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Resumen 

Los endófitos son organismos endosimbiontes, generalmente hongos y bacterias, que 

habitan dentro de los tejidos de las plantas sin producir daños aparentes. Los endófitos 

establecen relaciones complejas con las plantas que habitan y les confieren una serie de 

ventajas adaptativas como la protección ante factores de estrés y la promoción del 

crecimiento vegetal. En este trabajo, se estudiaron dos microorganismos endófitos – una 

microalga y una bacteria promotora del crecimiento vegetal (BPCV) - aislados del arbusto 

Acacia farnesiana. El objetivo general fue evaluar el efecto de las condiciones nutrimentales 

y de la aplicación de una corriente eléctrica de baja intensidad como condición de estrés 

sobre el establecimiento de un cocultivo entre Methylobacterium oryzae y Coccomyxa sp. y 

la producción de compuestos PCV. Se caracterizó el crecimiento de ambos organismos y 

la producción de ácido indolacético (AIA) por M. oryzae en función de diferentes fuentes de 

carbono. Se analizó el efecto de un tratamiento electroquímico – como factor de estrés 

abiótico – sobre la producción de compuestos PCV y el crecimiento de los microorganismos 

en cultivo axénico y en cocultivo. Los ensayos se llevaron a cabo por 15 o 21 días, en medio 

Murashige-Skoog líquido, bajo condiciones de iluminación LED (40 µmol/m2s) con un 

fotoperiodo de 12 h. Los compuestos PCV fueron evaluados en extractos de 21 días 

mediante bioensayos con semillas de rábano. 

Se encontraron cambios significativos en el crecimiento de ambos microorganismos por 

efecto de la fuente de carbono. Para Coccomyxa sp., se encontró una tasa específica de 

crecimiento (μ) máxima (0.376 días-1) con 10 g/L de sacarosa, alcanzando un tiempo de 

duplicación (td) de 1.84 días; en contraste, con urea como fuente de carbono y nitrógeno, el 

td aumentó a 5.19 días. Para M. oryzae, no se encontraron diferencias significativas en los 

valores de μ y td (~0.45 días-1 y ~1.5 días, respectivamente) cuando se usó sacarosa (1.5 o 

10 g/L) o metanol (0.5%, v/v) como única fuente de carbono. El aumento en la concentración 

de triptófano (Trp) mejoró la producción de AIA por M. oryzae sin modificar su crecimiento. 

El tratamiento electroquímico influyó en la producción de compuestos PCV y el crecimiento 

de ambos microorganismos. Para Coccomyxa sp., la aplicación de 5 y 15 mA incrementó 

la μ y disminuyó el td en un medio con 5 g/L de sacarosa. En M. oryzae, la aplicación de 5 

mA redujo el td (~29 h) e incrementó la producción de AIA (hasta 7.22 µg/mL) cuando se 

usó sacarosa (1.5 g/L) en el medio de cultivo; el aumento en la intensidad de corriente a 15 

mA, aumentó el td cerca de 18 h. El cocultivo, con y sin el tratamiento electroquímico, 

estimuló la producción de AIA y otros compuestos (no identificados) que mejoraron el 

crecimiento vegetal en base a la relación peso-longitud de los germinados. 
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1 Introducción 

Los microorganismos endófitos tienen la capacidad de habitar dentro de los tejidos de las 

plantas sin generar ningún daño además de formar parte de las comunidades de 

microorganismos que habitan la rizosfera, es decir, la región cercana a las raices (Hallmann 

et al, 1997). 

Estos microorganismos presentan diferentes y complejas relaciones con las plantas en las 

que se hospedan (Rodriguez et al, 2009), en la que hay microorganismos que son capaces 

de promover el crecimiento de las plantas (Oteino et al, 2015), otros que son capaces de 

fungir como competencia contra microorganismos patógenos (Romero et al. 2019) o incluso 

microorganismos capaces de proveer a las plantas protección contra estrés abiótico (Waller 

et al. 2005). Se han estudiado diversos mecanismos por los cuales los microorganismos 

presentan promoción de crecimiento vegetal; uno de ellos es la fitoestimulación, la cual se 

basa en la capacidad de los microorganismos de producir y/o modificar compuestos que 

tienen efectos similares a las fitohormonas (Hussain y Hasnain, 2011), estimulando 

directamente el crecimiento de las plantas que hospedan. 

Por otro lado, se ha descubierto como este efecto de promoción de crecimiento no se da 

únicamente con plantas. El ejemplo de mayor relevancia biotecnológica para diversos 

investigadores es la asociación entre microalgas y bacterias. Esta asociación ha 

demostrado aumentar considerablemente la eficiencia de ambos cultivos debido a un 

intercambio de nutrientes (Kouzuma y Watanabe, 2015). A esta asociación entre dos 

organismos asociados se le conoce como cocultivos. Sin embargo, realizar cocultivos 

estables es complicado, entre otras razones, debido al espacio de cultivo. Para un cocultivo, 

es importante que ambos organismos interactúen físicamente por lo que una de las 

estrategias utilizadas es la inmovilización de los microorganismos con polímeros, como el 

quitosano o el alginato, que son capaces de mantener la interacción física, mientras se 

mantiene la transferencia de nutrientes (Lira-Angelim et al. 2013, Smidsrød y Skjåk-Braek, 

1990). 
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2 Marco teórico 

2.1 Microorganismos endófitos 

Los microorganismos endófitos son aquellos organismos que habitan en los tejidos 

intercelulares de las plantas sin causar signos de enfermedad (Hallmann et al, 1997). 

Pueden habitar internamente en las raíces, hojas y tallos de las plantas. La gran variedad 

de microorganismos endófitos ha llevado a numerosos investigadores a aislarlos y 

estudiarlos. Autores como Ulrich et al, (2008) y Sessitsch et al, (2004) han aislado decenas 

de especies diferentes de bacterias a partir de diferentes especies vegetales, estudiando 

de igual manera las interacciones que tienen estos organismos con las especies vegetales 

de las que fueron aisladas. 

El mayor interés biotecnológico de los organismos endófitos se basa en que las relaciones 

entre estos organismos y las plantas que habitan se pueden aprovechar para estimular el 

crecimiento vegetal sin requerir compuestos sintéticos que alteren el equilibrio entre las 

especies vegetales y microbianas (Savci, 2012). Esta relación depende, entre otros 

factores, de la región que habitan los microrganismos endófitos dentro de la planta. 

Usualmente esta relación se presenta en regiones de alto intercambio de compuestos como 

la zona límite del suelo con la raíz llamada rizosfera. Es en esta zona en la que se produce 

la relación mutualista de los microorganismos con la planta en la que se hospedan 

(Sánchez-Fernández et al, 2013). 

Los mecanismos mediante los cuales ocurre el mutualismo dependen tanto del 

microorganismo, como de la planta hospedera y de las condiciones medioambientales en 

las que habitan. De hecho, hay organismos endófitos que presentan actividades similares 

en diferentes especies vegetales, lo que permite extrapolar su efecto de una planta a otra. 

Visto desde otra perspectiva, los organismos endófitos no colonizan una planta en solitario. 

De forma natural, se da la presencia de diversos organismos endófitos de manera 

simultánea dentro del mismo hospedero, permitiendo obtener de una muestra vegetal 

diferentes organismos que tengan relaciones simbióticas similares que en conjunto 

potencian estas características como la protección de la planta (Martínez-Álvarez et al. 

2013). 

Por ejemplo, Tilak et al. realizaron un estudio en 2006. En este trabajo, a partir de los 

nódulos que se formaron en las raíces de plantas de chícharo (Cajanus cajan), aislaron 

bacterias del género Rhizobium y algunas rhizobacterias. Los investigadores observaron 

cómo los brotes obtuvieron mayor nodulación y mayor crecimiento cuando fueron 
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coinoculadas con las bacterias Rhizobium spp. y Pseudomonas putida, comparado con la 

nodulación y el crecimiento de los brotes cuando fueron inoculados con una sola bacteria. 

Además, se observó como estos 2 microorganismos eran capaces de aumentar la 

concentración de nitrógeno dentro de los brotes. De acuerdo con sus resultados, 

concluyeron que entre estos 2 organismos endófitos existe una interacción sinérgica. 

Por otra parte, Bilal et al, (2018) describieron el efecto de la interacción de 2 organismos: el 

hongo Paecilomyces formosus y la bacteria Sphingomonas sp. sobre plantas de soya 

(Glycine max); en condiciones normales y bajo condiciones de estrés por aluminio y zinc. 

Estos dos microrganismos en conjunto promovieron un mayor crecimiento de brotes y 

raíces de la soya, aun bajo condiciones de estrés por metales. Comparativamente la 

inoculación con organismos por separado sí promovió el crecimiento, siendo menor el 

crecimiento al obtenido con la coinoculación. En este caso, la presencia de ambos 

organismos además de promover el crecimiento de los brotes, le otorgaron una resistencia 

al estrés inducido por la presencia de metales como aluminio y zinc. 

De igual forma, las plantas no son las únicas beneficiadas por su interacción con las 

bacterias. Las microalgas también pueden ser potenciadas por su interacción con bacterias 

promotoras de crecimiento vegetal (Byung-Hyuk et al, 2014).  

Las bacterias promotoras de crecimiento vegetal también promueven el crecimiento de 

algunas microalgas, así como también son capaces de potenciar la producción de 

compuestos como algunos pigmentos y compuestos antioxidantes. Esta característica se 

ha aprovechado por Win et al (2018) mediante su estudio de biofertilizantes comerciales 

producidos con biomasa de microalgas. De acuerdo con lo mencionado con los autores, las 

microalgas proveen a otros microorganismos de nutrientes, compuestos nitrogenados, así 

como de fuentes de carbono y energía (Garcia-Gonzalez y Sommerfeld, 2016; Godlewska 

et al, 2016; Mógor et al, 2018). 

2.2 Microorganismos promotores de crecimiento vegetal 

Las bacterias (BPCV) y hongos (HPCV) promotores de crecimiento vegetal son dos grupos 

de microorganismos que tienen la capacidad de facilitar la obtención de nutrientes y 

aumentar el crecimiento de diferentes especies vegetales. Estos organismos pueden 

colonizar el tejido de la planta formando nódulos o encontrarse de forma libre en el sustrato 

cercano al sistema radicular de las plantas (Suzaki & Kawaguchi, 2014; Foyer et al, 2018). 

Uno de los grupos de bacterias más estudiados son las denominadas rizobacterias. Son 

bacterias de vida libre presentes en la porción de suelo inmediato a las raíces llamado 
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rizosfera. El intercambio de nutrientes y diversos compuestos en esta región es muy alto por 

lo que existe una estrecha relación entre las bacterias y las raíces de las plantas (Bais et al, 

2006; Doornbos et al, 2012). Entre los compuestos presentes en los exudados radiculares 

se encuentran diversos carbohidratos y algunos aminoácidos. Los microorganismos 

presentes en la rizosfera aprovechan estos compuestos como fuente de energía, como 

nutrientes o como precursores para producir compuestos que regulan el crecimiento de las 

plantas o le facilitan la asimilación de algunos nutrientes ya presentes en el sustrato (Glick, 

2012). 

Una característica interesante que se observa con diferentes especies de microorganismos 

promotores de crecimiento vegetal es que su efecto depende del estadio de crecimiento de 

las plantas. Es decir, hay microorganismos que promueven la germinación de las semillas 

y hay otros que promueven más el desarrollo de las plantas adultas (Díaz-Vargas et al, 

2001). En 2001 se observó la promoción de crecimiento vegetal en cultivos de lechuga 

romana inoculados con BPCV. En dicho estudio se analizaron 30 especies bacterianas, de 

las cuales, algunas mejoraron la germinación de las semillas mientras que otras mejoraron 

exclusivamente el desarrollo de las hojas de las plantas adultas. Otro punto para tomar en 

cuenta es que, ya que las cepas bacterianas fueron aisladas de diferentes cultivos y que la 

mayoría presentó un efecto positivo en cuanto al crecimiento de la planta o la longitud de 

las raíces, Díaz-Vargas et al (2001) concluyeron que el efecto de las diferentes cepas 

bacterianas no era específico para la planta de la que fue aislada.  

Existen diferentes mecanismos por los cuales se da la actividad de promoción de 

crecimiento vegetal. Desde el control de organismos competidores hasta la producción de 

compuestos que tienen el mismo efecto que los reguladores de crecimiento propios de las 

plantas, los mecanismos por los que los microorganismos endófitos y de vida libre 

promueven el crecimiento vegetal se pueden dividir en 3 tipos: el biocontrol, la 

biofertilización y la fitoestimulación (Martínez-Álvarez et al, 2013; Glick, 2012).  

Algunos microorganismos incluso son capaces de presentar más de un mecanismo al 

mismo tiempo. Por ejemplo, en bacterias del género Azospirillum se ha descubierto su 

capacidad de fijación de nitrógeno, de solubilización de fosfatos y reducción de las 

concentraciones endógenas de etileno (Holguin et al, 2003). En nódulos de raíces de 

lentejas cultivadas en Pakistán se han aislado 5 especies de bacterias que promueven el 

crecimiento vegetal a través de la solubilización de fosfatos insolubles y la producción de 

compuestos reguladores de crecimiento vegetal (Zafar et al. 2012). De igual manera, Oteino 

et al (2015) observaron como diferentes cepas bacterianas aisladas de las raíces de la 
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planta Miscanthus giganteus producen ácido glucónico, y que este compuesto favorece la 

solubilización de fosfatos insolubles presentes en el sustrato. 

Además de las bacterias, los hongos también han sido son organismos altamente 

estudiados debido a su capacidad de generar relaciones mutualistas con plantas. Se 

conoce mucho acerca de la relación mutualista entre hongos y plantas pues se ha acuñado 

el término “micorrizas” para esta relación. La interacción entre las plantas y algunos hongos 

micorrícicos es tan íntima y necesaria que son incapaces de sobrevivir sin una planta que 

hospedar (Parniske, 2008). Estos organismos son capaces de intercambiar una gran 

variedad de nutrientes como azufre, nitrógeno, carbono y otros micronutrientes (Lanfranco 

et al, 2016). Incluso, estos hongos tienen la capacidad de estimular el crecimiento de las 

plantas a través de la señalización de diferentes fitohormonas (Gutjahr, 2014). 

