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Resumen  

Las alteraciones ambientales modifican la microbiología del suelo. Los microorganismos edáficos 

controlan los ciclos biogeoquímicos y la producción vegetal; por tanto, la alteración de las 

poblaciones microbianas edáficas puede modificar profundamente las funciones ecosistémicas. 

Por lo cual es necesario un enfoque multidisciplinar para comprender mejor las respuestas de los 

ecosistemas ante alteraciones naturales o antropogénicas. Los pastos arbolados juegan un papel 

crucial en la provisión de servicios ambientales. Sin embargo, la mayoría de estos sistemas, 

como la dehesa, se encuentran en terrenos pocos fértiles y productivos. Ante esta tesitura 

existen prácticas contrapuestas, como el abandono o la intensificación de su uso mediante el 

manejo del ganado y/o la mejora de pastos. En este trabajo se ha estudiado la microbiología de 

los suelos de tres dehesas, localizadas en las provincias de Badajoz, Cáceres y Salamanca, y 

sometidos a cinco prácticas diferentes de manejo pascícola y ganadero, incluyendo también el 

efecto del arbolado como elemento estabilizador del sistema. Los resultados obtenidos indican 

que los distintos manejos determinan la estructura de las poblaciones microbianas edáficas. La 

siembra de leguminosas (tratamientos Lj y Lv) y el pastoreo rotacional (Ro) dieron lugar a 

poblaciones microbianas muy similares entre sí, y diferentes a los otros manejos: abandono (Ab) 

y pastoreo tradicional (Ct). Asimismo, los tratamientos Lj, Lv y Ro produjeron mayores valores de 

biomasa microbiana en los suelos. El arbolado también resultó crucial para definir la 

microbiología de los suelos, en especial para la abundancia relativa de bacterias Gram positivas y 

Gram negativas, así como para reducir el estrés ambiental de los microorganismos. La influencia 

de las condiciones pedoclimáticas fue notable en la mayoría de los parámetros estudiados, por lo 

que se anticipa que la microbiología del suelo se verá afectada por el cambio climático en un 

grado similar al que producen los distintos manejos agroganaderos. 
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1. Introducción  

  

 El cambio climático es un escenario actual al que se debe hacer frente. En el área 

mediterránea, cada vez son más notables el aumento de las temperaturas y las recurrentes 

sequías (BARDGETT et al., 2013; ROLO Y MORENO, 2019). Además, en los últimos años se está 

intensificando la demanda de alimentos debido a una población creciente (FAOSTAT 2020), lo 

que hace necesario que los sistemas aumenten su productividad sin comprometer la 

sostenibilidad de la explotación.  

 

Ante estos retos, las dehesas pueden jugar un papel muy importante al representar los sistemas 

silvopastorales más extendidos de Europa (MORENO Y PULIDO, 2009; HERNÁNDEZ, 2020). Estos 

sistemas resultan de la simplificación de los bosques mediterráneos en estructura y riqueza de 

especies debido a la influencia humana, que redujo la densidad del arbolado y favoreció el 
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crecimiento de la capa de herbáceas mediante el pastoreo y el cultivo, dando lugar a un pasto 

arbolado (GÓMEZ-GUTIÉRREZ, 1992; RANGELANDS ET AL., 1993; MORENO Y PULIDO, 2009; 

BUGALHO et al., 2011). Así, se obtuvo un sistema antrópico naturalizado que, bajo prácticas de 

manejo específicas, se considera sostenible: permite la cría de ganado y la cosecha de cereales y 

bellotas además de ofrecer servicios ecosistémicos altamente valorados, como el secuestro de 

carbono (FRANCO ET AL., 2012; PLIENINGER & BIELING, 2012; HERNÁNDEZ, 2020). Sin 

embargo, la mayoría de las dehesas se encuentran en terrenos poco fértiles (GÓMEZ-GUTIÉRREZ, 

1992, MORENO Y PULIDO, 2009, FRANCO et al., 2012). A esto se suma que su valor ganadero se 

encuentra estrechamente relacionado con el suelo, condicionado a su vez por la variabilidad en 

los cambios climáticos y la estructura vegetal (ROLO Y MORENO, 2019). En consecuencia, las 

dehesas sufren dos tendencias divergentes: el abandono y la intensificación de su uso mediante 

el manejo del ganado y/o la mejora de pastos a partir de la siembra de leguminosas (BUGALHO 

et al., 2011, PLIENINGER & BIELING, 2012; DENGLER & TISCHEW, 2018).  

