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RESUMEN 

 Una de las biotecnologías que ha sido investigada a nivel de laboratorio en los 
últimos años ha sido la inmovilización de microalgas y bacterias en esferas alginato 
para el tratamiento terciario de aguas residuales domésticas. Ya que la biomasa 
resultante queda disponible al finalizar dicho proceso, se propone reutilizarla y así dar 
una continuidad a su aplicación biotecnológica. De esta manera, este proyecto tuvo 
como objetivo evaluar la reutilización del sistema microalga-bacteria como inoculante 
así como su efecto al ser aplicado en suelo. Las estrategias desarrolladas para tal fin 
fueron: 1) determinación de la viabilidad de Azospirillum brasilense Cd después de 
utilizarse en el sistema microalga-bacteria para la eliminación de nitrógeno de agua; 2) 
evaluación de la utilidad del sistema microalga-bacteria como inoculante a partir de la 
detección de Azospirillum brasilense en raíz y su efecto positivo en el crecimiento de la 
planta; y 3) determinación del efecto del sistema microalga-bacteria en suelo de zonas 
áridas. Para probar el sistema microalga-bacteria como inoculante, las esferas se 
deshidrataron a 28-30°C durante 48 hrs. Después de la deshidratación de las esferas, se 
llevó a cabo el conteo directo de células de A. brasilense mediante tinción de 
Fluoroscein diacetato (FDA) y el apoyo de un microscópio óptico de epifluorescencia. 
Para evaluar la utilidad del sistema microalga-bacteria como inoculante, se inocularon 
semillas de sorgo y se sembraron en suelo procedente de la zona del Comitán, a 17 km 
al noreste de la Paz, Baja California Sur, México, el cual se utilizó por tener muy bajo 
contenido y aportación de materia orgánica (0.4334%). Las semillas inoculadas se 
mantuvieron en invernadero y crecieron durante 20 días, para después realizar la 
medición de longitud de raíz y parte aérea, además de su peso seco. La detección de A. 
brasilense en raíz se realizó utilizando la técnica de hibridación fluorescente in situ, 
microscopía óptica epifluorescente y microscopía láser confocal, incluyendo además el 
uso de microscopía electrónica de barrido. Para determinar el efecto del sistema 
microalga-bacteria en suelo, se midieron el porcentaje de materia orgánica y carbono y 
la cantidad de biomasa microbiana del suelo. Se realizaron 3 resiembras en el mismo 
suelo y en cada resiembra se aplicó el sistema microalga-bacteria como inoculante. En 
cada resiembra se evaluaron los parámetros de crecimiento de planta, la detección de A. 
brasilense en raíz, la materia orgánica y el carbono microbiano del suelo. La biomasa 
microbiana sólo se analizó en la tercera resiembra. Como resultado se encontró que 
después de hacer un seguimiento por 12 meses a la viabilidad de A. brasilense, la 
bacteria mantiene su viabilidad durante las primeras 48 horas después de la 
deshidratación, y va disminuyendo progresivamente. Al aplicar el sistema microalga-
bacteria como inoculante en suelo, se observó un aumento en los parámetros de 
crecimiento (longitud y peso seco de raíz y parte aérea) en plantas de sorgo comparado 
con plantas sin inocular. Se logró detectar A. brasilense en las raíces de sorgo después 
de 20 días de crecimiento en invernadero, utilizando hibridación fluorescente in situ, 
microscopía óptica epifluorescente y microscopía láser confocal, incluyendo además el 
uso de microscopía electrónica de barrido. El porcentaje de materia orgánica, carbono 
orgánico y la cantidad de biomasa microbiana del suelo aumentaron cuando se aplicó el 
sistema microalga-bacteria como inoculante, en comparación con tratamientos donde se 
adicionó planta sola y suelo solo. El reuso de las esferas de alginato con organismos 
inmovilizados, una vez finalizado el tratamiento del agua residual, constituye un valor 
agregado de la biotecnología, lo cual la hace “ambientalmente amigable” ya que no 



 

produce ningún tipo de contaminación secundaria, al crear reciclado eficiente de todos 
los elementos que la componen. 
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ABSTRACT 

Immobilization of the microalgae Chlorella vulgaris with the bacteria 
Azospirillum brasilense in alginate beads for tertiary municipal wastewater treatment is 
one of the latest biotechnologies investigated at the laboratory level. Since the final 
product of this biotechnological process is greater microalgal and bacterial biomass, it 
can be re-used in further applications. This study assessed re-use of the microalga-
bacteria system as an inoculant and its effect when used as an amendment for infertile 
desert soils. The strategies developed for this purpose were: (1) Determine the viability 
of Azospirillum brasilense Cd after the microalgae-bacteria system was used for 
removing nitrogen products from water; (2) Assess the effect of the microalgae-bacteria 
system as an inoculant on plants to increase growth and measure Azospirillum 
brasilense on plant roots after inoculation; and (3) Determine the effect of the 
microalgae-bacteria system on organic matter and carbon content in desert soils. To 
evaluate the microalgae-bacteria system as an inoculant, the beads were dehydrated at 
2830 °C for 48 h. After dehydration, cell counts of A. brasilense were made by 
fluoroscein diacetate staining and an epifluorescence microscope. Sorghum seeds were 
inoculated with dehydrated beads and planted in soil with low organic matter 
(0.4334%). Inoculated seeds were grown for 20 days in a greenhouse. Root and shoot 
length and dry weight were measured. Detection of A. brasilense on plant root was 
performed by fluorescence in situ hybridization technique and epifluorescence and 
confocal laser microscopy, as well as scanning electron microscopy. The effect of the 
microalgae-bacteria system on carbon and organic matter content of the soil was 
measured by the Walkey-Black method, and the microbial biomass was analyzed by the 
fumigation-extraction method. The experiment consisted of three cycles of planting. For 
each cycle, seeds were planted in inoculated soil After 20 days of incubation, plants 
were removed and growth parameters, detection of A. brasilense on plant root, organic 
matter concentration, and changes in carbon concentration in soil were measured. Then 
another set of seeds were added to the same soil, after being inoculated with another set 
of beads. This was done three times. Microbial biomass was analyzed only after the 
third planting cycle. After tracking A. brasilense for 12 months, results showed that the 
bacteria maintained their viability. As a result of inoculation, there was an increase in 
length and dry weight of roots and shoots of sorghum plants, compared to non-
inoculated plants. A. brasilense was successfully detected in sorghum roots after 20 
days. The percentage of organic matter, carbon, and the amount of soil microbial 
biomass increased, compared to controls of non-inoculated plants or soil that was not 
planted or treated. The use of these immobilized microorganisms in alginate beads, once 
the waste water treatment is over, constitutes an added-value to this biotechnology, 
making it environmentally friendly because it does not produce any secondary 
pollution, creating an efficient recycling of all components. 
 
Keywords: microalgae-bacteria system, microbial inoculant, 

Fluorescent in situ hybridization 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

La inmovilización de microorganismos en polímeros es una técnica que ha sido 

ampliamente investigada y utilizada en diversos campos biotecnológicos (O’Reilly y Scott, 

1995), entre los cuales se pueden mencionar: 1) producción de metabolitos secundarios con 

valor comercial, 2) como herramienta en la manipulación genética de bacterias 

recombinantes para mejorar la estabilidad del plásmido, y 3) para remover compuestos 

inorgánicos y metales pesados de aguas residuales, donde es una gran ventaja ya que 

facilita la cosecha de biomasa producida después del tratamiento (de-Bashan y Bashan 

2008a). Particularmente en lo que respecta al tratamiento terciario de aguas residuales 

domésticas, el uso de microalgas y bacterias inmovilizadas en alginato es una tecnología 

que se ha investigado en los últimos años (González y Bashan, 2000; González et al., 2000; 

Lebsky et al., 2001; de-Bashan et al., 2002 a, b, 2004, 2005, 2008 a, b, c; Hernández et al., 

2006, Yabur et al., 2007). Esta interacción deliberada la conforman Chlorella spp., una 

microalga de agua dulce conocida por remover nutrientes de aguas residuales domésticas 

(de la Noüe, 1988; Tam y Wong, 2000), y Azospirillum brasilense, una bacteria conocida 

por promover el crecimiento en plantas (Okon y Kapulnik, 1986; Bashan, 1986; Bashan y 

Levanovy, 1990). Se ha observado a nivel experimental que Chlorella spp. incrementa su 

tasa de crecimiento y otros parámetros fisiológicos como niveles de pigmentos y lípidos 

cuando se encuentra inmovilizada con A. brasilense, y al mismo tiempo aumenta la 

remoción de nitrógeno y fósforo de agua (González y Bashan, 2000; González et al., 2000; 

de-Bashan et al., 2002 a, b, 2004). 
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Al finalizar dicho proceso, el sistema queda disponible y con la posibilidad de 

emplearse en otra actividad biológica. En este sentido, las alternativas de uso se relacionan 

con la disponibilidad de la biomasa una vez realizado el proceso de eliminación de 

nutrientes de agua. Por ejemplo, algunas alternativas de uso estarían directamente 

relacionadas con la biomasa de la microalga; entre ellas se pueden mencionar la producción 

de lípidos (Feng et al., 2005; Witjaja et al., 2009), biodiesel (Miao y Wu, 2006; Xu et al., 

2006; Converti et al., 2009; Li et al., 2007), etanol (Hirano et at., 1997), pigmentos 

(Govueia et al., 1996; 1998; 2006) e hidrógeno (Benemann, 2000), entre otros. El interés de 

uso también pueden inclinarse hacia ocupar la bacteria disponible en el sistema como 

inoculante en plantas (Bashan y Levanony, 1990; Holguín et al., 1999), donde el alginato 

actuaría como una matriz de transporte de las bacterias hacia el suelo y la planta (Bashan, 

1986). 

Una posible alternativa de uso posterior del sistema microalga-bacteria es aplicarlo en 

suelo. Esta propuesta se estableció por dos razones: i) al agregar el sistema microalga-

bacteria se puede dar una contribución de materia orgánica y carbono al suelo por la 

biomasa de la microalga y por el alginato; y ii) al agregar Azospirillum brasilense en el 

suelo, podría utilizarse como inoculante en plantas, colonizar la raíz y promover su 

crecimiento. De esta manera, al aplicar el sistema microalga-bacteria al suelo se evitaría, 

por un lado, el desechar las esferas después del tratamiento terciario de agua, lo cual 

eliminaría problemas de polución, y bien se estaría ocupando la biomasa del sistema, 

mientras que por otro lado, se tendría una contribución de materia orgánica y carbono en el 

suelo a partir de la biomasa de la microalga y el alginato así como la contribución de una 
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bacteria promotora de crecimiento en plantas dentro del suelo, utilizando las esferas como 

un inoculante. 

La idea de aplicar el sistema microalga-bacteria en suelo después de utilizarse para la 

eliminación de nitrógeno de agua fue estudiada por tres vías: 

 

1) Viabilidad de Azospirillum brasilense después de utilizarse en el sistema microalga-

bacteria para la eliminación de nitrógeno de agua. 

 

2) Utilidad del sistema microalga-bacteria como inoculante a partir de la detección de 

Azospirillum brasilense en raíz y su efecto positivo en el crecimiento de la planta. 

 

3) Efecto del sistema microalga-bacteria en suelo de zonas áridas. 

 

Actualmente son pocos los estudios en biotecnología que abordan la idea de 

reutilización. La presente tesis estudia el inicio de la reutilización de la biotecnología 

basada en el inmovilizado de microalgas y bacterias en alginato, mostrando el desarrollo de 

una posible alternativa posterior al tratamiento terciario de aguas residuales domésticas, y 

con ello una aplicación futura del sistema, no sólo en el tema de biorremediación de agua. 
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2. ANTECEDENTES GENERALES 

 

2.1. Microorganismos inmovilizados, uso y aplicación 

 

Aunque el término “inmovilizado” es ahora parte del lenguaje de la biotecnología, el 

término es delineado más para ejemplos prácticos que para una definición precisa 

únicamente. Un microorganismo inmovilizado es definido como una célula viva que, por 

medios naturales o artificiales, se le impide desplazarse de manera independiente de su 

medio (Tampion y Tampion, 1987). Tal definición es suficientemente amplia y general 

como para incluir diversos ejemplos de inmovilización. Una idea complementaria a este 

concepto lo mencionan de-Bashan y Bashan (2010) relacionándolo a microalgas, donde 

refieren que un microorganismo inmovilizado en una matriz, ya sea natural o artificial, 

puede ayudar en los beneficios biotecnológicamente requeridos para los cuales se utiliza la 

microalga, como por ejemplo en la obtención de un metabolito específico o bien para 

remover contaminantes. En este sentido, la inmovilización es abordada con diversos 

intereses y aplicaciones. 

Según Chibata y Tosa (1981) las técnicas de inmovilización de células pueden ser 

clasificadas en tres categorías: carrier-binding, cross-linking, y entrapping. Entre ellos, los 

métodos para atrapar células ha sido el más ampliamente estudiado. Diversas matrices son 

utilizadas en este tipo de técnica. Entre ellas se encuentran: Agar, alginato, carrageenina, 

celulosa y sus derivados, colágeno, gelatina, diversas resinas, acrilamida, poliéster, 

poliestireno, y poliuretano, entre otros; tales matrices son además utilizadas en base a su 
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forma (como cápsulas ó esferas, membranas, espirales, redes o fibras, etc.), de acuerdo a 

sus propiedades físicas (viscosidad, tamaño del poro) y de acuerdo al tipo de proceso en el 

que se utilicen. Dentro de los principales campos en que se han utilizado células 

inmovilizadas se pueden mencionar en biosíntesis y bioconversion, en el ambiental, en la 

industria de alimentos, y como biosensores (Junter y Jouenne, 2004), incluyendo además el 

campo médico (Oribe et al., 2003 a, b). 

La inmovilización de células incluye diversos microorganismos, desde bacterias 

(O´Reilly y Crawford, 1989; Jung y Mugner, 1982; Rekha et al., 2007), levaduras (Meena y 

Raja, 2006), hongos (Hyde et al., 1991), microalgas (Moreno, 2008; Mallick, 2006; Shi et 

al., 2007), cianobacterias (Ertuğrul et al., 2007) entre otros. Por ejemplo, Prabakaran y Hoti 

(2008) estudiaron la inmovilización de Bacillus thuringiensis var. israelensis en alginato de 

sodio para almacenar las células durante períodos prolongados, encontrando que la bacteria 

mantiene una excelente viabilidad y su actividad larvicida durante 10 años. Asimismo, 

Shrivastava et al. (2008) estudiaron la producción de IAA de Kitasatospora spp. 

inmovilizado en esferas de alginato, donde observaron una elevada formación de micelio 

dentro de la esfera y una mayor cantidad de acido indolacético producido, en comparación 

con células no inmovilizadas. Por otro lado, Meena y Raja (2006) describen la 

inmovilización de Saccharomyces cerevisiae utilizando diversos iones metálicos como 

estroncio, bario, calcio-estroncio, calcio-bario y estroncio-bario, como un nuevo método de 

tecnología de inmovilización. Además, Tam y Wong (2000) estudiaron la remoción de 

nitrógeno y fósforo de agua residual sintética realizada por Chlorella vulgaris inmovilizada 

en esferas  de alginato de calcio, y empleando bioreactores, observaron que la microalga 

inmovilizada elimina una cantidad de amonio del 95% en 24 horas, y además se reducen 
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los niveles de ortofosfatos en 24 horas. En lo que se refiere a coinmovilización de 

diferentes especies de bacterias, Hesam y EI-Komy (2005) estudiaron a las bacterias 

Azospirillum brasilense, Azospirillum lipoferum, Pseudomonas fluorescens y Bacillus 

megaterium y su potencial para solubilizar Ca3PO4. Los autores observaron que la 

combinación B. megaterium y A. lipoferum inmovilizados en alginato demuestra mayor 

solubilización del sustrato. En cuanto a la coinmovilización de bacterias y microalgas, se 

tienen reportes como el de Chevalier y de la Noüe (1987), quienes estudiaron la conducta 

de Bacillus subtilis para sintetizar alfa-amilasa cuando se inmoviliza con Scenedesmus 

obliquus en carragenina, observando que la actividad enzimática de la bacteria incrementa 

hasta un 20% cuando se encuentra coinmovilizada.  

La inmovilización de microorganismos ha adquirido bastante atención en el campo de 

la biotecnología, y actualmente se pueden encontrar estudios en diversos campos y con 

diversos microorganismos, donde algunos de estos estudios eventualmente alcanzan su 

aplicación. 

 

2.2. Coinmovilización de bacterias y microalgas para tratamiento terciario de aguas 

residuales 

 

Varios aspectos técnicos en el modelo microalga-bacteria que apoyan el uso de este 

sistema en el tratamiento de aguas residuales han sido previamente publicados. En la Tabla 

I se muestran enlistados los estudios que se han realizado utilizando este modelo (de-

Bashan y Bashan, 2008a). 
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Tabla I. Estudios sobre el modelo microalga-PGPB (Modificado de de-Bashan y Bashan, 2008a). 
Tipo de  
estudio 

Especie 
Chlorella 

Cepas  
PGPB 

Referencias 

 
Promoción de crecimiento 
(Peso seco, num cel, tamaño de 
colonias, tamaño de célula) 

 
C. vulgaris 
 
C sorokiniana 

A. brasilense Cd, Sp6, 
Sp245, A. lipoferum 
JA4. 
B. pumilus 

de-Bashan et al. (2008a; 
2008c);  
 
González y Bashan (2000); 
Hernández et al. (2008) 
 

 
Hormonas 
IAA 

 
C. vulgaris 

A. brasilense Cd, Sp6, 
Sp245, FAJ0009, Sp 
M7918; A. lipoferum 
JA4::ngfp15 

 
 
de-Bashan et al. (2008a) 

 
 
Absorción de nitrógeno y 
fósforo 

 
 
C. vugaris, 
C. sorokiniana 

A. brasilense Cd; 
P. myrsinacearum; 
B. pumilus 

de-Bashan et al. (2002; 
2004); González et al. 
(2000); Hernández et al. 
(2006; 2008); Yabur et al. 
(2008) 

Pigmentos fotosintéticos   
 
 
 
C. vulgaris 

 
A. brasilense Cd 

 
de-Bashan et al. (2002a) Lípidos 

Modificación de ácidos grasos 
Interacción celula-célula  

A. brasilense Cd, 
P. myrsinacearum 

Lebsky et al. (2001) 
Retraso de senescencia González et al. (2000);  

Lebsky et al. (2001) 
 

Control de población  
 
 
 
 
A. brasilense Cd 

 
de-Bashan et al. (2002a; 
2005; 2008c) 

Dinámica de población 
Mitigación de calor e 
intensidad luminosa 

 
C. sorokiniana 

Ayuno de nutrientes Hernández et al. (2006) 
Mitigación a la inhibición por 
pH 

 
 
C. vulgaris 

 
 
de-Bashan et al. (2005; 
2008a: 2008b) 

Mitigación a la inhibición por 
triptófano 
Enzimas en el ciclo del 
nitrogeno 

 

 Inicialmente, los estudios en el sistema microalga- bacteria se realizaron utilizando 

a la microalga Chlorella vulgaris y a la cepa Azospirillum brasilense Cd como modelo, sin 

embargo en los últimos años se ha explorado la utilización de diversas cepas tanto de 

Chlorella como de Azospirillum. Por ejemplo, de Bashan et al. (2008c) aislaron  y 

caracterizaron a la cepa C. sorokiniana UTEX 2805, la cual, al igual que otras cepas de C. 
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sorokiniana, se conoce por tolerar condiciones de temperatura e intensidad luminosa 

extremas; los autores evaluaron esta característica al inmovilizarse con A. brasilense Cd,  

observando que la microalga tolera temperaturas hasta de 40-42°C y una intensidad 

luminosa equivalente a 2500 µmolm2s-1 durante 5 horas cada día, al igual que incrementa la 

cantidad de pigmentos fotosintéticos (clorofila a, b, violaxantina y zeaxantina) cuando se 

encuentra inmovilizada con la bacteria, y bajo éste régimen de cultivo, la microalga 

coinmovilizada con la bacteria es capaz de eliminar una mayor cantidad de nitrógeno, 

comparado con la eliminación de amonio bajo un régimen de cultivo de 28°C y una 

intensidad luminosa equivalente a 60 µmolm2s-1. 

