 2012).

En esta revision se discute sobre las interacciones planta-microbioma. Se describen los
ambientes heterogéneos que forman parte de la estructura del suelo para dar paso a una
descripcion general del microbioma de la rizésfera. Después, nos enfocamos en los
factores abidticos que influyen en el ensamblaje del microbioma y en como el avance en
el procesamiento de datos metagenomicos ha permitido la caracterizacion del
microbioma. Adicionalmente, se resume la informacion actual sobre microbiomas de
suelo de paramos y ecosistemas similares, se discuten los factores involucrados en la
variacion presente en estos estudios y la composicion del microbioma de la rizosfera en
ambientes andinos. Finalmente, se discute sobre el estado actual del microbioma del

mortifio (Vaccinium floribundum Kunt, Ericaceae) en paramos del Ecuador.

Interaccién planta-microbioma

Varios afios de investigacion han demostrado la importancia de los microorganismos para
la salud de las plantas. En este sentido, se ha observado experimentalmente la dificultad
de cultivar diferentes especies de plantas en ausencia de microorganismos (hongos y
bacterias) (Vandenkoornhuyse et al., 2015). Por lo tanto, el fitness de una planta estaria
determinado por el hologenoma, el cual estd conformado por el genoma de la planta
hospedera y el genoma de todos los microorganismos asociados a ella (Guerrero et al.,
2013; Mitter et al., 2016). EI complejo planta-microorganismo es considerado como un
holobionte, compuesto por la planta y sus microorganismos asociados (Minz et al., 2013).
Este holobionte actla como un consorcio y es la unidad de la seleccion evolutiva descrita
por Jefferson (1994). Inicialmente, Rosenberg y Zilber- Rosenberg (2011) propusieron
4 criterios para la teoria holobionte, mas tarde, Minz et al (2013) adaptaron estos

criterios
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especificamente para las interacciones planta-microorganismo. Los postulados que
seflalan Minz et al (2013) son los siguientes: 1) las plantas albergan una gran diversidad
de microorganismos asociados los cuales adquieren un ambiente rico en nutrientes de la
planta, 2) los microorganismos afectan el fitness de la planta de varias maneras, 3)
cualquier variacion en el hologenoma puede generar cambios en el genoma de la planta
o0 en el genoma de las comunidades microbianas y 4) este criterio sugiere la habilidad de

transmitir la variacion genética de una generacion a otra.

Para comprender las interacciones planta-microbioma es necesario diferenciar los
compartimentos fisicos que forman el sistema suelo-raiz. En Sasse et al. (2018) se
menciona una clasificacion de estos compartimentos la cual es ampliamente utilizada en
la bibliografia sobre microbiomas de suelo (Bulgarelli et al., 2013; Lundberg et al., 2012;
Philippot et al., 2013; Sasse et al., 2018). Desde la zona mas lejana a la zona mas cercana
a las raices de la planta se utilizan los siguientes términos: (i) el suelo bulk es la zona de
suelo que rodea todos los compartimentos mas internos, esta zona no esta directamente
influenciada por la raiz de la planta (Lareen et al., 2016), (ii) la rizosfera es la zona de
entre 1-3 mm que rodea las raices de la planta y esta colonizada por un subconjunto de
los microorganismos que se encuentran en el suelo bulk, (iii) el rizoplano es la superficie
de las raices de la planta y finalmente (iv) la enddsfera que corresponde al interior de las
raices. Tanto el rizoplano como la endosfera son colonizadas por un subconjunto de los
microorganismos que provienen de la rizésfera (Gupta, y Aggarwal, 2018) (Figura 2). A
pesar de gque estos ambientes estan separados por micrometros o milimetros entre ellos,
difieren en la composicion de su microbioma, caracteristicas abioticas, abundancia de
microorganismos e incluso presentan diferentes tasas de actividad microbiana (Fierer,

2017; Santoyo et al., 2017).

Microbioma en la rizésfera
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El microbioma de la rizésfera (rizobioma) es un término relativamente nuevo en donde
las comunidades de microorganismos presentes estan directamente asociadas a las raices
de las plantas (Berendsen et al., 2012; Gupta, y Aggarwal, 2018; Sasse et al., 2018). En
este habitat, sistemas sofisticados de comunicacion planta-rizobioma le permiten a la
planta influir en el comportamiento de los microorganismos para su beneficio (Lareen et
al., 2016). La rizdsfera, es uno de los ecosistemas mas complejos en la tierra que alberga
una comunidad microbiana dinamica (Mendes et al., 2013). Esto se debe a los compuestos
que forman parte de los exudados de las raices de las plantas (rizodepdsitos), los cuales
generan el ambiente de la rizésfera y modifican la quimica del suelo lo que diferencia a
la riz6sfera del suelo bulk (Bever et al., 2012; Broeckling et al., 2008). Los rizodep6sitos
atraen principalmente bacterias y hongos los cuales se alimentan de estos nutrientes,
exudados y mucilagos liberados por las raices de la planta (Philippot et al., 2013). Es
importante considerar que los compuestos secretados por las raices pueden variar
dependiendo de la especie o del genotipo de la planta (Yang y Crowley, 2000). Por otro
lado, los microorganismos presentes en la microbiota deben tolerar los exudados de la
planta que también sirven como un mecanismo de defensa contra microorganismos
patogenos de plantas (Bever et al., 2012). Es por esta razon que se genera competencia
en la rizésfera y como consecuencia, ciertas comunidades microbianas, especies o cepas

se asocian con especies 0 genotipos de plantas especificas (Bais et al., 2006).

Cuando nos referimos al microbioma es importante tomar en cuenta que no existe un
microbioma tipico (Philippot et al., 2013). Sin embargo, si podemos hablar de grupos de
microorganismos compartidos, aungue con diferentes abundancias relativas. Por ejemplo,
se ha reportado que microorganismos del grupo de las proteobacterias son miembros

dominantes en el microbioma de la rizsfera (Mendes et al., 2011; Peiffer et al., 2013).
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Esto se debe principalmente a que las proteobacterias son estrategas R, es decir, crecen
rapidamente y tienen la habilidad de utilizar un amplio rango de sustratos de carbono
derivados de las raices (Philippot et al., 2013). Adicionalmente, también se ha observado
la presencia de especies pertenecientes a los filos Firmicutes, Actinobacteria (Mendes et
al., 2011). Por otro lado, las bacterias como tal, no monopolizan el nicho rico en nutrientes
de la rizésfera ya que los hongos, como los del filo Ascomiceto y Glomeromiceto también
responden rapidamente a los rizodepositos (Hannula et al., 2012; VVandenkoornhuyse et

al., 2007).

Factores abidticos que modulan el microbioma de la rizésfera

Las comunidades microbianas que se encuentran en el suelo interactian constantemente
con su entorno (Santoyo et al., 2017). Sin embargo, determinar el efecto de estos factores
ambientales en la composicion y estructura del microbioma ha sido un reto para los
investigadores (Fierer y Jackson, 2006). Esto se debe, principalmente a la complejidad de
las comunidades de microorganismos que son albergadas en el suelo lo que, a su vez,
genera multiples interacciones ecolégicas poco descritas hasta el momento (Philippot et
al., 2013). En esta seccion se analizan los principales factores abio6ticos que se han

reportado por tener un efecto en el ensamblaje del microbioma del suelo.

Tipo de suelo

El suelo puede variar en pH, estructura, textura, contenido de materia organica y humedad
(Santoyo et al., 2017). Estas propiedades fisico-quimicas del suelo son importantes ya
que influyen en la composicion de las comunidades microbianas del suelo (Philippot et
al., 2013). La influencia puede ser directa, creando habitats especificos que benefician a
ciertos tipos de microorganismos o indirecta afectando los patrones de exudacion de las

raices de las plantas (Lareen et al., 2016). En este sentido, el tipo de suelo determina la
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composicion del microbioma del suelo bulk. Mientras que, los exudados de las raices de
las plantas crean un ambiente en la rizosfera que gradualmente va a alterar el microbioma
del suelo bulk para favorecer el establecimiento del rizobioma (Lareen et al., 2016).
Adicionalmente, Gelsomino et al. (1999) mostraron que la estructura de las comunidades
de microorganismos es mas similar en suelos del mismo tipo que en suelos con la misma
ubicacion geografica. Jorquera et al. (2016), en su estudio con muestras de ecosistemas
en ambientes extremos (Atacama, los Andes y la Antérctica) observaron que el tipo de
suelo mostré una fuerte correlacion con la estructura de la comunidad microbiana
comparado con otras variables en estos ecosistemas. Sus resultados también les
permitieron concluir que las comunidades microbianas varian en funcion del origen o tipo

de suelo de donde provengan las muestras analizadas (Lareen et al., 2016).

Por otro lado, el suelo también esta formado por una mezcla de minerales, principalmente,
arena, limo yarcilla (Santoyo et al., 2017). El contenido de estos minerales influye en su
porosidad y humedad (Bronick y Lal, 2005). Por ejemplo, un suelo fértil requiere 50% de
porosidad en el cual la mitad del suelo es ocupado por gas y la otra mitad por liquidos
(Santoyo et al., 2017). Estas interfaces son importantes ya que permiten que se formen
gradientes de nutrientes, pH y humedad que influyen en la formacion de habitats
especificos en el suelo (Bronick y Lal, 2005). En particular, para suelos en ambientes
extremos, como los suelos de tundra, se ha documentado que el contenido de humedad
tiene un fuerte impacto en la estructura de la comunidad microbiana (Chu et al., 2011).
Esto se debe a que el contenido de humedad en el suelo determina la velocidad con la que
los microorganismos pueden desplazarse para colonizar los espacios de la rizdsfera cerca
a los exudados de la planta (Bashan et al., 1996). Es por esta razon, que el impacto de las
caracteristicas del suelo genera un efecto dominante que influye en la estructuracion de

las comunidades microbianas de la rizésfera.
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Ph del suelo

El pH determina la alcalinidad o acidez de un ambiente, razon por la cual se lo considera
es un factor clave en estudios sobre la ciencia del suelo (Santoyo et al., 2017). De la
misma manera, el pH es un elemento clave para estructurar las comunidades microbianas
del suelo (Fierer, 2017; Lauber et al., 2009). Esto se debe a que los microorganismos
tienen un amplio rango de tolerancia al pH por lo que los estudios se han enfocado en
investigar su efecto a diferentes escalas. Fierer y Jackson (2006), en su estudio con
muestras de suelo de América del Norte y del Sur, mostraron que la diversidad de
microorganismos no esta relacionada con la temperatura, latitud del sitio de estudio o
distancia geografica. Se encontré que el mejor predictor de la variabilidad en la diversidad
y riqueza de las comunidades de microorganismos presentes en el suelo es el pH.
Adicionalmente, reportaron que la menor diversidad y riqueza fue observada en suelos
con pH é&cido. En este estudio, los autores determinaron que los tipos de ecosistemas se
diferencian entre si principalmente en su valor de pH del suelo, debido que sus
comparaciones fueron realizadas en sitios de muestreo con vegetacion y clima similar,
pero con diferente pH. Consistente con estos resultados, Geyer et al. (2014) reconocen al
pH como el mejor predictor de la diversidad microbiana. En su estudio las correlaciones
entre las propiedades del suelo mostraron que el pH puede explicar potencialmente la
rigueza a nivel de filo. Adicionalmente, el pH del suelo tiene una relacion directa con la
disponibilidad de nutrientes, esto se debe a que el pH controla los compuestos quimicos
del suelo (Santoyo et al., 2017). Lo que sugiere que el pH podria ser un factor indirecto
que influye en la composicion de las comunidades microbianas del suelo. Se ha observado
que en suelos con pH neutro la diversidad microbiana es mayor comparada con suelos en
donde el pH es acido (Fierer y Jackson, 2006; Lauber et al., 2009). Por otro lado, también

existen reportes en donde no se encontré asociacion entre el pH y la diversidad de
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microorganismos en un ecosistema. Por ejemplo, Donnarumma et al., 2014, en su estudio
biogeografico a través de varias regiones, analizaron los factores abi6ticos, incluido el
pH, que podrian ser responsables de la diversidad de sus aislados de rizdsfera. Sus
resultados mostraron que Unicamente el tipo de suelo y factores geogréaficos tuvieron
influencia en el estructuramiento del microbioma. Debido a la evidencia reportada hasta
la fecha, el pH parece tener una importante influencia en la diversidad microbiana del
suelo, sin embargo, es importante tomar en cuenta que esto no es una generalidad para

todos los estudios sobre microbiomas (Santoyo et al., 2017).

Nutrientes en el suelo

Los nutrientes que se generan en el suelo para las plantas, son el resultado de interacciones
entre factores bidticos y abidticos. En este sentido, los microorganismos cumplen una
funcion clave descomponiendo la materia organica para que exista disponibilidad de
nutrientes (Santoyo et al., 2017). Por su parte, las plantas, mediante sus raices, van en
busqueda de los nutrientes disponibles permitiendo a los microorganismos adherirse y
generar el microbioma de la rizosfera. De esta manera, la disponibilidad de los nutrientes
en el suelo influye en la diversidad y abundancia del microbioma de la rizosfera
(Berendsen et al., 2012). Por lo tanto, un desbalance en los nutrientes del suelo genera un

efecto en las comunidades microbianas que ahi habitan (Santoyo et al., 2017).

Un suelo fértil estad determinado en gran medida por 3 nutrientes principales: nitrégeno
(N), fosforo (P) y carbono (C) (Ryan y Sommer, 2012). El nitrogeno tiene un efecto
sustancial, principalmente en la composicion de comunidades bacterianas. El
enriquecimiento del suelo con N resulta en un aumento en la productividad de la planta,
pero como consecuencia la riqueza y diversidad de especies de bacterias disminuye
(Suding et al., 2005). Por otro lado, el P, también es un factor importante que modula el

microbioma de la rizosfera. Se ha observado experimentalmente que altas
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concentraciones de P modifican la estructura de las comunidades de hongos y bacterias.
Sin embargo, no se observé influencia en la riqueza de especies (Beauregard et al., 2010).
La liberacion de compuestos de C, a través de las raices de las plantas al suelo que las
rodea es un fendmeno que estimula la proliferacion de microorganismos. El C liberado
permite que la rizosfera sea diferente del suelo bulk en cuanto a composicion quimica,
fisica y bioldgica. Adicionalmente, cuando existe una disminucion de C en el suelo, la
diversidad en las comunidades microbianas también disminuye (Degens et al., 2000).
Existen ciertas actividades antropogénicas, como la quema de pastizales que producen un
aumento en la disponibilidad de nutrientes como N y P. Se ha observado que el
incremento de N y P altera significativamente la estructura, diversidad de comunidades
bacterianas y abundancia de taxones individuales (Santoyo et al., 2017). Como
consecuencia, la disponibilidad de nutrientes en el suelo tiene una fuerte influencia en la

composicion, abundancia y riqueza del microbioma de la rizésfera.

