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1. Introducción 

Uno de los problemas fundamentales que enfrenta la humanidad, es la producción de 

alimentos en cantidad suficiente, de acuerdo a las necesidades de la población. Para 

solucionar este problema se ha recurrido a la utilización de fertilizantes químicos, los  

cuales se aplican a los cultivos en cantidades cada vez mayores. El uso masivo de estos 

productos, ha generado la contaminación y eutroficación de las aguas dulces por 

lixiviación del NO3
- de los suelos.  

 

En México, los fertilizantes químicos sintéticos empezaron a usarse a mediados del siglo 

XX y rápidamente se convirtieron en elementos indispensables en los campos agrícolas. 

Su bajo costo y amplia distribución nacional entre los productores, dado que eran 

subsidiados por el gobierno federal, constituyeron una barrera para el aprovechamiento 

de los recursos biológicos del suelo. Se han encontrado explotaciones agrícolas con 

diferentes niveles de deterioro en su rizosfera, dependiendo de la intensidad, frecuencia y 

duración de las aplicaciones de agroquímicos empleados.  

 

Actualmente se están desarrollando tecnologías que utilizan diferentes microorganismos 

con funciones específicas en la agricultura, para mejorar la productividad de las plantas. 

Todos son una fuente facilitadora del manejo de los nutrimentos que benefician el 

funcionamiento de los cultivos, y garantizan una productividad biológica, económica y 

ecológica más exitosa, sin contaminación del ambiente y de inocuidad reconocida para el 

hombre.  

 

Los microorganismos del suelo aprovechados en la agricultura han tenido diversas 

denominaciones. Tradicionalmente se han utilizado los términos “inóculo” o “inocular” que 

es la introducción de gérmenes en un sustrato cualquiera (Font Quer, 1977), pero también 

se han denominado “fertilizantes bacterianos” (Dommergues, 1978) e “inoculantes 

bacterianos” (Kapulnik y Okon, 2002). Algunos productos comerciales que contienen 

solamente bacterias, son comúnmente llamados “biofertilizantes”, como en el caso de 

Rhizobium; “fitoestimulantes”, como Azospirillum; o “biopesticidas” cuando se utilizan para 

el control biológico como Pseudomonas (Kapulnik y Okon, 2002). En todos los casos 
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pueden utilizarse en los cultivos anuales, las praderas de gramíneas y leguminosas, 

hortalizas y frutales.     

Las leguminosas son ricas como fuente de proteína tanto para la alimentación humana 

como para el ganado. La producción de plantas leguminosas depende en gran medida de 

la fijación de nitrógeno que se realiza en simbiosis por el Rhizobium específico. Existen 

cerca de 19,000 especies de leguminosas (Allen & Allen, 1980), la mayoría aún no 

aprovechadas por el hombre. Sólo se conocen los simbiontes para alrededor del 1% de 

las leguminosas que forman nódulos fijadores de nitrógeno (Martínez y Caballero, 1996). 

 

México es uno de los sitios de origen del frijol (Phaseolus vulgaris), y de diferentes 

especies de Leucaena, Mimosa, Sesbania y Acacia y de otras muchas leguminosas. El 

aislamiento de las bacterias de estas leguminosas ha revelado en algunos casos una 

diversidad genética enorme, lo que ha llevado a proponer nuevas especies de Rhizobium, 

las cuales son nativas de México y no se encuentran en otros sitios salvo en las 

ocasiones en que, ya sea deliberadamente o no, han sido introducidas en estos lugares. 

 

Estudios han demostrado que la diversidad genética de Rhizobium aislados de nódulos de 

fríjol disminuye considerablemente en algunas variedades de frijol (Phaseolus vulgaris), si 

se siembran éstas en presencia de fertilizantes nitrogenados (Caballero y Martínez, 1999). 

El nitrógeno fijado añadido como fertilizante químico inhibe la formación de los nódulos y 

la fijación de nitrógeno cuando se añade a plantas noduladas. El proceso de fijación de 

nitrógeno es muy costoso energéticamente y esto tal vez explique la fácil pérdida de los 

genes de fijación de nitrógeno (Martínez et al, 1999). 

 

Por otra parte, es importante mencionar que la década de los 90, se caracterizó por el 

resurgimiento de una cultura naturalista científicamente fundamentada y se revalorizó el 

uso y producción de plantas medicinales y aromáticas. Entre los cultivos más importantes 

de este tipo, se encuentra el zacate limón (Cymbopogon citratus), el cual se cultiva en 

numerosos países del mundo para la obtención del aceite esencial; que es de gran 

importancia industrial, ya que se emplea en perfumería, confitería, licores y elaboración de 

medicamentos.  
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En México, el cultivo de  zacate  limón (C. citratus) ha  tomado  gran importancia  debido  

a  sus  bajos  costos  de  producción y,  sobre  todo,  a  la constante  demanda  en  países  

Europeos  de  sus  hojas, en  los  cuales  se  utiliza principalmente  para  la  elaboración  y  

formulación  de  té  e  infusiones. Aunado  a  lo  anterior, en  México, tradicionalmente  el  

té  de  zacate  limón  es utilizado  como  inductor  del  sueño, tranquilizante, digestivo, 

antigripal y antiespasmódico (Rauber et al, 2005).   

 

El cultivo de Cymbopogon citratus requiere importantes suministros de nitrógeno, fósforo, 

potasio y materia orgánica para obtener buenos rendimientos. Sin embargo, si el aceite 

esencial obtenido se emplea para la fabricación de medicamentos, la única vía autorizada 

es la fertilización orgánica.  

 

Es de suma importancia producir biofertilizantes empleando microorganismos aislados de 

la región de estudio, debido a que éstos se encuentran mejor adaptados a las condiciones 

del suelo, además de poseer un mayor nivel de competitividad (Martínez y Rosenblueth, 

1990). En tal sentido, el presente trabajo tiene como finalidad la elaboración de un 

biofertilizante a partir del microorganismo Rhizobium calliandrae JM-06, nativo del estado 

de Chiapas y aislado de la planta medicinal Calliandra grandiflora, en el municipio de 

Ocozocoautla de Espinosa. El biofertilizante producido será probado en frijol (Phaseolus 

vulgaris) y zacate limón (Cymbopogon citratus) y se determinará su efectividad en ambos 

cultivos, mediante la evaluación de los parámetros correspondientes.     
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2. Justificación 

En los últimos años, la utilización de bacterias rizobianas como biofertilizantes ha cobrado 

gran importancia, debido a que estos inoculantes microbianos son de bajo costo, de fácil 

aplicación, no contaminan el ambiente e influyen positivamente en el crecimiento y 

desarrollo de las plantas. También, se conoce que la inoculación con cepas Rhizobium ha 

demostrado efectos positivos sobre el crecimiento, nodulación y fijación N2 en diferentes 

leguminosas (Rodelas et al, 1999). 

 

Por otra parte, se conoce que un considerable número de bacterias son capaces de 

ejercer un efecto benéfico en el crecimiento de las plantas. Este grupo de bacterias 

llamadas rizobacterias promotoras del crecimiento en plantas (PGPR) incluye el género 

Rhizobium (Sessitsch et al, 2002). La capacidad PGPR de Rhizobium ha sido estudiada 

por varias décadas (Chakravarty y Purkayastha, 1984; Chabot et al, 1996; Hassan et al, 

1997; Rodriguez y Fraga, 1999), sin embargo, en los últimos años este estudio ha sido 

intensificado (Yanni et al, 2001; Essalmani y Lahlou, 2003; Dey et al, 2004; Mhadhbi et al, 

2004; Perrine et al, 2004) porque la agricultura sustentable demanda mejorar la eficiencia 

de la fijación de nitrógeno a través del uso de bacterias competitivas capaces de extender 

la ventaja de la simbiosis a otros cultivos no leguminosas. 

 

Uno de los objetivos de la investigación en fijación de nitrógeno es sustituir fertilizantes 

químicos por inoculantes biológicos. Para esto es necesario obtener cepas bacterianas 

con esta capacidad, aisladas de las plantas de interés, de su rizósfera o de nódulos. La 

búsqueda y el aislamiento de fijadores de nitrógeno son requeridos como la base para la 

producción de inoculantes bacterianos que estimulen la producción vegetal.  
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3. Objetivos 

3.1. General 

Evaluar la efectividad del microorganismo Rhizobium calliandrae como biofertilizante en 

plantas de frijol (phaseolus vulgaris) y zacate limón (Cymbopogon citratus). 

 

3.2. Específicos 

 Elaborar biofertilizantes a base de R. calliandrae empleando cuatro diferentes 

soportes. 

 

 Evaluar las características fisicoquímicas y la sobrevivencia de R. calliandrae, en 

los diferentes biofertilizantes almacenados durante cuatro meses bajo condiciones 

ambientales. 

 

 Evaluar la capacidad infectiva y efectiva de los biofertilizantes en dos cultivos 

modelo, frijol (Phaseolus vulgaris) y zacate limón (Cimbopogon citratus). 
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4. Caracterización del área en que participó 

El proyecto llevó a cabo en los laboratorios pertenecientes a la división de estudios 

superiores, posgrado e investigación del Instituto Tecnológico de Tuxtla Gutiérrez, 

ubicado en Carretera Panamericana Km 1080; Tuxtla Gutiérrez, Chiapas, México. 

 

El día 22 de octubre de 1972, con una infraestructura de 2 edificios con 8 aulas, 2 

laboratorios y un edificio para talleres, abrió sus puertas el Instituto Tecnológico de Tuxtla 

Gutiérrez, con las carreras de Técnico en Máquinas de Combustión Interna, Electricidad, 

Laboratorista Químico y Máquinas y Herramientas.  

 

En el año 1974 dio inicio la modalidad en el nivel superior, ofreciendo las carreras de 

Ingeniería Industrial en Producción y Bioquímica en Productos Naturales. A partir del año 

2000 se abrió también la Especialización en Biotecnología Vegetal y un año después dio 

inicio el programa de Maestría en Ciencias en Ingeniería Bioquímica. 

 

La institución tiene por objetivo ser una institución de excelencia en la educación superior 

tecnológica del sureste, comprometida con el desarrollo socioeconómico sustentable de la 

región, para formar de manera integral profesionales de excelencia en el campo de la 

ciencia y la tecnología con actitud emprendedora, respeto al medio ambiente y apego a 

los valores éticos, tomando en cuenta los siguientes valores: El ser humano, el espíritu de 

servicio, el liderazgo, el trabajo en equipo, la calidad y el alto desempeño. 

 

Como se mencionó anteriormente, el trabajo se llevó a cabo dentro de las instalaciones 

del tecnológico en los laboratorios de investigación, biotecnología y tejidos vegetal; así 

como también en el invernadero, donde se desarrollan proyectos de investigación de 

residencias, tesis, maestría y actualmente doctorado, estos laboratorios cuentan con 

materiales de cristal, balanzas analíticas y granatarias, cámaras de refrigeración, 

incubación, inoculación, campanas, microscopios, autoclaves, reactivos, mesas de 

trabajo, estufas, etc.  

 

Cada una de las etapas del proyecto de investigación se realizó en diferentes laboratorios. 

En el laboratorio de investigación se llevó a cabo la preparación de los medios de cultivo, 
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las cinéticas de crecimiento de cada una de las bacterias, la preparación de los 

biofertilizantes, la evaluación de los parámetros fisicoquímicos y el monitoreo de la 

viabilidad de los microorganismos en los biofertilizantes. 

 

El laboratorio de biotecnología vegetal es un área exclusiva para la realización de trabajos 

de tratamientos de suelo y tejidos vegetales, en dicho espacio se realizó el análisis de los 

parámetros morfométricos y el conteo de nódulos de las plantas modelo. Las plantas de 

frijol (Phaseolus vulgaris) fueron cultivadas bajo condiciones controladas en el laboratorio 

de tejidos vegetales.  

 

Las plantas de zacate limón (Cymbopogon citratus) fueron cultivadas a nivel invernadero 

en la casa antiáfida perteneciente a la institución. 
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5. Problemas a resolver, priorizándolos 

 Cultivar la cepa Rhizobium calliandrae JM-06 hasta alcanzar la concentración 

recomendada para la elaboración del biofertilizante (1 x 109). 

 

 Elegir soportes que cuenten con características adecuadas, como bajo costo, 

posible ajuste del pH a un valor neutro y disponibilidad; además, en el caso de los 

soportes sólidos, deben poseer alta capacidad de retención de agua y alto 

porcentaje de humedad y los soportes líquidos deben tener valores altos de 

viscosidad y densidad. 

 

 Obtener y caracterizar fisicoquímicamente cada uno de los cuatro soportes, para 

posteriormente elaborar los biofertilizantes. 

 

 Evaluar durante cuatro meses los parámetros fisicoquímicos de los biofertilizantes 

producidos. 

 

 Conservar la viabilidad de los microorganismos presentes en los biofertilizantes, 

almacenados a temperatura ambiente durante cuatro meses. 

 

 Producir un biofertilizante con capacidad infectiva-efectiva para plantas de frijol 

(Phaseolus vulgaris L.) y zacate limón (Cymbopogon citratus). 
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6. Alcances y limitaciones 

El microorganismo Rhizobium calliandrae alcanzó la concentración de biomasa 

recomendada para ser utilizado en la elaboración de un biofertilizante (1x109), sin 

embargo, el microorganismo Rhizobium etli, utilizado como referencia no llegó a dicha 

concentración, empleándose con esa biomasa máxima de crecimiento. 

 

La caracterización de los soportes no se llevó a cabo en tiempo y forma con respecto a lo 

planteado en el cronograma, particularmente en el caso de los soportes sólidos, debido a 

que no se contaba con el equipo necesario para la molienda y la obtención del tamaño de 

partícula, aunque finalmente se logró la caracterización de cada uno de los soportes. 

