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RESUMEN 

El chiltepín (Capsicum annuum L. var. glabriusculum) es una especie silvestre, progenitor de 

los chiles cultivados con gran valor genético, biológico y comercial. Es de gran importancia 

sociocultural en el estado de Sonora ya que se usa principalmente como especia en la 

preparación de alimentos. La composición de la microbiota del suelo asociada a la planta de 

chiltepín no es bien conocida hasta el momento; siendo ésta fundamental en los procesos de los 

ecosistemas; por lo que el objetivo de este trabajo es analizar las comunidades bacterianas e 

identificar las bacterias promotoras del crecimiento vegetal (BPCV) asociadas al chiltepín 

silvestre y cultivado; además de observar y analizar si existen diferencias de la microbiota entre 

zonas geográficas donde crece el chiltepín y la época del año. Para ello, se realizó un muestreo 

durante tres estaciones del año 2017: seca, lluvia y post-lluvia en cuatro municipios del estado 

de Sonora. Asimismo, para conocer la actividad microbiana de las comunidades presentes en 

cada época evaluada se realizó el análisis de los parámetros fisicoquímicos del suelo como: pH, 

humedad y cuantificación de nitrógeno inorgánico. Además, se realizó la caracterización 

metabólica bacteriana, seleccionando 14 cepas que presentaron actividad en tres parámetros 

evaluados: 1-) producción de ácido indol acético, 2-) solubilización de fosfatos y 3-) producción 

de sideróforos. La Identificación taxonómica de BPCV se realizó mediante la secuenciación del 

gen 16S rRNA. Para determinar su identidad se realizó el posterior análisis bioinformática, el 

cual consistió en la edición de las secuencias utilizando Chromas y BLAST (Altschul et al., 

1997); resultando en la identificación de BPCV que constituyen un grupo central, las cuales no 

difieren del lugar y época del año. Esta cepa identificada pertenece a la especie Bacillus 

velezensis.  
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ABSTRACT 

Chiltepin (Capsicum annuum L. var. glabriusculum) is a wild species, a progenitor of the 

cultivated chili peppers with great genetic, biological and commercial value. It is of grand socio-

cultural importance in the state of Sonora since is mainly used as a spice in food preparation. 

The composition of the soil microbiota associated with the chiltepin plant is not well known so 

far; being this fundamental in the ecosystem processes. Therefore, the aim of this study is to 

analyze bacterial communities and identify plant growth-promoting bacteria (PGPB) associated 

with wild and cultivated chiltepin. Besides observing and analyzing whether there are 

differences in the microbiota between geographical areas where chiltepin grows and the season 

of the year. Sampling was carried out during three seasons of 2017: dry, rain and post-rain, in 

four municipalities of the state of Sonora. Moreover, in order to know the microbial activity of 

the communities present in each season, the analysis of the physicochemical parameters of the 

soil was carried out, such as pH, humidity and quantification of inorganic nitrogen. In addition, 

bacterial metabolic characterization was performed, selecting 14 strains that activity in three 

parameters tested: 1-) indole acetic acid production, 2-) phosphate solubilization and 3-) 

siderophore production. PGPB identification was performed by sequencing the 16S rRNA gene. 

To determine their identity, bioinformatic analysis was performed using the Chromas and 

BLAST programs; resulting in the identification of PGPB that we can establish as a core group, 

which do not differ from the place and season of the year. This identified strain belongs to the 

species Bacillus velezensis FZB42; which covers 50% of the PGPB data.  
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INTRODUCCIÓN 

México se caracteriza por ser el centro de domesticación del chile y posee una gran diversidad 

de este fruto (Kraft et al., 2014). El chile pertenece al género Capsicum de la familia de las 

Solanáceas. Este género, incluye alrededor de 36 especies conocidas, de las cuales cinco 

especies son consideradas como las principales: C. annuum, C. frutescens, C. baccatum, C. 

pubescens y C. chinense (Bosland et al., 2000; Russo, 2012; Hayano-Kanashiro et al., 2016). 

Normalmente, son cultivados en cosechas anuales, cuya producción global es de 

aproximadamente 360,92,631 toneladas (FAO 2018), aumentando cada año. 

La especie Capsicum annuum es la más utilizada y reconocida de todas, debido a su 

extensión de cultivo, esta especie, posee tres variedades distintivas: Capsicum annuum var. 

glabriusculum (chiltepín), Capsicum annuum var. annuum (pimiento morrón) y Capsicum 

annuum var. bola. Se sabe que el chiltepín es el progenitor silvestre de C. annuum var. annuum 

(Aguilar-Meléndez et al., 2009; González-Jara et al., 2011) lo que lo distingue de los chiles 

cultivados. Por lo tanto, es considerado un importante recurso genético para el mejoramiento de 

los cultivos de chile. Esta consideración se debe al descubrimiento de poblaciones silvestres de 

Capsicum annuum provenientes del noroeste de México que presentaron resistencia a patógenos 

como, por ejemplo; al virus Huasteco de la Vena Amarilla del Chile (PHYVV) (Hernández-

Verdugo et al., 2001; González-Jara et al., 2011). 

Existe una creciente demanda cada año, por buscar alternativas que mejoren el 

rendimiento de este importante cultivo, en el cual se destaca la aplicación de herbicidas, 

pesticidas y fertilizantes. Lo que desencadena una gran preocupación ambiental y de salud 

(Cassman et al., 2002, Cameron et al., 2013). Uno de los factores que influyen en el rendimiento 

de los cultivos es la rizósfera de las plantas. Las plantas terrestres están colonizadas por diversos 

microorganismos que afectan la salud y el crecimiento de las plantas de una manera beneficiosa, 

dañina o neutral. Estas interacciones (planta-microorganismo) ocurren en la rizósfera (Müller et 

al., 2016). 

La rizósfera es uno de los ecosistemas más complejos de la tierra, comprende una zona 

de suelo rica en nutrientes y está influenciada por las raíces de las plantas. Está habitado por 

diversos microorganismos, incluidos nemátodos, hongos, bacterias y artrópodos (Venturi et al., 
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2016; Khenaka et al., 2019). La rizósfera está asociada con una mayor abundancia y actividad 

bacteriana, pero con una menor diversidad de estas comunidades bacterianas. Se sabe que las 

plantas son selectivas en la comunidad microbiana que se encuentra en la rizósfera y en estudios 

anteriores, enfocados en su comunidad, han revelado comunidades microbianas diferenciales 

asociadas con diferentes especies de plantas (Mhlongo et al., 2018). El ambiente de la rizósfera 

difiere del de los tejidos vegetales internos de la planta; entre esas diferencias se encuentran la 

interacción de los factores abióticos, tales como, la temperatura, la emisión de luz, el tipo de 

suelo, el pH, la competencia de los nutrientes y la interacción con otros organismos. Estos 

factores son clave en el desarrollo de diferentes estrategias para la interacción de las bacterias y 

la planta en la rizósfera (Calderón et al., 2019; Santoyo et al., 2019). Las bacterias que colonizan 

las raíces de las plantas en una relación simbiótica se les denomina rizobacterias promotoras del 

crecimiento vegetal (BPCV) cuyo papel es contribuir a la nutrición y protección de las plantas. 

Esta actividad la realizan a través de diversos procesos, como la producción y secreción de 

varios metabolitos secundarios en la rizósfera que ejercen efectos positivos en el desarrollo de 

las plantas, principalmente son estudiadas en su utilización en cultivos de interés comercial 

como el arroz, el trigo, el maíz, algodón y pimienta negra (Khalid et al., 2004; Anjum et al., 

2007; Sandhya et al., 2010; Dastager et al., 2010; Maleki et al., 2010). Sin embargo, muy pocos 

estudios han aislado y caracterizado las BPCV asociados al chile en general y no existe estudio 

realizado en específico en el chiltepín. 

Los efectos positivos que provocan estas bacterias sobre las plantas se deben a la síntesis 

de fitohormonas y a la fijación biológica de nitrógeno molecular (N2) (Corrales et al., 2017; 

Khenaka et al., 2019). El crecimiento de plantas mediado por BPCV facilitan la absorción de 

nutrientes y se ha documentado su utilización como biofertilizante para el reemplazo de los 

métodos existentes de control de plagas (pesticidas, herbicidas y fungicidas) y así aumentar el 

rendimiento de los cultivos (Zafar et al., 2012; de los Santos-Villalobos et al., 2013; Vejanet et 

al., 2016; Ji et al., 2019).  

La pérdida de biodiversidad microbiana es ahora reconocida como una de las principales 

amenazas a las que se enfrentan los suelos, lo que puede alterar el funcionamiento y la 

estabilidad del ecosistema; recientemente, los microorganismos del suelo se han vuelto de 

interés en la ecología de la restauración, ya que estos pueden ser utilizados para restablecer la 
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biodiversidad y las funciones en ecosistemas degradados. Sin embargo, nuestra comprensión 

del papel de las interacciones de las especies y de los efectos en la trayectoria de restauración 

de la biodiversidad microbiana y su funcionamiento es limitada a pesar de ser crucial (Calderón 

et al., 2016). El metabolismo y la supervivencia de los microorganismos están fuertemente 

influenciados por la disponibilidad de agua y nutrientes, las superficies de los entornos del suelo 

sufren cambios cíclicos dramáticos en el contenido de agua, que van desde la saturación del 

agua hasta la extrema aridez. Estos cambios, aunados a otros factores ambientales como los 

cambios de pH, disponibilidad de oxígeno y temperatura, alteran las poblaciones microbianas 

(Daniel et al., 2005; Bulgarelli et al., 2013; Müller et al., 2016; Calderón et al., 2019). Mejorar 

el conocimiento entre la conexión planta-microbioma en la rizósfera será fundamental en el 

manejo de la biodiversidad del suelo y una producción sostenible de plantas (Rillig et al., 2018). 

Aún falta conocer la mayor parte de la diversidad de microorganismos del planeta; La 

aplicación de técnicas de biología molecular representa un gran avance en el conocimiento de 

estos ecosistemas. El análisis molecular de las bacterias aisladas y la identificación de BPCV 

mediante el análisis bioinformático de lecturas generadas por secuenciación del gen 16S rRNA 

en conjunto con otras técnicas, nos ayuda a comprender la interacción bacteriana general entre 

poblaciones de chiltepín silvestre y cultivado. 

El presente estudio es de suma importancia ya que las plantas de chiltepín silvestre que 

se encuentran en el norte de México, específicamente en el estado de Sonora presentan un riesgo 

creciente de disminución de sus poblaciones locales. En las últimas décadas el cultivo de 

chiltepín ha progresado a monocultivos en pequeños campos tradicionales, posiblemente como 

resultado de la creciente demanda y recesión de su población silvestre. Por lo que, se deben 

implementar medidas de conservación de las poblaciones silvestres del chiltepín para mantener 

la fuente genética de este importante cultivo (Rodríguez, et al., 2005). 

Se sugiere la utilización de bacterias promotoras del crecimiento vegetal, mejorar el 

conocimiento sobre las asociaciones de plantas y microbios en la rizósfera será un paso crucial 

hacia el manejo racional de la biodiversidad del suelo y el progreso sostenible en la producción 

y el rendimiento de las plantas (Rillig et al., 2018). 
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Por lo tanto, el objetivo de este estudio fue el de identificar las bacterias promotoras de 

crecimiento vegetal (BPCV) utilizando análisis moleculares e identificación taxonómica 

mediante la extracción de ADN genómico de las bacterias aisladas de interés, identificándolas 

por secuenciación del gen 16S rRNA asociadas al chiltepín silvestre y cultivado (C. annuum L. 

var. glabriusculum) según su ubicación geográfica en el Estado de Sonora y época del año. 
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I. ANTECEDENTES 

 

I.1. Género Capsicum  

El género Capsicum es miembro de la familia Solanaceae y es una de las más importantes para 

los seres humanos. La familia es de tamaño mediano, con aproximadamente 90 géneros y 3000–

4000 especies, con una sorprendente variación en muchos caracteres tanto de flores como de 

frutos (Knapp et al., 2004; Kim et al., 2014). Las especies de Capsicum son pequeñas hierbas 

perennes nativas de América del Sur tropical. Los 5 géneros más comunes son: C. annuum, C. 

baccatum, C. frutescens, C. chinense y C. pubescens, que se cree que son el resultado de la 

domesticación hace 6000 años por los nativos americanos. (A Omolo, 2014; Qin et al., 2014; 

Perry et al., 2007). Engloba a todas las formas de pimiento, ají o chile cultivadas actualmente 

(Viñals et al., 1996). 

El género Capsicum incluye aproximadamente 32 especies nativas de América tropical 

con una gran diversidad de formas, tamaños y colores de frutos (Zeng et al., 2014; Moscone et 

al., 2007). 

 

I.2. Capsicum annuum 

Las zonas de domesticación y patrones de dispersión de estas especies siguen siendo 

especulativos. Una combinación de evidencia arqueológica, análisis genéticos y distribuciones 

modernas de plantas han llevado a los investigadores a sugerir que C. annuum se domesticó 

inicialmente en México o en el norte de América Central, C. frutescens en el Caribe, C. 

baccatum en las tierras bajas de Bolivia, C. chinense en la Amazonia de tierras bajas del norte 

y C. pubescens en la cordillera de los Andes (Perry et al., 2007). La terminología utilizada para 

designar a los miembros del género Capsicum es confusa ya que según la región se les puede 

llamar de distinta forma, de hecho, existen más de 200 nombres comunes para esta especie, entre 

ellos, chile, chili, paprika, ají, cayena, chiltepín, etc. (Zhigila et al., 2014). 

 

 



 

 

 

 

6 

I.3. Chiltepín (Capsicum annuum L. var. glabriusculum) 

El nombre científico utilizado para chiltepin es C. annuum L. var. glabriusculum (Dunal) Heiser 

y Pickersgill (Heiser y Pickersgill, 1975; Wiersema y León, 1999). En cuanto al nombre común 

del chiltepín; también se encuentra de diferentes formas: chilepiquín, chiltepec, chiltepillo, 

chilpaya, chile de monte y chile parado (entre otras) dependientes de la región de México en la 

que te encuentres (Araiza-Lizarde et al., 2011). 

 

I.4. Taxonomía del Chiltepín 

La taxonomía dentro del género Capsicum es compleja debido a la gran variabilidad de formas 

existentes en las especies cultivadas y a la diversidad de criterios utilizados en la clasificación 

(Viñals et al., 1996). Durante muchos años ha estado en confusión y se han descrito varias 

especies silvestres, pero para alcanzar y comprender su taxonomía y relaciones, se ha 

considerado el estado actual del conocimiento de las especies domesticadas, principalmente la 

morfología floral, genética y la bioquímica (Eshbaugh, 1975). 

En la Tabla 1, se muestra la especie y variedad a la que pertenece el chiltepín, en la Tabla 

2 se observa los diferentes nombres que se le dieron a la variedad, utilizando actualmente la 

denominada por (Dunal) Heiser y Pickersgill (1975). 

 

Tabla 1. Clasificación taxonómica del chiltepín. 

Taxonomía 

Orden Solanales 

Familia Solanaceae 

Género Capsicum 

Especie Capsicum annuum 

Variedad Capsicum annuum var. 

glabriusculum 
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Tabla 2. Diferentes nombres dado para chiltepín (González-Jara et al., 2011; Pickersgill, 1971; 
Eshbaugh, 1975). 

Nombre Científico Autor 

Capsicum annuum L. var. minus Fingerhuth (1832) 

Capsicum annuum L. var. bacccatum Terpó (1966) 

Capsicum annuum L. var. minimum Heiser y Pickersgill (1964) 

Capsicum annuum var. aviculare D’Arcy y Eshbaugh (1973) 

Capsicum annuum L. var. glabriusculum (Dunal) Heiser y Pickersgill (1975) 

 

 

I.5 Morfología del Chiltepín 

El chiltepín se caracteriza por una alta variedad fenotípica, cuenta con una gran cantidad de 

rasgos como la morfología de las hojas y el patrón de germinación de las semillas (González-

Jara et al., 2011; Hayano-Kanashiro et al., 2016). 

El chiltepín es un arbusto perenne altamente ramificado con tallos delgados que a 

menudo trepan otros arbustos y pueden alcanzar alturas de hasta dos metros; el fruto es una baya 

redonda u oblicua de 3 a 6 mm de diámetro que crece en posición eréctil. Existe una gran 

variabilidad de formas de frutos, que pueden ser redondos, ovalados, cónicos y alargados, pero 

todos son pequeños, de diferentes tonos, desde verde en estado inmaduro hasta color rojo intenso 

y brillante al madurar (Figura 1) (Pozo et al., 2003). Las plantas de chiltepín alcanzan su 

madurez reproductiva entre los 6 y 10 meses de edad y su floración comienza durante los meses 

de julio, durando aproximadamente hasta septiembre, y el fructificación es de septiembre a 

octubre (González et al., 2011; Hayano-Kanashiro et al., 2016). Esta planta crece en suelos 

profundos con vegetación perenne densa, en regiones xerófilas en el desierto de Sonora o en la 

meseta central, donde comúnmente se asocia con árboles nodriza (González et al., 2011). Estos 

árboles nodriza proporcionan al chiltepín sombra, humedad, mayor fertilidad del suelo y lo 

protegen del pastoreo y el pisoteo (Hayano-Kanashiro et al., 2016). 

 



 

 

 

 

8 

 

Figura 1. A) Flor de chiltepín, B) Fruto de chiltepín (inmaduro) y C) Fruto de chiltepín (maduro) 

 

El chiltepín es de gran importancia cultural y comercial, este se utiliza como condimento 

en la preparación de comidas, producen y acumulan compuestos conocidos como capsaicinoides 

(Rochín-Wong et al., 2013), que son responsables del característico sabor picante de los frutos. 

Los capsaicinoides son un grupo de amidas ácidas derivadas de la vanililamida (Quijano et al., 

2009). Esta capacidad para acumular capsaicinoides determina el grado de pungencia asociado 

con Capsicum spp. En México, el chiltepín se considera el segundo chile más picante con 

100,000 a 200,000 SHU (unidades Scoville; SHU, del inglés Scoville Heat Units), después del 

chile habanero (C. chinense, 100,000 a 445,000 SHU), pero algunas variedades de C. annuum 

también pueden alcanzar niveles similares de pungencia, dependiendo de las condiciones de 

cultivo. Los capsaicinoides poseen propiedades antioxidantes. El chiltepín es también una fuente 

de otros fitoquímicos antioxidantes, tales como compuestos fenólicos, carotenoides, tocoferoles, 

tocotrienoles y vitamina C (Hayano-Kanashiro et al., 2016).  

 

I.6 Compuestos Fitoquímicos  

Los frutos frescos de Capsicum spp. son una excelente fuente de vitaminas A, E y C, así como 

compuestos fenólicos neutros y ácidos, los cuales son antioxidantes importantes (Howard et al., 

2000), debido a su contenido de capsaicina tienen un papel importante con fines farmacológicos 

y actualmente se utiliza para diferentes fines terapéuticos como reducción o prevención de 

enfermedades degenerativas crónicas y cáncer, por los efectos anticancerígenos, analgésicos, 

antiartríticos, antioxidantes y antiinflamatorios que se han asociado con el contenido de 
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capsaicina en el fruto del chile (Alvarez et al., 2011; Ovando et al., 2018; Olatunji et al.,  

2019). El fruto de chiltepín contiene una variedad de fitoquímicos bioactivos que incluyen 

flavonoides, carotenoides, compuestos fenólicos y otros compuestos antioxidantes. Además de 

los beneficios nutricionales del fruto y su uso como aditivos alimentarios. 

Entre los fitoquímicos, los polifenoles merecen una mención especial, debido a sus 

propiedades de captación de radicales libres y actividades biológicas in vivo (Marín et al., 2004). 

Los compuestos fenólicos tienen diversas actividades biológicas, la más importante es su 

capacidad antioxidante. Se consideran inhibidores potentes de la oxidación de lipoproteínas de 

baja densidad y ácidos grasos poliinsaturados, y por lo tanto pueden reducir el riesgo de 

enfermedades cardiovasculares. También tienen una mayor estabilidad que el ácido ascórbico 

(Serrano et al., 2006; Hayano-Kanashiro et al., 2016). La gran cantidad apreciable de fenoles y 

flavonoides en los extractos etanólicos de Capsicum annuum L. var. glabriusculum contribuyó 

a sus capacidades antioxidantes (Tundis et al., 2011).  

En el estudio de Forero et al., (2009) abordaron la caracterización de los compuestos 

volátiles de Capsicum annuum L. var. glabriusculum, medido en dos etapas de maduración; 

verde y rojo, donde se identificaron 140 componentes de los cuales siete fueron los componentes 

principales: hexil isopentanoato, hexil 2-metilbutanoato, limoneno, hexil isohexanoato, (E)-2-

hexenal, pentanoato de isopentilo y (Z)-3-hexenilo isopentanoato. Durante la maduración de la 

fruta, la mayoría de los compuestos volátiles disminuyeron. En general, los chiles verdes tienen 

mayores cantidades de ésteres, con notas de olor afrutado a diferencia de las frutas rojas. En 

cuanto a las diferencias en la cantidad de compuestos volátiles totales, esta fue mayor en la etapa 

verde en comparación con la etapa madura, pudiendo concluir que la etapa verde fu mejor en 

términos de sabor que la etapa roja (Forero et al., 2009). 