Otro componente fundamental de la rizésfera es la materia organica (MO) que incluye
todas las sustancias organicas vivas 0 muertas. La materia organica se clasifica en
residuos y humus (Rowell, 2014). Los residuos corresponden a partes muertas de
animales o plantas mientras que el humus es la materia organica considerada como activa.
El humus presenta propiedades fisicas y quimicas bien definidas y su acumulacion esta
directamente relacionada a la actividad de los microorganismos (Hofstede et al., 2002).
Cuando la materia organica se descompone o se mineraliza aporta a las plantas formas
aprovechables de N, azufre (S) magnesio (Mg), calcio (Ca) y P (Jaramillo, 2002).
Adicionalmente las diferencias en el pH y concentraciones de aniones y cationes entre la
rizosfera y el suelo bulk permiten la acumulacion de nutrientes en grandes cantidades
(Jaramillo, 2002). Esto se debe a que existen compuestos que son absorbidos rapidamente

por laraiz, por lo tanto, no se acumulan en el exterior. Mientras que, aquellos compuestos
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que son excluidos de la absorcion, tienden a acumularse precipitandose alrededor de la
raiz como es el caso del Cay el hierro (Fe) (Bowen, 1993). Finalmente, existen nutrientes
poco maviles en el suelo como Zinc (Zn), Cobre (Cu), Molibdeno (Mo) y Boro (B) que
le permiten a la planta resistir a condiciones desfavorables. Por ejemplo, variaciones de
temperatura, salinidad, sequias, pH extremo, y presencia de elementos toxicos como Fe,
Aluminio (Al), Manganeso (Mn) y protegen a las raices de potenciales patogenos

(Jaramillo, 2002).

Factores geograficos (altitud, latitud y longitud)

De manera general, los factores geograficos como altitud, longitud y latitud influyen en
la distribucion y diversidad de especies (Santoyo et al., 2017). Sin embargo, esta
influencia para las comunidades microbianas no ha sido estudiado ampliamente. Van
Horn et al. (2013) estudio la influencia de factores abioticos en suelos de la Antartida.
Sus resultados mostraron que sitios ricos en carbono organico, con elevacion baja
estimulan la presencia de miembros del filo Actinobacteria y Acidobacteria. Mientras
que, en sitios con elevacion alta y humedad baja dominan miembros del filo Firmicutes
y Proteobacteria. Wang et al. (2015) analizaron la distribucion biogeogréfica de
comunidades de microorganismos a través de 3 zonas climaticas. Se observo que la
riqgueza y diversidad bacteriana tiende a disminuir a mayor altitud. Estos estudios
sugieren, la importancia del muestreo a escala geogréafica para determinar la combinacion
de factores geograficos junto con otros elementos abioéticos responsables de este
fendmeno biogeografico que controla el estructuramiento del microbioma (Santoyo et al.,

2017).

Radiacion UV

La rizosfera es un héabitat que se encuentra influenciado principalmente por fuentes de

carbono y nutrientes liberados por los exudados de las raices de las plantas (Ryan y
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Sommer, 2012). Cuando la radiacion UV es alta, las plantas alteran el metabolismo de los
exudados de sus raices en respuesta al estrés abidtico (Santoyo et al., 2017). Como
consecuencia de esta alteracion la seleccion de las comunidades de microorganismos
puede ser modificada. Los efectos directos de los rayos UV en los suelos se producen,
por ejemplo, a través de un cambio en la comunidad fangica con un aumento en las
capacidades competitivas de los hongos de pigmentacion oscura (Forméanek et al., 2014).
Solo algunas de las especies de hongos del suelo son sensibles a los rayos UV-B mientras
que la diversidad de otras especies aumenta bajo la radiacion UV-B (Duguay y
Klironomos, 2000). Avery et al. 2003 analizaron la respuesta de las comunidades
microbianas de la rizésfera a altos niveles de radiacion UV. Los autores encontraron que
la radiacion no solo afecta el crecimiento de la planta, sino que también modifica la
produccion de metabolitos secundarios. Por lo tanto, alteraciones en el metabolismo de
las raices puede influir en la composicién de las comunidades de microorganismos
(Forméanek et al., 2014). A pesar de que la luz no penetra facilmente en las capas mas
profundas del suelo. La radiacion UV si tiene un efecto en las comunidades de
microorganismos y biomasa, asi como en los pequefios invertebrados del suelo lo que
genera cambios en el ciclo de nutrientes (Cadwell et al., 2007). Por lo tanto, la exposicion
a niveles elevados de radiacién UV reduce la biomasa de las raices lo que, a su vez,
disminuye la colonizacion de microorganismos (Santoyo et al., 2017). Es decir, que la
radiacion UV tiene un potencial para disturbar las comunidades microbianas de la

rizosfera (Sinha et al., 1999).

Finalmente, varios factores adicionales han sido reportados como moduladores indirectos
del ensamblaje del microbioma de la rizésfera (Igiehon y Babalola, 2018; Philippot et al.,
2013; Santoyo et al., 2017). Entre estos factores se encuentran temperatura (Oliverio et

al., 2017), el estatus redox (Pett-Ridge & Firestone, 2005) y cambio climatico (Santoyo
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et al., 2017). Es importante considerar que la influencia de estos factores es dependiente
de los taxones en cuestion, de la eleccion de los suelos a ser analizados y del método

experimental utilizado (Fierer, 2017).

Acceso al microbioma: Estrategias de secuenciamiento de nueva generacion (Next-

generation sequences)

La gran diversidad de microorganismos y su capacidad para adaptarse a diferentes tipos
de ambientes ha permitido que solo una pequefa fraccion de ellos sea cultivada en el
laboratorio (Andreote et al., 2017). Cultivar estos microorganismos en ambientes
artificiales requiere un profundo conocimiento de sus requerimientos en cuanto a
nutrientes y condiciones de crecimiento (Kumar, 2017). Adicionalmente, estas técnicas
para cultivar microorganismos que no se pueden cultivar en el laboratorio mediante
técnicas microbiologicas estandar requieren tiempo y son laboriosas. Debido a esto, es
necesario el uso de técnicas cultivo independientes para tener acceso a esta diversidad

biolégica (De Mandal et al., 2015).

Los métodos moleculares basados en secuencias de ADN nos permiten superar estos
problemas, ya que podemos aislar el material genético directamente de células vivas o
muertas provenientes de muestras ambientales (De Mandal et al., 2015). Esto ha generado
el desarrollo de un nuevo campo llamado metagenémica (Simmons et al., 2018).
Actualmente, el secuenciamiento de nueva generacion es una de las herramientas mas
comunmente usadas en estudios metagendémicos (Simmons et al., 2018). Estas técnicas
moleculares, junto con el desarrollo de herramientas bioinformaticas nos permite analizar

conjuntos grandes de datos metagenomicos (De Mandal et al., 2015).

RNA ribosomal para la identificacion de microorganismos
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La extraccion directa de ADN vy la caracterizacion de las comunidades microbianas a
través de PCR y metagendmica ha revolucionado el estudio de la microbiologia ambiental
(Nesme et al., 2016). Como consecuencia del avance en la tecnologia ha sido posible
generar analisis mas exactos sobre la diversidad de las comunidades microbianas del
suelo. Estos métodos moleculares basados en secuenciamiento de uUltima generacion
incluyen dos enfoques principales (Andreote et al., 2017). El primero, se basa en el
andlisis de varios genes o shotgun sequencing (metagendmica) el cual nos permite
acceder al genoma completo de los organismos dentro del microbioma (Goodwin et al.,
2016). El segundo enfoque se basa en el andlisis de un solo gen o amplicon sequencing
el cual utiliza secuencias conservadas dentro del RNA ribosomal (Andreote et al., 2017).
El RNA ribosomal es ampliamente utilizado debido a que presenta varias ventajas. El gen
16s rRNA se encuentra en todos los organismos vivos, excepto en los viruses, y representa
mas del 80% del RNA total bacteriano (De Mandal et al., 2015). Por otro lado, para la
identificacion de ADN eucariota se utiliza el gen 18s rRNA (Stackebrandt y Goebel,
1994). Estos genes han sido utilizados como marcadores filogenéticos por ser estable y
por la presencia de dominios que han evolucionado independientemente. Ambos genes
contienen 9 regiones hipervariables (V1-V9) altamente conservadas que exhiben cierto
grado de variabilidad en su secuencia (Lagesen et al., 2007). Por esta razon, los genes 16s
rRNA y 18s rRNA son adecuados para la amplificacion por PCR y secuenciamiento (De

Mandal et al., 2015).

Secuenciamiento de nueva generacion (NGS)

NGS nos permite secuenciar masivamente y generar miles de millones de secuencias para
un estudio a un bajo costo comparado con el método de secuenciamiento Sanger (Kimura,
2006). Existen diferentes plataformas de NGS (Illumina, Pacific Biosciences, lon torrent,

SOLID) con diferentes principios y caracteristicas como tiempos de corrida, rendimientos
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y longitud de los reads (De Mandal et al., 2015). Independientemente del tipo de NGS
que se utilice, existen algunos pasos en comin como la coleccion de muestras, extraccion
de ADN, construccién de librerias, secuenciamiento y procesamiento de los reads
seguido del analisis cuantitativo y funcional (De Mandal et al., 2015). Debido a que en
los estudios sobre ecologia microbiana no existe informacion acerca de la cantidad de
muestra requerida que contenga toda la poblacién microbiana en un entorno. Es necesario
realizar una curva de rarefaccion, representada por una grafica de la cantidad de especies
versus la cantidad de individuos muestreados (De Mandal et al., 2015). Este analisis
generalmente define la riqueza y la uniformidad de la poblacién que son medidas usadas

para estimar la fraccion de especies secuenciadas (Andreote et al., 2009).

El método de amplicon sequencing es usado para generar un perfil de la comunidad
utilizando genes marcadores (De Mandal et al., 2015). El procedimiento especifico
implica los siguientes pasos: (i) realizar un denoising, es decir, quitar el ruido a los datos
sin procesar, (ii) eliminacién de quimeras, son recombinantes que se forman cuando los
fragmentos terminados prematuramente se vuelven a unir a otro molde de ADN durante
la PCR, (iii) agrupamiento por OTUSs, se realiza un alineamiento de nuestras secuencias
con secuencias de referencia disponibles en las bases de datos, (iv) clasificacién
taxondémico, se realiza un asignamiento taxonémico a cada OTU, y (v) analisis
bioinformatico, en este paso se calculan los indices de alpha y beta diversidad (Atlas,
1984). En este sentido, se utiliza el indice de diversidad alpha, el cual se refiere a la
riqueza de taxones en una localidad o comunidad y, el indice de diversidad beta que nos
indica la diferenciacion taxonémica entre estos sitios 0 comunidades (Sepkoski, 1988).
Otros analisis incluyen escalamiento multidimensional, analisis de similitudes y prueba

de hipdtesis (De Mandal et al., 2015).

Limitaciones
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De manera general, la estimacion de la diversidad puede variar dependiendo de factores
como la profundidad del secuenciamiento, el tamafio de la muestra y los métodos para
aislar el ADN (Fierer, 2017). Algunas limitantes en el estudio del microbioma mediante
estas técnicas, derivan de la presencia de ADN de células muertas en el suelo que
sobreestiman la diversidad hasta en un 40% (Carini et al., 2017). Otra forma en la que se
puede sobreestimar la diversidad presente en la muestra de rizésfera es por los errores de
secuenciamiento y restricciones que tienen los algoritmos que se utilizan para realizar la

asignacion taxonémica aumentando la diversidad a nivel de especie (Edgar, 2013).

Por otro lado, también existen limitaciones en el analisis del microbioma subestiman la
diversidad. Por ejemplo, cuando trabajamos con genes marcadores basados en PCR existe
el sesgo hacia ciertos grupos de microorganismos, enmascarando de esta forma la
diversidad presente (Tremblay et al., 2015). Adicionalmente, se encuentran los problemas
con las bases de datos que en algunos casos tienen genomas de referencia incompletos
(Choi et al., 2017). Sin embargo, cualquier estudio enfocado en analizar la riqueza y
diversidad del microbioma estd sujeto a sobre o sub estimaciones y por lo tanto los
resultados de estos estudios deben manejarse con precaucion (Shade, 2017). Es
importante tomar en cuenta que no existe un método perfecto que nos permita acceder a
la informacion completa de las comunidades microbianas en el suelo. Pese a esto, con
estas herramientas es posible direccionar de mejor manera las preguntas que se generan

al estudiar el microbioma del suelo.

Ecosistema de paramo o alta montafia en América del sur

El ecosistema de alta montafia fue identificado por primera vez cuando los espafioles
llegaron a América tropical, y llamaron paramos a las tierras de los Andes del norte por
su similitud con las zonas altas y frias de la peninsula Ibérica (Llambi, 2012). El término

paramo se utiliza para conceptuar los biomas ecuatoriales de alta montafia. Hofstede et
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al. (2003), lo define como un ecosistema de alta montafia del trépico humedo, en donde
domina la vegetacion abierta (herbacea y arbustiva) y se encuentra ubicado entre el limite
del bosque cerrado y las nieves perpetuas. Los Andes tropicales atraviesan siete paises
desde el Suroeste de VVenezuela hasta el norte de Chile y Argentina, incluidas las regiones
montafiosas de Colombia, Ecuador, Pert y Bolivia (Yarzabal y Chica, 2017). Estos sitios
aparentemente estériles albergan diversas comunidades microbianas ofreciéndonos una
oportunidad Unica para investigar como la vida se establece y desarrolla en uno de los
ambientes terrestres méas extremos en la tierra (Schmidt et al., 2008). Otros ecosistemas
neotropicales muy similares al pAramo pero que no caen directamente en esta definicion,
se encuentran en las zonas de mayor altitud y aridas de la Cordillera de los Andes
Centrales de Bolivia, las punas de Per( y los ecosistemas que se encuentran al norte de
Argentina y Chile (Hofstede et al., 2014). A pesar de que estos paisajes también se
encuentran por encima de los limites del bosque y su vegetacion esta dominada por
pajonales, exhiben diferencias marcadas con los paramos (Llambi, 2012). Las punas, al
encontrarse en una zona sub-tropical, se caracteriza por ser una zona mas arida con
estacionalidad marcada. Es decir, presenta variaciones de temperatura promedio mensual
entre los meses mas frios (julio-agosto) y los meses méas célidos (diciembre-febrero)
(Tonneijck, 2008). Por otro lado, los paramos, al estar ubicados en el trpico, son
ecosistemas mas himedos y tienen variaciones de temperatura menos marcadas durante

todo el afio (Yarzabal y Chica, 2017).

