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RESUMEN 

En la actualidad la producción de productos agrícolas se ha mantenido gracias a la 
aplicación cada vez mayor de fertilizantes químicos en los cultivos. Sin embargo, el 
exceso de fertilizantes en el suelo provoca la pérdida gradual de su material 
orgánico y actividad microbiológica, así como severos cambios en los ecosistemas 
por el agotamiento de oxígeno. Además, la producción de los fertilizantes químicos 
contribuye a la destrucción de la capa de ozono y el agotamiento de los recursos no 
renovables. Una alternativa para la disminución del uso de fertilizantes químicos es 
la utilización de biofertilizantes. Estos consisten en microorganismos vivos que al 
ser agregados mediante un material acarreador al suelo o a las semillas de las 
plantas, promueven el enriquecimiento de la disponibilidad de nutrimentos, el 
mejoramiento de la fertilidad y el control de enfermedades. Consecuentemente, se 
promueven mejores rendimientos en los cultivos y se contribuye a la 
reestructuración del suelo y de sus condiciones fisicoquímicas y microbiológicas 
naturales. Para la producción de biofertilizantes, es necesaria la obtención de una 
cepa microbiana a partir de suelo rizosférico que no haya sido sometido a 
tratamiento de fertilización química intensivo. Posteriormente se necesita producir 
la suficiente cantidad de biomasa para su aplicación en campo. Para esto es 
necesario además de la implementación de sistemas de biorreactores, la búsqueda 
de fuentes de sustrato económicas, como pueden ser desechos provenientes de 
otras industrias. A esto último se le considera como un proceso de desarrollo 
sustentable. En el presente trabajo se aisló una cepa de Bacillus licheniformis a 
partir de una muestra de suelo rizosférico. La bacteria se adaptó exitosamente para 
la producción de biomasa empleando melazas de caña de azúcar como sustrato 
sustentable. Después, se llevó a cabo la producción de biomasa en un biorreactor 
piloto de 3 L a condiciones de temperatura y pH controladas. Con la biomasa 
obtenida, se elaboraron inoculantes empleando suelo y almidón estériles como 
materiales acarreadores. Finalmente se evaluó la efectividad de los inoculantes 
producidos en cultivos de maíz en condiciones de invernadero. A partir de los 
resultados obtenidos en el presente trabajo, se determinó que el uso de B. 
licheniformis usando almidón como acarreador y con la adición del 50% de la dosis 
de fertilización química recomendada para la Región Mixteca, permite un 
rendimiento estadísticamente mayor en la producción de grano respecto al cultivo 
testigo, en el cual se emplea el 100% de la dosis de fertilización química 
recomendada.  
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1. INTRODUCCIÓN 

Cuando México transitaba desde una sociedad rural a una sociedad industrializada, 

se elevó considerablemente la demanda de productos agrícolas. Esta demanda se 

satisfizo gracias a la “Revolución Verde”, la cual se basó en el uso de fertilizantes 

químicos, el empleo de semillas híbridas de alto rendimiento, la utilización de 

productos químicos para el combate de plagas y enfermedades, y en la 

implementación de sistemas de riego. La Revolución Verde logró incrementar la 

producción de alimentos incluso en dos veces más respecto al tamaño de la 

población. Sin embargo, sus beneficios no tuvieron la duración que se esperaba, ya 

que el uso indiscriminado de productos químicos trajo consecuencias al 

agrosistema, deteriorando los suelos, contaminando las aguas y degradando el 

medio ambiente (Morales Ibarra 2007).  

Por todo lo anterior, la situación actual de la agricultura en México ha 

impulsado la búsqueda de fertilizantes de bajo costo que ayuden a restaurar el daño 

provocado en los suelos por los fertilizantes químicos, así como fomentar una 

producción sustentable. Entre los productos emergentes que atienden esta 

necesidad están los biofertilizantes. Los biofertilizantes son productos elaborados a 

base de determinadas cepas bacterianas, fúngicas, o la mezcla de ellas, que 

establecen relaciones simbióticas con las plantas. Éstos productos no únicamente 
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contribuyen a la nutrición de las plantas, sino también al re-establecimiento de las 

condiciones físicas, químicas y biológicas naturales de los suelos (Kannaiyan 

2002). Las bacterias empleadas como biofertilizantes, pertenecen a un grupo de 

microorganismos que se hallan habitualmente en la rizósfera de las plantas, 

llamadas “rizobacterias” (Goldstein y Liu 1987). Se han empleado diversas especies 

de microorganismos como biofertilizantes, tales como Aspergillus, Arthrobacter, 

Azospirillum, Azotobacter, Bacillus, Cellulomonas, Pseudomonas, Rhizobium, 

Trichoderma, así como distintas cepas de hongos micorrízicos (Board 2004). La 

bacteria de estudio en este proyecto es una rizobacteria biofertilizante llamada 

Bacillus licheniformis. 

Para la producción de biofertilizantes es necesaria la producción de biomasa 

en forma viable y sustentable. Hasta la fecha existen pocos estudios relacionados 

con la producción de biomasa de B. licheniformis a gran escala. Lim y Kim (2010), 

llevaron a cabo la producción de Bacillus subtilis y B. licheniformis, empleando 

melazas como una de las fuentes de carbono ensayadas. En cuanto a inoculantes, 

Chung y colaboradores (2010), llevaron a cabo la producción de un inoculante en 

polvo a base de endosporas termo resistentes de B. licheniformis y B. subtilis. En la 

literatura no existen publicaciones que traten específicamente sobre la 

optimización de la producción de biomasa de B. licheniformis, empleando un 

sustrato sustentable como las melazas específicamente.  

En el presente proyecto se llevó a cabo un proceso de adaptación de B. 

licheniformis a un medio enriquecido con melazas, para promover la producción de 

biomasa a bajo costo y con buenos rendimientos. Los resultados de este proyecto se 

pueden utilizar para producir biofertilizantes de B. licheniformis de manera 
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tecnológica y económicamente factible. Con esto se busca impulsar el desarrollo 

comercial y semi-industrial de los biofertilizantes en México y de manera 

particular, en el Estado de Oaxaca. 
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2. ESTADO DEL ARTE 

2.1. Fertilizantes 

 

2.1.1. Definición y clasificación. Un fertilizante es una sustancia natural 

o artificial, sólida o líquida,  que se agrega al suelo para mejorar la concentración de 

los nutrimentos y/o las propiedades físicas y químicas para lograr el crecimiento y 

mejorar la calidad y el rendimiento de las plantas (Gowariker et al. 2009). Los 

fertilizantes pueden clasificarse en base a su composición química, a su contenido 

nutrimental, y a su estado de agregación. 

Con base en su composición química, los fertilizantes se clasifican en 

(Gowariker et al. 2009): 

 

1. Fertilizantes minerales. Contienen compuestos inorgánicos u orgánicos 

sintetizados químicamente. 

2. Fertilizantes orgánicos. Se producen a partir de desechos de: 

a. La agricultura y ganadería: estiércol de establo, estiércol líquido, 

entre otros. 
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b. Productos de descomposición de las plantas: compostas, plantas, y 

otros. 

c. Productos de tratamientos residuales: compostas, lodos, entre otros. 

3. Acondicionadores sintéticos del suelo: su función principal es mejorar  las 

propiedades físicas del suelo. 

 

Con base en su contenido nutrimental, los fertilizantes se clasifican en: 

 

1. Fertilizantes directos: contienen sólo un nutrimento primario. 

2. Fertilizantes mixtos o complejos: contienen varios nutrimentos primarios y 

a veces micronutrientes. 

3. Fertilizantes micronutritivos: contienen nutrimentos que requieren las 

plantas en cantidades pequeñas. 

 

Finalmente, con base a su estado de agregación los fertilizantes se clasifican en: 

 

1. Líquidos. 

2. Sólidos.  

 

2.1.2. Situación de los fertilizantes químicos en México y las 

desventajas de su uso. En México, se consumen aproximadamente 4.5 

millones de toneladas de fertilizantes de los cuales, se importan más del 55% 

(SAGARPA 2009). El consumo de fertilizantes en México representa el 1.2% del 
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consumo mundial y un 2% de las importaciones mundiales, con lo que se ubica en 

la posición número once entre los países importadores de fertilizantes (FIRA 

2008). 

En el bajío, una de las zonas agrícolas más importantes de México, tanto en 

área de producción como en el número de especies cultivadas, destaca la rotación 

de cereales y hortalizas. La capacidad de esta región para sostener ésta producción 

se ha mantenido durante los últimos 30 años gracias a la aplicación cada vez mayor 

de fertilizantes químicos. Sin embargo, todo esto ha provocado una disminución 

considerable en el contenido de materia orgánica de los suelos, y problemas de 

contaminación ambiental (Peña-Cabriales et al. 2001). 

El exceso de fertilizantes en el suelo provoca que éste vaya perdiendo 

gradualmente su material orgánico y su actividad microbiológica. Por tanto su 

estructura se deteriora y se vuelve compacta, menos capaz de retener agua y 

nutrimentos (Nag 2008). Además, las cantidades excesivas de nitrógeno y fósforo 

que se emplean, se almacenan y se filtran en el suelo. Estos minerales son 

susceptibles de ser arrastrados tanto a las aguas superficiales como a las 

subterráneas, provocando la contaminación de éstas, llamada eutrofización. Esta 

consiste en un incremento en la fertilidad natural de las aguas que provoca un 

acelerado aumento en la turbidez y el crecimiento de algas y plantas acuáticas (Paul 

2007).  

Por otro lado, los procesos de manufactura de fertilizantes contribuyen a la 

destrucción de la capa de ozono y al agotamiento de recursos no renovables, debido 

a los efluentes producidos durante el proceso (Thakur 2006). Un análisis de los 

residuos de una planta productora de fertilizantes que desecha 20,000 
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toneladas/día de efluentes, muestra un contenido promedio de nitrógeno entre 

400-800 mg/L, entre 70-500 mg/L de fosfatos, de 10-20 mg/L de fluoruros (F-) y 

arsénico entre 1 y 2.5 mg/L. Los principales gases contaminantes son dióxido de 

azufre, óxidos de nitrógeno, fluoruro y materia de distinta naturaleza y tamaños de 

partícula. Los valores aceptados de nitrógeno, fluoruros y arsénico, son 1.2 mg/L, 2 

mg/mL y 1 mg/L, respectivamente (Trivedi 2004). Los efectos de estos 

contaminantes sobre el ambiente se muestran en la Tabla 1.  
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Tabla 1. Naturaleza, fuentes y efectos adversos de los efluentes de las 

industrias productoras de fertilizantes (Trivedi, 2008). 

Contaminante Fuente Efectos contaminantes 

Amonio Plantas de amonio y 
urea. 

Toxicidad para peces y especies 
acuáticas. Eutrofización. 

Urea Plantas de urea. Toxicidad por el amonio producido 
después de la hidrólisis. 

Eutrofización. 
Arsénico Purificación de gas en la 

manufactura de amonio 
y urea. 

Provoca la enfermedad del Pie 
Negro. Es un veneno acumulativo. 

Afecta a plantas y cultivos. 
   

Aceite Compresores de gas en 
manufactura de amonio 

y urea. 

Suprime la disolución del oxígeno en 
el agua. 

Fosfato Plantas de ácido 
fosfórico y unidades de 

producción de 
fertilizantes complejos. 

Junto con el amonio, provoca 
eutrofización, lo que eleva el costo 

por tratamiento de efluentes. 

Fluoruro Efluentes de lavado en 
la manufactura de ácido 

fosfórico y 
superfosfatos. 

Provoca fluorosis esquelética y 
dental. Afecta la incubación de los 

huevos de peces. 
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2.2. Los biofertilizantes 

 

2.2.1. Definición y ventajas de los Biofertilizantes. Existe otro 

tipo de fertilizantes, que debido a su origen, no se incluyen en ninguna de las 

clasificaciones anteriores, estos son los biofertilizantes. Estos productos son 

inoculantes biológicamente activos, constituidos de bacterias, algas, hongos, o una 

mezcla de ellos. Son cultivados bajo condiciones especiales e incorporados al suelo 

mediante un acarreador adecuado (Thakur 2006; Gowariker et al. 2009). Estos 

materiales, al agregarse a semillas o suelo, proveen o enriquecen la disponibilidad 

de nutrimentos en los cultivos, mejorando la fertilidad y contribuyendo al 

crecimiento de la planta. Pueden ayudar también al control de enfermedades y a la 

manutención de la estructura física y química del suelo (Kannaiyan 2002; Rai 

2006). 

La utilización de biofertilizantes conlleva diversas ventajas, que se 

mencionan a continuación (Kannaiyan 2002; Nag 2008): 

 

• Incrementan el número y actividad biológica de los microorganismos 

necesarios en el ambiente rizosférico de la planta. 

• Son una fuente barata y renovable, si se produce con tecnología y procesos 

adecuados. 

• No contaminan; al contrario, aseguran la estabilidad biológica del suelo. 

• Funcionan como acondicionadores del suelo, estimulando la actividad 

microbiana del suelo, y mejoran o restauran la fertilidad del suelo. 
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• Mejoran la proporción aire-agua en el suelo y hacen al suelo menos 

propenso a la compactación y a la erosión.  

• Incrementan el rendimiento de los cultivos en un 20-30%. Estimulan el 

crecimiento de la planta. 

• Reemplazan en cierto porcentaje, al nitrógeno y al fósforo químico. Por lo 

tanto, reduce el costo por el uso de fertilización química. 

 

2.2.2. Clasificación de los Biofertilizantes. Generalmente, los 

biofertilizantes pueden clasificarse en tres grandes grupos (Board 2004): 

1. Biofertilizantes fijadores de nitrógeno (NFB). 

a. Para leguminosas:  

i. Rhizobium. 

b. Para cereales. 

i. Azotobacter. 

ii. Azospirillum. 

iii. Pseudomonas. 

iv. Aspergillus. 

2. Biofertilizantes movilizadores de fosfato (PMFB). 

a. Solubilizadores de fosfato. 

i. Bacillus. 

b. Amortiguadores de fosfato. 

i. Hongos micorrízicos arbusculares. 

3. Degradadores de materia (OMD). 
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a. Organismos celulolíticos. 

i. Cellulomonas. 

ii. Trichoderma agaricus. 

b. Organismos ligninolíticos. 

i. Arthrobacter. 

 

Las bacterias que se emplean como biofertilizantes pertenecen a un grupo de 

bacterias que habitualmente se hallan en la rizósfera de las plantas, llamadas 

rizobacterias promotoras del crecimiento de las plantas (PGPR, por sus siglas en 

inglés). Estas bacterias facilitan el crecimiento de las plantas proveyendo a éstas 

con diversas formas de nutrientes y previniendo el ataque de patógenos (Goldstein 

y Liu 1987). Dentro de este grupo también se encuentran las bacterias 

estimulantes, rizomediadoras, y biopesticidas (Khan et al. 2009).  

 

 

2.3. El género Bacillus 

 

2.3.1. Definición y generalidades de Bacillus. El género Bacillus 

está constituido por bacterias generalmente mesófilas, bacilares rectas o 

ligeramente curvadas; se ordenan comúnmente en pares, algunos en cadenas, y 

ocasionalmente como largos filamentos (Whitman 2009). Estas bacterias son 

aerobias o aerobias facultativas (a excepción de B. infernos, que es anaerobia 

estricta), quimioorganotróficas, mótiles gracias a sus flagelos perítricos (excepto B. 



 12 

anthracis y B. micoides), Gram positivas (aunque algunas pueden ser variables), 

catalasa positivas y producen endosporas subterminales, terminales o centrales en 

condiciones aerobias. Las esporas son muy resistentes al calor y a la desecación 

(Silva García et al. 2006; Winn y Koneman 2006). Algunas especies son capaces de 

hidrolizar almidón y ADN, así como metabolizar un gran número de fuentes de 

carbono, como metanol, celulosa, xilasas, quitina, entre otras. Se encuentra en 

distintos nichos, como en la rizósfera, polvo, agua y algunos residuos de origen 

animal y vegetal (Pommerville 2011; Winn y Koneman 2006; Silva García et al. 

2006). También se encuentra en ambientes alcalinos, pinturas, respiraderos 

hidrotérmicos, intestinos de insectos y agua de mar (Ettoumi et al. 2009; Fan et al. 

2011). La presencia del género en diversos ambientes refleja su amplia versatilidad 

en su capacidad metabólica. Algunas especies son patogénicas en animales e 

insectos (Winn y Koneman 2006).  

Algunas cepas del género Bacillus se emplean para la producción de 

antibióticos y vitaminas, y en bioensayos como biosensores. Adicionalmente se han 

usado para la producción de biofertilizantes, bacteriocinas, biosurfactantes, 

también como microorganismos indicadores en el monitoreo de la eficacia de 

desinfectantes y procesos de esterilización (Sansinenea 2012; Winn y Koneman 

2006).  

La taxonomía del género Bacillus puede clasificarse en dos grupos, el grupo 

de B. subtilis y el grupo de B. cereus. Las cepas del grupo de B. subtilis están muy 

relacionadas y por esta razón es muy difícil distinguirlas entre sí; incluyen a las 

especies B. subtilis, B. pumilus, B. amyloliquefaciens, B. mojavensis, B. sorensis, 

B. licheniformis, entre otras (Maheshwari 2010).  
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El grupo de B. subtilis se encuentra en ambientes de suelo y plantas, y está 

relacionado con el metabolismo de carbohidratos (Margulis 1998; Jensen et al. 

2003; Swiecicka y Mahillon 2006). 

En la rizósfera, el género Bacillus tiene la función de fijar nitrógeno, 

solubilizar fosfato, producir fitohormonas y antimicrobianos para las plantas; así 

como promover el consumo de micronutrientes en las plantas. Por esta razón, las 

células de éste género pueden ser empleadas como biofertilizantes. Estas bacterias 

promueven la mejora en el rendimiento de los cultivos por medio de tres 

mecanismos: (1) promoción de la nutrición y crecimiento de la planta hospedera; 

(2) antagonismo contra hongos, bacterias, nematodos, patógenos, insectos y (3) 

estimulación de los mecanismos de defensa de la planta. Se ha encontrado que 

promueven la resistencia sistémica inducida (RSI) (Maheshwari 2010). Debido a 

estas características, las bacterias de éste género pueden considerarse como 

promotoras del crecimiento y por lo tanto tienen potencial en la implementación de 

tecnologías de agricultura sustentable.  

 

2.3.2. Bacillus licheniformis. B. licheniformis es una bacteria bacilar, de 

0.6-0.8 por 1.5-3 µm, anaerobia facultativa, catalasa-positiva, oxidasa-variables, 

Gram positiva y mótil. Se puede encontrar individualmente, en pares o incluso en 

cadenas; produce esporas elipsoidales o cilíndricas que pueden observarse al centro 

de la célula (Whitman 2009). En la Tabla 2 se muestran las características 

generales de la morfología de sus colonias.  
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Tabla 2. Características de las colonias de B. licheniformis  

(Whitman, 2009).!

Forma Redonda o irregular, con márgenes ondulados o 
fimbriosos. 

Superficie Embotada, puede tornarse rugosa. 
Textura Varía entre húmeda, butirosa o mucoide. Se vuelven 

duras y quebradizas cuando se secan. Tienden a adherirse 
al agar. 

Diámetro 2-4 mm. 
Color Crema o cafés, se pueden volver opacas. 

 

 

La temperatura mínima de crecimiento es de 15 °C y la máxima de 50-55 °C, 

aunque se ha reportado una cepa aislada de un ambiente geotérmico a una 

temperatura de 68 °C (Llarch et al. 1997). El crecimiento ocurre a un pH de entre 

5.7 y 6.8, pero no se han reportado los valores óptimos. Crece en presencia de un 

contenido de NaCl de 7% (Whitman 2009).  

B. licheniformis tiene un metabolismo que exhibe un flujo alto de la vía de 

las pentosas fosfato, lo que la hace una eficiente productora de nucleósidos 

purínicos y vitaminas (Yu et al. 2011; Sheremet et al. 2011; Li et al. 2011; Zhang et 

al. 2011; Eppinger et al. 2011). Sus principales fuentes de carbono son el citrato y 

propionato en la mayoría de las cepas. Lleva a cabo una fermentación ácido mixta, 

produce NO, N2O y N2, y exhibe un crecimiento anaeróbico pobre en fumarato. 

Puede crecer en presencia de arginina, empleando la ruta de la arginina 

desaminasa. Es capaz de formar dextranos y levanos extracelularmente a partir de 
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sacarosa. Reduce el nitrato a nitrito. Se ha comprobado también, que algunas cepas 

fijan nitrógeno atmosférico. Produce un biopolímero soluble llamado ácido poli-γ-

glutámico, el cual tiene una amplia aplicación en diversos sectores como el 

alimentario, farmacéutico y cosmético, así como floculante y quelatante de metales 

pesados en el tratamiento de aguas residuales (Whitman 2009). Kaynar y Beyatli 

(2009) reportaron una variedad de B. licheniformis capaz de producir poli-β-

hidroxibutirato.  

B. licheniformis hidroliza arginina, esculina, gelatina y almidón (algunas 

cepas pueden hidrolizar urea). Este microorganismo también es capaz 

descomponer quitina, pectina y polisacáridos de tejidos de plantas. Es un 

organismo queratinolítico y por tal razón tiene un rol importante en la degradación 

de plumas y desechos de aves de corral (Whitman 2009; Haq-Ikram-ul et al. 2005). 

B. licheniformis se ha empleado también como suplemento dietético en 

animales, como agente antimicrobiano y promotor del crecimiento en la 

acuicultura mediante la mejora de la resistencia a enfermedades. Su efecto 

probiótico se debe a la capacidad de sus esporas para germinar en el tracto 

gastrointestinal y producir bacteriocinas y otros antibióticos con actividad 

antagónica contra bacterias patógenas (Sansinenea 2012).  