 

De esta manera, resulta crucial el análisis de las prácticas contrapuestas utilizadas y su 

repercusión en los ecosistemas bajo diferentes condiciones climáticas. En un principio, gran 

parte de las investigaciones en este ámbito se centraron en entender cómo la agricultura y las 

prácticas de manejo influyen en la estructura y diversidad de las comunidades vegetales y 

animales (por ejemplo, COLLINS et al., 1998; LAWTON et al., 1998). Sin embargo, puesto que el 

suelo es proveedor inicial de nutrientes a la cadena trófica, resulta decisivo conocer los cambios 

que se producen en el mismo, especialmente en sus comunidades microbianas, ya que estas 

desempeñan funciones esenciales para la estabilidad ecosistémica a largo plazo, como facilitar 

la disponibilidad de nutrientes para las plantas, descomponer la materia orgánica o modificar la 

estructura del suelo (BARDGETT et al., 2001; DE VRIES & SHADE, 2013; WAGG et al., 2014; 

ARAYA et al., 2017).   

 

Las plantas condicionan la diversidad y abundancia de los microorganismos edáficos mediante, 

por ejemplo, el aumento de los recursos alimenticios (exudados radiculares y hojarasca) 

(WALDROP et al., 2006; MENDES et al., 2013). A su vez, los microorganismos interactúan con la 

comunidad vegetal tanto de forma beneficiosa (mutualistas) como perjudicial (patógenos) 

(Waldrop et al., 2006; DE VRIES & SHADE, 2013; ARAYA et al., 2017). Pero todavía son poco 

conocidas las consecuencias para la función ecosistémica que tiene modificar la estabilidad de 

las comunidades microbianas del suelo, definida como la habilidad de la comunidad para resistir 

y afrontar las perturbaciones (DE VRIES & SHADE, 2013, MENDES et al., 2013). Por ello, en 

respuesta a los retos ambientales contemporáneos, se hace ineludible desarrollar una conexión 

más fuerte entre la ecología microbiana y ecosistémica. Entre las técnicas disponibles para 

estudiar el microbioma del suelo destaca el análisis de ácidos grasos de fosfolípidos (PLFAs, por 

sus siglas en inglés), que permite discernir a los diferentes microorganismos presentes en una 

muestra agrupándolos en grandes grupos biológicos, como son: bacterias Gram positivas, 

bacterias Gram negativas, Actinobacterias, Hongos micorrícicos, Hongos saprofitos, y otros 

Eucariotas. Por tanto, mediante esta técnica se pueden detectar los cambios en las poblaciones 

microbianas producidos por las alteraciones o modificaciones ambientales del medio (ORWIN et 

al., 2018). 

 

La abundancia de algunas especies vegetales se asocia con cambios en la diversidad microbiana 

(ARAYA et al., 2017). En concreto, en la dehesa es común el uso de mezclas de leguminosas para 

el consumo del ganado ya que aumentan el contenido de nitrógeno del suelo, promoviendo así la 

productividad vegetal y la calidad del suelo, a un bajo coste y sin contaminantes (GÓMEZ-

GUTIÉRREZ, 1992; WALDROP et al., 2006; BARNEZE et al., 2020). Otra práctica comúnmente 

utilizada en la dehesa es modificar la carga ganadera (GÓMEZ-GUTIÉRREZ, 1992, BUGALHO et 

al., 2011). Aumentar la presión ganadera tiene efectos físicos directos (eliminación selectiva de 

material vegetal por los herbívoros) e indirectos en el pH y la química del suelo (LAUBER et al., 
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2009; DARYANTO & ELDRIDGE 2010; ELDRIDGE et al., 2017; DELGADO-BAQUERIZO et al., 

2017). Esto desencadena cambios en la heterogeneidad de las comunidades vegetales y 

modifica los contenidos de nutrientes del suelo, además de alterar la distribución de las 

comunidades microbianas edáficas (SCHLESINGER & PILMANIS, 1998; NUNES et al., 2019). De 

esta manera, la intensidad del pastoreo regula la abundancia y la heterogeneidad espacial de 

grupos microbianos particulares, proporcionando ventaja a algunos grupos microbianos y 

desventaja a otros (BARDGETT et al., 2001; ELDRIDGE et al., 2020). Nuestra hipótesis es que los 

distintos manejos producirán cambios importantes en la estructura de las comunidades 

microbianas del suelo, pero que estos cambios serán influenciados decisivamente por las 

condiciones edafoclimáticas. 

 

2. Objetivos 

 

 El objetivo principal de este estudio es profundizar en el conocimiento de los efectos de la 

intensificación ecológica, a través del manejo ganadero y siembra de leguminosas, sobre las 

comunidades microbianas del suelo a lo largo de un gradiente climático, examinando el papel del 

arbolado como posible efecto amortiguador de los cambios. Más específicamente, se estudiará: 

 

- La estructura global de las comunidades microbianas edáficas determinadas mediante el 

perfil de ácidos grasos de fosfolípidos. 

- La biomasa microbiana total presente en los suelos.  

- La abundancia relativa de los diferentes grupos microbianos. 