Los carotenoides son componentes esenciales que están involucrados en muchos 

aspectos relacionados con la fotosíntesis, como la recolección de luz, fotoprotección, 

fotomorfogénesis y enfriamiento no fotoquímico.  El color del fruto de los chiles se puede 

atribuir a varios pigmentos, como clorofilas, carotenoides y flavonoides. El pimiento se 

considera una de las fuentes más ricas de carotenoides entre los cultivos de hortalizas 

(DellaPenna y Pogson, 2006; Lightbourn et al., 2008; Wahyuni et al., 2011; Hayano-Kanashiro 

et al., 2016). 
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El chiltepin generalmente se consume en forma deshidratada, la cual es una excelente 

fuente de tocoferoles (vitamina E). Este proceso se lleva a cabo utilizando un método tradicional 

de exposición a la luz solar durante 32 horas a temperaturas que oscilan entre 34 y 40°C. Durante 

este proceso de secado se incrementó la cantidad de tocoferoles. La transformación del 

cloroplasto en cromoplastos durante la maduración del fruto en Capsicum annuum L. está 

asociada con una serie de eventos, como la acumulación masiva de carotenoides y el aumento 

de la síntesis de α-tocoferol. Los tocoferoles se encuentran en cuatro formas: α-tocoferol, β-

tocoferol, γ-tocoferol y δ-tocoferol (Arango y Heise, 1998; Hayano-Kanashiro et al., 2016). 

Los capsaicinoides se sintetizan y se acumulan en las células epidérmicas del tejido 

placentario, donde se secretan en la pared celular externa y finalmente se almacenan en 

estructuras llamadas "ampollas" ubicadas en la superficie placentaria (Aza-González et al., 

2011; Hayano-Kanashiro et al., 2016). Los capsaicinoides, producen la sensación organoléptica 

de pungencia, siendo exclusivos de este género. Existen estudios que muestran que se 

encuentran más de 20 capsaicinoides en los chiles (Capsicum spp.). Debido a su abundancia, la 

capsaicina y la dihidrocapsaicina se consideraron los principales capsaicinoides, mientras que 

los demás fueron considerados los capsaicinoides menores (Krajewska et al., 1988; Bosland et 

al., 1999; Zewdie et al., 2001). Los capsaicinoides tienen varias propiedades biológicas con 

efectos beneficiosos para la salud humana, entre las más importantes es de la estimulación del 

sistema cardiovascular y su capacidad antiinflamatoria (Montoya-Ballesteros et al., 2010). En 

la mayoría de los pimientos los capsaicinoides presenta una variación alta dependiendo del 

genotipo, estado de madurez, lugar de recolección y período de almacenamiento y temperatura, 

entre otros (Morán-Bañuelos et al., 2008).  

 

I.7 Importancia Económica del Chiltepín en Sonora, México 

Debido a su alto valor comercial, en el Estado de Sonora, el chiltepín silvestre es recolectado de 

manera intensiva durante los meses de septiembre a noviembre y, aunque su principal uso es 

alimenticio, también tiene aplicaciones medicinales y ceremoniales. Entre algunos grupos 

indígenas de la sierra de Sonora, el chiltepín brinda identidad regional a los sonorenses, pues lo 

consideran símbolo de valentía, hombría, fortaleza, y coraje (Bañuelos-Flores, 2005). 
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En el Estado de Sonora, la mayoría del chiltepín consumido se produce de manera natural 

en los agostaderos, mismo que se recolecta y se vende en las mismas localidades de la serranía 

(Robles, 2015).  

La recolección del chiltepín o pizca y las demás actividades que se desarrollan en torno 

a dicha especie, constituye una opción de ingreso para los pobladores de la región Río Sonora. 

De hecho, en dicha región se tienen registro de colectas por el orden de las 70 toneladas en 2006 

(Cassio y Robles, 2006); de 52 toneladas en el 2010 (Robles, 2011) y de 46.7 toneladas en el 

2011. Esa tendencia decreciente de la cosecha del chiltepín ha propiciado precios atractivos en 

el mercado derivado de una considerable reducción en la oferta (Tabla 3). 

Tabla 3. Producción y costos del fruto de chiltepín (Cassio et al., 2006; Robles et al., 2015). 

Región Año 

Precio por Kg 
(peso mexicano 

MXN) 

Precio por Kg 
(Euros) 

1EU=21.32MXN 
Producción 

Sonora 2006 600 28.16 70 ton 

Sonora 2010 800 37.54 52 ton 

Sonora 2011 1200 56.32 46.7 ton 

 

I.8 Ecología del Chiltepín 

I.8.1 Distribución geográfica del chiltepín 

El chiltepín crece bajo la protección de árboles y otras plantas de mayor tamaño en sitios 

montañosos cercanos a márgenes de ríos, arroyos y cañones; en áreas desérticas, se encuentran 

cerca de cuerpos de agua y en áreas con superficies duras (Miranda-Zarazúa et al., 2007; 

González-Jara et al., 2011; Miranda-Zarazúa et al., 2011). El chiltepín se encuentra en suelos 

aluviales, los cuales son formados por continuos acarreos de corrientes fluviales (Molina-

Maldonado et al., 2009). Las mayores densidades de este arbusto reportados en la región del 

Río Sonora se encuentran en alturas de 850 hasta 1380 msnm (Miranda-Zarazúa et al., 2007; 

Bañuelos et al., 2008; Miranda-Zarazúa et al., 2011; Hayano-Kanashiro et al., 2016). 

Estudios previos han mostrado que, bajo las copas de los árboles, se produce una “isla 

de fertilidad”. Una asociación vegetal típica del desierto sonorense está representada por las 

"plantas nodrizas" (Bañuelos et al., 2008) como el mezquite (Prosopis spp.) (Bañuelos et al., 
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2008; Miranda-Zarazúa et al., 2011). Es por ello que el chiltepín, encuentran condiciones 

favorables para su desarrollo (Figura 2).  

 

Figura 2. Fotografía de mezquite asociado a la planta de chiltepín como planta nodriza. 

 

I.9 Interacción Planta-microorganismo en Suelo 

La rizosfera es la porción del suelo que está influenciada por los exudados de la raíz (Brink, 

2016) que incluyen moléculas como aminoácidos, vitaminas y azúcares, que sirven como 

nutrientes para las comunidades microbianas (Badri et al., 2009). En este ecosistema, las 

bacterias están presentes en abundancia porque utilizan los nutrientes de la rizosfera y pueden 

interactuar y estimular el crecimiento de la planta mediante mecanismos directos o indirectos. 

Las raíces de las plantas se comunican con los microorganismos de una manera compleja a 

través de la comunicación química dentro de la rizosfera, lo que lleva a la formación de 

biopelículas de microorganismos beneficiosos, así como bacterias que promueven el 

crecimiento de las plantas (Mhlongo et al., 2018). 

El crecimiento y el rendimiento de las plantas en entornos naturales dependen de una 

gran cantidad de interacciones con bacterias y hongos (Schmidt et al., 2016). Se propuso que la 

comunidad microbiana asociada con las raíces se ensamblara en dos pasos: primero, la rizosfera 

es colonizada por un subconjunto microorganismos de la comunidad del suelo totaly, segundo, 
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la rizosfera y la endosferaa son colonizados por un subconjunto de la comunidad de la rizosfera 

(Figura 3) (Bulgarelli et al., 2013; Edwards et al., 2015). ha surgido un conjunto de microbios 

recurrentes asociados a plantas (microbioma central) (Bulgarelli et al., 2013; Müller et al., 2016). 

Debemos tener en cuenta que también existen factores específicos de ciertas plantas que resultan 

en una asociación con microorganismo que no son miembros del microbioma central (Sasse et 

al., 2018). 

 

Figura 3. Interfaz raíz-suelo, interacción de las bacterias con la rizósfera y la endósfera. Imagen 

tomada de Bulgarelli et al., 2013. 

 

I.10 Ciclos Biogeoquímicos 

La importancia de estudiar la diversidad microbiana está dada por el hecho de que estas 

comunidades trabajan en simbiosis con la planta por medio de ciclos biogeoquímicos muy 

importantes, entre éstos el ciclo del nitrógeno, que es de vital importancia ya que de éste depende 

el equilibrio dinámico de composición de la biosfera. La descomposición de la materia orgánica 
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permite reciclar nutrientes no disponibles para las plantas y volverlos a hacer disponibles, siendo 

los microorganismos del suelo los principales responsables de esta tarea (Celaya-Michel et al., 

2011).  

Los flujos biológicos de carbono (C) y nitrógeno (N) son impulsados en gran medida por 

reacciones redox catalizadas por microorganismos utilizando los metabolitos secundarios de las 

bacterias (Falkowski et al., 2008). Las comunidades microbianas impactan los ciclos globales 

de C y N (Bulgarelli et al., 2013). Estos ciclos de nutrientes autoorganizados, cada vez más 

influenciados por las actividades humanas, pueden representarse como redes de procesos, 

conectando diferentes depósitos de sustancias y definiendo ciclos biogeoquímicos para diversos 

elementos químicos y moléculas. Debido a su metabolismo versátil, los microorganismos 

impulsan la mayoría de los flujos biológicos de los elementos, en particular los seis bloques de 

construcción principales de la vida, hidrógeno, carbono, nitrógeno, azufre, oxígeno y fósforo, y 

así dan forma a la biogeoquímica de nuestro planeta (Offre et al., 2013).  

 

I.10.1 Nitrógeno 

El nitrógeno se considera uno de los principales nutrientes limitantes en el crecimiento de las 

plantas. Se ha estudiado intensamente una conversión específica en el ciclo del nitrógeno: 

reducción de nitrato (desnitrificación), mediante la cual el nitrato (NO3
-) se reduce a nitrito 

(NO2
-) como una vía respiratoria alternativa. El nitrito puede convertirse además en óxido 

nitroso (N2O y NO) o en amoniaco (NH4) (Figura 4). Su función es la promoción del crecimiento 

de las plantas que está relacionada principalmente con la utilización del NH4 y NO3
-. El NO es 

una molécula de señalización potente en las plantas, que altera el crecimiento y la proliferación 

de las raíces de una manera dependiente de las auxinas (Lamattina et al., 2003; Bulgarelli et al., 

2013). 



 

 

 

 

15

 

Figura 4. Ciclo del nitrógeno, imagen tomada de Johann Dréo, 2015. 

 

I.10.2 Nitrógeno inorgánico  

La mayoría de las plantas nativas de cada región están adaptadas a su ambiente y su 

funcionamiento óptimo va de acuerdo con las concentraciones más bajas de nitrógeno 

disponible en sus suelos (Vitousek et al., 1997). La fijación biológica de nitrógeno con 

microorganismos de vida libre y simbiótica con algunas plantas representa una importante 

entrada de nitrógeno al suelo, lo cual cobra especial importancia en ecosistemas limitados por 

nitrógeno, como son las zonas áridas y semiáridas. La planta se beneficia con la asociación 

simbiótica y al morir, sus hojas o raíces aportan nitrógeno disponible tanto a microorganismos 

como a otras plantas (Celaya-Michel et al., 2011). Las principales formas biológicas de 

nitrógeno activas para las plantas son inorgánicas: amonio y nitrato (Vitousek y Matson, 1985). 

En zonas áridas y semiáridas los desdoblamientos microbianos de la materia orgánica de la 

superficie son limitadas a breves periodos de humedad (Whitford, 2002). La fragmentación y 
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mineralización en ambientes mésicos ocurre de manera simultánea, mientras que en ecosistemas 

desérticos puede estar separada temporal y espacialmente (Celaya-Michel et al., 2011). 

 

I.10.3 Mineralización de nitrógeno  

Se denomina mineralización al proceso mediante el cual el nitrógeno orgánico del suelo es 

transformado por los microorganismos del suelo a formas inorgánicas (amonio y nitrato; 

Binkley y Hart, 1989). El primer producto de la mineralización es el amoniaco (NH3) el cual 

puede adquirir un hidrógeno y formar amonio (NH4
 +), que puede ser fijado por las arcillas del 

suelo o por la materia orgánica, volatilizado como amoniaco, asimilado por plantas o 

microorganismos (Philippot et al., 2005). Después es reducido por bacterias autotróficas 

mediante el proceso de nitrificación, en donde pierde dos átomos de hidrógeno para formar 

nitrito (NO2
-) y luego nitrato (NO3

-). Parte de estas formas inorgánicas son tomadas por los 

microorganismos incorporándolas a su biomasa, llamado inmovilización de nutrientes (Celaya-

Michel et al., 2011). En zonas áridas la actividad microbiana es frecuentemente limitada por la 

humedad (Austin et al., 2004), por lo que la tasa de mineralización e inmovilización de nitrógeno 

están ligadas a los pulsos de precipitación (Fisher et al., 1987). Las sequías periódicas resultan 

en biomasa muerta de microorganismos que sirve de reservorio (Whitford, 2002) y dejan 

disponibles nutrientes para las plantas u otros microorganismos, por lo que la inmovilización 

microbiana puede reducir pérdidas de nitrógeno del ecosistema (Celaya-Michel et al., 2011). 

Como resultado de las condiciones ambientales en los desiertos, el nitrato es más 

importante como elemento presente disponible para las plantas (Schlesinger, 1997). Los 

microorganismos del suelo son de gran importancia al transformar compuestos orgánicos a 

inorgánicos disponibles para las plantas, con su actividad de descomposición y mineralización 

de nitrógeno. También cobra importancia en zonas áridas y semiáridas la heterogeneidad de 

humedad y temperatura presente bajo el dosel de árboles y arbustos en comparación con los 

espacios abiertos, que permite a los microorganismos bajo el dosel tener más actividad a lo largo 

del año (Whitford, 2002). 

La temperatura y la humedad óptimas para el crecimiento bacteriano no siempre se 

presentan al mismo tiempo en los ecosistemas áridos y semiáridos, por lo que las tasas de 
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descomposición y mineralización de la materia orgánica se llevan a cabo principalmente en 

periodos cortos de tiempo e irregulares en el año, durante los pulsos de humedad. Los 

microorganismos responden rápidamente a la disponibilidad de humedad en el suelo, aun 

cuando solo sea un evento pequeño que solo humedezca la parte superficial, esto lleva a que el 

nitrógeno disponible se acumule en la época seca cuando las plantas no pueden utilizarlo (Austin 

et al., 2004). Durante períodos de sequía, los microorganismos del suelo incorporan solutos para 

ajustarse osmóticamente a la ausencia de agua en el suelo, inmovilizando nutrientes disponibles 

en el medio (Celaya-Michel et al., 2011). Cuando los periodos de sequía son muy prolongados, 

al humedecerse se presenta un estrés fisiológico para las comunidades microbianas superficiales 

y pueden inducir la ruptura de la pared celular y muerte de biomasa microbiana. Al rehumedecer, 

se produce un choque osmótico microbiano que induce la lisis de las células con liberación de 

solutos intracelulares, estos sustratos lábiles de carbono y nitrógeno pueden ser mineralizados 

rápidamente por los microorganismos sobrevivientes (Fierer et al., 2003). 

 

I.11 Microorganismos Rizosféricos  

El suelo está repleto de formas de vida microscópicas que incluyen bacterias, hongos, 

actinomicetos, protozoos y algas. De estos microorganismos, las bacterias son las más 

abundantes (~95%). Se sabe desde hace tiempo que el suelo alberga una gran cantidad de 

bacterias (a menudo alrededor de 108 a 109 células por gramo de suelo) (Glick, 2012). 

Independientemente de la cantidad de bacterias en una muestra de suelo en particular, las 

bacterias pueden afectar a las plantas de una de tres maneras, la interacción entre las bacterias 

del suelo y las plantas puede ser (desde la perspectiva de la planta) beneficiosa, dañina o neutral 

(Lynch et al., 1990).  

La rizosfera es un entorno altamente competitivo, donde los microorganismos luchan 

constantemente por los recursos para sobrevivir (Sasse et al., 2018). El término rizosfera fue 

utilizado por primera vez por Lorentz Hiltner en 1904 (Hartmann et al., 2008) para describir la 

zona rica en nutrientes del suelo (generalmente de 1 a 3 mm alrededor de las raíces), donde los 

exudados de las raíces de las plantas facilitan la colonización por comunidades microbianas 

(Morgan et al., 2005; Sasse et al., 2018). Algunas de estas bacterias asociadas a la rizosfera, es 
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decir; las bacterias que promueven el crecimiento vegetal (BPCV), son reconocidas por su 

capacidad para promover la cantidad y el rendimiento de los cultivos vegetales (Beneduzi et al., 

2012), al producir metabolitos secundarios antimicrobianos con efecto antagonista, compitiendo 

por nichos y nutrientes realizando una colonización y estimulando la resistencia sistémica 

inducida (RSI) (Ongena et al., 2008). 

Los diferentes compartimientos de plantas proporcionan una multitud de nichos 

ecológicos diferentes para los microorganismos que los habitan. Los microorganismos se 

diversifican y se adaptan funcionalmente en el proceso de ocupación de tales nichos dentro de 

cierto hábitat en condiciones competitivas, lo que resulta en la coexistencia de poblaciones 

(Müller et al., 2016). 

 

I.12 Bacterias Promotoras del Crecimiento Vegetal (BPCV) 

Los microorganismos que promueven el crecimiento de las plantas son principalmente 

organismos provenientes del suelo y de la rizosfera que pueden colonizar las raíces de las plantas 

en cantidades significativas (105-107 UFC por gramo de raíz fresca) e influir en el crecimiento 

de las plantas de manera positiva bajo ciertas condiciones ambientales del suelo (Spaepen et al., 

2009). La mayor parte de la investigación molecular se ha centrado en las rizobacterias, también 

clasificadas como bacterias promotoras del crecimiento vegetal (BPCV) (Bulgarelli et al., 2013). 

Las BPCV pueden promover el crecimiento de las plantas directamente, ya sea 

facilitando la adquisición de recursos o modulando los niveles hormonales de las plantas, o 

indirectamente al disminuir los efectos inhibitorios de varios agentes patógenos sobre el 

crecimiento y el desarrollo de las plantas, es decir, al actuar como bacterias de biocontrol (Glick, 

1995; Glick, 2012). 

  

I.12.1 Propiedades promotoras del crecimiento vegetal 

Los mecanismos mejor estudiados para promover el crecimiento vegetal, incluyen proporcionar 

a las plantas los nutrientes que les faltan, como nitrógeno, hierro y fósforo, principalmente 

(Glick, 2012). 
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I.12.1.1 Producción de sideróforos 

El hierro es esencial para el crecimiento de todos los organismos, y la mayoría de los organismos 

dependen de este elemento como cofactor para importantes procesos bioquímicos, tales como 

la unión de oxígeno, el transporte de electrones y catálisis (Fukushima et al., 2013) que juegan 

un papel importante en la adquisición de iones férricos (Fe3 +) de minerales y compuestos 

orgánicos en la rizosfera (Fukushima et al., 2013). La unión de sideróforos con iones férricos 

libres de medio ambiente facilita la formación de complejos sideróforos-hierro que son 

transportados de regreso a las células bacterianas a través de receptores específicos (es decir, 

proteínas de unión a los sideróforos) en la membrana celular. En las bacterias gram-positivas; 

las proteínas de unión a sideróforos, las permeasas y las ATPasas están involucradas en el 

transporte de complejos sideróforo-hierro al citoplasma (Fukushima et al., 2013), donde los 

iones férricos se reducen a iones ferrosos (Fe2 +), quedando así disponible para el crecimiento 

vegetal (Saha et al., 2013). 

   

I.12.1.2 Solubilización de fósforo  

Las estrategias para mejorar la disponibilidad o absorción de fósforo (P) pueden contribuir 

significativamente al crecimiento de las plantas, porque menos del 5% del contenido de fósforo 

de los suelos está biodisponible para las plantas. Los microorganismos con capacidad para 

solubilizar el fósforo mineral son abundantes en la mayoría de los suelos (hasta el 40% de la 

población cultivable) (Bulgarelli et al., 2013). Hay dos componentes de P en el suelo; fosfatos 

orgánicos e inorgánicos. Una gran proporción está presente en formas insolubles, por lo tanto, 

no está disponible para la nutrición de las plantas. El P inorgánico ocurre en el suelo, 

principalmente en complejos minerales insolubles, algunos de los cuales aparecen después de 

la aplicación de fertilizantes químicos. Estas formas precipitadas no pueden ser absorbidas por 

las plantas. La materia orgánica, por otro lado, es un reservorio importante de P inmovilizado 

que representa del 20 al 80% del P del suelo (Richardson, 1994). Convertir fosfatos insolubles 

(tanto orgánicos como inorgánicos) es una forma accesible para las plantas, como el ortofosfato, 

es un rasgo importante para una BPCV para aumentar así el rendimiento de las plantas 

(Richardson, 1994; Rodríguez et al., 2006). 
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I.12.2 Fitohormonas del crecimiento vegetal 

Las fitohormonas, a menudo consideradas como reguladores del crecimiento de las plantas, ya 

que estimulan la densidad y la longitud de los pelos radiculares (Podile et al., 2007), se refieren 

a los compuestos derivados de las vías biosintéticas de las plantas que pueden actuar localmente 

(sitio de síntesis) o transportarse a otro sitio dentro del cuerpo de la planta para mediar las 

respuestas de crecimiento y desarrollo, condiciones ambientales y estresantes (Peleg et al., 2011; 

Fahad et al., 2014). El crecimiento y desarrollo en las plantas está regulado de manera 

coordinada por la actividad de varias fitohormonas como el ácido abscísico (ABA), las 

giberelinas (GA), etileno (ETHY), auxinas (IAA), citoquininas (CK) y brasinoesteroides (BR), 

que controlan muchos procesos fisiológicos y bioquímicos (Iqbal et al., 2014; Fahad et al., 

2014). Sin embargo, en los últimos años, nuevos compuestos como poliaminas, óxido nítrico 

(NO) y estrigolactona también se han agregado a esta lista (Gray, 2004; Fahad et al., 2014). 