La heterogeneidad en estos ecosistemas se debe a procesos bidticos (biogeografia),
abioticos (clima, suelo, altitud, geologia) y antropicos (impacto humano) (Hofstede et al.,
2014). La singularidad de cada tipo de paramo esta dada por las vertientes humedas y
secas, las cuales se generan por corrientes de aire o la nubosidad (Rodriguez y Rivera,

2018). Laedad de levantamiento, el tipo de roca y la presencia de volcanismo son factores
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geoldgicos que también influyen en el desarrollo del tipo de paramo (Hofstede et al.,
2014). Ladiversidad de paramos a nivel local, esta influenciado por aspectos geograficos
como la glaciacion y drenaje del suelo. Otro aspecto clave que se toma en cuenta para
clasificar los diferentes tipos de paramos son aspectos biogeograficos como origen,
distribucion y radiacion. Finalmente, el impacto humano es un factor adicional que dirige

esta heterogeneidad observada en los paramos (Jorgensen y Ulloa, 1994).

El suelo del paramo

Una de las caracteristicas méas relevantes sobre los paramos se encuentra precisamente en
el suelo, el cual es muy sensible a la labranza, ganaderia, incendios y deforestacion
(Hofstede et al., 2014). El suelo del paramo es conocido por su rol en captar, proveer y
distribuir el agua a las zonas méas bajas y también por almacenar el carbono atmosférico
(Llambi, 2012). Este tipo de suelos presentan bajas temperaturas, alto grado de humedad,
y pH bajo (Vasconez y Hofstede, 2001). Las bajas temperaturas influyen en los procesos
de formacion y descomposicion quimica de las rocas que, al ser lentos, hacen que los

suelos de paramo sean relativamente jévenes y poco desarrollados (Llambi, 2012).

El clima frio también aletarga la actividad de los microorganismos presentes, por lo tanto,
el proceso de descomposicién de la materia organica es mas lento, y ésta tiende a
acumularse (Hofstede et al., 2014). La materia organica, uno de los principales
componentes del suelo, se descompone ain mas lento en suelos de paramo con origen
volcanico (Winckell et al., 1991). Esto se debe a la presencia de Al que proviene de las
cenizas volcanicas, ya que al combinarse forma particulas altamente resistentes a la
descomposicion (Hofstede et al., 2003). Es por esta razon, que la materia organica, de la
cual la mitad es C, se acumula en altas concentraciones (100g/kg) (Castafieda y Montes,
2017, Mena et al., 2001). Gracias a esto los suelos de paramos son considerados como

almacenes de C en sitios con mayor humedad la concentracion de C organico puede llegar
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al 40% (Buytaert et al., 2006). Mientras que, en suelos de paramo con depositos de

cenizas el contenido de C orgénico varia entre 4-10% (Zehetner et al., 2003).

Por otro lado, los valores promedio de pH estan entre 4-6.5, es decir, los suelos de paramo
son acidos. En muchos suelos de paramo la principal causa de acidez es el contenido de
H y Al. El pH en el suelo es importante debido a que a pH inferiores a 5.5 el crecimiento
de plantas es restringido debido a la deficiencia de ciertos nutrientes (Hofstede et al.,
2003). Asi como los microorganismos del suelo, los nutrientes también tienen un rango
de pH en el que su disponibilidad es adecuado para las plantas. Es por esta razon, que si
la disponibilidad éptima se encuentra por debajo de este rango se generan deficiencias o
toxicidad. Los principales problemas debido a la acidez es la toxicidad por el Al y

deficiencias por Ca, Mg y Mn (Andinos, 2012).

En Ecuador, el suelo de paramo es principalmente de origen volcanico porque se ha
desarrollado junto con los depdsitos piroplasticos resultado de erupciones volcéanicas
(Podwojewski, 1999). De manera general, la concentracion de materia organica en los
suelos de paramo es mayor a 5% y ademas es muy variable (Tonneijck, 2008). Esta
variabilidad en la acumulacién de materia organica se debe a la naturaleza del suelo y del
tipo de paramo en si (Hofstede et al., 2003). Por ejemplo, en un paramo con suelo de
origen volcanico, himedo y de baja altitud (paramos en la frontera entre Colombia y
Ecuador) se ha reportado hasta 40% de contenido de materia organica. Mientras que en
un paramo que no tiene origen volcanico, seco y de mayor altitud (paramo del
Chimborazo) el contenido de materia organica es menor (Mena et al., 2001). Los paramos
ecuatorianos forman parte de una gran diversidad a nivel de los ecosistemas que se
presentan en Ecuador debido a: (i) presencia de la cordillera de los Andes, (ii) ubicacién
geografica, y (iii) corrientes marinas (Vasconez et al., 2001). La mayoria de estudios

realizados en paramos se han enfocado en analizar la vegetacion y describir la
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composicion quimica del suelo (Vasco et al., 2009). Sin embargo, muy poco se sabe
acerca del papel que juegan los microorganismos presentes en los suelos de este
ecosistema y sus interacciones con las plantas a las que se encuentran asociados (Beltran

et al., 2009; Hofstede et al., 2014).

Estudios del microbioma en paramos andinos y zonas de alta montafia

Estudios sobre las comunidades de microorganismos de la rizosfera en entornos silvestres
son escasos (Jorquera et al., 2016; Yurgel et al., 2017, 2018), especialmente en ambientes
extremos como los Andes (Ferrero et al., 2010; Lugo et al., 2008; Menoyo et al., 2017).
Las zonas montafiosas se caracterizan por sus condiciones adversas para el desarrollo de
microorganismos y plantas (Menoyo et al., 2017). Estos suelos son pobres en nutrientes,
razon por la cual, las interacciones con los microorganismos de la rizésfera pueden ser la
clave para permitir disponibilidad suficiente de las reservas de nutrientes en el suelo

(Ferrero et al., 2010).

Cultivos comerciales

A pesar de que los Andes tropicales son considerados como un hot spot de biodiversidad
pocos estudios se han enfocado en la diversidad de las comunidades de microorganismos
que colonizan la rizosfera de cultivos andinos. Con el fin de explorar formas sostenibles
para intensificar la produccién de cultivos andinos, los grupos de investigacion se han
centrado en investigar el microbioma de la rizésfera (Yarzabal y Chica, 2017). Entre estos
estudios se destacan los realizados en el cultivo de la papa, el cual tiene su origen en las
montafas de los Andes centrales. Pfeiffer et al. (2016) analizaron si las plantas de papa,
en el altiplano andino de Per( (3245 y 4070 msnm.), comparten un microbioma central
y si la composicion del microbioma sigue patrones especificos influenciados por
parametros ambientales. Sus hallazgos mostraron que la diversidad « de bacterias esta

influenciada por el sitio de muestreo, el cual esta representado por las propiedades del
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suelo, altitud y variables climaticas. Mientras que, la diversidad g de bacterias tuvo un
efecto mas pronunciado relacionado al estado de vegetacién méas que al tipo de suelo o
altitud. Por otro lado, Senés-Guerrero et al. 2014, utilizando las mismas muestras de papa
observaron que la riqueza de hongos estaba influenciada principalmente por el estado de
desarrollo de la planta que por otras variables. Adicionalmente, identificaron un
microbioma central de 40 OTUs encontrados en todos los sitios de muestreo
(Bradyrhizobium, Microvirga zambiensis, Sphingobium y Blastococcus) a pesar de la
variabilidad en las propiedades del suelo, historia de cultivo, clima y altitud. Ghyselinck
et al. (2013), aislaron 585 cepas de rizobacterias asociadas a cultivos de papa en
ecosistemas andinos (Pert y Bolivia) para identificar posibles microorganismos como
agentes para biocontrol de hongos patégenos de la papa y microorganismos promotores
de crecimiento de plantas. De estos aislados, 58 cepas inhibian el crecimiento de los
patdgenos de la papa Rhizoctonia solani y Phytophthora infestans pertenecientes a los
subgrupos Pseudomonas koreensis, Pseudomonas corrugata y al género Bacillus.
Mientras que 12 cepas promovian el crecimiento de plantas in vitro. Posteriormente, 5 de
estas cepas mostraron una mejora en el rendimiento y tamario de la papa durante estudios

realizados en Peru, Bolivia y Ecuador (Velivelli et al., 2014).

Por otro lado, hongos aislados de la rizésfera han mostrado su potencial como
biofertilizante o biocontroladores en la produccién de la papa (Yarzabal y Chica, 2017).
Por ejemplo, cepas de hongos nativas de la rizésfera de la papa como Acaulospora spp.,
Glomus spp., Scutellospora spp., Gigaspora spp., y Sclerocystis spp. mostraron ser
promotoras de crecimiento y rendimiento en este cultivo en Per( (Davies et al., 2005).
Este efecto positivo se atribuyo principalmente a la mejora en la toma de nutrientes

especificamente P, Fe y Mg por parte de estos microorganismos.
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Chica et al. (2019), caracterizaron las comunidades bacterianas de la rizésfera de 3
especies de tubérculos nativas de los Andes en la provincia de Cafar (~3700 msnm). Se
observé que la riqueza de especies fue similar, sin embargo, pocos OTUs fueron
compartidos entre las 3 especies. Esto se atribuye a que los exudados de las raices pueden
estructurar la microbiota segin la especie de planta. Los grupos mas abundantes
pertenecen a los filos Proteobacteria, Actinobacteria y Bacteroidetes, sugiriendo que estos
grupos de microorganismos son reclutados especificamente en este ambiente andino. Las
razones que explican las diferencias en abundancia de estos 3 grupos puede estar
relacionada a la habilidad que tienen las Proteobacterias para colonizar de manera efectiva
la rizésfera. Adicionalmente, las Proteobacterias y Actinobacterias juegan un papel
importante como promotores de crecimiento de las plantas y también se ha observado que
las Actinobacterias son altamente resistentes a ambientes extremos. En el caso de
Bacterioidetes, su abundancia puede estar relacionada con su modo de vida copiotréfo,

es decir, que pueden vivir en ambientes con poca cantidad de nutrientes.

La quinua es otro cultivo nativo de los Andes Centrales que se ha adaptado a condiciones
ambientales extremas. En el altiplano boliviano la mayoria de los cultivos de quinua son
organicos cultivados con técnicas ancestrales. Sin embargo, para mantener esta tradicion,
se han juntado esfuerzos para una agricultura sostenible utilizando microorganismos
(YYarzabal y Chica, 2017). Las cepas de interés aisladas de la rizdsfera de la quinua han
sido la bacteria Bacillus sp. y el hongo Trichoderma sp. para ser utilizados como
bioinoculantes mejorando considerablemente el rendimiento de este cultivo (Ortufio et
al., 2014). En los Andes tropicales también se produce una gran variedad de cultivos
vegetales (Yarzabal y Chica, 2017). Los microorganismos comunmente aislados de la
rizosfera de estos cultivos incluyen Bacillus thuringiensis, Beauveria bassiana,

Pseudomonas spp. En cuanto a hongos los mas comunes son especies de Trichoderma
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que han sido foco de estudio por sus propiedades como antagonistas de patdgenos de

cultivos vegetales (Zambrano-Moreno et al., 2016).

En cuanto a la domesticacion de plantas, se ha observado que conlleva a reduccion en la
diversidad genética de las especies que se cultivan. Sin embargo, poco se sabe sobre coémo
esta reduccion en la diversidad genética afecta las interacciones planta-microorganismos.
En este sentido, Pérez-Jaramillo et al. (2017), investigaron la composicion de la
comunidad de microorganismos de la rizosfera del fréjol tanto en zonas de cultivo como
es su habitat silvestre en la region de paramo en Colombia. Se observd una variacién
gradual de ciertos grupos de microorganismos en la rizésfera del frejol domesticado. La
abundancia relativa de Bacteroidetes disminuyd, principalmente de Chitinofagaceae y
Cytofagaceae, mientras que, la abundancia relativa de Actinobacteria y Proteobacteria
aumento, en particular Nocardioidaceae y Rhizobiaceae, respectivamente. Las
correlaciones mostraron que la divergencia observada en la composicion de las
comunidades de la rizésfera del frejol domesticado versus la rizosfera asociada al frejol
silvestre se debe principalmente a las diferencias en la longitud de las raices del frejol.
Correa-Galeote et al. (2016), analizaron la rizosfera asociada a cultivos de maiz en
chacras andinas de Per(. En este estudio, se enfocaron especificamente en determinar si
existen diferencias en la composicion de microorganismos en presencia y ausencia de una
especie de leguminosa (Medicago polymorpha) que crece cominmente entre los cultivos
de maiz. Se observo que los generos mas abundantes en los cultivos de maiz con la
leguminosa fueron Flavobacterium, Dechloromonas y Ohtaekwangia. Mientras que,
miembros de filo Verrucomicrobia, y del genero Rhodoferax fueron mas abundantes en
los cultivos de maiz sin la leguminosa. Estos resultados sugieren que, las interacciones
entre las especies de plantas, en este caso, la leguminosa, generan cambios en la

diversidad de microorganismos en la rizésfera asociada al maiz.
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Cultivos Silvestres

Por otro lado, también existen estudios realizados con especies silvestres en los Andes.
Por ejemplo, Jorquera et al. (2016), analizaron las comunidades microbianas de la
rizosfera asociadas a vegetacion silvestre en ecosistemas con ambientes extremos en
Chile, el desierto de Atacama, los Andes y la Antarctica. Se observo la presencia de
Proteobacteria, Bacteroidetes, y Actinobacteria como los filos mas dominantes en la
rizosfera de plantas nativas. Adicionalmente, el desierto de Atacama mostré el menor
numero de OTUs comparado con los otros sitios de estudio. Los hallazgos mostraron que
el estructuramiento de las comunidades bacterianas se encuentra relacionado al tipo de
suelo. Entre las propiedades del suelo que mostraron estar correlacionadas con las
diferencias en diversidad estan el pH, contenido de materia organica y concentracion de
P. También se observaron diferencias en las comunidades microbianas en la rizosfera
entre especies de plantas incluso en las que crecen en el mismo ambiente extremo
particularmente para los Andes y Antartica. Sugiriendo al genotipo de la planta como un

factor que dirige el estructuramiento del microbioma.