 

3. Metodología 

 

Diseño experimental  

 

Para el estudio, se eligieron dehesas de tres provincias del oeste de la Península Ibérica: 

Salamanca, Cáceres y Badajoz (en adelante, SA, CC y BA, respectivamente), con el fin de incluir 

un gradiente climático en el diseño experimental. En cada zona, se seleccionaron 5 parcelas con 

diferentes tratamientos de manejo: (i) siembra joven de leguminosas (Lj), parcela en las que se 

ha sembrado leguminosas recientemente (≤ 5 años), permite observar el efecto de la siembra a 

corto plazo; (ii) siembra vieja de leguminosas (Lv), parcela sembrada hace más de 10 años, 

muestra el efecto de la siembra a largo plazo; (iii) pastoreo rotacional (Ro), parcela pastoreadas 

intensamente en breves periodos de tiempo y largos periodos (meses) de descanso; (iv) 

abandono (Ab), parcela sin pastoreo durante al menos los últimos 10 años; y (v) pastoreo 

continuo (Ct), es el tratamiento control del estudio por ser el tipo de manejo más extendido que 

se realiza en las dehesas ibéricas.  

 

Dentro de cada tratamiento (parcela), se seleccionaron 4 árboles al azar que estuviesen en una 

zona con poca influencia topográfica (evitando fuertes pendientes o vaguadas) y alejadas del 

efecto de caminos o comederos para el ganado. Así pues, para analizar el efecto de la posición 

en cada tratamiento, se seleccionaron 8 puntos de muestreo por parcela: 4 puntos fuera de la 

influencia de los árboles (Fc) y otros 4 bajo copa (Bc). Las muestras de suelo se tomaron 

mediante una sonda de acero de 6 cm de diámetro por 8 cm de profundidad. Por tanto, se 

analizaron un total de 120 muestras de suelo, correspondientes a un diseño factorial de: 3 Zonas 

x 5 Tratamientos x 2 Posiciones x 4 Repeticiones.  

 

Análisis de ácidos grasos de fosfolípidos 

 

 Las muestras de suelo se liofilizaron y se utilizaron alícuotas de 2 g para la extracción de 

lípidos. Los lípidos se extrajeron con un disolvente monofásico de cloroformo-metanol-tampón 
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fosfato. Los fosfolípidos se separaron de los lípidos no polares y se convirtieron en ésteres 

metílicos de ácidos grasos (FAMEs) antes del análisis, siguiendo la metodología descrita por 

BUYER Y SASSER (2012). Los FAMEs resultantes se separaron por cromatografía de gases 

utilizando un sistema GC Agilent 7890A (Agilent Technologies, Wilmington, DE, EE.UU.) equipado 

con una columna de metilpolisiloxano Ultra 2 (5%-fenil) de 25 m (J&W Scientifc, Folsom, CA, 

EE.UU.) y un detector de ionización de llama. La identificación y cuantificación de los FAMES se 

realizó mediante el método PLFAD1 del software Sherlock versión 6.3 de MIDI, Inc (Newark, DE, 

USA). Para la cuantificación de los FAMEs se utilizó el estándar interno 19:0 fosfatidilcolina 

(Avanti Polar Lipids, Alabaster, AL, USA). La biomasa microbiana total se estimó sumando los 

contenidos de todos los PLFAs, expresándose como nanomoles de PLFAs por gramo de suelo 

seco. Los PLFAs característicos de eucariotas, bacterias Gram negativas y Gram positivas (en 

adelante G- y G +), actinobacterias, hongos saprofitos y hongos micorrícicos se utilizaron como 

biomarcadores para cuantificar las biomasas de estos grandes grupos microbianos 

(FROSTEGÅRD Y BÅÅTH 1996). También se calculó la ratio entre los ácidos grasos diagnósticos 

de hongos y bacterias; así como también la ratio entre los ácidos grasos monoenoicos y sus 

precursores ciclopropílicos (16:1ω7 + 18:1ω7 / cy17:0 + cy19:0) como indicativo de estrés 

fisiológico o nutricional en las comunidades bacterianas (FROSTEGÅRD et al. 2011; WILLERS et 

al. 2015). 

 

Análisis estadístico 

 

 La abundancia relativa de cada ácido graso se calculó como porcentaje molar (% mol). 

Posteriormente se realizó una transformación arcoseno sobre los porcentajes molares con la 

finalidad de normalizar la distribución de los datos y estabilizar las varianzas. Para determinar la 

significación estadística de los factores Tratamiento, Zona, Posición y sus interacciones dobles y 

triple se realizó un Análisis Permutacional de la Varianza (PERMANOVA) mediante la función 

“adonis” del paquete vegan de R (R Core Team). Los análisis post hoc se realizaron con el 

paquete RVAideMemoire. Una vez determinada la significación estadística de cada factor y sus 

interacciones se realizó un Análisis de Redundancia (RDA) para describir las relaciones entre las 

abundancias relativas de PLFAs (matriz dependiente) y las variables ambientales (matriz 

independiente), mediante el programa CANOCO (ter BRAAK & SMILAUER, 1998). Finalmente, se 

procedió a realizar análisis univariantes de la varianza (ANOVA) para determinar si la abundancia 

relativa de los grupos microbianos, la biomasa total, y las ratios hongo/bacteria y ácidos grasos 

monoenoicos/ciclopropílicos se ven afectados por los factores estudiados. Las comparaciones 

post-hoc se realizaron con el paquete emmeans. Los resultados fueron considerados 

estadísticamente significativos con valores de p < 0,05. 

