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RESUMEN	

	

En	 los	 procesos	 de	 tratamiento	 de	 aguas	 residuales	 por	 sistemas	 de	 humedales,	 	 para	 la	 remoción	 de	
metales	 pesados	 se	 desconoce	 el	 papel	 de	 	 microorganismos,	 tales	 como	 los	 hongos	micorrízicos	 y	 los	
hongos	 asociados	 al	 suelo	 rizosférico,	 en	 presencia	 de	 fosfatos	 insolubles.	 Puesto	 que	 el	 fósforo	 es	 un	
nutriente	 esencial	 en	 el	 metabolismo	 de	 las	 plantas	 acuáticas	 como	 el	 	 Phragmites	 australis,	 	 especie	
vegetal	que	ha	sido	utilizada	ampliamente	en	los	sistemas	de	humedales,	 	debido	a	sus	características	de	
adaptación	bajo	condiciones	ambientales	extremas.		Por	lo	que	en	este	trabajo	se	investigó		el	papel	de	los	
hongos	 asociados	 a	 la	 rizósfera	 de	P.	australis	 en	 la	 solubilización	 de	 fosfato	 tricálcico,	 (P-Ca)	 y	 fosfato	
férrico,	(P-Fe),	en	presencia	de	metales.	

Este	 proyecto	 comprendió	 dos	 etapas,	 la	 primera	 efectuada	 a	 nivel	 laboratorio,	 cuyo	 objetivo	 fue	 el	
determinar	la	habilidad	de	un	consorcio	micorrízico	y	cinco	cepas	fúngicas	en	la	solubilización	de		P-Ca)	y	
P-Fe,	 bajo	 condiciones	 in	 vitro	 utilizando	 el	 medio	 Pikowskaya,	 en	 cultivo	 sólido	 para	 los	 ensayos	
cualitativos	 y	 en	 líquido	 para	 los	 ensayos	 cuantitativos.	 Los	 hongos	 	 aislados	 de	 suelos	 rizósfericos	 de	
Phragmites	australis	fueron	identificados	hasta	género	y	especie	a	través	de	técnicas	moleculares	basadas	
en	la	amplificación	de	las	regiones	ITS4	e	ITS5,	las		cuales	corresponden	a:	Penicillium	italicum,	Penicillium	
dipodomyicola,	Aspergillus	japonicus,	Aspergillus	niger	y	Trichoderma	atroviride.	Se	determinó	que	las	cepas	
evaluadas		presentaron	una	mayor		capacidad	para	solubilizar	P-Ca	en	comparación	con	P-Fe;	T.	atroviride	
registró	 el	 diámetro	 de	 crecimiento	 micelial	 más	 rápido	 (1.48	 cm2	 día-1),	 mientras	 que	 P.	 italicum	 y	 P.	
dipodomyicola	 	mostraron	 los	mayores	 índices	 de	 solubilización	 de	 fosfato	 en	medio	 sólido	 1.97	 y	 2.12		
respectivamente,	además	P.	italicum		registró	el	mayor	porcentaje	de	solubilización	(99.88	%).		

A	 través	de	ensayos	dosis	 respuesta	se	evaluó	el	efecto	de	metales	como;	aluminio,	 cadmio,	niquel,	 zinc,	
plomo,	 cobalto,	 cobre,	 cromo	 trivalente	 y	 cromo	 hexavalente	 sobre	 el	 crecimiento	 y	 capacidad	 de	
solubilización	de	fosfato	en	medio	sólido.	Las	cepas	de	Penicillium	y	Aspergillus	fueron	seleccionadas	para	
evaluar	el	efecto	de	la	glucosa	y	el	nitrógeno	sobre	la	capacidad	de	solubilización	de	fosfato	en	presencia	de	
Cd2+,		P-Ca	y	P-Fe,	a	través		de	un	diseño	factorial	24	con	puntos	centrales.	El	Cd	fue		seleccionado,		debido	a	
su	mayor	toxicidad,	 teniendo	P.	dipodomyicola	 	 los	valores	más	altos	de	CE50;	0.46	mM	para	P-Ca	 	y	0.62	
mM	para	P-Fe.	Los	factores	de	mayor	impacto	(p<	0.05)	sobre	la	solubilización	de	fosfato	fueron	glucosa	
(F=	 18.42;	 p=	 0.002)	 y	 sulfato	 de	 amonio	 (F=	 14.57;	 p=	 0.004),	 por	 lo	 que	 	 las	 cepas	 de	 Penicillium		
mostraron	la		mejor	capacidad	de	solubilización	de	fosfato	bajo	condiciones	de	estrés.		

La	 segunda	 etapa	 realizada	 a	 nivel	 	 invernadero,	 	 tuvo	 como	 objetivo,	 	 determinar	 el	 efecto	 de	 la	
interacción	 entre	 el	 consorcio	 micorrízico	 y	 los	 hongos	 solubilizadores	 de	 fosfato,	 en	 la	 asimilación	 de	
fosfato	 y	 en	 la	 acumulación	 de	metal	 en	 los	 tejidos	 de	P.	australis.	 Como	 inóculo	 se	 utilizó	 el	 consorcio	
micorrízico	 	y	 la	cepa	de	P.	italicum,	debido	a	que		este	hongo		 incrementó	la	colonización	micorrízica	en	
comparación	con	los	ensayos	individuales.	El	análisis	estadístico		mostró	que	los	factores	significativos	(p<	
0.05)	para	la	asimilación	de	fosfato,		fueron;		el	tipo	de	tratamiento	(Fo=	39.78;	P<	0.0001),	tipo	de	fosfato	
(Fo=	33.73;	P<	0.0001),		así	como	la	interacción	entre	factores	(Fo=	33.07;	P<	0.0001).	La	inoculación	dual	
incrementó	 la	 acumulación	 de	 metales	 en	 la	 raíz	 (64.11	 µg	 Cd+2	 gPlant-1),	 sin	 embargo,	 	 limita	 la	
acumulación	 en	 los	 tejidos	 superiores	 de	 la	 planta.	 	 	 Los	 resultados	 	muestran	 el	 papel	 de	 	 los	 hongos	
simbióticos	 en	 este	 tipo	 de	 sistemas	 de	 humedales,	 puesto	 que	 participan	 en	 la	 nutrición	 y	 además	
confieren	tolerancia	a	la	presencia	de	elementos	potencialmente	tóxicos.		
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ABSTRACT	

	

In	 the	waste	water	 treatment	process	by	wetland	systems	 for	heavy	metals	 removal,	 	 it	 is	unknown	 the	
role	of	microorganisms,	such	as	mycorrhizal	fungi	and	fungi	associated	with	the	rhizospheric	 	soil,	 in	the	
presence	of	 insoluble	phosphate.	Since	phosphorus	is	an	essential	nutrient	 for	the	metabolism	of	aquatic	
plants	such	as	with	Phragmites	australis,	 a	vegetal	specie	 that	has	been	widely	used	 in	wetland	systems,	
due	to		their	adaptive	characteristics	under	extreme	environmental	conditions.	Therefore,		in	this	work	it	
was	 investigated	 	 the	 role	 of	 fungi	 associated	 with	 the	 rhizosphere	 of	 P.	 australis	 in	 	 solubilization	 	 of	
tricalcic	phosphate	(P-Ca)	and	ferric	phosphate	(P-Fe),	in	the	presence	of	metals.		

This	work	comprises	two	stages;	the	first	was	performed	at	laboratory	scale,	whose	goal	was	to	determine	
the	ability	of	mycorrhizal	consortium	and	five	fungal	strains	to	solubilize	 	 	P-Ca	and	P-Fe),	under	in	vitro	
conditions,	 using	 Pikowskaya	 medium	 in	 solid	 culture	 for	 qualitative	 and	 liquid	 for	 quantitative	 tests.		
Fungi	 isolated	 from	 Phragmites	 australis	 rhizosphere	 soil,	 were	 identified	 to	 genus	 and	 species	 using	
molecular	 techniques	 based	 on	 the	 amplification	 of	 ITS4	 and	 ITS5	 regions,	 which	 correspond	 to:	
Penicillium	 italicum,	 Penicillium	 dipodomyicola,	 Aspergillus	 japonicus,	 Aspergillus	 niger	 and	 Trichoderma	
atroviride.		It	was	determined	that	the	evaluated	strains	have	a	greater	capacity	for	solubilizing	tricalcium	
phosphate	 (Ca-P)	 compared	 with	 ferric	 phosphate	 (P-Fe);	 T.	 atroviride	 recorded	 the	 fastest	 mycelial	
growth	 diameter	 	 (1.48	 cm2	 day-1);	 while	 P.	 italicum	 and	 P.	 dipodomyicola	 showed	 the	 highest	 rates	 of	
phosphate	 solubilization	 in	 solid	 medium	 1.97	 and	 2.12	 respectively,	 and	 P.	 italicum	 recorded	 higher	
solubilizing	percentage	(99.88%).		

Through	dose-response	trials,	 the	effect	of	metals	such	as	aluminum,	cadmium,	nickel,	zinc,	 lead	 ,	cobalt,	
copper	 ,	 trivalent	 chromium	 and	 hexavalent	 chromium	 on	 fungal	 growth	 and	 phosphate	 solubilizing	
capacity	on	solid	medium	was	evaluated.		The	strains	Penicillium	and	Aspergillus	were	selected	to	evaluate	
the	 effect	 of	 glucose	 and	nitrogen	on	 their	 ability	 for	 phosphate	 solubilizing	 capacity	 in	 the	presence	 of	
Cd2+	 of	 P-Ca	 and	 P-Fe,	 through	 an	 24	 	 factorial	 design	with	 central	 points.	 The	metal	 Cd2+	 was	 chosen,	
because	of	their	greater	toxicity,	having	P.	dipodomyicola		higher	values	of		EC50;	0.46	mM	for	P-Ca	and	0.62	
mM	for	P-Fe.	The	factors	with	the	greatest	impact	(p<	0.05)	on	the	phosphate	solubilization	were;	glucose	
(F=	18.42;	p=	0.002)	and	ammonium	sulphate	(F=	14.57;	p=	0.004),	so	Penicillium	strains	showed	the	bestr	
phosphate	solubilization	capacity	under	stress	conditions.		

The	 second	 stage	 performed	 at	 greenhouse,	 aimed	 to	 determine	 the	 effect	 of	 the	 interaction	 between	
mycorrhizal	 fungus	 and	 phosphate	 solubilizing	 fungi	 on	 the	 assimilation	 of	 phosphate	 and	 metal	
accumulation	 in	 the	 tissues	 of	P.	australis.	 	 As	 inoculum	 the	mycorrhizal	 consortium	and	 the	P.	 italicum	
strain	 were	 used,	 because	 this	 fungus	 increased	 the	 mycorrhizal	 colonization	 in	 comparison	 with	 	 the	
individual	 trials.	 The	 statistical	 analysis	 allow	 to	 determine	 the	 significant	 factors	 for	 phosphate	
assimilation,	 and	 were;	 the	 type	 of	 treatment	 (Fo	 =	 39.78;	 P	 <0.0001),	 phosphate	 type	 (Fo	 =	 33.73;	 P	
<0.0001)	 and	 the	 interaction	 between	 factors	 (Fo	 =	 33.07;	 P	 <0.0001),	 with	 dual	 inoculation,	 the	
accumulation	of	metals	 in	 root	 increases	 (64.11	µg	Cd+2	 gPlant-1),	 however	 it	 limits	 the	 accumulation	 in	
higher	plant	tissues.	The	results	show	the	role	of	symbiotic	fungi	in	this	type	of	wetland	systems,	since	are	
involved	in	nutrition	and	also	confer	tolerance	to	the	presence	of	potentially	toxic	elements.	
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1.	INTRODUCCIÓN	

	

Las	descargas	de	aguas	residuales	contienen	una	amplia	gama	de	compuestos	orgánicos	

e	 inorgánicos	 e	 inclusive	 en	 compuestos	 de	 origen	 natural,	 en	 una	 concentración	

inusualmente	alta	por	 lo	que	presentan	efectos	ambientales	perjudiciales	(Imfeld	et	al.,	

2009),	ejemplo	de	esto	sucede	con	nutrientes	como	fósforo	(P)	 	o	el	nitrógeno	(N)	 ,	 los	

cuales	son	elementos	indispensables	para	el	funcionamiento	óptimo	de	los	ecosistemas,	

sin	embargo	su	exceso,	es	la	causa	principal	de	la	eutrofización	de	los	medios	acuáticos.	

(Bennett	 et	 al.,	 2001).	 Desde	 la	 pre-revolución	 industrial	 y	 debido	 a	 las	 actividades	

antropogénicas,	el	ciclo	del	fósforo,	se	ha	alterado	de	tal	manera	que	los	niveles	se	han	

incrementado	 por	 encima	 del	 ciclo	 biogeoquímico	 natural;	 por	 lo	 tanto,	 el	 P	 se	 ha	

convertido	en	un	contaminante	ambiental	en	océanos,	lagos	y		ecosistemas	acuáticos	en	

general	 (Vymazal,	 2007).	 La	 entrada	 principal	 del	 fósforo	 en	 el	 medio	 ambiente	 se	

produce	por	diversos	medios,	como	son	 	 la	gran	aplicación	de	fertilizantes	fosfatados	y	

por		las	aguas	residuales	que		son	descargados	a	los	diversos	cuerpos	receptores	de	agua.		

La	remoción	de	fósforo	en	los	sistemas	de	tratamiento	de	aguas	residuales,	es	un	tema	de	

interés	que	no	ha	 sido	 lo	 suficientemente	atendido	 (Kadlec	y	Wallace,	2008),	mientras	

que	en	los	suelos	la	entrada	de		fósforo	puede	ser	regulada	a	través	de	una	fertilización	

balanceada	(Sharpley	y	Tunney,	2000).	Las	descargas	de	aguas	residuales	requieren	de	

un	tratamiento	adecuado	para	la	remoción	de	fósforo,	para	con	ello	evitar	 los	procesos		

de	eutrofización	en	los	ambientes	acuáticos.		

Por	 otra	 parte,	 la	 problemática	 	 de	 contaminación	 en	 aguas	 residuales	 se	 complica	

debido	 a	 	 la	 presencia	 de	 elementos	 potencialmente	 tóxicos;	 como	 el	 caso	 de	metales	

pesados,	 los	 cuales	 entran	 en	 los	 ecosistemas	 naturales	 	 a	 través	 de	 las	 descargas	 de	

aguas	residuales	de	tipo	municipal	e	industrial	o	por	medio	de	la	deposición	atmosférica	

(Marchand	 et	 al.,	 2010),	 lo	 cual	 aumenta	 su	 concentración	 en	 el	 medio	 ambiente,	 la	

principal	 dificultad	 en	 el	 tratamiento	 de	 las	 aguas	 residuales	 que	 contienen	 metales	

pesados	se	debe	al	hecho	de	que	no	pueden	ser	removidos		o	degradados.		
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Uno	 de	 los	 métodos	 utilizados	 para	 la	 remoción	 de	 contaminantes	 es	 por	 medio	 de	

tecnologías	 naturales	 ancestrales,	 como	 lo	 son	 los	 humedales,	 que	 hoy	 en	 día	 son	

tecnologias	que	por	su	sustentabilidad	está	cobrando	gran	 interés.	 	Los	humedales	son	

considerados	como	una	alternativa	a	los	métodos	convencionales	para	el	tratamiento	de	

aguas	 residuales	 además	de	 ser	 una	 tecnología	 de	 bajo	 costo	 y	 amigable	 con	 el	medio	

ambiente,	debido	a	su	eficacia	han	sido	utilizados	mundialmente	para	el	tratamiento	de	

aguas	municipales	e	industriales	(Baptista	et	al.,	2008)	y	para	la	remoción	de	nutrientes		

como	nitrógeno	y	fósforo	(Vymazal,	2007);		el	término	"humedales"	se	refiere	a	la	zona	

de	 transición	 entre	 los	 sistemas	 terrestres	 y	 acuáticos,	 con	 suelos	 anegados	 o	

temporalmente	saturados	durante	al	menos	un	periodo	de	 tiempo,	con	 la	presencia	de	

especies	de	plantas	propias	de	este	ecosistema	(Williams,	2002).	Los	humedales	constan	

de	 cuatro	 elementos	 principales:	 las	 plantas	 principalmente	 macrofitas	 y	 helofitas,	 el	

soporte	 que	 consiste	 en	 suelo,	 y/o	 sedimentos,	 la	 presencia	 de	 microorganismos	

presentes	 en	 el	 agua	y	 asociados	 a	 la	 rizósfera,	 además	 	 de	una	 fase	 acuosa,	 en	 la	que	

existe	un	exceso	de	nutrientes	o	donde	se	encuentran	elementos	potencialmente	tóxicos	

(Faulwetter	et	al.,	2009).	

Las	plantas	que	habitan	en	 los	humedales	son	capaces	de	tolerar	altas	concentraciones	

de	metales		y	en	algunos	casos	incluso	a	acumularlos	en	sus	tejidos.	(Liu	et	al.,	2007),	sin	

embargo	 la	 asimilación	 de	 metales	 pesados	 es	 capaz	 de	 afectar	 la	 fisiología	 y	 el	

metabolismo	 de	 asimilación	 de	 nutrientes	 esenciales	 	 (Papoyan	 et	 al.,	 2007).	 Los	

micronutrientes	 esenciales	 (Ni,	 Zn,	Cu)	 son	 componentes	básicos	para	 el	 desarrollo	de	

las	 plantas,	 pero	 en	 concentraciones	 altas	 tienen	 un	 efecto	 potencialmente	 tóxico.	 Los	

metales	no	esenciales	como	el	cadmio	(Cd)	y	plomo	(Pb)	pertenecen	a	los	contaminantes	

generados	en	zonas	urbanas	e	industriales,	y	que	pueden	ser	asimilados	por	las	plantas	a	

través	de	 raíces	y	 tallos,	 	 las	 concentraciones	más	altas	de	Pb	se	han	observado	en	 las	

raíces,	 mientras	 que	 cantidades	 bajas	 son	 transportadas	 a	 otras	 partes	 de	 las	 plantas	

(Verma	 y	 Dubey	 2003),	 en	 contraste	 el	 	 Cd	 pertenece	 a	 los	 elementos	 capaces	 de	 ser	

translocado	a	través	de	los	tejidos	de	la	plantas	y	acumularse	en	las	hojas	(Fediuc	y	Erdei	

2002).		
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La	microorganismos	son	considerados	uno	de	los	factores	más	importantes	que	influye	

directamente	 en	 la	 transformación	 y	 mineralización	 de	 los	 compuestos	 xenobióticos,	

incluso	 se	 les	 atribuye	 una	 mayor	 participación	 en	 el	 proceso	 de	 remoción	 en	

comparación	 con	 las	 plantas	 (Vacca	 et	 al.,	 2005).	 Los	 principales	 mecanismos	 de	

eliminación	 de	 nutrientes	 de	 las	 aguas	 residuales	 en	 los	 humedales	 son	 procesos	

microbianos	 que	 se	 llevan	 a	 cabo	 a	 través	 de	 la	 interacción	 entre	 plantas	 y	

microorganismos	(Stottmeister	et	al.,	2003).	Las	interacciones	rizósfericas	entre	plantas	

y	 microorganismos	 traen	 consigo	 numerosos	 beneficios	 tales,	 como	 influencia	 en	 el	

crecimiento	radical,	regulación	de	la	actividad	metabólica	e	influencia	en	las	propiedades	

físicas	y	químicas	del	entorno,	así	como	de	 los	contaminantes	 (Ortega	 -	Larrocea	et	al.,	

2010),	 estas	 interacciones	participan	además	en	 los	 ciclos	de	nutrientes.	A	pesar	de	 la	

evidencia	 experimental	 limitada,	 se	 considera	 que	 la	 capacidad	 de	 remoción	 de	

contaminantes	de	 la	 	planta	está	 	 influenciada	en	gran	medida	por	 la	estructura	de	sus	

comunidades	microbianas	asociadas	a	la	rizósfera	(Weber	et	al.,	2008),		aunque	también	

es	posible	que	la	naturaleza	de	las	aguas	residuales	tenga	influencia	sobre	los	patrones	

de	colonización	microbianos	en	la	rizósfera.	

2.	ANTECEDENTES	

2.1	Contaminación	del	agua	

Las	 condiciones	 eutróficas	 de	 los	 cuerpos	 de	 agua	 se	 asocian	 frecuentemente	 con	 la	

contaminación	 por	 metales	 (López-Flores	 et	 al.,	 2003),	 debido	 a	 que	 los	 ecosistemas	

acuáticos	 son	 el	 receptor	 final	 de	 las	 descargas	 de	 aguas	 residuales,	 efluentes	

industriales,	 escorrentías	 provenientes	 de	 actividades	 agrícolas	 y	 mineras.	 El	

tratamiento	 actual	 de	 aguas	 residuales	 utiliza	 varios	métodos	para	 eliminar	 el	 fósforo,	

según	 de-Bashan	 y	 Bashan	 (2004),	 los	 procesos	 para	 la	 eliminación	 de	 fósforo	 de	 los	

efluentes	 de	 aguas	 residuales	 incluyen	 la	 precipitación	 química	 con	 elementos	 como	

hierro	(Fe),	aluminio	(Al)	o	calcio	(Ca)	(Dueñas	et	al.,	2003);		la	remoción	de	fósforo	suele	

ser	obligatoria	antes	de	la	descarga,	sin	embargo	no	se	realiza	y	conduce	a	una	fuente	de	

contaminación	 importante,	por	otra	parte,	 las	principales	 fuentes	de	 contaminación	de	

metales	pesados	en	los	ecosistemas	acuáticos	provienen	de	actividades	antropogénicas	y	
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esta	 contaminación	 puede	 ser	 tratada	 utilizando	 una	 variedad	 de	 tecnologías	 que	

incluyen	 procesos	 físicoquímicos;	 entre	 los	 cuales	 	 se	 tienen,	 la	 sedimentación,	

decantación,	 filtración,	 adsorción,	 precipitación,	 y	 co-precipitación	 en	 compuestos	

insolubles	 (Sheoran	 y	 Sheoran,	 2006),	 por	 otra	 parte	 también	 se	 han	 implementado	

procesos	biológicos	como	es	el	caso	de	la	fitorremediación	(Arthur	et	al.,	2005).	 	Por	lo	

general	los	ambientes	acuáticos	son	perturbados	por	más	de	un	tipo	de	estresor	(Ivorra	

et	 al.,	 2002),	 y	 los	 contaminantes	 presentes	 en	 el	 ambiente	 pueden	 interactuar	 con	

diversos	factores	abióticos	y	bióticos	(Heugens	et	al.,	2001),	aunque	la	eutrofización	y	la	

contaminación	 por	metales	 pesados	 han	 sido	 ampliamente	 investigados,	 ambos	 temas	

han	 sido	 tratados	 por	 separado;	 por	 lo	 que	 para	 entender	 mejor	 el	 impacto	 de	 la	

contaminación	en	los	ecosistemas	acuáticos	es	extremadamente	importante	dilucidar	la	

interacción	entre	el	metal	y	los	nutrientes	presentes.	

2.1.1	Eutrofización	

La	 excesiva	 carga	 de	 nutrientes	 es	 uno	 de	 los	 problemas	 ambientales	 que	 afecta	 la	

calidad	 del	 agua	 (Howarth	 2008);	 el	 crecimiento	 demográfico	 y	 el	 correspondiente	

desarrollo	 urbano	 ha	 incrementado	 la	 contaminación	 en	 los	 cuerpos	 acuáticos,	 las	

descargas	de	aguas	residuales	junto	con	los	cambios	en	las	prácticas	agrícolas,	han	dado	

lugar	a	un	aumento	de	las	concentraciones	de	nutrientes	en	las	aguas	de	ríos	y	estuarios,	

particularmente	de	nitrógeno	y	 fósforo	(Umezawa	et	al.,	2008).	 	La	eutrofización	es	un	

tipo	de	proceso	que	implica	el	enriquecimiento	de	nutrientes	en	los	ambientes	acuáticos,	

que	se	traduce	en	un	crecimiento	excesivo	e	indeseable	de	algas	y	plantas	acuáticas.	Este	

fenómeno	reduce	 la	penetración	de	 la	 luz	y	 restringe	 la	 re-oxigenación	del	agua	por	 lo	

que	 la	 eutrofización	es	uno	de	 los	 tipos	 graves	de	 contaminación	del	 agua	que	afectan	

directamente	 a	 la	 flora	 y	 fauna	 debido	 a	 la	 pérdida	 de	 oxígeno	 disuelto	 (Carpenter,	

2005).	A	pesar	de	que	es	un	proceso	natural,	el	proceso	de	eutroficación	de	ambientes	

acuáticos	se	ha	acelerado	debido	a	las	actividades	antropogénicas	mediante	el	aumento	

de	la	entrada	de	nutrientes	en	los	cuerpos	de	agua	(Khan	y	Ansari,	2005).		
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Se	 ha	 demostrado	 que	 el	 enriquecimiento	 de	 nutrientes	 influye	 en	 todos	 los	 niveles	

tróficos	 dentro	 de	 un	 ecosistema,	 particularmente	 en	 la	 abundancia,	 desplazamiento	 o	

pérdida	de	biodiversidad	así	como	en	los	cambios	en	la	estructura	y	composición	de	las	

comunidades	 bióticas.	 (Piceno	 y	 Lovell,	 2000;	 Álvarez-Cobelas	 et	 al.,	 2001;	

Guntenspergen	et	al.,	2002).	Los	nutrientes	y	en	particular	nitrógeno,	fósforo	y	la	materia	

orgánica	procedentes	de	diversas	fuentes	son	las	principales	causas	de	la	eutrofización	y	

por	ende	la	degradación	de	los	ecosistemas	acuáticos	(Khan	y	Ansari,	2005).	El	exceso	de	

carga	de	 fósforo	altera	el	 equilibrio	 competitivo	entre	 las	distintas	 especies	de	plantas	

acuáticas	presentes	en	el	 ecosistema,	 incluyendo	 tanto	 las	plantas	 superiores	 como	 las	

algas	(Mainstone	y	Parr,	2002).	

El	 fósforo	es	un	elemento	esencial	para	 la	nutrición	de	 las	plantas	y	que	sólo	se	puede	

asimilar	 como	 fosfato	 soluble,	 el	 fósforo	 sólo	 está	 presente	 en	 estado	 completamente	

oxidado	 en	 forma	 de	 fosfato	 que	 forma	 complejos	 de	 sales	 insolubles	 con	 elementos	

como	 el	 Ca,	 Fe	 y	Al	 (Sashidhar	 y	 Podile	 ,	 2010);	 este	 elemento	 llega	 a	 los	 ecosistemas	

acuáticos	 a	 través	 de	 la	 aplicación	 de	 fertilizantes	 en	 campos	 agrícolas,	 el	 uso	 de	

detergentes	 y	 las	 descargas	 de	 aguas	 residuales	 e	 industriales;	 bajo	 condiciones	

naturales	se	lleva	a	cabo	la	formación	de	fosfatos	insolubles,	por	lo	que	su	incorporación	

al	sistema	de	agua	es	muy	lento	(Mitsch	et	al.,	2000;	Ahn	et	al.,	2001).	

2.1.2	Metales	Pesados	

Los	metales	 pesados	 (Cadmio	 (Cd),	 Cromo	 (Cr),	 Cobalto	 (Co),	 Cobre	 (Cu),	 Niquel	 (Ni),	

Plomo	(Pb)	y	Zinc	(Zn))	y	metaloides	(Aluminio	(Al),	Arsénico	(As)	y	Mercurio	(Hg))	son	

los	principales	contaminantes	en	el	medio	natural	debido	a	su	toxicidad,	persistencia	y	

bioacumulación.	 	 Los	 metales	 pesados	 entran	 al	 medio	 ambiente	 a	 partir	 de	 fuentes	

naturales	y	antropogénicas,	las	fuentes	naturales	más	importantes	son		la	deposición	de	

metales	por	procesos	de	meteorización,	erosión	y	la	actividad	volcánica,	mientras	que	las	

fuentes	 antropogénicas	 incluyen	 la	 minería,	 fundición,	 galvanoplastia,	 el	 uso	 de	

plaguicidas	 	y	 fertilizantes	(fosfatados),	así	como	el	uso	de	biosólidos	en	 la	agricultura,	

los	 lodos	 activados	 y	 las	 descargas	 de	 aguas	 urbanas	 e	 industriales,	 (Modaihsh	 et	 al.,	
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2004;	 Chehregani	 y	 Malayeri,	 2007;Fulekar	 et	 al.,	 2009;	 Sabiha-Javied	 et	 al.,	 2009;.	

Wuana	y	Okieimen,	2011).	

Los	metales	pesados	generalmente	existen	en	dos	fases,	una	fase	disuelta	en	la	columna	

de	 agua	 y	 una	 fase	 particulada	 adsorbida	 en	 los	 sedimentos	 (Yang	 et	 al.,	 2014),	 la	

biodisponibilidad	 de	 los	 metales	 pesados	 se	 ve	 afectada	 por	 numerosas	 factores	

ambientales,	especialmente	el	pH	y	el	potencial	redox	(Sundareshwar	et	al.,	2003).	Se	ha	

reportado	 que	 las	 concentraciones	 de	 metales	 pesados	 en	 el	 agua	 y	 el	 suelo	 están	

generalmente	 correlacionados	 negativamente	 con	 el	 pH	 (Samecka-Cymerman	 y	

Kempers,	2001).		

La	estructura	de	 los	 sedimentos	es	 también	uno	de	 los	 factores	más	 importantes	de	 la	

composición	del	suelo	que	influye	sobre	la	capacidad	de	asimilación	de	metales	por		las	

plantas	presentes	en	el	entorno;	la	vegetación	puede	tener	una	influencia	importante	en	

la	movilidad	 iónica	 del	metal	mediante	 la	modificación	de	 las	 condiciones	 redox,	 pH	 y	

contenido	de	materia	 orgánica	 en	 la	 rizósfera	 (Jacob	 y	Otte,	 2003;	Weis	 y	Weis,	 2004;	

Reboreda	y	Caçador,	2007);	factores	como	el	tipo	de	nutrientes,	biomasa	microbiana,	y	

las	 concentraciones	 de	 otros	 iones	 también	 pueden	 influir	 en	 la	 capacidad	 de	

acumulación	de	metales	por	parte	de	la	planta	(Dong	et	al.,	2007).	

2.2	Fitorremediación	

La	fitorremediación	(Figura	1)	se	refiere	a	la	utilización	de	las	plantas	y	los	microbios	del	

suelo	 asociados	 para	 reducir	 las	 concentraciones	 o	 los	 efectos	 tóxicos	 de	 los	

contaminantes	en	el	ambiente	(Ali	et	al.,	2013),	 las	técnicas	de	 fitorremediación	que	se	

aplican	a	la	remoción	de	metales	pesados	incluyen	fitoextracción	y		fitoestabilización.	

A) Fitoextracción	 (también	 conocido	 como	 fitoacumulación,	 fitoabsorción	 o	

fitosecuestración)	es	la	capacidad	de	absorción	de	los	metales	de	la	matriz	del	suelo	o	

el	agua	a	través	de	las	raíces	de	las	plantas	y	su	translocación	hacia	la	biomasa	aérea	

(Sekara	et	al.,	2005;	Yoon	et	al.,	2006;	Rafati	et	al.,	2011).		
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B) Fitoestabilización	 o	 Fitoinmovilización	 es	 el	 uso	 de	 ciertas	 plantas	 para	 la	

estabilización	 de	 los	 contaminantes	 en	 los	 suelos	 contaminados	 (Singh,	 2012).	 Esta	

técnica	se	utiliza	para	reducir	la	movilidad	y	la	biodisponibilidad	de	los	metales	en	el	

medio	ambiente,	evitando	así	su	migración	hacia	el	agua	subterránea	o	de	su	entrada	

en	la	cadena	alimentaria	(Erakhrumen,	2007).		

	

Figura	1.	Procesos	de	Fitorremediación	

Las	plantas	pueden	inmovilizar	los	metales	pesados	en	los	suelos	a	través	de	absorción	

por	las	raíces,	la	precipitación,	formación	de	complejos	o	reducción	de	valencia	(Ghosh	y	

Singh,	2005;	Yoon	et	al.,	2006).	

2.2.1	Rizorremediación	

La	 rizósfera	 es	 la	 zona	 con	mayor	 actividad	metabólica	 en	 donde	 los	 procesos	 físicos,	

químicos	y	biológicos	relacionados	con	la	remoción	de	contaminantes,	mientras	que	los	

microorganismos	 asociados	 a	 la	 rizósfera	 desempeñan	 un	 papel	 importante	 en	 el	
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bienestar	 y	 desarrollo	 de	 la	 planta	 huésped	 e	 incluso	 juegan	 un	 papel	 crucial	 en	 los	

procesos	 de	 tratamiento	 de	 aguas	 residuales	 (Stottmeister	 et	 al.,	 2003);	 el	 término	

rizósfera	 fue	acuñado	originalmente	en	1904	 (Detmann	et	al.)	 y	puede	subdividirse	en	

endorrizósfera	 o	 raíz	 interna	 y	 ectorrizósfera	 o	 raíz	 circundante	 (Toal	 et	 al.,	 2000;	

Kandeler	et	al.,	 2002).	 La	 importancia	de	 las	 interacciones	 rizosféricas	 en	 los	 ciclos	de	

biogeoquímicos	también	influye	sobre	la	fisiología	y	metabolismo	de	las	plantas	(Pinton	

et	al.,	2001;	Weller	et	al.,	2002;	Persello-Cartieaux	et	al.,	2003).	

La	rizósfera	es	tanto	temporal	como	espacialmente	dinámica	(Figura	2),		la	probabilidad	

de	interacción	entre	planta		y	microorganismos	aumenta	con	respecto	a	la	proximidad	a	

la	raíz	y	se	extiende	incluso	en	la	epidermis	de	la	raíz	y	las	células	corticales	de	la	planta	

(Buée	et	al.,	2009),	la	rizósfera	en	si	es	una	expresión	de	relaciones	simbióticas	mutuas	

entre	 las	 plantas	 y	 los	 microorganismos,	 las	 plantas	 proporcionan	 un	 nicho	 ecológico	

para	 los	microorganismos	 (Bais	 et	al.	 2006),	 debido	 a	 su	 estructura	 de	 sus	 raíces	 y	 la	

exudación	 de	 compuestos	 orgánicos	 principalmente	 azúcares,	 ácidos	 orgánicos	 y	

aminoácidos	útiles	para	la	colonización	microbiana	(Jeffries	et	al.,	2003).	

	

Figura	2	Las	raíces	de	las	plantas	soportan	el	crecimiento	en	la	superficie	de	la	raíz	y	la	rizósfera		

(Tomado	de	Gerhardt	et	al.,	2009).	
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De	 esta	 forma,	 la	 rizósfera	 induce	 cambios	 en	 la	 distribución	 y	 actividad	 de	 los	

microorganismos	asociados	a	las	raíces	en	comparación	con	los	de	suelo,	este	fenómeno	

se	 denomina	 efecto	 rizosférico	 y	 	 fue	 descrito	 por	 primera	 vez	 por	 	 Detmann	 et	 al.,	

(1904),	 	 quien	 observó	 un	 efecto	 “estimulante”	 de	 las	 raíces	 sobre	 las	 poblaciones	

microbianas	 del	 suelo	 y	 a	 su	 vez,	 los	 microorganismos	 rizosféricos	 tienen	 influencia	

sobre	 las	 plantas,	 por	 lo	 que	 han	 sido	 aislados	 e	 identificados	 una	 gran	 variedad	 de	

microorganismos	que	poseen	efectos	estimulantes	o	 inhibitorios	sobre	el	metabolismo,	

fisiología	y	desarrollo		de	las	plantas	huésped.	

2.3		Microorganismos	Rizósfericos	

La	comunidad	microbiana	asociada	con	 las	 raíces	de	 las	plantas	 se	ve	 influenciada	por	

diversos	 factores	 (Çakmakç	 et	 al.,	 2010),	 debido	 a	 la	 importancia	 de	 las	 interacciones	

planta	–	microorganismos	y	su	participación	en	los	procesos	de	biorremediación	(Singh	

et	al.,	2004),	es	de	suma	importancia	el		identificar	aquellos	factores	que	influyen	sobre	

la	diversidad	y	función		de	las	comunidades	microbianas	asociadas	a	la	rizósfera	(Berg	y	

Smalla,	2009);	la	mayoría	de	los	estudios	de	microorganismos	asociados	a	la	rizósfera	se	

han	 enfocado	 en	 microorganismos	 formadores	 de	 biopelícula	 como	 es	 el	 caso	 de	

bacterias	 y	microalgas.	 Sin	 embargo,	 ciertas	 especies	de	hongos	desarrollan	 relaciones	

simbióticas	con	las	raíces	de	las	plantas,	sin	embargo	son	pocos	los	estudios	que	se	han	

centrado	 en	 evaluar	 su	 participación	 en	 los	 procesos	 de	 remoción	 de	 contaminantes		

(Mohamed	y	Martiny,	2011).		

2.3.1	Hongos	Micorrízicos	Arbúsculares	

Se	 denomina	 micorriza	 a	 la	 asociación	 mutualista	 entre	 las	 raíces	 de	 las	 plantas	 y	

géneros	 específicos	 de	 hongos	 que	 establecen	 una	 interacción	 ecológica	 denominada	

simbiosis	(Alarcón	et	al.,	2000);	en	la	mayor	parte	de	los	casos	se	le	reconoce	por	tener	

un	 papel	 sumamente	 importante	 en	 la	 nutrición	 y	 supervivencia	 de	 las	 plantas	 a	

diferentes	 tipos	 de	 estrés,	 en	 particular	 la	 micorriza	 arbúscular	 ha	 sido	 ampliamente	

estudiada	debido	a	sus	aplicaciones	en	agricultura	y	horticultura,	este	tipo	de	micorriza	

se	 caracteriza	 por	 la	 formación	 de	 hifas	 o	 arbúsculos	 muy	 ramificados	 dentro	 de	 las	
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células	corticales	de	la	raíz,	que	funcionan	como	sitios	primarios	para	el	intercambio	de	

nutrientes	(Parniske,	2008),	los	hongos	micorrizicos	arbusculares	tienen	efecto	sobre	la	

resistencia	 a	 los	 patógenos	 de	 la	 raíz	 (Borowicz,	 2001),	 tolerancia	 a	 la	 sequia	 (Augé,	

2001)	incluso	favorece	el	establecimiento	de	 la	planta	bajo	condiciones	de	estrés	como	

son	la	excesiva	salinidad	en	el	suelo	o	la	presencia	de	elementos	potencialmente	tóxicos	

como	 metales,	 plaguicidas	 e	 hidrocarburos	 (González-Chávez	 et	 al.,	 2002),	 la	

colonización	de	raíces	genera	muchos	beneficios	sobre	la	nutrición	y	la	protección	de	las	

plantas	(Dodd	et	al.,	2002).	

Los	 hongos	 micorrícicos	 arbúsculares	 actúan	 como	 extensiones	 del	 sistema	 radical	 y	

aumentan	la	asimilación	de	nutrientes	del	suelo,	principalmente	fósforo,	debido	a	que	el	

diámetro	 y	 longitud	 de	 sus	 hifas	 les	 permiten	 incrementar	 la	 extensión	 de	 las	 raíces	

(Hawkins	 et	 al.,	 2000;	 Hodge	 et	 al.,	 2001;	 Govindarajulu	 et	 al.,	 2005);	 por	 su	 parte	 la	

planta	 proporciona	 compuestos	 de	 carbono	 derivados	 de	 la	 fotosíntesis	 y	 otros	

exudados,	que	favorecen	el	desarrollo	de	los	hongos	micorrízicos	arbúsculares		(Ferrera	

-	 Cerrato,	 2007).	 	 Los	 factores	 edáficos	 pueden	 regular	 la	 presencia	 o	 ausencia	 de	

micorrízas,	 la	 fertilidad	del	 suelo	 es	 un	 factor	 clave	 en	 la	 formación	de	micorrizas,	 los	

estudios	 de	 campo	 han	 demostrado	 que	 un	 aumento	 en	 la	 concentración	 de	 fósforo	

disminuye	la	colonización	de	micorrizas	(Miller,	2000;	Ipsilantis	y	Sylvia,	2007).		