Menoyo et al. (2017), analizaron si el estructuramiento de las comunidades de
microorganismos de la rizésfera estan influenciadas por las propiedades del suelo o por
la dominancia de especies de pastizales en Puna, Argentina (3400 — 4500 msnm.) y si esto
puede predecir la densidad y ocurrencia de microorganismos en esta alta montafia. Se
observo que los grupos de microorganismos dominantes en la rizésfera pertenecen al
grupo de las Proteobacterias, Actinobacterias y Firmicutes. Adicionalmente, la densidad
de microorganismos en la rizésfera fue baja y mostré una fuerte relacion con el grado de
dominancia de los pastizales sin ninguna influencia significativa de otras variables como
las propiedades del suelo. Los autores atribuyen sus hallazgos a que las plantas con el

mismo grado de dominancia usualmente ocupan el mismo nicho ecolégico mostrando
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comportamientos similares incluso a nivel de las interacciones planta-microorganismo.
Por lo tanto, se sugiere que las comunidades de pastizales de Puna podrian ser un buen
predictor de la densidad de microorganismos, tal como se ha reportado para diferentes
familias de plantas en ecosistemas de alta montafia. En este mismo ambiente Ferrero et
al. (2010), analizaron la composiciéon de las comunidades de microorganismos de la
rizosfera asociada a pastizales a lo largo de un gradiente altitudinal (2000—-4400 msnm.).
Sus resultados mostraron que la comunidad microbiana en la rizésfera estd
principalmente dominada por Actinobacteria, Firmicutes y Gammaproteobacteria.
Adicionalmente, no se observaron diferencias significativas en la riqueza de estos grupos

a lo largo del gradiente altitudinal.

Fernandez-Gomez et al. (2019), en su estudio en la montafia de Atacama (3800 msnm.)
compararon muestras de suelo bulk con muestras de rizosfera asociadas a pastizales
nativos con el fin de identificar grupos potenciales de bacterias seleccionados y
enriquecidos por la rizosfera. Sus hallazgos mostraron que algunas plantas ejercen una
presion selectiva sobre las comunidades bacterianas que promueven la colonizacion de
Proteobacterias principalmente Alphaproteobacteria en la rizésfera, una clase conocida
por incluir rizobacterias promotoras del crecimiento de las plantas (PGPR). Por otro lado,
se observo que el suelo bulk estaba dominado por Actinobacteria principalmente la clase
Blastocatellia. Estos resultados refuerzan la idea de que ademas de los factores abioticos
las plantas pueden contribuir en el estructuramiento el microbioma de la rizésfera. Las
raices gradualmente cambian las comunidades bacterianas originales encontradas en el
suelo bulk para generar el microbioma de la rizésfera. Adicionalmente, los autores
sugieren que las plantas nativas reclutan bacterias promotoras de crecimiento que les

permitan sobrevivir en estos ambientes extremos de alta montafia.
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Las asociaciones de plantas nativas con hongos en montafias de América del Sur también
han sido estudiadas en los Andes. Por ejemplo, Lugo et al. (2008), tomaron muestras de
rizosfera asociados a pastizales nativos en Puna a lo largo de un gradiente altitudinal
(2000-4400 msnm.) para analizar la composicion de hongos y bacterias en esta zona de
alta montafa. Los grupos de bacterias identificados como dominantes en este estudio
fueron los del género Bacillus, Pseudomonas y Arthrobacter. Todos estos grupos de
bacterias estan asociados a la solubilizacion del fésforo y en particular, las especies de
Arthrobacter se cree que juegan un papel importante en la transformacién de la materia
organica en ambientes naturales. Mientras que, los taxones de hongos encontrados fueron
Acaulospora sp., Acaulospora laevis, Acaulospora spinosa, Gigaspora sp., Gigaspora
ramisporophora, Glomus sp., Glomus aggregatum, Glomus ambisporum, Glomus
sinuosum, Scutellospora biornata. La riqueza y abundancia de hongos se correlaciona
negativamente con la altura. Esto se explica porque a mayor altitud la temperatura y
energia luminica disminuye lo que sugiere un mayor efecto de estos factores que de la
especie de planta. En este sentido, el género Glomus ha sido reportado como dominante
en ambientes extremos los que concuerda con los resultados de este estudio ya que

Glomus fue encontrado en la zona de mayor altitud del gradiente.

Estudios adicionales

El cambio climatico global ha acelerado tanto la velocidad como la extension del deshielo
glacial en entornos de gran altitud. Este patron es particularmente importante en sitios de
gran elevacion como los Andes en donde las condiciones extremas impiden la
colonizacion répida de plantas. Schmidt et al. (2008), mediante una cronosecuencia
analizaron el desarrollo conjunto de las comunidades microbianas y los procesos
bioquimicos microbianos en suelos recientemente deglaciados en los Andes peruanos. Se

observo que los suelos recientemente glaciados son colonizados por una diversa
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comunidad de cianobacterias durante los primeros 5 afios seguido del retiro del glaciar.
Este incremento en la diversidad de cianobacterias concuerda con el incremento en la
estabilidad del suelo para generar biomasa microbiana, actividad enzimatica en el suelo
y la presencia de pigmentos fotosintéticos. Adicionalmente, las tasas de fijacion de
nitrégeno en el suelo también incrementaron durante los 5 primeros afios de sucesion,
muchos afios antes del establecimiento de la vegetacion en la zona. Por otro lado, los
andlisis de materia organica indican que el carbono en el suelo a lo largo de la
cronosecuencia permitié el establecimiento de los microorganismos en el suelo. Estos
resultados sugieren que durante el desarrollo temprano de un ecosistema el
enriquecimiento de nutrientes y materia organica estan dominados principalmente por
microorganismos fijadores de carbono y nitrégeno. Nemergut et al. (2007), investigaron
los cambios en la comunidad bacteriana a lo largo de una cronosecuencia de tres suelos
sucesivos no vegetados (gradiente de edad de 20 afios) de un glaciar en retroceso en los
Andes Peruanos (5000 msnm.). Se observé que los microorganismos mas comunes en
suelos antiguos incluyen miembros de Acidobacteria, Bacteroidetes y Verrucomicrobia,
Por otro lado, en suelos jovenes los grupos dominantes pertenecen al clado
Comamonadaceae de las Betaproteobacterias los cuales no se encontraron presentes en
suelos de mayor edad. Estos resultados sugieren que, las comunidades microbianas del
suelo se estructuran por la edad del sustrato y que sufren cambios predecibles a través del
tiempo. Es decir, que las comunidades microbianas reemplazan sus poblaciones de

manera consistente a través del tiempo.

Lynch et al. (2012), investigaron como se da el estructuramiento de las comunidades
microbianas en suelos provenientes de una zona volcénica central andina con elevaciones
significativamente altas (>6000 msnm.) en la region de Atacama. Se observo que en esta

zona de gran elevacion y condiciones extremas los niveles de carbono y agua son los mas



43

bajos de cualquier ecosistema terrestre. Adicionalmente, las comunidades microbianas
mostraron nuevos filotipos de bacterias y hongos. No se encontraron organismos
fotosintéticos, pero si varios filotipos de bacterias relacionados a organismos
involucrados en la oxidacion de monoxido de carbono en otros volcanes como
Pseudonocardia y Ktedonobacter spp. Por otro lado, la diversidad de microorganismos
eucariotas fue extremadamente baja, lo cual estd asociado a la restriccion de carbono
orgénico en este ambiente. En general, estos resultados sugieren que una comunidad
microbiana Unica, sostenida por gases atmosféricos y volcéanicos difusos, apenas funciona
en estos volcanes, que representan los ecosistemas terrestres méas altos hasta ahora
estudiados. Finalmente, en ambientes similares con bajas temperaturas como los del
Himalaya (Stres et al., 2013), la tundra (Kim et al., 2014) y desiertos polares (Steven et
al., 2013) el filo mayormente observado es Planctomycetes. Este filo incluye miembros
que tiene la habilidad de degradar exopolisacaridos producidos por otras bacterias del
suelo. Esta caracteristica les permite crecer eficientemente en ambientes como la rizésfera

de plantas.

Estudios de microbioma en el género Vaccinium

Yurgel et al. (2017), analizaron diferencias en las comunidades bacterianas y eucariotas
del suelo asociadas al blueberry silvestre, Vaccinium angustifolium, en Canada. Se
observé que los filos de hongos relativamente mas abundantes fueron Ascomycota,
Mucoromycota y Basidiomycota. Mientras que los taxones bacterianos méas abundantes
fueron de las clases Acidobacteria, Actinobacteria, Alpha, Beta, Delta, vy
Gammaproteobacteria, Chloroflexi, Bacteroidetes y Verrucomicrobia. Adicionalmente,
sus resultados mostraron que las comunidades bacterianas y eucariotas se diferencian
entre si en cOmo se correlacionan con las propiedades quimicas del suelo analizadas. Es

decir, los microbiomas bacterianos y eucariotas responden de manera diferente a los
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factores bioticos y abiodticos. Por un lado, las comunidades de eucariotas se
correlacionaron fuertemente con las propiedades quimicas del suelo, mientras que las
comunidades bacterianas se correlacionaron positivamente con el tipo de planta al que
estén asociadas. Utilizando estos resultados, Yurgel et al. (2018), evaluaron la asociacion
de microorganismos no fungicos eucariotas asociados al blueberry silvestre, V.
angustifolium. Los resultados mostraron que la influencia de la planta es més fuerte en
eucariotas que en bacterias. Adicionalmente, identificaron varios taxones de hongos y
protistas correlacionados con una disminucion en la produccion de frutos en el blueberry
silvestre en ecosistemas agronémicos. Los resultados obtenidos mostraron un incremento
en la abundancia relativa de hongos adaptados al estilo de vida asociado a las plantas,
mientras que la abundancia relativa de eucariotas no fungicos se redujo en la endosfera
de la raiz, probablemente debido a la baja adaptacién de estos microorganismos a las
respuestas de defensa de la planta hospedera. En Yurgel et al. (2019), tomando como base
los estudios anteriores Yurgel et al. (2017, 2018), se analiz0 las caracteristicas funcionales
del microbioma del suelo bulk y rizésfera asociado al blueberry silvestre. Los autores
encontraron que de manera general muchas funciones metabdlicas del microbioma son
compartidas entre el suelo bulk y la rizésfera. Sin embargo, también identificaron
funciones metabdlicas Unicas que promueven la supervivencia de los microorganismos
presentes en la rizosfera. Adicionalmente, se encontrd a través de estos estudios una alta
abundancia relativa de microorganismos con potencial para fijar N y C. Esto sugiere, una
adaptacion del microbioma a suelos con baja fertilidad tipicos del habitat del blueberry
silvestre. En contraste con lo que sucede en la rizosfera, el suelo bulk exhibid estabilidad
funcional, es decir no se observo variacion en la composicion microbiana asociado al

habitat silvestre versus el sistema agronomico.
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Dussault (2019), analizaron si el cambio en el uso de la tierra desde su habitat silvestre a
un sistema agrondémico afecta la comunidad microbiana del blueberry silvestre, V.
angustifolium. Los filos bacterianos con mayor abundancia relativa tanto para el habitat
silvestre como el sistema agrondmico (suelo bulk, la rizésfera y sistema radicular) fueron
Acidobacteria, Proteobacteria, Actinobacteria, Verrucomicrobia, Chloroflexi vy
Bacterioidetes. Por su parte, el orden eucariota mas abundante fue Ascomycota.
Adicionalmente, los resultados mostraron que la transicion desde el habitat silvestre a un
sistema agrondmico altera las comunidades eucariotas mientras que, los microorganismos

unicelulares son menos susceptibles a estos cambios.

Estudio del microbioma del mortifio (Vaccinium floribundum Kunt, Ericaceae) en

paramos del Ecuador

Como se presenta en esta revision estudios relevantes sobre el andlisis del microbioma
asociado a especies silvestres en paramos ecuatorianos, son escasos (Hidalgo, 2016;
Zuiiga ,2017). Los paramos son considerados ecosistemas sensibles a los cambios en el
uso de latierra, razon por la cual, su potencial como recurso para la agronomia es limitado
(\VVasconez et al., 2001). A pesar de esta problematica, los pobladores de estas zonas han
aprovechado y explotado los recursos de este paisaje de manera continua (Hofstede et al.,
2014). Un ejemplo de esto es el cultivo del mortifio (Vaccinium floribundum Kunt,
Ericaceae), también conocido como blueberry andino (Vasco et al., 2009). EI mortifio es
un arbusto endémico del norte de América del Sur que crece desde 1600 hasta 4600 msnm
(Luteyn, 2012). Este produce bayas comestibles las cuales se utilizan en Ecuador para la
preparacion de la colada morada en el dia de los difuntos, asi como mermeladas, vino y
helados (Coba et al., 2012). Las bayas poseen un alto contenido de antocianinas y
compuestos polifendlicos, por lo que se ha reportado su uso como antioxidante,

antiinflamatorio, anticancerigeno y como un agente para contrarrestar la diabetes
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(Guijarro et al., 2018; Vasco et al., 2009). Adicionalmente, la especie se usa para la
regeneracion de zonas quemadas y reforestacion de su ecosistema (Cobo et al., 2016;
Ramsay y Oxley, 1996). A pesar de su uso potencial, V. floribundum es considerada una
especie en peligro debido a la fragmentacion de su hébitat (Coba et al., 2012). Hasta el
momento no existen cultivos comerciales de mortifio, razon por la cual, se explotan las
pequefas parcelas que crecen de forma natural en los paramos del Ecuador (Hidalgo,
2016). En Ecuador, se han realizado dos estudios en los que se analizé el microbioma de
la rizosfera asociada al mortifio. El primero fue de Hidalgo (2016), que realiz6 una
caracterizacion de las propiedades quimicas del suelo y morfolégica de los
microorganismos presentes en uno de los habitats del mortifio, el pdramo del volcén
Rumifiahui (3600 msnm.). Los resultados de este estudio mostraron que la abundancia
del mortifio es directamente proporcional a la concentracion de F, Cu, Fe, e inversamente
proporcional a la concentracion de Zn, materia organica, conductividad, Mn y Ca. Entre
los microorganismos aislados se encontré Trichoderma sp. y Bacillus sp.. El segundo
estudio es el de Zufiga (2017), también realizd una caracterizacion morfolédgica de los
microorganismos presentes en la rizésfera del mortifio en la reserva ecoldgica Cotachi-
Cayapas. Sus resultados mostraron la presencia de hongos del género Aspergilius y
Penicillium y no se identifico la presencia de bacterias en las muestras analizadas. Estos
estudios se han limitado a la caracterizacién de los microorganismos mediante técnicas
microbiologicas tradicionales, es decir mediante el cultivo directo en el laboratorio de
muestras de suelo (Hidalgo, 2016; Zudiga, 2017). Debido a que la domesticacion del
mortifio no ha sido posible, es necesario juntar esfuerzos para realizar mas estudios que
nos ayuden a mejorar el conocimiento sobre las interacciones planta-microorganismo que

ocurren en su habitat natural.