B. licheniformis se encuentra ampliamente distribuido en el suelo, 

compostas, plumas de aves, cuero, papel, cartón, superficies rocosas, en leche y 

otros alimentos, así como en especímenes clínicos y veterinarios. Esta especie se ha 

podido aislar también de los tejidos internos de plantas sanas de algodón, uva, 

chícharo, abeto y maíz (Whitman 2009).  
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2.3.3. Interacción y beneficios de la inoculación de B. 

licheniformis en la rizósfera. A continuación se abordarán con mayor 

profundidad los mecanismos que contribuyen al efecto de B. licheniformis en el 

crecimiento y rendimiento de las plantas. 

 

2.3.3.1. Solubilización de fosfatos y fijación de nitrógeno. El empleo de 

fertilizantes químicos fosfatados en suelos con salinidad alta resulta inadecuada, ya 

que éste tipo de suelos provoca la insolubilidad de los fosfatos, haciéndolos no 

disponibles para las plantas (Goldstein 1986). Por tanto, el uso de una bacteria 

solubilizadora de fosfato como B. licheniformis es una alternativa excelente para 

éste tipo de suelos, ya que promueve una mejor biodisponibilidad del fosfato para 

las plantas. Así mismo, esto ayuda a evitar el uso excesivo de fertilizantes químicos 

y por lo tanto también contribuye a disminuir la contaminación de los suelos 

(Sapsirisopa et al. 2009). Se ha reportado que B. licheniformis, además de ser 

solubilizadora de fosfatos, puede fijar nitrógeno para contribuir al crecimiento de 

las plantas (Rojas et al. 2001; Canbolat et al. 2005; Barua et al. 2011; Çakmakçi et 

al. 2007). 

 

2.3.3.2. Producción de enzimas y fitohormonas. Bajo condiciones de estrés, 

las plantas promueven la producción de etileno empleando ácido 1-

aminociclopropano-1-carboxílico (ACC) como precursor (Bleecker y Kende 2000; 

Morgan y Drew 1997). La elevación de la concentración de esta fitohormona en las 

plantas induce la inhibición en la elongación de las raíces, provocando un 
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crecimiento reducido. B. licheniformis produce una enzima desaminasa que 

degrada al ACC, permitiendo por lo tanto, una mayor elongación de las raíces de las 

plantas (Mayak et al. 2004; Sapsirisopa et al. 2009).  

B. licheniformis también produce auxinas, giberelinas, y ácido indolacético 

(IAA), que son fitohormonas que tienen influencia sobre la germinación de las 

semillas, el crecimiento del tallo, la florescencia y la composición de los frutos 

(MacMillan 2001; Gutiérrez-Mañero et al. 2001; Lim y Kim 2009; Jung et al. 2006; 

Jung et al. 2007). Las auxinas son indispensables en el proceso inicial de formación 

y elongación de las raíces. Esto a su vez mejora el potencial de la planta para 

absorber nutrimentos y agua, debido a que, al promover el crecimiento de las 

raíces, se incrementa el área superficial de contacto entre el suelo y la raíz. 

Asimismo las auxinas de origen microbiano pueden mejorar la producción de 

auxinas en las plantas hospederas (Gaspar et al. 1996; Kloepper et al. 2004; Yao et 

al. 2006; Selvadurai et al. 1991; Germida y Walley 1996). 

 

2.3.3.3. Control biológico. B. licheniformis produce sustancias capaces de 

evitar la contaminación fúngica patógena en maíz, pastos y cultivos vegetales, tales 

como la β-glucanasa y la celulasa. Estas enzimas permiten controlar fitopatógenos 

como Phytophtora capsici, Phytophtora blight, Fusarium y Rhizoctonia, mediante 

la hidrólisis de la pared celular de éstos patógenos (Kloepper et al. 2004; Neyra et 

al. 1996; Jung et al. 2006; Jung et al. 2007). Lim y Kim (2010) emplearon una 

mezcla de B. licheniformis y B. subtilis, para combatir la infección en plantas de 

chile causada por P. blight. Los autores reportaron que el 80% de los chiles 

tratados con estas cepas sobrevivieron hasta los 65 días. 
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2.3.3.4. Activación de la resistencia sistémica inducida. La resistencia 

inducida se define como el mejoramiento de la capacidad de defensa de las plantas 

contra patógenos y enfermedades, mediante la activación de los mecanismos de 

defensa latentes (Hammerschmidt y Kuc 1995; Van Loon 1997). A la elevación de la 

resistencia causada por un agente inductor, se le denomina resistencia sistémica 

inducida (Hammerschmidt y Kuc 1995). El agente inductor de la resistencia 

sistémica puede ser biótico o abiótico. Los agentes inductores bióticos pueden ser 

microorganismos patógenos o no patógenos. Los agentes abióticos son el ácido 

salicílico, el etileno, el ácido dicloro-isonicotínico y el benzotiadiazol (Görlach et al. 

1996; Sticher et al. 1997). 

Las rizobacterias promotoras del crecimiento, a las cuales pertenece Bacillus 

licheniformis, activan la inducción de la resistencia sistémica sin provocar ningún 

síntoma necrótico sobre la planta hospedera. Consecuentemente, se pueden definir 

como agentes de inducción bióticos no patógenos (Van Loon et al. 1998). El empleo 

de las rizobacterias como inductores de la resistencia sistémica en plantas de 

cultivo se ha demostrado satisfactoriamente bajo condiciones de campo (Wei 1991; 

Wei et al. 2010; Vidhyasekaran y Muthamilan 1999; Viswanathan 1999; 

Viswanathan y Samiyappan 1999).  
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2.4. Aislamiento e identificación de B. licheniformis  

 

La mayoría de las cepas de B. licheniformis pueden aislarse a partir del suelo así 

como de fuentes de agua y alimentos (Whitman 2009). Existen dos metodologías 

bien definidas para el aislamiento de esta bacteria que han sido reportadas en la 

literatura. La primera, es la siembra de diluciones seriales a partir de la muestra de 

suelo en medios nutritivos como agar nutritivo, Luria Bertani, agar soya tripticasa o 

agar sangre. La otra es a partir de las esporas de B. licheniformis que se obtienen al 

tratar térmicamente la muestra de suelo, seguido por la siembra en medios 

nutritivos (Whitman 2009; Yi et al. 2012).  

Después de la siembra, se puede llevar a cabo un análisis morfológico de las 

colonias, un análisis del perfil de ácidos grasos y pruebas bioquímicas para 

corroborar el género y especie de los microorganismos aislados (Whitman 2009; 

Canbolat et al. 2005; Pasnik et al. 2008; De Freitas et al. 1997).  

Un aspecto relevante a tomar en cuenta en el aislamiento de la cepa, radica 

en que B. licheniformis es capaz de producir diversos metabolitos, así como de 

metabolizar distintas moléculas dependiendo del nicho de donde se aísle. Por lo 

tanto, el medio de cultivo a emplear para el aislamiento puede enriquecerse con 

algún sustrato que B. licheniformis pueda metabolizar.  

Con base en esto, se han logrado aislar cepas de B. licheniformis con 

distintas características. Por ejemplo, Saimmai et al. (2011; 2012) aislaron una cepa 

de B. licheniformis capaz de producir biosurfactantes, mediante el empleo de un 

medio suplementado con aceite. Usando la misma estrategia, Sandalli et al. (2008) 

emplearon un medio enriquecido con quitina para poder aislar una cepa de B. 
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licheniformis capaz de degradar este polisacárido. Así mismo, Ashengroph y Nahvi 

(2012) aislaron una cepa de B. licheniformis capaz de llevar a cabo la 

biotransformación de ácido ferúlico a ácido vainillínico, empleando en los medios 

de aislamiento ácido ferúlico como única fuente de carbono. También se ha logrado 

aislar una variedad de B. licheniformis capaz de degradar plumas de aves 

empleando estos desechos en los medios de cultivo (Williams y Shih 1989; 

Williams et al. 1990). Bharagava et al. (2009) lograron aislar una variedad de B. 

licheniformis capaz de degradar melanoidinas, mediante la formulación de medios 

de cultivo que contenían estos polímeros. Por otro lado, se han aislado cepas 

resistentes a la desecación a partir de suelos salinos empleando medios 

enriquecidos con NaCl (Wei et al. 2010). Sareen y Mishra (2008) aislaron una cepa 

de B. licheniformis resistente a disolventes orgánicos empleando precisamente un 

disolvente orgánico en el medio de cultivo. En todos los casos, el aislamiento se 

realizó a partir de suelo contaminado con efluentes relacionados a los metabolitos 

de interés.  

 

2.4.1. Análisis genético para la identificación de la sub 

especie. B. licheniformis está estrechamente relacionada con B. subtilis y B. 

amyloliquefaciens, y por esta razón es muy difícil diferenciarla de éstas mediante el 

uso de pruebas fisiológicas o bioquímicas. Por esta razón, se recurre a la 

identificación molecular basada en la comparación de la secuencia del gen ADNr 

16S contra un banco de datos para obtener de manera precisa la especie y sub 
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especie del microorganismo aislado (Rey et al. 2004; Bharagava et al. 2009; 

Vigneshwaran et al. 2010; Yi et al. 2012).   

El ribosoma celular, orgánulo encargado de la síntesis de proteínas, tiene un 

coeficiente de sedimentación de 70S, expresado en unidades Svedberg (unidad 

para medir el coeficiente de sedimentación de una molécula cuando es 

centrifugada). Este coeficiente aumenta con el peso molecular de la molécula 

sedimentada pero no de forma directamente proporcional, ya que la forma de la 

partícula también afecta la velocidad de sedimentación (Rodicio y Mendoza 2004; 

Campbell y Farrell 2004). El ribosoma puede disociarse en dos subunidades, una 

grande (50S) y una pequeña (30S). Cada subunidad es un complejo 

ribonucleoprotéico constituido por proteínas ribosómicas y moléculas de ácido 

ribonucléico específicas. La subunidad 30S contiene al ARNr 16S, el cual es un 

polirribonucleotido de aproximadamente 1,500 pares de bases (pb), denominado 

también ADN ribosomal 16S (ADNr 16S). Esta es la macromolécula más utilizada 

en estudios de filogenia y taxonomía bacterianas (Rodicio y Mendoza 2004). 

El análisis de la secuencia de los ADNr 16S de distintos grupos filogenéticos 

reveló que existen secuencias específicas cortas que aparecen en todas o la mayoría 

de los miembros de un determinado grupo filogenético, llamados oligonucleótidos 

firma. Estas secuencias son las que permiten ubicar a cada bacteria dentro de un 

grupo específico. El gen ADNr 16S fue considerado por Woese (1987) como 

cronómetro molecular definitivo por las razones siguientes: 

 

1. Se trata de una molécula presente en todas las bacterias actuales. 

2. Su función y estructura son constantes a través del tiempo. 
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3. Los cambios en su estructura ocurren de manera lo suficientemente lenta 

como para aportar información acerca de todos los procariotas, y con la 

suficiente variabilidad para diferenciar entre organismos que incluso sean 

filogenéticamente muy cercanos. 

4. Tiene un tamaño relativamente grande, lo cual minimiza las fluctuaciones 

estadísticas.  

5. La conservación de su estructura secundaria puede ser de ayuda para las 

comparaciones filogenéticas. 

6. Dada la relativa facilidad de su secuenciación, existen bases de datos muy 

completas para la comparación e identificación genética.  

 

El gen ADNr 16S se marca primeramente in vivo, posteriormente se purifica y se 

trata con la enzima ribonucleasa T1. Los fragmentos generados se separan para 

determinar su secuencia; posteriormente, esta secuencia se compara contra un 

banco de datos empleando programas bioinformáticos. Finalmente, se obtienen 

coeficientes de asociación.  

 

2.4.2. Etapas de la técnica de identificación molecular. La 

técnica de identificación molecular basada en el análisis del gen ADNr 16s es muy 

rápida y precisa y consta de tres etapas: (1) amplificación del gen a partir de la 

muestra, (2) determinación de la secuencia de nucleótidos, y (3) análisis y 

comparación de la secuencia contra una base de datos (Campbell y Farrell 2004).  
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2.4.2.1. Amplificación del gen a partir de la muestra.  Primero, se extrae y 

purifica el ADN cromosomal a partir de un cultivo puro. Existen protocolos 

generales para realizar la extracción, sin embargo estos pueden requerir de 

modificaciones dependiendo de la bacteria analizada (Campbell y Farrell 2004). 

Una vez extraído el ADN, se debe llevar a cabo una electroforesis en gel de agarosa 

para corroborar que efectivamente se extrajo el ADN cromosomal del 

microorganismo. La electroforesis en gel de agarosa es un método para separar, 

identificar y purificar fragmentos de ADN. La agarosa es un polímero lineal, 

extraído de algas marinas, que forma geles con poros que varían de 100 a 300 nm, 

dependiendo de la concentración de agarosa en el gel. Sobre este gel se separan los 

fragmentos de ADN, dependiendo del tamaño de los fragmentos y del tamaño de 

poro del gel. Dado que el ADN está cargado negativamente debido a los grupos 

fosfato de la molécula, la migración en la cámara de electroforesis ocurre del polo 

negativo al polo positivo. Los poros obstaculizan menos a las moléculas más cortas 

que a las más largas, y así, las primeras se mueven con más rapidez a través del gel 

y la corriente eléctrica sirve como fuerza motriz para impulsar las moléculas a 

través del gel. Por lo tanto, moléculas de diferentes longitudes forman bandas en el 

gel, identificando así los diferentes fragmentos en la mezcla al revelar el gel en un 

fotodocumentador, Figura 1 (Puerta y Ureña 2005; Brown 2008).  
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Figura 1. Fotodocumentador empleado para el revelado del gel después de la 

electroforesis en gel de agarosa. 

 

Posteriormente, se realiza la amplificación del gen ADNr 16S usando un 

termociclador mediante la reacción en cadena de la polimerasa (PCR, por sus siglas 

en inglés). Esta técnica permite la amplificación exponencial de un fragmento 

específico de ADN, generando millones de copias idénticas. Para que se lleve a cabo 

esta reacción se emplean dos oligonucleótidos llamados primers que contienen un 

extremo 3’ libre, que es complemento de la cadena de ADN que se quiere replicar. 

Los primers funcionan como punto de inicio para la adición de nucleótidos y para 

copiar la cadena deseada en el PCR, uno de ellos promueve la adición hacia delante 

de la cadena (Fw) y otro hacia atrás (Rv). Una vez que los primers se unen a la 

cadena, la enzima ADN Polimerasa extiende la hebra complementaria empleando 



 25 

nucleótidos suministrados a la reacción. En general el ciclo de una reacción de PCR 

consta de tres pasos: 

 

1. Desnaturalización: En esta etapa se rompen los puentes de hidrógeno que 

unen a las hebras de ADN para posteriormente poder fijar los primers a las 

cadenas sencillas. Esto se logra mediante el calentamiento a 95 °C durante 5 

min. 

2. Alineamiento: En esta etapa se promueve la fijación de los primers en los 

extremos del fragmento deseado de ADN; esto se logra a una temperatura de 

55 °C.  

3. Extensión: En este último paso se suministra la temperatura ideal para que 

la enzima polimerasa extienda la cadena complementaria de ADN. Una de 

las polimerasas más conocidas es la aislada del microorganismo Thermus 

aquaticus, por lo que se le conoce como Taq Polimerasa y su temperatura 

ideal de extensión es de 72 °C.  

 

En el primer ciclo, se sintetizan los primeros fragmentos de ADN, sin embargo, no 

tienen el tamaño deseado, ya que la Taq polimerasa copiará hasta donde le sea 

posible. En el segundo ciclo, los primers se unirán también a los nuevos 

fragmentos generados y así sucesivamente; logrando que conforme se repitan los 

ciclos se generen los fragmentos del tamaño adecuado (Espinosa Azúar 2007; Dale 

y Von Schantz 2002). En la Figura 2 se muestran esquemáticamente las tres etapas 

de la reacción en cadena de la polimerasa. 
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Figura 2. Etapas de la reacción en cadena de la polimerasa (Dale y Von Schantz 2002). 

 

Antes de pasar a la secuenciación del gen, se comprueba la obtención del gen 

mediante electroforesis en gel de agarosa. Se deberá observar en el revelado del gel, 

la presencia de un único fragmento de alrededor de 1.5 Kb que representa la 

presencia del gen ADNr 16S.  
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2.4.2.2. Determinación de la secuencia de nucleótidos. La secuenciación 

consiste en la obtención de la serie de bases que conforman el gen analizado. Para 

esto se emplea el método Sanger, que se basa en el uso de la ADN polimerasa para 

sintetizar cadenas de ADN con una terminación específica. Su fundamento se 

reporta a continuación: 

Durante la síntesis del ADN, la adición de bases a la cadena creciente se 

logra mediante la formación de un enlace covalente fosfodiéster entre la 

terminación 5’-fosfato del nucleótido a agregar con el grupo 3’-OH de la 

desoxirribosa en la molécula de ADN. El sustrato para esta reacción es un 5’-dNTP, 

que es un desoxinucleótido con tres fosfatos en la posición 5´ de la desoxirribosa. 

La terminación de la síntesis del ADN se consigue mediante la adición de un 

didesoxinucleótido, en el cual la molécula de azúcar no posee el grupo –OH en la 

posición 3´ (ddNTP) (Figura 3). La incorporación del ddNTP a la molécula de ADN 

(debido a que carece del grupo 3´-OH) impide continuar con la adición de 

nucleótidos, terminándose así la síntesis de ADN. Esta terminación se ilustra en la 

Figura 4 (Dale y Von Schantz 2002). 
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Figura 3. Diferencia entre un desoxinucleótido trifosfato (dNTP) y un didesoxinucleótido 

trisfosfato (ddNTP) (Dale y Von Schantz 2002). 

 

 

Figura 4. Terminación de la síntesis de ADN mediante un ddNTP (Dale y Von Schantz 

2002). 
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Por ejemplo, si en una reacción se agrega además de la mezcla de moléculas de 

dNTP una molécula de didesoxiadenina trifosfato (ddATP) con fósforo marcado 

radiactivamente, cuando aparezca el primer residuo de timina en la cadena, unas 

cuantas moléculas del nuevo ADN formado tendrán el ddA añadido y por tanto la 

síntesis de estas moléculas se detendrá, pero la mayoría de las nuevas moléculas de 

ADN tendrán el residuo de adenina normal, lo que permitirá que la síntesis 

continúe. Cuando aparezca el segundo residuo de Timina ocurrirá una situación 

similar: se detiene la síntesis en algunas moléculas, y en algunas otras continúa. Al 

final de la reacción, se obtiene una serie de moléculas de distintas longitudes, cada 

una terminada con un residuo de ddA marcado. Estas moléculas pueden ser 

separadas por electroforesis en un gel de poliacrilamida que permite diferenciar 

entre moléculas con una sola base de diferencia. De esta manera se tienen 

diferentes bandas en el gel, correspondientes a las posiciones de los residuos de 

adenina en la nueva cadena (o timina en el gen a secuenciar). En el método de 

Sanger, se emplea un set de cuatro reacciones, agregando en cada una un ddNTP 

distinto, obteniéndose al final un set de 4 corridas en el gel. Después, el gel se 

revela con ayuda de rayos X y la secuencia se obtiene leyendo las 4 bandas 

reveladas en el gel (Véase la Figura 5) (Dale y Von Schantz 2002).  
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Figura 5. Determinación de la secuencia del ADN (Dale y Von Schantz 2002). 

 

Aunque actualmente la secuenciación se lleva a cabo de manera automatizada, el 

fundamento de la técnica es la misma.  

 

2.4.2.3. Análisis y comparación de la secuencia. Finalmente la secuencia 

obtenida se compara contra un banco de datos. Se recomienda la utilización de más 
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de uno de estos para comprobar si conducen al mismo resultado. Finalmente, se 

puede construir un árbol filogenético que representará de manera esquemática el 

grado de parentesco genético entre las bacterias comparadas.  

Como resultado de la técnica se obtiene el grado de similitud entre la 

secuencia de la bacteria analizada y la bacteria reportada en el banco de datos. Esta 

información permite establecer la relación evolutiva de la bacteria de estudio, y 

además permite reflejar gráficamente la genealogía molecular de ésta (Campbell y 

Farrell 2004).  

 

 

2.5. Inoculantes de B. licheniformis 

 

Un inoculante, o producto biofertilizante, es una formulación que contiene una o 

más cepas microbianas contenidas en un material llamado acarreador, el cual 

puede ser una biomolécula o un sustrato sintético. El material acarreador es usado 

para hacer llegar el biofertilizante a la planta viva en estado viable (Yoav Bashan et 

al. 2004). En la literatura existen escasos reportes acerca de la formulación y 

empleo de inoculantes de B. licheniformis para mejorar el rendimiento y el 

crecimiento de plantas de cultivo. Lim y Kim (2009) y Lim et al. (2009) formularon 

un inoculante a base de esporas termo-resistentes de B. licheniformis y B. subtilis 

que se empleó para promover el crecimiento de chiles rojos y jitomate, además de 

suprimir el crecimiento del patógeno P. capsici. El crecimiento vegetativo se indujo 

en un fermentador de 8 L con ácido dipicolínico y cloruro de calcio. Estos 

investigadores reportaron que la aplicación del inoculante en las plantas de chile y 
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jitomate causó un incremento del 20% del sistema radicular y del tamaño de las 

hojas.  

  Brdar-Jokanovic et al. (2011) evaluaron la efectividad biofertilizante en 

cultivos de cebolla de un inoculante llamado “Slavol” producido por la industria 

Agrounik d.o.o. Este producto está compuesto por B. megaterium, B. 

licheniformis, B. subtilis, Azotobacter chorocoocum, Azotobacter vinelandi y 

Derxia sp. Los parámetros que se midieron fueron el rendimiento, el peso y 

número de bulbos por parcela en cinco cultivos de cebolla. El rendimiento de las 

parcelas no fertilizadas, las tratadas con abono y biofertilizante, obtuvieron un 

rendimiento (kg/parcela) del 24.3, 25.3 y 48.8% respecto al rendimiento del 

control con 100% del fertilizante NPK (Nitrógeno-Fósforo-Potasio), 

respectivamente. El uso del inoculante bacteriano elevó el peso de los bulbos de 

cebolla en un 55.1% respecto al control fertilizado con NPK.  