 

La etapa de evaluación de la capacidad infectiva-efectiva en dos plantas modelo (zacate 

limón y frijol) sólo se concluyó parcialmente. En el caso de las plantas de frijol se evaluó 

únicamente la capacidad infectiva, pero la prueba de efectividad realizada por 

cromatografía, no pudo llevarse a cabo, debido a que el gas utilizado como estándar 

(etileno) no fue proporcionado a la institución por el proveedor correspondiente. Por otra 

parte, las plantas de zacate limón no se desarrollaron como se esperaba, por esta 

situación no se llevaron a cabo las determinaciones morfométricas y la evaluación de 

rendimiento y composición del aceite esencial. 
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7. Fundamento teórico 

7.1. Biofertilizantes  

El conocimiento de los beneficios de los microorganismos en el desarrollo de las plantas 

se remonta a la edad media, en la Roma antigua, pero su evolución y progreso 

aumentaron con el invento del microscopio y las técnicas microbianas durante el periodo 

de 1891-1910 (Freire, 1975).  

Se conocían importantes procesos microbiológicos, como la fijación de nitrógeno 

atmosférico, la formación de nódulos por microorganismos en las leguminosas, y el 

aislamiento del organismo responsable de la formación del nódulo por Beijerinck (Aguirre 

et al, 2009). 

Por otro lado, en 1913, Fritz Haber descubre un proceso para la síntesis de amoniaco por 

combinación directa del nitrógeno y el hidrógeno y en 1930 Carl Bosch lo adaptó en forma 

comercial. El proceso actual de producción de fertilizante nitrogenado se conoce como 

Haber-Bosch y se caracteriza por requerir altas cantidades de energía para lograr fijar en 

materiales inertes el nitrógeno, y de esta forma, ser utilizado por los productores. La 

energía utilizada deriva de fuentes no renovables, como petróleo, gas o carbón. 

Döbereiner (1977) consigna que la energía requerida para producir una tonelada de 

fertilizante nitrogenado es la equivalente a 7 barriles de petróleo y Tilak (1998) refiere que 

la energía necesaria para elaborar 1 kg de fertilizante nitrogenado son 80 MJ ó 11.2 kWh; 

para fósforo 12 MJ ó 1.1 kWh y para potasio 8 MJ ó kWh. Los microorganismos realizan el 

mismo proceso; en el caso del nitrógeno a través de las bacterias fijadoras de nitrógeno 

y/o mediante el transporte de P y K con los hongos micorrízicos, pero en ambos casos, la 

energía utilizada deriva del proceso fotosintético de las plantas.  

Los microorganismos benéficos para la agricultura son muchos y desarrollan sus 

funciones bajo la influencia de las raíces de las plantas (Aguirre et al, 2009). 

La raíz, además de las funciones de anclaje, absorción y transporte de agua y nutrimentos 

al sistema vascular, pone a la planta en contacto con la rizosfera, es decir, la zona del 

suelo que rodea a las raíces de las plantas donde abundan los microorganismos 

(Balandreau y Knowles, 1978), que incluye especialmente la región de crecimiento en la 

raíz (Alexander, 1977; Arshad y Frankenberg, 1998), dónde se da un flujo de compuestos 
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orgánicos (Barea y Azcón-Aguilar, 1983) que sirven a los microorganismos como fuente 

de carbono (Bowen y Rovira, 1999).  

Actualmente se utilizan diferentes microorganismos con funciones específicas en la 

agricultura para mejorar la productividad de las plantas. Todos son una fuente facilitadora 

del manejo de los nutrimentos que benefician el funcionamiento de los cultivos, y forman 

parte de una tecnología que garantiza una productividad biológica, económica y ecológica 

más exitosa y sin contaminación del ambiente y de inocuidad reconocida para el hombre 

(Aguirre et al, 2009). 

Un biofertilizante se define como un fertilizante de origen natural, un producto que utiliza 

microorganismos del suelo que incrementan su productividad, estos se encuentran fijados 

a un soporte que les permite entrar en un estado de latencia conservando su viabilidad, y 

que pueden ser aplicados a la semilla o a la tierra directamente. En el mercado existen 

una gran variedad  y están diseñados en función a las necesidades del agricultor y sobre 

todo del tipo de cultivo. El empleo de estos mecanismos tiene la gran ventaja que 

permiten nutrir el suelo y favorecer el crecimiento de la planta sin afectar el equilibrio 

ecológico y son muy bien aprovechados por estas.  

 

Los biofertilizantes son recomendados en la Agenda 21 como resultado de la llamada 

cumbre de la Tierra, firmada en Río de Janeiro en 1992. Son considerados biotecnologías 

“apropiables”, que es un término creado para las herramientas biotecnológicas que 

contribuyen al desarrollo sostenible de un país y que proveen beneficios tangibles a los 

destinatarios y, además, por ser ambientalmente seguras y socioeconómica y 

culturalmente aceptables.   

Algunos productos comerciales que contienen solamente bacterias, son comúnmente 

llamados “biofertilizantes”, como el caso de Rhizobium, “fitoestimulantes”, como en 

Azospirillum, “biopesticidas” cuando se utilizan para el control biológico como 

Pseudomonas (Kapulnik y Okon, 2002). En todos los casos pueden utilizarse en los 

cultivos anuales, las praderas de gramíneas y leguminosas, hortalizas y frutales.  
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7.1.1. Inoculantes rizobianos  

Los inoculantes rizobianos son un tipo de biofertilizantes que contienen microorganismos 

que establecen una relación simbiótica con la planta, el principal beneficio es la promoción 

de la fijación de nitrógeno atmosférico con lo que se ve favorecido el crecimiento 

vertiginoso de las plantas a las cuales son afines. El desarrollo particular de estos 

productos es deseable debido a la adaptación de las condiciones locales (Khavazi et al, 

2007), haciendo uso novedoso de la tecnología  al crear  procesos y productos definidos a 

las circunstancias de la sociedad. 

 

Los rizobios son bacterias Gram negativas y aerobias obligadas que nodulan las raíces y 

tallos, pertenecen casi exclusivamente a la subclase α-Proteobacteria. Están divididos 

dentro de seis géneros: Allorhizobium, Azorhizobium, Bradyrhizobium, Mesorhizobium, 

Rhizobium y Sinorhizobium (Wang & Martínez-Romero, 2000). Sin embargo, 

recientemente nuevos tipos de rhizobio han sido aislados de leguminosas tropicales como 

Burkholderia sp. (Moullin et al, 2001) y Ralstonia sp. aislada de Mimosa spp. (Chen et al, 

2001) miembros de la subclase de β-proteobacteria. Tradicionalmente los rhizobios han 

sido divididos dentro de los grupos de rápido y lento crecimiento (Rhizobium y 

Bradyrhizobium), el nombre Mesorhizobium denota el crecimiento intermedio entre el 

rápido y el lento (Chen et al, 1995). Las cepas pertenecientes a los géneros Rhizobium y 

Sinorhizobium son de rápido crecimiento (Odee et al, 2002). A la fecha existen más de 50 

especies de 10 géneros reportadas como noduladoras (Gu et al, 2008).  

 

Los inoculantes se encuentran disponibles como productos sólidos, polvo, turba, en forma 

granular o como inoculantes líquidos usando medio de cultivo (Khavazi et al, 2007).  

 

En muchos países, el desarrollo local de inoculantes rhizobianos comerciales está 

limitado por la falta de desarrollo tecnológico o la escacez de recursos como la turba, el 

soporte rhizobiano más comunmente usado en los países incluyendo a Estados Unidos, 

Canadá, Australia y Russia (Roughley, 1970; Smith, 1992). 
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El número de rhizobios  requerido para la inoculación depende del tamaño de la semilla 

de la planta y de la velocidad de inoculación sugerida por el fabricante (Rehab et al, 

2007).  

 

Olsen et al (1994) mencionan que el número mínimo de células de Rhizobium sp.,  

necesario en un inoculante varía en todo el mundo con rangos entre 107 y 4 x 109 ufc/g de 

inoculante.  

 

La ley N°. 86955 expedida en Brasil el 18 de febrero de 1982, exige que la concentración 

celular presente en un biofertilizante debe ser 108 ufc/g de inoculante, concentración que 

han usado diversos autores en experimentos en campo, con resultados positivos (De 

Freitas & Germida, 1991; Di Ciocco & Rodriguez, 1994; Fages, 1994; Okon et al, 1988; 

Tran Van et al, 2000; Weller & Cook, 1986).  

 

Los estándares aceptables para el número de rhizobios/g de soporte son variables. Sin 

embargo, en muchos países, 107 células viables por g o más es la concentración tomada 

como estándar (Muniruzzaman & Khan, 1992).  

 

La producción local de inoculantes es deseable, debido a la adaptación a las condiciones 

locales. Para hacerlo, es necesario encontrar soportes y preparar métodos que sean 

ampliamente accesibles localmente (Khavazi et al, 2007). Por ello se pretende desarrollar 

un inoculante rhizobiano que sea simple, accesible y barato de modo que facilite su 

producción en el estado de Chiapas.   

 

7.1.2. Fijación biológica del nitrógeno 

La fijación del nitrógeno por los microorganismos es una de las rutas más importantes 

para introducir de la atmósfera, el nitrógeno molecular (N2) a las cadenas alimentarias de 

la biosfera (Bergersen, 1978). El 78% del aire en la atmósfera es nitrógeno y en esta 

forma no puede ser utilizado por algunos microorganismos de vida libre o asociados a los 

sistemas radicales que poseen el complejo nitrogenasa (Aparicio-Trejo y Arrese-Igor, 

1993).  
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La fijación biológica de nitrógeno es la conversión enzimática de nitrógeno gaseoso a 

amonio; es una característica exclusiva de procariontes y se encuentra distribuida en 

muchos géneros de bacterias (Young, 1992). Además de las bacterias fijadoras de 

nitrógeno en vida libre, existen bacterias del suelo que se asocian a plantas y, en 

particular, un grupo de éstas (de los géneros Rhizobium y otros relacionados) se asocian 

a leguminosas (Martínez & Hernández, 1999). La asociación Rhizobium-leguminosa 

contribuye entre un 1/3 y un 1/2 del nitrógeno fijado de la atmósfera y se basa en el 

intercambio de carbono por nitrógeno entre ambos simbiontes ya que para las plantas el 

nutriente más limitante es el nitrógeno. 

 

La fijación simbiótica del nitrógeno es un proceso metabólico con participación de la 

leguminosa y la bacteria. El rizobio se encuentra en los nódulos formados en el sistema 

radical y la planta le suministra los monosacáridos generados en la fotosíntesis. El 

microorganismo utiliza estas fuentes de carbono como energía para reducir el N2 

atmosférico a iones amonio y de esta manera “fijarlo” (Carrol et al, 1985). Es la 

culminación de una compleja interacción entre la bacteria y el hospedero (Bergersen, 

1978; Graham, 1984).  

 

Todas las bacterias fijadoras de nitrógeno producen nitrogenasa, la cual se compone de 

dos complejos proteicos. Este complejo enzimático cataliza la reacción de reducción de 

nitrógeno gaseoso a amoniaco con un gasto considerable de ATP, el cual es generado 

por la fosforilación oxidativa que exige la disponibilidad y consumo de importantes 

cantidades de oxígeno (Dixon y Wheeler, 1986). La reacción química que cataliza la 

nitrogenasa puede describirse según la siguiente ecuación:  

N2 + 10H+ + 8e- + 16 ATP                                           2NH4
+ + 16ADP + 16Pi + H2 

 

La nitrogenasa cataliza también la reducción de otros sustratos, incluyendo acetileno, 

cianuro, azida, óxido de nitrógeno e hidrazina. La reducción de acetileno a etileno se mide 

con frecuencia para estimar las tasas de fijación de nitrógeno en plantas y suelos, en 

parte porque resulta muy sencillo cuantificar el etileno con un cromatógrafo de gases (Hill, 

1988).   
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7.1.3. Rhizobium calliandrae  

Todas las especies de rhizobia forman nódulos en las raíces o tallos de las leguminosas y 

se establecen dentro de estas estructuras en donde proliferan, se diferencian y fijan 

nitrógeno. Existe especificidad en esta relación, lo que significa que una especie de 

leguminosa establece simbiosis con un limitado número de especies de rhizobia (Long, 

1989). Se han identificado diferentes sitios de diversificación de las leguminosas y éstos 

coinciden con los sitios de diversificación de los rhizobia que son capaces de establecer 

simbiosis con las leguminosas en cuestión (Martínez-Romero & Caballero-Mellado, 1996). 

 

En los últimos años se ha incrementado el número de especies y géneros de rhizobia 

porque se han analizado leguminosas que no se habían estudiado y porque la 

metodología para clasificar bacterias es más poderosa. Utilizando enfoques de biología 

molecular, se han establecido también las relaciones filogenéticas de estas bacterias (Van 

Berkum & Eardly, 1998). 

 

México es uno de los sitios de origen del frijol (Phaseolus vulgaris), y de diferentes 

especies de Leucaena, Mimosa, Sesbania y Acacia y de otras muchas leguminosas. El 

aislamiento de las bacterias de estas leguminosas ha revelado en algunos casos una 

diversidad genética enorme, lo cual ha llevado a proponer nuevas especies de Rhizobium, 

las cuales son nativas de México y no se encuentran en otros sitios salvo en las 

ocasiones en que, ya sea deliberadamente o no, han sido introducidas en estos lugares. 

Por ejemplo, se encontró que las semillas de fríjol pueden diseminar a sitios geográficos 

distantes a la especie Rhizobium etli, que portan sobre su testa (Pérez-Ramírez et al, 

1998).  

 

Calliandra spp. (Leguminosae, Mimosoidea) es un género de árboles y arbustos 

pequeños que contiene a más de 200 especies (Williams, 1983). Estos crecen en climas 

cálidos, semiáridos y secos, desde los 200 a 2700 msnm, la mayoría de las especies de 

este género están asociadas a bosques tropicales caducifolio y perennifolio, mesófilo de 

montaña y de encino, encontrándose gran parte de ellas distribuidas en el continente 

americano (Barneby y Grimes, 1998).  
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Algunas especies del género Calliandra, han sido cultivadas para la horticultura y otras 

como C. calothyrsus han sido empleadas en programas de agroforestería, principalmente 

en áreas tropicales, considerando su potencial de crecimiento y capacidad para fijar 

nitrógeno atmosférico (Evans, 1996). En un estudio reciente incluyendo rizobios de siete 

países en tres continentes, Bala y Giller (2001) encontraron que C. calothyrsus puede ser 

nodulada por cepas parecidas a los géneros de rápido crecimiento Agrobacterium, 

Mesorhizobium, Rhizobium y Sinorhizobium, por lo que al parecer este género presenta 

promiscuidad, pudiendo la nodulación en especies de este género, depender del tipo de 

suelo (Moreira et al, 1992). 

