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RESUMEN 

En la actualidad existen grandes extensiones de suelos con problemas de salinidad. 

Se estima que para el 2050, más del 50% del suelo cultivable será afectado por este 

problema. Estos suelos se destinan pocas veces a la producción agrícola por su 

baja productividad. Sin embargo, existen plantas con la capacidad de vivir en 

ambientes salinos, como Bacopa monnieri (L.) Wettst, se puede encontrar en la 

Región Ciénega de Chapala. El objetivo de este trabajo fue evaluar el potencial de 

promoción de crecimiento vegetal de bacterias asociadas a la rizósfera de B. 

monnieri bajo condiciones de estrés salino. Para esto, se colectaron plantas de B. 

monnieri de una zona geotérmica denominada “Los Negritos”, perteneciente al 

municipio de Villamar, Michoacán. Se aislaron bacterias de la rizósfera en medio 

enriquecido salino (10% NaCl), las cuales se identificaron morfológica y 

molecularmente.  Así mismo se evaluó el potencial de los aislados para producir 

Ácido 3-indol acético (AIA), sideróforos, proteasas y amilasas, y se determinó la 

capacidad de solubilización de zinc, fosfatos, fitatos y carbonatos, esto mediante 

pruebas in vitro. Se obtuvo un total de 24 aislados, dentro de los géneros 

encontrados destacan: Oceanobacillus, Halomonas, Halobacillus, Nesterenkonia y 

Planococcus. La mayoría de los aislados se clasificaron como bacterias 

halotolerantes, a excepción de Halobacillus andaiensis, que fue halófilo estricto. 

Diversas cepas tuvieron la capacidad de producir sideróforos, AIA, solubilizar 

fosfatos, fitatos, zinc y carbonatos bajo diferentes concentraciones de NaCl. Por otra 

parte, el 40% de las cepas aisladas presentó actividad proteolítica y aminolítica. 

Basándose en las pruebas in vitro, las cepas que se obtuvieron, presentan potencial 

de promover el crecimiento vegetal bajo condiciones controladas de estrés salino.  
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ABSTRACT 

Nowadays have been reported conditions like drought and salinity in a number of 

soil across de world. It is estimated that by 2050 more than 50% of arable land will 

be affected by this problem. Saline soils are not destinated for agriculture due to its 

low productivity which cause damage to the development and growth of the crops. 

However, there are plants that have the ability to grow in saline environments, such 

as Bacopa monnieri (L.) Wettst, that can be found in the Cienega de Chapala region. 

The aim of this study is to asses the plant growth promotion potential of bacteria 

from rhizosphere of halophyte B. monnieri under saline stress conditions.  Samples 

of B. monnieri were collected from a geotermical area known as “Los Negritos” near 

to Villamar town, in the state of Michoacán.  Halophilic medium (10% of NaCl) was 

used for the isolation and purification of rhizozphere bacteria.  A total of 24 isolates 

were obtained, which were identified by using 16S rRNA analysis gene. Isolates 

were grown to evaluate the ability of production of IAA, siderophore and enzymatic 

activity, phosphate, phitate and zinc solubilization, by using in vitro assays. 

Phylogenetic analysis showed that bacterial strains belonged to Oceanobacillus, 

Halobacillus, Bacillus, Halomonas, Planococcus, Psychrobacter, Vibrio and 

Nesterenkonia genera. All bacterial strains were halotolerant except for Halobacillus 

that showed a moderated halophilic ability. Most of the bacterial strains were capable 

to produce siderophores, IAA, and exhibited zinc, phosphate and phytate 

solubilization activity under salt concentrations. 40% of the strains showed 

enzymatic protease and amylase activities at 10% NaCl concentration. The results 

obtained in this study indicated the potential of rhizoshere bacteria from B. monnieri 

to improve the growth and development of plants under saline conditions.  
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INTRODUCCIÓN 

Existen diferentes factores ambientales que ejercen un efecto sobre la producción 

de cultivos, tales como: la sequía, temperatura, salinidad, contaminación del aire, 

metales pesados, pesticidas y el pH del suelo (El-Awady et al., 2015). De estos 

factores, la salinidad es quizá el estrés abiótico con un efecto negativo sobre la 

producción de cultivos alrededor del mundo. Se puede mencionar que más del 6% 

del suelo del mundo presenta condiciones de salinidad, y el 20% de los suelos 

cultivables un estrés salino, siendo principalmente en zonas áridas y semiáridas 

donde se presenta este problema  (Li et al., 2017).  Interacciones naturales como 

procesos geológicos, cambio climático y manejo de agua pueden causar la salinidad 

del suelo. Por otra parte, la salinidad del suelo también se puede inducir de manera 

antropogénica, mediante el uso excesivo de fertilizantes y la irrigación inadecuada 

de las tierras de cultivo (Szyma et al., 2016).  

El daño por salinidad en plantas se evidencia de diferentes maneras, por ejemplo, 

hojas amarillentas, disminución de la tasa de crecimiento, decrecimiento de la altura 

de la planta, así como la disminución del desarrollo radicular, lo que impide una 

adecuada absorción de nutrientes y agua.  Lo anterior se atribuye a la inhibición de 

la elongación normal y división de las células causadas por el exceso de sales en el 

medio (Li et al., 2017). 

Las plantas halófitas utilizan diferentes estrategias para lograr vivir en ambientes 

salinos. Estas estrategias incluyen regulaciones internas de presión, 

específicamente en el citoplasma, exclusión de sodio de las células y la acumulación 

de este elemento en la vacuola. Otra manera de mitigar los efectos del estrés salino 

en plantas es la asociación con microorganismos benéficos rizosféricos (Szyma et 

al., 2016). 

En años recientes el uso de microorganismos benéficos ha sido una estrategia 

importante para reducir el daño en las plantas causado por el estrés salino y 

promover el crecimiento y desarrollo de los cultivos (Huashan et al., 2017). Dentro 

de estos microorganismos se distingue la utilización de las rizobacterias promotoras 

de crecimiento vegetal (PGPR, por sus siglas en inglés), las cuales facilitan el 
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crecimiento de las plantas, mediante mecanismos conocidos como directos e 

indirectos (Bravo, 2017). 

Dentro de los beneficios que aportan estos microorganismos se encuentra la 

capacidad de fijación de nitrógeno atmosférico, producción de sideróforos, 

disolventes de fosfato, síntesis de fitohormonas y producción de enzimas que 

regulan el crecimiento (Li et al., 2017). 
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I. MARCO TEÓRICO 

 

1.1. Suelos salinos  

 

El suelo constituye un componente más del medio ambiente, es vulnerable, de 

extensión limitada y se considera un recurso no renovable, debido a que su 

formación requiere de cientos de miles de años (Javier et al., 2009). 

En los últimos años el área de suelos afectada por la salinidad ha aumentado 

drásticamente, se estima que el 6% de la tierra cultivable en el mundo se ve afectada 

por la salinización, y el 20% del total de tierras irrigadas presenta este tipo de 

degradación química, no obstante,  las áreas salinizadas incrementan de manera 

rápida por diversos factores (Shrivastava y Kumar, 2015), por lo que se prevé que 

para el 2050 la cifra de tierras afectadas por la salinización alcanzará el 50% (Li et 

al., 2017; Muchate et al., 2016).  

La salinidad del suelo puede ser provocada por factores naturales o actividades 

humanas que incrementan la concentración de sales disueltas, principalmente 

cloruro de sodio (Ilangumaran y Smith, 2017). Dentro de los factores naturales 

figuran los procesos geológicos, manejo del agua y las condiciones climáticas de 

cada región, ya que en lugares cálidos y con poca precipitación los suelos tienden 

a ser salinos. Sin embargo, algunas actividades antropogénicas como lo es el uso 

inadecuado de fertilizantes, y las inapropiadas prácticas de irrigación pueden ser 

causantes comunes de la salinización del suelo (Shrivastava y Kumar, 2014; Szyma 

et al., 2016). 

Un suelo que presenta una conductividad eléctrica mayor o igual a 4 dS m-1 es 

definido como salino, según el laboratorio de salinidad del USDA (United States 

Departament of Agriculture) (Ilangumaran y Smith, 2017; Shrivastava y Kumar, 

2014). 
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1.2. Suelos salinos en México 
 

 La salinización de suelos en México se considera un problema nacional, sin 

embargo, este se concentra principalmente en el centro, norte del país y a lo largo 

de la costa. El problema se agudiza especialmente en las regiones áridas y 

semiáridas, donde se ve presente una alta evaporación y poco drenaje, de igual 

manera, en las zonas con irrigación donde se estima que el 10% de estas está 

afectado por la salinización. La cifra estimada de suelos afectados por la salinización 

alcanza el millón de ha (Cerda et al., 2007; Serrano et al., 2002). Se estima que un 

3.2% del territorio nacional mexicano está afectado por la salinidad. El problema de 

salinización en México se ve principalmente en las cuencas cerradas, donde con el 

paso del tiempo ha habido una acumulación de sales en el horizonte del suelo 

(Gonzalez et al., 2019; Serrano et al., 2002).  

En Michoacán, región Ciénega de Chapala, la salinización se ha descrito como un 

proceso continuo donde la acumulación de sales, principalmente NaCl, ha 

ocasionado la pérdida de fertilidad de los suelos, afectando significativamente la 

producción agrícola (Silva-García et al., 2006).  

Los suelos de la región de estudio se caracterizan por ser de textura pesada, y por 

presentar un gran contenido de arcillas, lo que agudiza los procesos de salinización. 

Los suelos predominantes son los vertisoles, en donde crecen plantas resistentes a 

la salinidad (Lastiri-hernández et al., 2019). 

 

1.3. Plantas halófitas 

 

Las plantas halófitas son aquellas capaces de vivir y completar su ciclo de vida bajo 

concentraciones de sal que normalmente matarían al 99% de otras especies.  En 

esta clasificación, podemos mencionar aquellas halófitas que naturalmente se 

encuentran en ambientes salinos, y que representan aproximadamente el 1% de las 

plantas terrestres (Yuan et al., 2019) y, por otro lado, aquellas que a pesar de no 

vivir en ambientes salinos, tienen la capacidad de tolerar la sal. De esta manera, se 
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reconocen como halófitas aquellas que pueden soportar al menos 200 mM de NaCl 

(Flowers, 2008), en contraste, para las plantas glicófitas, una concentración arriba 

de 100Mm supondría la inhibición de su crecimiento  (Volkov y Flowers, 2019). 

Se consideran como plantas “halófitas obligadas” aquellas que requieren de sal para 

poder crecer, y como “halófitas facultativas” aquellas que pueden crecer en suelos 

desprovistos de sal, esto se basa en su demanda y tolerancia de sodio (Mishra y 

Tanna, 2017). 

Existen otras clasificaciones de las halófitas que se basan en las características de 

los ambientes salinos donde se encuentran, o la composición de sus raíces, o en la 

habilidad para secretar iones (Flowers, 2008). 

Las plantas halófitas se pueden encontrar tanto en suelos salinos, como en 

soluciones con sal. Muchas halófitas son capaces de crecer bajo concentraciones 

altas de sal, con irrigación de agua de mar a diferentes concentraciones.  La mayoría 

de las halófitas toleran el sodio (Na+), siendo este, el principal catión que se 

encuentra en los suelos salinos, junto con el cloro (Cl-); sin embargo, otros aniones 

y cationes también contribuyen a la salinización del suelo, dentro de estos se 

encuentran: sulfatos, carbonatos, bicarbonatos de calcio, magnesio y potasio 

(Volkov y Flowers, 2019). 

 

1.3.1. Estrategias de supervivencia de las plantas halófitas 

 

La adaptación de las halófitas les ha permitido vivir y tolerar ambientes salinos, esto 

ha sido principalmente gracias a dos estrategias que utilizan; La primera es 

conocida como “salt tolerance” y la segunda como “ salt avoidance”, estas 

estrategias involucran mecanismos como,  reducción de la afluencia de Na, 

compartimentalización, y la eliminación de iones de sodio mediante excreción, al 

mismo tiempo se presenta la secreción, derramamiento, incremento de la presión 

osmótica en el citoplasma, producción de solutos compatibles, acumulación de Na 

en la vacuola y suculencia. Se ha observado que algunas halófitas secretan el 
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exceso de sales en forma líquida a través de las hojas; sin embargo, al entrar en 

contacto con el aire estas se cristalizan (Mishra y Tanna, 2017; Szyma et al., 2016). 

Los mecanismos de tolerancia a la salinidad también involucran la generación de 

especies reactivas de oxígeno, vías de desintoxicación, osmoregulación o 

homeostasis iónica a través de osmoprotectores, y a nivel de expresión genética, o 

molecular, utilizan regulación de genes independientes o dependientes de ácido 

abscísico (Mishra y Tanna, 2017). Los mecanismos antioxidantes involucran 

enzimas como la superóxido dismutasa, glutatión reductasa, catalasas y 

peroxidasas; y moléculas como carotenoides, flavonoides, y otros compuestos que 

previenen del daño oxidativo provocado por las especies reactivas de oxígeno 

(Ilangumaran y Smith, 2017).  

Otro mecanismo utilizado por las halófitas y halófitas facultativas es la asociación 

con microorganismos rizosféricos, estos ayudan a aminorar el daño causado por el 

estrés salino y promueven el crecimiento y desarrollo vegetal (Li et al., 2017). 

 

1.3.2. Impacto de la salinidad en las plantas 
 

Todas las plantas pueden tolerar algo de NaCl presente en el medio en el que 

crecen; sin embargo, estas concentraciones son muy variables, las cuales van 

debajo de 50 mM a más de 1 M (Flowers et al., 2019). 

Como primer punto, el estrés salino limita la habilidad de planta para absorber el 

agua necesaria, provocando disminución de la evaporación, desajustes en la 

nutrición mineral, desbalances hormonales y formación de especies reactivas de 

oxígeno. 

En las plantas glicófitas el estrés salino ocasiona malformación de hojas, hojas 

amarillas, disminución de la tasa de crecimiento y un decremento en el peso de la 

planta. Por otra parte, el estrés salino impide la elongación normal celular, 

reflejándose en un sistema radicular deficiente, lo que afecta la adecuada absorción 

y transporte de nutrientes y agua (Ilangumaran y Smith, 2017; Li et al., 2017).  
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El estrés salino también se ve reflejado en cambios fisiológicos de la planta, 

principalmente por medio de un aumento en la cantidad de especies reactivas de 

oxígeno (ROS), como son aniones radicales superóxido, peróxido de hidrógeno, y 

radicales libres hidroxilos. Estas especies ocasionan la peroxidación lipídica y el 

estrés oxidativo en plantas. Además, los cambios hormonales ocasionados por el 

estrés salino conducen a desórdenes metabólicos de las plantas, afectando su 

crecimiento y desarrollo normal (Kumar et al., 2020; Li et al., 2017).   