2.3.2	Hongos	solubilizadores	de	fosfato		

Un	grupo	diverso	de	microorganismos	están	involucrados	en	el	ciclo	de	fósforo	y	por	lo	

tanto	en	los	procesos	de	solubilización	de	fosfato	que	abastecen	a	las	plantas	con	fósforo	

disponible	especialmente	en	entornos	limitados	de	fósforo,	a	estos	microorganismos	se	

les	 denomina	 solubilizadores	 de	 fosfato.	 Los	microorganismos	 asociados	 a	 la	 rizósfera	

incluyen	 hongos	 saprobios,	 micorriza	 arbuscular,	 levaduras,	 bacterias	 y	 actinomicetos	

(Clark	y	Zeto,	2000;	Al-Falih,	2005;	Rudresh	et	al.,	2005;	Khan	et	al.,	2007;	Hamdali	et	al.,	

2008),	 los	 cuales	 se	 han	 reportado	 como	 solubilizadores	 de	 fosfato	 y	 juegan	 un	 papel	

importante	 en	 la	 biodisponibilidad	 de	 fósforo	 hacia	 las	 plantas.	 	 El	 uso	 de	 los	

microorganismos	 solubilizadores	 de	 fosfato	 abre	 un	 nuevo	 horizonte	 para	 una	 mejor	
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productividad	agrícola,	además	limita	el	uso	de	agroquímicos	peligrosos	(Sharma	et	al.,	

2013),	puesto	que	en	la	última	década	su	aplicación	como	base	para	biofertilizantes	ha	

cobrado	relevancia	(Morales	et	al.,	2011).	

Los	hongos	son	una	parte	integral	del	ciclo	del	fósforo	y	como	tal	desempeñan	un	papel	

importante	en	la	biodisponibilidad	de	este	elemento	hacia	la	planta,	también	son	capaces	

de	 ejercer	 un	 efecto	 benéfico	 sobre	 el	 crecimiento	 de	 la	 planta;	 los	 microorganismos	

solubilizadores	 de	 fosfato,	 actúan	 transformando	 compuestos	 insolubles	 de	 fosfato	 en	

formas	 solubles	 a	 través	 del	 procesos	 de	 solubilización	 que	 incluyen	 acidificación,	

quelación,	 intercambio	o	 reacciones	enzimáticas	como	por	ejemplo	 la	 fosfatasa	ácida	o	

álcalina	(Gyaneshwar	et	al.,	2002;	Naik	et	al.,	2013).			

Los	hongos	tienen	ventaja	sobre	otros	microorganismos,	por	ejemplo	son	tolerantes	a	la	

acidez	 y	 por	 lo	 tanto	 puede	 tener	 un	 mejor	 potencial	 para	 convertir	 moléculas	

inorgánicas	insolubles	debido	a	la	acidificación	del	medio	ambiente	(Chuang	et	al.,	2007);	

los	hongos	saprobios	producen	mayor	proporción	de		ácidos	orgánicos	comparados	con	

las	bacterias	y	por	 lo	 tanto	presentan	una	mayor	actividad	de	solubilización	de	 fosfato	

(Scervino	et	al.,	2011).	Por	otra	parte	los	hongos	saprobios	no	pierden	la	capacidad	para	

solubilizar	fosfato	como	ocurre	con	las	bacterias	(Chuang	et	al.,	2007)	y	son	capaces	de	

colonizar	 mayor	 proporción	 de	 área,	 debido	 a	 la	 extensión	 de	 las	 hifas	 (Khan	 et	 al.,	

2010).	Los	géneros	Aspergillus	y	Penicillium	son	las	más	representativas,	aunque	algunas	

especies	 de	 Paecilomyces,	 Trichoderma,	 Rhizoctonia,	 Chaetomium,	 Cylindrocarpon,	

Fusarium,	 Gliocladium	 y	 Humicola	 han	 sido	 reportado	 como	 microorganismos	 con	

capacidad	para	solubilizar	fosfatos	(Vázquez	et	al.,	2000;	Chen	et	al.,	2002;	Pandey	et	al.,	

2008;	Posada	et	al.,	2013).	

2.4	Phragmites	australis	

A	 diferencia	 de	 las	 plantas	 terrestres,	 los	 macrófitos	 tienen	 mayor	 capacidad	 de	

acumulación,	 de	 nutrientes,	 debido	 a	 su	 sistema	 radical	 (raíces	 y	 rizomas),	 lo	 cual	 les	

permite	una	mayor	área	de	contacto	con	los	contaminantes	(Bonanno	y	Giudice,	2010).	

Phragmites	australis	 (Cav.)	 Trin.	 ex	 Steud	 (Figura	 3)	 conocida	 como	 carrizo	 común	 es	
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considerada	una	especie	vegetal	invasiva	localizada	en	pantanos	y	humedales	en	el	este	

de	Estados	Unidos	y	en	ambas	costas	de	México,	la	mayor	frecuencia	de	P.	australis	se	ha	

reportado	 en	 las	 costas	 del	 Golfo	 de	 México,	 de	 acuerdo	 con	 Saltonstall	 (2002)	 la	

distribución	y	abundancia	relativa	ha	aumentado	drásticamente	en	los	últimos	150	años.		

																																					 	

La	 distribución	 y	 predominancia	 de	 P.	 australis	 en	 los	 ambientes	 acuáticos	 la	 ha	

convertido	en	una	de	las	especies	más	interesantes	de	estudiar,	puesto	que	es	una	planta	

que	sobrevive	bajo	condiciones	ambientales	extremas,	 incluso	en	presencia	de	metales	

pesados	(Rice	et	al.,	2000;	Kiviat	y	Hamilton,	2001),	además	su	uso	se	ha	generalizado	en	

los	sistemas	de	humedales	para	la	mitigación	de	la	contaminación	en	aguas	residuales	y	

en	particular	a	 los	enfocados	a	 la	remoción	de	nutrientes,	como	por	ejemplo	el	 fósforo.	

Engloner	 (2009),	 recopiló	 la	 información	 de	 190	 publicaciones	 relacionadas	 con	 la	

anatomía,	morfología	 y	 crecimiento	 de	 la	 planta,	 tanto	 en	 la	 parte	 aérea	 como	 a	 nivel	

rizosférico,	 las	 características	 generales	 reportadas	 para	 P.	 australis	 se	 resumen	 en	 la	

Tabla	1,	se	ha	determinado	que	el	metabolismo	de	fijación	de	carbono	corresponde	a	una	

planta	C3	(Antonielli	et	al.,	2002).	

Figura	3		Morfología	de	Phragmites	australis	 
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Tabla	1	Características	de	Phragmites	australis	–	(Cav.)	Trin.	ex	Steud		

Nombre	Común	 Carrizo	Común	

Familia	 Poaceae	o	Gramineae	

Sinónimos	 P.	communis.	P.	vulgaris.	Arundo	phragmites.	

Habitats	 Humedales	y	ambientes	acuáticos	

Distribución	 Cosmopolita,	presente	en	 la	mayor	parte	de	 llas	regiones	del	mundo,	

pero	ausente		en	cuencas,	bosques,	selvas	y	ambientes	polares.	

Consideraciones	

				 				 					 					 				 		

Tolerante	 a	 diferentes	 condiciones.	 Temperatura,	 Humedad,	

Profundidad	de	Agua,	Salinidad,	Acidez.	

Planta	Macrófita	acuática,	crece	tanto	en	ambientes	abiertos	como	en	

invernadero.	

	

Phragmites	 australis	 ha	 demostrado	 un	 alto	 potencial	 de	 restauración	 de	 ecosistemas	

debido	 a	 su	 rápido	 crecimiento,	 alta	 producción	 de	 biomasa,	 capacidad	 para	 la	

asimilación	 de	 nutrientes,	 y	 sobre	 todo	 la	 capacidad	 de	 proporcionar	 las	 condiciones	

favorables	para	la	proliferación	de	microorganismos	de	la	rizósfera	(Bragato	et	al.,	2006;	

Larue	et	al.,	2010).	
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2.4.1	Remoción	de	Fósforo	

Varios	 estudios	 han	 proporcionado	 información	 sobre	 los	 niveles	 de	 nutrientes	 en	 los	

tejidos	 de	 plantas	 acuáticas	 y	 sus	 tasas	 de	 crecimiento	 en	 relación	 con	 las	

concentraciones	de	nutrientes	en	el	medio	ambiente,	particularmente	con	respecto	a	 la	

utilización	de	especies	de	macrófitos	en	el	control	de	 la	eutrofización.	El	 fósforo	en	 los	

ambientes	acuáticos	se	encuentra	en	forma	de	fosfatos	orgánicos	e	inorgánicos,	la	forma	

de	ortofosfato	libre	es	el	compuesto	que	puede	ser	utilizado	directamente	por	plantas	y	

microorganismos,	 por	 lo	 tanto	 representa	 un	 vínculo	 importante	 en	 el	 reciclaje	 de	

fósforo	 en	 el	 ciclo	 biogeoquímico	 (Vymazal,	 2007).	 El	 ciclo	 del	 fósforo	 del	 suelo	 es	

fundamentalmente	diferente	al	ciclo	del	nitrógeno,	pues	no	existen	cambios	de	valencia	

durante	 la	 asimilación	biológica	de	 fósforo	 inorgánico	o	durante	 la	 descomposición	de	

fósforo	orgánico	por	microorganismos.	

Las	plantas	emergentes	y	las	que	cuentan	con	raíces	profundas	asimilan	los	nutrientes	a	

través	 de	 los	 sedimentos,	 mientras	 que	 en	 el	 caso	 de	 las	 macrófitas	 flotantes	 son	

asimilados	desde	el	agua,	la	mayor	parte	del	fósforo	es	adsorbido	a	través	de	las	raíces,	la	

adsorción	a	través	de	las	hojas	y	los	brotes	se	restringe	a	especies	sumergidas,	pero	esta	

cantidad	 suele	 ser	muy	baja	 (Wetzel,	 2001).	 La	 captación	de	 fósforo	por	macrófitos	 es	

generalmente	 más	 alta	 durante	 el	 comienzo	 de	 la	 temporada	 de	 crecimiento	 (en	 la	

mayoría	de	las	regiones	durante	el	comienzo	de	la	primavera),	antes	de	alcanzar	la	tasa	

de	crecimiento	máxima.	Adicionalmente	se	reporta	que		P.	australis	es	capaz	de	acumular	

aproximadamente	 el	 doble	 de	 fósforo	 (PO43-)	 en	 las	 partes	 aéreas	 y	 la	 rizósfera	 en	

comparación	con	otras	macrófitas	emergentes,	lo	cual	favorece	la	remoción	de	nutrientes	

en	 las	 matrices	 ambientales	 (Singh	 y	 Srivastava,	 2007).	 Phragmites	 australis	 pueden	

asimilar	eficientemente	los	nutrientes	debido	a	su	alta	productividad	de	biomasa	además	

forma	 una	 extensa	 matriz	 de	 raíces	 que	 proporciona	 una	 superficie	 extensa	 para	 la	

adsorción	de	los	nutrientes	(P	y	N)	y	los	iones	metálicos	(Rezaie	y	Salehzadeh,	2014).	
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2.4.2	Asimilación	de	metales		

Phragmites	australis	ha	sido	utilizado	en	los	humedales	artificiales	para	el	tratamiento	de	

aguas	residuales	urbanas	e	industriales	que	contienen	metales.	Las	macrófitas	acuáticas	

están	 ampliamente	 distribuidos	 en	 diversos	 ambientes,	 desde	 al	 agua	 dulce	 hasta	

ecosistemas	 de	 agua	 salada	 y	 cuentan	 con	 varias	 características	 favorables	 para	 la	

acumulación	de	metales;	 los	factores	que	influyen	sobre	la	acumulación	de	metales	por	

las	 plantas	 acuáticas	 pueden	 ser	 bióticos	 (especie,	 edad	 fisiológica,	 nutrición	 y	

metabolismos)	y	abióticos	(temperatura,	salinidad,	pH,	concentración	de	metales,	tiempo	

de	exposición,	 temporada).	En	particular,	 la	 acumulación	de	metales	por	macrófitas	 es	

afectada	por	 las	concentraciones	de	metales	en	agua	y	sedimentos.	Debido	a	sus	raíces	

fibrosas	 con	 grandes	 áreas	 de	 contacto,	 las	 plantas	 acuáticas	 en	 general,	 tienen	 la	

capacidad	de	acumular	grandes	concentraciones	de	metales	en	 los	 tejidos	de	 la	planta,	

que	aquellas	plantas	presentes	en	el	entorno	circundante	(Bragato	et	al.,	2006;	Lesage	et	

al.,	2007;	Vymazal	et	al.,	2007).	

En	 términos	generales,	 la	 acumulación	de	un	metal	 esta	en	 función	de	 la	 capacidad	de	

adsorción	y	de	los	sitios	de	unión	intracelulares	(Clemens	et	al.,	2002).	Se	ha	reportado	

que	 Phragmites	 australis	 cuenta	 con	 una	 gran	 cantidad	 de	 lignina	 y	 celulosa,	 estos	

compuestos	han	sido	reconocidos	por	su	capacidad	de	sorción	de	iones	metálicos	a	partir	

de	soluciones	acuosas,	en	el	trabajo	de	Southichak	et	al.,	(2006)	se	reportó	la	capacidad	

de	asimilación	de	metales	a	partir	de	biomasa	de	P.	australis,	y	se	demostró	se	utilidad	

como	 biosorbente	 para	 metales	 como	 Ni,	 Zn,	 Cd,	 Pb	 y	 Cu.	 Por	 otra	 parte	 Bonanno	 y	

Giudice	(2011),	reportaron	correlaciones	positivas	entre	las	concentraciones	de	metales	

pesados	 en	 la	 planta,	 muestras	 de	 agua	 y	 sedimentos,	 los	 autores	 indicaron	 que	 los	

tejidos	de	P.	australis	reflejan	los	efectos	acumulativos	de	los	metales	presentes	en	agua	

y	sedimentos.	
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2.4.3	Microorganismos	Rizósfericos		

La	mayor	parte	de	las	plantas	acuáticas	incluida	P.	australis	pueden	llevar	oxígeno	de	la	

parte	aérea	hacia	la	raíz,	esto	es	debido	a	la	presencia	del	una	estructura	porosa	en	las	

raíces	 denominada	 aerénquima	 (Soukup	 et	 al.,	 2002),	 este	 suministro	 de	 oxígeno	

favorece	la	existencia	de	un	microambiente	oxigenado	que	permite	el	establecimiento	de	

colonización	microbiana	en	la	raíz	que	permanece	sumergida	en	el	agua	(Oliveira	et	al.,	

2001).	 	 La	 microorganismos	 en	 los	 humedales	 están	 presentes	 en	 las	 biopelículas	

formadas	 sobre	 la	 superficie	 (Gagnon	 et	al.,	 2007),	 en	 los	 sedimentos	 (Wang,	 2013)	 e	

incluso	 en	 asociados	 a	 la	 rizósfera	 de	 las	 plantas	 (Ma	 et	 al.,	 2014),	 las	 raíces	 de	 P.	

australis	 proporcionan	 las	 condiciones	 óptimas	 requeridas	 para	 la	 colonización	

microbiana,	 por	 lo	 que	 cuenta	 con	 una	 variedad	 de	 microorganismos	 asociados	 a	 su	

rizósfera	que	participan	en	 los	procesos	ecológicos	(Chaturvedi	et	al.,	2006),	en	el	caso	

particular	 de	 P.	 australis	 se	 ha	 reportado	 la	 presencia	 de	 micorriza	 en	 su	 mayoría	

especies	 de	 las	 familias	 Glomeraceae	 y	 Rhizoglomus	 que	 favorecen	 el	 desarrollo	 de	 la	

planta	 en	 sitios	 perturbados	 (Oliveira	 et	 al.,	 2001)	 y	 una	 serie	 de	 microorganismos	

simbióticos,	que	pudieran	estar	involucrados	en	diferentes	procesos	relacionados	con	la	

planta	huésped	(Ma	et	al.,	2014).	
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3.	JUSTIFICACIÓN	

	

Las	 raíces	 de	 las	 plantas	 en	 un	 humedal	 son	 el	 primer	 contacto	 de	 la	 planta	 con	 el	

ambiente	y	 a	 su	vez	 son	el	 soporte	para	el	desarrollo	de	microorganismos	 simbióticos	

que	participan	en	diferentes	procesos	metabólicos	en	pro	del	beneficio	de	la	planta;	las	

interacciones	 entre	 las	 plantas	 y	 los	 microorganismos	 son	 una	 parte	 integral	 de	 los	

ecosistemas,	por	lo	que	el	estudio	de	dichas	interacciones	es	de	suma	importancia	para	

comprender	 su	 influencia	 en	 los	 procesos	 de	 remoción	 de	 contaminantes,	 fenómenos	

como	 la	 eutrofización	 y	 la	 contaminación	por	metales	 pesados	 en	 ambientes	 acuáticos	

han	 sido	 ampliamente	 estudiados	 sin	 embargo	por	 lo	 general	 han	 sido	 estudiados	por	

separado	 e	 inclusive	 la	 participación	 de	 los	 microorganismos	 rizósfericos	 no	 ha	 sido	

elucidada	por	completo,	en	particular	Phragmites	australis	debido	a	sus	características	y	

al	 amplio	 uso	 que	 ha	 tenido	 en	 biorremediación,	 es	 un	 modelo	 de	 estudio	 que	 nos	

permitirá	 inferir	 el	 papel	 de	 los	 hongos	 simbióticos	 asociados	 a	 su	 rizósfera	 en	 los	

procesos	 de	 solubilización	 de	 fosfato	 en	 presencia	 de	 metales	 pesados,	 pues	 el	

conocimiento	sobre	esta	interacción	aún	es	limitado.	
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4.	HIPÓTESIS	

General	

Los	hongos	simbióticos	asociados	a	la	rizósfera	participan	en	la	solubilización	de	fosfato	

y	pudieran	estar	involucrados	con	la	eficiencia	de	remoción	de	metales	.	

	Particulares	

1. Los	hongos	asociados	a	la	rizósfera	de	Phragmites	australis	cuentan	con	habilidad	

para	solubilizar	fosfato	en	presencia	de	metales.	

2. La	presencia	de	hongos	simbióticos	asociados	a	la	rizósfera	confiere	tolerancia	y	

favorece	la	acumulación	de	metal	en	los	tejidos	de	Phragmites	australis.	
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5.	OBJETIVOS	

General		

Determinar	 el	 papel	 de	 los	 hongos	 asociados	 a	 la	 rizósfera	 de	 Phragmites	 australis	 en	 la	

solubilización	de	fosfato	en	presencia	de	metales.		

Particulares	

1. Evaluar	 el	 efecto	 tóxico	 ejercido	 de	 los	metales	 sobre	 el	 crecimiento	 y	 la	 capacidad	 de	

solubilización	de	fosfato	de	los	hongos	asociados	a	la	rizósfera	de	Phragmites	australis.	

2. Evaluar	el	efecto	de	 los	 factores	nutricionales	 (fuentes	de	glucosa	y	nitrógeno)	sobre	 la	

capacidad	de	 solubilización	de	 fosfato	 inorgánico	de	hongos	asociados	a	 la	 rizósfera	de	

Phragmites	australis	en	presencia	de	metal.	

3. Evaluar	 la	 capacidad	 de	 Phragmites	 australis	 para	 asimilar	 fósforo	 inorgánico	 en	

presencia	 de	 metales	 particularmente	 Cd2+	 y	 Pb2+	 en	 relación	 con	 la	 habilidad	 de	

acumulación	de	metal	en	los	tejidos	de	la	planta.		

4. Determinar	el	efecto	de	la	interacción	entre	micorriza	y	hongos	solubilizadores	de	fosfato	

en	 la	 asimilación	 de	 fosfato	 y	 la	 acumulación	 de	 metal	 en	 los	 tejidos	 de	 Phragmites	

australis.		
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6.	ESTRATEGIA	EXPERIMENTAL	

	

	

	

	

ETAPA	1	
Caracterización	
Rizósferica	

ETAPA	3	
Experimentos	
Hidropónicos	

ETAPA	2	
Experimentos		

In	Vitro	

Muestreo	(Plantas,	suelo	
rizósferico,	agua	y	

sedimentos). 

 

Caracterización	de	suelo	
y	agua 

 

Hongos	micorrizicos	
arbusculares	(HMA). 

 

Hongos	solubilizadores	
de	fosfato	(HSF). 

Ensayo	de	tolerancia	
Phragmites	australis 

 

Asimilación	de	fosfato 

Ca₃	(PO₄)₂ 

FePO4 

	

Dosificación	de	metales 

(Cd
+2
	and	Pb

+2
)	

	

Co-inoculación	en	
Phragmites	australis 

 

 

Índice	de	solubilización	

de	fosfato	inorgánico	

Ca₃	(PO₄)₂		y	FePO4	.	

	

Ensayos	Dosis	-	
Respuesta	

	

Evaluación	de	peróxido	
de	hidrógeno	

	

Evaluación	de	ácidos	
orgánicos	(HPLC)	

	

Evaluación	de	actividad	
enzimática	
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6.1	Muestreo	

6.1.1	Sitio	de	muestreo		

La	 zona	 de	 trabajo	 que	 incluye	 la	 Laguna	 La	 Mancha	 –	 El	 Llano,	 forma	 parte	 de	 una	

microcuenca	del	municipio	de	Actopan,	esta	región	se	ve	cruzada	de	norte	a	sur	por	 la	

carretera	costera	federal	numero	180	en	el	tramo	Cardel-Nautla.	La	figura	4	muestra	la	

ubicación	de	esta	región,	como	punto	de	referencia,	la	ciudad	más	cercana	es	José	Cardel.	

La	zona	costera	del	municipio	de	Actopan	está	delimitada	por	el	río	Limón	al	norte	y	por	

el	río	Agua	Fría	al	sur,	se	ubica	entre	las	coordenadas	96°	32'22.80”	W,	19°44'7.47”N	y	

96°18'40.79”	W,	19°25'46.01”N.	La	 región	 comprende	 cinco	pequeñas	 cuencas,	 tres	de	

ellas	vierten	sus	escurrimientos	hacia	 las	 lagunas	de	La	Mancha,	El	Farallón	y	El	Llano	

respectivamente.		

La	 Laguna	 La	 Mancha	 (19°	 35'	 16.42”N	 y	 96°	 23'	 10.88”W),	 fue	 el	 sitio	 en	 donde	 se	

realizó	la	colecta	de	plantas,	suelo	rizósferico,	agua	y	sedimentos	con	un	espejo	de	agua	

de	135	ha	mide	aproximadamente	3	km	de	longitud	y	tiene	una	barra	que	la	separa	del	

mar,	 la	 cual	 se	abre	durante	 la	época	de	 lluvias.	Esta	 laguna	se	encuentra	 rodeada	por	

manglar	 (300	 ha).	 El	 río	 Caño	 Grande,	 afluente	 del	 Gallegos,	 se	 ubica	 al	 suroeste	 del	

sistema.	Al	arroyo	El	Caño	se	ubica	al	norte	y	aporta	una	cantidad	de	agua	mucho	menor	

que	el	primero,	estos	son	los	únicos	aportes	permanentes	de	agua	dulce	a	la	laguna	de	La	

Mancha.		
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Figura	4.	Mapa	de	la	región	donde	se	localizan	las	lagunas	La	Mancha,	El	Farallón,	El	Llano	y	el	
Centro	de	Investigaciónes	costeras	La	Mancha	(CICOLMA),	en	el	municipio	de	Actopan,	Veracruz.																																					

Tomado	de	Madera	bosques	vol.15	no.3	Xalapa	Jan.	2009	

6.1.2	Recolección	de	muestras	

Tres	 áreas	 de	 muestreo	 fueron	 elegidas	 considerando	 los	 gradientes	 hidrológicos,	 la	

temporada	de	 lluvias	 coincide	con	el	máximo	y	mínimo	de	 los	períodos	vegetativos	de	

Phragmites	 australis	 (Asaeda	 et	 al.,	 2006).	 Los	 muestreos	 se	 realizaron	 durante	 dos	

periodos	 al	 año	 en	 los	 meses	 de	 Mayo	 y	 Noviembre,	 los	 sitios	 de	 muestreo	 fueron	

marcados	como	BR1,	BR2	y	BR3;	y	AR1,	AR2	y	AR3	cuyas	siglas	significan	Before	Rain	

(antes	de	la	temporada	de	lluvia)	y	After	Rain	(después	de	la	temporada	de	lluvia).	Esta	

clasificación	se	estableció	teniendo	en	cuenta	el	estudio	realizado	por	Ma	et	al.,	(2014)	de	

acuerdo	con	los	siguientes	criterios	(Figura	5):	
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• Área	BR1	(AR1)	está	completamente	anegado,	las	carrizos	están	sumergidos	con	

frecuencia		y	el	suelo	esta	inundado.	

• Área	BR2	(AR2)	 temporalmente	 inundado,	está	situada	en	 la	orilla	del	humedal,	

donde	 las	 inundaciones	 rara	 vez	 ocurren	 pero	 donde	 el	 suelo	 está	 saturado	 de	

agua	durante	el	período	húmedo.	

• Área	BR3	(AR3)	borde	exterior,	se	encuentra	en	la	zona	más	externa	del	humedal,	

donde	 los	 carrizos	 tienen	 un	 suministro	 suficiente	 de	 agua	 durante	 el	 período	

seco.	

	

Figura	5.	Criterios	de	muestreo	aplicados	en	este	proyecto	

6.1.3	Propagación	de	Plantas	

Las	plantas	de	Phragmites	australis	 fueron	 identificadas	de	acuerdo	al	criterio	botánico	

establecido	por	Swearingen	y	Saltonstall	(2010),	 	después	de	la	recolección,	 las	plantas	

se	lavaron	con	agua	corriente,	y	posteriormente	se	mantuvieron	en	agua	dulce	durante	

los	 primeros	 tres	 días.	 	 Para	 la	 propagación	 de	 plantas	 se	 utilizó	 una	 solución	 de	

nutrientes	 Long	 -	 Ashton	 (Tabla	 2),	 posteriormente	 al	 crecimiento	 de	 las	 raíces	

adventicias	 se	 procedio	 a	 la	 cosecha	 y	 poda	 de	 brotes	 que	 serán	 utilizados	 para	 los	

ensayos	en	invernadero.		

Anegado	

BR1	/	AR1	
Temporalmente	

Inundado	

BR2	/	AR2	

Borde	Exterior	

BR3	/	AR3	
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	 Tabla	2	Solución	nutritiva	Long	Ashton		

Compuesto	 Solución	stock			
(g	L	–1)	

Cantidad	para	preparar	un	litro		
																						(mL)	

Macronutrientes	 	 	

KNO3	 80	 5	

MgSO47H2O	 73.6	 5	

Ca(NO3)2	4H2O	 188.8	 5	

NaH2PO4	H2O	

Fósforo	bajo	

Fósforo	alto	

	

36.8	

92	

	

1.34	a	

2	b	

Micronutrientes	 	 1	

MnSO4	4H2O	 1.69	 	

CuSO4		5H2O	 0.25	 	

ZnSO4	7H2O	 0.29	 	

H3BO3	 3.1	 	

NaCl	 5.9	 	

(NH4)6Mo7O24	4H2O	 0.088	 	

Solución	de	citrato	férrico	 	 5	

FeC6H5O7	 4.9	 	

H3C6H5O7	.	H2O	 4.9	 	

a. Cantidad	aplicada	para	11	µg	mL-1	P	

b. Cantidad	aplicada	para	30	µg	mL-1	P	
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6.1.4	Análisis	Fisicoquímico		

Los	análisis	realizados	a	las	muestras	de	agua	y	sedimentos	se	muestran	en	la	Tabla	3.	

	

Tabla	3	Análisis	fisicoquímico	aplicado	a	muestras	de	agua	y	sedimentos	

Methodologias	para	sedimentos	 Metodologías	para	agua		

Materia	orgánica	/	Humedad	/	Textura		 DQO	/	DBO	

pH	/	Conductividad	eléctrica	 Oxígeno	disuelto	/	Potencial	redox	/	pH	

Nitrógeno:	Kjendahl,	AOAC	42.014,1970																																																																																																	

Fósforo	(Método	metavanadato	–	molibdato	/	Ácido	fosfórico	APHA	4500	–	P	–	C)	

Metales	pesados	método	EPA	3050B.	

	

6.1.5	Caracterización	Microbiológica	

Se	 utilizaron	 los	 siguientes	 medios	 de	 cultivo	 para	 llevar	 a	 cabo	 la	 caracterización	

microbiológica:	

• Agar	 nutritivo:	 Utilizado	 para	 el	 recuento	 de	 bacterias	 en	 la	 caracterización	 de	

suelos	y	aguas.	

• Papa	Dextrosa	Agar	(PDA):	El	medio	de	cultivo	utilizado	para	la	conservación	de	

las	 cepas,	 se	utilizó	este	medio	para	propagar	 todas	 las	 cepas	utilizadas	en	este	

trabajo.	

• Extracto	de	Malta	de	Agar	 (EMA):	medio	utilizado	 como	una	alternativa	para	el	

cultivo	de	cepas	de	hongos.	
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6.2	Caracterización	Micorrízica	

Uno	de	los	puntos	críticos	de	la	evaluación	de	la	colonización	micorrizica	es	el	muestreo	

de	 suelo	 rizósferico,	 raíces	 y	 sedimentos,	 el	 muestreo	 	 se	 enfoco	 en	 los	 siguientes	

aspectos:	

• Efecto	de	los	agentes	de	perturbación	(erosión,	inundaciones,	entre	otros)	

• La	 tolerancia	 a	 factores	 ambientales:	 salinidad,	 acidez,	 alcalinidad,	 nutrientes,	

presencia	de	contaminantes,	entre	otros.	

• Etapa	fenológica	del	huésped	

Las	muestras	de	suelo	rizósferico	y	sedimentos	se	utilizaron	para	establecer	un	inóculo	

base	para	cultivos	 trampa	y	 la	evaluación	de	colonización	micorrizicas	en	 las	raíces	de	

Phragmites	australis.	

6.2.1	Cultivos	Trampa	

Los	 cultivos	 trampa	 son	 utilizados	 para	 los	 estudios	 de	 diversidad	 de	 hongos	

micorrizicos	debido	a	que	revelan	la	presencia	de	especies	activas	o	latentes	en	el	campo;	

también	 son	 útiles	 para	 la	 obtención	 de	 nuevos	 inóculos	 	 que	 se	 puede	 utilizar	 para	

establecer	 cultivos	 puros.	 El	 método	 propuesto	 se	 basa	 en	 los	 protocolos	 de	 Stutz	 y	

Morton	(1996).	

Para	el	establecimiento	de	cultivos	 trampa	se	deben	de	utilizar	plantas	con	un	sistema	

radical	 denso	 por	 lo	 tanto,	 se	 prefiere	 trabajar	 con	 plantas	 como	 el	 sorgo,	maíz,	 trigo,	

cebada	y	otras	dicotiledóneas	como	alfalfa,	trébol	o	girasol,	que	han	sido	utilizados	con	

éxito;	 el	 suelo	 rizósferico	 también	 puede	 utilizarse	 como	 propágulos	 para	 empezar	 la	

propagación	de	micorrizas,	estas	plantas	 también	permiten	una	mayor	establecimiento	

de	 simbiosis	 en	 su	 sistema	 de	 raíces,	 lo	 que	 también	 favorece	 a	 la	 esporulación	 y	 es	

posible	el	establecimiento	cultivo	trampa	a	través	de	la	siguiente	protocolo:	

Se	 sembraron	macetas	 de	 1	 Kg,	 fueron	 sembradas	 25	 semillas	 por	 maceta,	 las	 cuales	

fueron	cubiertas	con	mezcla	de	suelo	–	arena,	el	sustrato	se	regó	a	la	capacidad	de	campo	
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con	agua	destilada	estéril	o	con	la	solución	nutritiva	Long	–	Ashton	con	bajo	contenido	de	

fósforo	(Tabla	3).	El	sustrato	utilizado	fue	arena	con	tamaño	de	partícula	de	200	a	400,	

(esterilizada	tres	veces	a	121	°	C,	tres	ciclos,	cada	ciclo	de	1	hora),	Sorghum	sp.,	Lactuca	

sativa	 y	Allium	cepa	 como	 plantas	 trampa.	 Las	 plantas	 trampa	 para	 la	 propagación	 se	

mantuvieron	 durante	 períodos	 de	 seis	 meses	 en	 el	 invernadero	 (temperatura	 media:	

mínima	10	°	C	y	40	°	C	como	máximo	y	fotoperíodo	de	horas	luz	/	oscuridad	14/10),	los	

cultivos	 fueron	 revisados	periódicamente	para	 evaluar	 la	 infectividad	y	 efectividad	del	

inóculo	

6.2.2		Extracción	de	Esporas	y	Cuantificación	

Para	 la	 determinación	 de	 las	 esporas	 y	 raíces	 colonizadas,	 se	 aplica	 el	 método	 de	

tamizado	y	decantación	propuesto	por	Gerdemann	y	Nicolson	(1963),	que	se	utiliza	tanto	

para	 la	 extracción	 de	 esporas	 como	 para	 el	 aislamiento	 y	 para	 la	 cuantificación	 de	

esporas	en	muestras	de	suelo	o	sedimentos	(Figura	6).	

									 	

Figura	6.	A)	Muestra	de	suelo	rizósferico	(100	g)		colocada	en	un	recipiente	con	agua;	B)	Agitar	la	
suspensión;	C)	Dejar	reposar	para	posteriormente	decantar	el	sobrenadante	y	capturar	las	

esporas	en	tamices	con	tamaño	de	partícula	de	100	hasta	45	mm,	D)	Recolectar	las	esporas	para	
su	observación,	E)	and	F)	Observación	al	Microscopio.	
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6.2.3	Procedimientos	de	Tinción	de	Raíces	

Clareo	y	Tinción	de	Raíces	con	Azul	Tripano	

El	análisis	morfológico	de	 las	 raíces	 teñidas	es	utilizado	para	 cuantificar	 los	niveles	de	

colonización	 en	 las	 raíces,	 los	 hongos	 micorrizicos	 no	 causan	 cambios	 morfológicos	

visibles	 en	 las	 raíces	 colonizadas,	 sin	 embargo	 a	 nivel	 microscópico	 se	 	 observa	 la	

presencia	de	hifas	intracelulares	y	arbúsculos,	en	algunas	especies		también	se	aprecian	

vesículas	 intracelulares,	 así	 como	 esporas;	 para	 la	 observación	 de	 estas	 estructuras	 es	

necesario	 eliminar	 el	 contenido	de	 compuestos	 fenólicos	 en	 las	 células	 corticales,	 para	

posteriormente	teñir	el	tejido	fúngico.	

1. Las	raíces	se	lavaron	y	se	cortaron	en	segmentos	de	1	cm.	

2. Los	 segmentos	 se	 colocaron	 en	 una	 solución	 de	 hidróxido	 de	 potasio	 (KOH)	 al	

10%	P/V	de	12	a	36	horas	dependiendo	de	la	coloración	de	las	raíces.	

3. El	KOH	fue	retirado	y	las	raíces	se	lavaron	con	agua.	

4. Se	 realizó	 un	blanqueo	 adicional	 con	peróxido	de	 hidrógeno	 (H2O2	 al	 33%)	3%	

P/V	durante	10	a	30	min	

5. Se	retiró	el	H2O2	y	las	raíces	blanqueadas	se	lavaron	con	agua	

6. Las	raíces	se	acidificaron	por	inmersión	en	solución	de	ácido	clorhídrico	(HCl)		al	

10%	V/V	durante	10	minutos.	

7. Por	último	se	retiró	la	solución	de	ácido	sin	enjuagar	y	las	raíces	se	tiñieron	con	

una	solución	de	azul	tripano	(0,05%	P/V	disuelto	en	glicerol	al		50%	),	estas	raíces	

se	mantuvieron	 	en	oscuridad	hasta	por	48	horas,	después	se	eliminar	el	exceso	

de	colorante	utilizando	glicerol	al	50	%	V/V.	

8. 15	Fragmentos	de	raíces	 teñidas	de	aproximadamente	1	cm.	 se	colocaron	sobre	

los	portaobjetos,	estas	preparaciones	se	realizaron	por	triplicado	y	a	partir	de	su	

observación	al	microscopio	se	determinó	el	porcentaje	de	colonización.	

Tinción	Vital	

Los	 métodos	 tradicionales	 de	 tinción	 de	 raíces	 colonizadas	 no	 consideran	 el	 estado	

metabólico	 del	 tejido	 fúngico	 que	 se	 desarrolla	 en	 el	 tejido	 vegetal,	 debido	 a	 que	 los	
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tinción	 no	 distinguen	 tejido	 fúngico	 vivo	 del	 muerto,	 por	 lo	 que	 se	 han	 desarrollado	

técnicas	 basadas	 en	 la	 tinción	 histoquímica	 de	 varias	 enzimas	 como	 la	 succinato	

deshidrogenasa	 que	 funciona	 a	 nivel	 mitocondrial	 y	 la	 fosfatasa	 alcalina	 localizada	

dentro	de	las	vacuolas	de	las	hifas	acumulando	fósforo.	

1. Las	raíces	se	lavaron	con	agua	corriente	y	se	cortan	en	segmentos	alrededor	de	1	cm.	

2. Posteriormente	se	colocaron	durante	una	hora	en	solución	tampón	TRIS	pH	7.4	con	

0,05%	de	sorbitol,	celulasa	(15	unidades)	y	pectinasa	(15	unidades).	Este	tratamiento	

promueve	la	descomposición	de	la	pared	celular,	pero	se	puede	omitir	

3. A	 continuación,	 las	 raíces	 se	 enjuagaron	 y	 se	 colocaron	 en	 la	 oscuridad	de	 12	 a	 18	

horas	en	la	solución	de	tinción	de	fosfatasa	que	consiste	en:	

• 0.5	M	regulador		TRIS	/	ácido	cítrico	pH	=	7.4	

• Azul	rápido	(Fast	Blue)	1	mg	ml-1	

• Ácido		α	-	naftil	fosfato	1	mg	mL-1	

• Cloruro	de	magnesio	1.0	mg		mL-1	

• Cloruro	de	manganeso	0.8	mg	mL-1	

4. Las	raíces	se	retiraron	de	la	solución	de	tinción	y	se	sumergieron	durante	7	minutos	

en	hipoclorito	de	sodio	al	1%		V/V	

5. Las	 raíces	 se	 contra	 tiñieron	 durante	 toda	 la	 noche	 en	 la	 oscuridad	 a	 temperatura	

ambiente	en	una	solución	de	fucsina	ácida	(0,1%	P/	V	en	50%	de	glicerol	V/V)	

6. Los	 fragmentos	 de	 raíz	 (15	 -	 20)	 se	 colocaron	 al	 azar	 en	 un	 portaobjetos,	 estas	

preparaciones	 se	 realizaron	 por	 triplicado,	 para	 determinar	 el	 porcentaje	 de	

colonización	 de	micorriza	 activa,	 la	 cual	 	 se	 identificaron	 	 por	 la	 	 coloración	 negra	

mostrada.		

6.2.4	Evaluación	de	Colonización	de	Raíces	

Los	segmentos	radicales	teñidos	de	aproximadamente	1	cm	fueron		seleccionados,	de	15	

a	 20	 de	 estos	 segmentos	 se	 colocaron	 en	 un	 portaobjetos	 añadiendo	 glicerol	 al	 50	%	

(V/V),	se	prepararon	de	tres	a	cinco	réplicas	por	muestra.	
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Estimación	de	la	frecuencia	de	colonización		

La	frecuencia	de	colonización	se	determina	considerando	los	segmentos	colonizados	y	no	

colonizados.	 El	 porcentaje	 se	 obtiene	 por	 la	 relación	 de	 segmentos	 colonizados	 con	

respecto	al	total	de	segmentos	analizados,	a	través	de	la	fórmula:	

Colonización	Total	(%)	=	(Número	de	segmentos	colonizado	/	No.	segmentos	totales)	x	

100	

Porcentaje	estimado	de	raíz	colonizada	

Se	 obtiene	 la	 tasa	 de	 colonización	 utilizando	 un	 sistema	 simple	 teniendo	 en	 cuenta	 el	

área	total	del	córtex	y	el	colonizado	por	micorriza	arbúscular.	Por	ejemplo	1	=	0%,	2	=	

25%,	 3	 =	 50%,	 4	 =	 75%	 y	 5	 =	 100%,	 este	 porcentaje	 se	 puede	 evaluar	 con	 base	 a	

colonización	total,	arbúsculos,	vesículas	e	hifas.		

6.3	Hongos	Solubilizadores	de	Fosfato		

6.3.1	Aislamiento	de	Hongos	Solubilizadores	de	Fosfato		

Se	tomaron		cinco		muestras		al	azar,	y		compuestas	de	4-6	muestras	del	suelo	rizósferico,	

por	 otra	 parte	 se	 tomaron	 muestras	 de	 agua	 que	 fueron	 recolectados	 en	 frascos	 de	

polietileno	de	1	litro.	Las	muestras	de	sedimentos	fueron	recolectados	a	25	–	30	cm	de	

profundidad,		con	una	pala	de	acero	inoxidable.	El	programa	de	muestreo	se	llevó	a	cabo	

en	tres	ocasiones;	mayo,	agosto	y	noviembre	de	2013	y	2014.	