Por otro lado, Hernández et al. (2009) estudiaron la inmovilización de una especie 

diferente de Azospirillum con la microalga para conocer si el efecto de promover la tasa de 

crecimiento de la microalga y remover nutrientes del agua es semejante cuando se utilizan 

otras bacterias en el sistema. En este sentido, el modelo de bacteria fue Bacillus pumilus, 

una bacteria aislada del suelo, la cual se inmovilizó con Chlorella vulgaris en esferas de 

alginato. Los autores observaron que, a nivel celular, la bacteria mejora la eliminación de 

nutrientes por parte de la microalga, aunque en términos generales de eliminación, el 

modelo utilizando Chlorella y Azospirillum brasilense  resulta más eficiente, ya que se 

observó que Bacillus pumilus fijaba nitrógeno atmósférico en el medio, y esto crea 

problemas en la eliminación de nitrógeno. 

 

El sistema microalga-bacteria incluye además estudios como el reportado por 

Hernández et al. (2006), quienes evaluaron la remoción de fósforo de agua residual 

domestica por parte de C. sorokiniana inmovilizada con A. brasilense bajo condiciones de 
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ayuno. Es importante mencionar que en este estudio se utilizó agua residual proveniente de 

una planta de tratamiento de aguas municipales, lo cual apoya la idea de aplicar en un 

futuro el coinmovilizado de microorganismos en esferas de alginato para biorremediación 

de agua, y eventualmente estudiar su escalamiento aplicando ingeniería en biorreactores, al 

igual que otros procesos industriales, como la evaluación de diversos regímenes de cultivos 

de la microalga, como el heterotrófico, mecanismos involucrados en la interacción 

microalga-bacteria, como puede ser la producción de IAA por parte de A. brasilense (de-

Bashan et al., 2008a) o bien estudios básicos implicados en el ciclo del nitrógeno, 

abordándolos desde un punto de vista enzimático (de-Bashan et al., 2008b). 

 

2.3. Azospirillum, utilización como inoculante, promotora de crecimiento vegetal, 

identificación en raíz y su inmovilización 

 

El género Azospirillum pertenece a la subclase alfa de las proteobacterias (Garrity, 

2005); generalmente se presentan en forma de bacilo, como un bastón gordo curvilíneo, 

entre 0.8-1.0x25 µm de tamaño, con gránulos de polímeros como polihidroxibutirato 

(PHB), los cuales pueden alcanzar hasta un 50% del peso seco celular (Okon et al., 1976; 

Hartmann y Baldani, 2006). En la actualidad se han reportado 10 especies para este género: 

A. brasilense; A .lipoferum; A. amazonense; A. halopreferens; A. irakense; A. largimobile; 

A. doebereinerae; A. oryzae; A. melinis y A. canadense (Menhaz et al., 2007). Las bacterias 

del género Azospirillum han sido aisladas de la superficie de la raíz de una muy amplia 

variedad de plantas y de su rizósfera, incluyendo generalmente cereales como maíz, trigo, 

arroz, sorgo, avena y pastos forrajeros (Bashan y Levanovy, 1990). Usualmente se conoce a 
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Azospirillum por colonizar la raíz de las plantas. Hay además diversos estudios donde se 

indica que la inoculación con Azospirillum puede beneficiar plantas por varios mecanismos 

(Okon y Kapulnik, 1986). Si bien no se ha definido el mecanismo por el cual Azospirillum 

promueve el crecimiento vegetal, existe literatura donde se reportan diversos modos de 

acción relacionados con este parámetro, como son fijación de nitrógeno (Hartmann, 1998), 

efectos hormonales como la producción de ácido indolacético (AIA) (Dobbelaere et al., 

1999; Croizer et al., 1998); ácido abscísico (ABA) (Cohen et al., 2008), ácido índol 

butírico (Martínez et al., 2003) giberelinas (Bottini et al., 1989); 2004; fijación de 

nitrógeno (Holguín y Bashan, 1996), y una hipótesis aditiva que propone la intervención de 

todos los mecanismos mencionados (Bashan et al., 2004). El interés científico por esta 

bacteria es principalmente basado en su habilidad de mejorar el crecimiento de numerosos 

cultivos de interés agrícola (Rothballer et al., 2003), de ahí que se le conozca como bacteria 

promotora de crecimiento en plantas (PGPB por sus siglas en ingles) (Bashan y Holguín, 

1998). La inoculación de plantas con Azospirillum puede resultar en un cambio 

significativo en diversos parámetros de crecimiento de la planta, los cuales pueden o no 

afectar el cultivo. Entre tales parámetros se pueden mencionar: Incremento en el peso seco 

total de la planta, cantidad de nitrógeno en granos, germinación temprana y alta tasa de 

germinación, incremento del peso del grano, mayor altura de la planta y tamaño de la hoja, 

etc. (Bashan y Levanovy, 1990). También la inoculación de plantas con Azospirillum se ha 

observado en el desarrollo de la raíz. Los efectos más marcados se observan directamente 

en cambios morfológicos del sistema radicular, como son incremento en la longitud de la 

raíz (zona de elongación), incremento en el número y longitud de raíces laterales, 
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incremento en el peso seco de la raíz, incremento en el área del sistema radicular, y 

estimulación de exudados de la raíz (Hadas y Okon, 1987; Levanony y Bashan, 1989). 

Para la identificación de A. brasilense en raíz es necesario contar con más un tipo de 

herramienta, o bien considerar que la complementariedad de técnicas puede alcanzar un 

mejor argumento en la identificación. Durante años se ha trabajado con la aplicación de 

técnicas dependientes de cultivo y el uso de microscopía convencional. En los últimos años, 

la identificación de Azospirillum en raíz así como su efecto en la rizósfera se ha reportado a 

partir del uso de técnicas moleculares ó independientes de cultivo, acompañadas y diversos 

tipos de microscopías. Entre ellas se pueden mencionar la técnica llamada hibridación 

fluorescente in situ (FISH, por sus siglas en ingles) y la técnica de electroforesis en gel con 

gradiente desnaturalizante (DGGE por sus siglas en ingles). En ecología microbiana, la 

hibridación fluorescente in situ permite la visualización de células procariotas en su 

ambiente natural, y además pueden ser identificadas sin ser cultivadas, utilizando regiones 

específicas del 16S ó 23S rRNA (Schmith et al., 2006). La técnica utiliza moléculas 

fluorescentes para localizar genes o fragmentos de DNA, y consiste en preparar cortas 

secuencias de DNA de una sola hebra, llamadas sondas, que son complementarias de las 

secuencias de DNA que se quieren marcar y examinar. Estas sondas son marcadas con 

moléculas fluorescentes. Las sondas se hibridizan o unen al DNA complementario y, como 

están marcadas con moléculas fluorescentes, permiten localizar las secuencias en las que se 

encuentran (Zwirglmaier, 2005; O’Donnell y Whiteley, 1999; Amann et al., 1990; Amann 

et al., 1995; Amann, 1995). La visualización de la sonda, que se encuentra en cada una de 

las células microbianas, se realiza mediante el apoyo de microscopía fluorescente ó 

microscopía confocal. Por ejemplo, Rothballer et al. (2003) utilizaron la técnica de 
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hibridación fluorescente in situ para visualizar a 2 cepas de Azospirillum brasilense (Sp245 

y Sp7) en raíces de 3 diferentes variedades de trigo (Triticum aestivum), analizando los 

efectos benéficos de la inoculación de la bacteria sobre las plantas y combinando la 

visualización con microscopía confocal. Otro ejemplo es el reportado por Assmus et al., 

(1995), quienes utilizaron además etiquetas fluorescentes como DAPI, principalmente para 

visualizar la región complementaria del 16S rRNA específica para el dominio Bacteria, la 

región 18S rRNA específica para el dominio Eucarya, la región 16S rRNA conservada para 

la subclase alfa de Proteobacteria y la región 23S rRNA complementaria para Azospirillum 

brasilense con el propósito de visualizar la colonización de tres cepas de A. brasilense  

(Sp7, Sp245 y Wa3) en raíces de trigo, utilizando la técnica de hibridación fluorescente in 

situ y visualizando las muestras con microscopía láser confocal. 

En el caso de la electroforesis en gel con gradiente desnaturalizante (DGGE), es un 

método molecular que consiste en la separación de fragmentos cortos de cadenas de DNA 

dependiendo de su punto de desnaturalización, la cual se lleva a cabo por medios químicos 

(agentes desnaturalizantes, como urea y formamida). La electroforesis se basa en la 

migración de moléculas de DNA a través de geles de poliacrilamida que contienen 

concentraciones crecientes de agente desnaturalizante. En este sentido, el punto de 

desnaturalización aumentará ó disminuirá con el tamaño de la secuencia de nucleótidos que 

lo conforman, y también por la composición de nucléotidos de la secuencia, que suele 

aumentar con altos contenidos de Guanina (G) y Citocina (C). La técnica DGGE se ha 

consolidado como una herramienta útil en el campo de la ecología microbiana, 

generalmente por el fundamento de que a partir de la extracción de DNA de muestras 

naturales, el cual se segmenta en fragmentos de 16S rRNA a partir de su amplificación por 
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PCR, se obtiene una mezcla de productos de PCR que al separarse por medio de la 

electroforesis con gradiente desnaturalizante, se forma un patrón de bandas; el número de 

bandas que aparezcan en el gel corresponde a una secuencia distinta en tamaño y 

composición de nucleótidos (Muyzer et al., 1993; Muyzer et al., 1996; Muyzer y Smalla, 

1998). Para obtener una información detallada acerca de este perfil, cada banda que aparece 

en el gel es cortada, hibridizada y secuenciada. De esta manera se puede obtener 

información de que cada banda corresponda a un miembro microbiano de una muestra 

natural. Existen estudios realizados con Azospirillum utilizando la técnica DGGE, por 

ejemplo, Lerner et al., (2006) observaron que el efecto de la inoculación de Azopirillum en 

Zea mays causa cambios morfológicos en el sistema radicular, y tales cambios pueden 

indirectamente afectar la comunidad microbiana de la rizósfera, la cual fue examinada a 

partir del uso de la técnica DGGE y por Análisis de los espacios intergénicos ribosomales 

automatizados (ARISA por sus siglas en ingles). 

Otro tipo de herramientas similares complementarias en la identificación fenotípica 

de A. brasilense en raíz se pueden mencionar el uso de diversas técnicas inmunológicas 

(Bashan et al., 1991a; Schloter et al., 1994), microscopía electrónica de barrido (Bashan, 

1986; Bashan et al., 1991b; Holguín y Glick, 2003; Bacilio et al., 2001), o bien 

microscopía electrónica de transmisión para la identificación morfológica (Levanony et al., 

1989; Alexandre et al., 1999; Menhaz et al., 2007). También se ha reportado en 

microorganismos el uso de tinciones fluorescentes como el Fluoroscein Diacetato (FDA) 

(Chrzanowski et al., 1984; Clarke et al., 2001; Wanandy et al., 2005) y marcadores 

moleculares como es el caso de proteínas autofluorescentes (Larrainzar et al., 2005; Egener 

et al., 1998; Ramos et al., 2002) para su identificación. Por ejemplo, Bacilio et al. (2004) 
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estudiaron la mitigación al estrés salino de Azospirillum. lipoferum en plantas de Triticum 

aestivum cv. Rayon, donde su identificación y colonización fue comprobada gracias a que 

este mutante de cepa expresa el gen gfpmut2 que codifica una proteína fluorescente. La 

visualización de la bacteria así como su colonización se realizó mediante el uso de 

microscopía óptica fluorescente. 

La tecnología de utilizar Azospirillum inmovilizado en polímeros es un campo que 

continúa en etapa experimental. Se tienen reportes donde evaluaron el uso de Azospirillum 

brasilense inmovilizado en alginato como biofertilizante en acuacultura, básicamente para 

fijar nitrógeno atmosférico (Tripathy y Ayyappan, 2005), inmovilizar Azospirillum 

lipoferum 137 y Bacillus megatherium en alginato y agar para mejorar la solubilización de 

fósforo (Hesham y El-Komy, 2005), y además inmovilizar Azospirillum lipoferum en 

alginato de sodio bajo un período de deshidratación para evaluar pérdida de viabilidad de la 

bacteria (Paul et al., 1993). El uso de alginato como matriz de transporte de Azospirillum 

para utilizarse como inoculante en plantas también es un campo que se encuentra en etapa 

experimental. En general, la idea de inmovilizar a la bacteria en polímeros permite dos 

cosas: 1) una lenta liberación de los microorganismos dentro del polímero, lo cual beneficia 

el éxito de colonizar la raíz, y 2) protección contra microorganismos patógenos ó 

competitivos del suelo (Bashan, 1998). Se ha estudiado por ejemplo la inoculación de trigo 

con A. brasilense inmovilizado en alginato (Bashan, 1986), y ésta tecnología ha sido 

utilizada  además en la inoculación de otras plantas (Bashan y Holguín, 1997); dicha 

tecnología ha sido mejorada con el desarrollo de un sistema que produce microesferas con 

Azospirillum, la cual es capaz de promover el crecimiento de las plantas de trigo y tomate 

(Bashan et al., 2002). Por otro lado, Bashan et al. (2006) observaron que la cantidad de los 
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pigmentos fotosintéticos clorofila a, b, así como pigmentos fotoprotectores como 

violaxantina, zeaxantina, enteroxantina, luteína, neoxantina y -caroteno de plantas de trigo 

aumentaron cuando fueron inoculadas con Azospirillum brasilense inmovilizado en 

microesferas de alginato, en comparación con plantas sin inocular. 

Otro parámetro que se incluye en la evaluación de Azospirillum inmovilizado en 

alginato como inoculante es el reportado por Bashan y González (1999), quienes evaluaron 

la sobrevivencia de Azospirillum brasilense Cd inmovilizado en esferas de alginato por un 

período de 14 años, donde se observó que células de A. brasilene continúan viables, aún 

después de someterse a períodos prolongados de conservación, y además mantiene su 

capacidad de colonizar plantas y de producir los efectos de promoción de crecimiento, tal y 

como lo realizó antes de ser conservado el inoculante. 

 

2.4. Chlorella y el uso de su biomasa 

 

Chlorella es un género de microalgas verdes, unicelular, miembro de phylum 

Chlorophyta, es esférica, mide de 2-10 µm de diámetro y carece de flagelo (Richmond, 

1986). Esta microalga ha sido utilizada como modelo biológico en el estudio de fotosíntesis 

(Myers, 1974), y además es cultivada y utilizada para diferentes procesos, entre los que se 

pueden mencionar: como aditivo para de alimento, Biosorción de metales pesados, 

tratamiento de aguas, obtención de productos como pigmentos, en la industria de 

cosméticos, obtención de biogás, producción de biodiesel, como aditivo en agricultura y 

biofertilizante entre otros. A continuación se describen algunos ejemplos. 
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2.4.1. Aditivo para alimento 

Como ejemplo del uso de Chlorella vulgaris como aditivo para alimento, se tiene el 

reportado por Maruyama et al. (1997) quienes estudiaron la aplicación de la microalga 

como alimento para el rotífero Brachionus plicatilis, donde observaron que C. vulgaris 

presenta componentes similares a los del alga Nannochloropsis oculata, utilizada también 

como alimento del rotífero, en lo que se refiere al contenido de proteína, aminoácidos, 

minerales y vitaminas. Con éste perfil, los autores demostraron que C. vulgaris puede ser 

utilizado como una buena alternativa de alimento en cultivo de rotíferos. 

 

2.4.2. Biosorción de metales pesados 

Las especies de Chlorella son conocidas por poseer una alta capacidad de acumular 

metales pesados como cobre, cadmio, niquel, zinc, etc., la cual es dependiente de la 

concentración de biomasa. En el caso de la biosorción de metales pesados, como ejemplo se 

puede mencionar el reportado por Günther et al. (2007), quienes estudiaron la habilidad de 

C. vulgaris para  acumular uranio a diferentes niveles de pH en condiciones 

experimentales. Además, la reducción de uranio de aguas contaminadas con este metal ha 

sido estudiado utilizando Chlorella pyrendoidosa inmovilizada en alginato de calcio 

(Singhal et al., 2004). 

 

2.4.3. Tratamiento de aguas 

El uso de C. vulgaris para eliminar nitrógeno y fósforo de aguas residuales ha sido 

reportado en las últimas décadas (de la Noüe et al., 1992) y utilizando la microalga 

inmovilizada en alginato también ha sido reportado (González et al., 1997). Como ejemplo, 
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Tam y Wong (2000) estudiaron la eliminación de nitrógeno y fósforo realizada por 

Chlorella vulgaris inmovilizada en esferas de alginato, donde observaron que la microalga 

elimina completamente la concentración de nitrógeno (30 mg/L NH4+) en 48 horas, 

mientras que cerca de un 95% del fósforo presente en el agua. 

 

2.4.4. Obtención de pigmentos y otros productos 

En el campo de la acuacultura, los pigmentos producidos por microalgas pueden ser 

utilizados para aumentar el valor comercial de un producto. Por ejemplo, Gouveia et al., 

(1998) utilizaron a Chlorella vulgaris como fuente de carotenoides. Los autores observaron 

que al alimentar al salmón Oncorhynchus mykiss con C. vulgaris, la retención de 

carotenoides en su tejido muscular incrementa en comparación con la dieta basada con 

pigmentos comerciales. Por otro lado, Gouveia et al. (2006) estudiaron el uso de 

carotenoides obtenidos de biomasa de C. vulgaris. Propiedades como color y su función 

como antioxidantes fueron los parámetros que los autores evaluaron, con la finalidad de 

utilizar estos pigmentos en emulsiones como mayonesa, donde se puede obtener un mayor 

valor si la emulsión contiene tales propiedades. 

 

2.4.5. Producción de biodiesel 

Las aplicaciones biotecnológicas de la biomasa de microalgas ha incrementado, 

incluyendo la producción de biodiesel y etanol (Karakashev et al., 2007). Por ejemplo, en 

el caso de utilizar especies de Chlorella para producción de biodiesel, Miao y Wu (2006) 

estudiaron la extracción de lípidos de Chlorella protothecoides, donde observaron que 

cultivando a la microalga en condiciones heterotróficas, la producción de lípidos alcanza 



18 
 

hasta un 55% de la biomasa total, en comparación de cultivos sometidos a condiciones 

fototróficas. 

