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RESUMEN 

 

Este estudio evaluó la solubilización de fósforo (P) de las bacterias Bacillus subtilis, 

Pseudomonas fluorescens y Streptomyces sp., pertenecientes a la empresa Laboratorio BIOMACA®, 

como potenciales microorganismos que permitan a las plantas disponer de una mayor cantidad de        

P asimilable. Se hicieron ensayos en condiciones in vitro: pruebas de antagonismo con la técnica              

de estría cruzada, para descartar incompatibilidad entre las bacterias; evaluación cualitativa de la 

capacidad solubilizadora de P a partir de roca fosfórica, con medio National Botanical Research 

Institute phosphate growth médium (NBRIP) sólido, mediante el cálculo y clasificación de índices de 

solubilización (IS); cuantificación de P solubilizado con el test de fosfato HI 38061 HANNA®; y 

detección de ácidos orgánicos mediante cromatografía en capa fina (CCF) con medio NBRIP líquido. 

Asimismo, se determinó la capacidad de las bacterias para solubilizar P en un suelo Andisol durante 

cinco meses, bajo condiciones de invernadero. Se aplicaron dos inoculaciones (los días 1° y 15° de 

cada mes), a una concentración de 1x108 UFC/ml-1 cada bacteria. Se analizó una vez al mes la cantidad 

de P disponible en el suelo con solución extractora KCl-OLSEN modificada, así como el pH mediante 

potenciometría en agua y cloruro de potasio (KCl). Las pruebas de estría cruzada evidenciaron que 

las bacterias fueron compatibles entre sí en las diferentes combinaciones. Con la evaluación cualitativa 

se demostró que las tres bacterias solubilizaron P a partir de roca fosfórica, ya que éstas formaron 

distintos halos de solubilización; <<Pf>> (IS 5.85) y <<St>> (IS 2.28) fueron los tratamientos con 

mayor y menor capacidad de solubilización, respectivamente. Con el análisis de cuantificación se 

encontró que las tres bacterias y sus co-inoculaciones también solubilizaron P en medio NBRIP 

líquido, acompañado de un descenso en el pH del medio; <<Pf>> (16.13 mg/l P; pH 4.85) y 

<<Pf+Bs+St>> (15.80 mg/l P; pH 4.74) fueron los tratamientos con mayor solubilización de P. Sin 

embargo, no se detectó la presencia de ácidos orgánicos liberados al medio en ningún día de 

evaluación. Por otro lado, los ensayos en condiciones de invernadero mostraron que ninguna 

inoculación o co-inoculación aumentó la cantidad de P disponible en el suelo. Se concluye que las 

bacterias tienen la capacidad de solubilizar P inorgánico a partir de roca fosfórica, y que este proceso 

podría atribuirse a otros mecanismos y no exclusivamente a la producción de ácidos orgánicos. 

Además, que éstas bacterias no solubilizaron P en el suelo, posiblemente por condiciones rizosféricas 

y características edafológicas propias del suelo Andisol evaluado. 

 

Palabras clave: ácidos orgánicos, bacterias, pH, solubilización 
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ABSTRACT 

 

This study evaluated phosphorus (P) solubilization of Bacillus subtilis, Pseudomonas 

fluorescens and Streptomyces sp. bacteria, owned by Laboratorio BIOMACA®, as a potential 

microorganisms that allow plants to have a greater amount of available P. The following tests were 

carried out under in vitro conditions: antagonism tests with cross-streak technique, to discard 

incompatibility between each other; qualitative evaluation of the capacity to solubilize P from rock 

phosphate with NBRIP solid medium, through determination and classification of solubilization index 

(SI); quantification of solubilized P with HI 38061 HANNA® phosphate test; and detection of organic 

acids by thin layer chromatography (TLC) with NBRIP liquid medium. In addition, capacity of 

bacteria to solubilize P in an Andisol soil was tested during five months, under greenhouse conditions. 

Two inoculations were applied per month at a concentration of 1x108 CFU/ml-1 of each bacteria. 

Amount of available P was determined once a month with modified KCl-OLSEN extractor solution, 

as well as pH with water and potassium chloride (KCl) method. Cross-streak tests showed that strains 

were not antagonistic between each other in any of the combinations. Qualitative evaluation with 

NBRIP solid medium demonstrated that the three bacteria solubilized P from rock phosphate, since 

they all formed different solubilization halos; <<Pf>> (SI 5.85) and <<St>> (SI 2.28) were the 

treatments with the highest and lowest solubilization capacity, respectively. Quantification analysis 

revealed that the three bacteria and their co-inoculations also solubilized P in NBRIP liquid medium, 

and this was followed by a decrease in the pH of the medium; <<Pf>> (16.13 mg/l P; pH 4.85) and 

<<Pf+Bs+St>> (15.80 mg/l P; pH 4.74) were the treatments with highest solubilization. Nevertheless, 

organic acids released into the medium were not detected in none of the evaluation days. On the other 

hand, greenhouse trials showed that neither inoculation nor co-inoculation increased the amount of 

available P in the soil. It is concluded that the three bacteria possess the capacity to solubilize inorganic 

P from rock phosphate, and this process could be due to other mechanisms and not exclusively to 

organic acids production. Also, that none of the three bacteria were able to solubilize P in the soil due 

to rhizosphere conditions and soil properties inherent to the Andisol soil evaluated. 

 

 

 

Keywords: organic acids, bacteria, pH, solubilization 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

El fósforo (P) es un macronutriente esencial para las plantas, necesario para funciones como: 

la división celular, la fotosíntesis, la transferencia genética y la absorción de nutrientes (Corrales-

Ramírez, Arévalo-Gálvez y Moreno-Burbano, 2014; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 2018). 

Debido a su importancia, una deficiencia de este elemento en las plantas afecta todas sus etapas 

fenológicas, desde la germinación hasta la maduración de los frutos, disminuyendo la productividad 

de los cultivos (Echeverri-Echeverri, 2018; Malhotra, Vandana, Sharma y Pandey, 2018). 

El contenido total de este elemento en el suelo está constituido tanto por formas orgánicas 

como inorgánicas; y, aunque es abundante, la concentración absorbible para las plantas y los 

microorganismos es muy reducida, debido a reacciones que se rigen por el pH y el tipo de suelo (Sano 

y Nagata, 2008; Rooney y Clipson, 2009). Tal es el caso de suelos del orden Andisol -que en Costa 

Rica representan alrededor de 15,9% de las tierras agrícolas- los cuales, aunque poseen características 

fisicoquímicas aptas para varios cultivos, generalmente son suelos ácidos, capaces de retener hasta el 

doble de la cantidad de P en comparación con otros órdenes de suelo, debido a la gran capacidad de 

fijación de sus arcillas tipo alófanas (Alvarado, 2001; Salazar-Porras, 2015; Serna-Posso, 2015). 

Para contrarrestar la deficiencia de P en los suelos Andisoles se recurre a la aplicación de 

fertilizantes químicos (Echeverri-Echeverri, 2018; Kafle et al., 2019; Patiño-Torres, 2010). Sin 

embargo, una vez que son adicionados al suelo, hasta un 80,0% puede ser fijado rápidamente por la 

alófana y cationes metálicos, quedando inaccesible para su absorción por las plantas (Acosta-Suárez 

et al., 2019; Fernández, 2007). Esta situación no solo aumenta los costos de producción, sino que se 

contamina el recurso hídrico por eutrofización y se puede alterar el equilibrio microbiológico del suelo 

(Alori, Glick y Babalola, 2017; Banerjee, Palit, Sengupta y Standing, 2010; Miransari, 2013). 

La agricultura alternativa, aplicada a la práctica de fertilización, representa una estrategia 

efectiva para abordar la deficiencia de P en suelos agrícolas, de una manera sostenible (Ben Farhat, 

Boukhris y Chouayekh, 2015; Gutiérrez-Calvo, 2019). Una de esas estrategias consiste en el uso de 

microorganismos solubilizadores de fósforo (MSP) (PSM, por sus siglas en inglés), los cuales pueden 

aplicarse como biofertilizantes complementarios a la fertilización fosfórica, permitiendo a las plantas 

disponer de una mayor cantidad de P asimilable (Beltrán-Pineda, 2014; Moreno-Reséndez, García-

Mendoza, Reyes-Castillo, Vásquez-Arroyo y Cano-Ríos, 2018; Rafique, Sultan, Ortas y Chaudhary, 

2017). 
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En lo que respecta a los MSP, estudios han demostrado que bacterias de los géneros Bacillus 

Cohn 1872, Pseudomonas Migula 1894 y Streptomyces Waksman & Henrici 1943, han sido capaces 

de solubilizar diversas formas de P inorgánico y orgánico en condiciones in vitro, debido a la 

producción de ácidos orgánicos e hidrolisis enzimática, respectivamente (Corrales-Ramírez et al., 

2014; Satyaprakash, Nikitha, Reddi, Sadhana y Satya Vani, 2017; Sharma, Sayyed, Trivedi y Gobi, 

2013). Asimismo, investigaciones realizadas en condiciones de invernadero, han reportado un efecto 

sobre la cantidad de P del suelo, luego de aplicar inoculaciones bacterianas. Vahedi, Rasouli-

Sadaghiani, Barin y Vetukuri (2022), reportaron un aumento en la concentración de P disponible de 

3,47 mg/kg-1. Asimismo, Rosa et al. (2020) obtuvieron incrementos de 5,0 y 6,9 mg de P en el suelo, 

al inocular Azospirillum brasilense con Bacillus subtilis y Pseudomonas fluorescens, respectivamente. 

Por lo tanto, teniendo en consideración el problema que representa para la producción agrícola 

la disponibilidad de P en el suelo, es importante la búsqueda e implementación de alternativas 

sostenibles, que ayuden a hacer este nutriente más disponible para las plantas. Una de estas opciones 

es la solubilización microbiana de nutrientes, la cual ha sido ampliamente documentada en diversos 

géneros de MSP (Alori et al., 2017). Por esta razón, en este estudio se evaluó la solubilización de P 

de las bacterias B. subtilis, P. fluorescens y Streptomyces sp. a través de ensayos in vitro, así como su 

capacidad para aumentar la concentración de P disponible en un suelo Andisol, bajo condiciones de 

invernadero. 
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2. OBJETIVOS 

 

2.1. Objetivo general 

 

 Evaluar el efecto de Pseudomonas fluorescens, Bacillus subtilis y Streptomyces sp. sobre la 

solubilización de fósforo en condiciones in vitro y de invernadero, para su potencial uso en la 

formulación de biofertilizantes. 

 

2.2. Objetivos específicos 

 

 Demostrar cualitativamente la capacidad de Pseudomonas fluorescens, Bacillus subtilis y 

Streptomyces sp. para solubilizar fósforo en condiciones in vitro. 

 

 Cuantificar la solubilización de fósforo in vitro de las bacterias Pseudomonas fluorescens, 

Bacillus subtilis y Streptomyces sp. 

 

 Comprobar la liberación de ácidos orgánicos mediante cromatografía en capa fina (CCF). 

 

 Determinar el grado de solubilización de fósforo en el suelo ejercido por Pseudomonas 

fluorescens, Bacillus subtilis y Streptomyces sp. en condiciones de invernadero. 
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3. MARCO TEÓRICO 

 

3.1. Importancia del P 

 

El P es uno de los macronutrientes vitales más requeridos por los seres vivos, ya que su   

función no puede ser sustituida por otro elemento (Krishnaraj y Dahale, 2014; Sánchez-Pérez, Ruíz-

Chután, Berdúo-Sandoval, Gaitán-Fernández y Sacbajá-Galindo, 2020; Tapia-Torres y García-Oliva, 

2013). Por ejemplo, en el micelio de los hongos, en las células bacterianas y en las plantas, el P puede 

representar entre 0.5-1.0, 1.5-2.5 y 0.2-0.8% de su peso seco, respectivamente (Beltrán-Pineda, 2014; 

Sharma et al., 2013). Para la producción agrícola, el P es después del nitrógeno (N), el elemento que 

más limita el desarrollo y productividad de los cultivos, debido a su relevancia en cuanto a función y 

requerimiento por las plantas (Satyaprakash et al., 2017; Sharma et al., 2013). 

A nivel celular, el P cumple roles esenciales. Como forma parte de los ácidos nucleicos     

(ADN y ARN), es de importancia en los procesos genéticos y síntesis de proteínas. Al ser componente 

de los fosfolípidos, participa en el mantenimiento de la estructura y balance osmótico de las 

membranas biológicas. Asimismo, al conformar la molécula energética trifosfato de adenosina (ATP), 

lleva a cabo reacciones bioquímicas que requieren de la generación y transferencia de energía         

como el metabolismo de carbohidratos, transporte y absorción de nutrientes, glucólisis, división 

celular, fotosíntesis, respiración celular y fijación de N (Fernández, 2007; Kafle et al., 2019; Niu et 

al., 2013; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 2018; Sashidhar y Podile, 2010; Serna-Posso, 2015). 

Morfológicamente, el P desempeña funciones importantes en todas las etapas fenológicas que 

repercuten en el rendimiento de los cultivos. Por ejemplo, lleva a cabo la germinación y formación de 

las semillas, el desarrollo radicular y la formación de nódulos, la maduración de los frutos, la floración 

y la resistencia a los patógenos (Malhotra et al., 2018; Satyaprakash et al., 2017; Sharma et al., 2013). 

Por lo general, cuando una planta tiene una deficiencia de P durante la etapa de crecimiento es 

difícil de diagnosticar, ya que los síntomas pueden no manifestarse o confundirse con los de una 

deficiencia de N (Fernández, 2007; Malhotra et al., 2018). Sin embargo, los síntomas se evidencian 

principalmente en los tejidos inferiores más longevos, ya que el P al ser muy móvil dentro de la   

planta, es transportado a los tejidos más jóvenes que son los que más lo demandan (Fernández, 2007; 

Krishnaraj y Dahale, 2014; Serna-Posso, 2015). 
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La deficiencia de P en las plantas afecta la formación y germinación de las semillas; reduce el 

volumen y arquitectura radicular; disminuye la rigidez y el alargamiento de los tallos, generando 

plantas pequeñas; y reduce el número y tamaño de las hojas, las más longevas adquieren un color 

púrpura, debido a que los carbonos necesarios para generar azúcares son desviados para producir 

antocianinas (Fernández, 2007; Serna-Posso, 2015). 

 

3.2. Disponibilidad de P en el suelo 

 

Aunque los suelos agrícolas contienen grandes reservas de P total, la concentración absorbible 

representa <1%, casi diez veces menos que la requerida por las plantas (Hinsinger, 2001; Pierzynski, 

McDowell y Sims, 2005; Sano y Nagata, 2008). Esta baja disponibilidad se debe al agotamiento          

de los depósitos minerales que impide su reposición natural, a su alta retención (reactividad) por la 

fracción coloidal y su baja movilidad en el suelo (Beltrán-Pineda, 2014; Echeverri-Echeverri, 2018). 

Las formas de P que las raíces y los microorganismos absorben son los ortofosfatos 

monovalentes [H2PO4]
- y divalentes [HPO4]

2-, los cuales están en concentraciones bajas en la solución            

del suelo (De Souza, Ambrosini y Passaglia, 2015; Fernández y Rodríguez, 2005). Al ser absorbidas, 

ambas formas son trasladadas por proteínas transportadoras de la membrana celular y se almacenan 

en igual concentración en el citoplasma, mientras que en las vacuolas y el apoplasto se acumula 

principalmente la forma divalente (Echeverri-Echeverri, 2018; Schachtman, Reid y Ayling, 1998). 

El pH determina la especie de ortofosfato que predomina; en suelos alcalinos (pH >7) se 

absorberá la forma divalente, y en suelos ácidos (pH <6) la forma monovalente (Paredes-Mendoza y 

Espinoza-Victoria, 2010; Satyaprakash et al., 2017; Sharma et al., 2013). No obstante, para cualquier 

tipo de suelo, la mayor disponibilidad ocurre con un pH entre 6.0 y 7.0, absorbiéndose exclusivamente 

como forma monovalente (Echeverri-Echeverri, 2018; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 2018). 

En el suelo, los ortofosfatos sufren oclusiones con grupos funcionales de carga positiva como 

silanol (arcillas), carboxilo (materia orgánica) e hidroxilo (óxidos metálicos), debido a que poseen 

cargas negativas muy reactivas (Hinsinger, 2001). Así, en suelos ácidos son retenidos por Fe3+ y Al3+ 

formando minerales insolubles como strengita y variscita, mientras que en suelos alcalinos son 

retenidos por Mg2+ y Ca2+ formando apatitas (Fernández, 2007; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 

2018; Serna-Posso, 2015). Estos minerales luego pueden liberar los ortofosfatos según el pH del suelo, 

ya que cuando este aumenta se solubilizan los fosfatos de hierro y aluminio, y al disminuir se 

solubilizan más los fosfatos de calcio (Hinsinger, 2001; Patiño-Torres, 2010). 
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Debido a la poca disponibilidad de P en el suelo, en la producción agrícola se recurre al uso 

de fertilizantes químicos para mantener la productividad (Fernández, 2007; Oteino et al., 2015).        