6.3.2	Medio	Pikowskaya	

La	habilidad	de	solubilización	de	fosfato	de	los	microorganismos	aislados	de	la	rizósfera	

de	Phragmites	australis	fue	evaluada	en	un	medio	de	cultivo	Pikovskaya	modificado,	que	

consistió	(en				gL-1):	(NH4)2SO4	(0,5),	KCl	(0,2),	MgSO4	•	7H2O	(0,1),	MnSO4•H2O	(0.004),	

NaCl	 (0,2),	 D-glucosa	 (10),	 FeSO4•7H2O	 (0,002)	 (Sigma-Aldrich),	 extracto	 de	 levadura	

(0.5),	goma	arábiga	(0.5)	y	agua	destilada	(1000	ml).	Para	la	fuente	de	fósforo	inorgánico	
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(0.5)	 se	 utilizó	 fosfato	 tricálcico	 (Ca3	 (PO4)2)	 o	 fosfato	 férrico	 (FePO4•7H2O),	 	 ambos	

adquiridos	en	Sigma-Aldrich.	

6.3.3	Aislamiento	de	Hongos	Rizósfericos	

Los	 hongos	 con	 capacidad	 de	 solubilizar	 fosfato	 se	 aislaron	 diluyendo	 en	 serie	 las	

muestras	 de	 suelo	 hasta	 10-3	 en	 agar	 rosa	 de	 bengala	 que	 contiene	 estreptomicina	 y	

fosfato	tricálcico	[Ca3(PO4)2]	como	una	fuente	de	fósforo	inorgánico	insoluble.	Para	cada	

una	de	las	muestras	de	suelo,	las	raíces	se	recuperaron	y	se	lavaron	con	agua	corriente,	

para	posteriormente	desinfectarlas	superficialmente	durante	3	minutos	con	hipoclorito	

de	 sodio	 (NaOCl)	 al	 3%	 (V/V),	 las	 raíces	 se	 enjuagaron	 tres	 veces	 con	 agua	 destilada	

estéril	y	se	cortaron	en	 fragmentos	de	5	mm	aproximadamente.	Para	el	aislamiento	de	

hongos	solubilizadores	asociados	a	la	rizósfera,	cada	fragmento	de	la	raíz	se	transfirió	a	

placas	de	Petri	conteniendo	medio	Pikowskaya,	en	este	medio	de	cultivo,	pasados	3	días	

de	 incubación	 a	 25°	 C,	 la	 presencia	 de	 un	 halo	 cristalino	 alrededor	 de	 la	 colonia	 fue	

indicativo	de	su	capacidad	para	la	solubilización	de	fosfato.	Las	colonias	con	zonas	claras	

se	 purificaron	 adicionalmente,	 mediante	 la	 replantación	 en	 agar	 papa	 dextrosa	 (PDA)	

para	el	mantenimiento	y	la	conservación	de	las	cepas	aisladas.	

6.3.4	Identificación		Molecular	de	los	hongos	(Género	y	Especie)	

Para	la	identificación	a	nivel	de	género	y	especie	de	los	hongos	aislados	de	la	rizósfera	de	

P.	australis,	 los	micelios	de	 las	 cepas	estudiadas	se	desarrollaron	en	medio	extracto	de	

levadura		(CYM	estándar:	dextrosa,	20	g;	peptona,	2	g;	extracto	de	levadura,	2	g;	MgSO4	·	

7H2O,	0,5	g;	KH2PO4,	0,46	g;	K2HPO4,	1	g	y	agua	destilada;	1000	mL),	posteriormente	a	la	

inoculación,	se	incubaron	a	25	°	C.	El		micelio	se	filtró	y	se	colocó	en	tubos	de	Eppendorf	

(1.5	ml),	para	posteriormente	ser	tratado	con	nitrógeno	líquido	(-130	º	C).	La	Extracción	

de	 ADN	 genómico	 y	 la	 purificación	 de	 las	muestras	 se	 llevó	 a	 cabo	 de	 acuerdo	 con	 el	

protocolo	 publicado	 por	 Challen	 et	 al.,	 (1995).	 La	 pureza	 de	 las	 muestras	 de	 ADN	 se	

determinó	mediante	electroforesis	en	gel	de	agarosa	(1,5%,	P/V)	y	posterior	tinción	con	

bromuro	 de	 etidio.	 La	 amplificación	 por	 PCR	 se	 llevó	 a	 cabo	 usando	 los	 siguientes	

primers	 ITS1	 (5'-TCCGTAGGTGAACCTGCGG-3')	 e	 ITS4	 (5'-	 TCCTCCGCTTATTGATATGC-
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3').	 Los	productos	purificados	obtenidos	a	partir	de	 la	PCR	 fueron	secuenciados	por	el	

Centro	de	Biotecnología	Genómica	-	IPN	(Reynosa,	Tamaulipas,	México).	Cada	secuencia	

de	ADN	fue	analizada	utilizando	el	programa	BLAST,		y	los	resultados	fueron	comparados	

con	 la	 base	 de	 datos	 del	 NCBI	 (www.ncbi.nlm.nih.gov),	 también	 se	 utilizó	 el	 Index	

Fungorum	 (www.indexfungorum.org)	 para	 determinar	 las	 características	 de	 cada	

especie.	

6.4	Ensayo	Dosis	Respuesta	

	Los	siguientes	compuestos	comerciales	fueron	utilizados	para	suplementar	el	medio	de	

cultivo	 Pikovskaya-agar	 con	 Al3+	 (Al2(SO4)3•18H2O),	 Cd2+	 (CdSO4•H2O),	 Co2+	

(CoSO4•7H2O),	 Ni2+	 (NiSO4•7H2O),	 Cu2+	 (CuSO4•5H2O),	 Zn2+	 (ZnSO4.7H2O),	 Pb2+	

(Pb(NO3)2)	 para	 el	 caso	 de	 cromo	 trivalente	 y	 en	 forma	 hexavalente	 se	 utilizaron	 las		

sales	 de	 sulfato	 CrCl3•6H2O	 (Cr3+)	 y	 K2Cr2O7	 (Cr6+),	 respectivamente	 (JT	 Baker®	

Químicos,	Center	Valley,	PA,	EU).	Se	fijaron	cuatro	concentraciones	de	metales	pesados	

para	cada	compuesto	(0.15,	0.31,	0.62	y	1.2	mM)	y	un	medio	de	cultivo	sin	el	metal	se	

utilizó	 como	 el	 control.	 Para	 metales	 como	 el	 Cd	 y	 el	 Cr	 debido	 a	 su	 toxicidad	 las	

concentraciones	más	baja	y	más	alta	se	establecieron	en	0.075	y	0.62	mM.	

Cada	hongo	se	inoculó	en	el	centro	de	las	placas	de	Petri	utilizando	5	µL	de	una	solución	

de	 esporas	 (1	 x	 106	 esporas	mL-1).	 Las	 placas	 se	 incubaron	 en	 la	 oscuridad	 a	 25	 °	 C	 y	

humedad	 relativa	 del	 75%.	 Se	 utilizaron	 cuatro	 repeticiones	 de	 cada	 concentración	 y		

también	para	el	control.	Los	diámetros	de	colonias	y	halos	de	solubilización	se	midieron	

todos	 los	 días	 utilizando	 un	 cuadrado	 milimétrica.	 El	 bioensayo	 de	 dosis-respuesta	

terminó	cuando	el	halo	de	los	controles	sin	adicion	de	metal	control	alcanzaron	el	borde	

de	las	placas	de	Petri.	

6.4.1	Parámetros	de	Crecimiento	

A	través	de	los	diámetros	evaluados	diariamente	se	calcularon	las	siguientes	variables	de	

crecimiento	específicas:	Tasa	de	crecimiento	de	diámetro	(DGR	por	sus	siglas	en	 inglés	

Diameter	Growth	Rate),	definido	como	DGR	=	Σ	(D1	-	D0)	/	(T1	-	T0),	donde	D0	y	D1	son	



37	

	

los	diámetros	de	halo	a	los	tiempos	T0	y	T1,	respectivamente;	y	tasa	de	crecimiento	de	

halo	(HGR	por	sus	siglas	en	inglés	Halo	Growth	Rate),	definido	como	HGR	=	Σ	(H1	-	H0)	/	

(T1	-	T0),	donde	H0	y	H1	son	los	diámetros	colonia	en	tiempos	T0	y	T1,	respectivamente.	

Los	 resultados	 DGR	 y	 HGR	 se	 utilizaron	 para	 calcular	 el	 índice	 de	 solubilización	 de	

fosfato	 (PSI	 por	 sus	 siglas	 en	 ingles	 Phosphate	 Solubilization	 Index)	 utilizando	 la	

ecuación	PSI	=	HGR	/	DGR.	

6.4.2	Parámetros	Toxicológicos	

El	porcentaje	de	inhibición	del	crecimiento	micelial	(MGI	por	sus	siglas	en	inglés	Mycelial	

Growth	 Rate)	 se	 calculó	 utilizando	 MGI	 =	 [(C	 -	 T)	 /	 C]	 x	 100,	 donde	 T	 y	 C	 son	 los	

diámetros	del	micelio	dentro	del	control	y	las	placas	de	tratamiento,	respectivamente.	La	

concentración	 efectiva	 media	 (MEC50	 por	 sus	 siglas	 en	 inglés	 Minimal	 effective	

concentration)	 se	 definió	 como	 la	 cantidad	 de	 metal	 pesado	 que	 inhibía	 la	 tasa	 de	

crecimiento	del	micelio	en	un	50%	y	se	calculó	por	análisis	Probit	utilizando	el	programa	

estadístico	 SAS	 9.1.	 El	 índice	 de	 tolerancia	 a	 metales	 (TI,	 por	 sus	 siglas	 en	 inglés	

Tolerance	Index)	se	calculó	utilizando	la	fórmula	descrita	por	Ezzouhri	et	al.(2010),	que	

es	TI	=	Σ	(Dt	/	Du)	/	(T1	-	T0),	donde	Dt	es	el	diámetro	(cm)	de	la	colonia	tratada	y	Du	es	

el	diámetro	(cm)	de	la	colonia	no	tratado	(cm)	a	los	tiempos	T0	y	T1,	respectivamente.	

6.5	Experimentos	en	Medio	Líquido	

El	 medio	 de	 cultivo	 Pikowskaya	 modificado	 (120	 mL)	 fue	 depositado	 en	 matraces	

Erlenmeyer	de	250	mL	previamente	esterilizado	en	autoclave	(15	minutos	a	22	psi	y	120	

°	C).	Los	hongos	se	inocularon	en	los	matraces	usando	200	µL	de	una	solución	de	esporas	

(1	 x	 106	 esporas	mL-1)	 de	 cada	 hongo.	 La	 solución	 de	 esporas	 se	 preparó	 a	 partir	 de	

cultivos	 en	 caja	 Petri	 con	 siete	 días	 de	 crecimiento,	 para	 lo	 cual	 utilizando	 un	

sacabocados	 se	 retiró	 un	 disco	 de	 agar	 con	 crecimiento	micelial	 de	 7	 días	 el	 cual	 fue	

depositado	 en	 agua	 destilada	 estéril	 suplementado	 con	 Tween	 20®	 a	 0.05%.	 (Sigma-

Aldrich,	 St.	 Louis,	 MO,	 EE.UU.).	 Las	 esporas	 de	 la	 solución	 se	 contaron	 y	 se	 ajustaron	

utilizando	una	cámara	de	Neubauer	(Hausser	Sci.,	Horsham,	PA,	E.U.)	
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6.6	Métodos	Analíticos	

6.6.1	Determinación	de	la	Solubilización	de	Fosfato	

Determinado	por	el	método	de	azul	de	fosfomolibdeno,	esta	determinación	se	basa	en	la	

siguiente	 reacción:	 heptamolibdato	 de	 amonio	 y	 de	 tartrato	 de	 potasio	 antimonio	 (III)	

reaccionan	en	medio	ácido	con	una	solución	diluida	de	fosfato	para	formar	un	complejo	

de	antimonio-fosfomolibdato.	Este	complejo	se	reduce	con	ácido	ascórbico	generando	un	

complejo	 de	 color	 azul	 intenso	 (AOAC,	 1980).	 El	 complejo	 se	 midió	 a	 880	 nm	 en	 un	

espectrofotómetro	 Shimadzu	8000	UV/VIS	 (Shimadzu	Corp.,	 Japón).	 La	 curva	 estándar	

fue:	y	=	0.2173c	+	0.0433	(y	=	OD880,	c	=	solubilización	de	fosfato	en	mgL-1,	R2	=	0.983).	

6.6.2	Peróxido	de	Hidrógeno		

Determinado	 mediante	 el	 método	 de	 yoduro/yodato.	 Las	 soluciones	 A	 y	 B	 para	 el	

método	de	I3-	se	prepararon	de	acuerdo	a	la	receta	habitual	de	Klassen	et	al.	(1994).	La	

solución	 A	 consiste	 en	 33	 g	 de	 KI,	 1	 g	 de	 NaOH,	 y	 0.1	 g	 de	 (NH4)6Mo7O24	 •	 4H2O		

(molibdato	de	amonio	tetrahidratado)	diluido	hasta	500	mL	con	agua.	La	solución	A	se	

mantiene	en	 la	oscuridad	para	 inhibir	 la	oxidación	del	 iodo.	La	solución	B	es	un	buffer	

acuoso	que	contiene	10	g	de	C8H4KO4	 (ftalato	ácido	de	potasio)	disuelto	a	500	mL	con	

agua.	El	método	consiste	I3-	en	la	mezcla	de	proporciones	iguales	de	A	(3	mL)	y	B	(3	mL),	

seguido	por	la	adición	de	sobrenadante	de	medio	de	cultivo	(3	mL).	La	absorbancia	de	la	

solución	resultante	se	midió	a	351	nm	en	una	celda	de	cuarzo	de	3	cm.	La	absorbancia	

del	blanco	se	determinó	mediante	 la	sustitución	de	 la	muestra	de	medio	de	cultivo	por	

agua	desionizada	estéril	 en	 la	mezcla	de	 reacción.	 Las	 concentraciones	de	peróxido	de	

hidrógeno	se	calcularon	mediante	la	sustitución	de	la	absorbancia	en	una	curva	estándar	

con	 pura	 reactivo	 de	 peróxido	 de	 hidrógeno	 (30%,	 JT	 BakerTM,	 Center	 Valley,	 PA,	

EE.UU.)	 a	 concentraciones	 conocidas	 (0.5,	 1.0,	 1.5,	 2.0,	 2.5,	 3.0	 y	3.5	mg	/	L).	 La	 curva	

estándar	fue:	y	=	0.134c	+	0.0164		(y	=	OD351,	c	=	peróxido	de	hidrógeno	en	mgL-1,	R2	=	

0.997).	
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6.6.3	Determinación	de	Ácidos	Orgánicos	

Para	 la	 determinación	 de	 ácidos	 orgánicos	 se	 filtraron	 10	mL	 de	medio	 de	 cultivo	 en	

papel	 de	 filtro	 de	 poro	 medio,	 a	 continuación,	 se	 procedió	 a	 preparar	 la	 muestra	 de	

acuerdo	con	el	siguiente	procedimiento.	

HPLC	Preparación	de	la	muestra	

1. Limpieza	con	cartuchos	C-18	(Supelco	DSC-18)	

2. Ajuste	del	pH	a	2.2	con	ácido	clorhídrico	1N	

3. Tratamiento	 con	 carbón	 activado	 por	 cada	 mililitro	 de	 extracto,	 se	

agita	a	120	rpm	durante	1	hora.	

4. Para	 eliminar	 los	 residuos	 de	 carbón	 activado	 del	 sobrenadante	 se	

filtro	a	través	de	un	disco	con	membrana	de	nylon	de	0.2	µm	

Cuantificación	

Se	 llevó	 a	 cabo	 empleando	 un	 equipo	 de	 cromatografía	 de	 líquidos	 de	 alta	 resolución	

(HPLC)	con	detector	de	UV,	utilizando	como	fase	móvil	ácido	sulfúrico	4	mM,	con	un	flujo	

de	0.4	ml	min-1	y	como	fase	estacionaria	una	columna	Aminex	de	exclusión	iónica	HPX-

87H	de	300	mm	de	 longitud,	diámetro	de	7.8	mm,	en	el	detector	se	estableció	210	nm	

como	la	longitud	de	onda	para	la	detección	del	ácido	oxálico.	

6.6.4	Proteína	y	Cuantificación	de	Biomasa			

El	 contenido	 de	 proteína	 de	 los	 extractos	 se	 estimó	 de	 acuerdo	 con	 el	 método	 de	

Bradford.	 Se	 utilizó	 Albúmina	 de	 suero	 bovina	 como	 un	 estándar	 a	 concentraciones	

conocidas	(0.0062,	0.0125,	0.025,	0.05,	0.1	y	0.2	mg	mL-1.	

Para	el	análisis	de	peso	seco,	la	suspensión	del	medio	de	cultivo	se	filtró	a	través	de	papel	

de	filtro	Whatman	No.	1	previamente	pesado	y	mantenido	a	peso	constante,	la	biomasa	

fúngica	 se	 lavó	 con	agua	destilada	esterilizada.	Para	 la	 cuantificación	de	peso	 seco,	 los	

filtros	conteniendo	el	micelio	filtrado	se	secaron	en	un	horno	a	60	°C		y	posteriormente	

fueron	pesados	en	la	balanza	restando	el	peso	del	papel.	
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6.6.5	Actividad	Fosfatasa	

La	determinación	de	la	actividad	fosfatasa	se	realizó	de	acuerdo	con	métodos	publicados	

Tabatabai	 y	 Bremner	 (1969)	 y	 Tabatabai	 (1982).	 Una	 solución	 de	 buffer	 universal	

modificado	(BUM)	fue	preparado	disolviendo	12.1	g	de	Tris-	aminometano	clorhidrato,	

11.6	g	de	ácido	maleíco,	14.0	g	de	ácido	cítrico	y	6.3	g	de	ácido	bórico	en	488	ml	de	NaOH	

0.1	M		y	el	volumen	se	ajusta	a	1000	mL.		

Actividad	Fosfatasa	alcalina	(ALP)		

La	solución	madre	BUM	(200	mL)	se	ajustó	a	pH	11	mediante	la	adición	de	NaOH	0.1	M	y	

se	 diluyó	 a	 1000	 mL	 con	 agua	 Milli-Q	 (Solución	 BUM	 pH	 11).	 Posteriormente	 se	

disolvieron	 0.928	 g	 de	 p-nitrofenil	 fosfato	 en	 100	 mL	 de	 solución	 BUM	 pH	 11	 esta	

solución	en	lo	sucesivo	se	denominó	sustrato	alcalino.	

Actividad	de	Fosfatasa	ácida	(ACP)		

La	solución	madre	BUM	(200	mL)	se	ajustó	a	pH	6.5	mediante	la	adición	de	HCl	0.1	M	y	

se	 diluyó	 a	 1000	 mL	 con	 agua	 Milli-Q	 (Solución	 BUM	 pH	 6.5).	 Posteriormente	 se	

disolvieron	 0.928	 g	 de	 p-nitrofenil	 fosfato	 en	 100	 mL	 de	 solución	 BUM	 pH	 6.5	 esta	

solución	en	lo	sucesivo	se	denominó	sustrato	ácido.	

Reacción	

La	 mezcla	 de	 reacción	 (750	 µL)	 que	 contiene	 150	 µl	 de	 medio	 de	 cultivo,	 120	 µl	 de	

sustrato	ya	sea	ácido	o	alcalino	dependiendo	la	reacción		y	480	µl	de	BUM,	la	mezcla	de	

reacción	se	incubó	a	37	°	C	durante	60	min.	La	reacción	se	terminó	mediante	la	adición	

de	100	µl	de	buffer	de	glicina-NaOH	(0.4	M,	pH	10.8).	El	color	amarillo	desarrollado	se	

midió	a	405	nm	usando	un	espectrofotómetro	UV-VIS.	Una	unidad	(U)	de	actividad	de	la	

fosfatasa	es	la	cantidad	de	enzima	requerida	para	liberar	1	g	de	pNP	por	hora	por	ml	de	

filtrado	de	cultivo	bajo	las	condiciones	de	ensayo.	La	actividad	fosfatasa	se	calculó	como:	

Z	=	ΔC	x	V	/	1000	/	Δt	[μmol/min]	
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donde	Z	es	Actividad	Fosfatasa,	ΔC	es	el	incremento	en	la	concentración	de	PNP	(μmol),	V	

es	el	volumen	total	de	la	solución	de	sustrato	(mL),	Δt	es	el	tiempo	de	incubación	(min).	

6.6.6	Diseño	Experimental		

Para	 estudiar	 el	 efecto	 de	 la	 adición	 de	 metales	 pesados	 y	 los	 factores	 nutrimentales	

sobre	 la	 capacidad	 de	 solubilización	 de	 fosfato	 de	 los	 hongos	 saprobios,	 se	 aplicó	 un	

diseño	 	 factorial	 24.	 Los	 factores	 estudiados	 fueron:	 concentración	 de	 metal,	 las	

cantidades	de	glucosa,	 (NH4)2SO4	y	 el	 extracto	de	 levadura.	 	El	 análisis	de	 los	datos	 se	

llevó	 a	 cabo	 a	 través	 del	 Disign	 Expert	 8.0	 (Stat-Ease	 Inc.,	 Minneapolis,	 MN,	 E.U.).	 La	

ecuación	 1	 se	 utiliza	 para	 describir	 el	 modelo	 de	 regresión,	 que	 incluye	 términos	 de	

interacción:	

																																																				 									

Donde	β0	es	el	término	constante,	βi	y	βij	son	el	coeficiente	de	regresión,	ε	es	el	error,	xi	

son	las	variables	y	n	su	número.	

6.7		Experimentos	Hidropónicos	

6.7.1	Ensayo	de	Toxicidad		

La	 composición	 de	 las	 aguas	 residuales	 es	 diversa,	 en	 este	 trabajo	 nos	 centramos	

principalmente	en	la	presencia	de	fosfatos	inorgánicos	responsables	de	la	eutrofización	

en	 los	 ambientes	 acuáticos	 además	 se	 considero	 	 la	 presencia	 de	metales	 debido	 a	 su	

persistencia	en	las	aguas	residuales	municipales.	

• Cadmio	(Cd+2):	Altamente	tóxico,	elemento	no	esencial	que	afecta	el	crecimiento,	

el	metabolismo	y	el	estado	hídrico	de	 las	plantas	(Divan	et	al.,	2009),	una	de	 las	

causas	de	su	toxicidad	es	su	interacción	con	otros	elementos.	
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• Plomo	 (Pb+2):	 Elemento	 no	 es	 esencial	 en	 los	 organismos	 vegetales	 y	 puede	

resultar	tóxico.	Pb2+	es	bastante	inmóvil	en	el	suelo	y	tiende	a	acumularse	en	las	

raíces,	 lo	que	 resulta	 en	una	escasa	 translocación	en	órganos	 (Sharma	y	Dubey,	

2005).	

Para	 el	 ensayo	 de	 toxicidad	 se	 seleccionaron	 plantas	 de	 aproximadamente	 10	 cm	 de	

altura	y	tres	semanas	de	edad,	estas	plantas	fueron	colocadas	en	recipientes	de	plástico	

de	 PVC	 (20	 cm.	 de	 altura	 y	 7	 cm.	 de	 diámetro),	 se	 utilizaron	 sales	 de	 nitrato	 para	 la	

suplementación	 de	 Plomo	 (Pb(NO3)2)	 y	 cadmio	 (Cd(NO3)2)	 	 para	 obtener	

concentraciones	 de	 0,	 2,	 5,	 10,	 20	 y	 25	mgL-1	 de	 cada	metal	 en	 una	 solución	 de	 agua	

sintética	(Tabla	4).		El	experimento	se	realizó	durante	un	mes	con	el	muestreo	a	los	7,	14,	

21	y	28	días,	se	trabajaron	4	réplicas	y	en	cada	muestreo	se	tomaron	muestras	de	agua	y	

la	biomasa	total	de	la	planta,	durante	el	experimento	la	temperatura,	el	pH	y	el	potencial	

redox	 se	midieron	 diariamente,	 para	 el	 caso	 del	 pH	 este	 fue	mantenido	 a	 5.8	 durante	

todos	el	tiempo.	

Tabla	4	Composicion	del	agua	residual	sintética	de	acuerdo	con	Unamuno	et	al.,	(2007)																																
utilizada	en	los	ensayos	de	toxicidad.	

Compuesto	 mgL-1	
MgSO4	x	7H2O	 202	

KNO3	 517	

Ca	(NO3)2	x	4H2O	 177	

NaCl	 127	

(NH4)2	HPO4	 64	

Se	 determinaron	 los	 parámetros	 agronómicos	 (altura,	 longitud	 de	 raíces,	 densidad	

radical,	peso	seco,	número	de	hojas	y	número	de	hijuelos),	también	se	determinaron	los	

parámetros	bioquímicos.	
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6.7.2	Parámetros	Bioquímicos	

Determinación	de	Pigmentos	Fotosintéticos	

Diez	 discos	 de	 1	 cm	de	 diámetro	 obtenidos	 de	 tejido	 foliar	 fresco	 fueron	 previamente	

pesados	 y	 colocados	 en	 tubos	 de	 vidrio	 con	 15	 mL	 de	 acetona	 al	 80%	 (V/V),	

posteriormente	se	mantuvieron	en	oscuridad	durante	24	horas	a	4º	C;	 los	extractos	se	

filtraron	y	se	analizaron	por	medio	de	un	espectrofotómetro	(Perkin	-	Elmer	UV	/	VIS)	a	

tres	 longitudes	 de	 onda.	 Las	 concentraciones	 de	 clorofila	 total,	 clorofila	 A	 (Chlα)	 y	 la	

clorofila	 B	 (Chlβ)	 se	 calcularon	 utilizando	 la	 fórmula	 Welburn	 y	 Lichtenthaler,	 y	 se	

expresan	en	miligramos	de	pigmento	por	gramo	de	hoja	(peso	fresco).	

Ca	=	12.25	A663.2	–	2.79	A646.8	

Cb	=	21.50	A646.8	–	5.10	A663.2	

Ca+b	=	7.15	A663.2	+	18.71	A646.8	

Cx+c	=	(1000	A470	–	1.82Ca	–	85.02Cb)/198	

Estimación	de	Azúcares	

Las	 muestras	 de	 tejido	 fresco	 fueron	 lavadas	 y	 cortados	 en	 trozos	 pequeños	

aproximadamente	0.5	cm,	estas	muestras	se	secaron	en	horno	de	ventilación	 forzada	a	

80ºC	 durante	 24	 horas	 para	 una	 masa	 constante.	 El	 material	 secado	 en	 el	 horno	 fue	

molido	para	facilitar	la	digestión	de	materia	orgánica.		Para	la	estimación	de	azúcares	se	

utilizó	el	método	del	fenol	ácido	sulfúrico	(Dubois	et	al.,	1956).	

Extracción	de	proteínas	

Muestras	 de	 tejido	 vegetal	 se	 lavaron	 cuidadosamente	 con	 agua	 corriente	 y	

posteriormente	con	agua	destilada,	posteriormente	las	muestras	previamente	pesadas	se	

trituraron	 con	 nitrógeno	 líquido	 y	 se	 les	 añadió	 un	 regulador	 	 para	 la	 	 extracción	 de	

proteínas,	 que	 consiste	 en	pH	7.0,	Tris	 -	HCl	25	mM,	EDTA	2	mM,	Ditiotreitol	 (DTT)	1	

mM,	Polivinilpolipirrolidona	 (PVPP)	 al	 1.5	%	 (P/V),	 Fenilmetilsulfonil	 fluoruro	 (PMSF)	
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1,3	mM	y	Triton	X100	al	0.25%	(V/V),	 la	proporción	del	regulador	 	 fue	1:1	(V/V)	para	

cada	solución	y	el	volumen	de	buffer	se	añade	en	proporción	1:1	(V/P).	La	extracción	se	

llevó	a	cabo	bajo	en	frio	en	un	baño	de	hielo	y	agitación	constante.	Después	de	dos	horas,	

la	mezcla	 se	 centrifugó	 a	 10.000	 rpm	durante	 20	minutos	 a	 4	 °	 C.	 El	 sobrenadante	 se	

recuperó	y	se	cuantificó	por	el	método	de	Bradford.		

6.8	Sistema	Hidropónico	

Se	 utilizaron	 plántulas	 juveniles	 Phragmites	 australis	 	 de	 aproximadamente	 15	 cm	 de	

longitud	y	un	mes	de	edad,	 las	raíces	se	desinfectaron	con	etanol	durante	20	segundos,	

después	con	hipoclorito	de	sodio	al	5%	durante	15	minutos	y	se	enjuagaron	cinco	veces	

con	 agua	 destilada	 estéril.	 Las	 unidades	 experimentales	 consistieron	 en	 cilindros	 	 de	

cloruro	 de	 polivinilo	 (PVC)	 de	 15	 cm	 de	 diámetro	 y	 18	 cm	 de	 longitud	 (Figura	 7).	 El	

sistema	hidropónico		contuvo	1	Kg	de		granzón	previamente		lavado	con	agua	corriente	y	

HCl	 al	 2%	 posteriormente	 se	 esterilizó	 en	 autoclave	 (121ºC,	 tres	 ciclos,	 1	 hora	 cada	

ciclo).	

																																	 	

Figura	7	Sistema	Hidropónico	utilizado	en	los	experimentos	de	dosificación,	en	base	al	diseño	
propuesto	por	Solís	–	Domínguez	(2007)	
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6.8.1	Dosificación	de	metales	

El	experimento	consistió	en	cuatro	unidades	experimentales		sembradas	con	3	plántulas	

de	 carrizo	 por	 unidad.	 Las	 plantas	 se	 regaron	 cada	 tercer	 día	 con	 una	 solución	 Long	

Ashton	 a	 pH	 5.8,	 para	 el	 aporte	 de	 fósforo	 en	 la	 solución	 nutritiva	 se	 utilizaron	 dos	

fuentes	 de	 fosfato	 tricálcico	 (Ca3(PO4)2)	 y	 férrico	 (FePO4•H2O),	 para	 los	 riegos	 se	

estableció	 un	 sistema	de	 dosificación.	 Para	 la	 suplementación	 de	metales	 se	 utilizaron	

soluciones	 de	 nitrato	 de	 cadmio	 (CdSO4.H2O)	 y	 nitrato	 de	 plomo	 (Pb(NO3)2).	 El	

experimento	 se	 realizó	 en	 condiciones	 de	 invernadero,	 19º	 09´41´´	 latitud	 norte,	 99º	

07´49´´	 longitud	 oeste,	 2,261	 msnm,	 temperatura	 promedio	 de	 15ºC	 y	 38.5°C	 como	

máxima,	 fotoperiodo	 de	 13/11	 horas	 luz/oscuridad,	 humedad	 promedio.	 Para	 el	

acondicionamiento	del	sistema,	las	plantas	recibieron	50	mL	de	solución	sin	metal	cada	

tercer	día	durante	 los	primeros	28	días	 (14	 riegos).	 Para	 el	 sistema	de	dosificación	 se	

establecieron	 seis	 concentraciones	 de	 metal	 (0,	 2.5,	 5,	 10,	 25,	 50	 y	 100	 mgL-1)	 	 y	 un	

control	sin	metal.	Después	del	acondicionamiento,	se	adicionó	 la	solución	nutritiva	con	

metal	 durante	 los	 siguientes	 43	 días	 (22	 riegos)	 y	 después	 se	 incrementó	 a	 100	 mL	

durante	15	días	más	(8	riegos).	Los	riegos	con	la	solución	nutritiva	con	metal	(Pb2+/Cd2+)	

comenzaron	al	día	28	y	las	plantas	se	cosecharon	dos	días	después	del	último	riego	(90	

días).	 Durante	 cada	 semana	 se	 registraron	 los	 parámetros	 agronómicos	 al	 final	 del	

experimento	se	determinó	la	concentración	efectiva	media,	la	asimilación	de	fosfato	y	la	

concentración	de	metales	pesados.	

6.8.2	Ensayo	de	Co-inoculación	

El	 consocio	 micorrizico	 se	 obtuvo	 a	 partir	 de	 una	 muestra	 de	 suelo	 rizosférico	 de	

acuerdo	con	la	metodología	descrita	en	la	sección	6.1.1,	posteriormente	se	establecieron	

cultivos	 trampa	 en	macetas	 de	 plástico	 utilizando	 arena	 de	 río	 estéril	 como	medio	 de	

soporte	(se	esterilizó	tres	veces	a	121º	C,	tres	ciclos,	1	h	cada	ciclo)	y	sorgo	(Sorghum	sp.)	

como	 planta	 trampa.	 Las	 macetas	 de	 propagación	 se	 mantuvieron	 por	 4	 meses	 en	 el	

invernadero	(temperatura	promedio	mínima	de	13ºC	y	40ºC	como	máxima,	fotoperiodo	

de	 14/10	 h	 luz/	 oscuridad).La	 cepa	 de	 hongo	 saprobio	 aislada	 también	 de	 suelo	
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rizósferico	tomado	en	el	sitio	de	muestreo;	la	producción	de	conidias	se	realizó	en	granos	

de	 arroz	 precocido,	 lavado	 tres	 veces	 con	 agua	 potable	 y	 manteniéndolo	 en	 reposo	

durante	 30	 min,	 en	 agua	 a	 75	 °C,	 esto	 de	 acuerdo	 a	 la	 metodología	 propuesta	 por	

Berlanga-	Padilla	y	Acosta	–	Díaz	(2006).	

El	experimento	consistió	en	cuatro	unidades	experimentales	en	donde	se	sembraron	3	

plántulas	de	Phragmites	australis	por	unidad.	Las	plantas	se	regaron	cada	tercer	día	con	

una	solución	Long	Ashton	a	pH	5.8,	para	el	aporte	de	fósforo	en	la	solución	nutritiva	se	

utilizaron	 dos	 fuentes	 de	 fosfato	 tricálcico	 (Ca3(PO4)2)	 y	 férrico	 (FePO4•H2O),	 para	 la	

suplementación	de	metales	se	utilizó	nitrato	de	cadmio	(CdSO4H2O).																																											

Los	 niveles	 de	 Cd2+	 que	 se	 utilizaron	 fueron	 0	 y	 50	mgL-1,	 los	 tratamientos	 fueron	 los	

siguientes:	

Ø Tratamiento	1:				P.	australis	+	Micorriza	+	Hongo	+	50	mg	L-1	Cd2+	

Ø Tratamiento	2:				P.	australis	+	Micorriza	+	Hongo	

Ø Tratamiento	3:				P.	australis	+	Micorriza	+	50	mg	L-1	Cd2+	

Ø Tratamiento	4:				P.	australis	+	Micorriza			

Ø Tratamiento	5:				P.	australis	+	Hongo	+	50	mg	L-1	Cd2+	

Ø Tratamiento	6:				P.	australis	+	Hongo	

Ø Tratamiento	7:				P.	australis	+	50	mg	L-1	Cd2+	

Ø Tratamiento	8:				P.	australis	

Para	el	inóculo	micorrízico,	las	esporas	que	se	utilizaron	se	obtuvieron	por	el	método	de	

tamizado	 húmedo	 y	 decantación	 de	 cultivos	 obtenidos	 en	 las	macetas	 de	 propagación	

mientras	que	para	la	cepa	de	hongo	saprobio	se	inocularon	aproximadamente	1.7	x	107	

UFC	 en	 las	 raíces	 de	 cada	 planta	 de	 los	 tratamientos	 correspondientes.	 El	 diseño	

experimental	 que	 se	 utilizó	 fue	 completamente	 al	 azar	 con	 tres	 repeticiones.	 El	

experimento	 se	 realizó	 en	 condiciones	 de	 invernadero	 (19º39´41´´latitud	 norte,	

99º07´49´´	 longitud	oeste,	2,261	msnm,	temperatura	promedio	mínima	de	11ºC	y	40ºC	

como	 máxima,	 fotoperiodo	 de	 13/11	 h	 luz/oscuridad).	 Los	 riegos	 con	 la	 solución	

nutritiva	 con	 Cd2+	 comenzaron	 al	 día	 28,	 se	 adicionó	 la	 solución	 nutritiva	 con	 metal	

durante	los	siguientes	45	días	(23	riegos)	y	después	se	incrementó	a	100	mL	durante	21	
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días	más	(10	riegos),	las	plantas	se	cosecharon	un	día	posterior	al	último	riego	(95	días	

de	edad).		

6.8.3	Análisis	de	Plantas	

Análisis	Foliar	(Determinación	de	asimilación	de	fosfato)	

La	 determinación	 de	 asimilación	 de	 fósforo	 se	 llevó	 a	 cabo	mediante	 el	 análisis	 foliar		

(Sadzawka	et	al.,	2004)	el	cual	se	considera	referencia	indispensable	para	determinar	los	

estados	 carenciales	 de	 elementos	 e	 indican	 de	 forma	 precisa	 la	 asimilación	 de	 los	

diferentes	 elementos	 debido	 a	 que	 las	 hojas	 son	 muy	 sensibles	 a	 los	 cambios	 de	

composición	del	medio	nutritivo,	 la	 concentración	de	 fósforo	 se	determinó	a	 través	de	

espectrofotometría	 utilizando	 el	 método	 de	 fosfovanadomolibdato	 de	 acuerdo	 con	 la	

metodología	descrita	en	 literatura	(APHA	1998).	y	el	resultado	es	reportado	en	mg	P	g	

planta-1.	

Metales	Pesados	(Plomo	y	Cadmio)	

Las	muestras	de	plantas	se	separaron	en	raíces	y	parte	aérea	se	lavaron	cuidadosamente	

para	 eliminar	 las	 partículas	 de	 soporte	 se	 realizó	 la	 medición	 de	 parámetros	

agronómicos	 (longitud	de	 raíces,	 tamaño	de	planta,	 peso	 seco);	 el	material	 vegetal	 fue	

secado	en	un	horno	a	60	°	C	durante	72	h	y	posteriormente	se	fraccionó	manualmente	en	

un	 mortero.	 El	 material	 vegetal	 seco	 (500	 mg)	 se	 digirió	 con	 10	 mL	 de	 ácido	 nítrico	

concentrado	 y	 1	 mL	 de	 H2O2	 al	 20%	 en	 un	 horno	 de	 microondas	 (Mars	 5,	 CEM	

Corporation,	Matthews,	 NC,	 E.U.).	 Mientras	 que	 la	 determinación	 de	 Cd	 se	 realizó	 con	

espectroscopia	de	absorción	atómica.	

6.8.4	Análisis	de	Raíces	

Tinción	de	raíces	

Para	evaluar	la	presencia	de	colonización	micorrizica	en	la	rizósfera	de	las	plantas	de	P.	

australis	se		realizó	tinción	de	raíces	con	Azul	Tripano	y	la	Tinción	vital,	los	resultados	se	

expresan	en	función	del	porcentaje	de	colonización	micorrizica.	
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7.	RESULTADOS	Y	DISCUSIÓN	

7.1	Etapa	1	Caracterización	Rizosférica	

7.1.1	Características	de		Agua	y	Sedimentos	

Los	análisis	de	metales	de	las	muestras	de	agua	y	sedimentos	se	muestran	en	la	Tabla	5	y	

los	 valores	 obtenidos	 se	 encuentran	 por	 debajo	 de	 los	 límites	 permisibles	 en	 la	

normativa	establecida	por	 la	EPA	(1993).	El	 suelo	rizósferico	se	caracteriza	por	ser	un	

suelo	franco	arenoso	(arcilla	8.41%,		arena	89.6	%	y	limo	2	%),	el	contenido	de	materia	

orgánica	 fue	pobre	 (0.6	a	1.2)	mientras	que	el	pH	osciló	entre	6.67	y	6.73.	Los	valores	

totales	de	fósforo	variaron	de	20	a	125	mgKg-1	y	fósforo	orgánico	entre	15	y	85	mgKg-1,	

mientras	 que	 Nitrógeno	 total	 varió	 de	 830	 a	 1645	 mgKg-1.	 Los	 valores	 de	 pH	 de	 las	

muestras	de	agua	oscilaron	entre	6.5	y	8.0,	la	demanda	química	de	oxígeno	(DQO)	fue	de	

entre	11.66	y	15	mg	O2L-1,	los	valores	de	fósforo	total	osciló	entre	0.88	y	2.34	mgL-1,	los	

valores	totales	de	nitrógeno	y	resultaron	alrededor	de	8.82	gL-1.	