 

4. Resultados 

 

Estructura de las poblaciones microbianas edáficas 

 

 La estructura de las poblaciones microbianas edáficas se determinó a través de la 

abundancia relativa de los distintos ácidos grasos de fosfolípidos (PLFAs) que se identificaron y 

cuantificaron en las muestras de suelos. En total, se detectaron 63 PLFAs diferentes en las 120 

muestras de suelo, lo que produjo una matriz de 7.560 datos que fue sometida a un análisis 

permutacional de la varianza (PERMANOVA) para determinar la significación estadística de los 

factores considerados sobre la estructura de las poblaciones microbianas. De acuerdo al análisis 

PERMANOVA, los tres factores principales (Tratamiento, Zona, Posición) fueron estadísticamente 

significativos, así como también la interacción entre Tratamiento y Zona (Tabla 1). Este modelo se 

utilizó posteriormente para todos los análisis multivariantes y univariantes.  
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Tabla 1. Resultados estadísticos del análisis PERMANOVA. Refleja la significación de los factores considerados sobre 

la estructura de las poblaciones microbianas.  

 Df Suma cuadrados Media cuadrática F R2 p-valor 

Tratamiento 4 2.34 0.59 10.12 0.16 0.001 

Zona 2 2.79 1.39 24.10 0.19 0.001 

Posición 1 0.23 0.23 3.98 0.02 0.008 

Tratamiento:Zona 8 2.88 0.36 6.22 0.20 0.001 

Tratamiento:Posición 4 0.31 0.08 1.35 0.02 0.150 

Zona:Posición 2 0.10 0.05 0.86 0.01 0.539 

Tratamiento:Zona:Posición 8 0.57 0.07 1.24 0.04 0.167 

Residuales 90 5.20 0.06  0.36  

Total 119 14.42   1  

Los valores en negrita indican significación estadística (p<0.05). 

 

El modelo RDA, en el que se utilizaron los tres factores principales (Tratamiento, Zona, Posición) y 

la doble interacción significativa (Tratamiento:Zona) como variables ambientales explicó un 

50,9% de la varianza en la matriz de datos, siendo estadísticamente significativo (pseudo-F=2,9, 

P=0,001; 999 permutaciones; Figura 1). Las comparaciones por pares indicaron que la 

estructura de las poblaciones microbianas edáficas es significativamente diferente (P<0,05) 

entre las 3 Zonas estudiadas [Badajoz (BA), Cáceres (CC) y Salamanca (SA)]. 

 

Atendiendo a la interacción Tratamiento:Zona, en la zona de Badajoz (BA) el tratamiento de 

abandono (Ab) fue significativamente distinto a cualquier otro, así como también los dos 

tratamientos con siembra de leguminosas (Lj y Lv) lo fueron del tratamiento control (Ct); sin 

embargo, no se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos Lj, Lv y Ro, ni entre 

Ct y Ro. En la zona de Cáceres (CC), el tratamiento Ab no resultó significativamente diferente al 

tratamiento Ro, pero este último sí lo fue respecto al tratamiento Ct; al igual que en la zona BA, 

no se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos Lj, Lv y Ro. Por último, en la 

zona de Salamanca (SA) el tratamiento Ab sólo resultó significativamente diferente respecto a los 

tratamientos Lj y Ro; la siembra de leguminosas joven (Lj) resultó en una estructura de las 

poblaciones microbianas significativamente distinta a la de los tratamientos Ct, Ab y Lv, pero no a 

la del pastoreo rotacional (Ro). 
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Figura 1. Análisis de la Redundancia (RDA) de la abundancia relativa de PLFAs. Como variables ambientales se 

incluyen Tratamiento, Zona y Posición. Ab, abandono; Ct, pastoreo continuo; Lj, siembra joven de leguminosas; Lv, 

siembra vieja de leguminosas. CC, Cáceres; SA, Salamanca, BA, Badajoz. BC, Bajo copa; FC, Fuera de copa. 