 

1.4. Bacopa monnieri (L.) Wettst 

 

La mayoría de las plantas son glicófitas, esto quiere decir que son sensibles a la sal 

(Ilangumaran y Smith, 2017); sin embargo, dentro de la clasificación de las plantas 

halófitas, existen dos divisiones; las halófitas obligadas y facultativas (Mishra y 

Tanna, 2017).  Bacopa monnieri se encuentra en esta última clasificación, ya que a 

pesar de que se considera una planta glicófita, se le puede encontrar en condiciones 

salobres. Estudios han demostrado su potencial para desarrollarse en ambientes 

salinos (Jathina y Syed, 2019).  

B. monnieri es una planta perenne, rastrera y suculenta, se reconoce por sus 

atributos medicinales alrededor del mundo, dentro de la gama de fitocompuestos 

bioactivos que produce son los bacósidos A y B, utilizados para mejorar la 

inteligencia y memoria. Son diversas las propiedades medicinales que se le han 

atribuido, como es:  efecto antiinflamatorio, analgésico, antipirénico y sedante 

(Panda et al., 2020; Pankaj et al., 2020).  

B. monnieri se distribuye ampliamente en India, donde su principal uso es en la 

medicina Ayurveda, de igual manera se le encuentra en regiones cálidas de América 

y Australia (Ahire et al., 2018; Panda et al., 2020).  

Debido a las características y a la capacidad de crecer en suelos salinos se le ha 

utilizado como una alternativa para fitodesalinizar suelos salinos agrícolas en 

acompañamiento de la halófita Sesuvium verrucosum Raf. (Lastiri-hernández et al., 
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2019). B. monnieri ha demostrado un aumento en su tolerancia a la salinidad cuando 

está asociada a bacterias rizosféricas promotoras de crecimiento vegetal en suelos 

salinos (Pankaj et al., 2020). 

 

1.5. Rizósfera 

 

En 1904 Lorenz Hiltner fue el primer investigador que acuñó el término “rizósfera” 

para describir la interfaz de las raíces de las plantas y el suelo. La rizósfera se puede 

definir como aquel volumen de suelo que se encuentra estrechamente cercano a 

las raíces vivas (Singh et al., 2017). La rizósfera se caracteriza por tener una mayor 

población y actividad microbiana en comparación de la mayor parte del suelo 

aledaño, dichas diferencias las promueven los diversos compuestos orgánicos y 

exudados que las plantas producen y emiten al exterior, además, dentro de esta 

zona se libera alrededor del 11% del carbón neto fijado por las mismas (Curl y 

Truelove, 1986; Hartmann et al., 2008; Tkacz et al., 2015). 

La rizósfera supone el lugar de una fuerte interacción de tres componentes 

biológicos: suelo, raíces de las plantas y microfauna. Esta zona se considera como 

una de las interfaces más dinámicas de la Tierra (Figura 1) (Singh et al., 2017). 

 

 

Figura 1. Representación esquemática de las partes que conforman la rizósfera 

Fuente: Modificado de Bravo, 2017 

Esta zona es densamente poblada por diversos microorganismos, tales como 

invertebrados, nemátodos, hongos y bacterias. Las raíces de las plantas secretan 
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metabolitos primarios como: ácidos orgánicos, carbohidratos y aminoácidos, y 

metabolitos secundarios como: alcaloides, terpenoides y fenoles; una de sus 

funciones es mantener comunicación y regular la microfauna en la rizósfera. Lo 

anterior permite a las plantas atraer y promover la población de microorganismos 

benéficos y combatir los patógenos  (Venturi y Keel, 2016).  

La microbiota de la rizósfera aumenta la capacidad de las plantas a adaptarse a 

diferentes ambientes (Bulgarelli et al., 2012; Venturi y Keel, 2016). Diversos estudios 

han demostrado que las interacciones entre los componentes mencionados 

anteriormente se relacionan con la salud de la planta. Las comunidades microbianas 

que conforman la rizósfera son determinantes en  la salud del hospedero, ya que 

intervienen en diversos mecanismos nutricionales y de defensa (Haney et al., 2015). 

 

1.5.1. Microorganismos rizosféricos y bacterias promotoras de crecimiento 

vegetal 

 

Los microorganismos que conforman la microbiota de la rizósfera  pueden ser 

neutrales, patógenos o benéficos, con la capacidad de ejercer efectos profundos en 

el crecimiento, nutrición y salud de las plantas, principalmente por la movilización 

de nutrientes y la protección contra patógenos, tales como las  rizobacterias 

promotoras de crecimiento vegetal (PGPR, por sus siglas en inglés) (Compant et 

al., 2010; Singh et al., 2017).  

El suelo que rodea a las raíces se caracteriza por presentar un complejo de 

interacciones que ocurren entre las raíces de las plantas, exudados de las raíces, 

suelo, y microorganismos.  Las plantas dependen de su habilidad para comunicarse 

con el exterior, específicamente con los elementos más cercanos, uno de estos 

elementos es la población bacteriana que habita en  la rizósfera (Singh et al., 2017); 

una forma en la que esta compleja comunicación se lleva a cabo, es mediante los 

diferentes exudados de las raíces. Las PGPR se encuentran principalmente 

colonizando la superficie de las raíces y en espacios entre los pelos radiculares, por 



 

 
12 

lo que no precisamente se encuentran en contacto directo con las raíces de las 

plantas (Ilangumaran y Smith, 2017). 

 En 1978, Kloepper y colaboradores acuñaron el término PGPR, y desde entonces, 

este grupo de bacterias se ha visto como una alternativa para disminuir el estrés 

abiótico en la agricultura sustentable (Wang et al., 2018).  En los últimos años se le 

ha dado gran importancia a las PGPR debido a que estas poseen una o más 

propiedades de promoción de crecimiento vegetal, esto lo logran a través de 

diversos mecanismos, tales como aumento en la asimilación de nutrientes, fijación 

biológica de nitrógeno, solubilización de fosfatos, producción de sideróforos, 

producción de fitohormonas como ácido 3-indol acético, control de patógenos por 

antagonismo o competición, etc. (Li et al., 2017). 

Las PGPR se caracterizan por ayudar a disminuir el estrés abiótico de manera 

directa e indirecta a través de diferentes mecanismos, un ejemplo de ello es el estrés 

salino. La PGPR halotolerantes tienen la capacidad  de mitigar el estrés en plantas 

ocasionado por el exceso de sales, esto lo logran mediante la producción de 

diversos metabolitos mencionados anteriormente, que aumentan la 

biodisponibilidad y asimilación de nutrientes, la protección contra las sales mediante 

la exclusión de las mismas por medio de la producción de sustancias poliméricas 

extracelulares, y una compleja señalización entre planta-microorganismo 

(Ilangumaran y Smith, 2017). La actividad microbiana en suelos salinos puede 

favorecer el crecimiento de las plantas y aumentar su resistencia a la salinidad 

(Figura 2), (Arora y Vanza, 2017).  
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Figura 2. Mecanismos de tolerancia a la salinidad inducidos por bacterias rizosféricas 
promotoras de crecimiento vegetal. 

Fuente: Ilangumaran y Smith, 2017 

Mediante pruebas in vitro se ha evaluado la capacidad de las PGPR para promover 

el crecimiento vegetal, y se han tratado de explicar algunas de las relaciones entre 

estos microorganismos y las plantas que colonizan (Ilangumaran y Smith, 2017). De 

esta manera, diversas plantas son capaces de vivir en ambientes con altas 

concentraciones de sales, dentro de este grupo de plantas destacan las halófitas. 
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II. ANTECEDENTES 

Se estima que solo el 1% de las plantas son halófitas, por lo tanto, el 99% restante 

se considera sensible a la salinidad (Yuan et al., 2019). Las plantas capaces de vivir 

en ambientes salinos han desarrollado diversas estrategias para lidiar con el estrés 

salino; dentro de estas estrategias, la asociación con bacterias rizosféricas (Szyma 

et al., 2016) ha recibido mucha atención en los últimos años por parte de los 

investigadores.  

Son diversos los estudios que se han realizado respecto al análisis de la diversidad 

bacteriana asociada a plantas en suelos salinos, donde se ha pretendido conocer la 

relaciones entre planta-microorganismo. El objetivo de la mayoría de estos estudios 

ha sido determinar el potencial metabólico de estos microorganismos y su posible 

uso en la recuperación de suelos salinos o la mitigación del estrés salino en plantas, 

específicamente con las rizobacterias promotoras de crecimiento vegetal. 

Por otro lado, se ha observado un aumento en la práctica de inoculación plantas de 

cultivo con microorganismos benéficos, debido a que estos facilitan la producción 

de cultivos bajo condiciones de estrés salino mediante el aumento de la tolerancia 

a la salinidad, lo que se traduce en un aumento del rendimiento (Ilangumaran y 

Smith, 2017). 

En ambientes extremos como desiertos, océanos, o suelos salinos, habitan 

bacterias que han demostrado potencial para inducir la tolerancia a la salinidad en 

cultivos, un ejemplo es Pseudomonas fluorescens, que se aisló de palmeras 

datileras en Sahara, esta bacteria tuvo la capacidad de promover el crecimiento de 

las raíces de maíz en condiciones de salinidad. Unas raíces bien desarrolladas 

permiten que la planta tenga un mayor acceso a los nutrientes que se encuentran 

en el suelo (Zerrouk et al., 2016). En otro trabajo, Bacillus amyloliquefaciens SQR9, 

aumentó la resistencia al estrés salino (100 mM de NaCl) en plántulas de maíz en 

pruebas in vitro. Se observó que los mecanismos involucrados fueron en el sistema 

antioxidativo de la planta y reducción en el contenido interno de Na+ (Chen et al., 

2016).  
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Estudios han demostrado que las plantas halófitas albergan una gran cantidad de 

microorganismos en su rizósfera.  El papel que desempeñan estos microorganismos 

en la promoción del crecimiento vegetal, especialmente en condiciones no 

favorables del suelo ha sido muy estudiado (Szyma et al., 2016). Las pruebas in 

vitro, así como las técnicas de biología molecular han sido herramientas que 

permiten de manera rápida el estudio y selección de bacterias rizosféricas con 

potencial PGPR (Ilangumaran y Smith, 2017).  

Se han aislado bacterias con potencial de promoción de crecimiento vegetal de 

plantas halófitas como Sesuvium verrucosum, Salicornia europea, Salicornia 

brachiata, etc. Dentro de estos microorganismos se puede mencionar a 

Enterobacter cloacae, Vibrio sp, Bacillus pumillus, B. subtilis, el género Halomonas, 

Halobacillus, entre otros. Estas bacterias se han reconocido por promover el 

crecimiento vegetal en cultivos, mediante le producción de diversos metabolitos, 

fitohormonas, enzimas y el aumento en la disponibilidad de nutrientes en el suelo 

(El-Awady et al., 2015; Li et al., 2017; Szyma et al., 2016)  

Las PGPR aisladas de plantas halófitas han demostrado la capacidad de aliviar el 

estrés salino a través de diversos mecanismos fisiológicos y moleculares. Estos 

incluyen modificaciones en el sistema radicular de la planta, procesos antioxidantes, 

producción de sideróforos, exopolisacáridos, regulación de fitohormonas como el 

ácido 3-indol acético y ACC desaminasa, síntesis de osmolitos, fijación de nitrógeno, 

solubilización de fósforo  y control de los fitopatógenos (Ilangumaran y Smith, 2017; 

Kumar et al., 2020). Es importante mencionar que se ha reportado una mayor 

diversidad metabólica en bacterias aisladas de suelos con mayor concentración de 

sales (Szyma et al., 2016). 

Trabajos han demostrado que la acumulación de osmolitos, así como la 

señalización fitohormonal inducida por las PGPR ayudan a superar el choque 

osmótico en las plantas por la salinización (Ilangumaran y Smith, 2017). La 

producción de AIA por parte las bacterias rizosféricas es uno de los mecanismos de 

señalización más amplio y estudiado en las interacciones entre planta-

microorganismo.  Diversos trabajos han demostrado que la producción de esta 
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fitohormona modula el desarrollo y crecimiento del sistema radicular de las plantas, 

lo que se traduce en un mayor acceso a los nutrientes disponibles en la matriz suelo 

(Numan et al., 2018).  

Los suelos salinos o calcáreos, donde predomina el pH alcalino, presentan un 

problema en la biodisponibilidad de nutrientes como el fósforo, por tal motivo, 

estudios se han enfocado en aislar bacterias capaces de obtener fósforo en 

condiciones de salinidad.  Dentro de las bacterias que tienen la habilidad de 

solubilizar fosfatos, el género Bacillus se considera uno de los más comunes, 

además, se ha demostrado su capacidad para obtener fósforo en condiciones de 

salinidad (Jiang et al., 2018; Kumar et al., 2020; Xiao et al., 2011).   
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III. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

Debido a causas naturales y antropogénicas, en la actualidad existen grandes 

extensiones de suelos que presentan problemas de salinidad. Se estima que para 

el 2050, más del 50% del suelo cultivable presentará este problema. Estos suelos 

pocas veces se destinan para la producción agrícola debido a que diversos cultivos 

no pueden desarrollarse bajo estas condiciones. Por lo anterior, surge la necesidad 

de la búsqueda de alternativas biológicas que permitan utilizar los suelos salinos al 

incrementar la tolerancia a la salinidad de los cultivos mediante la utilización de 

microorganismos. 
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IV. JUSTIFICACIÓN 

Diversos estudios han demostrado que el suelo rizosférico contiene gran cantidad 

de bacterias capaces de proveer múltiples beneficios a las plantas mediante 

diferentes mecanismos. Las rizobacterias promotoras de crecimiento vegetal han 

recibido gran atención debido a que poseen la capacidad de mejorar el sistema de 

defensa, disminuir el estrés abiótico y estimular el crecimiento de la planta, de 

manera directa a través de la producción de sustancias involucradas en los 

procesos de nutrición, y de manera indirecta mediante la síntesis de fitohormonas y 

compuestos antifúngicos. 