Sin embargo, la eficiencia de aplicación es baja y la cantidad de P disponible puede alcanzar 

concentraciones iguales a las de antes de fertilizar, ya que en el primer año, aproximadamente solo un 

50% sería absorbido debido a su fijación (Hasan, Hasan, Teixeira Da Silva y Li, 2016; Sharma et al., 

2013). Además, el uso constante de estos insumos no solo aumenta los costos de producción, sino que 

se agotan las reservas naturales, puede afectar la microbiología del suelo y su escorrentía causa 

eutrofización del agua (Corrales-Ramírez et al., 2014; Gutiérrez-Calvo, 2019; Sharma et al., 2013). 

 

3.3. Ciclo y transformaciones del P 

 

Las reservas naturales de P (0.1% de la litósfera) son finitas, ya que a diferencia de elementos 

como el N, éste no tiene intercambios con la atmósfera, debido a que no posee un componente            

gaseoso como entrada (Krishnaraj y Dahale, 2014; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 2018; 

Satyaprakash et al., 2017). El ciclo del P experimenta procesos de transformación que incrementan   

la disponibilidad (desorción-disolución-mineralización), y procesos que la disminuyen (adsorción-

precipitación-inmovilización); todos pueden ocurrir simultáneamente en el suelo (Hyland et al., 2005). 

La adsorción ocurre cuando el P en la solución del suelo pasa a la fase sólida por intercambio 

de ligando, interacción electrostática entre la carga negativa de los ortofosfatos con las cargas positivas 

de arcillas, óxidos metálicos y materia orgánica (Echeverri-Echeverri, 2018; Rodríguez-Gacha y 

Sánchez-Castro, 2018). El proceso inverso, la desorción, libera los ortofosfatos sorbidos de los       

sitios de menor energía y luego de los de mayor energía (Beltrán-Pineda, 2014; Monteiro, 2005).         

La adsorción es una reacción inicial rápida que prosigue con otras más lentas; la desorción ocurre         

a una tasa mucho más lenta que la adsorción (Monteiro, 2005; Pierzynski et al., 2005). El tipo de 

coloides adsorbentes, el potencial redox y la capacidad buffer, el contenido de alófana y el nivel de 

fertilización son algunos factores que rigen estos procesos (Monteiro, 2005; Pierzynski et al., 2005; 

Safari-Sinegani y Sedri, 2011). 

La precipitación es una transformación más permanente del P que la sorción y sucede cuando 

los ortofosfatos forman minerales secundarios amorfos que con el tiempo llegan a ser cristalinos y 

más insolubles como strengita, vivianita, variscita en suelos ácidos y fosfatos de calcio y apatitas en 

suelos alcalinos (Pierzynski et al., 2005; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 2018; Sánchez-Pérez    

et al., 2020). El proceso inverso, la disolución, ocurre cuando el compuesto menos soluble de estos 
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minerales secundarios se va desagregando por meteorización y pasa a la solución del suelo (Monteiro, 

2005; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 2018; Safari-Sinegani y Sedri, 2011). El equilibrio entre 

ambos procesos -que depende el pH y la concentración de P- puede no ocurrir, debido a la remoción 

constante del P soluble por absorción, escorrentía, aplicación de fertilizantes y la mineralización 

(Hinsinger, 2001; Hocking, 2001; Pierzynski et al., 2005). 

La inmovilización ocurre cuando la materia orgánica no suple la demanda fisiológica de P de 

los microorganismos, por lo que los ortofosfatos de la solución son absorbidos por la biomasa 

microbiana y son transformados en P orgánico lábil no disponible (Beltrán-Pineda, 2014; Patiño-

Torres, 2010; Richardson y Simpson, 2011). En contraparte, la mineralización es cuando se degrada 

la materia orgánica mediante acidificación, quelación, reacciones de intercambio, producción de 

ácidos orgánicos e hidrólisis enzimática y el P orgánico pasa a la solución como ortofosfatos 

absorbibles (Patiño-Torres, 2010; Restrepo-Franco et al., 2015; Yauyo-Landeo, 2015). Ambos 

procesos pueden ocurrir simultáneamente en el suelo y dependen de factores como: el tipo y cantidad 

de microorganismos, la cantidad de P orgánico total, las relaciones C:P y N:P de la materia orgánica, 

la temperatura, la humedad, la aireación, el pH y los exudados radiculares (Aristizábal-Gutiérrez y 

Cerón-Rincón, 2012; Echeverri-Echeverri, 2018). 

 

3.4. Formas de P en el suelo 

 

En el suelo existen dos tipos de P que difieren en su comportamiento, cantidad y estructura: el 

inorgánico del depósito mineral y el orgánico del depósito biológico (Echeverri-Echeverri, 2018; 

Serna-Posso, 2015; Tapia-Torres y García-Oliva, 2016). Ambas formas están presentes, dependiendo 

de factores como: transformación del material parental, pH y tipo de suelo, textura, materia orgánica 

y actividad microbiológica, y el nivel de fertilización (Patiño-Torres, 2010; Rooney y Clipson, 2009). 

El P inorgánico puede representar hasta 70% del P total. Proviene de la meteorización y 

solubilización de minerales primarios como apatitas-strengita-variscita y secundarios como óxidos de 

hierro, aluminio y carbonatos de calcio (Beltrán-Pineda, 2014; Echeverri-Echeverri, 2018; Patiño-

Torres, 2010). Este depósito se compone de hasta 170 formas minerales reactivas, y pueden estar 

absorbibles como sales en la solución o inaccesibles en los coloides de la fase sólida, cuya solubilidad 

se rige según el pH y tipo de suelo (Hocking, 2001; Pierzynski et al., 2005; Rooney y Clipson, 2009). 
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El P orgánico representa un 20-80% del P total y es la fuente alternativa absorbible cuando la 

fracción inorgánica no suple la demanda (Patiño-Torres, 2010; Tapia-Torres y García-Oliva, 2013; 

Sano y Nagata, 2008). Proviene de la mineralización de materia orgánica, generando fosfatos de 

inositol como fitato (50-80%), ésteres de fosfato como ácidos nucleicos (<3%) y fosfolípidos (7%) 

(Aristizábal-Gutiérrez y Cerón-Rincón, 2012; Patiño-Torres, 2010; Rodríguez-Gacha y Sánchez-

Castro, 2018). El fitato es de difícil mineralización y las plantas no pueden absorberlo directamente, 

ya que por su carga negativa se une fuertemente a óxidos férricos, ácidos húmicos y fúlvicos 

(Aristizábal-Gutiérrez y Cerón-Rincón, 2012; Beltrán-Pineda, 2014; Sharma et al., 2013). Los ésteres 

de fosfato son una fracción mucho menor, pero son más solubles y mineralizables, debido a que sus 

enlaces son más fáciles de hidrolizar (Patiño-Torres, 2010; Tapia-Torres y García-Oliva, 2013). 

Para saber cuáles procesos están involucrados en la disponibilidad del P para las plantas y los 

microorganismos en determinado momento, es necesario determinar en qué depósito (orgánico o 

inorgánico) y grado de estabilización (lábil o no lábil) se encuentra (Sánchez-Pérez et al., 2020;   

Tapia-Torres y García-Oliva, 2013). Las formas lábiles están débilmente unidas a la fase sólida y son 

fácilmente mineralizables, supliendo a la solución de ortofosfatos rápidamente; las formas no lábiles 

u ocluidas son minerales inaccesibles, ya que no están en equilibrio con la solución, debido a la 

estabilidad de su unión (Echeverri-Echeverri, 2018; Pierzynski et al., 2005; Swain, Laxminarayana y 

Ray, 2012). Ambas formas pueden coexistir en el suelo y puede haber conversiones de un grado a 

otro, ya que los índices de disolución y precipitación son diferentes (Serna-Posso, 2015). 

 

3.5. Suelos Andisoles 

 

El orden Andisol está constituido por suelos formados mediante meteorización y depósitos de 

cenizas volcánicas, e incluye subórdenes que ocupan los diferentes estratos del relieve volcánico como 

Vitrands, Ustands, Haplustands y Melanudands (Alvarado, 2001; Salazar-Porras, 2015). En Costa 

Rica, parte de estos suelos son utilizados para la producción agrícola y representan alrededor de un 

15.9% del territorio nacional, distribuidos en las faldas volcánicas del Valle Central, Cordillera de 

Guanacaste, la Zona Sur y zonas del Atlántico y Norte (Alvarado, 2001; Salazar-Porras, 2015). 

Las características edafológicas de los suelos Andisoles varían con la altimetría sobre el nivel 

del mar, ya que esta determina el grado de meteorización y los procesos de mineralización que 

repercuten en la formación de sus diferentes tipos de arcilla (Alvarado, 2001). Generalmente, tienen 

características químicas como: fertilidad media-baja, pH ácido (5-6), acidez intercambiable moderada, 
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capacidad de intercambio aniónico y de bases bajo, alto contenido de materia orgánica (>20%, pero 

su mineralización es muy lenta, debido a que la alófana reacciona con sus grupos funcionales) y bajo 

contenido de P (hasta 60% puede estar en forma orgánica) (Alvarado, 2001; Cisneros-Rojas, Sánchez 

de Prager y Menjivar-Flores, 2017; Echeverri-Echeverri, 2018). Además, por sus características 

físicas tienen buena estructura, alta porosidad total y velocidad de infiltración, así como una baja 

densidad aparente (Alvarado, 2001; Salazar-Porras, 2015). 

De acuerdo con su mineralogía, los suelos Andisoles pueden dividirse en: cenizas volcánicas 

recién depositadas; suelos jóvenes, en los que predomina la alófana; y suelos desarrollados, 

compuestos de haloisita mezclada con alófana (Alvarado, 2001). Asimismo, su textura varía según     

el estrato volcánico, ya que en regiones aledañas son franco-arenosos, en regiones intermedias son 

franco-limosos o francos y en las secciones más bajas son arcillosos, siendo que conforme más fina 

es su textura mayor es la fijación de nutrientes (Salazar-Porras, 2015). 

Los suelos Andisoles tienen dos problemáticas para su uso agrícola: su acidez y una alta  

fijación de P, de hasta un 95% (Echeverri-Echeverri, 2018; Prieto-Correal, Prada-Salcedo, Cuervo       

y Franco-Correa, 2015). Ambos procesos están relacionados, ya que la acidez propicia la fijación       

del P a las arcillas y la materia orgánica, así como la formación de fosfatos de aluminio y de hierro  

insolubles (Echeverri-Echeverri, 2018; Hinsinger, 2001; Jorquera et al., 2011). 

La acidez de los suelos Andisoles se origina por la meteorización, el clima, el relieve, e iones 

ácidos provenientes de la descomposición de materia orgánica y la remoción de bases Ca, Mg y             

K por los cultivos (Alvarado, 2001; Hocking, 2001). Esta ocasiona que los óxidos libres de Al3+ y 

Fe3+ formados por la disolución de fosfatos como strengita y variscita, que poseen carga superficial 

positiva, y los Mn2+ y H+ sean más solubles, y por lo tanto, capaces de retener los ortofosfatos 

(Echeverri-Echeverri, 2018; Hocking, 2001; Monteiro, 2005; Msimbira y Smith, 2020). 

Por otra parte, la fijación del P en Andisoles ocurre debido a su adsorción por arcillas de carga 

variable, baja cristalinidad y con amplia superficie específica como la alófana (un coloide amorfo 

poco cristalino y muy reactivo, originado por meteorización de materiales piroclásticos y deposiciones 

volcánicas); y la precipitación por óxidos o complejos húmicos que contienen Al3+, Fe3+ y Mn2+ que 

son estables a pH bajo (Echeverri-Echeverri, 2018; Salazar-Porras, 2015; Sánchez-Pérez et al., 2020). 

En general, la fijación es menor a mayor altitud debido a texturas gruesas y poca meteorización, 

mientras que en zonas medias compuestas de alófana y ferrihidrita es mayor (Alvarado, 2001). 
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Ambas problemáticas ocasionan no solo una deficiencia del P natural, sino que los suelos 

Andisoles fijan el doble de la cantidad de P adicionada por unidad de área que los suelos calcáreos, 

disminuyendo la eficiencia de los fertilizantes fosfóricos (Sánchez-Pérez et al., 2020; Serna-Posso, 

2015). Además, la acidez puede afectar el crecimiento de la raíz e inhibir la absorción de nutrientes 

como el N, debido a la toxicidad por Al3+ o Mn3+ (Alvarado, 2001; Msimbira y Smith, 2020). 

 

3.6. La rizósfera 

 

La rizósfera fue definida por Lorentz Hiltner en 1904 para describir la sección del suelo que 

posee características fisicoquímicas y microbiológicas diferentes a las del resto del suelo, debido            

a la influencia del sistema radicular (Bakker et al., 2020; Hinsinger, 2001; Prashar, Kapoor y 

Sachdeva, 2014). Su extensión varía según el tipo de suelo, tipo de planta, las condiciones ambientales 

y la distancia a la que puedan difundir los exudados radiculares (Maheswar y Sathiyavani, 2012; 

Prashar et al., 2014; Satyaprakash et al., 2017). Esta se compone de las siguientes secciones: 

1. Ectorizósfera; suelo adyacente a la raíz 

2. Rizoplano; superficie radicular fuertemente adherida a partículas de suelo y microorganismos 

e incluye la epidermis, corteza y polisacáridos mucilaginosos 

3. Espermósfera; suelo circundante a las semillas en germinación y el primer hábitat de los 

microorganismos inoculados en las semillas 

4. Endorizósfera; tejidos internos de la raíz como la endodermis y capas corticales 

Las raíces liberan entre 5 y 60% del C fotosintetizado a la rizósfera en forma de nutrientes, 

fenómeno denominado por Whipps y Lynch en 1985 como rizodeposición (Bakker et al., 2020; 

Prashar et al., 2014; Richardson y Simpson, 2011). Este proceso origina los exudados o rizodepósito, 

conformado por metabolitos como: ácidos orgánicos, aminoácidos, carbohidratos, enzimas, ésteres  

de fosfato, fitohormonas, gases (CO2, etileno), sideróforos, mucílago (células de la cofia y pelos 

radiculares desprendidos) y proteínas (De Souza et al., 2015; Jog, Pandya, Nareshkumar  y Rajkumar, 

2014; Mendes-Dos Santos, Escobar-Díaz, Bentes-Lobo y Rigobelo, 2020; Prashar et al., 2014). 

Los microorganismos están influenciados por la rizodeposición; esto se conoce como <<efecto 

rizosférico>> (De Souza et al., 2015; Hinsinger, 2001; Satyaprakash et al., 2017). Este proceso varía 

con el tipo de planta y su estado fenológico, tipo de suelo, humedad, pH, temperatura; y hace que la 

planta reclute y concentre los microorganismos específicos que requiere en determinado momento, 
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modulando el tipo y la cantidad de rizodepósito necesario para que estos colonicen y sobrevivan en  

la rizósfera (Bakker et al., 2020; De Souza et al., 2015; Mendes, Garbeva y Raaijmakers, 2013). Por 

esta razón, la actividad, diversidad y biomasa microbiana en la rizósfera puede ser hasta 50 veces más 

que en el resto del suelo (Bakker et al., 2020; Glick, 2012; Prashar et al., 2014). 

Debido al efecto rizosférico, la rizósfera alberga mayor diversidad (actinomicetos, bacterias, 

hongos, virus, protozoos, oomicetos) y cantidad (~1x109-1x1012 UFC/g suelo) de microorganismos 

que el resto del suelo, dónde pueden haber menos de 1x108 UFC/g suelo (Echeverri-Echeverri, 2018; 

Glick, 2012; Prashar et al., 2014; Villareal-Delgado et al., 2017). Las bacterias son las más abundantes 

(~95%), principalmente las de los filos Actinobacteria, Firmicutes y Proteobacteria, siendo las 

especies Streptomyces sp., B. subtilis y P. fluorescens las más representativas, respectivamente (Glick, 

2012; Müller, Vogel, Bai y Vorholt, 2016; Prashar et al., 2014). Éstos microorganismos experimentan 

relaciones sinérgicas, antagónicas, simbióticas y de competencia, que pueden incidir en el crecimiento 

de la planta de manera positiva (promover el crecimiento), negativa (patogenicidad), o no tener ningún 

efecto (Cano, 2011; Glick, 2012; Gutiérrez-Calvo, 2019; Miransari, 2013). 

Las especies antes mencionadas son conocidas como Plant Growth Promoting Rhizobacteria 

(PGPR), término acuñado por Kloepper y Schroth en 1978 para describir a las bacterias rizosféricas 

que promueven el crecimiento de las plantas (Álvarez-García, Santoyo y Rocha-Granados, 2020; 

Prashar et al., 2014). Las PGPR representan un 2-5% del total de bacterias rizosféricas cultivables, y 

ejercen su acción mediante mecanismos directos, indirectos y/o una combinación de ambos (Mendes-

Dos Santos et al., 2020; Moreno-Reséndez et al., 2018; Msimbira y Smith, 2020). Los directos 

involucran la síntesis de fitohormonas que estimulan la germinación de semillas, el desarrollo 

radicular y la tolerancia a estreses; y de metabolitos como ácidos orgánicos, enzimas y sideróforos 

que mejoran la absorción de nutrientes (Cano, 2011; Moreno-Riaño, 2017; Sivasakthi, Kanchana, 

Usharani y Saranraj, 2013). Por otra parte, los indirectos llevan a cabo el control biológico de plagas 

y enfermedades mediante antibiosis, alelopatía, lisis enzimática, competencia por espacio y nutrientes, 

e inducción de resistencia sistémica (Mendes-Dos Santos et al., 2020; Satyaprakash et al., 2017). 