Tabla	5	Contenido	de	metales	en	el	sitio	de	muestreo	

Metales	
Evaluados	

Sedimentos	
(mg	Kg-1)	

Límites	
Permisibles	en	
Sedimentos											
(mg	Kg-1)	

Agua	
(mg	L-1)	

Límites	
Permisibles	en	
Agua	(mg	L-1)	

Hierro	(Fe3+)	 8419.14	 -	 2978	 -	
Manganeso	(Mn2+)	 836.46	 -	 0.059	 -	

Calcio	(Ca2+)	 60.63	 -	 28.62	 -	
Zinc	(Zn2+)	 60.52	 7500	 0.1025	 5.0	
Cobre	(Cu2+)	 9.80	 4300	 ND	 2.0	
Niquel	(Ni2+)	 7.85	 75	 ND	 0.2	
Cromo	(Cr6+)	 7.81	 150	 ND	 0.1	
Plomo	(Pb2+)	 2.125	 420	 0.1907	 0.05	
Cadmio	(Cd2+)	 0.521	 85	 ND	 0.01	

ND	=	No	detectados.	(-)		No	hay	limite	en	la	normatividad	para	este	metal	
	

En	los	humedales,	las	raíces	de	las	plantas,	además	de	apoyar	el	crecimiento	y	desarrollo	

de	 la	 planta,	 son	 el	 primer	 contacto	 con	 elementos	 potencialmente	 tóxicos,	 los	

microorganismos	son	también	importantes	porque	están	involucrados	en	la	asimilación	

de	nutrientes	por	la	planta	(Stottmeister	et	al.,	2003).	Los	microorganismos	nativos	que	
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han	estado	expuestos	a	mayor	contaminación	han	aumentado	la	tolerancia	a	los	metales	

en	 comparación	 con	 aquellos	 que	 han	 estado	 expuestos	 a	 una	 menor	 contaminación	

(Valix	 y	 Loon,	 2003).	 Por	 tanto,	 el	 aislamiento	 y	 la	 caracterización	 de	 los	

microorganismos	 en	 la	 rizosfera	 de	 plantas	 usadas	 en	 la	 biorremediación	 ayudará	 a	

identificar	 especies	 con	 aplicaciones	 potenciales	 de	 biorremediación.	 Este	 estudio	 se	

centró	en	microorganismos	que	mejoran	la	solubilización	de	fosfato	y	P.	australis,	que	ha	

sido	 ampliamente	 utilizado	 para	 eliminar	 el	 fósforo	 de	 humedales	 contaminados	

(Vymazal,	2007).	

7.1.2	Hongos	Micorrízicos	

Para	 el	 aislamiento	 y	 caracterización	 de	 hongos	micorrizicos	 arbúsculares	 a	 partir	 de	

muestras	de	suelo	rizósférico	se	utilizaron	 las	 técnicas	establecidas	en	 la	sección	6.2;	a	

partir	 de	 las	muestras	 tomadas	 en	 el	 sitio	descrito	 en	 la	 sección	6.1.2	 (Figura	8),	 para	

cada	 sitio	 se	 determinó	 la	 colonización	 micorrízica	 en	 las	 raíces	 obtenidas	 en	 cada	

muestreo,	se	realizaron	tres	muestreos	de	suelo	rizósferico	en	los	meses	de	mayo,	agosto	

y	 noviembre,	 sin	 embargo	 no	 se	 obtuvieron	 diferencias	 significativas	 con	 respecto	 al	

porcentaje	de	colonización	de	raíces	con	respecto	al	tiempo	(p	=	0.001).		

																						 	

Figura	8	Porcentajes	de	colonización	en	las	muestras	obtenidas	del	sitio	evaluado	

	
ANEGADO	
• Plantas	37.77	±	0.054	

TEMPORALMENTE	INUNDADO	
• Plantas	70.76	±	0.011	
• Sedimentos	59.25	±	0.231		

BORDE	EXTERIOR	
• Plantas	80.25	±	0.052	
• Sedimentos	53.33	±	0.221	
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Para	 el	 aislamiento	 y	 caracterización	 del	 consorcio	 micorrízico	 se	 	 establecieron	 los	

cultivos	 trampa,	 utilizando	 semillas	 de	 sorgo,	 cebolla	 y	 lechuga,	 las	 semillas	 de	 sorgo	

tuvieron	 mayor	 eficiencia	 de	 propagación,	 por	 lo	 que	 se	 seleccionaron	 los	 inóculos	

obtenidos	en	sorgo	para	su	caracterización	(Figura	9).		

																																						 	

Figura	9.	Macetas	de	cultivos	trampas	utilizando	sorgo	(Sorghum	sp.)	

El	consorcio	obtenido	en	los	cultivos	trampa	se	caracterizo	cualitativamente	de	acuerdo	

a	 la	metodología	de	observación	de	esporas	al	microscopio	(Figura	10)	de	acuerdo	a	 lo	

descrito	 por	 los	 sitios	 web	 http://www.mycorrhizas.org	 y	 http://www.amf-

phylogeny.com.	

																																	 	

Figura	10.	Criterio	cualitativo	de	identificación	de	esporas	de	hongos	micorrizicos.	
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El	 criterio	 cualitativo	 de	 observación	 al	microscopio	 permitió	 la	 identificación	 	 	 de	 las	

esporas	 del	 consorcio	 aislado	 de	 la	 rizósfera	 de	 P.	 australis,	 mayoritariamente	 como	

miembros	del	género	Glomus	sp.	(Datta	y	Kulkarni,	2012).	En	los	tres	sitios	establecidos	

para	 el	 muestreo,	 se	 encontraron	 tres	 tipos	 diferentes	 de	 hongos	 micorrizicos,	 que	

consiste	 en	 tres	 familias	 hongos,	 Glomaceae	 (Esporas	 hialinas	 en	 racimos),	

Acaulosporaceae	 (Esporas	 café	 claro	 o	 amarillo	 claro;	 186	 µm	 de	 diámetro)	 y	

Gigasporaceae	(Esporas	Grandes	de	color	café	oscuro;	200	a	250	µm),	(Tabla	6).	

Tabla	6	Abundancia	de	Esporas	detectadas	a	través	del	método	cualitativo	/	cuatitativo	de	
observación	al	microscopio	

Sitio	de	muestreo	 Géneros	 Población	(Esporas	/	
100g	de	suelo)	

Anegado	

Glomus	sp.	 30	–	40	
Acaulospora	

sp.	
25	–	30	

Gigaspora	sp.	 10	–	35	

Temporalmente	
Inundado	

Glomus	sp.	 45	–	75	
Acaulospora	

sp.	
30	–	42	

Gigaspora	sp.	 15	–	25	

Borde	Exterior	

Glomus	sp.	 >	100	
Acaulospora	

sp.	
40	-	60	

Gigaspora	sp.	 50	–	75	

	

De	 acuerdo	 con	 varios	 autores	 (Miller,	 2000;	 Carvalho	 et	al.,	 2001;	 Bauer	 et	al.,	 2003;	

Bohrer	et	al.,	2004;	Fuchs	y	Haselwandter,	2004),	la	formación	de	micorrizas	varía	según	

la	 temporada,	 un	 factor	 determinante	 para	 el	 desarrollo	 de	 la	micorriza	 parece	 ser	 la	

fenología	 de	 la	 planta,	 pues	 se	 ha	 demostrado	 que	 la	 mayor	 colonización	 se	 observa	

durante	el	periodo	de	crecimiento	de	la	planta	(Carvalho	et	al.,	2001),	cuando	la	planta	se	

somete	 a	 períodos	 de	 estrés,	 tales	 como	 el	 corte	 o	 la	 ausencia	 de	 humedad,	 la	

esporulación	 del	 hongo	 aumenta	 como	 un	mecanismo	 de	 supervivencia	 (Bohrer	 et	al.,	

2004).	
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7.1.3	Hongos	Solubilizadores	de	Fosfato	

Aislamiento	de	cepas	asociadas	a	la	rizósfera	

A	partir	de	 las	muestras	de	suelo	rizósferico	y	 las	metodologías	descritas	en	 la	sección	

6.3.3	 fue	 posible	 el	 aislamiento	 y	 caracterización	 de	 5	 cepas	 de	 hongos	 con	 capacidad	

para	solubilizar	fosfato	tricálcico	(Figura	11),	las	cepas	inicialmente	fueron	denominadas	

PSFP	 del	 01	 al	 05	 que	 son	 las	 siglas	 de	 Phosphate	 Solubilizer	 Fungi	 -	 Phragmites,	

posteriormente	 estas	 cepas	 fueron	 identificadas	 por	 medio	 de	 técnicas	 de	 biología	

molecular.		

																											 	

Figura	11.	Hongos	saprobios	aislados	del	suelo	rizósferico	de	P.	australis	con	capacidad	para	
solubilizar	fosfato	tricálcico,	creciendo	en	agar	Pikowskaya	modificado	después	de	16	días.	

Identificación	Molecular	

Los	hongos	en	este	trabajo	fueron	identificados	de	acuerdo	con	las	similitudes	entre	las	

secuencias	parciales	obtenidas	de	las	regiones	ITS,	el	primer	aislado	se	identificó	como	

Penicillium	italicum	Wehmer	que	obtuvo	el	100%	de	similitud	con	el	número	de	acceso	

DQ991463.1	reportado	por	Hernández-Montiel	y	Ochoa	(2007);	el	segundo	aislamiento	

fue	identificado	como	Penicillium	dipodomyicola	de	acuerdo	al	100%	de	similitud	con	el	

número	de	acceso	KM458817	reportado	por	Frisvad,	Filt	y	Wicklow	(Mycobank,	2015);	

el	tercer	aislado	se	identificó	como	Aspergillus	japonicus	var.	aculeatus	Iizuka	que	obtuvo	
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el	 100%	 de	 similitud	 con	 el	 acceso	 HM140184.1	 presentado	 por	 Ma	 et	 al.,	 (2010);	 el	

cuarto	aislado	se	identificó	como	Aspergillus	niger	que	obtuvo	un	99%	de	similitud	con	el	

acceso	 KJ365316,	 reportado	 por	 de	 Vanaja,	 Ramalingam	 y	 Sanjeeb	 (NCBI,	 2015)	 ,	

finalmente,	 el	 quinto	 aislamiento	 fue	 identificado	 como	 un	 miembro	 del	 género	

Trichoderma	 con	 99%	 de	 similitud	 con	 el	 acceso	 EF591763	 correspondiente	 a	

Trichoderma	atroviride	(NCBI,	2015).	

7.2	Ensayos	In	Vitro	

El	 análisis	 de	 los	 resultados	 del	 diámetro	 de	 crecimiento	 diario	 (DCD)	 determinó	 que	

existen	diferencias	significativas	en	el	crecimiento	del	micelio	entre	las	cepas	aisladas	de	

la	rizósfera	para	fosfato	tricálcio	Ca-P	(Fo	=	542,34;	p	=	0,000)	y	para	fosfato	férrico	Fe-P	

(Fo	=	183,24;	p	=	0,000)	;	P.	dipodomyicola	registró	el	crecimiento	más	lento	para	los	dos	

fosfatos	0.4091	cm2	día-1	para	el	Ca-P	y	0.2281	cm2	día-1	para	Fe-P.	Para	el	caso	de	Ca-P,	

A.	japonicus	mostró	el	mayor	crecimiento	(0.7772	cm2	día-1),	seguido	de	A.	niger	(0.7195	

cm2	 día-1),	 y	 P.	 italicum	 (0.4706	 cm2	 día-1),	 por	 otra	 parte	 A.	 niger	 logró	 el	 mayor	

crecimiento	 (0.7444	cm2	día-1),	 seguido	de	P.	italicum	 (0.5062	cm2	día-1)	y	A.	japonicus	

(0.4400	 cm2	 día-1)	 para	 Fe-P.	 Entre	 tipo	 de	 fosfatos	 utilizados	 	 hubo	 diferencias	

significativas	en	especial	para	A.	japonicus	(Fo	=	303;	p	=	0.000)	y	P.	dipodomyicola	(Fo	=	

170.22;	p	=	0.000),	mientras	que	para	P.	italicum	(Fo	=	4.93;	p	=	0.0682)	y	A.	niger	(Fo	=	

1.53;	p	=	0.2619)	no	se	observaron	diferencias	significativas.	

Aspergillus	niger	ha	sido	reportada	por	varios	autores	por	su	capacidad	para	solubilizar	

fosfato	(Silva	y	Vidor,	2001;	Maliha	et	al.,	2004;	Barroso	et	al.,	2006;.	Chuang	et	al.,	2007;	

Naik	et	al.,	2013;.	Yasser	et	al.,	2014),	por	su	parte	de	las	otras	cepas	evaluadas	en	este	

estudio	no	existen	reportes	sobre	su	capacidad	in	vitro	para	solubilizar	fosfato.	

7.2.1	Solubilización	de	fosfato	en	caja	Petri	

Indice	de	Solubilización	de	Fosfato	

En	el	tratamiento	control,	las	dos	cepas	de	Penicillium	obtuvieran	los	índices	más	altos	de	

solubilización	 (P.	 italicum	 =	 1.97;	 P.	 dipodomyicola	 =	 2.12),	 en	 contraste,	 las	 cepas	 de	
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Aspergillus	obtuvieron	índices	más	bajos	(A.	japonicus	=	0.84;	A.	niger	=	1.47)	en	el	caso	

de	 T.	 atroviride,	 no	 fue	 posible	 identificar	 un	 halo	 solubilización,	 debido	 a	 su	 rápido	

crecimiento.	Sin	embargo,	fue	posible	observar	la	decoloración	de	la	agar	Pikowskaya.	La	

aparición	 del	 halo	 de	 solubilización	 puede	 ser	 debido	 a	 las	 actividades	 de	 los	 ácidos	

orgánicos	producidos	por	 los	hongos	 (Chen	et	al.,	 2005),	 los	 	 ácidos	orgánicos	de	bajo	

peso	 molecular	 son	 responsables	 de	 la	 disminución	 del	 pH	 en	 el	 medio	 de	 cultivo	

(Chaiharn	 y	 Lumyong,	 2009)	 	 y	 desempeñan	 un	 papel	 muy	 importante	 en	 la	

solubilización	de	fosfato.	

Las	 cepas	 fúngicas	 con	 capacidad	 de	 solubilización	 de	 fosfato	 por	 lo	 general	 han	 sido	

aisladas	 de	 suelo	 rizósferico	 de	 plantas	 de	 interés	 agrícola	 como	 el	 maíz,	 el	 trigo	

(Wakelin	et	al.,	2004;	Oliviera	et	al.,	2008),	melón	(Coutinho	et	al.,	2011),	maní	(Gómez-	

Guiñan	y	Zabala,	2001),	coliflor,	guisantes	y	mango	(Naik	et	al.,	2013)	e	inclusive	el	café	

(Posada	et	al.,	 2013);	En	 el	 estudio	de	Pérez	et	al.,	 (2012),	Penicillium	sp.	 y	Aspergillus	

niger	 fueron	 las	 cepas	 predominantes	 asociados	 	 a	 la	 rizósfera	 del	 pasto	 Colosuana	

(Bothriochloa	pertusa	(L))	con	capacidad	para	solubilizar	fosfato.	

Cuatro	 de	 las	 cinco	 cepas	 aisladas	 en	 este	 estudio	 mostraron	 tener	 actividad	 de	

solubilización	de	fosfato	desde	el	primer	día	posterior	a	la	inoculación,	sólo	en	placas	P-

Ca	se	observó	la	formación	de	los	halos	alrededor	de	la	colonia.	Mediante	el	uso	de	tiras	

reactivas	se	determinó	un	pH	ácido	en	la	superficie	de	las	placas	del	medio	Pikowskaya,	

de	acuerdo	con	 los	valores	obtenidos	de	 ISF	en	 las	placas	 	de	Ca-P,	no	 se	observó	una		

diferencia	significativa		(Fo:		157,38;	p	=	0,000),	de	acuerdo	con	el	análisis	de	medias	de	

Tukey.	 Entre	 las	 especies	 de	 Penicillium	 (P	 .	 italicum	 =	 1.9783	 y	 P.	 dipodomyicola	 =	

1.9383).	Sin	embargo,	hay	diferencias	significativas		entre	las	especies	de		Aspergillus	(A.	

niger		(1.4776)		y	A.	japonicus		(0.8476).	En	caso	contrario	para	el	Fe-P,	no	se	observaron	

halos	 de	 solubilización,	 por	 lo	 tanto	 es	 necesario	 el	 uso	 de	medios	 de	 cultivo	 líquidos	

para	 	 la	 capacidad	 de	 solubilización	 de	 la	 cepa,	 lo	 mismo	 sucede	 con	 Trichoderma	

atroviride,	que	pese	a	observarse	el	 cambio	de	coloración	en	el	medio	Pikowskaya,	 fue	

complicado	evaluarlo	debido	al	rápido	crecimiento	de	T.	atroviride.	
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Los	 ensayos	 cualitativos	 son	 indicativos	 de	 la	 capacidad	 para	 solubilizar	 fosfato,	

Hernández	 -	 Leal	 et	 al.	 (2011)	 indica	 que	 la	 ausencia	 de	 halos	 no	 implica	 que	 los	

microorganismos	 carecen	 de	 capacidad	 para	 solubilizar	 fosfatos,	 las	 cuatro	 cepas	

ensayadas	 fueron	 capaces	 de	 solubilizar	 fosfato	 tricálcico.	 	 Aunque	 en	 presencia	 de	

fosfato	 férrico	no	se	presentó	solubilización,	esto	se	relaciona	con	 la	solubilidad	de	 los	

compuestos	de	calcio	en	comparación	con	 los	 compuestos	de	hierro	 (Barroso	y	Nahas,	

2005).		

7.2.2	Solubilización	de	fosfato	en	líquido	

Los	ensayos	de	solubilización	de	fosfato	se	realizaron	en	matraz	y	con	medio	Pikowskaya	

líquido	de	acuerdo	a	la	metodología	descrita	en	la	sección	6.5.	La	concentración	inicial	de	

fósforo	en	el	medio	de	cultivo	introducido	como	Ca3(PO4)2	fue	99.88	mgL-1	y	65.45	mgL-1	

para	 FePO4•4H2O,	 calculado	 de	 acuerdo	 con	 su	 peso	 molecular.	 Todas	 las	 cepas	 de	

hongos	fueron	capaces	de	solubilizar	ambos	fosfatos	a	diferentes	niveles,	sin	embargo,	la	

mayor	 solubilización	 de	 fosfato	 se	 obtuvo	 con	 Ca-P.	 La	 cepa	 P.	 italicum	 obtuvo	 los		

valores	máximos	de	P-solubilización	con	94.79	mg	L-1	y	4.24	mg	L-1,	para	el	Ca-P	y	Fe-P,	

respectivamente,	después	de	ocho	días	de	cultivo,	seguido	de	P.	dipodomyicola	88.7	mg	L-

1	de	Ca-P	y	2.23	mg	L-1	de	Fe-P,	por	su	parte	 las	especies	de	Aspergillus	 	mostraron	 los	

valores	más	bajos	de	solubilización,	por	ejemplo	A.	japonicus	presentó		50.23	mgL-1	en	el	

tratamiento	con	Ca-P	y	A.	niger		de	1.03	mgL-1	con	Fe-P.	Por	lo	tanto	en	los	tratamientos	

con	Fe-P,	las	cepas	fúngicas	solubilizaron	menos	cantidad	de	fósforo	en	comparación	con	

los	 tratamientos	 con	 Ca-P,	 en	 la	 Tabla	 7	 se	muestran	 las	 tasas	 de	 solubilización	 y	 pH	

obtenidos	para	cada	día	de	muestreo.	De	acuerdo	con	el	análisis	estadístico	el	factor	de	

mayor	impacto	fue	el	tipo	fosfato	(Fo:	382.10	p=	0,0000),	la	única	diferencia	significativa	

se	presentó	en	el	caso	de	la	cepa	de	A.	japonicus	que	mostró		la	menor	solubilización	en	

comparación	con	las	otras	cepas	(Fo:	7.00	p:	0.0023).	
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Tabla	7	Fósforo	soluble	y	pH	en	el	medio	líquido	con	Ca-P	y	Fe-P	inoculados	con	hongos	aislados	
de	la	rizósfera	de	P.	australis	(	x	+SD).	

	

   Muestreo (Días) 

Tratamiento Cepas Variable 1 2 3 4 5 6 7 8 

Ca-P 

P. italicum 

 
P-soluble 
(mg L-1) 

 

9.6 + 
0.4883 

14.06 + 
0.4176 

16.91 + 
1.25 

33.70 + 
1.07 

37.96 + 
0.9739 

61.30 + 
1.87 

91.45 + 
0.8618 

94.79 + 
1.999 

pH 
5.76 + 
0.02 

5.72 + 
0.02 

5.37 + 
0.01 

5.03 + 
0.06 

5.01 + 
0.04 

4.85 + 
0.06 

4.61 + 
0.08 

4.28 + 
0.02 

P. 
dipodomyicola 

 
P-soluble 
(mg L-1) 

 

8.40 + 
1.28 

11.69 + 
1.42 

14.90 + 
0.3494 

34.40 + 
0.6736 

37.42 + 
2.37 

48.30 + 
0.9747 

87.56 + 
1.36 

88.70 + 
1.87 

pH 
5.78 + 
0.01 

5.74 + 
0.04 

5.39 + 
0.03 

5.36 + 
0.09 

5.28 + 
0.01 

5.14 + 
0.06 

5.02 + 
0.05 

4.68 + 
0.03 

A. japonicus 

 
P-soluble 
(mg L-1) 

 

9.06 + 
0.4883 

12.17 + 
0.4883 

16.93 + 
0.4883 

33.64 + 
0.4883 

35.26 + 
0.4883 

40.22 + 
0.4883 

49.64 + 
0.4883 

50.23 + 
0.4883 

pH 
5.72 + 
0.03 

5.62 + 
0.03 

5.6 + 
0.06 

5.47 + 
0.03 

5.37 + 
0.02 

5.28 + 
0.07 

5.09 + 
0.01 

4.79 + 
0.09 

A. niger 

 
P-soluble 
(mg L-1) 

 

7.4 + 
0.4883 

7.23 + 
0.4883 

15.34 + 
0.4883 

27.67 + 
0.4883 

37.44 + 
0.4883 

51.33 + 
0.4883 

55.07 + 
0.4883 

56.57 + 
0.4883 

pH 
5.61 + 
0.09 

5.64 + 
0.04 

5.57 + 
0.02 

5.44 + 
0.04 

5..29 + 
0.04 

5.22 + 
0.03 

5.17 + 
0.02 

5.03 + 
0.04 

Fe-P 

P. italicum 

 
P-soluble 
(mg L-1) 

 

- 
1.11 + 
0.1816 

1.24 + 
0.1708 

1.5 + 
0.3706 

2.08 + 
0.0488 

2.67 + 
0.1943 

4.82 + 
0.6654 

4.23 + 
1.771 

pH 
5.79+ 
0.005 

5.74 + 
0.04 

5.73 + 
0.03 

5.68 + 
0.02 

5.56 + 
0.03 

5.51 + 
0.03 

5.35 + 
0.1 

5.11 + 
0.1 

P. 
dipodomyicola 

 
P-soluble 
(mg L-1) 

 

- 
0.616 + 
0.3307 

0.865 + 
0.2407 

1.14 + 
0.1946 

1.005 + 
0.0703 

0.943 + 
0.0453 

1.93 + 
0.4635 

2.24 + 
0.6534 

pH 
5.79 + 
0.01 

5.78 + 
0.005 

5.76 + 
0.005 

5.73 + 
0.03 

5.67 + 
0.005 

5.64 + 
0.04 

5.57 + 
0.06 

5.45 + 
0.04 

A. japonicus 

 
P-soluble 
(mg L-1) 

 

- - - 
0.043 + 
0.4883 

0.444 + 
0.4883 

0.636 + 
0.4883 

1.15 + 
0.4883 

1.37 + 
0.4883 

pH 
5.79 + 
0.005 

5.77 + 
0.02 

5.78 + 
0.02 

5.73 + 
0.04 

5.71 + 
0.01 

5.7 + 
0.005 

5.66 + 
0.02 

5.65 + 
0.04 

A. niger 

 
P-soluble 
(mg L-1) 

 

- - - - 
0.341 + 
0.4883 

0.469 + 
0.4883 

0.759 + 
0.4883 

1.03 + 
0.4883 

pH 
5.77 + 
0.03 

5.77 + 
0.04 

5.77 + 
0.04 

5.77 + 
0.005 

5.75 + 
0.02 

5.75 + 
0.02 

5.73 + 
0.000 

5.71+ 
0.02 

 1 
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El	 análisis	 de	 correlación	 entre	 el	 porcentaje	 de	 solubilización	 de	 fosfato	 y	 el	 pH	 se	

muestra	en	la	Tabla	8,	P.	dipodomyicola	presenta	el	coeficiente	de	correlación	más	alto	en	

ambos	tratamientos,	hay	coeficientes	con	correlaciones	positivas	en	los	tratamientos	con	

P-Ca	a	excepción	de	la	cepa	de	A.	niger	por	otro	lado	para	los	tratamientos	de	P-Fe	hay	

correlaciones	negativas	entre	porcentaje	de	solubilización	y	pH.	La	acidez	en	el	medio	y	

la	cantidad	de	fosfato	solubilizado	depende	de	varios	factores	como	son	la	capacidad	del	

microorganismos	 (producción	 de	 ácidos	 orgánicos/actividad	 enzimática),	 el	 tipo	 de	

fosfato,	así	como		tambien	de	las	fuentes	de	carbono	y	nitrógeno	(Barroso	y	Nahas,	2005;	

Pradhan	 y	 Sukla,	 2005;	 Souchie	 et	 al.,	 2006).	 La	 correlación	 entre	 la	 solubilización	 de	

fosfato	y	el	decremento	del	pH	obtenido	en	este	estudio	corresponde	con	 lo	reportado	

por	Rinu	y	Pandey	(2010),	Barroso	y	Nahas	(2013)	y	Naik	et	al.,	(2013).	

Tabla	8	Correlación	entre	porcentaje	de	fósforo	soluble	y	pH	en	medio	líquido	con	Ca-P	y	Fe-P	
inoculados	con	hongos	aislados	de	la	rizósfera	de	P.	australis.	

Cepa Tipo de 
Fosfato 

 Coeficiente 
de 

Correlación 
 

R2 Fo P Modelo de 
ecuación 

Penicillium 
italicum 

P-Ca 0.9542 0.9105 223.93 0.0000 Y=353.84 – 
60.93X 

P-Fe - 0.8617 0.7425 63.46 0.0000 Y= 57.14 – 
9.67X 

Penicillium 
dipodomyicola 

P-Ca 0.9194 0.8454 120.29 0.0000 Y=470.39 – 
80.95X 

P-Fe 0.8399 0.7059 52.72 0.0000 Y= 40.15 – 
8.19X 

Aspergillus 
japonicus 

P-Ca 0.9070 0.8227 102.07 0.0000 Y=286.18 – 
47.55X 

P-Fe - 0.8736 0.7632 70.93 0.0000 Y=76.47 – 
13.23X 

Aspergillus níger P-Ca - 0.9572 0.9163 241 0.0000 Y=506.27 – 
88.21X 

P-Fe -0.7878 0.6206 35.99 0.0000 Y=96.71 – 
16.72X 
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El	pH	es	un	factor	importante	por	su	parte	un	pH	entre	4	y	6	podría	ser	suficiente	para	

solubilizar	P-Ca,	sin	embargo	no	ocurre	lo	mismo	en	el	caso	de	P-Fe.	La	disminución	en	el	

pH	se	requiere	para	lograr	una	solubilización	mayor	por	lo	que	la	cantidad	de	fósforo	se	

incrementa	con	respecto	al	tiempo.	Sin	embargo,	un	aumento	en	el	tiempo	de	incubación	

puede	resultar	en	niveles	fluctuantes	de	fósforo	que	se	atribuyen	al	uso	del	fósforo	por	

parte	del	hongo	(Deepa	et	al.,	2010	);		con	relación	con	el	período	de	incubación,	que	fue	

de	ocho	días,		que	es	un	tiempo	suficiente	para	que	las	cepas	evaluadas	solubilizaran	P-

Ca	 casi	 por	 completo.	 Por	 su	 parte	 Naik	 et	 al.,	 (2013)	 establecieron	 periodos	 de	

incubación	5,	10	y	15	días,	obteniendo	una	solubilización	máxima	a	 los	10	días	para	A.	

niger,	 P.	 chrysogenum	 y	T.	 viride,	 mientras	 que	 al	 día	 15,	 la	 cantidad	 de	 fósforo	 habia	

disminuido	como	resultado	de	 la	asimilación	por	parte	de	hongos.	Los	resultados	de	 la	

producción	 de	 biomasa	 de	 las	 cepas	 utilizadas	 con	 las	 diferentes	 fuentes	 de	 fosfato	

indican	que	la	solubilización	es	independiente	de	la	producción	de	biomasa.	

Producción	de	Ácidos	Orgánicos	

Durante	 el	 seguimiento	 de	 la	 cinética	 fue	 posible	 determinar	 la	 producción	 de	 ácidos	

orgánicos	 (Figura	 12)	 por	 las	 cepas	 fúngicas	 evaluadas,	 sin	 embargo	 se	 detectaron	

diferencias	entre	 los	ácidos	orgánicos	 identificados	en	relación	con	 la	 fuente	de	 fosfato	

evaluada;	 en	 particular,	 se	 determinó	 que	 el	 ácido	 oxálico	 fue	 el	 ácido	 orgánico	 más	

representativo.	 En	 ausencia	 de	 fuente	 de	 fosfato,	A.	niger	 alcanzó	 el	 nivel	más	 alto	 de	

ácido	oxálico	(374.23	mgmL-1)	en	8	días	de	evaluación,	sin	embargo,	en	esta	misma	cepa	

no	 fue	 posible	 identificar	 la	 presencia	 de	 ácido	 oxálico	 en	 el	 medio	 con	 fosfatos	

adicionados,	con	respecto	a	la	comparación	entre	los	fosfatos	se	observó	que	los	valores	

de	 ácido	 oxálico	 obtenido	 con	 P-Ca	 son	mucho	más	 bajos	 que	 los	 de	 P-Fe;	Penicillium	

italicum	registró	el	valor	más	alto	(2.99	mgmL-1)	después	de	7	días	de	evaluación	con	P-

Ca,	mientras	que	para	la	misma	cepa	en	medio	con	P-Fe	el	valor	más	alto	(30.82	mgmL-1)	

se	alcanzó	a	 los	cuatro	días,	que	es	aproximadamente	10	veces	mayor	en	comparación	

con	la	obtenida	con	P-Ca,	otro	caso	similar	ocurre	con	A.	japonicus	que	registra	el	valor	

más	alto	(203.75	mgmL-1)	después	de	tres	días	de	la	evaluación	en	P-Fe	mientras	que	en	

P-Ca	el	valor	más	alto	de	ácido	oxálico	para	esta	cepa	fue	1.81	mgmL-1.		
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En	el	caso	del	ácido	cítrico	destaca	el	caso	del	tratamiento	con	P-Fe	donde	P.	italicum	es	

la	 única	 cepa	 en	 la	 que	 se	 detectó	 ácido	 cítrico,	 el	 valor	 más	 alto	 (28.78	 mgmL-1)	 se	

consiguió	en	el	día	tres,	en	un	caso	similar	detectado	en	el	tratamiento	sin	fosfato	en	el	

que	sólo	se	detectó	la	producción	de	ácido	cítrico	en	cepas	de	Penicillium,	los	valores	más	

altos	fueron	16.72	mgmL-1	obtenido	por	P.	italicum	en	el	primer	día	y	30.82	mgmL-1	para	

P.	dipodomyicola	 en	el	 séptimo	día;	para	el	 caso	de	 tratamientos	de	P-Ca	 se	determinó	

que	la	cepa	A.	japonicus	el	valor	más	alto	de	ácido	cítrico	(133.49	mgmL-1)	se	obtuvo	en	el	

tercer	día	de	cultivo.		

El	 ácido	 glucónico	 alcanzó	 niveles	 de	 producción	 más	 altos	 en	 comparación	 con	 los	

ácidos	oxálico	y	 	cítrico,	en	ausencia	de	 fosfato	sólo	 fue	posible	 identificar	 la	presencia	

del	ácido	glucónico	a	partir	del	quinto	día	para	las	cepas	de	P.	dipodomyicola	y	A.	niger;	

en	particular	A.	niger	 logró	su	nivel	más	alto	a	 los	cinco	días	(112.16	mgmL-1),	el	ácido	

glucónico	 también	 fue	 identificado	 en	 el	 sexto	 día	 (17.84	 mg	 mL-1),	 por	 su	 parte	 P.	

dipodomyicola	alcanzó	el	valor	más	alto	(1425.05	g	mL-1)	 	en	el	sexto	día.	Por	otro	lado	

en	los	tratamientos	con	Ca-P,	P.	italicum	alcanzó	el	valor	más	alto	(1158.35	mgmL-1)	en	el	

séptimo	día,	mientras	que	en	los	tratamientos	con	P-Fe,	P.	dipodomyicola	obtuvo	el	valor	

más	alto	(846.85	mg	mL-1)	el	sexto	día.	

La	generación	de	ácidos	orgánicos	contribuye	a	la	caída	del	pH,	como	consecuencia	a	la	

solubilización	de	algunas	formas	de	fosfato	inorgánico;	Scervino	et	al.,	 (2010)	evaluó	la	

capacidad	 de	 solubilización	 de	 diversas	 fuentes	 de	 fosfato	 utilizando	 aislados	 fúngicos	

aislados	 de	 la	 rizosfera	 de	 plantas	 de	 interés	 agronómico,	 reportando	 diferentes	

patrones	de	producción	de	ácidos	orgánicos	que	participan	en	la	solubilización	de	sales	

de	fosfato,	entre	ellos,	el		ácido	glucónico	(pKa	=	3.35	±	0.35)	y	el	ácido	2-cetoglucónico	

(pKa	 =	 2.10	 ±	 0.54)	 el	 cual	 parece	 ser	 el	 agente	 metabólico	 más	 frecuente	 de	

solubilización	de	fosfato	mineral	(Sauer	et	al.,	2008),	otros	ácidos	orgánicos	como	ácido	

acético	 (pKa	 =	 4.79	 ±	 0.10),	 cítrico	 (pKa	 =	 2.93	 ±	 0.28),	 láctico	 (pKa	 =	 3.91	 ±	 0.11),	

propiónico	(pKa	=	4.79	±	0.10),	glicólico	(pKa	=	3.74	±	0.11),	oxálico	(pKa	=	1.38	±	0.54),	

málico	(pKa	=	3.61	±	0.23),	succínico	(pKa	=	4.24	±	0.17),	fumárico	(pKa	=	3.15	±	0.10)	y	

tartárico	 (pKa	 =	 3.07	 ±	 0.34),	 también	 han	 sido	 reportados	 	 como	 solubilizadores	 de	



60	

	

fosfato	(Sharma	et	al.,	2013).	Barroso	et	al.,	(2006)	subrayó	la	capacidad	de	A.	niger	para	

producir	 ácidos	 orgánicos	 que	 incluyen	 oxálico,	 maleico,	 tartárico,	 glucónico,	 cítrico,	

láctico	 y	 succínico,	 los	 mismos	 ácidos	 se	 han	 reportado	 para	 especies	 de	 Penicillium	

(Vassilev	et	al.,	2004	;	Wakelin	et	al.,	2004).	

	

Figura	12.	Producción	de	ácidos	oxálico,	cítrico	y	glucónico	por	hongos	aislados	de	la	rizósfera	de	
Phragmites	australis	en	medio	Pikowskaya	líquido	con	dos	diferentes	fuentes	de	fosfato	P-Ca	(A,	
D	y	G),	P-Fe	(B,	E	y	H)	y	sin	fosfato	(C,	F	y	I).	Letras	diferentes	en	el	mismo	día	indican	diferencia	
estadística	entre	tratamientos	(p≤0.05).	

Un	pKa	menor	implica	una	mayor	disociación	y	por	lo	tanto	efectos	más	fuertes	sobre	la	

reducción	 de	 pH	 (Marra	 et	 al.,	 2015)	 en	 nuestro	 estudio	 el	 ácido	 oxálico	 y	 el	 ácido	

glucónico	mostraron		la	mayor	producción	de	ácidos	orgánicos	con		las	cepas	ensayadas.	

No	obstante,	la	disminución	en	el	pH	no	fue	tan	fuerte	como	se	esperaba	lo	cual	sugiere	

que	 la	 solubilización	de	 fosfato	 férrico	 está	 limitada,	debido	a	que	no	 se	 alcanzó	el	pH	

requerido	para	 la	 solubilización	completa.	Otras	posibles	 influencias	a	 considerar	es	 la	

fuente	de	carbono	por	ejemplo	la	D-glucosa,	un	monosacárido	de	fácil	asimilación,	pero	
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que	induce	a	una	baja	solubilización	de	fosfato	en	comparación	con	otras	fuentes	como	el	

manitol	o	maltosa	(Barroso	et	al.,	2006;	Nahas,	2007).	La	actividad	de	solubilización	de	

fosfato	depende	no	sólo	de	la	caída	de	pH,	sino	también	de	la	actividad	de	las	fosfatasas,	

que	 se	 agrupan	 en	 condiciones	 ácidas	 o	 álcalinas,	 en	 comparación	 con	 la	 fosfatasa	

álcalina.	 Las	 fosfatasas	 ácidas	 juegan	 un	 papel	 importante	 en	 la	 solubilización	 de	

compuestos	 inorgánicos	 de	 fosfato	 cuando	 la	 rangos	 de	 pH	 varian	 de	 ácido	 a	 neutro	

(Deepa	et	al.,	2010).	

Actividad	Enzimática	de	Fosfatasa	

La	 actividad	de	 la	 fosfatasa	 ácida	 (Figura	13),	 se	 observó	 a	partir	 del	 primer	día	de	 la	

cinética,	 el	 incremento	 de	 la	 actividad	 enzimática	 	 y	 al	 5to	 día	 para	 todas	 las	 cepas	

ensayadas	y	en	ambos	tratamientos;	A.	japonicus	mostró	 la	mayor	actividad	enzimática	

(P-Ca:	 5.77	 unidades	 mL-1,	 P-Fe:	 4.84	 unidades	 mL-1),	 seguido	 de	 A.	 niger	 (P-Ca:	 3.35	

unidades	mL-1,	P-Fe:	2.91	unidades	mL-1),	P.	dipodomyicola	 (P-Ca:	1.009	unidades	mL-1;	

P-Fe:	2.05	unidades	mL-1)	 y	P.	 italicum	 (P-Ca:	1.07	unidades	mL-1;	P-Fe:	1.55	unidades	

mL-1).	Las	especies	de	Penicillium	mostraron		valores	más	bajos	de	actividad	enzimática	

en	 comparación	 con	 las	 especies	 de	 Aspergillus.	 Los	 análisis	 ANOVA	 mostraron	

diferencias	significativas	para	el	tratamiento	con	P-Ca	(Fo:	390.95;	p	=	0.000)	en	la	que	

existe	una	similitud	entre	los	géneros,	mientras	que	el	tratamiento	con	P-Fe	(Fo	:	55.00;	

p	=	0.000)	 se	observó	diferencias	 entre	 géneros	 y	 especies.	A	partir	 	 del	 quinto	día	 se	

observó	una	disminución	en	la	actividad	de	la	enzima	fosfatasa	a	excepción	de	A.	niger,	

cuya	 actividad	 aumentó	 hasta	 al	 octavo	 día	 (P-Ca:	 3.1548;	 P-Fe:	 6.1844);	 en	 ambos	

tratamientos	 hubo	 diferencias	 significativas	 [P-Ca	 (Fo:	 610.08;	 p:	 0.000)	 y	 P-Fe	 (Fo:	

1007.34;	p:	0.000)]	entre	las	cepas	evaluadas	al	final	de	la	cinética.	
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Figura	13.	Actividades	de	fosfatasa	para	cuatro	cepas	fúngicas	en	diferentes	fuentes	de	fosfato	

Se	observó	una	correlación	positiva	entre	la	actividad	enzimática	de	la	fosfatasa	ácida	y	

la	solubilización	de	fosfato.	En	el	caso	de	P.	dipodomyicola	se	registró	un	coeficiente	de	

correlación	más	alto	para	los	tratamientos	con	P-Ca	(0.86;	R2:	75.42),	seguido	de	ambas	

especies	 de	Aspergillus,	A.	 japonicus	 (0.7840;	 R2=61.48)	 y	A.	 niger	 (0.6567;	 R2=43.12),	

mientras	que	P.	italicum	registró	el	coeficiente	más	bajo	(0.55;	R2=	30.30),	por	otro	lado,	

en	 los	 tratamientos	 con	 P-Fe,	 donde	 se	 registró	menor	 cantidad	 de	 fósforo	 soluble	A.	

niger	 alcanzó	 el	 más	 alto	 coeficiente	 de	 (0.8786;	 R2=77.19),	 seguido	 de	 P.	 italicum	

(0.8328;	 R2=69.37)	 y	 A.	 japonicus	 (0.7301;	 R2=53.31)	 por	 último	 P.	 dipodomyicola	 ha	

alcanzado	el	coeficiente	más	bajo	(0.6784;	R2=46.02)	en	comparación	con	las	otras	cepas	

ensayadas.	 La	 actividad	 de	 la	 fosfatasa	 de	 diferentes	 aislados	 fúngicos	 disminuyó	

gradualmente	con	el	progreso	de	la	incubación,	la	actividad	más	alta	la	fosfatasa	ácida	se	

registraron	al	quinto	día	de	incubación,	esta	actividad	coincide	con	lo	reportado	por	Naik	

et	 al.,	 (2013),	 la	 actividad	 enzimática	 se	 indujo	 sólo	 en	 la	 presencia	 de	 la	 fuente	 de	

fósforo	 insoluble,	 por	 lo	 que	 el	 tipo	 de	 fósforo	 tiene	 influencia	 sobre	 la	 actividad	

enzimática	(Kapri	y	Tewari,	2010).	