Las bacterias promotoras de crecimiento vegetal halotolerantes tienen el potencial 

de aliviar el estrés salino en plantas a través de varios mecanismos fisiológicos y 

moleculares. Esto incluye modificación del sistema radicular, producción de 

antioxidantes, exopolisacáridos, sideróforos, regulación de fitohormonas, síntesis 

de osmolitos, toma de minerales y control de fitopatógenos (Kumar et al., 2020). 
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V. HIPÓTESIS 

Si las plantas de B. monnieri se encuentran en suelos salinos, la fracción cultivable 

de bacterias asociadas al suelo rizosférico presentará potencial de promoción de 

crecimiento vegetal bajo condiciones de estrés salino. 
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VI. OBJETIVOS 

 

6.1. Objetivo general 

 

Determinar el potencial de promoción de crecimiento vegetal de la fracción cultivable 

de bacterias rizosféricas asociadas a B. monnieri (L.) Wettst. 

 

6.2. Objetivos específicos 

 

1) Caracterizar fisicoquímicamente los suelos del municipio de Villamar 

Michoacán.  

2) Aislar bacterias rizosféricas asociadas a la raíz de B. monnieri. 

3) Identificar genotípicamente los aislados mediante un análisis de 

secuenciación del gen 16S rRNA. 

4) Caracterizar el potencial de promoción de crecimiento vegetal de los 

aislados. 
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VII. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

7.1 Diagrama general de trabajo 
 

El esquema general metodológico para esta investigación se presenta en la figura 
3.  

 

Figura 3. Diagrama general de trabajo 
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7.2. Descripción del área de estudio 

 

El área de estudio se localiza en una región de la Ciénega de Chapala, en el 

municipio de Villamar, Michoacán, México (Figura 4). Esta zona se encuentra a una 

altura de 1540 metros sobre el nivel del mar. Los suelos que se encuentran son de 

textura arcillosa, principalmente vertisoles, phaeozem y luvisoles. El clima que 

predomina en esta región es subhúmedo que se caracteriza por presentar lluvias en 

verano y una temperatura que oscila de los 12 a los 18oC. La precipitación anual 

promedio es de 900 mm (García, 1998; Lastiri-hernández et al., 2019). Dentro de la 

vegetación que se desarrolla en esta zona se encuentra algunas halófitas 

facultativas, tales como:  Sesuvium verrucosum Raf. y Bacopa monnieri L. Westtst. 

 

Figura 4. Ubicación geográfica del área de estudio, Villamar, Michoacán.  

Fuente: Modificado de INEGI, 2009 
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7.3. Muestreo y sitio de muestreo 

 

Las muestras de planta y de suelo se obtuvieron de una zona geotérmica conocida 

como los negritos, perteneciente al municipio de Villamar, Michoacán. Se colectaron 

seis muestras compuestas de plantas de dos sitios con problemas de salinidad y 

una muestra compuesta de suelo de cada sitio. El primer sitio con coordenadas N 

20o 03.806, W 102o 36.872 y el segundo sitio N 20o 02.814 y W 102o 36.992. El 

criterio de selección de los sitios fue por la diferencia de conductividad eléctrica y el 

estado de vegetación que cada uno presentó. 

La recolección de las plantas y de los suelos se realizó en zigzag, trazando puntos 

imaginarios de referencia en los dos sitios.  Las plantas se extrajeron del suelo con 

la ayuda de una pala, esto con la finalidad de conservar el suelo sujeto a las raíces. 

Las muestras se transportaron en bolsas de plástico negras hasta el laboratorio y 

se mantuvieron en refrigeración a 4oC hasta su posterior uso. 

El suelo de los sitios se obtuvo a una profundidad de 0-30 cm, tomando en cuenta 

las especificaciones de muestreo que establece la norma oficial mexicana NOM-

021-SEMARNAT-2000. 

 

 7.4. Caracterización fisicoquímica del suelo 
 

Como paso previo a la caracterización fisicoquímica del suelo, las muestras se 

secaron al aire libre y bajo la sombra, para lo cual, el suelo se extendió en una 

superficie de papel de manera homogénea, logrando crear una capa no mayor a 2.5 

cm de profundidad. Una vez que el suelo se secó, se prosiguió a realizar la 

molienda, y posteriormente se hizo pasar por un tamiz con aberturas de 2 mm de 

diámetro, con la finalidad de obtener una muestra más homogénea.  

La determinación de pH y conductividad eléctrica se realizó en el extracto de 

saturación, el porcentaje de materia orgánica a través del método propuesto por 

Walkley y Black (1934), la concentración de aniones solubles en el extracto de 
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saturación (carbonatos, bicarbonatos y cloruros) se determinó por titulometría 

volumétrica y sulfatos por turbidimetría a 340nm. 

Para la determinación de la capacidad de intercambio catiónico (CIC) se utilizó como 

solución saturante acetato de amonio y los cálculos se realizaron con la siguiente 

fórmula (Sumner y Miller, 1996). 

𝐶𝐼𝐶 = 200𝑥𝑉𝑥𝑁 

Donde: 

CIC= Capacidad de intercambio catiónico (cmolc*Kg-1) 

V=Volumen (ml) de HCl 

N= Normalidad del HCl 

La concentración de cationes intercambiables y solubles (Ca2+, Mg2+, Na+ y K+) se 

determinó por medio de espectrometría de absorción atómica con el 

espectrofotómetro AAS modelo SensAA. Por último, se determinó la Relación de 

Adsorción de Sodio (RAS) y el Porcentaje de Sodio Intercambiable (PSI) con las 

siguientes fórmulas:  

𝑅𝐴𝑆 =
𝑁𝑎

𝐶𝑎 +  𝑀𝑔
2

 

Donde RAS= Relación de adsorción de sodio (mmolc*L-1)1/2 

 Los cationes Na+, Ca2+ y Mg2+ se cuantificaron en el extracto de saturación 

(Cationes solubles). 

𝑃𝑆𝐼 =
𝑁𝑎𝑖

𝐶𝐼𝐶
𝑥100 

Donde PSI= Porcentaje de sodio intercambiable 

Nai+= Sodio intercambiable (mmolc*L-1) 
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7.5. Obtención de microorganismos rizosféricos 

 

El suelo rizosférico se obtuvo mediante el cepillado de cada una de las raíces de las 

plantas, esto de manera cuidadosa y tratando de respetar la zona correspondiente 

al rizoplano.  

De cada muestra se pesó 1 g de suelo rizosférico, con agitación vigorosa durante 

10 min se hicieron diluciones seriadas hasta 1x10-8 en una solución con NaCl al 

10% (Jorquera et al., 2008). Posteriormente, de las diluciones 1x10-4, 1x10-6 y 1x10-

8 se tomaron 100 µL y se sembró en placa por dispersión, utilizando perlas estériles. 

Lo anterior se realizó por duplicado y bajo condiciones estériles. Las placas se 

dejaron en incubación a temperatura ambiente durante 4 días. El medio de 

crecimiento que se utilizó es un medio nutritivo moderadamente salino (SP) 

modificado, específico para microorganismos halófilos; su composición por litro es: 

NaCl, 98 g; KCl 2.0 g; MgSO4.7H2O, 1.0 g; CaCl2.2H2O, 0.36 g; NaHCO3, 0.06 g; 

NaBr, 0.23 g; FeCl3.6H2O, 0.001 g; polipeptona 5.0 g; extracto de levadura, 10.0 g; 

glucosa, 1.0 g; pH final 7.0 (Caton et al., 2004).  

Después del tiempo de incubación se hizo el conteo de la carga bacteriana de los 

suelos con la ayuda de un contador de colonias.   

 

7.6. Obtención de cultivos axénicos 
 

Una vez transcurrido el tiempo de incubación se hizo una diferenciación de las 

colonias que presentaron características morfológicas diferentes, estas se 

resembraron en medio SP por la técnica de la estría cruzada hasta obtener cultivos 

puros. Los aislados se mantuvieron en refrigeración y realizó resiembra cada 4 

semanas en medio SP para su mantenimiento. 

 

7.7. Conservación de los aislados 
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A partir de cultivo fresco (24 – 45 h) crecido en caldo SP se tomaron 500 μL y se 

colocaron en tubos criogénicos, posteriormente se adicionaron 500 μL de una 

solución de glicerol al 50%, se homogeneizó en vórtex y se almacenaron a -72 ºC. 

 

7.8. Caracterización fenotípica 
 

Con el fin de determinar la tolerancia a la salinidad de los aislados, se realizaron 

pruebas en medio SP con un rango de concentración de NaCl de 0-25%, en 

intervalos de 2.5%. Por otro lado, los aislados se clasificaron en halotolerantes, 

halófilos moderados o halófilos, con base en el crecimiento que se observó en las 

diferentes concentraciones de NaCl (Wang et al., 2015; Zhang y Feng, 2008). 

 

7.8.1. Caracterización morfológica colonial 
 

La caracterización morfológica colonial se llevó a cabo en placa, a partir de los 

aislados con 48-120 horas de crecimiento. Los parámetros que se tomaron en 

cuenta fueron: tamaño, forma, elevación, borde, textura y color.  

 

7.8.2. Caracterización morfológica microscópica 
 

A partir de cultivos frescos (48-72 h), se realizó una tinción de Gram modificada por 

Dussault para microorganismos halófilos, que consistió en hacer un frotis con una 

solución salina al 10% de NaCl, posteriormente el portaobjetos se sumergió en una 

solución de ácido acético al 2% por cinco minutos para retirar el exceso de sales. El 

portaobjetos se dejó secar al aire y se continuó con la tinción de Gram tradicional. 

Por último, se observó en el microscopio con el objetivo de 100x (Dussault, 1955). 

 

7.9. Potencial de promoción de crecimiento vegetal de los aislados 
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7.9.1. Producción de ácido 3-indol acético 
 

La evaluación de producción de ácido indol acético se llevó a cabo en cuatro 

concentraciones de sal (0, 3, 5, y 10% de NaCl), para esto, primeramente, los 

aislados se pusieron a crecer en caldo SP sin NaCl. A partir de cultivo fresco (24-48 

h) se realizaron lavados de las células con agua destilada tipo 2 (para la prueba sin 

sal), y agua al 3, 5 y 10% de NaCl respectivamente. Se ajustó el inóculo bacteriano 

a una densidad óptica de 0.2 a 600 nm y se inocularon 100 μL en medio JP (Jean 

Patriquin) cuya composición es la siguiente (g/L): ácido succínico 2.5, sacarosa 5, 

K2HPO4 6, KH2PO4 4, NH4CL 1, MgSO4.7H2O 0.20, NaCl 0.1, CaCl2.2H2O 0.02, 

FeCl3.6H2O 0.01, Na2MoO4.2H2O 0.002, Triptofano 0.1, KOH 2.1, adicionando los 

porcentajes de NaCl requeridos para cada prueba. Una vez que se inocularon los 

viales se pusieron a incubar a 150 rpm a una temperatura de 25 ºC durante siete 

días. Una vez transcurrido el periodo de incubación se tomó 1 mL del medio JP y 

se le añadió 1 mL de solución de Salkowski como agente revelador de esta prueba. 

La composición de esta solución es la siguiente (por 100 mL): 61.4 mL de H2O, 

38.61 mL de H2SO4 Y 1.2 g de FeCl3. Después de haber agregado la solución de 

Salkowski se incubó la mezcla en oscuridad durante 30 min. El cambio de amarillo 

a rojo se consideró como un indicador positivo de producción de AIA (Orhan, 2016; 

Román-Ponce et al., 2017). Posteriormente se realizó la cuantificación por 

espectrofotometría a una longitud de onda de 540 nm, y la concentración de AIA se 

determinó usando una curva de calibración de AIA puro, mediando un análisis de 

regresión lineal (Kumar et al., 2009).  

 

7.9.2. Producción de sideróforos 
 

La producción de sideróforos se evaluó a diferentes concentraciones de NaCl 

utilizando como base el medio SP al 0, 3, 5 y 10% de NaCl, y una solución de 

cromoazurol (50 mL/L) cuya composición es: 60.2 mg de cromoazurol disueltos en 

50 ml de agua, adicionado con 10 mL de HCL 10 mM con 0.0023 g de FeCl. 

Posteriormente se adicionaron 40 mL de una solución de CTAB (Bromuro de 
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hexadeciltrimetilamonio) (Alexander y Zuberer, 1991). Las placas se inocularon 

utilizando la técnica de siembra por picadura a partir de cultivo fresco (24 h 

aproximadamente) y se incubaron a 30°C durante 72 h, monitoreando en intervalos 

de 24 h.  Se utilizó a Pseudomonas aeruginosa como control positivo. La prueba se 

consideró positiva si se observó presencia de un halo amarillo o traslúcido alrededor 

de la colonia, posteriormente se hizo la medición del diámetro del halo de 

solubilización y diámetro de la colonia a todos aquellos aislados que resultaron 

positivos, esto para calcular el índice de producción de sideróforos (Pérez-miranda 

et al., 2007; Schwyn y Neilands, 1987). 

 

7.9.3. Solubilización de fosfatos 
 

La capacidad para solubilizar fosfatos se evaluó en el medio NBRIP (National 

Botanical Research Institute´s Phosphate Growth Medium) (Nautiyal, 1999), cuya 

composición es (g/L): glucosa 10 g, Ca3(PO4)2 5 g, MgCl2 6H2O 5 g, MgSO47H2O 

0.25 g, KCl 0.2 g, (NH4)2SO4 0.1, adicionando 1.5% de agar bacteriológico y 

ajustando a un pH de 7. Las placas se inocularon con cultivo bacteriano fresco (24 

h) por la técnica de la picadura, se incubaron a 28 °C durante 72 h y se estuvieron 

monitoreando cada 24 h. La evaluación de esta prueba fue semicuantitativa, y se 

consideró como positiva al observar la presencia de un halo de solubilización 

alrededor de la colonia. Como control positivo se tomó de referencia la actividad de 

Paraburkhoderia tropica. Posteriormente se calculó el índice de solubilización (IS) 

para todos aquellos aislados que resultaron positivos en esta prueba (Román-Ponce 

et al., 2017). 

  

7.9.4. Solubilización de fitatos 
 

Para evaluar la capacidad de las cepas para solubilizar fosfatos a partir de fuentes 

orgánicas se utilizó el medio propuesto por Kerovuo et al. (1998), cuya composición 

es la siguiente (g/L): glucosa, 10; fitato de Na+, CaCl2, 2; NH4NO3, 5; KCl, 0.5; 
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MgSO4.7H2O, 0.5; FeSO4.7H2O 0.003; MnSO4.H2O, 0.01; agar, 15. Para evaluar la 

capacidad de solubilización bajo estrés salino, al medio se le agregó NaCl al 3, 5 y 

10%. El medio se ajustó a un pH de 7.  Las placas se inocularon con cultivo fresco 

(24 h) utilizando la técnica de la picadura, se incubaron a 28°C durante 120 h y se 

estuvieron monitoreando cada 24 h. Como control positivo se tomó de referencia la 

actividad de Pseudomona aeruginosa. La evaluación de esta prueba fue 

semicuantitativa, y se consideró como positiva al observar la presencia de un halo 

de solubilización alrededor de la colonia. Posteriormente se calculó el índice de 

solubilización (IS) para todos aquellos aislados que resultaron positivos en esta 

prueba. 