Conclusiones
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Los ecosistemas de alta montafia presentan una biodiversidad, clima, posicion geografica,
origen geoldgico y biogeografia Unica. Por esta razén, son considerados como un hot spot
de diversidad (Yarzabal y Chica, 2017). Sin embargo, solo unos pocos estudios se han
enfocado en la diversidad de las comunidades microbianas del suelo en los diferentes
ecosistemas de esta region (Chica et al. (2019); Ferrero et al., 2010; Lugo et al., 2008;
Menoyo et al., 2017; Pfeiffer et al. 2016; Senés-Guerrero et al. 2014). A pesar del avance
para entender la complejidad de la rizosfera nuestra comprension aun es escasa y la
mayoria de nuestros conocimientos se derivan de plantas modelo y del estudio de unos
pocos cultivos comerciales (Correa-Galeote et al., 2016; Pfeiffer et al., 2016; Pérez-
Jaramillo et al., 2017). Particularmente, las plantas nativas reclutan y conservan ciertos
grupos de microorganismos asociados a su rizdsfera que les permitan crecer, sobrevivir y
adaptarse a factores abioticos y bidticos en ambientes extremos como los paramos. Estas
interacciones entre plantas y microorganismos han evolucionado bajo condiciones
ambientales dificiles para el desarrollo de la vida como lo son los paramos (Ferrero et al.,
2010; Lugo et al., 2008; Menoyo et al., 2017). Es por esta razén, que los paramos andinos
a pesar de ser sitios aparentemente estériles albergan diversas comunidades microbianas
ofreciéndonos una oportunidad Unica para investigar cémo la vida se establece y

desarrolla en uno de los ambientes terrestres mas extremos en la tierra.
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ABSTRACT

The rhizosphere is a complex and dynamic environment where plant roots interact with
microorganisms, affecting plant growth and tolerance to biotic and abiotic stress. Deciphering its
composition is key to understand how plant adaptations occur in wild habitats. In spite of it, the
knowledge about microorganisms associated with wild plant species is limited, particularly in the
Andean region. In this study, we analyzed the rhizosphere microbiome associated with the wild
Andean blueberry (Vaccinium floribundum), also known as “mortiio”, in the Ecuadorian
highlands. Forty-three samples, across ten provinces, were analyzed using Next-generation
sequencing (NGS) to explore bacterial and fungal composition. Our data revealed that
Proteobacteria, Actinobacteria, and Acidobacteria phyla were the dominant bacterial taxa,
whereas Ascomycota and Basidiomycota were the dominant fungal taxa. Our study identified a
core microbiome that includes taxa with important roles in soil and plant-microbe interaction,
suggesting that it could play a key role in the adaptation of the wild Andean blueberry to harsh
environmental conditions. We separated our samples into four groups (A, B, C, and D); the Group
A, composed by individuals from the northern provinces (Carchi, Imbabura, Pichincha, and the
north part of Cotopaxi); Group B, composed by individuals from the provinces of the central
region (The south part of Cotopaxi, Tungurahua, Bolivar and Chimborazo); Group C, composed
by individuals from the provinces of the southern region (Cafar, Azuay, and Loja); and Group D,
an atypical group, composed by individuals growing at the highest altitude range (the south part
of Cotopaxi and Azuay provinces) . Phylogenetic diversity metrics showed rhizobacterial
diversity was similar within groups, whereas group C showed the highest diversity of fungi
rhizospheres, which represent samples coming from the Center region, respectively. The
differences found in the microbiome diversity and composition could be explained by the changes
in pH and concentration of soil chemical elements like Fe, P, Cd, Cu and Co. Collectively, these
results showed similarities with the genetic diversity patterns found in the Andean blueberry in
Ecuador, suggesting that this plant species and its associated microbiome have interacted in order

to adapt to the particular environmental conditions of the Andean grasslands.
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INTRODUCTION

The microbiome is a set of microorganisms that live associated with a host and its importance for
the plant’s function is widely recognized (Andreote et al., 2017; Lareen et al., 2016). In this sense,
it is estimated that around 20,000 species of plants require soil microbial symbionts to persist in
their habitats (Bills et al., 2004; Gams, 2007; Prober et al., 2015; Torsvik, et al., 2002).
Microorganisms present in the soil are able to fragment and decompose organic matter, allowing
nutrients to be available for plants and microbes (Bardgett et al., 1999), highlighting its key role
in nutrient cycle and carbon in natural ecosystems (Bender et al., 2016; Lareen et al., 2016). The
rhizosphere microbiome refers to communities of microorganisms directly associated with plant
roots (Berendsen et al., 2012; Gupta and Aggarwal, 2018; Sasse et al., 2018). The rhizosphere is
one of the most complex environments on Earth, harboring a complex and highly diverse
microbial community (Mendes et al., 2013). Bacteria and fungi can live in the rhizosphere by
feeding on root nutrients and exudates released by plants (Philippot et al., 2013). These exudates,
also known as rhizodeposits, modify the chemistry of the rhizosphere soil, differentiating it from
the bulk soil (Bever et al., 2012; Broeckling et al., 2008). On the other hand, microorganisms
present in the microbiota must tolerate plant exudates that also serve as a defense mechanism
against plant pathogenic microorganisms (Bever et al., 2012). Consequently, plants directly
influence the specific composition of the microbiome in their rhizosphere for its benefit (Bais et
al., 2006; Lareen et al., 2016; Philippot et al., 2013) using a plant-rhizosphere communication
system (Lareen et al., 2016).

The rhizosphere microbiome plays a key role in the development and resilience of plants in nature
(Berendsen et al., 2012; Philippot et al., 2013). For instance, microbial communities display
beneficial effects on adaptation and survival of endemic plants to local harsh environmental
conditions (Jorquera et al., 2016; Pfeiffer et al., 2016). Nevertheless, little is known about the role
of the rhizosphere microbiome in wild environments (Jorquera et al., 2016; Yurgel et al., 2017,
2018), especially in extreme environments such as the Andean grasslands or paramos (Ferrero et
al., 2010; Lugo et al., 2008; Pfeiffer et al., 2016). Much of our knowledge comes from studies on
cultivated plant species or model organisms such as Arabidopsis thaliana (Philippot et al., 2013).
Therefore, more studies are needed to improve the knowledge about microbial soil ecology, which

include interactions with plant species in wild ecosystems (Bever et al., 2012).

Highlands display adverse conditions for the development of plants and microorganisms

(Hofstede et al., 2014); however, they are still able to grow. For instance, wild blueberries are
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well adapted to the infertile and acidic soils present in the Andean grasslands (Vésconez et al.,
2001; Yurgel et al., 2017). Part of this adaptation could be related with the development of an
extensive root and rhizome system, but also with the interaction with bacteria and fungi in the
rhizosphere soil (Goulart et al., 1993). The Andean blueberry (Vaccinium floribundum Kunt,
Ericaceae), also known as “mortifio ”, is an endemic shrub of northern South America that grows
from 1600 to 4600 masl. (Luteyn, 2012). This plant produces edible berries, which are harvested
from natural populations (Hidalgo, 2016) and in Ecuador, are used for the preparation of a
traditional beverage, as well as jam, wine, and ice cream (Coba et al., 2012). These berries have
a high content of anthocyanins and polyphenolic compounds, consequently their use has been
reported as antioxidant, anti-inflammatory, and cancer and diabetes (Guijarro et al., 2018; Vasco
et al., 2009). Additionally, the species is used for regeneration of burned areas and reforestation
of grasslands (Cobo et al., 2016; Ramsay and Oxley, 1996). Despite its extensive use, V.
floribundum has not been cultivated and remains as a wild species, being vulnerable to extinction

because of the fragmentation of its natural habitat (Coba et al., 2012).

A previous study about the genetic diversity of V. floribundum in the Andean highlands of
Ecuador, (Vega 2019), reported four genetic clusters: Group A, composed by individuals from
the northern provinces (Carchi, Imbabura, Pichincha, and the north part of Cotopaxi); Group B,
composed by individuals from the central provinces of region (the south part of Cotopaxi,
Tungurahua, Bolivar and Chimborazo); Group C, composed by individuals from the southern
provinces of the region (Cafiar, Azuay, and Loja); and Group D, an atypical group, composed by
individuals growing at the highest altitude range (3900 to 4200 masl.) in the study, but separated
geographically (the south part of Cotopaxi and Azuay provinces) (Figurel). Considering these
results, we were interested in analyzing whether the genetic diversity and population structure
found in the Andean blueberry was related with the diversity and population structure of the
rhizosphere microbiome. For this purpose, we analyzed 43 rhizosphere samples collected in ten
provinces of Ecuador (Figure 1). We sequenced the 16S rRNA gene and the ITS region using NGS
approaches in order to characterize the composition of bacterial and fungal communities, and to
analyze their relation with the soil chemical composition. This work aims to shed light on the
microbial communities associated with the Andean blueberry across the Ecuadorian highlands,
and to generate information that contributes to the conservation of this valuable biological

resource.
MATERIALS AND METHODS
Sample collection

The rhizosphere sample collection was carried out together with the sampling of the study of

genetic diversity of V. floribundum (Vega, 2019). All rhizosphere samples collected were
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associated to the same plant used in the study of genetic diversity developed by Vega (2019). The
samples come from ten provinces where the Andean blueberry has been reported previously in
the Ecuadorian highlands ranging from 2874 to 4160 masl (Tropicos, 2019) during 2017 and 2018
(Figure 1). The identification of the plants was done based on morphological characteristics of
the plant (Luteyn, 1996). All samples were obtained from plants separated by at least 100 m to
avoid sampling repeated individuals due to their extensive root system. To obtain a sample, we
dug the soil at the base of an Andean blueberry plant to expose its roots using a small shovel. We
collected the soil barely adhered to the roots with vigorous shaking and using gloves. The soil
samples were stored in sterile bags and transported on ice to the Laboratory of Plant
Biotechnology at Universidad San Francisco de Quito, where they were stored at -80 °C until
DNA extraction.

A total of 252 rhizosphere samples were collected in each of the following provinces: Carchi,
Imbabura, Pichincha, Cotopaxi, Bolivar, Cafiar, Azuay, and Loja, whereas in the provinces of
Tungurahua and Chimborazo we sampled two and one localities, respectively. We did not use all
252 samples for analyses, we just include the most representative samples N = 43, grouped as
follows: The group A (n = 10) that includes samples from Carchi, Imbabura, Pichincha, and the
north part of Cotopaxi; the Group B (n = 13) with samples from the south part of Cotopaxi,
Tungurahua, Bolivar and Chimborazo; the Group C (n = 10) which includes samples that comes
from Cafiar, Azuay, and Loja; and the Group D (n = 10), composed by individuals growing at the
highest altitude range (3900 to 4200 masl.) in the study, but separated geographically (the south
part of Cotopaxi and Azuay provinces).

DNA extraction, amplicon library and sequencing

DNA isolation was carried out from 0.25 g of rhizosphere soil using the PowerSoil DNA Isolation
Kit (MO BIO Laboratories, Carlsbad, CA, United States) according to the manufacturer’s
protocol. DNA quality and concentration were measured using Multiskan Sky microplate reader
(Thermo Scientific, USA). At least 50 pl of DNA solution from each sample were sent to the
Laboratory of Genomic Sciences at North Carolina State University for the amplicon library
preparation and sequencing following Comeau et al. (2017). Briefly, we used a dual indexing in
aone-step PCR instead of a two-step PCR because using one only primer combination per sample
during the whole process reduces chances for error and chimeric PCR product formation. We
used fusion primers that include adaptors, indices and specific regions targeting either 16S rRNA
gene  V3-V4 region (forward: TCACTCCTACGGGGAGGCAGCA,; reverse:
CTAGGACTACHVGGGTWTCTAAT) or ITS (forward: CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA,;
reverse: GCTGCGTTCTTCATCGATGC). 16S rRNA and ITS fragments were amplified from
the extracted DNA by duplicate, using separate template dilutions, with a high-fidelity



66

polymerase. Additionally, negative and positive controls were included on every run (1 per 96-
well plate). The duplicate PCR products were combined in one plate and then verified visually by
running a high-throughput Invitrogen 96-well E-gel. Any samples with failed PCRs were
reamplified by optimizing PCR conditions to produce correct bands. Amplicons were then
cleaned up and normalized in one step using the high-throughput Invitrogen SequalPrep 96-well
plate kit. The samples were pooled to make one library which was quantified using the Invitrogen
Qubit double-stranded DNA high-sensitivity (dsDNA HS) fluorescence-based method before
sequencing. Samples were sequenced using an Illumina MiSeq with 300 x 2 paired-end v3
chemistry, and later multiplexed using a dual-indexing approach (Comeau et al. 2017). Sequences
are available in European Nucleotide Archive (ENA) under the accession number PRHEB35843
experiment ERP118961.

Amplicon sequence processing, ASV classification and taxonomic assignment

We performed the quality control and denoise of the DNA sequences using the DADAZ2 pipeline
(Callahan et al., 2017). Sequences obtained from the 16S rRNA and the ITS rhizosphere libraries
were processed separately. We removed the primers and adaptors from the 16S rRNA and the ITS
sequences using the software Cutadapt (Martin, 2011). After quality inspection of 16S rRNA
reads, we removed the low-quality bases using a truncation length of 240bp (R1) and 230bp (R2),
and a maximum expected error of 2 for both reads. For the ITS reads, truncation length was not
used, since ITS presents natural length variation (Anslan et al., 2018). We merged the forward
and reverse reads together to obtain the full-denoised sequences, by aligning the denoised forward
reads with the reverse-complement of the corresponding denoised reverse reads, and then
constructing the merged “contig” sequences with zero mismatches. Following these filtering
steps, we constructed an amplicon sequence variant table (ASV), which is a higher-resolution
version of the OTU table produced by traditional methods (Callahan et al., 2017). The DADA2
pipeline also removed non-useful sequences such as chimeras (single DNA sequence originating
from multiple sequences), singletons (sequences present once) and duplicates. Taxonomy
assignment to the sequence variants was performed using the software Mothur (Schloss et al.,
2009). We used the function ‘classify. seqs’ uses, which uses a training set of reference sequences
with known taxonomy, to classify our sequences in taxonomic assignments with a bootstrap
confidence of at least minBoot. We performed the taxonomy assignment using SILVA v.132
(Quast et al., 2012), UNITE v.7 (K&ljalg et al., 2013) and the Basic Local Alignment Search Tool
(BLAST) (Altschul et al., 1990). In order to remove sequence heterogeneity, we rarified the
samples to 16S (120.000 ASVs) and ITS (10.000 ASVs) before calculating diversity indexes. For
the core microbiome analyses, we used rarefied ASVs tables, for both bacterial and fungal
communities. The QIIME 2 core features command was applied in order to obtain a list of ASVs

observed in 80% of the wild Andean blueberry rhizosphere samples.