Las PGPR como B. subtilis, P. fluorescens y Streptomyces spp. pueden desplazarse entre los 

compartimentos de la rizósfera y pasar de un estilo de vida libre o epífito a uno endófito (Müller et 

al., 2016; Trivedi, Leach, Tringe, Sa y Singh, 2020). Esto ocurre cuando ingresan a la endorizósfera 

por grietas o por los puntos de emergencia de las raíces y se desplazan por los espacios intercelulares 

del xilema y las células epidérmicas hasta colonizar los órganos aéreos (Compant, Samad, Faist y 
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Sessitsch, 2019; De Souza et al., 2015). Debido a esta capacidad, tienen una comunicación más 

estrecha con la planta, porque sus metabolitos, aún a concentraciones mínimas, promueven el 

crecimiento de mejor manera, ya que hay una menor competencia por nutrientes, temperaturas más 

estables y protegidas de condiciones de estrés (Álvarez-García et al., 2020; De Souza et al., 2015). 

 

3.7. Microorganismos asociados con la solubilización de P 

 

3.7.1. Bacillus subtilis 

 

Bacillus subtilis (Reino: Bacteria; Filo: Firmicutes; Clase: Bacilli; Orden: Bacillales; Familia: 

Bacillaceae) fue caracterizada por Ferdinand Cohn en 1872, quién descubrió también su capacidad de 

esporulación (Maughan y Van der Auwera, 2011). Actualmente, es la especie modelo para el estudio 

de bacterias Gram positivas formadoras de esporas, y se convirtió en una de las primeras bacterias en 

ser genómicamente secuenciada (Errington y Van der Aart, 2020; Härtig y Jahn, 2012). 

Desde su descubrimiento, B. subtilis ha sido una de las bacterias más abundantes en la rizósfera 

respecto a otros géneros bacterianos. Esta mención, aunque se atribuye en parte a su versatilidad 

metabólica y su estilo de vida saprófito que le permite utilizar gran variedad de moléculas orgánicas 

en el suelo, se debe principalmente a su capacidad para formar biopelículas y esporas, las cuales 

garantizan su dispersión, alta proliferación y sobrevivencia en el suelo (Errington y Van der Aart, 

2020; Tejera-Hernández, Rojas-Badía y Heydrich-Pérez, 2011; Villareal-Delgado et al., 2017). 

Entre las características fisiológicas y morfológicas de B. subtilis destacan: es Gram positiva; 

estrictamente aerobia o anaerobia facultativa; saprófita y con nutrición quimiorganótrofa; necesita un 

pH entre 5.5-8.5 para su óptimo crecimiento; es mesófila (temperatura ideal entre 28-30 °C); posee 

flagelos para desplazarse y además de producir esporas y biopelículas puede vivir como endófita 

(Errington y Van der Aart, 2020; Harwood, Pohl, Smith y Wipat, 2013; Tejera-Hernández et al., 2011; 

Villareal-Delgado et al., 2017). 

Se estima que ~5% del genoma de B. subtilis está destinado a su ciclo de vida, el cual consta 

de dos fases: la primera, un crecimiento vegetativo en el que se reproduce mediante fisión binaria, 

cuando dispone de condiciones ambientales favorables; y la segunda, una fase de esporulación en la 

cual se generan las esporas cuando imperan condiciones de estrés biótico o abiótico, las cuales 

permanecen en latencia, para luego dar paso nuevamente al crecimiento vegetativo (Errington y Van 

der Aart, 2020; Harwood et al., 2013; Tejera-Hernández et al., 2011; Villareal-Delgado et al., 2017). 
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Durante los últimos años se ha dilucidado la gran diversidad metabólica de B. subtilis. Es así 

como se le han atribuido múltiples actividades promotoras del crecimiento, como la disminución de 

los efectos deletéreos causados por patógenos y la secreción de metabolitos (sideróforos, ácidos 

orgánicos, enzimas, antibióticos) para aumentar la disponibilidad de nutrientes como el P; incluso,     

se estima que cerca del 4% de su genoma está destinado a la producción de éstos metabolitos 

(Sivasakthi et al., 2013; Tejera-Hernández et al., 2011; Villareal-Delgado et al., 2017). 

 

3.7.2. Pseudomonas fluorescens 

 

Pseudomonas fluorescens (Reino: Bacteria; Filo: Proteobacteria; Clase: 

Gammaproteobacteria; Orden: Pseudomonadales; Familia: Pseudomonadaceae) es una bacteria cuyo 

género fue descrito en 1894 por Walter Migula (Paz-Zarza et al., 2019; Peix, Ramírez-Bahena y 

Velázquez, 2018). Su nombre deriva de la presencia de falsas unidades que actúan como materiales 

de reserva, y la formación de pigmentos como pioverdinas, que al irradiarse con luz ultravioleta 

producen fluorescencia (Andreani et al., 2014; Mamani-Herrada, 2017; Seaton y Silby, 2014). 

Entre las características fisiológicas y morfológicas de P. fluorescens destacan: es Gram 

negativa; de metabolismo estrictamente aerobio; mesófila (25-30 °C); con crecimiento óptimo a pH 

neutro (7); dispone de flagelos para movilizarse; saprófita de nutrición quimiorganótrofa; vive en la 

rizósfera o como endófita; y no produce esporas (Álvarez-García et al., 2020; Kumar, Franzetti, 

Kaushal y Kumar, 2019; Scales, Dickson, LiPuma y Huffnagle, 2014; Seaton y Silby, 2014). 

Respecto al ciclo de vida de P. fluorescens, ésta se reproduce rápidamente mediante fisión 

binaria, proceso en el que se replica originando dos células genéticamente iguales a la célula parental. 

Asimismo, aunque su ciclo de vida no contempla la formación de esporas, involucra la formación de 

biopelículas como método de sobrevivencia y para obtener una ventaja competitiva de crecimiento y 

colonización, persistentes en hábitats como la rizósfera (Baum et al., 2009; Kumar et al., 2019; 

Meliani y Bensoltane, 2015; Scales et al., 2014). 

Por otra parte, la presencia de P. fluorescens en la rizósfera le ha valido ser reconocida como 

un PGPR, gracias a sus mecanismos directos (solubilización de nutrientes como el P, en especial 

mediante la producción de sideróforos) e indirectos (control de enfermedades por inducción de 

resistencia sistémica y antibiosis), que le confieren también una mayor habilidad para competir con la 

demás microflora presente (Garrido-Sanz et al., 2017; Mamani-Herrada, 2017; Scales et al., 2014). 



14 
 

3.7.3. Streptomyces spp. 

 

Streptomyces spp. (Reino: Bacteria; Filo: Actinobacteria; Clase: Actinobacteria; Orden: 

Actinomycetales; Familia: Streptomycetaceae) es una bacteria cuyo género fue descrito por primera 

vez en 1943 por Waksman y Henrici (Anderson y Wellington, 2001; Hasani, Kariminik y Issazadeh, 

2014). Ésta se caracteriza porque, a pesar de ser bacteria, tiene estructuras filamentosas similar a la 

de los hongos (hifas), así como por su producción de metabolitos -60-80% de antibióticos de uso 

médico- como la geosmina, compuesto volátil que da el olor característico a suelo mojado (De Lima 

Procópio, Da Silva, Martins, De Azevedo y De Araújo, 2012; Gopalakrishnan, Srinivas y Prasanna, 

2020; Hasani et al., 2014; Sharma, Sharma, Malannavar y Salwan, 2020). 

Algunas características fisiológicas y morfológicas importantes de Streptomyces spp. son: es 

Gram positiva; con estilo de vida saprófito; no tiene motilidad; de metabolismo aerobio 

quimiorganótrofa; mesófila (25-35 °C); con un pH óptimo de crecimiento entre 6.5-8.0; puede vivir 

como endófita y sus micelios (vegetativo y aéreo) contienen esporoforos, cadenas de artrosporas         

no móviles de diversos colores para dispersarse y sobrevivir en la rizósfera, las cuales pueden 

mantenerse en latencia (Briceño, Fuentes, Sáez, Díez y Benimeli, 2018; Quinn, Banat, Abdelhameed 

y Banat, 2020; Sharma et al., 2020). 

Respecto al ciclo de vida de Streptomyces spp., este consta de cuatro fases: la primera, inicia 

con la germinación de las esporas; la segunda, es la conversión de las esporas en hifas vegetativas; la 

tercera, es el desarrollo de las hifas aéreas (esporoforos); y la cuarta, culmina con la diferenciación de 

las hifas aéreas en cadenas de esporas, que se dispersan e inician nuevamente el ciclo (Briceño et al., 

2018; Chater, 2006; Hasani et al., 2014). Además, recientemente se descubrió que Streptomyces spp. 

puede emplear un <<crecimiento exploratorio>>, como medio para compensar su falta de motilidad 

y poder dispersarse para acceder a nutrientes (Jones y Elliot, 2017). 

Agronómicamente, Streptomyces spp. actúa en el reciclaje de materia orgánica y la promoción 

del crecimiento, mediante sideróforos y antibióticos (De Lima Procópio et al., 2012; Gopalakrishnan 

et al., 2020; Sharma et al., 2020). Además, estudios han dilucidado su capacidad para solubilizar P; 

incluso, se ha sugerido el uso de roca fosfórica con esporas de Streptomyces para mejorar la absorción 

de P por las plantas (Ben Farhat et al., 2015; Chaiharn, Pathom-aree, Sujada y Lumyong, 2018). 
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3.8. Mecanismos utilizados por los microorganismos para solubilizar P 

 

3.8.1. Producción de ácidos orgánicos 

 

Los ácidos orgánicos son moléculas de bajo peso molecular, provenientes del metabolismo de 

azúcares (carbohidratos, lípidos) en el Ciclo de Krebs y en la glucólisis (Hinsinger, 2001; Hocking, 

2001; Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 2010; Ström, 1997). Éstos poseen grupos carboxilo      

de carga negativa y aunque difieren en su número de protones disociables, todos son disociados en    

el citosol celular como aniones y no como ácidos, debido a que tienen valores de pKa más bajos que 

el pH neutral del citosol (Hinsinger, 2001; Hocking, 2001; Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 

2010; Yadav, Yadav y Vashistha, 2016). 

En 1908, se descubrió su rol en la solubilización de P in vitro en cultivos de hongos y bacterias, 

a los cuales se les ha denominado como Phosphate Solubilizing Microorganisms (PSM, por sus siglas 

en inglés) (Corrales-Ramírez et al., 2014; Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 2010). En 1980, 

Gardner et al. encontraron por 1° vez que su exudación por plantas causó una mayor solubilización y 

absorción de P (Hinsinger, 2001; Hocking, Randall, Delhaize y Keerthisinghe, 2000). En 1980, 

Christiansen-Weniger et al. evidenciaron su rol contra la toxicidad por Al3+, importante porque 

generalmente coincide con la deficiencia de P en suelos ácidos (Echeverri-Echeverri, 2018; Hocking 

et al., 2000). Desde entonces, ácidos orgánicos como: cítrico, tartárico, fumárico, glucónico, láctico, 

málico, oxálico, propiónico, succínico, 2-ketogluconico, etc, se han reportado capaces de solubilizar 

distintas fuentes de P inorgánico como fosfato dicálcico, tricálcico, rocas fosfóricas, fosfatos de Al y 

de Fe (Alori et al., 2017; Corrales-Ramírez et al., 2014; Moreno-Reséndez et al., 2018). 

En la rizósfera, se estima que los ácidos orgánicos tienen una sobrevivencia de entre 2-12 h y 

su concentración en la solución del suelo generalmente es muy baja (1-50 μM) (Hinsinger, 2001; 

Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 2010). Pueden ser de origen vegetal o microbiano, el tipo y su 

cantidad varía entre especies de microorganismos y plantas, y de la calidad de los exudados que varían 

con el tipo y fenología del cultivo, la longevidad de las raíces y las variables ambientales (Hinsinger, 

2001; Krishnaraj y Dahale, 2014; Satyaprakash et al., 2017). En todo caso, cualquiera que sea su 

origen, la capacidad de los ácidos orgánicos para solubilizar P depende del pH, tipo, mineralogía y  

las formas de P presentes en el suelo (Hocking, 2001; Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 2010). 
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Los ácidos orgánicos solubilizan P mediante dos mecanismos: disminuyendo el pH por 

extrusión de H+, que mantiene el equilibrio aniones-cationes para compensar sus cargas negativas        

y propician un intercambio ácido o de ligando, en el que los H+ sustituyen los cationes y/o compiten  

por los sitios de sorción del P; y la quelación, con la cual, los grupos carboxilo forman quelatos por  

la unión del anión orgánico con los cationes fijadores del P (Hinsinger, 2001; Paredes-Mendoza              

y Espinoza-Victoria, 2010; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 2018; Serna-Posso, 2015). 

Respecto a los anteriores mecanismos, la cantidad de P que puedan liberar depende del tipo y 

la fuerza del ácido según sus constantes de disociación (pKa), las cuales entre mayor sean, más fuerte 

es el ácido y más se disocia (Krishnaraj y Dahale, 2014; Serna-Posso, 2015). Además, la solubilización 

es proporcional a la estabilidad de los compuestos metálicos fijadores de P, ya que los ácidos orgánicos 

se unen más fuertemente en el orden tricarboxílicos > dicarboxílicos > monocarboxílicos (Fankem et 

al., 2008; Hocking et al., 2000). Por otra parte, los ácidos que forman anillos estables de 5 o 6 enlaces, 

así como el número y las posiciones de los grupos OH/COOH en la cadena principal de carbono 

ofrecen la mayor protección contra la toxicidad por Al3+ (Hocking et al., 2000; Hocking, 2001). 

Debido a que las bacterias tienen varias rutas metabólicas para producir ácidos orgánicos 

(respiración oxidativa, glucólisis, fermentación, Ciclo de Krebs), se ha hecho imposible tener un 

consenso sobre el proceso de solubilización del P, contrario a la fijación de N en el cual todas las vías 

recalan en el sistema nitrogenasa (Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 2010). Sin embargo, Liu et 

al. en 1992 atribuyeron la solubilización de fosfatos de calcio a la oxidación directa de glucosa a ácido 

glucónico en el espacio periplásmico celular, y fue propuesto por Goldstein en 1996 como el principal 

mecanismo de solubilización en bacterias Gram negativas (Alori et al., 2017; Paredes-Mendoza y 

Espinoza-Victoria, 2010; Patiño-Torres, 2010). En este proceso -inducido por bajas concentraciones 

de P y altas concentraciones de glucosa-, la enzima glucosa deshidrogenasa oxida la glucosa en el 

exterior de la membrana citoplasmática y el ácido producido en la superficie celular acidifica el 

espacio periplásmico, proporcionando los H+ y aniones orgánicos que sustituyen los cationes, 

liberando el P (Beltrán-Pineda, 2014; Oteino et al., 2015; Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 

2010; Patiño-Torres, 2010; Sashidhar y Podile, 2010). 

Las bases genéticas de la solubilización de P aún no están claramente establecidas (Moreno-

Reséndez et al., 2018). Sin embargo, en 1987 Goldstein y Liu clonaron por primera vez un gen 

involucrado en la solubilización de P a partir de Erwinia herbicola, el cual al transferirlo a Escherichia 

coli, se logró que ésta produjera ácido glucónico y solubilizara hidroxiapatita (Patiño-Torres, 2010). 
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Pese a que se considera que los ácidos orgánicos son el principal mecanismo de solubilización 

de P, algunos ácidos inorgánicos también se han asociado con dicha capacidad, aunque su efectividad 

es menor (Kafle et al., 2019; Krishnaraj y Dahale, 2014; Sharma et al., 2013). Entre los ácidos 

inorgánicos reportados se encuentran: el ácido nítrico, generado por la oxidación de compuestos 

inorgánicos nitrogenados; el ácido sulfúrico, resultante de la oxidación de compuestos de azufre por 

bacterias del género Thiobacillus; el HCl, capaz de solubilizar hidroxiapatita, y el ácido carbónico 

(Beltrán-Pineda, 2014; Krishnaraj y Dahale, 2014; Serna-Posso, 2015; Sharma et al., 2013). 

 

3.8.2. Producción de enzimas 

 

El P debe convertirse en ortofosfatos mediante mineralización, a través de enzimas fosfatasas, 

fitasas y C-P liasas, para que las plantas y microorganismos puedan utilizar el P orgánico (Fernández 

y Rodríguez, 2005; Moreno-Reséndez et al., 2018; Richardson y Simpson, 2011). Su liberación se 

favorece con bajos niveles de P y una alta disponibilidad de materia orgánica de fácil asimilación, 

mientras que fluctuaciones bruscas de temperatura o de pH pueden desnaturalizarlas e interferir su 

acción biológica (Corrales-Ramírez et al., 2014; Kafle et al., 2019; Richardson y Simpson, 2011). 

Las fosfatasas son las enzimas más abundantes en el suelo involucradas en la mineralización 

del P orgánico (Kafle et al., 2019; Sharma et al., 2013). Estas enzimas no específicas pueden ser 

extracelulares, e hidrolizar los enlaces éster de los ésteres de fosfato y los enlaces anhídridos de ácido 

fosfórico; e intracelulares, y traslocar el P de tejidos senescentes (Corrales-Ramírez et al., 2014; Duff, 

Sarath y Plaxton, 1994; Hasan et al., 2016; Malhotra et al., 2018). Asimismo, según el pH se divide 

en fosfatasas ácidas y alcalinas; raíces y hongos exudan exclusivamente ácidas, mientras que las 

bacterias pueden producir tanto ácidas como alcalinas (Duff et al., 1994; Kafle et al., 2019;           

Patiño-Torres, 2010; Serna-Posso, 2015; Tapia-Torres y García-Oliva, 2013; Yauyo-Landeo, 2015). 