 

7.9.5. Solubilización de carbonatos 
 

La capacidad de solubilización de carbonatos se evaluó en placa, en ausencia y 

presencia de NaCl al 3, 5 y 10%, utilizando el medio Foster (Rivadeneyra et al., 

2004), cuya composición es (g/L): glucosa 50, peptona 5, KH2PO4 1, MgSO4.7H2O 

1, CaCO3 1.5, adicionado con 1.5% de agar bacteriológico y un pH final de 7. Las 

placas se inocularon con cultivo fresco (24 h) por medio de la técnica de la picadura. 

Se evaluó la presencia de halo de solubilización alrededor de la colonia bacteriana. 

Los aislados que presentaron halo de solubilización se consideraron como positivos, 

para lo cual se calculó el índice de solubilización, midiendo el diámetro del halo de 

solubilización y el diámetro de la colonia. Como control positivo se utilizó a 

Paraburkholderia tropica.  

 

7.9.6. Solubilización de zinc 
 

Para evaluar la capacidad de solubilización de zinc de los aislados se utilizó el medio 

NBRIP modificado, propuesto por Fasim et al. (2002) cuya composición es (g/L): 

glucosa 10 g, ZnO 5 g, MgCl2 6H2O 5 g, MgSO4 7H2O 0.25 g, KCl 0.2 g, (NH4)2SO4 

0.1, adicionando 1.5% de agar bacteriológico y se ajustó a un pH de 7. Las placas 
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se incubaron a 28 °C durante 120 h y se monitorearon cada 24 h. Como control 

positivo se tomó de referencia la actividad de Paraburkhoderia tropica. La 

evaluación de esta prueba fue semicuantitativa, y se consideró como positiva al 

observar la presencia de un halo de solubilización alrededor de la colonia. 

Posteriormente se calculó el índice de solubilización (IS) para todos aquellos 

aislados que resultaron positivos en esta prueba (Kamran et al., 2017).  

 

7.9.7. Producción de compuestos poliméricos extracelulares (EPS) 
 

Para evaluar la producción de compuestos extracelulares de manera cualitativa se 

utilizó el medio ATCC, cuya composición es (g/L): KH2PO4 0.2, K2HPO4 0.8, 

MgSO4.7H2O 0.2, CaSO4.2H2O 0.1, FeCl3 2 mg, extracto de levadura 0.5, sacarosa 

20, NaCl 100, agar 15. Se ajustó a un pH final de 7.2. La inoculación de las placas 

se realizó con cultivo fresco por medio de la técnica de estría abierta y se incubaron 

a 28°C durante cinco días. Transcurrido el tiempo de incubación se evaluó la 

presencia de mucosidad o sustancias mucosas en las placas, lo que tradujo como 

prueba positiva.  

 Para confirmar y cuantificar la producción de EPS se utilizó un segundo medio 

(alginato) cuya composición es la siguiente (g/L): alginato de Na 5, (NH4)2SO4 5, 

K2HPO4 2, MgSO4.7H2O 1, agar 15.  Para evaluar la producción, pero bajo estrés 

salino, se agregaron 100 g de NaCl al medio. El medio se ajustó a un pH de 7.2-7.4. 

La siembra en placa se realizó por medio de la técnica de la picadura; en cada placa 

se inoculó por triplicado utilizando biomasa fresca. Las placas se incubaron a 28 °C 

durante cinco días. La prueba se reveló utilizando una solución de yodo-lugol al 

10%. Los aislados que tuvieron la capacidad de producir EPS presentaron un halo 

de coloración alrededor de la colonia. Posteriormente se hizo la medición de los 

halos de producción para calcular el índice de producción de EPS.  

 

7.9.8. Actividad proteolítica  
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La capacidad de los aislados para catalizar la hidrólisis de proteínas bajo 

condiciones de estrés salino se evaluó en placa, utilizando el medio sólido de leche 

descremada (Skim milk) cuya composición es la siguiente (g/L): MgSO4 9.7; 

MgCl2.H2O, 7; CaCl2, 3.6; KCl, 2; NaHCO3, 0.06; NaBr, 0.026; Citrato de amonio, 

0.625; NaCl, 81; Extracto de levadura, 0.25; Skim milk al 3% (30 g/L). Se ajustó a 

un pH final de 7.3. 

Las placas se inocularon por triplicado con cultivo fresco (24 h), se incubaron a 28°C 

durante cinco días. La presencia de un halo transparente alrededor de la colonia 

bacteriana se consideró como positivo para esta prueba. Con las medidas del 

diámetro del halo y diámetro de la colonia se calculó el índice de actividad 

proteolítica (Yuttavanichakul et al., 2012).  

 

7.9.9. Actividad aminolítica 
 

La actividad aminolítica de los aislados se evaluó en placa utilizando un medio 

adicionado con almidón (20 g/L), cuya composición es la siguiente (g/L): citrato 

diamónico 0.625, extracto de levadura 0.250, KH2PO4 0.375, Na2CO3 0.375 y 

MgSO4.7H2O. Para crear condiciones de salinidad se adicionó NaCl al 10% 

(Mukhtar et al., 2019).  

 

7.10. Prueba de patogenicidad 
 

Para evaluar la capacidad de lisis de las bacterias, estas se cultivaron en medio 

agar sangre, adicionado con 5% de sangre humana (Salmerón et al., 2014). Las 

bacterias se sembraron por triplicado utilizando la técnica de la picadura, con la 

finalidad de obtener colonias aisladas, posteriormente se incubaron a 30°C durante 

24 h. La presencia de un halo translúcido alrededor de la colonia bacteriana se tomó 

como un indicativo de patogenicidad.  
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7.11. Identificación genotípica de los aislados 
 

7.11.1. Extracción de DNA y amplificación de la región 16S del gen rrs 
 

El DNA de los asilados se extrajo de acuerdo a la metodología propuesta por 

Hoffman y Winston (1987), con algunas modificaciones. Se inocularon los aislados 

en medio SP para su crecimiento y posterior obtención de células. Para ello, 

después de 24 h de crecimiento el caldo de cultivo se centrifugó a 4500 rpm durante 

15 minutos en tubos eppendorf. Una vez que se obtuvo pastilla de biomasa 

suficiente, a los tubos de eppendorf se agregaron 500 µL de agua destilada estéril 

y 500 µL de solución de buffer de lisis (Triton X-100 2%, SDS 1%, NaCl 100 mM, 

Tris-HCl 10 mM pH 8, EDTA 1 mM), se mezcló en un vórtex hasta resuspender y 

homogeneizar completamente la pastilla de biomasa. Posteriormente los tubos 

eppendorf se incubaron a 4°C durante 24 h.  

Transcurrido el tiempo de incubación se adicionó a cada uno de los tubos 100 µL 

de fenol y 100 µL de cloroformo puro y perlas de vidrio (0.5 µm de diámetro), se 

agitaron en vórtex a máxima potencia durante 4 min. Posteriormente los tubos se 

colocaron en un termoblock a 65°C durante 30 min, y en seguida se sometieron a 

un choque térmico con un baño en agua fría durante 4 minutos. Se agregaron 200 

µL de buffer TE, pH 8 y se centrifugaron a 13,000 rpm durante 15 min.  

Posteriormente la fase acuosa se transfirió a un tubo nuevo de 1.5 ml y se adicionó 

1 ml de isopropanol frio, se mezcló cuidadosamente por inversión y posteriormente 

se centrifugó a 13,000 rpm durante 10 min. Se decantó el isopropanol y se adicionó 

1 ml de etanol al 70%, se centrifugó a 13,000 durante 10 min. El etanol se evaporó 

con la ayuda de un termoblock a 65°C. Por último, la pastilla de DNA se resuspendió 

en 50 µL de agua pura estéril. El DNA se almacenó a -20 °C hasta su posterior uso.  

Para comprobar la calidad del DNA extraído se realizó una electroforesis en gel de 

agarosa al 1%.  

La amplificación del DNA se llevó a cabo por medio de la reacción en cadena de la 

polimerasa (PCR, por sus siglas en inglés). La reacción se realizó para una mezcla 
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con un volumen final de 25 µL. La composición de la reacción fue la siguiente: 3 µL 

de MgCl2 25 mM, 0.5 µL de cada primer universal: sentido 27 F y 1492 R (Baker et 

al., 2003) a una concentración final de 10 pM, 0.5  µL de mezcla de dNTPs (10 mM 

de cada uno), 2.5 µL de buffer libre de Mg2+, 2 µL de BSA (10 mg/mL) y 0.125 µL 

de Taq DNA polimerasa marca Thermo Scientific.  

Una vez que se realizó la mezcla de componentes se prosiguió a dar inicio a la 

reacción con las siguientes condiciones: un ciclo de desnaturalización inicial a 94°C 

por 5 min y 30 ciclos de 94°C (1 min), 56°C (30 seg), 72°C (2 min); y un ciclo final 

de extensión a 72°C por 10 min. 

Para evaluar la calidad de la amplificación se realizó una electroforesis de los 

amplicones en gel de agarosa al 1%, y se visualizó en un transluminador con luz 

azul. Una vez que se corroboró la integridad de las muestras, se enviaron a 

Macrogen Inc. (Seoul, Korea) para su secuenciación.  

 

7.11.2. Análisis bioinformático 
 

A partir de los electroferogramas que se obtuvieron de las secuencias de la región 

16S del gen rrs se hizo una revisión y corrección de las secuencias en el programa 

Clustal X (Versión 1.83) y Seaview 4(Gascuel et al., 2010). Una vez que se editaron 

las secuencias se realizó una comparación con la base de datos del GenBank 

(NCBI) por alineamiento local utilizando el algoritmo BLAST ver 2.8.1.+, de igual 

manera se hizo una comparación con la base de datos EzBiocloud (Yoon et al., 

2017). Los resultados se colectaron basándose en el criterio propuesto por 

Rosselló-Mora (para todos aquellos que presentaran >97 % de identidad) para la 

creación del alineamiento múltiple de secuencias. Los alineamientos se realizaron 

en el programa UGENE versión 1.30.0. utilizando el algoritmo MUSCLE 

(Okonechnikov et al., 2012), este alineamiento se utilizó para la construcción del 

árbol filogenético con la ayuda del programa PAUP* versión 4.0a164 (Swofford 

2003), con el método de la máxima parsimonia y por el método bayesiano bajo el 

criterio probabilístico, utilizando el programa PhyML 3.0 (Guindon y Ranc, 2010) o 
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Beast 2 (Bouckaerd et al., 2014).  Para estimar el mejor modelo evolutivo se utilizó 

el programa jModelTest 2 (Darriba et al., 2012) para calcular el soporte estadístico 

de las distancias de las ramas se realizó un análisis de 1000 bootstrap o 10,000,000 

de repeticiones del método probabilístico. La edición del árbol filogenético se realizó 

en el software Figtree.   

 

7.12. Análisis estadístico 

 

Para los análisis estadísticos todas las pruebas se realizaron por triplicado de los 

diferentes parámetros evaluados. Se realizó un análisis de la varianza para 

examinar los efectos de los factores estudiados en cada una de las variables.  

La prueba de Tukey (p<0.05) se utilizó para determinar si el valor de la media de 

cada variable analizada variaba significativamente entre las pruebas. Todos los 

análisis se realizaron en los programas estadísticos SAS 9.1 y minitab. 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



 

 
35 

VIII. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  
 

8.1. Características fisicoquímicas del suelo rizosférico 
 

En la Figura 5 se observan los dos suelos muestreados del municipio de Villamar, 

Michoacán. El suelo 1 presenta una mayor cobertura vegetal (B. monnieri) en 

comparación con el suelo 2, esto se debe a que el suelo 2 tiene una mayor actividad 

agrícola lo que interrumpe el crecimiento de plantas nativas. Por otro lado, el suelo 

1 tiene un mayor contenido de humedad ya que se está localizado a las orillas del 

lago “la alberca”.   

 

 

Figura 5. Sitios de obtención de las muestras: a) Sitio 1 (suelo salino), b) Sitio 2 (suelo 
agrícola fuertemente salino) 

 

La interpretación del estado de salinización de los suelos se realizó con base en la 

Norma Oficial Mexicana NOM-2021-SEMARNAT-2000 que establece las 

especificaciones de fertilidad, salinidad y clasificación de suelos. 

Los sitios de muestreo se caracterizaron por ser suelos arcillosos, con una densidad 

aparente de 1.2, el porcentaje de porosidad fue de 56.22 y la capacidad de retención 

de agua de 156%. La gran capacidad de retención de agua se debe, en gran parte, 

a la naturaleza arcillosa de los suelos (Castruita et al., 2000). La arcilla permite que 
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los suelos sean porosos, y que tengan una gran capacidad de intercambio catiónico, 

características que se observaron en el presente trabajo (Riaz & Marschner, 2020). 

Los parámetros fisicoquímicos que presentaron los suelos correspondientes a los 

sitios de donde se obtuvieron las bacterias se muestran en la Tabla 1. El suelo 1 

(S1) y el suelo 2 (S2) presentaron un pH ligeramente alcalino. Por otro lado, la 

conductividad eléctrica del S1 corresponde a un suelo salino, y la CE del S2 

pertenece a un suelo fuertemente salino, esto con base en la NOM-021-

SEMARNAT-2000. Es interesante observar que, aunque el S2 presenta una mayor 

CE, el S1 tiene un pH más alcalino, esto se puede relacionar con la presencia y 

concentración de otros aniones solubles como son: carbonatos, bicarbonatos, 

cloruros y sulfatos; aniones que se encuentran en mayor cantidad en el S1 

(Ilangumaran y Smith, 2017; Leogrande y Vitti, 2018).  

El Na+ fue el catión que se encontró en mayor concentración en los dos sitios, 

seguido del Ca2+, Mg2+ y por último el K+. Los suelos salinos se caracterizan por 

presentar una elevada concentración de estos elementos en solución y se 

encuentran formando distintas sales, que alteran los valores de pH y CE (Leogrande 

y Vitti, 2018).  

Los parámetros para definir los problemas de sodicidad es la relación de adsorción 

de sodio del extracto de saturación (RAS) y el porcentaje de sodio intercambiable 

(PSI). La RAS del S2 fue casi tres veces mayor que la del S1; sin embargo, el PSI 

fue similar en los dos suelos.  

Con base en los valores de los parámetros anteriores, los dos suelos se pueden 

clasificar como salinos sódicos (Bui, 2017). 