Biomasa		

Por	último,	el	tipo	de	fosfato	no	tuvo	influencia	sobre	la	cantidad	de	biomasa	producida	

(Fo:	0.55;	p=	0.4669),	sin	embargo	no	se	observaron	diferencias	significativas	en	cuanto	

U
ni
da
de

s 
	m
L-
1  

U
ni
da
de

s 
	m
L-
1  

Fosfato	Tricálcico Fosfato	Férrico 

Tiempo	(Días) Tiempo	(Días) 



63	

	

a	 las	 cepas	 evaluadas	 (Fo:	 36.52;	 p=	 0.0000),	 donde	 A.	 niger	 registró	 el	 mayor	

crecimiento	(3.16	mg	mL-1)	seguido	de	A.	japonicus	(2.16	mg	mL-1)	en	el	caso	de	especies	

de	 Penicillium	 se	 observó	 un	 menor	 crecimiento	 1.63	 mgmL-1	 y	 1.51	 mgmL-1	 para	 P.	

dipodomyicola	 y	 	 P.	 italicum	 respectivamente,	 las	 dos	 últimas	 cepas	 no	 mostraron	

diferencias	significativas	entre	ellos.	

7.2.3	Ensayo	Dosis-	Respuesta	

Inhibición	del	crecimiento	micelial		

Una	 inspección	visual	permite	evaluar	 cualitativamente	el	 efecto	 toxicológico	que	 cada	

metal	ejerce	sobre	el	crecimiento	vegetativo,	 la	morfología	e	 incluso	 la	 fisiología	de	 los	

microorganismos.	Los	metales	juegan	un	papel	integral	en	los	procesos	biológicos	de	los	

microorganismos;	 por	 ejemplo	metales	 como	 cobalto,	 cromo,	 cobre,	 níquel	 y	 zinc,	 son	

nutrientes	esenciales.	Sin	embargo,	algunos	metales,	como	el	Al,	el	Cd	y	el	Pb,	no	tienen	

ningún	 papel	 biológico	 y	 no	 son	 esenciales.	 La	 contaminación	 del	 suelo	 y	 el	 agua	 por	

metales	pesados	pueden	conducir	a	una	disminución	en	la	diversidad	microbiana,	debido	

a	 la	 toxicidad	 ejercida	 sobre	 los	 microorganismos	 	 por	 dichos	 	 metales,	 sin	 embargo	

también	 es	 posible	 identificar	 a	 especies	 que	 también	 pudieran	 ser	 tolerantes	 a	 la	

presencia	de	metales	pesados.	 La	 adición	de	metales	pesados	 en	 el	medio	Pikowskaya	

inhibe	el	crecimiento	de	hongos	filamentosos	y	afecta	su	morfología.	Todos	los	aislados	

evaluados	en	este	estudio	se	caracterizaron	por	micelios	aéreos	normales	y	abundante	

esporulación.	 Una	 amplia	 gama	 de	 cambios	morfológicos	 se	 observó	 en	 los	 hongos	 de	

acuerdo	con	la	Figura	(14a	y	14b)	tales	como	decoloración	o	redución	en	las	densidades	

del	micelio.	
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Figura	14a.	Ensayo	Dosis	–	Respuesta	para	Cd2+,Cr3+	y	Cr6+	a	cuatro	diferentes	concentraciones	de	
0.07	mM	y	hasta	0.62	mM	

	

Figura	14b.	Ensayo	Dosis	–	Respuesta	para	Al+3,	Co2+,Cu2+,	Ni2+,	Pb2+	y	Zn2+	a	cuatro	diferentes	
concentraciones	de	0.15	mM	y	hasta	1.2	mM	
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Los	 patrones	 de	 crecimiento	 registradas	 para	 cada	 aislamiento	 confirman	 que	 la	

capacidad	 de	 adaptación	 y	 tolerancia	 dependen	 del	 metal	 que	 se	 está	 evaluando,	 su	

concentración	en	el	medio	y	el	microorganismos	evaluado,	 	 inclusive	microorganismos	

del	 mismo	 género	 puedieran	 mostrar	 una	 marcada	 diferencia	 en	 los	 niveles	 de	

resistencia	a	metales.	Esta	tendencia	ha	sido	confirmada	por	autores	como	Badar	et	al.,	

(2000);	Bai	y	Abraham	(2003);	Malik	(2004);	Zouboulis	et	al.,	(2004),	Zafar	et	al.,	(2007)	

y	Ezzouhri	et	al.,	 (2009).	 El	 crecimiento	 vegetativo	de	 los	 hongos	 tiende	 a	 disminuir	 a	

medida	que	las	concentraciones	de	metales	se	incrementan.	Metales	como	el	Cd	y	el	Cr	

causaron	 el	 100%	 de	 inhibición	 a	 concentraciones	 superiores	 a	 0.62	 mM.	 Este	

comportamiento	 fue	 la	 razón	 por	 la	 que	 para	 el	 ensayo	 dosis-	 respuesta	 para	 estos	

metales	se	estableció	la	concentración	mínima	a	0.075	mM	y	la	máxima	a	0.62	mM.	Los	

resultados	 de	 las	 pruebas	 finales	 mostraron	 que,	 en	 general,	 el	 níquel	 tuvo	 el	 mayor	

efecto	sobre	el	crecimiento	del	micelio	mientras	que	el	plomo	tuvo	el	menor	efecto.	Para	

los	metales	con		mayor	efecto	tóxicos,	las	susceptibilidades	hongos	se	establecieron	en	el	

siguiente	orden		Cr6+	>	Cd2+	>	Cr3+	(Tabla	9a,	Tabla	9b	y	Tabla	9c).		

Tabla	9a.	Efecto	de	las	concentraciones	de	cadmio	y	el	cromo	sobre	el	crecimiento	de	
Trichoderma	atroviride		

	
Metal	 Concentración	(mM)	 DCD(cm2	día-1)	 ICM	(%)	
	
	
Cd2+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

1.4811				e	
2.1222				a	
2.0222				b	
1.8222				c	
1.5667				d	

-	
34.1845				a	
36.8664				b	
47.0057				c	
52.2609				d	

	
	
Cr3+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

1.4811				a	
1.4722				a	
1.3378				b	
1.3033				bc	
1.2889				c	

-	
2.2937						a	
14.022						b	
16.7561				c	
19.2606				d	

	
	
Cr6+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

1.4811				a	
1.4744				a	
1.2000				b	
0.8667				c	
0.0333				d	

-	
25.6967				a	
41.3396				b	
65.5807				c	
89.736						d	

Medias	(n=4)	con	diferente	letra	entre	filas	para	cada	especie	indican	diferencias	significativas	(P	
<	0.05).	DCD	(cm2	día-1)	=	Diámetro	de	Crecimiento	Diario.	ICM	(%)	=	Inhibición	del	crecimiento	

micelial	
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Tabla	9b.	Efecto	de	las	concentraciones	de	cadmio	y	el	cromo	sobre	el	crecimiento	de	las	cepas	
del	género	Penicillium.	

	
	 	 Penicillium	italicum	 Penicillium	dipodomyicola	
Metal	 Concentración	(mM)	 DCD(cm2	día-1)	 ICM	(%)	 DCD(cm2	día-1)	 ICM	(%)	
	
	
Cd2+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

0.4706				a	
0.4759				a	
0.4156				a	
0.2344				b	
0.1500				c	

-	
17.4753				a	
28.4001				b	
51.9429				c	
67.4395				d	

0.4091				a	
0.2813				b	
0.3031				b	
0.2719				b	
0.2125				c	

-	
23.7773			a	
29.4142			a	
39.6962			b	
62.96							c	

	
	
Cr3+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

0.4706				a	
0.3938				b	
0.3575				b	
0.2752				c	
0.1881				d	

-	
11.6035					a	
17.9922					b	
25.2162					c	
40.3887					d	

0.4091			a	
0.3775			a	
0.3513			ab	
0.3069			bc	
0.2833			d	

-	
7.7720					a	
14.247					b	
21.080					c	
25.199					d	

	
	
Cr6+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

0.4706				a	
0.3944				b	
0.3838				b	
0.3556				c	
0.0650				d	

-	
8.4477							a	
11.3993					b	
19.0591					c	
54.4016					d	

0.4091			a	
0.3503			b	
0.2832			c	
0.1597			d	
0.0644			e	

-	
5.9793						a	
21.8639				b	
43.8555				c	
53.6556				d	

Medias	(n=4)	con	diferente	letra	entre	filas	para	cada	especie	indicant	diferencias	significativas	
(P	<	0.05).	DCD	(cm2	día-1)	=	Diámetro	de	Crecimiento	Diario.	ICM	(%)	=	Inhibición	del	

Crecimiento	Micelial	

	
Tabla	9c.	Efecto	de	las	concentraciones	de	cadmio	y	el	cromo	sobre	el	crecimiento	de	las	cepas	

del	género	Aspergillus	
	 	 Aspergillus	japonicus	 Aspergillus	niger	
Metal	 Concentración	(mM)	 DCD(cm2	día-1)	 ICM	(%)	 DCD(cm2	día-1)	 ICM	(%)	
	
	
Cd2+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

0.7772				a	
0.6946				b	
0.6908				b	
0.4988				c	
0.3875				d	

-	
6.4396							a	
11.1448					b	
23.3119					c	
38.7979					d	

0.7195			b	
1.1610			a	
1.1215			a	
0.3400			c	
0.1793			d	

-	
17.2357						a	
37.0844						b	
48.2525						c	
67.8097						d	

	
	
Cr3+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

0.7772				a	
0.6188				b	
0.5281				c	
0.4219				d	
0.3938				d	

-	
10.009							a	
22.9883					b	
28.1812					c	
33.918							d	

0.7195			b	
1.2207			a	
1.2038			a	
0.5120			c	
0.5033			c	

-	
16.3927						a	
21.3486						b	
27.8002						c	
41.2102						d	

	
	
Cr6+	

Control	
0.07	
0.15	
0.31	
0.62	

0.7772				a	
0.6031				b	
0.6000				b	
0.5531				b	
0.2000				c	

-	
12.8317					a	
16.1536					a	
22.0358					b	
59.1751					c	

0.7195			a	
0.7367			a	
0.4467			b	
0.1580			c	
0.1180			d	

-	
39.1753						a	
62.8194						b	
83.6691						c	
86.3461						c	

Medias	(n=4)	con	diferente	letra	entre	filas	para	cada	especie	indicant	diferencias	significativas	
(P	<	0.05).	DCD	(cm2	día-1)	=	Diámetro	de	Crecimiento	Diario.	ICM	(%)	=	Inhibición	del	

crecimiento	Micelial	
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La	susceptibilidad	de	 los	hongos	evaluados	con	respecto	a	cada	metal	 fue	Ni2+	>	Zn2+	>	

Co2+>	Cu2+>	Al3+	>	Pb2+	(Tabla	10a,	Tabla	10b	y	la	Tabla	10c),	mientras	que	Trichoderma	

atroviride	 registró	un	ritmo	más	rápido	de	crecimiento	(1.48	cm2	día-1),	 seguido	por	P.	

italicum	(0.47	cm2	dia-1),	P.	dipodomyicola	(0.41	cm2	dia-1),	A.	japonicus	(0.77	cm2	dia-1)	y	

A	 .	 niger	 (0.72	 cm2	 dia-1);	 T.	 atroviride	 resulto	 ser	 la	 cepa	 más	 susceptible	 a	 Ni2+	

(91.70%),	Zn2+	 (91.32%)	y	Cr6+	 (89.73%),	 sin	embargo,	presento	 inhibición	mínima	en	

las		concentraciones	más	bajas	de	Al3+	(2.57%)	y	Pb2+	(2.31%).	

Tabla	10a	Efecto	de	varias	concentraciones	de	metales	sobre	el	crecimiento	vegetativo	de	
Trichoderma	atroviride.	

	
Metal	 Concentración	(mM)	 DCD(cm2	día-1)	 ICM	(%)	
	
	
Al3+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

1.4811				b	
1.5467				ab	
1.6189				a	
1.6333				a	
1.5400				ab	

-	
2.5767					a	
6.1018					b		
7.0788					b	
9.0621					c	

	
	
Co2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

1.4811				a	
1.3233				b	
0.8633				c	
0.2844				d	
0.0133				e	

-	
39.6685			a	
55.0958			b	
85.9295			c	
91.4938			d	

	
	
Cu2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

1.4811				a	
1.3056				b	
1.2778				b	
0.9922				c	
0.9333				c	

-	
9.1705					a	
13.297					b	
19.562					c	
24.039					d	

	
	
Pb2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

1.4811				a	
0.4689				d	
1.4244				b	
1.3111				c	
1.3178				c	

-	
2.3179						a	
4.1037						b	
8.9551						c	
9.4231						d	

	
	
Ni2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

1.4811				a	
1.2078				b	
1.1244				b	
0.7889				c	
0.0400				d	

-	
26.2666				a	
58.2033				b	
77.8357				c	
91.7082				d	

	
	
Zn2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

1.4811				a	
1.3544				a	
1.3020				a	
0.9844				b	
0.0700				c	

-	
18.1378				a	
43.4412				b	
72.2133				c	
91.3262				d	

Medias	(n=4)	con	diferente	letra	entre	filas	para	cada	especie	indicant	diferencias	significativas	
(P	<	0.05).	DCD	(cm2	día-1)	=	Diámetro	de	Crecimiento	Diario.	ICM	(%)	=	Inhibición	del	

Crecimiento	Micelial	
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Tabla	10b.	Efecto	de	varias	concentraciones	de	metales	sobre	el	crecimiento	vegetativo	de	cepas	de	
Penicillium.	

	
	 	 Penicillium	italicum	 Penicillium	dipodomyicola	
Metal	 Concentración	

(mM)	
DCD(cm2	día-

1)	
ICM	(%)	

DCD(cm2	día-
1)	

ICM	(%)	

Al3+	 Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.4706			a	
0.4188			b	
0.3953			c	
0.3719			d	
0.3281			e	

-	
15.0097			a	
25.6266			b	
31.028					c	
37.7858			d	

0.4091				a	
0.3260				b	
0.2625				c	
0.2600				c	
0.2467				c	

-	
14.5469				a	
18.8647				b	
30.8975				c	
41.8829				d	

Co2+	 Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.4706			a	
0.4721			a	
0.3906			b	
0.2021			c	
0.1219			d	

-	
19.9692				a	
41.0734				b	
57.7582				c	
65.0162				d	

0.4091				a	
0.4172				a	
0.3958				a	
0.2927				b	
0.1844				c	

-	
16.2533					a	
48.6103					b	
56.4041					c	
70.7328					d	

Cu2+	 Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.4706			a	
0.4704			a	
0.4571			a	
0.0842			b	
0.0613			b	

-	
16.5079				a	
36.9714				b	
71.2816				c	
83.2718				d	

0.4091				a	
0.4313				a	
0.2763				b	
0.2754				b	
0.1850				c	

-	
9.5178								a	
26.9637						b	
38.8416						c	
58.2698						d	

Pb2+	 Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.4706			a	
0.4613			a	
0.4842			a	
0.4792			a	
0.3581			b	

-	
6.2153							a	
6.2346							b	
13.3562					c	
22.2929					d	

0.4091				a	
0.4046				a	
0.3917				a	
0.3825				a	
0.3814				a	

-	
6.0319								a	
9.2568								b	
16.4644						c	
20.6114						d	

Ni2+	 Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.4706			ab	
0.4779			a	
0.4400			b	
0.1663			c	
0.0583			d	

-	
20.3804					a	
32.4051					b	
62.4762					c	
75.6352					d	

0.4091				a	
0.2850				b	
0.1454				c	
0.1092				c	
0.0000				d	

-	
41.5937						a	
61.6933						b	
71.9743						c	
99.2767						d	

Zn2+	 Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.4706			a	
0.3850			b	
0.3375			c	
0.2095			d	
	0.1942		d	

-	
13.5356					a	
15.8981					a	
44.3024					b	
62.369							c	

0.4091				a	
0.3196				b	
0.2838				bc	
0.2575				c	
0.1138				d	

-	
17.7172							a	
35.8732							b	
43.8441							c	
67.6288							d	

Medias	(n=4)	con	diferente	letra	entre	filas	para	cada	especie	indicant	diferencias	significativas	
(P	<	0.05).	DCD	(cm2	día-1)	=	Diámetro	de	Crecimiento	Diario.	ICM	(%)	=	Inhibición	del	

Crecimiento	Micelial.	
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Tabla	10c.	Efecto	de	varias	concentraciones	de	metales	sobre	el	crecimiento	vegetativo	de	cepas	de	
Aspergillus.	

	
	 	 Aspergillus	japonicus	 Aspergillus	niger	
Metal	 Concentración	(mM)	 DCD(cm2	día-1)	 ICM	(%)	 DCD(cm2	día-1)	 ICM	(%)	
	
	
Al3+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.7772			a	
0.5979			b	
0.5573			c	
0.5375			c	
0.5375			c	

-	
25.0294					a	
25.372							a	
32.2219					b	
40.7088					c	

0.7195			a	
0.4840			b	
0.4827			b	
0.4827			b	
0.4813			b	

-	
19.5403							a	
25.5239							b	
35.7265							c	
39.967									c	

	
	
Co2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.7772			b	
1.1002			a	
1.0491			a	
0.6994			c	
0.6492			c	

-	
6.5956							a	
15.1096					b	
18.2769					c	
32.565							d	

0.7195			b	
1.1667			a	
1.1205			a	
0.3440			c	
0.2000			d	

-	
16.2955							a	
29.9518							b	
40.6893							c	
80.8321							d	

	
	
Cu2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.7772			c	
1.1085			a	
1.0428			b	
0.2971			d	
0.0288			e	

-	
5.3232							a	
20.6104					b	
66.1505					c	
88.6358					d	

0.7195			c	
1.1722			a	
1.1002			b	
0.5307			d	
0.4687			e	

-	
12.9310								a	
26.3821								b	
37.0950								c	
52.8538								d	

	
	
Pb2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.7772			a	
0.6713			b	
0.6288			c	
0.6167			d	
0.5858			e	

-	
8.0739							a	
11.9516					b	
16.0902					c	
19.3518					d	

0.7195			c	
1.1800			a	
1.1288			b	
0.6273			d	
0.5193			e	

-	
8.0835									a	
10.7524							b	
14.1605							c	
21.3619							d	

	
	
Ni2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.7772			b	
1.0950			a	
1.0693			a	
0.6375			c	
0.5667			d	

-	
18.964							a	
22.9488					a	
35.4089					b	
55.407							c	

0.7195			b	
1.0073			a	
0.9675			a	
0.1480			c	
0.0613			c	

-	
56.2522							a	
83.7548							b	
85.1441							c	
93.4327							d	

	
	
Zn2+	

Control	
0.15	
0.31	
0.52	
1.2	

0.7772			c	
1.1417			a	
1.0268			b	
0.6038			d	
0.5633			d	

-	
6.9023							a	
14.4985					b	
24.8718					c	
35.4836					d	

0.7195			b	
1.1800			a	
1.1288			a	
0.6273			c	
0.5193			c	

-	
59.4909							a	
70.3242							b	
80.7831							c	
88.7420							d	

Medias	(n=4)	con	diferente	letra	entre	filas	para	cada	especie	indican	diferencias	significativas	(P	
<	0.05).	DCD	(cm2	día-1)	=	Diámetro	de	Crecimiento	Diario.	ICM	(%)	=	Inhibición	del	crecimiento	

Micelial	

	

	

	

	



70	

	

Los	 metales	 son	 esenciales	 para	 el	 crecimiento	 de	 hongos	 y	 el	 metabolismo,	 pero	

también	 pueden	 ser	 tóxicos	 cuando	 sus	 concentraciones	 están	 por	 encima	 de	 cierto	

umbral.	Esta	 tendencia	 fue	 confirmada	en	 las	pruebas	para	metales	 como	el	Ni2+,	 Zn2+,	

Cu2+,	Co3+	y	Cr.	El	efecto	ejercido	por	el	Ni2+	es	de	especial	interés	pues	fue	el	metal	que	

mostró	 los	 porcentajes	 más	 altos	 de	 inhibición	 de	 crecimiento	 del	 micelio	 todos	 los	

aislamientos,	en	el	caso	de	T.	atroviride	se	observó	un	porcentaje	de	inhibición	de	90%	

en	 la	 concentración	 más	 alta	 (1,2	 mM)	 de	 Ni2+.	 López-Errasquín	 y	 Vázquez	 (2003)	

reportaron	una	cepa	de	T.	atroviride	aislada	de	los	lodos	activados	de	una	depuradora	de	

agua	fue	capaz	de	tolerar	concentraciones	de	Cu2+	entre	0	y	300	mgL-1	y	más	de	750	mgL-

1	de	Zn2+,	pero	hubo	una	reducción	del	50%	en	 la	biomasa	para	Cd2+	a	125	mgL-1.	Este	

último	 resultado	 es	 comparable	 al	 obtenido	 en	 nuestro	 estudio	 donde	 se	 observó	

reducción	del	50%	a	una	concentración	de	Cd2+	de	108.71	mgL-1.	

Los	porcentajes	de	inhibición	causada	por	el	efecto	tóxico	de	los	metales	pesados	variar	

dependiendo	de	 las	 especies	 fúngicas,	 además	es	posible	detectar	diferencias	 entre	 las	

especies	dentro	del	mismo	género.	Este	 comportamiento	 se	observa	 	 en	 los	 resultados	

obtenidos	 para	 las	 dos	 cepas	 del	 género	 Penicillium	 utilizadas	 en	 este	 estudio	 en	

presencia	 de	 Cu2+	 (Tabla	 9b	 y	 10b);	 P.	 italicum	 y	 P.	 dipodomyicola	 registró	 83,27%	 y	

58,27%	 ,	 de	 inhibición	 de	 crecimiento	 del	micelio,	 respectivamente,	 	 en	 el	 caso	 de	 las	

cepas	del	género	Aspergillus	(Tabla	9c	y	Tabla	10c),	A.	japonicus	y	A.	niger	registraron	un	

comportamiento	similar	88,63%	y	52,8%	respectivamente.	

Aspergillus	japonicus	fue	tolerante	a	la	mayoría	de	los	metales	ensayados,	sin	embargo	en	

presencia	de	Cu2+,	se	observó	mayor	inhibición	del	crecimiento		a	la	concentración	más	

alta.	Por	su	parte	el	Cu2+	ha	sido	reconocido	por	sus	propiedades	antimicrobianas	(Hofer,	

2007),	por	 lo	que	también	se	 le	considera	como	un	fuerte	 inhibidor	del	crecimiento	de	

los	 hongos	 del	 suelo.	 Varios	 estudios	 han	 reportado	 que	 las	 concentraciones	 efectivas	

medias	 para	 algunos	 hongos	 filamentosos	 (Valix	 et	 al.,	 2001a;	 Valix	 et	 al.,	 2001b)	 y	

hongos	 ligninolíticos	 (Baldrian,	 2003;	 Baldrian	 y	 Gabriel,	 2003),	 en	 particular	 los	

estudios	de		Zafar	et	al.,	(2007)	y	Ezzouni	et	al.,	(2009)	se	han	enfocado	en	la	tolerancia	a	

metales	de	varias	cepas	de	hongos	aislados	de	ambientes	contaminados.	
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7.2.4	Determinación	de	Concentración	Efectiva	Media	(CE50)	

Zafar	 et	al.,	 (2007)	 reportó	 valores	 de	 CE50	 que	 van	 desde	 0.2	 a	 5	mg	mL-1	 para	 Cd2+,	

seguido	de	Ni2+	(0.1	a	4	mg	mL-1),	Cr6+	(0.3	a	7	mg	mL-1),	Cu2+	(0.6	a	9	mg	mL-1)	y	Co3+	

(0.1	a	5	mg	mL-1)	para	Aspergillus	spp.,	Penicillium	spp.,	Trichoderma	spp.	y	otros	aislados	

de	un	suelo	agrícola	que	había	recibido	de	descargas	de	aguas	residuales	municipales	e	

industriales	a	largo	plazo.	Por	otra	parte	Ezzouhri	et	al.,	(2009)	hace	hincapié	en	que	las	

cepas	correspondientes	a	los	géneros	Aspergillus	spp.	y	Penicillium	spp.	aisladas	de	sitios	

contaminadas,	resultan	ser	los	más	tolerantes	a	la	presencia	de	metales	pesados,	algunos	

de	estos	microorganismos	registran	valores	de	CE50	que	van	del	20	al	25	mM	para	Pb2+,	

de	 15	 a	 20	mM	 para	 Cu2+/Zn2+	 y	 de	 	 10	 a	 15	mM	 de	 Cr6+,	 estos	 valores	 son	 altos	 en	

comparación	con	los	valores	registrados	en	este	estudio,	con	la	excepción	de	los	valores	

obtenidos	para	Pb2+.	La	discrepancia	entre	los	resultados	obtenidos	en	este	estudio	y	los	

reportados	 por	 otros	 autores	 puede	 deberse	 a	 diferencias	 en	 la	 metodología	 y	 los	

métodos	 estadísticos	 utilizados	 para	 determinar	 la	 CE50	 además	 factores	 como	 las	

características	 del	 sitio	 contaminado,	 como	 el	 tipo	 de	 contaminación,	 el	 tiempo	 de	

exposición,	entre	otros	influyen	sobre	la	tolerancia	de	las	cepas	fúngicas	a	metales.	

Según	 el	 análisis	 Probit,	 la	 superposición	de	 los	 intervalos	 de	 confianza	mostró	que	A.	

japonicus	(Co2+	=	3.36	mM,	Ni2+	=	1.095	mM,	Zn2+	=	2.34	mM),	T.	atroviride	(Al3+	=	12.19	

mM,	Cd2+	=	0.48	mM,	Cr3+=	4.51	mM,	Cu2+	=	11.44	mM	y	Pb2+	=	50.05	mM)	y	P.	italicum	

(Cr6+	=	0.677	mM)	registraron	 los	valores	más	altos	de	CE50.	Las	cepas	con	una	mayor	

susceptibilidad	 y	 los	 valores	más	 bajos	 de	 CE50	 fueron	A.	niger	 (Cd2+	 =	 0.3	mM,	 Cr6+	 =	

0.099	mM,	Ni2+	=	0.098	mM	y	Zn2+	=	0.093),	P.	italicum	(Cr3+	=	1.176	mM	Cu2+	=	0.41	mM	

y	Pb2+	=	8.375	mM),	P.	dipodomyicola	(Al3+	=	2.015	mM)	y	T.	atroviride	(Co2+	=	0.22	mM)	

(Tabla	11a	/	Tabla	11b).	Se	registraron	los	valores	más	altos	CE50	de	Pb2+	y	Al3+,	mientras		

que	metales	como	x	Cr6+	y	Cd2+	registraron	los	valores	más	bajos	de	CE50.	
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Tabla	11a.	Concentración	efectiva	media	para	Cd2+,	Cr3+	y	Cr6+	con	respecto	a	la	cepa	evaluada		

Metal Cepa 
CE50  
(mM) 

Intervalos de Confianza 
(mM) 

Ecuación Probit  χ2 

Cd2+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

0.31 
0.46 
0.26 
0.3 

0.48 

0.283 – 0.348 
0.343 – 0.477 

0.25 – 0.27 
0.271 – 0.338 
0.355 – 0.809 

y =  1.5691x + 0.7936 
y = 1.1259x + 0.4503 

y = 2.54 + 4.44x 
y = 1.4502x + 0.7554 
y = 0.5408x – 0.1701 

243.01 
135.06 
628.84 
212.54 
33.93 

Cr3+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

1.176 
3.47 

1.628 
1.33 
4.51 

0.875  – 1.803 
1.914 – 9.618 
1.084 – 3.098 
0.912  – 2.381 

2.38 -13.65 

y= 1.0273x – 0.0724 
y= 0.8262x – 0.4354 
y= 0.8477x – 0.1795 

y= 0.82x – 0.1003 
y= 0.8883x – 0.5812 

94.43 
51.02 
65.21 
65.91 
50.21 

Cr6+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

0.677 
0.47 
0.6 

0.099 
0.176 

0.589 – 0.804 
0.419 – 0.531 
0.521 – 0.719 
0.087 – 0.112 
0.62 – 0.189 

y= 1.7076x – 0.2886 
y= 1.7112x + 0.5652 
y= 1.5071x + 0.3319 
y= 1.6058x + 1.6071 
y= 2.0326x + 1.5350 

218.65 
245.06 
198.77 
233.21 
363.48 

	

De	acuerdo	con	Rasool	y	Irum	(2014),	A.	niger	resulto	ser	la	cepa	con	mayor	capacidad	

de	acumular	Pb+2	en	el	micelio,	A.	niger	fue	capaz	de	crecer	a	100	mgL-1	(o	el	equivalente	

a	 0.3	 mM	 con	 Pb(NO3)2	 como	 fuente	 de	 plomo)	 sin	 ninguna	 inhibición	 mientras	 que	

Muñoz	et	al.,	(2012)	reporta	el	aislamiento	de	cepas	de	Penicillium	spp.	y	Aspergillus	spp.	

procedentes	 de	 muestras	 de	 agua	 y	 lodos	 de	 las	 plantas	 de	 tratamiento	 de	 aguas	

residuales	urbanas	e	industriales	obtuvieron	valores	de	CE50	que	van	desde	4	a	14	mM.	

Otras	cepas	de	A.	niger	evaluadas	por	Ezzouri	et	al.,	(2009)	reportaron	valores	que	van	

desde	25	a	30	mM,	mientras	que	el	estudio	realizado	por	Iskandar	et	al.,	(2011)	identificó	

una	cepa	de	A.	niger	aislada	a	partir	de	un	ecosistema	de	agua	dulce,	que	obtuvo	un	valor	

24	mM.	Estos	estudios	reafirman	que	la	tolerancia	de	las	cepas	aisladas	varía	en	función	

de	su	origen	y	las	condiciones	ambientales.	Por	su	parte	Muñoz	et	al.,	(2012)	reportaron	

una	CE50	de	Pb2+	para	Penicillium	sp.	que	osciló	entre	6	y	6.5	mM,	mientras	que	Zafar	et	

al.,	 (2007)	 obtuvieron	 una	 CE50	 de	 entre	 7.5	 y	 10	 mM;	 en	 este	 trabajo,	 las	 cepas	

evaluadas	del	 género	Penicillium	mostraron	 	 valores	de	CE50	mayores	 comparados	 con	

los	de	otros	estudios,	con	valores	de	8.3	y	10.5	mM	para	P.	italicum	y	P.	dipodomyicola,	

respectivamente.	
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Tabla	11b.	Concentración	efectiva	media	para	cada	metal	con	respecto	a	la	cepa	evaluada	

Metal Isolate 
MEC50  
(mM) 

Confidence Intervals 
(mM) 

Probit Equation χ2 

Al3+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

2.825 
2.015 
4.32 
2.51 

12.19 

1.866 – 5.597 
1.517 – 3.041 
2.21 – 18.077 
1.653 – 5.097 

20.03 – 119865 

y = 0.4511x – 0.3437 
y =  0.9878x – 0.3005 
y = 0.5073x – 0.3224 
y = 0.6974x – 0.2788 
y = 0.5864x – 1.3533 

54.95 
88.83 
26.62 
48.51 
14.44 

Co2+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

0.525 
0.473 
3.36 

0.589 
0.22 

0.47 – 0.589 
0.430 – 0.521 

2.36 – 5.69 
0.544 -0.614 
0.198 – 0.241 

y = 0.3792x + 1.3536 
y = 1.5506x + 0.5044 
y = 1.0889x – 0.5733 
y = 1.9713x + 0.4533 
y = 1.9614x  + 1.2893 

184.88 
232.62 
85.85 

334.19 
303.83 

Cu2+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

0.41 
0.88 
0.5 

1.06 
11.44 

0.382 – 0.441 
0.786 – 1.007 
0.474 - 526 

0.909 – 1.287 
5.175  - 52.22 

y = 2.1974x + 0.8490 
y = 1.5901x + 0.0877 
y = 3.3083x  + 0.9983 
y = 1.288x – 0.0328 

y = 0.7021x  - 0.7431 

405.07 
218.45 
593.58 
152.93 
37.12 

Pb2+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

8.375 
10.57 
32.93 
20.08 
50.05 

4.6 – 23.04 
5.21 – 37.53 

9.66 – 552.58 
7.51 – 150.56 
13.32 – 1106 

y = 0.9579x – 0.8842 
y = 0.84x – 0.8599 

y = 0.5883x – 0.8927 
y = 0.6771x – 0.8821 
y = 0.7696x – 1.3079 

54.83 
44.97 
24.12 
31.36 
23.38 

Ni2+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

0.47 
0.22 

1.095 
0.098 
0.27 

0.433 – 0.514 
0.194 – 0.236 
0.921 – 1.37 
0.078 – 0.12 

0.251 – 0.295 

y = 1.7903X + 0.5848 
y = 1.9991x + 1.332 
y = 1.1541x – 0.0455 
y = 1.4353x + 1.4483 
y = 2.2161x + 1.2482 

298.72 
293.94 
129.57 
150.82 
378.79 

Zn2+ 

P. italicum 
P. dipodomyicola 
A. japonicus 
A. niger 
T. atroviride 

0.81 
0.64 

2.3416 
0.093 
0.354 

0.739 – 0.918 
0.575 – 0.723 

1.8 – 3.4 
0.064 – 0.121 
0.331 – 0.378 

y = 1.7384X – 0.1522 
y = 1.4384x + 0.2781 
y = 1.2195x – 0.4506 
y = 1.0703x + 1.1039 
y = 2.5024x + 1.1273 

259.89 
200.74 
110.67 
101.05 
465.02 

Varios	estudios	se	han	centrado	en	la	tolerancia	de	diversas	especies	de	hongos	a	Cu2+,	

en	este	trabajo,	A.	niger	obtuvo	una	CE50	de	1.06	mM,	por	su	parte	Iskandar	et	al.,	(2011)	

reporta	que	A.	niger	y	Penicillium	simplicissimum	fueron	capaces	de	sobrevivir	a	1000	mg	

L-1	de	Cu2+	suplementado	en	PDA,	asi	mismo	Price	et	al.,	(2001)	proporciona	evidencia	de	

que	 la	sorción	es	el	mecanismo	utilizado	por	A.	niger	para	remover	el	Cu2+	 reportando	

una	concentración	superior	a	20	mM	requerido	para	una	inhibición	del	crecimiento	de	A.	

niger.	
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7.2.5	Indice	de	Tolerancia		

Los	índices	de	tolerancia	de	metal	para	los	cinco	aislamientos	seleccionados	se	muestran	

en	la	Figura	15,	los	índices	de	tolerancia	disminuyeron	a	medida	que	la	concentración	de	

cada	metal	aumenta	esta	tendencia	se	ha	confirmado	previamente	a	través	de	los	valores	

obtenidos	 de	 CE50,	 de	 acuerdo	 con	 estos	 resultados,	 todos	 los	 aislamientos	 evaluados	

resultaron	en	su	mayoría	tolerantes	al	Pb2+	(P.	italicum	=	0.77,	P.	dipodomyicola	=	0.79,	A.	

japonicus	=	0.8,	A.	niger	=	0.79	y	T.	atroviride	=	0.9),	pero	resultaron	menos	tolerantes	al	

Ni2+	(P.	italicum	=	0.16,	P.	dipodomyicola	=	0.007,	A.	niger	=	0.067,	T.	atroviride	=	0.08),	a	

excepción	 de	 A.	 japonicus	 que	 resultó	 relativamente	 tolerante	 de	 todos	 los	 metales	

evaluados	de	acuerdo	con	los	valores	obtenidos	de	CE50.	

Las	 tasas	 de	 tolerancia	 para	 cada	 cepa	 dependen	 del	 metal	 y	 su	 concentración,	 las	

clasificaciones	de	tolerancia	para	 las	concentraciones	de	metales	más	altas	y	para	cada	

especie	 fueron	P.	 italicum:	 Pb2+>	Al3+>	 Co2+>	 Zn2+>	 Cu2+>	Ni2+,	P.	dipodomyicola:	 Pb2+>	

Al3+>	Cu2+>	Zn2+>	Co2+>	Ni2+,	A.	japonicus:	Pb2+	>	Co2+>	Zn2+>	Al3+>	Ni2+>	Cu2+,	A.	niger:	

Pb2+>	 Cu2+>	 Al3+>	 Co2+>	 Zn2+>	Ni2+	 y	T.	atroviride:	 Pb2+>	 Al3+>	 Cu2+>	 Zn2+>	 Co2+>	Ni2+.	

Para	 los	 metales	 más	 tóxicos,	 las	 especies	 de	 Penicillium	 fueron	 	 más	 tolerantes	 con	

respecto	al	 cromo	 	quedando	de	 la	 siguiente	Cr3+>	Cr6+>	Cd2+,	pero	para	el	 caso	de	 las	

especies	de	Aspergillus	y	T.	atroviride	el	orden	de	tolerancia	a	los	metales	más	tóxicos	fue	

Cr3+>	Cd2+>	Cr6+.	

El	 índice	 de	 tolerancia	 (Figura	 15)	 refleja	 la	 capacidad	 de	 cada	 una	 de	 las	 cepas	 para	

mantener	 su	 crecimiento	 con	 respecto	 a	 al	 incremento	 de	 las	 concentraciones	 de	 los	

metal,	la	capacidad	de	supervivencia	fúngica	depende	de	varios	mecanismos	(Anahid	et	

al.,	 2011).	 Por	 lo	 tanto,	 nuestro	 estudio	 se	 basó	 en	 el	 hecho	 de	 que	 la	 exposición	

prolongada	 a	 los	 metales	 pesados	 puede	 causar	 cambios	 considerables	 en	 las	

poblaciones	microbianas	presentes	en	el	ambiente,	reduciendo	su	número	y	por	lo	tanto	

su	actividad,	los	microorganismos	expuestos	a	los	metales	pesados	muestran	adaptación	

fisiológica,	lo	que	resulta	en	el	desarrollo	de	mecanismos	de	tolerancia	a	la	presencia	de	

contaminantes.	
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Figura	15.	El	Índice	de	Tolerancia	de	cinco	cepas	de	fúngicas	aisladas	de	la	rizósfera	de	Phragmites	
australis	en	presencia	de	metales	a	cuatro	concentraciones.	Medias	con	la	misma	letra	no	son	

significativamente	diferentes	entre	sí	(n	=	4,	media	± 	SEM,	α	<0,01).	
	
	

Ezzouri	 et	 al.	 (2009)	 mostró	 que	 sólo	 Penicillium	 sp.	 es	 capaz	 de	 crecer	 en	 Cd2+,	 sin	

embargo,	Zafar	et	al.,	 (2007)	reporto	valores	de	CE50	 	para	diferentes	cepas	aisladas	de	

suelos	agrícolas,	estos	fueron	0.7	a	4	mg	mL-1	(equivalente	de	3.09		hasta	17.66	mM)	para	

Aspergillus	 sp.,	 5	 mg	 mL-1	 (equivalente	 a	 7.22	 mM)	 para	 Penicillium	 sp.	 y	 3	 mg	 mL-1	

(equivalente	a	13.24	mM)	para	Trichoderma	sp,	todos	estos	valores	fueron	mayores	a	los	

obtenidos	 en	 este	 estudio.	 La	 tolerancia	 de	 hongos	 saprobios	 a	 Cd2+	 se	 asocia	 con	

mecanismos	 de	 adsorción	 que	 dependen	 de	 los	 grupos	 funcionales	 en	 las	 paredes	

celulares	fúngicas	tales	como	carbonilos,	hidroxilos	y	amidas,	que	son	responsables	de	la	

unión	de	metales	durante	el	proceso	de	biosorción	(Xu	et	al.,	2012).	

Cadmio	(Cd2+) Cromo	trivalente	(Cr3+) Cromo	hexavalente	(Cr6+) 

Aluminio	(Al3+) Cobalto	(Co2+) Cobre	(Cu2+) 

Níquel	(Ni2) Plomo	(Pb2+) Zinc	(Zn2+) 
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Levinskaite	 et	 al.,	 (2012),	 estudiaron	 la	 respuesta	 de	 los	 hongos	 saprobios	 al	 cromo	

hexavalente,	 y	 reporta	 que	 Trichoderma	 viride	 y	 Penicillium	 chrysogenum	 fueron	 las	

cepas	 más	 tolerantes	 a	 Cr6+	 a	 una	 concentración	 de	 2	 mM,	 por	 su	 parte	 Zafar	 et	 al.,	

(2007)	reporta	concentraciones	que	oscilaron	entre	0.3	a	7	mg	mL-1	(equivalente	a	partir	

de	 0,50	 a	 11.89	mM)	 para	 aislamientos	 de	Penicillium	sp.	 y	Aspergillus	 sp.,	 estas	 cepas	

también	fueron	tolerantes	al	Cr+6	para	concentraciones	de	10	y	15	mM,	respectivamente.	