Domenech et al. (2006) emplearon un producto llamado “LS213” 

manufacturado por la empresa Gustafson Inc., que contiene esporas de B. subtilis y 

B. amyloliquefaciens. Este inoculante se evaluó como parte de una mezcla con B. 

licheniformis, Pseudomonas fluorescens y Chryseobacterium balustinum, con el 

objetivo de evaluar el posible efecto sinérgico entre todas las bacterias en el 

crecimiento de chile y jitomate, y su capacidad para prevenir infección por 

Fusarium y Rhizoctonia.  

 Chung et al. (2010) diseñaron un inoculante a base de esporas de B. 

licheniformis y B. subtilis para su aplicación en cultivos de chile. Los autores 

emplearon un acarreador de zeolita que permitió la supervivencia de ambas 

bacterias a 45 °C hasta por 60 días. Las dos especies de Bacillus colonizaron la 
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rizósfera del chile por 15 días (108 UFC/g). Los autores reportaron un incremento 

de 20% en el crecimiento del cultivo, en términos de la longitud de las raíces, la 

altura y peso de la planta, comparado contra el tratamiento sin inoculante. 

Además, de acuerdo a estas investigaciones, el inoculante inhibió por completo el 

crecimiento del patógeno Phytophtora en las plantas de chile. 

 

 

2.6. Producción a gran escala  

 

El uso comercial a gran escala de los inoculantes de B. licheniformis requiere de 

una cantidad considerable de biomasa para asegurar la colonización suficiente de la 

rizósfera de la planta. La elaboración de productos sustentables a nivel semi-

industrial e industrial requiere el uso de materiales económicos y que provean los 

nutrimentos necesarios para el crecimiento bacteriano. Debido a esto, no se pueden 

usar de manera factible medios de cultivo sintéticos (bien definidos) como se hace 

a nivel laboratorio. Es necesario buscar fuentes de carbono y nitrógeno 

económicas, siendo los desechos agroindustriales un área de grandes 

oportunidades en este campo. Con esto, no solo se promueve la eliminación 

adecuada de los sub-productos de manera efectiva y sin provocar contaminación, 

sino que a su vez se generan productos de valor agregado alto. Esto último se 

considera un proceso de desarrollo sustentable. El desecho agroindustrial 

empleado en la presente investigación es la melaza de azúcar, que proviene de la 

industria azucarera. Una vez evaluada la eficiencia de la producción de biomasa de 
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B. licheniformis a partir de melazas de caña de azúcar, es posible pasar a la 

producción de biofertilizantes a escala piloto mediante el uso de biorreactores. 

 

2.6.1. Melazas como sustrato autosustentable. Según la NMX-Y-

327-1998-SCFI, la melaza de caña de azúcar es el coproducto de la fabricación del 

azúcar en sus diferentes calidades, siendo un líquido denso y viscoso del cual no se 

pueden cristalizar más azúcares mediante los métodos convencionales. Debe 

contener una humedad de 17-25%, un porcentaje máximo de cenizas de 11% y 85 

°Brix a 20 °C. 

Las melazas son ricas en azúcares reductores y aproximadamente el 60% de 

los sólidos presentes está compuesto de sacarosa, glucosa y fructosa, además de 

otras sustancias de origen orgánico como aminoácidos, ácidos carboxílicos, 

alifáticos y olefínicos, vitaminas, proteínas y fenoles, entre otros. También existe 

una fracción de origen mineral de gran importancia en la que se encuentran más de 

20 metales y no metales en distintas proporciones (Aguilar Rivera et al. 2010). La 

composición aproximada de las melazas se presenta en la Tabla 3.  
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Tabla 3. Composición promedio de las melazas de caña  

(Murtagh 1999; Gálvez 1990).!

COMPONENTE VALOR COMPONENTE VALOR 

Agua (%) 20.5 Cloruros (Cl-1) (%) 1.4 

°Brix 79.5 Fósforo (P2O3) (%) 0.08 

Sólidos totales (%) 75.0 Sodio (%) 2.4 

Densidad (gL-1) 1.41 Silicio (%) 0.2 

Azúcares totales (%) 46.0 Cobre (mg/kg) 36 

Sacarosa (%) 28.0 Hierro (mg/kg) 249 

Glucosa (%) 9.3 Manganeso (mg/kg) 35 

Proteína cruda (%) 3.0 Zinc (mg/kg) 13 

Nitrogeno (N2) 0.35 Biotina (mg/kg) 0.36 

Cenizas (%) 8.1 Colina (mg/kg) 745 

Gomas y coloides (%) 8.9 Ác. Pantoténico (mg/kg) 21 

Aminoácidos (%) 0.95 Riboflavina (mg/kg) 1.8 

Azufre (%) 0.5 Tiamina (mg/kg) 0.9 

Calcio (%) 0.8   

 

 

No obstante, la composición precisa de las melazas es muy variable, pues depende 

de factores agrícolas e industriales, así como de la variedad de la planta, grado de 

madurez, clima, condiciones de cultivo, tipo de corte, eficiencia industrial, entre 

otros. (Aguilar Rivera et al. 2010). 

En los últimos años, el precio de la melaza de caña ha mostrado una 

tendencia creciente. En 2010, Oaxaca produjo alrededor de 40-79 toneladas de 

melazas (Financiera Rural 2011).  
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2.6.1.1. Usos comunes de las melazas de caña de azúcar. En el mercado 

internacional, las melazas de caña tienen cuatro destinos básicos: alimento animal, 

producción de etanol, reprocesamiento industrial para extraer los azúcares 

contenidos en ella y procesos biotecnológicos industriales como la producción de 

levadura, ácido cítrico, lisina entre otros (Financiera Rural, 2011).  

Existen diversos reportes en la literatura acerca de la utilización de melazas 

para la producción de biomasa de algunos microorganismos, principalmente 

levaduras (Fernández-López et al. 2012; Fajardo Castillo y Sarmiento Forero 2007; 

Ariza y González 1997; Echegaray et al. 2000; Skountzou et al. 2003; Shima et al. 

2005; Vu y Kim 2009). Sin embargo, no existen reportes en la literatura acerca de 

la producción de B. licheniformis empleando melazas como sustrato principal. 

 

2.6.2. Análisis del consumo del sustrato. Antes de pasar el proceso 

de producción de biomasa a una etapa de reactor, es necesario evaluar primero si la 

cepa de estudio es capaz de utilizar este sustrato para su crecimiento. En segundo 

lugar, es importante estudiar el proceso de consumo de sustratos y crecimiento de 

la bacteria para tener un mayor control sobre la producción de biomasa. Por esta 

razón resulta fundamental el empleo de algunas técnicas de análisis para el 

monitoreo del consumo del sustrato por parte de B. licheniformis tales como la 

cromatografía de líquidos de alta resolución, colorimetría y determinación de 

azúcares reductores.  

 

2.6.2.1. HPLC. Para el análisis de carbohidratos, inicialmente se emplearon 

columnas de sílice enlazada a grupos amino. Desafortunadamente los grupos 
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amino reaccionaban con los azúcares reductores obteniéndose resultados erróneos 

(Kort 1980). En 1987, el instituto de investigación sobre la molienda de azúcar 

(SMRI, por sus siglas en inglés: Sugar Milling Research Institute), adquirió un 

sistema de HPLC para separar los carbohidratos, empleando columnas de 

intercambio de cationes de sodio o de calcio. Estas columnas tienen la ventaja de 

que la fase móvil puede ser incluso agua, y por lo tanto las separaciones se llevan a 

cabo de manera efectiva y más económica (Day-Lewis 1989). Para la determinación 

de azúcares, generalmente se utiliza un detector de índice de refracción. A pesar de 

que este detector es de sensibilidad baja, puede ser muy útil para analitos no 

iónicos, que no absorban en el UV y que no tengan la propiedad de fluorescencia.  

El detector de índice de refracción contiene una celda que a su vez posee dos 

compartimentos triangulares de 5-10 µL de capacidad, a través de los cuales pasa el 

disolvente puro o la muestra que sale de la columna. Existen diversos diseños de 

celdas, sin embargo todos se basan en la diferencia entre el índice de refracción del 

disolvente puro y el del disolvente más el soluto (Harris 2007).  

 

2.6.2.2. Colorimetría. Se puede llevar a cabo un estudio sobre la evolución del 

color del medio durante el crecimiento de B. licheniformis en el medio, utilizando 

la colorimetría. La instrumentación para la medida del color es muy extensa y 

variada, sin embargo el fundamento es prácticamente el mismo. Para el examen de 

color, en este trabajo se emplea un colorímetro UltraScan VIS de HunterLab. Este 

equipo es un espectrofotómetro con una lámpara dual de xenón, que emplea un 

rango de longitud de onda de 350 a 1050 nm con una resolución de 5 nm que mide 

el color mediante reflectancia o transmitancia. Emplea también un iluminante D65 
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(luz de día) y un ángulo de observación de 8°. Los parámetros triestímulo se 

obtienen empleando funciones de respuesta espectral directamente proporcionales 

a los coeficientes de distribución (funciones de igualación de color) 

correspondientes al observador colorimétrico estándar de la Commission 

Internationale de l'Éclairage (CIE, por sus siglas en francés), que es la Comisión 

Internacional de la Iluminación (Perea et al. 2002).  El CIELab es un modelo 

cromático que se emplea para describir todos los colores que puede percibir el ojo 

humano en una escala normalizada. Este sistema está basado en la medición de 

tres parámetros, el L*, a* y b*. El valor L* representa la luminosidad y los cambios 

desde 0 (negro) a 100 (blanco). El valor a* indica el cambio de –a (verde) a +a 

(rojo), mientras que el valor b* define los cambios de –b (azul) a +b (amarillo). Los 

valores de estos dos parámetros van de -120 a +120 (Sahin y Gülüm Sumnu 2006; 

Muñoz 2011). El espacio CIELab permite especificar estímulos de color en un 

espacio tridimensional, tal como se muestra en a Figura 6 (Muñoz 2011).  
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Figura 6. Parámetros de medición de color CIELab. 

 

2.6.2.3. Determinación de azúcares totales por el método de Dubois. 

Esta es una técnica espectrofotométrica para la determinación de azúcares simples, 

oligosacáridos, polisacáridos, y sus derivados, incluyendo sus metil-ésteres con 

grupos reductores libres o potencialmente libres. Este método fue propuesto por 

Dubois et al. en 1956. El fundamento es el siguiente: los azúcares en medio ácido 

son hidrolizados y deshidratados a reactivos intermediarios que, en presencia de 

fenol, forman un complejo aromático de un color naranja-amarillo que alcanza su 

máximo de absorción a 490 nm (Figura 7). La cantidad de azúcar presente en la 

muestra se determina usando un espectrofotómetro y mediante la interpolación en 

una curva de calibración. 
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Figura 7. Complejo generado a partir de la reacción de Dubois (Mikkelsen y Cortón 

2004). 

 

2.6.2.4. Cinética de crecimiento microbiano en un cultivo en lote. Para 

llevar a cabo un análisis adecuado acerca de la relación entre el consumo de 

sustrato y la producción de biomasa, resulta fundamental conocer la cinética de 

crecimiento microbiano.  

Un cultivo en lote es un sistema cerrado sin entradas ni salidas, con un 

volumen fijo de medio de cultivo. El inóculo se transfiere a este volumen y entonces 

los microorganismos crecen y se replican gradualmente. Conforme ocurre el 

crecimiento de biomasa el sustrato se agota y se forman diversos productos. El 

crecimiento microbiano se determina por el peso seco de células (en g/L), mediante 

densidad óptica (DO) que es la absorbancia definida a determinada longitud de 

onda o bien en UFC/L (Najafpour 2007).  

En la Figura 8 se muestra una curva de crecimiento bacteriano típica, la cual 

se divide en tres etapas principales: (1) La fase Lag o de latencia es un periodo 

durante el cual las células se ajustan fisiológicamente al medio. La duración de esta 
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etapa depende del tamaño del inóculo. (2) La fase exponencial, donde la población 

crece logarítmicamente con el tiempo si los nutrimentos del medio están presentes 

en exceso. Conforme la población crece, los nutrimentos son utilizados y se 

producen compuestos inhibitorios, como ácidos y toxinas. El cambio en la 

composición del medio y el agotamiento del sustrato resulta pronto en la muerte de 

algunas células. (3) La fase estacionaria, en la que la velocidad de crecimiento de 

los organismos es igual a la velocidad de muerte. El resultado neto es una población 

constante. (4) La fase de muerte, en la cual la velocidad de muerte rebasa la 

velocidad de crecimiento y la población decrece a velocidad exponencial (Okafor 

2007; Najafpour 2007). 

 

 

Figura 8. Fases de la cinética de crecimiento microbiano en un cultivo por lote 

(Najafpour, 2007). 

 

Durante el cultivo en lote, se pueden monitorear los siguientes parámetros: 

biomasa, productos del metabolismo, inhibición, pH, temperatura y concentración 
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de sustratos. A continuación se definen algunos parámetros para evaluar la 

productividad del microorganismo en un cultivo por lote (Bailey y Ollis 1986). El 

porcentaje de consumo de sustrato se define como: 

 

!"#$%&"!!"!!"!#$%#& = !! − !!
!!

!!100%!!!!!!!!!!!!!!!(1) 

 

Donde S0 es la concentración de sustrato al tiempo inicial de incubación y SF es la 

concentración de sustrato al final de incubación. Otro parámetro importante para 

caracterizar la cinética de cultivo microbiano es el rendimiento celular, definido 

por: 

!! ! = !
!

!! − !!
!!!!!!!!!!!!!!!(2) 

 

Donde yx/s es el rendimiento celular y X es igual a la cantidad de biomasa 

producida. 

 

La velocidad de producción de biomasa de un microorganismo se define como: 

 

!! = !
!"
!" !!!!!!!!!!!!!!!(3) 
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2.7. Implicaciones de la investigación bibliográfica 

 

A partir de la investigación realizada, se pudieron encontrar algunos vacíos en el 

conocimiento técnico-científico del área de producción de biofertilizantes a partir 

de B. licheniformis. A continuación se describen estos puntos de manera 

sintetizada: 

• No existen investigaciones reportadas que aborden la posibilidad del 

consumo de melazas de caña de azúcar por parte de B. licheniformis y la 

optimización de la producción de biomasa mediante la adaptación de la cepa 

a concentraciones cada vez mayores de este sustrato. 

• No hay reportes científicos en los cuales se reporte el uso único de B. 

licheniformis como biofertilizante en cultivos agrícolas. 

• Los trabajos revisados, no se dirigen estratégicamente al establecimiento de 

procesos sustentables, como es el caso de la utilización de residuos 

agroindustriales para la producción de biofertilizantes. 

• Los estudios convencionales de biofertilizantes, consideran que estos 

materiales son capaces de sustituir completamente el uso de fertilizantes 

químicos. Esta premisa no está bien argumentada científicamente, puesto 

que el biofertilizante requiere que el suelo de la planta reciba la nutrición 

mínima necesaria para su crecimiento.  

En este proyecto se planteó el aislamiento de una cepa de B. licheniformis capaz de 

fijar nitrógeno atmosférico y se evaluó su crecimiento en un medio enriquecido con 
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melazas de caña de azúcar. Asimismo, se planteó adaptar la cepa a la concentración 

más elevada posible de melazas para optimizar su producción de biomasa. 

Finalmente, el proyecto abordó la utilización de B. licheniformis como inoculante 

para su evaluación en el crecimiento de maíz. El empleo de maíz como cultivo de 

estudio se basó en las siguientes razones: 

• El maíz es el cultivo agrícola más importante de México, en diversos 

aspectos como el alimentario, el industrial, el político y el social. 

• Con este proyecto, también se responde a una demanda de la Secretaria de 

Agricultura, a través del fondo mixto Conacyt-Estado de Oaxaca. 

Finalmente, en esta tesis se propone un estudio en el que se evalúan distintos 

niveles de fertilización química en combinación con el biofertilizante, para poder 

determinar en qué porcentaje el uso del biofertilizante puede reducir la cantidad 

necesaria de fertilizante químico.  

Esto permitirá establecer las bases de un proceso biotecnológico que 

permitirá la producción y uso de los biofertilizantes como una alternativa viable 

para mejorar el rendimiento de los cultivos de manera efectiva y económica. El 

empleo de estos biofertilizantes podrá ayudar a restablecer el equilibrio químico y 

biológico del suelo. Con el seguimiento y consolidación de este proyecto, se podrá 

ayudar al desarrollo agronómico y económico del Estado de Oaxaca. 
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3. ORIGINALIDAD 

No existe un estudio que aborde la utilización de melazas de caña de azúcar como 

sustrato para la producción de biomasa de B. licheniformis, así como su adaptación 

a concentraciones cada vez mayores de este residuo agroindustrial. Tampoco se ha 

reportado el estudio en campo de la inoculación de cultivos agrícolas con B. 

licheniformis. Este trabajo abordó por primera vez la aplicación de biofertilizantes 

en la Región Mixteca del Estado de Oaxaca. Finalmente, en este trabajo se 

estudiaron por primera vez los efectos combinados del biofertilizante con distintas 

dosis de la fertilización química recomendada para la región Mixteca. Con este 

estudio se estableció la relación de fertilizante químico/biofertilizante necesaria 

para obtener un rendimiento del cultivo similar al del tratamiento químico.  
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4. OBJETIVOS 

4.1. OBJETIVO GENERAL 

 

Producir biofertilizante a escala piloto, empleando un biorreactor de 3 L, a partir de 

una cepa de B. licheniformis, y su aplicación como inoculante para el cultivo de 

maíz.  

 

4.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

1. Aislar la cepa de B. licheniformis a partir de una muestra de suelo. 

2. Evaluar el crecimiento de B. licheniformis en un medio enriquecido con 

melazas de caña de azúcar y lograr su adaptación al medio. 

3. Producir inoculantes a partir de B. licheniformis a una escala piloto de 3 L. 

4. Evaluar el efecto de los inoculantes en cultivos de maíz en combinación con 

diferentes dosis de fertilizante químico.  
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5. METAS 

Meta 1. Aislamiento, tipificación y conservación de B. licheniformis. 

 

Meta 2. Adaptación de B. licheniformis a un medio enriquecido con 

melazas. 

 

Meta 3. Producción de inoculantes a escala piloto de 3 L. 

 

Meta 4. Evaluación del inoculante en cultivos de maíz. 
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6. METODOLOGÍA 

6.1. Meta 1. Aislamiento y conservación de la cepa 

 

Con base en la literatura revisada, en la cual se reportan cepas de B. licheniformis 

capaces de fijar nitrógeno atmosférico, y tomando en cuenta (también con base en 

el Estado del Arte) que este microorganismo es capaz de adaptarse a distintos 

nichos, redirigiendo su metabolismo para utilizar distintos sustratos, se planteó el 

aislamiento de una cepa capaz de fijar nitrógeno atmosférico para después, 

adaptarla a un medio enriquecido de melazas, para la producción de biomasa. 

 

6.1.1. Material Biológico. Se partió de una muestra de suelo rizosférico, 

proporcionada por el Doctor Roberto Quintero Lizaola del Instituto de Recursos 

Naturales del Colegio de Posgraduados Campus Montecillo, constituida por una 

mezcla de microorganismos capaces de fijar nitrógeno.  
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6.1.2. Medios de cultivo 

6.1.2.1. Medio ATCC: 838. Este es un medio creado por la ATCC (American 

Type Culture Collection) para microorganismos fijadores de nitrógeno. El medio se 

preparó de la siguiente manera: en 1 L de agua destilada se suspendieron: 0.4 g de 

KH2PO4, 0.1 g de K2HPO4, 0.2 g de MgSO4·7H2O, 0.1 g de NaCl, 0.02 g de CaCl2, 

0.01 g de FeCl3·6H2O, 0.002 g de Na2MoO4·2H2O, 5 g de malato de sodio y 0.05 g 

de extracto de levadura. El pH del medio se ajustó a 7.2-7.4 y se esterilizó durante 

15 min a 121 °C. 

 

6.1.2.2. Medio NFb-RC. Se empleó una modificación del medio propuesto por 

Rodríguez-Cáceres (1982) para aislar microorganismos fijadores de nitrógeno que 

además sean capaces de generar colonias pigmentadas de rojo escarlata mediante 

la utilización del colorante Rojo Congo.  

Primero se preparó una solución salina con las sales formuladas en baja 

concentración para facilitar la manipulación y preparación del medio. La solución 

salina se preparó de acuerdo a la siguiente formulación: en 1 L de agua destilada se 

suspendieron 5 g de K2HPO4, 2 g de MgSO4·7H2O, 1 g de NaCl, y 0.15 g de 

FeCl3·6H2O. El cloruro férrico se disolvió previamente con la adición de dos gotas 

de HCl 0.1 M, para lograr su disolución.  

Una vez preparada la solución salina, el medio NFb-RC se preparó de la 

siguiente manera: se suspendieron en 900 mL de agua destilada 5 g de ácido DL-

málico, 4.8 g de KOH, 0.5 g de extracto de levadura, 20 g de agar y 100 mL de la 

solución salina. El pH se ajustó a 7.0 con KOH 0.1 N y el medio se esterilizó a 121 

°C por 20 min. Antes de servir en las cajas Petri, se agregaron asépticamente 15 mL 
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de una solución acuosa 1:400 de Rojo Congo (previamente esterilizada). Para el 

empleo del medio NFb-RC líquido se evitó el uso del agar.  