La región de la Ciénega de Chapala en el estado de Michoacán, se caracteriza por 

ser una región semiárida y por presentar una gran actividad en la producción de 

cultivos forrajeros. Sin embargo, el uso de agua de riego de mala calidad ha 

contribuido a la salinización de los suelos agrícolas, lo que ha disminuido su 

productividad con el paso del tiempo (Lastiri-hernández et al., 2019; Silva-García et 

al., 2006). 
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Tabla 1. Propiedades fisicoquímicas de los dos sitios de muestreo 

Parámetro S1 S2 

pH 8.37 ± 0.005 
Ligeramente alcalino 

7.84 ± 0.003 
Ligeramente alcalino 

CE (dS/m) 7.76 ± 0.008 
Salino 

11.18 ± 0.0.23 
Fuertemente salino 

Carbonatos (mmol/L) 2.03  ± 0.000 0.88 ± 0.020 

Bicarbonatos (mmol/L) 9.14 ± 0.000 3.63 ± 0.010 

Cloruros (mmol/L) 24.19 ± 0.000 20.23 ± 0.030 

Sulfatos (mmol/L) 367.64 ± 0.000 132.4 ± 0.350 

Materia orgánica (%) 4.80 ± 0.15 4.32 ± 0.12 

CIC (cmol/Kg) 46.67 ± 0.000 68.27 ± 0.250 

Ca2+ i (cmol/Kg) 42.18 ± 0.014 19.93 ± 0.010  

Mg2+ i (cmol/Kg) 7.62 ± 0.005 14.12 ± 0.020 

K+ i (cmol/Kg) 5.18 ± 0.006 9.93 ± 0.012 

Na+ i (cmol/Kg) 19.96 ± 0.011 28.79 ± 0.230 

Ca2+ s (cmol/Kg) 3.81 ± 0.026 101.64 ± 0.310 

Mg2+ s (cmol/Kg) 2.166 ± 0.005 85.87 ± 0.250 

K+ s (cmol/Kg) 2.89 ± 0.001 72.51 ± 0.180 

Na+ s (cmol/Kg) 22.53 ± 0.000 375.59 ± 0.100 

RAS 13.03 ± 0025 38.78 ±  0.012 

PSI 42.77 ± 0.023 42.18 ±  0.025 

i: catión intercambiable, s: catión soluble, Relación de adsorción de sodio (RAS), Porcentaje de sodio 

intercambiable (PSI) Los valores representan la media de tres repeticiones y su desviación estándar. 
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En el S1, que se localiza a un costado del lago “La alberca”, los problemas de 

salinización han sido producto de procesos geológicos naturales, pues esta zona se 

caracteriza por presentar actividad geotérmica. Por otro lado, el S2 se encuentra en 

una zona agrícola, donde el uso de agua de mala calidad (rica en sales) ha 

ocasionado la acumulación de sales en los suelos a lo largo del tiempo (Silva-García 

et al., 2006). 

Por medio de un análisis de componentes principales se pudo observar la clara 

separación entre los suelos utilizados para el presente trabajo (Figura 6). Se aprecia 

que, a pesar de que las muestras se obtuvieron de dos sitios, existen diferencias 

entre muestras de cada sitio. Los suelos del sitio 1 se caracterizaron por presentar 

un pH alto, originado por las altas concentraciones de aniones solubles. Por otro 

lado, los suelos del sitio 2, se caracterizaron por presentar una CE elevada, producto 

de los altos valores de los diferentes cationes, especialmente Na+ (Leogrande y Vitti, 

2018).  
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Figura 6. Análisis de componentes principales para los diferentes sitios de muestreo del 
suelo.  

 

8.2. Morfología microscópica y colonial de los aislados 
 

La carga bacteriana se determinó mediante la cuenta viable en placa de la fracción 

cultivable de bacterias del suelo rizosférico. Se encontró una diferencia en la carga 

bacteriana entre los dos sitios de muestreo (Tabla 2). El S1, que corresponde a una 

zona con poca actividad humana presentó mayor contenido de microorganismos en 

medio salino, por el contrario, la carga microbiana del S2 que corresponde a una 
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zona agrícola, fue menor. Es importante mencionar que el S2 se caracterizó por 

tener una mayor concentración de sales en comparación del S1, lo que puede influir 

en la diversidad bacteriana que habita en ellos.  

 

Tabla 2. Contenido bacteriano del suelo 1 y suelo 2 

Sitio Campo Carga bacteriana 

S1 

C1 1.82x103 

C2 1.40x103 

C3 1.65x103 

S2 

C1 1.11x103 

C2 1.4x103 

C3 1.02x103 

 

Los microorganismos cumplen un papel muy importante en el suelo, ya que 

encabezan los procesos de mineralización de la materia orgánica y el ciclado de 

nutrientes en el sistema. Por lo anterior, la diversidad de las comunidades 

microbianas es de gran importancia para el buen funcionamiento y el equilibrio del 

ecosistema. Un factor clave que puede relacionarse con el contenido de 

microorganismos en los suelos estudiados en este trabajo, es el grado de salinidad 

que presentan. Como se menciona en el trabajo de Leogrande y Vitti (2018), la 

salinidad influye en la actividad microbiana, la biomasa, y por ende, en la conversión 

de la materia orgánica. Sin embargo, existen algunos microorganismos que han 

desarrollado mecanismos para resistir el estrés ocasionado por la salinidad, no 

obstante, otros son vulnerables a estos ambientes salinos. 

Se obtuvo un total de 24 bacterias que presentaron una gran diversidad de 

características coloniales, algunas de estas características se tomaron en cuenta 

para realizar la diferenciación morfológica colonial (Tabla 3). La mayoría de las 

cepas se caracterizaron por tener una textura cremosa con bordes enteros. La forma 

circular y la elevación convexa se observó en más del 50% de las cepas.   
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La cepa S2C1-6, perteneciente al género Halomonas, tuvo características muy 

peculiares; se caracterizó por ser una colonia irregular, umbeliforme, con una textura 

mebranosa y la presencia de pigmentación amarilla. Es importante destacar que, 

una vez que se realizó la identificación molecular la morfología microscópica fue 

corroborada basándose en el manual de Bergey´s. 

La comparación de las características morfológicas con el manual de Bergey´s nos 

ayudó a corroborar la identidad de los microorganismos aislados. De acuerdo a lo 

establecido en este manual, en el género Planoccocus (S1C2-12, S1C2-13, S1C1-

21, S1C2-22, S1C2-23) las colonias son circulares, ligeramente convexas, 

cremosas, brillantes y pueden presentar coloración amarilla o naranja (Shivaji, 

2015). El género Halomonas presentó colonias blancas a beige, las cuales con el 

paso del tiempo tomaban tonalidades cafés, lo que concuerda con lo descrito en el 

manual de Bergey´s para Halomonas (Vreeland y Dobson, 2015). 

Entre las cepas del género Bacillus (S1C2-10, S1C2-16, S2C2-19, S2C3-20) fueron 

notables diferencias en las características coloniales, lo cual es distintivo de este 

género (Logan y Vos, 2015). Se encontraron colonias desde pequeñas hasta 

grandes, elevaciones convexas, planas y umbilicado, con texturas cremosas y 

mucosas. Las colonias bacterianas de la cepa S1C2-24 (Vibrio rumoiensis) 

presentaron forma circular, traslúcidas, con ausencia de color y pigmentación; estas 

características concuerdan con las reportadas por Yumoto et al. (1999), quien 

caracterizó esta cepa.  
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Tabla 3. Caracterización colonial y microscópica de las cepas a las 48 h de crecimiento 

AISLADO 

MORFOLOGÍA COLONIAL 
MORFOLOGÍA 

MICROSCÓPICA 
PIGMENTO 

Tamaño Forma Elevación Borde Textura Color 

S2C1-1 Grande Circular Umbilicado Entero Cremosa Blanquecino Bacilos Gram + No 

S2C1-2 Mediana Circular Convexo Entero Cremosa Beige Bacilos Gram - No 

S2C1-3 Grande Circular Convexo Lobulado Cremosa Blanquecino Bacilos Gram - No 

S2C1-4 Pequeña Circular Convexo Entero Cremosa Amarillento Bacilos Gram - Si 

S2C1-6 Pequeña Irregular Umbeliforme Lobulado Membranosa Amarillento Bacilos Gram - Si 

S1C1-7 Grande Irregular Plano Lobulado Cremosa Blanca Bacilos Gram - No 

S1C1-8 Pequeña Puntiforme Convexo Entero Cremosa Beige Bacilos Gram - No 

S1C2-9 Pequeña Circular Convexo Entero Cremosa Beige Bacilos Gram - No 

S1C2-10 Grande Circular Plano Entero Mucosa Beige Bacilos Gram + No 

S1C2-11 Mediana Puntiforme Plano Entero Cremosa Beige Cocos Gram - No 

S1C2-12 Grande Circular Convexo Entero Cremosa Naranja 
Estafilococos 

Gram + 
Si 

S1C2-13 Pequeña Circular Convexo Entero Cremosa Naranja 
Estafilococos 

Gram + 
Si 

S1C2-14 Pequeña Circular Convexo Entero Cremosa Beige Bacilos Gram + No 

S1C2-15 Mediana Circular Convexo Entero Cremosa Blanquecino Bacilos Gram + No 

S1C2-16 Mediana Circular Umbilicado Entero Cremosa Blanquecino Bacilos Gram + No 

S1C1-17 Mediana Circular Plana Entero Cremosa Blanca Bacilos Gram - No 

S1C1-18 Mediana Circular Plana Entero Cremosa Beige Bacilos Gram - No 

S2C2-19 Mediana Circular plana Entero Mucosa Beige Bacilos Gram + No 

S2C3-20 Pequeña Puntiforme Plana Lobulado Cremosa Blanquecino Bacilos Gram + No 

S1C1-21 Pequeña Puntiforme Convexa Entero Cremosa Naranja 
Estafilococos 

Gram + 
Si 

S1C2-22 Pequeña Puntiforme Convexa Entero Cremosa Naranja 
Estafilicocos 

Gram + 
Si 

S1C2-23 Grande Puntiforme Convexa Entero Cremosa Naranja 
Estafilicocos 

Gram + 
Si 

S1C2-24 Mediana Circular Plana Entero Cremosa Traslucida Bacilos Gram - No 

S2C2-25 Pequeña Circular Convexa Entero Cremosa Amarilla Bacilos Gram + Si 

*La clave de los aislados denotan el suelo (S1 o S2) y el campo de dónde se obtuvieron (C1, C2 o C3), así como el orden en que 
fueron registrados (últimos dígitos). 
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De acuerdo con los resultados de la caracterización microscópica de los aislados 

(Tabla 3), se observa cómo la cantidad de bacterias Gram positivas (Gram +) es 

apenas mayor que la cantidad de bacterias Gram negativas (Gram -). Szyma et al. 

(2016) obtuvieron una mayor cantidad de bacterias Gram + cultivadas, aisladas de 

la rizósfera de la halófita Salicornia europea L.; sin embargo, el análisis PLFA 

(Phospholipid Fatty Acid Analysis, por sus siglas en inglés), mostraron una mayor 

cantidad de bacterias Gram -. 

Por otro lado, se observa que algunos de los aislados presentaron pigmentación o 

producción de pigmentos, lo cual se puede relacionar con un mecanismo empleado 

para tolerar la salinidad, conocido como “síntesis de solutos compatibles”, mediante 

el que se producen diversos compuestos orgánicos de bajo peso molecular 

(Ramírez et al., 2006). Especies de los géneros Halomonas, Planococcus y 

Nesterenkonia produjeron pigmentaciones de color naranja o amarillo en sus 

colonias bacterianas.  
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8.3. Identificación molecular de los aislados 
 

La identificación molecular de las cepas mediante secuenciación del fragmento 16S 

del gen rrs se hizo con una longitud del fragmento amplificado de aproximadamente 

1500 pares de bases (bp) (Tabla 4).  

Tomando el criterio de Roselló-Mora para todas aquellas cepas que presentaron 

más del 97% de identidad se lograron identificar 24 cepas, que se distribuyeron en 

ocho géneros: Bacillus, Oceanobacillus, Halobacillus, Halomonas, Nesterenkonia, 

Planococcus, Psychrobacter y Vibrio. Ocho cepas pertenecieron al género 

Halomonas, siendo este el que mayor número de aislados tuvo en comparación con 

los demás géneros. De los géneros Nesterenkonia, Halobacillus y Vibrio, solo se 

logró recuperar una cepa respectivamente.  

Estos géneros se han recuperado en trabajos anteriores, un ejemplo son los 

estudios de  Mukhtar et al., (2019) y Mukhtar et al., (2018), en los cuales, a partir de 

suelo rizosférico de plantas halófitas, aislaron especies bacterianas pertenecientes 

a géneros como Bacillus, Oceanobacillus, halobacillus Halomonas, Planococcus y 

Vibrio.  

Por otro lado, El-Awady et al. (2015) encontraron especies como Vibrio cholerae, y 

Escherichia coli asociados a la halófita Sesuvium verrucosum. Jha et al. (2012), 

aislaron Halomonas sp y Vibrio alginolyticus de las raíces de la halófita Salicornia 

brachiata. 

La concentración de sales en los suelos influye en la selección de bacterias 

halotolerantes, de igual manera sucede con las bacterias que se encuentran en la 

rizósfera de las plantas; no obstante, los microorganismos que colonizan el suelo 

rizosférico tienden a incrementar la tolerancia a condiciones no favorables, como es 

la salinidad (Szyma et al., 2016). 

Géneros encontrados en este trabajo como es Halomonas, Oceanobacillus, 

Halobacillus y Nesterenkonia, se han reportado comúnmente en suelos salinos o 

asociadas a plantas halófitas nativas (Desale et al., 2013).  
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El género Halobacillus tiene la capacidad de crecer en altas concentraciones de sal, 

por lo que diversas especies de este género se han aislado de ambientes salinos, 

tales como, suelos salinos, lagunas saladas, etc. Halobacillus andansis NEAU-ST-

10-40 comparte una similitud de 98.8% en su secuencia con H. alkaphilus FP5 

(Wang et al., 2015). Delgado y colaboradores aislaron H. andaensis de suelos 

salinos en México, y encontraron que esta bacteria presentó una correlación positiva 

con cationes como el magnesio (Delgado-garcía et al., 2018).  

Numerosas especies del género Bacillus muestran capacidad para crecer en 

condiciones salinas, por tal motivo es común que se encuentren en ambientes 

salinos, por ejemplo: B. pumilus y B. gibsonii que se han recuperado de suelos 

salinos; estas bacterias han mostrado capacidad para crecer en condiciones 

alcalinas, y sus enzimas han ganado importancia en aplicaciones biotecnológicas 

(Ahmadian et al., 2007; Li et al., 2005; Zhang et al., 2013).  

