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OD    Densidad óptica 

PA    Parte aérea 

PS     Peso seco 

PF     Peso fresco 

R    Raíz 

Tª     Temperatura 



Resumen 

El objetivo de este trabajo fue determinar si los inhibidores de la nitrificación (IN) 

(DMPP y MHPP) pueden modificar el establecimiento de la simbiosis, así como 

el desarrollo y funcionamiento de los nódulos en plantas de guisante y alfalfa. En 

primer lugar, se analizó el efecto de los IN sobre el crecimiento de los rizobios 

en vida libre, donde observamos que los rizobios pueden crecer en presencia de 

los IN. En cuanto al estudio del establecimiento de la simbiosis, los resultados 

obtenidos en este trabajo de investigación mostraron que los IN no tienen un 

efecto sobre la fisiología de los cultivos. Además, se confirmó por primera vez 

que el inhibidor MHPP se degrada por acción biológica tras un periodo corto de 

tiempo. 

Palabras clave: Guisante, Alfalfa, DMPP, MHPP, HPPA, Fisiología vegetal. 

 

Abstract 

The objective of this experiment was to determine if the nitrification inhibitors (NIs) 

(DMPP and MHPP) can modify the establishment of the symbiosis, as well as the 

development and functioning of nodules in pea and alfalfa plants. First, the effect 

of NIs on the growth of rhizobia in free living culture was analyzed, where we 

observed that rhizobia can grow in the presence of NI. Regarding the study of the 

establishment of symbiosis, the results obtained in this research work showed 

that NIs do not have an effect on the physiology of crops. In addition, it was 

confirmed for the first time that the MHPP inhibitor is degraded by biological 

action after a short period of time. 

Keywords: Pea, Alfalfa, DMPP, MHPP, HPPA, Plant Physiology. 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1. EL NITRÓGENO 

 En el medio ambiente, uno de los elementos más abundantes es el 

nitrógeno (N). Está presente en diferentes formas en el suelo, en los seres vivos 

y en la atmósfera, esta última siendo considerada como la principal fuente de N 

(ya que constituye, aproximadamente, el 80%). El conjunto de intercambio entre 

estos tres reservorios de N se denomina como el ciclo biogeoquímico del N 

(Figura 1), y ocurre mediante procesos físico-químicos y biológicos (Coskun et 

al., 2017; Aldasoro, 2017). A pesar de que la litosfera representa la mayor 

reserva de N, no tiene una participación muy significante en el ciclo del N una 

vez que se encuentra retenido en rocas, de este modo la principal fuente de N 

para las plantas proviene del gas dinitrógeno atmosférico (N2 atmosférico) 

(Muñoz-Azcárate, 2014). 

 Para que este N2 atmosférico entre en el ciclo del N y pueda ser fijado por 

las plantas es necesario que sufra algunas transformaciones (Fig. 1). El N2 puede 

ser fijado a través de la oxidación provocada por las descargas eléctricas de las 

tormentas a ácido nítrico en presencia de oxígeno (O2) y vapor de agua, sin 

embargo, la mayor parte es fijado por los microorganismos (Aparicio-Tejo et al., 

2013). La fijación del N2 atmosférico por microorganismos se da mediante la 

fijación biológica de nitrógeno (FBN) a través del complejo enzimático 

nitrogenasa. Además de estos dos procesos de reducción del N2 atmosférico, 

hay una tercera, que es la principal vía de producción de fertilizantes 

nitrogenados: el proceso industrial de Haber-Bosh, en que el N2 es reducido a 

amoníaco (NH3) por el hidrógeno (H2) a elevada presión y temperatura (Tª) 

(Aparicio-Tejo et al., 2013; Aldasoro, 2017). 

En las plantas, el N es considerado como el principal nutriente después 

del carbono (C), del hidrógeno (H) y del oxígeno (O). Es esencial para el proceso 

fotosintético, además de formar parte de las biomoléculas como proteínas, 

ácidos nucleicos, alcaloides y porfirinas (Frink et al., 1999). Las plantas absorben 

el N del suelo en forma de nitrato (NO3
-) y amonio (NH4

+) o bien por reducción 

del N2 estableciendo asociaciones simbióticas con diversas bacterias (Aparicio-

Tejo et al., 2013). Estas bacterias pertenecen a los dominios filogenéticos 

Archaea (arqueobacterias) y Eubacteria (bacterias) y pueden reducir el N2 tanto 

en vida libre como en asociaciones simbióticas con plantas (dentro de los 

nódulos de las raíces de las plantas) (Coskun et al., 2017).  

Otros procesos importantes en el ciclo del N se presentan en la Fig. 1. El 

proceso de nitrificación ocurre cuando el NH4
+ es oxidado por microorganismos 

del suelo (Nitrosomonas y Nitrobacter) y produce hidroxilamina (NH2OH), nitrito 

(NO2
-) y NO3

- (Van Kessel et al., 2015). La desnitrificación es el proceso inverso, 

y es responsable de la salida de N de los ecosistemas como N2. Este proceso 

lleva consigo la formación de NO2
-, óxido nítrico (NO) y óxido nitroso (N2O) y está 
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catalizado por bacterias, arqueas y hongos (Muñoz-Azcárate, 2014; Van Kessel 

et al., 2015). 