 

Biomasa microbiana 

 

 Los valores de biomasa microbiana edáfica total, estimada como la suma de todos los 

PLFAs extraídos de una muestra de suelo, y expresada como nanomoles PLFAs g-1 suelo seco, 

están representados en la Figura 2; y los resultados del análisis ANOVA en la Tabla 2. Los 3 

factores principales (Tratamiento, Zona y Posición) y la interacción Tratamiento:Zona resultaron 

ser estadísticamente significativos (p<0,001). En la zona de Badajoz (BA), el tratamiento de 

abandono (Ab) y la siembra de leguminosas vieja (Lv) presentaron los valores más bajos de este 

parámetro. Las comparaciones pareadas (test de Tukey) indicaron que el suelo de la parcela con 

el tratamiento Ab tuvo una biomasa microbiana total estadísticamente inferior a la de los suelos 

Ct, Ro y Lj. En la zona de Cáceres (CC) no se dieron diferencias estadísticamente significativas 

entre los tratamientos, aunque el tratamiento Ro presentó valores medios superiores al resto. En 

la zona de Salamanca (SA), los dos tratamientos con siembra de leguminosas (Lj y Lv) 

presentaron valores de biomasa microbiana estadísticamente superiores al resto de 

tratamientos. En conjunto, la zona SA presentó valores de biomasa microbiana edáfica 

significativamente más altos que BA y CC (Figura 2). 

 

Por su parte, los suelos bajo el dosel arbóreo (BC) tuvieron valores de biomasa microbiana 

superiores (p<0,01) a los situados fuera de la influencia de los árboles. (FC). 
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Figura 2. Biomasa microbiana total. Se representan las medias y los errores estándar de las muestras (n=4). Ab, 

abandono; Ct, pastoreo continuo; Lj, siembra joven de leguminosas; Lv, siembra vieja de leguminosas. BC, Bajo copa; 

FC, Fuera de copa. 

 

Abundancias relativas de los grupos microbianos 

 

 Los valores de abundancia relativa de los diferentes grupos microbianos, expresada como 

porcentaje molar (%mol), están representados en la Figura 3; y los resultados del análisis ANOVA 

en la Tabla 2. 

 

La abundancia relativa de actinobacterias se vio significativamente influida tanto por el factor 

Tratamiento como por el factor Zona, pero no así por el factor Posición, ni tampoco resultó 

significativa la interacción Tratamiento:Zona. El tratamiento Ab presentó valores de abundancia 

relativa de actinobacterias estadísticamente superiores a los tratamientos Ro y Lj, así como 

también el tratamiento Ct sobre el Ro. Por otra parte, la zona SA presentó valores 

significativamente inferiores a BA y CC, las cuales no presentaron diferencias significativas entre 

sí. 

 

La abundancia relativa de eucariotas se vio significativamente influida por los factores 

Tratamiento y Zona, y se dio una interacción significativa entre Tratamiento y Zona. En este caso 

tampoco se detectó un efecto significativo del factor Posición. En general, los tratamientos Ab y 

Ct tuvieron mayores abundancias relativas de eucariotas que el resto de tratamientos, mientras 

que los tratamientos rotacional (Ro) y con siembra de leguminosas (Lj y Lv) tendieron a tener 

abundancias menores. En la zona BA, la abundancia relativa de eucariotas en el tratamiento Ab 

fue significativamente superior a la del resto de tratamientos; y los tratamientos Ro y Ct 

presentaron también valores significativamente mayores que el tratamiento Lv. En la zona CC, el 

tratamiento Ct presentó la mayor abundancia relativa, siendo significativamente superior a la de 

los tratamientos Ro y Lv. Por último, en la zona SA fue el tratamiento Ab el que presentó la mayor 

abundancia relativa de eucariotas, siendo también significativamente superior a la de los 

tratamientos Ro y Lv. 

 

La abundancia relativa de bacterias Gram negativas estuvo influida significativamente por los 

tres factores considerados, y presentó una interacción significativa entre Tratamiento y Zona. Así, 

mientras en las zonas BA y CC fueron, respectivamente, los tratamientos Ab y Ct los que 
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presentaron una abundancia relativa significativamente superior a cualquiera de los otros 

cuatros tratamientos, en la zona SA no se dieron diferencias significativas entre tratamientos. 
 

Tabla 2. Resultados estadísticos de los ANOVAs. Los valores representan el estadístico F y los asteriscos la 

significación estadística. 

 Tratamiento Zona Posición Tratamiento : Zona 

Biomasa 20.42 

*** 

125.73 

*** 

18.58 

*** 

15.81 

*** 

Actinobacterias 6.964 

*** 

16.142 

*** 

2.886 

- 

1.897 

- 

Eucariotas 29.597 

*** 

6.235 

** 

1.108 

- 

7.016 

*** 

Gram - 6.49 

*** 

4.064 

* 

12.24 

*** 

6.277 

*** 

Gram + 11.349 

*** 

2.396 

- 

4.623 

* 

4.880 

*** 

Hongos micorrícicos 15.444 

*** 

14.809 

*** 

2.447 

- 

6.677 

*** 

Hongos saprófitos 9.708 

*** 

21.747 

*** 

0.413 

- 

2.887 

** 

Ratio  

H/B 

11.418 

*** 

21.811 

*** 

0.931 

- 

3.696 

*** 

Ratio  

Monoen./Ciclopropil. 