 

2.4.6. Aditivo en agricultura y biofertilizante 

Shaaban (2001a) estudió el efecto de utilizar extractos de C. vulgaris en plantas de trigo 

(Triticum aestivum), y observó que tales aditivos favorecen el crecimiento de la planta, el 

peso seco, y aumenta hasta un 40% el peso del grano, en comparación con plantas que 

fueron adicionadas con fertilizante comercial. Asimismo, el mismo autor observó que el 

estatus nutricional y crecimiento de la raíz de plantas de maíz (Zea mays) mejoran cuando 

son adicionadas con estractos de C. vulgaris (Shaaban, 2001b). 

 

2.5. Alginato, producción, usos y aplicaciones en biotecnología 

 

El alginato es un tipo de polisacárido encontrado en gran abundancia como parte de la 

pared celular y material intracelular de algas pardas (Phaeophyceae). Muchos de los 

alginatos utilizados comercialmente son obtenidos de tres géneros de macroalgas, 

Macrocystis, Laminaria, y Ascophyllum. El alginato es además producido por dos familias 

de bacterias heterotróficas, la Pseudomonadaceae y la Azotobacteriaceae (Wong et al., 

2000). En 1881, la British Chemist E. C. C. de Stanford describe la existencia  de alginato 

en algas pardas, como el polisacárido más abundante, abarcando cerca de un 40% de su 

peso seco. El alginato microbiano fue descubierto más de 80 años después, por Linker y 

Jones en 1964, cuando aislaron y caracterizaron parcialmente exopolisacárido de la cepa 

Pseudomonas aeruginosa; posteriormente se demostró que Azotobacter vinelandii producía 
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una clase de alginato acetilado (Sabra et al., 2001). El alginato tiene propiedades físicas y 

químicas que, como sustancia, son de interés para diversos usos y aplicaciones. Algunas 

propiedades como viscosidad, formación de gel y agente estabilizador hacen posible la 

aplicación de este polímero en la industria textil, en emulsiones y espesantes para cremas, 

en alimentos, papel, detergentes, biomateriales, productos farmacéuticos (Osawa et al., 

2005). 

Las cadenas poliméricas del alginato están compuestas por dos ácidos, el ácido 

manurónico (M) y el ácido gulurónico (G). Tales ácidos varían en proporción y en el 

arreglo secuencial del polímero (Yabur et al., 2007) Ante ello, el alginato se puede 

organizar de tres formas: 1) en bloques homopolimericos G y poliguluronato G 

(GGGGGGGGGGGGGG); 2) en bloques homopolimericos M y polimonomerato M 

(MMMMMMMMMMM); y 3) bloques heteropolimericos G/M (GMGMGMGM) los 

cuales pueden estar organizados al azar ya sea por secuencias GM, ó MMGG (Wong et al., 

2000). Los monómeros se pueden vincular por medio de iones metálicos (Meena y Raja, 

2006) divalentes, como calcio, a través de los bloques de los ácidos, para formar un gel. La 

cantidad relativa así como la secuencia de tales monómeros depende del origen del 

alginato, tanto ambiental como genéticamente (Yabur et al., 2007). Esta conformación dicta 

las propiedades del alginato, como solubilidad, viscosidad, y la habilidad para cambiar 

iones con metales divalentes (King, 1983). 

 

Debido a las características anteriormente mencionadas, el alginato es el polímero más 

comúnmente utilizado para la encapsulación microbiana, además llamado inmovilización. 

Las células microbianas en la matriz pueden ser protegidas de condiciones ambientales 
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como pH, temperatura, solventes orgánicos, venenos y hasta de otros microorganismos 

(Park y Chang, 2000). Desde hace varios años el alginato ha sido utilizado y aplicado en 

diversos campos biotecnológicos. El alginato, por ejemplo, es utilizado en el campo médico 

en cirugías y como matriz de liberación controlada de medicinas o ciertos químicos 

(Remminghorts y Rehm, 2006); también su uso se aplica al atrapamiento de células 

animales, células microbianas, mitocondria, cloroplastos, protoplastos y células rojas (Park 

y Chang, 2000). En la Tabla II se muestran algunas de las aplicaciones comerciales del 

alginato (Rehm y Valla, 1997). 

 

Tabla II: Algunas aplicaciones comerciales del alginato (Rehm y Valla, 1997). 
Aplicación Función del alginato 

 
Impresión textil 

 
Fijación, color y brillo, asegurando 
una impresión uniforme 
 

Tratamiento de papel y 
tablón 
 

Mejora la uniformidad de la 
superficie 

Producción de soldadura Componente de cubierta de 
materiales para la soldadura, 
asegurando flexibilidad 
 

Tratamiento de agua Incrementa el tamaño de los 
agregados en el proceso de  
floculación 
 

Enlatadora Formación de cordones en 
hendiduras de tapas 

Emulsión de latex Concentración de latex natural 
durante la extracción de goma de 
plantas 

 
Producción de cerámicas; 
alimento para humanos y 
mascotas 
 

Reduce la tasa de secado 
superficial;estabilizante, 
adelgazante, y agente gelificante 

Industria biotecnológica y 
farmacéutica 
 

Inmovilización de células, 
liberación de sustancias, 
tratamiento osea, dermatológico, e 
impresiones dentales 
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El alginato además ha sido utilizado en preparaciones de inoculantes como matriz de 

transporte, debido principalmente a su naturaleza no tóxica, su biodegradabilidad, y su lenta 

liberación de microorganismos en el suelo (Bashan, 1986; Bashan y Holguín, 1998). Es 

importante resaltar estas ventajas ya que facilitan su aplicación agronómica y ecológica. 

Como se mencionó anteriormente, el alginato es producido, por ejemplo, por cierto grupo 

de microorganismos bajo condiciones limitantes de fuentes de carbono en el ambiente 

como una estrategia biológica de supervivencia. Por lo tanto, estos microorganismos 

cuentan con mecanismos enzimáticos para utilizar el polímero (Wong et al., 2000; Moen y 

Østgaard, 1997; Ertesvåg et al., 1998); de ahí que el alginato pueda ser biodegradado de 

manera natural, aunque se tienen reportes de su degradación también por otros mecanismos 

como irradiación por rayos gamma (Hien et al., 2000) y depolimerización por temperatura 

(Holme et al., 2003). 

 

Otras aplicaciones que tiene el alginato en el campo biotecnológico es su uso como 

método de preservación de diversas células. Por ejemplo, Romo y Pérez (1997) estudiaron 

a nivel de laboratorio el uso de esferas de alginato para almacenar a la cianobacteria 

Pseudanabaena galeata. Ellos observaron que la cianobacteria mantiene características 

ultraestructurales y funcionales sin un cambio significativo durante un período de 14-18 

meses; asimismo, la viabilidad fue evaluada, observando que la cianobacteria no solamente 

continua viable después de este período inmovilizadas en alginato, sino además puede 

recuperarse hasta en un 93% y continuar su tasa de crecimiento; asimismo, la cantidad de 

C, H, N y P no mostraron cambios significativos entre células inmovilizadas y no 

inmovilizadas. Asimismo, también se puede mencionar que de manera experimental, se ha 
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observado que la aplicación de alginato en plantas de arroz promueve su crecimiento, 

principalmente en lo que se refiere a la raíz y la parte aérea de la planta, así como aumenta 

el peso  seco de la planta (Hien et al., 2000). 

 

3. JUSTIFICACIÓN 

 

Actualmente los estudios en biotecnología se han desarrollado progresivamente, y 

algunos de ellos ya han abarcado su aplicación para el beneficio de la sociedad. Toda 

biotecnología conlleva una serie de procesos que eventualmente la enriquecen; sin embargo 

hay partes de ella que se ven limitadas por falta de algún componente que les permita 

alcanzar su escalamiento. En este sentido, Es importante considerar que la aplicación de 

organismos biológicos, sistemas, o procesos no culmina cuando se genera un bien o 

servicio específico, por el contrario, se debe buscar el desarrollo de posteriores aplicaciones 

integrales de tales procesos. En la presente tesis se persigue demostrar una alternativa de 

reuso de una biotecnología que ha sido estudiada a nivel de laboratorio para el tratamiento 

terciario de aguas residuales domésticas, que emplea el uso de microalgas y bacterias 

inmovilizadas en esferas de alginato. 

El reuso de las esferas de alginato con organismos inmovilizados, una vez finalizado el 

tratamiento del agua residual, consituye un valor agregado del sistema, lo cual lo hace 

“ambientalmente amigable” ya que no produce ningún tipo de contaminación secundaria, al 

crear reciclado eficiente de todos los elementos que la componen. 
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4. HIPÓTESIS 

 

Si el sistema microalga-bacteria contiene células viables de Azospirirlum. brasilense 

después de su uso en la eliminación de nitrógeno de agua, entonces podrá ser utilizado 

como inoculante en plantas, favoreciendo su crecimiento. 

 

El sistema microalga-bacteria favorecerá un cambio en la cantidad de materia 

orgánica/carbono y en la biomasa microbiana del suelo 

 

5. OBJETIVOS 

 

OBJETIVO GENERAL 

 

Evaluar la reutilización del sistema microalga-bacteria como inoculante así como su 

efecto al ser aplicado en suelo. 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 

Establecer la viabilidad de Azospirillum brasilense Cd después de utilizarse en el 

sistema microalga-bacteria para la eliminación de nitrógeno de agua. 
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Evaluar la utilidad del sistema microalga-bacteria como inoculante a partir de la 

detección de Azospirillum brasilense en raíz y su efecto positivo en el crecimiento de la 

planta. 

Determinar el efecto del sistema microalga-bacteria en la materia orgánica, carbono y 

biomasa microbiana de suelo. 

 

6. METODOLOGÍA 

La metodología se divide en 4 partes: i) Obtención del sistema microalga-bacteria; ii) 

Viabilidad de Azospirillum brasilense después de la eliminación de nitrógeno de agua; iii) 

Detección de Azospirillum brasilense en raíz y su efecto positivo en el crecimiento de la 

planta; y iiii) efecto del sistema microalga-bacteria en suelo. En la Figura 1 se muestra de 

manera general la metodología utilizada. 

 

6.1. Obtención del sistema microalga-bacteria 

6.1.1. Microorganismos, condiciones de cultivo y preparación del sistema microalga-

bacteria 

Se utilizó la microalga Chlorella sorokiniana UTEX 2805 y la bacteria Azospirillum 

brasilense Cd (DMS 1843). Los microorganismos fueron cultivados por separado con la 

metodología descrita por de-Bashan et al. (2004). La inmovilización de microorganismos 

se realizó siguiendo la técnica descrita por de-Bashan et al. (2005) con la modificación de 

utilizar una bomba peristáltica MasterFlex® (Mod. No. 7523-30. Barnant Co, Barrington 

U.S.A.) para la circulación del alginato y los microorganismos, acompañada de una 
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manguera MasterFelx® de No. 14 y una aguja B-D (Becton Dickinson & Co.) con un 

diámetro de 21 G x 32 mm (0.080 mm x 1 ¼’’) para realizar las esferas. 

 

 

Figura 1. Metodología general 
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Para simular la eliminación de nitrógeno de agua Las esferas se dejaron durante 96 

horas en medio residual sintético (MRS) a una concentración de 50 mg/L de NH4
+ en 

matraces de 1 L. 

 

6.1.2. Deshidratación del sistema microalga-bacteria 

Una vez finalizada la eliminación de nitrógeno de agua, la cantidad total de esferas (20 

g por matraz) fueron retiradas del medio, se lavaron 2-3 veces con solución salina estéril al 

0.85% y se colocaron en charolas de aluminio, cubriendo toda la su superficie, para lograr 

su deshidratación. Se evaluaron dos opciones para deshidratar al sistema microalga-

bacteria: 1) secado en horno a 40-43 °C durante 24 hrs, y 2) dentro de una campana de flujo 

laminar a 28-30°C durante 48 hrs. Una vez completada la deshidratación, las esferas se 

almacenaron herméticamente en pequeños frascos de 5 mL. 

 

6.2. Viabilidad de Azospirillum brasilense después de la eliminación de nitrógeno de 

agua 

6.2.1. Cuantificación de células de Azospirillum brasilense 

Después de la deshidratación de las esferas, se llevó a cabo el conteo directo de células 

de A. brasilense mediante tinción de Fluoroscein diacetato (FDA, por sus siglas en ingles) 

(Chrzanowski et al., 1984), para lo cual, se disolvieron esferas en una solución de 

bicarbonato de sodio al 2% (1 esfera en 1 mL de bicarbonato de sodio) durante dos horas 

con agitación constante; después 500µL de esta solución fueron ocupados. Dicho volumen 

se homogenizó nuevamente con vortex durante 1-2 minutos 3 veces, y después se 

centrifugó a 12,800 G durante 3-5 minutos. Después de este tiempo el sobrenadante fue 
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retirado y se agrearon 50µL de una solución de trabajo compuesta de Fluoroscein diacetato 

(20 mg de FDA en 10 mL de acetona, a 4°C) y Buffer de fosfato (KH2PO4 y K2HPO4: pH 

7.2) relación FDA/Buffer: 1:10; esta solución se mezcló con el botón celular utilizando un 

vortex y posteriormente se dejó reposar durante 5 minutos. Después de este tiempo se 

centrifugó nuevamente la muestra para retirar la solución. El botón celular se resuspendió 

en 500µL de Buffer de fosfato y se mezcló con vortex. Finalmente, 20µL de la muestra 

fueron retirados para agregarse en un portaobjetos. La muestra se cubrió con un 

cubreobjetos para posteriormente realizar el conteo de células con el apoyo de un 

microscópio óptico de epifluorescencia (OLYMPUS BX41) y se utilizó además un lente de 

inmersión en aceite con una magnificación de 100x. La fluorescencia emitida se logró 

detectar con un filtro verde (FITC) el cual tiene un rango de de excitación de luz de 460-

490nm y un máximo de emisión de luz de 520IF. Se capturaron imágenes con cámara 

digital (Evolution VF) integrada al microscopio, y las micrografías se procesaron con el 

apoyo de un analizador de imágenes (Image Pro Plus 6.3.1.542). 

Los conteos de A. brasilense se realizaron eventualmente durante 12 meses, aplicando 

el conteo de células de aquellas esferas en almacenamiento, utilizando en todas ellas la 

tinción con FDA. Como comprobación complementaria, se hizo conteo en placa para contar 

las unidades formadoras de colonias (UFC) y para descartar problemas de contaminación. 
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6.3. Detección de Azospirillum brasilense en raíz y su efecto positivo en el 

crecimiento de la planta 

6.3.1. Incorporación del sistema microalga-bacteria a suelo y planta 

6.3.1.1.- Características del suelo  

Se utilizó como modelo suelo procedente de la zona del Comitán, a 17 km al noreste 

de la Paz, Baja California Sur, México (24°100´N; 110°200´W). Las características físicas 

están descritas por Bashan et al. (2000). La zona donde se extrajo el suelo se caracteriza por 

haber sido parcialmente desmontada de vegetación desde el año 1973 para propósitos de 

desarrollo residencial, sin embargo se abandonó la zona y desde entonces permanece 

abandonada, dejando pocos árboles de mesquite y cardones (P. pringlei) (Bashan et al., 

2000). Debido a esto, la zona tiene muy bajo contenido y aportación de materia orgánica. El 

clima en esa zona es árido con una precipitación promedio anual de 180mm, principalmente 

después de verano. La temperatura promedio oscila entre 18 y 30 °C, pero durante la mitad 

del verano la temperatura frecuentemente excede los 40 °C (Carrillo-García et al., 2000a; 

b). La colecta del suelo se realizó en un área de muestra de 3 m2 y se retiró suelo a una 

profundidad no mayor de 30 cm. Posteriormente el suelo fue tamizado (>2mm) agregado 

en macetas de 120 g. Para este trabajo se midió la capacidad de campo, pH, materia 

orgánica, carbono orgánico y biomasa microbiana. 

 

6.3.1.2. Desinfección de semillas, pre-germinado y siembra de semillas 

 Semillas de sorgo (Sorghum bicolor) fueron desinfectadas con Tween 20 al 2% 

durante 10 minutos e hipoclorito de sodio al 4% durante 5 minutos, resuspendiéndose 

después en agua destilada estéril durante dos horas en condiciones estériles. Se 
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mantuvieron dentro de una campana de flujo laminar durante todo el proceso de 

desinfección. 

 Para el proceso de siembra, una semilla fue colocada en macetas que contenían 120 

g de suelo. En cada maceta se formó un hoyo en el suelo y se agregaron 0.1 g de esferas 

deshidratadas, se añadió la semilla y finalmente se agregó nuevamente 0.1 g de esferas, 

para después tapar suavemente todo con suelo. La cantidad total de esferas utilizadas como 

inoculante es de 0.2 g por semilla, que contienen aproximadamente 1-3 x105 cel/esfera, de 

acuerdo con los resultados de conteos de células con FDA y conteo de CFU en placa. 

Posteriormente las macetas con semillas se mantuvieron en invernadero a 28-30 °C, donde 

se sometieron a condiciones de oscuridad durante 2-3 días para estimular su germinación 

(pre-germinación). Al finalizar esta etapa, las plántulas dentro de las macetas fueron 

regadas con 38.5 mL de agua destilada estéril cada 3 días de acuerdo a la capacidad de 

campo del suelo previamente establecido. El crecimiento de las plantas se llevó a cabo 

durante 20 días, para posteriormente realizar los análisis correspondientes. Se monitoreó 

además la degradación de las esferas en las macetas durante dicho período, corroborándolo 

con el siguiente índice (Bashan et al., 2002): 0= esferas no degradadas; 1= poca 

degradación con pequeñas hoyos y deformaciones en la estructura de la esfera; y 2= 

degradación de la esfera completa. 

 

6.3.2. Evaluación de parámetros de crecimiento de sorgo 

La longitud y el peso seco fueron monitoreados hasta los 20 días de crecimiento de la 

planta. Las mediciones de la parte aérea y la raíz se realizaron al final del experimento. 

Asimismo, después de 20 días, la parte aérea y la raíz fueron almacenadas en bolsas de 
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papel glassine, y se mantuvieron en horno a 40-70°C durante 48 horas, para posteriormente 

medir el peso seco con el empleo de una balanza analítica (OHAUS PIONEER). Tanto la 

cuantificación y viabilidad de A. brasilense, la obtención del sistema microalga-bacteria y 

el experimento de incorporación del sistema microalga-bacteria a suelo y planta se llevaron 

a cabo en el Laboratorio de Microbiología Ambiental del CIBNOR, México. 

 

6.3.3. Detección y visualización de Azospirillum brasilense en raíces de sorgo 

Después de 20 días, las raíces de sorgo fueron colectadas retirando cuidadosamente 

la planta de la maceta. Se utilizó agua destilada estéril para retirar la tierra adherida a las 

raíces. Posteriormente se separó la parte aérea de la raíz; de esta manera cada parte se 

utilizaría para posteriores evaluaciones. La detección de A. brasilense en raíz se llevó a 

cabo de 2 formas: 1) mediante la realización de Hibridación Fluorescente in situ (FISH por 

sus siglas en ingles) (Rothballer et al., 2003) y el uso de dos tipos de microscopía, óptica 

fluorescente y laser confocal, y 2) mediante el uso de microscopía electrónica de barrido. 

En el caso de la raíz, las muestras se dividieron en aquellas para la detección de A. 

brasilense por FISH, microscopía electrónica de barrido y muestras para la determinación 

de peso seco. 