  

I.12.3 Auxinas    

En general, las plantas contienen tres auxinas activas de origen natural: ácido indol acético 

(AIA), ácido 4-cloroindol-3-acético (4-Cl-AIA) y ácido fenilacético (AFA) (Enders et al., 2015; 

Simon et al., 2011). De estos, AIA es la auxina más abundante e importante (Simon y Petrasek 

2011). La auxina ácido indol-3-acético (AIA) es una fitohormona cuantitativamente importante 

producida por las BPCV, juega un papel importante en la regulación del desarrollo y el 

crecimiento de las plantas, afectando procesos tales como la división y elongación celular, 

tropismos, dominancia apical, senescencia, floración y respuesta al estrés (Mano y Nemoto 2012; 

Teale et al., 2006; Woodward y Bartel 2005; Yang et al., 2014).  Esta molécula se aisló e 

identificó hace décadas y las vías principales para la biosíntesis de AIA ya se han dilucidado 

(Figura 5) (Mashiguchi et al., 2011; Stepanova et al., 2011; Won et al., 2011). El principal 

precursor de la biosíntesis es el triptófano, pero se han descrito múltiples vías de biosíntesis en 

microorganismos asociados a plantas, incluidos los microorganismos patógenos. Las rutas de 

biosíntesis de auxina mejor caracterizadas son: indol-3-acetamida (IAM) e indol-3-piruvato 

(IPyA) (Bulgarelli et al., 2013). 
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En la primera vía IAM, la cual es asociada a microorganismos patógenos. Como se 

observa en la Figura 5, el triptófano se convierte en IAM por una monooxigenasa de triptófano; 

en un segundo paso, AIA se forma por la conversión de IAM por una hidroxilasa IAM 

(Bulgarelli et al., 2013). En la segunda vía, que se encuentra principalmente en bacterias 

beneficiosas, el triptófano se transamina a IPyA; en una segunda etapa de limitación de 

velocidad, IPyA se descarboxila mediante una descarboxilasa de IPyA o descarboxilasa de 

fenilpiruvato a indol-3-acetaldehído, que finalmente se oxida a AIA (espontáneamente o 

mediante un aldehído oxidasa/deshidrogenasa) (Bulgarelli et al., 2013). 

Hay cinco rutas de biosíntesis de auxina dependientes de triptófano propuestas en 

bacterias (Figura 5): la ruta del indol-3-acetamida (IAM), la ruta del ácido indol-3-ácido 

pirúvico (IPyA), la ruta de la triptamina (TAM), el indol-3-acetonitrilo (Vía IAN) y vía 

triptófano oxidasa de cadena lateral (TSCO); y una vía independiente de triptófano (Di et al., 

2015). 

 

Figura 5. Las vías de biosíntesis de auxina propuestas en bacterias. imagen tomada de Di et al., 

2015. Adaptación de Spaepen et al. 2007 y Patten et al., 2013 modificada por Di et al., 2015. 
Se indican las enzimas y los metabolitos intermedios involucrados en estas vías.  
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I.13 Fijación de Nitrógeno 

Se cree que el secuestro neto de carbono y nitrógeno orgánico por las raíces estimula la 

multiplicación microbiana del suelo en la vecindad de los tejidos de la raíz por qué; 1) las 

bacterias del suelo más conocidas son organótrofos, es decir, derivan la energía para el 

crecimiento de sustratos orgánicos y 2) La accesibilidad y disponibilidad de compuestos 

orgánicos son limitadas en la mayoría de los suelos (Alden et al., 2001, Demoling et al., 2007).  

La fijación biológica de nitrógeno es el proceso para reducir el dinitrógeno gaseoso a 

amoníaco mediante el complejo enzimático de nitrógenoasa (N2 + 8H + + 16 ATP → 2NH3 + 

H2 + 16ADP + 16Pi), éste proceso no está restringido a microorganismos simbióticos; la 

capacidad biológica de fijación de nitrógeno in vitro también se ha demostrado para la rizosfera 

(Bulgarelli et al., 2013). 

Las bacterias proporcionan una pequeña cantidad del nitrógeno fijado necesario para la 

planta huésped asociada con las bacterias (James et al., 1998). Los genes de nitrogenasa (nif) 

necesarios para la fijación de nitrógeno, incluyen genes estructurales implicados en la activación 

de la proteína Fe (constituda por Hierro), biosíntesis del cofactor de MoFe (hierro y molibdeno), 

donación de electrones y genes reguladores necesarios para la síntesis. En las bacterias 

diazotróficas (fijadoras de nitrógeno), los genes nif se encuentran típicamente en un grupo de 

alrededor de 20-24 kb que codifican 20 proteínas diferentes. Dado que el proceso de fijación de 

nitrógeno requiere una gran cantidad de energía en forma de ATP, lo ideal sería que esos 

recursos de carbono bacteriano se dirigieran hacia la fosforilación oxidativa, lo que resulta en 

la síntesis de ATP (Glick, 2012). 

El nitrógeno generalmente se considera como uno de los principales nutrientes limitantes 

en el crecimiento de las plantas. Las secuencias genómicas disponibles de la rizosfera revelan 

en la mayoría de los casos un metabolismo versátil de carbono y nitrógeno. Se ha estudiado 

intensamente una conversión específica en el ciclo del nitrógeno: reducción de nitrato 

disimilatorio o desnitrificación, mediante la cual el nitrato (NO3 -) se reduce a nitrito (NO2 -) 

como una vía respiratoria alternativa. El nitrito puede convertirse además en óxidos de nitrógeno 

(N2O y NO) o en amoníaco (NH4). El NO es una molécula de señalización potente en las plantas 



 

 

 

 

23

que altera el crecimiento y la proliferación de las raíces de una manera dependiente de las 

auxinas (Bulgarelli et al., 2013). 

 

I.14 Compuestos Volátiles 

El contacto directo entre microorganismos y la planta no siempre es necesario para promover el 

crecimiento. Algunos microorganismos liberan compuestos orgánicos volátiles (COV) con una 

capacidad promotora del crecimiento. El caso mejor documentado es Bacillus subtilis, que 

produce los compuestos activos 3-hidroxi-2-butanona (acetoína) y 2,3-butanodiol. Un mutante 

knockout en la ruta de biosíntesis para ambos compuestos demostró la participación directa de 

los COV en la promoción del crecimiento (Ryu et al., 2003; Bulgarelli et al., 2013). Más tarde, 

se mostró la producción de COV con actividad promotora del crecimiento para otros géneros 

bacterianos, como Bacillus amyloliquefaciens, Pseudomonas chlororaphis, Burkholderia y 

Serratia, y el espectro de compuestos se amplió hacia 1-hexanol, indol y pentadecano (Blom et 

al., 2011; Ryu et al., 2003). En B. subtilis, la producción de COV también induce resistencia 

sistémica (Ryu et al., 2004; Bulgarelli et al., 2013). 

 

I.15 Control Biológico 

El control biológico o biocontrol, es el proceso de los microorganismos que pueden suprimir 

microorganismos patógenos directa o indirectamente, lo que confiere protección a las plantas. 

El biocontrol ha sido ampliamente estudiado no solo en condiciones de laboratorio sino también 

en situaciones de campo, lo que lleva a varios productos comerciales que se usan para controlar 

una variedad de enfermedades transmitidas por el suelo, capaces de estimular el crecimiento de 

las plantas y producir diferentes tipos de metabolitos secundarios biológicamente activos que 

suprimen los microorganismos patógenos de las plantas. La mayoría de los productos se basan 

en cepas de Bacillus y Trichoderma debido a problemas de formulación, aunque los productos 

a base de Pseudomonas también se han comercializado (Beg et al., 2009; Bulgarelli et al., 2013). 
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I.16 Biosíntesis de Compuestos Antimicrobianos 

Los microorganismos pueden sintetizar una amplia gama de compuestos con actividad 

antimicrobiana. Estos compuestos pueden derivarse del metabolismo secundario o son 

moléculas proteicas (modificadas) derivadas de la síntesis ribosómica o síntesis de péptidos no 

ribosomales. La producción de compuestos antimicrobianos ha sido ampliamente estudiada en 

pseudomonas, bacilos y especies de Trichoderma, incluida la identificación de las vías de 

biosíntesis y su regulación. La mayoría de los productos comerciales de biocontrol contienen 

cepas que pertenecen a estos grupos. Los compuestos bien conocidos y caracterizados son 

fenazinas, 2,4-DAPG, piroluteorina, pirrolnitrina, tensioactivos de lipopéptidos cíclicos, 

zwittermicina A y bacteriocinas (Emmert et al., 1999; Weller et al., 2007; Berg et al., 2009; 

Boller et al., 2009; Perez et al., 2011). Como para la mayoría de los compuestos antimicrobianos, 

la biosíntesis está regulada por sistemas reguladores de dos componentes y condiciones 

ambientales (Dubuis et al., 2007; Mavrodi et al., 2006). Aunque las cepas de biocontrol no 

promueven directamente el crecimiento de las plantas, pueden influir en las BPCV que 

estimulan directamente el crecimiento de las plantas. (Combes et al., 2011). 

 

I.17 Resistencia Sistémica Inducida 

La inoculación de plantas con bacterias no patógenas puede inducir resistencia contra un amplio 

espectro de organismos patógenos en las partes subterráneas y aéreas. Esta resistencia sistémica 

inducida (RSI) depende principalmente de la señalización de jasmonato y etileno. De esta 

manera, las plantas están preparadas para reaccionar más rápida y fuertemente a un ataque de 

patógenos. La RSI se ha observado para muchos microorganismos y sus determinantes 

derivados celulares como flagelos, componentes de la envoltura celular y sideróforos (De 

Vleesschauwer et al., 2009; Zamioudis et al., 2012). Los microorganismos inductores de RSI 

bien caracterizados incluyen varias especies de Pseudomonas, Bacillus y Serratia y 

Trichoderma harzianum. La mayoría de las respuestas de las plantas se han estudiado en 

Arabidopsis thaliana, pero también se ha observado RSI en frijol, rábano, arroz, tabaco y tomate 

(De Vleesschauwer et al., 2009; Lugtenberg et al., 2009; Shoresh et al., 2010). 
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II. JUSTIFICACIÓN  

El chiltepín es un fruto de recolección de gran valor genético, biológico y comercial, 

principalmente por recolectores de la región, el cual presenta actualmente una disminución en 

la población de la planta de manera silvestre debido a una falta de criterios de conservación.  

Se sabe que la semilla de chiltepín tiene una germinación baja que reduce el 

asentamiento ecológico y cultivo de la planta, poniendo en riesgo un aprovechamiento 

sostenido, por lo que se buscan alternativas para la preservación de esta especie en sitios de 

distribución natural. 

Hasta el momento la composición de la comunidad bacteriana del suelo asociada a la 

planta de chiltepín no es conocida; siendo ésta fundamental en los procesos de los ecosistemas 

impulsando los ciclos biogeoquímicos. 

En general muchos suelos carecen de una cantidad suficiente de nutrientes para que el 

crecimiento de las plantas sea óptimo. Por lo tanto, para evitar este problema y obtener mayores 

rendimientos, los agricultores se han vuelto cada vez más dependientes de las fuentes químicas 

de nitrógeno y fósforo. Además de ser costoso, y plantea riesgos humanos y ambientales. Por 

este motivo, se está realizando un enfoque más sostenible. Se prevé que, en la agricultura, la 

horticultura, la silvicultura y las estrategias de limpieza ambiental en un futuro no muy lejano, 

las bacterias promotoras del crecimiento vegetal (BPCV) comenzarán a reemplazar el uso de 

los productos químicos en este campo. 
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III. HIPÓTESIS 

Existe un grupo en común de bacterias inherente a la rizosfera del chiltepín, dentro del cual, está 

presente un grupo de bacterias promotoras del crecimiento vegetal (BPCV) asociadas con cada 

uno de los municipios y época del año. Además, existirá otro grupo de bacterias dependientes 

al lugar y ambiente del chiltepin silvestre y cultivado. 
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IV. OBJETIVOS 

 

IV.1 Objetivo General 

Analizar las comunidades bacterianas e identificar las bacterias promotoras de crecimiento 

vegetal (BPCV) asociadas al chiltepín silvestre y cultivado (C. annuum L. var. glabriusculum) 

según su ubicación y época del año. 

 

IV.2 Objetivos Específicos 

1. Determinar las características del suelo, cultivo y aislamiento de microorganismos 

cultivables. 

2. Analizar las características metabólicas de las bacterias aisladas. 

3. Identificar BPCV mediante la extracción de ADN de cepas aisladas de interés, 

identificándolas por secuenciación del gen 16S rRNA. 
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V. METODOLOGÍA 

 

V.1 Área de Estudio  

El muestreo de suelo asociado a la planta de chiltepín se realizó en cuatro municipios del estado 

de Sonora. El muestreo de suelo asociado al chiltepín cultivado se realizó en la localidad de San 

Pedro El Saucito en el municipio de Hermosillo (N 29°12.479' W 110°54.186'). Para el caso de 

chiltepín silvestre, se muestreó suelo proveniente de tres municipios del Estado de Sonora: 

Rancho la Mora en Banámichi (N 29°58.490' W 110°06.946'), Rancho La Montosa en 

Moctezuma (N 29°34.614' W 109°57.675') y la localidad de Merésichic en Opodepe (N 

30°03.234' W 110°42.871'). Se tomaron tres puntos de referencia asociados cada uno con la 

planta de chiltepín (Figura 6). 

El muestreo se realizó durante tres diferentes épocas del año 2017: 

a-) Época seca: abril-mayo.  

b-) Época de lluvia: julio-agosto.  

c-) Época post-lluvia: septiembre-octubre.  
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Figura 6. Localización geográfica de los municipios donde se realizaron los muestreos en el 
estado de Sonora, México, 2019. Realizado en Arcmap. 

 

V.2 Zonas Muestreadas  

V.2.1 Municipio de Hermosillo; localidad de San Pedro El Saucito  

La localidad de San Pedro el Saucito está situada en el Municipio de Hermosillo ubicado al 

oeste del Estado de Sonora localizado en el paralelo 29° 05' de latitud norte y el meridiano 110° 

57' de longitud oeste de Greenwich a una altura de 282 msnm, posee una superficie de 15,720.35 

kilómetros cuadrados, que representa el 8.02 % del total estatal y el 0.76 % en relación nacional. 

Las localidades que forman parte del municipio son: San Pedro el Saucito, Miguel Alemán, 

Bahía Kino, Kino Nuevo, La Victoria y La Manga (INAFED, 2019). 
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La orografia corresponde a zonas semiplanas con una extensión aproximada de 20 % del 

territorio municipal y se localiza en todo el municipio (INAFED, 2019). 

San Pedro el Saucito tiene un total de 2,938 habitantes, con un clima muy seco 

temperaturas de 14 a 16°C en los meses de enero y febrero, con extremas de 31 a 47°C en los 

meses de julio y agosto. El régimen de lluvias en la región se presenta en los meses de junio, 

julio, agosto y septiembre con una precipitación pluvial de entre 200 a 300 mm (INAFED, 2019). 

En la localidad se localizan diferentes tipos de suelo; regosol y yermosol que se 

encuentra principalmente en la parte norte (INAFED, 2019). 

Las muestras de suelo obtenidas en este municipio son muestras asociadas al cultivo de 

chiltepín en casa sombra, con sistema de riego, y utilización de fertilizantes (Figura 7). 

 

 

Figura 7. Cultivo de chiltepín en casa sombra, localidad de San Pedro el Saucito en el municipio 
de Hermosillo, Sonora, México. 

 

V.2.2 Municipio de Moctezuma, Rancho La Montosa 

El municipio está ubicado en el centro del Estado de Sonora, su cabecera es la población de 

Moctezuma y se localiza en el paralelo 29° 47' de latitud norte y a los 109° 40' de longitud al 

oeste del meridiano de Greenwich; a una altitud de 677 msnm. Cuenta con un clima seco, 

semicálido con una temperatura media máxima anuales de 29°C en los meses de junio y julio y 

una temperatura mínima anual de alrededor de 12°C en los meses de diciembre y enero, la 
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temperatura media anual es de 12.2°C. La precipitación promedio anual ronda en los 491.4 mm 

(INAFED, 2019). 

Posee una superficie de 1,867.3 km2 que representan el 0.95% del total estatal y el 0.09% 

del nacional. Está situado este municipio entre dos macizos montañosos que dependen de la 

Sierra Madre Occidental y que corren de norte a sur, dejando un valle de corta extensión. Entre 

las sierras destacan: la de La Cieneguita, en el oeste de la localidad y al este de la sierra de 

Huásabas (INAFED, 2019). 

El municipio se encuentra en la cuenca del Río Moctezuma que nace al norte de mineral 

de Nacozari, corre de norte a sur en todo su trayecto, teniendo múltiples afluentes con escasas 

cantidades de agua (INAFED, 2019). 

En el municipio se localizan diferentes tipos de suelo: a-) cambisol: se localiza al norte, 

sur y suroeste del municipio; son suelos jóvenes, poco desarrollados, tienen cualquier tipo de 

vegetación, la cual se encuentra condicionada por el clima y no por el tipo de suelo. Su 

susceptibilidad a la erosión es moderadamente alta (INAFED, 2019). 

Las muestras de suelo obtenidas en éste municipio fueron asociadas a las plantas de 

chiltepín con mayor tamaño del fruto y cantidad del mismo (Figura 8). 

 

 

Figura 8. Municipio de Moctezuma, Rancho La Montosa. 
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V.2.3 Municipio de Banámichi, Rancho La Mora 

El municipio está ubicado en el norte del estado de Sonora, su cabecera es la población de 

Banámichi y se localiza en el paralelo 30° 01' de latitud norte y a los 110° 13' de longitud al 

oeste del meridiano de Greenwich (INAFED, 2019). 

El municipio de Banámichi, se encuentra ubicado en el margen izquierdo del Río de 

Sonora, en la parte centro noreste del Estado, a 165 km. de la capital, presentando una altura de 

550 msnm. Colinda al norte con el municipio de Arizpe, al sur con Huépac, al este con Cumpas, 

al suroeste con San Felipe de Jesús y al oeste con el municipio de Opodepe (INAFED, 2019). 

Posee una superficie de 807.70 km2, que representan el 0.42% del total estatal y el 0.03% 

del nacional. Las localidades más importantes son: Las Delicias y La Mora (INAFED, 2019). 

Su extensión territorial es de 773.6 km2 que representa el 0.42 % del total del Estado y 

el 1.6 % de la superficie total nacional (INAFED, 2019). 

Entre los recursos hidrológicos con que cuenta el municipio para el desarrollo de sus 

actividades destaca el río Sonora, además existen algunos arroyos con caudal solamente en 

épocas de lluvias: La Cañada de la Mora, el Oro, Guitonchi, La Cruz, Onofre, Los Vallecitos, 

El Salmón, Los Tatos, localizados al oeste del río Sonora; El Chinal, Las Delicias, Opodepe, 

entre otros, localizados al oeste del río Sonora (INAFED, 2019). 

El municipio de Banámichi cuenta con un clima seco semicálido, con una temperatura 

media máxima mensual de 29.3° C en los meses de julio a septiembre y media mínima mensual 

de 13.3° C de diciembre a febrero. La temperatura media anual de 21.4° C. El período de lluvias 

se presenta en verano en los meses de julio y agosto contándose con una precipitación media 

anual de 424 mm; hay heladas frecuentes de noviembre a marzo por su proximidad a la sierra 

del río Sonora (Figura 9) (INAFED, 2019). 

En el municipio se localizan diferentes tipos de suelo: a-) cambisol: se localiza en una 

reducida porción de la zona noreste y presenta fase física gravosa; son suelos jóvenes, poco 

desarrollados, pueden tener cualquier tipo de vegetación, la cual se encuentra condicionada por 

el clima y no por el tipo de suelo; es de moderada a alta su susceptibilidad a la erosión; b-) 

feozem: se localiza al sur en un área reducida, tiene una capa superficial obscura, suave y rica 

en materia orgánica y nutrientes, en condiciones naturales tiene cualquier tipo de vegetación; su 
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susceptibilidad a la erosión depende del tipo de terrenos: Litosol: se localiza al noreste y presenta 

diversos tipos de vegetación que se encuentran en mayor o menor proporción en laderas, 

barrancas, lomeríos y algunos terrenos planos; su susceptibilidad a la erosión depende de la 

pendiente del terreno (INAFED, 2019). 

 

Figura 9. Municipio de Banámichi, Rancho La Mora. 

 

V.2.4 Municipio de Opodepe, localidad Merésichic 

El municipio está ubicado en el norte del Estado de Sonora, su cabecera es la población de 

Opodepe y se localiza en el paralelo 29° 55' de latitud norte y a los 110° 37' de longitud al oeste 

del meridiano de Greenwich; La localidad se encuentra a una altura de 700 msnm. Posee una 

superficie de 2,237.1 km2, que representan el 1.51 % del total estatal y el 0.14 % nacional 

(INAFED, 2019). 

El territorio del municipio es generalmente plano, correspondiendo a la zona de llanuras 

y en los límites con San Felipe de Jesús y Banámichi se encuentran las sierras Los Hornitos, Del 

Carrizo, Loreto y Minucutachi (INAFED, 2019). 

El río San Miguel penetra en la jurisdicción municipal, procedente del Cucurpe, pasa por 

Rayón y San Miguel de Horcasitas; une al río Sonora en el municipio de Hermosillo y cuenta 

con 30 arroyos de caudal solamente en época de lluvias (INAFED, 2019). 
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El municipio de Opodepe cuenta con un clima seco semicálido, con una temperatura 

media máxima mensual de 29° C en los meses de junio y julio y una temperatura media mínima 

mensual de 13.3° C. La época de lluvias se presenta en verano en los meses de julio y agosto, 

con una precipitación media anual de 424 mm. Ocasionalmente heladas en los meses de 

noviembre y marzo (INAFED, 2019).  

En el municipio se localizan diferentes tipos de suelo: a-) litosol: se localiza al noroeste 

del municipio, presenta muy diversos tipos de vegetación que se encuentra en mayor o menor 

proporción e ladera, barrancas, lomeríos y algunos terrenos planos. La susceptibilidad a la 

erosión depende de la pendiente del terreno; b-) regosol: se localiza al centro, desplazándose al 

este del municipio, presentando fase física lítica, gravosa y pedregosa; su fertilidad es variable 

y el uso es agrícola está condicionado a su profundidad. Su susceptibilidad a la erosión es muy 

variable y depende de la pendiente del terreno; c-) xerosol: se localiza al oeste del municipio 

desplazándose de norte a sur, presenta fase química salina; tiene una capa superficial de color 

claro y muy pobre en humus, su utilización agrícola está restringida a zonas de riego con muy 

altos rendimientos debido a su alta fertilidad. Su susceptibilidad a la erosión es baja; d-) 

yermosol: se localiza al centro desplazándose al oeste del municipio, presentando fase química 

sódica. Tiene una capa superficial color claro y muy pobre en materia orgánica, su vegetación 

natural es de pastizales y matorrales; su utilización agrícola está restringida a zonas de riego con 

muy altos rendimientos en cultivos como: algodón y granos, su susceptibilidad a la erosión es 

baja (INAFED, 2019). 