Oceanobacillus fue descrito por (Lu et al., 2001), quien aisló del mar diversas 

especies de este género. La tolerancia a la salinidad de este género se reporta hasta 

un 22% de NaCl; la especie Oceanobacillus kimchii se considera una especie 

halotolerante, por lo que puede ser encontrada en ambientes poco salinos 

(Amoozegar et al., 2014; Lu et al., 2001). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



 

 
46 

Tabla 4. Identificación molecular de los aislados  

Aislado Nombre 
% 

Similitud 

Longitud 
secuencia 

(bp) 

S2C1-1 Oceanobacillus kimchii  X50 97.51 1492 

S2C1-2 Halomonas zhanjiangensis JSM078169 97.34 1439 

S2C1-3 Halomonas zhanjiangensis JSM078169 96.53 1451 

S2C1-4 Halomonas songnenensis NEAU-ST10-39 99.86 1445 

S2C1-6 Halomonas songnenensis NEAU-ST10-39 99.65 1447 

S1C1-7 Halomonas lutescens Q1U 98.60 1448 

S1C1-8 Halomonas boliviensis LC1 97.37 1455 

S1C2-9 Psychrobacter pulmonis CECT5989 98.09 1449 

S1C2-10 Bacillus pumillus ATCC 7061 98.03 1469 

S1C2-11 Psychrobacter alimentarius JG-100 99.10 1453 

S1C2-12 Planococcus rifietoensis M8 98.02 1471 

S1C2-13 Planococcus maitriensis S1 97.15 1468 

S1C2-14 Halobacillus andaensis NEAU-ST10-40 99.51 1485 

S1C2-15 Psychrobacter pulmonis CECT 5989 98.24 1455 

S1C2-16 Bacillus zanthoxyli 1433 99.16 1473 

S1C1-17 Halomona lutescens Q1U 97.97 1451 

S1C1-18 Halomonas lutescens Q1U 98.53 1449 

S2C2-19 Bacillus pumilus ATCC 7061 98.70 1462 

S2C3-20 Bacillus gibsonii DSM 8722 98.77 1464 

S1C1-21 Planococcus maitriensis S1 98.44 1467 

S1C2-22 Planococcus maitriensis S1 98.86 1466 

S1C2-23 Planococcus rifietoensis M8 98.22 1474 

S2C2-24 Vibrio rumoiensis S-1 98.07 1454 

S2C2-25 Nesterenkonia halotolerans YIM 70084 97.57 1440 
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En la Figura 7 se muestra el árbol filogenético general de los aislados. El grupo 

externo que se utilizó fue el de los Bacteroidetes. Claramente se visualiza la 

separación de los filos bacterianos. Las cepas se representan por tres filos: 

Proteobacteria, Firmicutes y Actinobacteria, el porcentaje de cepas pertenecientes 

a cada filo fue: 50%, 46% y 4% respectivamente. Las cepas se distribuyeron dentro 

de 8 géneros; Vibrio (4.16%), Halomonas (33.33%), Psychrobacter (12.5%), 

Planococcus (20.83%), Bacillus (16.66%), Nesterenkonia (4.16%), Halobacillus 

(4.16%) y Oceanobacillus (4.16%). 
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Figura 7. Árbol filogenético general de las cepas aisladas de suelos salinos de la Región 
Ciénega de Chapala, Michoacán, construido con el análisis de las secuencias del gen 16 
rRNA, mediante el método de máxima verosimilitud, empleando el modelo de sustitución 
nucleótida TIM3+I+G. Los valores de las ramas corresponden Bootstrap. Grupo externo 
Bacteroidetes. 
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Los suelos tuvieron géneros exclusivos y en común (Figura 8). En el S1 fue donde 

más géneros bacterianos se lograron aislar, dentro de ellos se encuentran: 

Psychrobacter, Planococcus, Halobacillus y Víbrio. Por otro lado, del S2 

(correspondiente a una zona agrícola) solo se aislaron cepas pertenecientes al 

género Nesterenkonia y Oceanobacillus. Los géneros que se encontraron en ambos 

sitios de muestreo fueron Halomonas y Bacillus. 

Es importante mencionar que el S1 es una zona muy cercana al lago conocido como 

“La alberca”, por lo que su porcentaje de humedad es relativamente alto, 

condiciones favorables para el desarrollo de especies del género Vibrio. En este 

sitio se aisló Vibrio rumoiensis (S2C2-24), esta especie se clasifica como una 

bacteria psicrofílica, ya que posee la capacidad de crecer en un rango de 

temperatura que va de los 2°C - 34°C. Por otro lado, se ha reportado que requiere 

la presencia de NaCl para su crecimiento (3 – 6 %); sin embargo, existen especies 

en las cuales el requerimiento de NaCl es bajo, lo que les permite desarrollarse en 

aguas dulces, siendo este el caso de la cepa aislada en el presente trabajo (Yumoto 

et al., 1999). 

Oceanobacillus es un género que agrupa bacterias capaces de tolerar 

concentraciones altas de sal, tal es el caso de Oceanobacillus kimchii, una especie 

halotolerante que crece en un rango de NaCl de 0-22% (Amoozegar et al., 2014). 

Nesterenkonia es un género que pertenece a la familia Micrococcaceae, del filo 

Actinobacteria, comprende pocas especies, muchas de las cuales se han 

identificado en los últimos cinco años, este género se caracteriza por su habilidad 

de crecer en ambientes salinos (L. Li et al., 2018; W. Li et al., 2005). El S2 presentó 

un mayor contenido de sales y CE en comparación del S1, esto delimita la 

diversidad bacteriana en el S2, por lo que, solo aquellas bacterias que son capaces 

de adaptarse a concentraciones relativamente altas de sal pueden desarrollarse en 

este tipo de condiciones.  

El género Bacillus comprende especies con una diversidad de adaptaciones, dentro 

de las que destacan la tolerancia a la alcalinidad y salinidad del ambiente, gracias 
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a esto, se han aislado especies de este género de ambientes salinos (Logan y Vos, 

2015). 

 

 

Figura 8. Distribución de los géneros bacterianos en los suelos muestreados del 
municipio de Villamar, Michoacán. 

Los microorganismos que crecen en ambientes salinos se pueden clasificar en 

función del requerimiento de NaCl para su crecimiento y desarrollo. De acuerdo con 

Ramírez et al. (2006), la clasificación consiste en cuatro grupos que se basan en el 

porcentaje de NaCl: los halófilos extremos (> 20%), los halófilos moderados (10-

20%), los halófilos ligeros o débiles  que toleran (0.5-10%) y por último, encontramos 

a los halotolerantes, que tienen la capacidad de crecer en presencia de NaCl, sin 

embargo, no es un componente esencial, ya que pueden crecer en ausencia de esta 

sal. 

 

8.4. Tolerancia a la salinidad 
 

La mayoría de las cepas presentó crecimiento hasta en un 15% de NaCl; sin 

embargo, el mayor crecimiento se registró del 5-12.5% de concentración de NaCl 

(Tabla 5). Conforme las concentraciones de NaCl sobrepasaron la concentración de 
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12.5% se apreció una disminución en el crecimiento y cambios morfológicos 

coloniales. Algunas cepas presentaron cambio de pigmentación y/o textura, 

mientras que otras se volvieron más mucosas.  

Posiblemente, dentro de los mecanismos que permitieron que las cepas aisladas en 

este trabajo crecieran en altas concentraciones de NaCl se encuentra el 

denominado “salt in” y “salt out”: en el primero, la célula aumenta la concentración 

de iones K+ y Cl- en su interior, lo que permite que todos los componentes 

intracelulares se adapten a las altas concentraciones de sales; y en el segundo, 

también conocido como “síntesis de solutos compatibles” la célula produce 

compuestos que se acumulan en el citoplasma y ayudan a  mantener el equilibrio 

osmótico, este mecanismo es común en bacterias halófilas y no halófilas (Arora y 

Vanza, 2017). 

Tres cepas fueron capaces de crecer hasta en un 25% de NaCl, se identificaron 

como: Oceanobacillus Kimchii (S2C1-1), Halomonas Boliviensis (S1C1-8) y 

Halobacillus andaensis (S1C2-14).  

O. kimchii es miembro de la familia Bacillaceae, la mayoría de las especies del 

género Oceanobacillus se caracterizan por ser organismos haloalcalíficos, y se han 

encontrado en ambientes salinos o alcalinos (Amoozegar et al., 2014; Hyun et al., 

2015).  

Las bacterias halofílicas moderadas pueden crecer en un rango de 5-20 % de NaCl, 

para ello utilizan estrategias de osmoregulación, por ejemplo, O. kimchii puede 

utilizar osmolitos o síntesis de solutos compatibles, tales como, betaínas, polioles, 

ectoínas para tolerar altas condiciones de salinidad (Hyun et al., 2015).Halobacillus 

andaensis se caracterizó por ser la única cepa que no presentó crecimiento en 

ausencia de NaCl, por lo que se clasificó como una potencial bacteria halofílica, esto 

concuerda con Arora y Vanza (2017), donde mencionaron la dependencia de Cl- 

para su metabolismo celular. Como estrategia de tolerancia a la salinidad, este 

género sintetiza solutos compatibles que intercambian con el medio. En ambientes 

intermedios de salinidad se ve favorecida la producción de glutamato y glutamina, 
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mientras que en ambientes muy salinos predomina la síntesis de ectoina y prolina 

(Arora y Vanza, 2017).  

El 96% de las cepas se clasificaron como halotolerantes, siendo estos 

microorganismos los que pueden crecer tanto en ausencia, como en presencia de 

NaCl, incluso pudiendo tolerar altas concentraciones de sal. 

Tabla 5. Tolerancia a la salinidad de los aislados 

 Concentración de NaCl (%) 
Aislado 

 
0 2.5 5 7.5 10 12.5 15 17.5 20 22.5 25 

S2C1-1 - X X X X X X X X X X 

S2C1-2 X X X X X X X X    

S2C1-3 X X X X X X X X    

S2C1-4 X X X X X X X X    

S2C1-6 X X X X X X X X    

S1C1-7 X X X X X X X X    

S1C1-8 X X X X X X X X X X X 

S1C2-9 X X X X X       

S1C2-10 X X X X X       

S1C2-11 X X X X X X X     

S1C2-12 X X X X X X X     

S1C2-13 X X X X X X X     

S1C2-14  X X X X X X X X X X 

S1C2-15 X X X X X       

S1C2-16 X X X X X X      

S1C1-17 X X X X X X X X    

S1C1-18 X X X X X X X X    

S2C2-19 X X X X X X X     

S2C3-20 X X X X X       

S1C1-21 X X X X X X      

S1C2-22 X X X X X X X     

S1C2-23 X X X X X X      

S2C2-24 X X X X X X      

S2C2-25 - X X X X X X     

X: crecimiento -: poco crecimiento. 
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8.5. Caracterización de la promoción de crecimiento vegetal de los aislados 
 

8.5.1. Producción de sideróforos 

Los sideróforos son compuestos de bajo peso molecular que tienen la capacidad de 

quelar metales. El complejo hierro-sideróforo lo reconocen las plantas; por lo tanto, 

los sideróforos pueden incrementar la disponibilidad de este elemento para las 

plantas. Algunos autores resaltan la importancia de la relación entre la síntesis 

microbiana de sideróforos y la capacidad de fijación de nitrógeno, debido a que el 

hierro juega un papel como cofactor de la nitrogenasa (Alexander et al., 2019; 

Szyma et al., 2016). 

Por otro lado, se ha reportado que la producción de sideróforos influye en la 

solubilización de fosfatos metálicos, sin embargo, no se ha establecido una relación 

directa entre estas dos habilidades (Prabhu et al., 2019). 

En los suelos salinos, la solubilidad de elementos traza como el Fe se disminuye. 

Estudios sugieren que la salinidad se correlaciona de manera negativa con la 

biodisponibilidad de Fe para las plantas. Diversos reportes han resaltado la 

importancia de los sideróforos microbianos en la promoción del crecimiento vegetal 

bajo condiciones de estrés salino (Ferreira et al., 2019; Sadeghi y Karimi, 2012).  

Algunas cepas tuvieron la capacidad de producir sideróforos a las cuatro 

concentraciones de sal evaluadas; sin embargo, presentaron una mayor producción 

al 3% de NaCl (Tabla 6), esto se puede atribuir a un mayor crecimiento bacteriano.  

Los géneros que presentaron esta capacidad fueron: Oceanobacillus, Halomonas, 

Planococcus, Psychrobacter y Bacillus. Sin embargo, las cepas que presentaron 

mayor producción fueron Planococcus matriensis y Vivrio rumoiensis con 3.33 y 

3.50 respectivamente a 3% de NaCl.  

Psychrobacter sp. se ha reportado como auxiliar en la fitorremediación de suelos 

contaminados por metales mediante la producción de sideróforos y ácidos 

orgánicos. Algunos de los metales que puede quelar este género son Zn, Ni y Fe 

(Prabhu et al., 2019). 
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Sadeghi y Karimi (2012) obtuvieron índices de producción de sideróforos de 1.0-1.6 

para Estreptomyces, presentándose la mayor producción a 1.75% de NaCl (300 

Mm), esto concuerda con los resultados obtenidos en este trabajo, donde se 

observó un incremento en la producción a una concentración del 3% de NaCl. Por 

otro lado, en estudios previos se ha demostrado la capacidad de producción de 

sideróforos de los géneros Halomonas y Bacillus bajo condiciones de estrés salino 

(Ferreira et al., 2019; Wang et al., 2018).  

Las bacterias halotolerantes promotoras de crecimiento vegetal capaces de producir 

sideróforos en condiciones de estrés salino han recibido gran atención, debido a 

que la quelación de Fe se modula principalmente por el pH presente en el medio. 

La gran cantidad de carbonatos presentes en suelos salinos inactiva el Fe soluble. 