7.2. Soportes 

Los soportes son material orgánico o inorgánico en el cual se deposita el inóculo, su 

principal función es mantener la viabilidad celular durante largos periodos de tiempo bajo 

condiciones de almacenamiento, para tal fin estos deben tener una alta capacidad de 

retención de humedad, este factor ejerce efectos sobre la actividad de agua  y el 

mantenimiento del metabolismo, así mismo debe contener un pH aceptable para el 

microorganismo, un contenido de materia orgánica, estabilidad constitutiva y que sea 

accesible a las condiciones locales.  

 

Un adecuado soporte rizobiano debería tener una buena capacidad de retención de agua, 

buenas características de aireación, soporte para el crecimiento y supervivencia 

bacteriana, no ser tóxico, fácil de esterilizar, fabricado y manejado en el campo, amigable 

con el medio ambiente, y tener una buena calidad de almacenamiento. Además, es 

importante para su producción y utilización, que puedan ser fácilmente convertidos en 

polvo, mezclable, empacable, adherible a las semillas, estar disponible como polvo o 

gránulo, liberar fácilmente a los rizobios en el suelo y ser barato (Smith, 1992; Burton, 

1981; Bashan, 1998; Rebah et al, 2002).  

 

Existen diferentes tipos de soportes que han sido empleados en función a sus 

propiedades y características físico-químicas, las cuales contribuyen a la sobrevivencia 

celular en los biofertilizantes, estos de manera general se clasifican en sólidos y líquidos. 
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7.2.1. Sólidos 

Actualmente, los inoculantes en base a soportes sólidos son los más ampliamente 

difundidos. Se utilizan varios tipos de soportes como turba (Smith, 1992), carbón mineral 

(Paczkowski & Berryhill, 1979), mezclas suelo-vermicomposta (Benedetti et al, 1991), 

suelo-composta (Ormeño-Orrillo & Zúñiga Dávila, 1999a), suelo- carbón vegetal (Beck et 

al, 1993) y suelo- cáscara de arroz (Pramakik &Iswaran, 1973). En muchos casos se 

recurre a la esterilización de estos soportes en autoclave (Ormeño-Orrillo & Zúñiga Dávila, 

1999b) o por irradiación gamma (Strijdom & Jansen van Rensburg, 1981). Sin embargo 

esta práctica eleva los costos de producción de los inoculantes y por otro lado la 

esterilización por calor, puede conllevar a la liberación o producción de compuestos 

tóxicos para los rizobios (Matos y Zúñiga, 2003). 

 

Los soportes sólidos pueden presentarse en forma de polvo o gránulos, donde los 

factores más importantes que deben cumplir como obligación son su capacidad de 

retención de agua, pues esto favorece al incremento en la actividad de agua en el entorno 

que protege a la célula. El tamaño de partícula beneficia la adherencia en la planta, 

generalmente este tipo de vehículo es finamente molido y en campo es necesario usar un 

adhesivo.  

 

7.2.1.1. Turba 

Entre los soportes sólidos más frecuentemente usados se encuentra la turba, este 

material ha sido fácil de usar y aplicar, y mantiene la viabilidad celular entre las 109 células 

por gramo de soporte, sin embargo, la distribución geográfica de este recurso no es muy 

favorable, por lo que su uso se ve limitado (Estrada, 2008).  

 

Los inoculantes a base de turba se venden en Brasil desde 1950 (Freire & Vernetti, 1999) 

y hoy en día cuenta con la mitad del mercado en Brasil.  

 

El uso de la turba está restringido debido a las variaciones en sus propiedades físicas y 

químicas. Por otra parte, la turba es un material fósil procedente de un recurso no 

renovable, extraído de un sistema natural muy frágil, las turberas (Fernandes et al, 2009). 
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7.2.1.2. Bagazo de caña 

De la Molienda de la caña de azúcar resulta un residuo fibroso llamado bagazo, rico en 

material celulósico y con algún valor nutricional para nutrición animal o vegetal (IFAI, 

2005).  

 

Según Ospina et al (2007), el bagazo es el residuo lignocelulósico sobrante de los tallos 

de la caña de azúcar. Presenta una alta heterogeneidad de tamaño de partículas que 

oscilan entre 25 y 50 mm y está compuesto por fibra (45%), sólidos insolubles (2-3%), 

sólidos solubles (2-3%) y agua (50%). La fibra es la fracción sólida orgánica insoluble en 

agua, que contiene los elementos estructurales. Los componentes insolubles básicamente 

están compuestos por tierra, piedra y otros materiales incorporados durante el corte de la 

caña. Los sólidos solubles están compuestos por la sacarosa que no fue extraída en el 

proceso de molido, además de ceras y otros compuestos químicos. El agua presente en 

el bagazo resulta de la retención por mecanismos de absorción y capilaridad y su 

contenido tiene un efecto importante en los procesos tecnológicos utilizados para su 

aprovechamiento como materia prima.  

 

Químicamente el bagazo está compuesto por celulosa, hemicelulosa y lignina (90%) y 

otros componentes (10%). La celulosa representa entre 41 y 44%, la hemicelulosa entre 

25 y 27% y la lignina entre 20 y 22%. Los otros componentes encontrados en el bagazo 

incluyen componentes solubles en solventes orgánicos que representan 3% y compuestos 

solubles en agua que incluyen sacarosa y otros azúcares y polisacáridos que representan 

7% (Ospina et al 2007).   

 

7.2.1.3. Perlita 

La perlita es una piedra volcánica compuesta por silicato de aluminio poco hidratado. Para 

su uso comercial, es expuesta a un proceso de exfoliación a altas temperaturas que 

matan a los microorganismos. Sin embargo, si es necesario, puede ser fácilmente 

esterilizado sin riesgo de producir sustancias tóxicas (Daza et al, 1999).  

 

El material recién extraído se muele y es transformado industrialmente mediante un 

tratamiento térmico con precalentado a 300-400°C y depositado en hornos a 1000°C. A 
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estas temperaturas se evapora el agua contenida en sus partículas, obteniendo un 

material muy ligero con alta porosidad, obteniendo un material de 128 Kg/m3 de densidad 

(Baixauli y Aguilar, 2002).  

 

Existen en el mercado diferentes tamaños de partícula, que da lugar a los distintos tipos 

de perlita, siendo uno de los más comercializados el tipo B-12, que está formado por 

fracciones media y gruesas junto con fracciones finas (Baixauli y Aguilar, 2002).  

 

La perlita es un material inerte que no se descompone ni biológica ni químicamente. Al ser 

un silicato de aluminio, empleando soluciones nutritivas con pH inferior a 5, se puede 

producir una solubilización del aluminio y provocar fitotoxicidad. El pH es neutro o 

ligeramente alcalino inicialmente y puede ser corregido. Su salinidad es muy baja. Tiene 

muy baja capacidad de intercambio catiónico (1.5-2.5meq/100g) y capacidad tampón 

(Baixauli y Aguilar, 2002).  

 

7.2.2. Líquidos  

El uso de soportes líquidos es una estrategia que ha sido desarrollada recientemente, y 

en ésta se propone diluir un inóculo rizobiano en un medio que asegura la atenuación y 

estabilidad, entre las últimas propuestas Schuh en 2005 en su trabajo “Biopolimeros como 

soportes para inoculantes”, propone la aplicación de geles como soportes, evaluando la 

viabilidad de las cepas durante 1 año bajo condiciones de almacenamiento, donde goma 

xanthana y glicerol, xantana con polivinilpirrolidona (PVP) y glicerol,  y goma xantana, 

carboximetilcelulosa y PVP mas agua, fueron los que mantuvieron la estabilidad durante 

más tiempo, todas las formulaciones fueron líquidas. 

 

Fernandes Junior (2009) plantea formulaciones con carboximetilcelulosa y almidón en 

relación 60-40% respectivamente, con un agente compatibilizante que es el MgO al 1%, 

todas el conteo de viabilidad de células por mililitros de los biofertilizante se evaluó 

exitosamente, utilizando Bradyrhizobium japonicum, durante un periódo de 165 días de 

almacenamiento. 
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7.2.2.1. Extracto de Levadura y Manitol (YEM) 

Para uso de laboratorio el medio estándar incluye una fuente de carbono (manitol), una 

fuente de nitrógeno (extracto de levadura) y sales minerales (Rehab et al, 2007). La 

composición del medio YEM se muestra en el cuadro 1.  

 

Cuadro 1. Composición del medio YEM 

 

Reactivo Cantidad 

Agar bacteriológico 15g 

Fosfato de potasio dibásico 0.5g 

Sulfato de magnesio 

heptahidratado 

0.2g 

Cloruro de sodio 0.1g 

Extracto de levadura 1g 

Manitol 10g 

Agua destilada 1L 

Fuente: Somasegaran y Hoben, 1985 

 

7.2.2.2. Almidón  

El almidón es una mezcla de amilopectina (cerca del 75%) y amilosa (cerca del 25%), 

directamente extraída de material vegetal, tales como granos de maíz y de trigo (Perker & 

Ring, 2001).  

 

7.2.2.3. Carboximetil celulosa 

La carboximetil celulosa (CMC) es un éster derivado de la celulosa, originado por la 

reacción de celulosa con hidróxido de sodio y con monocloroacetato de sodio, lo cual 

genera un polímero altamente higroscópico y viscoso, no tóxico para los humanos (Sanz 

et al, 2005).    

 

El almidón y la CMC son inmiscibles debido al alto peso molecular de ambos. Sin 

embargo, su similaridad molecular resulta en una afinidad parcial y contribuye a la 
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estabilidad del gel formado (Suvorova et al, 1999), con características reológicas y 

químicas apropiadas para el almacenamiento rizobiano.   

 

7.3. Frijol (Phaseolus vulgaris) 

7.3.1. Origen e importancia  

El frijol (Phaseolus vulgaris L.) es una leguminosa de gran importancia para la dieta de la 

población del tercer mundo; tiene su origen en América y los países de mayor producción 

son los siguientes: India, Brasil, China, México, Yugoslavia, Estados Unidos, Italia, 

Rumania, Ruanda-burundi y Francia, con rendimientos superiores a los 200 Kg/ha.  

 

En Centroamérica, este cultivo ocupa el segundo lugar como fuente de proteína y México 

ha sido señalado como el más probable centro de diversificación primaria (Debouck & 

Hidalgo, 1985). Actualmente el frijol negro es cultivado en América del Sur y los países de 

mayor cosecha son Argentina, Colombia y México (Boletín de reseña, 1985). Datos 

señalados por la Dirección General de Educación Agropecuaria de México, indican que la 

producción mundial de frijol abarca 20, 082, 000 hectáreas; con rendimiento de 515 

Kg/ha. En México, durante el 2009, la producción de frijol fue de 1, 041, 000 toneladas y 

su rendimiento fue de 0.86 ton/ha (SAGARPA, 2010). Mientras que en el estado de 

Chiapas, esta leguminosa se produce en nueve zonas cuya superficie es de 86, 326 

hectáreas, con rendimiento de 0.055 ton/ha, correspondiente al volumen de 46, 048 ton 

de producción en el año de 1990 (SAGARPA, 1991).      

 

El frijol es un cultivo que se adapta a diferentes condiciones de suelos y climas, sin 

embargo, existen factores que afectan su productividad, como por ejemplo: factores 

climáticos extremosos, suelos inapropiados, suelos apropiados pero poco fértiles, mala 

fertilización, presencia de plantas y plagas indeseables que afectan al cultivo durante su 

desarrollo; por lo que se han buscado nuevas alternativas que ayuden a controlar dichos 

factores y de esta manera aumentar la productividad del cultivo de frijol (Boletín de 

reseña, 1985).  
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7.3.2. Clasificación taxonómica y botánica  

El género Phaseolus se clasifica dentro de la familia Leguminoseae, subfamilia 

Papilionoidae, tribu Phaseolae y subtribu Phaseolinae. Es una planta herbácea autógama 

de ciclo anual, que se cultiva en zonas tropicales y regiones templadas. Esta 

característica permite agruparla en las denominadas especies termófilas, dado que no 

soporta bajas temperaturas (Debouck & Hidalgo, 1985). Se distingue por ser altamente 

poliforme, ya que de acuerdo con el agroecológico, donde se desarrolla, es posible 

distinguir variaciones fenológicas entre la misma especie de una región a otra (Romero, 

1993). El ciclo vegetativo del frijol puede variar entre 80 (variedades precoces) y 180 días 

(variedades trepadoras). Dicho lapso se encuentra determinado sobre todo por el 

genotipo de la variedad, hábito de crecimiento, clima, suelo, radiación solar y fotoperiodo 

(Ortiz, 1998). 

 

7.3.3. Etapas de desarrollo  

Las diferentes etapas de desarrollo en la planta de frijol se distinguen por los cambios 

morfológicos que marcan el proceso de una etapa a otra. 

 

Hasta el momento se conoce, con bastante aproximación, que los factores climáticos, 

edáficos y bióticos, afectan el rendimiento de la planta de frijol por unidad de superficie. 

Sin embargo, se desconoce cómo afectan estos factores la morfología de la planta 

(Fernández et al, 1985); existen variedades de frijol que demoran 28 días para iniciar su 

floración, mientras que otras tardan hasta 99 días, situación que dependerá del hábito de 

crecimiento, de la temperatura, de la precocidad y del clima. 

 

Existen 10 etapas que conforman la Escala de Desarrollo de la planta de poroto, 

delimitadas por eventos fisiológicos importantes en el proceso. El Centro Internacional de 

Agricultura Tropical (CIAT, 1985) ha señalado que en el frijol común existen dos fases de 

desarrollo: La Fase Vegetativa, y la Fase Reproductiva. 