Por otra parte, las fitasas hidrolizan fitatos como el ácido fítico, liberando grupos ortofosfato 

del anillo de inositol (Aristizábal-Gutiérrez y Cerón-Rincón, 2012; Jorquera et al., 2011). Estas se 

clasifican en: fosfatasas histidinas ácidas (la mayoría), fitasas de cisteína, fosfatasas ácidas púrpura y 

fitasas β-hélice, que a su vez son extracelulares (producidas por hongos y bacterias Gram positivas) e 

intracelulares y periplásmicas (producidas por bacterias Gram negativas) (Aristizábal-Gutiérrez y 

Cerón-Rincón, 2012; Fernández y Rodríguez, 2005; Jorquera et al., 2011). Al igual que las fosfatasas, 

pueden ser ácidas y alcalinas, y son producidas tanto por las raíces como por los microorganismos 

(Corrales-Ramírez et al., 2014; Fernández y Rodríguez, 2005; Yauyo-Landeo, 2015). 
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4. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

4.1. Ubicación de la investigación 

 

Las evaluaciones en condiciones in vitro se hicieron en los laboratorios de Fitopatología 

Investigación de la Escuela de Ciencias Agrarias (ECA) y de Fitoquímica (LAFIT) de la Escuela de 

Química en la Universidad Nacional (UNA), Campus Omar Dengo; así como en el Laboratorio de 

Suelos y Foliares del Centro de Investigaciones Agronómicas (CIA) en la Universidad de Costa       

Rica (UCR). Por otra parte, las pruebas en condiciones de invernadero se realizaron en la Finca 

Experimental Santa Lucía (FESL) de la ECA (10°01´22´´N; 84°06´43´´W) (Figura 1). 

Figura 1 

Ubicación satelital de la FESL 

 

Nota. Adaptado de Google Earth. A) invernadero en el que se mantuvo el suelo durante los meses de 

evaluación; y B) parcela dónde se extrajo el suelo utilizado en la investigación. 
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4.2. Origen de las bacterias evaluadas 

 

Las bacterias B. subtilis, P. fluorescens y Streptomyces sp. fueron facilitadas por la empresa 

Laboratorio BIOMACA®. Éstas se aislaron de la rizósfera de cultivos cítricos en el distrito de    

Ciudad Colón, cantón de Mora, provincia de San José, Costa Rica; y se identificaron molecularmente 

en el CIA-UCR. Colonias de 24 h de crecimiento en placas Petri con medio de cultivo agar nutritivo 

se preservaron en refrigeración a ~4 °C en el laboratorio de Fitopatología-Investigación. 

 

4.3. Pruebas de antagonismo in vitro 

 

Con el propósito de determinar si existía alguna incompatibilidad entre las bacterias a evaluar, 

se realizaron pruebas de antagonismo in vitro con la técnica de Cultivos Duales, empleando la técnica 

de estría cruzada utilizada por Cázares-Jaramillo (2020). Todos los procedimientos se realizaron bajo 

condiciones asépticas dentro de una cámara de flujo laminar. 

Previo a la realización de las pruebas, las bacterias almacenadas a 4 °C fueron reactivadas     

por medio de estriado en medio de cultivo papa-dextrosa-agar (PDA) sin acidificar, contenido en 

placas Petri (seis por bacteria), utilizando un asa bacteriológica estéril. Posteriormente, dichas placas 

se incubaron en la oscuridad durante 24 h, a temperatura ambiente (~25 °C). 

Estas pruebas se realizaron con un diseño completamente aleatorizado (DCA), compuesto    

por tres tratamientos (Tabla 1), cada uno contó con cuatro repeticiones. La unidad experimental u 

observacional consistió en una placa Petri de vidrio de 9 cm de diámetro. 

Tabla 1 

Tratamientos utilizados para evaluar antagonismo in vitro con prueba de estría cruzada 

Tratamiento Composición 

Pf vs Bs P. fluorescens vs B. subtilis 

Pf vs St P. fluorescens vs Streptomyces sp. 

Bs vs St B. subtilis vs Streptomyces sp. 

 

Para evaluar el efecto antagónico con la técnica de estría cruzada, se tomaron colonias 

reactivadas con un aplicador estéril (uno por bacteria y según el tratamiento), el cual se rozó de      

forma vertical en el centro de una placa Petri con medio PDA y se incubó en la oscuridad por 24 h. 
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Transcurrido el tiempo de incubación, se tomó la otra cepa reactivada a probar -según el tratamiento- 

de la misma manera, se rozó en la placa Petri horizontalmente de derecha a izquierda atravesando la 

cepa crecida verticalmente, y se incubaron en la oscuridad por 24 h a ~25 °C (Anexo 1). 

 

4.4. Evaluación cualitativa de la eficacia de solubilización de P in vitro con medio sólido 

 

Con cada uno de los aislamientos bacterianos se evaluó la solubilización de P in vitro, usando 

el medio de cultivo National Botanical Research Institute Phosphate growth médium (NBRIP) sólido, 

desarrollado por Nautiyal (1999). El medio contuvo 1 L de agua destilada, 15 g de agar, 10 g de 

glucosa, 5 g de roca fosfórica, 5 g de MgCl2 x 6 H2O, 0.2 g de KCl, 0.25 g de MgSO4 x 7 H2O, 0.1 g 

de (NH4)2SO4 y 0.025 g de azul de bromofenol. El pH se ajustó a un valor de 7.0 con NaOH (0.1 N) 

en un potenciómetro con electrodo de vidrio y se autoclavó a 121 °C-15 Psi por 20 min. 

Para realizar la evaluación con medio NBRIP sólido, se utilizaron nuevas colonias con 24 h de 

crecimiento (apartado 4.3), con las cuales se realizaron diluciones seriadas en tubos de ensayo hasta 

una dilución de 10-5. Con una micropipeta se extrajeron 150 μl de los tubos con las diluciones 10-2 y 

10-3, se vertieron en placas Petri con medio PDA (tres placas por dilución), se esparcieron de forma 

homogénea sobre el medio con un asa de Drigalsky esterilizada y se incubaron en la oscuridad de 

forma invertida durante 24 h. 

Las bacterias se ajustaron a una misma concentración (~1x108 UFC ml-1) con la escala 0.5 de 

McFarland (Wiegand, Hilpert y Hancock, 2008). El estándar se preparó disolviendo 0.1175 g de   

BaCl2 x 2 H2O en 10 ml de agua destilada y diluyendo 1 ml de H2SO4 en otros 100 ml de agua; en      

un matraz Erlenmeyer se vertió 99.5 ml de la solución de H2SO4 y se aforó con la solución de BaCl2 

x 2 H2O. La estandarización se hizo en un espectrofotómetro con celda de vidrio de 1 cm, el cual se 

calibró con un blanco (agua destilada) y con el estándar de McFarland, a una absorbancia de 625 nm. 

El ajuste de concentración se realizó de la siguiente manera: un asa bacteriológica estéril      

(una por bacteria) se impregnó de colonias bacterianas activas de las placas Petri con la dilución 10-2, 

se diluyó en un vaso de precipitado (uno por bacteria) con 10,0 ml de agua destilada y se agitó hasta 

disolver. Posteriormente, la celda de vidrio se llenó con ~5 ml de esta solución bacteriana y se 

introdujo dentro del espectrofotómetro. La lectura a una absorbancia de 625 nm debió oscilar entre 

0.08 y 0.13, por lo que cuando esta fue menor al rango se agregó más inóculo a la solución bacteriana 

contenida en los vasos de precipitado, y cuando fue mayor se agregó más agua destilada. 
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Estas pruebas se realizaron bajo un diseño completamente aleatorizado (DCA), compuesto por 

ocho tratamientos (Tabla 2), cada uno contó con cuatro repeticiones. La unidad experimental u 

observacional consistió en una placa Petri de vidrio de 9 cm de diámetro. 

Tabla 2 

Tratamientos utilizados para evaluar la solubilización de P con medio NBRIP sólido 

Tratamiento Composición 

Testigo Agua destilada 

Pf P. fluorescens 

Bs B. subtilis 

St Streptomyces sp. 

Pf + Bs P. fluorescens + B. subtilis 

Pf + St P. fluorescens + Streptomyces sp. 

Bs + St B. subtilis + Streptomyces sp. 

Pf + Bs + St P. fluorescens + B. subtilis + Streptomyces sp. 

 

La evaluación se hizo según Mora-López, López-Restrepo, Osorio-Echeverri y Botero-Botero 

(2023). El medio NBRIP autoclavado se vertió en placas Petri y se dejó solidificar, mientras que   

discos de papel filtro estériles de 5 mm de diámetro se agregaron a los vasos de precipitado con             

las soluciones bacterianas ajustadas y se dejaron remojando durante 5 min. Finalmente, con una     

pinza metálica esterilizada se extrajo un disco remojado de cada solución bacteriana, se colocó en        

el centro de cada placa Petri -según el tratamiento respectivo- y se incubaron durante 7 d a ~25 °C. 

 

4.4.1. Determinación de índices de solubilización (IS) 

 

Diariamente se midieron los diámetros de las colonias y de los halos originados (Figura 2). 

Con ambos diámetros se calcularon los índices de solubilización (IS), aplicando la siguiente fórmula 

utilizada por Acosta-Suárez et al. (2019): 

IS= diámetro solubilización + diámetro colonia/diámetro colonia 
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Figura 2 

Medición de diámetros para determinar los índices de solubilización 

 

 

4.4.2. Análisis estadístico 

 

Los valores de la medición al sétimo día de evaluación fueron los utilizados en el análisis de 

datos. Para determinar el efecto de los tratamientos sobre la variable de respuesta estudiada (índice de 

solubilización) se aplicaron los test Shapiro-Wilk y Bartlett, así como gráficos Q-Q vs residuales.   

Dado que los datos no tuvieron distribución normal ni varianzas homogéneas, se utilizó el test no 

paramétrico Kruskal-Wallis (p<0.05). Todos estos análisis se realizaron con el programa RStudio® 

© 2009-2023. 

Asimismo, los índices de solubilización obtenidos se clasificaron con base a una escala de 

solubilización establecida por Matos et al. (2017), donde un valor de 1.0 representa una muy baja 

capacidad, entre 1.0-2.0 una baja capacidad, entre 2.0-3.0 una capacidad media y uno de más de 3.0 

una alta capacidad de solubilización. 

 

4.5. Cuantificación de P solubilizado, pH y producción de ácidos orgánicos in vitro con    

medio líquido 

 

A cada uno de los aislamientos bacterianos y sus combinaciones se les cuantificó, in vitro, su 

capacidad para solubilizar P a partir de roca fosfórica, así como su producción de ácidos orgánicos. 

Para esto, se utilizó medio NBRIP líquido y se siguió la metodología empleada por Swain et al. (2012). 

Se preparó medio NBRIP sin agar (apartado 4.4) y se usaron nuevas colonias con 24 h de crecimiento 

(apartado 4.3), ajustadas las tres a la misma concentración de 1x108 UFC ml-1 (apartado 4.4). 
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La evaluación se hizo bajo un diseño aleatorizado, compuesto de ocho tratamientos (Tabla 3), 

cada uno con tres repeticiones. La unidad experimental consistió en un matraz Erlenmeyer de 125 ml. 

Tabla 3 

Tratamientos utilizados para cuantificar el P solubilizado, pH y producción de ácidos orgánicos        

con medio NBRIP líquido 

Tratamiento Composición 

Testigo Agua destilada 

Pf P. fluorescens 

Bs B. subtilis 

St Streptomyces sp. 

Pf + Bs P. fluorescens + B. subtilis 

Pf + St P. fluorescens + Streptomyces sp. 

Bs + St B. subtilis + Streptomyces sp. 

Pf + Bs + St P. fluorescens + B. subtilis + Streptomyces sp. 

 

Se agregaron 100 ml de medio NBRIP y 1 ml de solución bacteriana ajustada a cada matraz 

Erlenmeyer, según el tratamiento respectivo. Estos se mantuvieron en incubación en un agitador 

orbital durante 5 d, a 110 rpm y una temperatura de ~25 °C. 

 

4.5.1. Cuantificación de P solubilizado y pH 

 

El P solubilizado se cuantificó por colorimetría, utilizando el kit test de fosfato HI 38061 con 

disco Checker HANNA®, el cual actúa como una adaptación del método con ácido ascórbico 

establecido por Murphy y Riley (1962). Diariamente, se extrajo una muestra de 6 ml de cada matraz 

Erlenmeyer, la cual se filtró con un papel filtro Whatman #42 y cuyo remanente se recogió en un vaso 

de precipitado. Con la pipeta del kit se tomaron 5 ml de muestra filtrada, se vertieron en uno de los 

viales y se introdujo dentro de la ranura izquierda del disco Checker; este actuó como el blanco. 

Asimismo, con la jeringa proporcionada en el kit se tomaron 0.75 ml de la muestra filtrada remanente 

en el tubo de ensayo y se vertió en el otro vial, se aforó a 7.5 ml con agua desionizada y se agitó 

durante 1 min. A este vial se le agregó un sobre reactivo HI 93713-0, se agitó durante 2 min, se dejó 

reposar por 3 min y se introdujo en la ranura derecha del disco; esta constituyó la muestra a analizar. 
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Con ambos viales (el blanco y la muestra) colocados en las ranuras del disco, se procedió a 

determinar la cantidad de P soluble. Para esto, el disco Checker® se sostuvo a una distancia de 30-40 

cm del campo visual, de modo que la luz iluminara los viales desde la parte de atrás, y se fue rotando 

hasta hacer coincidir el color de ambas muestras. La cantidad de P soluble en mg/l se obtuvo dividendo 

el valor determinado con la escala del disco entre 3.1. 

Por otro lado, para determinar el pH se tomó diariamente otra muestra de 10 ml de los matraces 

Erlenmeyer, se filtró con papel Whatman #42 y el remanente se colectó en un vaso de precipitado. Un 

potenciómetro con electrodo de vidrio se introdujo en dicha solución para su lectura. 

 

4.5.2. Determinación e identificación de ácidos orgánicos 

 

Este análisis se hizo utilizando la técnica de cromatografía en capa fina (CCF) o Thin Layer 

Chromatography (TLC, por sus siglas en inglés), modificando la metodología usada por Lee, So y 

Heo (2001). La presencia de ácidos orgánicos en los tratamientos se evaluó diariamente, extrayendo 

con una jeringa plástica otra muestra de 2 ml de los matraces Erlenmeyer en incubación, la cual se 

filtró con un filtro de membrana de 0.2 μm y se recolectó en un vial para HPLC de vidrio. 

Para identificar los ácidos orgánicos, las muestras de cada tratamiento se compararon con los 

tiempos de retención (Rf) de ácidos cítrico, fumárico, málico, tartárico y succínico de grado analítico. 

Cada uno de estos patrones se preparó a una concentración de 10 mg/ml, agregando 0.1 mg de ácido 

a un balón aforado con 10 ml de metanol; éstos se introdujeron en un baño ultrasónico hasta disolver, 

y con una micropipeta se tomaron 1.5 ml de cada uno que se vertieron en otro vial de HPLC. 

Preparadas las muestras y los patrones, ambos viales se colocaron en las celdas de inyección 

de un TLC Sampler 4 automático CAMAG®, mientras que una placa para TLC de vidrio (fase 

estacionaria) de 10x10 cm Merck® se ubicó en la bandeja de aplicación. El equipo se configuró para 

aplicar un volumen en banda de 4 μl de cada vial. 

Terminadas las aplicaciones, se preparó la fase móvil dentro de una capilla de extracción de 

gases, agregando a un matraz Erlenmeyer acetona-agua-cloroformo-etanol-hidróxido de amonio, en 

una proporción de 20:2:3:14:11 (% v/v). Además, se elaboró el revelador en otro matraz Erlenmeyer, 

añadiendo 0.04 g de verde bromocresol, 50 ml de etanol absoluto y tres gotas de NaOH (0.1 M). 
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La placa se retiró del Sampler y se introdujo dentro de una cámara de desarrollo automática 

ADC2 CAMAG® para la aplicación de la fase móvil; esta se configuró con un tiempo de saturación 

de 20 min y uno de secado de 5 min. Concluido este proceso, la placa se puso dentro de un 

derivatizador CAMAG® equipado con boquilla azul, a la cual se le agregaron 5 ml de revelador con 

una micropipeta, aplicándose una aspersión de nivel 3. Seguidamente, la placa asperjada se sacó del 

derivatizador y se calentó con una pistola de calor a 120 °C durante 2 min. Una vez seca, la placa se 

puso en un visualizador 2 CAMAG®, con el que se tomaron imágenes a 254 y 366 nm. 