2.2.1 Biocontrol y control de estrés abiótico 

Las condiciones de estrés a las que están sujetos todos los organismos modifican su 

crecimiento y metabolismo. Estas condiciones inducen cambios complejos que en la 

mayoría de las ocasiones estimulan la producción de compuestos como respuesta contra 

estas condiciones de estrés (Shulaev et al, 2009). Algunos factores de estrés abiótico, como 

la presencia de metales pesados, pH o la salinidad, pueden ser toleradas por las propias 

plantas dependiendo de su intensidad. Sin embargo, diversos organismos pueden 

aumentar la tolerancia contra dichos factores de estrés (Waller et al, 2005). Esta capacidad 

ha sido estudiada para ser aplicada en fitorremediación, ya que la presencia de organismos 

endófitos en las plantas incrementa la tolerancia ante la presencia de diferentes metales 

pesados en el suelo (Ying et al, 2016).  En una aproximación para aislar organismos de 

plantas tolerantes a metales pesados, Alcántara-Martínez et al. (2018) obtuvo diferentes 

aislados microbianos a partir de la leguminosa Acacia farnesiana, la cual es tolerante a altas 

concentraciones de arsénico. Una de las hipótesis que tienen los investigadores es que 

esos microorganismos aislados pueden proveer protección a otras plantas. 

Las condiciones de estrés biótico se presentan en las plantas cuando son atacadas por 

otros organismos, causando enfermedades. Sin embargo, la presencia de ciertos 

microorganismos es benéfica para las plantas al reducir la reproducción de las especies 

patógenas. Vetrivelkalai et al (2010), trabajaron con diferentes bacterias endófitas aisladas 

de diversas regiones de India y encontraron que algunas cepas, entre ellas una identificada 

como Methylobacterium sp., redujeron significativamente la cantidad de huevos y hembras 

adultas del nemátodo Meloidogyne incognita, un conocido parásito presente a nivel mundial 
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en plantas de Okra (Abelmoschus esculentus L.). De acuerdo con los autores, esta capacidad 

se debe a la producción de metabolitos como amoniaco, cianuro de hidrógeno y enzimas 

hidrolíticas por los organismos endófitos, afectando negativamente a los nemátodos. 

2.2.2 Biofertilización 

En los sustratos en los que de forma natural habitan las plantas existen nutrientes que son 

bioaccesibles, pero no están biodisponibles. En otras palabras, los nutrientes no pueden 

ser aprovechados por las plantas debido a una baja solubilidad, a que forman agregados 

con el sustrato o incluso a su complejidad química. Sin embargo, algunos microorganismos 

son capaces de mejorar la biodisponibilidad de estos nutrientes. A este mecanismo de 

promoción de crecimiento vegetal se le conoce como biofertilización. Por ejemplo, se ha 

demostrado como la precencia de bacterias de vida libre como Bacillus amyloliquefaciens 

y Bacillus pumilus en el cultivo de tomate (Solanum lycopersicum) permitía obtener el mismo 

rendimiento que plantas fertilizadas con productos químicos con base en nitrógeno. Ya que 

ambas bacterias tenían como característica la fijación de nitrógeno, proveían a las plantas 

de nitrógeno que fijaban del nitrógeno gaseoso presente en el aire (Adesemoye et al, 2009). 

De igual forma las bacterias fijadoras de nitrógeno que habitan en la filósfera de las plantas, 

principalmente en las hojas, son capaces de fijar el nitrógeno atmosférico transformándolo 

en nutrientes que las plantas puedan asimilar. Además, debido a que la región de las 

plantas que habitan suelen ser las hojas y tallos, estos organismos cuentan con pigmentos 

que los protegen de la radiación solar (Mayz-Figueroa, 2004). 

Los organismos fijadores de nitrógeno pueden presentar endofitismo o habitar de forma 

superficial en raíces y hojas. Otro trabajo que ha evidenciado la presencia de estos 

organismos fue presentado por Moyes et al, (2016) en el que compararon muestras tratadas 

con desinfección superficial y esterilización por autoclave. Su estudio evidenció la presencia 

de diferentes bacterias endófitas fijadoras de nitrógeno en las agujas de Pinus flexilis. 

Por otro lado, el intercambio de nutrientes entre plantas y hongos se ha estudiado 

ampliamente llegando a exponer algunos de los mecanismos (Behie y Bidochka, 2014; 

Wang et al, 2017; ). Ferrol et al. (2002) determinaron que existe un efecto positivo de hongos 

micorrícicos sobre el transporte activo de fosfatos solubles del suelo a la planta, mientras 

que las raíces excretan azúcares como la sacarosa, que los hongos aprovechan como 

fuente de carbono y de energía. Arias-Mota et al, (2019) observaron que el intercambio de 

nutrientes puede promover el crecimiento de las plantas inoculadas con estos hongos. Ellos 

demostraron como la inoculación de hongos micorrícicos favorece el crecimiento de plantas 
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de tomate (Solanum lycopersicum) desde la germinación de las semillas. Esto debido a la 

capacidad de solubilización de fosforo, demostrado con el aumento de la concentración de 

fosforo en las hojas. De igual manera, la actividad saprófita de estos organismos les permite 

descomponer la materia orgánica presente en los sustratos produciendo compuestos de 

fácil asimilación para las plantas. Este efecto se demostró en un estudio realizado en 

Ecuador, acerca del crecimiento de Raygrass (Lolium perenne) y Trébol blanco (Trifolium 

repens) en presencia de un sustrato rico en materia orgánica. Se inocularon plantas con 2 

hongos pertenecientes al género Trichoderma: T. harzianum y T. viride (Acurio-Vásconez y 

España-Imbaquingo, 2017). Las plantas inoculadas con los hongos presentaron un 

crecimiento mayor comparado a aquellas no inoculadas; al agregar materia orgánica al 

sustrato el efecto de la inoculación se acentuó demostrando el efecto positivo en la 

promoción de crecimiento vegetal por parte de los hongos en presencia de materia orgánica 

en el sustrato.  

2.2.3 Fitoestimulación 

La presencia de hormonas vegetales endógenas modifica la forma en que crecen diferentes 

sistemas celulares de las plantas. Algunos microorganismos tienen la capacidad de producir 

compuestos que generan efectos similares en las plantas y, al tener relaciones cercanas 

con especies vegetales, regulan el crecimiento de estas (Dodd et al, 2010; Dudeja et al, 

2021). Por ejemplo, organismos de vida libre como Bacillus spp. y Pseudomonas putida han 

demostrado tener la capacidad de producir auxinas, como ácido indol acético, el cual 

favorece el crecimiento de los sistemas de raíces permitiendo a la planta obtener nutrientes 

con mayor facilidad (Leveau y Lindow, 2005; Kumar et al, 2011). Existen diferentes 

fitohormonas, como las auxinas, las citoquininas, las giberelinas y el etileno. Todas estas 

hormonas se producen y regulan de forma organizada a lo largo del ciclo vital de una planta. 

Sin embargo, diversos microorganismos, así como condiciones medioambientales, pueden 

modificar la concentración de estas hormonas. 

El etileno, es una hormona ligada al proceso de defensa de las plantas contra algunos 

insectos en especies vegetales como el maíz (Harfouche et al, 2006; Louis et al, 2015). 

También participa en la maduración de frutos y promueve la senescencia celular (Grbić y 

Bleecker, 1995; Lelievre et al, 1997), es decir, la muerte programada de las células de las 

plantas, usualmente ocacionada por estrés. Es por esta razón que diversos investigadores 

como Glick (2005), Glick et al. (2007) y Gontia-Mishra et al. (2014) han trabajado en la 

manera de reducir la concentración de etileno, mejorando la supervivencia de las plantas 
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en condiciones de estrés. Entre sus resultados, observaron como algunas BPCV eran 

capaces de producir la enzima 1-aminociclopropano-1-caboxilato desaminasa, que 

interrumpe la ruta biosintética del etileno produciendo amonio, reduciendo así la 

concentración de etileno en las plantas y aportando amonio como nutriente extra. 

2.3 Compuestos reguladores de crecimiento vegetal 

La fitoestimulación se refiere a la capacidad de ciertos microorganismos para modifican la 

concentración de compuestos reguladores de crecimiento vegetal. Como se mencionó 

anteriormente, los organismos promotores de crecimiento vegetal tienen la capacidad de 

producir algunos de estos compuestos.  

Químicamente, los compuestos producidos por estos organismos pueden ser idénticos a 

algunas hormonas vegetales, o ser químicamente diferentes, pero tener efectos similares a 

compuestos endógenos.  

2.3.1 Auxinas 

Las auxinas fueron las primeras hormonas vegetales en ser caracterizadas y aisladas, 

siendo el ácido indol-3-acético (AIA) el primer compuesto de este tipo. Las plantas 

principalmente presentan esta forma, pero se ha descubierto que compuestos como el 4-

cloro-indolacético (4-Cl-IAA), ácido fenilacético (PAA), ácido indol butírico (IBA) y el ácido 

indol propiónico son otras formas químicas naturales de las auxinas (Ludwig-Müller y 

Cohen, 2002). Las auxinas tienen un efecto muy variado en el crecimiento vegetal. Pueden 

promover la elongación de las células, la diferenciación celular, la dominancia apical, la 

promoción del desarrollo de raices laterales y estimular la formación de nuevas raices. De 

acuerdo con Jenik y Barton (2005) este efecto sobre las raices se da desde el desarrollo 

embrionario de las células que da a lugar a la diferenciación celular, permitiendo una 

diferenciación dirigida. Posterior al descubrimiento de las auxinas se comenzaron a usar 

compuestos sintéticos con efectos similares, tales como el ácido indolbutírico o el ácido 

naftalenacético. Sin embargo, como ya se mencionó, diversos microorganismos tienen la 

capacidad de sintetizar auxinas. 

En algunos casos la producción de auxinas por parte de los microorganismos depende de 

otros compuestos como el triptófano que actua como precursor, el cual es transformado 

mediante diferentes rutas hasta producir AIA (Spaepen y Vanderleyden, 2010). En la Tabla 

1 se presentan diversas investigaciones asociadas con organismos productores de auxinas. 
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2.3.2 Giberelinas 

Las giberelinas se aislaron por primera vez de un cultivo del hongo patógeno Gibberella 

fujikuroi, el cual debido a la producción elevada de ácido giberélico producía plantas de un 

tamaño mayor, pero mermando la producción de granos de arroz (Malonek et al. 2005). En 

este estudio se buscó el mecanismo de acción de ácido giberélico, para desarrollar un 

compuesto antagonista a la producción de giberelinas evitando así la merma del desarrollo 

del grano.  

También se ha visto un efecto positivo sobre la germinación de semillas, ya se ha 

demostrado su efecto en semillas latentes de Jeffersonia dubia, reduciendo el tiempo que 

les toma de forma natural para germinar (11 meses) a sólo 3 meses (Rhie et al, 2015). 

2.3.3 Citoquininas 

Las citoquininas son otro tipo se hormonas vegetales reportadas con actividad biológica. 

Químicamente son similares a la adenina, pero teniendo sustituyentes en el nitrógeno 6 lo 

que le da la actividad hormonal. Su efecto se centra en la proliferación celular de tejidos 

vegetales ya que en combinación con las auxinas promueven el inicio de un nuevo ciclo 

celular. Otro de sus efectos es la reducción de la dominancia apical, favoreciendo el 

crecimiento de yemas laterales. Actualmente se utilizan en la reproducción de tejidos in vitro 

y estudios de regeneración de tejidos vegetales (Cheng et al, 2010). 

Tabla 1. Auxinas producidas por diferentes microorganismos. 

Bacteria Producción de 

AIA (μg/mL) 

Tiempo de 

cultivo (h) 

Referencia 

Bacillus subtilis 2.23 ± 0.20 24 (Wang et al, 2020) 

Bacillus subtilis 14.23 ± 0.32 24 (Wang et al, 2020) 

Pseudomonas 

putida 

0.5 ± 0.1 42 (Patten & Glick, 2002) 

Pseudomonas 

putida 

14.5 ± 0.5 42 (Patten & Glick, 2002) 

Pseudomonas 

putida 

26.2 ± 0.3 42 (Patten & Glick, 2002) 

Methylobacterium. 

mesophilicum 

2 - 14 - (Ivanova et al, 2001) 
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2.4 Asociaciones microalga-bacteria 

La formación de una asociación microalga-bacteria, también llamada cocultivo, es una 

alternativa novedosa que se está aplicado en biotecnología. La aplicación de estas 

asociaciones consiste en estimular una relación simbiótica entre una especie de microalga 

y una especie de bacteria con el objetivo de que ambos microorganismos mejoren su 

crecimiento entre sí. 

Este efecto en el crecimiento fue reportado por Gonzalez-Bashan et al (2000) quienes 

estudiaron la producción de pigmentos fotosintéticos por parte de la microalga Chlorella 

vulgaris cuando se encontraba en un cocultivo con la bacteria fijadora de nitrógeno 

Phyllobacterium myrsinacearum; este grupo observó un aumento significativo en la 

concentración de clorofila, β caroteno y luteína. Este incremento es un efecto del aumento 

en la actividad biológica de la microalga, la cual fue estimulada por la presencia de la 

bacteria. 

Calatrava et al (2018) estudiaron el efecto de condiciones nutricionales limitantes sobre el 

establecimiento de una relación entre la bacteria Methylobacterium spp y el alga 

Chlamydomonas, lo que favoreció un crecimiento más rápido del cocultivo comparado con 

cultivos axénicos de Methylobacterium spp. Los autores mencionan que la limitación de los 

nutrientes es un factor clave para poder inducir una relación estable entre los 

microorganismos en un cocultivo. 

Las asociaciones microalga-bacteria también puede aplicarse de forma exitosa para la 

remoción de contaminantes presentes en aguas residuales, como el amonio. Wanga et al 

(2015) reportaron un proceso de nitrificación usando un consorcio de bacterias nitrificantes 

de un reactor co-inoculado con las microalgas Chlorella spp,  Chlamydomonas sp,  

Stichococcus sp. En este caso, el proceso consiguió eficiencias de nitrificación de hasta el 

90% sin necesidad de aireación externa, debido al acoplamiento respiratorio de las 

bacterias con los microorganismos productores de oxígeno como son las microalgas. 

2.4.1 Intercambio nutrimental 

Las microalgas, debido a que son organismos autótrofos, tienen la capacidad de producir 

sus propios carbohidratos a partir de CO2, agua y energía lumínica. Por otro lado, las 

bacterias son organismos heterótrofos, por lo que requieren de carbohidratos externos para 

realizar los procesos bioquímicos necesarios para su reproducción, produciendo CO2 como 

compuesto de desecho. En las interacciones microalga-bacteria ocurre un intercambio de 

compuestos entre ambos microorganismos, en donde, cada uno aprovecha los residuos del 
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otro y establecen un mutualismo nutrimental, en el que un organismo puede asimilar un 

nutriente y producir residuos aprovechables por el otro organismo. Uno de estos residuos 

es oxígeno producido mediante la fotosíntesis por las microalgas que, al estar en el medio 

donde habitan las bacterias, mejoran su biodisponibilidad para bacterias aerobias. De esta 

forma en un cocultivo microalga-bacteria se favorece el crecimiento de las bacterias. 