En cada zona de muestreo se asocio a diferentes plantas de chiltepín, en este municipio 

en especifico se cuenta con diferentes tipos de colores en los frutos, Zona A chiltepín con frutos 

de color café, zona B color Rojo y zona C color Amarillo (Figura 10). 
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Figura 10. Municipio de Opodepe, localidad Merésichic. 

 

V.3 Metodología de Muestreo 

En cada municipio se tomaron muestras en 3 zonas (A, B y C), excepto el municipio de Opodepe 

el cual cuenta con una zona extra “D”, formando un zigzag en el área, excavando 20 cm de 

profundidad en cada planta de chiltepín (Figura 11). 

Cada zona estuvo compuesta por tres submuestras que representaron suelo de diferentes 

plantas de chiltepín, separadas 10 m entre cada una; las submuestras de cada zona fueron 

homogenizadas en una única muestra, tamizadas a través de una malla de 2 mm para su 

homogenización, rotura de los agregados, retiro de las raíces y residuos vegetales. Parte de las 

muestras de suelo se almacenaron a -80° C para estudios moleculares y otra parte se utilizó para 

los diferentes análisis físicos-químico de suelo presentados a continuación. 
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Figura 11. Diagrama de toma de muestras de suelo en cada municipio de interés. La lista de las 
coordenadas por municipio y por zona se muestran en el Anexo Tabla A1. 

 

V.4 Análisis Físico-químico del Suelo  

V.4.1 Medición de pH del suelo 

Se pesaron 15 gr de suelo del pool de cada municipio y época del año muestreado, al cual se 

agregó 60 ml de agua destilada y se agitó. Se colocó en el potenciómetro (HANNA® 

instruments, Medidor de pH Modelo HI2211-01) previamente calibrado y se tomó la medición 

siguiendo la metodología descrita por la ISO 10390:2005. 

 

V.5 Humedad 

V.5.1 Método gravimétrico  

Se utilizaron taras de aluminio, realizando 6 repeticiones por zona. Primero se pesó las taras con 

10 g de suelo, se dejó secar por 24 horas en un horno de secado a 110°C y se volvieron a pesar 

las taras. 

Se siguió la siguiente fórmula: 

% Humedad = ((tara + suelo húmedo) - (tara + suelo seco)) / ((tara + suelo húmedo) - peso de 

tara)) X 100 

Esta técnica se realizó por cada muestra por triplicado, obteniendo un promedio de cada 

zona, para cada municipio. 

Zonas 

Municipio  

A 

B 
C 

 

Suelo  20 cm aprox. 

de 

profundi

dad  
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V.6 Reserva de Nitrógeno Inorgánico en Suelo 

Los microorganismos están involucrados en el ciclo de nitrógeno en suelos, ya que ellos forman 

parte de la fijación, nitrificación, desnitrificación y mineralización de nitrógeno, nos pueden 

mostrar el suministro de nitrógeno disponible para la microflora y las plantas, éste refleja un 

aspecto del estatus microbiológico del suelo.  

La cuantificación de la reserva de nitrógeno inorgánico se realizó en la Universidad 

Nacional Autónoma de México, Facultad de Estudios Superiores Iztacala, Unidad de Biología, 

Tecnología y Prototipos, laboratorio de ecología microbiana, utilizando el protocolo Keeney y 

Nelson (1982). 

El material se limpió exhaustivamente para evitar cualquier impureza que pueda 

interferir con las determinaciones. Se utilizó jabón neutro, ácido sulfúrico (H2SO4), agua y agua 

destilada. 

El primer lavado del material se realizó con agua y jabón; ya con el material limpio sin 

jabón, se sumergió en ácido sulfúrico 1:10 por 30 minutos (H2SO4 10 ml + H2O destilada 900 

ml). El segundo lavado se realizó con agua destilada dejándose secar a temperatura ambiente. 

Para ello se mezclaron 10 gramos de muestra de suelo con 60 ml de cloruro de potasio 

(KCl) 1M, se dejó en agitación a 250 rpm por 60 min. Después se sedimentó la muestra y se 

tomó el sobrenadante, realizando un filtrado del líquido con papel filtro. Se almacenó y congeló 

a -20°C para el análisis mediante espectrofotometría.  

 

V.6.1 Determinación de amonio  

Se realizó en análisis colorimétrico de NH4-N (Amonio como nitrógeno) siguiendo el protocolo 

de Keeney y Nelson (1982). 

El amonio reacciona con salicilato e hipoclorito en una solución alcalina tamponada en 

presencia de nitroprusiato de sodio Na2[Fe(CN)5NO] para formar el análogo de ácido salicílico 

C7H6O3 del azul de indofenol. Los análisis colorimétricos se realizaron utilizando un 

espectrofotómetro (LAMBDA 850+ UV/Vis Perkin Elmer, EU). Las lecturas se realizaron a 

660 nm. 
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Los materiales utilizados fueron: cubeta 1 cm3, dos matraces volumétricos de 1000 ml, 

siete matraces volumétricos de 100 ml, tubos de ensayo 13x100 mm, dos pipetas graduadas de 

5 ml y una micropipeta 1000 µl. 

Se utilizó los siguientes reactivos: Ácido salicílico C7H6O3, Citrato de sodio Na3C6H5O7, 

Tartrato de sodio C4H4Na2O6, Hidróxido de sodio (NaOH), Hipoclorito de sodio (NaClO), 

Nitroprusiato de sodio Na2[Fe(CN)5NO] y Sulfato de amonio (NH4)2SO4. 

Para la preparación del agente de color, se disolvió en un matraz volumétrico 

de 1000 ml 34 g de ácido salicílico, 25 g de citrato de sodio y 25 g de Tartrato de sodio 

en 750 ml de agua destilada, se agregó 0.12 g nitroprusiato de sodio, se disolvió y aforó 

a 1000ml. 

En la preparación de la solución alcalina de hipoclorito se disolvió 30 g de 

hidróxido de sodio (NaOH) en 750 ml de agua destilada. Se agregó 10 ml de hipoclorito 

de sodio (NaClO) (>5% disponible de cloruro) y se aforó a 1000 ml.  

Para la cuantificación se elaboraron curvas de calibración de amonio NH4-N. 

Se preparó una solución madre disolviendo 0.4719 g de sulfato de amonio en 100 ml 

de agua destilada en un matraz volumétrico de 100 ml se mezcló y aforó. Se pipeteó 0, 

0.5, 1, 1.5, 2.0, y 2.5 ± 0.001 ml de la solución madre en matraces volumétricos de 100 

ml obteniendo estándares de trabajo de 0, 5, 10, 15, 20 y 25 mg NH4-N-1. 

Se transfirió una alícuota de 0.1 ml de muestra/solución estándar a un tubo de 

ensayo, se agregó 5.0 ml del agente de color se mezcló bien y se dejó reposar 15 min. 

Se agregó 5.0 ml de Solución alcalina de hipoclorito y se mezcló bien. Se dejó reposar 

1 h y se leyó la absorbancia a 660 nm. El calculó se realizó utilizando las absorbancias 

obtenidas de las muestras, trazando una curva de calibración a partir de la lectura de 

absorbancia frente a las concentraciones estándar, la muestra determinada y la 

concentración del blanco. Se calculó la concentración de muestra corregida (C) por la 

diferencia de muestra menos la concentración del blanco. 

El peso de muestra hace referencia al peso medido en la extracción en este caso 

10 gr. 

 

NH4-N
-1

(mg Kg1) = C/peso de muestra 
 



 

 

 

 

39

V.6.2 Determinación de nitrito  

Se realizó en análisis colorimétrico de NO2-N (nitrito como nitrógeno) siguiendo el protocolo 

de Keeney y Nelson (1982). 

El nitrito en el suelo forma sal de diazonio con sulfanilamida, una amina aromática 

primaria en solución ácida. La absorbancia se midió a 540 nm después del acoplamiento con N-

(1-naftil)-etilendiamina. 

Los materiales utilizados: espectrofotómetro cubeta 1cm3, dos matraces volumétricos de 

1000 ml, cuatro matraces volumétricos de 100 ml, dos pipetas graduadas de 5 ml, dos 

micropipetas 20-100 µl y 100-1000 µl, seis matraces volumétricos de 50 ml, dos pipetas 

graduadas de 5 ml y 10 ml, matraces volumétricos de 25 ml. 

Se utilizó los siguientes reactivos: Ácido clorhídrico HCl al 37%, Sulfanilamida 

H2NSO2NH2, [N-(1-Naftil) Etilendiamina], diclorhidrato C₁₂H₁₆Cl₂N₂, Nitrito de sodio NaNO2 

Preparación de ácido clorhídrico HCl 2.4 M; se agregó 19.93 ml de HCl al 37% y se 

aforó matraz volumétrico a 100 ml.  

Preparación de HCl 0.12 M se agregó 0.995 ml de HCl al 37% y se aforó en matraz 

volumétrico de 100 ml.  

Preparación de solución de sulfanilamida (reactivo de diazotación) se agregó 0.5 g de 

sulfanilamida, se diluyó en 100 ml de HCl 2.4 M y se guardó a 4°C.  

Preparación de reactivo de acoplamiento, solución de [N-(1-Naftil) Etilendiamina] 

diclorhidrato; se realizó agregando 0.3 g de [N-(1-Naftil) Etilendiamina] diclorhidrato en 100 

ml de HCl 0.12M y se guardó a 4°C.  

Para la cuantificación se elaboraron curvas de calibración de nitrito NO2-N utilizando la 

solución estándar de nitrito (1000 mg NO3-N I-1), se disolvió 4.925 g de nitrito de sodio (NaNO₂) 

en 600 ml de agua destilada en matraz volumétrico de 1000 ml se mezcló y aforó. 

Preparación de solución estándar intermedia de nitrito, se utilizó 10 mg de NO3-N I -1 

en 10 ml de la solución estándar con 1000 ml de agua destilada y se mezclo bien, se pipeteó 0, 

50, 100, 200, 400 y 600 µl en matraces volumétricos de 50 ml y se aforó con agua destilada y 

se leyó absorbancia a 540 nm.   
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Se transfirió 1 ml de la muestra con 20 ml de agua destilada en un matraz volumétrico 

de 25 ml se agregó 500 µl de solución de sulfanilamida (reactivo de diazotación) y se mezcló 

bien, se dejó durante 5 min, después se agregó 500 µl del reactivo de acoplamiento, se mezcló 

bien y se dejó durante 20 min para permitir que el color se desarrolle y se leyó absorbancia a 

540 nm. Se trazó la curva de calibración de las absorbancias estándar frente a las 

concentraciones; se leyó la concentración de muestra de la gráfica y se calculó la ecuación de 

regresión de primer orden. la concentración de nitrito en el suelo viene dada por la ecuación. 

   

Ca: concentración corregida   

Ve: volumen total del extracto de suelo 

W: peso seco de la muestra de interés 

Fe: factor de dilución el cual es de 25  

  

V.6.3 Determinación de nitrato  

Se realizó en análisis colorimétrico de NO3-N (Nitrato como nitrógeno) siguiendo el protocolo 

de Keeney y Nelson (1982). 

Se utilizó los siguientes reactivos: Hidróxido de sodio (NaOH), Ácido salicílico C7H6O3, 

Ácido sulfúrico H2SO4 concentrado (95-97%), Nitrato de potasio KNO3 

Preparación de Hidróxido de sodio 4M (NaOH): se disolvió 160 g de NAOH en 600 ml 

de agua destilada en matraz volumétrico de 1000 ml, se mezcló bien y se aforó a volumen. 

Preparación de Ácido salicílico 5%: se disolvió 12.5 g de ácido salicílico en 237.5 ml de 

ácido sulfúrico concentrado (95-97%). 

Para la cuantificación se elaboraron curvas de calibración de Nitrato NO3-N 

Preparación de la solución estándar 1000 mg de NO3-N I-1, se disolvió 0.7233 g de nitrato 

de potasio en agua destilada en matraz volumétrico de 100 ml, se pipeteo 100, 200, 400, 600, 

800 y 1000 µl de la solución estándar en matraces volumétricos de 100 ml y se aforó, para 

obtener 0, 2, 4, 6, 8 y 10 mg NO3-N I-1 de esta solución.  

NO2-N (mg Kg - 1) = Ca * Fe * Ve / W 
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 Se agregó 500 µl de cada muestra/estándar en un tubo de ensayo 13x100 mm para 

después adicionar 1 ml de la solución de ácido salicílico 5%, se mezcló bien inmediatamente y 

se dejó reposar 30 min, ya pasado el tiempo se le agregó 10 ml de hidróxido de sodio 4M y se 

dejó reposar 1 h, permitiendo el desarrollo de color. 

 Se leyó absorbancia a 410 nm. 

Se trazó la curva de calibración de las absorbancias estándar frente a las concentraciones; se 

determinó la concentración de muestras y blancos. Después de la corrección de la media de los 

blancos, la concentración de Nitrato en el suelo viene dada por la ecuación. 

 

C: la concentración corregida  

V: volumen final de muestra  

W: Peso seco  

  

V.7 Determinación de Microorganismos Cultivables  

Se utilizó la técnica de cultivo de diluciones seriadas con tres réplicas, a diferentes 

concentraciones para realizar las lecturas de cada unidad formadora de colonias (UFC) a 

diferentes tiempos. 

Por cada medio de cultivo se realizaron diluciones a 10-1, 10-2 y 10-3, realizándose 

lecturas cada 24h, 48h y 72h en el laboratorio de Microbiología del Departamento de 

Investigaciones Científicas y Tecnológicas de la Universidad de Sonora.  

Se utilizó el medio de cultivo Agar nutritivo: utilizado para todo tipo de bacterias, 

suplementado con Terbinafina a una concentración de 13.99 mg/ml, que es un antimicótico de 

amplio espectro.  

 

V.7.1 Asilamiento 

Se realizó el aislamiento de colonias mediante resiembra, se tomaron cajas Petri con las UFC 

seleccionadas y se identificaron las cepas con características macroscópicamente diferentes y 

NO3 -N (mg Kg -1) = C * V / W 
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mayormente abundantes para cada sitio, este proceso se realizó para bacterias de todas las zonas 

y los cuatro municipios del estado de Sonora en cada época del año. 

La resiembra de las especies microbianas aisladas se colectó y almacenó en crioviales a 

-80°C, los cuales contienían Glicerol al 50% y agar nutritivo. 

 

V.7.2 Selección de cepas bacterianas de interés 

Se realizó la descripción de la morfología celular bacteriana mediante la tinción de Gram; 

además de la descripción de la morfología y la pigmentación de las colonias de cada cultivo 

puro sembrado en placas Petri con medio sólido mediante la observación macroscópica. 

 

V.8 Evaluación in vitro de Propiedades Promotoras del Crecimiento Vegetal de 

Aislamientos Provenientes del Suelo 

La caracterización metabólica de las bacterias aisladas se realizó en la Instituto Tecnológico de 

Sonora (ITSON), laboratorio de Biotecnología del Recurso Microbiano, utilizando varios 

protocolos. 

 

V.8.1 Determinación de la capacidad de solubilización de fosfato inorgánico 

Método de Pikovskaya, 1948. modificado por Onyia et al., 2013. 

Composición del medio Pikovskaya, suplementado con azul de bromofenol.  

Se utilizó los siguientes reactivos: Sulfato de amonio ((NH4)2SO4,, Cloruro de sodio 

(NaCl), Sulfato de magnesio hidratado (MgSO4.7H2O), Cloruro de potasio (KCl), Sulfato de 

manganeso hidratado (MnSO4.H2O), Sulfato de hierro hidratado (FeSO4.7H2O), Fosfato de 

calcio (Ca3(PO4)2), Azul de bromofenol, Etanol, Glucosa, Extracto de levaduras y Agar. 
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Sales Pikovskaya 

Tabla 4. Preparación de Sales Pikovskaya 10x: 500 ml 

Reactivos: Cantidad: 

(NH4)2SO4 2.5 g 

NaCl 1 g 

MgSO4.7H2O 0.5 g 

KCl 0.5 g 

MnSO4.H2O 0.01 g 

FeSO4.7H2O 0.01 g 

 

Azul de bromofenol 

Tabla 5. Preparación de azul de bromofenol 100x 

Reactivo: Cantidad: 

Azul de bromofenol 0.250 g 

Etanol al 20% Aforar a 100 ml 

 

 Se colocaron 350 ml de agua destilada a un matraz de 1 L, se agregó 50 ml de Reactivo 

sales de Pikovskaya 10x (Tabla 4), en agitación, se agregó: 5 g de Glucosa, 2.5 g de (Ca3(PO4)2) 

y 0.25 g de extracto de levadura, se midió el pH y se ajustó a 7.0, se agregó 7.5 g de agar, se 

calentó en agitación hasta que el medio estuvo completamente disuelto, se agregó 5 ml de 

solución “Azul de bromofenol 100x” (Tabla 5) y se homogeniza, posteriormente se aforó a 500 

ml, se esterilizó 15 min a 121 °C y 15 lb de presión, se vació en cajas petri y se dejó solidificar, 

se inoculó el medio y se dejó se incubar a 37° C durante 7 días (Nautiyal, 1999). Se determinó 

la eficiencia de solubilización (ES), relacionado las medidas de los diámetros de el halo (DH) y 

la colonia (DC), siguiendo la siguiente formula. 

ES= (DH-DC/ DC) *100 
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V.8.2 Determinación de producción de sideróforos  

Método de Alexander et al., 1991. 

Preparación de medio cromo azurol S (CAS) para identificación de bacterias productoras de 

sideróforos. 

Preparación de solucion 1, 2 y 3 se encuentra en Anexos. 

Preparación de solución 4. 

Se utilizó el siguiente reactivo: ácido casamino; es una mezcla de aminoácidos y algunos 

péptidos muy pequeños obtenidos de la hidrólisis ácida de la caseína (Mueller et al., 1941).  

Se disolvió 3 g de “solución #4” en 30 ml de agua destilada. 

Preparación de medio CAS: En campana de flujo laminar previamente esterilizada con alcohol 

y 15 minutos de luz U.V. Se prosiguió a la preparación del medio; se agregó 70 ml de la solución 

#3 a 800 ml de la solución #2, posteriormente, se agregó 30 ml de la solución #4, se esterilizó 

por filtración utilizando un acrodisco (Filtro de jeringa de 13 mm) y una jeringa estéril. Por 

último, se agregó 100 ml de la solución #1, mezclando cuidadosamente para evitar la formación 

de burbujas, se vació en cajas petri, se dejó solidificar y las placas se incubaron a 37 °C durante 

7 días. 

La determinación cualitativa de la solubilización de fosfatos se llevó a cabo por siembra 

directa en el medio de cultivo al cual se le añadió azul de bromofenol como indicador de pH, lo 

cual permite observar la producción de ácido por un cambio de coloración de azul a amarillo. 

Con los datos de los tamaños del diámetro del halo (DH) y de la colonia (DC) se 

determinó la eficiencia de producción (EP), siguiendo la siguiente formula. 

EP= (DH-DC/ DC) *100 
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V.8.3 Determinación de la capacidad de producir ácido indol acético (AIA) 

Siguiendo el protocolo modificado: De los Santos-Villalobos et al., 2013.  

Cada aislado seleccionado (1x105 UFC) fue inoculado en Caldo Nutritivo suplementado con 

100 ppm de L-triptófano, se dejaron en agitación a 180 rpm durante 5 días a 28ºC. Pasado los 5 

días se tomó 1 ml de cada cultivo, se centrifugó a 13000 rpm durante 10 min. 

La cuantificación de índoles se realizó mediante el método colorimétrico utilizando el 

reactivo de Salkowski (600 ml de ácido sulfúrico (H2SO4) 18 M, 4.5 g de cloruro férrico (FeCl3) 

y se aforó a 1L de agua destilada), en relación 2:1 se vertió 100 µl del sobrenadante de la muestra 

centrifugada + 200 µl del reactivo Salkowski, utilizando microplaca de 96 pozos. Las muestras 

(el sobrenadante) ya adicionadas con el reactivo de Salkoswki se colocaron a temperatura 

ambiente y oscuridad durante 30 min, después se procedió a la lectura de las absorbancias a 530 

nm en un lector de absorbancias para microplaca (Varioskan™ LUX Multimode Microplate 

Reader, Thermo Scientific™). Se elabora una curva patrón en concentraciones de 2, 4, 6, 8, 10, 

15, 20, 30, 40, 50, 60, 70, 80, 90, 100, 125, y 150 ppm de ácido indol-3-acético dependiendo de 

la concentración inicial (se disolvió mg de ácido indol-3-acético en ml de agua destilada, agregar 

gotas de etanol absoluto para disolver mezcla, se dejó en placa con agitación por 1 h y por último 

se filtró con acrodisco para jeringa. Se realizaron 3 réplicas para cada cepa. Gráfica de curva 

patrón de de ácido indol-3-acético; Anexo Figura A1. 

 

V.9 Extracción de ADN de Bacterias Aisladas   

El procedimiento realizado fue el modificado a partir de Bergallo et al., 2006. 

1. En 600 μl de buffer de lisis se añadió 500 mg de la muestra y se centrifugó a 12000 rpm 

durante 5 min. 

2. Se separó el sobrenadante en un tubo eppendorff y se añadió 2 μl de RNasa A y se dejó 

reposar en hielo por 15 min. 

3. Se añadieron 600 μl de Fenol-Cloroformo-Alcohol Isoamílico (PCI) y se centrifugó a 12000 

rpm por 20 min.  