 

6.1.2.3. Medio Luria-Bertani (LB). Este es un medio general, enriquecido para 

el crecimiento de bacterias. Para la preparación de este medio se emplearon dos 

formulaciones distintas:  

Medio LB-P (Puerta y Ureña 2005): En 1 L de agua destilada se 

suspendieron 10 g de peptona de caseína, 5 g de extracto de levadura y 10 g de 

NaCl. Se ajustó el pH a 7.0-7.2 y se esterilizó durante 20 min a 121 °C. 

Medio LB-T (Tilak et al. 2010): En 1 L de agua destilada se suspendieron 5 g 

de peptona de caseína, 3 g de extracto de levadura y 2.5 g de NaCl. Se ajustó el pH a 

7.0-7.2 y se esterilizó durante 20 min a 121 °C.  

Cuando se requirió emplear el medio en forma sólida, se agregó a la mezcla 

15 g de agar.  

 

6.1.2.3.1. Medio Luria Bertani-Rojo Congo (LB-RC). Este medio es una 

modificación del medio de Tilak y colaboradores (2010). Se empleó para identificar 

las colonias de B. licheniformis en un medio rico de nutrimentos en el que pueden 

crecer algunos otros microorganismos. La variante en la formulación fue la adición 

de 15 mL de una solución acuosa 1:400 de Rojo Congo (previamente esterilizada) 

después de la esterilización. 
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6.1.2.4. Medio Mota-Valadez (MMV). Este medio se empleó para el 

crecimiento de B. licheniformis usando melazas de caña de azúcar como fuente de 

carbono. 

Primero se preparó una solución salina tal y como se describe en el punto 

6.1.2.2. Una vez lista esta solución, la preparación del medio se realizó de la 

siguiente manera: en 800 mL de agua destilada se disolvió (NH4)2HPO4 

considerando una relación carbono/nitrógeno de 3.9 respecto a la fuente de 

carbono (melaza) y se agregaron 100 mL de la solución salina. Por otro lado, se 

preparó una solución de melazas disolviendo una cantidad determinada de melazas 

en 50 mL de agua destilada y aforando a 100 mL. Las dos soluciones se 

esterilizaron por separado durante 20 min a 121 °C, se dejaron enfriar, y 

posteriormente se mezclaron. Cuando se requirió emplear el medio MMV de 

manera sólida, se agregaron a la solución salina 15 g de agar.  

 

6.1.3. Proceso de aislamiento y conservación de B. 

licheniformis. Para el aislamiento de B. licheniformis a partir de la mezcla 

inicial de microorganismos, se estriaron asadas de la muestra rizosférica en cuñas 

de agar ATCC:838 y se incubaron a 37 °C. El crecimiento en el medio ATCC:838 es 

excesivamente lento, por lo que la aparición de las colonias tardó incluso más de 2 

semanas. Posteriormente se resembró este cultivo en medio LB líquido a 37 °C para 

su enriquecimiento y después se reinocularon estas bacterias en medio líquido 

ATCC. Después de esto, se empleó el medio NFb-RC para aislar a B. licheniformis 

de la mezcla de microorganismos fijadores de nitrógeno obtenida.   
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A partir de este cultivo se procedió al aislamiento de B. licheniformis. Se inoculó 

una asada de la mezcla microbiana en cajas Petri conteniendo medio NFb-RC y 

estas se incubaron a 37 °C durante 96 h. Las colonias que selectivamente se 

pigmentaron de color rojo escarlata, se resembraron en medio LB líquido (Puerta y 

Ureña 2005) y se incubaron a 37 °C durante 72 h. Después de la incubación, el 

cultivo se observó al microscopio empleando una magnificación de 1000x para 

observar la constitución celular de las colonias aisladas. Al cabo de tres ciclos de 

resiembras se obtuvo un cultivo de B. licheniformis completamente puro. La cepa 

pura se resembró en medio LB-RC sólido en cajas Petri de plástico y se conservó a -

20 °C. 

 

6.1.4.  Identificación genética de la cepa aislada. Se empleó la 

técnica de comparación del ADNr 16S para la identificación genética de la cepa 

aislada. Esta identificación se llevó a cabo en el Laboratorio de Ingeniería 

Metabólica y en el Departamento de Secuenciación del Instituto de Biotecnología 

de la UNAM. 

 

6.1.4.1. Extracción de ADN cromosomal. Se empleó el kit de extracción Ultra 

CleanTM – Microbial DNA isolation kit (MO BIO Laboratories Inc., USA). En un 

tubo colector de 2 mL se colocó la mitad del crecimiento de una caja de medio LB-

RC con abundante crecimiento de la cepa. Las bacterias se resuspendieron con 300 

µL de solución MicroBead y se agitaron en un vórtex durante aproximadamente 30 

s. Esta solución contiene un buffer y sales que ayudan a estabilizar y dispersar 

homogéneamente las bacterias previo a la lisis celular. Después de esto, la mezcla 
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se transfirió a un tubo MicroBead y se agregaron 50 µL de solución MD1. La 

solución MD1 contiene un detergente aniónico, SDS, que rompe ácidos grasos y 

lípidos asociados a la membrana celular de los microorganismos. Luego, se agitó el 

tubo MicroBead en el vórtex durante 10 min a la velocidad máxima, tratando de 

colocarlo de manera horizontal para asegurar una lisis adecuada de las células. 

Durante la agitación, se crean las condiciones químico-mecánicas para promover la 

lisis celular y liberar los ácidos nucleicos de las células.  

El tubo se centrifugó a 10000 x g durante 30 s a temperatura ambiente. Con 

este proceso, se hace que los restos celulares se depositen en el fondo del tubo, 

mientras que el ADN permanece en el sobrenadante. El sobrenadante se transfirió 

a un tubo colector limpio de 2 mL. Después de esto, se agregaron 100 µL de 

solución MD2 al tubo colector y se agitó en vórtex durante 5 s. Posteriormente, el 

tubo se incubó a 4 °C durante 5 min. La solución MD2 contiene un reactivo que 

promueve la precipitación del material orgánico e inorgánico distinto al ADN, 

incluyendo restos celulares y proteínas.  

Después de la incubación, el tubo se centrifugó a 10000 x g por 1 min a 

temperatura ambiente, y el sobrenadante se transfirió a un segundo tubo colector, 

evitando decantar el pellet formado. Dado que el pellet contiene materiales 

orgánicos e inorgánicos distintos al ADN, es importante evitar decantarlo junto con 

el sobrenadante.  

Posteriormente, se agregaron 900 µL de solución MD3 al sobrenadante y se agitó 

en un vórtex durante 5 s. El líquido MD3 consiste de una solución salina altamente 

concentrada que causa que el ADN se retenga en los filtros de membrana (“Spin 

filter membrane”). Después de esto, se vertieron 700 µL de la mezcla del 
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sobrenadante y la solución MD3 en el filtro de membrana y se centrifugó a 10000 x 

g durante 1 min, a temperatura ambiente. El permeado se desechó y el resto de la 

mezcla se vertió para volver a centrifugar. Esto hace que el ADN se una 

selectivamente a la membrana de sílica del filtro.  

Subsecuentemente, se agregaron 300 µL de la solución MD4 al filtro de 

membrana. El permeado se centrifugó a 10000 x g por 30 s a temperatura 

ambiente. La solución MD4 contiene etanol que sirve para limpiar el ADN retenido 

en la membrana, removiendo residuos de sal y otros contaminantes. Se desechó el 

sobrenadante que contenía los contaminantes arrastrados. Posteriormente se 

centrifugó nuevamente a 10000 x g durante 30 s a temperatura ambiente para 

remover los restos de la solución MD4 del filtro de membrana. El filtro de 

membrana se colocó nuevamente en un tubo colector de 2 mL, y se le agregaron 50 

µL de la solución MD5 en el centro. La solución MD5 es un buffer de Tris 10 mM 

con pH de 8 que ayuda a la remoción del ADN de la membrana del filtro. El tubo se 

centrifugó a 10000 x g durante 30 s. Este último paso ayuda a la remoción del ADN 

de la membrana, el cual fluye hacia el tubo colector. Finalmente, se desechó el filtro 

del tubo colector y se obtuvo el ADN cromosomal en 50 µL de solución buffer.  

 

6.1.4.2. Electroforesis en gel de agarosa. Se preparó un gel de agarosa al 1% 

disolviendo 1 g de agarosa en 100 mL de buffer TBE de electroforesis. La mezcla se 

calentó en un horno de microondas a temperatura alta durante 1 min o hasta la 

disolución total de la agarosa. Después de un ligero enfriamiento, se tomaron 40 

mL de este gel y a este se le agregaron 4 µL de bromuro de etidio, para su revelado. 

Luego, en la cubeta de electroforesis se colocó la peineta que forma los pocillos para 
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la muestra y se colocaron los soportes o topes. Posteriormente se vertió el gel y se 

dejó gelificar durante 15 min (Figura 9). Una vez obtenido el gel, se retiraron los 

topes, la peineta y se agregó buffer TBE a la cubeta hasta cubrir el gel. Para cargar 

los pozos, se utilizó un trozo de parafilm sobre el cual se depositaron 3 µL de la 

muestra y se mezclaron con 5 µL de colorante de carga. La mezcla se depositó sobre 

el pocillo del gel.  

Por otra parte, para calcular el tamaño aproximado del ADN analizado, en 

un pocillo se cargó la mezcla de 5 µL del colorante de carga con 1 µL del marcador 

de peso molecular (GeneRulerTM de 1 kb DNA Ladder, Fermentas, USA) que está 

compuesto por fragmentos de ADN de peso conocido. Posteriormente, se 

conectaron los electrodos a la fuente de alimentación y se corrió la electroforesis a 

100 V durante 40 min aproximadamente, o hasta que el frente de colorante alcanzó 

las dos terceras partes del gel. Para el revelado del gel se empleó un 

fotodocumentador BIO-RAD Molecular Imager Gel DocTM XR + Imaging System. 

El gel se retiró cuidadosamente con el uso de guantes de látex y se colocó en la 

cámara de revelado del equipo. Las bandas de la muestra se comparan contra el 

patrón de bandeo del marcador (Figura 10).  
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Figura 9. Preparación del sistema de electroforesis. 

 

 

Figura 10. Marcador de referencia con patrón de bandeo. 
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La electroforesis en gel de agarosa se llevó a cabo para evaluar si el proceso de 

purificación o de amplificación del ADN se llevó a cabo de la manera correcta.  

 

6.1.4.3. Amplificación del gen ADNr 16s por PCR. La mezcla de reacción se 

preparó usando la enzima Taq DNA Polymerasa (recombinante) #EP0404 LC, 500 

u (Fermentas, USA). La mezcla de reacción se muestra en la Tabla 4. 

 

Tabla 4. Mezcla de reacción para 

PCR. 

Reactivo Cantidad 
(µL) 

10X Taq Buffer 5 
dNTP Mix 1 

Forward primer (Fw) 0.6 
Reverse primer (Rv) 0.6 

MgCl2 4 
Taq DNA Polimerasa 1.25 

H2O 36.55 
Muestra de ADN 1 
Volumen total 50 

 

 

En base a la tabla 4 se prepararon reacciones de 25 µL en tubos Eppendorf de 

paredes delgadas. Para llevar a cabo la reacción de PCR se utilizó un termociclador 

Bio-Rad C1000 (Figura 11) que es un equipo especializado para proveer las 

condiciones adecuadas de cada una de las tres fases de la reacción de PCR (Sección 
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2.4.2.1). En este equipo se programaron las temperaturas y el número de ciclos 

necesarios para lograr la amplificación deseada. El número de copias a amplificar 

depende del número de ciclos a los que se someta la reacción de acuerdo a la 

fórmula: N= 2n; donde n es el número de ciclos y N es el número de copias. Una 

vez colocados los tubos en el termociclador, se programó el equipo según se 

muestra en la Figura 12 para obtener el ADNr 16S amplificado.  

 

 

Figura 11. Termociclador Bio-Rad C1000. 
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Figura 12. Programa de temperaturas y ciclos para la amplificación del gen ADNr 16S de 

B. licheniformis. 

 

Después de la obtención de los productos de PCR se realizó una electroforesis en 

gel de agarosa para comprobar la presencia única de fragmentos de 1.5 Kb (peso del 

gen ADNr 16S).  

 

6.1.4.4. Digestión enzimática de la muestra. La digestión del gen ADNr 16S 

de la muestra se emplea para evaluar si distintas muestras de microorganismos 

pertenecen a una misma especie. Posteriormente se realiza la electroforesis de las 

muestras digeridas y se observa el patrón de bandeo. Si el patrón de bandeo es el 

mismo para todas las muestras, el microorganismo analizado es el mismo; si por el 
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contrario, se observan distintos patrones de bandeo, entonces se tienen especies 

distintas en cada muestra.  

La digestión enzimática se realiza con una enzima de restricción, la cual lleva 

a cabo la ruptura específica y controlada del ADN. La enzima que se utilizó para la 

digestión del gen ADNr 16S de B. licheniformis fue la HAE III #R0108 (BioLabs 

Inc., New England). De igual manera que con la enzima Taq polimerasa, la enzima 

HAE III requiere de una formulación específica para llevar a cabo la reacción, la 

cual se muestra en la Tabla 5. 

 

Tabla 5. Mezcla de reacción para 

la digestión del gen ADNr 16S. 

Reactivo Cantidad 
(µL) 

Buffer 2 (10X) 2 
Enzima HAE III 1 

H2O 13 
Muestra de ADN 4 
Volumen total 20 

 

 

La mezcla de reacción se realizó de acuerdo a la Tabla 5 en tubos Eppendorf de 0.5 

mL y se incubaron a 37 °C durante 2 h. La mezcla digerida se analizó por 

electroforesis en gel de agarosa al 2%, debido a que los fragmentos obtenidos son 

mucho más pequeños que cuando se analiza el ADN cromosomal. La electroforesis 

se corrió a 70 V durante 40 min.  



 61 

6.1.4.5. Purificación del gen ADNr 16S. Los productos de la reacción de PCR 

se purificaron para llevar a cabo la secuenciación del gen. Para esto, se utilizó el kit 

de purificación GeneJetTM PCR Purification Kit, #K0701 (Fermentas, USA). La 

metodología de purificación fue la siguiente:  

La muestra se mezcló con la solución Binding buffer en una relación de 

volúmenes 1:1. Dado que se tenían 20 µL de productos de PCR, se agregaron 20 µL 

de la solución y ésta se agitó en vórtex. Después de esto, la solución se transfirió a 

una columna de purificación GeneJet; se centrifugó durante 1 min a 10000 x g a 

temperatura ambiente y se desechó el sobrenadante. Con esto se logró retener el 

ADN en la columna. Luego, se agregaron a la columna 700 µL del buffer de lavado 

y se centrifugó a 10000 x g durante 1 min a temperatura ambiente; después de lo 

cual, se desechó el sobrenadante. Con esto se lavó el ADN retenido en la columna 

de purificación, limpiándolo de posibles impurezas. Posteriormente, la columna de 

purificación se colocó sobre un tubo Eppendorf nuevo de 2.5 mL y se agregaron a la 

columna 50 µL del Buffer de elución. Por último, se centrifugó a 10000 x g durante 

1 min a temperatura ambiente y se colectó el sobrenadante que contenía el ADNr 

16S purificado. 

  Previo a la secuenciación, se necesita medir la cantidad de ADN en la 

muestra purificada. Para medir la concentración de ADN en la muestra purificada 

se empleó un equipo llamado NanDorop 2000c (Thermo Scientific USA) que es un 

espectrofotómetro a micro escala (Figura 13). Este equipo muestra la concentración 

de ADN. El equipo se calibró con 1 µL de agua ultrapura en la lente y se limpió con 

un paño especial. Posteriormente, se midieron las muestras, aplicando sobre la 
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lente 1 µL del producto de PCR purificado. La concentración adecuada para llevar a 

cabo la secuenciación del gen debe ser de 10 ng/100 pb. 

 

 

Figura 13. NanoDrop empleado para medir la concentración de ADN. 

 

6.1.4.6. Secuenciación del gen ADNr 16S. El proceso de secuenciación se 

llevó a cabo en el Departamento de Secuenciación del Instituto de Biotecnología de 

la UNAM. Previo a esto, se prepararon dos mezclas de reacción, una con el primer 

Fw y otra con el primer Rv. La formulación utilizada se muestra en la Tabla 6. 
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Tabla 6. Mezcla de reacción para la 

secuenciación del gen ADNr 16S. 

Reactivo Cantidad 

Primer Fw/Rv 1µL 
H2O 7µL 

Muestra de ADN 8µL 
Volumen total 16µL 

 

 

6.1.4.7. Comparación de la secuencia obtenida contra una base de 

datos. A continuación, a partir del método de Sanger se obtuvieron dos 

secuencias, la Fw y la Rv en dos archivos distintos, los cuales se analizaron en el 

software 4Peaks (Nucleobytes, Inc, for MacOSX) para obtener la secuencia en el 

formato FASTA. Este formato se usa para representar la secuencia usando códigos 

de una sola letra, obteniéndose así la sucesión de nucleótidos. A partir del formato 

FASTA de la secuencia Fw y Rv se obtuvo la secuencia completa del gen ADNr 16S 

en un procesador de texto (Microsoft Office Word®), la cual se comparó contra 

bases de datos disponibles. Se utilizaron dos bases de datos para llevar a cabo la 

comparación: 

 

1. La base de datos NCBI (Por sus siglas en inglés, National Center for 

Biotechnology Information). 

2. La base de datos de la RDP (Por sus siglas en inglés, Ribosomal Data 

Project). 
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La secuencia completa se copió del procesador de texto y se pegó en el programa de 

la base de datos. Se usó la función BLAST (para el caso del NCBI), ó SUBMIT (para 

el caso del RDP). El banco de datos arrojó el género, especie y subespecie de la 

secuencia ingresada, y el porcentaje de ajuste (MATCH) de la secuencia ingresada 

con la secuencia de la base de datos.  

 

 

6.2. Meta 2. Adaptación de B. licheniformis a un 

medio enriquecido con melazas 

 

6.2.1.  Técnicas para el análisis del consumo de sustrato. 

6.2.1.1. Determinación de la densidad óptica del cultivo (DO). La 

densidad óptica de un cultivo es proporcional a la cantidad de bacterias; su 

medición permite estimar la población bacteriana (Neyra et al. 1996). Durante el 

proyecto se evaluó la densidad óptica en cultivos con medio LB (de color claro) y en 

el medio MMV con melazas (de color oscuro). Debido a las diferencias de color, se 

utilizaron dos metodologías distintas para la determinación de este parámetro: 

 

6.2.1.1.1. Determinación de la densidad óptica en el medio de cultivo 

LB. Para determinar la densidad óptica de los medios se siguió el siguiente 

método: antes de la inoculación se tomaron muestras de medio para emplearlo 

como blanco. Posteriormente se tomaron bajo condiciones de esterilidad las 

muestras del medio, y se vertieron sobre tubos para centrífuga estériles. A 
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continuación, los tubos se centrifugaron a 6000 rpm durante 15 min. Después de la 

centrifugación, se desechó el sobrenadante y se agregó el mismo volumen de la 

muestra de agua destilada. Posteriormente, se agitaron los tubos hasta resuspender 

totalmente las células. El lavado se repitió una vez más. Finalmente, se midió la 

absorbancia a 610 nm en un espectrofotómetro UV-VIS Lambda 35 UV/VIS de 

Perkin-Elmer.  

 

6.2.1.1.2. Determinación de la densidad óptica en el medio MMV. 

Debido a que el medio MMV enriquecido con melazas presentó una cantidad 

considerable de sólidos así como un color café oscuro, se modificó el método de 

lavado de la muestra como se describe a continuación. Antes de la inoculación del 

medio, se tomaron muestras de medio para emplearlos como blanco, las cuales se 

sometieron al mismo proceso de lavado. Las muestras en los tubos se centrifugaron 

a 6000 rpm durante 30 min. Posteriormente, se descartó el sobrenadante y se 

agregó el mismo volumen de agua destilada. Después de esto, se resuspendieron las 

células mediante agitación. Este procedimiento se repitió dos veces más. 

Finalmente, la densidad óptica se midió en un espectrofotómetro HACH-DR5000 a 

610 nm.  

 

6.2.1.2. Determinación de sacarosa, fructosa y glucosa por HPLC. Para la 

determinación de los tres azúcares principales en el medio enriquecido con melazas 

se empleó el equipo HPLC GBC LC 1445, que emplea un sistema de bomba GBC 

LC1150 con un detector GBC de índice de refracción LC1240 y un horno para 

columna Eppendorf CH-30 operando a 85 °C. La columna que se empleó fue la 
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MetaCarb 87C 300 x 7.8 mm marca Varian y el loop de inyección usado fue de 20 

µL. 

 

Soluciones empleadas.  

A. Solución de EDTA cálcico a 50 ppm: 

Se pesaron 0.0498 g de EDTA disódico y 0.01 g de Ca(OH)2 en un vaso de 

precipitados y las dos sales se disolvieron en 200 mL de agua destilada. Después de 

esto, la solución se aforó a 1 L. Posteriormente, la solución se sometió a sonicación 

durante 5 min en un baño de ultrasonido Branson 8510. Subsecuentemente, la 

solución se filtró a través de papel filtro y se degasificó durante 30 min en un baño 

de ultrasonido Branson 8510.  

 

B. Estándares de sacarosa, glucosa y fructosa: 

Se utilizó glucosa y fructosa grado reactivo de Sigma-Aldrich y sacarosa grado 

reactivo de la marca Baker. Se prepararon 5 soluciones de la mezcla de los tres 

azúcares a concentraciones de 0.2, 0.5, 1.0, 1.5, y 2.0% en matraces aforados de 10 

mL. Las soluciones se vertieron en viales de 10 mL para su almacenamiento en 

refrigeración. Las soluciones fueron preparadas 48 h antes de su inyección en el 

equipo de HPLC.  