En suelos con pH mayor a 6.5 se produce la oxidación del óxido ferroso (soluble) a 

óxido férrico (insoluble) (Kumar et al., 2020). 
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Tabla 6. Índices de producción de sideróforos en medio SP con cromoazurol 

 Concentración de NaCl (%) 

Cepa 0 3 5 10 

S2C1-1 2.16a ± 0.29 2.00ab ± 0.00 1.66b ± 0.14 0.00c 

S2C1-2 2.26a± 0.35 1.19b  ± 0.00 1.20b ± 0.00 1.15b ± 0.00 

S2C1-3 1.27b ± 0.23 1.15b  ± 0.00 1.15b ± 0.00 2.07a ± 0.12 

S2C1-4 1.21b ± 0.07 2.05a ± 0.08 0.00c 0.00c 

S2C1-6 1.15b ± 0.08 2.5a ± 0.00 0.00c 0.00c 

S1C1-7 1.20c ± 0.03 3.00a ± 0.00 2.16b ± 0.28 1.33c ± 0.00 

S1C1-8 1.18b ± 0.05 1.50a ± 0.00 1.50a ± 0.00 1.14b ± 0.00 

S1C2-9 2.00a ± 0.00 1.50b ± 0.00 1.66b ± 0.00 0.00c 

S1C2-11 1.50b ± 0.00 2.55a ± 0.192 1.55b ± 0.08 0.00c 

S1C2-12 2.22a ± 0.48 2.61a ± 0.20 2.50a ± 0.00 0.00b 

S1C2-13 2.33b ± 0.14 3.33a ± 0.14 0.00c 0.00c 

S1C2-15 1.97ab ± 0.29 2.36a ± 0.05 1.57b ± 0.05 0.00c 

S1C2-16 1.10c ± 0.02 1.35b  ± 0.10 2.00a ± 0.00 1.33b ± 0.00 

S1C1-17 1.09c ± 0.00 1.21c ± 0.02 2.06a ± 0.11 1.66b ± 0.00 

S1C1-18 1.30b  ± 0.04 1.50a ± 0.00 1.11c ± 0.00 0.00d 

S2C2-19 1.10b ± 0.08 1.30a ± 0.00 0.00c 0.00c 

S2C3-20 1.83a ± 0.02 1.50a ± 0.00 0.00b 0.00b 

S1C1-21 1.91a ± 0.14 1.65a ± 0.13 0.00b 0.00b 

S1C2-22 2.44a ± 0.19 2.66a ± 0.57 0.00b 0.00b 

S1C2-23 2.31b ± 0.33 3.50a ± 0.00 0.00c 0.00c 

S2C2-25 2.33a ± 0.28 2.33a ± 0.00 0.00b 0.00b 

Los valores representan la media de tres repeticiones más menos su desviación estándar. En cada columna 

letras diferentes representan diferencias significativas de acuerdo a la prueba de Tukey (p≤0.05).  

 

La presencia de un halo de coloración alrededor de la colonia bacteriana, indica la 

producción de sideróforos (Figura 9). Es importante mencionar que algunos halos 

de coloración presentaron fluorescencia al ser iluminados con una lámpara UV, lo 

anterior se puede relacionar con la producción de diferentes tipos de sideróforos. 
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 Sin embargo, basándose en la coloración que presentaron los diferentes aislados, 

se puede deducir la producción de dos tipos de sideróforos; carboxilatos e 

hidroxamato, los cuales, de acuerdo con Pérez-miranda et al. (2007) se caracterizan 

por tener tonalidades naranjas y amarillas. La utilización O-CAS nos ayudó a 

identificar de manera preliminar los aislados capaces de producir sideróforos.  

 

Figura 9. Halomonas sp. en medio SP adicionado con cromoazurol para la determinación 
de producción de sideróforos 

 

8.5.2. Solubilización de fósforo 

El fósforo (P) es uno de los elementos más importantes en la nutrición de las plantas, 

se requiere en grandes cantidades, por lo tanto, una deficiencia de este elemento 

limita el crecimiento vegetal. A pesar de que muchos suelos tienen porcentajes altos 

de P total, se estima que en suelos salinos y calcáreos (suelos predominantemente 

alcalinos: pH > 7.4) alrededor del 60-70% del P que se aplica al suelo se convierte 

en formas no biodisponibles, esto debido a su precipitación con los iones de calcio 

(Ca2+) y de magnesio (Mg2+)  (Jiang et al., 2018b). La salinidad de los suelos limita 

la toma de fósforo del suelo debido a procesos de sorción, y a que facilita la 

acumulación de este en formas insolubles (Soni, Rokad, & Sharma, 2013). 
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 En el caso de la zona de estudio del presente trabajo, los suelos se caracterizan 

por presentar un pH alcalino, que oscila de 7.8 a 8.5, como consecuencia de las 

altas concentraciones de sales, dentro de las que destacan sales de calcio, 

magnesio y sodio 

 Debido a este problema, Lastiri-hernández et al., (2019) utilizaron a B. monnieri 

como planta extractora de sales. En su estudio realizado en campo, encontraron 

que esta planta al estar expuesta a altos niveles de salinidad, aumentó su 

concentración de   Na+, Ca2+, Mg2+ y K+ en la parte aérea, lo que ayuda a disminuir 

la conversión del P soluble a formas insolubles. El uso de esta planta extractora de 

sal y los microorganismos asociados a sus raíces se postulan como una alternativa 

ecológica para el manejo y recuperación de suelos salinos.   

Los géneros capaces de solubilizar fosfatos fueron Bacillus y Planococcus, siendo 

el género Bacillus el que tuvo la capacidad de solubilizar fósforo al 0 y 3% de NaCl, 

y donde se observaron diferencias significativas (Figura 10). Estas condiciones de 

salinidad provocan un aumento de pH en el medio, neutralizando los ácidos 

producidos por los aislados. Estos resultados concuerdan con otros estudios previos 

(Jiang et al., 2018b; Xiao et al., 2011), donde reportan que en concentraciones 

mayores a 0.4 M (>23.2 g/L) se disminuye la actividad solubilizadora de las 

bacterias.   
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Figura 10. Índices de solubilización de fosfatos evaluados en medio NBRIP 

Los resultados que se obtuvieron en este trabajo  concuerdan con los reportados 

por (Jiang et al., 2018a), donde mencionan que el género Bacillus se considera 

como uno de los solubilizadores de fosfatos más comunes, seguido de 

Pseudomonas. Dentro de los microorganismos registrados en la literatura con 

mayor potencial para solubilizar fosfatos se encuentra Bacillus sp., Pseudomonas y 

Rizhobium (Restrepo-Franco et al., 2015; Soni et al., 2013). El género Bacillus 

también ha mostrado capacidad solubilizadora en suelos salinos (Kumar et al., 

2020).  

Los microrganismos que son capaces de solubilizar fosfatos son un grupo de PGPR 

que se destacan por aumentar la biodisponibilidad de los niveles de fósforo en el 

suelo. Estas bacterias utilizan tanto fuentes orgánicas como inorgánicas de fósforo; 

para ello utilizan diferentes mecanismos (Reyes et al., 2006; Xiao et al., 2011) .   

 Las bacterias utilizan diversos mecanismos para la solubilización de fosfatos, en 

donde convierten las formas insolubles a formas solubles como HPO4-2 y H2PO4- . 
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Dentro de estos mecanismos se encuentran la quelación, reacciones de intercambio 

y la formación de sustancias poliméricas (Soni et al., 2013); sin embargo, uno de los 

principales mecanismos de solubilización de fosfatos es mediante la producción de 

ácidos orgánicos de bajo peso molecular. Estos ácidos fungen como acidificadores 

de las bases conjugadas de fosfatos, lo que se traduce en una mayor solubilización 

como resultado de la disminución de pH en el suelo (Jiang et al., 2018). 

Se ha reportado que los microorganismos solubilizadores de fosfatos producen 

ácidos como el ácido acético, ácido fórmico; láctico, glucónico, glicónico; oxálico, 

succínico; málico; cítrico, entre otros; Dentro de la gran variedad de ácidos 

producidos por las bacterias, el ácido glucónico ha sido considerado como el ácido 

clave en la solubilización de fosfatos (Prabhu et al., 2019), ya que este no solo libera 

fosfatos mediante la acidificación del medio, sino que además forma compuestos 

insolubles con el Ca2+ mediante quelación (Saeid et al., 2018). 

Estos estudios son de gran importancia para la actividad agrícola, ya que tanto 

microorganismos halófilos o halotolerantes que tiene la habilidad de solubilizar 

fosfatos bajo estrés salino pueden incrementar significativamente el rendimiento de 

los cultivos (Jiang et al., 2018b), por medio de la movilización, conversión y aumento 

de la biodisponibilidad de este elemento (Prabhu et al., 2019). 

 

8.5.3. Solubilización de fitatos 

Los fitatos, o también conocidos como fosfatos orgánicos, son derivados de la 

biomasa del suelo (plantas, microorganismos, etc.).  Las plantas y microorganismos 

son capaces de obtener fósforo a partir de fuentes orgánicas existentes en el suelo. 

Esto incluye la expresión de enzimas como la fosfatasa y fitasa que permite liberar 

fósforo a partir de fosfatos orgánicos: fitatos (Shulse et al., 2019). El mecanismo por 

el cual las bacterias son capaces de obtener fósforo a partir de fuentes orgánicas 

está modulado por cuatro grupos de enzimas: fosfatasa no específica, fitasas, 

fosfonatasas y C-P liasas (Jorquera et al., 2008).  
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Las cepas mostraron una tendencia de aumentar su capacidad solubilizadora a 3 y 

5% de NaCl (Tabla 7, Figura 11). Siendo a 3% de NaCl donde se obtuvieron los 

mayores índices de solubilización por Psychrobacter pulmonis y alimentarius.  Estos 

aislados fueron capaces de mostrar actividad incluso al 10% de NaCl.  

 

Tabla 7. Índices de solubilización de fitatos a diferentes concentraciones de NaCl 

 Concentración de NaCl (%) 

Cepa    0 3 5   10 

S2C1-1 0.00b 1.35a ± 0.04 1.43a ± 0.05 0.00b 

S2C1-2 0.00c 1.29a ± 0.07 1.12b ± 0.00 0.00c 

S2C1-3 0.00b 0.00b 1.12a ± 0.00 0.00b 

S2C1-6 0.00b 0.00b 1.25a ± 0.00 0.00b 

S1C1-7 0.00b 1.50a ± 0.00 1.97a ± 0.40 0.00b 

S1C1-8 1.52b ± 0.20 1.40b ± 0.00 1.85a ± 0.00 1.40b ± 0.00 

S1C2-9 2.44b ± 0.09 5.33a ± 1.15 2.00b ± 0.00 1.55b ± 0.38 

S1C2-10 1.23b ± 0.02 1.43a ± 0.06 0.00c 0.00c 

S1C2-11 3.22b ± 0.19 4.33a ± 0.28 1.66c ± 0.00 2.00c ± 0.00 

S1C2-14 0.00 0.00 0.00 2.00a ± 0.00 

S1C2-15 2.68bc ± 0.57 4.83a ± 0.28 3.11b ± 0.38 2.00c ± 0.00 

S1C2-16 0.00 1.26a ± 0.00 0.00 0.00 

S1C1-17 0.00 0.00 1.4a ± 0.00 0.00 

S1C1-18 0.00 2.00a ± 0.00 0.00 0.00 

S2C2-24 0.00 0.00 2.91a ± 0.14 0.00 
Los valores representan la media de tres repeticiones más menos su desviación estándar. En cada columna 

letras diferentes representan diferencias significativas de acuerdo a la prueba de Tukey (p≤0.05). 

 

Por otro lado, la cepa S1C2-14 (Halobacillus andaensis) solo presentó capacidad 

de solubilizar fitatos a 10% de NaCl, este se puede atribuir a que en concentraciones 

más bajas de sal tuvo un menor desarrollo.  
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Halobacillus andaiensis mostró únicamente actividad al 10% de NaCl, siendo el 

segundo aislado con mayor índice de producción (3.96), superado por 

Psychrobacter pulmonis con 5.00 al 3% de NaCl. Halomonas boliviensis, Bacillus 

zanthoxyli y Vibrio rumoiensis también fueron capaces de solubilizar fitatos.  

Halobacillus es el primer género reportado como dependiente de cloruro, por lo que 

muchas funciones celulares dependen del Cl-  para su máxima actividad (Arora y 

Vanza, 2017).  

Estudios sugieren que, como respuesta ante la presencia de un nutriente limitante, 

ciertos microorganismos sintetizan fitasas, que les permite mineralizar el P presente 

en compuestos orgánicos, por otro lado, las características del suelo rizosférico 

influyen en la capacidad de utilizar diferentes formas de P (Jorquera et al., 2008),  

no obstante, Reyes et al. (2006) sugiere que los exudados de las plantas también 

determinan el potencial solubilizador de P de las bacterias rizosféricas.  

Dentro de la gran diversidad PGPR, las bacterias solubilizadoras de fitatos han sido 

de gran interés debido a su capacidad para liberar P de fuentes orgánicas y en 

algunas ocasiones inorgánicas, su potencial ha sido utilizado para diversas 

aplicaciones biotecnológicas, donde destaca la elaboración inoculantes agrícolas 

(Jorquera et al., 2008).  

 

 

Figura 11. Placas Petri con medio para solubilización de fitatos a diferentes 
concentraciones de NaCl, de izquierda a derecha (0 %, 3 % y 5 %) 
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8.5.4. Solubilización de carbonatos 

Siete cepas fueron capaces de solubilizar carbonatos a diferentes concentraciones 

de NaCl. De acuerdo a la prueba de Tukey (p≤0.05) se observaron diferencias 

significativas en la solubilización de carbonatos en las diferentes concentraciones 

de sal (Figura 12), la fuente utilizada fue el carbonato de calcio. Las cepas 

Psychrobacter alimentarius (S1C2-11), Bacillus Zanthoxyli (S1C2-16) y Vibro 

rumoiensis (S2C2-24), mostraron una disminución de su capacidad solubilizadora 

al aumentar la concentración de NaCl, la mayor actividad se presentó en ausencia 

de sal.  Por otro lado, Halomonas boliviensis (S1C2-8) y Psychrobacter pulmonis 

(S1C2-9) mantuvieron una actividad estable hasta un 5% de NaCl, en 

concentraciones mayores su actividad fue nula.  

La cepa S1C2-15 (Psychrobacter pulmonis) aumentó su actividad en NaCl al 3%; 

sin embargo, en concentraciones mayores se observó un decremento de esta. 

 Halobacillus andaensis no fue capaz de solubilizar carbonatos en concentraciones 

menores al 10% de NaCl. Esta especie es reportada como una bacteria halófila 

moderada, cuyo requerimiento de sal para su crecimiento son de 3-15% de NaCl, 

con un óptimo de 8% (Wang et al., 2015). La nula actividad de esta bacteria en tres 

de las concentraciones evaluadas se debe a su naturaleza halófila, por lo que 

requiere ciertas concentraciones de sal para exponer su potencial.  
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Figura 12. Índices de solubilización de carbonatos a diferentes concentraciones de NaCl 

 

La capacidad de las bacterias para solubilizar carbonatos en hábitats naturales, 

como en pruebas in vitro ha sido descrita por diversos autores; Sin embargo, el 

papel y los mecanismos mediante los cuales las bacterias participan en la formación 

de carbonatos no es bien conocida.  