 

4.5.3. Análisis estadístico 

 

Para determinar el efecto de los tratamientos sobre las variables de respuesta estudiadas (pH y 

P solubilizado), se aplicó un análisis de varianza (ANOVA) con medidas repetidas en el tiempo, bajo 

la teoría de modelos lineales mixtos. El modelo lineal para el experimento bifactorial fue el siguiente: 

𝑌𝑖𝑗𝑘 =   𝜇 + 𝛼𝑖 +  𝛾𝑗 +  𝛿𝑖𝑗 +  𝜀𝑖𝑗𝑘 

𝑐𝑜𝑛: 𝑖 = 1 … 8, 𝑗 = 1 … 5, 𝑘 = 1 … 3   

𝑌𝑖𝑗𝑘: variable de respuesta del i-ésimo, j-ésimo y la k-ésima repetición 

𝜇: media general 

𝛼𝑖: efecto de la i-ésimo tratamiento 

𝛾𝑗 : efecto de la j-ésimo tiempo de evaluación 

𝛿𝑖𝑗 : efecto adicional (interacción) para combinación de niveles i del tratamiento y j tiempo evaluado 

𝜀𝑖𝑗𝑘: término de error que se distribuye normal independiente con media cero y varianza constante 

 

De igual manera, para cada fecha de medición se aplicaron a los tratamientos pruebas de 

correlación de Pearson (p<0.05) entre las variables de pH y cantidad de P solubilizado. La realización 

de estas pruebas se llevó a cabo con los programas estadísticos RStudio e INFOSTAT®. 
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4.6. Determinación del grado de solubilización de P en el suelo 

 

El suelo evaluado se recolectó en la FESL, ubicada en Santa Lucía de Barva, Heredia. Este 

suelo pertenece al orden Andisol, y provino de una parcela destinada a la producción de maíz para 

ensilaje, variedad Diamantes. Este fue cultivado con dicho maíz y se mantuvo durante todo su ciclo 

fenológico (120 d) bajo condiciones de invernadero, en macetas plásticas (35 cm de ancho, 30 cm de 

alto y 18 kg de capacidad) desinfectadas con hipoclorito de sodio al 0.5%, previo al llenado con suelo. 

 

4.6.1. Extracción y preparación del suelo 

 

Para recolectar el suelo se usó la metodología sugerida por Schweizer-Lassaga (2011) de la 

siguiente forma: la parcela se dividió en puntos de muestreo aleatorios a manera de zigzag y de cada 

uno de estos se extrajo una muestra de suelo a 30 cm de profundidad con un palín, las cuales fueron 

llevadas al invernadero. Luego, todo el suelo fue cribado con un tamiz de 4 mm para remover los 

escombros y se mezcló durante 3 d para lograr la mayor homogenización de todas las muestras. 

El suelo tamizado y homogenizado se empacó en bolsas negras de polietileno y fue llevado al 

laboratorio de Fitopatología-Investigación para ser autoclavado por 20 min a 20 atm y 121 °C. Una 

vez autoclavado, el suelo se empacó en nuevas bolsas de polietileno y fue transportado al invernadero 

para proceder con el llenado de las macetas. De cada maceta se tomaron 4 submuestras con un barreno 

-esterilizado con alcohol al 95%-, se cuartearon hasta obtener una muestra final de 1 kg y fue enviada 

al Laboratorio de Suelos y Foliares del CIA-UCR, para determinar sus propiedades fisicoquímicas. 

 

4.6.2. Siembra de las semillas para el ensayo en condiciones de invernadero 

 

Se utilizaron semillas de maíz variedad Diamantes, ya que éstas son las que se siembran en la 

parcela de dónde proviene el suelo Andisol utilizado. Dichas semillas fueron desinfectadas por 

inmersión en una solución de KILOL® durante 12 h, a razón de 5 ml/L de agua. Éstas se sembraron 

directamente en el suelo (dos por maceta) a una profundidad de 5 cm, el día que se aplicó la tercera 

inoculación. El cultivo se mantuvo en monitoreo diario, con riego manual cada dos días y se fertilizó 

con base a los resultados del análisis fisicoquímico (Figura 3 y Figura 4). 
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Figura 3 

Análisis de propiedades químicas del suelo Andisol evaluado 

 

Nota. Análisis realizados por el CIA-UCR 

 

Figura 4 

Análisis de propiedades físicas del suelo Andisol evaluado 

 

Nota. Análisis realizados por el CIA-UCR 
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Para realizar la fertilización, los cálculos (Anexo 2) se hicieron según los requerimientos de  

N (100 kg/ha), P (60 kg/ha) y K (40 kg/ha) recomendados por el Instituto Nacional de Innovación        

y Transferencia en Tecnología Agropecuaria (INTA, 2017) para maíz de la variedad Diamantes, 

sembrado en suelo de fertilidad media. Las fuentes fertilizantes utilizadas fueron: urea, para 

suplementar el nitrógeno; roca fosfórica, para suplementar el fósforo; y cloruro de potasio, para 

suplementar el potasio. El N se aplicó en proporciones de 25% al momento de la siembra y 75% a    

los 22 d después, mientras que el P y el K se aplicaron completamente al momento de la siembra. El 

testigo absoluto no se fertilizó con ningún elemento, el testigo químico se fertilizó con los tres 

nutrientes y los tratamientos inoculados se fertilizaron únicamente con N y K. 

 

4.6.3. Preparación y aplicación de los inóculos 

 

La concentración y dosis de bacterias a aplicar se obtuvieron empleando la técnica de dilución 

en placa, utilizada por Ramírez, Parra y Álvarez-Aldana (2017). Los inóculos madre refrigerados se 

reactivaron en matraces Erlenmeyer con 100 ml de medio papa-dextrosa (PD), colocados en un 

agitador orbital a 150 rpm durante 24 h. Con estas se realizaron diluciones seriadas hasta la dilución 

10-5 y con una micropipeta se tomaron 150 μl de los tubos con las diluciones 10-3 y 10-4, se vertieron 

en una placa Petri (ocho por dilución) con medio PDA, se esparció con un asa de Drigalsky estéril y 

se incubaron en la oscuridad de manera invertida por 24 h a temperatura ambiente (~25 °C). 

Para obtener las soluciones bacterianas a inocular en el suelo mediante la técnica de dilución 

en placa, se colocó un cuadrante sobre una de las placas Petri con la dilución 10-4 de cada bacteria y 

se realizaron tres conteos de colonias (alto, medio y bajo), cuyo promedio se utilizó para aplicar un 

factor de dilución con el que se determinó la cantidad de placas Petri requeridas para obtener una 

concentración de 1x108 UFC ml-1 (Anexo 3), la cual se aplicó a razón de 100 ml/maceta de cada 

bacteria. Para esto, la cantidad de placas Petri con la dilución de 10-4 calculadas anteriormente se 

humedecieron con agua destilada y las colonias se desprendieron con un asa de Drigalsky; dicha 

solución se vertió en un matraz Erlenmeyer y se aforó a 1600 ml con agua destilada. 

Los inóculos fueron llevados al invernadero dentro de un contenedor térmico. Para realizar la 

aplicación, un vaso de precipitado (por bacteria) se llenó con 100 ml de la respectiva solución y se 

vertió directamente en el suelo, según el tratamiento respectivo. Se realizaron dos aplicaciones al mes 

(los días 1° y 15°) a las 15:00 h; las dos primeras aplicaciones se hicieron antes de sembrar el suelo. 
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Este análisis contempló nueve tratamientos (Tabla 4), cada uno con cuatro repeticiones, 

distribuidos en el invernadero de forma aleatorizada. La unidad experimental consistió en una maceta. 

Tabla 4 

Tratamientos utilizados para evaluar la solubilización de P en el suelo 

Tratamiento Composición 

T.abs Testigo absoluto (sin fertilizar, sin inocular) 

T.qui Testigo químico (fertilizado con N, P y K; sin inocular ) 

Pf P. fluorescens (fertilizado sin P, con N y K) 

Bs B. subtilis (fertilizado sin P, con N y K) 

St Streptomyces sp. (fertilizado sin P, con N y K) 

Pf + Bs P. fluorescens + B. subtilis (fertilizado sin P, con N y K) 

Pf + St P. fluorescens + Streptomyces sp. (fertilizado sin P, con N y K) 

Bs + St B. subtilis + Streptomyces sp. (fertilizado sin P, con N y K) 

Pf + Bs + St P. fluorescens + B. subtilis + Streptomyces sp. (sin P, con N y K) 

 
 

4.6.4. Medición del contenido de P disponible y pH del suelo 

 
Las muestras de suelo a analizar se tomaron el día 30° de cada mes. Para determinar el pH y 

la concentración de P, se extrajeron de cada maceta cuatro submuestras con un barreno esterilizado 

con alcohol 95%, las cuales se mezclaron y se cuartearon hasta obtener una muestra de ~500 g; esta 

se secó al sol durante una semana y una vez seca se cribó con tamiz de 2 mm. 

El pH se determinó por potenciometría en agua y KCl. Se agregaron 20 g de suelo tamizado a 

dos vasos de precipitado, a uno de ellos se le añadió 25 ml de agua destilada y al otro 25 ml de KCl; 

ambos se agitaron durante 10 min. Transcurrido este tiempo se realizó la lectura, introduciendo un 

peachímetro con electrodo de vidrio dentro del sobrenadante de los vasos de precipitado. 

Por otro lado, la cantidad de P disponible en el suelo se evaluó por extracción con solución 

OLSEN-modificada (Salazar-Porras, 2015). Esta solución se preparó en un matraz Erlenmeyer con 

1900 ml de agua destilada y colocado en un agitador magnético, al cual se le agregó 84 g de NaHCO3 

(0.5 N), 7.44 g de EDTA y 0.10 g de Súper Floc 127. El pH se ajustó a un valor de 8.5 con NaOH  

(1.0 M) y se aforó a 2000 ml con agua destilada. 
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Para analizar las muestras se tomaron 2.5 g del suelo seco y tamizado con un muestreador 

cilíndrico y se vertieron en un vaso de precipitado; a este se le añadió 25 ml de solución OLSEN-

modificada y se colocó en un agitador orbital durante 10 min a 200 rpm. Posteriormente, el contenido 

se pasó por un filtro de 0.2 μm y el remanente se recogió en un vial, el cual se colocó dentro de un 

analizador por inyección de flujo (FIA), a una longitud de onda de 880 nm y una temperatura de          

37 °C para su lectura de concentración. 

 

4.6.5. Análisis estadístico 

 

El efecto de los tratamientos sobre las variables de respuesta estudiadas (concentración de P 

disponible y pH) se analizó mediante un análisis de varianza (ANOVA) con medidas repetidas en el 

tiempo, bajo la teoría de modelos lineales mixtos. El modelo lineal bifactorial fue el siguiente: 

𝑌𝑖𝑗𝑘 =   𝜇 + 𝛼𝑖 +  𝛾𝑗 +  𝛿𝑖𝑗 +  𝜀𝑖𝑗𝑘 

𝑐𝑜𝑛: 𝑖 = 1 … 9, 𝑗 = 1 … 5, 𝑘 = 1 … 4   

𝑌𝑖𝑗𝑘: variable de respuesta del i-ésimo, j-ésimo y la k-ésima repetición 

𝜇: media general 

𝛼𝑖: efecto de la i-ésimo tratamiento 

𝛾𝑗 : efecto de la j-ésimo tiempo de evaluación 

𝛿𝑖𝑗 : efecto adicional (interacción) para la combinación de los niveles i del tratamiento y j tiempo de 

evaluación 

Asimismo, para cada fecha de medición, ambas variables (concentración de P disponible y 

pH) se analizaron también mediante pruebas de correlación de Pearson (p<0.05). 
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5. RESULTADOS 

 

5.1. Pruebas de antagonismo in vitro 

 

Las pruebas de estría cruzada demostraron que las bacterias no tuvieron incompatibilidad  

entre sí en las diferentes combinaciones. Esto se evidencia en la Figura 5, en la cual se observa que 

no hubo antagonismo entre las bacterias, ya que no se formaron áreas de inhibición entre los cruces 

de crecimiento (círculos rojos); mientras que en los testigos solamente se aprecia un crecimiento 

bacteriano vertical. 

Figura 5 

Pruebas de antagonismo con técnica de estría cruzada 

 

Nota. B. subtilis (Bs), P. fluorescens (Pf), Streptomyces sp.; A) tratamientos testigo y B) tratamientos 

inoculados. 
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5.2. Evaluación cualitativa de la eficacia de solubilización de P in vitro con medio sólido 

 

Estas pruebas evidenciaron que las tres bacterias y sus co-inoculaciones solubilizaron P a partir 

de roca fosfórica. Dicha capacidad se presentó -excepto en el testigo- en todos los tratamientos, debido 

a la formación de halos traslúcidos alrededor de las colonias (Figura 6). 

Figura 6 

Halos traslúcidos de solubilización de P formados por las bacterias al 1° y 7° día de incubación 

 

Nota. B. subtilis (Bs), P. fluorescens (Pf), Streptomyces sp. (St); A) halos de solubilización de P al    

1° de incubación y B) halos de solubilización de P al 7° de incubación. 
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En la Figura 6 se ve como en todos los tratamientos -excepto en el testigo- se produjeron      

halos de solubilización de diferentes diámetros; este proceso comenzó a generarse a partir de las 24 h 

de incubación y cesó al sétimo día. Entre los tratamientos inoculados con solo una bacteria, <<Bs>> 

y <<St>> tuvieron el mayor y menor halo, respectivamente. Asimismo, todos los tratamientos             

co-inoculados presentaron halos que cubrieron completamente las placas Petri. De esta manera, al 

determinar los índices de solubilización (IS), se encontraron diferencias significativas (p<0.05) entre 

los tratamientos (Tabla 5). 

Tabla 5 

Índices de solubilización y capacidad de los tratamientos para solubilizar P en medio NBRIP sólido 

Tratamiento Índice de solubilización (IS) a b Clasificación c 

Testigo 0.0 f Nula capacidad 

Pf 5.85 a Alta capacidad 

Bs 4.41 d Alta capacidad 

St 2.28 e Capacidad media 

Pf + Bs 4.98 c Alta capacidad 

Pf + St 5.36 b Alta capacidad 

Bs + St 4.52 d Alta capacidad 

Pf + Bs + St 4.31 d Alta capacidad 

Nota. B. subtilis (Bs), P. fluorescens (Pf), Streptomyces sp. (St). a Valores de IS son el promedio de 

cuatro repeticiones. b Letras distintas en la misma columna indican diferencias significativas (p<0.05), 

según la prueba Kruskal-Wallis. c según escala establecida por Matos et al. (2017). 

De acuerdo con la Tabla 5, los tratamientos que más P solubilizaron fueron <<Pf>> y 

<<Pf+St>>, ya que tuvieron los índices de solubilización más altos y fueron significativamente 

(p<0.05) diferentes al resto, mientras que <<St>> fue el tratamiento que presentó la menor 

solubilización. Por otro lado, cabe destacar que, la co-inoculación de las tres bacterias juntas 

<<Pf+Bs+St>> fue el segundo tratamiento con menor índice de solubilización, aunque no difirió 

significativamente respecto a los tratamientos <<Bs>> y <<Bs+St>>. 
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Según su capacidad de solubilización (Tabla 5), tanto las inoculaciones individuales como las 

co-inoculaciones presentaron una alta capacidad para solubilizar el P a partir de roca fosfórica en el 

medio NBRIP sólido, excepto el tratamiento <<St>>, el cual tuvo una capacidad media. Sin embargo, 

aunque <<St>> por sí sola tuvo la menor solubilización de todos los tratamientos, su co-inoculación 

con las otras dos bacterias en los tratamientos <<Bs+St>> y <<Pf+Bs+St>> resultó en una mayor 

capacidad de solubilización. 

 

5.3. Cuantificación de P solubilizado, pH y producción de ácidos orgánicos in vitro con          

medio líquido 

 

Las pruebas con medio NBRIP líquido demostraron que las bacterias y sus co-inoculaciones 

solubilizaron P a partir de roca fosfórica, al igual que lo hicieron previamente en medio sólido    

(Figura 6). Además, se encontró que dicha solubilización estuvo acompañada de una disminución       

en el pH del medio en todos los tratamientos evaluados, a excepción del testigo (Figura 7). 
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Figura 7 

Solubilización de P (mg/l) y comportamiento del pH en medio NBRIP líquido durante                 

cinco días de incubación 

 

Nota. B. subtilis (Bs), P. fluorescens (Pf), Streptomyces sp. (St). 



36 
 

Tal como se observa en la Figura 7, todos los tratamientos iniciaron (0d) con una concentración 

de P soluble de ~4.84 mg/l y un pH de 7.01. En el testigo, estos valores se mantuvieron relativamente 

constantes hasta el final del período de incubación (5d), a diferencia de los tratamientos inoculados, 

en los cuáles ambos parámetros variaron con el tiempo. Los tratamientos que más P solubilizaron 

fueron <<Pf>> (16.13 mg/l P; pH 4.85) y <<Pf+Bs+St>> (15.80 mg/l P; pH 4.74), mientras que 

<<St>> (9.68 mg/l P; pH 5.87) fue el que menos solubilizó; esto coincide con los resultados que se 

presentaron en la evaluación con medio sólido, en la que <<Pf>> y <<St>> tuvieron el mayor y el 

menor IS (Tabla 5), respectivamente. 