 

Estabilización del equipo de HPLC. Después de la degasificación de la fase 

móvil, ésta se vertió cuidadosamente en el recipiente de fase móvil del equipo, 

evitando la formación de burbujas. Posteriormente se realizó una purga del equipo 

para eliminar el aire contenido en el tubing que va del contenedor de la fase móvil 
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al degasificador y del degasificador al mezclador del equipo. Una vez que ya no se 

observaron burbujas en todo el tubing, se detuvo la purga y se cerró la válvula. El 

sistema se inició con un flujo de 1 mL/min, con la finalidad de llenar la columna 

con el fluido rápidamente. Conforme la presión en el sistema fue en aumento, el 

flujo se disminuyó hasta estabilizar el sistema a una presión de 200 psi con un flujo 

de fase móvil de 0.1 mL/min. Una vez estabilizado el equipo, se llevaron a cabo 

pruebas de inyección y previews para determinar el punto en el que la línea base 

presentaba menos ruido. Cuando se comprobó que el sistema estaba estable, se 

procedió a la inyección de los estándares y de las muestras. El tiempo por corrida 

fue de 30 min. Para la obtención de los cromatogramas y la manipulación de los 

mismos, se empleó el programa WinChromTM Ver. 1.31 (GBC Scientific equipment, 

Australia) para Microsoft Windows 98TM. 

 

Análisis de la muestra. La muestra obtenida del matraz de cultivo se centrifugó 

a 6000 rpm durante 30 min. A partir de esto, el sobrenadante se pasó por una 

membrana de 0.45 μm, recuperando el líquido en un vial color ámbar. Después de 

esto, el vial se agitó manualmente para promover la homogeneización de la 

muestra pero evitando la formación de burbujas. Para realizar las inyecciones, se 

utilizó una jeringa de inyección de 500 µL, se utilizaron 200 µL de la muestra para 

lavar la jeringa. Posteriormente, se inyectaron 200 µL de la muestra en el equipo de 

HPLC. Cada muestra se analizó por triplicado en el equipo. 

 

6.2.1.3. Determinación de azúcares totales. Este parámetro se obtuvo 

mediante la técnica de azúcares reductores de Dubois (1956), también conocida 
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como el ensayo del fenol-sulfúrico. La metodología empleada se basó en el trabajo 

de Dubois (1956) y en el trabajo reportado por Wrolstad et al. (2005). 

 

Soluciones empleadas.  

A. Solución de fenol al 4%: 

Se pesaron 4 g de fenol en un vaso de precipitados de 100 mL y se disolvieron en 

300 mL de agua destilada, con ayuda de una varilla de vidrio. Luego, se vertió la 

solución en un matraz aforado de 500 mL y se aforó con agua destilada. La 

solución de fenol puede almacenarse hasta por seis meses a temperatura ambiente. 

 

B. Estándar de sacarosa:  

Para la determinación de azúcares totales, se empleó únicamente un estándar de 

sacarosa, debido a que la sacarosa es el azúcar mayoritario en las melazas. Se pesó 1 

g de sacarosa en un matraz aforado de 10 mL y se agregaron 5 mL de agua 

destilada. Después, se agitó en un vórtex hasta la disolución total y se aforó a 10 mL 

con agua destilada. De esta solución se tomaron 100 μL, los cuales se aforaron a 10 

mL con agua destilada. 

 

Obtención de la curva de calibración. En viales color ámbar, se vertieron 

alícuotas de 10, 20, 30, 40 y 50 μL!de!la!solución!estándar, por triplicado. Después, 

cada muestra se completó con agua destilada a un volumen de 150 µL. Por cada 

grupo de réplicas se procesó una muestra blanco que consistió de 150 µL de agua 

destilada en un vial color ámbar. Las muestras se procesaron en grupos de 4, es 

decir, las tres réplicas de cada concentración más el blanco, debido a la sensibilidad 



 69 

del complejo colorido formado. En cada muestra se vertieron 500 µL de la solución 

de fenol al 4%. Los viales se agitaron durante un minuto en el vórtex. Luego, se 

agregaron de manera rápida 2500 µL de ácido sulfúrico concentrado, procurando 

que el ácido cayera directamente en la superficie del líquido. Posteriormente, los 

viales se dejaron reposar durante 10 min. Después de esto, los viales se llevaron a 

agitación durante 1.5 min y se dejaron reposar en un baño a 25 °C durante 20 min. 

Una vez pasado este tiempo, los viales se agitaron durante 1 min y se midió la 

absorbancia en un espectrofotómetro HACH-DR5000 a 490 nm, obteniendo así la 

curva de calibración que relaciona la absorbancia con la concentración de azúcares 

totales. 

 

Análisis de las muestras. Se determinó la concentración de azúcares totales 

tanto en los medios de crecimiento antes y después de la inoculación. En ambos 

casos, las muestras se centrifugaron a 6000 rpm durante 30 min y el sobrenadante 

se empleó para la determinación de azúcares. Para el caso del análisis de los medios 

MMV con 5, 8, 11 y 14 g/L de melazas antes de su inoculación, se llevó a cabo una 

dilución 1:3 con agua destilada. Para el caso del análisis de los medios después del 

crecimiento de biomasa, se realizó una dilución previa 1:1 con agua destilada, a 

excepción de la muestra de MMV con 5 g/L de melazas, donde se empleó la 

muestra directamente. Después de realizar la dilución antes señalada, se llevó a 

cabo el análisis de azúcares totales por triplicado, tal como se describe en el párrafo 

anterior. 
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6.2.1.4. Determinación del color del medio. Para realizar el análisis de color, 

se empleó un colorímetro UltraScan VIS (HunterLab, USA) que se muestra en la 

Figura 14. La determinación de color se realizó por transmitancia ya que el medio 

es un líquido translúcido. Se empleó el software EasyMatch QC de HunterLab, 

para Windows®XP. El equipo se calibró usando la tarjeta negra en la parte interna 

del equipo para el negro, y el mosaico blanco en la parte externa para el estándar 

blanco. Para la medición de la muestra, ésta se vertió en la celda de cuarzo y se 

colocó en la parte interna del colorímetro destinada a la toma de datos mediante 

transmitancia. Posteriormente se obtuvieron los parámetros de color CIELab: L*, 

a*, y b*. Cuando la cantidad de muestra no era suficiente para llenar la celda de 

cuarzo, se realizó una dilución 1:1 con agua destilada.  

 

 

Figura 14. Colorímetro HunterLab empleado para la determinación del color en el medio 

MMV. 
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6.2.1.5. Análisis estadístico empleado para el análisis del consumo de 

sustrato. Para el análisis de los resultados de la determinación de la densidad 

óptica de los cultivos, la determinación de azúcares totales, y la medición de los 

parámetros de color (L*, a* y b*) se empleó un intervalo de confianza del 95%.  

 

6.2.2.  Determinación de las condiciones adecuadas de 

crecimiento 

6.2.2.1. Asimilación de distintas fuentes de carbono. Después de lograr el 

aislamiento de B. licheniformis, se evaluó su capacidad de metabolizar algunas 

fuentes de carbono para su crecimiento. Se empleó el medio LB-P, añadiendo a la 

formulación diferentes fuentes de carbono: glucosa, ácido málico (10 g/L) y glicerol 

(1.4 g/L). Para cada fuente de carbono, se prepararon duplicados con 250 mL del 

medio. Después de esto, los matraces se inocularon con 25 mL de un cultivo de B. 

licheniformis en medio NFb líquido a 37 °C durante 24 h. A partir de este 

experimento, se reportó si hubo crecimiento en cada medio evaluado.   

 

6.2.2.2. Análisis de asimilación de glucosa. Se llevó a cabo un experimento 

más detallado para evaluar la capacidad de asimilación de glucosa por parte de B. 

licheniformis, debido a que en el experimento anterior se observó que la cepa 

produce un polímero insoluble en el medio. El objetivo de este experimento 

consistió en encontrar la concentración mínima a la cual no se formara el polímero 

en el medio. Se realizó previamente un cultivo de B. licheniformis en medio LB-P 

líquido incubado a 37 °C durante 48 h. Este cultivo se empleó como inóculo. Para el 
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experimento de asimilación de glucosa, se empleó el medio MMV usando glucosa 

como fuente de carbono con las siguientes concentraciones: 0.5, 1, 2, 3, y 4 g/L. Se 

prepararon triplicados de 300 mL del medio por cada concentración de glucosa. 

Luego, los matraces se inocularon con 30 mL del cultivo de B. licheniformis 

preparado previamente y se incubaron a 37 °C durante 72 h. Se reportó la presencia 

de polímero y la densidad óptica (DO) como indicador de la producción de 

biomasa. 

 

6.2.2.3. Determinación del medio LB adecuado para B. licheniformis. 

Debido a que se tenían dos formulaciones del medio Luria-Bertani, fue necesario 

determinar en cuál de los dos medios se promueve mayor producción de biomasa, 

conservación de las células de manera bacilar y la menor formación de polímero.  

Se evaluaron los medios LB-P y LB-T a tres temperaturas: 25, 30 y 37°C. Se 

prepararon duplicados de 150 mL de medio para cada temperatura y cada medio. 

Después de esto, se inoculó cada matraz con una asada grande de B. licheniformis 

crecido en medio sólido LB-T durante 48 h. Posteriormente, los matraces se 

incubaron a las condiciones establecidas durante 48 h. Se reportó la presencia de 

polímero, la turbidez en el medio y la morfología celular en cada réplica.  

 

6.2.2.4. Determinación de la temperatura óptima de crecimiento y 

seguimiento del enquistamiento celular de B. licheniformis. Debido a 

que en la literatura se reportan distintas temperaturas para el crecimiento de B. 

licheniformis, se realizó un experimento para determinar la temperatura a la cual 

se obtiene la mayor producción de biomasa para un medio determinado. Se 
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evaluaron tres temperaturas: 25, 30 y 37 °C. Se utilizó el medio MMV con ácido 

málico como fuente de carbono, preparando duplicados de 600 mL del medio para 

cada temperatura. Se inoculó cada matraz con tres asadas grandes de B. 

licheniformis crecido en medio MMV sólido durante 48 h y se homogeneizó con un 

agitador magnético. Después de esto, se incubaron los matraces a las temperaturas 

establecidas. Se tomaron muestras de 8 mL por duplicado cada 8 h para la 

determinación de la densidad óptica y el monitoreo de la morfología celular. La 

densidad óptica se evaluó en un espectrofotómetro HACH-DR5000 a 610 nm, 

empleando agua destilada como blanco. Finalmente, se obtuvo la curva de 

crecimiento de biomasa para cada réplica y se describió el cambio de morfología 

celular durante la incubación.  

 

6.2.3. Crecimiento y adaptación de B. licheniformis en el 

medio MMV con melazas. 

6.2.3.1. Aclimatación inicial al medio MMV con 4 g/L de melazas. Se 

realizó un experimento para determinar la capacidad de B. licheniformis para 

crecer en un medio enriquecido con melazas de caña de azúcar. Se monitoreó el 

crecimiento y el cambio de morfología durante la incubación. A partir de este 

cultivo se comenzó la adaptación de la cepa al medio.  

Se empleó el medio MMV con 4 g/L de melazas. Se preparó un cultivo por 

duplicado con 600 mL de medio. El medio se inoculó con 3 asadas grandes de la 

cepa cultivada en caja Petri con el medio LB-T a 30 °C. Luego, los matraces se 

agitaron con la ayuda de un agitador magnético para homogeneizar el inóculo en el 
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medio y se incubaron a 30 °C. Se tomaron muestras de 8 mL por duplicado cada 6 

h para obtener la densidad óptica y se monitoreó la morfología celular del 

microorganismo. La incubación se detuvo cuando se observó la fase de muerte 

celular en base a los datos de densidad óptica del medio.  

Se reportó el cambio en la morfología celular y las curvas de crecimiento de 

B. licheniformis durante la incubación. Estos cultivos se reinocularon en cajas Petri 

con medio LB-T, las cuales sirvieron de inóculo para la adaptación de la cepa a un 

medio con una concentración mayor de melazas (MMV con 5 g/L).  

 

6.2.3.2. Adaptación de B. licheniformis al medio MMV con 5, 8, 11 y 14 

g/L de melazas. Se preparó un solo lote de 900 mL de medio MMV empleando 

inicialmente 5 g/L de melazas. Se tomaron dos muestras de 8 mL de medio sin 

inocular para emplearlos como blanco durante la determinación de la densidad 

óptica. De manera subsecuente, el medio se inoculó con cuatro asadas grandes del 

cultivo en caja Petri de la cepa aclimatada a 4 g/L de melazas en medio LB-T y se 

homogeneizó empleando un agitador magnético. Posteriormente, el medio se 

dividió en dos réplicas de 400 mL, las cuales se incubaron a 30 °C. Se tomaron 

muestras por duplicado de 8 mL cada 12 h para evaluar la densidad óptica y 

monitorear la morfología celular del microorganismo. Por otro lado, se empleó la 

técnica de HPLC para investigar los cambios en la composición del medio de los 

tres azúcares principales de las melazas: sacarosa, fructosa y glucosa. La incubación 

se detuvo cuando se observó la fase de muerte celular en base a los datos de 

densidad óptica del medio. 
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Se repitió el procedimiento anterior para incrementos subsecuentes en la 

concentración de melazas: 8, 11 y 14 g/L de melazas, empleando en cada uno el 

cultivo anterior como inóculo para la adaptación a la siguiente concentración de 

melazas.  

Se determinó la concentración máxima de melazas a la cual ocurre un 

aumento en el crecimiento de B. licheniformis. Una vez obtenida esta 

concentración, se realizó un monitoreo de los azúcares presentes mediante HPLC 

en éste medio durante la incubación de B. licheniformis, para realizar una 

inspección del aprovechamiento de los sustratos antes y después de la adaptación.  

 

6.2.4. Análisis del crecimiento de la cepa de B. licheniformis 

adaptada, en el medio MMV con 5, 8, 11 y 14 g/L de melazas. 

Una vez adaptada la cepa de B. licheniformis al medio enriquecido de melazas, se 

realizó un experimento para evaluar el comportamiento de la bacteria a las 

distintas concentraciones de melazas ensayadas. Esto debido a que se observó que 

una vez adaptada, la bacteria ya no producía polímero y el crecimiento ocurría de 

manera más rápida con respecto al crecimiento observado en los periodos de 

adaptación. La metodología empleada fue la siguiente: 

 Se prepararon lotes de 800 mL del medio MMV con 5, 8, 11 y 14 g/L de 

melazas conforme se reporta en el punto 6.1.2.4. Los lotes se inocularon con 4 

asadas grandes de un cultivo en caja Petri con crecimiento abundante de B. 

licheniformis en medio LB-T sembrado 48 h antes del experimento. La biomasa se 

dispersó de manera homogénea mediante un agitador magnético y posteriormente 
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los lotes se dividieron en dos réplicas de 400 mL y se incubaron a 30 °C. También 

se prepararon 150 mL de cada medio para emplearse como blanco. 

Se tomaron muestras de 10 mL por duplicado cada 6 h, con las cuales se 

determinó la biomasa por densidad óptica. Asimismo con las muestras inicial y 

final se determinó la cantidad de azúcares totales mediante la técnica de Dubois 

especificada en la Sección 6.2.1.3 y el color mediante colorimetría (Sección 6.2.1.4).  

 

6.2.5. Análisis del crecimiento en reactor piloto de la cepa 

adaptada en el medio MMV con 11 g/L de melazas. 

6.2.5.1. Biorreactor empleado para la producción de biomasa. Una vez 

adaptada la cepa de B. licheniformis al medio rico en melazas, se evaluó la 

producción de biomasa de esta cepa en un reactor piloto de 3 L 2F300B (SEV, 

Puebla, México). Este equipo cuenta con cuatro deflectores, un agitador magnético, 

y un tanque enchaquetado de vidrio. Por la chaqueta se hace fluir agua caliente 

para el control de temperatura. El equipo cuenta con las siguientes entradas y 

salidas (Figura 15): 

1. Entrada del medio. 

2. Entrada de aire conectada al difusor. 

3. Entrada para el potenciómetro de pH. 

4. Tubo encamisado para el sensor de temperatura. 

5. Salida de aire. 

6. Salida para toma de muestra. 
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Figura 15. Reactor piloto de 3 L, para el crecimiento de B. licheniformis. 

 

A este reactor se le ha incorporado un sistema de control de temperatura y pH, 

desarrollado y operado vía computador. El sistema de control y adquisición de 

datos fue diseñado por Edilberto López Pérez, tesista de la Carrera de Ingeniería en 

Electrónica de la Universidad Tecnológica de la Mixteca, con el programa 

LabView® 2010 (National Instruments, USA). 

Para el control de temperatura, el sistema cuenta con una bomba de agua 

sumergida en un tanque equipado con una resistencia eléctrica. La bomba ayudó a 

recircular constantemente el agua a través de la chaqueta del reactor. Cuando el 

sensor de temperatura detecta que la temperatura del reactor es menor a la 

establecida, el sistema de control activa la resistencia para calentar el reactor. En 

cuanto se alcanza la temperatura deseada, la resistencia es apagada. La precisión 

del sistema de control de temperatura es de ± 0.3 °C. 
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El sistema de control de pH, cuenta con una bomba que dependiendo de la señal 

detectada por el potenciómetro (Cole-Palmer, USA) en el biorreactor, adiciona 

KOH al caldo de cultivo con la finalidad de mantener el pH en un valor alrededor 

de 7 ± 0.1. Debido a que el biomedio tiende a su acidificación durante el cultivo 

celular, no se requirió el uso de ácido para el control de pH. 

 

6.2.5.2. Producción de biomasa de B. licheniformis 

Preparación del inóculo para el reactor. La cepa adaptada de B. 

licheniformis se inoculó en cajas Petri de LB-T y se incubó durante 48 h a 30 °C. Se 

preparó un lote de 300 mL de medio LB-T y este se inoculó con 2 asadas grandes 

del cultivo preparado en caja Petri. El medio se incubó durante 24 h a 30 °C. Este 

cultivo se empleó como inóculo para el reactor. 

 

Puesta en marcha del biorreactor. Se prepararon 3000 mL de medio MMV 

con 11 g/L de melazas como se describe en el punto 6.1.2.4. El biorreactor se lavó 

con agua y jabón; posteriormente, se trató con agua destilada hirviendo. Después 

del vaciado y enfriamiento del reactor, se vertieron asépticamente en el biorreactor 

los 3000 mL del medio MMV así como el inóculo preparado con anterioridad. 

Después de esto, el biorreactor se colocó sobre la base de agitación magnética y la 

agitación se ajustó a 200 rpm. Durante todo el proceso, se mantuvo una 

temperatura de 30 °C, aireación constante y un pH de 7 ± 0.1. Se tomaron muestras 

de biomedio de 10 mL por duplicado cada 2 h para la determinación de biomasa, 

color y azúcares totales. El tiempo de cultivo fue de 38 h. Una vez transcurrido este 
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tiempo, el medio de cultivo obtenido se vertió bajo condiciones de esterilidad en un 

frasco de 3 L y se mantuvo en refrigeración para su uso posterior.  

 

 

6.3. Meta 3. Producción de inoculantes 

 

La producción del inoculante es fundamental para la aplicación de una bacteria 

biofertilizante en la rizósfera. En el presente proyecto se evaluaron dos 

acarreadores distintos para la producción del inoculante: suelo y almidón. La 

metodología de elaboración se reporta a continuación. 

 

6.3.1. Inoculante con almidón. Se pesaron 1150 g de almidón en doble 

bolsa de polipapel y se esterilizó a 121 °C durante 30 min. Se esterilizó también una 

probeta de vidrio de 500 mL y una pala de madera a 121 °C durante 15 min. 

Después de esto, bajo condiciones asépticas, se mezcló el almidón estéril con 1000 

mL del medio de cultivo a emplear como inoculante en un recipiente grande 

previamente lavado con agua y jabón y limpiado con etanol al 70%. Se mezcló 

manualmente hasta obtener una pasta uniforme. Posteriormente, la pasta se vertió 

sobre charolas de acero inoxidable para panificación (previamente lavadas y 

tratadas con etanol al 70%). Las charolas se colocaron dentro de una campana de 

flujo laminar durante 15 h hasta obtener un polvo seco. Concluido el secado, el 

inoculante se recuperó en bolsas de polipapel y se almacenó a 4 °C. 
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6.3.2. Inoculante con suelo. El suelo se pulverizó en un molino industrial 

y se realizó un tamizado hasta obtener un polvo con un tamaño de partícula de 44 

µm. Luego, se pesaron 1920 g de suelo pulverizado en doble bolsa de polipapel y se 

esterilizó a 121 °C durante 30 min. Asímismo, se esterilizó una probeta de vidrio de 

500 mL y una pala de madera a 121 °C durante 15 min. Después de esto, bajo 

condiciones asépticas, se mezcló el suelo estéril con 1000 mL del biomedio en un 

recipiente grande (previamente lavado con agua y jabón y limpiado con etanol al 

70%). Se mezcló manualmente hasta obtener una pasta uniforme. Luego, la pasta 

se vertió sobre charolas de acero inoxidable para panificación (previamente lavadas 

y tratadas con etanol al 70%). La pasta se secó en una campana de flujo laminar 

durante 18 h. Una vez seco, el inoculante se recuperó en bolsas de polipapel y se 

almacenó a 4 °C. 

 

6.3.3. Preparación de la semilla para su aplicación en 

invernadero. La preparación de la semilla se realizó bajo condiciones 

asépticas. Se usó semilla híbrida de maíz P4082W donada a este proyecto por la 

empresa Pioneer Hi-Bred México S.A. Esta semilla se empleó debido a que no 

recibió ningún tratamiento químico previo a su embarque, lo cual es fundamental 

para la supervivencia del microorganismo. Las semillas se trataron durante 1 h en 

una solución de hipoclorito de sodio al 1%. Después de esto, las semillas se lavaron 

dos veces con agua estéril.  

Para el tratamiento de B. licheniformis con almidón,  se suspendieron 600 g 

del polvo inoculante en 250 mL de agua estéril y se mezcló con 1200 g de semillas. 
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Para el tratamiento de B. licheniformis con suelo, se suspendieron 600 g del polvo 

inoculante en 400 mL de agua estéril y se mezcló con 1200 g de semillas. 