Ginn	et	al.	 (2006)	propusieron	que	 los	 efectos	 tóxicos	de	 los	metales	pesados	 sobre	el	

crecimiento	 de	 los	 microorganismos	 	 son	 en	 función	 de	 la	 concentración	 de	 metales	

pesados	y	también	dependen	del	tiempo	de	contacto	acumulativo.	

Una	 posible	 explicación	 para	 esto	 podría	 ser	 que	 las	 cepas	 fúngicas	 mejoran	 sus	

mecanismos	 de	 sorción	 conforme	 la	 concentración	 de	metales	 pesados	 se	 incrementa	

(Muñoz	et	al.,	2012),	por	otra	parte	se	observó	que	el	crecimiento	micelial	disminuye	a	

medida	que	la	concentración	de	metales	aumentó,	mientras	el	índice	de	tolerancia	y	los	

valores	 CE50	 confirmó	 el	 efecto	 toxicológico	 ejercido	 por	 los	metales.	 Sin	 embargo,	 los	

impactos	 fisiológicos	 y	 metabólicos	 asociados	 con	 la	 presencia	 de	 estos	 metales	

necesitan	 ser	 establecidos.	 Según	 Baldrian	 (2003),	 los	 metales	 pesados	 en	 el	 medio	

ambiente	 pueden	 interactuar	 directamente	 con	 enzimas	 extracelulares	 producidas	 por	

hongos,	sin	embargo,	para	que	se	produzca	una	respuesta	fisiológica,	los	metales	pesados	

deben	ser	asimilados	por	el	hongo.	

7.2.6	Indice	de	Solubilización	de	Fosfato		

La	figura	16	muestra	el	índice	de	solubilización	de	fosfato	(ISF)	obtenido	para	cada	cepa,	

sin	embargo,	para	ciertos	metales	el	índice	no	pudo	calcularse,	por	ejemplo	para	el	caso	

del	Cr6+	para	P.	dipodomyicola	y	A.	niger,	el	Cu2+	para	A.	japonicus	y	Ni2+	para	P.	italicum.	

En	particular,	P.	italicum	 registró	el	mayor	 ISF	de	 todas	 las	cepas	evaluadas,	 los	cuales	

fueron	4.74	a	la	concentración	de	0.62	mM		con	Cr3+.	Penicillium	dipodomyicola	(3.35)	y	

A.	niger	(3.56)	registraron	su	mayor	ISF	para	Cd2+	en	la	concentración	de	0.62	mM,	y	por	

último,	A.	japonicus	registró	su	ISF	más	alto	(2.22)	para	Cr6+	a	 la	concentración	de	0.62	

mM.	
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Figura	16.	Índice	de	solubilización	de	fosfato	de	cuatro	cepas	fúngicas	aisladas	de	la	rizósfera	de	
Phragmites	australis	en	presencia	de	metal.	Medias	con	la	misma	letra	no	son	significativamente	

diferentes	entre	sí	(n	=	4,	media		±  SEM,	α	<0,01).	

El	 incremento	 en	 las	 tasas	 de	 solubilización	 de	 fosfato	 en	 los	 tratamientos	

suplementados	 con	metales	 pesados	 indica	 que	 la	 producción	de	 ácidos	 orgánicos	 por	

parte	de	los	hongos	mantiene	activa	la	capacidad	de	solubilización	de	fosfato	pese	de	la	

disminución	del	 crecimiento	micelial	 	 (Walpola	 y	 Yoon,	 2013),	 por	 lo	 tanto,	 aunque	 la	

acción	de	los	ácidos	orgánicos	parece	ser	un	factor	de	suma	importancia,	pudieran	existir	

otros	factores	implicados	en	la	solubilización	de	fosfato	(Rashid	et	al.,	2004).	

Los	mecanismos	microbianos	utilizados	para	solubilizar	fosfato	incluyen	la	acidificación,	

quelación	y	reacciones	de	 intercambio	(Chai	et	al.,	2011),	 	 fueron	 influenciados	por	 las	

condiciones	 nutricionales,	 los	 efectos	 de	 estos	 factores	 y	 sus	 interacciones	 con	 los	

metales	 pesados	 también	 deben	 ser	 considerados	 al	 analizar	 la	 habilidad	 de	

Cadmio	(Cd2+) Cromo	trivalente	(Cr3+) Cromo	hexavalente	(Cr6+) 

Aluminio	(Al3+) Cobalto	(Co2+) Cobre	(Cu2+) 

Níquel	(Ni2+) Plomo	(Pb2+) Zinc	(Zn2+) 
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solubilización	de	fosfato	de	los	hongos.	En	este	estudio	se	asoció	la	reducción	de	biomasa	

fúngica	 con	 el	 incremento	 de	 la	 capacidad	 de	 solubilización	 (Vig	 et	 al.,	 2003).	 	 La	

aparición	del	 halo	de	 solubilización	 en	 los	medios	 sólidos	 sugiere	que	 los	hongos	bajo	

estrés	 por	 metales	 pesados	 pueden	 destinar	 la	 energía	 del	 crecimiento	 hacia	 las	

funciones	 metabólicas	 (Muhammad	 et	 al.,	 2005),	 lo	 cual	 puede	 explicar	 por	 qué	 los	

hongos	 	 fueron	 capaces	 de	 mantener	 su	 capacidad	 de	 solubilización	 a	 pesar	 de	 la	

inhibición	 del	 crecimiento;	 por	 lo	 que	 el	 ISF	 aumenta	 a	 pesar	 de	 que	 el	 crecimiento	

micelial	disminuye.	

Los	 efectos	 toxicológicos	 se	 determinaron	 cualitativamente	mediante	 el	 cálculo	 de	 los	

valores	de	ISF,	que	se	incrementaronn	al	disminuir	el	crecimiento	micelial,	por	otro	lado	

la	 aparición	 del	 halo	 está	 relacionada	 con	 la	 interacción	 entre	 los	 ácidos	 orgánicos	

producidos	 por	 el	 hongo,	 cuya	 generación	 se	 	 estimuló	 	 con	 la	 presencia	 de	 metales	

pesados	(Gadd,	2010).	Los	ácidos	orgánicos	permiten	a	los	hongos	su	adaptación	frente	a	

los	metales	pesados,	principalmente	a	través	de	la	capacidad	de	estos	compuestos	para	

quelar	a	los	metales	pesados.		A	partir	del	medio	de	cultivo	líquido	permiten	determinar	

cuantitativamente	el	efecto	de	 los	metales	pesados	sobre	 la	habilidad	de	solubilización	

de	fosfato	de	los	hongos.	De	las	cinco	cepas	fúngicas	evaluadas,	T.	atroviride	fue	la		cepa	

más	 tolerantes	 a	 los	 metales	 evaluados,	 con	 excepción	 del	 Co2+,	 sin	 embargo	 no	 fue	

posible	 calcular	 su	 índice	 de	 solubilización	 de	 fosfato.	 Por	 otra	 parte	 Penicillium	 y	

Aspergillus	mostraron	 	valores	moderados	de	CE50	y	altas	actividades	de	solubilización	

de	fosfato	siendo	P.	italicum	el	que	tuvo	el	mayor	valor	de	ISF.	

	7.2.7	Peróxido	de	Hidrógeno	y	Solubilización	de	Fosfato		

Para	 comprobar	 la	 relación	 entre	 la	 producción	 de	 peróxido	 de	 hidrógeno	 y	 la	

solubilización	 de	 fosfato,	 se	 seleccionaron	 las	 dos	 cepas	 de	 Penicillium	 y	 la	 de	 A.	

japonicus,	debido	a	su	mayor	capacidad	de	solubilización	de	fosfato.	Los	experimentos	se	

llevaron	a	cabo	en	fosfato	tricálcico	y	el	metal	seleccionado	fue	el	Cd2+,	debido	al	efecto	

toxicológico	ejercido	por	este	metal	sobre	la	fisiología	de	las	especies	fúngicas	evaluadas.		
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Todas	 las	 cepas	 evaluadas	 fueron	 capaces	 de	 solubilizar	 fosfato	 tricálcico	 a	 diferentes	

velocidades	(Figura	17	A);	P.	italicum	y	A.	japonicus	presentaron	los	valores	máximos	de	

solubilización	de	fostato	con	107.0	y	104.0	mgL-1,	respectivamente	después	de	16	días	de	

incubación,	ambos	hongos	fueron	capaces	de	solubilizar	el	100%	del	contenido	inicial	de	

fosfato	 introducido	 como	 Ca3(PO4)2.	 Por	 otra	 parte	 la	 Figura	 17	 (B)	 muestra	 la	

producción	de	H2O2	por	las	cepas	evaluadas	luego	de	16	días	de	incubación.	Penicillium	

italicum	presentó	diferencias	significativas	(p	<0.05)	y	mayor	producción	de	H2O2	(2.3	a	

4.4	mgL-1)	en	comparación	con	las	otras	cepas	evaluadas	en	el	periodod	de	12	a	16	días	

de	incubación.	Se	utilizó	el	análisis	de	correlación	de	Pearson	para	determinar	la	relación	

entre	solubilización	de	fosfato	y	la	producción	de	H2O2	por	SBM,	con	el	fin	de	verificar	la	

participación	 de	 H2O2	 en	 la	 liberación	 de	 fósforo.	 Penicillium	 italicum	 mostró	 un	

coeficiente	de	correlación	significativo	más	alto	(0.71)	en	comparación	con	A.	japonicus	

(0.63)	y	Penicillium	dipodomyicola	(0.65).	

	

Figura	 17.	 Solubilización	 de	 fosfato	 (A)	 y	 producción	 de	 H2O2	 (B)	 por	 A.	 japonicus	 (▲),	 P.	

italicum	(♦),	P.	dipodomyicola	(●)	y	control	(■)	en	medio	Pikowskaya	modificado.	

Penicillium	 italicum	 fue	 	 elegido	 para	 la	 implementación	 de	 un	 diseño	 factorial	 para	

evaluar	 el	 efecto	 de	 Cd2+	 en	 la	 solubilización	 de	 fosfato.	 Los	 resultados	 de	 20	

experimentos	se	utilizaron	para	obtener	tres	modelos	matemáticos	(Tabla	11),	cada	uno	

obtiene	a	partir	de	la	Ec.	1	a	través	del	estudio	de	los	coeficientes	parciales	de	cada	factor	
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y	 las	 interacciones	 entre	 los	 factores.	 Los	 modelos	 ajustados	 fueron	 diseñados	 para	

explicar	la	relación	entre	los	factores	independientes	y	las	respuestas	dependientes.	

	

Ecuación	1	

	

Donde	β0	es	el	término	constante,	βiy	βij	son	los	coeficientes	de	regresión,	ε	es	el	error,	xi	

son	las	variables	y	n	su	número.	

Solubilización	de	fosfato	

El	modelo	matemático	para	 la	 solubilización	de	 fosfato	permite	 definir	 la	 composición	

óptima	 de	 los	 medios	 de	 cultivo	 y	 evaluar	 los	 efectos	 combinados	 de	 los	 factores	

estudiados.	 Además,	 las	 respuestas	 predichas	 (Figura	 18	 y	 Figura	 19),	 así	 como	 los	

valores	residuales	entre	los	datos	experimentales	y	teóricos	se	calcularon	(Figura	20-A).	

El	ANOVA	para	la	solubilización	de	fosfato	para	P.	italicum	se	muestra	en	la	Tabla	12,	los	

datos	 teóricos	mostraron	 una	 relación	 funcional	 con	 los	 datos	 experimentales,	 lo	 cual	

indica	que	la	predictibilidad	del	modelo	es	significativa	a	un	nivel	de	confianza	del	95%.	

El	coeficiente	de	correlación	(R2)	fue	de	80.26%	mostró	que	la	ecuación	2	fue	altamente	

confiable.	La	Figura	18	muestra	los	valores	de	la	respuestas	observadas	frente	a	los	del	

modelo	estadístico	de	la	ecuación	2.	
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Tabla 12. Valores	para	solubilización	de	fosfato,	peróxido	de	hidrógeno	y	producción	de	biomasa	
por	P.	italicum	de	acuerdo	a	un	diseño	factorial	24.	

Variables	independientes	 Variables	de	Respuesta	
Cd2+	(X1)	 G	(X2)	 N	(X3)	 Y	(X4)	 Y1	 Y2	 Y3	

-1	 -1	 -1	 -1	 55.23	 2.7	 1.92	
1	 -1	 -1	 -1	 56.99	 2.61	 1.41	
-1	 1	 -1	 -1	 80.13	 2.87	 3.63	
1	 1	 -1	 -1	 75.95	 2.88	 4.22	
-1	 -1	 1	 -1	 65.99	 2.8	 1.5	
1	 -1	 1	 -1	 100.85	 2.73	 1.98	
-1	 1	 1	 -1	 73.86	 2.79	 5	
1	 1	 1	 -1	 103.91	 2.95	 2.95	
-1	 -1	 -1	 1	 73.38	 2.77	 2.23	
1	 -1	 -1	 1	 0	 2.75	 0.53	
-1	 1	 -1	 1	 76.11	 3.04	 5.14	
1	 1	 -1	 1	 0	 3.06	 0.68	
-1	 -1	 1	 1	 88.64	 2.16	 2.02	
1	 -1	 1	 1	 48.48	 2.84	 1.09	
-1	 1	 1	 1	 80.29	 2.96	 5.43	
1	 1	 1	 1	 23.58	 3.23	 0.95	
0	 0	 0	 0	 85.43	 2.99	 2.76	
0	 0	 0	 0	 98.44	 2.95	 2.61	
0	 0	 0	 0	 110.49	 2.85	 3.68	

Y1	=	Solubilización	de	Fosfato,	Y2	=	Producción	de	H2O2,	Y3	=	Producción	de	biomasa	

Y1P-solubilización	=	68.30	–	11.49*Cd	+	1.52*G	+	10.49*N	–	13.90	Y–	19.30*Cd*Y		 									(2)	

	

							 	

Figura	18.	Análisis	gráfico	de	la	interacción	Cd+2	y	levadura	para	solubilización	de	fosfato	
obtenidos	a	través	del	análisis	con	Design-Expert	Sofware.	
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Tabla	13.		Análisis	ANOVA	para		la	solubilización	de	fosfato	por	Penicillium	italicum	usando	un	

diseño	factorial	24	

Efectos		 Estimado		 p	value	 SS	 df	 MS	 F	

Efectos	Principales	 		 		 		 		 		 		

Cd	 -11.49	 0.04	 2113	 1	 2113.01	 44.47	

G	 1.52	 0.76	 36.81	 1	 36.81	 0.77	

N	 10.49	 0.05	 1760.01	 1	 1760.01	 37.04	

Y	 -13.9	 0.02	 3092.19	 1	 3092.19	 65.08	

Interacción	de	factores		

	 	 	 	 	 	Cd	×	N	 7.5	 0.15	 899.25	 1	 898.25	 18.93	

Cd	×	Y	 -19.3	 0.002	 5961.77	 1	 5961.77	 125.47	

G	×	N	 -4.31	 0.38	 296	 1	 296.79	 6.25	

G	×	Y	 -5.33	 0.29	 454.86	 1	 454.86	 9.57	

Error	

	 	

314.16	 1	

	 	Total	SS	 		 		 18209.664	 18	 		 		
aSS	 =	 Suma	 de	 cuadrados;	 df	 =	 grados	 de	 libertad;	 MS	 =	 cuadrado	 medio;	 R2	 =	 0.803;	 coeficiente	 de	
variación	 (%)	 =	 27.76;	 Cd	 =	 Cd2+;	 G	 =	 glucosa;	 N	 =	 nitrato	 de	 amonio;	 Y	 =	 Extracto	 de	 Levadura.	 	 Los	
números	 en	 itálicas	 representan	 las	 respuestas	 de	 los	 factores	 que	 tienen	 un	 efecto	 significativo	 en	 la	
solubilización	de	fosfato	por	P.	italicum.		
	
Producción	de	Peróxido	de	Hidrógeno	

De	 acuerdo	 con	 el	 análisis	 ANOVA,	 la	 glucosa	 tiene	 un	 efecto	 significativo	 sobre	 la	

producción	 de	 H2O2	 (p	 =	 0.002);	 los	 otros	 factores	 estudiados	 y	 sus	 interacciones	 no	

mostraron	efectos	significativos.	La	producción	más	alta	de	H2O2	(3.23	mgL-1)	se	observó	

bajo	las	condiciones	de	las	concentraciones	altas	de	cadmio	Cd2+	(0.45	mM),	glucosa	(15	

gL-1),	 (NH4)2SO4	 (0.75	 gL-1)	 y	 extracto	 de	 levadura	 (0.75	 gL-1)	 por	 otra	 parte	 la	

concentración	baja	de	Cd2+	y	glucosa,	pero	la	concentración	alta	de	nitrato	de	amonio	y	

extracto	de	levadura	dio	como	resultado	la	producción	de	H2O2	más	baja	(2.16	mgL-1).	La	

Figura	5-C	contrasta	la	respuesta	observada	y	la	respuesta	predicha,	se	utilizó	la	prueba	

de	normalidad	para	construir	una	gráfica	de	probabilidad	normal,	la	cual	resulta	en	una	

línea	 recta	 (Fig.	 5-D).	 El	 coeficiente	 de	 correlación	 de	 Pearson	 fue	 alto	 (0.89)	 lo	 cual	

indica	una	fuerte	relación	entre	las	respuestas	observadas	y	predichas.	



83	

	

Biomasa	

El	modelo	para	la	producción	de	biomasa	(Ecuación	3)	fue	significativo	(p	=	0.004	y	R2	=	

0.88),	 los	 factores	que	muestran	efectos	positivos	(Tabla	14)	con	un	nivel	de	confianza	

del	95%	son	Cd2+	(p	=	0.0009)	y	glucosa	(p	=	0.0003).	Del	mismo	modo,	las	interacciones	

de	Cd2+	*	Glucosa	(p	=	0.02)	y	Cd2+	*	Levadura	(p	=	0.005)	fueron	significativas.		

Y3biomasa=	2.59	–	0.82*Cd	+	0.96*G	+	0.074*N	–	0.28*Y	–	0.48*Cd*G	––	0.63*Cd*Y	 	(3)	

El	 coeficiente	 de	 correlación	 obtenido	 (R2	 =	 0.8)	 indica	 una	 fuerte	 relación	 entre	 los	

datos	 predichos	 para	 la	 solubilización	 de	 fosfato	 y	 los	 datos	 obtenidos	

experimentalmente.	El	gráfico	de	probabilidad	normal	de	los	residuales	para	evaluar	la	

normalidad	resultó	en	una	línea	recta	(Figura	20-B).	Además,	los	coeficientes	negativos	

correspondientes	 a	 Cd2+	 (-11.49)	 y	 extracto	 de	 levadura	 (-13.90)	 indicaron	 que	

solubilización	 de	 fosfato	 disminuyó	 con	 el	 aumento	 de	 la	 concentración	 de	 Cd2+	 y	 la	

cantidad	de	extracto	de	levadura	

Tabla	14.		Análisis	ANOVA	para	la	producción	de	biomasa	por	P.		italicum		

Efectos		 Estimado		 p	value	 SS	 df	 MS	 F	

Efectos	principales		 		 		 		 		 		 		

Cd	 -0.82	 0.0009	 10.66	 1	 10.66	 22	

G	 0.96	 0.0003	 14.67	 1	 14.67	 30.27	

N	 0.072	 0.6858	 0.084	 1	 0.084	 0.17	

Y	 -0.28	 0.1341	 1.29	 1	 1.29	 2.66	

Interacción	de	Factores	

	 	 	 	 	 	Cd	×	G	 -0.48	 0.02	 3.74	 1	 3.74	 7.73	

Cd	×	N	 -0.056	 0.75	 0.051	 1	 0.051	 0.10	

Cd	×	Y	 -0.063	 0.005	 6.35	 1	 6.35	 13.10	

G	×	Y	 -0.17	 0.3620	 0.44	 1	 0.44	 0.91	

Error	

	 	

0.67	 2	 0.34	

	Total	SS	 		 		 42.13	 18	 		 		

aSS	=	Suma	de	 cuadrados;	df	=	Grados	de	 libertad;	MS	=	Cuadrados	medios;	R2	=	0.8850;	Coeficiente	de	
variación	 (%)	 =	 26.60;	 Cd	 =	 Cd2+;	 G	 =	 Glucosa;	 N	 =	 Nitrato	 de	 amonio;	 Y	 =	 Extracto	 de	 levadura.	 	 Los	
números	 en	 itálicas	 representan	 la	 respuesta	 	 de	 los	 factores	que	 tienen	un	 efecto	 significativo	 sobre	 la	
producción	de	biomasa	por	P.	italicum.		
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El	 valor	 más	 alto	 de	 la	 biomasa	 se	 obtuvo	 en	 el	 experimento	 9	 (5.43	 mgL-1),	 cuya	

formulación	consiste	en	una	baja	cantidad	de	Cd2+	y	altos	niveles	de	glucosa,	nitrato	de	

amonio	y	extracto	de	levadura,	en	contraste	el	nivel	más	bajo	de	biomasa	se	obtuvo	en	el	

experimento	8	cuya	formulación	consiste	en	altos	valores	de	Cd2+	/	extracto	de	levadura	

y	 bajas	 cantidades	 de	 glucosa	 y	 nitrato	 de	 amonio.	 El	 coeficiente	 negativo	

correspondiente	 a	 Cd2+	 (-0.82)	 en	 la	 ecuación	 3	 sugiere	 que	 la	 biomasa	 fúngica	

disminuye	con	el	aumento	de	la	concentración	Cd2+	en	el	medio	de	cultivo.	El	extracto	de	

levadura	 (-0.28)	mostró	 un	 efecto	 similar	 pero	más	 débil	 para	 Cd2+	 (Fig.	 19A),	 por	 su	

parte	la	glucosa	juega	un	papel	importante	en	la	producción	de	biomasa	(Figura	19B)	por	

lo	que	se	observa	un	coeficiente	positivo	(0.96)	en	la	ecuación	3,	la	Figura	5-E	muestra	el	

contraste	de	las	respuestas	experimentales	y	predichos,	y	por	último	la	Figura	5-F	es	una	

gráfica	de	probabilidad	normal.	

	

Figura	19.	Análisis	gráfico	de	la	interacción	A)	Cd+2	y	levadura,	B)	Cadmio	y		Glucosa	para	la	
producción	de	biomasa	obtenido	a	través	de	programa	Design-Expert	Sofware.	
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Figura	 20.	 Análisis	 gráfico	 del	 modelo	 ajustado	 por	 Y1	 =	 Solubilization	 de	 Fosfato	 (A),	 Y2	=	
Peróxido	de	hidrógeno	(C),	y	Y3	=	Biomasa	(E).	Los	análisis	de	regresión	se	establecieron	entre	la	
predicción	 y	 los	 valores	 experimentales.	 El	 análisis	 estadístico	 fue	 ajustado	 a	 una	 curva	 de	
normalidad	de	los	residuales	Y1	(B),	Y2	(D),	y	Y3	(F).	
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El	decremento	en	la	solubilización	de	fosfato	se	correlaciona	con	la	reducción	de	biomasa	

fúngica	 debido	 al	 efecto	 tóxico	 del	 Cd2+	 (Vig	 et	 al.,	 2003).	 Tuason	 y	 Arocena	 (2009)	

demostraron	que	la	solubilización	de	fosfato	correlaciona	positivamente	con	la	biomasa	

fúngica,	la	oxidación	de	la	glucosa	y	otros	productos	intermediarios	de	la	producción	de	

ácidos	 orgánicos	 (Chaiharn	 y	 Lumyong,	 2009),	 relacionado	 con	 la	 disminución	 del	 pH	

(Walpola	y	Yoon,	2013),	este	fenómeno	se	ha	relacionado	directamente	con	la	liberación	

del	 fósforo	 (Johnson	y	Loeppert,	2006;	Onthong	et	 al.,	 2007;	Scervino	et	 al.,	 2010),	 sin	

embargo,	esto	no	parece	aplicarse	a	 todos	 los	casos	puesto	que	no	existen	 informes	de	

correlaciones	 positivas	 entre	 la	 cantidad	 de	 fósforo	 soluble	 y	 la	 producción	 de	 ácidos	

orgánicos,	en	este	sentido	Pradhan	y	Sukla,	(2005)	afirman	que	los	fosfatos	de	calcio	se	

disuelven	a	través	de	la	acidificación	del	medio	de	cultivo,	también	reportan	que	el	uso	

de	 glucosa	 y	 sulfato	 de	 amonio	 favorece	una	disminución	 en	 el	 pH.	 En	 este	 estudio	 se	

evaluó	 la	 producción	 de	 H2O2	 como	 un	 mecanismo	 de	 respuesta	 al	 estrés	 fisiológico	

debido	a	la	concentración	de	Cd2+	en	el	medio	de	cultivo.	Aunque	fue	posible	determinar	

una	correlación	entre	la	solubilización	de	fosfato	y	la	producción	de	H2O2,	no	se	observó	

un	 efecto	 significativo	 del	 Cd2+	 sobre	 la	 producción	 de	 H2O2,	 es	 probable	 que	 otras	

respuestas	fisiológicas	esten	involucradas	en	el	estrés	 inducido	por	Cd2+,	como	pudiera	

ser	la	actividad	enzimática,	la	producción	de	ácidos	orgánicos	u	otros	tipos	de	ROS.	Hay	

informes	(Hammel	et	al.,	2000;	Tanaka	et	al.,	2006),	relativos	a	la	producción	de	ROS	en	

varias	 especies	 de	 hongos;	 sin	 embargo,	 su	 papel	 en	 el	 metabolismo	 de	 hongos	

permanece	muy	poco	claro	(Bai	et	al.,	2003).	

El	extracto	de	levadura	afectó	negativamente	la	solubilización,	el	extracto	de	levadura	es	

una	fuente	de	nitrógeno	pero	más	compleja	que	otras	fuentes	como	el	caso	del	sulfato	de	

amonio	(Nahas,	2007).	El	aumento	de	Cd2+	en	medio	Pikowskaya	afecta	negativamente	la	

solubilización	de	fosfato,	sin	embargo	altas	concentraciones	de	glucosa	reducen	el	efecto	

del	Cd2+.	Además	de	 la	 influencia	de	 los	 factores	nutricionales	 (Fomina	et	al.,	2003),	 la	

influencia	de	factores	abióticos	tales	como	el	pH,	la	temperatura	y	el	oxígeno	disponible	

pueden	 afectar	 	 la	 habilidad	 de	 solubilización.	 Los	 efectos	 de	 estos	 factores	 y	 sus	

interacciones	 con	 los	 metales	 pesados	 también	 ser	 considerados	 para	 evaluar	 la	

habilidad	de	solubilización	de	fosfato	realizada	por	hongos.		
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7.2.8	Efecto	de	la	suplementación	de	nutrientes	sobre	la	solubilización	

de	fosfato	

Con	base	en	los	resultados	previos	se	decidió	implementar	un	diseño	experimental	más	

robusto	que	incluyerá	cuatro	cepas,	dos	de	cada	género		(P.	italicum	–	P.	dipodomyicola	/	

A.	 japonicus	 –	 A.	 niger),	 dos	 fuentes	 de	 fosfato	 (Ca-P	 /	 Fe-P),	 adición	 de	 cadmio	 y	

evaluación	 de	 los	 factores	 nutricionales	 como	 se	 describe	 en	 la	 sección	 6.6.6.	 Los	 20	

matraces	 se	 mantuvieron	 durante	 cinco	 días,	 este	 tiempo	 se	 ajustó	 así,	 debido	 a	 la	

detección	de	la	mayor	actividad	de	fosfatasa	ácida	en	ese	tiempo.		

Las	cantidades	de	Cd2+	se	añadieron	considerando	al	CE50	obtenida	en	los	ensayos	dosis	–	

respuesta.	En	agar	Pikovskaya	usando	Ca-P	(Tabla	15A)	se	registraron	los	crecimientos	

de	las	cepas	evaluadas	(F	=	542.31;	p	=	0.0000);		A.	japonicus	(0.7771	cm-1	día)	y	A.	niger	

(0.7195	cm-1	día)	lograron	el	mayor	DCD	comparado	con	P.	italicum	(0.4706	cm	día-1)	y	

P.	 dipodomyicola	 (0.4091	 cm	 día-1).	 La	 cepa	 de	 A.	 japonicus	 logró	 el	 porcentaje	 de	

inhibición	 del	 crecimiento	 micelial	 más	 bajo	 (38.77%)	 y	 el	 IT	 más	 alto	 (0.6120)	 a	 la	

concentración	más	alta	de	Cd2+	(0.62	mM),	en	este	medio	fue	posible	detectar	el	halo	de	

solubilización	 de	 fosfato,	 P.	 italicum	 obtuvo	 la	 tasa	 más	 alta	 de	 solubilización	 en	 el	

control	(1.97)	sin	adición	de	Cd2+;	P.	dipodomyicola	mostró		los	valores	más	altos	de	ISF,	

sin	embargo	A.	niger		presentó	el	más	alto	ISF	(3.56)	a	la	concentración	de	0.62	mM.			

En	el	caso	de	tratamientos	con	Fe-P	(Tabla	15B)	se	realizó	el	mismo	procedimiento	para	

registrar	 el	 crecimiento	 de	 las	 cepas	 (F	 =	 183.24,	 p	 =	 0.0000),	 en	 este	 caso	 A.	 niger	

(0.7443	 cm-1	 día)	 obtuvo	 el	DCD	más	 grande	 comparado	 con	 las	 cepas	de	A.	 japonicus	

(0.44	cm-1	día	 ),	P.	italicum	 (0.5063	cm	día-1)	y	P.	dipodomyicola	 (0.2282	cm	día-1)	esta	

última	 cepa	 mostró	 	 el	 ICM	 más	 bajo	 (51.02%)	 y	 el	 IT	 más	 alta	 (0.4897)	 en	 la	

concentración	mayor	de	Cd2+	(0.62	mM)	no	se	observaron	diferencias	significativas	entre	

estos	 tratamientos	 para	 cada	 concentración,	 la	 presencia	 de	 halos	 no	 se	 detecto	 en	 la	

placas	de	Fe-P.	
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Tabla	15A.	Crecimiento	de	cuatro	cepas	evaluadas	bajo	estrés	por	Cd2+	en	medio	Pikowskaya	con	
Ca-P	

 
Cepa Concentración 

(mM) DCD (mm día-1) ICM (%) IT ISF 

Penicillium 

italicum 

Control 0.4706 ± 0.0077 a   1.9784 ± 0.0929 a 

0.075 0.4759 ± 0.0156 a 17.4753 ± 1.7238 a 0.8252 ± 0.0172 a 1.8007 ± 0.3074 a 

0.15 0.4156 ± 0.0514 a 28.4001 ± 6.4528 b 0.7160 ± 0.0645 b 1.9954 ± 0.7970 ab 

0.31 0.2344 ± 0.0258 b 51.9429 ± 4.3938 c 0.4281 ± 0.0371 c 2.0605 ± 0.3908 ab 

0.62 0.1500 ± 0.0368 c 67.4395 ± 2.2997 d 0.2599 ± 0.0274 d 2.5573 ± 0.2582 b 

      

Penicillium 

dipodomyicola 

Control 0.4091 ± 0.0276 a   1.9384 ± 0.1349 a 

0.075 0.2813 ± 0.0125 b 23.7773 ± 0.7909 a  0.7622 ± 0.0079 a 2.9047 ± 0.2945 b 

0.15 0.3031 ± 0.0188 b 29.4142 ± 1.7992 a 0.7059 ± 0.0180 a 2.8130 ± 0.3273 b 

0.31 0.2719 ± 0.0120 b 39.6962 ± 3.1363 b 0.6030 ± 0.0314 b 2.7594 ± 0.5005 b 

0.62 0.2125 ± 0.0144 c 62.9600 ± 4.1667 c 0.3704 ± 0.0417 c 3.3542 ± 0.3170 b 

      

Aspergillus 

japonicus 

Control 0.7772 ± 0.0062 a   0.8477 ± 0.0031 a 

0.075 0.6946 ± 0.0056 b 6.4396 ± 0.2989   a 0.9356 ± 0.0030 a 1.0385 ± 0.0219 b 

0.15 0.6908 ± 0.0075 b 11.1448 ± 0.5810 b 0.8886 ± 0.0058 b 1.0986 ± 0.0171 b 

0.31 0.4988 ± 0.0091 c 23.3119 ± 0.3273 c 0.7669 ± 0.0033 c 1.7086 ± 0.0278 c 

0.62 0.3875 ± 0.0010 d 38.7979 ± 0.7237 d 0.6120 ± 0.0072 d 2.1339 ± 0.0688 d 

      

Aspergillus 

niger 

Control 0.7195 ± 0.0106 b   1.4776 ± 0.0370 a 

0.075 1.1610 ± 0.0193 a 17.2357 ± 1.7324 a 0.8276 ± 0.0173 a 1.36 ± 0.037   a 

0.15 1.1215 ± 0.0706 a 37.0844 ± 5.1527 b 0.6292 ± 0.0515 b 1.5537 ± 0.2506 a 

0.31 0.3400 ± 0.0082 c 48.2525 ± 0.8341 c 0.5175 ± 0.0083 c 3.3356 ± 0.4023 b 

0.62 0.1793 ± 0.0009 d 67.8097 ± 2.4206 d 0.3219 ± 0.0242 d 3.5643 ± 0.2642 b 

Medias	(n	=	4)	con	la	misma	letra	no	son	significativamente	entre	si	(DMS	test,	α	=	0.05).	DCD	=	
Diámetro	de	crecimiento	diario,	IVM=	Inhibición	del	crecimiento	micelial,	IT	=	ïndice	de	

tolerancia,	ISF	=	Indice	de	solubilización	de	fosfato	
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Tabla	15B.		Crecimiento	de	cuatro	cepas	evaluadas	bajo	estrés	por	Cd2+	en	medio	Pikowskaya	con	Fe-P	

 
Cepa Concentración (mM) DCD (mm día-1) ICM (%) IT 

Penicillium italicum 

Control 0.5063 ± 0.0312 a   

0.075 0.3978 ± 0.0188 b 34.0319 ± 1.6879 a 0.6597 ± 0.0169 a 

0.15 0.3541 ± 0.0083 c 50.5326 ± 1.1518 b 0.4947 ± 0.0115 b 

0.31 0.2816 ± 0.0080 d 55.7442 ± 0.6009 c 0.3818 ± 0.0094 c 

0.62 0.1134 ± 0.0054 e 72.0897 ± 1.0671 d 0.2020 ± 0.0017 d 

     

Penicillium 

dipodomyicola 

Control 0.2281 ± 0.0030 a   

0.075 0.2325 ± 0.0084 a 27.2213 ± 1.9487 a 0.7278 ± 0.0195 a 

0.15 0.2159 ± 0.0145 bc 36.5856 ± 1.5144 b 0.6341 ± 0.0151 b 

0.31 0.1991 ± 0.0093 c 39.6313 ± 1.2745 c 0.6037 ± 0.0127 c 

0.62 0.1463 ± 0.0070 d 51.0256 ± 0.6759 d 0.4897 ± 0.0068 d 

     

Aspergillus japonicus 

Control 0.4400 ± 0.0382 a   

0.075 0.4266 ± 0.0036 a 10.7821 ± 1.2854 a 0.8922 ± 0.0129 a 

0.15 0.4428 ± 0.0057 a 39.6769 ± 2.5493 b 0.6032 ± 0.0255 b 

0.31 0.3497 ± 0.0103 b 62.7209 ± 1.5084 c 0.3728 ± 0.0151 c 

0.62 0.1016 ± 0.0054 c 84.0220 ± 0.2710 d 0.1598 ± 0.0027 d 

     

Aspergillus niger 

Control 0.7444 ± 0.0388 a   

0.075 0.7369 ± 0.0171 ab 8.7986 ± 0.9470 a 1.1942 ± 0.0115 a 

0.15 0.6806 ± 0.0101 b 17.9264 ± 1.0620 b 1.0786 ± 0.0139 b 

0.31 0.5225 ± 0.6346 c 56.5473 ± 2.3375 c 0.6620 ± 0.0306 c 

0.62 0.3806 ± 0.0163 d 67.2953 ± 0.9525 d 0.4370 ± 0.0136 d 

Medias	(n	=	4)	con	la	misma	letra	no	son	significativamente	entre	si	(DMS	test,	α	=	0.05).	DCD	=	
Diámetro	de	crecimiento	diario,	IVM=	Inhibición	del	crecimiento	micelial,	IT	=	ïndice	de	

tolerancia,	ISF	=	Indice	de	solubilización	de	fosfato	
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En	 cuanto	 a	 los	 efectos	 toxicológicos	 del	 Cd2+	 ejercidos	 sobre	 el	 crecimiento	 de	 los	

hongos	 y	 su	 morfología,	 según	 el	 análisis	 Probit	 en	 el	 medio	 Pikovskaya	 usando	

Ca3(PO4)2	 el	 hongo	más	 susceptible	 a	 Cd2+	 fue	A.	 japonicus	 con	 una	 CE50	 de	 0.26	mM;	

mientras	 que	 las	 cepas	 más	 tolerantes	 fueron	 P.	 dipodomyicola	 y	 A.	 niger	 que	

presentaron	 	 valores	 de	 0.35	 y	 0.46	mM,	 respectivamente	 (Tabla	 16).	Mientras	 que	 el	

medio	Pikovskaya	 con	FePO4,	P.	 italicum	 fue	 la	 cepa	más	 susceptibles	 con	una	CE50	de	

0.18	mM,	mientras	que	 la	cepa	más	 tolerante	resultó	P.	dipodomyicola	 con	una	CE50	de	

0.62	mM	(Tabla	16).	

Tabla	16.	Concentración	efectiva	media	(CE50)	obtenida	a	través	de	un	ensayo	dosis	respuesta	
con	Ca-P	y	Fe-P	inoculados	con	cepas	fúngicas	aisladas	de	la	rizósfera	de	P.	australis	

Cepa	
Tipo	de	
Fosfato	

	

CE50	
(mM)	
	

Intervalos	de	
confianza	(mM)	

Ecuación	
Probit	

χ2	 Pr	>	χ2	

P.	italicum	 	

	

	

Ca3(PO4)2	

0.32	 0.29	–	0.34	b	

	

y	=	2.02	+	

1.015	x	

345.57	 <	0.0001	

P.	dipodomyicola	 0.46	 0.36	–	0.51	a	

	

y	=	0.4323	+	

1.1691	x	

137.9	 <	0.0001	

A.	japonicus	 0.26	 0.25	–	0.27	c	

	

y	=	2.54	+	4.44	

x	

628.84	 <	0.0001	

A.	níger	 0.35	 0.32	–	0.40	ab	

	

y	=	1.676x	+	

0.7470	x	

266.15	 <	0.0001	

P	italicum	 	

	

	

FePO4	

0.18	 0.15	–	0.21	d	

	

y	=	0.0715	+	

1.0104	x	

113.24	 <	0.0001	

P.	dipodomyicola	 0.62	 0.46	–	1.02	a	

	

y	=	0.1316	+	

0.6426	x	

46.44	 <	0.0001	

A.	japonicus	 0.26	 0.25	–	0.27	c	

	

y	=	2.54	+	4.44	

x	

628.84	 <	0.0001	

A.	níger	 0.35	 0.32	–	0.38	b	

	

y	=	2.07x	+	

0.9414	x	

353.96	 <	0.0001	

De	acuerdo	con	la	superposición	de	la	Intervalos	de	confianza,	medias	con	la	misma	letra	no	son	
significativamente	diferentes	uno	del	otro		(α	=	0.05).	CE50	=	Concentración	efectiva	media		
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Diseño	experimental	

Los	resultados	obtenidos	para	cada	cada	uno	de	los	20	experimentos	se	utilizaron	para	

obtener	modelos	matemáticos	para	cada	cepa	fúngica	en	cada	tipo	de	fosfato	evaluado.	

La	 concentración	 inicial	 de	 fósforo	 introducida	 en	 forma	 de	 sales	 de	 fosfato	 fue	 99.88	

mgL-1	 (Ca-P)	 y	 65.45	mgL-1	 (Fe-P),	 estos	 valores	 fueron	 calculados	 de	 acuerdo	 al	 peso	

molecular	 de	 cada	 compuesto,	 después	 de	 cinco	 días	 de	 incubación.	 Se	 evaluó	 la	

eficiencia	 de	 solubilización	 de	 fosfato	 	 mostrada	 en	 la	 Tabla	 17	 como	 porcentaje	 de	

fósforo	soluble,	en	la	parte	inferior	de	la	tabla	se	incluye		el	porcentaje	de	fósforo	soluble	

en	 ausencia	 de	 Cd2+.	 La	 cepa	 con	 el	 mayor	 porcentaje	 de	 solubilización	 a	 cinco	 días	

resulto	 P.	 italicum	 mientras	 que	 A.	 japonicus	 mostró	 	 la	 menor	 eficiencia	 de	

solubilización;	 los	 tratamientos	 con	 Ca-P	 obtuvieron	 mayores	 eficiencias	 de	

solubilización	comparados	con	los	tratamientos	con	Fe-P.	