 

La fase vegetativa se inicia cuando se le brinda a la semilla las condiciones para la 

germinación, y termina cuando aparecen los primeros botones florales en las variedades 
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de hábito de crecimiento indeterminado. En esta etapa se desarrolla la estructura 

vegetativa que permite la actividad reproductiva de la planta (Rodríguez et al, 1997). 

 

En la fase reproductiva ocurren las siguientes etapas: Prefloración, floración, formación de 

vainas, llenado de vainas y maduración. Es importante destacar que cuando se trata de 

plantas con hábito de crecimiento indeterminado y se inicia la fase reproductiva, estas 

plantas continúan produciendo nuevos nudos, ramas y hojas, mientras que si se trata de 

plantas de crecimiento determinado, generalmente detienen el desarrollo de nuevas 

estructuras vegetativas (Rodríguez et al, 1997). 

  

7.3.4. Requerimientos generales y condiciones nutricionales  

Para lograr elevar el potencial de producción del frijol es necesario conocer sus 

características y exigencias nutricionales. Esta leguminosa se desarrolla bien a alturas de 

800 a 3000 metros sobre el nivel del mar, con temperaturas de 12 a 30°C, siendo la 

óptima de 12 a 24°C y requiere de un pH entre 5 y 6.5. Los suelos en los cuales se 

desarrollan de manera óptima deben ser permeables, de textura liviana y buena fertilidad, 

obteniéndose así altos rendimientos.  

 

Los requerimientos nutricionales de la planta de frijol se muestran en el cuadro 2. La 

etapa en la cual el frijol necesita una mayor cantidad de nutrientes en el momento de la 

floración y la formación de vainas (Robinson, 1991). 

 

Cuadro 2. Requerimientos nutricionales de la planta de frijol (Phaseolus vulgaris) 

 

Elemento Función en la planta 

Nitrógeno Forma parte de las proteínas, ácidos nucleicos y coenzimas 

Potasio Actividad para ciertas enzimas en la glucólisis, importante en las 

proteínas de la membrana  

Fósforo En los ácidos nucleicos, en las coenzimas, en el ATP y en substratos 

metabólicos   

Calcio En la estructura y en propiedades de permeabilidad de las membranas; 
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estructura de la laminilla media  

Magnesio En la clorofila; Mg+2 es cofactor necesario para muchas enzimas  

Hierro En enzimas de la cadena de transferencia de electrones (citocromo, 

ferredoxina), nitrogenasa; esencial para la síntesis de la clorofila 

Boro Desconocido (posiblemente para formación de paredes celulares en los 

meristemos y/o en la translocación de azúcar). 

Manganeso Formación de oxígeno en la fotosíntesis; cofactor para varias enzimas 

Zinc En varias deshidrogenasas de la respiración y del metabolismo del 

nitrógeno 

Cobre En la respiración y en la fotosíntesis 

Molibdeno En la reductasa del nitrato; en la nitrogenasa (fijación de nitrógeno) 

Cobalto Para la fijación simbiótica del nitrógeno 

Cloro El cloro activa el sistema productor de oxígeno de la fotosíntesis 

Sodio Para las plantas de hábitat salino 

 
Fuente: Robinson, 1991 

 

7.3.5. Efecto del nitrógeno sobre el cultivo 

La fertilización es importante en la producción de cualquier rubro agrícola. En el cultivo de 

frijol (Phaseolus vulgaris L.), investigaciones realizadas han demostrado que el uso de 

fertilizantes desempeña un papel importante en las diferentes etapas de desarrollo dell 

cultivo (Secretaría de Estado de Agricultura, 1990). Un abastecimiento adecuado de 

nitrógeno favorece un desarrollo vigoroso y la producción de proteínas. Sin embargo, un 

aporte excesivo de nitrógeno puede provocar un desarrollo vegetativo anormal, retraso y 

reducción de la floración y un retraso en la maduración; trayendo como consecuencia el 

alargamiento del ciclo vegetativo del cultivo (Proyecto Cooperativo, Título XII, 1996).  

 

En estudios realizados en Brasil sobre la fertilización nitrogenada antes de la siembra, se 

determinó que sólo el 26% de este fertilizante fue utilizado por las plantas (Graham, 

1978).   
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La planta de frijol demanda mayor cantidad de nitrógeno que de otros nutrimentos, ya que 

éste interviene en la formación de las proteínas y llenado de vainas, además de ser 

considerado el nutrimento que tiene mayor movilidad en el suelo y alta solubilidad (Flor y 

Thung, 1994).  

 

Las plantas de frijol con deficiencia de nitrógeno presentan cantidades menores a 3% en 

las hojas superiores durante la iniciación de la floración, mientras que las hojas de las 

plantas normales tienen 5%; siendo el nivel crítico de 1.54% (Mendoza, 2009).  

 

Inicialmente, la planta de frijol puede obtener parte de su nitrógeno de los cotiledones, 

pues la semilla de frijol contiene de 6 a 20 mg de nitrógeno; sin embargo, alrededor de los 

14 a 20 días si no recibe fertilización, mostrará los primeros síntomas de deficiencia. En 

este mismo periodo inicia la nodulación, proceso fácilmente dañado por exceso de 

nitrógeno, pero no es hasta 30 días aproximadamente, que los nódulos empiezan a fijar 

bien el nitrógeno. A partir de los 30 y hasta los 50 días, las necesidades de nitrógeno 

aumentan casi linealmente. Las cantidades necesarias de nitrógeno para el frijol, varían 

entre 40 y 120 Kg/ha y llegan hasta 200 Kg/ha en casos excepcionales (Boletín de 

reseña, 1985).     

 

7.3.6. Simbiosis Rhizobium-Phaseolus vulgaris 

Las bacterias que están disponibles para nodular leguminosas pertenecen a cinco 

géneros conocidos como Azorhizobium, Bradyrhizobium, Mesorhizobium, Rhizobium y 

Sinorhizobium. El frijol común es una planta hospedera promiscua, ya que la capacidad 

para nodular Phaseolus vulgaris efectivamente, se encuentra presente en un grupo de 

bacterias genéticamente heterogéneo, procedentes de todas partes del mundo (Piñero et 

al, 1988; Laguerre et al, 1993). Además de R. leguminosarum bv. phaseoli, R. etli, R. 

tropici, S. meliloti y R. leguminosarum bv. trifolii (Michiels et al, 1998), se han descrito 

recientemente dos nuevas especies, disponibles para formar nódulos fijadores de 

nitrógeno en las raíces de P. vulgaris: R. gallicum bv. phaseoli y R. giardinii bv. phaseoli 

(Amarger et al, 1997). 
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7.4. Zacate limón (Cymbopogon citratus) 

7.4.1. Generalidades 

La naturaleza aromática del género Cymbopogon ha atraído la atención del hombre a lo 

largo de su historia. El agradable olor que poseen las diferentes especies de este género 

por sus contenidos en aceites esenciales ricos en compuestos terpénicos ha creado una 

demanda de estos para el desarrollo de la industria en Sri Lanka, India, Singapur, Malaya, 

Java, Formosa, China, Francia, Alemania, África, Seychelle, Islas Comoros, Madagascar, 

Haití, Puerto Rico, México, Guatemala, Honduras, Salvador, Ecuador, Brasil y Argentina 

(Soto et al, 2002). 

 

Alrededor de 120 especies pertenecen a este género, con una variada con una variada 

combinación de compuestos en sus aceites esenciales, los cuales son usados en 

perfumería, cosméticos y preparaciones farmacéuticas, entre las que se distinguen por su 

importancia C. nardus, C. winterrianus, C. flexiosus, C. martini y C. citratus (Soto et al, 

2002).   

Las hierbas del género Cymbopogon son perennes, una vez plantadas con un 

rendimiento económico de 3 a 5 años en dependencia de la fertilidad del suelo, 

condiciones climáticas y la práctica fitotécnica (Pareek y Gupta, 1985).  

 

7.4.2. Descripción botánica  

Cymbopogon citratus es una hierba perenne de la familia Poaceae, robusta, de tallos muy 

ramificados de 1-2 m de altura, con nudos ceríferos. Sus ramas son alargadas y un tanto 

penduladas, con hojas aromáticas amontonadas cerca de la base, glaucas, de 60-100 cm 

de largo. Presentan inflorescencia amarilla en espiga. No florece o lo hace muy rara vez 

en el trópico (Soto et al, 2002).  

 

El periodo de brotación, al realizar la plantación, es de 10-15 días, comenzando con el 

ahijamiento a los 20-30 días y alcanzando maduración fisiológica a los 180 días, siempre 

que la plantación haya recibido fertilización, control de malezas, riego y control 

fitosanitario (Soto et al, 1984).  
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Algunos autores (Nair, 1982; Soto et al, 2002) han encontrado que la mejor adaptación se 

da entre 24 y 26°C, mientras que el crecimiento se ve afectado a temperaturas menores 

de 21°C o mayores de 35°C. 

 

7.4.3. Aceite esencial de zacate limón (Cymbopogon citratus) 

Cymbopogon citratus se utiliza en medicina tradicional como expectorante y antigripal, y 

sus preparados se utilizan por sus efectos ansiolíticos, hipnóticos, analgésicos y 

diuréticos, habiendo sido estudiada en Cuba (Silva et al, 1991) y Brasil (Hernández et al, 

1998).  

 

Los miembros del género Cymbopogon destacan por su contenido de aceites esenciales, 

los cuales varían en su composición y concentración dependiendo de la especie y las 

condiciones de crecimiento de los cultivos (Wijesekera, 1981; Rao y Sunita, 1992; 

Chisowa et al., 1998; Rhaman et al., 1992; Kulcarni et al., 1997). 

 

El cultivo de esta especie requiere importantes suministros de nitrógeno, fósforo, potasio y 

materia orgánica para obtener buenos rendimientos. Si el aceite esencial se va a utilizar 

para la fabricación de medicamentos, no deben aportarse estos elementos a través de los 

fertilizantes inorgánicos, la única vía autorizada es la fertilización orgánica, lo que 

implicaría una dosis mayor por hectárea, para suplir las deficiencias nutricionales y 

mejorar las propiedades físicas del suelo (Soto et al, 2002). 

 

Los aceites esenciales son productos volátiles de composición química compleja 

ampliamente difundidos en el reino vegetal (Mizrahi, 1967). En el aceite esencial de C. 

citratus predomina el aldehído citral (mezcla de geranial y neral) alcanzando 

concentraciones de 75%. El citral es precursor de iononas, vitamina A, metilionona y 

citronellol (Quintero et al, 1999). Estos Metabolitos secundarios se extraen de las plantas 

por diversos métodos según su naturaleza y el órgano vegetal donde se encuentran; así 

por ejemplo, el aceite de cáscaras de cítricos se puede extraer por prensado mecánico y 

arrastre de vapor, otros se extraen por medio de solventes, aplicando fluidos supercríticos 

y, en el caso de C. citratus, es recomendable realizar la extracción por hidrodestilación 

(Mizrahi, 1967).  
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7.4.3.1. Factores que afectan el rendimiento y composición de aceite esencial  

Nair (1982) señala que las condiciones óptimas para el desarrollo de Cymbopogon 

citratus son calor y clima húmedo con plena exposición solar y lluvia de 2 500- 2 800 mm 

al año uniformemente distribuidas. 

 

Mizrahi (1967) indica que este cultivo en las condiciones de Jorhat, India mostró gran 

variación en el contenido de aceite esencial de un mes a otro, durante todo el año. Al 

relacionar los rendimientos de aceite con las variaciones de temperatura encontró que el 

aumento o disminución de ésta, tiene una pequeña relación con el contenido mensual de 

aceite. La lluvia, por otra parte, por sí misma, no guardó una relación con el contenido de  

aceite, así como la humedad relativa. Sin embargo, la humedad del suelo sí tuvo relación 

con el contenido de aceite en comparación con otros factores. 

 

La condición estacional acumulativa y su variación siempre estuvo relacionada en algún 

grado con el patrón de variación total del contenido de aceite, y algunos factores 

desconocidos también influyen sobre la variación del contenido de aceite. Estos factores 

desconocidos pueden ser una variación de algunas actividades bioquímicas o fisiológicas 

rítmicas relacionadas con la síntesis del aceite, que necesita una profunda investigación 

(Soto et al, 2002). 

 

7.5. Capacidad de Rhizobium de promover el crecimiento en plantas 

Es bien conocido que un considerable número de especies bacterianas asociadas con la 

rizósfera de las plantas son capaces de ejercer un efecto benéfico en el crecimiento de 

plantas. Este grupo de bacterias llamadas rizobacterias promotoras del crecimiento en 

plantas (PGPR) incluye el género Rhizobium (Sessitsch et al, 2002). Estas bacterias se 

caracterizan por su habilidad de facilitar directa o indirectamente el desarrollo de la raíz y 

del follaje de las plantas. La estimulación indirecta del crecimiento de plantas incluye una 

variedad de mecanismos por los cuales la bacteria inhibe la acción fúngica sobre el 

crecimiento y desarrollo de la planta (Hassan et al, 1997; Essalmani & Lahlou, 2003). La 

estimulación directa puede incluir la fijación de nitrógeno (Sessitsch et al, 2002), la 

producción de hormonas (Perrine et al, 2004), de enzimas (Mayak et al, 2004) de 
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sideróforos (Van Rossum et al, 1994; Carson et al, 2000) y solubilización de fosfatos 

(Rodriguez & Fraga, 1999). 

 

La capacidad PGPR de Rhizobium ha sido estudiada por varias décadas (Chakravarty & 

Purkayastha, 1984; Chabot et al, 1996; Hassan et al, 1997; Rodriguez & Fraga, 1999), sin 

embargo, en los últimos años este estudio ha sido intensificado (Yanni et al, 2001; 

Essalmani & Lahlou, 2003; Dey et al, 2004; Mhadhbi et al, 2004; Perrine et al, 2004) 

porque la agricultura sustentable demanda mejorar la eficiencia de la fijación de nitrógeno 

a través del uso de bacterias competitivas capaces de extender la ventaja de la simbiosis 

a otros cultivos no leguminosas.  