67

Diversity and abundance analyses

We used the software QIIME2 - Quantitative Insights into Microbial Ecology (Carporaso et al.,
2010; Reeder y Knight, 2010) for downstream analyses. We imported the obtained ASV tables to
QIIMEZ2, as well as the taxonomy tables, and a rooted phylogenetic tree for diversity analyses.
We calculated alpha diversity metrics such as Shannon’s diversity index (a quantitative measure
of community diversity) (Shannon, 1948), observed amplicon sequence variant ASVs (a
qualitative measure of community richness), Pielou’s evenness (a measure of community
evenness) (Pielou, 1966; Magurran, 1988), and Faith’s phylogenetic diversity (a qualitative
measure of community richness that incorporates phylogenetic relationships between the
features). Beta diversity metrics were calculated using the distances Unweighted Unifrac (a
presence/absence measure of community dissimilarity that incorporates phylogenetic
relationships between the features), Weighted Unifrac (a presence/absence/abundance measure of
community dissimilarity that incorporates phylogenetic relationships between the features)
(Lozupone et al., 2011), Jaccard (a qualitative measure of community dissimilarity), and Bray-
Curtis (a quantitative measure of community dissimilarity). We performed Non-Metric
Multidimensional Scaling (NMDS) plots using the previous resulting dissimilarity matrices of
beta diversity in order to obtain the stress value that indicates how reliable the observed clusters
are. In order to perform the Principal Coordinate Analysis (PCoA) we used the rhizosphere
distance Bray Curtis matrix, these analyses were performed in R v 3.6.1 (RStudio, 2015). We also
performed a Mantel test (Smouse et al., 1986) using the package vegan (Oksanen et al., 2017) in
order to determine whether the microbiome community dissimilarities (Bray-Curtis distance
matrix) is correlated with the genetic diversity distances of V. floribundum, previously reported
by Vega (2019). Differential abundance analysis was performed using balances with Gneiss in
QIIME 2. Filtered ASVs tables with the samples separated in four groups corresponding to four

genetic clusters found in V. floribundum (A, B, C, and D) were used for pairwise comparisons.
Soil chemical measurements

We determined soil chemical parameters of 43 soil samples at the Laboratory of Environmental
Engineering at Universidad San Francisco de Quito. For each soil sample, we characterized pH,
total nitrogen (N, %), organic matter (OM, %), organic carbon (OC, %) conductivity (us/cm), Al
(mg/kg), As (mg/kg), Ba (mg/kg), Bi (mg/kg), Ca (mg/kg), Cd (mg/kg), Co (mg/kg), Cu (mg/kg),
Cr (mg/kg), Fe (mg/kg), K (mg/kg), Mg (mg/kg), Mn (mg/kg), Mo (mg/kg), Na (mg/kg), Ni
(mg/kg), P (mg/kg), Pb (mg/kg), Se (mg/kg), Sr (mg/kg), and V (mg/kg), according to standard
procedures (Astm, 2000; EPA, 1996; Janitzky, 1986). With this information, we generated a
metadata file in order to determine whether soil chemical parameters could explain the diversity

metrics (Alpha and Beta) and the structure of the rhizosphere microbiome. For the metadata file
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construction, we divided the measurements values of each soil variable in classes to cover as
much information as possible. Then we used these measurements to perform regression models
in QUIIME 2 (Carporaso et al., 2010). A resulting R2 value show us a percentage that represents
how much of the variance in the microbial community is explained by our soil variables and also
the percentage of the individual contribution of each variable. In this way, we could determine
the influence of each of the soil variables, and suggest which of them could exert the most

influence on the diversity and structure of the rhizosphere microbiome.

RESULTS
Composition of rhizosphere microbial communities of V. floribundum

Bacterial communities. A total of 45.686.727 raw 16S sequences were obtained from 43
rhizosphere samples. After quality control and denoising, 120.653 sequences remained which
means that between 217 and 980 sequences were obtained per sample. These sequences were
grouped into 112.143 reads. Altogether, the most relatively abundant bacterial phyla were

Proteobacteria, Acidobacteria, Actinobacteria (Figure2).

Fungal communities. A total of 15.647.602 raw ITS sequences were obtained from 43 rhizosphere
samples. After denoising, singleton exclusion, chimera checking and removal of ASVs present in
only one sample, a total of 27.422 sequences remained. Between 17 and 466 sequences were
obtained per sample. This sequences were distributed among 10.761 ASVs. The most relatively
abundant fungal phyla were Ascomycota, Basidiomycota, and Mortierellomycota (Figure3).

Diversity of rhizosphere microbial communities
- Bacterial diversity.

Alpha diversity: The diversity within groups showed that the richness represented by Shannon
and Evenness indexes was highest in the group B, but did not show statistical significance (Figure
4A, 4D), suggesting that there are not differences in terms of diversity within each group. The
highest Faith’s phylogenetic diversity and number of observed ASVs were found in the group A
(P < 0.05%*), followed by the group B (Figure 4B, 4C); however, these measures are less reliable

than Shannon and Evenness metrics.

Beta diversity: The diversity between groups represented by Unweighted Unifrac distances
showed significant differences between the four groups (A, B, C, and D) (P < 0.001***), as well
as Bray-Curtis (P = 0.001***) and Jaccard (P = 0.001***) metrics (Table 3). These differences
with highly statistical significance suggest that the bacterial composition is different between the

four groups, highlighting the presence of unique characteristics in each group.
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NMDS plots and Principal Coordinate Analysis (PCoA): NMDS plots developed with
dissimilarity matrices of beta diversity metrics revealed the presence of four possible groups (A,
B, C, and D) (Figure6). The stress value of NMDS plots (< 0.2) supported our observations,
suggesting that the separation in these four groups was adequate. On the other hand, our PCoA
performed with Bray Curtis rhizosphere distance matrix supported our previous observations with
Beta diversity metrics in which the bacterial communities were separated in four groups (A, B,
C, and D) (PERMANOVA, P < 0.001***), even though there is a slight spatial overlap between
groups A, C and D (Figure 8A).

Mantel test: This test showed that the dissimilarity of the bacterial communities (Bray-Curtis) is
significantly correlated (P < 0.01**) with the genetic distances between Andean blueberry
individuals (Figure 9A).

- Fungal diversity.

Alpha diversity: The group C showed the highest alpha diversity values supported by the Shannon
index, number of observed ASVs, and Faith’s phylogenetic diversity (P < 0.05* for all), whereas
the group B showed the lowest diversity (Figure 5A, 5B, 5C) suggesting that the most of the
fungal diversity was found in the group C. Evenness index was significantly higher (P < 0.05%*)
in group D (Figure 5D) compared with the other groups, suggesting that samples in group D are

distributed more equitably.

Beta diversity: All metrics (Unweighted Unifrac, weighted Unifrac, Bray-Curtis, and Jaccard)
showed significant differences in diversity between the four groups (A, B, C, and D) (P < 0.01**)
(Table 5). Our results suggest the presence of unique characteristics in each group that drive the

diversity of fungal communities.

NMDS plots and Principal Coordinate Analysis (PCoA): NMDS plots showed a separation
between groups D and C, whereas groups B and A are slightly overlapped (Figura7). These results
suggest that groups D and C are more different between them than groups B and A. The stress
value of NMDS plots (< 0.2) supported our observations, suggesting that the separation in these
groups was appropriate. PCoA revealed a clear separation between the groups D and C, whereas
groups B and A were spatially overlapped; however, the clustering of the fungal communities in
the four groups (A, B, C, and D) was statistically significant (PERMANOVA, P < 0.001***)
(Figure 8B).

Mantel test: The test showed that the dissimilarity of the fungal communities is positively
correlated (P < 0.01**) with the genetic distances found in the Andean blueberry individuals
(Figure 9B).

Core microbiome of the wild Andean blueberry
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- Bacterial core microbiome

From the total 112.146 bacterial clustered ASVs, we found 50 ASVs present consistently in the
rhizosphere of all the 43 samples. These ASVs could be shaping the core microbiome of the wild
Andean blueberry samples analyzed in this study. Twenty-four of the 50 ASVs were classified up
to genus level. The core rhizosphere microbiome found in the present study consists of 28
Proteobacteria ASVs that represents 56% of the core microbiome. The genera identified in
Proteobacteria were Bradyrhizobium, Roseiarcus, Reyranella, Sphingomonas, Rhodoplanes,
Phenylobacterium, Devosia, Variovorax, Acidicaldus and Candidatus. Other phyla with less
representation in the core rhizosphere microbiome were Actinobacteria (ten ASVs, 20%),
Acidobacteria (nine ASVs, 18%), Bacterioidetes (two ASVSs, 4%) and Verrucomicrobia (one
ASV, 2%) (Figure 10).

- Fungal core microbiome

Regarding fungal communities, our analysis identified four ASVs present across all the
43 samples from a total of 10.761 ASVs. These four ASVs belong to the phyla Ascomycota (two
ASVs, 50%), Mortierellomycota (one ASV, 25%), and Basidiomycota (one ASV, 25%) (Figure
11), which corresponds to the genera Cladosporium, Lliynoctria, Mortierella, and Solicoccozyma,
respectively. The presence of these taxa in all our samples suggest a key rol of them in the V.

floribundum microbiome interactions.
Differential abundance taxa of rhizosphere microbial communities
- Bacterial relative abundance.

Differential abundance analyses identified differentially abundant taxa in pairwise comparisons.
The genera Roseiarcus and Granulicella belonging to Proteobacteria and Acidobacteria phyla,
respectively, were present in the group D, B (Figure 12) and A (Figure 13), but the group D
showed an increase of these taxa. While, the taxon JG30a-KF-32 (Ktedonobacteriaceae) present
in the group A, D (Figure 13) and B (Figure 14) was abundant in the group A. A member of the
phylum Chloroflexi (KD4-96) showed an increase in its relative abundance in the group B
compared with the group A (Figure 14). There is not available information about these clones,
but the phylum Chloroflexi includes non-phototrophic bacteria (Hanada, 2014). Pairwise
comparisons between groups C and D showed that the genus Roseiarcus is abundant in the group
C (Figure 15). Our analyses did not show significant differences in relative abundance of any
taxon between groups B and C, and between the groups A and C. Nevertheless, the genus
Bradyrhizobium, member of the phylum Proteobacteria, was equally abundant between groups
B and C and between groups A and C (Figure 16, 17). Suggesting an important rol of

Bradyrhizobium in the rhizosphere.
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- Fungal relative abundance.

The analysis showed that the genus Mortierella, belonging to the phylum Mortierellomycota, was
abundant in group D when compared with groups B (Figure 18) and C (Figure 19). The genus
Archaeorhizomyces showed an increase in its abundance in the group A compared with the groups
C (Figure 20) and D (Figure 21). The relative abundance of the order Helotiales, that belongs to
phylum Ascomycota, was higher in the group B when compared with group A (Figure 22). The
genera Penicillium and Mortierella were abundant in group B than in group C (Figure 23).
Differences in relative abundance found in these pairwise comparisons suggest, that some
microorganisms are better adapted to specific biotic and abiotic factors within each group.

Analysis of soil properties in the rhizosphere microbiome

Alpha diversity metrics were positively correlated with soil parameters. The soil elements that
showed an influence in the alpha diversity in the bacterial communities were Cd, Co, Fe, and P
(Table 1) and Cd, Cu, and Fe for alpha diversity of fungal communities (Table 3). Additionally,
our analyses revealed that beta diversity of bacterial and fungal communities is positively
correlated with almost all soil parameters analyzed here, except for N and conductivity where no

statistical significance was found (Table5).
Soil chemical measurements and regression model (R2)

Our regression analysis showed that soil chemical parameters explain 63% of the 100% of the
bacterial community variation. Additionally, with this analysis, we could explore which
individual nutrient the variation in bacterial communities. The regression revealed that Fe was the
largest explanatory factor, explaining 4.54% of the variation in bacterial communities (Figure
24A). Regarding fungal communities, our regression model determined that 57% of the
community variation could be explained by the soil variables analyzed in our study. We could not
observe a single nutrient explaining the observed variation in fungal communities, suggesting that
a combination of all soil variables is the best predictor of the variation in fungal populations.
Nevertheless, Ca was the nutrient that influence the composition of fungal communities the most
(2.82%) (Figure 24B).