Posteriormente, las mezclas se secaron en una campana de flujo laminar durante 12 

h. Las semillas se almacenaron a 4 °C hasta su uso final. 

 

 

6.4. Meta 4. Evaluación de los inoculantes en cultivos 

de maíz 

 

La evaluación de los inoculantes de B. licheniformis se llevó a cabo en el 

invernadero del Instituto de Hidrología de la UTM para la producción de maíz bajo 

condiciones controladas de humedad, temperatura, plagas y enfermedades.  

Para determinar la mejor combinación de biofertilizantes y el nivel de 

fertilización, se consideró como testigo al tratamiento de la semilla sin inoculación 

con la aplicación de 100% de la dosis de fertilizante químico recomendada para la 

Región Mixteca que es una dosis de NPK (Nitrógeno-Fósforo-Potasio) de 90-60-00 

kg/ha (Fundación Agroproduce Oxaca, A.C. 2007). Los niveles de fertilización 

evaluados con la adición de biofertilizantes fueron la mitad y la cuarta parte de la 

dosis de fertilización recomendada para la Región Mixteca (Tabla 7).  
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Tabla 7. Tratamientos para la validación de biofertilizantes en cultivo de 

maíz. 

Número Tratamiento Clave 

1 Testigo Testigo 
2 B. licheniformis + Almidón Li-A 
3 B. licheniformis + Suelo Li-S 
4 B. licheniformis-Almidón + 25% Fertilización 

recomendada 
Li-A-25 

5 B. licheniformis-Almidón + 50% Fertilización 
recomendada 

Li-A-50 

6 B. licheniformis-Suelo + 25% Fertilización 
recomendada 

Li-S-25 

7 B. licheniformis-Suelo + 50% Fertilización 
recomendada 

Li-S-50 

 

 

La validación se llevó a cabo mediante un diseño experimental de bloques 

completos, realizando cuatro repeticiones por tratamiento, donde la unidad 

experimental consistió de una planta de maíz en bolsa negra para vivero con 

volumen de 8 L. El suelo empleado fue un suelo Fluvisol de textura media (franco-

arenoso) y eútrico (rico en materia orgánica). La plantación se estableció el 24 de 

septiembre de 2011. Las variables de respuesta a evaluar fueron el diámetro y la 

altura de las plantas (a los 3 meses de iniciado el cultivo), así como el contenido de 

clorofila, y el peso del grano producido.  

 

 



 83 

6.4.1.  Contenido de clorofila de las plantas. A los 4 meses de 

iniciado el cultivo, se midió la cantidad de clorofila en las plantas empleando un 

equipo FieldScout CM 1000 de Spectrum Technologies, Inc. Este equipo mide la 

luz reflejada a 700 y a 840 nm para estimar la cantidad de clorofila en las hojas. La 

luz natural sirve como fuente de iluminación y los cambios en la luz ambiental se 

corrigen automáticamente por el sensor del equipo. El equipo absorbe y mide la luz 

ambiental y la reflejada a cada longitud de onda. La clorofila A absorbe a 700 nm y 

como resultado, la luz reflejada de las hojas a esta longitud de onda es menos 

intensa que la reflejada a 840 nm.  

La luz a 840 nm no es afectada por el contenido de clorofila en las hojas y 

sirve como indicador de cuánta luz es reflejada debido a las características físicas 

de las hojas, tales como la presencia de texturas cerosas o con cabellos. El índice de 

clorofila (en una escala de 0-999) se calcula mediante los datos de la medición de 

luz ambiental y reflejada; este índice es una medición del ‘verdor’ relativo de las 

hojas. La medición de clorofila en las hojas se llevó a cabo posicionando el equipo 

aproximadamente a 45.7 cm de la superficie de las hojas y tomando 4 lecturas por 

réplica.  

 

6.4.2. Producción de grano. A los 5 meses y dos semanas del inicio del 

cultivo, se suspendió el riego de las plantas las cuales se cosecharon 14 días 

después. Los frutos cosechados se colocaron en un horno de circulación de aire a 69 

°C durante 7 días para finalmente realizar el pesado del grano en una balanza 

analítica marca Ohaus. 
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6.4.3. Análisis estadístico empleado. Para el análisis estadístico de los 

resultados obtenidos se empleó el software SAS System Ver 8. (SAS Institute Inc., 

USA) para Windows XP. Se realizaron análisis ANOVA con diseños de un solo 

factor y un nivel de significancia del 95% para evaluar si existió o no diferencia 

significativa entre los distintos tratamientos evaluados sobre las variables de 

respuesta determinadas.  

Posteriormente se llevaron a cabo la pruebas de Tukey con un nivel de 

significancia del 95% (p<0.05) para la comparación de medias. Esta prueba detecta 

la posibilidad de que alguna diferencia de medias haya sido declarada falsamente 

significativa (Herrera Haro y Barreras Serrano 2005). Con esta evaluación se logró 

establecer la diferencia estadística entre los tratamientos del biofertilizante 

evaluados en los cultivos de maíz. 
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7. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

7.1. Aislamiento y conservación de B. licheniformis 

 

El crecimiento del cultivo en el medio ATCC: 838 fue considerablemente lento. Sin 

embargo, el empleo de este medio permitió el aislamiento de un conjunto de 

microorganismos fijadores de nitrógeno. Este grupo consistió básicamente de dos 

cepas microbianas, B. licheniformis y otra cepa que no fue identificada pero que al 

microscopio se observó como cocos Gram negativos tras evaluarse por tinción de 

Gram. Al resembrar esta mezcla microbiana en el medio LB-RC se observó que B. 

licheniformis es capaz de pigmentarse con el colorante presente en el medio. Se 

observó que la bacteria de estudio formó una sola colonia junto con el otro 

microorganismo presente. Las colonias se pigmentaron de color rosa debido a que 

mientras B. licheniformis se pigmenta de rojo escarlata, el otro microorganismo no 

(Figura 16). Esta característica fue reportada previamente por Rojas et al. (2001), 

quienes observaron que B. licheniformis y Phyllobacterium spp. son capaces de 

formar un solo tipo de colonia en medio sólido. 
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Figura 16. Crecimiento de microorganismos fijadores de nitrógeno en medio LB-RC. 

 

Para lograr la separación de B. licheniformis de la otra bacteria, se empleó el medio 

NFb-RC, que promovió un crecimiento más rápido de la cepa que en el medio 

ATCC:838. Aunado a esto, la pigmentación característica de la bacteria sirvió para 

la identificación en la caja Petri. Al emplear este medio y llevar a cabo una 

resiembra continua del cultivo en cajas Petri, eventualmente se encontraron 

algunas colonias de color rojo escarlata, como se muestra en la Figura 17a. Al 

analizar estas colonias al microscopio se observó que consistían exclusivamente de 

bacilos (B. licheniformis). Así pues, se empleó una serie de resiembras para lograr 

su completo aislamiento. Cada siembra consistió en resembrar las colonias rojo 

escarlata en medio NFb-RC fresco, seguido por una incubación en medio LB 

líquido para fortificar las células. De esta manera se logró la separación de los dos 

tipos de microorganismos al final de tres ciclos de resiembras. En la Figura 17b se 

muestra una caja Petri con crecimiento exclusivo de B. licheniformis, donde se 
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observa un color rojo escarlata en toda el área estriada. Una vez aislada la cepa, 

ésta se resembró cada 30 días en medio LB-RC para mantenerla activa. 

 

 

Figura 17. Observaciones de colonias en caja Petri durante el aislamiento de B. 

licheniformis: a) Cultivo de microorganismos fijadores de nitrógeno en el medio NFb-RC. 

Las colonias de B. licheniformis se observan de un color rojo escarlata. b) Cultivo de B. 

licheniformis NFb-RC en forma pura. 

 

7.1.1. Identificación genética de la cepa aislada. La determinación 

genética se llevó a cabo en el Instituto de Biotecnología de la UNAM, con la 

asesoría del Dr. Adelfo Escalante Lozada. Después la obtención de la secuencia del 

gen ADNr 16S en el Departamento de Secuenciación del Instituto, se obtuvo la 

secuencia en el formato FASTA empleando el programa 4Peaks para MacOSX. La 
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secuencia se introdujo en el banco de datos del NCBI. Se obtuvo un ajuste del 99% 

para B. licheniformis con número de accesión de NC_006270.3. Asimismo, se 

obtuvo el árbol filogenético mostrado en la Figura 18.  

 

 

Figura 18. Árbol filogenético de la cepa biofertilizante obtenido a partir de la secuencia 

del gen ADNr 16S. 
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7.2. Determinación de las condiciones adecuadas de 

crecimiento de B. licheniformis 

 

7.2.1. Fuente de carbono adecuada para el crecimiento. Se 

ensayó el crecimiento de la cepa con tres distintas fuentes de carbono: ácido 

málico, glucosa y glicerol. El empleo de ácido málico provocó una producción de 

biomasa muy pobre o nula. Los cultivos con glucosa y glicerol presentaron 

crecimiento bacteriano; sin embargo, se observó un cambio morfológico del 

microorganismo en estos medios. En la Figura 19, se puede observar a la izquierda 

la morfología normal del microorganismo (bacilar) y a la derecha se presenta la 

morfología que presenta B. licheniformis en el medio líquido. En el medio líquido 

las células se elongaron y su forma no es específica. Cuando estas células se 

reinocularon en medio sólido, se obtuvieron nuevamente los bacilos. A este cambio 

morfológico de la bacteria se le denominó “enquistamiento celular”.  
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Figura 19. a) Se presentan células bacilares de B. licheniformis. b) Células enquistadas de 

B. licheniformis. Magnificación: 1000x. 

 

Aunado al cambio morfológico, B. licheniformis también presentó la formación de 

un polímero sobre la superficie del medio de cultivo. B. licheniformis produce 

comúnmente ácido poli-γ-glutámico; sin embargo, de acuerdo a Whitman (2009) 

éste polímero es soluble en agua. Kaynar y Beyatli (2009) reportaron una cepa de 

B. licheniformis capaz de producir el polímero insoluble poli-β-hidroxibutirato. De 

acuerdo a esto, es probable que el producto observado sea dicho polímero. La 

formación de este polímero se observa en la Figura 20.  
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Figura 20. Formación de polímero en cultivos con la adición de glucosa como fuente de 

carbono. a) Polímero producido por B. licheniformis en medio LB-P con glucosa. b) 

Polímero con una magnificación de 1000x. 

 

En la Figura 20 se observa que el polímero se forma alrededor de células 

enquistadas. Consecuentemente, es probable que al ser B. licheniformis un 

microorganismo habitante del suelo, el cambio de un medio de cultivo sólido a 

líquido provoque la transformación morfológica y la producción del polímero para 

lograr su supervivencia.  

A simple vista se observó una mayor producción de polímero así como 

mayor turbidez en el medio enriquecido con glucosa que en el enriquecido con 

glicerol. Por tal razón, a partir de este estudio se puede concluir que la mejor fuente 

de carbono fue la glucosa, que pudo ser asimilada de manera adecuada por B. 
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licheniformis, a pesar de promover el crecimiento enquistado y la producción de 

polímero. 

Después de esto, se realizó un análisis para evaluar el crecimiento de B. 

licheniformis a distintas concentraciones de glucosa. A partir de este estudio se 

obtuvo que el medio a la concentración de 4 g/L de glucosa fue el que presentó la 

mayor densidad óptica, con un valor de 0.085 ± 0.005; mientras que a 

concentraciones de 3, 2, y 1 g/L se alcanzaron DO de: 0.035 ± 0.004, 0.035 ± 

0.006 y 0.028 ± 0.006, respectivamente. Con estos resultados se puede deducir 

que a pesar de que la célula cambia morfológicamente y se promueve la producción 

de polímero, el microorganismo es capaz de crecer en estas condiciones. Se observó 

una relación proporcional entre la concentración de glucosa y la densidad óptica, lo 

que indica que el medio enriquecido con glucosa en el intervalo de concentración 

usado no fue inhibitorio para las células. Con esto se puede concluir que el 

microorganismo es capaz de producir biomasa a partir de células enquistadas de 

manera alterna a la producción de polímero.  

En base a estos resultados se planteó que es posible adaptar la cepa al 

medio, intentando promover el reajuste del metabolismo microbiano para asimilar 

mejor los nutrimentos del medio y promover una mayor producción de biomasa. 

Tal adaptación sería muy deseable en la medida en que se redujera el 

enquistamiento celular y la producción del polímero, mejorando así la producción 

de B. licheniformis en forma bacilar. 
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7.2.2. Medio LB adecuado para B. licheniformis. El medio LB se 

empleó frecuentemente debido a que es un medio enriquecido para el crecimiento 

general de bacterias. Se encontraron dos formulaciones de este medio que se 

nombraron como LB-T (Tilak et al. 2010) y LB-P (Puerta y Ureña 2005). La 

diferencia principal entre estas dos formulaciones es la cantidad de NaCl empleado 

ya que mientras la formulación propuesta por Tilak et al. (2010) incluye 2.5 g/L de 

NaCl, Puerta y Ureña (2005) proponen la adición de 10 g/L de NaCl al medio. En 

estudios posteriores se evaluó cuál de los dos medios promovía un mayor 

crecimiento y la menor formación de polímero; es decir, cuál de los dos medios era 

menos inhibitorio para el crecimiento de la cepa. Después de la incubación en 

ambos medios, se observó que el medio LB-T promueve una producción menor de 

polímero en todas las réplicas. También, al observar el polímero producido en las 

réplicas incubadas a 30 °C con una magnificación de 1000x, se observó que éste 

estaba constituido por células bacilares. Por tanto esta condición de cultivo 

promovió una mayor estabilidad celular dado que no hubo cambios en la 

morfología de la cepa a diferencia de las células cultivadas a otras temperaturas. En 

base a estos resultados, en adelante se empleó el medio LB-T como cultivo de 

enriquecimiento celular.  

 

7.2.3. Selección de la temperatura óptima de crecimiento. Para 

esto se empleó el medio MMV empleando ácido málico como fuente de carbono, 

según se especifica en el punto 6.2.2.4. En la Figura 21 se observa que en general, el 

crecimiento fue significativamente mayor cuando la incubación se llevó a cabo a 30 

°C y el crecimiento menor se dio a una temperatura de 37 °C.  
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Figura 21. Crecimiento de B. licheniformis en medio MMV con ácido málico como fuente 

de carbono (Las barras de error corresponden a un intervalo de confianza del 95%). 

 

Asimismo en las réplicas incubadas a 25 y 37 °C no se observó la formación de 

polímero, a diferencia de las réplicas a 30 °C (Figura 22). Con esto se corrobora 

también que a 30 °C se activa la formación de polímero.  
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Figura 22. Polímero producido por B. licheniformis en medio MMV con ácido málico 

como fuente de carbono. 

 

En general la tendencia de la producción de biomasa es creciente, aunque existe 

mucha variabilidad en las primeras horas de incubación. Las diferencias del 

crecimiento a las distintas temperaturas se vuelven más evidentes a partir de las 48 

h de incubación.  

Por otro lado, se monitorearon los cultivos al microscopio con una 

magnificación de 1000x y se observó que, en general, las células permanecen en su 

estado bacilar sólo durante las primeras 12 h. Posterior a este tiempo de 

incubación, se observó una mezcla de bacilos y células enquistadas, con presencia 

mayoritaria de células enquistadas. Las células permanecieron así hasta el final de 
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la incubación en todos los tratamientos. Con estos experimentos se determinó que 

la temperatura ideal para la producción de biomasa es de 30 °C y se comprobó que 

la bacteria tiene la capacidad de crecer en estado enquistado. 

 

 

7.3. Crecimiento y adaptación de B. licheniformis en 

el medio MMV enriquecido con melazas 

 

7.3.1. Crecimiento de B. licheniformis en medio MMV con 4 

g/L de melazas. Una vez encontrada la temperatura adecuada para el 

crecimiento de B. licheniformis, y tomando en cuenta que ésta bacteria es capaz de 

crecer aún en estado enquistado, se planteó iniciar la adaptación de la bacteria en 

un medio enriquecido con melazas. Primeramente se llevó a cabo una etapa de 

aclimatación a un medio MMV adicionado con 4 g/L de melazas durante un largo 

periodo de tiempo. Esta prueba sirvió para evaluar la capacidad de las células para 

sobrevivir en el medio enriquecido con melazas y para monitorear el cambio en la 

morfología de la bacteria. La preparación de los cultivos se llevó a cabo conforme se 

reporta en el punto 6.2.3.1. El tiempo total de incubación fue de 221 h.  

 A las 18 h de incubación se observó la formación de polímero sobre la 

superficie del medio, por lo que antes de cada muestreo se realizó una agitación del 

medio con la finalidad de homogeneizar la muestra y dispersar los flóculos 

formados. A las 165 h de incubación se observó la dispersión total de los flóculos y 

el enturbiamiento del medio. En el análisis al microscopio se observó que a las 6 h 
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el microorganismo comenzó a cambiar morfológicamente a su estado enquistado. 

En la Figura 23a, se observa a B. licheniformis en su estado bacilar al inicio de la 

incubación; en la Figura 23b se observan las formas celulares enquistadas a las 6 h 

de incubación. 

 

 

Figura 23. B. licheniformis en medio MMV con 4 g/L de melazas. a) Cultivo justo después 

de la incubación; b) Estado enquistado de la bacteria después de las 6 h de incubación. 

(Magnificación: 1000x). 

 

Se observó también que al final de la incubación el medio ya no contenía polímero 

y las células regresaron a su estado bacilar (Figura 24). El medio se resembró en 

cajas Petri con medio LB-RC como paso intermedio para su subsecuente 

adaptación al medio MMV con 5 g/L de melazas. 
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Figura 24. B. licheniformis en medio MMV con 4 g/L de melazas observado a las 221 h de 

incubación. (Magnificación: 1000x). 

 

 

7.3.2. Crecimiento de B. licheniformis en medio MMV con 5, 

8, 11 y 14 g/L de melazas. Los procesos de adaptación se llevaron a cabo 

durante largos periodos de tiempo debido a que se observó que el cultivo produce 

polímero al comienzo de la aclimatación. Sin embargo, se observó que a medida 

que el tiempo de incubación avanza, la bacteria degrada este polímero y regresa a 

su forma bacilar para seguir creciendo. 

 Así pues, el cultivo con 5 g/L de melazas se incubó durante 192 h a 30 °C 

alcanzando una DO de 0.415 ± 0.029. A las 18 h de incubación se observó el 

enquistamiento celular (Figura 25) y la producción de polímero sobre la superficie 

del medio. El polímero producido se observó al microscopio con una magnificación 
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de 1000x (Figura 26), observándose la presencia de las bacterias en forma 

enquistada. Al final de la incubación (192 h) se observó que las bacterias regresaron 

a la forma bacilar característica (Figura 27). Este cultivo se empleó para el análisis 

de consumo de sustrato que se reportará en una sección posterior. Asimismo, se 

empleó como inóculo para la adaptación de B. licheniformis a 8 g/L.  

 

 

Figura 25. Células enquistadas de B. licheniformis en medio MMV con 5 g/L de melazas 

observado a las 18 h de incubación (Magnificación: 1000x). 
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Figura 26. Células enquistadas de B. licheniformis en medio MMV con 5 g/L de melazas 

formando el polímero observado en la superficie del cultivo (Magnificación: 1000x). 

 

 

Figura 27. B. licheniformis en forma de bacilos cortos medio MMV con 5 g/L de melazas 

al final de la incubación (192 h) (Magnificación: 1000x). 
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El cultivo en MMV con 8 g/L de melazas se incubó durante 365 h a 30 °C, 

alcanzando una DO de 0.673 ± 0. Se observó que durante las primeras 24 h ocurrió 

la producción de polímero y el enquistamiento celular. En la Figura 28 se muestran 

los flóculos que se observaron después de agitar el medio. Después de las 100 h de 

incubación la bacteria comenzó a regresar a su estado bacilar, eliminándose así 

también la presencia del polímero en el medio (Figura 29). Este cultivo se empleó 

como inóculo para la adaptación del microorganismo al medio MMV con 11 g/L de 

melazas. 

 

 

Figura 28. B. licheniformis en medio MMV con 8 g/L de melazas. Se observa la 

producción de polímero en el medio. 
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Figura 29. B. licheniformis en medio MMV con 8 g/L de melazas  al final de la incubación 

(356 h). Células en forma de bacilos cortos (Magnificación 1000x). 

 

El cultivo de B. licheniformis con 11 g/L de melazas se incubó durante 684 h a 30 

°C, alcanzando una DO de 1.011 ± 0.023. Durante la incubación se observó que el 

cultivó ya no presentó la producción de polímero; sin embargo, se pudo apreciar 

una etapa en la que las células sufrieron cambios morfológicos. El enquistamiento 

celular ocurrió únicamente durante las primeras 45 h de cultivo. Posteriormente, la 

bacteria regresó a su estado bacilar y así permaneció durante el resto de la 

incubación. A las 18 h se observó un cambio drástico en el color del medio, pasando 

de un color café oscuro a un café más claro y turbio por la producción de biomasa. 

Con este caldo se inóculo el medio MMV con 14 g/L de melazas. 

El cultivo de B. licheniformis en el medio MMV con 14 g/L no presentó un 

crecimiento adecuado de la cepa, ya que después de las 500 h de incubación la DO 
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no fue mayor a 0.170. A pesar de esto, la bacteria permaneció en estado bacilar 

durante todo el proceso de incubación. Los resultados observados en este cultivo 

demuestran que la concentración de 14 g/L de melazas en el medio resultó 

inhibitoria para el microorganismo. Por lo tanto, la cantidad máxima de melazas 

para la producción de biomasa de B. licheniformis en el medio MMV es de 11 g/L.  