 

Perrine et al (2004) encontraron cepas de Rhizobium productoras de altas 

concentraciones de ácido indol acético que estimularon el crecimiento de semillas de 

arroz. Indican que su efecto es similar al ácido indol acético exógeno. 

 

Numerosos estudios han demostrado el uso del rizobio como bacterias fijadoras del N y 

como promotoras del crecimiento de plantas no leguminosas. Por ejemplo R. 

leguminosarum bv trifolii y cepas de Bradyrhizobium se han encontrado en raíces de arroz 

y R. etli en raíces de maíz. Los rizobios pueden también introducirse y colonizar otras 

plantas, tal como sucede con Azorhizobium caulinodans en las raíces de la oleaginosa 

Brassica napus. Estas asociaciones entre rizobios y plantas no leguminosas pueden 

mejorar el crecimiento de las plantas aunque no se ha demostrado que sea mediante la 

fijación de nitrógeno (Wang et al, 2002). Antoun et al (1998), reportaron algunas 

evidencias directas de la colonización de raíces y la actividad PGPR de rhizobios con no 

leguminosas. 

 

Chabot et al (1996), Yanni et al (2001) y Perrine, et al (2004) entre otros, sostienen que 

las moléculas promotoras del crecimiento como el ácido indol acético, las giberelinas y las 

citoquininas producidas por los rizobios, presentes ya sea en la rizósfera o en los tejidos 

de las plantas estimulan el mayor desarrollo de la raíz y realizan la capacidad de 

absorción de nutrientes de la raíz en beneficio de la planta no leguminosa. Gutiérrez & 

Martínez (2001) encontraron incrementos de 42% de la materia seca de la parte aérea y 
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de 49% de la materia seca de raíz en plantas de maíz inoculadas con R. etli. Dichos 

autores mencionan que el efecto benéfico de R. etli en plantas de maíz puede deberse a 

los mecanismos descritos anteriormente. 
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8. Procedimiento y descripción de las actividades realizadas 

8.1. Estandarización del inóculo 

El microorganismo Rhizobium calliandrae JM-06, procedente del cepario del Instituto 

Tecnológico de Tuxtla Gutiérrez, fue empleado durante éste estudio. La cepa JM-06 fue 

aislada de la planta Calliandra grandiflora en el municipio de Ocozocoautla de Espinosa, 

Chiapas; por Villalobos en 2010, y actualmente sigue siendo objeto de estudio. La cepa 

utilizada como referencia fue Rhizobium etli CNF42, procedente del Centro de 

Investigación en Ciencias Genómicas de la UNAM, Cuernavaca, México.  

 

Para su conservación, ambas cepas fueron resembradas en placas con agar YEM 

(Extracto de Levadura y Manitol), las cuales fueron incubadas a 28°C durante 48 h. 

Posteriormente se realizó una resuspensión bacteriana colocando de una a dos asadas 

en tubos estériles con 10 ml de medio PY (Peptona-Extracto de Levadura) y se agregaron 

10 ml de resuspensión a un matraz Erlenmeyer con 90 ml de medio YEM, el cual 

permaneció en agitación constante (120 rpm) a 28°C durante 24 h. 

   

Se colocaron 400 µl de glicerol al 60% y 400 µl de suspensión bacteriana (procedente del 

matraz semilla) en tubos eppendorf y se agitaron con ayuda de un vortex, posteriormente 

fueron etiquetados y almacenados en un congelador a -20°C. 

 

La resiembra de los microorganismos se llevó a cabo periódicamente en tubos con Agar 

PY (Peptona-Extracto de Levadura), incubados a 28°C durante 48 hrs, para 

posteriormente obtener una resuspensión bacteriana agregando 10 ml de medio YEM 

estéril a cada tubo.  

El semilleo se realizó en matraces Erlenmeyer de 300 ml con 60 ml de medio YEM 

(Somasegaran y Hoben, 1985) partiendo de un inóculo del 15 %. Los matraces se 

incubaron a 28°C con agitación constante (120 rpm) por 24 h. 

La estandarización se llevó  a cabo en matraces Erlenmeyer con capacidad de 2 L 

conteniendo 400 ml de medio YEM (1/5 del volumen total), partiendo de un inóculo del 

15% procedente de matraz semilla, con una aireación de 5 vvm. Las unidades 
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experimentales utilizadas, fueron diseñadas de forma semejante a un fermentador airlift, 

ver fotografía 1 y 2 del anexo A. 

Se realizó el monitoreo del crecimiento celular durante 48 horas. Cada 3 horas se realizó 

el conteo por la técnica de diluciones en serie y siembra en placa y simultáneamente se 

evaluó la D.O. de cada muestra en un espectrofotómetro UV-2100 a una longitud de onda 

de 600 nm. Cada evaluación se realizó por triplicado. Los resultados obtenidos se 

emplearon en la construcción de la curva patrón de cada microorganismo. 

8.2. Determinación de parámetros cinéticos 

La cinética de crecimiento de Rhizobium calliandrae JM-06 y Rhizobium etli CFN 42, se 

llevó a cabo en matraces fermentador de 2 L con 400 ml de medio YEM, partiendo de un 

inóculo del 15% (60 ml) procedente del matraz semilla, empleando una aireación de 5 

vvm.  

 

Se monitoreó el crecimiento de cada microorganismo durante 48 horas, tomando 

muestras cada 3 horas. Posteriormente se leyeron las muestras en un espectrofotómetro 

UV-2100 a una longitud de onda de 600 nm, cada muestra se leyó por triplicado. Los 

resultados obtenidos fueron transformados a concentración celular (ufc/ml) empleando la 

ecuación generada por la curva patrón del microorganismo en cuestión y posteriormente 

empleados para la determinación de los parámetros cinéticos µmax, td, X0, Xmax y n° de 

generaciones.  

 

8.3. Caracterización fisicoquímica de los soportes 

8.3.1. Sólidos 

Para todas las pruebas, los soporte sólidos (turba y bagazo con perlita) fueron 

previamente molidos y tamizados en malla 100 para homogeneizar el tamaño de partícula 

(Estrada, 2008), posteriormente fueron esterilizados a 121 °C, 15 lb por 40 min (Daza, 

1999; Khavazi et al, 2007). Se determinaron los parámetros de pH, capacidad de 

retención de agua, humedad y friabilidad. 
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8.3.1.1. pH 

Para la determinación de pH se tomó una muestra de 10 g de cada repetición, por soporte 

y se mezcló con 90 ml de agua destilada hasta obtener una solución homogénea. 

Posteriormente se tomó la lectura del pH con un potenciómetro de la marca Bench 

Meter®, las lecturas se realizaron por triplicado para cada muestra. Los soportes sólidos 

que no se encontraban a un pH neutro fueron ajustados con  CaCO3 en polvo (Daza et al, 

1999), y los líquidos con soluciones de HCl a diferentes normalidades (0.1, 0.2 y 0.3N).  

 

8.3.1.2. Capacidad de retención de agua 

Se pesó una muestra de 50 g del soporte sólido, la cual fue colocada en un colador y se le 

agregó agua destilada abundante hasta humedecer la muestra en su totalidad. Se dejó 

reposar la muestra durante 24 horas hasta que el agua dejó de lixiviar. Posteriormente se 

colocó la muestra en un trozo de papel aluminio y se introdujo en un horno a 70°C hasta 

llegar a peso constante (Somasegaran y Hoben, 1985). El procedimiento se realizó por 

duplicado.     

  

La capacidad de retención de agua fue calculada mediante la siguiente fórmula:   

 

%CRH= (Pi- Pf/Pf) x 100 

  

Donde: 

%CRH =  Porcentaje de capacidad de retención de agua 

Pi= Peso inicial 

Pf= peso final (Peso cte. – peso papel) 

 

8.3.1.3. Humedad 

Se pesó una muestra con 10 g de soporte sólido se colocó en un trozo de papel aluminio 

a peso constante. Posteriormente la muestra se mantuvo en un horno a 70°C hasta llegar 

a peso constante. El procedimiento se realizó por triplicado para cada soporte. 

 

Se realizó el cálculo de porcentaje de humedad usando la siguiente fórmula:  
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Pi - Pf X 100 = % de humedad 
   Pi 

Donde: 

 Pi = Peso inicial 

 Pf = Peso final 

 

8.3.1.4. Prueba de friabilidad  

Se tomó una muestra de 1 g de soporte y se le agregó agua progresivamente de 0.5 en 

0.5 ml y homogenizando la mezcla sin que el soporte pierda su consistencia sólida. La 

friabilidad de cada soporte se expresa en ml/g, se obtiene dividiendo los mililitros de 

líquido agregados al soporte entre el peso en gramos del soporte (1g) (Somasegaran y 

Hoben, 1985). 

 

8.3.2. Líquidos 

Los soportes empleados fueron medio YEM suplementado con 10g/l de manitol (Vincent, 

1970) y Carboximetil Celulosa con almidón (Fernandes et al, 2009); a los cuales se les 

evaluó pH, densidad y viscosidad. 

 

8.3.2.1. pH 

La determinación de pH se llevó a cabo utilizando un potenciómetro de la marca Bench 

Meter®, las mediciones se realizaron por triplicado para cada muestra.  

 

8.3.2.2. Densidad 

Para la determinación de densidad se utilizó un picnómetro Gay Lussac de volumen 

conocido (25 ml) a peso constante, el cual se llenó completamente con el soporte y se 

pesó en una balanza analítica; las mediciones se realizaron por triplicado para cada 

muestra. El cálculo de la densidad se llevó a cabo utilizando la siguiente fórmula: 

ρ1=    M3-M1 ρH2O 

           M2-M1 
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Dónde: 

ρ1= Densidad del soporte 

ρH2O= Densidad del agua destilada a α temperatura 

M1= Peso del picnómetro vacío  

M2= Peso del picnómetro con agua destilada 

M3= Peso del picnómetro con soporte 

 

8.3.2.3. Viscosidad 

La determinación de viscosidad se realizó empleando un viscosímetro de Ostwald y se 

realizaron siete mediciones por muestra.  

Para el cálculo de la viscosidad de las muestras se empleó la siguiente fórmula: 

µ=Kρt 

 

Dónde: 

µ=viscosidad del fluido 

K=constante del viscosímetro utilizado 

ρ= densidad del fluido 

t= tiempo promedio del fluido 

8.4. Elaboración de biofertilizantes 

La biomasa necesaria para la inoculación de los soportes se obtuvo mediante una 

fermentación de 27 horas con una aireación constante de 2.5 vvm, realizada en un matraz 

fermentador de 2 L con 800 ml de medio YEM, para cada microorganismo.     

 

8.4.1. YEM (Extracto de Levadura y Manitol) 

En el caso de este soporte, antes del inicio de la fermentación se le adicionaron al medio 

10g/l de manitol (Vincent, 1970).  

Transcurrido el tiempo de la fermentación, se tomaron muestras de 35 ml de medio YEM 

suplementado, con una concentración celular de 4.36 x 10 9 ufc/ml para JM-06 y de 4.69 x 
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108 ufc/ml para CFN 42. Bajo condiciones estériles cada muestra de 35 ml fue depositada 

en su respectiva  bolsa de polipropileno autoclavable (SARTEDT), previamente 

esterilizada en autoclave a 121°C y 15 Lb/in2 por 15 minutos. El contenido de las bolsas 

se agitó hasta homogenizarlo y por último las bolsas fueron cerradas y aseguradas con 

clips. Para su almacenamiento, cada bolsa fue colocada dentro de un recipiente de 

plástico con tapa.  

Los biofertilizantes obtenidos fueron almacenados a temperatura ambiente para el 

posterior monitoreo de sobrevivencia celular, pH, densidad y viscosidad. Los 

biofertilizantes se elaboraron por cuadruplicado, para cada monitoreo programado. 

 

8.4.2. Turba 

El soporte utilizado fue previamente molido y tamizado en malla 100, y su pH fue ajustado 

a un pH neutro (7.0) con CaCO3 en polvo. 

 

Se pesaron muestras de 35 g de soporte, las cuales fueron primeramente depositadas en 

bolsas autoclavables de polipropileno, y esterilizadas en autoclave a 121°C y 15 Lb/in2 por 

45 minutos (Khavazi et al, 2007). Posteriormente, cada muestra de soporte fue inoculada 

con 35 ml de medio de cultivo YEM, con una concentración celular de 7.61 x 109 ufc/ml 

para JM-06 y de 2.91 x 108 ufc/ml para CFN 42. El contenido de las bolsas se homogenizó 

manualmente y posteriormente éstas fueron cerradas y aseguradas con clips. 

 

Los biofertilizantes obtenidos fueron almacenados a temperatura ambiente para el 

posterior monitoreo de sobrevivencia celular, humedad y pH. Las muestras se realizaron 

por cuadruplicado, para cada tiempo de monitoreo requerido. 

 

8.4.3. CMC con almidón 

Se preparó una mezcla Carboximetil celulosa y almidón en una proporción 60-40% (p/p) 

respectivamente y con esta mezcla se elaboró una solución al 1.28% p/v (Fernandes, 

2009); la cual se utilizó como soporte.  

Se tomaron muestras de 35 ml de soporte, las cuales fueron colocadas en bolsas 

autoclavables de polipropileno y esterilizadas en autoclave a 121°C y 15 Lb/pulg2 por 15 
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minutos. Posteriormente, a cada muestra de soporte se le agregaron 35 ml de medio de 

cultivo YEM, con una concentración celular de 8.76 x 109 ufc/ml para JM-06 y de 2.78 x 

108 ufc/ml para CFN 42. El contenido de las bolsas se agitó hasta homogenizarlo y por 

último las bolsas fueron cerradas y aseguradas con clips. 

Los biofertilizantes obtenidos fueron almacenados a temperatura ambiente para el 

posterior monitoreo de sobrevivencia celular, pH, densidad y viscosidad. Las muestras se 

realizaron por cuadruplicado, para cada tiempo de monitoreo requerido. 