Esta estrategia se ha probado y aprovechado para el tratamiento aguas residuales donde 

la demanda bioquímica de oxígeno (DBO) es muy alta. Para estos procesos, una fuente de 

oxígeno independiente a sistemas de aireación mecánicos aumenta la eficiencia. Por 

ejemplo, Karya et al (2013) propusieron un cocultivo de microalgas con bacterias 

nitrificantes para optimizar el proceso de nitrificación en aguas residuales, logrando obtener 

un 100% de nitrógeno nitrificado sin necesidad de aireación externa. La aplicación de este 

protocolo permitiría una reducción en los costos de operación de plantas de tratamiento de 

aguas residuales al no requerir sistemas complejos de aireación. 

Otro ejemplo de la relación mutualista entre los organismos alga-bacteria es la modificación 

fisicoquímica de los compuestos en su medio. Se ha demostrado por Rengifo-Gallego, et al 

(2012) que la bioacumulación de cromo por parte del alga Bostrychia calliptera es mayor 

cuando se encuentra unida una biopelícula en la que se encuentra un consorcio bacteriano 

que interactúa con el alga facilitando la incorporación del metal. La eliminación de esta 

biopelícula a través del uso de antibióticos revirtió esta captación.  Sin embargo, dado que 

se trabajó con un consorcio bacteriano natural, es importante trabajar con el aislamiento, y 

posterior estudio, de un cocultivo alga-bacteria más controlado con respecto a los 

organismos que lo conforman, para identificar las interacciones que tienen las diferentes 

bacterias con las microalgas. 

2.4.2 Establecimiento de asociaciones microalga-bacteria 

Para establecer un co-cultivo estable entre una microalga y una bacteria se requiere 

estimular una asociación entre ambos organismos. Como ya se ha mencionado, los 

microorganismos que establecen una relación mutualista intercambian nutrientes. Una 

forma de estimular esta relación es a través de la limitación nutrientes, donde uno de los 

organismos es capaz de asimilarlos o sintetizarlos (Contreras-Angulo et al, 2019). Incluso 

hay nutrientes específicos, como las vitaminas, las cuales son un factor de crecimiento 

importante para las microalgas y que, de no suplementarse a los medios de cultivo, no 

crecen o mueren. Sin embargo, estos nutrientes pueden ser suplementados por una 
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bacteria que lo sintetice, produciendo una asociación basada en el intercambio de vitaminas 

(Kazamia et al, 2012). 

Otro factor para tener en cuenta es el favorecimiento de las interacciones entre los 

microrganismos participantes en el cocultivo a través de la interacción física. Gonzalez y 

Bashan (2000) propusieron la inmovilización como técnica para asegurar la interacción 

física entre una microalga y una bacteria. Más adelante, Laxman Pachapur et al, (2015) 

propusieron esta técnica como una forma de reducción de los efectos inhibitorios durante 

la producción de metabolitos secundarios, ya que se reducía el efecto de inhibició por 

producto final. 

2.5 Inmovilización de microorganismos 

La técnica de inmovilización de microorganismo consiste en crear una película de un 

polímero que mantenga los organismos confinados físicamente. Las películas o soportes 

son inertes y permiten la libre difusión de los nutrientes y los desechos biológicos los 

organismos (Gonzalez y Bashan, 2000). La inmovilización es una técnica muy utilizada en 

múltiples industrias, como la alimentaria, la farmacéutica o el tratamiento de aguas 

residuales, ya que reduce la dificultad de separar los microorganismos de su medio de 

cultivo y de los compuestos de interés (Tatsuo Sumino, 1992). De acuerdo con Bouabidi et 

al (2018), para el tratamiento de aguas residuales se conoce el uso de diversos soportes 

de inmovilización de microorganismos. Dependiendo de si son soportes orgánicos e 

inorgánicos, cada uno cuenta con características fisicoquímicas específicas como la 

porosidad, la permeabilidad a los compuestos o la resistencia al pH que le permiten ser 

utilizados en diferentes condiciones.  

El soporte o matriz de inmovilización más estudiado actualmente es el alginato de sodio 

que además de mantener estable un cultivo tiene la función de proteger el microorganismo 

de los compuestos tóxicos que se presenten en el medio de cultivo. Esto fue demostrado y 

aprovechado por Keweloh et al (1989) quienes usaron la inmovilización con alginato como 

matriz de inmovilización. En este estudio se observó como el fenol resulta un compuesto 

tóxico para los microorganismos pues inhibía su crecimiento. Sin embargo, se demostró 

que al aplicar una técnica de inmovilización se redujo el efecto negativo del fenol para el 

crecimiento bacteriano. El mismo efecto de protección contra la toxicidad del fenol fue 

reportado por Nazos y Ghanotakis (2021) quienes durante la biorremediación de fenol 

usando Chlamydomonas reinhardtii observaron como la cantidad de fenol degradado era 

mayor con matrices de alginato más concentradas. El alginato de sodio es un soporte 
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altamente usado por la facilidad de inmovilización y la alta disponibilidad, pero se continúan 

estudiando nuevas matrices. Chanratana et al (2018) estudiaron una alternativa para 

inocular suelos de cultivo. En su estudio usaron 2 matrices diferentes, Alginato y quitosano, 

para inmovilizar Methylobacterium oryzae. Estudiando la capacidad de liberación de la 

bacteria cuando se inoculó el suelo, se determinó que las propiedades del quitosano 

mejoraban la liberación del M. oryzae al medio al ser degradado en el suelo a menor 

velocidad, permitiendo una liberación lenta y prolongada. Además, se observó cómo la 

concentración de quitosano para inmovilizar al microorganismo afectaba también en su 

viabilidad, pues a partir de 2% (p/v) empezaba a reducir la supervivencia de los organismos, 

siendo mejor la concentración de 1.5%. 

Las matrices anteriormente presentadas son de origen biológico, pero también se ha 

estudiado la aplicación de matrices sintéticas. Un ejemplo es el alcohol polivinílico (PVA) el 

cual es un polímero no tóxico y económico. Hanaki et al. (1994) estudiaron el efecto del pH 

y la presencia de compuesto tóxicos en bacterias metanogénicas, observaron como el PVA 

ha demostrado ser una buena matriz de inmovilización al no afectar negativamente a la 

supervivencia de los organismos inmovilizados. 

Usualmente los cultivos a los que les aplica estas técnicas son cultivos axénicos por lo que 

el tratamiento tiene como función principal la protección de los organismos de las 

condiciones de su medio. Sin embargo, en el caso de la inmovilización de consorcios y 

cocultivos el principal objetivo de la inmovilización es el confinamiento de las diferentes 

especies de organismos dentro de un espacio reducido, manteniendo la estabilidad del 

cocultivo por más tiempo. Gonzalez y Bashan (2000) tomaron esto en consideración al 

aplicar sobre un cocultivo alga-bacteria una técnica de inmovilización utilizando alginato 

como matriz. Sus resultados indican al estar coinmovilizadas se aumentó la interacción 

entre los 2 organismos mejorando en este caso la producción de pigmentos fotosintéticos 

por parte del alga Chlorella vulgaris.  

Este tratamiento también se ha visto en producción de otros compuestos de interés como 

la celulosa bacteriana. Se ha estudiado la producción de celulosa bacteriana potenciada 

por microalgas inmovilizadas que facilitan el reciclaje del carbono y oxígeno aumentando la 

eficiencia del proceso (Barroeta-Bonilla et al. 2019). En este caso la inmovilización se aplicó 

para proteger a las células del alga de las condiciones de cultivo de las bacterias 

productoras de celulosa, obteniendo de esta forma un cocultivo estable y eficiente.  

La inmovilización de microorganismos se puede aprovechar incluso para su 

almacenamiento. Para mantener un cultivo celular es importante mantener las condiciones 
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de su medio estables, suministrando una fuente de carbono y energía constantemente. Sin 

embargo, un grupo de investigadores analizó la viabilidad de un cultivo de 3 cepas de 

rizobacterias promotoras de crecimiento vegetal inmovilizadas. en perlas de alginato y 

demostraron que las rizobacterias inmovilizadas mantienen su viabilidad sin cambios 

después de 5 meses de almacenamiento, demostrando que la inmovilización de los cultivos 

también se aplica para el almacenamiento eficaz de los cultivos celulares (Quiroz-Sarmiento 

et al. 2019). 

Por último, otro ejemplo es su aplicación en tratamientos microbiológicos de aguas 

residuales donde se han aplicado la inmovilización con polímeros de polietilenglicol sobre 

consorcios de bacterias nitrificantes. Las células inmovilizadas ahora podían ser contenidas 

en reactores de flujo continuo, manteniéndolas en confinamiento, evitando de esta forma 

pérdidas en la concentración celular del consorcio y aumentando la eficiencia del 

tratamiento (Tatsuo Sumino, 1992). 

2.6 Estrés abiótico por la aplicación de un campo eléctrico de baja intensidad 

Todos los organismos requieren ciertas condiciones que les permitan crecer de manera 

saludable. Cuando existe un cambio en estas condiciones, los organismos en respuesta 

activan una serie de mecanismos que les permita tolerar este cambio en el ambiente (Chee-

Hock et al, 2013). Estos mecanismos resultan en la producción de compuestos que, en 

muchos casos, son de interés biotecnológico (D’Alessandro y Antoniosi Filho, 2016; 

Jackson et al, 2003). Las condiciones de estrés pueden tener 2 orígenes: la presencia de 

otro organismo, en cuyo caso es estrés biótico, o cambios en las condiciones ambientales, 

como temperatura, pH, humedad, etc., que generan estrés abiótico. 

Como ya se mencionó, hay organismos endófitos que al establecer una relación mutualista 

con su hospedero les otorgan la capacidad para soportar diversas condiciones de estrés. 

La tolerancia a las sequias o a la alta salinidad de los suelos son algunos ejemplos de 

características de interés para los investigadores (Armada et al, 2018; Sánchez-López et al 

2016). Los sustratos con alta salinidad o la presencia de elementos tóxicos, como el plomo, 

inducen la sobreproducción de especies reactivas de oxígeno (ROS, por sus siglas en 

inglés) en las plantas, pero los organismos endófitos que promueven el crecimiento vegetal 

pueden mejorar la tolerancia de las plantas ante estas condiciones (Li y Jiang, 2017). 

Existen formas de generar condiciones de estrés que no dependan del sustrato o la 

infección de un organismo patógeno. Una de ellas es a través de la aplicación de una 
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corriente eléctrica de baja intensidad. Este tratamiento también puede conducir a la 

sobreproducción de ROS que generan un estrés oxidativo en los organismos (Velasco-

Alvarez et al, 2017). Se ha visto que como una respuesta al estrés oxidativo, organismos 

como el hongo Aspergillus niger acelera su metabolismo. Esto se ha aprovechado como 

una estrategia de biorremediación, ya que al aplicar una corriente eléctrica de baja 

intensidad como condición de estrés se ve mejorada la degradación de hexadecano por 

este hongo (Velasco-Álvarez et al. 2011). 

Sin embargo, los organismos tienen un límite en cuanto a la concentracion de ROS y 

radicales libres que llegan a dañar las membranas de los organismos, produciendo una 

inactivación del cultivo (Zheng-Yang et al, 2018).  
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3 Antecedentes directos 

Recientemente, en el laboratorio de residuos sólidos de la UAM-Iztapalapa, se aisló una 

microalga a partir de cultivos in vitro de Acacia farnesiana. Desde 2008, se han estudiado 

los mecanismos que le permiten a A. farnesiana tolerar y estabilizar elementos como plomo 

(Maldonado et al. 2011) y arsénico (Alcántara-Martínez et al. 2016, 2018). En el transcurso 

de varias pruebas in vitro, se observó la aparición de microorganismos unicelulares 

fotosintéticos en las raíces. Lo anterior no fue observado al inicio de las pruebas, 

demostrando que la proliferación iniciaba a partir de los tejidos de la leguminosa, similar a 

lo observado por Tremouillax-Guiller et al. (2002). El microrganismo se aisló y se identificó 

como un alga verde unicelular no móvil, perteneciente al género Coccomyxa (Alcántara-

Martínez et al. 2022). Dicho género tiene una amplia distribución, gran amplitud ecológica 

(Malavasi et al. 2016) y es identificada comúnmente en ambientes terrestres y como 

fotobionte en líquenes (Tremouillax-Guiller y Huss, 2007). Este género ha mostrado 

resistencia y capacidades metabólicas importantes, desde la adaptabilidad a condiciones 

extremas como a ambientes ácidos (Ruiz-Domínguez et al. 2015) y altas concentraciones de 

elementos tóxicos (Koechler et al. 2016). Basado en lo anterior, la caracterización bioquímica 

y fisiológica de esta alga endófita es relevante debido a que, como habita en los tejidos de 

una planta que acumula altas concentraciones de Pb y As (Maldonado et al. 2011; Alcántara-

Martínez et al. 2016, 2018), es probable que tenga un mecanismo para tolerar tales 

condiciones. 

Así mismo, durante los ensayos con A. farnesiana, además del alga, también se aisló una 

bacteria del género Methylobacterium. Esta bacteria con pigmentos de color rosa es 

metilótrofa facultativa, es decir, tiene la capacidad de aprovechar fuentes de carbono de un 

único carbono, como metanol, formaldehido y metilamina (Kwak et al, 2014). Está reportada 

como una BPCV, a través de mecanismos como fijación de nitrógeno y producción de 

fitohormonas (Madhaiyan et al, 2010). Se demostró que esta cepa de Methylobacterium – M. 

oryzae – contribuye a la adaptación y tolerancia de A. farnesiana a condiciones de estrés 

por arsénico, ya que su presencia estimula la producción de proteínas, clorofila y glutatión. 

Esta cepa también contribuye a mantener la salud de la planta en presencia de arsénico a 

través de un incremento en el mantenimiento energético y la homeostasis redox (Alcántara-

Martínez et al. 2018). Basado en lo anterior, es probable que también exista una asociación 

mutualista entre el alga y la bacteria, por lo que es importante analizar la posibilidad de 

establecer una relación que permita aprovechar las capacidades de estos organismos para 

mejorar el crecimiento vegetal. 
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4 Justificación 

Los organismos promotores de crecimiento vegetal (PCV) es una alternativa ecológica para 

aumentar el crecimiento de los cultivos vegetales, así como para enfrentar diferentes 

condiciones de estrés, por lo que la producción y uso de estos organismos representa una 

alternativa para producir cultivos saludables sin necesidad de la aplicación de 

agroquímicos. A su vez, el uso de una asociación simbiótica de una BPCV con una 

microalga es una estrategia que puede aprovecharse para estimular el metabolismo de 

ambos organismos, por lo que una asociación de Coccomyxa sp. con M. oryzae podría 

hacer más eficiente la producción de compuestos PCV. 

Además, la aplicación de un campo eléctrico de baja intensidad como una condición de 

estrés puede modificar el metabolismo celular, por lo que al aplicarlo sobre M. oryzae podría 

mejorar la producción de auxinas, mientras que la aplicación en Coccomyxa sp. puede 

mejorar el intercambio nutrimental entre ambos organismos, mejorando la capacidad para 

producir compuestos que favorezcan el crecimiento vegetal. 