En la figura 30 se muestran las curvas de crecimiento de la adaptación de B. 

licheniformis al medio MMV con 5, 8 y 11 g/L de melazas. Así como su velocidad de 

producción de biomasa (rX), obtenida dividiendo la DOMAX entre el tiempo de 

incubación en el que se alcanzó esta DO, sin tomar en cuenta la fase lag de 

crecimiento. Se puede observar que en el cultivo a 5 g/L el crecimiento ocurrió 

prácticamente en el estado enquistado. Este comportamiento puede indicar que B. 

licheniformis se inhibió inicialmente en el medio promoviendo tanto la producción 

de polímero como el enquistamiento celular. Sin embargo, a lo largo de la 

incubación, la bacteria fue capaz de crecer incluso en este estado alcanzando así su 

punto máximo de producción de biomasa. Posteriormente, hacia el final de la 

incubación, la bacteria regresó a su estado bacilar (Figura 30a).  

En el cultivo a 8 g/L (Figura 30b), se observa que la etapa de enquistamiento 

fue más corta, lo cual puede indicar que B. licheniformis se adaptó de mejor 

manera al medio enriquecido con melazas (menor tiempo de inhibición que el 

cultivo anterior). Por último, en el cultivo a 11 g/L se observó que la etapa de 

enquistamiento es muy corta, no ocurre la formación de polímero y se alcanza una 

cantidad mayor de biomasa respecto a los cultivos de adaptación a 5 y 8 g/L de 

melazas (Figura 30c). La presencia de bacilos durante la mayor parte del tiempo de 
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incubación en este medio indica que muy probablemente la bacteria se adaptó de 

manera eficiente al medio enriquecido con melazas.  

 

 

Figura 30. Crecimiento de B. licheniformis en medio MMV. a) Crecimiento a 5 g/L de 

melazas. b) Crecimiento a 8 g/L. c) Crecimiento a 11g/L. Se muestra el estado morfológico 

de las bacterias durante el cultivo y su velocidad de producción de biomasa (rX) en 

unidades de densidad óptica por hora (Las barras de error corresponden a un intervalo de 

confianza del 95%).  

 

Al inicio del cultivo en medio enriquecido con melazas la producción total de 

biomasa era muy pobre debido al cambio morfológico de la bacteria y a la 



 105 

producción de polímero. En cuanto al cambio morfológico, se pudo observar que B. 

licheniformis es capaz de producir biomasa incluso en estado enquistado. El 

enquistamiento desapareció al final del proceso de adaptación, donde se observó 

claramente que las bacterias ya no cambiaron de estado. Durante este periodo, las 

bacterias permanecieron como bacilos la mayor parte del tiempo de incubación. 

Por otro lado, se pudo observar que la producción del polímero redujo la 

producción de biomasa de manera importante. Durante la producción de polímero 

las células se unieron entre sí para formar la capa de polímero. Esto causó que la 

distribución de las células en el medio no fuera uniforme, con lo que la producción 

de polímero pudo ser un factor de gran relevancia en la reducción de la 

productividad celular. Como se indicó anteriormente, al final del proceso de 

adaptación (cultivo con 11 g/L de melazas) ocurrió el cese de la formación del 

polímero. Tomando en consideración que la formación de polímero indica la falta 

de adaptación de la bacteria al medio, se puede aseverar que al final del proceso de 

cultivo por lote, B. licheniformis fue capaz de adaptarse adecuadamente al medio 

enriquecido con 11 g/L de melazas.  

Por otra parte, en la Figura 30 se observa que la velocidad de producción de 

biomasa va disminuyendo conforme la cepa se adapta a las distintas 

concentraciones de melazas en el medio. Sin embargo éste efecto en la velocidad 

puede ser resultado del proceso de adaptación de la cepa al medio. Es decir que, al 

inocular el microorganismo a una concentración mayor de sustrato, la bacteria 

necesita también más tiempo para reajustar su metabolismo hacia la nueva 

constitución de nutrimentos del medio, lo cual influye en la velocidad de 

producción de células.  



 106 

7.4. Análisis genético de las cepas de B. licheniformis 

adaptadas al medio enriquecido con melazas 

 

Debido a que el proceso de adaptación de la cepa se realizó durante un largo 

periodo de tiempo, al final de la adaptación se corroboró mediante técnicas 

moleculares que el microorganismo adaptado era efectivamente B. licheniformis 

para descartar cualquier posible contaminación que pudiera haber ocurrido 

durante el proceso de adaptación. Para esto, se realizó la extracción y amplificación 

del gen ADNr 16S de la cepa de B. licheniformis adaptada a 5, 8, 11 y 14 g/L de 

melazas conforme a las secciones 6.1.4.1 y 6.1.4.3. Posteriormente, se llevó a cabo la 

digestión del gen de acuerdo a la Sección 6.1.4.4 y se realizó la electroforesis de las 

cuatro muestras en gel de agarosa para analizar el patrón de bandeo obtenido 

(Figura 31). Cuando entre dos muestras se obtienen patrones de bandeo distintos 

se concluye que las dos cepas analizadas son genéticamente distintas; por otro lado, 

si el patrón de bandeo es igual entre las muestras se puede concluir que ambas 

cepas pertenecen a la misma especie bacteriana.   
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Figura 31. Patrón de bandeo de las cepas de B. licheniformis adaptadas al medio 

enriquecido con melazas. A la izquierda se muestra el marcador y a su derecha los patrones 

de bandeo del gen ADNr 16S de las cepa adaptadas a 5, 8, 11 y 14 g/L de melazas 

respectivamente.   

 

Considerando que el patrón de bandeo para cada muestra fue el mismo (Figura 31), 

se puede concluir que todas las cepas adaptadas a los medios enriquecidos con 

melazas pertenecen a la especie B. licheniformis. De acuerdo a lo anterior, se puede 

afirmar que los cambios observados en la morfología, en el consumo de sustrato y 

en la producción de biomasa durante el proceso de adaptación son debidos a los 

ajustes metabólicos del microorganismo durante este proceso.  
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7.5. Análisis de la asimilación de sustrato de la cepa 

de B. licheniformis adaptada al medio enriquecido 

con melazas 

 

Una vez adaptada la cepa al medio enriquecido con melazas se llevó a cabo un 

análisis para evaluar el cambio en el metabolismo de la bacteria durante el proceso 

de adaptación. Para esto, se condujeron dos experimentos: 1) evaluación del 

cambio en el consumo de azúcares de la cepa adaptada y la no adaptada mediante 

análisis por HPLC; 2) inoculación de la cepa adaptada en el medio MMV con 5, 8, 

11 y 14 g/L de melazas, evaluándose la DO, el cambio en el color del medio y el 

contenido de azúcares totales al inicio y al final de la incubación. 

 

7.5.1. Análisis del consumo de azúcares de la cepa B. 

licheniformis adaptada al medio enriquecido con melazas en 

comparación con la cepa no adaptada. Durante el proceso de 

adaptación de B. licheniformis al medio MMV enriquecido con 5 g/L de melazas, 

las muestras se analizaron mediante HPLC por triplicado, según lo reportado en la 

Sección 6.2.1.2 para evaluar el consumo de azúcares. Asimismo, una vez adaptado 

el microorganismo, se monitoreó el consumo de azúcares en el medio MMV con 11 

g/L de melazas. En la Figura 32 se muestra el crecimiento de biomasa de ambos 

experimentos.  
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Figura 32. Crecimiento de la cepa de B. licheniformis adaptada y no adaptada a melazas 

en medio MMV con 5 y 11 g/L de melazas respectivamente (Las barras de error 

corresponden a un intervalo de confianza del 95%).  

 

7.5.1.1. Análisis del consumo de sustrato de la cepa de B. licheniformis 

no adaptada. Se hizo un análisis de los cambios en la composición de azúcares 

durante el cultivo de la cepa no adaptada en el medio MMV con 5 g/L (Figura 33). 

Al inicio de la incubación (Figura 33a) se puede observar que el azúcar principal es 

la sacarosa con un tiempo de retención (tR) de 13.8 min. Asimismo se alcanza a 

observar un pequeño pico de fructosa a un tR de 19 min. A las 36 h de incubación 

(Figura 33b) la fructosa desaparece totalmente mientras que la sacarosa disminuye 
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ligeramente y se comienza a formar un pico a un tR de 23.3 min (compuesto no 

identificado). Posteriormente, a las 72 h de incubación (Figura 33c), se observa una 

disminución del pico de sacarosa, un incremento del compuesto desconocido (tR = 

23.3 min) y la formación de un nuevo pico a un tR de 15.66 min que al parecer se 

trata de glucosa cuyo (tR = 16 min). A partir de este tiempo y hasta el final de la 

incubación (180 h de incubación, Figura 33d) la constitución de azúcares 

permanece constante.  

Con lo anterior, se puede decir de manera general que B. licheniformis 

promovió la hidrólisis de la sacarosa (sólo hasta cierta cantidad) y fue capaz de usar 

la fructosa como fuente de carbono, ya sea como tal o mediante una 

biotransformación intermedia, previa a su asimilación (lo que podría explicar el 

compuesto con un tR = 23.3 min). Se puede notar también que la bacteria no 

metabolizó la glucosa producida en la hidrólisis, por lo que esta quedó remanente 

en el medio. Un aspecto interesante es que a partir de las 72 h no se observó una 

disminución en el pico de sacarosa. Esta observación contrasta con el hecho de que 

la máxima DO observada ocurrió a las 132 h de cultivo (datos no mostrados). Es 

posible que el crecimiento de biomasa posterior a las 72 h haya ocurrido gracias a 

que el microorganismo empleó al biopolímero como fuente de sustrato. 
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Figura 33. Análisis de azúcares consumidos por la cepa de B. licheniformis no adaptada, en el medio MMV con 5 g/L de melazas, a 

diferentes tiempos de cultivo: a) 0 h. b) 36 h. c) 72 h. d) al final de la incubación (180 h). En el eje x, se indican los tR de los estándares 

de azúcares: S.- sacarosa, G.- glucosa, F.- fructosa.
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7.5.1.2. Análisis del consumo de sustrato de la cepa de B. licheniformis 

adaptada. En la Figura 34 se presentan algunos cromatogramas de la muestras 

del cultivo con 11 g/L de melazas con la cepa de B. licheniformis ya adaptada al 

medio. Al inicio del cultivo (Figura 34a) se observa un perfil similar al del inicio del 

cultivo sin adaptación (Figura 33a): un pico de sacarosa y un pico de fructosa. 

Hacia las 12 h de incubación (Figura 34b) el pico de fructosa desaparece 

totalmente, el pico de sacarosa disminuye considerablemente y comienza la 

formación de un nuevo compuesto (tR de 18.1 min).  

Posteriormente, a las 18 h de incubación (Figura 34c) el pico de sacarosa se 

divide en dos picos: uno desconocido con un tR = 13.2 min y otro con un tR = 15.8 

min identificado como glucosa. Asimismo, se obtuvo un pico a un tR = 19.6 min 

correspondiente a la fructosa. También se observa la formación de un pico 

alrededor de los 23 min, similar al observado en el análisis del cultivo a 5 g/L 

(Figura 33c). A las 24 h de incubación (Figura 34d), se observa que únicamente el 

pico de glucosa disminuye. En este punto del cultivo el microorganismo empleó la 

glucosa o la biotransformó para alcanzar su máxima producción de biomasa 

(Figura 32).  

De las 24 a las 42 h de incubación (Figura 34e) ocurre una 

biotransformación, ya que el pico remanente de glucosa y el pico observado a un tR 

= 13.2 min forman un producto que se observa a un tR = 14.6 min. Es importante 

señalar que esta etapa corresponde a la fase de muerte del microorganismo (datos 

no mostrados). En este punto del cultivo celular, el compuesto formado ya no es 

asimilado por la bacteria. Lo mismo ocurrió para los demás compuestos 
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remanentes en la muestra. Al final de la incubación (Figura 34f), se observa que 

únicamente se acentuó la síntesis del producto con un tR = de 14.6 min.  

 

 

Figura 34. Análisis de azúcares consumidos por la cepa de B. licheniformis adaptada, en 

el medio MMV con 11 g/L de melazas, a diferentes tiempos de cultivo: a) 0 h. b) 12 h. c) 18 

h. d) 24 h. e) 42 h. f) 62 h. En el eje x, se indican los tR de los estándares de azúcares: S.- 

sacarosa, G.- glucosa, F.- fructosa. 
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Con base en los resultados obtenidos se puede concluir que antes de la adaptación 

B. licheniformis hidroliza la sacarosa y posteriormente utiliza la fructosa como 

fuente de carbono. Asimismo la cepa probablemente utiliza el biopolímero 

sintetizado en las primeras horas de incubación o las melanoidinas presentes en el 

medio para alcanzar su punto máximo de producción de biomasa. Una vez 

adaptado, el microorganismo no sólo fue capaz de metabolizar fructosa (al 

principio del cultivo), sino que también aprovechó los productos obtenidos a partir 

de la hidrólisis de la sacarosa. A partir de esto, el microorganismo produjo 5 

distintos compuestos; de los cuales, el identificado como glucosa, le permitió 

alcanzar el punto máximo de producción de biomasa. Después de esto, la cepa no 

fue capaz se asimilar los demás compuestos formados. Esto indica que B. 

licheniformis modificó su metabolismo de tal manera que logró emplear a uno de 

los derivados de los sustratos presentes como fuente alternativa de carbono con 

respecto a la fructosa.  

 

7.5.2. Crecimiento de la cepa de B. licheniformis adaptada en 

medio MMV con 5, 8, 11 y 14 g/L de melazas. En la Figura 35 se 

observan las curvas de crecimiento de los cultivos de B. licheniformis a distintas 

concentraciones de melazas. Se puede observar que en general el crecimiento total 

es menor en comparación con el crecimiento observado durante la adaptación 

(Figura 30); los datos más altos estuvieron alrededor de 0.4 de absorbancia. Sin 

embargo, el crecimiento de la cepa adaptada se da a una velocidad mayor. Al 

evaluar este aspecto, se debe tomar en cuenta que la cepa adaptada ya no produce 
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polímero al inocularse en el medio. El polímero influía en dos aspectos sobre las 

curvas de crecimiento: 1) elevando la densidad óptica, al interferir los flóculos 

poliméricos en la medición de la absorbancia; y 2) continuando la producción de 

biomasa en las fases avanzadas de cultivo, aunque a velocidades de producción de 

biomasa muy bajas: 0.0018 - 0.003 UDO·h-1. Esta producción de biomasa se debe 

posiblemente a que durante esta etapa el polímero era usado por el 

microorganismo como una fuente alternativa de carbono.  

 Se puede notar que el mejor crecimiento se dio en el cultivo de B. 

licheniformis en el medio MMV con 11 g/L. A pesar de que el cultivo con 14 g/L 

resultó en cantidades similares a las del medio con 11 g/L, esta concentración no se 

tomó en cuenta debido a que implica la adición de mayor cantidad de sustrato para 

conseguir la misma cantidad de células. 
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Figura 35. Crecimiento de la cepa de B. licheniformis adaptada a melazas en el medio 

MMV a distintas concentraciones de melazas (Las barras de error corresponden a un 

intervalo de confianza del 95%).  

 

7.5.2.1. Análisis del consumo de azúcares. Se cuantificó la cantidad de 

azúcares totales en los medios a distintas concentraciones de melazas previo a la 

inoculación y al final de los cultivos (Figura 36).  
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Figura 36. Concentración inicial y final de azúcares en el medio MMV a distintas 

concentraciones de melazas (Las barras de error corresponden a un intervalo de confianza 

del 95%).  

 

En general, se puede observar que existen remanentes de sacarosa, fructosa o 

glucosa en el medio, así como otros derivados que no fueron identificados pero que 

se sabe de su presencia por los resultados de HPLC (Sección 7.5.1). El porcentaje de 

consumo de azúcares y el rendimiento de biomasa de los cultivos se muestra en la 

Tabla 8. 
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Tabla 8. Consumo de sustrato y rendimiento celular por parte de B. 

licheniformis en medio MMV con distintas concentraciones de 

melazas.""

Concentración 
de melazas 

Consumo de sustrato 
(%) 

 [intervalo de 
confianza del 95%] 

YX/S (UDO/mmol eq 
de Sacarosa) 
[Intervalo de 

confianza del 95%] 
5 g/L 80.766 ± 1.456 0.249 ± 0.004 
8 g/L 78.155 ± 1.704 0.251 ± 0.005 
11 g/L 79.219 ± 0.207 0.250 ± 0.001 
14 g/L 73.716 ± 4.400 0.202 ± 0.012 

 

 

En base a la Tabla 8, se puede observar que B. licheniformis consume 

prácticamente el mismo porcentaje de azúcares en todos los medios, a excepción 

del cultivo de 14 g/L de melazas en el cual parece haber menor consumo de 

sustrato. No obstante, el intervalo de confianza empleado indica que hubo mucha 

variabilidad en la utilización de azúcares. De igual manera podemos observar que el 

rendimiento de biomasa es similar en todos los cultivos a excepción del cultivo de 

14 g/L.  

Esto puede indicar que al emplear 14 g/L de melazas en el medio MMV 

ocurre cierta inhibición de las capacidades metabólicas del microorganismo debido 

a algunos otros componentes presentes en las melazas. Es probable que debido a 

esto, la cepa se logró adaptar únicamente hasta 11 g/L de melazas.   

 

7.5.2.2. Análisis del cambio de color durante la incubación. Las 

melanoidinas son compuestos no pirolíticos formados por las reacciones de 

Maillard entre aminoácidos y azúcares reductores en presencia de humedad y calor 
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(Repetto y Camean 1995). Estas sustancias coloridas van desde el amarillo claro 

hasta el café oscuro, o incluso negro. La gama de colores formados se debe a una 

amplia absorción del espectro visible por parte de diversos cromóforos. Su 

estructura química es muy compleja; se ha demostrado la presencia de numerosos 

dobles enlaces de aminoácidos y distintos grupos heterocíclicos (Dergal 1993). 

Estos compuestos son los encargados del color característico de las melazas de la 

caña de azúcar, y su presencia en éste y otros efluentes agroindustriales, provoca 

que su tratamiento se complique al emplear procesos biológicos (Singh 2006). No 

obstante se han reportado investigaciones en las cuáles se emplea Bacillus spp. y B. 

licheniformis para degradar estos compuestos coloridos (Chandra et al. 2008; 

Bharagava et al. 2009; Bharagava y Chandra 2010). 

Se realizó la evaluación del color del medio antes y después del crecimiento 

de B. licheniformis en los medios a distintas concentraciones de melazas para 

evaluar el consumo de melanoidinas por parte del microorganismo. Asimismo, es 

interesante conocer si hay una relación entre el consumo de melanoidinas y la 

producción de biomasa. En la Tabla 9 se reportan los valores de L*, a*, y b* de los 

medios antes y después del crecimiento de B. licheniformis. 
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Tabla 9. Cambios de color en el medio MMV antes y después de la 

incubación de B. licheniformis. 

Melazas Color previo a la 
inoculación 

Color al final de la 
incubación 

L* a* b* L* a* b* 

5 g/L 20.110 
±0.027 

-1.497 
±0.005 

7.733 
±0.023 

24.373 
±0.365 

-2.293 
±0.000 

6.395 
±0.090 

8 g/L 21.000 
±0.027 

-1.510 
±0.018 

12.307 
±0.037 

27.743
±1.136 

-2.648 
±0.030 

12.787 
±0.513 

11 g/L 21.037 
±0.011 

-0.603 
±0.011 

18.067 
±0.030 

26.463 
±0.462 

-1.573 
±0.042 

20.145 
±0.039 

14 g/L 16.530 
±0.037 

1.673 
±0.021 

19.520 
±0.037 

22.510 
±0.740 

0.188 
±0.104 

22.983 
±0.522 

Los datos fueron obtenidos empleando un intervalo de confianza del 95% 
 

 

En base al comportamiento observado en la Tabla 9 se comprueba que en general 

existe un cambio de color después de que B. licheniformis crece en el medio 

enriquecido con melazas. El aumento en el parámetro L* indica que el medio se 

tornó más claro. Por otro lado el aumento del parámetro b* indica que el color 

tiende más hacia el amarillo, mientras que la disminución en el valor a* indica que 

el medio se tornó más verde (en la escala negativa) o menos rojo (en la escala 

positiva). Con esto se puede decir que B. licheniformis logra aclarar (reducir el 

valor de L*) el medio enriquecido con melazas, por lo que se puede inferir que este 

microorganismo puede ser capaz de metabolizar las melanoidinas presentes en el 

medio.  
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Un parámetro que puede contribuir a establecer la diferencia del color de los 

medios antes y después del crecimiento de B. licheniformis, es la diferencia de 

color denominada ΔE que se determina con la siguiente ecuación (Muñoz 2011): 

 

∆! = (!!∗ − !!∗ )! + (!!∗ − !!∗)! + (!!∗ − !!∗)!!!!!!!!!!!!!!!!(4) 

 

Donde el subíndice 2 representa al medio previo a la inoculación y el subíndice 1 

corresponde a las muestras después de la incubación de B. licheniformis en el 

medio. En base a esta ecuación se obtuvieron los resultados reportados en la Tabla 

10. 

 

Tabla 10. Valor ΔE de los medios enriquecidos con 

melazas después del crecimiento de B. 

licheniformis."

Concentración de 
Melazas 

ΔE 
(±Desviación estándar) 

5 g/L 4.541 ± 0.228 
8 g/L 6.872 ± 0.835 
11 g/L 5.892 ± 0.322 
14 g/L 7.067 ± 0.651 

 

 

Se establece que el ojo humano percibe la diferencia entre dos colores cuando el 

valor de ΔE es mayor a 1 (Schwiegerling 2004). Por lo tanto se concluye que el color 

del medio antes y después del crecimiento de B. licheniformis es significativamente 
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distinta para los estándares de visión humana. Esto a su vez nos lleva a la 

conclusión de que B. lichenifromis es capaz de asimilar metabólicamente las 

melanoidinas del medio, posiblemente para su mantenimiento o crecimiento. Estos 

resultados están de acuerdo con Bharagava et al. (2009) y Bharagava y Chandra 

(2010), que aislaron una variedad de B. licheniformis capaz de degradar las 

melanoidinas presentes en los efluentes de la producción de etanol.  