4. El sobrenadante se separó y se le añadió 600 μl de isopropanol frío.  
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5. Se dejó reposar en hielo por 10 min y después se centrifugó a 12000 rpm durante 10 min.  

6. Se elimino el sobrenadante por decantación y se añadió 600 μl de etanol al 70%. 

7. Se centrifugó a 7500 rpm por 5 min.  

8. Se eliminó el etanol y se dejaron secar los pellets por 10 a 15 min y se resuspendió en agua 

libre de nucleasas.  

 

V.9.1 Cuantificación e integridad del ADN bacteriano 

El ADN total obtenido de los diferentes tratamientos fue cuantificado mediante 

espectrofotómetro NanoDrop 1000 (Thermo Scientific) utilizando 1 μL de muestra. Para el 

análisis se consideraron las muestras en las que se obtuvo una relación de absorbancia 260/280 

nm y 260/230 en el rango >1.8-2.  

La integridad del ADN total se analizó por medio de electroforesis en gel de agarosa al 

1 % utilizando 1 μL de GelRedTM (Biotium) como buffer de carga. Las condiciones de 

electroforesis fueron 95 volts por 1:30 hrs. La visualización del gel de agarosa se realizó en el 

fotodocumentador Bio-Imaging System MiniBis pro (Bio America Inc). 

 

V.9.2 Amplificación mediante reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 

Amplificación de ADN ribosómico 16S para estudio filogenético utilizando los primers 

universales sugeridos por Weisburg et al., 1991 (Tabla 6). 

 

Tabla 6. Oligos del gen 16S rRNA utilizados como cebadores para la amplificación por PCR a 
una amplia gama de bacterias. pb = Pares de bases. Ta = Temperatura de alineación.  

Nombre Secuencia de Primer (5'-3') Ta 
(°C) 

Longitud de 
fragmento 

(pb) 
FD1 CCGAATTCGTCGACAACAGAGTTTGATCCTGGCTCAG 57 1500 
RD1 CCCGGGATCCAAGCTTAAGGAGGTGATCCAGCC 57 1500 

 



 

 

 

 

47

V.9.3 Determinación de los parámetros de PCR 

La temperatura de alineamiento y los ciclos se definieron llevando a cabo un gradiente de PCR 

utilizando el programa “PCR Gradient” en un termociclador SimpliAmp™ (Applied 

Biosystems™ A24811). 

Para definir la temperatura de alineamiento se consideró un rango entre 50°C y 61°C y 

para determinar la cantidad de ciclos apropiada, para el gen se tomó́ un rango entre 25 y 35 

ciclos, hasta que la amplificación de los productos de PCR, fuera visible en el gel de agarosa al 

1% (Tabla 7).  

Tabla 7. Estandarización del programa para la reacción en 
cadena de la polimerasa (PCR). 

Programa PCR  

    

 

25x ciclos 

Desnaturalización 95 °C 5 min 

 95 °C 30 s 

Alineación 57 °C 40 s 

Elongación 72 °C 2 min 

Elongación final 72 °C 5 min 

  4 °C  ∞ 

 

V.9.4 Condiciones de reacción de PCR 

Dichas condiciones se utilizaron para la mayoría de los aislados de cepas bacterianas del 

presente estudio (Tabla 8); sin embargo, para dos aislados (1SP1A y 4OP2B) se utilizó el 

método de Touchdown PCR (Tabla 9). 

El touchdown consiste en emplear temperaturas de alineación sucesivamente más bajas, 

comenzando por una temperatura de alineación alta establecida, la cual, va disminuyendo 

permisivamente en el transcurso de 10 ciclos, el método de Touchdown PCR consiste en dos 

fases, la primera es el touchdown y la segunda son ciclos estándar de PCR (Tabla 9) (Korbie et 

al., 2008). 
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Tabla 8. Cantidades utilizadas para la preparación de la reacción de PCR. Cada reacción se 
llevó acabo con un volumen total de 50 μl. dH2O= Agua destilada libre de nucleasas. 

Preparación PCR 
 Concentración  

inicial 
Concentración  

final 
Volumen final por 50µl 

de reacción 

GoTaq® Colorless 
Master Mix 

2X 1X 25µl 

ADN molde N.A <250ng 1–5µl 

Forward primer 10µM 0.1–1.0µM 4 µ 

Reverse primer 10µM 0.1–1.0µM 4 µl 

dH2O llevar a N.A N.A 50 µl 

 

Tabla 9. Programa utilizado de Touchdown PCR para dos cepas 
aisladas en el presente estudio. 

Fase 1- Touchdown Pasos Temperatura Tiempo 

 Desnaturalización 95°C 5min 

 Desnaturalización 94 C 30 eg 

 Alineación 
67-57 C(Tm-

1 C) 
30seg 

 Elongación 72 C 30seg 

10xciclos 

Fase 2 Desnaturalización 94 C 30seg 

 Alineación 57 C 40seg 

 Elongación 72 C 2min 

25xciclos 

Terminación Elongación final 72 C 5min 

 Paro de reacción 4 C ∞ 
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V.10 Preparación de las Muestras para el Envío a Secuenciación Tipo Sanger del Gen 

16SrRNA 

Los productos de PCR se prepararon para su purificación utilizando el kit comercial QIAquick 

Gel Extraction Kit (QIAGEN TM). Se utilizó un volumen de 100 µl del producto de 

amplificación, se corrió una electroforesis en gel de agarosa al 1 % utilizando como 1 μL de 

GelRedTM (Biotium) como tinción. Las condiciones de electroforesis fueron 95 volts por 1:30 

hrs.  

1. Se extrajo el fragmento de ADN del gel de agarosa con un bisturí limpio y afilado. 

2. Se pesó el fragmento del gel en un microtubo eppendorf de 2 ml. Seguido de 3 volúmenes de 

Tampón QG a 1 volumen de gel (100 mg de gel ~ 100 μl). La cantidad máxima de gel por 

columna de centrifugado es de 400 mg. Para >2% de geles de agarosa, agregue 6 volúmenes de 

QG Buffer. 

3. Se incubó a 50 °C durante 10 minutos (o hasta que el gel se disolviera por completo). Se 

aplicó vortex al tubo cada 2-3 min para ayudar a disolver el gel. Después de que el gel se disolvió 

por completo, se verificó que el color de la mezcla fuera amarillo (similar al Tampón QG sin 

disolver la agarosa). Si el color de la mezcla fue naranja o violeta, se agregó 10 μl de acetato de 

sodio 3 M, pH 5.0 y mezcló. La mezcla se volvió amarilla. 

4. Después se agregó 1 volumen de gel de isopropanol a la muestra y se mezcló. 

5. Se colocó una columna de centrifugación QIAquick en un tubo de recolección de 2 ml o en 

un colector de vacío. Para unir el ADN, se agregó la muestra a la columna QIAquick y se 

centrifugó a 1 min. Se desechó el flujo y se colocó la columna QIAquick nuevamente en el 

mismo tubo. Para volúmenes de muestra >800 μl, se cargó y centrifugó nuevamente. 

6. Para lavar, se agregó 750 μl de tampón PE a la columna QIAquick y se centrifugó durante 1 

min. Se desechó el flujo y colocó la columna QIAquick nuevamente en el mismo tubo. 

7. Se colocó la columna QIAquick en un tubo limpio de microcentrífuga de 1.5 ml. 

8. Para eluir el ADN, se agregó 30 μl de tampón EB (Tris · Cl 10 mM, pH 8,5) o agua al centro 

de QIA, se agitó rápidamente la membrana y se llevó a centrifugar la columna durante 1 min 

(esto se realizó 2 veces). Para aumentar la concentración de ADN, se agregó 10 μl de tampón 
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EB al centro de la membrana QIAquick, se dejó que la columna se sostenga durante 1 min y 

después se centrifugó durante 1 min. Después de agregar Buffer EB a la membrana QIAquick, 

se aumentó el tiempo de incubación hasta 4 min para aumentar el rendimiento del ADN 

purificado. 

9. Se mandaron los productos purificados al LABSERGEN (Laboratorio de Servicios 

Genómicos) en el Centro de Investigación y de Estudios Avanzados del IPN (CINVESTAV) 

Unidad Irapuato bien congelados y empaquetados.  

 

V.11 Análisis Filogenético Molecular 

Las secuencias de ADN se analizaron utilizando las herramientas de biocomputación 

proporcionadas en línea por el Centro Nacional de Información Biotecnológica 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov). El programa BLASTn (Altschul et al., 1997) se utilizó para el 

análisis de similitud de secuencia también se utilizó el software ClustalX (Jeanmougin et al., 

1998) y Chromas.  

Para la alineación de las secuencias de ADN, los análisis evolutivos filogenéticos y 

moleculares se realizaron utilizando MEGA versión 4 (Kumar et al., 2001). Se infirió un árbol 

evolutivo basado en la distancia p utilizando el algoritmo de Neighbour-Joining. La prueba de 

bootstrap se realizó para inferir la fiabilidad del orden de las sucursales, con una ronda de 1000 

reensamblado. Los valores de bootstrap por debajo del 50% no se muestran en el árbol. 

 

V.12 Análisis Estadístico 

Se procedió a realizar el análisis de varianza (ANOVA) con el que se determinó, si existieron 

diferencias significativas en los resultados obtenidos en cada uno de los ensayos realizados, con 

un nivel de confianza del 95%, Las comparaciones entre las medias de los tratamientos se 

realizaron mediante la prueba de Tukey. Se utilizó el paquete estadístico JMP® SAS; para la 

realización de las graficas se utilizo el R 3.6.1 utilizando el paquete ggplot2 (Wickham, 2016).  

Para determinar la correlación estadística entre las tres características de BPCV, así 

como la relación que existe entre los parámetros físico-quimicos se realizó un Análisis de 
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Componentes Principales (PCA), en R 3.6.1, utilizando los paquetes: devtools, ggsci, vegan y 

ggplot2. 
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VI. RESULTADOS Y DISCUSIONES 

 

VI.1 Análisis Físico-químico del Suelo 

En la Tabla 12 se muestra los diferentes resultados físico-químicos del suelo, donde se evaluó 

el pH, porcentaje de humedad, conductividad eléctrica, temperatura y unidades formadoras de 

colonias (UFC) en suelo asociado al chiltepín en los cuatro municipios muestreados; Hermosillo 

(San Pedro), Moctezuma (Rancho la Montosa), Banámichi (Rancho la Mora) y Opodepe 

(Meresichic) (Tabla 10). 

 

Tabla 10. Determinación de pH, humedad, temperatura, conductividad eléctrica y unidades formadores 
de colonia para bacterias, asociados al suelo del chiltepín de 4 municipios del Estado de Sonora en tres 
épocas del año (seca, lluvia y post-lluvia). 

Municipio Época del 
año 

pH %Humedad 
suelo 

C.E. (dS/m) Temperatura 
(°C) 

UFC/g de suelo 

Bacterias 

Hermosillo- 
San Pedro 

Seca 
9.06±0.07

a
 3.47±0.07

def
 1.16±0.17

cd
 29.53±3.88

f
 6.01x104±3.57x104a 

Lluvia 9.41±0.02
a
 4.27±0.07

cde
 1.95±0.42

a
 33.47±0.79

d
 2.73x104±2.16x104abc

 
Post-lluvia 9.41±0.02

a
 4.27±0.07

ef
 1.80±0.44

a
 24.31±0.40

h
 4.04x104±2.98x104abc

 
Moctezuma- 
Rancho La 
Montosa 

Seca 
7.02±0.08

c
 4.52±0.18

c
 0.48±0.17

ef
 20.33±0.59

i
 2.54x104±2.05x104abc

 
Lluvia 6.76±0.13

c
 21.02±0.44

a
 1.33±0.56

bc
 37.03±2.10

b
 4.83x104±2.31x104abc

 
Post-lluvia 6.76±0.65

c
 4.54±0.02

c
 0.70±0.24

e
 35.33±2.22

c
 2.18x106±1.59x106abc

 
Banámichi- 
Rancho La 

Mora 

Seca 
6.68±0.05

cd
 3.03±0.04

fg
 

0.55±0.24
ef

 

36.38±2.16
b

c
 

8.11x104±6.77x104abc
 

Lluvia 6.23±0.04
e
 10.56±0.04

b
 

0.70±0.15
e
 

36.64±3.37
b

c
 

1.21x104±5.40x104abc
 

Post-lluvia 6.28±0.04
de

 4.34±0.04
cd

 0.42±0.16
f
 31.43±3.19

e
 1.21x104±5.40x103bc

 
Opodepe- 

Meresichic 
Seca 8.37± 0.13

b
 1.97± 0.09

gh
 0.56±0.11

ef
 39.24±1.59

a
 4.2 x108±0.25 x108ab

 
Lluvia 6.56± 0.01

c
 6.92± 0.1

b
 1.02±0.26

d
 26.75±1.07

g
 5.31x109±0.11x109ab

 
Post-lluvia 8.28± 0.09

b
 0.95± 0.12

h
 1.46±0.21

b
 31.60±0.49

e
 4.8 x109±0.44 x109c 

 

 

 



 

 

 

 

53

VI.2 Temperatura 

El chiltepín crece en una variedad de hábitats con suelos profundos y vegetación de hoja perenne, 

en regiones xéricas en el desierto de Sonora (Quintero et al., 2018). La temperatura máxima 

promedio es de 38°C y la temperatura mínima promedio es de 5°C, la precipitación media estatal 

es de 450 mm anuales (Quintero et al., 2018; INEGI 2019). También es asociado a árboles 

nodriza, crece cerca de cursos de agua y en cañones en las zonas montañosas (Nabhan et al., 

1990; González et al., 2011; Kraft et al., 2014).  

Un factor importante es la temperatura del suelo, durante la época seca se observaron 

diferencias significativas en todos los municipios, se obtuvo un rango de temperatura que va de 

20.33 °C asociado al municipio de Moctezuma a una temperatura máxima de 39.24 °C 

presentada en el municipio de Opodepe (Figura 10).  

Durante la época de lluvias, se obtuvo un rango de temperatura (Tabla 10) que va de 

26°C asociado al municipio de Opodepe a una temperatura máxima de 37 °C presentada en el 

municipio de Moctezuma. Se observaron diferencias significativas entre los municipios de 

Opodepe y San Pedro y difieren con respecto a los municipios de Banámichi y Moctezuma, para 

los cuales no hubo diferencias significativas entre ellos. 

Durante la época de post-lluvias, se obtuvo un rango de temperatura de 24.31°C asociado 

al municipio de San Pedro a una temperatura máxima de 35.33°C presentada en el municipio de 

Moctezuma. Se observó diferencias significativas entre los municipios de Moctezuma y San 

Pedro y difieren con respecto a los municipios de Banámichi y Opodepe, los cuales no hubo 

diferencias significativas entre ellos (Figura 12).    
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Figura 12. Determinación de Temperatura del suelo en 4 municipios del estado de Sonora en 3 diferentes 
épocas del año (Seca, lluvia y post-lluvia). Letras diferentes indican diferencias significativas (p≤0.05) 

prueba Tukey. 

 

VI.3 Conductividad Eléctrica (dS/m)  

La concentración de sales solubles presentes en la solución del sustrato se midió mediante 

Conductividad eléctrica (CE). La CE es la medida de la capacidad de un material para conducir 

la corriente eléctrica, el valor será más alto cuanto más fácil se mueve la corriente a través del 

mismo. Esto significa que, a mayor CE, mayor es la concentración de sales. Se recomienda que 

la CE de un sustrato sea baja, en lo posible menor a 1dS m-1 (1+5 v/v) (Barbaro et al., 2015). 

Durante la época seca no se observaron diferencias significativas entre los municipios de 

Banámichi, Moctezuma y Opodepe, estos tres municipios si difierieron significativamente en 

cuanto al municipio de San Pedro. Se observó un rango de conductividad eléctrica (Tabla 12) 

que va de 0.48 dS/m asociado al municipio de Moctezuma a una conductividad eléctrica máxima 

de 1.16 dS/m presentada en el municipio de San Pedro (Figura 13). 
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Durante la época de lluvia, hubo diferencias significativas entre los cuatro municipios, se 

observó un rango de conductividad eléctrica (Tabla 10) de 0.70 dS/m asociado al municipio de 

Banámichi a una conductividad eléctrica máxima de 1.95 dS/m presentada en el municipio de 

San Pedro. 

Durante la época post-lluvia, existieron diferencias significativas entre los cuatro 

municipios, se observó un rango de conductividad eléctrica (Tabla 10) que va de 0.42 dS/m 

asociado al municipio de Opodepe a una conductividad eléctrica máxima de 1.80 dS/m 

presentada en el municipio de Opodepe (Figura 13).  

 

 

Figura 13. Determinación de Conductividad eléctrica del suelo en 4 municipios del estado de Sonora en 

3 diferentes épocas del año (Seca, lluvia y post-lluvia). Letras diferentes indican diferencias 

significativas (p≤0.05) prueba Tukey.  

 

En general se observó una tendencia al aumento de la conductividad eléctrica durante la 

época de lluvias (Figura 13), principalmente en el municipio de San Pedro ya que estas muestras 

de suelo son tomadas asociadas al cultivo de chiltepín, este incremento se debe por 1) la 
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presencia de fertilizantes insolubles, como los de liberación lenta, 2) la incorporación de una 

cantidad de fertilizante superior a las absorbidas o lixiviadas. (Barbaro et al., 2015).  

 

VI.4 Humedad  

En otros ecosistemas áridos y semiáridos, Austin et al. (2004) asumen dinámicas similares dada 

la presencia de pulsos de precipitación como controladores principales de la humedad y cuando 

las temperaturas son más favorables para la actividad biológica, la humedad de suelo responde 

positivamente a los pulsos de precipitación, durante la época de mayor precipitación. En nuestro 

estudio, la mayor humedad superficial se presentó en Moctezuma durante la época de lluvia 

(21.02%). La menor humedad en el suelo fue en Opodepe durante la época post-lluvia (1.91%) 

(Figura 14). 

 

Figura 14. Determinación de humedad del suelo en 4 municipios del estado de Sonora en 3 

diferentes épocas del año. Letras diferentes indican diferencias significativas (p≤0.05) prueba 

Tukey. Cada valor representa tres repeticiones en cada sitio de muestreo.  

 

La precipitación pluvial y la temperatura son los principales factores que regulan el 

crecimiento de las plantas (Sala et al., 1988; Loredo et al., 2004), en especial en las zonas 

templadas y áridas, donde ambos factores marcan en los pastos un período de crecimiento bien 
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definido durante el año. La variación de las poblaciones de microorganismos asociadas con estos 

pastos responde predominantemente a los cambios de humedad del suelo, más que a las 

fluctuaciones de temperatura (Herman et al., 1994; Loredo et al., 2004). 

 

VI.5 pH 

Las unidades de pH indican la reacción del suelo. Un pH de siete significa que el suelo es 

químicamente neutral; valores más bajos significan que el suelo es ácido (con una excesiva 

concentración de iones hidrogenados (H+) en el complejo de adsorción) y valores más elevados 

indican alcalinidad [una predominancia de calcio (Ca2+) y/o de cationes de sodio (Na+)] (FAO, 

2002). 

En los resultados obtenidos, se apreció que el pH del suelo asociado al chiltepín cultivado 

es de aproximadamente 9 en todas las épocas del año. Sin embargo, para Moctezuma en la época 

seca se apreció un pH de aproximadamente 7 y los dos periodos siguientes (lluvia y post-lluvia), 

el pH disminuyó a 6.7 aproximadamente. En el caso del municipio de Banámichi no se 

encontraron diferencias en el pH del suelo con respecto a las épocas del año muestreadas (Tabla 

10). Sin embargo, el valor de pH más marcado fue en el Municipio de Opodepe con un pH de 

8.37 en época seca, y disminuyó drásticamente hacia un pH ácido de 6.24 en la época de lluvia 

y volvió a aumentar en la época post-lluvia a un pH alcalino de 8.28. Lo que indica que las 

plantas de chiltepín pueden adaptarse a diferentes pH del suelo (Figura 15). Estudios previos 

han demostrado que los cambios en las comunidades microbianas del suelo a través del espacio 

a menudo están fuertemente relacionados con las diferencias en la química del suelo. En 

particular, se ha demostrado que la composición y en algunos casos la diversidad de las 

comunidades bacterianas del suelo, a menudo está fuertemente correlacionada con el pH del 

suelo. Este patrón es válido tanto para la composición general de la comunidad bacteriana como 

para la composición de grupos bacterianos individuales (Frey et al., 2004; Fierer et al., 2006; 

Nilsson et al., 2007; Hartman et al., 2008; Lauber et al., 2008; Jenkins et al., 2009; Baker et al., 

2009; Lauber et al., 2009). 
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Figura 15. Determinación de pH del suelo en 4 municipios del estado de Sonora en 3 diferentes 

épocas del año (seca, lluvia y post-lluvia). Letras diferentes indican diferencias significativas 

(p≤0.05) prueba Tukey.  

 

En la Figura 15 se observa el cambio temporal del pH en suelo asociados a la planta de 

chiltepín. En el pH asociado a las muestras de suelo del chiltepín silvestre (Banámichi, 

Moctezuma y Opodepe) se ve una tendencia notable hacia un pH más ácido, disminuyendo aún 

más durante la época de lluvias, comparándolo con el pH encontrado en San Pedro; suelo 

asociado al chiltepín cultivado, que sigue una tendencia alcalina, aumentando durante las épocas 

con mayor humedad.  

 

VI.6 Nitrógeno Inorgánico en Suelo  

Los microorganismos responden rápidamente a la disponibilidad de humedad en el suelo, aun 

cuando sólo sea un evento pequeño que solo humedezca la parte superficial del suelo, esto lleva 

a que el nitrógeno disponible se acumule en la época seca cuando las plantas no pueden utilizarlo 

(Austin et al., 2004). Durante períodos de sequía, los microorganismos del suelo incorporan 

solutos para ajustarse osmóticamente a la ausencia de agua en el suelo, inmovilizando nutrientes 
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disponibles en el medio. La capacidad de aclimatación a los pulsos de agua y pulsos de 

humedad–sequedad puede variar entre microorganismos (Schimel et al., 2007). 