El	efecto	de	los	factores	evaluados	en	la	solubilización	de	fosfato	se	determinó	a	partir	de	

un	 análisis	ANOVA,	 en	 la	 tabla	 18	 se	muestran	 los	modelos	 obtenidos	 para	 cada	 cepa,	

para	 las	 cepas	 de	 Penicillium	 ninguno	 de	 los	 factores	 evaluados	 difieren	

significativamente	en	los	tratamientos	con	Ca-P,	sin	embargo	en	los	tratamientos	con	P-

Fe,	el	factor	más	significativo	para	P.	italicum	fue	el	Cd2+	(F:	25.66,	p:	0.0007);	mientras	

que	para	P.	dipodomyicola	los	 factores	más	significativos	 fueron	 la	glucosa	(F:	18.42,	p:	

0.002),	 sulfato	 de	 amonio	 (F:	 14.57,	 p:	 0.004)	 y	 la	 interacción	 entre	 estos	 factores	 (F:	

14.57,	 p:	 0.0041).	 Por	 otra	 parte,	 en	 el	 caso	 de	 especies	 de	 Aspergillus	 se	 observó	 un	

mayor	 efecto	 de	 los	 factores	 evaluados;	 en	 el	 caso	 de	A.	 japonicus	 el	 factor	 de	mayor	

importancia	 que	 resultó	 ser	 el	 Cd+2	 para	 ambos	 tratamientos	 para	 P-Ca	 (F:	 12.25;	 p=	

0.0067)	y	P-Fe	(F:	16.42;	p=	0.0029),	mientras	tanto	para	A.	niger	el	extracto	de	levadura	

resultó	ser	el	factor	de	mayor	impacto	(F:	5.62;	p=	0.0419)	en	los	tratamientos	de	P-Ca,	

para	 los	 tratamientos	 con	 P-Fe	 solamente	 la	 interacción	 Cd2+/glucosa	 (F:	 9.23;	 p=	

0.0141)	fue	el	factor	más	significativo.		
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Tabla	17.	Eficiencia	de	solubilización	(%)	obtenido	despues	de	cinco	días	de	incubación	

 P. italicum P. dipodomyicola A. japonicus A. niger 

Tratamiento P-Ca P-Fe P-Ca P-Fe P-Ca P-Fe P-Ca P-Fe 

1 19.001 3.095 13.639 0.000 5.681 3.508 1.091 9.553 

2 19.563 3.690 13.746 0.000 5.316 3.418 1.338 7.949 

3 18.384 4.483 12.245 0.000 6.699 3.066 1.005 6.247 

4 17.956 3.783 14.738 0.000 5.541 3.591 0.984 7.687 

5 17.232 0.596 13.773 0.000 7.943 2.756 0.770 6.705 

6 15.864 1.076 18.571 0.000 7.461 0.310 0.866 10.158 

7 21.601 4.119 18.116 0.937 4.469 1.108 0.823 9.716 

8 18.250 0.683 10.314 0.000 7.311 0.000 0.834 7.916 

9 18.411 1.202 13.076 0.322 5.477 3.835 0.737 10.158 

10 14.202 4.364 15.810 0.000 7.568 9.503 2.861 8.342 

11 15.462 0.698 19.108 0.000 7.611 1.235 1.863 10.060 

12 10.556 3.742 6.052 0.000 5.927 3.549 2.785 7.180 

13 13.988 4.373 8.572 0.000 6.978 3.844 2.389 8.096 

14 16.320 0.442 22.914 0.457 7.933 4.506 1.928 4.611 

15 8.652 0.359 12.326 0.015 7.632 0.000 2.571 8.456 

16 18.036 4.634 12.272 2.000 9.874 2.581 2.324 7.098 

17 21.280 4.487 17.205 0.759 6.689 1.830 0.802 8.735 

18 16.749 3.551 10.368 0.000 5.799 3.639 2.217 9.291 

19 20.422 4.107 20.341 2.115 6.753 3.598 2.861 7.867 

20 16.267 0.367 15.837 0.000 7.161 0.000 1.949 5.429 

Control 38.006 3.178 37.465 1.536 35.302 0.678 37.485 0.521 
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Tabla	18	Modelos	obtenidos	para	el	fósforo	soluble	después	de	cinco	días	de	incubación.	

Cepa 

Tipo 

de 

Fosfato 

 

Modelo F 
P -

Value 
R2 

C.V. 

% 

P. italicum 

P-Ca 
16.89 + 1.36A - 1.49B - 0.92C + 0.39D – 0.03AB + 

0.08AC + 1.04AD – 0.44BC + 0.36BD – 0.67CD 
1.10 0.4498 0.54 18.81 

P-Fe 
1.76 + 0.90A + 0.049B – 0.30C - 0.28D + 0.33AB + 

0.022AC + 0.10AD + 0.31BC + 0.24BD + 0.057CD 
3.97 0.0250 0.81 40.27 

P. dipodomyicola 

P-Ca 
14.43 – 0.37A – 0.56B – 1.27C – 0.87D + 0.1AC + 

0.54AD + 1.31BC  - 0.55BD – 1.73CD 
0.61 0.7756 0.40 32.19 

P-Fe 

0.19 + 0.037A – 0.24B – 0.21C - 0.098D – 0.037AB 

– 0.011AC + 0.028AD + 0.21 BC + 0.098BD + 

0.12CD 

6.00 0.0063 0.8696 116.51 

A. japonicus 

P-Ca 
6.78 – 0.81A + 0.27B – 0.23C – 0.28D + 0.47AB + 

0.25AC – 0.13AD + 0.24BC + 0.20BD + 0.24CD 
2.46 0.0961 0.7318 13.66 

P-Fe 
1.83 + 0.77A + 0.14B  - 0.054C – 0.30D + 0.37AB + 

0.83AC – 0.56AD + 0.32BC – 0.29BD – 0.22CD 
5.74 0.0074 0.8645 41.55 

A. niger 

P-Ca 

1.65 – 0.018A + 0.021B – 0.100C – 0.44D + 0.14AB 

– 0.017AB – 0.32AD + 0.28BC + 0.082BD + 

0.20CD 

1.34 0.3337 0.5989 44.62 

P-Fe 
5.28 + 0.27A + 0.25B + 0.072C – 0.10D – 0.60AB – 

0.21AC+ 0.31AD – 0.10BC – 0.43BD + 0.17CD 
2.28 0.1157 0.7167 14.90 

Variables:	A.	Cadmio,	B.	Glucosa,	C.	Sulfato	de	amonio,	D.	Extracto	de	levadura	

El	 efecto	 toxicológico	 ejercido	 por	 la	 presencia	 del	metal	 se	 refleja	 directamente	 en	 el	

crecimiento	 fúngico	 y	 tambien	 sobre	 la	 fisiología	 y	 el	metabolismo,	 por	 ejemplo,	 se	ha	

demostrado	 que	 la	 capacidad	 de	 solubilización	 de	 fosfato	 se	 mantiene	 incluso	 en	 la	

presencia	 de	 Cd+2.	 Por	 otra	 parte	 Kozlova	 et	al.,	 (2010)	 reportaron	 que	 los	 iones	 Ca+2	

promueven	la	esporulación	y	el	crecimiento	micelial,	por	lo	que	existe	la	hipótesis	de	que	

las	 cepas	 que	 crecen	 en	 medio	 Pikowskaya	 con	 calcio	 pueden	 presentar	 un	 mayor	

crecimiento	en	comparación	con	aquellos	en	los	que	se	suplementó	el	medio	con	hierro.	

La	 capacidad	 para	 solubilizar	 fosfatos	 puede	 estar	 relacionado	 con	 el	 grado	 de	

solubilidad	de	los	compuestos,	mientras	que	el	Ca3(PO4)2	tiene	mayor	solubilidad	(2.21	×	

10-4	gL-1)	en	comparación	con	el	FePO4	(1.78	×	10-9	gL-1).	Por	lo	que	los	compuestos	de	
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calcio	 son	 más	 fácilmente	 solubilizados	 (Nahas	 y	 Barroso,	 2005),	 por	 otro	 lado	 es	

probable	que	la	cantidad	de	fosfato	solubilizado	en	los	tratamientos	con	fosfato	de	hierro	

pudiera	ser	utilizado	en	el	metabolismo	fúngico	(Hernández	-	Leal	et	al.,	2011).	

Ácidos	Orgánicos	y	Fosfatasa	

Estas	 variables	 de	 respuesta	 están	 directamente	 relacionadas	 con	 la	 solubilización	 de	

fosfato,	 tres	 ácidos	 orgánicos	 (ácido	 oxálico,	 cítrico,	 glucónico)	 fueron	 evaluados,	

inicialmente	no	 fue	posible	determinar	diferencias	significativas	entre	 los	 tratamientos	

de	 acuerdo	 con	 la	 producción	 de	 ácidos	 orgánicos	 por	 parte	 de	 las	 cepas	 fúngicas	 no	

obstante,	 los	 efectos	 principales	 en	 A.	 niger	 se	 observaron	 en	 el	 tratamiento	 de	 Ca-P	

donde	 el	 factor	 de	 la	mayor	 importancia	 es	 el	 Cd2+	 (F:	 5.62;	 p=	 0.0419)	 para	 el	 ácido	

cítrico,	mientras	que	el	ácido	glucónico	el	factor	significativo	es	la	interacción	entre	el	las	

fuentes	de	nitrógeno,	sulfato	de	amonio	y	extracto	de	levadura	(F:	6.66;	p=	0.0297);	para	

P.	italicum	en	el	tratamiento	con	Fe-P	se	observó	un	efecto	significativo	del	extracto	de	

levadura	 sobre	 la	producción	de	 ácido	glucónico	 (F:	6.22;	p=	0.0342);	para	 el	 caso	del	

ácido	oxálico	se	determinaron	diferencias	significativas	en	el	tratamiento	con	Ca-P	para	

P.	dipodomyicola	 donde	 la	 interacción	 entre	Cd2+	 y	 sulfato	de	 amonio	 fue	 el	 efecto	 con	

mayor	significatividad	(F:	7.37;	p=	0.0238).	

En	cuanto	a	los	factores	de	mayor	impacto	sobre	la	actividad	enzimática	de	la	fosfatasa	

(Figura	 21),	 se	 observó	 un	 efecto	 significativo	 para	 los	 tratamientos	 de	 Ca-P	 con	 P.	

italicum,	el	efecto	de	mayor	 importancia	es	 la	 interacción	sulfato	de	amonio	/	Cd2+	(	F:	

7.09;	 p=	 0.0259)	 para	 la	 fosfatasa	 ácida,	 en	 el	 caso	 de	 la	 fosfatasa	 alcálina	 el	 Cd2+	 (F:	

14.29;	 p=	0,0043)	 fue	 el	 factor	de	mayor	 significatividad;	 en	 el	 caso	de	A.	 japonicus	 se	

observaron	las	mismas	tendencias	en	los	tratamientos	con	P-Ca	para	ambas	actividades	

enzimáticas,	en	el	caso	de	la	fosfatasa	ácida	la	interacción	Cd2+	-	extracto	de	levadura	(F:	

6.81;	 p=	 0.0283)	 es	 el	 factor	 de	 mayor	 significatividad	mientras	 que	 en	 el	 caso	 de	 la	

fosfatasa	alcalina,	el	Cd2+	(F:	7.29;	p=	0,0244)	es	el	 factor	de	mayor	significatividad,	no	

obstante,	en	los	tratamientos	de	A.	japonicus	con	P-Fe,	el	Cd2+	(F:	5.72;	p=	0,0405)	resulta	

ser	el	factor	de	mayor	significativad	sobre	la	actividad	de	la	fosfatasa	ácida;	para	el	caso	

de	P.	 dipodomyicola	 con	 P-Ca	 hay	 un	 efecto	 significativo	 de	 la	 interacción	 de	 glucosa-
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sulfato	 de	 amonio	 (F:	 5.99;	 p=	 0.0401)	 sobre	 la	 actividad	 fosfatasa	 alcalina	 y	 para	 la	

misma	cepa	pero	con	tratamiento	P-Fe	el	factor	de	mayor	significatividad	resulta	ser	la	

interacción	Cd2+	-	Glucosa	(F:	5.85;	p=	0.0387),	el	efecto	significativo	del	Cd2+	(F:	11.87;	

p=	 0.0073)	 sobre	 la	 actividad	 de	 la	 fosfatasa	 alcalina	 también	 se	 observó	 en	 el	

tratamiento	de	A.	niger	con	P-Ca.	

Figura	21.	Efecto	de	varios	factores	evaluados	sobre	la	actividad	de	la	fosfatasa	A.	Fosfatasa	
ácida,	P.	italicum	–	P-Ca		B.	Fosfatasa	álcalina,	P.	italicum	–	P-Ca	C.	Fosfatasa	álcalina,	P.	
dipodomyicola	–	P-Ca.	D.	Fosfatasa	álcalina,	P.	dipodomyicola	–	P-Fe	E.	Fosfatasa	ácida,	A.	
japonicus	–	P-Ca		F.	Fosfatasa	álcalina,	A.	japonicus	–	P-Ca.	

La	producción	de	ácidos	orgánicos	 tales	 como	oxálico,	 cítrico,	 glucónico	y	 succínico	ha	

sido	reportada	para	hongos	de	los	géneros	Aspergillus	y	Penicillium	(Maliha	et	al.,	2004),	

la	 generación	 de	 ácidos	 orgánicos	 no	 debe	 ser	 considerado	 como	 un	 mecanismo	 de	

tolerancia	 respuesta	 a	 la	 presencia	 de	 metales	 (Meharg,	 2003),	 en	 nuestro	 estudio	

determinamos	que	la	generación	de	ácidos	orgánicos	permitió	una	disminución	en	el	pH	

del	medio	que	favorece	la	solubilización	de	fosfato.	Sin	embargo,	la	presencia	de	cadmio	

podría	interactuar	con	los	ácidos	orgánicos	generados	por	el	hongo	(Fomina	et	al.,	2005);	

Budford	et	al.,	 (2003)	 se	 han	 centrado	 en	 la	 disolución	 y	 transformación	de	minerales	
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que	 contienen	 calcio	 (por	 ejemplo,	 fosfatos	de	 calcio)	 a	 través	de	 ácidos	orgánicos,	 las	

propiedades	metal-complejantes	de	los	ácidos	orgánicos	facilitan	la		biodisponibilidad	de	

elementos,	determinan	 la	especiación	de	metales	y	su	movilidad	en	el	medio	ambiente	

(Gadd,	2000;	Gadd,	2004).	La	producción	de	ácidos	orgánicos	y	fosfatasas	incrementa	la	

solubilización	de	fosfato	mediante	la	liberación	de	fosfatos	orgánicos	y	su	mineralización	

mediante	el	aumento	de	la	tasa	de	escisión	hidrolítica	(George	et	al.,	2002);	de	acuerdo	

con	 el	 estudio	 de	 Renella	 et	 al.,	 (2003)	 ambas	 fosfatasas	 estan	 indirectamente	

relacionados	con	la	disminución	de	la	toxicidad	de	metales	a	través	de	la	precipitación	de	

los	 iones	 en	 forma	 de	 fosfatos	 lo	 cual	 impide	 la	 captación	 celular;	 la	 reducción	 de	 la	

biomasa	fúngica	se	observa	por	efecto	de	la	limitación	de	glucosa	y	fuentes	de	nitrógeno,	

además	de	la	suplementación	de	Cd+2	como	lo	reporta	Landi	et	al.,	(2000).	

H2O2,	biomasa,	proteína	y	pH	

En	los	tratamientos	de	Aspergillus	se	observó	un	efecto	mayor	de	los	factores	evaluados	

en	la	generación	de	peróxido	de	hidrógeno,	especialmente	en	el	caso	de	tratamientos	de	

A.	niger	 con	Ca-P	 y	 Fe-P	 (Figura	22);	 en	 los	 tratamientos	 de	Ca-P	 el	 efecto	 de	Cd2+	 (F:	

7.69;	p=	0.0217),	sulfato	de	amonio	(F:	6.59;	p=	0.0314),	extracto	de	 levadura	(F:	5.28;	

p=	 0.0472)	 y	 la	 interacción	 entre	 los	 factores,	 Cd2+/	 sulfato	 de	 amonio	 (F:	 6.38;	 p=	

0.0324),	Cd2+/extracto	de	levadura	(F:	7.22;	p=	0.0249)	y	sulfato	de	amonio	/	extracto	de	

levadura	(F:	7.17;	p=	0.0253),	en	el	caso	de	los	tratamientos		con	Fe-P	se	determinó	que	

los	efectos	significativos	son	Cd2+	(F:	26.58;	p=	0.0006),	sulfato	de	amonio	(F:	11.75;	p=	

0.0075)	 y	 la	 interacción	 entre	 Cd2+/extracto	 de	 levadura	 (F:	 6.57;	 p=	 0.0365).	 Para	A.	

japonicus	las	interacciones	entre	Cd2+	y	los	otros	factores	evaluados	glucosa	(F:	15.96;	p=	

0.0031),	 sulfato	 de	 amonio	 (F:	 7.86;	 p=	 0.0206)	 y	 extracto	 de	 levadura	 (F:	 6.15;	 p=	

0.0350	),	así	como	la	interacción	entre	sulfato	de	amonio/extracto	de	levadura	(F:	9.57;	

p=	0.0129)	tuvieron	un	efecto	significativo	sobre	la	producción	de	H2O2.	En	el	caso	de	las	

cepas	 de	 Penicillium	 solamente	 se	 determinó	 el	 efecto	 significativo	 de	 la	 glucosa	 (F:	

17.62;	p=	0.0023)		en	el	tratamiento	de	Fe-P	para		P.	dipodomyicola.	
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Figura	22.	Efectos	significativos	de	los	factores	evaluados	en	la	produccion	de	peróxido	de	
hidrógeno	A.	Aspergillus	japonicus	P-Fe	B.	Aspergillus	niger	P-	Fe	C.	Aspergillus	niger	–	P-Ca	

En	 el	 caso	 de	 la	 biomasa,	 la	 adición	 de	 Cd+2	 presento	 un	 efecto	 significativo	 en	 los	

tratamientos,	por	ejemplo	P.	 italicum	con	Ca-P	 (F:	6.33;	p=	0.033)	y	Fe-P	 (F:	36.54;	p=	

0.0002	),	A.	japonicus	con	Ca-P	(F:	7.72;	p=	0.0214)	y	Fe-P	(F:	10.92;	p=	0.0092),	y	para	A.	

niger	con	Ca-P	(F:	13,68;	p=	0,0049)	,	para	el	tratamiento	de	P.	dipodomyicola	con	Ca-P	la	

interacción	sulfato	de	amonio/Cd2+	(F:	6.02;	p=	0.0439)	presentó	un	efecto	significativo.	

Otro	factor	de	influencia	fue	la	glucosa	para	A.	japonicus	con	Ca-P	(F:	6.25;	p=	0.0338)	y	P.	

italicum	 con	 Ca-P	 (F:	 9.55;	 p=	 0.0129),	 para	 esta	 misma	 cepa	 la	 interacción	

glucosa/extracto	 de	 levadura	 (F:	 6.68;	 p=	 0.0295)	 también	 presentó	 un	 efecto	

significativo	en	Ca-P.		
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Para	 el	 caso	 de	 proteína	 total,	 el	 factor	 Cd2+	 presentó	 un	 efecto	 significativo	 en	 los	

tratamientos,	P.	italicum	con	Fe-P	(F:	23.9;	p=	0.0009)	y	para	A.	japonicus	Fe-P	(F:	13.55;	

p=	0.0051	),	en	el	caso	de	esta	cepa	el	extracto	de	levadura	(F:	11.42;	p=	0.0081)	tuvo	un	

efecto	significativo,	para	P.	italicum	los	factores	más	influyentes	son	glucosa	(F:	9.55;	p=	

0.0129)	y	la	interacción	entre	el	extracto	de	levadura/	glucosa	(	F:	6.68;	p=	0.0295).	En	

los	tratamientos	con	Fe-P,	un	efecto	significativo	del	Cd2+	sobre	el	pH,	para	cepas	como	P.	

dipodomyicola	(F:	6.43;	p=	0.0319),	A.	japonicus	(F:	9.15,	p:	0.0114)	y	A.	niger	(F:	6.43;	p=	

0.0319),	 en	 el	 caso	 de	 los	 tratamientos	 con	 Ca-P,	 el	 sulfato	 de	 amonio	 tuvo	 un	 efecto	

mayor	sobre	el	pH,	pero	sólo	en	el	 caso	de	P.	dipodomyicola	 (F:	77.31;	p	<0.0001)	y	A.	

niger	(F:	77.3;	p	<0.0001).	

Los	 factores	 nutricionales	 en	 el	 medio	 de	 cultivo	 tienen	 gran	 influencia	 sobre	 el	

crecimiento	de	 los	hongos,	 la	habilidad	de	solubilización	de	 fosfato	e	 inclusive	sobre	 la	

producción	de	metabolitos	 involucrados	en	el	proceso.	La	solubilización	de	fosfato	esta	

directamente	relacionada	con	 la	disminución	del	pH,	 la	generación	de	ácidos	orgánicos	

es	resultado	del	metabolismo	de	la	fuente	de	carbono	(Chung	et	al.,	2005;	Vassilev	et	al.,	

2006;	Gulati	et	al.,	2010),	en	el	caso	de	la	glucosa,	es	una	fuente	de	carbono	de	fácil.	La	

capacidad	de	solubilización	también	depende	de	la	naturaleza	de	la	fuente	de	nitrógeno	

utilizada	 en	 el	medio	 de	 cultivo;	 se	 han	 reportado	mayores	 tasas	 de	 solubilización	 de	

fosfato	en	medio	líquido	cuando	se	adicionan	sales	de	amonio	a	diferencia	de	cuando	se	

utiliza	nitrato	como	fuente	de	nitrógeno,	esto	se	ha	atribuido	a	la	extrusión	de	protones	

que	 producen	 una	 acidificación	 mayor	 del	 pH	 extracelular	 (Scervino	 et	 al.,	 2010).	 El	

metabolismo	de	amonio	por		parte	de	los	hongos	conduce	a	una	rápida	caída	en	el	pH	del	

medio,	 se	 cree	 que	 la	 excreción	 de	 protones	 que	 acompaña	 a	 la	 asimilación	 del	 ion	

amonio	 puede	 ser	 la	 explicación	 más	 probable	 para	 la	 solubilización	 microbiana	 sin	

producción	de	ácido	orgánico	(Park	et	al.,	2009).	Además,	la	toxicidad	de	los	metales	en	

los	 hongos	puede	 resultar	 en	 la	 generación	de	 especies	 reactivas	 de	 oxígeno	 (ROS)	 en	

este	caso	la	producción	de	H2O2	se	considera	como	un	mecanismo	de	respuesta	al	estrés	

fisiológico	 por	 la	 concentración	 de	 Cd2+	 en	 el	 medio	 de	 cultivo	 (Hammel	 et	 al.,	 2000;	

Tanaka	et	al.,	2006).	
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7.3	Experimentos	Hidropónicos	

7.3.1	Fitotoxicidad	de	metales	

A	 través	 de	 una	 inspección	 visual,	 se	 evaluó	 el	 efecto	 toxicológico	 ejercido	 por	 los	

metales	evaluados	sobre	el	crecimiento	y	desarrollo	de	P.	australis	(Figura	23),	los	demás	

parámetros	se	evaluaron	a	través	de	las	metodologías	descritas	en	la	sección	6.7.2	

	

Figura	23.	Efecto	fitotóxico	ejercido	por	el	cadmio	y	el	plomo	sobre	plantas	juveniles	de	P.	
autralis	a	cinco	diferentes	concentraciones	de	metal	desde	2.5	y	hasta	25	ppm	.	

Parámetros	Agronómicos	

A	 través	 de	 la	 medición	 de	 parámetros	 agronómicos	 (altura/longitud	 radical)	 se	

determinó	 un	 análisis	 Probit	 para	 cada	 parámetro	 (Tabla	 19);	 de	 acuerdo	 a	 los	

resultados	 obtenidos	 se	 observó	 que	 el	 metal	 de	 mayor	 fitotoxicidad	 resulta	 ser	 el	

cadmio	al	obtener	los	valores	menores	de	CE50.		
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Tabla	19	Análisis	Probit	para	altura	y	longitud	radical	de	P.	australis	creciendo	en	una	agua	
sintética	suplementada	con	metales	Cd	y	Pb	

Altura	planta	con	Cd	

Tiempo	de	

Exposición	

CE50	mgL-1	 Intervalo	de	confianza	 Pendiente	±	

Log	10	

Ecuación	Probit	 χ2	 Pr	>	χ2	

7	 0.83	a	 0.613	–	1.056	 1.14	 y	=	1.14x	+	0.08	 137.65	 <0.0001	

14	 1.03	a	 0.56	–	1.49	 0.586	 y	=	0.586x	–	0.009	 44.17	 <0.0001	

21	 0.588	a	 0.277	–	0.921	 0.634	 y	=	0.634x	+	0.146	 48.92	 <0.0001	

28	 0.432	a	 0.202	–	0.690	 0.714	 y	=	0.714x	–	0.259	 57.93	 <0.0001	

	

Altura	planta	con	Pb	

Tiempo	de	

Exposición	

CE50	mgL-1	 Intervalo	de	confianza	 Pendiente	±	

Log	10	

Ecuación	Probit	 χ2	 Pr	>	χ2	

7	 2.14	a	 1.96	–	2.33	 2.23	 y	=	2.23x	+	0.74	 446.31	 <0.0001	

14	 2.15	a	 1.82	–	2.47	 1.19	 y	=	1.19x	–	0.396	 171.92	 <0.0001	

21	 1.76	a	 1.13	–	2.35	 0.57	 y	=	0.57x	+	0.14	 43.5	 <0.0001	

28	 1.89	a	 1.65	–	2.13	 1.54	 y	=	1.54x	–	0.42	 261.28	 <0.0001	

	

Longitud	radical	planta	con	Cd	

Tiempo	de	

Exposición	

CE50	mgL-1	 Intervalo	de	confianza	 Pendiente	±	

Log	10	

Ecuación	Probit	 χ2	 Pr	>	χ2	

7	 0.034	a	 0.0005	–	0.158	 0.4006	 y	=	0.4006x	+	0.58	 17.172	 <0.0001	

14	 0.6866	b	 0.417	–	0.96	 0.8313	 y	=	0.8313x	–	

0.135	

80.02	 <0.0001	

21	 0.743	b	 0.342	–	1.158	 0.5629	 y	=	0.6297x	+	

0.072	

40.498	 <0.0001	

28	 0.862	b	 0.6996	–	1.021	 1.629	 y	=	1.629x	–	

0.1044	

212.32	 <0.0001	

	

Longitud	radical	planta	con	Pb	

Tiempo	de	

Exposición	

CE50	mgL-1	 Intervalo	de	confianza	 Pendiente	±	

Log	10	

Ecuación	Probit	 χ2	 Pr	>	χ2	

7	 4.47	ab	 3.86	–	5.21	 1.03	 y	=	1.03x	+	0.67	 130.64	 <0.0001	

14	 3.16	ab	 2.79	–	3.57	 1.275	 y	=	1.27x	–	0.638	 194.19	 <0.0001	

21	 6.54	a	 4.79	–	10.3	 0.488	 y	=	0.488x	+	0.398	 31.36	 <0.0001	

28	 2.68	b	 2.33	–	3.05	 1.246	 y	=	1.246x	–	0.53	 185.62	 <0.0001	
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Para	el	caso	de	la	altura	de	la	planta	no	se	presento	diferencia	significativa	con	respecto	

al	tiempo	de	exposición	al	metal	aunque	se	observo	que	conforme	aumento	el	tiempo	de	

exposición	disminuyó	la	CE50;	mientras	que	en	el	caso	de	la	longitud	radical	se	observó	

una	 diferencia	 entre	 el	 tiempo	 de	 exposición	 a	 los	 7	 días	 para	 el	 Cd,	 de	 acuerdo	 a	 lo	

observado	 en	 la	 tabla	 16,	 el	 Cd	 resultó	 más	 tóxico	 durante	 los	 primeros	 7	 días	

posteriormente	conforme	la	planta	crece	incrementa	su	tolerancia.	

Parámetros	Bioquimicos	

La	 clorofila	 fue	 uno	 de	 los	 primeros	 parámetros	 que	 se	 evaluaron	 para	 determinar	 el	

efecto	 del	 metal,	 de	 los	 primeros	 sintomas	 de	 toxicidad	 fácilmente	 detectables	 es	 la	

clorosis	 que	 se	 relaciona	 con	 la	 disminución	 en	 la	 cantidad	 de	 clorofila	 cuantificada	

(Figura	24).	 	 La	 tendencia	de	 la	 concentración	de	 clorofila	 a	disminuir	 con	 respecto	 al	

tiempo	de	exposición	al	metal,	esto	se	relaciona	con	el	desarrollo	de	la	planta	a	través	del	

tiempo.	Se	detectaron	diferencias	significativas	entre	concentraciones	para	cada	tiempo,	

para	7	días	 (Cd	 (Fo:	 315.41;	p=	0.0000)/Pb	 (Fo:	189.75;	p=	0.0000)),	 14	días	 (Cd	 (Fo:	

31.18;	p=	0.0000)/Pb	(Fo:	489.56;	p=	0.0000)),	21	días	(Cd	(Fo:	40.09;	p=	0.000)/Pb	(Fo:	

67.86;	p=	0.0000))	y	28	días	(Cd	(Fo:	67.86;	p=	0.0000)/Pb	(Fo:	30.76;	p=	0.0000)).	

En	 el	 caso	 de	 la	 clorofila,	 en	 el	 análisis	 del	 diseño	 factorial,	 los	 tres	 factores	 son	

sumamente	 significativos,	 en	 particular	 el	 tiempo	 de	 exposición	 es	 el	 factor	 de	mayor	

impacto	 (F:	 214.18;	 p=0.0000),	 el	 tipo	 de	metal	 tambien	 resulta	 ser	 un	 factor	 de	 alta	

significancia	 (F:	 91.58;	 p=0.0000)	 seguido	 del	 incremento	 en	 las	 concentraciones	 de	

metal	(F:	32.44;	p=0.0000).	
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Figura	24.	Cuantificación	de	clorofila	a	diferentes	tiempos	de	exposición	y	a	cada	concentración.	Medias	
con	la	misma	letra	no	son	significativamente	diferentes	entre	sí	(n	=	9,	media		±  SEM,	α	<0,01).	

Para	el	análisis	de	parámetros	bioquimicos		se	utilizaron	las	metodologias	descritas	en	la	

sección	 6.7.2;	 el	 análisis	 estadístico	 se	 realizó	 para	 cada	 parámetro	 con	 respecto	 a	 la	

concentración	 del	 metal,	 para	 las	 muestras	 de	 tejido	 vegetal	 del	 día	 7	 y	 el	 día	 14	 se	

realizaron	 las	 determinaciones	 solo	 para	 parte	 aérea	 debido	 a	 que	 no	 hubo	 suficiente	

densidad	radical,	por	lo		 que	no	se	contaba	con	suficiente	cantidad	de	tejido	vegetal	para	

su	 procesamiento.	 En	 el	 caso	 de	 las	 muestras	 obtenidas	 a	 los	 21	 y	 28	 días	 las	

determinaciones	 se	 realizaron	 por	 separado	 para	 parte	 aérea	 y	 raíces,	 los	 resultados	

para	el	día	28	se	muestran	en	la	Tabla	20.		
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Tabla	20.	Parámetros	Bioquímicos	evaluados	en	el	ensayo	fitotóxico,	después	de	28	días	de	
ensayo.	

CADMIO	

	 Parte	aérea	 	 Raíces	

[C]								ppm	 Peróxido	

mm	gPF-1	

Proteína	

mgmL-1	

Azúcares	

mg	gPF-1	

	 Peróxido	

mm	gPF-1	

Proteína	

mgmL-1	

Azúcares	

mg	gPF-1	

0	 0.5693	±	

0.5566	a	

0.7924	±	

0.0854	e	

11.11	±	

1.5932	c	

	 0.2997	±	

0.2870	ab	

0.7331	±	

0.0521	d	

7.47	±	

0.1779	c	

2.5	 1.1981	±	

0.0599	ab	

0.7389	±	

0.0304	de	

7.26	±	

0.025	b	

	 0.3758	±	

0.0486	ab	

0.6875	±	

0.0036	c	

6.94	±	

0.4831	c	

5	 1.1732	±	

0.0275	ab	

0.6085	±	

0.0608	cd	

6.033	±	

0.2542	ab	

	 0.1550	±	

0.0049	a	

0.6752	±	

0.0969	b	

4.64	±	

0.3305	b	

10	 1.2717	±	

0.0387	b	

0.5347	±	

0.0159	bc	

5.31	±	

0.3728	a	

	 0.3771	±	

0.0124	ab	

0.4196	±	

0.0079	a	

5.60	±	

0.0254	a	

20	 1.3591	±	

0.0337	b	

0.4479	±	

0.0477	b	

4.92	±	

0.0847	a	

	 0.4969	±	

0.0025	ab	

0.2655	±	

0.0029	a	

4.26	±	

0.0423	a	

25	 1.6599	±	

0.0124	b	

0.2018	±	

0.0608	a	

4.64	±	

0.3898	a	

	 0.5580	±	

0.1111	b	

0.1244	±	

0.0326	a	

4.17	±	

0.0677	a	

	

PLOMO	

	 Parte	aérea	 	 Raíces	

[C]								ppm	 Peróxido	

mm	gPF-1	

Proteína	

mgmL-1	

Azúcares	mg	

gPF-1	

	 Peróxido	

mm	gPF-1	

Proteína	

mgmL-1	

Azúcares	

mg	gPF-1	

0	 0.2261	±	

0.0112	a	

0.8503	±	

0.1781	a	

14.54	±	0.033	

a	

	 0.1026	±	

0.0898	a	

0.9003	±	

0.0238	a	

5.87	±	

0.2627	a	

2.5	 0.4832	±	

0.0911	a	

0.6933	±	

0.0137	ab	

12.20	±	0.364	

b	

	 0.2348	±	

0.0249	ab	

0.6716	±	

0.0051	b	

5.279	±	

0.029	a	

5	 0.8912	±	

0.0648	b	

0.5933	±	

0.0340	bc	

9.1779	±	

0.1441	c	

	 0.2299	±	

0.0598	ab	

0.6491	±	

0.0419	b	

4.10	±	

0.4576	b	

10	 0.9212	±	

0.0025	b	

0.5760		±	

0.0311	bc	

8.2542	±	

0.033	d	

	 0.1987	±	

0.0012	ab	

0.4095	±	

0.0137	c	

4.178	±	

0.0423	b	

20	 1.9768	±	

0.1373	c	

0.5079	±	

0.0021	bc	

8.2711	±	

0.0508	d	

	 0.2598	±	

0.0499	b	

0.2764	±	

0.0340	d	

5.27	±	

0.6271	a	

25	 2.2538	±	

0.1897	c	

0.4790		±	

0.0036	c	

5.847	±	

0.2542	e	

	 0.4619	±	

0.0174	c	

0.3140	±	

0.0036	d	

5.55	±	

0.059	a	
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A	 través	 del	 análisis	 del	 diseño	 factorial,	 considerando	 tres	 factores:	metal	 (Pb	 y	 Cd),	

tiempo	de	exposición	(7,	14,	21	y	28	días)	y	concentraciones	del	metal	(0,	2.5,	5,	10,	20	y	

25	 ppm)	 se	 determinó	 que	 para	 el	 peróxido	 en	 la	 parte	 aérea.	 El	 factor	 de	 mayor	

significatividad	 resultó	 ser	 las	 las	 concentraciones	 de	 metal	 (F:	 31.95;	 p=0.0000	 ),	

seguido	del	tiempo	de	exposición	(F:	29.41;	p=0.0000	)	y	del	metal	(F:	15.11;		p=0.0002);	

mientras	que	para	el	caso	de	la	proteína	en	tejido	vegetal	se	determinó	que	el	tiempo	de	

exposición	(F:	80.56;		p=0.0000	)	y	las	concentraciones	de	metales	(F:	44.87;	p=0.0000)	

son	 los	 factores	 de	mayor	 significatividad,	 el	mismo	 comportamiento	 se	 observó	 en	 la	

cantidad	de	azúcares	totales	en	el	tejido	vegetal	siendo	el	tiempo	de	exposición	(F:	59.15;	

p=0.0000)	y	el	 incremento	en	las	concentraciones	de	metales	(F:	34.78;	p=0.0000).	Por	

último	 para	 el	 caso	 del	 tejido	 radicular	 el	metal	 (F:	 11.24;	 p=0.0013)	 resultó	 ser	más	

significativo	 para	 la	 generación	 de	 peróxido	 de	 hidrógeno.	 Tambien	 el	 incremento	 de	

concentraciones	de	metal	tuvo	un	efecto	significativo	(F:	6.11;	p=0.0001),	para	el	caso	de	

la	proteína	el	tiempo	de	exposición	fue	el	factor	más	significativo	(F:	124.14;	p=0.0000),	

seguido	de	la	concentración	de	los	metales		(F:	42.27;	p=0.0000)	y	por	último	el	metal	(F:	

6.61;	p=0.0125)	 finalmente	 en	 el	 caso	del	 contenido	de	 azúcares	 en	 el	 tejido	 radicular	

solo	se	determino	diferencia	significativa	para	el	 incremento	de	 las	concentraciones	de	

metal	(F:	27.92;	p=0.0000).	

El	 metal	 que	 presentó	 mayores	 efectos	 de	 toxicidad	 resulto	 ser	 el	 cadmio	 (Cd)	 cuyo	

exceso	 de	 acumulación	 causa	 diversos	 síntomas	 de	 fitotoxicidad	 que	 resultan	 en	 la	

inhibición	del	crecimiento	 	y	desarrollo	de	 la	planta	(Milone	et	al.,	2003),	estos	efectos	

negativos	 estan	 asociados	 con	 la	 interferencia	 del	 Cd	 con	 varios	 procesos	metabólicos	

(Liu	et	al.,	2011,	Lux	et	al.,	2011).	A	nivel	 fisiológico,	el	Cd	es	capaz	de	 interferir	con	 la	

fotosíntesis	 (Azevedo	 et	 al.,	 2005),	 por	 lo	 que	 uno	 de	 los	 efectos	 más	 evidentes	 de	

toxicidad	 del	 metal	 es	 la	 pérdida	 de	 clorofila,	 es	 decir,	 clorosis	 (Baryla	 et	 al.,	 2001;	

Schützendübel	et	al.,	2001),	por	otra	parte	varios	autores	han	reportado	un	desequilibrio	

de	nutrientes	minerales	relacionado	con	la	acumulación	del	cadmio	(Gouia	et	al.,	2000)	y		

la	afectación	de	las	actividades	enzimáticas	(Hasan	et	al.,	2009	).	En	el	caso	del	plomo	se	

conocen	sus	efectos	fitotóxicos	que	incluyen	la	inhibición	de	fotosíntesis,	la	germinación,	

el	 crecimiento	 de	 las	 plántulas,	 la	 densidad	 de	 raíces	 y	 brotes,	 el	 estado	 hídrico	 de	 la	
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planta	 asi	 como	 su	 nutrición	mineral,	 	 y	 las	 actividades	 enzimáticas	 (Pinho	 y	 Ladeiro,	

2012).	En	general,	los	efectos	son	más	pronunciados	en	concentraciones	más	altas	y	con	

una	exposición	más	prolongada	(Sharma	y	Dubey,	2005).	Por	lo	que	en	este	trabajo	sólo	

se	observaron	efectos	iniciales	de	la	toxicidad	de	este	metal	e	incluso	en	algunos	casos,	

las	concentraciones	más	bajas	pueden	estimular	los	procesos	metabólicos	y	las	enzimas	

que	intervienen	en	esos	procesos.	