 

5 Hipótesis 

Con base en los antecedentes, este trabajo tuvo como hipótesis que: (i) la modificación de 

las condiciones nutrimentales favorecerá el intercambio de nutrientes entre M. oryzae y 

Coccomyxa sp., permitiendo establecer un cocultivo estable y aumentará la producción de 

compuestos promotores del crecimiento vegetal; (ii) la aplicación de un campo eléctrico de 

baja intensidad, como condición de estrés abiótico, favorecerá la producción de compuestos 

promotores del crecimiento vegetal. 
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6 Objetivos 

 

6.1 Objetivo general 

Evaluar el efecto de las condiciones nutrimentales y de un campo eléctrico de baja 

intensidad sobre el establecimiento de un cocultivo entre Methylobacterium oryzae y 

Coccomyxa sp. y la producción de compuestos promotores de crecimiento vegetal. 

 

 

6.2 Objetivos específicos 

1. Analizar el crecimiento de M. oryzae y Coccomyxa sp. en función de las condiciones 

nutrimentales. 

2. Caracterizar el reactor electroquímico con el medio de cultivo a diferentes densidades 

de corriente 

3. Seleccionar al menos 2 intensidades de corriente para evaluar su efecto sobre M. 

oryzae y Coccomyxa sp. 

4. Evaluar el efecto del campo eléctrico de baja intensidad sobre el crecimiento y la 

producción de compuestos promotores del crecimiento vegetal por M. oryzae y 

Coccomyxa sp. solas o en cocultivo. 

5. Analizar cuantitativamente la producción de ácido indol acético como compuesto 

promotor de crecimiento vegetal en extractos del cocultivo. 
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7 Métodos y materiales 

7.1 Estrategia experimental 

La estrategia experimental que se estableció para el cumplimiento de los objetivos 

propuestos se dividió en 3 etapas. En la Figura 1 se presenta un diagrama que permite 

observar el curso de estas etapas.  

 

 

 

Figura 1. Diagrama de la estrategia experimental propuesta para el estudio. 

 

En la primera etapa se realizó la caracterización del reactor electroquímico. La 

caracterización se realizó imponiendo diferentes intensidades de corriente eléctrica en 

condiciones abióticas y registrando el pH, la temperatura y el potencial de celda para cada 

intensidad, obteniendo una gráfica de densidad de corriente (mA/cm2) contra potencial de 

celda (V)  con la finalidad de seleccionar las densidades de corriente. Estos resultados 
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permitieron seleccionar al menos 2 densidades de corriente que se estudiaron sobre los 

microorganismos en la siguiente etapa. 

En la segunda etapa se realizó una caracterización de M. oryzae y Coccomyxa sp. Se 

caracterizó sus parámetros de crecimiento (µ y td) y la producción de AIA como variables 

de respuesta. En esta etapa las variables independientes fueron la fuente de carbono, la 

aplicación de las densidades de corriente previamente seleccionadas en la etapa 1 y la 

inmovilización de los organismos. Con los resultados obtenidos en esta etapa, se 

seleccionó un medio de cultivo para los ensayos posteriores, así como una densidad de 

corriente para el tratamiento electroquímico. 

Por último, en la tercera etapa se analizó el efecto tanto del campo eléctrico como de la 

formación del cocultivo sobre la producción de compuestos promotores de crecimiento 

vegetal y su efecto sobre la germinación de semillas de rábano (Raphanus sativus). En esta 

etapa, se establecieron como variables independientes el tipo de cultivo (axénico o 

cocultivo) y la aplicación del tratamiento eléctrico y como variables de respuesta se midió 

la producción de biomasa, la producción de AIA y el efecto de extractos del cultivo sobre 

semillas de rábano (bioensayos). 

 

7.2 Material biológico 

7.2.1 Bacteria endófita 

La bacteria endófita Methylobacterium oryzae fue aislada de acuerdo con el protocolo de 

Alcántara-Martínez et al (2018). Fue aislada de plántulas de Acacia farnesiana cultivadas 

en medio Murashige-Skoog (MS, Sigma) en condiciones in vitro por 60 días. M. oryzae es 

una bacteria Gram negativa, aerobia, pigmentada rosa y metilótrofa facultativa. Se 

caracteriza por asimilar fuentes de carbono que contienen un átomo de carbono. Forma 

colonias de color rosa a rojo, de crecimiento lento, con temperatura de crecimiento óptimo 

de 28°C y un ph óptimo de 6.8 (Munusamy et al. 2007). Las bacterias del género 

Methylobacterium tienen reportadas una variedad de actividades como la fijación de 

nitrógeno (Madhaiyan et al. 2015) o la producción de fitohormonas como el AIA y citocininas 

(Palberg et al. 2022). Para la conservación de M. oryzae se hizo un cultivo por estría en 

cajas de Petri con agar nutritivo (BD Bioxon) y se mantuvieron en incubación a 28°C por 5 

días. Posteriormente las cajas se sellaron con Parafilm, se metieron en bolsas de polipapel 

y se guardaron en refrigeración a 4°C. 
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Para la preparación del inoculo de M. oryzae, con una asa bacteriológica se tomó una 

colonia aislada de una de las cajas de Petri y se resuspendió en un matraz de 250mL que 

contenía 60mL de caldo nutritivo (BD Bioxon). El medio inoculado se mantuvo en incubación 

en un agitador orbital (Lab companion) a 28°C con una agitación de 100rpm durante 3 días. 

Dado que el crecimiento de la bacteria posterior a la refrigeración es más lento, se tomaron 

500 µL del inoculo de M. oryzae para inocular otro matraz de 250 mL con 60mL de caldo 

nutritivo. 

7.2.2 Alga endófita 

La microalga Coccomyxa sp. fue aislada de plántulas de Acacia farnesiana cultivadas in 

vitro en medio MS en condiciones in vitro por 60 días (Alcántara-Martínez et al. 2022). 

Coccomyxa sp. es una microalga verde unicelular de forma redonda a ovalada (Řezanka et 

al. 2019). Suele habitar en ambientes ácidos que pueden llegar hasta un pH de 3 (Casal et 

al, 2011, (Garbayo et al. 2012). Las microalgas del género Coccomyxa han sido estudiadas 

debido a su capacidad para acumular lípidos (Wang et al, 2017; Wang et al, 2019; Aburai 

et al. 2020). Otra característica de interés para los investigadores es la capacidad de las 

algas del género Coccomyxa de crecer en medios con metales pesados como arsénico, 

cobalto, cadmio ; por lo que ha desarrollado la capacidad de producir compuestos 

antioxidantes (Tripathi et al. 2022; Pasqualetti et al. 2015; Řezanka et al. 2019). 

Para la conservación de Coccomyxa sp. se cultivó en cajas Magenta (Sigma) con medio 

Murashige-Skoog (Sigma) adicionado con 10g/L de sacarosa y Phytagel (Sigma) con una 

concentración de 1.8g/L. Se incubaron en una cámara de crecimiento a 25°C iluminada con 

lámparas LED blancas con una intensidad de 40 µmol/m2s. Para reactivarla, se tomó parte 

de la biomasa conservada y se resuspendió en un matraz de 250mL que contenía 60mL de 

medio MS líquido adicionado con sacarosa 10 g/L a un pH de 5.8. El medio líquido se incubó 

en las mismas condiciones de manera estática. 

7.2.3 Preparación de los inóculos 

Los inóculos de cada organismo se prepararon de la siguiente forma: Para M. oryzae, se 

prepararon matraces de 250mL con 60mL de caldo nutritivo (BD Bioxon) estéril. El medio 

se inoculó con 500µL de un cultivo en fase exponencial (48 h) y se mantuvo en incubación 

a 28°C por 48 horas. Para Coccomyxa sp. se prepararon matraces de 250mL con 60mL de 

medio Murashige-Skoog (MS, Sigma) suplementado con sacarosa (Sigma) a una 

concentración de 10 g/L ajustando el pH a 5.8, e inoculando con 500µL de un medio fresco 

y se mantuvieron en incubación durante 7 días a 28°C. Para todos los ensayos, los cultivos 
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axénicos fueron inoculados hasta obtener una concentración inicial de 1𝑥106 células/mL 

(para la microalga) o UFC/mL (para la bacteria). Cuando ambos organismos se cultivaron 

en cocultivo, se utilizó un inóculo 1:1 de cada organismo hasta obtener una concentración 

final de 1𝑥106 (0.5𝑥106 células o UFC/mL). 

7.3 Condiciones experimentales 

7.3.1 Condiciones de cultivo 

A menos que se indiquen otras condiciones, todos los ensayos se incubaron en un agitador 

orbital (Lab companion) a 28°C, sin agitación o con agitación de 30 rpm (cuando así se 

indique) y bajo condiciones de iluminación artificial LED roja-azul con una intensidad de 40 

µmol/m2s con un fotoperiodo de 12 horas. 

7.3.2 Tratamiento electroquímico 

Para la aplicación del tratamiento electroquímico se utilizaron células en la fase exponencial 

de crecimiento. Para tratar a cada microorganismo se tomaron 180 mL de inóculo el cual 

se distribuyó en tubos para centrífuga (Nest®) de 50ml (30 mL por cada tubo) y se 

centrifugaron a 3500 rpm por 15 minutos. Se retiró el sobrenadante y el pellet de biomasa 

de cada tubo se resuspendió en 80mL de solución buffer de KH2PO4 0.1M, el cual se vació 

en un reactor electroquímico. Para evitar contaminación, se sellaron las aberturas de los 

brazos del matraz con silicón y la boca del reactor se cubrió con un tapón de gasa y algodón. 

Una vez sellados los reactores se procedió a aplicar la corriente eléctrica durante 24 horas 

usando una fuente de poder (GPD-3303S GW Instek), ajustando la intensidad de corriente 

de acuerdo con tratamiento establecido. Posterior a los 24 horas, se desconectó el reactor 

de la fuente de poder, se retiró el contenido de los reactores con una pipeta de 10 mL estéril 

y se dividió en tubos para centrífuga de 50mL (40mL por cada tubo) los cuales se 

centrifugaron a 3500 rpm por 15 minutos. Se retiró el sobrenadante y se resuspendió el 

pellet de biomasa con 5mL de solución salina (NaCl 0.9%) estéril. Esta biomasa fue utilizada 

como inóculo para los experimentos que lo requirieron.  

7.3.3 Condiciones de inmovilización 

Para inmovilizar las células de la microalga y de la bacteria, se modificó el protocolo propuesto 

por Gonzalez y Bashan (2000). Se recolectó la biomasa centrifugando las muestras a 3500 

rpm durante 15 minutos y se retira el sobrenadante. El pellet se resuspendió en 4 mL de una 

solución de alginato al 4% (p/v). La solución de alginato con biomasa se deja gotear mediante 

una jeringa hipodérmica de 5 mL sobre una solución de CaCl2 al 2% (p/v). La solución con 
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las perlas se mantuvo en agitación durante 15 minutos para endurecerlas. Posteriormente, 

se filtraron y se enjuagaron con agua destilada estéril. En el caso de la inmovilización de un 

cocultivo, se resuspendieron ambos pellets en la solución de alginato. 

7.3.4 Separación de los organismos cultivados en cocultivo 

Para separar los organismos del cocultivo y cuantificar el crecimiento de cada uno, se tomó 

una muestra de 10 mL en un tubo de 50mL. La muestra se centrifugó durante 7 minutos a 

1000rpm. Posterior a ese tiempo se separó el sobrenadante, el cual contenía la biomasa 

de la bacteria y el pellet contenía la biomasa de Coccomyxa sp. El pellet se resuspendió en 

10 mL de solución salina estéril. A ambas suspensiones se les midió la densidad óptica a 

600nm. 

 

7.4 Caracterización de los microorganismos 

7.4.1 Cinéticas de crecimiento con diferentes condiciones nutrimentales 

Para caracterizar ambos microorganismos se realizaron cinéticas de crecimiento 

modificando las condiciones nutrimentales. Para el caso de la microalga, se utilizaron 

matraces de 250mL con 60mL de medio MS suplementado con sacarosa (Sigma-Aldrich) 

con una concentración de 1.5 g/L o 10 g/L. Además, se utilizó medio MS modificado, 

sustituyendo la fuente de nitrógeno (NH4NO3 y el KNO3) por urea (Merck), con una 

concentración de 3.5 g/L, que corresponde a la concentración de nitrógeno del medio 

original. Estos medios de cultivo se prepararon por triplicado y en todos los casos se ajustó 

el pH de los medios de cultivo a 5.8 usando una solución 1M de NaOH (J.T. Baker). Los 

matraces fueron inoculados con 1mL de cultivos de 7 días, que corresponde a una 

concentración inicial de 2𝑥106 células/mL. Los medios de cultivo inoculados se mantuvieron 

sin agitación a 28°C bajo una iluminación LED blanca (40 µmol/m2s) con un fotoperiodo de 

12 h. Cada 8 horas se tomó una muestra de 1 mL, a la cual se le midió la densidad óptica 

(DO a 600 nm) para relacionarla con la concentración celular (células/mL) mediante una 

curva patrón. 

En el caso de M. oryzae se usaron matraces de 250mL con 60mL de medio MS. Este medio 

fue suplementado con 1.5 g/L o 10 g/L de sacarosa. Para asegurar el crecimiento de la 

bacteria, también se evaluó el crecimiento en caldo nutritivo (BD Bioxon). En el caso del 

medio MS se ajustó el pH a 5.8 usando una solución 1M de NaOH. Cada matraz se inoculó 

con 250µL de un medio de cultivo de M. oryzae, que corresponde con una concentración 
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inicial de 2𝑥106 UFC/mL. Los medios de cultivo inoculados se mantuvieron con una 

agitación de 100 rpm a 28°C (Jeio tech). Para las cinéticas de crecimiento se tomaron 

muestras de 1mL cada 8 horas y se midió la densidad óptica para relacionarla con la 

concentración celular (UFC/mL) mediante una curva patrón. Cada condición se evaluó por 

triplicado. 

7.4.2 Producción de AIA en un medio con triptófano 

El triptófano se ha reportado como un precursor de AIA en bacterias promotoras de 

crecimiento vegetal (Khan et al, 2020; Patten y Glick, 2002; Kravchenko et al. 2004). Por lo 

tanto, con la finalidad de estudiar la producción de AIA y el crecimiento de M. oryzae en 

presencia de este aminoácido, se prepararon 3 medios MS con metanol (0.5% v/v) como 

única fuente de carbono y tres concentraciones de triptófano. En matraces de 125 mL se 

vaciaron 35mL de medio MS con pH de 5.8. Posterior a la esterilización, se agregaron 200 

µL de metanol y 5mL de solución de triptófano (Sigma-Aldrich) esterilizado por filtración, 

usando una membrana de esteres de celulosa con tamaño de poro de 0.22µm (Merk 

Milipore), obteniendo concentraciones finales de 0, 200 y 500 µg/mL. Cada matraz se 

inoculó con 500µL de inóculo con concentración celular de 6.25𝑥107 UFC/mL para obtener 

una concentración final de 7.8𝑥105 UFC/mL. Los cultivos se mantuvieron por 7 días a 28°C 

con una agitación de 100rpm. Al finalizar el tiempo de cultivo se midió la densidad óptica y 

la producción de AIA. 