 

23.061 

*** 

81.060 

*** 

20.238 

*** 

5.441 

*** 

Los códigos de significación son: ‘***’ 0.001, ‘**’ 0.01, ‘*’ 0.05 

 

La abundancia relativa de bacterias Gram positivas presentó también una interacción 

significativa entre Tratamiento y Zona. Sin embargo, ni la Zona ni la Posición tuvieron efecto 

significativo.  En general, el tratamiento Ab tendió a tener las menores abundancias relativas. El 

tratamiento Ab tuvo valores significativamente inferiores a cualquier otro tratamiento en la zona 

BA, y que los tratamientos Ct y Ro en la zona SA, pero no presentó diferencias significativas con 

ningún tratamiento en la zona CC. En la zona CC, el tratamiento Ct tuvo valores en este 

parámetro significativamente menores que el tratamiento Ro y aquellos con siembra de 

leguminosas (Lv y Lj). Respecto al factor Posición, los suelos fuera del dosel arbóreo (FC) tuvieron 

una abundancia relativa de bacterias Gram + mayor que los suelo bajo copa (BC). 
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La abundancia relativa de hongos micorrícicos fue significativamente influida por los factores 

Tratamiento y Zona, así como por la interacción de estos. n. El efecto del factor Posición no 

resulto significativo. En las zonas de BA y CC fueron los tratamientos Ab y Ct, respectivamente, los 

que presentaron una disminución estadísticamente significativa en la abundancia relativa de 

hongos micorrícicos respecto a los otros cuatro tratamientos. Sin embargo, en la zona SA, tanto 

Ab como Ct presentaron valores significativamente menores que los tratamientos Lj y Ro. En 

general, el tratamiento Ro y los de siembras de leguminosas (Lv y Lj) tendieron a tener 

abundancias mayores de hongos micorrícicos. 

 

Por último, la abundancia relativa de hongos saprófitos resultó afectada por los factores 

considerados de forma similar a la de hongos micorrícicos: existió una interacción significativa 

entre Tratamiento y Zona, no siendo significativo el factor Posición. En la zona BA no se dio 

ninguna diferencia estadísticamente significativa entre tratamientos, mientras que en la zona CC 

el tratamiento Lj rindió valores estadísticamente superiores a los de los tratamientos Ro, Ct y Ab. 

En la zona SA, el tratamiento Ct tuvo valores significativamente inferiores a los tratamientos Ab, 

Lv y Lj. En general, los tratamientos Ct y Ro tendieron a tener las menores abundancias, mientras 

que las mayores se dieron en los tratamientos con siembras de leguminosas, Lv y Lj. 

 

Figura 3. Abundancia relativa (% molar) de los distintos grupos microbianos. Se representan las medias y los errores 

estándar de las muestras (n=4). Ab, abandono; Ct, pastoreo continuo; Lj, siembra joven de leguminosas; Lv, siembra 

vieja de leguminosas. BC, Bajo copa; FC, Fuera de copa. 

 

Ratio Hongos/Bacterias e índice de estrés 
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 La ratio Hongos/Bacterias resultó significativamente influida por los factores Tratamiento 

y Zona, cuya interacción también fue significativa. El factor Posición no resultó estadísticamente 

significativo (Tabla 2). En la zona BA no se detectó ninguna diferencia significativa entre 

tratamientos (Figura 4). En la zona CC, la ratio Hongos/Bacterias fue significativamente superior 

en el tratamiento Lj que en el resto de tratamientos, y en el tratamiento Lv respecto al 

tratamiento Ct. En la zona SA, el tratamiento Ct produjo una ratio significativamente inferior a los 

cuatro tratamientos restantes. 

 

Por último, la ratio entre ácidos grasos monoenoicos y sus precursores ciclopropílicos (16:1ω7 + 

18:1ω7 / cy17:0 + cy19:0) proporciona un índice de estrés, siendo el estrés ambiental para los 

microorganismos mayor cuanto menor es esa ratio. Dicha ratio resultó significativamente 

influenciada por los 3 factores considerados y la interacción Tratamiento:Zona (Table 2) (Figura 

4). En la zona BA, el tratamiento Ab proporcionó una ratio significativamente menor (mayor 

estrés) que el tratamiento Ro, mientras que en la zona CC el tratamiento Ct mostró una ratio 

significativamente menor que los tratamientos Ro, Lv y Lj. Por su parte, en la zona SA fue el 

tratamiento Ro el que mayor ratio (menor estrés) produjo, siendo significativamente mayor que el 

de los tratamientos Ct, Ab, y Lv; mientras que los tratamientos Ct y Ab presentaron una ratio 

significativamente menor (mayor estrés) que los tres tratamientos restantes. Por su parte, los 

suelos fuera del dosel arbóreo (FC) presentaron valores significativamente menores (mayor 

estrés) que los suelos bajo la copa de los árboles (BC). 