 

6.3.4. Detección de Azospirillum brasilense en raíz por Hibridación fluorescente in 

situ 

Las raíces utilizadas para la detección de A. brasilense utilizando microscopía 

óptica fluorescente y microscopía laser confocal fueron lavadas con agua destilada estéril y 
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después con 1X PBS para después realizar el procedimiento de la técnica de Hibridación 

fluorescente in situ (Rothballer et al., 2003; Daims et al., 2005): 

Fijación: Una vez lavadas las raíces con 1x PBS, fueron resuspendidas en 1 mL de 

PFA al 4% en frio, y se dejaron en incubación a 4 °C por 3 horas como mínimo. Las 

muestras que se encontraban en refrigeración se lavaron 3 veces con 1x PBS para eliminar 

el PFA, luego se resuspendieron en una mezcla de etanol al 90% y 1x PBS en proporción 

1:1. Las raíces se almacenaron en congelador a -20°C hasta su posterior análisis. 

Selección de muestras de raíz: De toda la raíz, se seleccionaron tres zonas para 

llevar a cabo la hibridización: 1) la zona de la cofia, 2) la zona de pelos radicales, y 3) la 

zona de elongación de raíces (Rothballer et al., 2003). Una vez seleccionadas las zonas, se 

cortaron muestras con una longitud de 1cm aproximadamente, las cuales fueron adheridas a 

portaobjetos de vidrio con agarosa al 2%. Las laminillas fueron previamente preparadas y 

limpiadas y con una solución de KOH etanólico, y cubiertas con una solución de gelatina 

(0.1 % p/v de gelatina y 0.01% p/v de sulfato crómico de potasio). 

Deshidratación: Las raíces se deshidrataron usando tres concentraciones de etanol: 

50, 80 y 96 % subsecuentemente, y se dejaron por tres minutos en cada solución de etanol. 

Una vez culminado este tiempo, las muestras se dejaron secar a temperatura ambiente 

durante 20-30 minutos. 

Hibridización: A las muestras deshidratadas se agregaron 3 tipos de sondas, la 

sonda EUB338 con especificidad para Bacteria (5´-GCTGCCTCCCGTAGGAGT- 3´) 

(posición 16S, 338-355), la sonda AZO 440a (5´-GTCATCATCGTCGCGTGC- 3´) 

(posición 16S, 440-457) con especificidad para Azospirillum spp. y la sonda Abras 1420 

con especificidad para Azospirillum brasilense (5´-CCACCTTCGGGTAAAGCCA- 3´) 
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(16S, 1420-1438) (Stoffels et al., 2001). 4 µL de sonda se mezclaron con 40 µL de buffer 

de hibridación (Tabla III) y se agregaron a la muestra. Una vez finalizado el proceso, las 

muestras fueron puestas en tubos de 50 ml que contenían papel secante, y se llevaron a una 

cámara de hibridización VWR (Modelo 5430) por 1.5-3 horas a una temperatura de 46°C. 

 

Tabla III Composición de buffer de lavado y buffer de hibridación. (El porcentaje mostrado en la parte 
superior de la tabla indica la concentración de formamida correspondiente en el buffer). 

% formamida 35% 
Tipo de Buffer Buffer 

de 
hibridación 

Buffer  
de 

 lavado 
5MNaCl 360 700 
1M Tris-HCl 
0,5 M EDTA, 
pH 8,0 

40 
- 

1 
0,50 

Formamida 900 - 
10%SDS 2 0,050 
ddH2O 900 Completar a 50 
Volúmen  µL ml 

 

Lavado de la hibridizacion: Después de mantener las muestras en la cámara de 

hibridización, las laminillas fueron lavadas con un buffer de lavado (Tabla III, preparando 

50 ml de buffer por muestra) el cual se calentó previamente en baño maría a 48°C. Fue 

necesario dejar las laminillas sumergidas en el buffer de lavado durante 10 minutos. 

Posteriormente, se detuvo la hibridización agregando a las laminillas agua desionizada a 

una temperatura de 4°C; después las laminillas se secaron y se guardaron en una caja 

hermética para almacenarse en congelador a -20°C hasta su posterior uso. Previo a su 

observación en el microscopio, se adicionó una gota de protector de fluorescencia Citrifluor 

AF-1 (Electron Microscopy Sciences, Hattfield, PA), tanto para la observación en 
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microscopio óptico de epifluorescencia como en el microscopio láser confocal. Cabe 

mencionar que las muestras que fueron visualizadas utilizando microscopía óptica 

epifluorescente sólo se les agregó la sonda AZO 440a con especificidad para Azospirillum 

spp., mientras que a las muestras visualizadas con microscopía láser confocal fueron 

agregadas la sonda EUB338 con especificidad para Bacteria, la sonda AZO 440a  con 

especificidad para Azospirillum spp. y la sonda Abras 1420 con especificidad para 

Azospirillum brasilense. 

 

6.3.5. Detección de Azospirillum brasilense en raíz por Microscopía óptica 

fluorescente 

 La detección de A. brasilense en las muestras de raíz se llevó a cabo empleando un 

microscopio óptico de epifluorescencia (OLYMPUS BX41), realizando la observación con 

un lente de inmersión en aceite con una magnificación de 100x. La fluorescencia fue 

detectada por un canal o filtro de los tres que componen el microscopio: (CY3) con un 

rango máximo de excitación de luz de 552nm y un rango máximo de emisión de luz de 565 

nm, que manifiesta la fluorescencia detectada en color rojo. Asimismo se capturaron 

imágenes con cámara digital (Evolution VF) integrada al microscopio, y las micrografías se 

procesaron con el apoyo de un analizador de imágenes (Image Pro Plus 6.3.1.542), las 

cuales sirvieron como evidencia de la colonización de la bacteria en la raíz de sorgo. 

Se realizaron observaciones en las siguientes secciones: i) zona apical de la raíz; ii) 

zona de elongación; y iii) raíces laterales. El análisis se llevó a cabo en el laboratorio de 

Microbiología Ambiental del CIBNOR, México. 
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6.3.6. Detección de Azospirillum brasilense en raíz por Microscopía láser confocal 

 La detección de A. brasilense en las muestras de raíz se llevó a cabo empleando un 

microscopio laser confocal (Zeiss LSM 510, Jena, Germany) (argon ion y helium neon 

laser), con un rango de excitación de 488, 543 y 633 nm que corresponde a los filtros 

FLUOS, CY3 y CY5, respectivamente. Se utilizó además un lente de inmersión en agua 

con una magnificación de 63x. 

 La fluorescencia fue detectada por tres canales o filtros que componen el 

microscopio: el filtro FLUOS que manifiesta la fluorescencia detectada en color verde, el 

filtro CY5 que manifiesta la fluorescencia detectada en color azul, y el filtro CY3 que 

manifiesta la fluorescencia detectada en color rojo. Esta característica permite conocer y 

diferenciar la fluorescencia que detecta el microscopio laser confocal y que corresponde, ya 

sea a la fluorescencia emitida por la sonda utilizada en la hibridación (Bacteria, 

Azospirillum spp. y Azospirillum brasilense) o la autoflorescencia emitida por la raíz de 

sorgo. Para el caso de la sonda para Bacteria, la fluorescencia que detectó el microscopio 

laser confocal es de color rojo, mientras que en el caso de la sonda para Azospirillum spp. y 

Azospirillum brasilense, la fluorescencia que se detecta es de color azul. Asimismo, la 

autofluorescencia detectada en color verde corresponde a la fluorescencia emitida por la 

raíz. De esta manera se obtuvieron imágenes de dos tipos: 1) imágenes de la fluorescencia 

detectada por el microscopio por división de canales (canal CY3, CY5 y FLUOS), y 2) 

imágenes de la fluorescencia detectada por el microscopio a partir de la sobreposición de 

los canales. 

Para almacenar las imágenes escaneadas en el microscopio, se ocupó un analizador 

de imágenes (LSM 5 IMAGEN BROWSER). De esta manera se capturaron micrografías de 
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la fluorescencia detectada por el microscopio. Asimismo se tomaron animaciones en 3D 

que muestran la detección de A. brasilense en la raíz. 

Se realizaron observaciones en las siguientes secciones: i) zona apical de la raíz; ii) 

zona de elongación; y iii) extremo superior de la zona apical (1 cm después de la zona 

apical). El análisis se llevó a cabo en el Department of Plant-Microbe Interactions del 

Helmholtz Centre, German Research Centre for Environmental Health, Alemania. 

 

6.3.7. Detección de Azospirillum brasilense en raíz por Microscopía electrónica de 

barrido 

Se utilizó además microscopía electrónica para establecer la detección de A. 

brasilense en raíz, para lo cual se utilizó un microscópio electrónico de barrido (Hitachi S-

3000N). Se analizaron tres diferentes tipos de muestras: set 1): muestras de raíz de sorgo 

utilizadas inicialmente para observación en microscopio láser confocal. Las muestras se 

encontraban fijadas con PFA/etanol y fueron adheridas a la superficie del portaobjetos 

utilizando agarosa al 2%. Posteriormente fueron deshidratadas con etanol al 50, 80 y 96%. 

Las muestras se ocuparon para realizar Hibridación fluorescente in situ y después llevar a 

cabo la visualización de bacteria utilizando un microscopio láser confocal. Una vez 

finalizada la visualización, fueron lavadas con agua desionizada y mantenidas en 

refrigeración a 4°C hasta su uso en microscopía electrónica; set 2): muestras de raíz de 

sorgo de los experimentos que no se les realizó Hibridación fluorescente in situ. Las 

muestras fueron fijadas con PFA/etanol y fueron adheridas a la superficie del portaobjetos 

utilizando agarosa al 2%. Posteriormente fueron deshidratadas con etanol al 50, 80 y 96%. 

A estas muestras no se les realizó FISH y no fueron visualizadas con microscopio confocal; 
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set 3): muestras de raíz de sorgo del experimento, las cuales al finalizar el tiempo de 

crecimiento de las plantas en invernadero, fueron retiradas del suelo, eliminando el suelo 

adherido y posteriormente fueron almacenadas en refrigeración a 4°C hasta su uso en 

microscopía electrónica. 

En cada uno de los sets analizados se tomaron micrografías obtenidas con el 

software Quartz PCI (V 5.5). En los tres tipos de muestras de raíz se realizaron 

observaciones en las siguientes secciones: i) zona apical de la raíz; ii) zona de elongación; 

3) extremo superior de la zona apical (1 cm después de la zona apical). Las muestras fueron 

observadas en el laboratorio de Microscopia electrónica del CIBNOR, México. 

 

6.4. Efecto del sistema microalga-bacteria en el suelo 

6.4.1. Determinación de materia orgánica y carbono en suelo 

 Después de los 20 días en invernadero, se retiraron muestras de suelo de las 

macetas, y una parte fue utilizado para la determinación de materia orgánica y carbono por 

el método de Walkey y Black, tal como se describe en la NOM-021 (NOM-021-RECNAC, 

2002). En resumen, se pesó 0.5 g de suelo y se colocó en matraz erlenmeyer de 250 mL. 

Posteriormente se agregó 5 mL de dicromato de potasio (K2Cr2O4) 1N y después se agregó 

10 mL de ácido sulfúrico concentrado. La muestra se agitó y se dejó reposar durante 30 

minutos. Pasando este tiempo, se agregó 100 mL de agua destilada y 5 mL de ácido 

fosfórico. Una vez terminado este procedimiento se llevó a cabo una titulación con sulfato 

ferroso (FeSO4)) 0.5N (hasta que cambia la coloración de la muestra a verde esmeralda). 

Para ello además fueron agregadas a la muestra 5 gotas de indicador bariosulfonato de 

difenilamina. 
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Los cálculos para conocer el porcentaje de materia orgánica en el suelo fueron los 

siguientes: 

 

% de M.O. = 5 - (ml de FeSO4 (N real) 0.69   

   peso de la muestra (g) 

donde: 

5 = mL de K2Cr2O7 agregados 

 N = Normalidad real del FeSO4 

 0.69 = Constante 

 

 

N real = 10 (0.5) 

ml de FeSO4 (gastados en el blanco) 

 

Donde: 

 10 = Volumen teórico del FeSO4, utilizado en el blanco 

 0.5 = Normalidad teórica del FeSO4 

 

Asimismo, para la determinación de carbono orgánico en el suelo se llevó a cabo la 

siguiente operación: 

 

% C = % M.O./1.724 ó % C = % M.O. (0.58) 
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Se utilizó además una guía para la interpretación de los resultados de materia 

orgánica y carbón orgánico en el suelo, la cual se muestra en la Tabla IV: 

 
Tabla IV. Guía para la interpretación de los resultados de materia orgánica y carbón orgánico en el suelo 
(NOM-021 RECNAC, 2002). 

MATERIA ORGÁNICA (%) CARBÓN ORGÁNICO (%) CLASIFICACIÓN 

< 0.60 < 0.35 MUY BAJO 

0.60 - 1.80 0.35 - 1.05 BAJO 

1.81 - 3.50 1.05 - 2.30 MEDIANO 

3.50 - 6.0 2.31 - 3.50 ALTO 

> 0.60 > 3.50 MUY ALTO 

 

Los porcentajes de materia orgánica y carbono orgánico fueron posteriormente convertidos 

a mg/kg suelo x 103. 

 El análisis de materia orgánica se llevó a cabo en el Laboratorio de Edafología del 

CIBNOR, México. 

 

6.4.2. Determinación de biomasa microbiana del suelo 

 La biomasa microbiana se determinó por el método de fumigación-extracción 

descrito por Vance et al., (1987) y Joergensen y Brookes (2005). En esta determinación, se 

utilizan dos métodos: Fumigación-extracción y oxidación de dicromato. En resumen, 

después de 20 días de duración del experimento, 25 g de suelo se mezclaron con 100 mL de 

solución 0,5M K2SO4 y se agitaron por 30 minutos a 200 rpm. Las muestras fueron 

fumigadas utilizando un desecador, donde las muestras se sometieron a una atmósfera con 

25mL de cloroformo libre de etanol. En el desecador además se agregó cal sodada (soda 
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lime en ingles) y un pañuelo húmedo. El cloroformo debe de hervir para poder formar la 

atmosfera dentro del desecador, para lo cual fue necesario incluir perlas de borosilicato al 

cloroformo calentadas previamente. Una vez que se comienza a evaporar el cloroformo, se 

retira el aire dentro del desecador, para que se forme el vacío y con ello el funcionamiento 

de la atmósfera de cloroformo. El desecador posteriormente fue incubado en oscuridad 

durante 24 hrs a 25°C. Al concluir el tiempo de incubación, el cloroformo fue removido de 

las muestras. Finalmente, el extracto que se formó es filtrado con papel watman 41 y se 

almacenó en tubos a una temperatura de -20°C hasta su posterior análisis. En el método de 

fumigación-extracción es necesario tener como control muestras de suelo no fumigadas. 

Para ello se realizó el método anteriormente descrito, pero sin adicionar el cloroformo en el 

desecador. 

Para el método de oxidación de dicromato (Joergensen y Brookes, 2005) se 

descongeló el extracto generado de la fumigación con cloroformo. Posteriormente, 8 mL 

fueron agregados a matraces de 250 mL; además se adicionaron 2 mL de dicromato de 

potasio 0.4N (K2Cr2O7) y 15 mL de una mezcla de digestión, la cual está elaborada con dos 

partes de ácido sulfúrico (H2SO4) y una parte de ácido fosfórico (H3PO4) (v/v). La mezcla 

fue calentada a 150°C durante 30 minutos y después se dejó reposar a temperatura 

ambiente, para agregar 25 mL de agua destilada. La muestra se dejó nuevamente a reposar 

hasta enfriarse. Finalmente se realizó una titulación con la muestra a partir del uso de una 

solución de tritación (40 mM de sulfato de amonio hierro II [(NH4)2Fe(SO4)2×6H2O], 

disolver en agua destilada y agregar 20 ml de acido sulfúrico (H2SO4), aforar hasta 1L con 

agua destilada), donde además en la muestra fueron agregadas 5 gotas de una solución 

indicadora ferrantrolina (0.1% Aldrich (Milwaukee) solución de ferroina (1,10- 
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phenanthroline-iron II sulfate complex)). El viraje de la muestra al realizar la titulación 

debe de ser de violeta a verde oscuro. Para tener preliminares del método de oxidación de 

dicromato, fue necesario realizar diversas pruebas en el laboratorio que no incluyeron 

muestras del experimento, para reducir el riesgo al desperdicio de muestras. Para ello se 

utilizó una muestra con una concentración de C conocida. Una vez establecida la técnica, se 

procedió a trabajar con las muestras del experimento. 

La estimación de carbono de la biomasa microbiana se realizó con la siguiente 

operación (Joergensen y Brookes, 2005): 

 

C(µg/g suelo) =(HB − S) × N × E × VD × (VK + SW) × 1000 

                       CB × VS × DM 

 

Donde: 

HB: Consumo de solución de tritación en el blanco a calor (mL) 

S: Consumo de la solución de tritación de la muestra (mL) 

N: Normalidad de la solución del dicromato (0.4) 

E: 3; Conversión de Cr (+VI) a Cr (+III) asumiendo a todo el carbono orgánico en 

porcentaje como [C(0)] 

VD: Volumen agregado de dicromato (mL)(2mL) 

VS: Volumen agregado de la muestra (mL) (8 mL) 

VK: Volumen del sulfato de potasio (mL) (100 mL) 

CB: Consumo de solución de trtitación del blanco en frío (mL) 

SW: Cantidad total de agua en la muestra de suelo (g) 
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DM: Masa total de la muestra de suelo (g) (25 g) 

 

El cálculo final del carbono de biomasa microbiana se hace con la siguiente ecuación: 

 

C de Biomasa = EC /kEC 

 

Donde: 

 

EC (Extracto de c orgánico de suelo fumigado) − (Extractos de C orgánico de suelo no 

fumigado) 

 

kEC = 0.38, constante (Vance et al. 1987). 

La cantidad de carbono microbiano fue posteriormente convertido a mg/kg suelo x 103. 

 

6.5. Diseño experimental 

 

Para la eliminación de amonio de agua, se prepararon 12 g de esferas con 

microorganismos inmovilizados y se resuspendieron en 300 mL de MRS durante 96 hrs. 

Los cultivos se llevaron a cabo en lote por cuadruplicado, donde cada matraz equivale a una 

réplica, y se repitió 3 veces el cultivo. Para la viabilidad y cuantificación de A. brasilense 

después de la eliminación de amonio realizando tinción con FDA, se disolvieron 2 esferas 

al azar de cada matraz y de cada una se realizaban 10 conteos en el campo del microscopio. 

Se utilizó como control el conteo de células en esferas sin deshidratar para las dos técnicas 



42 
 

de conteo y se registró que las esferas no estuvieran contaminadas al disolver esferas y 

realizar conteo de CFU por placa. Los conteos fueron hechos en esferas deshidratadas 

durante los siguientes lapsos: 1 día, 5 días, 15 días, 2 meses, 3 meses, 6 meses, 9 meses y 

12 meses. 