Otro aspecto por destacar de la Figura 7 es que los tratamientos -excepto el testigo- alcanzaron 

la mayor solubilización de P y el pH más bajo en diferentes días de incubación. En los inoculados    

con solo una bacteria <<Pf>> (16.13 mg/l P; pH 4.85), <<Bs>> (13.55 mg/l; pH 4.94) y <<St>> (9.68 

mg/l P; pH 5.87) ocurrió en el tercer día (3d). Posteriormente, en estos tres tratamientos se presentó 

una disminución en la cantidad de P soluble y un aumento en el pH el cuarto (4d) <<Pf>> (14.19 mg/l 

P; pH 4.97), <<Bs>> (11.61 mg/l P; pH 5.20), <<St>> (7.10 mg/l; pH 5.95) y quinto día (5d) <<Pf>> 

(13.22 mg/l; pH 5.09), <<Bs>> (10.32 mg/l P; pH 5.39) y <<St>> (6.12 mg/l P; pH 6.09). 

Por el contrario, la mayor solubilización y el pH más bajo en los tratamientos co-inoculados 

<<Pf+Bs>> (14.52 mg/l P; pH 4.89), <<Pf+St>> (11.29 mg/l P; pH 5.24), <<Bs+St>> (10.32 mg/l; 

pH 5.33) y <<Pf+Bs+St>> (15.80 mg/l P; pH 4.78) se dio en el segundo día (2d). Asimismo, en        

estos tratamientos también hubo una disminución en la cantidad de P y un aumento en el pH, pero en 

el tercer (3d) <<Pf+Bs>> (12.90 mg/l P; pH 5.15), <<Pf+St>> (9.68 mg/l; pH 5.41), <<Bs+St>> (8.06 

mg/l; pH 5.77), <<Pf+Bs+St>> (12.26 mg/l P; pH 5.01) y en el cuarto día (4d) <<Pf+Bs>> (10.64 

mg/l; pH 5.47), <<Pf+St>> (8.39 mg/l; pH 5.90), <<Bs+St>> (6.78 mg/l; pH 6.02), <<Pf+Bs+St>> 

(10.32 mg/l P; pH 5.38). Sin embargo, el quinto día (5d) se volvió a aumentar la cantidad de P soluble 

y descender el pH en todos ellos <<Pf+Bs>> (11.93 mg/l P; pH 5.05), <<Pf+St>> (9.35 mg/l P; pH 

5.22), <<Bs+St>> (7.74 mg/l P; pH 5.74), <<Pf+Bs+St>> (11.61 mg/l P; pH 4.99). 

Por otra parte, la solubilización de P que se presentó en los tratamientos pudo deberse a la 

disminución del pH que se dio (Figura 7), ya que las pruebas de correlación de Pearson evidenciaron 

que en todos los tratamientos inoculados y días de incubación se obtuvo una correlación negativa 

(p<0.05) entre ambas variables (Anexo 4). Sin embargo, a pesar de este comportamiento, no se 

detectaron ácidos orgánicos en el medio (Figura 8) que pudieran estar involucrados en este proceso, 

en ninguno de los días de incubación. 
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Figura 8 

Cromatograma en capa fina de ácidos orgánicos producidos por las bacterias en medio NBRIP 

líquido, al final del período de incubación (5d) 

 

Nota. B. subtilis (Bs), P. fluorescens (Pf), Streptomyces sp. (St); tiempo de retención (Rf). 

En la Figura 8 se observa que en ninguno de los tratamientos (tracks (6) a (13)) se produjeron 

ácido cítrico, fumárico, málico, succínico, ni tartárico en el medio, debido a que no hubo bandas que 

coincidieran con las de los patrones aplicados. Sin embargo, se detectó un compuesto desconocido 

(Rf: 0.82) que está presente en todos los tratamientos -incluido el testigo- y que no concuerda con los 

Rf  de los patrones, por lo que posiblemente se trate de un ácido orgánico que no está dentro de los 

estándares utilizados, o bien, sea un metabolito que se comporte de manera similar. 

 

5.4. Determinación del grado de solubilización de P en el suelo 

 

La inoculación de las bacterias, tanto de forma individual como co-inoculadas, no aumentó la 

concentración de P disponible en el suelo en ninguno de los meses de evaluación. Por el contrario, se 

presentó una disminución en la cantidad de P en todos los tratamientos (Figura 9); de estos, solamente 

<<St>> en el primer mes (M1) fue significativamente (p> 0.05) diferente a los demás (Anexo 5). 
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Figura 9 

Cambio en la concentración de P disponible (mg/l) en el suelo, en función de la inoculación 

bacteriana, durante cinco meses (M) de evaluación 

 

Nota. B. subtilis (Bs), P. fluorescens (Pf), Streptomyces sp. (St), testigo absoluto (T.abs), testigo 

químico (T.qui). 

En el testigo absoluto <<T.abs>> la cantidad de P no varió, ya que en tres de las cuatro 

repeticiones las plantas murieron en el primer mes (M1); mientras que el testigo químico <<T.qui>> 

tuvo la menor disminución, posiblemente por un aporte de P de la roca fosfórica (Figura 9). Con 

relación a los tratamientos inoculados, <<Bs>> y <<Pf+St>> fueron los que más disminuyeron la 

cantidad de P (2.2 y 2.0 mg/l, respectivamente), ambos en el segundo mes (M2). Al contrario, la co-

inoculación <<Bs+St>> en el primer (M1) y tercer mes (M3), <<Pf+Bs+St>> en el tercer mes (M3) 

y <<St>> en el segundo mes (M2) fueron los que menos disminución del P ocasionaron (0.0-0.5 mg/l). 

En el primer mes (M1), la disminución en la cantidad de P pudo ocurrir por la absorción de las 

bacterias y varió entre tratamientos; en dicho mes, a excepción de <<St>>, los tratamientos inoculados 

con solo una bacteria causaron mayor disminución del P que los co-inoculados. En el segundo mes 

(M2), excepto <<Pf>> y <<St>>, los demás tratamientos inoculados tuvieron la mayor disminución, 

dado que en dicho mes fueron sembradas las plantas (Figura 9). 
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Por otro lado, el pH tuvo una tendencia a la disminución en todos los tratamientos durante los 

meses de evaluación (Figura 10), con diferencias significativas (p> 0.05) entre sí (Anexo 6). 

Figura 10 

Efecto de los tratamientos en el pH del suelo durante los cinco meses (M) de evaluación 

 

Nota. B. subtilis (Bs), P. fluorescens (Pf), Streptomyces sp. (St), testigo absoluto (T.abs), testigo 

químico (T.qui). Letras distintas indican diferencias significativas (p> 0.05). Las barras representan 

la desviación estándar 

Tal como se aprecia en la Figura 10, el testigo absoluto <<T.abs>> tuvo la menor disminución 

de pH en el tiempo, ya que pasó de 5.77 en el primer mes (M1) a 5.69 en el quinto mes (M5), siendo 

el más alto de todos los tratamientos al final del período de evaluación. Por el contrario, el testigo 

químico <<T.qui>> fue el que registró el pH más bajo de todos los tratamientos, con un valor de 5.52 

en el M5. 
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Respecto a los tratamientos inoculados, la mayoría presentó un descenso en el pH, con 

diferencias significativas (p>0.05) entre sí. Por ejemplo, en la Figura 10 se observa que en el          

primer mes (M1) la mayoría de tratamientos tuvo un pH que osciló entre 5.77 y 5.72, los cuales 

posteriormente alcanzaron valores entre 5.58 y 5.54 en el quinto mes (M5). De estos, el tratamiento 

co-inoculado con las tres bacterias <<Pf+Bs+St>> generó la disminución más pronunciada, ya que         

pasó de un pH de 5.81 en el primer mes (M1) a 5.62 en el quinto mes (M5). Sin embargo, a pesar de 

esto, junto con el testigo absoluto <<T.abs>> fueron los tratamientos con los valores de pH más altos 

al finalizar el tiempo de evaluación. En general, los descensos más pronunciados en el pH ocurrieron 

del primer (M1) al segundo mes (M2) y de este al tercer mes (M3), mientras que la menor reducción 

sucedió del tercer (M3) al cuarto mes (M4) y de este al quinto mes (M5). 

Por otra parte, la disminución de la concentración de P disponible en el suelo pudo haber estado 

relacionada con el comportamiento que tuvo el pH (Figura 10), ya que con los análisis de Pearson se 

encontró una correlación (p<0.05) entre ambas variables (Anexo 7). De acuerdo con estas pruebas, 

tanto en el testigo absoluto <<T.abs>> como en los tratamientos inoculados hubo una correlación 

positiva en todos los meses de evaluación, mientras que solamente en el testigo químico <<T.qui>> 

se presentó una correlación negativa entre ambas variables. 
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6. DISCUSIÓN 

 

6.1. Pruebas de antagonismo in vitro 

 

Las bacterias B. subtilis, P. fluorescens y Streptomyces sp. evaluadas fueron compatibles entre 

sí en las diferentes combinaciones (Figura 5); que éstas no presentaran una relación de antagonismo 

puede ser porque posiblemente, al ser cepas nativas aisladas de la misma rizósfera, han convivido 

durante mucho tiempo (Kumar y Gopal, 2015). El que hayan presentado este comportamiento es 

importante al considerar su potencial como biofertilizantes, ya que esto no solo podría reflejar su 

coexistencia natural in situ, sino que su co-inoculación podría hacer que mecanismos como la 

solubilización de P se vean optimizados, mediante una modificación en sus metabolismos que propicie 

una división del trabajo en alguna de las etapas de este proceso (Wang et al., 2018; Zhang, Merino, 

Okamoto y Gedalanga, 2018). Por ejemplo, este podría ser el caso de Streptomyces sp. <<St>>, la 

cual, al ser co-inoculada con B. subtilis y P. fluorescens en las pruebas de solubilización in vitro,         

su capacidad para solubilizar P mejoró (Figura 6 y Figura 7; Tabla 5). 

De hecho, la co-inoculación de las bacterias no afectó su capacidad individual para solubilizar 

P, lo cual hace posible utilizarlas en conjunto. Por lo tanto, el que éstas sean compatibles (Figura 5)   

y puedan aplicarse como un consorcio microbiano para este mecanismo en particular es importante,     

ya que las bacterias de estas especies, por lo general, conforman parte de la microflora nativa 

predominante en la mayoría de suelos agrícolas, lo cual permitiría en cierta forma mejorar su eficacia, 

al reducir la probabilidad de relaciones de antagonismo y evitar que la solubilización de P se vea 

interferida (Ganesh, Kumar, Kavipriya y Krishnamoorthy, 2022; Glick, 2012; Müller et al., 2016). 

 

6.2. Evaluación cualitativa de la eficacia de solubilización de P in vitro con medio sólido 

 

Uno de los mecanismos de promoción del crecimiento de las PGPR es la solubilización de P. 

Cuando estos microorganismos solubilizan determinada fuente de P en medio sólido, bajo condiciones 

in vitro, se generan halos traslúcidos alrededor de las colonias; estos se forman debido a la liberación           

de ácidos orgánicos, los cuales acidifican el medio y producen un cambio de color del indicador de 

pH (Corrales-Ramírez et al., 2014; Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro, 2018). En este estudio se 

evidenció que las bacterias B. subtilis, P. fluorescens y Streptomyces sp. poseen este mecanismo, ya 

que formaron halos de solubilización de diferentes diámetros en las placas con medio NBRIP sólido     

(Figura 6) y tuvieron una alta capacidad para solubilizar P a partir de roca fosfórica (Tabla 5). 



42 
 

Las diferencias en el tamaño de estos halos (Figura 6) y los IS (Tabla 5) podrían atribuirse a: 

el tipo de ácidos orgánicos liberados y sus diferentes velocidades de difusión, la capacidad propia de 

cada especie, distintos grados de agotamiento de los nutrientes y acidificación debido a la excreción 

de H+ por asimilación del NH+
4 y la respiración celular (Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 2010; 

Patiño-Torres, 2010; Zhu, Qu, Hong y Sun, 2011). 

Otros investigadores también obtuvieron una solubilización de P con roca fosfórica en medio 

sólido con bacterias de las especies evaluadas en este estudio. Por ejemplo, el IS de 5.85 (Tabla 5) 

que tuvo P. fluorescens es superior a los reportados por Jayadi, Baharuddin y Ibrahim (2013) y 

Midekssa, Löscher, Schmitz y Assefa (2015), cuyos IS fueron de 2.09 y 2.18, respectivamente. El      

IS de 4.4 (Tabla 5) que presentó B. subtilis es menor al IS de 13.47 alcanzado por Ahmad, Ahmad, 

Hussain y Jamil (2021), pero mayor al IS de 2.21 conseguido por Midekssa et al. (2015). Asimismo, 

el IS de 2.28 (Tabla 5) que mostró Streptomyces sp. es inferior a los de Prada-Salcedo, Prieto y Franco-

Correa (2014), Boubekri et al. (2021) y Biglari, Hassan y Amini (2016), quienes obtuvieron un IS de 

5.0, 3.17 y 4.93, respectivamente. 

Dichas diferencias entre los IS conseguidos por otros autores y los alcanzados en este estudio 

se pueden atribuir a factores como: la capacidad propia de cada especie, el tiempo de evaluación, la 

temperatura de incubación, y el tipo de medio utilizado (NBRIP, Pikovskaya) (Alori et al., 2017; Ben 

Farhat et al., 2015; Chairhan et al., 2018). Este último factor incide de gran manera en los resultados 

obtenidos, debido a las diferentes composiciones nutricionales de cada medio, particularmente las 

fuentes de C-N suplementadas y el tipo de P que se evalúa como rocas fosfóricas, fosfatos de calcio, 

aluminio y de hierro (Azziz et al., 2012; Corrales-Ramírez et al., 2014; Hernández-Leal, Carrión y 

Heredia, 2011; Matos et al., 2017). Estos factores son importantes, ya que pueden inducir o reprimir 

la capacidad de solubilización de P de los aislamientos. 

Finalmente, según Sharma et al. (2013) y Li, Zhang, Zhang, Xu y Mou (2019), evaluar la 

solubilización de P solo con pruebas en medio sólido, no es la forma más concluyente para     

determinar la capacidad real de los aislamientos, por lo que estas deben emplearse de forma preliminar    

y complementarse con una estimación cuantitativa. Esto se debe a que, en ocasiones, aislamientos que 

no formaron halos de solubilización, luego solubilizaron P en medio líquido (Corrales-Ramírez et al., 

2014; Swain et al., 2012). Sin embargo, dicha situación no se presentó en este trabajo, ya que las 

bacterias solubilizaron P tanto en medio NBRIP sólido y líquido; incluso, el tratamiento con mayor 

IS <<Pf>> (Tabla 5) fue también el que más cantidad de P solubilizó en medio líquido (Figura 7). 
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Esto coincide con los estudios de Boubekri et al. (2021) y Muleta, Assefa, Börjesson y Granhall 

(2013), quienes reportaron una correlación entre los IS y la cantidad de P solubilizado en medio 

líquido de los mejores solubilizadores. 

 

6.3. Cuantificación de P solubilizado, pH y producción de ácidos orgánicos in vitro con    

medio líquido 

 

Al igual que lo hicieron en medio sólido, las tres bacterias y sus combinaciones solubilizaron 

diferentes cantidades (mg/l) de P en medio líquido (Figura 7), lo cual coincide con los resultados        

de otras investigaciones. P. fluorescens evaluada por Vyas y Gulati (2009) solubilizó P a partir de   

tres tipos de roca fosfórica, con valores entre 3.8 (pH 4.00) y 236.8 μg/ml (pH 3.48); mientras que      

la probada por Jayadi et al. (2013) solubilizó 76.33 mg/l (pH 6.64). Con B. subtilis, Saeid, Prochownik 

y Dobrowolska-Iwanek (2018) reportaron una solubilización de 33.1, 32.0 y 41.2 mg/l con tres 

diferentes dosis de roca fosfórica, respectivamente; y la cepa utilizada por Hassimi et al. (2013) 

solubilizó ~13 mg/l (pH 4.8). En lo que respecta a Streptomyces, Ben Farhat et al. (2015) obtuvieron 

dos cepas que solubilizaron 214 (pH 4.6) y 190 mg/l (pH 5.1) de P con roca fosfórica; a su vez, 

Chairhan et al. (2018) reportaron cepas cuya máxima solubilización fue de 37.59 mg/ml. 

Es probable que la solubilización de P que tuvieron las bacterias pudiera deberse al descenso 

en el pH que generaron (Figura 7), debido a la correlación negativa que hubo entre ambas variables 

(Anexo 4). Otros estudios realizados con roca fosfórica también tuvieron este comportamiento. Por 

ejemplo, Gomes, Silva, Marriel, Oliveira-Paiva y Lana (2014) obtuvieron una correlación negativa 

significativa (r= -0.89 y r= -0.82; p<0.01) con B. subtilis y Streptomyces; al igual que Shams El-Deen, 

Abd El-Azeem, Abd Elwahab y Mabrouk (2020), quienes reportaron una correlación negativa (r=        

-0.713) entre ambas variables con P. fluorescens y B. subtilis. 

A pesar de dicha correlación entre ambas variables, no se encontró la presencia de ácido cítrico, 

fumárico, málico, succínico ni tartárico liberados al medio (Figura 8) en ningún día de incubación. 