Cuando los periodos de sequía son muy prolongados, al humedecerse se presenta un 

estrés fisiológico para las comunidades microbianas superficiales y pueden inducir la ruptura de 

la pared celular y muerte de biomasa microbiana. Al rehumedecer, se produce un shock 

osmótico microbiano que induce la lisis de las células con la liberación de solutos intracelulares, 

estos sustratos lábiles de carbono y nitrógeno pueden ser mineralizados rápidamente por los 

microorganismos sobrevivientes (Fierer et al., 2003). Por otra parte, los pulsos de secado y 

humedecimiento del suelo pueden causar la ruptura de agregados, permitiendo a los 

descomponedores de la materia orgánica acceder a ella (Lundquist et al., 1999).  

 

VI.7 Amonio 

La fijación biológica del nitrógeno atmosférico es llevada a cabo por microorganismos que 

tienen la capacidad de reducir el nitrógeno atmosférico (N2) a amonio (NH4
+), mismo que puede 

ser utilizado por las plantas (Mantilla-Paredes et al., 2009). 

Los resultados mostraron que existen diferencias significativas entre municipios, pero 

no entre épocas del año, como se observa en la Figura 16. Para el municipio de Banámichi, 

durante la época de lluvias, la concentración de amonio aumenta y disminuye durante la época 

post-lluvia; siendo esta tendencia muy parecida en los diferentes municipios analizados y sin 

cambios significativos. Se obtuvo en general un rango de 0.25 mg/kg encontrado en el municipio 

de San Pedro en época de lluvia, a un mínimo de 0.065 mg/kg en el municipio de Moctezuma 

en época seca.  

La nitrificación es frecuentemente limitada por la disponibilidad de amonio, también 

puede ser muy baja o ausente en la presencia de especies con altas concentraciones de 

compuestos fenólicos. Los compuestos fenólicos pueden tener diferentes efectos sobre el ciclo 

del nitrógeno (Horner et al., 1988). La disminución de la tasa de nitrificación puede ser debida 

a la disminución en la disponibilidad de amonio impuesta por los compuestos fenólicos o, al 

incremento en la inmovilización microbiana de nitrógeno a través del uso de compuestos 

fenólicos como sustratos de carbono (Schimel et al., 1996). 
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Figura 16. Determinación de Amonio del suelo en 4 municipios del estado de Sonora en 3 

diferentes épocas del año (seca, lluvia y post-lluvia). Letras diferentes indican diferencias 

significativas (p≤0.05) prueba Tukey.  

 

VI.8 Nitrito 

En cuanto a la determinación de nitrito se puede observar en la Figura 17 que existen diferencias 

significativas entre el municipio de Opodepe durante la época de lluvias, en comparación con 

los demás municipios a través de las diferentes épocas del año. Obteniendo un rango de 0.11 

mg/kg en Banamichi en la época post-lluvia a 4.75 mg/kg en Opodepe en la época de lluvia.  

El nitrógeno orgánico del suelo que es liberado a formas inorgánicas (amonio y nitrato) 

por los microorganismos del suelo, se denomina mineralización (Binkley y Hart, 1989). El 

primer producto de la mineralización es el amoniaco (NH3); en el suelo este producto puede 

adquirir un hidrogeno y formar amonio (NH4
+) mediante el proceso de amonificación, que puede 

ser fijado por las arcillas del suelo o por la materia orgánica, volatilizado como amoniaco, 

asimilado por plantas o microorganismos (Philippot y Germon, 2005), lixiviado u oxidado por 

bacterias autotróficas mediante el proceso de nitrificación, en donde pierde dos átomos de 

hidrogeno para formar nitrito y luego nitrato (NO3
-). Parte de estas formas inorgánicas son 
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tomadas por los microorganismos incorporándolas a su biomasa y es llamada inmovilización. 

El nitrato puede pasar al proceso de desnitrificación donde se convierte en óxido nitroso (N2O) 

y nitrógeno (N2) elemental (Binkley y Vitousek, 1989).  

 

 

Figura 17. Determinación de Nitrito del suelo en 4 municipios del estado de Sonora en 3 

diferentes épocas del año (seca, lluvia y post-lluvia). Letras diferentes indican diferencias 

significativas (p≤0.05) prueba Tukey. 

 

VI.9 Nitrato  

En la determinación de nitrato en los diferentes municipios y épocas del año analizadas, se 

encontró en poca cantidad; siendo la mínima de 0.13 mg/kg de suelo perteneciente al municipio 

de San Pedro en la época post-lluvia y la máxima de 0.52 mg/kg de suelo perteneciente al 

municipio de Opodepe en la época seca. Entre todos los municipios en las diferentes épocas se 

puede observar la diferencia significativa que hay entre el municipio de Opodepe en época seca 

y San Pedro en época post-lluvia (Figura 18).  

La presencia de arboles nodrizas en el desierto Sonorense, favorece la formación de 

suelos más fértiles bajo su dosel al incrementar la cantidad de nitrógeno. En la parte de 
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California, se encontraron cantidades muy elevadas de nitrato bajo el dosel de mezquite por la 

disminución de procesos de lixiviación y desnitrificación debido a la aridez (Virginia y Jarrell, 

1983). 

La desnitrificación es un proceso anaeróbico que lo llevan a cabo bacterias, 

principalmente, algunos hongos y levaduras (Van Spanning et al., 2005) y que consiste en la 

reducción microbiana de nitrato (NO3) ó nitrito (NO2) a óxido nitroso (N2O) ó nitrógeno 

elemental (N2). Este proceso es afectado por la inmovilización microbiana, al humedecerse el 

suelo y en presencia de carbono, los microorganismos incorporan nitrógeno a su biomasa; sin 

embargo, en suelos bajos en nutrientes se presentan altas tasas de desnitrificación similares a la 

de suelos de regiones templadas y tropicales, posiblemente debido a los pulsos de secado-

humedecimiento en los desiertos (Peterjohn y Schlesinger, 1991), por lo cual cobra especial 

importancia la presencia de vegetación que aporten carbono al suelo y favorezcan la 

conservación de nitrógeno en el suelo por inmovilización en biomasa microbiana. La 

inmovilización microbiana de nitrógeno es un proceso importante documentado en el suelo del 

Desierto Chihuahuense (Fisher et al., 1987). 

 

Figura 18. Determinación de Nitrato del suelo en 4 municipios del estado de Sonora en 3 

diferentes épocas del año (seca, lluvia y post-lluvia). Letras diferentes indican diferencias 

significativas (p≤0.05) prueba Tukey. 
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VI.10 Bacterias Cultivables  

Se encontró que las UFC, estuvieron en un rango de 1.21x104 a 5.31x109, en raíces de chiltepín, 

con diferencias significativas (p≤0.05) entre los sitios de muestreo en base a la prueba de Tukey 

(Figura 19). En el municipio de Banámichi en la época de post-lluvia y en San Pedro en la época 

seca, se registró la mayor densidad de rizobacterias, mientras que en los sitios de Opodepe y 

Banámichi durante la época post-lluvia presentaron una menor cantidad de rizobacterias aisladas. 

Las BPCV son mayoritariamente organismos del suelo y de la rizosfera que son capaces 

de colonizar las raíces de las plantas en números significativos (10 5-10 7 UFC por gramo de raíz 

fresca) e influyen en el crecimiento de las plantas de una manera positiva bajo ciertas 

condiciones ambientales y del suelo (Bulgarelli et al., 2013). En relación a los resultados 

obtenidos de densidad de bacterias a través de las UFC no excedieron 5.31x109 g -1. Lo que es 

común en poblaciones de bacterias en la rizosfera de plantas (Krishna et al., 2012). El-Deeb et 

al. (2013) encontraron que la población de bacterias en rizosfera en condiciones ambientaleen 

de plantas de zonas desérticas son más altas (5.2 x 10 6 UFC g-1) en comparación con plantas 

que crecen en otras condiciones endófitas (organismos que viven dentro de una planta sin que 

importara la relación que guardan con ella) (1.1 x 10 2 – 1.5 x 10 2 UFC g-1). De igual manera 

en este estudio la abundancia de bacterias fue diferente en cada uno de los sitios de muestreo, 

lo cual puede deberse a que en cada uno de los sitios de muestreo las variables ambientales y 

físico-químicas del suelo fueron diferentes; y de acuerdo con Andrew et al., (2012), variables 

ambientales y tipo de suelo tienen una fuerte influencia en la abundancia y la composición de 

bacterias rizosféricos de las plantas.  
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Figura 19. Unidades formadoras de colonia (UFC) por gramo de suelo de población de bacterias 

rizosféricas, durante las diferentes épocas del año en cuatro municipios de Sonora. Letras 

diferentes indican diferencias significativas (p≤0.05) prueba Tukey. Cada valor representa tres 

repeticiones en cada sitio de muestreo.  

 

VI.11 Correlación de los Análisis Físico-químico del Suelo con Respecto a la Temporada 

y Ubicación de Muestreo 

Las dos primeras dimensiones del PCA explicaron el 36.84% de la variación total, con el 20.64% 

y el 16.2% representando el componente 1 y el componente 2 respectivamente (Figura 20). En 

este análisis podemos ver la correlación que existe entre los parámetros físicoquimicos en los 

cuatro municipios en los que se realizo el análisis de suelo asociado al chiltepín, a través de las 

épocas del año, podemos decir que no existe correlación alguna referente al parámetro de nitrato 

con los demás parámetros analizados, esta determinación, se correlaciona con el municipio de 

Moctezuma durante la época seca, existe una mayor dispersión de los puntos formando dos 

conjuntos separados, donde la temperatura, humedad y amonio, se correlacionan con 

Moctezuma durante la época de lluvia y post-lluvia, Banámichi también mantienen la misma 

tendencia de puntos mas dispersos en los cuales, se correlaciona los parametros de amonio y 

nitrato. Siguiendo esta tendencia muy marcada es la del pH con la localidad de San Pedo durante 

las tres épocas evaluadas, en el municipio de Opodepe podemos observar una agrupación hacia 
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el Centro de los ejes, lo que nos dice que no hay mucha contribución de los parámetros medidos 

en este municipio a través de las épocas. 

 

Figura 20. Análisis de componentes principales (PCA), entre factores ambientales, ubicación y 

estaciones del año presentes en el suelo de la rizosfera de Chiltepin (C. annuum L. var. 

glabriusculum), los parámetros incluyen temperatura, humedad, bacterias UFC, conductividad 

eléctrica (CE), pH y nitrógeno inorgánico como amonio, nitrito, nitrato. 
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VI.12 Aislamiento y Caracterización Metabólica de Bacterias  

Se aislaron 241 cepas bacterianas de las cuales se seleccionaron 37 cepas bacterianas 

representativas del total de aislados, mediante la descripción fenotípica macroscópica y la 

pigmentación de las UFC de cada cultivo puro sembrado en placas Petri con agar nutritivo 

(Tabla 11).  

Tabla 11. Descripción fenotípica macroscópica de las UFC de 37 aislados bacterianos de 

interés.  

ID Cepa Características macroscópicas 

1SP1A 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

6SP1A 

Superficie plana, borde regular, 

color blanco, opaca. 

 

10SP1C 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

1SP2C 

Superficie lisa, borde regular, 

color rosa claro dependiente de 

temperatura,opaco 

 

2SP2C 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

3SP2A 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 
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4SP2A 

Superficie plana, borde 

irregular, color blanco, opaca. 

 

2SP3A 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

3SP3A 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

4SP3A 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 
ID Cepa Características macroscópicas 

5SP3A 

 

Superficie plana, borde regular, 

color blanca, opaca. 

 

1OP1D 

Superficie convexa, borde 

irregular, color amarillo claro. 

 

7OP1A 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo 

fluorescente, translucida. 

 

9OP1D 

 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaco. 

 

1OP2B 

Superficie rugosa, borde 

irregular, color amarillo 

claro,opaca. 
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2OP2C 

Superficie convexa, borde 

irregular, color amarillo claro. 

 

3OP2C 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

4OP2B 

Superficie lisa, borde regular, 

color rosa claro dependiente de 

temperatura, opaco 

 

11OP2D 

Superficie plana, borde regular, 

color amarillo, opaca. 

 

28OP2A 

Superficie corrugada, borde 

irregular, color amarillo, 

translucida. 

 
 

ID Cepa Características macroscópicas 

32OP2D 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

1OP3A 

 

Superficie convexa, borde 

regular, color amarillo, opaca 

 

10OP3B 

 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 
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11OP3B 

 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

  

19OP3B 

 

Superficie rugosa, borde 

irregular, color amarillo claro, 

translucida. 

 

1BAN1C 

 

Superficie convexa, borde 

irregular, color amarillo claro. 

 

4BAN2A 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

7BAN2B 

Superficie plana, borde regular, 

color oscuro, translucida. 

 

2BAN2A 

 

Superficie convexa, borde 

irregular, color amarillo claro. 

 

21BAN2A 

 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 
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ID Cepa Características macroscópicas 

1BAN3A 

 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

3BAN3A 

 

Superficie plana, borde 

irregular, color amarillo claro, 

opaca. 

 

19BAN3C 

Superficie plana, borde 

regular, color amarillo 

Traslúcida. 

 

3MOC2A 

 

Superficie plana, borde 

regular, color amarillo, opaca. 

 

6MOC2A 

 

Superficie convexa, borde 

regular, color amarillo, opaca. 

 

10MOC2B 

 

Superficie plana, borde 

regular, color verde 

fluorescente, transparente. 

 

12MOC2B 

Superficie lisa, borde irregular, 

color rosa, opaco 
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VI.12.1 Evaluación in vitro de propiedades promotoras del crecimiento vegetal 

VI.12.2 Solubilización de fósforo 

Para determinar la capacidad de las 37 cepas para solubilizar fosfato se utilizó un medio que 

contenía Sales Pikovskaya como fuente de fósforo. Los 37 aislamientos bacterianos crecieron 

bien en este medio de los cuales 30 formaron un halo de solubilización alrededor de las colonias 

(Figura 21), de las cuales las cepas 4BAN2A, 1BAN3A y 1SP1A presentaron el mayor índice 

de eficiencia de solubilización con valores de IES de 8.57,6.22 y 6.67, respectivamente (Figura 

22). Las cepas 6SP1A, 10SP1C, 2SP2C, 1OP1D, 11OP3B, 19OP3B y 21BAN2A no mostraron 

halo de solubilización.  

 

 

 

Figura 21. Halo de solubilización de fosfatos producido por la cepa 4BAN2A correspondiente 
al Municipio de Banámichi durante la época de lluvia. 
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Figura 22. Determinación del indice de eficiencia de solubilización de fosfato en 37 bacterias 
aisladas. 

 

En general, el mecanismo bacteriano que más se asocia a la solubilización de fósforo 

inorgánico es la biosíntesis de ácidos orgánicos; los cuales disminuyen el pH o actúan como 

agentes quelantes. Nuestros resultados evidenciaron una capacidad intrínseca de las cepas en 

estudio para disminuir el pH del medio de cultivo lo cual puede ser explicado por las razones 

mencionadas previamente o por la extrusión de protones los cuales tienen un efecto similar 

(Reyes et al., 1999; Delvasto et al., 2008). La síntesis de ácidos orgánicos suele estar asociada 

al metabolismo de algunos carbohidratos, por ejemplo, glucosa; ésta suele ser metabolizada vía 

glucólisis y ciclo de Krebs lo cual da lugar a la generación de ácidos intermediarios los cuales 

pueden ser excluidos al medio con efectos directos sobre la biodisponibilidad de nutrientes poco 
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solubles y el pH (Gunnarsson et al., 2004). Varios autores han reportado microorganismos 

pertenecientes a estos géneros con capacidades importantes de solubilización, aún más los datos 

reportados son congruentes con los obtenidos en este estudio; evidenciando además un 

importante potencial de éstos para la solubilización in vitro de P inorgánico. Seshadri y 

Ignacimuthu (2002) reportaron índices de solubilización de 2.05 ± 4.11 por Pseudomonas sp. y 

1.84 ± 4.43 por Bacillus sp. en agar Pikovskaya. De igual forma, Hariprasad y Niranjana en 

2009, reportaron índices de solubilizacion de 1.9 ± 0.0089 por Enterobacter sp.; 1.5 ± 0.063 por 

Bacillus subtilis y 2.4 ± 0.033 por Pseudomonas putida en medio Pikovskaya. La capacidad 

bacteriana para solubilizar fósforo, como se mencionó previamente, está determinada por la 

capacidad de ciertos microorganismos para liberar metabolitos tales como ácidos orgánicos de 

bajo peso molecular o ciertas enzimas, las cuales pueden liberar fósforo a partir de formas 

orgánicas de este. Ambas estrategias redundan en un aumento en la biodisponibilidad de fósforo 

en la rizósfera, el cual puede ser asimilado por las plantas (Sagoe et al., 1998). Muchos géneros 

bacterianos han sido ampliamente reportados por su capacidad para mineralizar o solubilizar 

fuentes orgánicas o inorgánicas de fósforo, respectivamente. En particular, se ha evidenciado 

que estas BPCV pueden actuar como agentes quelantes debido a la presencia de muchos grupos 

carbonilo, lo que les permite formar compuestos de quelantes con cationes polivalentes como 

calcio, magnesio, hierro (II o III), entre otros, los cuales se encuentran asociados a iones 

ortofosfato en la mayor parte de los casos. En suelo, la síntesis de estos ácidos no provoca un 

cambio en el pH del suelo, sino que logra la generación de microambientes acídicos en los cuales 

la disponibilidad de P es mayor (Rodríguez et al., 2000).  

 

VI.12.3 Producción de sideróforos 

La producción de sideróforos se realizó en el medio CAS. Un total de 17 cepas de bacterias, 

formaron un halo alrededor de las colonias en este medio (Figura 23), por lo que se considera 

como producción de sideróforo positiva (Figura 26).  

La síntesis microbiana de sideróforos está asociada con el aumento en la captación de 

hierro, lo cual puede asociarse a una mejor atracción de ese mismo elemento por las plantas y a 

la protección de éstas al ataque de algunos patógenos. En la mayor parte de suelos este elemento 
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es restrictivo debido a su baja biodisponibilidad por precipitación o quelación. Para evaluar la 

capacidad de las bacterias del presente estudio que pudieran tener la capacidad de sintetizar 

sideróforos, los cuales son moléculas orgánicas con una alta afinidad para la quelación de 

cationes polivalentes; se empleó la técnica de medición de sideróforos basada en la utilización 

del compuesto “Chrome Azurol Sulfonato” (CAS) el cual tiene la capacidad de formar un 

complejo CAS-Fe, que posee un color azul a pH cercano a 5.6. Cuando la bacteria crece sobre 

el medio CAS, la disponibilidad de Fe para ésta disminuye drásticamente debido a que la mayor 

parte se encuentra quelado al CAS. La bacteria pueda tomar el Fe sintetizando éstas moléculas 

denominadas sideróforos, los cuales tienen mayor afinidad por el Fe que el mismo CAS, cuando 

el complejo se disocia se genera un cambio en la coloración del medio de cultivo el cual es 

indicativo de la capacidad bacteriana para sintetizar sideróforos. Las cepas 10OP3B, 19BAN3C, 

10MOC2B y 1OP1D mostraron valores de eficiencia de producción de sideróforos (2.16, 1.59, 

1.51 y 1.38) respectivamente; éstas fueron capaces de producir este grupo de compuestos y 

presentaron el mayor indice de eficiencia de producción (Figura 17). Las cepas 6SP1A, 10SP1C, 

2SP2C, 1OP1D, 11OP3B, 19OP3B y 21BAN2A no mostraron halo de producción. 

La producción de sideróforos es beneficiosa para las plantas (suministra directamente 

hierro a las plantas) y está implicada en la supresión de enfermedades transmitidas por el suelo 

(reducen la competitividad de patógenos) (Tank et al., 2012).  En estudios presentado por Patil 

et al. un mutante d P. putita que sobreexpresan sideróforos fue más efectivo contra el 

marchitamiento por Fusarium en tomate en comparación con un mutante de P. aeruginosa 

deficiente en sideróforos que perdió su capacidad de control biológico. Además, los sideróforos 

producidos por B. subtilis exhiben efectos antagónicos contra hongos que marchitan y secan la 

raíz en los garbanzos (Patil et al., 2014). 
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Figura 23. Halo alrededor de la colonia indica que la bacteria produce sideróforos. Cepa 
10OP3B correspondiente al municipio de Opodepe durante la época de post-lluvia. 

 

 

Figura 24. Valores de producción de sideróforos en las cepas aisladas en el presente estudio. 

 



 

 

 

 

76

VI.12.4 Determinación de la capacidad de producir ácido indolacético (AIA) 

Para determinar la capacidad de las cepas para producir ácido indolacético (AIA) se utilizó un 

medio suplementado con L-triptófano. Los 37 aislamientos bacterianos tuvieron buen 

crecimiento en este medio. Las cepas 10SP1C, 4SP2A, 2BAN2A, 19OP3B, 10OP3B y 1SP2C 

presentaron valores de AIA de 12.16, 10.86, 9.65, 9.55, 9.51 y 9.38 ppm respectivamente. Por 

lo que se observa la cepa 10SP1C presentó la mayor producción de AIA (Figura 25) mientras 

que las cepas 10MOC2B y 19BAN3C mostraron la menor producción (5.91 ppm de AIA). 

Al evaluar la producción de compuestos indólicos, se observó un comportamiento 

similar en la mayoría de cepas evaluadas. En general, se ha sugerido que la producción de 

auxinas por las bacterias, especialmente ácido 3-indolacético han influido significativamente 

sobre el crecimiento y desarrollo de las plantas (Patriquin, 1985). Varios estudios han 

demostrado que la producción in vitro de AIA y otras hormonas fisiológicamente activas 

derivadas del L-triptófano, son una característica de las cepas BPCV (Tien et al.,  1979; Jain y 

Patriquin, 1985). 