Para llevar a cabo los 2 objetivos siguientes, se realizó un experimento utilizando 

semillas de sorgo en macetas que contenían 120 g de suelo. El experimento tuvo una 

duración de 60 días y se conformó por 6 tratamientos (para un mejor entendimiento, cada 

tratamiento es representado por una clave): 

 

i) Tratamiento con el sistema microalga-bacteria (COIN) 

ii) Tratamiento con Azospirillum brasilense inmovilizado (AZO) 

iii) Tratamiento con planta (PL) 

iv) Tratamiento con Chlorella sorokiniana inmovilizada (CHLO) 

v) Tratamiento con esferas sin microorganismos (ALG) 

vi) Tratamiento sin esferas y sin planta (CONTROL) 

 

Al inicio del experimento, se agregaron esferas y plantas al suelo, dependiendo del 

tipo de tratamiento. Después de 20 días, cada tratamiento se retiraba planta o suelo para 

realizar los diversos análisis, todo ello en las proporciones anteriormente descritas. 

Posteriormente, se volvió a agregar esferas y plantas al mismo suelo. Esta estrategia se 

llevó a cabo 3 veces, considerando como un ciclo a la acción de agregar esferas y planta en 

el mismo suelo, por lo que en el experimento se llevaron a cabo 3 ciclos (Figura 2). 
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Para evaluación de los parámetros de crecimiento se utilizaron 10 réplicas en cada 

tratamiento, y se utilizaron 0.2 g de esferas deshidratadas como inoculante en cada una de 

las plantas de sorgo. Para la detección de A. brasilense en raíz por FISH, se utilizaron 10 

réplicas en cada tratamiento, y la hibridización se llevó a cabo en cada una de las zonas 

seleccionadas (zona de la cofia, zona de pelos radicales y zona de elongación radicular) 

considerando a tales zonas como una réplica de cada raíz. Para la visualización de A. 

brasilense en raíz utilizando microscopía óptica fluorescente y microscopía láser confocal, 

se utilizaron secciones de raíz de los tratamientos COIN y AZO de cada uno de los tres 

ciclos. En el caso de la microscopía electrónica, las muestras utilizadas fueron únicamente 

de secciones de raíces del ciclo 3 de los tratamientos COIN y AZO, respectivamente. 

 

 
Figura 2. Incorporación de esferas en el mismo suelo durante tres ciclos. 

 

 Para la determinación de materia orgánica y carbono del suelo, se utilizaron 5 

réplicas de cada uno de los tratamientos, incluyendo dos controles (glucosa y suelo 
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estandar) y el análisis se repitió dos veces. Debido a que el análisis de C microbiano utiliza 

una cantidad de suelo considerable, no fue posible hacerlo en cada uno de los 3 ciclos, sino 

únicamente al finalizar el experimento. De esta manera se utilizaron 6 réplicas de suelo de 

cada tratamiento, incluyendo la muestra de suelo no fumigado, y el análisis se repitió 3 

veces. 

 

6.6. Análisis estadístico 

 

Para cada resultado, es decir, para la cuantificación A. brasilense, determinación de 

parámetros de crecimiento (longitud de raíz, longitud de parte aérea, peso seco de raíz y 

peso seco de la parte aérea) de la planta, análisis de materia orgánica de suelo y 

determinación de biomasa microbiana de suelo, se realizó un análisis de varianza de una vía 

(ANDEVA) con un nivel de significancia de P ≤0.05 y una prueba de Tukey a Posteriory. 

Para ello se utilizó el software ESTATISTICA 6.0 de Windows, mientras que para la 

realización de las gráficas se utilizó el programa SIGMA PLOT 10.0. En los resultados se 

presenta el promedio y se agregó el error estándar. 

 

7. RESULTADOS 

7.1. Deshidratación y almacenamiento del sistema microalga-bacteria 

 La deshidratación por secado en horno a 40-43 °C se completa a las 24 hrs, mientras 

que en el secado en campana en 28-30 °C, completándose la deshidratación después de 48 

hrs (Figura 3). En cada deshidratación, las esferas reducen su tamaño hasta un 90% de su 
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tamaño actual (3mm) (Figura 4, a-c), provocado por la liberación del agua de la esfera, la 

cual representa un mayor porcentaje de su tamaño. Además se observó que en los dos tipos 

de deshidratación las esferas presentan una forma distinta. En el caso de la deshidratación 

en horno, las esferas presentan una forma plana y en ocasiones irregular (Figura 3, a); 

también en algunos casos se forma una membrana entre las esferas, debido a que se 

adhieren entre ellas y a la superficie de la charola, motivo por el cual fue necesario utilizar 

una cuchara de plástico para retirar las esferas de la charola; esto ocasiona que cierta parte 

de las esferas no puedan ser desprendidas. En el caso de la deshidratación a 28-30 °C las 

esferas presentan una forma irregular, generalmente circular, y a esta temperatura las 

esferas no son adheridas entre si, y además es fácil retirarlas de la charola (Figura 3, b). 

 

 
Figura 3. Representación de la deshidratación del sistema microalga-bacteria. a) Secado a 40-43°C por 24 

hrs, forma plana y en membrana de las esferas, b) secado a 28-30°C  por 48 hrs, forma irregular ó circular de 

las esferas. 

 

Por otro lado, el almacenamiento de las esferas se llevó a cabo durante 12 meses, 

durante los cuales se realizaron conteos eventuales de las esferas en 5 días, 15 días 2, 3, 6, 9 

y 12 meses. El almacenamiento fue a 28-30 °C en pequeños frascos transparentes no mayor 
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a 5 cm, en los cuales se les agregó silica-gel (Figura 4, d). Cada lote de esferas fue 

agregado a un distinto frasco. Con base en tales resultados, el almacenamiento del sistema 

microalga-bacteria y para los conteos de células de A. brasilense se seleccionó la 

deshidratación a 28-30 °C, ya que las esferas únicamente reducen su tamaño, sin tener otra 

alteración física ó que se manifieste en adhesión entre las esferas, aunque cabe mencionar 

que la forma irregular que toma la esfera es permanente hasta que se disuelve. 

 

 
Figura 4. Presentación de esferas hidratadas y deshidratadas. a) Comparación de 1 esfera hidratada vs 

deshidratada; b) comparación de tamaño de 4g de esferas antes y después de deshidratarse, y c) tamaño 

homogéneo de esferas. 

 

 

a) b) 

c) d) 
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7.2 Cuantificación de células viables de Azospirillum brasilense a través del tiempo 

En la Figura 5 se muestra el número de células/esfera de Azospirillum brasilense 

obtenidas por la técnica de tinción con FDA para un período de 12 meses. La Figura 5 

muestra el número de células desde el primer día de deshidratación (conteo inicial) hasta el 

último que fue después de 12 meses (conteo final). 
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Figura 5. Número de células/esfera de A. brasilense durante 12 meses en preservación. Las letras arriba de 
cada columna corresponden a la diferencia significativa entre cada conteo a partir de un análisis de varianza 
de una vía a p ≤0.05. 
 

El número de células del conteo inicial fue de 5.89x105celulas/esfera, mientras que 

el conteo final tuvo una densidad de 1.51x104celulas/esfera Como se puede observar en la 

figura, en los primeros 5 días de almacenar las esferas, el número de células de A. 
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brasilense no tiene diferencia significativa respecto al número de células inicial, sin 

embargo, a los 15 días de almacenar las esferas, el número disminuyó de 

5.45x105celulas/esfera a 3.19x105celulas/esfera y esta tendencia se observa de igual manera 

al realizar conteos de esferas almacenadas durante dos y tres meses, de este ultimo 

alcanzando un número de 2.47x105celulas/esfera. En los siguientes conteos el número de 

células/esfera fue disminuyendo progresivamente, y finalmente a los 12 meses se registró la 

menor densidad de células con respecto a los conteos realizados en meses anteriores 

comprobando con ello una disminución de células a lo largo del período de 

almacenamiento. 

Asimismo, al realizar los conteos en cada una de las muestras se tomaron diversas 

micrografías con el apoyo del analizador de imágenes (Figura 6). En las micrografías se 

observa dos tipos de fluorescencia, una emitida por la C. sorokiniana (color rojo) y la 

emitida por A. brasilense (color verde). En ellas además se pueden observar dos 

características: 1) que los microorganismos se mantienen juntos formando un aglomerado, 

y 2) que este aglomerado fue apareciendo más pequeño y con menor frecuencia en cada 

uno de los períodos de almacenamiento cuando se realizaba el conteo. 

Como se mencionó en la metodología para determinar el conteo de células por 

FDA, la esfera se disuelve y se homogeniza con el empleo de un vortex; esto con la 

intensión de separar y mezclar la muestra, de tal manera que las células se puedan contar 

satisfactoriamente. Sin embargo en los conteos realizados se observaban este tipo de 

aglomerados aún después de someter a los microorganismos a este tipo de acción física 

para separarlos. 
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Figura 6. Micrografías del conteo de células de A. brasilense por FDA y microscopía óptica fluorescente en 
diversos períodos de tiempo. a) conteo inicial, b) 5 días, c) 15 días, d) dos meses, e) 3 meses, f) 6 meses, g) 9 
meses, h) 12 meses. Fluorescencia verde= A. brasilense. Fluorescencia roja= C. sorokiniana. 
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En este sentido, se observa que los aglomerados cambian su tamaño en cada uno de los 

conteos de aquellas esferas que han sido almacenadas durante todo el período de tiempo 

que duró el experimento. 

Como se muestra en la Figura 6 (a-e), en las primeras etapas de almacenamiento, los 

aglomerados lo componen una mayor cantidad de células tanto de C. sorokiniana como de 

A. brasilense, y en los conteos estos aparecen con mayor frecuencia, mientras que en las 

etapas de dos y tres meses de almacenamiento de esferas, los aglomerados son compuestos  

por una menor cantidad de microorganismos, y además aparecen con menor frecuencia en 

los conteos. 

Para los conteos de 6, 9 y 12 meses los aglomerados fueron observados escasamente 

y con una reducción de su tamaño, sin embargo las células tanto de Chlorella como de 

Azospirillum continuaban emitiendo fluorescencia, lo que indica que las células de la 

microalga y la bacteria se encuentran vivas (Figura 6, f-h). 

 

7.3. Incorporación del sistema microalga-bacteria a suelo y planta 

La cantidad de esferas agregadas al suelo está relacionada con la cantidad de 

Azospirillum que se encuentre viable dentro de las esferas 24 horas después de la 

deshidratación, por lo que el posible aporte de materia orgánica es un resultado adicional. A 

lo largo del experimento y en todos los tratamientos en los cuales se agregaron esferas, se 

observó que el proceso de degradación de las esferas en el suelo no se completa. Después 

de 20 días, se observaban esferas aun sin degradar. De acuerdo al índice de degradación 

utilizado, las esferas alcanzaron una degradación de 1 al finalizar los 20 días. Ante tal 

situación, se decidió dejar un tiempo más las esferas en el suelo para que se alcanzara el 
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nivel de degradación de 2. Para ello, después de retirar las plantas del suelo, las macetas se 

dejaban en el invernadero durante 10 días; después de este tiempo las esferas se degradaron 

completamente, y se procedió a agregar nuevamente esferas y semillas de sorgo para 

completar el siguiente ciclo. Otro resultado que se pudo observar fue que las esferas 

agregadas al suelo se vuelven a hidratar, como resultado del aporte de agua por riego a las 

macetas. La hidratación de las esferas se completa tres horas después de haberse agregado 

al suelo. 

7.4. Promoción de crecimiento y detección de Azospirillum brasilense en raíces de 

sorgo 

En la Figura 7 se observa el crecimiento de la raíz en cada uno de los tratamientos 

durante los ciclos. En el ciclo 1, los tratamientos AZO y COIN fueron los que más 

crecimiento de raíz alcanzaron, además de que su crecimiento es similar, mientras que el 

tratamiento PL tuvo el menor crecimiento con 17.85 cm. Para el ciclo 2, el tratamiento 

COIN tuvo mayor crecimiento de raíz, con 24.05 cm en 20 días, mientras que el 

tratamiento ALG tuvo el menor crecimiento de raíz con 19.45 cm. En lo que se refiere al 

ciclo 3, los resultados obtenidos son similares al ciclo 2, es decir, el tratamiento COIN tuvo 

el mayor crecimiento de raíz y el menor lo tuvo el tratamiento CONTROL. 

En la Figura 7 también se puede observar el crecimiento de la raíz de cada uno de 

los tratamientos durante los ciclos. En este sentido, el tratamiento COIN, se presenta el 

mayor crecimiento en los ciclos 2 y 3, alcanzando una longitud de 24.05 cm y 23.5cm 

respectivamente. En el tratamiento AZO, el mayor crecimiento se encuentra en el ciclo 2 

alcanzando 22.15 cm de longitud. Sin embargo, el crecimiento entre cada uno de los ciclos 

no aumenta. En el tratamiento PL, el mayor crecimiento se muestra en el ciclo 2, 
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alcanzando una longitud de 20.95 cm. En este tratamiento se puede observar un aumento en 

el crecimiento del ciclo 1 al ciclo 2, y una ligera disminución al ciclo 3. 
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Figura 7. Longitud de la raíz en cada tratamiento durante los tres ciclos de crecimiento. Las letras en 

mayúscula corresponden a las diferencias estadísticamente significativas entre los tratamientos de cada ciclo 

Las letras en minúscula corresponden a las diferencias de cada tratamiento entre los ciclos mediante un 

análisis de varianza con una p≤0.05 para los dos casos. 

 

En el tratamiento CHLO, el mayor crecimiento se presenta en el ciclo 3 con 20.70 

cm de longitud. Además durante cada ciclo este tratamiento presentó un crecimiento 

progresivo de la raíz. Contrario a ello, para el tratamiento ALG, el mayor crecimiento se 

observa en el ciclo 1, con una longitud de raíz de 20.20 cm, por lo que en la Figura se 

puede observar que el crecimiento disminuye del ciclo 1 al ciclo 3 



53 
 

 En la Figura 8 se presentan los resultados obtenidos del peso seco de la raíz en los 

tratamientos en cada ciclo. En el ciclo1, el tratamiento COIN presentó el mayor peso seco 

con 0.15 g mientras que el tratamiento PL tuvo el menor peso seco con 0.05 g. Para el ciclo 

2, el tratamiento COIN nuevamente presentó el mayor peso seco con 0.11 g, mientras que 

el tratamiento CHLO tuvo el menor peso seco con 0.04 g. En el tercer ciclo, este parámetro 

fue similar entre los tratamientos COIN y AZO, mientras que el tratamiento PL tuvo obtuvo 

el menor peso seco con 0.04 g. 
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Figura 8. Peso seco de la raíz en cada tratamiento durante los tres ciclos de crecimiento Las letras en 

mayúscula corresponden a las diferencias estadísticamente significativas entre los tratamientos de cada ciclo 

Las letras en minúscula corresponden a las diferencias de cada tratamiento entre los ciclos mediante un 

análisis de varianza con una p≤0.05 para los dos casos. 
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En la Figura 8 se muestra también como respondieron los tratamientos al aumento o 

disminución de peso seco a través de los ciclos. En el caso del tratamiento COIN, el mayor 

peso seco lo obtuvo en el ciclo 1, y disminuye en los siguientes ciclos. Para el tratamiento 

AZO, el mayor peso seco se obtuvo en el ciclo 1, y al igual que el tratamiento anterior, se 

observa una disminución del peso en los siguientes ciclos. Para el tratamiento PL, el mayor 

peso seco se obtuvo en el ciclo 2, sin embargo no hubo un aumento de peso ya que en el 

ciclo 3 disminuye y muestra el menor peso entre los ciclos. 

 El mismo resultado se observó para el tratamiento CHLO, en el cual el mayor peso 

seco se obtuvo en el ciclo 1, pero disminuye en los siguientes ciclos. Finalmente en el 

tratamiento ALG, el mayor peso seco se observa en el ciclo 3. El análisis estadístico no 

mostró una tendencia a un aumento del ciclo 1 al ciclo 3. 

 

En lo que se refiere al crecimiento de la parte aérea de la planta en los tratamientos 

durante los 3 ciclos, los resultados se representan en la Figura 9. En el ciclo 1, se observa 

que los tratamientos COIN y AZO obtuvieron el mayor crecimiento, mientras que el menor 

crecimiento lo tuvo el tratamiento PL con 16.00 cm. En el segundo y tercer ciclo el 

tratamiento COIN tuvo el mayor crecimiento con 21.30 y 22.05 cm respectivamente, 

mientras que el tratamiento ALG tuvo menor crecimiento de la parte aérea con 17.05 y 

16.95 cm. 

 En cuanto a los resultados del crecimiento de cada tratamiento a lo largo de los 

ciclos, en lo que se refiere al tratamiento COIN, el mayor crecimiento se puede observar en 

el ciclo 3. Este resultado refleja que el crecimiento fue progresivo del ciclo 1 al ciclo 3. En 

el tratamiento AZO, se observa un crecimiento similar entre los ciclos 1 y 2, el cual 
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disminuye en el ciclo 3. Para el tratamiento PL y CHLO, el mayor crecimiento se observó 

en el ciclo 3, mientras que en el tratamiento ALG los ciclos 1 y 2 presentaron un 

crecimiento similar, el cual fue mayor al crecimiento del ciclo 1. 
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Figura 9. Crecimiento de la parte aérea de la raíz en cada tratamiento durante los tres ciclos de crecimiento. 

Las letras en mayúscula corresponden a las diferencias estadísticamente significativas entre los tratamientos 

de cada ciclo Las letras en minúscula corresponden a las diferencias de cada tratamiento entre los ciclos 

mediante un análisis de varianza con una p≤0.05 para los dos casos. 

 

 Los resultados del peso seco de la parte aérea en cada uno de los tratamientos 

durante los ciclos se muestran en la Figura 10. En ella se observa que el tratamiento COIN 

tuvo un mayor peso seco de la parte aérea en los tres ciclos, con 0.050 g, 0.058 g y 0.060 g. 

Asimismo, en los ciclos 1 y 2 el menor peso seco lo obtuvo el tratamiento PL con 0.031 g y 



56 
 

0.026 g y en el ciclo 3 lo obtuvo el tratamiento ALG con 0.030 g. Finalmente, los 

resultados del peso seco en cada uno de ciclos muestra todos los ciclos presentaron su 

mayor peso en el ciclo 3, excepto el tratamiento ALG, en el cual se observó una 

disminución de peso del ciclo 1 al ciclo 3. 
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Figura 10. Peso seco de parte aérea de la raíz en cada tratamiento durante los tres ciclos de crecimiento. Las 

letras en mayúscula corresponden a las diferencias estadísticamente significativas entre los tratamientos de 

cada ciclo Las letras en minúscula corresponden a las diferencias de cada tratamiento entre los ciclos 

mediante un análisis de varianza con una p≤0.05 para los dos casos. 
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7.5. Detección y visualización de Azospirillum brasilense en raíz 

 La detección y visualización de A. brasilense en raíz se pudo efectuar en los tres 

tipos de microscopía, en dos de las cuales fue necesario previamente realizar la hibridación 

fluorescente in situ a las células de la bacteria a nivel de raíz. 

7.5.1. Hibridación fluorescente in situ 

 La aplicación del método de hibridación fluorescente in situ para la detección de A. 

brasilense proporcionó una información preliminar, detallada y evidente de la colonización 

de la bacteria en la raíz; dicha herramienta fue realizada con éxito. Al inocular plantas de 

sorgo con el sistema microalga-bacteria durante 20 días, se consiguió observar la 

colonización de A. brasilense en las muestras de raíz no solo en los tratamientos 

inoculados, sino en cada uno de los 3 ciclos, encontrándose principalmente una 

colonización en aquellas muestras correspondientes a la zona apical de la raíz principal y de 

las raíces laterales. 