 

8.4.4. Bagazo de caña con perlita 

El bagazo de caña y la perlita utilizados fueron previamente molidos y tamizados en malla 

100 por separado, para posteriormente realizar una mezcla de ambos en una proporción 

75-25%, bagazo-perlita. 

 

Se pesaron muestras de 35 g de soporte, las cuales fueron primeramente depositadas en 

bolsas autoclavables de polipropileno, y esterilizadas en autoclave a 121°C y 15 Lb/in2 por 

40 minutos (Khavazi et al, 2007). Posteriormente, cada muestra de soporte fue inoculada 

con 35 ml de medio de cultivo YEM, con una concentración celular de 8.09 x 109 ufc/ml 

para JM-06 y de 3.65 x 108 ufc/ml para CFN 42. El contenido de las bolsas se homogenizó 

manualmente y posteriormente éstas fueron cerradas y aseguradas con clips. 

 

Los biofertilizantes obtenidos fueron almacenados a temperatura ambiente para el 

posterior monitoreo de sobrevivencia celular, humedad y pH. Las muestras se realizaron 

por cuadruplicado, para cada tiempo de monitoreo requerido.  

 

8.5. Monitoreo de los biofertilizantes durante su almacenamiento  

 

Para el caso de los soportes sólidos, se evaluó sobrevivencia celular, humedad y pH a los 

0, 2 y 4 meses. Los métodos empleados para las determinaciones de humedad y pH, se 

describen en el apartado 2.4.1.  
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En el caso de los soportes líquidos, se determinó sobrevivencia celular, pH, densidad y 

viscosidad a los 0, 2 y 4 meses. Los métodos empleados para evaluar pH, densidad y 

viscosidad se describen en el apartado 2.4.2.  

8.5.1. Sobrevivencia celular 

La evaluación de la sobrevivencia celular para los cuatro soportes se llevó a cabo por la 

técnica de diluciones en serie y cuenta en placa, en agar YEM. Las evaluaciones se 

realizaron por triplicado, ver fotografías 4 y 6 del anexo A. 

 

8.6. Evaluación de la capacidad infectiva y efectiva de los biofertilizantes en 

plántulas de frijol (Phaseolus vulgaris). 

Durante un periodo de cuatro meses, se llevaron a cabo tres monitoreos correspondientes 

a los 0, 2 y 4 meses de almacenamiento de los biofertilizantes, para evaluación de la 

capacidad infectiva-efectiva en plantas de frijol.  

 

8.6.1. Desinfección de las semillas 

Las semillas se enjuagaron con agua destilada para eliminar polvo y basura, se colocaron 

en un matraz Erlenmeyer de 250 ml y se adicionaron 100 ml de etanol al 70%, agitando 

por 5 minutos. Posteriormente se agregaron 100 ml de hipoclorito de sodio al 25 % 

agitando nuevamente durante 5 minutos; de esta manera se detectaron y eliminaron 

semillas malas, viejas, quebradas y podridas. Por último se lavaron 8 veces con agua 

destilada estéril y se procedió a inocularlas (Somasegaran et al, 1985). 

 

8.6.2. Inoculación de las semillas 

En un vaso de precipitados se colocaron de 20 a 21 semillas (6.25g aproximadamente) y 

0.5 g o ml de biofertilizante, para el caso de los biofertilizantes sólidos se adicionaron 160 

µl de goma arábiga al 40% como adhesivo y se mezcló adecuadamente. Posteriormente 

en vasos de unicel #8, conteniendo aproximadamente 23 g de vermiculita previamente 

esterilizada (121°C y 15 lb/pulg2 por 15 min) y humedecida con 25 ml de solución fahraeus 

(Anexo B) aproximadamente, se sembraron 3 semillas en cada unidad experimental, con 

tres repeticiones por cada biofertilizante y se incluyeron tres repeticiones más como 
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control, con semillas no inoculadas. Las unidades se etiquetaron con fecha, tratamiento y 

número de muestreo. Finalmente las macetas fueron regadas con 25 ml de solución 

fahraeus aproximadamente, cada tercer día por 20 días (Somasegaran et al,1985). 

 

8.6.3. Evaluación de los parámetros morfométricos y conteo de nódulos en 

frijol (Phaseolus vulgaris) 

Las plántulas fueron sacrificadas a los 20 días después de la siembra de las semillas. Las 

plántulas se retiraron cuidadosamente del vaso, se lavaron las raíces con agua destilada y 

se procedió a contar  los nódulos con la ayuda de un microscopio estereoscópico. 

Posteriormente se midió el largo de la raíz y la altura del brote, y se obtuvo el peso de la 

raíz, el peso fresco y el peso seco de toda la plántula (Rincón et al, 2009). 

 

8.6.4. Prueba de reducción de acetileno 

La actividad de la nitrogenasa en los nódulos será medido por el ensayo de  reducción de 

acetileno (ARA) (Hardy, 1968). Los nódulos serán  previamente pesados, limpiados y 

contados, luego se colocaran en viales de 25 ml, removiendo 60 µl de aire y reemplazado 

con acetileno, incubar a 30 °C. Después de dos horas, el espacio de cabeza del vial será  

muestreado y analizado por la producción de etileno usando un cromatógrafo modelo 330 

GC equipado con un detector de ionización de flama y una columna de porapak N (300 x 

0.1 cm). La fijación de N se expresará como micromoles  de etileno producido,  por cada 

nódulo por hora (Ruiz et al, 2009).  

 

8.7. Evaluación de la capacidad infectiva y efectiva de los 

biofertilizantes en cultivos de zacate limón (Cymbopogon citratus) 

Después de dos meses de almacenamiento de los biofertilizantes se evaluó la capacidad 

infectiva- efectiva en plantas de zacate limón (Cymbopogon citratus.). El experimento se 

llevó a cabo en casa  antiáfida ubicada en las instalaciones del Instituto Tecnológico de 

Tuxtla Gutiérrez. Hijuelos de zacate limón provenientes de plantas adultas fueron 

sembradas en maceteros de plástico con capacidad de 20 L que contenían 5 kg de  

sustrato (una relación 2:1 de turba y perlita respectivamente), ver fotografía 7 del anexo A. 

Primeramente fue depositada una capa de 10 cm de sustrato en la macetera  y enseguida 
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el hijuelo fue plantado e inoculado y se terminó de agregar el resto del sustrato. Las 

plantas fueron regadas con agua potable cada 48 h y una vez a la semana con solución 

fahraeus (Somasegaran y Hoben, 1985), las plantas se dejaron crecer durante 5 meses, 

ver fotografía 9 del anexo A. 

Se aplicaron 6 tratamientos con 5 repeticiones cada uno, dos de los tratamientos  

corresponden a los biofertilizantes sólidos (turba y bagazo-perlita), en este caso cada 

hijuelo se inoculó  con  5 g del biofertilizante en cuestión, utilizando goma arábiga al 30% 

como adhesivo. Los dos siguientes tratamientos pertenecen a  los soportes líquidos 

(medio YEM  y carboximetil celulosa), en este caso se agregaron 5 ml de biofertilizante 

directamente a la base de cada hijuelo, ver fotografía 8 del anexo A. Finalmente los dos 

tratamientos restantes se tratan de un  control negativo y un control positivo, este último 

se  agrego 5 ml de solución  KNO3 al 1.25 M.  

Los tratamientos fueron distribuidos mediante un diseño de bloques completamente 

aleatorio. Después de tres meses de la aplicación de los biofertilizantes se evaluarán las 

siguientes variables de respuesta: altura total de la planta, peso fresco, peso seco, 

número de hijuelos, rendimiento del aceite esencial, y el contenido de nitrógeno total en la 

planta mediante la prueba de Hanna. 

 

8.7.1. Evaluación de las variables de respuesta 

La altura de la planta se obtendrá midiendo desde la base de la planta hasta la  parte 

terminal de las hojas superiores y se expresará en metros (m); se contabilizará el número 

de hijuelos que generará cada planta para obtener un promedio; inmediatamente después 

de la cosecha se obtendrá el peso fresco de cada planta expresada en gramos (g) y por 

último para obtener  el peso seco de la planta, se someterá a un proceso de secado en 

estufa a 60°C  por 48  horas, los pesos se obtendrán con la ayuda de una balanza 

analítica (Antolinez et al, 2008). 
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8.7.2. Evaluación del rendimiento de aceite esencial de zacate limón 

(Cymbopogon citratus).  

Los cultivos de zacate limón (Cymbopogon citratus) serán sacrificados transcurrido el 

periodo de crecimiento (5 meses). Se cortará la  parte  aérea de la  planta y se tomará 

una muestra de 35 g de hojas frescas cortadas en tiras de entre 3 y 5 cm de longitud. La 

muestra será colocada en un matraz balón de 250 ml conteniendo 200 ml de agua 

destilada.  

La extracción de aceite esencial se llevará a cabo por hidrodestilación utilizando una 

columna de destilación y trampa de Clevenger (Antolinez et al, 2008). Para ello, el matraz 

con la muestra se calentará durante 30 minutos, después de alcanzar el punto de 

ebullición, los vapores se condensarán. El aceite esencial obtenido será cuantificado y 

posteriormente conservado en viales de color ámbar, los cuales serán almacenados en 

refrigeración a 4°C.    

El rendimiento de aceite esencial se calculará con la siguiente ecuación:  

% Re=Ca  x 100 
           Mp        
 
Donde:  

%Re= Porcentaje de rendimiento del Aceite Esencial (%)  

Ca = Cantidad de Aceite Esencial extraído (ml)  

Mp = Cantidad de planta destilada (g) 

 

8.7.3. Cuantificación de nitrógeno total en la planta (Kit HANNA modelo C215). 

La muestra seca proveniente de cada planta será molida y tamizada en malla 100 y 

posteriormente se colocará en un matraz microkjeldahl (por triplicado). 

Se agregará 2 g de catalizador tipo microkjeldahl (1.9 g de K2SO4 + 40 mg de HgO) y 2 ml 

de H2SO4 al matraz microkjeldahl; el ácido destruirá la materia orgánica (Bremner y 

Mulvaney, 1982).  

La muestra será digerida de 1 a 1.5 horas después de que toda el agua ha sido 

evaporada y el ácido inicia su ebullición. Debe evitarse la proyección del material al inicio 
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de la digestión. La placa de digestión debe alcanzar entre 360 y 390 °C para permitir la 

ebullición de la mezcla de ácido con sales que se adicionan a la materia seca de las 

plantas. 

 

El proceso de digestión se detendrá cuando la solución sea transparente o presente un 

color verde claro. Posteriormente se dejará enfriar la muestra y se adicionará agua para 

disolver los sólidos.  

 

El matraz microkjeldahl se lavará de 5 a 6 veces con porciones de agua destilada de 1-2 

ml y se transferirá la solución a un matraz aforado de 100 ml. Se aforará a 100 ml con 

agua destilada y se tomará una alícuota de 5ml.  

 

La muestra obtenida se agregará a la cubeta de un espectrofotómetro marca Hanna 

modelo C215 para su determinación. Se ejecutará el programa 4 (nitrógeno bajo) y la 

muestra en cubeta se colocará en el porta cubeta del espectrofotómetro para calibrarse y 

se presionará el botón ¨ZERO¨. 

 

Se vaciará 1 sobre de reactivo para determinar Nitrato/NO3 en la cubeta de reacción, se 

agitará 5 veces de arriba a abajo y de forma circular durante 1 minuto. Después se 

reinsertará la cubeta en el espectrofotómetro.  

 

Por último se presionará el botón “Timer” y esperaran 3.5 minutos, transcurrido dicho 

tiempo, se presionará el botón “READ DIRECT”. Se tomará la lectura que se muestra en 

la pantalla en mg/L, correspondiente a cada muestra. Los datos serán convertidos 

posteriormente a mg de Nitrógeno total/g de planta seca. Con este resultado se evaluará 

la capacidad efectiva que tengan las cepas empleadas para poder fijar nitrógeno en las 

plantas de zacate limón (Cymbopogon citratus).   

 

8.7.4. Evaluación de la capacidad infectiva 

El  zacate limón (Cymbopogon citratus) no es una leguminosa, por lo que es  muy 

probable que no haya formación de  nódulos. Por lo  tanto  se propone examinar las 
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raíces de las plantas de zacate limón al término del su periodo de crecimiento (5 meses) y 

comparar hacer comparaciones entre los diferentes tratamientos. 

 

 

 

9. Resultados, planos, gráficas, prototipos y programas 

9.1. Estandarización del inóculo 

Se construyó la curva patrón de los microorganismos Rhizobium etli CFN 42 y Rhizobium 

calliandrae JM-06, como lo muestran las figuras 1 y 2 respectivamente.    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1.Curva patrón de la cepa CFN 42. 
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Figura 2.Curva patrón de la cepa JM-06. 

Las ecuaciones obtenidas se utilizaron en los experimentos posteriores para definir los 

volúmenes a inocular y así controlar la concentración celular en los diferentes 

biofertilizantes. 

El comportamiento mostrado por las cepas CFN 42 y JM-06 durante la cinética de 

crecimiento se muestra en las figura 3 y 4 respectivamente.  

 

  

  

 

 

 

 

 

 

Figura 3.Comportamiento de CFN 42 durante la cinética de crecimiento. 
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Figura 4. Comportamiento de JM-06 durante la cinética de crecimiento. 

 

Puede observarse que Rhizobium calliandrae JM-06 tuvo un incremento poblacional 

mucho mayor que Rhizobium etli CFN 42, debido a que ésta última mostró una tendencia 

no exponencial y un crecimiento lento.  

JM-06 no presentó fase de adaptación durante la cinética, y su concentración aumentó 

dos unidades logarítmicas en un periodo de tiempo menor a las 30 horas, mientras que el 

de CFN 42 aumentó una unidad logarítmica y se mantuvo en ella durante el tiempo de 

monitoreo de la cinética; en este aspecto JM-06 mostró tener claras ventajas frente a la 

cepa de referencia. 