Esto concuerda con Oteino et al. (2015), quienes tampoco encontraron que P. fluorescens produjera 

ácido propiónico, cítrico, málico, succínico ni pirúvico. A su vez, difiere con el estudio de De Abreu 

et al. (2017) que detectaron ácido glucónico, succínico, cítrico y propiónico con B. subtilis; y con el 

de Jog et al. (2014), en el que se reportó que Streptomyces liberó ácido málico y glucónico. De esta 

manera, el no haber detectado ácidos orgánicos durante la solubilización de P por las bacterias en   

este trabajo, puede ser porque: se hayan producido pero en bajas concentraciones, imposibles de 
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detectar mediante la técnica de TLC; fueron secretados otros ácidos que no pudieron ser identificados, 

tal como sucedió con la cepa de Streptomyces evaluada por Prieto-Correal et al. (2015), la cual no 

secretó ácido tartárico ni succínico, pero sí otros que no estuvieron dentro de los estándares usados;   

o bien, éstos no se produjeron, y otros mecanismos fueron responsables de dicha solubilización     

(Chen et al., 2006). Por ejemplo, Aallam et al. (2021) y Ghosh, Rathinasabapathi y Ma (2015), 

atribuyeron la solubilización de P con roca fosfórica de Streptomyces y Pseudomonas a la producción 

de sideróforos; mientras que Park, Lee y Son (2009), apuntan a la excreción de H+ por la asimilación 

bacteriana del NH4
+ como un posible mecanismo responsable de la acidificación del medio. 

Por otra parte, luego de haberse alcanzado la máxima solubilización, hubo una disminución en 

la cantidad de P y un aumento en el pH de todos los tratamientos (Figura 7); Li et al. (2019) y Azziz 

et al. (2012) también tuvieron este comportamiento en sus trabajos. Dicha situación podría deberse     

a que la concentración de P alcanza un punto en el que puede recristalizarse y volverse insoluble 

nuevamente, o bien, a que los ácidos orgánicos producidos y el P solubilizado sean reabsorbidos para 

producir nueva biomasa celular, debido al agotamiento de las fuentes nutricionales suplementadas 

inicialmente (Ben Farhat et al., 2015; Chairhan et al., 2018; Hernández-Leal et al., 2011). Este último 

factor varía entre microorganismos; por ejemplo, las células Gram positivas pueden acumularlo en su 

pared celular como ácido teicoico, el cual puede llegar a constituir hasta un 30% del P en células de 

crecimiento activo de B. subtilis (Beltrán-Pineda, 2014; Muleta et al., 2013; Patiño-Torres, 2010). 

La cantidad de P solubilizado, la disminución del pH y la posible ausencia de ácidos orgánicos         

de las bacterias de este trabajo (Figura 7 y Figura 8), pudieron verse influenciados por condiciones de 

evaluación como: el tiempo (5d) y la temperatura de incubación (25 °C), el pH inicial del medio (7.0), 

el compuesto de P utilizado (roca fosfórica) y las fuentes de C-N suplementadas. Estos parámetros 

son importantes, ya que pueden dar un panorama previo de cómo podrían comportarse los inóculos   

in situ al ser aplicados como biofertilizantes, y en qué condiciones deberían utilizarse (Glick, 2012). 

La fuente de P evaluada (roca fosfórica) probablemente tuvo que ver en resultados obtenidos, 

ya que la capacidad de solubilización de los aislamientos varía, debido a que hay compuestos de P 

más estables que otros. El fosfato tricálcico (2.2110-4 g/l) y el fosfato de calcio (2.1×10-33 g/l) son 

más solubilizables que los fosfatos de hierro (1.3×10-22 g/l) y de aluminio (1.7810-9 g/l), que a su   

vez son más solubilizables que las rocas fosfóricas, debido a sus composiciones mineralógicas y el   

tamaño variable de sus partículas (Ben Farhat et al., 2015; Gomes et al., 2014; Hernández-Leal et     

al., 2011; Tian, Ge, Zhang, Deng y Liu, 2021). Chairhan et al. (2018) y Fankem et al. (2008) reportan 
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que sus cepas de Streptomyces y P. fluorescens tuvieron mayor solubilización de P en el orden fosfato 

tricálcico > fosfato de aluminio > fosfato de hierro > roca fosfórica. Así, la solubilización de P a partir 

de roca fosfórica que tuvieron las bacterias (Figura 7), podría sugerir que éstas se puedan inocular      

al suelo con alguna dosis de esta fuente de P inorgánico para aumentar la disponibilidad de P. Sin 

embargo, sería importante determinar también su capacidad para solubilizar otros compuestos de P, 

en aras de determinar en qué suelo (ácido o alcalino) éstas serían más aptas para ser utilizadas como 

biofertilizantes para solubilizar P (Bashan, Kamnev y de-Bashan, 2013). 

Las fuentes de C y N suplementadas en el medio también influyen en la solubilización de P de 

los microorganismos. Park et al. (2009) encontraron que la solubilización de P. fluorescens fue mayor 

con glucosa que con fructosa, independientemente de sí se usó sales de amonio o de nitrato. Jog et al. 

(2014) encontraron que varias Streptomyces solubilizaron más P en el orden glucosa > fructosa > 

sucrosa. Kongbrailatpam y Putatunda (2018) reportaron que B. subtilis tuvo mayor solubilización con 

dextrosa y peptona que con sucrosa y nitrato de amonio. En esta investigación, las bacterias 

solubilizaron P con glucosa, compuesto de C comúnmente encontrado en los suelos; sin embargo, 

considerando que las bacterias se pueden aplicar como biofertilizantes para solubilizar P, sería 

importante complementar su evaluación con distintas fuentes de C y N, ya que en la rizósfera,                   

al haber mayor diversidad de estos nutrientes, al ser aplicadas en el suelo, las bacterias que tengan      

la versatilidad para utilizar más de un compuesto orgánico podría tener una ventaja competitiva sobre 

las demás (Patiño-Torres, 2010). 

El pH inicial del medio (que en este estudio fue 7.0) pudo haber favorecido la solubilización 

de P, ya que es el óptimo para la fisiología de las bacterias evaluadas (Álvarez-García et al., 2020; 

Villareal-Delgado et al., 2017). Esto concuerda con los estudios de Chairhan et al. (2018) y Maheswar 

y Sathiyavani (2012), en los que Streptomyces y B. subtilis también tuvieron la mayor solubilización 

con un pH de 7.0. El efecto de esta variable sobre la solubilización de las bacterias queda en evidencia, 

ya que en el suelo las bacterias no fueron capaces de solubilizar P como lo hicieron en estas pruebas 

in vitro, posiblemente porque el pH ácido (5.8) del suelo afectó su fisiología. Entonces, con base a 

este comportamiento, la inoculación de B. subtilis, P. fluorescens y Streptomyces sp. como 

biofertilizantes para aumentar la disponibilidad de P podría ser apropiada para suelos alcalinos, o  

bien, para aplicar al momento del encalado en suelos ácidos. 

El período de evaluación también se relaciona con la solubilización de P, ya que cada especie 

la logra en tiempos diferentes (Fankem et al., 2008; Li et al., 2019). En este trabajo las bacterias 
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evaluadas alcanzaron la mayor solubilización el segundo y tercer día (Figura 7). Por el contrario,          

P. fluorescens y Streptomyces evaluadas por Park et al. (2009) y Prieto-Correal et al. (2015) lo   

hicieron el sexto y cuarto día, respectivamente. En el caso de <<St>>, bacteria que tuvo la menor 

solubilización (Figura 7), quizás ésta necesite de un tiempo de incubación mayor a siete días, ya        

que Chairhan et al. (2018) y Biglari et al. (2016) reportaron que algunas cepas de Streptomyces 

tuvieron la mayor solubilización de P hasta los quince y catorce días. De cualquier manera, el que las 

bacterias hayan solubilizado P in vitro en poco tiempo es importante, ya que existe la posibilidad        

de que al ser aplicadas continuamente en el suelo, éstas propicien una rápida disponibilidad de P. 

La temperatura de incubación pudo haber influido en la solubilización de P de las bacterias ya 

que investigaciones han encontrado que, incluso una misma cepa, ha presentado distintos niveles de 

solubilización cuando se evalúa a diferentes temperaturas. Por ejemplo, en sus estudios realizados con 

roca fosfórica, Chairhan et al. (2018) reportaron que una cepa de Streptomyces alcanzó la máxima 

solubilización de P a 37 °C, mientras que B. subtilis aislada por Maheswar y Sathiyavani (2012) la 

consiguió a 40 °C, valores mayores al de este estudio (~25 °C). Este comportamiento podría sugerir 

que el uso de estas bacterias para solubilizar P debiera darse principalmente en suelos con climas          

de esta temperatura. Asimismo, sería importante evaluar entonces su capacidad de solubilización de 

P a diferentes temperaturas, esto para determinar en qué otros climas serían aptos la aplicación de 

estas bacterias como biofertilizantes para aumentar la disponibilidad de P. 

 

6.4. Determinación del grado de solubilización de P en el suelo 

 

La deficiencia de P del suelo Andisol evaluado solo se corrigió con el tratamiento químico 

<<T.qui>> fertilizado con roca fosfórica y no con ninguno de los tratamientos inoculados, ya que     

las bacterias no aumentaron la cantidad de P disponible (Figura 9); esto se evidenció, ya que las   

plantas con suelo inoculado tuvieron hojas púrpuras, síntoma característico de deficiencia de P 

(Fernández, 2007). Estos resultados difieren con los obtenidos por Patiño-Torres (2010) en 

condiciones de invernadero, ya que la inoculación del suelo con Pseudomonas y Bacillus cubrió            

el déficit de P y las plantas de maíz no manifestaron este síntoma; así como con los reportados por 

Omar et al. (2022), cuya inoculación con Streptomyces aumentó la concentración de P en el suelo. Sin 

embargo, a diferencia de este trabajo, en ambos estudios la inoculación se hizo con dosis de roca 

fosfórica. Por lo tanto, considerando que las bacterias en este estudio tuvieron una alta capacidad     

para solubilizar P a partir de roca fosfórica in vitro (Tabla 5; Figura 7), y que el testigo químico 
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<<T.qui>> con esta fuente de P fue el único que corrigió la deficiencia en el suelo, es probable que 

éstas deban aplicarse junto con alguna dosis de este fertilizante para favorecer su solubilización en 

suelos Andisoles, y así, aumentar la disponibilidad de este elemento para su absorción por la planta. 

Aunque in vitro se demostró que B. subtilis, P. fluorescens y Streptomyces sp. poseen la 

capacidad de solubilizar P inorgánico (Tabla 5; Figura 7), este mecanismo no se expresó en el         

suelo, ya que éstas no aumentaron la concentración de P disponible (Figura 9). Esto coincide con         

los resultados obtenidos por Ng et al. (2022) y Collavino, Sansberro, Mroginski y Aguilar (2010) en 

condiciones de invernadero, en los que la inoculación de suelos ácidos con B. subtilis y P. fluorescens 

no aumentó la cantidad de P, a pesar de que in vitro tuvieron esa capacidad. Este comportamiento 

puede ser porque según Park et al. (2009) y Cano (2011), resultados positivos in vitro no siempre 

conlleva a obtener resultados iguales en campo o invernadero, ya que los mecanismos que demuestran 

ser eficaces en laboratorio, no necesariamente se comportarán de manera similar en el suelo. 

En línea con lo anterior, los inóculos o biofertilizantes microbianos desarrollados a partir          

de un suelo en particular, no necesariamente ejercerán sus mecanismos de promoción de la misma 

manera al ser aplicados en otros suelos que tienen propiedades fisicoquímicas diferentes, ya que 

pueden no alcanzar densidades óptimas ni superar exitosamente la microflora nativa ya establecida, 

por lo que no pueden colonizar ni sobrevivir en la rizósfera (Jog et al., 2014; Mendes et al., 2013; 

Moreno-Reséndez et al., 2018). Es por esta razón que Compant et al. (2019) y Shah, Shah y Shah 

(2021) sugieren que los inóculos se utilicen en el suelo dónde fueron aislados, debido a que tendrían 

una mayor resiliencia y aclimatación fisiológica a sus condiciones ambientales, lo que aumentará          

la probabilidad de que éstas ejerzan eficazmente los mecanismos deseados. De esta manera, a pesar 

de que las bacterias de este trabajo posiblemente habrán convivido durante mucho tiempo, al provenir 

de otra rizósfera, es posible que su inoculación como biofertilizantes requiera de un período de 

adaptación al ser aplicadas en suelos con diferentes condiciones ambientales (Saez, Aparicio, 

Amoroso y Benimeli, 2015). 

Uno de los principales factores por los cuales pudo haberse dado la disminución en la 

concentración de P disponible (Figura 9) es por la falta de materia orgánica (que no fue añadida), ya 

que las bacterias requieren compuestos orgánicos lábiles que aporten suficientes nutrientes para su 

metabolismo (Mendes et al., 2013; Paredes-Mendoza y Espinoza-Victoria, 2010; Patiño-Torres, 

2010). Rodríguez-Gacha y Sánchez-Castro (2018) destacan que una relación C:N:P de 100/10/1 o 

cercana favorece la mineralización/solubilización del P, ya que los microorganismos no necesitan 
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incorporar e inmovilizar el P de la solución a su biomasa, sino que lo trasforman en ortofosfatos. De 

esta manera, al no haber agregado materia orgánica, es probable que las bacterias tuvieran                     

que competir con las plantas, no solo por el poco P disponible, sino que también por las fuentes de     

C y N, lo cual pudo generar un déficit energético en sus metabolismos que quizás limitó                              

su producción de enzimas y ácidos orgánicos, presentándose una inmovilización del P (Hasan et          

al., 2016; Mendes et al., 2013; Sharma et al., 2013; Tapia-Torres y García-Oliva, 2016). Por lo tanto,        

se debe considerar al aplicar éstas bacterias como biofertilizantes, realizarlo junto con alguna fuente 

de materia orgánica para estimular su solubilización de P. 

El pH también pudo haber afectado la solubilización de P por parte de las bacterias en el suelo, 

ya que fue más bajo que el valor óptimo (7.0) requerido para su metabolismo. Un pH ácido como el       

que hubo (Figura 10) pudo haber originado un mayor contenido de Fe+2 y Al+3 solubles, lo que quizás 

causó la muerte de las colonias, o bien, que éstas adoptaran sus estadíos de latencia (endosporas, 

biopelículas), además de que el P se retuviera más fuertemente, debido a la correlación positiva entre 

la disminución del pH y la concentración de P disponible (Anexo 7) (Fernández, 2007; Miransari, 

2013; Msimbira y Smith, 2020; Ojo, Olajire-Ajayi, Dada y Wahab, 2015). Esto concuerda con 

estudios en los que se menciona que en suelos ácidos las bacterias no exhiben una gran solubilización, 

a diferencia de los hongos, los cuales prefieren pH ácidos para su crecimiento y secretan más ácidos 

orgánicos (Alori et al., 2017; Garcidueñas-Piña y Cervantes, 1996; Patiño-Torres, 2010; Rodríguez-

Gacha y Sánchez-Castro, 2018). Por lo tanto, el potencial como biofertilizantes de las bacterias             

de este trabajo podría ser más apto para suelos alcalinos, ya que su fisiología podría no verse afectada     

y los fosfatos de calcio son más solubilizables; incluso, su aplicación en conjunto con algún hongo 

benéfico compatible podría favorecer su solubilización de P en suelos ácidos como este, ya que 

algunos exudados fúngicos estimulan la colonización de las actinobacterias y proteobacterias       

(Cano, 2011; Ben Farhat et al., 2015; Gomes et al., 2014; Hernández-Leal et al., 2011; Müller et          

al., 2016; Oliveira et al., 2009). 

Por otro lado, aunque en este trabajo la evaluación se centró en determinar la solubilización   

de P en el suelo, la presencia de plantas de maíz pudo tener alguna una incidencia en la dinámica         

de solubilización de P de las bacterias por dos razones: al no haber incorporado materia orgánica,                   

su rizodepósito constituye la principal fuente de nutrientes para su colonización y sobrevivencia;  

además, sus raíces tienen una repercusión en el comportamiento del pH y la difusión del P en la 

rizósfera (Ahmad et al., 2019; Bakker et al., 2020; Cano, 2011; Fernández, 2007; Msimbira y Smith, 

2020). Por lo tanto, aunado al hecho de que no se incorporó materia orgánica al suelo, el que las 
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plantas no se desarrollaran adecuadamente tal vez no solo hizo que su rizodepósito no fuera suficiente 

para mantener viables las bacterias, sino que más bien pudo haber causado una competencia por 

nutrientes que se tradujo en la disminución de la cantidad de P disponible en el suelo (Figura 9). 

Entonces, el que las bacterias de esta investigación no solubilizaran el P del suelo Andisol,       

no quiere decir que éstas no sean potenciales biofertilizantes, sino que quizás solo no fueron aptas 

para este suelo en particular y en las condiciones evaluadas (Ganesh et al., 2022). A esta conclusión 

también llegaron Vargas Barrantes y Castro Barquero (2018), quienes al aislar microorganismos 

solubilizadores en suelos Andisoles de Costa Rica, determinaron que el que éstos no fueran capaces 

de aumentar la cantidad de P, podría deberse a las características propias de estos suelos en estudio. 

Esto puede ser porque los Andisoles, al tener una gran capacidad de retención de P respecto a otros 

órdenes, es posible que las arcillas y los sitios de sorción retuvieron las formas lábiles con una fuerza 

que hizo difícil de solubilizar para las bacterias mediante ácidos orgánicos o enzimas (Do Carmo 

Horta y Torrent, 2007; Osorio y Habte, 2013). 