7.5.2. Microscopía óptica fluorescente 

 La visualización de la bacteria en las muestras de raíz con el microscopio óptico de 

fluorescencia tuvo éxito y se lograron obtener diversas imágenes para argumentar esta 

condición (Figura 11). Las principales zonas donde se logró detectar a A. brasilense fueron 

en los pelos radicales de raíces laterales. En la Figura 11 se observan 8 micrografías en las 

cuales se muestra la colonización de la bacteria en pelos radicales. La colonización se 

manifestó en la parte superficial de los pelos radicales y se logra distinguir la fluorescencia 

en las células hibridizadas. Si bien la identificación de A. brasilense en raíz tuvo éxito, el 

uso de este tipo de microscopía para obtener una buena detección de la bacteria es limitada, 

debido a que el filtro CY3 que contiene el microscópio no solo permite visualizar la 
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Figura 11. Localización de células de A. brasilense en raíz utilizando microscopio óptico de fluorescencia. 
Las micrografías corresponden muestras de raíz de de pelos radicales de raíces laterales. Az= Azospirillum. 
Au= autofluorescencia. 
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fluorescencia emitida por la sonda añadida a las células de A. brasilense, sino además 

visualiza la fluorescencia emitida por la raíz (autoflorescencia); los dos tipos de 

fluorescencia son proyectadas por el microscopio con una misma coloración (color rojo), 

por lo que no es posible diferenciarlas. Este detalle en ocasiones desfavoreció la búsqueda 

de buenos campos de visualización. Otras desventajas que se manifestaron fueron, primero, 

la intensidad de autofluorescencia que emite la raíz, lo cual provoca una saturación de 

fluorescencia en la imagen y por consecuencia disminuye la visualización de diversos 

campos de la raíz, además de disminuir la visualización de células hibridizadas (Figura 11, 

c, d), y segundo, la incapacidad del microscopio óptico de epifluorscencia de visualizar 

objetos tridimensionales. 

 Debido a que la raíz presenta una forma tridimensional no es posible ajustar con 

certeza el contraste del microscopio, a pesar de que la muestra está deshidratada y esto 

disminuye su tamaño, de tal manera que la imagen diseñada el microscopio no siempre 

resultó con buena calidad de resolución. Aún con estas dos desventajas, la detección de 

células hibridizadas en la raíz fue exitosa (Figura 11, e, f). Por otro lado, la visualización de 

la bacteria en muestras de raíz resultó en un bajo número y generalmente fue necesario 

realizar una búsqueda extensa de la colonización (Figura 11, g, h). Si bien la colonización 

de A. brasilense en raíz no fue evaluado por cuantificación de células, fue evidente la baja 

detección de células hibridizadas en las muestras de raíz. Como se mencionó anteriormente, 

la detección de A. brasilense se mostró generalmente en espacios intercelulares de la raíz, y 

como células aisladas, sin embargo en pocas ocasiones se llegó a detectar células de 

A.brasilense agrupadas. Cabe resaltar que las micrografías tomadas muestran manchones 

rojos más luminosos respecto a la coloración provocada por la raíz y el fondo oscuro 
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provocado por la ausencia de luz en el campo; los manchones que resaltan en la micrografía 

corresponden a las células de A. brasilense, y a lo largo de la visualización no hubo 

confusión respecto a la fluorescencia que emiten también partículas del suelo o de la propia 

raíz. 

 7.5.3. Microscopía láser confocal 

 Además de la detección de A. brasilense hibridizadas en raíz utilizando microscopía 

óptica fluorescente, la visualización de la bacteria fue exitosa también cuando se utilizó 

como herramienta microscopía laser confocal. En la Figura 12 y 13 se muestran algunas 

imágenes. En este sentido, la detección se realizó principalmente en la zona apical de la raíz 

principal, y raíces laterales (Figura 12, a y b), pero también se logró detectar la bacteria en 

zonas de elongación de raíz (Figura 12, c y d), principalmente de raíces laterales. 

La detección de Azospirillum en pelos radicales fue mínima y en la mayoría de las 

muestras analizadas no se llegó a detectar. En las 2 Figuras se observa que la detección de 

la fluorescencia por el escaneo del microscopio confocal, lo cual produce una imagen 

formada por varios colores. En este sentido, la formación de la imagen es a partir de la 

detección de la fluorescencia que emite la raíz y las sondas utilizadas en la hibridación para 

la bacteria. En la Figura 12 se puede observar la separación de canales de la fluorescencia 

detectada por el microscopio, mientras que en la Figura 13 se observa la sobreposición de 

los canales para formar una sola imagen. Ya que el microscopio laser confocal contiene 

filtros especiales que permiten diferenciar en diferentes colores la fluorescencia emitida por 

un cuerpo o molécula, fue posible obtener imágenes que visualizaran la fluorescencia que 

detecta el microscopio para Azospirillum (color azul), la fluorescencia que detecta el 

microscopio para Bacteria (color rojo) y la autofluorescencia de la raíz (color verde). 
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Cuando los canales se sobreponen, o bien cada fluorescencia se sobrepone formando una 

sola imagen, se puede distinguir una coloración rosa. Aquella coloración rosa que se 

observa en la imagen, corresponde a la detección de Azospirillum, debido a la 

sobreposición de la fluorescencia para la sonda de Bacteria con la fluorescencia para la 

sonda de Azospirillum sp. 

 

 
Figura 12. Detección de A. brasilense en raíz por FISH y LSCM en separación de canales. La micrografía 
muestra la fluorescencia emitida por la la sonda con especificidad para A. brasilense sp. (color azul), la 
fluorescencia emitida por la sonda con especificidad para Bacteria (color rojo) y la autofluorescencia emitida 
por la raíz (color verde). Los manchones rosas se forman como resultado de la sobreposición de los canales en 
azul y rojo. Az= Azospirillum. (├─┤= 10 µm). 
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Figura 13. Detección de A. brasilense en raíz por FISH y LSCM. La imagen muestra 4 micrografías: a y b: 
zona apical de la raíz, donde se muestran manchones rosas correspondientes a la colonización de A. 
brasilense; c y d: zona de elongación de raíces laterales. Az= Azospirillum. (├─┤= 10 µm). 

 

También se detectó A. brasilense, por un lado, en la periferia de zona apical de la 

raíz, en forma de manchas de color rosa y esta detección es mínima a lo largo de la zona 

(Figura 13, a y b). Se puede observar la detección en la superficie de la raíz, como una 

especie de corona. Por otro lado, no se llegó a detectar Azospirillum intracelular o dentro de 

células radicales. La detección de A. brasilense en la zona de elongación de raíces laterales 
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se presentó también, y en esa zona se llegaron a visualizar una mayor cantidad de 

manchones, de los cuales se pudieron apreciar aquellos de color rosa (Figura 13, c y d). 

7.5.4. Microscopía electrónica de barrido 

 La observación de imágenes obtenidas del microscopio electrónico de barrido se 

muestran en las figuras 14, 15 y 16 respectivamente. Como se mencionó en la metodología, 

se llevaron a cabo tres tipos de observación, todas ellas en función de la condición de la 

muestra de raíz, es decir, si estaba hibridizada o no, o bien tener las muestras sin ningún 

manejo previo al análisis. Para el set 1 (Figura 14) se puede observar que la raíz tiene una 

apariencia arrugada y aparentemente deteriorada. Se sugiere que hay visualización de 

Azospirillum en la raíz, la cual es poco frecuente ó escasa, encontrando únicamente células 

dispersas. 

 

  
Figura 14. Micrografías de muestras de raíz de sorgo del set 1, utilizando microscopía electrónica de barrido. 

 

 Una observación general de este set de muestras es que se las raíces presentan no 

solo un deterioro físico, sino que además pueden estar cubiertas por alguna matriz o bien 

algún material. Ante esta situación, se presume que exista una capa encima de la raíz, la 
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cual podría ser consecuencia de la agarosa que se utilizó para adherir la muestra al 

portaobjetos. Este resultado aparentemente impide obtener imágenes donde se manifieste la 

colonización de Azospirillum o bien de cualquier otro microorganismo. 

Asimismo, para muestras de raíz del set 2 (Figura 15) la observación es parecida a 

la del set 1, donde la raíz presenta un deterioro; se sugiere que hay escasa o nula 

visualización y no se logran identificar bacterias. 

En este set, es también evidente una posible cubierta encima de la raíz, y que 

probablemente esté afectando la visualización. Cabe resaltar que tanto en el set 1 como en 

el set 2 se efectuó la fijación con PFA/etanol, la deshidratación con etanol y se adicionó 

agarosa al 2% a las muestras de raíz. 

 
Figura 15. Micrografías de muestras de raíz de sorgo del set 2, utilizando microscopía electrónica de barrido. 
Las muestras corresponden a la zona apical de raíces laterales. 
 

Estas características pueden estar involucrados en la observación en este tipo de 

microscopio, pues dependiendo de la herramienta que se utilice dependerá el tipo de 

tratamiento que presente la muestra. En este sentido, para muestras que se trabajen en 

microscopía electrónica, se recomienda que la fijación se realice con glutaraldehído al 5% 

durante 4 horas, y que la deshidratación se maneje con otras condiciones como incluir vacío 
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y diversas concentraciones de alcohol, ya que en el caso de las muestras del experimento no 

fue posible incluir este tratamiento. 

Finalmente para el set 3 (Figura 16), las imágenes que se obtuvieron presentan una 

ligera diferencia con respecto a las imágenes del set 1 y 2. En este caso, se sugiere que fue 

posible identificar Azospirillum en las muestras de raíz de sorgo, incluyendo además una 

observación de otros materiales adheridos, posiblemente otras bacterias y diversos 

fragmentos (Figura 16). Para este set fue posible incluir el tratamiento de fijación con 

glutaraldehído al 4%, deshidratación a vacío y utilizando alcohol, por lo que las 

observaciones tienen mejor resolución, comparadas con las anteriores muestras. De acuerdo 

con ello, se puede sugerir que la identificación de Azospirillum se llevó a cabo en diversas 

partes de la raíz, como la zona apical, pelos radicales y en la parte superior de la zona 

apical, donde se observó en células independientes, pequeñas agrupaciones y aglomerados. 

En la Figura 16 además se aprecia una mejor resolución de las imágenes, y en este 

sentido influyeron tres características. La primera, que se ocuparon muestras sin principios 

de degradación ó bien deterioradas por un manejo previo al análisis en el microscopio 

electrónico de barrido; la segunda característica está relacionada con la preparación 

específica de las muestras para el microscopio electrónico de barrido, pues solo se realizó la 

preparación necesaria para la identificación en el MEB; la tercera característica es que una 

vez que se comenzó la búsqueda de la bacteria, se observó que en la estructura de la raíz no 

se apreció algún material que limitara el bombardeo de electrones en la muestra, y esto 

favoreció enormemente la probable visualización de la bacteria. Cabe mencionar que el uso 

de etse tipo de microscopía pretende solamente sugerir la identificación de Azospirillum en 

las muestras de raíz. 
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Figura 16. Micrografías de muestras de raíz de sorgo del set 2, utilizando microscopía electrónica de barrido. 

 

7.6. Caracteristicas del suelo 

 La capacidad de campo del suelo se determinó con el propósito de conocer la 

cantidad de agua que se debía de utilizar en los riegos. Dicha capacidad de campo fue de 

38.4 mL por cada 120g de suelo. Asimismo, se midió el porcentaje de materia orgánica y 
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carbono orgánico del suelo durante los ciclos (considerando el primer ciclo como la 

medición inicial), y también se midió el pH. De acuerdo a la guía para la interpretación de 

la materia orgánica y carbono orgánico en el suelo (Tabla IV), el suelo utilizado para este 

experimento contiene muy bajo contenido de materia orgánica y carbono. Los resultados se 

muestran en la Tabla V. 

 
Tabla V. Datos promedio de medición de Materia orgánica, carbono orgánico, pH y capacidad de campo del 
suelo utilizado en el experimento. ±:Error estándar. 

 % Materia 

Orgánica 

% Carbono 

Orgánico 

pH Capacidad de 

Campo (ml) 

Ciclo 1 0.43a ±0.03 0,25a ±0,01 7.8 38.4 

Ciclo 2 0,57b ±0,05 0,28b ±0,02 7.6 38.4 

Ciclo3 0,57b ±0,02 0,29b ±0,03 7.9 38.4 

 

7.7. Determinación de materia orgánica y carbono en suelo 

Los resultados de materia orgánica del suelo en cada tratamiento durante los ciclos 

están representados en la Figura 17. La Figura muestra tanto los tratamientos  agrupados en 

cada uno de los tres ciclos. Para este análisis se incluye el tratamiento CONTROL que 

corresponde a suelo sin planta y sin esferas. 

En lo que se refiere al ciclo 1, el mayor valor de materia orgánica lo obtuvo el 

tratamiento AZO con 9,06 mg/kg suelo x 103, mientras que el menor porcentaje lo obtuvo 

el tratamiento CONTROL con 4,34 mg/kg suelo x 103. En la Figura 17 se puede observar 

que entre los tratamientos COIN, AZO, CHLO y ALG y entre los tratamientos PL y 

CONTROL no hay diferencia significativa con respecto a su porcentaje de materia 
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orgánica, mientras que estos dos últimos tuvieron menor porcentaje que los tratamientos 

COIN, AZO, CHLO y ALG. 
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Figura 17. Materia orgánica en el suelo en cada tratamiento durante los tres ciclos de crecimiento. Las letras 
en mayúscula corresponden a las diferencias estadísticamente significativas entre los tratamientos de cada 
ciclo mediante un análisis de varianza con una p≤0.05.Las letras en minúscula corresponden a las diferencias 
de cada tratamiento entre los ciclos. 
 

 Para el ciclo 2, el mayor porcentaje de materia orgánica se observa en el tratamiento 

AZO con 8,86 mg/kg suelo x 103, ligeramente seguido del tratamiento COIN con 8,78 

mg/kg suelo x 103, mientras que el menor porcentaje lo tuvo el tratamiento CONTROL con 

5,75 mg/kg suelo x 103. Para el ciclo 3, el mayor porcentaje lo obtuvo el tratamiento COIN 

con 8,92 mg/kg suelo x 103, mientras que el menor porcentaje de materia orgánica lo 

muestra el tratamiento CONTROL con 5,74 mg/kg suelo x 103. 
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 En la Figura 17 se puede apreciar además el porcentaje de materia orgánica 

obtenido por cada tratamiento durante los ciclos. Se puede observar que no se presentó un 

cambio de porcentaje en ninguno de los tratamientos a lo largo de los ciclos, excepto en el 

tratamiento PL, quien tuvo un aumento en el ciclo 2, el cual disminuyó en el ciclo 3. Se 

observa además que en los tres ciclos los tratamientos COIN, AZO, CHLO y ALG tuvieron 

un mayor porcentaje de materia orgánica que los tratamientos PL y CONTROL. 

En lo que se refiere al carbono en el suelo, los resultados están representados en la 

Tabla VI. Estos resultados son totalmente similares a los presentados en el porcentaje de 

materia orgánica. 

 

Tabla VI. Carbono orgánico en los tratamientos. Las letras en mayúscula corresponden a las diferencias 
estadísticamente significativas entre los tratamientos de cada ciclo mediante un análisis de varianza con una 
p≥0.05.Las letras en minúscula corresponden a las diferencias de cada tratamiento entre los ciclos. ±: error 
estándar. 

 

Tratamiento 
C orgánico (mg/kg suelo x 103) 

Ciclo1 Ciclo 2 Ciclo 3 

COIN 4,79Aa ±0,05 5,09Aa ±0,03 5,18Aa ±0,06 

AZO 5,25Aa ±0,06 4,51Aa ±0,03 5,14Aa ±0,04 

PL 2,76Ba ±0,02 3,92Bb ±0,03 3,25Ba ±0,02 

CHLO 4,48Aa ±0,06 4,93Aa ±0,05 4,22Aa ±0,04 

ALG 4,38Aa ±0,05 4,55Aa ±0,03 4,10Aa ±0,05 

CONTROL 2,52Ba ±0,01 2,85Ba ±0,02 2,94Ba ±0,03 

 

7.8. Determinación de carbono microbiano del suelo 

El resultado general en esta parte es que se logró realizar la técnica de 

determinación de carbono microbiano de suelo por el método de fumigación extracción y el 

método de oxidación de dicromato. En las pruebas iniciales se ocupó como muestra de 
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glucosa como estándar de carbono, la cual tuvo una concentración de 3,0081 g, 

equivalentes a 1.20% de carbono orgánico. La técnica de fumigación extracción con 

cloroformo mide cantidades muy bajas de carbono orgánico, y debido a ello, en estas 

primeras pruebas no fue posible conocer la cantidad de carbono en la muestra, por lo que se 

tuvo que diluir y nuevamente realizar el procedimiento. 

El siguiente resultado parcial fue establecer el volumen ocupado de solución de 

titulación, el cual corresponde a la cantidad de carbono en la muestra. Se lograron 

identificar 4 tonalidades en el viraje, de los cuales la coloración verde oscuro fue la 

coloración indicada, de acuerdo con la metodología. Cabe mencionar que este resultado fue 

importante conocerlo, pues la transición de coloración que sufre la muestra cuando se le 

realiza la titulación es mínima. En este sentido, el cambio de coloración fue de 

amarillo/amarillo oscuro (al agregar las gotas de fenantrolina)-verde pardo/verde oscuro- 

azul claro/gris-y violeta. El cambio de viraje utilizado en este estudio fue realizada teniendo 

tres colores predominantes: amarillo (después de la digestión), amarillo oscuro (al agregar 

las gotas de fenantrolina) y verde oscuro (al agregar la solución titulante). Una vez 

estandarizada la titulación, se trabajó con las muestras del experimento; los datos obtenidos 

se les aplicó la fórmula descrita en la metodología para finalmente determinar el carbono 

microbiano. En la Tabla VII se muestran los resultados de carbono microbiano de las 

muestras de suelo de cada uno de los tratamientos del experimento. En ella se muestran 3 

datos. El primero corresponde al suelo fumigado (SF), el segundo al suelo no fumigado 

(SNF) y el tercero al C microbiano de cada uno de los tratamientos (Ec/KEc), este último 

resultado se considera como el valor final de todo el proceso de determinación de carbono 
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microbiano por el método de fumigación-extracción y por el método de oxidación de 

dicromato. 

 
Tabla VII. Carbono microbiano de suelo en los tratamientos. SF: suelo fumigado; SNF: suelo no fumigado; 
Ec:SF-SNF; KEc: 0.38 (constante, Vance et al., 1987); Ec/KEc:C microbiano. ±: error estándar. 