DISCUSSION
Microbial Community Composition
- Bacterial communities

The phyla Proteobacteria, Acidobacteria, and Actinobacteria are the most abundant bacterial taxa
in the rhizosphere of plants (Bulgarelli et al., 2013; Fierer and Jackson, 2006; Fierer et al., 2007;
Kumar et al., 2017; Perez-Jaramillo et al., 2019; Yurgel, et al., 2017, 2018), including the wild
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Andean blueberry in Ecuador as reported here. Some members of these phyla are adapted to harsh
environmental conditions such as extreme cold, broad temperature fluctuations, aridity, and steep
chemical gradients (Niederberger et al., 2008). Therefore, these phyla are expected to occur in
the Andean “pdramos”, which are tundra-like ecosystems where the Andean blueberry grows.
Proteobacteria is the most diverse phylum in bacteria, and harbors most of the recognized taxa
in agriculture (Dussault, 2019). Acidobacteria members are oligotrophs and have been associated
with low soil pH (Fierer et al., 2007; Kielak et al., 2009; Perez-Jaramillo et al., 2019), which are
conditions preferred by Vaccinium species in the Andean highlands (Hidalgo, 2016; Hofstede et
al., 2003; Yurgel et al., 2017; Vasconez & Hofstede, 2001) as revealed by our pH soil chemical
analyses. These analyses revealed that the most acidic soils are those from the province of Loja,
whereas the less acidic are from the province of Cotopaxi. Members of Actinobacteria probably
play an important role in the establishment of the Andean blueberry because they are able to
recycle organic matter and promote the formation of humus and the enrichment of the soil (Polti
et al., 2014). Additionally, Actinobacteria produce antifungal metabolites used in controlling
plant diseases (Genilloud et al., 2011; Schrey and Tarkka, 2008), and remove substances such as
pesticides, and heavy metals from the environment (Polti et al., 2014). We found the genus
Acidicapsa (Acidobacteria), which is found exclusively in native habitat of wild crops (Perez-
Jaramillo et al., 2019) and include strictly aerobic chemo-organotrophs that are adapted to acidic
conditions (Kulichevskaya et al., 2012). The genera Dokdonella and Conexibacter were recently
reported for the first time in wild blueberry rhizospheres by Yurgel et al. (2017). Dokdonella is
part of polycyclic aromatic hydrocarbon biodegradation communities (Bacosa and Inoue, 2015)

suggesting its role in bioremediation.
- Fungal communities

Ascomycota and Basidiomycota are the most abundant fungal phyla found in the
rhizosphere of the Andean blueberry and other blueberry species (Dussault, 2019; Kumar et al.,
2017; Yurgel, et al., 2017, 2018), and possibly play a key role in their development. Ascomycota
is the largest and most diverse phylum of fungi (Schoch et al., 2009), and is particularly important
because some of its members cause diseases in species of Vaccinium (Batra, 1983). For instance,
the genus Botrytis, identified in our study, causes a soft decay of wild blueberry plant tissues
accompanied by a growth of fuzzy grey-brown mold (Hildebrand et al., 2001). The phylum
Basidiomycota comprises organisms that decay plant residues and ectomycorrhizal fungi (Lim et
al., 2010). Decay fungi decompose hard woody organic matter in order to convert it into carbon
dioxide, organic acids, and fungal biomass that could be used by plants (Lim et al., 2010).
Ectomycorrhizal fungi colonize plant roots and help plants to obtain nutrients from soil, such as
P (Li et al., 2006). The fungal classes: Agaricomycetes and Leotiomycetes have been reported

previously in the rhizosphere of wild blueberry species (Yurgel et al., 2017; Dussault, 2019). Our
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analyzes also detected the Archaeorhizomycetes class, which has been reported as slow-growing
fungi (Menkis et al., 2014; Urbina et al., 2018).

Core microbiome
- Bacterial Core Microbiome

Once we determine the composition of the microbiome we go a step further to find
common microbiota across the 43 samples analyzed. As previously established (Chica et al.,
2019; Fierer, 2017; Kielak et al., 2009; Philippot et al., 2013), the phyla Proteobacteria,
Acidobacteriia and, Actinobacteria are known to be abundant in soil and have been shown to be
ecologically important due to their members are predicted to be involved in soil nutrient cycling
(Chica et al., 2019; Kielak et al., 2009). Due to this, it is expected that they are part of the core
microbiome in our study. The low relative abundance of the Deltaproteobacteria class in the
rhizosphere of wild blueberry plants has been reported previously (Yurgel et al., 2017),
suggesting that it may has not a key role in the rhizosphere of plants as other classes such as
Alphaproteobacteria and Gammaproteobacteria. At genus level, Bradyrhizobium has been
already reported to be part of the core microbiome of wild blueberry species (Yurgel et al., 2017;
2018), and appears as an ecologically important genus. Bradyrhizobium species plays a critical
role in soil fertility (Yurgel et al., 2018) by promoting plant growth and nitrogen fixation in plant
tissues (Piromyou et al., 2017). Because of that, Bradyrhizobium is used as a model organism to
study the impact of abiotic factors on soil microbiota (Shah and Subramaniam, 2018). The genera
Roseiarcus, Reyranella, Sphingomonas, Rhodoplanes Phenylobacterium, Devosia, Variovorax,
and Acidicaldus, also found as part of the core microbiome, encompass an enormous
morphological, physiological, and metabolic diversity, and are of great importance to carbon,
nitrogen, and sulfur cycling (Kersters et al., 2006; Perez-Jaramillo et al., 2019). Acidothermus is
a thermophilic and acidophilic genus of bacteria isolated from extreme environments with high
amounts of cellulosic and lignin materials (Mohagheghi et al., 1986). Cellulose is the most
abundant form of carbon contributing to soil organic matter formation, suggesting a role of
Acidothermus on cellulose degradation (Berry et al., 2014). The genus Granulicella include
members strictly aerobic, acidophilic and chemoorganotrophs, capable of hydrolyzing several
polysaccharides but not cellulose (Pankratov et al., 2010). Bryobacter and Candidatus are mildly
acidophilic, psychrotolerant bacteria (Dedysh, 2015). Information about the role of these bacterial
genera in rhizosphere microbiomes is limited and more studies are needed to clarify their

contribution in the relation with wild blueberry species.
- Fungal Core Microbiome

Only four fungal ASVs are shared by all analyzed samples. Ascomycota and

Basidiomycota form the core microbiome, and are the most abundant groups found in the



74

rhizosphere of the Andean blueberry. These results could suggest that, abundant and easily
detectable organisms might have a high impact on microbial structure, function, and nutrient
cycling (Lupatini et al., 2014; Zhang et al., 2013). It is not surprising that these phyla form the
core microbiome because previous studies have reported that some of these taxa have shown
affinity with rhizodeposits secreted by plants (Philippot et al., 2013). Additionally, we found some
genera with important functions in the microbiome. For instance, Mortierella can transform P
from an insoluble to a soluble form that can be directly used by plants, playing a possible role in
wild habitats (Osorio et al., 2013). Cladosporium is another bacterial genus frequently isolated
from soil that is widespread in nature and can be found in the superficial soil layer (Bensch et al.
2012); however, it can use organic matter found deeper in the soil (Parbery, 1969). llyonectria is
a genus commonly associated with plant root diseases by infecting root vascular tissues restricting
the movement of water and nutrients (Cabrala et al., 2012; Halleen et al., 2006). Therefore, our
findings emphasize the complexity of soil ecology and the need for more research aimed to
understand the key role of these taxa in rhizosphere and plant-associated communities.

Diversity and differential abundance analyses of microbial communities

As mentioned before, the rhizosphere samples were divided into four groups (A, B, C, and D)
based in a previous study of genetic diversity of the Andean blueberry in Ecuador (Vega 2019).
With this information we elaborated our metadata file to perform the diversity analyses comparing
these four groups. Alpha diversity levels in bacteria were similar for the four groups (A, B, C, and
D), whereas it was significantly higher in the group C for fungi. Regarding Beta diversity,
bacterial and fungal communities revealed low similarity between the four groups, suggesting

differences in the specific composition of the microbial communities present in each group.

The observed differences in Beta diversity between the four groups found in this study, led us to
explore more in depth the differences in the taxonomic identity and differential relative abundance
of the microbial communities. When the composition and abundance of the rhizobacterial ASVs
were compared pairwise, we found that the group D was the most dissimilar compared to the
others. Interestingly, the high degree of differentiation of the group D was also observed in the
genetic differentiation analyzes in the study of genetic diversity of the Andean blueberry (Vega
2019). The atypical clustering of the group D could be explain considering that the samples of
this group were collected at the highest altitude in our sampling (Cotopaxi and Azuay provinces)
(Table 1). The highest zone of the “paramo” is known as “superparamo”, which is characterized
by less diversity of vegetation and recently formed soils (Hofstede et al., 2014). In general,
microorganisms that live at high altitude are able to survive and grow at low temperatures, facing
up the limited availability of nutrients and water (D'Amico et al., 2016). Therefore, only microbes

with structural and functional adaptations can survive these high altitudes (Praeg et al., 2019). On
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the other hand, pairwise comparisons of fungal ASVs revealed that groups B (central region) and
C (southern region) were the most dissimilar. The geological origin of the soils of the Ecuadorian
“paramos” could be a possible explanation of this differentiation between groups B and C. The
soils of the “paramos” are volcanic ash soils and differ mainly in the parental material from which
they originate (Prat, 2018). Soils from the central region (group B), known as andosols, are
recently formed and are rich in organic matter, with a high water retention rate and great
permeability, which enhance root development (Hofstede et al., 2003). Soils in the southern
region (group C) are known as inceptisols and are formed from weathered metamorphic rock.
These soils are older than the soils in the central region, and are more superficial and less fertile
(Podwojewski and Poulenard 2000). Differences in soil types in these regions could influence the

differential abundance of fungal taxa between groups B and C.
Structure of microbial communities

We found that the bacterial and fungal communities identified in our samples are clustered in four
groups (A, B and C) and an atypical group (D). These results remind the grouping patterns
observed in the samples of the genetic diversity study of the Andean blueberry (Vega, 2019). A
possible explanation for the clustering observed could be the glacial and interglacial climatic
cycles occurred during the Pleistocene in the Andean region (Simpson, 1975). As a consequence
of these temperature fluctuations, the extension of the Andean “paramos” increased and decreased
repeatedly. Near “paramos” got connected during glacial periods, and isolated again during
interglacial periods (Flantua et al., 2019), influencing the distribution of species and the patterns
of gene flow between populations (Pennington et al., 2010). In this sense, the Pleistocene climatic
fluctuations could have shaped the microbial communities studied here. These climatic
fluctuations may have left their footprint in the genetic patterns of highland plants (Muellner et
al., 2019), and probably in the genetic structure of mortifio (Vega 2017). Further studies are
needed to clarify the influence of Pleistocene climatic fluctuations in the structure and

composition of the microbiome associated with Andean plants.
Impact of soil properties in the rhizosphere microbiome
- Soil variables affecting microbiome diversity

Based on our correlation analyses, we suggest that the soil elements Fe, P, Cd, and Co
could explain the bacteria alpha diversity levels reported here . Fe plays a fundamental role in
biochemical processes, such as the reduction of atmospheric nitrogen, the synthesis of
deoxyribonucleotides, cellular respiration, and the synthesis of numerous small molecules such
as amino acids, lipids and sterols (Philpott, 2006). P is a macronutrient used for the synthesis of
nucleic acids and phospholipids. Fungi can utilize this source of P but bacteria need to transform

it into an inorganic from in order to use it (Madigan et al., 1997; Marchant, 1989). Fe and P are
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both macronutrients essential for key processes in the metabolism of microorganisms, and for this
reason, its positive correlation with diversity has been documented before (Santoyo et al., 2017).
Although, Cd and Co are non-essential elements and less abundant in soil compared with other
elements at low concentrations it can be toxic to all living organisms (Waisberg et al., 2003).
Some microorganisms are able to resist the presence of heavy metals such Cd and uses it as a
source of C. The order Heliotiales and the genus Bradyrhizobium, include species that can tolerate
heavy metals, suggesting that these microorganisms could help plants to tolerate the stress caused
by these elements (Ayubb et al., 2017; Sun et al., 2010). For fungal communities, we observe that
Cd, Fe, and Cu could explain the alpha diversity patterns reported here. Cu is an essential
micronutrient for fungi that works as a cofactor in enzymes involved in processes such as cellular
respiration, free radical detoxification, pigmentation, and iron acquisition (Antsotegi et al., 2019).
Cu, as well as, Cd are toxic to all organisms at high concentrations (Cervantes y Gutierrez, 1994);
nevertheless, some fungi taxa have developed a variety of Cu resistance mechanisms to survive
in the presence of toxic concentrations of Cu (Giller et al., 1998). It is possible that Cu has
influence the alpha diversity in our study by filtering fungi taxa that is not resistance to higher
concentrations of this heavy metal, but further investigation is needed to understand the role of

Cu in the diversity of fungal communities.

The correlations between soil properties and microbial Beta diversity observed here
suggest that a combination of soil nutrients are influencing the diversity observed. For this reason,
it is difficult to determine the specific effect of the variables individually. Additionally, the
influence of soil pH in the diversity of rhizosphere microbiomes has also been documented
previously (Kuramae et al., 2012; Lauber et al., 2009; Yurgel et al., 2017). Variation in pH
promote changes of other soil variables as nutrient availability, soil moisture, organic C, and these
factors may drive the observed changes in microbial community diversity (Brady et al., 2008).
Additionally, significant deviations in environmental (extracellular) pH impose stress on
unicellular organisms, being unable to survive if soil pH falls outside a certain range (Lauber et
al., 2009). As a consequence, deviations in pH have a significant effect on the overall diversity

of microbial communities in a range of terrestrial environments (Fierer and Jackson, 2006).
- Soil variables affecting microbiome structure

Aditionally to the soil nutrients that influence the diversity mentioned before we observed
that Ca have a strong effect on the composition and structure of the bacterial communities in the
rhizosphere of the Andean blueberry. Ca is not an essential nutrient for the growth of most
microorganisms, but it helps to stabilize the bacterial cell wall and plays an important role in heat
resistance of endospores, asexual spore production, and fruiting body formation in fungi
(Madigan et al., 1997; Pitt and Ugalde, 1984). Also, Ca is intimately involved in uptake of other
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cations like H, Na and K and can protect against injurious effects of these elements (Hughes and
Poole, 1989), suggesting, that Ca could help plants to tolerate the stress caused by these elements
(White and Broadley, 2003).

CONCLUSIONS

- Proteobacteria, Actinobacteria, and Acidobacteria were the dominant bacterial taxa
in rhizosphere soil samples, while Ascomycota and Basidiomycota were the dominant
fungal taxa. These phyla were reported as part of the core microbiome.

- The rhizosphere microbiome samples were clustering in four groups (A, B, C, and
D) similar to the genetic structure patterns of the Andean blueberry in Ecuador,
suggesting that this plant species and the members of its rhizosphere microbiome
developed interactions in order to adapt to the conditions of the Andean ”paramos”.

- The diversity and composition of the microbiome observed in our study could be
explained in part by the influence of the soil chemical parameters (pH, Fe, P, Co, Cu,
Cd and Ca).
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Figure 1. Map showing the three geographical regions of the Ecuadorian highlands based on the

patterns of genetic structure of the Andean blueberry Vaccinium floribundum A: Northern region;

B. Central region; C: Southern region; and D: Atypical group. Each circle represents the collection

sites of the rhizosphere samples associated with the Andean blueberry Vaccinium floribundum on

the Ecuadorian highlands.
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Figure 2. Taxa bar plot of the most abundant bacterial phyla in the rhizosphere associated to the

Andean blueberry Vaccinium floribundum on the Ecuadorian highlands.
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Figure 3. Taxa bar plot of the most abundant fungal phyla in the rhizosphere associated to the

Andean blueberry Vaccinium floribundum on the Ecuadorian highlands.
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Figure 4. Comparative analysis of the alpha diversity of rhizobacterial communities associated
to the Andean blueberry Vaccinium floribundum between four groups. Each group represents a
geographic region of the Ecuadorian highland regions, except group D. A: northern region, B:
central region, C: southern region, D: formed by the two localities sampled at the highest altitude
in this study. A) Shannon index, B) Faith’s phylogenetic diversity, C) Observed ASVs, and D)
Evenness index.