Mientras	 que	 el	 peróxido	 de	 hidrógeno	 (H2O2),	 se	 incrementa	 conforme	 aumenta	 la	

concentración	 de	 metales	 como	 una	 respuesta	 al	 estrés	 fisiológico,	 por	 otra	 parte	 el	

contenido	de	azúcares	y	proteína	presente	en	el	tejido	vegetal	disminuyen	con	respecto	

al	control	y	conforme	aumenta	la	concentración	de	metales	y	el	tiempo	de	exposición.	En	

las	 plantas,	 las	 especies	 reactivas	 de	 oxígeno	 (ROS),	 se	 producen	 dentro	 de	 los	

compartimentos	 celulares	 como	 cloroplastos,	 mitocondria,	 citosol,	 	 membrana	

plasmática,	 microcuerpos	 (peroxisomas	 y	 glioxisomas),	 y	 en	 las	 paredes	 celulares	

durante	procesos	metabólicos	como	son;	la	fotosíntesis	y	la	fotorrespiración	(Arora	et	al.,	

2002).	 Los	 tipos	 de	 especies	 de	 O2	 activos	 son	 el	 superóxido	 y	 H2O2,	 este	 último	 es	

considerado	como	un	segundo	mensajero,	debido	a	la	capacidad	de	difusión	a	través	de	

las	membranas	y	tiene	una	vida	media	relativamente	larga		(Arora	et	al.,	2002).	Muchos	

estudios	han	sugerido	la	existencia	de	una	estrecha	interacción	entre	H2O2	intracelular	y	

calcio	 citosólico	 en	 respuesta	 a	 estreses	 bióticos	 y	 abióticos.	 De	 hecho,	 el	 estrés	

ambiental	puede	provocar	un	aumento	rápido	y	transitorio	de	la	entrada	de	calcio	(Yang	

y	Poovaiah,	2002),	lo	cual	incrementaría	la	generación	de	H2O2.		

7.3.2	Ensayo	de	Dosificación	

A	partir	de	los	resultados	obtenidos	en	el	ensayo	de	fitotoxicidad,	se	estableció	un	ensayo	

de	 dosificación	 a	 mayor	 tiempo	 para	 poder	 evaluar	 el	 efecto	 del	 incremento	 de	 la	

concentración	de	los	metales	evaluados	sobre	la	capacidad	de	asimilación	de	fosfato	y	la	

acumulación	de	metal	en	los	tejidos	de	P.	australis.	

	

	



106	

	

Evaluación	del	Crecimiento	

Al	 final	 del	 experimento	 se	 evaluaron	 los	 parámetros	 agronómicos	 (altura	 y	 longitud	

radical),	 se	 evaluaron	dos	 factores:	 el	 efecto	del	 incremento	de	 las	 concentraciones	de	

metales	Cd2+	(Figura	25A)	y	Pb2+	(Figura	25B)	y	el	tipo	de	fuente	de	fosfato;	después	de	

90	 días	 se	 observó	 la	 disminución	 en	 el	 crecimiento	 y	 a	 partir	 de	 estos	 resultados	 se	

evaluó	el	porcentaje	de	inhibición	del	crecimiento	de	las	plantas	que	se	sometieron	a	los	

tratamientos	de	dosificación.		

	

Figura	25.	Porcentaje	de	Inhibición	por		Cd2+	y	Pb2+			en	el	crecimiento	(altura	y	longitud	radical)	

de	P.	australis.	

La	fitotoxicidad	de	los	metales	evaluados	se	observó	primero	en	las	raíces	de	las	plantas,	

en	donde	se	registraron	porcentajes	de	inhibición	del	crecimiento	más	altos,	para	Cd2+	se	

registraron	porcentajes	de	17.23	a	63.47	%	para	 fosfato	 tricálcico	y	de	7.35	a	63.55	%	

para	 fosfato	 férrico	por	 lo	que	el	Cd2+	presentó	mayor	 impacto	comparado	con	el	Pb2+,	

que	registró	porcentajes	de	inhibición	de	0	hasta	48.24%	para	fosfato	tricálcico	y	de	0	a	

61.61	%	en	fosfato	férrico.	

	

		

A	 B	
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Cálculo	de	la	Concentración	Efectiva	Media	

El	 efecto	 toxicológico	 se	 determinó	 a	 partir	 de	 la	 concentración	 efectiva	media	 (CE50),	

este	parámetro	 	permite	inferir	 la	concentración	de	metal	necesaria	para	reducir	en	un	

50%	el	crecimiento.	A	partir	de	los	resultados	de	la	inhibición	de	crecimiento	obtenidos	

durante	el	monitoreo	del	experimento	se	determinaron	las	concentraciones	de	metal	que	

inhibirían	el	50%	del	crecimiento	de	Phragmites	australis;	para	Cd2+	se	determinó	228.24	

mg/L	en	el	tratamiento	con	fosfato	tricálcico	y	119.88	mg/L	en	el	tratamiento	de	fosfato	

férrico	mientras	que	para	Pb2+	se	obtuvieron	1083	mg/L	para	fosfato	tricálcico	y	524.21	

mg/L	 para	 fosfato	 férrico.	 Esta	 reducción	 en	 el	 crecimiento	 refleja	 el	 efecto	 de	 los	

metales	evaluados	sobre	el	desarrollo	de	 la	planta	particularmente	sobre	 la	altura	y	 la	

longitud	radical		esta	última	por	su	mayor	exposición	a	la	presencia	del	metal.	

Asimilación	de	Fósforo	

Como	se	había	descrito	previamente,	el	fósforo	en	exceso	tiene	efectos	negativos	sobre	el	

equilibrio	del	ecosistema	acuático,	P.	australis	ha	sido	reportada	por	su	capacidad	para	

remover	el	exceso	de	fósforo	(Vymazal,	2007).	De	acuerdo	a	los	resultados	obtenidos	en	

este	 trabajo,	 se	 observó	 que	 la	 presencia	 de	 metales	 influye	 negativamente	 sobre	 la	

capacidad	 de	 asimilación	 de	 fosfato	 por	 	 la	 planta.	 En	 comparación	 con	 el	 control	 sin	

adición	 de	 metales,	 el	 Cd+2	 (Figura	 26A)	 tuvo	 una	 tendencia	 	 más	 notoria	 en	 la	

disminución	de	la	asimilación	de	fosfato,	47.66	%	de	reducción	en	los	tratamientos	con	

fosfato	tricálcico	y	73.83	%	de	reducción	en	los	tratamientos	con	fosfato	férrico.	Mientras	

que	en	el	caso	del	Pb2+	(Fig.	26B)	la	tendencia	fue	más	variable,	pero	dependió	más	del	

tipo	de	fosfato,	para	fosfato	cálcico	se	registró	una	reducción	de	43.71	%,	mientras	que	

para	fosfato	férrico	se	registró	una	reducción	de	3.17	%.	
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Figura	26.	Porcentaje	de	Inhibición	por		Cd2+	y	Pb2+			en	el	crecimiento	(altura	y	longitud	radical)	

de	P.	australis.	

A	partir	de	los	análisis	ANOVA	realizados	a	estos	resultados	se	determinó	que	en	el	caso	

del	Cd2+,	los	factores	concentración	de	metales	(Fo=	153.37;	P<	0.0001);	Tipo	de	fosfato	

(Fo=	 323.12;	 P<	 0.0001)	 e	 incluso	 la	 interacción	 de	 factores	 (Fo=	 3.71;	 P=	 0.0077)	

presentaron	diferencias	 significativas;	mientras	que	para	 el	 caso	del	 Pb2+	 el	 factor	 con	

mayor	significancia		resultó	ser	el	tipo	de	fosfato	(Fo=	28.03;	P=0.0032).	Aunque	también	

las	concentraciones	de	metales	(Fo=4.36;	P<0.0001)	y	 la	 interacción	de	ambos	factores	

(Fo=5.43;	P=0.0008)	presentaron	diferencias	significativas.	En	este	estudio	se	estableció	

un	 sistema	 de	 dosificación	 que	 permitió	 la	 adaptabilidad	 de	 la	 planta	 a	 la	 adición	 de	

metal,	sin	embargo	el	efecto	se	mantuvo	a	 lo	 largo	del	experimento.	El	Cd2+	es	el	metal	

que	presentó	mayor	efecto	fitotóxico,	siendo	las	raíces		las	que	reciben	el	mayor	impacto	

por		la	presencia	de	metales,	ya	que	son	el	primer	contacto	con	el	metal,	mientras	que	el	

comportamiento	del	Pbfue	más	variable,	esto	se	atribuye	a	la	movilidad	del	metal	en	los	

tejidos	 de	 la	 planta	 (Kozowska	 et	 al.,	 2009)	 por	 lo	 que	 el	 efecto	 toxicológico	 fue	más	

remarcado.	 El	 tipo	 de	 fosfato	 utilizado	 en	 la	 suplementación	 también	 fue	 uno	 de	 los	

factores	 de	mayor	 efecto,	 en	 los	 tratamientos	 con	 fosfato	 tricálcico	 la	 reducción	 en	 el	

porcentaje	de	asimilación	de	fosfato	fue	similar,	tanto	en	presencia	de	Cd2+	como	de	Pb2+,	

pero	en	fosfato	férrico	la	diferencia	entre	metales	fue	más	marcada	esto	pudiera	deberse	

a	la	naturaleza	del	hierro	y	a	su	interacción	con	metales	(Windham	et	al.,		2003).	

		

A	 B	
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Acumulación	de	metales		

La	acumulación	de	Cd	y	Pb	se	reporta	en	 la	Tabla	18,	se	observó	que	en	 las	raíces	y	 la	

parte	aérea	de	P.	australis	que	se	trataron	con	las	concentraciones	más	bajas	de	metales	

(2.5,	 5	 y	 10	 ppm)	 no	 presentaron	 incrementos	 significativos	 en	 la	 acumulación	 de	

metales	 (p=	 0.0000),	 sin	 embargo	 a	 concentraciones	más	 altas	 (25,	 50	 y	 100	 ppm),	 la	

concentración	 de	 metales	 se	 incrementó	 significativamente	 (p=0.0000).	 Para	 ambos	

metales,	 el	 aumento	 de	 la	 dosificación	 de	 metales	 fue	 un	 factor	 significativo	 (Cd	 (F:	

147.30;	p=	0.0000),	Pb	(F:	9.87;	p=	0.0000)),	mientras	que	para	el	caso	del	Pb	el	tipo	de	

fosfato	adicionado	fue	un	factor	de	alta	significatividad	(F:	11.49;	p=	0.0020).	La	mayor	

cantidad	 de	 acumulación	 se	 presento	 en	 las	 raíces	 de	 la	 planta	 ,	 la	 cual	 es	 mayor	

conforme	 se	 incrementa	 la	 concentración	 de	 metal	 adicionado,	 el	 tratamiento	 con	 Pb	

presentó	nula	acumulación	en	los	tejidos	vegetales	a	la	concentración	más	baja;	mientras	

que	a	la	concentración	de	100	ppm	presentó	la	mayor	acumulación	en	biomasa	total	(P-

Ca:	 19.385;	 	 ±	 0.8467	 mg	 gPlanta-1	 /	 P-Fe:	 2.6858	 	 ±	 0.2151	 mg	 gPlanta-1)	 en	

comparación	con	el	Cd	(P-Ca:		1.2024		±	0.1282	mg	gPlanta-1	/	P-Fe:	1.2753		±	0.0434	mg	

gPlanta-1),	 además	 en	 el	 caso	 del	 plomo	 se	 observó	 mayor	 acumulación	 en	 los	

tratamientos	con	P-Ca,	tanto	en	parte	aérea	(	P-Ca:	3.01		±	0.1105		mg	gPlanta-1/	P-Fe:	

0.8026		±	0.0691	mg	gPlanta-1)	como	en	raíces	(	P-Ca:	16.853		±	0.804.06	mg	g	Planta-1/	

P:Fe	 4.9233	 	 ±	0.0955	mg	 gPlanta-1).	 La	 captación	 de	metales	 por	 lo	 tanto	 parece	 ser	

proporcional	a	la	concentración	mientras	que		 la	distribución	de	los	metales	concuerda	

con	 lo	 reportado	 en	 trabajos	 previos,	 lo	 cual	 demuestra	 que	 las	 plantas	 de	 humedales	

tienden	a	ser	acumuladores	en	las	raíces	(Stoltz	y	Gregor,	2002).	
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Tabla	21	Acumulación	de	Cd	y	Pb	en	parte	aérea,	raíces	y	biomasa	total	de	plantas	de	P.	australis	
de	95	días	de	edad	crecidas	en	hidroponía	y	expuestas	durante	67	días	a	concentraciones	de	

metal	en	soluciones	con	fosfato	tricálcico	y	fosfato	férrico.	

	 	 Cadmio	(Cd)	
µg	g	peso	seco-1	

Plomo	(Pb)		
µg	g	peso	seco-1	

	
	 	

Concentración	
ppm	

	
Parte	
Aérea	

	
Raíces	

	
Total	

	
Parte	
Aérea	

	
Raíces	

	
Total	
	
	

	
	
	
	

Fosfato	de	
Tricálcico	

2.5	 1.44	±	
0.884	a	

0.26	±	0	a	 1.7	±	
0.6888	a	

0		a	 0	a	 0	a	

5	 7.07	±	
0.046	ab	

92.3	±	
17.58	ab	

99.37		±	
17.58	ab	

5.79		±	
0.2261	a	

24.3		±	
7.87	a	

30.09		±	
7.668	a	

10	 7.43	±	1.47	
ab	

182.31	±	
8.18	ab	

189.75	±	
6.80	ab	

26.47		±	
0.5134	a	

381.3		±	
114.16	a	

407.77	±	
114.37	a	

25	 8.80	±	
2.94	ab	

264.91	±	
20.73	b	

273.71	±	
20.88	b	

167.55		±	
0.9237	a	

484.8		±	
99.15	a	

652.35		±	
98.51	a	

50	 22.37		±	
5.73	b	

753.31		±	
9.42	c	

775.68		±	
14.50	c	

772.93		±	
42.80	b	

5587.08		±	
95.74	b	

6360.02		±	
53.73	b	

100	 47.77	±	
7.36	c	

1154.64		±	
120.96	d	

1202.41		
±128.29	d	

3010.46		±	
110.58	c	

16853.55		
±804.06	c	

19385.45		
±846.72	c	

	
	 	

Concentración	
ppm	

	
Parte	
Aérea	

	
Raíces	

	
Total	

	
Parte	
Aérea	
	

	
Raíces	

	
Total	

	
	
	
	

Fosfato	
Férrico	

2.5	 5.40		±	
1.11	ab	

0		 5.40	±	
1.11	a	

0	a	 19.55		±	
2.37	a	

	19.55	±		
2.36	a	

5	 4.25	±	
0.103	a	

41.58		±	
15.68	a	

45.83		±	
15.63	a	

5.63			±	
0.8660	a	

155.62		±	
14.34	a	

161.25		±		
15.14	a	

10	 10.17		±	
2.733	ab	

170.11		±	
21.67	a	

180.28		±	
20.62	a	

20.01		±	
4.422	a	

216.52		±	
48.37	a	

236.54	±		
91.44	a	

25	 12.09		±	
1.35	b	

184.31		±	
13.40	a	

196.41		±	
13.11	a	

115.8		±	
10.53	a	

2911.7			±	
540.76	ab	

4386.5	±		
413.53	a	

50	 11.49		±	
1.956	ab	

879.31	±	
144.28	b	

890.80		±	
145.79	b	

802.6		±	
69.168	b	

4923.37		
±95.57	ab	

	4868.7	±	
801.65	b	

100	 31.36		±	
1.236	c	

1243.98		±	
43.92	c	

1275.34		±	
43.43	c	

2673.4		±	
214.55	c	

8731.08		
±755.36	b	

11460.58		
±	1048.2	c	

Letras	iguales		significa	que	no	hay	diferencia	significativa		entre	los	tratamientos	(p:	0.0000),	
Prueba	de	Tukey.	Los	valores	son	el	promedio	±	error	std.	

	

El	 volumen	 total	 de	 la	 solución	 nutritiva	 fue	 de	 2150	mL	 correspondiente	 	 a	 0,	 5.38,	

10.75,	21.5,	53.75,	107.5	y	215	mgL-1	de	metal	acumulado	por	unidad	experimental	con	

respecto	 a	 la	 dosis	 establecida	 para	 cada	 tratamiento,	 el	 acumulado	 de	 metal	

correspondiente	a	parte	aérea,	 raíces	y	el	 total	que	se	muestra	en	 la	Tabla	19	para	 los	

tratamientos	 con	 fosfato	 tricálcico	 y	 en	 la	 Tabla	 20,	 para	 los	 tratamientos	 con	 fosfato	

férrico.	
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Tabla	22a.	Acumulación	de	metales	en	los	tratamientos	con	fosfato	tricálcico	

Concentración	 Cd	acumulado	por	unidad	experimental	(mg)	 Pb	acumulado	por	unidad	experimental	(mg)	

Tratamiento	

ppm	

Parte	

aérea	

Raíces	 Total	 (Ti)	 Parte	

aérea	

Raíces	 Total	 (Ti)	

2.5	 0.0514	±	

0.0325	a	

0.0125			±	

0.0125	a	

0.0639	

±			

0.023	a	

0	a	 0	a	 0	a	 0		a	 0	a	

5	 0.1831	±			

0.0405	ab	

1.7014			±	

0.3462	ab	

1.884		±	

0.346	

ab	

11.88		±			

2.88	b	

0.141	±	

0.002	a	

1.04		±		

0.2956	a	

1.18	±	

0.292	a		

15.83	±			

3.96	a	

10	 0.2043			±	

0.0847	ab	

2.1993			±		

0.2382	ab	

2.40		±	

0.106	

ab	

9.54			±		

2.24	ab	

0.656	±		

0.03	a	

4.20			±		

1.326	a	

4.86		±	

1.31	ab	

18.80			±	

5.10	a	

25	 0.1937			±	

0.0847	ab	

2.606		±	

0.2131	b	

2.8			±	

0.193	b	

7.72			±	

3.54	ab	

3.78		±	

0.091	a	

8.443		±		

1.81	ab	

12.22		±	

1.85	b	

50.56				±	

13.37	ab	

50	 0.3019		±	

0.0835	ab	

7.4537			±	

0.8121	c	

7.75	±	

0.875	c	

4.88		±		

0.265	ab	

10.12			±	

1.46	b	

18.94			±	

1.372	bc	

29.06			±	

2.81	c	

52.94		±		

4.129	ab	

100	 0.04533			±	

0.0682	b	

9.4875			±	

0.9034	c	

9.94	±	

0.97	c	

4.73		±		

0.26	ab	

26.36	±	

2.03	b	

30.22		±		

6.00	c	

56.59	±	

3.97	d	

67.57				±	

3.69	c	

Letras	iguales		significa	que	no	hay	diferencia	significativa		entre	los	tratamientos	(p:	0.0000),	Prueba	de	
Tukey.	Los	valores	son	el	promedio	±	error	std.	Ti.	Indice	de	Transporte	de	metales.	
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Tabla	22b.	Acumulación	de	Metales	en	los	tratamientos	con	fosfato	férrico	

Concentración		 Cd	acumulado	por	unidad	experimental	

(mg)	

Pb	 acumulado	 por	 unidad	 experimental	

(mg)	

Tratamiento	

ppm	

Parte	

aérea	

Raíces	 Total	 (Ti)	 Parte	

aérea	

Raíces	 Total	 (Ti)	

2.5	 0.083		±	

0.02	a	

0	a	 0.083	±	

0.0233	a		

0	a	 0	a	 0.635	±	

0.065	a	

0.6357	±	

0.0065	a	

0	a	

5	 0.066		±	

±0.005	a	

0.4076		±	

0.1371	a	

0.47		±	

0.135	a	

24.95		±	

12.72	a	

0.2191		±	

0.0347	a	

3.433	±	

0.501	a	

3.65		±	

0.5307	a	

6.40		±	

0.641	a	

10	 0.100		±	

0.022	a	

0.7467		±	

0.2637	a	

0.8474	±	

0.2853	a	

14.63	±	

1.89	a	

0.5853		±	

0.1216	a	

2.67	±	

1.167	a	

3.25	±	

1.04	a	

13.01		±	

2.91	a	

25	 0.196		±	

0.020	b	

1.48		±	

0.297	ab	

1.67	±	

0.304	ab	

14.17		±	

2.93	a	

3.24		±	

0.4315	a	

19.52	±	

1.72	ab	

22.76	±	

2.14	ab	

16.48		±	

0.9806	b	

50	 0.1155		±	

0.003	a	

2.79		±	

0.803	b	

2.90	±	

0.806	b	

4.81		±	

1.24	a	

15.58		±	

1.44	b	

27.80	±	

8.55	bc	

43.38	±	

7.11	bc	

46.22	±	

13.51	b	

100	 0.2024		±	

0.004	b	

5.64		±	

0.5240	c	

5.84	±	

0.519	c	

3.66		±	

0.40	a	

23.32		±	

0.96	c	

35.77	±		

9.81	c	

61.09	±	

9.64	c	

59.92		±	

11.54	b	

Letras	iguales		significa	que	no	hay	diferencia	significativa		entre	los	tratamientos	(p:	0.0000),	Prueba	de	
Tukey.	Los	valores	son	el	promedio	±	error	std.	Ti.	Indice	de	Transporte	de	metales.	

	

De	acuerdo	con	los	resultados	obtenidos	se	observó	mayor	acumulación	de	plomo	en	los	

tejidos	de	P.	australis,	los	índices	de	transporte	obtenidos	fueron	aumentando	conforme	

se	incremento	la	dosis	de	plomo	adicionado	a	cada	unidad	experimental	caso	contrario	

ocurrió	 con	 el	 Cd,	 en	 donde	 los	 indices	 de	 transporte	 disminuyeron	 conforme	 se	
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incremento	 la	 dosis	 de	metales,	 este	 hecho	 se	 relaciona	 con	 la	 toxicidad	 del	 Cd,	 pues	

ejerce	 un	 efecto	 fitotóxico	 sobre	 el	 desarrollo	 de	 la	 planta	 (Ederli	 et	 al.,	 2004),	

nuevamente	se	presentaron	diferencias	significativas	a	las	concentraciones	más	altas	25,	

50	 y	 100	 ppm	 (p=	 0.001).	 	 La	 mayor	 acumulación	 de	 metal	 se	 registró	 en	 los	

tratamientos	 con	 Pb	 con	 26.32	 %	 (P-Ca)	 y	 28.41%	 (P-Fe)	 del	 metal	 disponible	 en	 la	

biomasa	total;	para	el	caso	del	Cd	se	registró	menor	porcentaje	de	acumulación	de	metal	

4.62	%	(P-Ca)	y	2.55	%	(P-Fe);	estos	resultados	fueron	la	base	del	siguiente	experimento	

en	donde	se	evaluó	la	inoculación	de	los	hongos	rizosféricos	previamente	caracterizados,	

y	con	Cd	como	metal	de	prueba.	

7.3.3	Ensayo	de	Coinoculación	

Monitoreo	de	Crecimiento	

Durante	 tres	 meses	 se	 registró	 el	 crecimiento	 de	 P.	 australis	 bajo	 las	 condiciones	

establecidas	en	los	diferentes	tratamientos	y	utilizando	dos	fuentes	de	fosfato	de	acuerdo	

a	lo	observado	en	la	figura	27.		

	

Figura	 27	 Crecimiento	 (Altura	 y	 Raíces)	 para	 cada	 tratamiento	 en	 presencia	 de	 	 Cd2+	 T1:	P.	 australis	 +	

Micorriza	+	Hongo	+	50	mgL-1	Cd2+		T2:				P.	australis	+	Micorriza	+	Hongo	T3:				P.	australis	+	Micorriza	+	50	

mgL-1	Cd2+	T4:				P.	australis	+	Micorriza		T5:		P.	australis	+	Hongo	+	50	mgL-1	Cd2+	T6:				P.	australis	+	Hongo	

T7:				P.	australis	+	50	mgL-1	Cd2+	T8:				P.	australis.	

	 	

A	 B	
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Tinción	de	Raíces	

Para	evaluar	la	presencia	de	colonización	micorrizica	en	la	rizósfera	de	las	plantas	de	P.	

australis	 se	 	 realizó	 tinción	 de	 raíces	 con	 azul	 tripano	 y	 los	 resultados	 se	 expresan	 en	

función	 del	 porcentaje	 de	 colonización	 micorrizica.	 Los	 tratamientos	 T3	 y	 	 T4	

presentaron		los	mayores	porcentajes	de	colonización,	destaca	el	T3	con	fosfato	férrico,	

el	cual	presentó	 	un	porcentaje	de	colonización	de	70.37	%,	 	mientras	que	el	T4	con	el	

mismo	fosfato	mostró	un	porcentaje	de	colonización	de	39.25%.	Para	el	caso	del	fosfato	

cálcico	se	obtuvo	30.37	%	y	35.55	%		de	porcentaje	de	colinización	micorrizica	para	el	T3	

y	 T4	 respectivamente.	 	 En	 	 los	 tratamientos	 combinados	 	 se	 observó	 una	 mayor	

colonización	 en	 el	 T1,	 obteniendo	 porcentajes	 de	 colinización	micorrizica	 de	 11.11	%	

para	 tricálcico	 y	 12.5	 %	 para	 férrico;	 mientras	 que	 el	 T2	 	 se	 observó	 9.62	 %	 para	

tricálcico	 y	 8.14	 %	 para	 férrico.	 Por	 lo	 que	 la	 presencia	 del	 metal,	 favorece	 la	

colonización	micorrizica,	que	concuerda	con	 lo	 reportado	por	Gonzalez	–	Chávez	et	al.,	

(2005).	

Asimilación	de	Fósforo	

La	 asimilación	 de	 fosfato	 se	 observa	 en	 la	 figura	 28,	 el	 tratamiento	 combinado	 T1,	

registró	mayor	asimilación	de	 fósforo	con	el	 fosfato	 tricálcico	el	equivalente	a	3.5	mgP	

gPlanta-1,	seguido	del	tratamiento	T4	que	obtuvo	una	asimilación	de	3.08	mgP	gPlanta-1,	

para	el	fosfato	férrico	el	tratamiento	T3		fue	el	que	registró	mejor	asimilación	(2.58	mgP	

gPlanta-1)	seguido	de	los	tratamientos	combinados	T1	(0.94	mgP	gPlanta-1)	y		 	T2	(1.06	

mgP	gPlanta-1).	El	inóculo	micorrízico	incrementó	la		capacidad	de	asimilación	de	fósforo	

en	presencia	del	metal,	lo	cual	ya	habia	sido	reportado	por	varios	autores	(Hildebrandt	et	

al.,	2007),	aunque	también	es	destacable	la	acción	de	los	hongos	saprobios	(Khan	et	al.,	

2007).	
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Figura	28	Asimilación	de	fosfato	para	cada	tratamiento		en	presencia	de		Cd2+	:	T1:	P.	australis	+	
Micorriza	+	Hongo	+	50	mgL-1	Cd2+	 	T2:	 	 	 	P.	australis	 +	Micorriza	+	Hongo	T3:	 	 	 	P.	australis	 +	
Micorriza	+	50	mgL-1	Cd2+	T4:				P.	australis	+	Micorriza		T5:		P.	australis	+	Hongo	+	50	mgL-1	Cd2+	
T6:				P.	australis	+	Hongo	T7:				P.	australis	+	50	mgL-1	Cd2+	T8:				P.	australis.	

	

El	análisis	estadístico	ANOVA,		permitió	determinar	los	factores	significativos	evaluados,	

siendo	los	factores	de	mayor	significancia:	Tipo	de	tratamiento	(Fo=	39.78;	P<	0.0001),	

Tipo	 de	 fosfato	 (Fo=	 33.73;	 P<	 0.0001)	 e	 inclusive	 la	 interacción	 entre	 factores	 (Fo=	

33.07;	 P<	 0.0001).	 La	 asimilación	 de	 fosfato	 es	 un	 proceso	 complejo,	 en	 el	 cual	

intervienen	muchos	mecanismos,	la	participación	de	los	microorganismos	asociados	a	la	

rizósfera	es	crucial	para	que	este	proceso	se	lleve	a	cabo,	la	actividad	metabólica	de	estos	

microorganismos.	 Particularmente	 la	 micorriza	 arbúscular	 y	 los	 hongos	 saprobios	

influyó		incrementó	la	capacidad	de	asimilación	de	la	planta	(Marschner	et	al.,	2011).		

Acumulación	de	metales	

Para	el	experimento	de	co-inoculación	se	trabajo	con	una	concentración	de	210	mg	L-1,	

repartida	en	4	dosis	de	52.5	mg	L-1,	al	inicio	del	experimento	se	adicionó		solamente		la	

solución	nutritiva	durante	28	días,	posteriormente	se	adicionó	la	primera	dosis	al	día	30,	

y	posteriormente	al	día	45,	día	60	y	día	90,	la	cosecha	de	las	plantas	se	realizó	al	día	95.	
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La	mayor	acumulación	de	cadmio	se	observó	en	el	tratamiento	con	inoculación	dual,	en	

los	 tratamientos	 con	 fosfato	 tricálcico,	 en	 la	 tabla	 21	 se	 muestran	 los	 valores	 de	

acumulación	de	metales	para	cada	tratamiento,	tambien	se	observa	que	los	tratamientos	

con	 inoculación	 limitaron	 la	 acumulación	 de	metales	 en	 la	 parte	 aérea,	 las	 diferencias	

significativas	se	observaron	entre	 los	 tratamientos	con	 inoculación	y	 los	que	no	 tenian	

inoculación.	De	acuerdo	con	Chen	et	al.,	(2001),	la	micorriza	arbúscular	pueden	mejorar	

la	nutrición	de	la	planta	e	incrementa	el	crecimiento	de	las	plantas,	por	lo	que	el	efecto	

del	metal	se	diluye,		debido	a	la	unión	del	metal	a	la	micelio	fúngico	o	la	inmovilización	

en	las	raíces.		

Tabla	23.	Acumulación	de	Metales	en	los	tratamientos	con	inoculación	dual,	inoculación	con	
micorriza,	inoculación	con	hongo	solubilizador	de	fosfato	y	sin	inoculación.	

	 	 Concentración	µg	Cd	g-1	

Fosfato	 Tratamiento	 Parte	Aérea	 Raíces	 Total	

Fosfato	Tricálcico	

Inoculación	dual		 0.08616	±	0.1291	a	 64.11	±	11.87	a	 64.98	±	11.75	a	

Micorriza		 1.245	±	0.0317	a	 14.39	±	3.47	a	 15.63		±	3.51	a	

Hongo	Solubilizador	 1.08	±	0.3059	a	 14.15	±	1.15	a	 15.24	±	1.24	a	

Sin	Inoculación	 4.91	±		1.41	b	 8.165	±	2.84	b	 13.08	±	3.11	b	

Fosfato	Férrico	

Inoculación	dual	 1.535		±	0.0548	a	 5.91	±	2.16	a	 7.45		±	2.21	a	

Micorriza	 3.61		±	0.6726	ab	 14.25		±	1.59	a	 17.86	±	0.97	ab	

Hongo	Solubilizador	 4.041	±	1.135	ab	 14.93	±	1.38	b	 18.97	±	1.95	bc	

Sin	Inoculación	 7.30	±	1.40	b	 2.92	±	0.0014	b	 10.23	±	1.40	c	

Letras	iguales		significa	que	no	hay	diferencia	significativa		entre	los	tratamientos	(p	<	0.005),	
Prueba	de	Tukey.	Los	valores	son	el	promedio	±	error	std	

	

La	presencia	de	P.	italicum	incrementó	la	colonización	micorrízica	en	comparación	con	la	

inoculación	 individual	 de	 hongos	 micorrizicos	 arbúsculares,	 además	 de	 favorecer	 la	

solubilización	de	 fosfato,	 los	hongos	saprobios	 incrementan	 la	colonización	micorrizica	

de	la	raíz	mediante	la	producción	de	metabolitos	específicos,	por	lo	que	ejercen	un	efecto	

sinérgico	sobre	el	consorcio	micorrízico	(Barea	et	al.,	2005);	de	acuerdo	con	Arriagada	et	
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al.,	(2004),	los	hongos	endófitos	tienen	influencia	sobre	la	captación	de	metales	pesados	

desde	el	sitio	contaminado	e	incrementan	la	colonización	de	micorrízica,	lo	cual	favorece	

los	procesos	de	sorción	de	metales	que	pueden	estar	presentes	en	niveles	tóxicos	(Ning,	

2000).	La	micorriza	puede	mejorar	la	asimilación	de	nutrientes	en	particular	de	fósforo,	

además	de	aumentar	el	crecimiento	de	las	plantas	mediante	la	dilución	de	efecto	tóxico	

ejercido	del	metal	sobre	la	planta	huésped	o	por	la	unión	del	metal	al	micelio	fúngico	y	

posterior	inmovilizarlos	en	la	rizosfera	o	raíces	(Chen	et	al.,	2007).	Los	tratamientos	de	

inoculación	no	presentaron	diferencias	significativas	con	respecto	al	crecimiento	de	 las	

plantas	 de	 P.	 australis	 en	 comparación	 con	 el	 tratamiento	 no	 inoculado.	 La	 mayor	

acumulación	 ocurrió	 a	 nivel	 de	 raíces	 disminuyendo	 la	 posibilidad	 de	 traslocación	 de	

Cd2+	hacia	la	parte	aérea.	
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8.	CONCLUSIONES	

	

A	 través	 de	 este	 trabajo	 se	 demuestra	 la	 capacidad	 innata	 de	 los	 microorganismos	

asociados	 a	 la	 rizosfera	 de	 plantas	 de	 los	 humedales	 para	 solubilizar	 fosfato,	 	 que	

desempeñan	un	papel	importante	en	la	nutrición	de	la	planta.	Además,		se	demostró	que	

la	 presencia	 de	 microorganismos	 rizósféricos	 tienen	 la	 	 capacidad	 	 de	 solubilizar	 el	

fosfato,	 aún	en	presencia	de	metales,	por	 lo	que	 le	 confieren	 tolerancia	a	 la	planta,	 sin	

embargo	 limitan	 la	 acumulación	 de	 los	metales	 en	 los	 tejidos	 superiores	 de	 la	 planta,	

puesto	que	la	mayor	acumulación	del	metal	se	observó	en	la		raíz.				

Las	cepas	fúngicas	evaluadas	en	este	estudio	son	capaces	de	solubilizar		fosfato	tricálcico	

y	cuentan	con	una	capacidad	limitada	para	solubilizar	fosfato	férrico;	la	capacidad	para	

solubilizar	 fosfato	 está	 directamente	 relacionada	 con	 la	 disminución	 del	 pH	 del	medio	

extracelular,	 causada	 por	 la	 generación	 de	 ácidos	 orgánicos	 a	 través	 del	metabolismo	

fúngico.	Sin	embargo,	se	ha	demostrado,	que	este	no	es	el	único	mecanismo	implicado	en	

la	 solubilización	 de	 fosfato,	 puesto	 que	 también	 la	 enzima	 fosfatasa	 participa	 en	 la	

solubilización	de	fosfato.		

Además	en	este	estudio	se	determinó	que	el	peróxido	de	hidrógeno	producido	por	parte	

de	 las	 cepas	 fúngicas	 está	 involucrado	 indirectamente	 en	 la	 solubilización	 de	 fosfato	

puesto	que	 favorecen	 la	disminución	del	pH	a	 través	de	 la	protonación	del	medio,	que	

pueden	estar	favoreciendo	diversas	reacciones	de	óxido-	reducción	y	que	que	permiten	

la	liberación	del	fosfato.		

A	 través	 de	 ensayos	 dósis	 respuesta	 se	 determinó	 la	 capacidad	 de	 las	 cepas	 fúngicas	

asociadas	a	la	rizósfera	de	P.	australis	para	tolerar	el	incremento	de	las	concentraciones	

de	metales	pesados,	y	 	 la	actividad	de	solubilización	de	fosfato	se	mantiene	constante	a	

pesar	de	la	reducción	en	el	crecimiento	micelial.	Los	metales	como	el	Cd2+	y	Cr6+		son	los	

que	tuvieron	menor	CE50,	por	lo	que	se	consideraron	los	de	mayor	toxicidad.	Se	mostró	

que	las	cinco	cepas	evaluadas	resultaron	tolerantes	al	incremento	de	la	concentraciones	

de	Pb2+	 y	Al3+,	 sin	 embargo	metales	 como	el	Ni2+	 también	 fueron	 capaces	de	 limitar	 el	
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crecimiento	y	desarrollo	de	las	cepas.	El	hongo	P.italicum	demostró	la	mayor	capacidad		

de	solubilización	de	fosfato	en	presencia	de	metales	pesados.	En	particular	los	nutrientes	

como	 el	 nitrógeno	 en	 forma	 de	 sulfato	 de	 amonio	 y	 la	 glucosa,	 	 están	 directamente	

relacionados	con	el	incremento	de	la	capacidad	de	solubilización	de	fosfato,	debido	a	que	

favorecen	 la	 generación	 de	 ácidos	 orgánicos	 que	 favorecen	 el	 decremento	 del	 pH.		

Adicionalmente	se	mostró	que	 la	presencia	del	metal	 limita	el	crecimiento	de	 las	cepas	

en	medio	líquido,	sin	embargo	la	actividad	metabólica	se	mantiene	y	esto	permite	que	la	

solubilización	de	fosfato.		

Phragmites	 australis	 resulta	 ser	 una	 especie	 eficiente	 en	 la	 remoción	 de	 nutrientes	 y	

contaminantes,	 puesto	 que	 posee	 un	 rápido	 crecimiento	 y	 características,	 que	 le	

permiten	crecer	en	diferentes	ambientes.	Además	de	que	La	presencia	de	metales	tiene	

una	 influencia	negativa	 sobre	 la	 capacidad	de	asimilación	de	 fósforo,	 siendo	el	Cd2+,	 el	

elemento	 	 de	 mayor	 fitotoxicidad	 y	 afectación	 al	 mecanismo	 fisiológico	 conforme	 la	

concentración	aumenta	de	0	a	100	ppm,	con	una	tendencia	dirigida	al	decremento	de	la	

capacidad	de	asimilación	de	fósforo	conforme	se	incrementa	la	concentración	del	metal;	

En	el	caso	del	Pb2+	se	observó	una	mayor	tolerancia	al	incremento	de	las	concentraciones	

del	metal	y	mayor	capacidad	de	acumulación	en	los	tejidos	de	la	planta.	Cuando	se	realiza	

la		inoculación	micorriza	arbúscular	en	combinación	con	el	hongo	P.	italicum,	se	observó	

que	 no	 tuvo	 una	 influencia	 sobre	 el	 crecimiento	 de	 las	 plantas	 de	 P.	 australis,	 sin	

embargo	redujo	la	acumulación	del	Cd2+	en	la	parte	aérea	de	la	planta.		
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9.	PERSPECTIVAS	

	

El	estudio	de	los	sistemas	de	tratamiento	de	aguas		mediante	humedales	es	considerado	

un	 sistema	 complejo	 debido	 a	 la	 gran	 variedad	 de	 interacciones	 que	 se	 llevan	 a	 cabo	

dentro	del	sistema,	por	lo	que	por	lo	general	se	les	ha	considerado	una	caja	negra,	es	por	

eso	 que	 en	 este	 trabajo	 nos	 enfocamos	 en	 el	 estudio	 individual	 de	 las	 interacciones	 a	

partir	 del	 análisis	 de	 sus	 componentes	 principales	 lo	 cual	 incluye	 (plantas,	

microorganismos,	naturaleza	del	agua	residual	y	soporte).	

Para	 este	 trabajo	 Phragmites	 australis	 fue	 considerada	 un	 nicho	 ecológico	 para	 el	

desarrollo	de	 interacciones	microbianas,	aunque	se	evaluaron	 los	efectos	 fitotóxicos,	 la	

capacidad	 de	 asimilación	 de	 fosfato	 y	 la	 acumulación	 de	 metales	 sería	 interesante	

considerar	algunos	otros	aspectos	metabólicos	de	P.	australis	 	o	desarrollarlos	a	mayor	

profundidad	en	relación	a	la	interaccion	simbiótica	con	los	microorganismos	además	en	

presencia	 de	 los	 elementos	 potencialmente	 tóxicos	 evaluados.	 Por	 otra	 parte	 seria	

recomendable	estudiar	en	mayor	detalle	 la	 interacción	entre	fósforo	y	metales	pesados	

evaluados	para	determinar	si	dicha	interacción	influye	sobre	la	biodisponibilidad	de	los	

metales	hacia	la	planta	o	hacia	el	microorganismo.		

Los	 microorganismos	 evaluados	 en	 este	 estudio	 se	 enfocaron	 en	 especies	 fúngicas	

simbióticas	relacionadas	con	la	asimilación	de	fosfato,	no	obstante	es	probable	encontrar	

una	 gran	variedad	de	microorganismo	que	 también	pudieran	 tener	participación	 en	 el	

proceso	 de	 asimilación	 de	 fosfato	 como	 pueden	 ser	 especies	 bacterianas	 e	 inclusive	

microalgas	 por	 lo	 que	 	 para	 trabajos	 futuros	 se	 recomendaría	 una	 caracterización	

microbiológica	completa	de	los	microorganismos	asociados	a	la	rizósfera.	

Aunque	este	trabajo	se	enfoco	en	la	capacidad	de	solubilización	de	fosfato	por	parte	de	

los	 hongos	 aislados	 de	 la	 rizósfera,	 	 es	 probable	 que	 estos	microorganismos	 pudieran	

utilizarse	para	otras	aplicaciones	como	la	remoción	de	metales	a	través	de	fenómenos	de	

sorción,	dichos	fecnómenos	pudieran	estudiarse	en	trabajos	futuros	utilizando	las	cepas	

identificadas	en	este	estudio.	
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