 
Tratamiento 

C microbiano (mg/kg suelo x 103) 

SF SNF Ec/KEc 
COIN 1,95a ±11,3 0,52 ±4,33 1,43a ±11,43 

AZO 1,81a ±6,21 0,52 ±4,33 1,29a ±8,44 

PL 1,26bc ±4,76 0,52 ±4,33 0,73bc ±4,20 

CHLO 1,30b ±4,28 0,52 ±4,33 0,77b ±5,09 

ALG 1,17cd ±3,31 0,52 ±4,33 0,66cd ±5,27 

CONTROL 1,12d ±4,56 0,52 ±4,33 0,59d ±4,59 

 

 En este sentido, el mayor valor de carbono microbiano lo tuvo el tratamiento COIN, 

con 1,42 mg/kg suelo x 103, mientras que el tratamiento CONTROL tuvo el menor valor de 

carbono microbiano con 5,95021 mg/kg suelo x 103. La secuencia del resultado de 

caarbono microbiano en cada uno de los tratamientos con base en el valor quedó de la 

siguiente manera (de mayor a menor): COIN>AZO>PL>CHLO>ALG>CONTROL. Al 

realizar el análisis de varianza se observó que los tratamientos COIN y AZO no muestran 

una diferencia significativa entre el valor de C microbiano; así como tampoco entre los 

tratamientos PL y CHLO, entre los tratamientos PL y ALG y entre los tratamientos ALG y 

CONTROL. Con la prueba estadística también se comprobó que los tratamientos COIN y 

AZO tuvieron una diferencia significativa con respecto a todos los demás tratamientos, 

pues se separan del resto al presentarse un mayor valor de C microbiano. Los tratamientos 

PL y ALG además presentaron una diferencia significativa con los tratamientos CHLO y 
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CONTROL respectivamente. Finalmente, el tratamiento CONTROL mostró también una 

diferencia significativa con todos los tratamientos, pues este tratamiento tuvo el valor más 

bajo de carbono microbiano. 

 

8. DISCUSIÓN 

 

 Entre los retos que presenta el sistema microalga-bacteria como biotecnología se 

encuentra el de suprimir la polución una vez finalizado el proceso de eliminación de 

nitrógeno y fósforo del agua. En este trabajo, se estudió una alternativa de reuso de este 

sistema que incluye aplicar las esferas como material aditivo al suelo, apoyándose en la 

posibilidad de que exista una incorporación de biomasa ya sea como materia orgánica en el 

suelo o bien como un inoculante en plantas. Además se desarrolló una estrategia de 

preservación del sistema microalga-bacteria mediante su deshidratación. Después de 12 

meses de mantener el sistema microalga-bacteria en conservación por deshidratación, 

células de Azospirillum presentan aún viabilidad. Este resultado es similar al reportado por 

Paul et al. (1993) quienes evaluaron la sobrevivencia de A. lipoferum después de 

deshidratar y almacenar el inmovilizado. Los autores observaron viabilidad a los 150 días 

con una supervivencia constante, y que la deshidratación provoca un período de 

estabilización en la densidad, donde inicialmente hay una disminución de células 

bacterianas pero al continuar en preservación el inmovilizado la pérdida de viabilidad es 

mínima. En este trabajo, la preservación del sistema microalga-bacteria se llevó a cabo 

durante 12 meses, y se manifiestó una pérdida de viabilidad en cada uno de los períodos en 
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que se realizó en conteo de células. Hay reportes donde se observan períodos de 

almacenamiento hasta de 14 años (de Bashan y González, 1999) donde la sobrevivencia de 

Azospirillum brasilense y Pseudomonas fluorescens inmovilizadas en alginato persiste y al 

ser utilizado como inoculante en plantas de trigo, llegan a colonizar la raíz y promover su 

crecimiento. Asimismo, Prabakaran y Hoti (2008) reportaron la inmovilización y 

deshidratación de Bacillus thuringiensis var. Israelensis como una técnica de preservación 

de la bacteria. Ellos evaluaron la viabilidad durante 10 años, comprobando que la bacteria 

puede continuar ejerciendo su actividad larvicida sobre un tipo de mosquito. Lo anterior, 

corrobora lo observado en esta tesis y respalda la idea de que la deshidratación de células 

de A. brasilense inmovilizadas en alginato es un buen método de almacenamiento por 

períodos prolongados. Se puede considerar además que la sobrevivencia de A. brasilense 

probablemente esté relacionado con las condiciones de secado de las células inmoviliadas 

(Paul et al., 1993), lo cual puede ser un tema de estudio a futuro. 

 Se pueden identificar al menos 3 ventajas que presenta el sistema microalga-bacteria 

al someterse a la deshidratación: 1) permite mantener células viables en conservación por 

períodos prolongados; 2) disminuyen los problemas de contaminación, y 3) disminuye el 

volumen. Es importante mencionar que los procesos de preservación de microorganismos 

generalmente son costosos y no aseguran la viabilidad de las células. Por lo tanto utilizar 

este tipo de herramienta de almacenamiento generaría un beneficio adicional al sistema 

microalga-bacteria, pues en el proceso de deshidratación no es necesario incluir un esfuerzo 

mecánico o agregar un costo. Un resultado que también se puede mencionar es que durante 

las observaciones en el microscopio óptico epifluorescente se demuestra la fluorescencia de 

Chlorella durante los 12 meses; este resultado podría ser tema de estudio futuro, ya que hay 
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reportes de viabilidad y supervivencia hasta del 93% en la cianobacteria Pseudanabaena 

galeata empleando una técnica similar de preservación durante 14-18 meses (Romo y 

Pérez, 1997). Otra consideración en los resultados de este trabajo es la determinación de la 

viabilidad de Azospirillum a partir del empleo de fluoroscein diacetato. De acuerdo con 

Chrzanowski (1984), el fluoroscein diacetato normalmente es una molécula no fluorescente 

y no polar que fácilmente penetra membranas de microorganismos como bacterias y 

hongos. Al encontrarse intracelularmente, el FDA es hidrolizado por esterasas no 

específicas, dando como resultado la liberación del fluoroscein, molécula que tiene la 

propiedad de emitir fluorescencia de color verde cuando es irradiada con luz azul. Esto 

permite su observación por microscopía epifluorescente. Así, el fluoroscein diacetato es 

pasivamente transportado por la bacteria, y su acumulación se realiza sobre la membrana 

intacta y un metabolismo activo. Cabe resaltar que el FDA se disocia a fluoroscein por 

acción de esterasas que son producidas por microorganismos metabólicamente activos 

(Wanandy et al., 2005), por lo tanto sólo células vivas emiten fluorescencia cuando se 

aplica FDA en ellas. Bajo este fundamento, las células de Azospirillum que mostraron 

fluorescencia corresponden a células que permanecieron vivas durante los 12 meses de 

almacenamiento, y en este sentido la técnica fue de gran ayuda. 

 Dentro de los resultados que se pueden mencionar también en este apartado es que 

al realizar las observaciones en el microscopio óptico epifluorescente se identificaron 

aglomerados o agrupaciones formadas por Chlorella y Azospirillum. Tales agrupaciones 

fueron disminuyendo su tamaño y su frecuencia de los períodos iniciales de 

almacenamiento (agrupaciones con mayor número de células de microalga y de bacteria) a 

los finales (agrupaciones poco frecuentes y con menor número de células de microalga y 
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bacteria) y durante los 12 meses se observó que los dos microorganismos se mantuvieron 

juntos. Este resultado podría ser tema de estudio futuro, si se considera la idea de 

interacción de la microalga y la bacteria. 

 La deshidratación de las esferas, su almacenamiento, la viabilidad de Azospirillum y 

Chlorella, así como la formación de aglomerados por los microorganismos después de la 

deshidratación de las esferas, son elementos que pueden incorporarse a la secuencia de 

eventos que suceden durante la interacción entre los dos microorganismos dentro de la 

esfera polimérica, el cual es mencionado por de-Bashan y Bashan (2008). Estos eventos 

son: inmovilización de los microorganismos y toma de nitrógeno y fósforo por parte de la 

microalga; en este sentido, los eventos observados en la presente tesis corresponderían a la 

posible dirección que tomaría el sistema microalga-bacteria después de la eliminación de 

nitrógeno y fósforo del agua. 

Los resultados de este trabajo indican que la incorporación de esferas en el suelo 

tuvo principalmente tres efectos positivos: un incremento en el crecimiento del sorgo, la 

incorporación de materia orgánica en suelo, y un incremento en la biomasa microbiana del 

suelo. El crecimiento del sorgo en el experimento se relaciona principalmente con la 

disponibilidad de Azospirillum en las esferas, lo que permitió colonizar la raíz al aplicarse 

el sistema como inoculante. La idea de aplicar el sistema microalga-bacteria como 

inoculante en plantas después de utilizarse en la eliminación de nitrógeno de agua se 

respalda con los resultados obtenidos de la viabilidad de A. brasilense, pero además con la 

información que se ha generado sobre Azosprirllum y su papel como PGPB, donde esta 

bacteria ha sido estudiada y utilizada como inoculante en plantas (Bashan, 1986). Para 

entender el concepto de inoculante, Bashan (1998) menciona el término “inoculante 
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bacteriano”, el cual se refiere a una formulación que contiene una o varias cepas 

bacterianas y que son transportados en un material, sea orgánico ó inorgánico, sintético ó 

en medio líquido. Un inoculante es utilizado para: fijación de nitrógeno, biocontrol, toma 

de nutrientes por la planta, mejoramiento de su crecimiento, y para crear efectos benéficos 

hormonales. Desde este punto de vista, el sistema microalga-bacteria puede ser considerado 

como inoculante. Entre los efectos que se observan directamente en la planta al inocularse 

con Azospirillum se pueden mencionar diversos cambios morfológicos del sistema 

radicular, como el incremento en la longitud de la raíz (zona de elongación), en el número y 

longitud de raíces laterales, en el peso seco de la raíz, en el área del sistema radicular, y 

estimulación de exudados de la raíz (Hadas y Okon, 1987; Levanony y Bashan, 1989; 

Bashan, 1998). En la presente tesis, se evaluaron dos parámetros del crecimiento de la 

planta: longitud (raíz y parte aérea) y peso seco; éstos aumentaron en aquellos tratamientos 

con Azospirillum (COIN y AZO) en comparación con tratamientos sin A. brasilense, (PL y 

CONTROL). Los posibles mecanismos que explican este efecto han sido estudiados 

previamente (Okon y Kapulnik, 1986; Bottini et al., 1989; Levanony y Bashan, 1989; 

Hartmann, 1998; Dobbelaere et al., 1999; Bashan et al., 2004; Cohen et al., 2008). Es 

importante resaltar la trayectoria de Azospirillum en el estudio de este trabajo, la cual 

comienza en la inmovilización en esferas de alginato, y continúa en el proceso de 

deshidratación de las esferas, la liberación de células de la matriz de alginato y la 

colonización de raíz, ya que Azospirillum no sólo sobrevivió a cada uno de estos eventos 

sino además tuvo la capacidad de beneficiar a dos organismos en diferente tiempo. Este 

resultado se relaciona con el de Bashan (1986) quien propuso el uso de A. brasilense 

inmovilizado en esferas alginato como matriz de transporte para la inoculación de trigo, 
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donde a partir de la liberación de células de la bacteria fue posible alcanzar la colonización, 

o bien con el reportado por Bashan et al. (2002) quienes muestran la inmovilización de A. 

brasilense y su uso como inoculante en plantas de trigo a partir de una nueva técnica de 

inmovilización en microesferas de alginato; incluso hay estudios como el de Yabur et al. 

(2007) quienes al evaluar el uso de alginato producido por Sargassum sinicola como 

material para inmovilizar microorganismos observaron la colonización de Azospirillum 

brasilense en plantas de tomate con el alginato producido por la macroalga. En esta tesis se 

logró demostrar que es posible dar continuidad al uso de Azospirillum brasilense 

inmovilizada con Chlorella sorokiniana en esferas de alginato después de actuar en la 

eliminación de nitrógeno del agua, mediante su uso posterior como inoculante en planta de 

sorgo. 

Los resultados en la tesis muestran que las 3 veces que se aplicó el sistema 

microalga-bacteria como inoculante en plantas de sorgo, es decir, en cada uno de los 3 

ciclos del experimento, hubo un aumento en la longitud de la raíz, parte aérea, así como 

aumento del peso seco, contrario a lo que se observó en los tratamientos donde no se 

agregaron esferas, como es el caso del tratamiento PL y el tratamiento CONTROL. El 

único parámetro que no incrementó fue el peso seco de la raíz, el cual disminuyó. Al 

respecto, Bashan y Levanony (1990) mencionan que a pesar de que se ha demostrado los 

efectos positivos que Azospirillum produce en varios parámetros de la raíz, se puede 

observar en algunos casos que no hay ningún cambio a nivel morfológico, o bien se 

manifiesta una disminución en cualquiera de los parámetros de crecimiento. Los autores 

mencionan que factores ambientales como la irrigación y nutrición de la planta, y (o) el 

genoma de la planta puede significativamente determinar el tipo y magnitud de efectos en 
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la asociación Azospirillum-planta. Lo anterior podría explicar la disminución del peso seco 

de la raíz durante los tres ciclos, aun cuando se comprobó el efecto positivo del sistema 

microalga-bacteria como inoculante en plantas de sorgo en los otros parámetros de 

crecimiento, y no sólo ello, sino que el efecto aumentó cada vez que las esferas fueron 

aplicadas en el mismo suelo. 

El efecto de A. brasilense sobre el crecimiento de la planta se corroboró con la 

presencia de la bacteria en la raíz. De los diferentes métodos empleados, la aplicación de 

hibridación fluorescente in situ favoreció la identificación de la bacteria en la raíz. Esta 

técnica se ha aplicado en la identificación de microorganismos en ambientes marinos, en el 

campo de la limnología, en el tratamiento de aguas, en la determinación de simbiosis, o 

bien como pruebas rutinarias de conteo de miembros del dominio Bacteria (Amann et al., 

2001). Se ha reportado su aplicación en conjunto con microscopía láser confocal para la 

identificación y conteo de bacterias en muestras de suelo (Bertaux et al., 2007), y la 

identificación de A. brasilense Sp245 y Sp7 en raíces de 3 diferentes variedades de trigo 

(Rothballer et al., 2003). Para los resultados de la presente tesis, la primera identificación 

de A. brasilense se realizó con microscopía óptica fluorescente, en la cual se logró 

visualizar a la bacteria colonizando la raíz, básicamente en zonas de pelos radicales. Con 

esta primera identificación, se pudo relacionar el aumento de crecimiento y de peso seco de 

la planta con la colonización de A. brasilense en raíz. El mayor obstáculo que tiene esta 

herramienta es la alta insidencia de autofluorescencia que pueda tener la propia muestra, y 

que en este caso lo presentó la raíz. Para la segunda identificación, utilizando microscopía 

láser confocal, A. brasilense no se observó en zonas de pelos radicales, pero si en la zona 

apical de raíces laterales y en zonas de elongación radicular. Además de que con esta 
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herramienta se puede localizar a la bacteria con mejores resultados, ya que es posible tener 

una mayor seguridad de que la visualización corresponderá a células hibridizadas de A. 

brasilense, debido al uso de la sonda específica para el dominio Bacteria y la sonda con 

especificidad para Azospirillum, además de que el uso de la microscopía láser confocal da 

una mayor resolución de imágenes que la microscopía óptica epifluorescente y así sea 

posible trabajar con muestras tridimensionales. En este sentido, Schmith et al. (2006) 

refieren que la microscopía láser confocal ha sido utilizada en combinación con técnicas de 

marcaje fluorescente ya que permite contrarrestar los problemas de autofluorescencia en la 

muestra observada cuando se lleva a cabo un escaneo por secciones ópticas. La información 

contenida en tales escaneos es la base para la reconstrucción tridimensional de una imagen. 

Además de escanear secciones ópticas a través de la muestra, el microscopio láser confocal 

permite mostrar el espectro de emisión de fluorescencia por separación digital de canales ó 

sobrepuestos, formando una sola distribución. Para los resultados de la presente tesis, se 

logró identificar A. brasilense en raíz utilizando FISH y microscopía láser confocal. Es 

importante considerar que la colonización de la bacteria en la raíz se observó en la periferia 

de la zona apical de la raíz principal (ó raíces laterales), y que no se identificaron bacterias 

a nivel intracelular. Al respecto, Bashan y Levanony (1990) mencionan que la colonización 

de Azospirillum en raíz generalmente se observa externa ó internamente. En la colonización 

externa, la bacteria forma principalmente agregados, aunque muchas células pueden 

además encontrarse aisladas en la superficie de la raíz. En una colonización interna, las 

células pueden colonizar la raíz por penetración de los espacios intercelulares de la raíz 

(Levanony et al., 1989). Aunque Azospirillum puede colonizar externamente el sistema 

radicular entero, tiene preferencia por la zona de elongación y de pelos radicales (Bashan, 
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1986; Okon y Kapulnik, 1989). Un trabajo donde se da este resultado similar es el 

reportado por Hadas y Okon (1987), quienes observaron que la colonización A. brasilense 

en tomate se encontró principalmente en zonas de elongación. En los resultados de la 

presente tesis se pudo observar la colonización de A. brasilense en zonas de pelos radicales 

en forma de células aisladas principalmente por medio de microscopía óptica 

epifluorescente, mientras que por medio de microscopía láser confocal la colonización se 

observó en zona apical de la raíz ó raíces laterales, así como en zonas de elongación en 

forma de células agregadas. Los dos tipos de microscopía fueron complementarios y 

favorecieron la visualización de Azospirillum en raíz de sorgo. De igual forma, fue posible 

visualizar a A. brasilense en raíz en cada uno de los ciclos en los tratamientos COIN y 

AZO; esta identificación fue similar en cada uno de ellos, es decir, no se observó 

colonización en otras zonas de la raíz y se continuó observando células aisladas (en la 

microscopía óptica epifluorescente) o bien manchones que asemejan agregados de células 

de Azospirillum (en la microscopía láser confocal). 

 Para complementar la identificación de A. brasilense en raíz, se analizaron muestras 

utilizando microscopía electrónica de barrido. Si bien la microscopía electrónica de barrido 

ha sido ocupada para la identificación de A. brasilense en diversos estudios (Bashan, 1986; 

Hadas y Okon, 1987; Bashan et al., 1991b; Holguín y Glick, 2003; Bacilio et al., 2001) 

para los resultados obtenidos en este trabajo tesis se sugiere no considerar el análisis como 

una posible evidencia de la colonización de Azospirillum en la raíz. Como se mencionó 

anteriormente, estudios de colonización de esta bacteria han indicado que el modo de 

colonización involucra pequeños agregados o células individuales concentradas 

principalmente en la superficie del ápice de la raíz, en la zona de elongación y en pelos 
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radicales, con relativamente pocas células en los pelos radicales (Bashan et al., 1991b ). 

Este modo de colonización se pudo observar en este estudio. Se ha mencionado que A. 

brasilense utiliza mecanismos de adhesión para colonizar la planta, la cual presenta dos 

fases: Fase primaria de adsorción (llamada anclaje) dura poco tiempo (2 horas), débil, y 

probablemente facilitada por proteínas bacterianas. La segunda fase, llamada anclaje, es 

larga (8 a 16 horas), es fuerte e irreversible, y probablemente es basada en los polisacáridos 

bacterianos extracelulares de la superficie (Bashan y Holguín, 1997). La fase de anclaje, se 

caracteriza por la producción de fibrillas y una larga cantidad de mucigel (Levanony y 

Bashan, 1991). Hay al menos 2 diferentes tipos de anclaje en la bacteria: un anclaje débil y 

realizado en una superficie no biológica, y el anclaje fuerte en raíces (Bashan y Holguín, 

1997). Además de esto, es sabido que todas las especies de Azospirillum tienen movilidad 

gracias a la presencia de flagelos; el tipo y número de flagelos depende principalmente de 

su presencia en ambientes líquidos, viscosos ó sólidos (Borisov et al., 2009). La producción 

de flagelos está relacionada con los procesos de adhesión de Azospirillum, al igual que se 

ha sugerido que las lectinas están relacionadas con dicho proceso, y por consecuencia, con 

la colonización en la raíz (Castellanos et al., 1998; Schelud’ko et al., 2009). De esta 

manera, se vuelve a retomar la trayectoria de A. brasilense desde su inmovilización con una 

microalga en esferas de alginato, su uso intrínseco en la interacción con Chlorella para la 

eliminación de nitrógeno de agua, el sobrellevar un proceso de deshidratación de la matriz 

donde se encuentra inmovilizada, su liberación de esta matriz al agregarse al suelo, y su 

capacidad para colonizar una planta, pues todo ello tiene una gran importancia 

biotecnológica. 
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 El segundo efecto positivo que se observó al aplicar el sistema microalga-bacteria al 

suelo fue el aumento en la cantidad de materia orgánica. Dicho aumento, al igual que el de 

carbono orgánico se observó en los 3 ciclos del experimento; en contraste, aquellos 

tratamientos en los que no se aplicó esferas con microalgas y bacterias no se presentó un 

aumento. La idea de incorporar el sistema microalga-bacteria después de la eliminación de 

nitrógeno para aumentar la cantidad de materia orgánica en suelo fue planteada debido a la 

aportación de biomasa de Chlorella y alginato y su posible incorporación en el suelo. 