 

 

7.6. Ensayo en reactor de la cepa adaptada 

empleando el medio MMV con 11 g/L de melazas 

 

Se llevó a cabo el cultivo por lote de la cepa adaptada en un reactor de 3 L 

empleando el medio MMV con 11 g/L de melazas. En la Figura 37 se muestra la 

curva de crecimiento de B. licheniformis en el reactor. El tiempo total de cultivo fue 

de 38 h, alcanzándose una DO de 0.6695 ± 0.0005 al final del experimento. 



 123 

Figura 37. Crecimiento de la cepa de B. licheniformis en reactor por lote de 3 L usando el 

medio MMV con 11 g/L de melazas (Las barras de error corresponden a un intervalo de 

confianza del 95%).  

 

Se puede observar que se alcanzó prácticamente el doble de biomasa respecto a los 

ensayos en matraz (DOmáx = 0.33). Es evidente que el control del pH y la agitación 

constante, dos factores sobre los cuales no se tiene control en los ensayos en 

matraz, contribuyeron a obtener un mayor rendimiento de biomasa de B. 

licheniformis en el reactor.  

El porcentaje de consumo de sustrato fue del 88.956% ± 0.029 y el 

rendimiento celular (yX/S) fue de 0.4910 ± 0.0001 UDO/mmol eq de sacarosa (con 

un intervalo de confianza del 95%). Esto representa aproximadamente un aumento  
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del 9.7% en el consumo de azúcares respecto al cultivo en matraz, lo cual provoca la 

elevación de la producción de biomasa en un 100%. Con estos resultados podemos 

concluir que empleo del biorreactor agitado con control de temperatura y pH 

empleado contribuyó de manera efectiva a elevar el rendimiento de biomasa 

optimizando el consumo de sustrato  en el medio. 

A cada intervalo de muestreo se midió el color del medio después de 

centrifugar la biomasa. Los cambios en los parámetros L*, a* y b* durante la 

corrida en el reactor se muestran en las Figuras 38, 39 y 40. En la Figura 38 se 

puede observar que la luminosidad del medio descendió durante la corrida del 

reactor, indicando que el medio se tornó más oscuro a medida que ocurría el 

cultivo celular. Este comportamiento es contrario a los resultados obtenidos en 

matraz (Tabla 9), donde se observó que para todos los medios ensayados el valor de 

L* aumenta desde el punto de la inoculación hasta el final de la incubación, 

indicando un cambio en el medio de oscuro a claro.  
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Figura 38. Cambios en el parámetro de color L* durante la incubación en reactor 

empleando el medio MMV con 11 g/L de melazas (Las barras de error corresponden a un 

intervalo de confianza del 95%).  

 

En la Figura 39 se observa el comportamiento del parámetro de color a* que indica 

primero una disminución de los tonos rojos del medio en el intervalo de tiempo de 

las 4 a las 8 h, pasando de un valor de a* de 0 a -0.9. Este comportamiento es 

similar al observado a nivel matraz. Sin embargo, después de las 8 h ocurre un 

enrojecimiento continuo del medio hasta el final del cultivo alcanzando un valor 

final de a* = 1.1. Este comportamiento también es contrario al observado en los 

ensayos en matraces (Tabla 9), en los que el valor de a* disminuyó desde el punto 
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de la inoculación hasta el punto final de la incubación para todas las 

concentraciones.  

 

 

Figura 39. Cambios en el parámetro de color a* durante la incubación en reactor 

empleando en el medio MMV con 11 g/L de melazas (Las barras de error corresponden a 

un intervalo de confianza del 95%).  

 

En la Figura 40 se observa el comportamiento del parámetro de color b* a lo largo 

del periodo de incubación. En general se observa una tendencia decreciente, que 

indica que el color cambia del amarillo (+b) hacia  el azul (-b). Esta tendencia 

vuelve a ser opuesta a los resultados de los ensayos en matraz (Tabla 9), aunque en 
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ambos casos el comportamiento de este parámetro no sigue una tendencia 

definida. 

 

"

Figura 40. Cambios en el parámetro de color b* durante la incubación en reactor 

empleando el medio MMV con 11 g/L de melazas (Las barras de error corresponden a un 

intervalo de confianza del 95%).  

 

En base a los parámetros CIELab observados se puede concluir que el medio en 

general se torna más oscuro y más rojizo durante el crecimiento de B. licheniformis 

en reactor. Esto podría indicar que la bacteria no consume las sustancias coloridas 

presentes en el medio.  
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A pesar de que estos resultados son contradictorios en relación a los resultados en 

matraz, se debe notar que en el cultivo en reactor hubo una mejor utilización de los 

azúcares presentes en el medio así como un crecimiento mejorado de la biomasa 

con respecto a los experimentos en matraz. De acuerdo a lo anterior, se puede 

hacer la hipótesis de que el hecho de que las condiciones en el reactor ayudaron a 

optimizar el consumo de los azúcares (o de sus productos de biotransformación) 

presentes en el medio, provocó que B. licheniformis no empleara las melanoidinas 

como fuente de carbono y por tal razón el medio no sufrió un esclarecimiento 

durante el desarrollo del cultivo en el reactor.  

 Por otra parte, hacia las 38 h de incubación se observó que el cultivo alcanzó 

el punto máximo de producción de biomasa. En este punto también se determinó 

que la cantidad de azúcares se encontraba ya en cantidades residuales en el medio. 

Este resultado ayuda a reforzar la hipótesis anterior, pues al parecer el 

microorganismo contó con azúcares necesarios durante el tiempo de cultivo celular 

evaluado.  

 

 

7.7. Producción de inoculantes 

 

7.7.1. Inoculante con almidón. Se obtuvieron 1130 g de inoculante con 

almidón. Este inoculante se almacenó en doble bolsa de polipapel y se almacenó a 4 

°C para prevenir contaminación. En la Figura 41 se muestra el secado que se llevó a 

cabo para la obtención del polvo. 
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Figura 41. Preparación del inoculante usando almidón como acarreador. a) Se observan 

las charolas de aluminio sobre las que se llevó a cabo el secado del material. b) El polvo 

una vez seco.   

 

7.7.2. Inoculante con suelo. Se obtuvieron 1900 g de inoculante con suelo 

seco, el cual se almacenó en doble bolsa de polipapel a 4 °C.  En la Figura 38 se 

observa la pasta de suelo sobre las charolas de acero, previo al secado. 
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Figura 42. Inoculante usando suelo como acarreador previo al secado tangencial.    

 

La preparación de las semillas para la inoculación en campo, se llevó a cabo 

conforme a la Sección 6.3.3. De esta manera se obtuvo la semilla impregnada de 

inoculante, la cual se empleó para el estudio en cultivos de maíz.  

 

 

7.8. Evaluación de los inoculantes en cultivos de maíz 

 

7.8.1. Altura y diámetro de la planta. En la Tabla 11 se muestran los 

promedios y desviaciones estándar de las mediciones de altura y diámetro de las 

plantas, evaluados a los tres meses de iniciado el cultivo. La comparación de 

medias se realizó mediante la prueba de Tukey (p<0.05). El tratamiento de B. 
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licheniformis con almidón como acarreador y sin fertilización química no produjo 

las plantas suficientes para poderse tomar en cuenta en el análisis estadístico. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La altura de la planta fue el parámetro de crecimiento más sensible a los diferentes 

tratamientos, por lo que a continuación se realiza la discusión en relación a este 

parámetro. En la Tabla 11 se puede observar que el tratamiento en el que no se 

empleó fertilizante químico (Li-S) mostró un crecimiento muy pobre con respecto 

Tabla 11. Resultados de altura y diámetro de la planta a los 3 

meses del cultivo en invernadero. 

Tratamiento Altura (cm) Diámetro (cm) 

Testigo 132.500ab  

± 6.801 
1.0675abc  
± 0.1300 

Li-A-25 157.500a  
± 7.228 

1.0025abc  
± 0.1099 

Li-A-50 146.750ab 

± 15.254 
1.3950a  

± 0.1408 
Li-S 88.750c  

± 17.398 
0.8800bc  
± 0.1573 

Li-S-25 145.000ab  
± 13.096 

1.3600a  
± 0.1903 

Li-S-50 140.000ab ± 
7.649 

1.2375abc  
± 0.1882 

DMS* 32.815 0.4047 
DMS = Diferencia mínima significativa. 

Las diferencias significativas entre los tratamientos se denotan por superíndices 

diferentes. 
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al testigo (100% de fertilización). Asimismo es notable que no hay ninguna 

diferencia significativa en el crecimiento con respecto al acarreador utilizado 

(almidón o suelo).  

Por otra parte, se observa que las alturas de las plantas de los tratamientos 

de B. licheniformis con los niveles de fertilización de 25 y 50% de la dosis 

recomendada para la Región Mixteca son estadísticamente iguales al testigo. Esto 

indica que si se emplea cualquiera de estos dos tratamientos, se puede obtener un 

crecimiento igual al del testigo. 

 

7.8.2. Clorofila. Las mediciones y la comparación de medias de Tukey 

(p<0.05) se muestran en la Tabla 12. El tratamiento de B. licheniformis en almidón 

sin fertilización química (Li-A) no presentó las réplicas suficientes para tomarse en 

cuenta en el análisis. 
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Tabla 12. Índice de clorofila en la plantas de maíz 

a los 5 meses de cultivo. 

Tratamiento Unidades 

Testigo 174.000a 
Li-A-25 171.250a 
Li-A-50 172.750a 

Li-S 88.500c 
Li-S-25 140.000b 
Li-S-50 145.000b 
DMS* 24.929 

DMS = Diferencia mínima significativa. 

Las diferencias significativas entre los tratamientos se denotan 

por superíndices diferentes. 
 

 

En la Tabla 12 se puede observar que las muestras del tratamiento sin fertilizante 

químico presentan un contenido de clorofila significativamente menor con respecto 

al contenido del testigo. Asimismo, los tratamientos en los que se empleó B. 

licheniformis con almidón como acarreador mostraron una concentración de 

clorofila igual al testigo (100% de la dosis de fertilización química recomendada). 

Por otro lado los tratamientos de B. licheniformis con suelo resultaron en niveles 

de clorofila significativamente menores al testigo. 

 

7.8.3. Producción de grano. Los resultados de la producción de grano y el 

análisis de comparación de medias de Tukey se muestran en la Tabla 13. El 

tratamiento de B. licheniformis con almidón como acarreador y sin fertilización 
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química (Li-A) no produjo los suficientes frutos para ser considerado en los 

resultados. 

 

Tabla 13. Peso del grano de maíz al final del 

cultivo en invernadero. 

Tratamiento Peso de grano 
producido (g) 

Testigo 23.500cb 
Li-A-25 13.500d 
Li-A-50 43.250a 

Li-S 6.250e 
Li-S-25 14.000d 
Li-S-50 21.250c 
DMS* 6.428 

DMS = Diferencia mínima significativa. 

Las diferencias significativas entre los tratamientos se denotan 

por superíndices diferentes. 
 

 

El tratamiento en el que no se empleó fertilización química resultó en rendimientos 

de grano mucho menores que los obtenidos para el testigo. Asimismo, se observa 

que al emplear B. licheniformis con almidón como acarreador y un 50% de 

fertilización química se obtuvo la máxima producción de grano, obteniéndose un 

rendimiento significativamente mayor al del testigo. Se pudo notar también que 

existe diferencia significativa entre el empleo de almidón ó suelo como acarreador 

cuando se emplea un 50% de la fertilización química recomendada, siendo 

significativamente mejor el almidón.  
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7.8.4. Efectividad de los tratamientos biofertilizantes. Se puede 

concluir que el hecho de que las plantas sin fertilización química hayan mostrado 

crecimientos y rendimientos muy pobres, demuestra que el empleo de 

biofertilizantes por sí solo en los cultivos no garantiza el crecimiento de las plantas 

puesto que es necesario cierto aporte nutrimental al suelo para sostener el 

crecimiento de la planta. Por esta razón se vuelve necesaria la adición de 

determinada concentración de fertilización para que el biofertilizante pueda 

promover una mayor absorción de éstos nutrimentos y así contribuir a la 

optimización en el rendimiento de los cultivos. 

Uno de los objetivos de este trabajo consistió en determinar en qué 

porcentaje se puede reducir la utilización de fertilizantes químicos, para con ello 

reducir la contaminación del suelo y los costos de fertilización. A partir del análisis 

de resultados, se concluye que mediante el uso de B. licheniformis se puede reducir 

la dosis de fertilización química hasta en un 50% del valor recomendado para la 

Región Mixteca.  

En el estudio se determinó que el uso del inoculante más el 25% de la dosis 

de fertilización química ayudó a lograr resultados estadísticamente similares en 

cuanto al crecimiento de la planta de maíz. Por otro lado, se puede lograr un 

rendimiento en la producción de grano estadísticamente mayor al testigo siempre y 

cuando se utilice la formulación de B. licheniformis empleando almidón como 

acarreador y el 50% de la fertilización química recomendada para la Región 

Mixteca.  
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8. CONCLUSIONES 

8.1. Características de la cepa de B. licheniformis 

aislada 

 

A partir de una muestra de suelo rizosférico se pudo aislar una cepa bacteriana 

identificada como B. licheniformis con un porcentaje de identidad del 99% con B. 

licheniformis, mediante el análisis de la secuencia del gen ADNr 16S. La 

temperatura óptima de crecimiento de la cepa es de 30 °C.  

En medios líquidos el microorganismo es capaz de cambiar de morfología, 

produciendo células alargadas denominadas “quistes” que al ser reinoculadas en un 

medio sólido retoman su forma bacilar. El microorganismo es capaz de 

reproducirse tanto en su forma enquistada como bacilar. 

Este microorganismo también produce un biopolímero insoluble cuando es 

cultivado en diversos medios de cultivo líquidos. De acuerdo a los resultados 

reportados por Kaynar y Beyalty (2007) este polímero posiblemente es poli-β-

hidroxibutirato. Al ser observado al microscopio, el polímero parece conformarse 

de una red de células bacilares o enquistadas agrupadas entre sí que forman una 
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capa polimérica que puede ser observable a simple vista sobre la superficie del 

medio.  

La cepa es potencialmente capaz de fijar nitrógeno considerando que para su 

aislamiento se utilizaron medios de cultivo deficientes de nitrógeno. Por otro lado, 

B. licheniformis es incapaz de crecer en presencia de glicerol y crece pobremente 

empleando glucosa y ácido málico como sustratos, con la concomitante producción 

de biopolímero en todos los casos. Se puede utilizar medio LB-T (Tilak et al 2010) 

como medio de enriquecimiento celular tanto en forma sólida como líquida. La 

bacteria se pigmenta de un color rojo escarlata en presencia del colorante Rojo 

Congo en medio sólido.  

 

 

8.2. Adaptación de la cepa de B. licheniformis a un 

medio enriquecido con melazas 

 

Se logró la adaptación de la cepa a un medio denominado MMV enriquecido con 11 

g/L de melazas. Con este proceso se corroboró que B. licheniformis es un 

microorganismo capaz de reajustar su sistema metabólico a las condiciones del 

nicho donde se encuentra. Los signos de la adaptación exitosa de la cepa al medio 

enriquecido con melazas fueron el cese de la producción de biopolímero, el 

crecimiento en la forma bacilar. También se observó un aumento progresivo de la 

velocidad de producción de biomasa a medida que se incrementaba la 

concentración de melazas. Este último aspecto es aún más relevante si se considera 
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la baja o nula producción de biomasa del microorganismo en estado enquistado. La 

bacteria adaptada es capaz de crecer adecuadamente en el medio MMV enriquecido 

con melazas en un rango de 4-14 g/L sin presentar producción de polímero ni 

enquistamiento celular. La productividad celular óptima de la cepa adaptada de B. 

licheniformis en relación a la biomasa producida y la concentración inicial de 

sustrato, se obtiene al utilizar 11 g/L de melazas en el medio. 

 

Aspectos de la utilización de la fuente de carbono. La cepa de B. 

licheniformis no adaptada es capaz de hidrolizar la sacarosa sólo hasta cierto nivel 

residual para emplear únicamente la fructosa producida como fuente de carbono. 

El rendimiento final de biomasa se da gracias a la posible utilización de una fuente 

alternativa de carbono. Esta fuente de carbono puede ser el biopolímero producido 

en la primera parte del cultivo o las melanoidinas presentes en las melazas. 

Por otro lado, de manera semejante a la cepa no adaptada, al inicio del 

cultivo la cepa adaptada parece emplear la fructosa disponible en el medio como 

fuente principal de carbono. Sin embargo, ésta última hidroliza de manera más 

efectiva la sacarosa presente en el medio y parece emplear como sustrato tanto la 

fructosa como la glucosa producida. No obstante, es probable que para la correcta 

asimilación de la glucosa, la bacteria necesite llevar a cabo algunas 

biotransformaciones del sustrato. Posiblemente, esto resulta en la producción de 

algunos otros compuestos que se pudieron apreciar en los cromatogramas pero que 

no pudieron ser identificados.  
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En base al análisis de color realizado, se puede concluir que la cepa de B. 

licheniformis adaptada es capaz de utilizar melanoidinas como fuente alternativa 

de sustrato. 

 

 

8.3. Características del crecimiento en reactor de la 

cepa de B. licheniformis adaptada a melazas 

 

Cuando B. licheniformis se cultiva en reactor, se optimiza hasta en un 100% la 

producción de biomasa, lo que resulta en un mejor aprovechamiento de los 

azúcares totales en el medio. Las condiciones del reactor, como son la agitación y el 

control del pH, ayudaron a mejorar de manera importante la productividad del 

sistema. Considerando que el parámetro de color L* se redujo progresivamente 

durante el cultivo en reactor, se puede decir que ocurrió una reducción en el 

consumo de las melanoidinas presentes en el medio con respecto a los cultivos en 

matraz. 
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8.4. Evaluación de inoculantes en cultivos a 

condiciones de invernadero 

 

El empleo de B. licheniformis por si solo en los cultivos de maíz no garantiza 

mejores rendimientos en los cultivos. La cepa biofertilizante no es capaz de proveer 

nutrimentos a la planta; por lo tanto, se necesita forzosamente la presencia de una 

cierta cantidad de nutrimentos en el suelo para que la bacteria promueva una 

mejor asimilación de los mismos. El biofertilizante contribuye a la mejora de los 

rendimientos de los cultivos mediante los mecanismos propios del metabolismo de 

la bacteria como son la producción de fitohormonas, la fijación de nitrógeno, la 

solubilización de fosfatos, el control biológico, entre otros. 

 Con el uso del biofertilizante de B. licheniformis se puede reducir la 

aplicación de fertilizante químico hasta en un 50% de la dosis recomendada para la 

Región Mixteca. De los tratamientos realizados se puede concluir que el 

tratamiento más adecuado es el inoculante bacteriano que emplea almidón como 

acarreador adicionado con una fertilización química del 50% de la dosis 

recomendada, considerando que con este tratamiento se logró una productividad 

del grano estadísticamente mayor a la del tratamiento con 100% de la dosis de 

fertilización química recomendada para la Región Mixteca.  
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9. PERSPECTIVAS 

En el presente proyecto se lograron abordar algunas de las etapas fundamentales 

para el desarrollo de inoculantes biofertilizantes a partir de B. licheniformis. No 

obstante, para garantizar tanto la producción sustentable de estos materiales, como 

su efectividad en los cultivos de maíz, es necesario llevar a cabo algunas 

investigaciones posteriores a los alcances de este proyecto.  

Uno de estos aspectos es conocer los mecanismos de acción biofertilizante 

por parte de la cepa de estudio, mediante la evaluación de la capacidad de 

solubilización de fosfatos, de fijación de nitrógeno y de producción de fitohormonas 

por parte de la bacteria. Otro aspecto relevante es encontrar la modalidad de 

cultivo en reactor que permita la optimización de la producción de biomasa, así 

como la separación más adecuada de la misma desde el biomedio y su tratamiento 

posterior. Para el cultivo en reactor será necesario considerar los aspectos 

bioquímicos mediando un análisis más detallado del consumo de sustratos y la 

producción de metabolitos secundarios. El estudio analítico deberá acoplarse al 

estudio cinético para poder determinar la estrategia de crecimiento adecuada. 

Asimismo, es necesario ampliar la investigación en el aspecto de los 

materiales acarreadores. Esto es, evaluar la supervivencia del microorganismo en 
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distintos materiales, así como llevar a cabo un análisis de costo-beneficio para 

definir qué material acarreador es el más adecuado para la producción de 

biofertilizantes a gran escala. En este sentido resulta atractivo el estudio de la 

inducción del enquistamiento celular para promover un acarreador natural del 

inoculante. Otra alternativa interesante es el uso de microencapsulación con 

materiales que no sean demasiado caros, como las maltodextrinas. 

También es necesario ampliar el estudio en invernadero, tomando en cuenta 

los siguientes factores: 1) Ampliar el número de réplicas a evaluar con la finalidad 

de disminuir el error estadístico en los resultados. 2) Evaluar distintos porcentajes 

de fertilización química, con y sin inoculante bacteriano, variando la dosis de 

fertilización empleada. 3) Finalmente, es necesario llevar a cabo la evaluación del 

potencial biofertilizante de la bacteria en campo, es decir en parcelas de maíz tanto 

de la región mixteca como en otras regiones del estado y del país. 
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11. APÉNDICE 

A.1. Curva de calibración para la determinación de azúcares totales. 

 

Se graficó la absorbencia contra la concentración de sacarosa en la serie de 

diluciones de sacarosa empleadas. 
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A2. Sistema de Biorreactor empleado en la producción de biomasa de 

B. licheniformis.  

 

 

 

 

 