7.4.3 Cálculo de parámetros cinéticos 

Para calcular los parámetros cinéticos, se utilizaron los datos obtenidos de las cinéticas de 

crecimiento. Se realizó una transformación de estos datos, calculando el logaritmo natural 

de la biomasa para cada tiempo y se graficó con respecto al tiempo. A partir de estos datos, 

en una gráfica semilogarítmica se determinó el tiempo de la fase exponencial y se realizó 

una regresión lineal de forma: 

ln 𝑥 =  𝜇 ∙ 𝑡 + ln 𝑥0 

Donde 𝑥 es la biomasa; 𝜇 es la tasa específica de crecimiento (1/hora), calculada de la 

pendiente; 𝑡 es el tiempo (h); 𝑥0 es la biomasa inicial. Además, el tiempo de duplicación (td) 

se calculó a partir de la tasa específica de crecimiento de la siguiente forma: 

𝑡𝑑 =
ln 2

𝜇
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7.5 Tratamiento electroquímico 

7.5.1 Reactor electroquímico 

La unidad experimental La unidad experimental utilizada en el presente estudio, consistió 

en una botella Wheaton de 250mL, adaptada con dos bocas a los costados para conectar 

los electrodos con la fuente de poder. Los electrodos utilizados como ánodo y cátodo fueron 

construidos a partir de una placa de titanio recubiertos con óxido de rutenio (21cm2), 

colocados a los costados del interior del reactor y con una distancia de 2.5cm entre ambos 

electrodos.   

Este tipo de electrodos favorecen las reacciones de oxidación y reducción del agua al cerrar 

el circuito eléctrico, además de presentar una alta resistencia a la corrosión y gran 

estabilidad. En la siguiente imagen se muestra el diseño del reactor electroquímico (Figura 

2). 

 

Figura 2. Diseño del reactor para los tratamientos electroquímicos. a) Electrodos de titanio 

recubiertos con óxido de rutenio. b) Tapa conexión de los electrodos con la fuente de 

poder. c) Tapón de algodón para evitar la contaminación del reactor. d) Volumen de la 

solución electrolítica. 
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7.5.2 Caracterización del reactor electroquímico 

La caracterización del reactor electroquímico se realizó aplicando diferentes intensidades 

de corriente eléctrica (0 – 20 mA), a través de los electrodos colocados en el interior del 

reactor. La corriente eléctrica fue aplicada utilizando una fuente de poder (GPD-3303S GW 

Instek), y se dejó estabilizar durante 5 min antes de tomar la lectura del potencial de celda 

(V). Durante la aplicación de las distintas intensidades de corriente eléctricas, los 

potenciales de celda (V) se registraron por medio de la propia fuente de poder obteniéndose 

una gráfica de densidad de corriente (mA/cm2) contra potencial de celda (V), a partir de la 

cual se seleccionaron las intensidades de corriente para los experimentos posteriores. Las 

variables de respuesta fueron; potencial de celda (V), cambios de temperatura en el interior 

del reactor y pH. 

Las consideraciones realizadas para la selección de las intensidades de corriente fueron 

las siguientes: intervalos en donde se conserva la linealidad entre la corriente impuesta y el 

potencial de celda, y aumentos de temperatura dentro del sistema. La caracterización se 

realizó utilizando diferentes medios de cultivo y se realizó por triplicado 

7.5.3 Efecto del tratamiento electroquímico 

Con el objetivo de analizar el efecto del tratamiento electroquímico sobre el crecimiento de 

los microorganismos y la producción de AIA por M. oryzae, se trató electroquímicamente 

biomasa de cada microorganismos por separado. El tratamiento se realizó de acuerdo con 

lo descrito en la Sección 7.3.2. Los medios de cultivo se inocularon con la biomasa tratada 

con 5 y 15mA. En el caso de Coccomyxa sp. se usó medio MS con 1.5  o 5 g/L de sacarosa. 

Los medios de cultivo se inocularon con una concentración inicial de 2.6𝑥106 células/mL. 

Los medios inoculados se incubaron 12 días y se tomaron muestras de 1 mL cada 48 horas 

para medir la densidad óptica (600nm). Para M. oryzae se usó medio MS con 1.5g/L de 

sacarosa o 0.5% de metanol v/v como fuente de carbono. En ambos casos se adicionaron 

500mg/L de triptófano. Los medios fueron inoculados con 2.5𝑥106UFC/mL e incubados 

durante 12 días (Sección 7.3.1). Se tomaron muestras cada 24 horas a las cuales se les 

midió la densidad óptica a 600nm y la producción de AIA. Como control se siguió el mismo 

procedimiento que en la sección 7.3.2. pero sin aplicar una corriente eléctrica (0 mA). 

7.6 Producción de AIA por un cocultivo inmovilizado  

Para evaluar la producción de AIA M. oryzae y el cocultivo (M. oryzae – Coccomyxa sp.), 

se realizaron cuatro tratamientos: i) cocultivo libre, ii) cocultivo inmovilizado, iii) M. oryzae 
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libre y iv) M. oryzae inmovilizada. Para cada condición se prepararon 35mL de medio MS 

en matraces de 125mL, con 1.5g/L de sacarosa y triptófano con una concentración de 

500µg/mL 

Para establecer el cocultivo se inocularon los medios con un volumen determinado de 

inóculo concentrado hasta obtener una concentración inicial de 1𝑥106UFC/mL o células/mL 

siguiendo una proporción 1:1 (Sección 7.1.3). Para la inmovilización del cocultivo, se usó el 

mismo volumen para el inóculo del cocultivo libre, pero se le realizó el tratamiento de 

inmovilización (Sección 7.3.3). Las perlas obtenidas se agregaron al medio de cultivo. 

Para el cultivo de M. oryzae libre, se inocularon los medios hasta obtener una concentración 

inicial de 1𝑥106UFC/mL. Para la inmovilización de la bacteria se siguió el mismo 

procedimiento descrito para el cocultivo (Sección 7.3.3). Las perlas obtenidas se agregaron 

al medio de cultivo. 

Los medios inoculados (libres e inmovilizados) se incubaron por 16 días (Sección 7.3.1). Se 

tomó una muestra de 1 mL cada 24 horas y se le midió la producción de AIA.  

7.7 Evaluación de la regulación del crecimiento por el cocultivo tratado 

Para evaluar si los extractos producidos tienen efecto sobre el crecimiento vegetal, se 

realizaron bioensayos con semillas de rábano (Rhapanus sativus, Vita) (Leveau & Lindow, 

2005) usando extractos de cultivos. Este ensayo se llevó a cabo en medio MS con 500 mg/L 

de triptófano y 5 g/L de sacarosa para los cultivos axénicos, y 1.5 g/L de sacarosa en el 

caso del cocultivo. Se inocularon los medios (Sección 7.2.3) de tal manera que se evaluaron 

seis tratamientos: (i) y (ii) Coccomyxa sp. con y sin tratamiento eléctrico; (iii) y (iv) M. oryzae 

con y sin tratamiento eléctrico; (v) y (vi) cocultivo alga-bacteria con y sin tratamiento 

eléctrico. Los inóculos para estos ensayos se trataron con un campo eléctrico con una 

intensidad de 15mA. Se tomaron muestras cada a los 7, 11, 15 y 21 días para estimar la 

biomasa microbiana y una muestra a los 21 días para obtener los extractos para los 

bioensayos. La biomasa de cada tratamiento fue cuantificada mediante la densidad óptica. 

Para el caso del cocultivo, una muestra de 15 mL se centrifugó durante 7 minutos a 1000 

rpm con el fin de separar la biomasa bacteriana de la biomasa del alga. En el sobrenadante 

aún se encuentra en suspensión la bacteria, por lo que se tomó 1mL de este sobrenadante 

para estimar la biomasa mediante la densidad óptica. El pellet obtenido, correspondiente a 

la microalga se resuspendió en 15 mL de solución salina y, de igual manera, se tomó 1mL 

para estimar la biomasa mediante la densidad óptica.  
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Para la obtención de los extractos, se tomó una muestra de 15mL a los 21 días de cultivo y 

se centrifugó a 3500rpm por 15 minutos para retirar toda la biomasa. Se recuperó el 

sobrenadante al cual se le midió el pH, concentración de AIA y se usaron para realizar los 

bioensayos (sección 7.9.4). Cada extracto se preparó por triplicado y se contrastó con 

medio MS con triptófano (500mg/L) sin fuente de carbono y agua como controles. 

 

7.8 Métodos analíticos 

7.8.1 Cuantificación de biomasa 

7.8.1.1 Methylobacterium oryzae. 

Para cuantificar la biomasa de M. oryzae se realizó una curva patrón que relaciona la 

biomasa (UFC/mL) con la densidad óptica. La biomasa se calculó por el método de dilución 

y recuento en placa, usando agar nutritivo. La densidad óptica se midió por 

espectrofotometría (UV-1900i Shimadzu) de la misma muestra a una longitud de onda de 

600nm. 

7.8.1.2 Coccomyxa sp. 

Para cuantificar la concentración celular de Coccomyxa sp. se realizó una curva patrón que 

relaciona la densidad celular (células/mL) con la densidad óptica. La biomasa fue 

cuantificada mediante el conteo directo en cámara de Neubauer. Para ello, se tomó la 

biomasa de un cultivo de Coccomyxa sp. de 7 días sobre medio MS con 10 g/L de sacarosa. 

La biomasa fue diluida con solución salina para obtener suspensiones con diferente 

concentración de biomasa. En cada suspensión se contaron las células usando una cámara 

de Neubauer y se midió la densidad óptica a 600nm. 

7.8.2 pH 

Para medir el pH de los medios de cultivo, se centrifugaron las muestras a 3500rpm por 15 

minutos. El sobrenadante se traspasó a otro tubo donde se pudiera introducir el electrodo 

del potenciómetro Oakton 1100 calibrado usando soluciones estándar de 4.01 y 7. 

7.8.3 Ácido indol acético (AIA)  

La determinación cuantitativa de AIA se realizó mediante la técnica propuesta por 

Glickmann y Dessaux (1995) que, además de AIA, cuantifica indol-piruvato e indol-

acetamida a través de su reacción con el reactivo de Salkowski (4.5 g/L de FeCl3 en H2SO4 

10.8 M) que resulta en la formación de complejos con color, que se cuantifican a 530 nm. 
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Una muestra de 1 mL se centrifugó a 10,000 rpm para retirar la biomasa. La mezcla de 

reacción se preparó con 500µL del sobrenadante de muestras libres de biomasa y 1000µL 

del reactivo de Salkowski. Una vez homogeneizadas, las muestras se incuban 30 minutos 

en la oscuridad a temperatura ambiente y se mide la absorbancia a 530nm. La 

concentración de compuestos indólicos en las muestras se calcularon con el uso de una 

curva patrón (0.23 – 7.65 mg AIA/L) preparada con AIA (306 mg/L). 

7.8.4 Bioensayo con semillas 

Con el propósito de evaluar el efecto que tienen los extractos obtenidos de los cultivos sobre 

el crecimiento vegetal se llevó a cabo un bioensayo con semillas de rábano (Rhapanus 

sativus, Vita) (Leveau & Lindow, 2005). Las pruebas se llevaron a cabo en cajas de Petri 

de 10 cm de diámetro con un disco de papel filtro de 9 cm (Whatman 113). Con la finalidad 

de reducir la contaminación fúngica durante el bioensayo, las semillas se desinfestaron 

superficialmente con detergente comercial (1 g/L, 15 min),  NaHClO (2%, 5 min) y etanol 

(70%, 1 min). Entre cada lavado las semillas se enjuagaron con agua destilada estéril. A 

cada caja se le adicionaron 2.5mL del extracto a evaluar y se colocaron 10 semillas. Las 

cajas se cerraron con Parafilm y se mantuvieron en oscuridad durante 72 horas a 

temperatura ambiente (26°C) y posteriormente se colocaron bajo iluminación artificial LED 

durante 24 horas más. Como variables de respuesta se consideraron el índice de 

germinación, la elongación de raíces y el peso seco de las semillas germinadas. Se 

consideró que una semilla germinó cuando su raíz fue de al menos el doble de la longitud 

de la semilla. Las raíces se midieron usando el programa ImageJ (National Institutes of 

Health, Bethesda, Maryland, USA, https://imagej.nih.gov/ij/). Para estimar el peso promedio 

de las semillas germinadas, cada papel filtro se secó (60°C, 72 h) y se registró el peso seco. 

7.9 Análisis estadísticos 

El análisis estadístico para establecer diferencias significativas entre medias se realizó 

mediante el programa NCSS 2020 mediante ANOVA de una vía (α=0.05), y los grupos de 

diferencias significativas se analizaron mediante una prueba de Tukey-Kramer. El ANOVA 

se realizó al tiempo final establecido en cada experimento. 
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8 Resultados y discusión 

A continuación, se presentan los resultados obtenidos de cada experimento, así como una 

interpretación y discusión de éstos. 

8.1 Caracterización del crecimiento 

El crecimiento es el resultado de la división celular y, en el caso de microorganismos, se 

define como un aumento en el número de células. Las células microbianas tienen una vida 

finita y una especie se mantiene debido al crecimiento continuo de su población. En las 

bacterias, durante la división celular, una célula se divide en dos en un tiempo determinado, 

que se conoce como tiempo de duplicación; durante este tiempo, tanto el número total de 

células como la masa bacteriana se duplican. Este patrón repetitivo, en el que las células 

se duplican en un intervalo de tiempo constante, se denomina crecimiento exponencial. El 

tiempo de duplicación y el tiempo de la fase de crecimiento exponencial en una bacteria 

son variables y dependen de factores nutricionales y genéticos, además de las condiciones 

ambientales particulares (Madigan et al. 2018). En este capítulo se presentan los resultados 

de la caracterización del crecimiento de Coccomyxa sp. y M. oryzae en función de diferentes 

fuentes de carbono, crecidas en cultivos axénicos y en cocultivo. 

8.1.1 Coccomyxa sp. 

El crecimiento de Coccomyxa sp. se determinó usando medio MS con 1.5, 5 y 10 g/L de 

sacarosa como fuente de carbono y medio MS con urea como única fuente de carbono y 

nitrógeno. A partir de los datos de producción de biomasa, durante la fase de crecimiento 

exponencial, se estimaron la tasa específica de crecimiento (µ) y el tiempo de duplicación 

(td) para cada condición evaluada (Tabla 2). En la Figura 3 se presentan los resultados 

obtenidos para cada medio evaluado. 