 

9.2. Determinación de los parámetros cinéticos 

Dando el tratamiento adecuado a los datos obtenidos, se determinaron los parámetros 

cinéticos para ambas cepas, mostrados en el tabla 1.    

Tabla 1. Parámetros cinéticos 

Cepa Parámetros 

µmax (h
-1

) td (h) N° gen X0 (ufc/ml) X máx (ufc/ml) 

CNF 42 0.0869 7.9763 1.50 4.41 x 10
7
 1.18 x 10

8
 

JM-06 0.2527 2.7430 4.3748 1.71 x 10
8
 3.37 x 10

9
 

 

La cepa JM-06 mostró un tiempo de duplicación acorde al género Rhizobium, el cual 

presenta un tiempo de duplicación de 2 a 4 horas (Neyra, 1995). Sin embargo, la cepa 
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CFN 42 tuvo un tiempo de duplicación bastante elevado, más parecido al de las bacterias 

del género Bradyrhizobium, cuyo valor es mayor de 6 horas (Neyra, 1995). 

En 2009, Rojas determinó los parámetros de td y µmax  en medio YEM para Rhizobium sp. 

C50, cuyos valores fueron 2.676 h y 0.259 h-1 respectivamente; como puede notarse, 

estos resultados son muy similares a los valores obtenidos durante este experimento. 

Únicamente JM-06 alcanzó biomasa máxima superior a 1x109 ufc/ml ó ufc/g, que es la 

recomendada para la su utilización como biofertilizante (Khavazi et al, 2007).  

9.3. Caracterización fisicoquímica de los soportes 

Los resultados obtenidos durante la caracterización fisicoquímica de los soportes sólidos y 

líquidos se muestran en las tablas 2 y 3 respectivamente. 

Tabla 2. Determinaciones fisicoquímicas realizadas a los soportes sólidos 

 

 

Tabla 3. Determinaciones fisicoquímicas realizadas a los soportes líquidos 

 

 

 

 

 

Soporte Determinaciones 

pH Humedad (%) Capacidad de 

retención de 

agua (%) 

Friabilidad (ml/g) 

Turba (ajustada 

con CaCO3) 

6.76 ±0.28 

 

95.76 ±9.90 281.75 ±5.17 Máx. 1 

Bagazo de caña + 

perlita 

7.75 ±0.003 58.5 ±5.86 555.41 ±60.7 

 

Máx. 1.5 

Soporte Determinaciones 

pH Densidad 

(Kg/m
3
) 

Viscosidad 

(Cp) 

YEM 7.35 ±0.002 1005.3 ±5.03 0.7787 ±0.04 

CMC + almidón 10.84±0.08 999.16 ±1.30 414.10 ±21.61 
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Khavazi et al en 2007, publicaron que los soportes a ser empleados en la elaboración de 

biofertilizantes deben tener un pH neutro. En este experimento, la turba presentó un pH 

inicial de 3.83, por lo que tuvo que ajustarse con 3.5 g de CaCO3 por cada 10 g de turba 

hasta obtener un pH aproximado a 7.0. Los soportes YEM y bagazo de caña con perlita, 

tuvieron igualmente un pH cercano al neutro, por lo que no tuvieron que ser ajustados. La 

mezcla de Carboximetil celulosa con almidón presentó un pH alcalino; sin embargo, al 

ajustarse con una solución de ácido clorhídrico, las propiedades reológicas del soporte se 

vieron afectadas, por lo que se empleó con el pH original.  

Los parámetros de humedad en el caso de los soportes sólidos, y de densidad y 

viscosidad para los soportes líquidos, fueron medidos para emplearlos como referencia y 

compararlos con los resultados de los monitoreos posteriores, y de esta forma advertir 

cambios significativos que pudieran indicar contaminación u otros factores que afecten la 

calidad del los biofertilizantes elaborados, durante el periodo de almacenamiento.  

 

9.4. Elaboración de biofertilizantes 

Los cuatro soportes fueron inoculados con las cepas CFN 42 y JM-06, por lo que fue 

necesario estimar las concentraciones de cada microorganismo presente en los matraces 

de producción y en los biofertilizantes (Tabla 4). 

Tabla 4. Concentración celular de ambos microorganismos en el momento de la producción e 

inoculación del soporte 

Soporte Cepa Concentración 

celular en el matraz 

de producción 

(ufc/ml) 

Concentración 

celular en el soporte 

al t0 (ufc/ml ó ufc/g) 

YEM CFN 42 4.69 x 10
8
 4.69 x 10

8
 

JM-06 4.36 x 10
9
 4.36 x 10

9
 

Turba CFN 42 2.91 x 10
8
 2.91 x 10

8
 

JM-06 7.61 x 10
9
 7.61 x 10

9
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CMC + 

almidón 

CFN 42 2.78 x 10
8
 1.39 x 10

8
 

JM-06 8.76 x 10
9
 4.38 x 10

9
 

Bagazo 

de caña + 

perlita 

CFN 42 3.65 x 10
8
 3.65 x 10

8
 

JM-06 8.09 x 10
9
 8.09 x 10

9
 

 

Rhizobium calliandrae JM-06 alcanzó una concentración mucho mayor de 1x109 en los 

matraces de producción con medio YEM, en cambio Rhizobium etli tuvo su crecimiento 

máximo en el orden de 108, no pudiendo alcanzar la concentración celular recomendada.  

En 2009, Fernandez Junior et al emplearon concentraciones de 4.5 x 108 cel/ ml y 4.2 x 

108 cel/ml de Bradyrhizobium japonicum en la elaboración de biofertilizantes a base de 

polímeros y Albareda et al (2008) emplearon concentraciones de 108-1010 ufc/ml durante 

sus experimentos para evaluar la sobrevivencia de bacterias rizobianas en diferentes 

soportes. Por lo que si bien la concentración celular alcanzada por Rhizobium etli CFN 42 

en este experimento no fue la óptima, su rango es aceptable para ser empleado con fines 

de biofertilización. 

 

9.5. Monitoreo de los biofertilizantes durante su almacenamiento 

9.5.1. Parámetros fisicoquímicos 

Khavazi et al (2007) monitorearon la sobrevivencia de Bradyrhizobium japonicum en 

diferentes soportes, a los cuales se les dio un periodo de maduración previo de 2 

semanas; tomando como referencia lo anterior, en este experimento los parámetros 

fisicoquímicos se midieron a partir del día 14.   
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Los cambios en las propiedades fisicoquímicas de los biofertilizantes durante cuatro 

meses de almacenamiento a temperatura ambiente se observan a continuación.  

Figura 5. Variación de pH durante 120 días de almacenamiento a temperatura ambiente en los cuatro 

biofertilizantes inoculados con Rhizobium etli CFN 42 y Rhizobium calliandrae JM-06. 

El pH de los biofertilizantes se mantuvo en el rango de 6.5 a 8.0, bastante cercano a la 

neutralidad y sin variaciones significativas para ambos microorganismos, con excepción 

del medio YEM. El pH de la turba, la carboximetil celulosa con almidón y el bagazo de 

caña con perlita se mantuvo en el rango óptimo para el género Rhizobium (6.0-8.0), por lo 

que se puede decir que el pH no fue un factor limitante para la sobrevivencia de ambas 

cepas en dichos biofertilizantes. En el caso particular del medio YEM, pudo notarse que 

desde el inicio presentó un pH muy bajo (menor a 6.0) para ambas cepas y 

posteriormente disminuyó hasta alcanzar pH sumamente bajos, llegando hasta 4.82 en el 

caso de CFN 42, lo cual lo convierte en un factor crítico para la sobrevivencia tanto de 

CFN 42 como de JM-06.  
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Figura 6. Variación de la humedad durante 120 días de almacenamiento a temperatura ambiente, en los 

biofertilizantes sólidos (Turba y bagazo de caña con perlita) inoculados con Rhizobium etli CFN 42 y 

Rhizobium calliandrae JM-06. 

 

La humedad de la turba se mantuvo sin cambios significativos a lo largo de los 120 días 

de almacenamiento para ambas cepas; en cambio, la mezcla de bagazo de caña con 

perlita sí tuvo una disminución significativa de humedad para CFN 42 y JM-06. Estrada 

(2008) menciona que la desecación es uno de los factores limitantes en la conservación 

del inoculante, causando acumulación de sales y solutos, estrés osmótico y alteración del 

metabolismo microbiano. Durante este experimento, la humedad puede considerarse un 

factor limitante para el mantenimiento de la viabilidad celular en los biofertilizantes a base 

de bagazo de caña y perlita.  

 

 

 

 

 

 



 

 

51 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Variación de la densidad durante 120 días de almacenamiento a temperatura ambiente, en los 

biofertilizantes líquidos (medio YEM suplementado con manitol y Carboximetil celulosa con almidón) 

inoculados con Rhizobium etli CFN 42 y Rhizobium calliandrae JM-06. 

 

La densidad de todos los biofertilizantes se mantuvo sin variaciones significativas a lo 

largo de los 120 días de almacenamiento, para ambos microorganismos. Por lo que éste 

no fue considerado un factor limitante para la sobrevivencia de ambas cepas; además, 

puede constatarse en las figuras 9 y 10, la variación de las concentraciones celulares de 

CFN 42 y JM-06 fue independiente de la densidad.  
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Figura 8. Variación de la viscosidad durante 120 días de almacenamiento a temperatura ambiente, en los 

biofertilizantes líquidos (medio YEM suplementado con manitol y Carboximetil celulosa con almidón) 

inoculados con Rhizobium etli CFN 42 y Rhizobium calliandrae JM-06. 

 

La viscosidad del medio YEM con la cepa JM-06 se mantuvo constante a lo largo de los 

120 días de almacenamiento; a diferencia del comportamiento que tuvo CFN 42 en el 

mismo medio, la cual mostró un descenso significativo en su viscosidad a los 60 días de 

almacenamiento. Lo anterior no repercutió significativamente en la sobrevivencia celular 

de CFN 42, como se observa en la figura 9.     

En el caso de la Carboximetil celulosa con almidón, la viscosidad se mantuvo constante 

para la cepa CFN 42; sin embargo, con la cepa JM-06, el biofertilizante tuvo un ascenso 

significativo en su viscosidad a los 60 días de almacenamiento.  

El medio YEM y la carboximetil celulosa con almidón difieren grandemente en su 

viscosidad, siendo la de la carboximetil celulosa mucho mayor que la del medio YEM. 

Fernandes et al (2009) mencionan que una elevada viscosidad, representa un factor 

importante en la elaboración de soportes adecuados para el mantenimiento de células 

rizobianas. Por lo tanto, la carboximetil celulosa con almidón posee una gran ventaja al 

respecto.  
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9.5.2. Sobrevivencia celular 

Se siguió la sobrevivencia de CFN 42 y JM-06 en cuatro diferentes soportes, medio YEM 

suplementado con manitol, turba, carboximetil celulosa con almidón y bagazo de caña con 

perlita; los cuales fueron almacenados a temperatura ambiente durante 120 días (Tabla 

5). 

Tabla 5.Sobrevivencia de Rhizobium etli CFN 42 y Rhizobium calliandrae  JM-06 en los diferentes 

biofertilizantes con cuatro meses de almacenamiento a temperatura ambiente. 

 

Biofertiliz

ante 

 

Cepa 

Concentración 

celular 

inoculada 

(ufc/ml ó ufc/g) 

Concentración 

celular a 14 días 

(ufc/ml ó ufc/g)  

Concentración 

celular a 60 días 

(ufc/ml ó ufc/g) 

Concentración 

celular a 120 días 

(ufc/ml ó ufc/g) 

YEM CFN 42 4.69 x 10
8
 5.7 x 10

7
 ±2.31 x10

6 2.35 x 10
7 

±4.47 x10
6 0 

JM-06 4.36 x 10
9
 1.57 x10

 9 
±9.4 x10

7 1.81 x 10
8 

±9.2x 10
7 1.31 x 10

8
 ±1.09x 10

8 

Turba CFN 42 2.61 x 10
8
 1.2 x 10

9
 ±3.37 x10

7 1.43 x 10
9
 ±5.29 x10

8 1.61 x10
9
 ±1.17 x10

8 

JM-06 7.61 x 10
9
 7.47 x 10

8 
±4.91 x10

8 2.8 x 10
9 

±4.31 x10
8 4.02 x10

9
 ±7.57 x10

8 

CMC + 

almidón 

CFN 42 2.78 x 10
8
 8.35 x 10

8
 ±8.71 x10

7 3.82 x 10
9 

±7.07 x10
7 4.49 x10

8
 ±2.73 x10

8 

JM-06 8.76 x 10
9
 6.97 x 10

8 
±5.46 x10

7 8.67 x 10
8
 ±1.19 x10

8 1.89 x10
8 

±6.43 x10
7 

Bagazo 

de caña + 

perlita 

CFN 42 3.65 x 10
8
 7.51 x 10

8
 ±4.64 x10

8 3.89 x 10
8 

±1.84 x10
7 5.60 x10

8 
±3.61 x10

7 

JM-06 8.09 x 10
9
 2.39 x 10

9 
±1.09 x10

9 4.37 x 10
9 

±9.85 x10
8 5.41 x10

9 
±7.86 x10

8 
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Figura 9. Porcentaje de sobrevivencia de Rhizobium etli CFN 42 en medio YEM suplementado con manitol, 

turba, carboximetil celulosa con almidón y bagazo de caña con perlita, durante 120 días de almacenamiento a 

temperatura ambiente. 
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Figura 10. Porcentaje de sobrevivencia de Rhizobium calliandrae JM-06 en medio YEM suplementado con 

manitol, turba, carboximetil celulosa con almidón y bagazo de caña con perlita, durante 120 días de 

almacenamiento a temperatura ambiente. 

Como puede observarse en las figuras 9 y 10, el medio de Extracto de Levadura y Manitol 

(YEM) es el que menos favoreció a la conservación de la viabilidad celular, ya que la 

población ha disminuido a menos del 10%, tanto para CFN 42 como para JM-06. Sin 

embargo, la cepa JM-06 se mantuvo a una concentración mayor de 1 x 108, que si bien no 

es el valor óptimo, puede aún puede emplearse como biofertilizante. En cambio la cepa 

CFN 42 llegó a su fase de muerte, ya que no se observó presencia de colonias en el 

conteo en placa realizado en medio YEM; esto se debió al pH sumamente bajo que 

presentó este medio al final del periodo de almacenamiento (4.82) aunado su baja 

viscosidad y probable agotamiento de la fuente de carbono (Figuras 5 y 8).  