Ali et al. (2009) realizaron análisis colorimétricos a cultivos bacterianos en fase 

estacionaria e indicaron que diferentes aislamientos de Bacillus sp. variaron en su capacidad 

para producir auxinas en presencia y en ausencia de L-triptófano. Las cepas que producían bajos 

niveles de AIA en ausencia de L-triptófano, al aumentar las concentraciones de este compuesto 

(200 μg/mL de triptófano), aumentaban la producción de AIA en rangos que oscilaban entre 

19.6 ± 0.7 μg/mL y 21± 0.6 μg/mL. Es importante resaltar que en el presente ensayo se utilizaron 

concentraciones más bajas de triptófano (100 ppm) para evaluar la producción de AIA, lo cual 

permite afirmar que las cepas evaluadas pueden ser consideradas como promotoras del 

crecimiento vegetal por su alta síntesis de AIA. 
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Figura 25. Valores de producción de ácido indolacético en las cepas aisladas en el presente 
estudio. 

 

VI.12.5 Análisis de las 37 cepas aisladas en base a los tres mecanismos promotores de 

crecimiento vegetal (producción de sideróforos, solubilización de fosfato y producción de 

ácido indol acético) 

Los resultados obtenidos de la caracterización metabólica de las 37 cepas bacterianas elegidas, 

mostraron que todas las cepas presentaban los al menos uno de los tres mecanismos promotores 

del crecimiento vegetal evaluados (producción de sideróforos, solubilización de fosfato y 

producción de ácido indol acético) (Tabla 14). 

Una vez realizado los análisis anteriormente mencionados como se muestra en la Tabla 

14, se procedió a seleccionar las cepas bacterianas que presentaron los tres mecanismos de 

crecimiento vegetal evaluados, obteniendo 14 cepas bacterianas de interés (1SP2C, 3SP2A, 
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2SP3A, 4SP3A, 2OP2C, 3OP2C, 4OP2B, 10OP3B, 4BAN2A, 1BAN3A, 19BAN3C, 

3MOC2A, 10MOC2B y 12MOC2B). 

 

Tabla 12. Resultado de los tres mecanismos promotores del crecimiento vegetal (producción de 
sideróforos, solubilización de fosfato y producción de ácido indol acético) que se realizaron a 
las 37 cepas bacterianas con posibles propiedades promotoras del crecimiento vegetal. 

ID_CEPA 
Índoles 
(ppm) 

Fosfatos 
(IES) 

Sideróforos 
(IEP) 

Época Localización 

1SPTA x x  Seca San Pedro  

6SP1A x  x Seca San Pedro  

10SP1C x   Seca San Pedro  

1SP2C x x x Lluvia San Pedro  

2SP2C x  x Lluvia San Pedro  

3SP2A x x x Lluvia San Pedro  

4SP2A x x  Lluvia San Pedro  

2SP3A x x x Post_lluvia San Pedro  

3SP3A x x  Post_lluvia San Pedro  

4SP3A x x x Post_lluvia San Pedro  

5SP3A x x  Post_lluvia San Pedro  

1OP1D x  x Seca Opodepe 

6OP1A x x  Seca Opodepe 

9OP1D x x  Seca Opodepe 

1OP2B x x  Lluvia Opodepe 

2OP2C x x x Lluvia Opodepe 

3OP2C x x x Lluvia Opodepe 

4OP2B x x x Lluvia Opodepe 

11OP2D x x  Lluvia Opodepe 
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28OP2A x x  Lluvia Opodepe 

32OP2D x x  Lluvia Opodepe 

1OP3A x x  Post_lluvia Opodepe 

10OP3B x x x Post_lluvia Opodepe 

11OP3B x   Post_lluvia Opodepe 

19OP3B x   Post_lluvia Opodepe 

1BAN1C x x  Seca Banamichi 

4BAN2A x x x Lluvia Banamichi 

7BAN2B x x  Lluvia Banamichi 

2BAN2A x x  Lluvia Banamichi 

21BAN2A x   Lluvia Banamichi 

1BAN3A x x x Post_lluvia Banamichi 

3BAN3A x x  Post_lluvia Banamichi 

19BAN3C x x x Post_lluvia Banamichi 

3MOC2A x x x Lluvia Moctezuma 

6MOC2A x x  Lluvia Moctezuma 

10MOC2B x x x Lluvia Moctezuma 

12MOC2B x x x Lluvia Moctezuma 

 

 

VI.13 Correlación entre los tres mecanismos promotores del crecimiento vegetal evaluados 

(producción de sideróforos, solubilización de fosfato y producción de ácido indol acético) 

Para determinar la correlación estadística entre las tres características de BPCV, se utilizó un 

PCA. Las dos primeras dimensiones de PCA explicaron el 70.9% de la variación total, con el 

36.2% y el 34.9% representando el componente 1 y el componente 2 respectivamente (Figura 

26). De acuerdo con la Figura 3, los tres vectores aumentaron hacia los valores positivos de la 

primera dimensión (eje X). Los tres vectores: solubilización de fosfato producción de Ácido 
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indolacético y producción de sideróforos no presentaron correlación entre si. Los diferentes 

aislamientos bacterianos forman un grupo, el cuál se asoció con la actividad y la producción de 

compuestos indólicos y la producción de sideróforos y la capacidad de solubilización de fosfato. 

Se observan algunas cepas que se alejan de este grupo como la cepa 8 (10OP3B) referente a la 

bacteria identificada como Bacillus velezensis FZB42, la cual es la cepa encontrada en el 

municipio de Opodepe durante la época Post-Lluvia, fué la más cercana a la producción de 

sideróforos, en cuanto a la cepa 1 (1SP2C) referente a Serratia nematodiphila DZ0503SBS1, 

cepa encontrada en la localidad de San Pedro durante la época de lluvia, tiene una correlación 

mayor a la producción de Ácido indolacético y por último tenemos a las cepas 9 y 10 ambas 

identificadas como Bacillus velezensis strain FZB42, encontradas en el municipio de Banámichi 

durante la época de lluvia y Post-Lluvia respectivamente, suguirendo una diferencia en cuanto 

a la solubilización de fosfato de estas dos cepas en este municipio con respecto a las otras cepas 

también identificadas como B. velezensis . 

 

Figura 26. Análisis de componentes principales (PCA), de aislamientos bacterianos. Los 
vectores representan la producción de sideróforos, la solubilización de fosfato inorgánico y la 
producción de compuestos indólicos. Flechas en el gráfico que muestran la dirección del vector. 
Los números en el gráfico muestran la posición de los aislados bacterianos con las mismas 
características. 
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VI.14 Extracción de ADN Bacteriano 

La extracción de ADN bacteriano se realizó satisfactoriamente en 14 Cepas aisladas siguiendo 

la metodología descrita en materiales y métodos. La integridad del ADN se observó en un gel 

de agarosa al 1% utilizando 1 µl De GelRed® (Biotium), donde las muestras mostraban una 

buena calidad (Figura 27). 

 

Figura 27. Electroforesis en gel de agarosa al 1% con muestras de ADN que fueron extraídas 
usando el protocolo modificado de Bergallo et al. (2006). (A) Carril M: Marcador de peso 
molecular 1Kb. Carril 1 al 8: 1SP2C, 3SP2A, 1BAN3A, 4SP3A, 2OP2C, 3OP2C, 4OP2B y 
10OP3B.  (B) Carril M: Marcador de peso molecular 1Kb. Carril 9 al 14: 3MOC2A, 2SP3A, 
19BAN3C, 4BAN2A, 10MOC2B y 12MOC2B. 

 

VI.14.1 Cuantificación de ADN Bacteriano 

Para la cuantificación se utilizó el espectrofotómetro NanoDrop 1000 (Thermo Scientific, 

Waltham, Massachusetts, EU), donde se midió la pureza y las concentraciones de ADN de las 

cepas seleccionadas. La relación 260/280 varió entre 1.37 y 1.46. La cuantificación de ADN de 

las 14 bacterias seleccionadas como posibles promotoras del crecimiento vegetal, revelaron 
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muestras con concentraciones aceptables de ADN, las cuales variaron de 27.1 ng/μl hasta 167 

ng/μl en la concentración más alta.  

 

VI.14.2 Amplificación del gen 16S rDNA, mediante reacción en cadena de la polimerasa 

(PCR) 

La electroforesis del producto de PCR arrojó como resultado una única banda de 

aproximadamente 1.5 kb lo cual correspondió con el tamaño del fragmento esperado en la 

(Figura 28). En las cepas de interés, la amplificación del gen 16S rRNA se obtuvo utilizando el 

protocolo de PCR siguiente: desnaturalización a 95 ° C durante 5 min, 25 ciclos de 30 s a 95 °C, 

30 s con una alineación a 57°C durante 40 s, con una elongación a 72 ° C durante 2 min, y 

finalizar en una elongación final a 72 ° C, 5 min. 

Para el caso de las cepas aisladas 1SP1A y 4OP2B se utilizó el método de Touchdown 

PCR para su amplificación como se mencionó en materiales y métodos. 

 

 

Figura 28. Electroforesis en gel de agarosa al 1% con productos de PCR obtenidos de la 
amplificación del gen 16S rRNA. (A) Carril M: Marcador de peso molecular 1Kb. Carril 1 al 9: 
1SP2C, 3SP2A, 2SP3A, 4SP3A, 2OP2C, 3OP2C, 4OP2B, 10OP3B y 4BAN2A. Carril C-: 
Control negativo. (B) Carril M: Marcador de peso molecular 1Kb. Carril 10 al 14: 1BAN3A, 
19BAN3C, 3MOC2A, 10MOC2B y 12MOC2B. 

 



 

 

 

 

83

VI.14.3 Purificación de los productos de PCR del gen 16S rDNA a partir de las cepas 

seleccionadas utilizando el Kit QIAquick Gel Extraction (QIAGEN TM) 

Se purificaron los productos de PCR de 14 cepas bacterianas aisladas de interés seleccionadas 

para su identificación a un volumen final de 20µl, con una concentración de 250 ng por reacción 

(concentración de 10 ng/µl). 

La integridad de la muestra se verificó obteniendo una relación O.D. 260/280nm en un 

rango de 1.7-2.0 y la relación Abs 260/230 en 2.0 (Figura 29). 

 

Figura 29. Electroforesis en gel de agarosa al 1% con productos de PCR de bacterias 
seleccionadas para su identificación. A) Carril M: Marcador de peso molecular 1 Kb. Carril 1 
al 8: 1SP1A, 1SP2C, 3SP2A, 4SP2A, 2SP3A, 3SP3A, 4SP3A, 1OP2B. B) Carril M: Marcador 
de peso molecular 1 Kb. Carril 9 al 17: 2OP2C, 3OP2C, 4OP2B, 28OP2A, 32OP2D, 10OP3B, 
19OP3B, 4BAN2A, 7BAN2B. B) Carril M: Marcador de peso molecular 1 Kb. Carril 18 al 22: 
1BAN3A, 19BAN3C, 3MOC2A, 10MOC2B, 12MOC2B. 
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VI.15 Envío de los Productos de PCR a Secuenciación 

VI.15.1. Resultados de la secuenciación de los productos de PCR  

Una vez que enviaron los resultados de la secuenciación por parte del LABSERGEN 

(Laboratorio de Servicios Genómicos) en el Centro de Investigación y de Estudios Avanzados 

del IPN (CINVESTAV) Unidad Irapuato. Se prosiguió al análisis de los resultados en archivos 

de cromatograma .ab1 y .Seq del secuenciador 3730 DNA Analyzer (Applied Biosystems™) 

que emplea la técnica de Sanger y tecnología capilar, para la visualización de los 

electroferogramas se utilizó el programa Chromas (Treves, 2010). en los cuales se indicaba la 

fecha, el número de identificación de cada muestra, medidas por pares de bases (bp). Cada una 

de las bases corresponde a un color que el equipo interpreta como un pico y en la parte superior 

le asigna la base correspondiente (Figura 30). Cada base corresponde un pico bien definido.  

 

 

Figura 30. Ejemplo de electroferograma de un producto de PCR generado y visualizado en el 
programa Chromas (Treves, 2010). 

 

VI.15.2 Identificación por medio del gen 16S rDNA de las cepas seleccionadas de la 

rizósfera del chiltepín (Capsicum annuum L. var. glabriusculum)  

La identificación genotípica de las BPCV seleccionadas, se realizó utilizando las secuencias de 

ADNr 16S derivadas de los electroferogramas. La secuenciación de los fragmentos evidenció 

un 100% de similitud cuando se comparó con la base de datos no redundante (nr) del GenBank, 

empleando el algoritmo BLASTn para las cepas. 
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Todos los aislados de BPCV tienen un por arriba del 99% de similitud con la secuencia 

del gen informada. Donde el 50% de los aislados de BPCV son identificados como el género de 

Bacillus (3SP2A, 2SP3A, 4SP3A, 2OP2C, 10OP3B, 4BAN2A y 1BAN3A) seguido del género 

Enterococcus con 14.5% del total (19BAN3C y 3MOC2A), Kluyvera 7.14% (3OP2C), Serratia 

21.42% (1SP2C, 4OP2B y 12MOC2B) y Pseudomonas 7.14% (10MOC2B) (Figura 31). 

 

 

Figura 31. Género de bacterias identificadas de acuerdo al municipio. 

 

Podemos observar en la Figura 31 los géneros bacterianos por cada municipio; en 

Banámichi observamos al genero Bacillus y Enterococcus, en el municipio de Moctezuma, 

podemos observar un genero exclusivo para esta región el cual es el de Pseudomonas, pero 

también se encontraron los géneros Serratia y Enterococcus, siendo éste el municipio con mas 
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variabilidad de géneros bacterianos, cabe destacar que en esta región se encontraron los frutos 

de chiltepín de mayor tamaño, también es el lugar asociado a mayor humedad durante la época 

de lluvia. En cuanto al municipio de Opodepe podemos observar otro género exclusivo de esta 

localidad; Kluyvera, e incidiendo con los demás municipios encontramos Serratia y Bacillus, 

en cuanto a la localidad de San Pedro el Saucito en el municipio de Hermosillo, cuenta con los 

géneros de Serratia y Bacillus, siendo esta ultima la mas abundante en todo los aislados.  

Tabla 13. Determinación filogenética de 14 bacterias encontradas prevalentes en la rizosfera 
asociada a Capsicum annuum L. var. glabriusculum, basadas en la secuencia parcial del gen 16S 
rRNA. 

Nombre de 
secuencia 

Afiliación filogenética 
(Filo/Clase/Orden) 

Overl
ap 

(nt) 

Organismo descrito 
de similitud alta y 

secuencia de 
referencia NCBI 

Identi
dad 
(%) 

Score E value 
 

1SP2C Proteobacteria/Gammapr

oteobacteria/Enterobacter

ales 

632 NR_044385.1 

Serratia 

nematodiphila 

DZ0503SBS1 

100 1141 
bits 

(1264) 

0.0 

3SP2A Firmicutes/ Bacilli/ 

Bacillales 

629 NR_075005.2 

Bacillus velezensis 

strain FZB42 

100 1135 
bits 

(1258) 

0.0 

2SP3A Firmicutes/ Bacilli/ 

Bacillales 

632 NR_075005.2 

Bacillus velezensis 

strain FZB42 

100 
 

1141 
bits 

(1264) 

0.0 

4SP3A Firmicutes/ Bacilli/ 

Bacillales 

632 NR_075005.2 

Bacillus velezensis 

strain FZB42 

100 
 

1141 
bits 

(1264) 

0.0 

2OP2C Firmicutes/ Bacilli/ 

Bacillales 

632 NR_075005.2 

Bacillus velezensis 

strain FZB42 

100 
 

1141 
bits 

(1264) 

0.0 

3OP2C Proteobacteria/ 

Gammaproteobacteria/ 

Enterobacterales 

632 NR_114108.1 

Kluyvera 

cryocrescens strain 

NBRC 102467 

 

100 
 

1133 
bits 

(1256) 

0.0 

4OP2B Proteobacteria/ 

Gammaproteobacteria/ 

Enterobacterales 

632 NR_044385.1 

Serratia 

nematodiphila 

DZ0503SBS1 

100 
 

1141 
bits 

(1264) 

0.0 

10OP3B Firmicutes/ Bacilli/ 

Bacillales 

632 NR_075005.2 

Bacillus velezensis 

strain FZB42 

100 
 

1141 
bits 

(1264) 

0.0 

4BAN2A Firmicutes/ Bacilli/ 

Bacillales  

632 NR_075005.2 

Bacillus velezensis 

strain FZB42 

100 1141 
bits 

(1264) 

0.0 

1BAN3A Firmicutes/ Bacilli/ 

Bacillales 

626 NR_075005.2 

Bacillus velezensis 

FZB42 

100 
 

1130 
bits 

(1252) 

0.0 
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19BAN3C Firmicutes/ Bacilli/ 

Lactobacillales 

650 NR_119280.1 

Enterococcus 

casseliflavus strain 

NCIMB 11449 

100 1173 
bits 

(1300) 

0.0 

3MOC2A Firmicutes/ Bacilli/ 

Bacillales 

633 NR_074540.1 

Bacillus cereus 

ATCC 14579 

100 1142 
bits 

(1266) 

0.0 

10MOC2B Proteobacteria/ 

Gammaproteobacteria/ 

Pseudomonadales  

321 NR_114194.1 

Pseudomonas 

citronellolis strain 

NBRC 103043 

99 569 
bits 

(630) 

4e-162 

12MOC2B Proteobacteria/ 

Gammaproteobacteria/ 

Enterobacterales 

630 NR_113236.1 

Serratia marcescens 

subsp. marcescens 

ATCC 13880 

100 1139 
bits 

(1262) 

0.0 

 

En el Municipio de Banámichi durante la época de lluvias, se identificó la cepa 4BAN2A, 

como Bacillus velezensis y durante la época post-lluvia las cepas: 1BAN3A y 19BAN3C como 

Bacillus velezensis y Enterococcus casseliflavus (Tabla 15). 

En el Municipio de Moctezuma durante la época de lluvias, se identificó tres BPCV  

3MOC2A, 10MOC2B y 12MOC2B como Bacillus cereus, Pseudomonas citronellolis y 

Serratia marcescens (Tabla 15). 

En el Municipio de Hermosillo, en la localidad de San Pedro El Saucito, asociado al 

chiltepín cultivado en casa sombra, se identificaron las cepas 1SP2C y 3SP2A durante la época 

de lluvias, como Serratia nematodiphila y Bacillus velezensis respectivamente. También se 

identificó las dos cepas asociadas a la época post-lluvia (2SP3A y 4SP3A) como Bacillus 

velezensis.  

En el Municipio de Opodepe, durante la época de lluvias se identificaron tres BPCV; 

2OP2C, 3OP2C y 4OP2B como: Bacillus velezensis, Kluyvera cryocrescens y Serratia 

nematodiphila. Durante la época post-lluvia se identificó la cepa 10OP3B como Bacillus 

velezensis (Tabla 15). 

 

VI.15.3 Árbol Filogenético 

Con estos resultados (Tabla 15) se realizó un análisis filogenético, utilizando las secuencias del 

gen 16S rDNA para cada género; como especie fuera del grupo se eligió a NR_135866.1 
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Jateophihabitans soil strain KIS 75-12. (Filo:Actinobacteria, clase: Actinobacteria, orden: 

Frankiales, familia: Frankiaceae, género: Jatrophihabitans). 

El análisis filogenético ubicó a los aislados 3SP2A, 10OP3B, 2OP2C, 4SPA3, 4BAN2A, 2SP3A 

y 1BAN3A con Bacillus velezensis, 3MOC2A con Bacillus cereus, con un valor soportado del 

100%, mientras que la cepa 19BAN3C presento mayor similitud con Enterococcus 

casseliflavus, las cepas 1SP2C y 4OP2B3 fueron identificados como Serratia nematodiphila, 

10MOC2B con Pseudomonas citronellolis, 3OP2C como Kluyvera cryocrescens y 12MOC2B 

con Serratia marcescens (Figura 32).  

El género Kluyvera ha sido reportada como una especie de bacteria que es promotora de 

crecimiento, sin embargo, ha sido aislada de Lepidópteros (Indiragandhi et al., 2008). 

 

 

Figura 32. Análisis filogenético basado en las secuencias parciales del 16S rRNA obtenidas de 
las 14 bacterias promotoras del crecimiento vegetal en el que se muestran los valores Bootstrap 
(1000 ejecuciones replicadas). Los números de las accesiones GenBank son listados antes del 
nombre de las especies. Jateophihabitans soil strain KIS75-12 fue utilizada como grupo externo. 
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Adicionalmente, muchos de los géneros reportados en el presente trabajo han sido 

reportados como destacados BPCV por ejemplo los sideróforos producidos por el género 

Pseudomonas pueden reducir la tasa de crecimiento del hongo Fusarium oxysporum y de la 

bacteria Rhizoctonia solani en la rizosfera (Beneduzi et al., 2012). 

Las especies de Bacillus se consideran BPCV importantes, que producen una amplia 

gama de metabolitos secundarios biológicamente activos que pueden inhibir potencialmente el 

crecimiento de patógenos de plantas y microorganismos rizosféricos perjudiciales (Ongena et 

al., 2008; Rabbee et al., 2019). Bacillus spp. se prefieren en los sistemas agrícolas, debido a su 

capacidad para formar endosporas, que pueden sobrevivir a la exposición al calor y a la 

desecación, y su capacidad para formularse en polvos secos estables con una larga vida útil 

(Chowdhury et al., 2013). 

Bacillus spp. es habitante común de la rizosfera, los agentes biocontrol a base de esporas 

de Bacillus tienen poco o ningún efecto en la composición de las comunidades microbianas de 

la raíz de la planta (Wu et al., 2015). Varios productos basados en Bacillus ahora están 

disponibles comercialmente como: RhizoVital® (Bacillus amyloliquefaciens FZB42; ABiTEP, 

GmbH, Berlín, Alemania), Amylo X® WG (B. amyloliquefaciens subsp. Plantarum D747; 

Certis Europe BV, Países Bajos), RhizoPlus® (B. subtilis FZB24; ABiTEP), Sonata® (B. 

pumilus QST2808; AgraQuest, Inc., Davis, California, EE. UU.), Taegro® (B. subtilis var. 