Como se observa (Figura 3 y Tabla 2), el crecimiento exponencial de Coccomyxa sp. inició 

desde las 24 horas del cultivo y se mantuvo hasta las 120 excepto para el medio MS con 

una concentración de sacarosa de 5g/L. La concentración de sacarosa en el medio MS sólo 

tuvo efecto significativo sobre el crecimiento cuando se encontró en 10 g/L, encontrando 

que µ disminuyó de forma inversa a la sacarosa, mientras que td se incrementó de 1.84 (10 

g/L de sacarosa) a 2.92 días (1.5 g/L de sacarosa). Para el caso de la urea, utilizada como 

única fuente de nitrógeno y de carbono, la µ fue la más baja encontrada y el tiempo de 

duplicación aumentó a 5.19 días (Tabla 2). 
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Figura 3. Cinética de crecimiento para Coccomyxa sp. en función de diferentes 

fuentes de carbono. Se muestran los datos promedio del ln de la biomasa (n = 3) en 

función del tiempo del cultivo, así como los datos considerados para el ajuste lineal. 

MS: Murashige-Skoog; Sac: sacarosa. 

Lo anterior indica que Coccomyxa sp, es una microalga verde mixótrofa (Casal et al. 2011), 

que puede crecer tanto en condiciones autótrofas como heterótrofas aprovechando el 

carbono orgánico en el medio. Los valores del td obtenidos en este trabajo son entre 2 y 3 

veces menores que los reportados para la misma cepa de Coccomyxa sp. crecida con 10 

g/L de sacarosa en presencia de arsenato (Alcántara-Martínez et al. 2022), lo que podría 

atribuirse a las diferentes condiciones de cultivo, como el tipo de iluminación utilizada o la 

temperatura de cultivo. La sacarosa no es la única fuente de carbono que puede ser usada 

por las microalgas de este género. Por ejemplo, Coccomyxa subellipsoidea es capaz de 

utilizar glicerol (Yu et al, 2018) y una combinación de glucosa con acetato de sodio (Wang 

et al, 2019) como fuentes de carbono. En contraste con los resultados de este estudio, 

Casal et al. (2011) compararon el crecimiento de Coccomyxa acidophila en función de 

diferentes fuentes de nitrógeno, encontrando el máximo crecimiento en presencia de urea, 

mientras que el amonio (presente en el medio MS) favoreció la producción de clorofila y 

carotenoides, pero no encontró diferencias significativas en las tasas de crecimiento en 

cultivos con urea como fuente de N, con respecto los cultivos con nitrato y aire como fuentes 

de nitrógeno y carbono. Sin embargo en el presente estudio si se observó una diferencia 

significativa cuando la fuente de nitrógeno cambió de nitratos y amonio a urea. Esto se 

puede deber a que, a diferencia de C. acidophila, Coccomyxa sp. analizada en este 
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proyecto no es capaz de usar con eficiencia la urea como fuente de carbono y nitrógeno. 

Otro aspecto a analizar es que, en este estudio la urea también contempló como fuente de 

carbono, por lo que no hubo suplemento de carbono inorgánico u orgánico para su 

crecimiento. 

Tabla 2. Parámetros cinéticos obtenidos para Methylobacterium 
oryzae y Coccomyxa sp. en función de la composición del medio. 

Coccomyxa sp. µ (días-1) td (días) R2 

MS-Sac 1.5 0.295±0.021a 2.35±0.275a 0.979 

MS-Sac 5 0.274±0.001a 2.53±0.010a 0.995 

MS-Sac 10 0.376±0.028b 1.84±0.147b 0.978 

MS-Urea 0.133±0.015c 5.19±0.598c 0.950 

M. oryzae    

MS-Sac 1.5 0.482±0.066a 1.55±0.171a 0.975 

MS-Sac10 0.449±0.059a 1.45±0.186a 0.985 

MS-Metanol 0.5% v/v 0.380±0.010a 1.83±0.156a 0.983 

Caldo nutritivo 1.415±0.231b 0.49±0.077b 0.950 

Se muestra promedio y desviación estándar de 3 repeticiones. Letras 
por columnas indican diferencias significativas entre medias.  

 

8.1.2 Methylobacterium oryzae 

El crecimiento de M. oryzae se determinó en medio MS con 1.5 y 10 g/L de sacarosa y 0.5% 

de metanol como únicas fuentes de carbono. A partir de los datos del crecimiento de 

biomasa durante el crecimiento exponencial de la bacteria, se estimaron la tasa específica 

de crecimiento (µ) y el tiempo de duplicación (td) para cada condición. En la Figura 4 y en 

la Tabla 2 se presentan los datos obtenidos de los medios de cultivo evaluados. 

Como se observa, la concentración de sacarosa en este caso no tuvo un efecto significativo 

sobre la velocidad de crecimiento, así como el metanol como fuente de carbono. El único 

medio de cultivo que presentó una diferencia significativa fue el caldo nutritivo (CN), 

obteniendo una µ aproximadamente 3.5 veces mayor que las µ del medio MS. El CN es un 

medio rico en aminoácidos, mientras que el MS contiene casi exclusivamente minerales. 

Por lo tanto, la mayor limitante del crecimiento de M. oryzae en medio MS es la síntesis de 

aminoácidos requeridos para su crecimiento. Sin embargo, en cuanto a la fuente de 

carbono, el cambio de sacarosa a metanol no tuvo un efecto significativo sobre el 

crecimiento. 
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Como se observa, el crecimiento exponencial de M. oryzae comienza desde las 32 horas 

manteniéndose hasta las 64 horas en el CN y hasta 96 horas en el medio MS. El crecimiento 

de M. oryzae en CN es mayor, por lo que se llega a la fase estacionaria del crecimiento en 

un periodo más corto que en el medio MS (Madigan et al. 2018). 

 

Figura 4. Cinética de crecimiento de M. oryzae en diferentes en función de las fuentes de 

carbono. Se muestran los datos promedio del ln de la biomasa (n=3) en función del tiempo 

del cultivo, así como de los datos considerados para el ajuste lineal. 

 

8.2 Producción de AIA por M. oryzae 

El género Methylobacterium está conformado por bacterias metilótrofas facultativas, 

capaces de consumir fuentes de carbono de un solo carbono, y las cuales tienen la 

capacidad de producir diversas enzimas que inducen a la resistencia sistémica o 

compuestos como citoquininas, auxinas y giberelinas que promueven el crecimiento de las 

plantas con las que se asocian (Ivanova et al; 2001. Palberg et al; 2022). 

Se analizó la producción de AIA por parte de M. oryzae en presencia de triptófano (Trp), 

considerado como un precursor de AIA, ya que estimula su producción en diversos 

organismos (Kravchenko et al. 2004; Patten y Glick, 2002). El crecimiento de la bacteria en 

presencia de Trp se muestra en la Figura 5. La concentración del aminoácido modificó 

significativamente la producción de biomasa cuando se suplementó el medio MS con 200 y 

500 mg/L, obteniendo concentraciones de 1.19𝑥107 y 1.37𝑥107 UFC/mL respectivamente. 
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Sin embargo, el análisis estadístico indica que el medio MS sin Trp no presento una 

diferencia significativa con los medios con Trp. En el caso de la producción de AIA, tampoco 

existe una diferencia significativa de la producción de AIA a los 9 días entre las 3 

condiciones.  

 

Figura 5. Producción de Biomasa (barras verdes) y de AIA (barras azules) por M. oryzae 

en función de la concentración de triptófano. Crecimiento de 9 días en medio MS con 

metanol 0.5% como única fuente de carbono. Letras en cada grupo de barras indican 

diferencias significativas. 

Estos resultados difieren con lo mencionado por Palberg et al. (2022), quienes no 

detectaron producción de AIA por M. oryzae en un medio con 0.5% v/v de metanol, como 

única fuente de carbono, suplementando con 510 mg/mL de Trp. Esta diferencia podría 

atribuirse a la diferente composición de los medios de cultivo utilizados, así como a las 

características particulares de cada cepa de M. oryzae estudiada. En este caso y, dado 

que buscamos la producción de CPCV, la cepa utilizada en este estudio produce AIA por 

lo que es importante manejar las mismas condiciones en un futuro. 
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8.3 Efecto de un campo eléctrico en el crecimiento microbiano 

La aplicación de un campo eléctrico de baja intensidad  es una forma de generar estrés 

abiótico sobre los organismos, con la finalidad de favorecer cambios en su metabolismo 

que puedan ser aprovechados para mejorar la producción de metabolitos o el consumo de 

ciertas fuentes de carbono (Velasco-Alvarez et al. 2011), por lo que es importante 

seleccionar adecuadamente la intensidad y el tiempo de exposición de la corriente eléctrica 

pues, de ser demasiado alta puede provocar muerte celular (Brinkman et al. 2016). Para 

evitar este tipo de efectos en las células realizar la caracterización el reactor electroquímico 

y seleccionar las intensidades de corriente para los tratamientos posteriores.  

8.3.1 Caracterización del reactor y selección de las intensidades de corriente eléctrica 

La caracterización del reactor electroquímico fue realizada con el fin de determinar los 

valores que adquiere el potencial de celda, al imponer diferentes intensidades de corriente 

eléctrica. Esto se hace por medio de los electrodos a través del medio de cultivo. En este 

experimento, se obtuvo una gráfica (Figura 6) de densidad de corriente  (mA/cm2) contra 

potencial de celda (V).  

La caracterización se realizó sobre 4 medios diferentes medios MS con sacarosa a 

diferentes concentraciones (1.5, 10 g/L), medio MS  con urea (3.5 g/L) y solo solución 

electrolítica (KH2PO4 0.1M), observando un incremento en el potencial de celda (V) 

conforme aumenta la densidad de corriente (mA/cm2) en todos los casos. 

Al inicio de la caracterización se logra preciar un cambio en la pendiente a partir de 5 –6mA. 

Esto puede deberse principalmente a que la fuente de poder utilizada no tiene la suficiente 

resolución para aplicar intensidades de corriente tan bajas (menores a 4mA), por lo que fue 

complicado estabilizar la intensidad de corriente eléctrica. Sin embargo, a partir de 5-6mA 

la aplicación de la corriente eléctrica fue estable. En el caso del medio MS con urea se 

observó el mayor potencial de celda con respecto a los otros medios. Esto se debe a que a 

que a este medio se le sustituyó con urea las otras fuentes de nitrógeno como NH4NO3 y 

KNO3, obteniendo una menor concentración de sales presentes, y por ende una mayor 

resistencia al paso de la corriente eléctrica. Mientras tanto, los otros medios la 

concentración de sales es mayor, y por ende funcionan mejor como un electrolito, 

disminuyendo la diferencia de potencial. Sin embargo, podemos observar como en la Figura 

6 no hay una diferencia notable entre el potencial de celda y los medios de cultivo a 

diferentes intensidades de corriente aplicadas. 
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Figura 6. Comportamiento de la diferencia de potencial en relación con la intensidad de 

corriente aplicada en los diferentes medios analizados. Los datos representan la 

diferencia de potencial promedio (n=4) medida para cada intensidad de corriente. 

Realizado en condiciones abióticas. 

 

A partir de estos resultados (Figura 6) se seleccionaron las intensidades de corriente para 

los tratamientos posteriores. La selección se realizó considerando los intervalos de 

potencial de celda (V), temperatura y con base en intensidades de corriente utilizadas en 

trabajos similares al presente estudio.  

Durante la caracterización se observó una temperatura constante (27 °C) y un aumento 

lineal del potencial de celda a medida que la intensidad de la corriente aumentaba. El 

intervalo seleccionado fue entre 5 y 20 mA, intervalo donde se observó un comportamiento 

como una resistencia al paso de la corriente, es decir, una estabilidad en la intensidad de 

corriente.  

Dentro del intervalo de corriente seleccionado, se eligieron dos intensidades de corriente 

para los tratamientos, para evaluar el efecto de la corriente sobre el crecimiento de los 

organismos y la producción de AIA. Las dos intensidades de corriente seleccionadas  fueron 

de 5 mA y 15 mA, que de acuerdo con el área de los electrodos corresponden a 0.24 y 0.71 

mA/cm2 respectivamente. 
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8.3.2 Efecto del tratamiento electroquímico sobre el crecimiento microbiano 

El tratamiento electroquímico tiene diversos efectos sobre el crecimiento de los organismos. 

Estos efectos dependen, entre otros factores, de la intensidad de la corriente eléctrica, del 

microorganismo y del tiempo de aplicación (Krishnamurthi et al. 2020). Con el objetivo de 

determinar el efecto de un campo eléctrico de baja intensidad sobre el crecimiento de M. 

oryzae y Coccomyxa sp. bajo diferentes condicione de cultivo y, con base en los resultados 

de la caracterización (Figura 6), la biomasa de cada organismo se trató previamente con 

una de las intensidades de corriente  (5 y 15 mA) durante 24 h. La aplicación fue durante la 

fase de crecimiento exponencial, y la biomasa resultante se utilizó como inóculo para 

evaluar el efecto del campo eléctrico en diferentes condiciones de concentraciones de 

sacarosa (1.5 y 5 g/L).  

 

Figura 7. Configuración del reactor para el tratamiento electroquímico de M. oryzae 

(a) y Coccomyxa sp. (b). 

En el caso de Coccomyxa sp., se cuantificó el crecimiento utilizando dos concentraciones 

de sacarosa (1.5 y 5 g/L) ya que, con la finalidad de posteriormente estimular el intercambio 

de nutrientes entre los organismos cuando se forme el cocultivo, se limitó la concentración 

de fuente de carbono. Los resultados obtenidos se muestran en la Figura 8. Como se 

observa (Figura 8a), la aplicación de corriente eléctrica causó una disminución en el 

crecimiento de Coccomyxa sp. a partir de los 7 días de cultivo independientemente de la 
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concentración de sacarosa, y la intensidad de corriente aplicada (5 y 15mA) con respecto 

al control. Asimismo, se observó que el aumento en la concentración de sacarosa 

incrementó la tasa de crecimiento a partir de los 7-8 días de cultivo (Figura 8b). A pesar de 

que la corriente eléctrica disminuyó el crecimiento, en presencia de 5 g/L de sacarosa, este 

cambio no fue evidente con respecto al control sin corriente a los 12 días de cultivo. 

 

Figura 8. Curvas de crecimiento de Coccomyxa sp. en ausencia (0mA) y en 

presencia del tratamiento electroquímico (5mA y 15mA) crecida en medio MS 

con dos concentraciones de sacarosa: (a) 1.5g/L y (b) 5 g/L. Se muestra el 

promedio del crecimiento (n=3). 