 

Figura 4. Ratios de Hongos/Bacterias (H/B) y de ácidos grasos monoeoicos/ciclopropílicos. Se representan las medias 

y los errores estándar de las muestras (n=4). Ab, abandono; Ct, pastoreo continuo; Lj, siembra joven de leguminosas; 

Lv, siembra vieja de leguminosas. BC, Bajo copa; FC, Fuera de copa. 

 

5. Discusión 

 

Los manejos de la dehesa afectan a la estructura de las poblaciones microbianas del suelo. 

 

 En base a los resultados (Tabla 1, Figura 1) se observó que el manejo (tratamientos) 

afectó a la estructura de las poblaciones microbianas del suelo, pero también se detectó una 

influencia decisiva de la localización en el ensamblado de las comunidades microbianas. Es bien 

conocido que las comunidades microbianas se ven afectadas por los condicionantes 

biogeográficos, entre los que se incluyen el pH del suelo, la aridez, la temperatura, etc (LAUBER 
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et al., 2009; GOLDFARB et al., 2011; GRIFFITHS et al., 2011). Asimismo, se ha descrito que el 

manejo del suelo afecta a la estructura de las comunidades microbianas edáficas, pese a la 

conocida variabilidad y alta resiliencia de las mismas (DE VRIES & SHADE, 2013; PITON et al., 

2019). 

 

En nuestro estudio se observó que tanto el manejo rotacional del ganado (Ro) como la siembra 

de leguminosas (Lj, Lv) dieron lugar a poblaciones microbianas similares entre sí y diferentes al 

pastoreo tradicional (Ct) y al abandono de la dehesa (Ab). Ello podría explicarse por las 

diferencias en la distribución y en la concentración de nutrientes, especialmente el nitrógeno 

(VERTÈS et al., 2019; BARNEZE et al., 2020). Como explican DUBEUX & SOLLENBERGER (2020), 

el ganado, por una parte, elimina parte de los nutrientes del suelo a través del consumo del 

pasto, mientras que a su vez devuelve parte de esos nutrientes al suelo en sus excrementos. Así, 

con un pastoreo continuo (Ct), el ganado se concentra en los puntos donde hay más alimento, 

sombra y agua, de tal manera que se forman “hotspots” de nutrientes en el suelo. Sin embargo, 

el pastoreo rotacional (Ro) suele resultar en mayor cantidad de abono aportado y más 

homogéneamente distribuido. Por su parte, las leguminosas enriquecen el suelo en nitrógeno y 

en carbono lábil (LI et al., 2012; ZHOU et al., 2019; LAMA et al., 2020), y con su siembra se 

obtiene una distribución homogénea de ellos. Por tanto, se podría especular que la convergencia 

en la estructura de las poblaciones microbianas edáficas observada entre estos tres manejos 

(Ro, Lj y Lv) sería debida a la similitud en el aporte de nutrientes y en la distribución homogénea 

de los mismos. 

 

Tomando como referencia el pastoreo tradicional, que hemos considerado como el tratamiento 

control (Ct), se observó una cierta tendencia a la reducción de la abundancia relativa de 

actinobacterias, eucariotas y bacterias Gram negativas, y un aumento en la ratio 

Hongos/Bacterias como consecuencia del pastoreo rotacional (Ro) y de la siembra de 

leguminosas. Por el contrario, la abundancia relativa de bacterias Gram positivas y de hongos 

micorrícicos y saprófitos resultó incrementada por estos mismos manejos. Sin embargo, estas 

tendencias no son claras ya que hubo muchas discrepancias de resultados entre las zonas. Es 

bien conocido que no solo la composición taxonómica de microorganismos, sino también la 

abundancia relativa de los mismos varía en función de las condiciones biogeográficas y los 

impactos ambientales (MARTINY et al., 2006). 

 

La siembra de leguminosas y el pastoreo rotacional incrementan la biomasa microbiana del 

suelo. 

  

 Aunque se dieron particularidades relacionadas con las zonas de estudio, la biomasa 

microbiana del suelo tendió a ser más elevada en los manejos de pastoreo rotacional (Ro) y 

siembra de leguminosas, lo que concuerda con el patrón observado cuando se estudió la 

estructura de las poblaciones microbianas mediante el perfil de PLFAs del suelo. Estos tres 

tratamientos (Ro, Lv y Lj), como se ha comentado anteriormente, se caracterizan por añadir un 

aporte extra de nutrientes en el suelo (C, N, P), ya sea por la vía de las excreciones del ganado, o 

bien a través de los exudados y la necromasa de las leguminosas (VAN DER HEIJDEN et al., 

2006; VERTÈS et al., 2019; BARNEZE et al., 2020; DUBEUX & SOLLENBERGER, 2020; FANG et 

al.,2021; MORENO et al., 2021). Se ha descrito que los aportes de nutrientes derivados de los 

excrementos aumentan la biomasa microbiana del suelo e inducen su actividad (VERTÈS et al., 