Por lo tanto, aunque en el suelo Andisol evaluado las bacterias no aumentaron la concentración 

de P disponible, existe la posibilidad de que al ser aplicadas como biofertilizantes en otros suelos      

este no sea el caso, ya que tal vez éstas poseen otros mecanismos que podrían ser específicos para 

otros suelos y no para este en particular (Glick, 2012). Es decir, aunque se encontró que las bacterias 

de esta investigación tienen la capacidad de solubilizar P inorgánico, probablemente para éstas resulta 

más eficaz aumentar la cantidad de P mediante mineralización enzimática, por lo que al no incorporar 

materia orgánica, este quizás no se expresó en el suelo de este estudio. Asimismo, cabe la posibilidad 

de que las bacterias también tengan la capacidad de producir fitohormonas como el ácido-3-

indolacético, la cual, estudios han encontrado que puede aumentar la disponibilidad de P para la planta 

de manera indirecta, aumentando el volumen radicular y mejorando la absorción, y no necesariamente 

incidiendo de forma directa sobre el P fijado en el suelo (Boubekri et al., 2021; Jog et al., 2014; Ng et 

al., 2022; Omar et al., 2022). 
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7. CONCLUSIONES 

 

 A través de los ensayos con medio NBRIP sólido y líquido, realizados en condiciones in vitro, 

se pudo comprobar que B. subtilis, P. fluorescens y Streptomyces sp. tienen la capacidad      

para solubilizar P inorgánico. Aunque dicho proceso estuvo acompañado de un descenso en el 

pH, no se logró detectar la presencia de ácido cítrico, málico, fumárico, succínico ni tartárico 

en el medio. De esta manera, es posible que se hayan producido otros ácidos orgánicos             

que no estuvieron dentro de los evaluados en este estudio, o bien, que dicha solubilización 

pudiera deberse a otros mecanismos, y no exclusivamente a la producción de ácidos orgánicos. 

 

 La solubilización de P que tuvieron las bacterias in vitro, no se correspondió con un aumento 

en la concentración de P disponible en el suelo Andisol bajo condiciones de invernadero.      

Este comportamiento no significa que éstas no puedan ser potenciales biofertilizantes para 

solubilizar P, sino que tal vez no son aptas para este suelo evaluado en particular, debido a    

sus características edafológicas propias y otras variables ambientales. Por ejemplo, el pH   

ácido del suelo probablemente afectó el establecimiento y sobrevivencia de las bacterias en    

la rizósfera, mientras que el bajo contenido de materia orgánica pudo haber ocasionado           

que las bacterias tuvieran que competir con las plantas por nutrientes, lo que quizás limitó su 

producción de ácidos orgánicos y causó una inmovilización del P disponible. 

 

 El pH pudo tener un papel fundamental en la solubilización de P de las bacterias, tanto en 

condiciones in vitro como en el suelo, debido a la correlación negativa y positiva que hubo 

entre las variables en ambos ambientes, respectivamente. Esto queda en evidencia, ya que en 

el suelo (pH 5.8) las bacterias no solubilizaron P como lo hicieron en las pruebas de laboratorio 

(pH 7.0), tal vez porque el pH ácido afectó su fisiología y retuvo el P disponible con una fuerza 

difícil de solubilizar para las bacterias mediante ácidos orgánicos u otros mecanismos. Por       

lo tanto, considerando que in vitro las tres bacterias fueron capaces de solubilizar P a partir   

de roca fosfórica, y que en condiciones de invernadero el testigo químico con esta fuente 

fertilizante fue el único tratamiento que corrigió la deficiencia de P en el suelo, es probable 

que deban aplicarse con alguna dosis de roca fosfórica para estimular su solubilización, o   

bien, éstas sean más aptas para ser utilizadas como biofertilizantes en suelos alcalinos. 
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8. RECOMENDACIONES 

 

 Evaluar, in vitro, la solubilización de P de las bacterias con fosfatos de hierro y de aluminio, 

así como su capacidad para producir enzimas fosfatasas y fitohormonas como el ácido-3-

indolacético. 

 

 Determinar la solubilización de P de las bacterias en el suelo, incorporando alguna fuente de 

materia orgánica o junto con diferentes dosis de roca fosfórica. 

 

 Analizar la actividad solubilizadora de P de las bacterias utilizando otras plantas indicadoras       

en condiciones de campo, y complementarla con un análisis de concentración de P en el tejido 

vegetal. 

 

 Probar la capacidad de las bacterias para solubilizar P en otros suelos (alcalinos) y en diferentes 

climas. 
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10.  ANEXOS 

 

Anexo 1 

Prueba de antagonismo mediante técnica de estría cruzada 

 

Nota. A) estriado vertical de la primera cepa; B) estriado horizontal de la segunda cepa; y C) presencia 

de antagonismo por inhibición del crecimiento 
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Anexo 2 

Cálculos para determinar la necesidad de fertilización 

Estimación del peso de la hectárea: 

1.2 g

cm3
   x   

1 kg

1000 g
   x   

100 cm x 100 cm x 100 cm

1 m3
 = 1 200 kg/m3 

 

10 000 m2 x 0.30 m = 3 000 m3 

1 200 kg/m3 x 3 000 m3 = 3 600 000 kg 

Nitrógeno 

Fuente: Urea (46%) 

Dosis a aplicar: 100 kg/ha 

Fósforo 

Fuente: Roca fosfórica (30%) 

Dosis a aplicar: 60 kg/ha 

Potasio 

Fuente: Cloruro potasio (60%) 

Dosis a aplicar: 40 kg/ha 

 

Aporte de nitrógeno 

100 kg urea               46 kg N 

x kg urea              100 kg N 

217.4 kg urea/ha 

 

Dosis por maceta 

217.4 kg urea     3 600 000 kg 

x  kg urea             18 kg 

1.09 g de urea por maceta 

 

Fraccionamiento del N 

1.09 g urea              100% 

x g urea              25% 

0.27 g urea a la siembra 

0.82 g urea 22 días después 

 

Transformación a óxidos  

60 x 2.29 = 137.4 

 

 

Aporte de fósforo 

100 kg roca              30 kg P2O5 

x kg roca             137.4 kg P2O5 

458 kg roca fosfórica/ha 

 

 

Dosis por maceta 

458 kg roca          3 600 000 kg 

x  kg roca              18 kg 

2.29 g de roca por maceta a    

la siembra 

 

Transformación a óxidos  

40 x 1.20 = 48 

 

 

Aporte de potasio 

100 kg KCl              60 kg K2O 

x kg KCl              48 kg K2O 

80 kg KCl/ha 

 

 

Dosis por maceta 

80 kg KCl             3 600 000 kg 

x  kg KCl              18 kg 

0.4 g de KCl por maceta a      

la siembra 
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Anexo 3 

 

Cálculos para obtener dosis de inoculación a aplicar mediante técnica de dilución en placa 

 

Conteo de colonias de B. subtilis a la dilución 10-4 

Conteo alto: 66 colonias 

Conteo medio: 52 colonias 

Conteo bajo: 45 colonias 

Total: 163 colonias 

Promedio: 163/3 = 54,33 

 

Cálculo de cultivos requeridos 

Factor de dilución: 54,33 x 65 = 3531,66 

3531,66 x 10 000/0,25 ml = 141.266.400 UFC/ml            

1 placa               141.266.400 UFC/ml 

x placas              100.000.000 (1x108) 

               0.7 placas Petri 

 

Cálculo de placas necesarias para concentración requerida (1x108) 

141.266.400/100 000 000 x 10 ml = 14, 12664 ml 

14, 12664 ml              0.7 placas 

100 ml             x placas 

          4.9 placas Petri 

 

Cálculo para determinar la dosis de inoculación 

1 maceta             100 ml/bacteria 

16 macetas             x ml/bacteria 

         1600 ml/bacteria 
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Anexo 4 

Tabla de correlaciones de Pearson (p<0.05) entre la cantidad de P solubilizado y el pH en medio 

NBRIP líquido en los cinco días (5d) de evaluación 

 

 

 

Nota. Valores de correlación general, independientemente del tratamiento 

 

Anexo 5. ANOVA de mediciones repetidas en el tiempo para la concentración de P en el suelo  

 

 

Fit measurements 

 

N    AIC    BIC   logLik  Sigma R2_0 R2_1 

180 427.85 573.11 -163.92  0.69 0.31 0.78 
Smaller AIC and BIC is better 

 

 

 

Marginal hypothesis testing (Type III SS) 

 

                numDF denDF F-value  p-value 

(Intercept)         1   108 14509.08 <0.0001 

Tratamiento         8    27     1.14  0.3694 

Mes                 4   108     2.89  0.0259 

Tratamiento:Mes    32   108     2.83 <0.0001 

 

 

Pruebas de hipótesis tipo III - prueba 

 

       Source      numDF denDF F-value p-value 

1  Tratamiento     8     27       1.14  0.3694 

2  Mes             4     108      2.89  0.0259 

3  Tratamiento:Mes 32    108      2.83 <0.0001 

 

 

 

Random effects parameters 

 

Covariance model for random effects: pdIdent 

Formula: ~1|Sujeto 

 

Standard deviations and correlations 

 

        (const) 

(const)    0.70 

 

 

1d 2d 3d 4d 5d 

-0.911 -0.961 -0.928 -0.952 -0.921 
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Variance structure 

 

Variance model: varIdent 

Formula: ~ 1 | Cluster 

 

Variance-function parameters 

 

Parameter Estim. 

1           1.00 

2           0.64 

3           0.78 

4           0.52 

P - Adjusted means and standard error for the levels of Tratamiento*Mes 

DGC (Alpha:=0.05) 

p-value correction procedure: No 

 

 

Tratamiento Mes Means S.E.       

St          M1  16.00 0.39 A     

St          M2  15.75 0.39    B  

Bs+St       M1  15.50 0.41    B  

Bs+St       M3  15.50 0.41    B  

Pf+Bs+St    M3  15.50 0.44    B  

T.qui       M2  15.50 0.49    B  

T.qui       M4  15.50 0.49    B  

St          M3  15.50 0.39    B  

Pf+Bs+St    M4  15.25 0.44    B  

Pf+Bs+St    M5  15.25 0.44    B  

Pf+Bs       M1  15.25 0.44    B  

Bs+St       M2  15.00 0.41    B  

Bs+St       M4  15.00 0.41    B  

T.qui       M1  15.00 0.49    B  

Pf+Bs+St    M1  15.00 0.44    B  

Pf          M2  15.00 0.41    B  

T.qui       M3  15.00 0.49    B  

Pf+Bs       M3  15.00 0.44    B  

Pf          M5  15.00 0.41    B  

T.qui       M5  15.00 0.49    B  

Bs+St       M5  14.75 0.41    B  

Pf+St       M3  14.75 0.49    B  

Pf+Bs       M5  14.75 0.44    B  

Pf          M1  14.75 0.41    B  

Pf+Bs       M4  14.75 0.44    B  

Pf          M4  14.75 0.41    B  

St          M4  14.75 0.39    B  

Pf+St       M1  14.50 0.49    B  

T.abs       M1  14.50 0.39    B  

T.abs       M5  14.50 0.39    B  

T.abs       M4  14.50 0.39    B  

T.abs       M2  14.50 0.39    B  

T.abs       M3  14.50 0.39    B  

Bs          M3  14.50 0.49    B  

Bs          M1  14.25 0.49    B  

Pf+Bs+St    M2  14.25 0.44    B  

Pf+Bs       M2  14.25 0.44    B  
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Pf+St       M5  14.25 0.49    B  

Pf+St       M4  14.25 0.49    B  

Pf          M3  14.25 0.41    B  

Bs          M4  14.25 0.49    B  

St          M5  14.25 0.39    B  

Pf+St       M2  14.00 0.49    B  

Bs          M5  14.00 0.49    B  

Bs          M2  13.75 0.49    B  

Means with a common letter are not significantly different (p > 0.05) 

 

Anexo 6. ANOVA de mediciones repetidas en el tiempo para el pH del suelo 

 
Results for model: lmm.model.005_pH_REML 

 

Dependent variable: pH 

 

 

Fit measurements 

 

N     AIC     BIC   logLik Sigma R2_0 R2_1 

180 -577.82 -432.56 338.91  0.02 0.70 0.99 
Smaller AIC and BIC is better 

 

 

 

Marginal hypothesis testing (Type III SS) 

 

                numDF denDF  F-value  p-value 

(Intercept)         1   108 368767.04 <0.0001 

Tratamiento         8    27      2.42  0.0412 

Mes                 4   108    908.45 <0.0001 

Tratamiento:Mes    32   108     16.70 <0.0001 

 

 

 

Pruebas de hipótesis tipo III - prueba 

 

       Source      numDF denDF F-value p-value 

1  Tratamiento     8     27       2.42  0.0412 

2  Mes             4     108    908.45 <0.0001 

3  Tratamiento:Mes 32    108     16.70 <0.0001 

 

 

 

Random effects parameters 

 

Covariance model for random effects: pdIdent 

 

Standard deviations and correlations 

 

        (const) 

(const)    0.06 
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Variance structure 

 

Variance model: varIdent 

Formula: ~ 1 | Cluster 

 

Variance-function parameters 

 

Parameter Estim. 

1           1.00 

3           0.49 

4           0.33 

2           0.15 

pH - Adjusted means and standard error for the levels of Tratamiento*Mes 

DGC (Alpha:=0.05) 

p-value correction procedure: No 

 
 

Tratamiento Mes Means S.E.                

Pf+Bs+St    M1   5.81 0.03 A              

Pf+Bs       M1   5.78 0.03    B           

T.abs       M1   5.77 0.03    B           

Pf+Bs+St    M2   5.77 0.03    B           

Pf          M1   5.76 0.03    B           

Bs+St       M1   5.76 0.03    B           

T.abs       M2   5.75 0.03    B           

Bs          M1   5.74 0.03       C        

T.abs       M3   5.73 0.03       C        

Pf+St       M1   5.72 0.03       C        

St          M1   5.72 0.03       C        

Pf+Bs       M2   5.72 0.03       C        

T.abs       M4   5.71 0.03       C        

Pf          M2   5.71 0.03       C        

Bs+St       M2   5.70 0.03       C        

T.abs       M5   5.69 0.03       C        

St          M2   5.69 0.03       C        

Pf+Bs+St    M3   5.68 0.03       C        

Bs          M2   5.68 0.03       C        

T.qui       M1   5.67 0.03       C        

Pf+St       M2   5.67 0.03       C        

Pf          M3   5.66 0.03          D     

Pf+Bs+St    M4   5.65 0.03          D     

Pf+Bs       M3   5.64 0.03          D     

Bs+St       M3   5.64 0.03          D     

T.qui       M2   5.62 0.03          D     

Bs          M3   5.62 0.03          D     

Pf+Bs+St    M5   5.62 0.03          D     

St          M3   5.62 0.03          D     

Pf+Bs       M4   5.61 0.03          D     

Pf          M4   5.61 0.03          D     

Bs+St       M4   5.60 0.03          D     

Pf+St       M3   5.60 0.03          D     

St          M4   5.59 0.03             E  

T.qui       M3   5.58 0.03             E  

Pf+Bs       M5   5.58 0.03             E  

Bs          M4   5.58 0.03             E  

St          M5   5.57 0.03             E  

Bs+St       M5   5.57 0.03             E  

Pf          M5   5.56 0.03             E  

Pf+St       M4   5.56 0.03             E  
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Bs          M5   5.56 0.03             E  

T.qui       M4   5.55 0.03             E  

Pf+St       M5   5.53 0.03             E  

T.qui       M5   5.52 0.03             E  
Means with a common letter are not significantly different (p > 0.05) 

 

 

Anexo 7 

Tabla de correlaciones de Pearson (p<0.05) entre el cambio en la concentración de P disponible     

y el pH en el suelo 

 

Tratamiento Mes 1 Mes 2 Mes 3 Mes 4 Mes 5 

T. abs 0.147 

p = 0.852 

0.319 

p = 0.680 

0.120 

p = 0.879 

0.043 

p = 0.956 

0.045 

p = 0.954 

T. qui - 0.979 

p = 0.019 

- 0.939 

p = 0.060 

- 0.828 

p = 0.171 

- 0.983 

p = 0.017 

- 0.552 

p = 0.447 

Pf 0.905 

p = 0.094 

0.980 

p = 0.019 

0.613 

p = 0.386 

0.813 

p = 0.186 

0.410 

p = 0.589 

Bs 0.145 

p = 0.854 

0.464 

p = 0.535 

0.033 

p = 0.966 

0.420 

p = 0.579 

N/A 

St 0.316 

p = 0.683 

0.870 

p = 0.129 

0.8 

p = 0.2 

1 

p < 2.2e-16 

0.944 

p = 0.056 

Pf + Bs 0.619 

p = 0.381 

0.676 

p = 0.324 

0.992 

p = 0.007 

0.851 

p = 0.148 

0.694 

p = 0.306 

Pf + St 0.175 

p = 0.824 

0.774 

p = 0.226 

0.388 

p = 0.611 

0.837 

p = 0.162 

0.837 

p = 0.162 

Bs + St 0.141 

p = 0.858 

0.620 

p = 0.380 

0.242 

p = 0.757 

0.470 

p = 0.529 

0.458 

p = 0.541 

Pf + Bs + St 0.202 

p = 0.797 

0.330 

p = 0.670 

0.141 

p = 0.858 

0.435 

p = 0.564 

0.814 

p = 0.185 