Algunos autores manejan la idea de agregar microalga como aditivo al suelo. Tal es el caso 

de Shaaban (2001a) quien estudió el efecto de utilizar extractos de C. vulgaris en plantas de 

trigo (Triticum aestivum), observando que tales aditivos de microalga favorecen el 

crecimiento de la planta, el peso seco, y un aumento hasta de 40% del peso del grano, 

comparado con plantas adicionadas con fertilizante comercial. Asimismo, Faheed y Fattah 

(2008) observaron que al agregar Chorella vulgaris en Lactuca sativa durante su etapa de 

germinación, favorece la cantidad de clorofila (clorofila a, clorofila b y carotenoides), 

longitud y peso seco (raíz y parte aérea, de los dos parámetros). De igual manera Shaaban 

(2001b) observó que el estatus nutricional y crecimiento de la raíz de plantas de maíz (Zea 

mays) mejoran cuando son adicionadas con estractos de C. vulgaris. Lo interesante en estos 

tres trabajos es que la cantidad de microalga que utilizan como aditivo en los experimentos 

es mayor a los reportados en la presente tesis. Por ejemplo, Shaaban (2001a) reportan 

diversas cantidades de extractos de C. vulgaris (v/v) como son 25, 50, 75 y 100% de 

extractos de microalga; a su vez, Faheed y Fattah (2008) reportaron cantidades de 1/2, 1, 2 

y 3 g/kg-1 suelo tanto de peso seco de microalga como de microalga húmeda, mientras que 

Shaaban (2001b) reportó cantidades de 50, 100, 150 y 200 kg/fed (1 feddan=0.42 
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hectáreas) de peso seco de microalga por cada tratamiento. A pesar de que en la presente 

tesis la cantidad de C. sorokiniana incorporada al suelo fue mucho menor que la reportada 

en los estudios anteriormente mencionados (aproximadamente un 2% del peso total de las 

esferas) se puede sugerir que una parte del aumento en el porcentaje de materia orgánica 

del suelo fue incorporada por la biomasa de Chlorella sorokiniana al agregar las esferas al 

suelo, principalmente por los componentes de Chlorella. Los tres mayores componentes de 

la biomasa de Chlorella son carbohidratos, proteínas y lípidos, constituyendo cerca de un 

80% del peso seco de la biomasa (Kitano et al., 1998). En este sentido, la aportación de 

Chlorella como biomasa puede considerarse directamente hacia el suelo, y en respuesta a 

ello, la planta posiblemente llegue a utilizarla como fuente de energía cuando sea 

degradada, tal y como se ha observado en los estudios donde se aplicó Chlorella como 

aditivo en el suelo para favorecer el crecimiento de plantas (Shaaban, 2001a; 2001b; 

Faheed y Fattah, 2008). Hay estudios como el de Kitano et al. (1998) sobre la degradación 

de Chlorella a través de un proceso de compostaje. Los autores examinaron la 

descomposición de compuestos orgánicos durante la degradación de la biomasa microalgal, 

observando CO2 y NH3 como productos finales de degradación 

(proteínas→CO2+NH3+H2O; carbohidratos→CO2+H2O; lípidos→CO2+H2O), 

encontrándose además en la descomposición moléculas como carbohidratos y aminoácidos. 

Asímismo, estos autores mencionan que no necesariamente una mayor cantidad de 

Chlorella puede beneficiar el crecimiento de una planta, pues una mayor cantidad de 

microalga tardará más tiempo en degradarse, y la mayor cantidad de NH3, producto de la 

degradación de la microalga, puede causar inhibición en el crecimiento, como se observó 

en sus resultados. En la degradación de biomasa participan una serie de eventos en los 
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cuales están relacionados diversos microorganismos y un conjunto de factores ambientales 

que determinan su velocidad ó disminución del proceso. 

 Asimismo, también se sugiere que una parte del aumento en el porcentaje de 

materia orgánica y carbono del suelo en los resultados de esta tesis fue además por la 

aportación de alginato, el cual es considerado como un material orgánico debido a la 

procedencia natural del polímero. En general, el alginato puede originarse de dos fuentes, 

de macroalgas ó de microorganismos como bacterias y hongos (Wong et al., 2000; Sabra et 

al., 2001; Yabur et al., 2007); el alginato es utilizado como matriz de transporte en la 

inmovilización microbiana debido principalmente a su naturaleza no tóxica, su 

biodegradabilidad, y su lenta liberación de microorganismos en el suelo (Bashan 1986; 

Bashan y Holguín, 1998). Sin embargo en la mayoría de los casos el interés por su uso 

finaliza cuando los microorganismos han sido aplicados ya sea a la planta o al suelo. En 

este trabajo, además de utilizar el alginato como material de inmovilizado de microalgas y 

bacterias para una aplicación biotecnológica, se describe una utilidad posterior, la cual se 

basa en el almacenamiento de los microorganismos viables. Además de esto, se propone 

considerar al alginato como una fuente de carbono en el suelo, y considerar los mecanismos 

en los cuales el alginato es degradado y por consecuencia se lleve a cabo la liberación de 

Azospirillum para poder colonizar a la planta, ya que uno de los resultados que se observó 

fue que en 20 días de haber sido aplicado el sistema microalga-bacteria en el suelo y la 

planta, las esferas no se degradaron completamente. Así como existen organismos que 

producen alginato ya sea como componente de la pared celular en macroalgas (Wong et al., 

2000) o como polisacárido exopolimérico microbiano para diferentes aplicaciones en 

condiciones adversas (Remminghorst y Rehm, 2006) también existen microorganismos con 
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capacidad de degradar alginato, aunque también hay reportes de que el alginato puede ser 

degradado por otros mecanismos como irradiación por rayos gamma (Hien et al., 2000) y 

depolimerización por temperatura (Holme et al., 2003). La degradación del alginato por 

microorganismos es atribuida a enzimas encargadas de depolimerizar este material. Dichas 

enzimas han sido aisladas de muchas fuentes, incluyendo algas marinas, moluscos marinos 

y un amplio rango de microorganismos (Wong et al., 2000). En este sentido, para la 

presente tesis, se sugiere la posibilidad de que la liberación de Azospirllum del alginato en 

el suelo sea realizada por microorganismos del suelo con capacidad de degradar este 

polímero, y que a su vez esta condición se relacione al porcentaje de carbono del suelo. Gu 

(2003) menciona que los microorganismos están involucrados con el deterioro y 

degradación de polímeros tanto orgánicos e inorgánicos, y que además se pueden 

identificar al menos dos categorías de enzimas que están activamente involucradas en su 

degradación biológica: depolimerasas intracelulares y extracelulares. Durante la 

degradación, exoenzimas de microorganismos disocian los complejos poliméricos en 

pequeñas cadenas ó pequeñas moléculas, por ejemplo oligómeros, dímeros y monómeros, 

los cuales son lo bastante pequeñas para atravesar la membrana bacteriana semipermeable y 

de esta manera ser utilizados como carbono ó como fuente de energía. Por otra parte, Wong 

et al. (2000) menciona también la participación de enzimas llamadas alginato lyasas en la 

depolimerización del alginato, y que el tipo de enzima dependerá del tipo de estructura que 

presente el alginato, el cual a su vez dependerá del tipo de microorganismo que lo produzca 

y de las condiciones ambientales. De esta manera, se pueden encontrar bacterias de suelo 

con capacidad de degradar alginato. Por ejemplo Wong et al. (2000) hace referencia a 

algunos tipos de bacterias del suelo que presentan alginato lyasas. Entre ellas se pueden 
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mencionar, para el caso de bacterias gram-negativas, especies como Azotobacter, 

Pseudomonas, Enterobacter, Klebsiella, Sphingomonas y Streptomyces, mientras que para 

el caso de bacterias gram-positivas, especies como Bacillus, Clostridium y 

Corynebacterium. Con lo anterior, se puede apoyar la idea de relacionar a microorganismos 

con la degradación de alginato y con ello la liberación de Azospirillum. 

 En los resultados de este trabajo se logró comprobar el aumento de la materia 

orgánica y carbono en el suelo al aplicar el sistema microalga-bacteria. Si bien se ha 

discutido la relación de Chlorella y el alginato con este aumento, vale la pena referir que el 

interés en establecer la conexión de la biomasa incorporada al suelo con el aumento en el 

porcentaje de materia orgánica no es estrictamente con un punto de vista agronómico, por 

el contrario, solo es posible elucidar que se manifestó un incremento en tal porcentaje. 

Incluso se debe aclarar que el aumento en el porcentaje de materia orgánica encontrado no 

es dependiente de la biomasa de la microalga y el alginato, por el contrario, sólo se sugiere 

que este aumento es favorecido cuando se aplica el sistema microalga-bacteria al suelo. Lo 

que si se tiene claro es que la microalga y el alginato pueden considerarse como un material 

orgánico que puede aplicarse al suelo y afectar su cantidad de materia orgánica y carbono. 

De acuerdo al concepto de materia orgánica del suelo citado por Manlay et al. (2007), la 

materia orgánica del suelo es entendida como el producto no vivo de la descomposición de 

sustancias de plantas y animales. Ya que ahora se reconoce que la materia orgánica del 

suelo controla muchas propiedades del suelo y ciclos biogeoquímicos, su estatus es 

frecuentemente tomado como un fuerte indicador de fertilidad y degradación. Asimismo, 

Baldock et al. (2004) menciona que la materia orgánica encontrada en suelos y sedimentos 

marinos existe como una mezcla heterogénea de partículas y moléculas con variables 
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físicas (por ejemplo tamaño y porosidad) y propiedades químicas (como contenido de 

grupos funcionales y solubilidad). La diversidad de materia orgánica en estos ambientes es 

que sus componentes se acumulan y descomponen a diferentes tasas; además, el cambio en 

la materia orgánica a través del tiempo representa el cambio en el porcentaje del contenido 

de cada componente. Una forma de representar las relaciones entre la materia orgánica del 

suelo y su fertilidad es mostrado por Manlay et al. (2007) quienes mencionan que la 

materia orgánica del suelo puede considerarse como un acervo de nutrientes, de carbono, de 

energía y un componente orgánico asociado a materiales arcillosos, los cuales a su vez 

confieren un estatus químico, físico y biológico al suelo. De esta manera, se puede entender 

que la materia orgánica en el suelo está compuesta por diferentes fracciones de sustancias y 

materiales como producto de la degradación no solamente de plantas y animales, sino 

también de microorganismos, o como es mencionado por Kuzyakov et al. (2009) la 

descomposición de materia orgánica del suelo es consecuencia no sólo de factores bióticos 

sino también abióticos. Bajo esta perspectiva, se sugiere que la microalga y el alginato 

pudieron aportar algún componente, sustancia ó material al suelo, la cual se dio posterior a 

su aplicación. Un planteamiento similar lo refiere Kögel (2002), quien hace referencia a la 

cantidad, proporción, y distribución de residuos en el suelo provenientes de la 

descomposición de plantas (raíces, proteínas, celulosa y ciertos polisacáridos, lignina, 

almidón, pigmentos y lípidos, entre otros), hongos (quitina, heteropolisacáridos, melanina, 

glucano, etc.), bacterias (componentes de su pared celular, ácido murámico, glucosamina, 

galactosamina y diversos polisacáridos) entre otros. 

 El tercer efecto positivo que se observó al aplicar el sistema microalga-bacteria al 

suelo fue el aumento en el carbono microbiano, donde los valores (mg/Kg de suelo x103) 
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fueron superiores a los observados en muestras de suelo sin incorporación del sistema 

microalga-bacteria. Se sugiere que este resultado pueda ser un efecto más de la aplicación 

de las esferas al suelo. Algunos autores mencionan que la biomasa microbiana es el 

componente activo de la materia orgánica del suelo, el cual es responsable de la dinámica 

de la materia orgánica y de la disponibilidad de nutrientes para la planta (Gregorich et al., 

2000; Reyes et al., 2007). También se ha mencionado que el carbono microbiano responde 

más rápidamente al cambio en las condiciones del suelo, particularmente a un aumento ó 

disminución de residuos de plantas y animales, por lo que un cambio en la biomasa 

microbiana puede reflejar cambios en la fertilidad del suelo (Brookes, 2001; Joergensen y 

Brookes, 2005; Miltner et al., 2009). En este sentido, el análisis de carbono microbiano del 

suelo ha sido utilizado principalmente por dos razones, porque es una forma de medir la 

biomasa microbiana, la cual determina la dinámica de la materia orgánica, y porque puede 

dar una aproximación de la calidad del suelo y de su fertilidad. Uno de los métodos más 

exitosos, rápidos y confiables para la cuantificación directa de biomasa microbiana de suelo 

es el método de fumigación con cloroformo, en el cual los suelos son fumigados con 

cloroformo induciendo una lisis de la membrana celular microbiana, y con ello la 

subsecuente liberación de componentes que pueden ser extraídos y cuantificados como 

carbono microbiano (Witt et al., 2000). En la presente tesis, se utilizó este método de 

fumigación acompañado con una extracción por medio de la oxidación de dicromato con la 

intención de complementar el análisis de carbono orgánico del suelo por el método de 

Walkley-Black donde además de conocer el carbono disponible en el suelo, se puede dar 

una referencia de la fracción de carbono que se encuentra en el suelo que corresponde a 

microorganismos. Acerca de la cantidad de biomasa microbiana en diversos tipos de suelo, 
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Brookes (2001) menciona que la biomasa microbiana en el suelo usualmente comprende 

entre 1 a 4% del carbono orgánico del suelo, con grandes proporciones en zonas de 

praderas y bosques. Ross (1991) reportó valores de 1240 µg-1/g de suelo para muestras de 

suelos con pastura permanente y 758 µg-1/ g de suelo para muestras que recibieron 

tratamiento de residuos de cultivo, observando que cuando son almacenados durante 14 

meses los valores disminuyeron a 1184 y 748 µg-1/ g de suelo respectivamente. Asimismo, 

Joergensen (1996) reporta valores de 202, 292 y 325 µg CO2-C g-1suelo para muestras de 

suelos arables, de praderas y de bosques, mencionando diferentes valores en estos suelos en 

función de la temperatura. Martikainen y Palojärvi (1990) reportan para suelos de bosque 

de coníferas valores de 376, 214, 226 y 438g cm-3suelo, bosque caducifolio 619, 892, 158, 

518, 288 y 563g cm-3suelo, mientras que para suelos arables 54 y 83g cm-3suelo. En otro 

estudio, Reyes et al. (2007) reporta valores para suelos semiáridos (islas de recurso, bajo la 

cubertura de huisache, de mezquite, fuera de la cubertura de los árboles y en suelo de 

cultivo) 320, 373, 207 y 122 mg C kg-1suelo, respectivamente. En general el método de 

fumigación-extracción es uno de los métodos más utilizados para determinar la biomasa 

microbiana de suelo, sin embargo se pueden encontrar otros métodos indirectos que 

permiten hacer una estimación de esta variable; entre ellos se pueden mencionar el conteo 

directo de microorganismos por microscopía, el método de fumigación-incubación y el 

método de extracción de ATP. Además se puede incluir en el análisis la determinación de 

nitrógeno y fósforo del suelo (Brookes, 2001; Joergensen y Brookes, 2005). En este estudio 

la determinación de carbono orgánico del suelo incluye el análisis de carbono por el método 

de Walkley-Black y el método de fumigación-extracción, y tales metodologías tuvieron 

resultados diferentes pero complementarios, al igual que el análisis de materia orgánica. Al 
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observar los resultados de materia orgánica, carbono orgánico y biomasa microbiana, se 

puede conocer cuál de ellos tuvo mayor cantidad de carbono. La relación es la siguiente: 

M.O.>C orgánico>C microbiano, lo que indica que cada metodología permite conocer una 

fracción del carbono en el suelo, la cual puede estar disponible, acumulable ó formando 

parte de materia viva en el suelo. 

 Los resultados de este estudio fundamentan la alternativa de reutilizar el sistema 

microalga-bacteria como inoculante, observando su efecto al ser aplicado en suelo, lo cual 

es un logro importante desde un punto de vista biotecnológico, además se complementa la 

información sobre la inmovilización de microalgas y bacterias en esferas de alginato para la 

eliminación de nitrógeno y fósforo de aguas residuales domésticas. Un evento que también 

se logró identificar es la trayectoria que sigue la bacteria Azospirillum brasilense, en la cual 

están involucradas al menos dos sucesos importantes: 1) el uso de Azospirillum brasilense 

en dos aplicaciones biotecnológicas, es decir para biorremedicación de agua, mediante la 

interacción artificial con una microalga en esferas de alginato, y uso como inoculante 

microbiano en plantas y suelo con poca materia orgánica; y 2) la capacidad de Azospirillum 

brasilense para sobrevivir a diversas condiciones que le pueden causar estrés, como son la 

interacción artificial con Chlorella, la deshidratación del alginato, la liberación lenta de la 

matriz de alginato en el suelo, y la colonización de la raíz de la planta. La trayectoria de A. 

brasilense observada en el presente estudio ejemplifica el potencial de esta bacteria y su 

uso en biotecnología. 
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  9. CONCLUSIONES 

 

 El sistema microalga-bacteria contiene células viables de Azospirillum 

brasilense Cd (DMS1843) después de usarse para la eliminación de nitrógeno de 

agua, y al someterse a condiciones de deshidratación, la viabilidad disminuye 

durante 12 meses de almacenamiento. 

 

 Los parámetros de crecimiento (longitud y peso seco de raíz y parte aérea) 

de sorgo fueron afectados positivamente cuando se aplicó el sistema microalga 

bacteria. 

 

 Se logró detectar Azospirillum brasilense en raíz de sorgo utilizando 

Hibridación fluorescente in situ, Microscopía óptica epifluorescente y microscopía 

láser confocal las tres veces que se aplicó el sistema microalga-bacteria al suelo. 

 

 El sistema microalga-bacteria favoreció un cambio en la cantidad de materia 

orgánica/carbono y en la biomasa microbiana del suelo durante tres ciclos de 

resiembra. 

 

 Como una alternativa de reuso, el sistema microalga-bacteria puede aplicarse 

como inoculante en plantas y favorecer el aumento de materia orgánica, carbono 

orgánico y biomasa microbiana de suelo de zonas áridas. 
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