En la Tabla 3 se presentan los parámetros cinéticos estimados con los datos de crecimiento 

de Coccomyxa sp. Estos datos indican que la aplicación de una corriente eléctrica de baja 

intensidad tuvo un efecto negativo sobre la µ y el td en el medio con 1.5 g/L de sacarosa. 

En este caso el tratamiento eléctrico disminuyó significativamente la µ (~10%) e incrementó 

el td (~12h). Sin embargo, con la concentración de sacarosa de 5g/L se registró un efecto 

positivo en el valor de µ (~15%) y una disminución en el td (~15%). 

Estos resultados han sido estudiados y aprovechados por Choi et al. (2019) quienes 

mejoraron la producción ácidos grasos poli-insaturados en Chlorella sp. KR-1 mediante la 

aplicación de una corriente eléctrica de 31mA (81 mA/cm2) por 4 h. En comparación, en 

nuestro trabajo se aplicó una dencidad de corriente similar (0.71 mA/cm2) pero por un 

periodo de tiempo mayor (24 h), por lo que este efecto podría observarse dentro de este 

trabajo.  

 

0.0E+00

1.5E+07

3.0E+07

4.5E+07

6.0E+07

7.5E+07

9.0E+07

1.1E+08

1.2E+08

0 3 6 9 12

Tiempo (días)

0 mA

5 mA

15 mA

b

0.0E+00

1.5E+07

3.0E+07

4.5E+07

6.0E+07

7.5E+07

9.0E+07

1.1E+08

1.2E+08

0 3 6 9 12

B
io

m
as

a 
(c

el
/m

L)

Tiempo (días)

a

0.0E+00

1.5E+07

3.0E+07

4.5E+07

6.0E+07

7.5E+07

9.0E+07

1.1E+08

1.2E+08

0 3 6 9 12

Tiempo (días)

0 mA

5 mA

15 mA

b

0.0E+00

1.5E+07

3.0E+07

4.5E+07

6.0E+07

7.5E+07

9.0E+07

1.1E+08

1.2E+08

0 3 6 9 12

B
io

m
as

a 
(c

el
/m

L)

Tiempo (días)

a



45 

Los datos corresponden al promedio de tres repeticiones ± la desviación estándar. 

La R2 indica el ajuste para el rango de datos considerado para obtener µ y td. Letras 

diferentes por columna indican diferencias significativas. 

 

Otro resultado interesante es que en el medio con 1.5g/L de sacarosa, la fase Lag se 

extendió hasta los nueve días, mientras que en medio con 5g/L de sacarosa prácticamente 

no se presentó fase Lag. Esta fase Lag no se presentó a la hora de realizar la 

caracterización del crecimiento de Coccomyxa sp. por lo que el pretratamiento con la 

corriente eléctrica puede ser la responsable de la extención y detección de esta fase en 

estos cultivos. 

Para el caso de M. oryzae, se evaluó el crecimiento con metanol (0.5% v/v) como única 

fuente de carbono y con 1.5 g/L de sacarosa, aplicando 5 y 15 mA. En ambos casos y con 

el fin de promover la producción de AIA, los medios fueron adicionados con triptófano 

(Patten y Glick, 2002). Un efecto que se observó justo después del tratamiento 

electroquímico fue una pérdida de la pigmentación rosa de las células bacterianas 

concentradas (Figura 9) que también estuvo relacionada con la intensidad de la corriente 

aplicada, es decir, las células que fueron tratadas con una mayor intensidad (15mA) fueron 

las que presentaron mayor pérdida de pigmentación. Este cambio en la coloración indica 

un cambio en la producción de pigmentos por parte de M. oryzae o un cambio en la 

concentración. El color rosa de esta bacteria se atribuye a la producción de carotenoides 

(Van Dien et al. 2003), por lo que el tratamiento eléctrico de alguna manera influye en las 

rutas biosintéticas de estos pigmentos o en su acción como antioxidantes. 

Tabla 3. Efecto de la intensidad de corriente y la concentración de sacarosa en el medio 

de cultivo sobre la tasa específica de crecimiento (µ) y el tiempo de duplicación (td) de 

Coccomyxa sp. 

Intensidad de 
corriente (mA) 

Concentración de 
sacarosa (g/L) 

µ (días-1) td (días) R2 

0 
1.5 0.229±0.001a 3.01±0.01a 0.990 

5.0 0.253±0.006a 2.74±0.06a 0.995 

5 
1.5 0.199±0.008b 3.47±0.13b 0.987 

5.0 0.294±0.002c 2.35±0.02c 0.990 

15 
1.5 0.199±0.011b 3.46±0.20b 0.990 

5.0 0.307±0.008c 2.25±0.06c 0.990 
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Figura 9. Cambio de coloración en M. oryzae posterior al tratamiento eléctrico. De 

izquierda a derecha: Tratamiento de 15mA, tratamiento de 5 mA, control sin tratamiento. 

 

Con el fin de cuantificar los efectos de la corriente eléctrica y la fuente de carbono sobre el 

metabolismo de M. oryzae, se estimaron los parámetros cinéticos en la fase de crecimiento 

exponencial (Tabla 4). Se observó que el crecimiento bacteriano a los 12 días de cultivo fue 

mayor (1.9 veces) en el medio con metanol con respecto al medio con sacarosa (Figura 

10). En este caso, la aplicación de corriente eléctrica tuvo un efecto más marcado que para 

el caso de Coccomyxa sp. y, al aumentar la intensidad, el crecimiento disminuyó 

significativamente con respecto a los respectivos controles, registrándose la menor 

producción de biomasa en los tratamientos con 15 mA.  

 

 

Figura 10. Curvas de crecimiento de M. oryzae sin tratamiento electroquímico (0 

mA) y tratada con una corriente eléctrica (5 y 15 mA), crecida en medio MS 

suplementado con triptófano (500 mg/L) y con (a) sacarosa o (b) metanol como 

única fuente de carbono. 
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Como se observa, tanto la fuente de carbono como el tratamiento electroquímico tuvieron 

un efecto significativo sobre la µ y el td. En los medios sin corriente eléctrica, el metanol 

aumentó la µ y disminuyó el td (~1 día) con respecto al medio con sacarosa. En los medios 

con sacarosa, la fase exponencial se registró hasta las 48 h de cultivo, excepto en el 

tratamiento con 15 mA, en donde hubo una fase Lag de 24 h y la bacteria creció 

exponencialmente hasta las 120 h. En el caso del metanol, no hubo cambios significativos 

en μ ni td por efecto del tratamiento con 5 mA con respecto al control sin corriente. Sin 

embargo, el tratamiento con 15 mA disminuyó significativamente la μ y aumentó el td en 2.5 

días con respecto al tratamiento control. La fase exponencial para el metanol se registró 

entre 0 y 120 h. La diferencia de velocidades de crecimiento tan marcadas entre la sacarosa 

y el metanol como únicas fuentes de carbono se puede deber al hábitat de la bacteria. 

Comúnmente se suelen encontrar especies de bacterias metilótrofas en la rizosfera, en la 

cual también se puede encontrar metanol como exudado radicular por parte de las plantas 

(Doornbos et al.  2012, Dourado et al. 2014), por lo que es de esperarse que estas bacterias 

estén más adaptadas a aprovechar esta fuente de carbono. Por otro lado, el efecto de la 

corriente eléctrica tuvo un efecto variado, siendo remarcable el efecto que tuvo en el medio 

con metanol como única fuente de carbono. En este medio, el efecto de la aplicación de la 

corriente eléctrica disminuyó significativamente la µ, llegando a disminuirla un 55% en el 

tratamiento con 15mA. 

 

 

Tabla 4. Efecto de la intensidad de corriente y la fuente de carbono en el medio de cultivo 

sobre la tasa específica de crecimiento (µ) y el tiempo de duplicación (td) de M. oryzae. 

Intensidad 
de corriente 

(mA) 

Fuente de 
carbono 

µ (días-1) td (días) R2 

0 
Sac. 0.258±0.078ab 2.899±1.05ab 0.989 

Met. 0.380±0.032a 1.832±0.157a 0.980 

5 
Sac. 0.427±0.073a 1.657±0.306a 0.985 

Met. 0.350±0.016a 1.984±0.088a 0.986 

15 
Sac. 0.221±0.054b 3.257±0.77ab 0.967 

Met. 0.167±0.054b 4.496±1.649b 0.961 

Los datos corresponden al promedio de tres repeticiones ± la desviación estándar. La 

R2 indica el ajuste para el rango de datos considerado para obtener µ y td. Letras 

diferentes por columna indican diferencias. Sac: Sacarosa, Met: Metanol 
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La tasa de crecimiento en el medio con metanol cuando M. oryzae fue tratada con 15mA 

fue más de 3 veces menor comparada con la velocidad en el mismo medio con biomasa 

tratada con 5mA, por lo que cuando el metanol es la única fuente de carbono el tratamiento 

con 15mA tuvo un efecto más marcado que en los medios con sacarosa. 

8.3.3 Producción de AIA 

Con el propósito de determinar el efecto de la corriente eléctrica sobre la producción de AIA 

por M. oryzae, se iniciaron cultivos en medio MS con Trp (500mg/L) y sacarosa o metanol 

como única fuente de carbono, utilizando como inóculo biomasa pretratada con bajas 

intensidades de corriente eléctrica (5 y 15 mA) durante 24 horas. Se realizaron 3 réplicas 

por tratamiento y se realizó un control sin corriente eléctrica. La concentración de AIA 

producido en ambos medios de cultivo fue similar. Sin embargo, en los medios con metanol 

se observó una disminución en la concentración de AIA a partir de los 7 días de cultivo, 

independientemente de la intensidad del tratamiento electroquímico (Figura 11). Cuando se 

usó sacarosa como fuente de carbono, la producción de AIA en el control se mantuvo sin 

diferencias significativas desde los 5 días. En los cultivos con inóculos tratados con 5 y 15 

mA se registró un aumento significativo en la concentración de AIA a los 12 días, 

independientemente de la intensidad aplicada (Tabla 5). 

 

Tabla 5. Efecto de la intensidad de corriente y la fuente de carbono sobre la producción de AIA 

por M. oryzae después de 12 días de cultivo* 

Intensidad de corriente 
(mA) 

Producción de AIA (µg/mL) 

Sacarosa (1.5 g/L) Metanol (0.5%, v/v) 

0 4.65 ± 1.99a 5.87 ± 2.38a 

5 7.22 ± 0.65a 4.30 ± 1.20a 

15 6.83 ± 2.49a 5.47 ± 1.73a 

* Los datos corresponden al promedio de tres repeticiones ± la desviación 

estándar. Letras diferentes por columna indican diferencias significativas. 
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Figura 11. Efecto de la intensidad del tratamiento electroquímico sobre la 

producción de ácido indolacético (AIA) por M. oryzae en medio Murashige-Skoog 

con (a) sacarosa o (b) metanol como fuente de carbono y triptófano como inductor 

de la producción de AIA. 

Un componente importante cuando se utiliza sacarosa como fuente de carbono es la 

posibilidad de la síntesis de compuestos que no deriven en AIA. La presencia de disacáridos 

como la lactosa o la sacarosa estimulan la producción de un polímero (Nath et al. 2008). La 

producción de este polímero, afecta además la producción de biomasa y la producción de 

AIA. Sin embargo, la producción de AIA en el medio con sacarosa resulta ser mayor que en 

el medio con metanol.  

8.4 Evaluación de la producción de AIA por un cocultivo inmovilizado 

Con la finalidad de comparar la producción de AIA entre el cocultivo alga-bacteria y el cultivo 

axénico de M. oryzae, se midió la producción de AIA durante 16 días y se analizó el efecto 

de la inmovilización sobre la producción de este compuesto. 

Después de 16 días de cultivo, no se encontraron diferencias significativas en la producción 

de AIA independientemente de la inmovilización del cocultivo obteniendo en promedio 5 

µg/mL (Figura 13). De acuerdo con lo expresado por de-Bashan et al. (2016), para el 

correcto establecimiento de un cocultivo, se requiere la proximidad entre los organismos. 

Por ese motivo, una de las estategias seleccionadas para este estudio fue la inmovilización 

de ambos organismos en perlas de alginato.  
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Figura 12. Crecimiento de Coccomyxa sp. en perlas de alginato a los 7 días de 

cultivo en medio MS líquido con 1.5 g/L de sacarosa (derecha). En la imagen de la 

izquierda se muestran las perlas recién inoculadas con el alga. 

En el caso particular de las condiciones de cultivo, se sabe que algunas especies de 

bacterias del género Methylobacterium son capaces de fijar nitrógeno atmosférico 

(Madhaiyan et al. 2015), por lo que los cocultivos de M. oryzae y Coccomyxa sp. bajo 

condiciones limitadas de nitrógeno podrían estimular el intercambio de nutrientes entre 

ambos microorganismos. Esta condicion puede no ser la mejor para la producción de AIA, 

ya que en las microalgas, las condiciones de limitación de nitrógeno reducen la producción 

de enzimas, como la subunidad β de la triptófano sintasa, y aumenta la concentración de 

otros compuestos como acidos grasos y almidón (Msanne et al, 2012). Así, la baja 

producción de triptófano, puede causar una disminución en la producción de AIA. Sin 

embargo, la acumulación de ácidos grasos puede ser aprovechada posteriormente. En 

cuanto a la produción de fitohormonas por Coccomyxa sp., por el género Coccomyxa, se 

reportó que la cepa MACC-535 de Coccomyxa sp. es capaz de producir AIA, IAM (indol 

acetamida) y diversas citoquininas que la microalga regula para su propio crecimiento, pero 

que pueden ser aprovechadas como biofertilizantes o mejoradores de suelos (Stirk et al, 

2013). Por lo tanto, al no encontrarse una diferencia significativa sobre la producción de AIA 

del cocultivo inmovilizado y el cocultivo libre se consideró que: (i) las condiciones de cultivo 

no fueron las adecuadas para establecer el intercambio nutrimental entre los 

microorganismos involucrados; (ii) que la microoalga no tiene un efecto significativo sobre 

la producción de AIA por M. oryzae; y (iii) Coccomyxa sp. consume parte del AIA, nivelando 

la concentración de este compuesto libre en el medio independientemende de si el cocultivo 

se inmovilizó o no, razón por la cual para los siguientes ensayos en los que se evaluó el 
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efecto del campo eléctrico sobre la producción de biomasa y AIA se decidió no continuar 

con la inmovilización. 

 

Figura 13. Efecto de la inmovilización en perlas de alginato sobre la producción de 

AIA por M. oryzae y el cocultivo alga-bacteria. Se muestra el promedio de 3 

muestras para cada tratamiento (n=3). 