El contenido de sales presentes en el medio, es uno de los factores más importantes 

que influyen en la biodisponibilidad de carbonatos.  Las bacterias halófilas 

constituyen un componente biológico importante en la formación y biodisponibilidad 

de carbonatos en el suelo, debido a que estas pueden crecer en un rango amplio 

de estrés osmótico originado por la salinidad (Rivadeneyra et al., 2004).  
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8.5.5. Solubilización de zinc 

El halo translúcido alrededor de la colonia bacteriana indica la solubilización de zinc 

(Figura 13). 

 

Figura 13. Medio NBRIP adicionado con ZnO para la determinación de solubilización de 
zinc (Bacillus pumilus +) 

 

Bacillus pumilus y Bacillus zanthoxyli fueron las dos especies con la capacidad de 

solubilizar zinc, siendo el aislado 19 el que presentó el mayor índice de 

solubilización (Figura 14). No se observó solubilización de zinc a partir de 3% de 

NaCl. En este medio (NBRIP-modificado) se observó menos crecimiento colonial, lo 

que se puede atribuir como una de las causas que impidió la solubilización de zinc, 

posiblemente requiriendo mayor tiempo de experimentación 

Kamran et al., (2017) obtuvieron un índice de solubilización promedio de 1.8 para 

Bacillus pumilus, Rhizobium sp, y Enterobacter cloacae. Saravanan et al. (2004) 

obtuvieron índices de producción en un rango de 1.28-1.83 para Pseudomonas sp 

y Bacillus sp. en ausencia de NaCl.  

El zinc es un elemento esencial para las plantas, específicamente, porque está 

involucrado en el metabolismo de carbohidratos y auxinas y actúa como un 

importante antioxidante. La deficiencia de zinc causa un crecimiento retardado, 
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clorosis, susceptibilidad a infecciones por hongos, entre otros problemas. (Kamran 

et al., 2017).  

 

 

Figura 14. Índices de solubilización de zinc 

Los microorganismos benéficos como las PGPR  que tienen la capacidad de 

estimular el metabolismo de carbohidratos, mejoran la tasa de crecimiento y  

permiten una óptima translocación de la biomasa, esto mediante el aumento de la 

biodisponibilidad de zinc (Ilangumaran y Smith, 2017). Se conocen varios 

mecanismos por los cuales los microorganismos solubilizadores de zinc convierten 

las formas insolubles en solubles de este elemento, uno de ellos es mediante la 

acidificación del medio. Estos microorganismos producen ácidos orgánicos que son 

liberados en el suelo circundante, y que tienen la capacidad de secuestrar el zinc al 

mismo tiempo que disminuyen el pH del suelo. Otro mecanismo que posiblemente 

está involucrado en la solubilización de zinc es la producción de sideróforos 

(Kamran et al., 2017)  ya que algunos estudios demuestran que estos compuestos 

quelantes son capaces de secuestrar metales como zinc, níquel y fierro (Prabhu et 

al., 2019).  
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8.5.6. Producción de ácido 3-indol acético 

En la Figura 15 se observa la revelación de la prueba de producción de AIA. Los 

tubos contienen el medio JP y la solución reveladora de Salkowski con un tiempo 

de incubación de 30 minutos. La presencia de color rojo en los tubos se considera 

como indicador positivo de producción de AIA. Las diferentes tonalidades de rojo 

representan la concentración de AIA producido por las cepas. Se observa que los 

blancos presentan un color amarillo, indicando la ausencia de AIA. 

 

 

Figura 15. Revelación de la prueba para la determinación de AIA, color amarillo (control), 
color rojo-naranja (prueba positiva) 

 

El 37.5 % de las cepas (9 cepas) tuvo la capacidad de producir AIA, a las 72 h, 

siendo este el tiempo en el que se obtuvo la mayor producción de esta fitohormona. 

De acuerdo a la prueba de Tukey (p≤0.05) se observaron diferencias significativas 

en la producción de AIA en las diferentes concentraciones de sal (Figura 16).  

Todas las cepas que produjeron ácido 3-indol acético aumentaron su producción en 

presencia de NaCl, a excepción de Bacillus Zanthonxyli (SIC2-16). Este 

comportamiento se relaciona con la naturaleza de las bacterias, ya que en ausencia 
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de NaCl se observó muy poco crecimiento. Los géneros que fueron positivos para 

esta prueba fueron: Halomonas, Psychrobacter y Bacillus.  

 

 

Figura 16. Producción de AIA de las cepas en diferentes concentraciones de NaCl a las 
72 h.  

El ácido indol acético es una forma activa de auxina (hormona vegetal) y un 

importante regulador del crecimiento vegetal. El sistema radicular es activado por el 

AIA, lo que está relacionado con el acceso a los nutrientes del suelo (Numan et al., 

2018) . El AIA se considera como la principal auxina de las plantas, ya que controla 

diversos procesos fisiológicos como la elongación y división celular  (Vega-Celedón 

et al., 2016). Por otro lado, en estudios previos se ha encontrado que la síntesis de 

AIA está transcripcionalmente relacionada con la elevación de los niveles de etileno 

en las plantas vía expresión gen ACC sintetasa, a su vez, el etileno incrementa la 

tolerancia a la salinidad de las plantas, por lo que se ha propuesto que una 
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apropiada producción de AIA podría ser utilizado como aliviador del estrés salino 

(Kumar et al., 2020).  

Sadeghi y Karimi (2012) obtuvieron con Streptomyces un aumento en la producción 

de AIA a una mayor concentración de NaCl: 2.4uL/mL en 0mM NaCl a 4.7 uL/mL en 

300mM.   Por otro lado, Kamran et al., (2017) obtuvieron valores de 12.125 ug/ml 

para Enterobacter cloacae sin NaCl, sin embargo, Bacillus pumilus no presentó 

producción de AIA.  

En este trabajo se observó un efecto positivo en la producción de AIA al aumentar 

la concentración de sal, esto puede estar relacionado con el aumento en el 

crecimiento bacteriano a mayor concentración de sal.  

Es de gran importancia estudiar los microorganismos que pueden llevar a cabo 

todas sus funciones metabólicas bajo estrés salino, ya que en la mayoría se ve 

reducida la tasa de respiración, biomasa y actividad microbiana (Szyma et al., 2016). 

 

8.5.7. Producción de enzimas hidrolíticas 

 

Los géneros que presentaron capacidad de hidrolizar proteína en presencia de NaCl 

al 10% fueron: Psychrobacter, Bacillus, Planococcus y Halobacillus. De acuerdo a 

la prueba de Tukey (p≤0.05) se observaron diferencias significativas en la 

producción de proteasas entre las diferentes cepas (Figura 17 y 18), donde 

Planococcus rifietoensis se caracterizó por presentar el mayor índice de producción. 

Del total de las cepas que se obtuvieron en este trabajo, el 40 % presentó actividad 

proteolítica, destacaron los géneros Halobacillus y Planococcus. Se ha sugerido que 

la producción de enzimas proteolíticas puede fungir como un mecanismo 

antimicrobiano, lo que puede estar relacionado con el sistema de defensa contra 

patógenos de las plantas (Moustaine et al., 2017; Yuttavanichakul et al., 2012). Por 

otro lado, se ha observado que las bacterias capaces de producir enzimas 

proteolíticas, tienen una mayor ventaja de resistir estrés ambiental, sea químico o 

mecánico (Moustaine et al., 2017).  
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Figura 17. Medio Skim milk (10% de NaCl) para la determinación de producción de 
proteasas. De izquierda a derecha (Planococcus, Bacillus, Halobacillus) 

 

 

 

Figura 18. Índices de actividad enzimática proteolítica en medio Skim milk al 10% de 
NaCl 
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Respecto a la capacidad de producción de amilasas, solo el 16% del total de las 

cepas resultaron positivos en esta prueba. De acuerdo a la prueba de Tukey 

(p≤0.05) se observaron diferencias significativas en la producción de amilasas entre 

los diferentes aislados (Figura 19 y 20). Planococcus matriensis y halobacillus 

andaiensis tuvieron también la capacidad de solubilizar el almidón. Bacillus 

zanthoxyli solo presentó actividad aminolítica. Mukhtar et al., (2019) demostraron el 

potencial enzimático bajo condiciones salinas de Bacillus y Halobacillus, aislados 

de plantas halófitas en Pakistán  y lo relacionaron de manera indirecta como un 

mecanismos de promoción de crecimiento vegetal.  

 

 

 

Figura 19. Revelación de la prueba de producción de amilasas en medio enriquecido con 
almidón y NaCl al 10% 
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Figura 20. Índices de actividad enzimática aminolítica en medio almidón con NaCl al 10%. 

 

Las bacterias halófilas o halotolerantes proveen una fuente potencial de nobles 

enzimas que pueden trabajar bajo condiciones de estrés salino. Ciertas de estas 

enzimas han sido utilizadas para biorremediar suelos salinos. La capacidad 

proteolítica y aminolítica bacteriana se ha considerado como un mecanismo 

indirecto de promoción de crecimiento vegetal (Mukhtar et al., 2019). Por otra parte, 

las amilasas producidas por las bacterias cumplen un papel importante en los ciclos 

biogeoquímicos (Amoozegar et al., 2003). 

 

8.5.8. Producción de sustancias poliméricas extracelulares 

 

En el presente trabajo, los géneros que tuvieron la capacidad de producir EPS 

fueron: Oceanobacillus, Halomonas, Planococcus, Halobacillus, Psychrobacter y 

Bacillus (Tabla 8). Al aumentar la concentración de sal al 10% la actividad de varias 

cepas se vio afectada negativamente; sin embargo, Oceanobacillus Kimchii, 
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Halomonas lutescens, Halomonas boliviensis, y Halobacillus andaiensis fueron 

capaces de producir EPS en NaCl al 10%. Planococcus rifietoensis solo produjo 

EPS en ausencia de sal, es importante destacar que en un estudio realizado por 

Qurashi y Sabri (2012) encontraron que Planococcus rifietoensis, al igual que 

Halomonas variabilis mostraron un incremento significativo en la agregación del 

suelo. Numerosas especies del género Bacillus producen EPS que retienen 

moléculas de agua, lo que ayuda a las plantas a resistir el estrés osmótico (W. Xiao 

et al., 2020).   

Las sustancias poliméricas extracelulares (EPS, por sus siglas en inglés) se 

producen en gran parte por microrganismos en respuesta al estrés. Se ha reportado 

que la producción de exopolisacáridos tiene un efecto indirecto en la solubilización 

de fosfatos, debido a que tienen la capacidad de unirse con metales en el suelo. De 

esta manera, pueden influir en la solubilización de fosfatos metálicos (Prabhu et al., 

2019).  

Además de los componentes nutricionales, las características físicas del suelo 

juegan un papel muy importante en el desarrollo y crecimiento vegetal. La 

producción de EPS por parte de las bacterias rizosféricas permite la formación de 

microagregados, que mejoran la estructura del suelo, y se traduce en un mejor 

drenaje, aireación, penetración de las raíces y formación de microporos en el 

sistema suelo. Los microagregados en el suelo tienen la capacidad de retener 

nutrientes y moléculas de agua, que posteriormente la planta puede utilizar 

(Ilangumaran y Smith, 2017; Kumar et al., 2020).   
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Tabla 8. Producción de sustancia polimérica extracelular 

Cepa 0% NaCl 10% NaCl 

S2C1-1 + + 
S2C1-2 - - 
S2C1-3 + - 
S2C1-4 + - 
S2C1-5 - - 
S2C1-6 - - 
S1C1-7 + + 
S1C1-8 + + 
S1C2-9 - - 

S1C2-10 - - 
S1C2-11 - - 
S1C2-12 + - 
S1C2-13 + - 
S1C2-14 + + 
S1C2-15 + - 
S1C2-16 + - 
S1C1-17 - - 
S1C1-18 - - 
S2C2-19 - + 
S2C3-20 + + 
S1C1-21 + - 
S1C2-22 + - 
S1C2-23 + - 
S2C2-24 + - 
S2C2-25 + - 

 

Cabe destacar que la sustancia polimérica extracelular es un excelente 

acondicionador del suelo, y funciona como una reserva de carbono (Kumar et al., 

2020), además, es el componente principal de las biopelículas, una herramienta que 

las bacterias utilizan para  adherirse y colonizar las raíces de las plantas (Compant 

et al., 2010).      

El análisis de componentes principales de las cepas, muestra la similitud de las 

bacterias con base en el potencial de promoción de crecimiento vegetal que 

presentaron en las diferentes pruebas realizadas in vitro (Figura 21). De manera 
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general se destacan tres grupos, donde uno de ellos, conformado por las cepas 

S1C-7, S1C1-18, S1C1-17 y S1C2-16 es claramente discriminado del resto, debido 

a que estas cepas presentaron un gran potencial de promoción de crecimiento 

vegetal en comparación con el resto de las cepas.  

 

 

Figura 21. Análisis de componentes principales para las diferentes cepas. 
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IX. CONCLUSIONES 
 

Los suelos presentaron problemas de salinidad. Con base en la conductividad 

eléctrica que presentaron se clasificaron como suelo salino (S1) y fuertemente 

salino (S2). Los cationes que se encontraron en mayor concentración fueron Na+ y 

Ca2+.  

Las bacterias aisladas de la rizósfera de B. monnieri fueron en su mayoría bacterias 

Gram positivas. Las 24 cepas se representaron por los filos Proteobacteria, 

Firmicutes y Actinobacteria, y se distribuyeron en ocho géneros: Oceabobacillus, 

Halobacillus, Bacillus, Halomonas, Planococcus, Psychrobacter, Vibrio y 

Nesterenkonia. Todas las cepas se clarificaron como bacterias halotolerantes, a 

excepción de Halobacillus andaensis (S1S2-14) que se caracterizó como bacteria 

halofílica.  

La mayoría de las cepas presentaron potencial de promoción de crecimiento vegetal 

en condiciones de salinidad, principalmente con la producción de AIA y sideróforos. 

La salinidad influyó en la actividad metabólica de los aislados. La producción de AIA 

y sideróforos, así como la solubilización de fitatos y carbonatos se vio favorecida 

con el aumento de la salinidad, mientras que la solubilización de fosfatos y de zinc 

disminuyó en presencia de NaCl.  Por otra parte, el 40% de las cepas presentó 

mecanismos indirectos de PGPR mediante la producción de enzimas hidrolíticas 

como proteasas y amilasas.  
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