AOAL TN

e

CRETFECLES LI T-1

93

F

A,

| -

T,

H

D

N B ¢ D B A B €

4

E

E

N

N

P

s

s
A B c D D A B ¢

GROUP GROUP

Figure 5. Comparative analysis of the alpha diversity of fungal communities associated to the
Andean blueberry Vaccinium floribundum between four groups. Each group represents a
geographic region of the Ecuadorian highlands, except group D: A: northern region, B: central
region, C: southern region, D: formed by the two localities sampled at the highest altitude in this
study. A) Shannon index, B) Faith’s phylogenetic diversity, C) Observed ASVs, and D) Evenness
index.
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Figure 6. NMDS plots developed with dissimilarity matrices of the beta diversity of rhizobacterial

communities associated to the Andean blueberry Vaccinium floribundum. Each group represents

a geographic region of the Ecuadorian highland regions, except group D. A: northern region, B:

central region, C: southern region, D: formed by the two localities sampled at the highest altitude
in this study. A) Canberra index, B) Bray Curtis, C) Unweighted UniFrac, and D) Weighted

UniFrac.
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Figure 7. NMDS plots developed with dissimilarity matrices of the beta diversity of fungal
communities associated to the Andean blueberry Vaccinium floribundum. Each group represents
a geographic region of the Ecuadorian highland regions, except group D. A: northern region, B:
central region, C: southern region, D: formed by the two localities sampled at the highest altitude

in this study. A) Canberra index, B) Bray Curtis, C) Unweighted UniFrac, and D) Weighted
UniFrac.
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Figure 8. Structure of the microbial communities associated to the Andean blueberry Vaccinium
floribundum between four groups. Each group represents a geographic region of the Ecuadorian
highlands, except group D. A: northern region, B: central region, C: southern region, D: formed
by the two localities sampled at the highest altitude in this study. A) Principal Coordinate Analysis
(PCoA) of bacterial 16S rRNA (PERMANOVA, P < 0.001) Bray Curtis relative abundance; B)
Principal Coordinate Analysis (PCoA) of fungal ITS (PERMANOVA, P < 0.001) Bray Curtis

relative abundance.
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Figure 10. Bacterial core microbiome phyla of the rhizosphere of wild Andean blueberry

Vaccinium floribundum.
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Figure 11. Fungal core microbiome phyla of the rhizosphere of wild Andean blueberry Vaccinium

floribundum.
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Figure 12. Differential abundance of bacterial ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between B
and D groups, which represent samples that come from Center region and the atypical group
formed by the two localities sampled at the highest altitude in this study, respectively.



101

R B I e

10 A

0015 0.010 0005 0000 0.005 0010 0.015
Proportion Proportion

1.Proteobacteria Gammaproteobacteria_Betaproteobacteriales 4275

2. Actinobacteria_Acidimicrobiia_Microtrichales

3.Actinobacteria_Actinobacteria_Frankiales Acidothermaceas dcidothermus
4.Actinobacteria_Actinobacteria_Corynebacteriales_Micobacteriaceas_Afcodacterium
5.Verrucomicrobia_Verrucomicrobia_Chthoniobacterales Xiphinematobacteraceae Jdarus_Yiphinematobacter
6.Proteobacteria_Alphaproteobacteria_Rhizobiales Beijerinckiaceae_Rosetarcus
7.Acidobacteria_Acidobacteria_Subgroup 2

8.Proteobacteria_Gammaproteobactaria_WD260
9.Acidobacteria_Acidobacteria_Acidobacteriales_Bacteriaceae_(Subgroup_1)_Occallatibacter
10.Acidobacteria_Acidobacteria_Acidobacteriales_Bacteriaceae_(Subgroup_l)_Granulicella
11.Chloroflexi_Ktedonobacteria_Ktedonobacteriales_Ktedonobacteriaceae JG30a-LF.32

12. Chioroflexi_ Ktedonobacteria_ Ktedonobacteriales_ Ktedonobacteriaceas JG30a-AF-32
13.Chloroflexi_Ktedonobacteria_ Ktedonobacteriales_ Ktedonobacteriaceas JG30a-AF-32
14.Chloroflexi_ Ktedonobacteria_ Ktedonobacteriales Ktedonobacteriaceae_ JG30a-XF-32
15.Chloroflexi_4D3

16.Chloroflexi_Ktedonobacteria_Ktedonobactenales Ktedonobacteriaceae_JG30a-XF-32

17. Chloroflexi_Ktedonobacteria_Ktedonobacteriales_Ktedonobacteriaceae_JG30a-KF-32
18.WPS-2

19. Chloroflexi TX10

20. Chloroflexi_4D3.

Figure 13. Differential abundance of bacterial ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between A
and D groups, which represent samples that come from Northern region and the atypical group
formed by the two localities sampled at the highest altitude in this study, respectively.
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Figure 14. Differential abundance of bacterial ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between B

and A groups, which represent samples that come from Center and Northern regions, respectively.
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Figure 15. Differential abundance of bacterial ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between C
and D groups, which represent samples that come from the Southern region and the atypical group
formed by the two localities sampled at the highest altitude in this study, respectively.
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Figure 16. Differential abundance of bacterial ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between B
and C groups, which represent samples that come from the Center and Southern regions,
respectively.
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Figure 17. Differential abundance of bacterial ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between C
and A groups, which represent samples that come from the Southern and Northern regions,
respectively.
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Figure 18. Differential abundance of fungal ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between B

and D groups, which represent samples that come from Center region and the atypical group

formed by the two localities sampled at the highest altitude in this study, respectively.
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Figure 19. Differential abundance of fungal ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between C
and D groups, which represent samples that come from the Southern region and the atypical group
formed by the two localities sampled at the highest altitude in this study, respectively.
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Figure 20. Differential abundance of fungal ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between C
and A groups, which represent samples that come from the Southern and Northern regions,
respectively.
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Figure 21. Differential abundance of fungal ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between D
and A groups, which represent samples that come from the atypical group formed by the two
localities sampled at the highest altitude in this study and the Northern region, respectively.
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Figure 22. Differential abundance of fungal ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between B

and A groups, which represent samples that come from Center and Northern regions, respectively.
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Figure 23. Differential abundance of fungal ASVs in the rhizosphere associated to the Andean
blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. Pairwise comparisons between C
and B groups, which represent samples that come from the Southern and Center regions,
respectively.
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Figure 24. Regression model between soil chemical parameters and microbial communities of the
Andean blueberry Vaccinium floribundum in the Ecuadorian highlands. A) Variation in bacterial
community explained by soil chemical parameters (63%); B) Variation in fungal community
explained by soil chemical parameters (57%).
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Table 1. Detail of the 43 rhizosphere samples associated with the Andean blueberry Vaccinium
floribundum on the Ecuadorian highlands.

ID PROVINCIA LOCALIDAD GROUP LATITUDE LONGITUDE ALTITUDE
CAQ08 Carchi El Angel 0.6464 -77.8987 3376
CA011 Carchi San Gabriel A 0.6511 -77.83775 3459
CA020 Carchi San Gabriel A 0.65938 -77.84093 3459
CA025 Carchi La Cofradia A 0.70915 -77.73498 3251
1047 Imbabura Cotacachi A 0.2894 -78.35135 3091
1063 Imbabura Santa Lucia A 0.28515 -78.19333 3022
1065 Imbabura Cahuasqui A 0.5698 -78.27623 3605
P066  Pichincha Mojanda A 0.10018 -78.2547 3765
P045  Pichincha Lloa B -0.20765 -78.60143 3519
PO50  Pichincha Lloa B -0.20743 -78.60305 3519
P052  Pichincha Cayambe A -0.0213 -78.05341 3761
C055  Cotopaxi PNC A -0.56439 -78.442 3693
C056  Cotopaxi Quilotoa D -0.99943 -78.92696 4118
C062  Cotopaxi Quilotoa D -1.00103 -78.9277 4118
C067  Cotopaxi Sigchos B -0.71411 -78.89639 3137
TO06  Tungurahua Carihuairazo B -1.37236 -78.69058 3724
T007  Tungurahua Carihuairazo B -1.37268 -78.68983 3724
T015 Tungurahua Tisandeo B -1.16904 -78.46993 3559
B008  Bolivar Cebapamba B -1.7187 -78.96944 3265
B015 Bolivar Salinas de Guaranda B -1.40108 -79.01668 3638
B017  Bolivar Salinas de Guaranda B -1.4019 -79.01726 3638
B019  Bolivar Salinas Norte B -1.37025 -79.00305 4054
B021  Bolivar Salinas Norte B -1.37001 -79.00293 4054
H003  Chimborazo Chambo y Quimiac B -1.67358 -78.51653 3689
H008  Chimborazo Chambo y Quimiac B -1.68016 -78.5104 3689
U006  Cariar S. Miguel de Poroto C -2.80866 -78.82261 3076
U012 Caiar Cerro Abuga C -2.7208 -78.82388 3044
U019 Cafiar Cerro Abuga C -2.72063 -78.82381 3044
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Table 2. Alpha diversity metrics of bacterial communities of the Andean blueberry Vaccinium
floribundum in the Ecuadorian highlands.

VARIABLE CORE METRICS ALPHA DIVERSITY

OBSERVED
FAITH ASVs EVENNESS SHANNON

Group 0.021* 0.02* - -
Altitude - - - -
pH - - - :
ocC - - 0.04* --
oM - - - -
Conductivity - - - -
N - - - -
Al - - -
Ba 0.02* 0.04* - 0.04*
Ca - - )
Cd 0.03* 0.05* 0.029* 0.05*
Co 0.02* 0.015* 0.01* 0.015*
Cu - - - -
Cr - - - -
Fe 0.0064** 0.02* 0.014* 0.02*
K - - - -
Mg - - - -
Mn 0.051* - - -
Na - - - -
Ni - - - -
P 0.01** 0.0009*** 0.0007*** 0.0009***
Pb - - - -
Sr - - -
\Y - - 0.009** -
Zn 0.023* 0.006** - 0.006**

Significance levels are shown at *P < 0.05, **P < 0.01, ***P <0.001.




Table 3. Beta diversity metrics of bacterial communities of the Andean blueberry Vaccinium
floribundum in the Ecuadorian highlands.

VARIABLE

Group
Altitude
pH
oC
oM
Conductivity
N
Al
Ba
Ca
Cd
Co
Cu
Cr
Fe
K
Mg
Mn
Na
Ni
P
Pb
Sr
\%
Zn

CORE METRICS BETA DIVERSITY

UNWEIGHTED WEIGHTED BRAY CURTIS JACCARD

0.001***
0.03*
0.005**
0.035*
0.005**

0.001***
0.001***
0.001***
0.001***
0.001***
0.027*
0.036*
0.001***
0.006**
0.001***
0.003**
0.001***
0.038*
0.001***
0.003**
0.001***
0.002**
0.003**

0.026*
0.022*
0.046*

0.01**
0.006**
0.002**

0.024*

0.003***
0.05*
0.05*

0.006**
0.05*

0.01**

0.01**

0.029*

0.035*
0.003**

0.038*

0.01**

0.01**

0.001***
0.001***
0.009**
0.019*

0.001***
0.001***
0.001***
0.001***
0.001***
0.024*
0.047*
0.001***
0.006**
0.001***
0.001***
0.001***
0.017*
0.001***
0.002**
0.001***
0.004**
0.003**

0.001***
0.029*
0.001***
0.005**
0.007**

0.001***
0.001***
0.001***
0.001***
0.002**
0.01**
0.001***
0.002**
0.001***
0.002**
0.001***
0.019*
0.001***
0.001***
0.001***
0.003**
0.004**

Significance levels are shown at *P < 0.05, **P < 0.01, ***P <0.001.

116



117

Table 4. Alpha diversity metrics of fungal communities of the Andean blueberry Vaccinium
floribundum in the Ecuadorian highlands.

CORE METRICS ALPHA DIVERSITY

FAITH EVENNESS OBSERVED ASVs SHANNON

Group 0.05* 0.01** 0.05* 0.02*
pH . : : :
oC - - - -
oM - - - -
Conductivity - - - -

N 0.049* - 0.026* -
Al 0.024* - 0.05* -
Ba - - - -
Ca - - - -
Cd 0.006** 0.021* 0.01** 0.014*
Co - - - -
Cu 0.02* 0.044* 0.01** 0.01**
Cr - - - -
Fe 0.007** 0.029* 0.01** 0.02*

K - - - -
Mg - 0.05* - -
Mn - - - -
Na - - - -
Ni - - 0.016* -

P - - - -
Pb 0.006** - 0.007** -
Sr - 0.033* - -
\% 0.04* - - -
Zn - - - -

Significance levels are shown at *P < 0.05, **P < 0.01, ***P <0.001.
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Table 5. Beta diversity metrics of fungal communities of the Andean blueberry Vaccinium
floribundum in the Ecuadorian highlands.

VARIABLE CORE METRICS BETA DIVERSITY

UNWEIGHTED WEIGHTED BRAY CURTIS JACCARD

Group 0.001*** 0.003** 0.001*** 0.001***
Altitude 0.01** 0.004** 0.003
pH 0.001*** 0.029* 0.001*** 0.001***
oC 0.01** 0.001*** 0.002**
oM 0.005** 0.006** 0.001*** 0.001***
Conductivity - - - -
N - - 0.02 -
Al 0.001*** 0.01** 0.001*** -
Ba 0.001*** 0.004** 0.001*** 0.001***
Ca 0.001*** 0.002** 0.001*** 0.001***
Cd 0.001*** 0.001*** 0.001*** 0.001***
Co 0.001*** 0.001*** 0.001*** 0.001***
Cu 0.001*** 0.031* 0.001*** 0.003**
Cr 0.013* 0.004** 0.007** 0.013*
Fe 0.001*** 0.003** 0.001*** 0.001***
K 0.001*** 0.024* 0.001*** 0.001***
Mg 0.001*** 0.003** 0.001*** 0.001***
Mn 0.001*** - 0.001*** 0.001***
Na 0.001*** 0.007** 0.001*** 0.001***
Ni 0.007** - 0.01** 0.005**
P 0.001*** 0.006** 0.001*** 0.001***
Pb 0.001*** 0.04* 0.001*** 0.001***
Sr 0.001*** 0.006** 0.002** 0.001***
Vv 0.005** 0.031* 0.001*** 0.003**
Zn 0.014* 0.01** 0.001*** 0.008**

Significance levels are shown at *P < 0.05, **P < 0.01, ***P <0.001.