8.5 Evaluación de los extractos obtenidos del cultivo sobre el crecimiento vegetal 

Para evaluar el efecto que tienen los extractos de los cultivos axénicos y en cocultivo sobre 

la germinación de semillas de rábano, se usaron las condiciones de cultivo seleccionadas 

en etapas previas. Para los cultivos axénicos (Coccomyxa sp. y M. oryzae) se utilizó una 

concentración inicial de inóculo de 1𝑥106 UFC/mL o células/mL sin pretratar y pretratado 

con la corriente eléctrica (15mA, 24h). Para el cocultivo, el inóculo de cada organismo fue 

de 0.5𝑥106 UFC/mL o células/mL sin pretratamiento y pretratada. Todos los cultivos se 

mantuvieron en incubación durante 21 días. Posterior a ese tiempo se obtuvieron los 

extractos y se midieron la concentración de biomasa, la producción de AIA y se realizaron 

los bioensayos.  

En la Figura 14 se muestra el efecto del campo eléctrico sobre el crecimiento de los cultivos 

axénicos y el cocultivo. Después de los 21 días de cultivo se observó un aumento en la 

concentración de biomasa del alga (Figura 14a) de aproximadamente 0.5 veces con 

respecto a los cocultivos, independiente del tratamiento electroquímico. Este 

comportamiento está ligado a la proporción de inóculo utilizado cada cultivo. Sin embargo, 

al comparar el crecimiento de los dos microorganismos en conjunto, estimado mediante la 
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DO, se registró un incremento significativo (37%) en la DO final (21 días) por efecto del 

tratamiento electroquímico. 

 

Figura 14.  Concentración promedio de biomasa de Coccomyxa sp. (a) y M. oryzae (b) 

para los cultivos axénicos y los cocultivos a los 21 días. Se muestra el promedio de 3 

muestras para cada tratamiento (n=3). Tratamientos (-) sin y (+) con corriente eléctrica (15 

mA); (A) Cultivos axénicos y en (C)cocultivo. 

Para poder comparar los datos de la producción de biomasa con respecto a la 

concentración de sustrato inicial, se calculó una relación de la biomasa producida con 

respecto a la concentración inicial de sustrato (YXSi). En la figura 15 se puede observar la 

relación YXSi para cada tipo de inóculo. Como se puede apreciar, la biomasa producida en 

los cocultivos con respecto a la concentración inicial de sacarosa fue mayor que en los 

cultivos axénicos. Además, observamos como el cultivo de M. oryzae previamente tratada 

electroquímicamente con concentraciones de sacarosa a 5g/L mejora el crecimiento y la 

eficiencia del cultivo. Este efecto resulta similar al observado en la caracterización de 

Coccomyxa sp. en el que, con el tratamiento electroquímico y sacarosa con una 

concentración de 5g/L observamos una µ mayor, lo que se podría traducir en una velocidad 

de crecimiento mayor.  

Estos resultados con respecto a la producción de biomasa y su relación con la 

concentración inicial de fuente de carbono implican que, tanto el tratamiento electroquímico 

seleccionado como la formación de cocultivos resultan en cultivos más eficientes con 

respecto a la concentración inicial de fuente de carbono. Sin embargo, durante este trabajo 

se continuó analizando como objetivo la producción de compuestos promotores de 

crecimiento vegetal. 
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Figura 15.  Relación biomasa producida con respecto a la concentración inicial de 

sustrato (YXSi) para Coccomyxa sp. (a) y M. oryzae (b) para los cultivos axénicos y los 

cocultivos a los 21 días. Se muestra el promedio de 3 muestras para cada tratamiento 

(n=3). Tratamientos (-) sin y (+) con corriente eléctrica (15 mA); (A) Cultivos axénicos y en 

(C)cocultivo. 

Se analizó el efecto de extractos obtenidos al final de los cultivos y cocultivos sobre la 

germinación, la elongación y el peso seco de los germinados de semillas de rábano (Tabla 

6). El AIA tiene un efecto positivo sobre la germinación y la elongación de las raíces, pero 

llega a inhibir su crecimiento dependiendo de la concentración y del tiempo de contacto 

(Leveau y Lindow, 2005), por lo que es de gran importancia analizar el efecto directo que 

tienen los extractos sobre semillas. Se encontró que, aunque se esperaba un índice de 

germinación del 96% (de acuerdo con el proveedor), la desinfestación de las semillas influyó 

negativamente en la geminación, reduciéndola alrededor de 10 unidades en los controles 

con agua destilada. Sin embargo, no se encontraron diferencias significativas por efecto de 

los diferentes extractos sobre esta variable. Para el caso de la elongación de raíces, medida 

a los 5 días de incubación a 26°C, se registró una disminución significativa (>28%) en los 

extractos con respecto a las semillas germinadas en agua (control). En el medio MS se 

observó una reducción del 28.3% en la elongación con respecto a las semillas control, 

mientras la variable disminuyó entre 55.4 y 71.0% en los extractos libres de células de los 

cultivos con respecto al control (Tabla 6). La disminución de la elongación de las raíces de 

rábano podría atribuirse a la disminución en los valores del pH en los extractos, ya que el 

pH tiene influencia sobre esta variable, encontrando generalmente óptimos entre 6.5 y 7. 

Como se puede observar, el medio donde se midió un valor de pH menor (bacteria con 

corriente eléctrica), se encontró también la menor elongación de raíz. Cuando se 
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observaron las raíces mediante el procesador de imágenes se observó que, aunque las 

raíces en contacto con los extractos tuvieron una menor longitud, su grosor fue mayor que 

los observados en el tratamiento control. De tal manera se estimó la relación peso-longitud 

para las semillas germinadas (Figura 16). 

 

 

Como se observa (Figura 15), el extracto con el que se obtuvo mayor relación peso-longitud 

fue el de M. oryzae tratada electroquímicamente, registrando un aumento significativo de 

más de 3 veces con respecto al control (agua). Esto indica que, a pesar de que el extracto 

no estimuló la elongación de las raíces, sí se favoreció su engrosamiento. Este efecto puede 

atribuirse a la producción de compuestos promotores de crecimiento vegetal, como auxinas 

y citocininas. De hecho, se ha reportado la producción de auxinas y citocininas (CKs) por 

muchas cepas del género Methylobacterium. Varias especies del género pueden secretar 

una amplia gama de CKs, entre ellas la forma más activa (trans-zeatina), en niveles 

mayores que otras BPCV (Palberg et al. 2022).  

Las CKs estimulan la división celular, la iniciación de brotes y el aumento de biomasa, 

además de incrementar la capacidad antioxidante, mientras que las auxinas estimulan el 

Tabla 6. Efecto de extractos de cultivos axénicos y cocultivos alga-bacteria de 21 

días sobre el índice de germinación, la elongación y el peso de raíces de semillas de 

rábano. Se muestra también el pH final de cada extracto.* 

Tratamiento 

Índice de 

germinación 

(%) 

Elongación de 

raíces (cm) 

Peso del 

germinado 

(g) 

pH 

Control 83.3±5.7a 2.386±0.528a 0.611±0.020a 6.80a 

Medio MS 83.3±20.8a 1.710±0.398b 0.595±0.024ab 5.82b 

Coccomyxa sp. (-) 70.0±17.3a 0.693±0.198c 0.563±0.017ab 4.91±0.04b 

Coccomyxa sp. (+) 83.3±11.5a 0.830±0.293c 0.565±0.008ab 4.95±0.20b 

M. oryzae (-) 80.0±10.0a 0.921±0.391c 0.580±0.007ab 5.51±0.09b 

M. oryzae (+) 76.6±5.7a 0.903±0.300c 0.569±0.004b 3.86±0.06d 

Cocultivo (-) 70.0±10.0a 1.063±0.344c 0.582±0.006ab 4.68±0.30bc 

Cocultivo (+) 63.3±11.5a 0.999±0.394c 0.578±0.027ab 5.34±0.74b 

*Se muestran los resultados promedio ± la desviación estándar de 3 cajas de Petri cada 

una con 10 semillas (n=3). Tratamientos sin (-) y con (+) corriente eléctrica (15 mA). 
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crecimiento de tallos y raíces y la producción de biomasa e inhiben el crecimiento de brotes 

laterales (Sytar et al. 2018). De tal manera, el incremento significativo de la relación peso-

longitud, particularmente en los cultivos con M. oryzae pueden relacionarse con la 

producción de AIA y, probablemente CKs (Figura 16). Asímismo, puede verse que el 

tratamiento electroquímico estimuló significativamente dicha variable y, de hecho, es donde 

se encontró la mayor concentración de AIA en el extracto. 

 

 

Figura 16.  Relación peso-longitud de raíces de rábano y producción de ácido indolacético 

(AIA) en extractos libres de células obtenidos después de 21 días de cultivo bajo diferentes 

condiciones. Tratamientos sin (-) y con (+) corriente eléctrica (15 mA); Letras diferentes 

indican diferencias significativas entre tratamientos en Relación peso-longitud. Asteriscos 

indican diferencias significativas entre tratamientos en AIA. 

La estimulación del crecimiento y la producción de diversos metabolitos por un tratamiento 

eléctroquímico es algo que se ha estudiado tanto en microalgas como en bacterias. En 

microalgas se ha visto como un tratamiento eléctrico de baja intensidad (31mA) aumentó la 

producción de triacilgliceroles por Chlorella sp. (Choi et al. 2019). También se observó que 

el efecto del tratamiento depende de la intensidad de la corriente y del tiempo de aplicación 

de la misma. En el presente trabajo se observó que el tratamiento eléctrico de 5 y 15mA 

aplicados durante 24 horas disminuyó significativamente el crecimiento. Sin embargo, un 

tratamiento de 100mA aplicados durante 1 minuto sobre Haematococcus pluvialis mejoró 
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la producción de biomasa y de compuestos antioxidantes (Kim et al. 2018). Esto indica que, 

al aplicar una corriente eléctrica sobre algunas microalgas se favorece la producción de 

compuestos de interés como lípidos y antioxidantes que, en un cocultivo, pueden 

intercambiarse mejorando el crecimiento y la producción de otros compuestos de interés 

(Cho et al. 2015).  

Aunque es necesario realizar más estudios con respecto al establecimiento de este 

cocultivo alga-bacteria en particular, tal que estimule la producción de compuestos 

promotores de crecimiento vegetal (CPCV), así como optimizar las condiciones para su 

producción, este estudio demuestra la capacidad de esta cepa de M. oryzae para producir 

dichos compuestos. Asímismo, los resultados indican que la aplicación de un campo 

eléctrico de baja intensidad (15mA) tiene un efecto favorable sobre la producción de CPCV. 

No obstante, aún es necesario conocer el tipo y la concentración de otros compuestos 

además del AIA, producidos por esta cepa de M. oryzae ya que, de acuerdo con lo reportado 

por Jorge et al. (2019) y Palberg et al. (2022), la especie oryzae del género se encuentra 

entre las cepas que más CKs produjeron en sus estudios, principalmente trans-zeatina. 
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9 Conclusiones 

 

1. Methylobacterium oryzae crece con metanol como única fuente de carbono, sin cambios 

significativos en la µ y el td en comparación con sacarosa; y que además produce ácido 

indolacético en presencia de triptófano. 

2. El incremento en la concentración de sacarosa (1.5 a 10 g/L) en el medio estimula el 

crecimiento de Coccomyxa sp. y disminuye su td. El uso de urea como única fuente de 

carbono y nitrógeno causa un incremento significativo el td del alga. 

3. En el medio con 5g/L de sacarosa, la aplicación de un campo eléctrico a células de 

Coccomyxa sp. estimula su crecimiento disminuyendo su td, independientemente de la 

intensidad del tratamiento (5-15mA). 

4. En el medio con sacarosa, el tratamiento de células de M. oryzae con un campo eléctrico 

de 5mA incrementa la µ, reduce el td y mejora la producción de AIA. El aumento en la 

intensidad del tratamiento causa una disminución en el tratamiento microbiano (15mA). 

5. El cocultivo mejora la producción de AIA y otros compuestos que promueven el 

crecimiento vegetal, así como la eficiencia de conversión de sacarosa a biomasa para 

ambos microorganismos. 

6. El tratamiento electroquímico en M. oryzae estimula la producción de AIA y otros 

compuestos que promueven el crecimiento vegetal. 
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11 Anexos 

Anexo 1. Curva estándar para la cuantificación de biomasa de Coccomyxa sp. 

Para el realizar la cuantificación de la biomasa a partir de la absorbancia, se obtuvieron 

valores de absorbancia y de concentración celular, con los cuales se construyó la gráfica 

mostrada en la figura A1: 

 

 

Figura A1. Curva patrón para calcular densidad celular de Coccomyxa sp. a partir de la 

densidad óptica. 

 

De acuerdo con la gráfica, se realizó una regresión lineal para obtener una ecuación que 

nos permita calcular la concentración celular de Coccomyxa sp. La ecuación obtenida es: 

# 𝑐é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠

𝑚𝐿
= 1.6𝑥107𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 − 7418  
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Anexo 2. Curva estándar para la cuantificación de biomasa de 

Methylobacterium oryzae. 

Para poder cuantificar las unidades formadoras de colonias de M. oryzae a partir de la 

densidad óptica de una muestra se construyó una curva patrón. Para ello se realizó un 

conteo en placa de un inóculo el cual también se le midió la densidad óptica realizando 

diferentes diluciones. Esto con la finalidad de demostrar la linealidad de la DO al realizar 

las diluciones seriadas que permitieron contar las unidades formadoras de colonias. 

 

Del conteo en placa se determinó que el inóculo tiene una concentración de 

5.54𝑥107 𝑈𝐹𝐶𝑠/𝑚𝐿, mientras que el mismo inóculo tenía una densidad óptica de 0.6063. 

Este inóculo al ser diluido mantuvo la linealidad por lo que mientras las tenga una densidad 

óptica de 0.6063 o menor, se va a mantener la relación entre su concentración celular y la 

densidad óptica. De esta forma, la relación de UFCs vs DO queda de la siguiente forma: 

𝑈𝐹𝐶

𝑚𝑙
= 9.137𝑥107(𝐴𝑏𝑠)  

Esta ecuación es válida siempre que la muestra tenga una densidad óptica menor a 0.6063, 

ya que es el la región donde nosotros demostramos la linealidad. 

  

 

Figura A2. Gráfica de Densidad óptica vs la proporción de inóculo 
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Anexo 3. Determinación de ácido indol acético (AIA)  

Para la cuantificación del ácido indol acético a partir de la absorbancia a 530 nm tratada 

con el reactivo de Salkowski, se construyó la curva patrón mostrada en la figura A3. 

Esta curva patrón se construyó con soluciones con concentraciones de AIA que fueron 

desde los 0.23 µg/mL hasta los 7.65 µ/mL. A partir de la regresión lineal de dicha curva se 

obtuvo la ecuación que nos permitió calcular la concentración de AIA en una muestra a 

partir de la densidad óptica.  

 

 

Figura A3. Curva patrón de 

 

𝑚𝑔 𝐴𝐼𝐴

𝐿
=  44.843 𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 
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