Existen referencias de que aunque el medio YEM es ampliamente utilizado para bacterias 

rizobianas, no siempre es el que produce las más altas velocidades de crecimiento o de 

rendimientos en biomasa (Lasala, 2000). En estudios dónde se ha utilizado medio YEM 

como soporte para inoculantes rizobianos, el caldo YEM por sí mismo no obtuvo 

resultados óptimos para sobrevivencia celular, sin embargo, al modificar su composición 
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agregando sustancias como glicerol o melaza, se favorecieron sus propiedades y se 

obtuvieron mejores resultados (Nápoles et al, 2006; Singleton, 2002).  

La mezcla de Carboximetil celulosa con almidón resultó ser muy efectiva para el 

mantenimiento de la viabilidad celular en el caso de CFN 42, la cual sobrepasó su 

concentración inicial y hasta los 120 días tuvo una sobrevivencia mayor del 100%. En 

cambio, JM-06 se favoreció en el mantenimiento de la viabilidad celular, ya que su 

concentración disminuyó hasta un 2.16%; a pesar de eso, su población se mantiene por 

encima de 108 ufc/ml. La mezcla de CMC y almidón, forma un gel muy estable, que brinda 

a los microorganismos el ambiente apropiado para su protección y sobrevivencia, lo cual 

lo hace un compuesto apropiado para ser utilizado como soporte.  

Fernandes et al (2009), estudiaron mezclas de Carboximetil celulosa con almidón en 

diferentes proporciones, que fueron empleadas como soportes para inoculantes 

rizobianos; siendo la mejor mezcla 40-60% de Carboximetil celulosa y almidón 

respectivamente, mostrando una sobrevivencia celular en el orden de 109 ufc/ ml a los 180 

días de almacenamiento a temperatura ambiente. 

La turba posee gran cantidad de materia orgánica, fuentes de carbono y otros elementos, 

tales como nitrógeno, fósforo, calcio, magnesio, potasio y hierro, necesarios para 

conservar viables a las células del soporte. Además posee un porcentaje elevado de 

capacidad de retención de agua (335%), por lo que brinda un ambiente de protección para 

los microorganismos (Hashem &Abo-baker, 2010).  

En este trabajo, la turba mostró ser uno de los soportes más efectivos, teniendo un efecto 

más pronunciado para la cepa CFN 42, la cual aumentó su población por encima del 

400%. JM-06 tuvo un descenso bastante grande en su población a los 14 días de 

almacenamiento; sin embargo, al día 120 su concentración celular aumentó nuevamente 

hasta alcanzar el 52.82% de su concentración inicial, alcanzando 4.02 x 109 ufc/g.  

Rojas et al, realizaron un experimento en 2009, empleando YEM como medio de 

crecimiento y turba como soporte para Rhizobium sp. C50, el cual presentó una pérdida 

de viabilidad del 60% a los 30 días de almacenamiento, pero la población se mantuvo en 

el orden de 1010 ufc/g.  
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El bagazo de caña, al igual que la turba posee una gran cantidad de materia orgánica y 

fuentes de carbono como sacarosa y otros azúcares, que pueden ser utilizados por las 

bacterias, esto aunado a su capacidad de retención de agua (200%) (Khavazi et al, 2007) 

son los factores más importantes por los cuales CFN 42 tuvo una sobrevivencia mayor de 

150%, siendo junto con la turba, los biofertilizantes que mejor mantuvieron la viabilidad 

celular de este microorganismo. JM-06 tuvo un porcentaje de sobrevivencia cercano al 

70%, sin embargo, su concentración celular llegó a 5.41 x 109 ufc/g a los 120 días de 

almacenamiento, valor muy superior a lo recomendado para su uso como biofertilizante.  

   

9.6. Evaluación de la capacidad infectiva y efectiva de los biofertilizantes en 

plántulas de frijol (Phaseolus vulgaris). 

 

Los resultados obtenidos en la evaluación de los parámetros morfómétricos en plántulas 

de frijol de 20 días de edad se muestran a continuación. 

 

 

Figura 11. Altura total de plántulas de frijol (Phaseolus vulgaris) de 20 días de edad, inoculadas con los cuatro 

biofertilizantes a base de Rhizobium etli CFN42 y de Rhizobium calliandrae JM-06 en diferentes tiempos de 

almacenamiento.  
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Como puede observarse en la figura anterior, no existieron diferencias significativas en 

ninguno de los tratamientos con respecto al control, ni entre ellos y tampoco se 

encontraron diferencias entre los diferentes periodos de almacenamiento, por lo que 

puede decirse que la altura total de las plántulas de frijol no se vio afectada 

favorablemente con ningún tratamiento.  

 

Figura 12. Peso fresco de plántulas de frijol (Phaseolus vulgaris) de 20 días de edad, inoculadas con los 

cuatro biofertilizantes a base de Rhizobium etli CFN42 y de Rhizobium calliandrae JM-06 en diferentes 

tiempos de almacenamiento.  

Con respecto al peso fresco, los cuatro biofertilizantes presentaron diferencias 

significativas con respecto al control en el periodo de almacenamiento de 120 días con 

ambos microorganismos, observándose su efecto de forma más pronunciada en el medio 

YEM. 

Los tratamientos YEM/CFN 42, YEM/JM-06, Turba/CFN42 y CMC + A/JM-06, con 120 

días de almacenamiento presentaron diferencias significativas en comparación con sus 

análogos de periodos de 14 y 60 días de almacenamiento. 
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Los tratamientos Turba/JM-06 de 60 y 120 días de almacenamiento tuvieron diferencias 

significativas en comparación con el mismo tratamiento a los 14 días de almacenamiento.     

 

 

Figura 13. Peso seco de plántulas de frijol (Phaseolus vulgaris) de 20 días de edad, inoculadas con los cuatro 

biofertilizantes a base de Rhizobium etli CFN42 y de Rhizobium calliandrae JM-06 en diferentes tiempos de 

almacenamiento.  

 

Con respecto al peso seco de las plántulas se vio más favorecido a los 60 días en la 

mayor parte de los tratamientos, teniendo una diferencia significativa con respecto al 

control en turba y carboximetil celulosa para ambos microorganismos y en bagazo para 

CFN 42. Los cuatro biofertilizantes presentaron diferencias significativas con respecto al 

control en el periodo de almacenamiento de 120 días con ambos microorganismos, con 

excepción de la turba y la carboximetil celulosa con la cepa JM-06. 
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Figura 14. Peso de la raíz de plántulas de frijol (Phaseolus vulgaris) de 20 días de edad, inoculadas con los 

cuatro biofertilizantes a base de Rhizobium etli CFN42 y de Rhizobium calliandrae JM-06 en diferentes 

tiempos de almacenamiento.  

 

El peso de la raíz se vio favorecido a los 60 y 120 días de almacenamiento de todos los 

tratamientos, siendo significativamente mayores en peso en comparación con el control, 

aunque el mayor peso mayor se encontró a los 120 días de almacenamiento. Con 

excepción de los tratamientos CMC + A/JM-06 y B-P/JM-06, en los que no se encontró 

diferencia significativa a los 60 días de almacenamiento con respecto al control. 

 

La infectividad de cada tratamiento, evaluada por el número de nódulos por plántula a lo 

largo de los 120 días de almacenamiento se muestra en las figuras 15 y 16.  
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Figura 15. Capacidad infectiva evaluada en plántulas de frijol (Phaseolus vulgaris) de 20 días de edad, 

inoculadas con biofertizantes a base de Rhizobium etli CFN 42 en diferentes tiempos de almacenamiento.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. Capacidad infectiva evaluada en plántulas de frijol (Phaseolus vulgaris) de 20 días de edad, 

inoculadas con biofertizantes a base de Rhizobium calliandrae JM-06 en diferentes tiempos de 

almacenamiento.  
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Como se observa en las figuras anteriores, el mayor porcentaje de nodulación se dio a los 

60 días de almacenamiento de los biofertilizantes, con excepción del medio YEM con CFN 

42 y de bagazo de caña con perlita con JM-06.  

 

A pesar de que el mayor número de nódulos se presentó a los 60 días de 

almacenamiento, esto no se vio reflejado en ninguno de los parámetros mencionados con 

anterioridad (altura total, peso fresco, peso seco y peso de la raíz). Puede notarse que a 

los 120 días de almacenamiento el número de nódulos disminuye. El tratamiento que tuvo 

el mayor porcentaje de nodulación fue la combinación entre turba y JM-06 con un 

promedio de 34.8 nódulos por plántula.  

 

9.7. Evaluación de la capacidad infectiva y efectiva de los biofertilizantes en 

cultivos de zacate limón (Cymbopogon citratus). 

De acuerdo a lo publicado por Rolando en 2009, en países situados en zonas tropicales, 

como en el caso de México, se deja crecer a las plantas de cymbopogon citratus, 

realizando normalmente tres cortes, uno cada tres meses; por lo tanto, las plantas de 

zacate limón con las cuales se está llevando a cabo la investigación, deberán dejarse 

crecer durante un plazo mínimo de tres meses y de éste modo garantizar que se 

encuentren en un estado de madurez apropiado para los fines perseguidos en éste 

proyecto.  

A continuación se muestra una tabla con fechas proyectadas para la siembra y sacrificio 

de los cultivos de zacate limón (cymbopogon citratus). 

Tabla 5. Fechas de siembra y sacrificio de los cultivos de Cymbopogon citratus 

Biofertilizante Fecha de siembra e 

inoculación con 

biofertilizante 

Fecha de sacrificio 

YEM 2 de agosto 3 de enero 

Turba 9 de agosto 6 de enero 
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CMC + almidón 15 de agosto 12 de enero 

Bagazo de caña + perlita 22 de agosto 19 de enero 

 

Los resultados de éste último apartado se adjuntarán posteriormente en los trabajos del 

proyecto de titulación.      
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10. Conclusiones y recomendaciones 

 

 La cepa JM-06 se desarrolla hasta alcanzar concentraciones superiores a las de 4 

x 109, lo que la hace una muy buena candidata para ser empleada como 

biofertilizante.   

 La Carboximetil celulosa con almidón, la turba y el bagazo de caña fueron muy 

efectivos en el mantenimiento de la viabilidad de CFN 42, alcanzando 

concentraciones superiores al 100%. 

 La turba y el bagazo de caña con perlita fueron los soportes más efectivos para el 

mantenimiento de la viabilidad celular de JM-06. 

 La carboximetil celulosa no contribuyó a la sobrevivencia celular de JM-06, la cual 

declinó llegó hasta un 3% en su población.   

 El medio YEM fue el soporte menos efectivo en el mantenimiento de la viabilidad 

celular para ambas cepas.  

 JM-06 presentó una sobrevivencia celular superior a 108 ufc/g ó ufc/ml en todos los 

soportes.   

 El aumento en la viscosidad de carboximetil celulosa con almidón ha favoreció el 

aumento de la población de CFN 42.   

 La disminución del pH del medio YEM fue el factor crítico que contribuyó a la 

disminución de la concentración celular para ambas cepas. 

 El número de nódulos no estuvo directamente relacionado con los parámetros 

morfométricos medidos (altura total, peso fresco, peso seco y peso de la raíz). 

 El número de nódulos no estuvo directamente relacionado con la sobrevivencia 

celular de los microorganismos. 



 

 

65 

 

 El peso fresco de las plántulas de frijol se vio mayormente beneficiado a los 120 

días de almacenamiento en YEM, carboximetil celulosa con almidón y turba, con 

ambas cepas. 

 El peso fresco de las plántulas de frijol se vio mayormente beneficiado a los 60 

días de almacenamiento en bagazo de caña con perlita con ambas cepas. 

 El mayor porcentaje de infectividad se dio en turba y carboximetil celulosa a los 60 

días de almacenamiento para ambas cepas.  

 La turba y la carboximetil celulosa con almidón resultaron ser los soportes óptimos 

tanto para CFN 42 como para JM-06, ya que mantuvieron concentraciones 

celulares elevadas y además presentaron un buen porcentaje de infectividad en 

plántulas de frijol con respecto al control. 
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12. Anexos 

A. Fotografías 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

Fotografía 1. Matraz fermentador de 2L con medio YEM 

sin inocular 

Fotografía 2. Matraz fermentador de 2L después 

de la inoculación 

 

Fotografía 3. Tubos de ensaye y cajas petri con agar 

YEM, empleados en la técnica de diluciones en serie Fotografía 4. Conteo de ufc en el contador de colonias  

Fotografía 5. Cinética de crecimiento de CFN 42 

y JM-06  Fotografía 6. Técnica de diluciones en serie 
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Fotografía7. Elaboración del soporte para los cultivos de zacate 

limón  

Fotografía 8. Inoculación del biofertilizante en cultivos de zacate 

limón   

Fotografía 9. Riego de cultivos con solución Fahraeus 
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B. Composición de la solución fahraeus 

 

Solución REACTIVO  Cantidad 

A 

 

Na2HPO4 .2H2O 

 

1.5 g/L 

 

B 

 

K2HPO4 

 

1 g/L 

 

C MgSO4 .7H2O 

 

1.2 g/L 

D CaCl2 

 

1 g/L 

E CITRATO FÉRRICO 

 

0.05 g/L 

ELEMENTOS 

TRAZAS 

Mn, Cu, B, Mo, Zn (2.86 g de HBO4 + 2.03 g 

MnSO4. 4H2O + ZnSO4. 7H2O 

+ CuSO4. 5H2O + H2MoO4. 

H2O)/L 

 

Para preparar un litro de la solución fahraeus se agregan 10 ml de cada solución (A, B, C, 

D y E) y 1 ml solución de elementos trazas y se afora a un litro con agua destilada 

(Somasegaran et al, 1985).  

 

 