2019; BARDGETT et al., 2001). Asimismo, numerosos autores han encontrado que los suelos de 

pastizales dominados por leguminosas presentan una mayor biomasa microbiana que aquellos 

donde predominan mayoritariamente las gramíneas (CHEN et al., 2008; MILCU et al., 2008; 

LAMA et al., 2020; MORENO et al., 2021). El efecto positivo de las leguminosas sobre la biomasa 

microbiana del suelo se ha relacionado con un aumento inicial en la abundancia de energía y 

sustratos ricos en N disponibles para la descomposición, proporcionando un ambiente favorable 
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para el crecimiento de los microorganismos (LI et al., 2012; ZHOU et al., 2019; LAMA et al., 

2020). 

 

El arbolado influencia la microbiología del suelo. 

 

 En este estudio, se observó una diferencia significativa en la estructura de las 

poblaciones microbianas edáficas de los suelos bajo y fuera de la copa de los árboles (Tabla 1). 

Asimismo, los suelos bajo el dosel arbóreo presentaron una mayor biomasa microbiana que 

aquellos situados fuera del mismo (Tabla 2 y Figura 2). Por último, la abundancia relativa de 

bacterias Gram positivas y Gram negativas también resultó significativamente afectada por la 

presencia de arbolado, aunque en sentido contrario: la abundancia relativa de las bacterias Gram 

positivas fue mayor fuera de copa, mientras que la de las Gram negativas fue mayor bajo el dosel 

arbóreo. 

 

En general, la presencia de árboles incrementa la humedad y los nutrientes del suelo (CUBERA Y 

MORENO, 2007; HOWLETT et al., 2011; ROLO et al., 2012; MORENO et al., 2013; SEDDAIU et al., 

2013; SIMÓN et al., 2013), creando unas condiciones más favorables para el crecimiento de los 

microorganismos, como ha sido descrito por otros autores en sistemas agroforestales similares 

(LOPEZ-SANGIL et al., 2011; FRANCAVIGLIA et al., 2017; MORENO et al., 2021). Esto podría 

explicar que en nuestro estudio tanto el hecho de que la biomasa de microorganismos como que 

la abundancia relativa de bacterias Gram negativas sea mayor bajo la copa de los árboles que 

fuera de la influencia de los mismos. Típicamente, las bacterias Gram negativas presentan una 

mayor dependencia con la materia orgánica fresca, rica en fuentes de C lábil (LI et al., 2018a; 

FANIN et al., 2019) y, especialmente, de los exudados radiculares (WANG et al., 2016). Por el 

contrario, las bacterias Gram positivas usan los nutrientes más recalcitrantes de la materia 

orgánica del suelo (FANIN et al., 2019) y presentan mayor resistencia a la sequía (LI et al., 

2018b).  

 

Bajo la copa de los árboles, se generan multitud de cambios favorables en términos micro-

ambientales, como por ejemplo el sombreamiento, la atenuación de las temperaturas extremas, 

la adición de materia orgánica a través de la hojarasca o la reducción de la velocidad del viento 

(TORRES, 1983; BELSKY, 1994; MORENO et al., 2013). Esto explicaría por qué en nuestro 

estudio la ratio ácidos grasos monoenoicos/ciclopropílicos fue mayor (menor estrés) bajo copa 

que fuera de copa (Tabla 2, Figura 4), lo que concuerda con los resultados obtenidos por otros 

autores (MORENO et al., 2021; BEN-DAVID et al., 2011). 

 

6. Conclusiones 

 

Los distintos manejos agroganaderos produjeron importantes cambios en la estructura de 

las poblaciones microbianas edáficas, aunque estos cambios no son generalizables debido a la 

influencia decisiva del factor Zona sobre la microbiología del suelo. No obstante, se observó que 

la siembra de leguminosas y el pastoreo rotacional tiende a producir mayor biomasa microbiana y 

poblaciones microbianas similares entre sí, pero diferentes a los otros dos manejos 

(tratamientos) considerados. Por su parte, los suelos bajo el arbolado presentaron unas 

condiciones ambientales más favorables para el crecimiento de los microorganismos, como 

quedó reflejado por la existencia de una mayor biomasa microbiana y menor estrés microbiano 

bajo el dosel arbóreo. De los resultados observados se vislumbra que en el agroecosistema de 

dehesa el cambio climático podría afectar a la microbiología del suelo en un grado tan importante 

como los propios manejos agroganaderos. Sin embargo, aquellas prácticas que favorecen el 

aumento de la biomasa microbiana, como son la siembra de leguminosas, el pastoreo rotacional 

y la conservación o aumento del arbolado, contribuyen sustancialmente a mantener la salud de 

los suelos y los ecosistemas. 
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