Amyloliquefaciens FZB24; Novozymes Biologicals, Inc., Salem, Virginia, EE. UU. (Pérez et 

al., 2011).  

B. amyloliquefaciens FZB42, ahora reclasificado como una B. velezensis. La cepa es 

capaz de estimular el crecimiento de las plantas y producir diferentes tipos de metabolitos 

secundarios biológicamente activos que suprimen la microflora patógena de las plantas (Krebs 

et al., 1998). Mientras tanto, B. velezensis se ha formulado en el fungicida Botrybel (Agricaldes, 

España) comercialmente disponible, debido a su actividad contra Botrytis cinerea, un agente 

etiológico del moho gris, que según los estudios infecta a más de 200 especies de plantas en 

todo el mundo (Romanazzi et al., 2014; (Rabbee et al., 2019). B. velezensis (cepa CR-502T y 

cepa CR-14b) se aisló por primera vez tomadas de la desembocadura del río Vélez en Torre del 

mar en la provincia de Málaga, España (Ruiz et al., 2005). 
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Serratia marcescensis es una bacteria gramnegativa (familia Enterobacteriaceae). Ha 

sido ampliamente conocido como un patógeno (Flyg et al., 1983; Bahar et al., 2007) y como un 

organismo que descompone los alimentos (Abdour 2003). También se ha informado que 

promueve el crecimiento vegetal al inducir resistencia contra los patógenos de las mismas 

(Kloepper et al., 1993), la producción de sustancias antagonistas (de Queiroz et al., 2006) y la 

solubilización de fosfatos (Tripura et al., 2007).  
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VII. CONCLUSIONES 

Se observó que el pH de suelo asociado al chiltepín cultivado en San Pedro el Saucito presentó 

un pH alcalino (aprox. 9) en todas las épocas del año muestreadas. A diferencia del pH de suelo 

asociado al chiltepín silvestre que presentó un pH menor (6.24 a 7), en los municipios de 

Moctezuma y Banámichi en las 3 épocas del año muestreadas. 

En el caso del municipio de Opodepe, éste presentó un pH alcalino; sin embargo, 

disminuyó el pH en la época de lluvias y restableciendo su pH nuevamente en la época post-

lluvia. 

No se encontraron diferencias significativas en las diferentes épocas del año en el 

contenido de amonio en el suelo; sin embargo, sí se encontraron diferencias significativas en el 

contenido de amonio entre los municipios de Banámichi, Opodepe y San Pedro el Saucito, con 

respecto al municipio de Moctezuma. 

Se encontró un mayor contenido de nitritos en el suelo analizado en el municipio de 

Opodepe en la época de lluvia con una diferencia significativa comparado con los otros 

municipios y épocas del año. 

En la muestra de suelo analizada en el municipio de Opodepe se encontró un mayor 

contenido de nitrato en la época seca; mientras que en San Pedro el Saucito se encontró la menor 

cantidad de nitrato en el suelo analizado correspondiente a la época post-lluvia.  

Las diferencias significativas encontradas entre las especies nitrogenadas (amonio, 

nitrito y nitrato), en función de la temporalidad y localización   en la cuantificación de la 

reserva de nitrógeno inorgánico sugieren que existen efectos diferenciales en la determinación 

de nitrógeno inorgánico en suelos asociados al chiltepín en los diferentes localizaciones y época 

de año. 

Se identificaron 14 cepas bacterianas aisladas asociadas al Chiltepín (Capsicum annuum 

L. var. glabriusculum) con base en sus características microscópicas, macroscópicas y su 

identidad molecular mediante secuenciación del fragmento 16S rDNA, se observó que las 

bacterias evaluadas tuvieron algunas de las características asociadas a promoción de crecimiento 

vegetal in vitro (solubilización de fósforo, producción de índoles, producción de sideróforos). 
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Se identificaron siete bacterias promotoras del crecimiento vegetal, ideales como 

inoculador para ayudar en los procesos de bioremediación (Bacillus velezensis FZB42, Serratia 

nematodiphila DZ0503SBS1, Kluyvera cryocrescens strain NBRC 102467, Enterococcus 

casseliflavus strain NCIMB 11449, Bacillus cereus ATCC 14579, Pseudomonas citronellolis 

strain NBRC 103043, Serratia marcescens subsp. marcescens ATCC 13880). 

Las bacterias promotoras del crecimiento vegetal (BPCV) cultivables asociadas con el 

chiltepín (Capsicum annuum L. var. glabriusculum) no representan conjuntos aleatorios, sino 

que muestran estructuras filogenéticas definidas que forman grupos en común (core) sin 

importar la variación de lugar y época del año, mientras que existe otro grupo que son 

particulares para cada lugar y época, asociados al chiltepín silvestre y cultivado. 
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VIII. RECOMENDACIONES 

 

l El análisis filogenético de la secuencia del gen 16S rRNA tiene un poder insuficiente para 

discriminar entre las especies de Bacillus debido a la naturaleza altamente conservada de 

este gen (Rooney et al., 2009; Li et al., 2019). Por lo que se recomienda hacer la evaluación 

de B. velezensis comparando secuencias completas del gen rpoB que codifica a la sub-

unidad β del ARN polimerasa (Fan et al., 2017). 

l Para determinar la funcionalidad de fijación de nitrógeno se recomienda realizar un estudio 

para analizar el gen nifH de las comunidades bacterianas asociadas a la rizosfera de 

Capsicum annuum L. var. glabriusculum. 

l El suelo es un sistema complejo que alberga una gran cantidad y diversidad de 

microorganismos. Las bacterias son microorganismos muy abundantes en estas 

comunidades, pero los hongos, oomicetos, algas, protozoos, nematodos y virus también son 

contribuyentes importantes (Müller et al., 2016); por lo que se recomienda realizar un 

análisis metagenómico sobre estas comunidades con la finalidad de comparar cómo 

cambian las comunidades microbianas a través de las diferentes épocas del año, utilizando 

un enfoque de metagenómica comparativa. 

l Se recomienda ampliamente elaborar estrategias de inoculación de las BPCV identificadas 

en este estudio, principalmente con Bacillus velezensis en chiltepín (Capsicum annuum L. 

var. glabriusculum) para evaluar su capacidad promotora del crecimiento vegetal.   
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ANEXOS 

Anexo 1.  

Determinación de producción de sideróforos 

Preparación de solución Nro. 1 

Se utilizó los siguientes reactivos: Bromuro de hexadeciltrimetilamonio (HDTMA), Cromo 

azurol S (CAS), Ácido clorhídrico (HCl) y Cloruro férrico (FeCl3). 

Todos los reactivos de ésta solución deben ser preparados justo antes de usar. Se agregó 72.8 

mg de Bromuro de hexadeciltrimetilamonio (HDTMA) en 40 ml de agua destilada. En otro 

contenedor se agregó 60.5 mg de CAS en 50 ml de agua destilada. En un tercer recipiente se 

agregó 1 ml de ácido clorhídrico (HCl) 0.1 M en 9 ml de agua destilada, se agregó 27 mg de 

cloruro férrico (FeCl3) a la solución de HCl, se mezcló la solución de FeCl3-HCl con la de CAS 

(solución Fe-CAS), después, lentamente y agitando constantemente se agregó la solución Fe-

CAS a la de HDTMA,  

Preparación de solución Nro. 2 

Se utilizó los siguientes reactivos: Fosfato monopotásico (KH2PO4), Cloruro de sodio (NaCl), 

Cloruro de amonio (NH4Cl), Ácido piperazina-N,N'-bis[2-etanosulfónico] (PIPES) y Agua 

destilada (dH2O). 

Tabla A1. Lista de reactivos para Preparación de “Solución 2”. 

Reactivo Cantidad 

KH2PO4 3 g 

NaCl 5 g 

NH4Cl 10 g 

H2O Aforar a 750 mL 

Se agregó 30.24 g de PIPES y se ajustó el pH a 6.8, se adicionó 15 g de agar, se aforó a 800 ml, 

posteriormente se calentó en agitación y se esterilizó en autoclave 15 min a 121 °C y 15 lb de 

presión. 

Se diluyó 75 mL de “Sales Sideróforos Sln. 2” en 675 ml de agua destilada. 



 

 

 

 

110 

Preparación de solución No. 3 

Se utilizó los siguientes reactivos: Cloruro de calcio (CaCl2), Sulfato de manganeso hidratado 

(MnSO4 H2O), Ácido bórico (H3BO3), Sulfato de cinc hidratado (ZnSO4 7H2O), Molibdato de 

sodio hidratado (Na2MoO4 2H2O), Sulfato cúprico hidratado (CuSO4 5H2O), sulfato de 

magnesio hidratado (MgSO4 7H2O), Manitol, Glucosa y Agua destilada (dH2O). 

Tabla A2. Lista de reactivos para Preparación de “Solución 3”. 

Reactivo Cantidad 

CaCl2 550 mg 

MnSO4 H2O 59 mg 

H3BO3 70 mg 

ZnSO4 7H2O 60 mg 

Na2MoO4 2H2O 50 mg 

CuSO4 5H2O 71 mg 

H2O 346.5 ml 

 

Se agregó 493 mg de MgSO4 7H2O, 2 g de manitol y 2 g de glucosa, en ese orden, se 

homogenizó y se esterilizó en autoclave 15 min a 121 °C y 15 lb de presión, posteriormente se 

tomó 7 ml de “Sideróforos Sln. 3” y se diluyó en 63 ml de agua destilada. 
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Anexo 2 

Tabla A3. Ubicación de coordenadas de muestreo realizado en cuatro localidades 
pertenecientes a cuatro municipios del estado de Sonora. 

     
   COORDENADAS  

SITIO Zonas 
de 

muestr
eos 

Puntos 
de 

muestr
eo 

EPOCA SECA EPOCA DE 
LLUVIA 

EPOCA POST-
LLUVIA 

TIPO DE 
CHILTEPIN 

HERMOSILLO 
(SAN PEDRO 
EL SAUCITO) 

A 1 N 29°12.479'  
W 110°54.186' 

N 29° 12.453'    
W 110° 54.189' 

N 29° 04. 875'  
W 110°58. 1811' 

CULTIVADO 

2 N 29°12.468'  
W 110°54.185'  

N 29° 12.473'  
W 110° 54.191' 

N 29° 12. 472'  
W 110°54. 189' 

CULTIVADO 

3 N 29°12.461'  
W 110°54.178' 

N 29° 12.479'  
W 110° 54.172' 

N 29°12. 479'  
W 110° 54. 172' 

CULTIVADO 

B 1 N 29°12.468'  
W 110°54.164' 

N 29° 12.458'  
W 110° 54.173' 

N 29° 12. 457'  
W 110° 54. 170' 

CULTIVADO 

2 N 29°12.459'  
W 110°54.159' 

N 29° 12.464'  
W 110° 54.168' 

N 29° 12. 479' 
 W 110° 54. 159' 

CULTIVADO 

3 N 29°12.467'  
W 110°54.155' 

N 29° 12.480'    
W 110° 54.164' 

N 29°12.458'  
W 110° 54. 162' 

CULTIVADO 

C 1 N 29°12.465'   
W 110°54.144' 

N 29° 12.457'  
W 110° 54.147' 

N 29° 12.458'  
W 29° 12. 459' 

CULTIVADO 

2 N 29°12.458' 
W 110°54.136' 

N 29° 12.476'  
W 110° 54.135' 

N 29° 12. 473'  
W 110° 54. 134' 

CULTIVADO 

3 N 29°12.469'    
W 110°54.130' 

N 29° 12.474'  
W 110° 54.132' 

N 29° 12. 460' 
 W 110° 54. 127'  

CULTIVADO 

OPODEPE 
(MERESICHIC) 

A 1 N 30°03.234'  
W 110°42.871' 

N 29° 34.139'  
W 109° 58.782' 

N 30° 03.198'  
W 110° 43.197' 

SILVESTRE 

2 N 30°03.215'  
W 110°42.910' 

N 30° 03.212'  
W 110° 43.148' 

N 30° 03.235'  
W 110° 42.994' 

SILVESTRE 

3 N 30°03.224'  
W 110°42.927' 

N 30° 03.205'  
W 110° 43.195' 

N 30° 03.236'  
W 110° 42.991' 

SILVESTRE 

B 1 N 30°03.190'  
W 110°43.210' 

N 30° 03.205'   
W 110° 43.193' 

N 30° 03.235'  
W 110° 42.995' 

SILVESTRE 

2 N 30°03.199'   
W 110°43.199' 

N 30° 03.231'   
W 110° 42.967' 

N 30° 03.235'  
W 110° 42.994' 

SILVESTRE 

3 N 30°03.200'  
W 110°43.196' 

N 30° 03.164'  
W 110° 42.696' 

N 30° 03.236'   
W 110° 42.991' 

SILVESTRE 

C 1 N 30°01.056'    
W 110°40.319' 

N 30° 01.072' 
W 110° 40.324' 

N 30° 01.054'   
W 110° 40.316' 

SILVESTRE 

2 N 30° 01.1042'  
W 110° 40.291' 

N 30° 01.050'   
W 110° 40.312' 

N 30° 01.053'   
W 110° 40.313' 

SILVESTRE 

3 N 30°01.048'    
W 110°10.307' 

N 30° 01.034'    
W 110° 40.283' 

N 30° 01.049'   
W 110° 40.311' 

SILVESTRE 

D 1 N 30°01.048'   
W 110°40.311' 

N 30° 01.048'  
W 110° 40.306' 

N 30° 01.047'  
W 110° 40.291' 

SILVESTRE 

2 N 30°01.042'   
W 110°40.291' 

N 30° 01.059'   
W 110° 40.317' 

N 30° 01.1042'  
W 110° 40.291' 

SILVESTRE 
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3 N 30°01.032'   
W 110°40.283' 

N 30° 01.054'   
W 110° 40.321' 

N 30° 01.0551'  
W 110° 40.297' 

SILVESTRE 

BANAMICHI 
(RANCHO LAS 
MORAS) 

A 1 N 29°58.490'   
W 110°06.946' 

N29° 58. 495'  
W 110° 06. 942' 

N 29° 58.4871'  
W 110° 06.9471' 

SILVESTRE 

2 N 29°58.478'   
W 110°06.934' 

N29 °58. 487'   
W 110°06. 946' 

N 29° 58.488'    
W 110° 06.965' 

SILVESTRE 

3 N 29°58.487'   
W 110°06.939' 

N 29°58. 457'   
W 110°06. 537' 

N 29° 58.502'  
W 110° 06.950' 

SILVESTRE 

B 1 N 29°58.593'  
W 110°06.731' 

N 29°58. 456'   
W 110°0.6. 537' 

N 29° 58.605'   
W 110° 06.751' 

SILVESTRE 

2 N 29°58.587'   
W 110°06.734' 

N 29°58. 453'  
W 110°0.6. 535' 

N 29° 58.609'  
W 110° 06.754' 

SILVESTRE 

3 N 29°58.605'    
W 110°06.734' 

N 29°58. 453'   
W 110°06. 536' 

N 29° 58.608'   
W 110° 06.758' 

SILVESTRE 

C 1 N 29°58.448'   
W 110°06.517' 

N29° 58. 606'   
W 110°06. 754' 

N 29° 58.455'  
W 110° 06.537' 

SILVESTRE 

2 N 29°58.458'   
W 110°06.536' 

N 29°58. 605'   
W 110°06. 753' 

N 29° 58.454'   
W 110° 06.536' 

SILVESTRE 

3 N 29°58.438'   
W 110°06.531' 

N 29° 58. 611’  
W 110°06. 747' 

N 29° 58.452'   
W 110° 06.535' 

SILVESTRE 

MOCTEZUMA 
(RANCHO LA 
MONSTOSA) 

A 1 N 29°34.614'  
W 109°57.675' 

N 29°34. 592'  
W 109° 57.670' 

N 29° 34.633'  
W 109° 57.639' 

SILVESTRE 

2 N 29°34.616'  
W 109°57.688' 

N 29°34. 618' 
W 109°57. 664' 

N 29° 34.628' 
W 109° 57.665' 

SILVESTRE 

3 N 29°34.612' 
W 109°57.691' 

N 29°34. 622' 
W 109°57. 665' 

N 29° 34.630' 
W 109° 57.6699' 

SILVESTRE 

B 1 N 29°34.703' 
W 109°58.011' 

N29° 58. 606' 
W 110°06. 754' 

N 29° 34.702' 
W 109° 58.011' 

SILVESTRE 

2 N 29°34.703' 
W 109°57.979' 

N 29°34. 702' 
W 109°57. 975' 

N 29° 34.703'W 
109° 57.975' 

SILVESTRE 

3 N 29°34.703' 
W 109°57.975' 

N 29°34. 556' 
W 109°57. 899' 

N 29° 34.558' 
W 109° 57.901' 

SILVESTRE 

C 1 N 29°34.270' 
W 109°58.208' 

N 29° 34.269' 
W 109° 58. 208' 

N 29° 34.269' 
W 109° 58.211' 

SILVESTRE 

2 N 29°34.270' 
W 109°58.204' 

N 29°34. 268' 
W 109°58. 205' 

N 29° 34.270' 
W 109° 58.270' 

SILVESTRE 

3 N 29°34.267' 
W 109°58.941' 

N 29°34. 134' 
W 109 °58. 782' 

N 29° 34.268' 
W 109° 58.936' 

SILVESTRE 
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Tabla A4. Características microscópicas y macroscópicas de las cepas bacterianas de interés. 

ID Cepa Microscopia Macroscopia 

1SP2C 

Bacilo Gram-
negativo 

 

Superficie lisa, 
borde regular, 

color rosa claro 
dependiente de 
temperatura,opa

co 
 

3SP2A 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 

 

Superficie 
plana, borde 

irregular, color 
amarillo caro, 

opaca. 

 

2SP3A 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 

 

Superficie 
plana, borde 

irregular, color 
amarillo caro, 

opaca. 

 

4SP3A 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 

 

Superficie 
plana, borde 

irregular, color 
amarillo caro, 

opaca. 

 

2OP2C 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 

 

Superficie 
plana, borde 

irregular, color 
amarillo caro, 

opaca. 

 

3OP2C 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 

Superficie 
plana, borde 
regular, color 

amarillo, opaca. 

4OP2B 

Bacilo Gram-
negativo 

 

Superficie lisa, 
borde regular, 

color rosa claro 
dependiente de 
temperatura,opa

co 
 



 

 

 

 

114 

10OP3B 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 

 

Superficie 
plana, borde 

irregular, color 
amarillo caro, 

opaca. 

 

4BAN2A 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 

 

Superficie 
plana, borde 

irregular, color 
amarillo caro, 

opaca. 

1BAN3A 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 

 

Superficie 
plana, borde 

irregular, color 
amarillo caro, 

opaca. 

 

19BAN3C 

Coco  
Gram-positivo 

 

 

Superficie 
plana, borde 
regular, color 

amarillo 
Traslúcida. 

 

3MOC2A 

Bacilo Gram-
positivo, 

esporulado. 
 

 

Superficie 
plana, borde 
regular, color 

amarillo, opaca. 

 

10MOC2B 

Bacilo Gram-
negativo 

 

Superficie 
plana, borde 
regular, color 

verde 
fluorescente, 
transparente. 

 

12MOC2B 

Bacilo Gram-
negativo 

 

Superficie lisa, 
borde irregular, 
color rosa,opaco 
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. 

 

Figura A1. Curva patrón de ácido indolacético (AIA), a diferentes concentraciones de un estándar. 
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Tabla A5. Bacterias identificadas promotoras del crecimiento vegetal con sus respectivas 
determinaciones de producción de ácido indolacético, solubilización de fosfato y producción de 
sideróforos.  

ID 
Nombre de 
secuencia 

Organismo descrito de alta similitud y secuencia de 
referencia en NCBI 

Índoles (ppm) 
Fosfatos 

(IES) 
Sideróforos 

(IEP) 

1 1SP2C NR_044385.1 Serratia nematodiphila DZ0503SBS1 9.38±0.98 1.81±0.20 1.17±0.07 

2 3SP2A NR_075005.2 Bacillus velezensis strain FZB42 7.36±1.61 1.19±0.11 1.03±0.01 

3 2SP3A NR_075005.2 Bacillus velezensis strain FZB42 7.80±0.77 1.51±0.02 1.08±0.02 

4 4SP3A NR_075005.2 Bacillus velezensis strain FZB42 8.071±1.44 1.47±0.11 1.31±0.07 

5 2OP2C NR_075005.2 Bacillus velezensis strain FZB42 8.12±1.34 1.35±0.08 1.04±0.04 

6 3OP2C NR_114108.1 Kluyvera cryocrescens strain NBRC 102467 7.53±1.17 1.63±0.10 1.14±0.06 

7 4OP2B NR_044385.1 Serratia nematodiphila DZ0503SBS1 7.39±1.37 1.50±0.06 1.09±0.03 

8 10OP3B NR_075005.2 Bacillus velezensis strain FZB42 9.51±0.93 2.16±0.27 2.16±0.27 

9 4BAN2A NR_075005.2 Bacillus velezensis strain FZB42 8.64±0.70 8.57±1.72 1.03±0.63 

10 1BAN3A NR_075005.2 Bacillus velezensis FZB42 8.30±2.40 6.22±1.43 1.19±0.05 

11 19BAN3C 
NR_119280.1 Enterococcus casseliflavus strain NCIMB 

11449 
5.91±0.98 2.57±0.81 1.59±0.09 

12 3MOC2A NR_074540.1 Bacillus cereus ATCC 14579 6.52±0.64 3.09±0.45 1.20±0.03 

13 10MOC2B NR_114194.1 Pseudomonas citronellolis strain NBRC 103043 5.91±2.09 4.69±0.84 1.51±0.20 

14 12MOC2B 
NR_113236.1 Serratia marcescens subsp. marcescens ATCC 

13880 
6.28±0.21 2.19±0.43 1.21±0.06 

 

 