El proceso de conversión del N orgánico en NH4
+ se denomina 

amonificación, a través del cual bacterias y hongos presentes en el suelo 

mineralizan y convierten las diferentes formas de N orgánico en inorgánico (Fig. 

1). En la Fig. 1, también se muestra la cantidad de N en millones de toneladas 

presentes en cada etapa (Aparicio-Tejo et al., 2013, Muñoz-Azcárate, 2014). 

 
Figura 1. Ciclo del N – Principales procesos y relaciones; cifras correspondientes a 

millones de Tm de N (Aparicio-Tejo et al., 2013). 

 

Para una producción alimentaria más sostenible y buscando disminuir la 

contaminación difusa promovida por las actividades agrícolas, es imprescindible 

la búsqueda de una mejora en la eficiencia del uso del nitrógeno en el sistema 

agrícola. La mayor inquietud se debe sobre todo por los impactos ambientales 

causados por el N en la agricultura, como la creciente contaminación de aguas 

superficiales y subterráneas por nitratos, además de la contaminación 

atmosférica provocada por los gases nitrogenados (óxidos de nitrógeno NOx, 

NH3 y N2O), que favorecen el efecto invernadero, la lluvia acida y al deterioro de 

la capa de ozono (Wang et al., 2021). Controlar las pérdidas de N a fin de evitar 

mayores impactos ambientales, hacen que la búsqueda de métodos y 

alternativas aplicadas a los cultivos sean una estrategia imprescindible en la 

actualidad (IPCC, 2021).  
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1.2. LAS LEGUMINOSAS 

 Las leguminosas son miembros de la familia Leguminosae. Dentro de las 

angiospermas constituyen la tercera mayor familia por número de especies 

(Azani et al., 2017), y además se consideran el cultivo para alimentación más 

importante después de los cereales (Liew et al., 2014). Desde los orígenes de la 

agricultura se evidencia la importancia de las leguminosas para la alimentación 

humana y animal, así como para la salud y productividad del suelo. Además de 

los usos como forraje y estiércol verde, en los países en desarrollo las 

leguminosas son una fuente económica de proteínas y micronutrientes en 

comparación con las proteínas animales. La horticultura y la medicina también 

se benefician del cultivo de leguminosas, así como la industria de barnices y 

pinturas (Azani et al., 2017). 

En la actualidad debido a la necesidad de producir más alimentos para 

una población mundial en crecimiento y con el avance de la agricultura moderna, 

el uso intensivo de fertilizantes inorgánicos y riego ha aumentado 

exponencialmente a fin de aumentar el rendimiento de los cultivos (Meena y Lal, 

2018). En este sentido, las leguminosas son primordiales en los sistemas de 

cultivo pues además de servir como una fuente alimentaria y nutricional, también 

auxilian en el mantenimiento del suelo sin comprometer el potencial de fertilidad 

y productividad a largo plazo, ya sea como monocultivos, en rotación de cultivos 

o en siembra intercalada (Embrapa, 2007; Meena y Lal, 2018).  

Cuando se utilizan en rotación con otras especies de cultivo, los cultivos 

de leguminosas pueden restaurar las existencias de carbono orgánico del suelo, 

minimizar la incidencia de plagas y enfermedades (Deakin y Broughton, 2009), 

además de disponer de la capacidad biológica de fijar N2 en simbiosis con 

bacterias del suelo, lo que supone una reducción en el uso de fertilizantes y una 

mejora en la cantidad de N en el suelo. Sin embargo, es importante señalar que, 

en suelos con alto contenido de N, no es imprescindible para el desarrollo de la 

planta el establecimiento de la simbiosis entre leguminosas y rizobios (Aldasoro, 

2017). 

 De esta manera, las leguminosas influyen en la salud y nutrición por ser 

uno de los alimentos más nutritivos del mundo; en la seguridad alimentaria por 

ser un cultivo de coste bajo y que pueden ser cultivadas en un rango amplio de 

clima y suelo, influyen también en la biodiversidad, teniendo en cuenta que 

mejoran el suelo y la cantidad de N presente en él, y sobre todo en el cambio 

climático, por su capacidad de absorción, contribuyendo en la reducción de los 

gases de efecto invernadero (Meena y Lal, 2018; Powers y Thavarajah, 2019). 

 

1.2.1. Cultivo de guisante (Pisum sativum L.) 

 El guisante es la leguminosa de grano de clima templado más 

comúnmente cultivada en Europa, debido a su mayor potencial de rendimiento 
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en comparación con otras leguminosas. Debido a su gran flexibilidad de 

utilización (como grano, ensilado o heno) su valor potencial aumenta tanto para 

la agricultura convencional como para la ecológica (Pecetti et al., 2019). La 

producción mundial de guisantes secos en 2019 fue de más de 14,1 millones de 

toneladas, siendo los principales productores Canadá, Rusia y China (FAOstat, 

2021). España es responsable de producir alrededor de 290 mil toneladas de 

guisantes secos y verdes y tiene un rendimiento de 8 mil kg/ha, 

aproximadamente (FAOstat, 2021). 

La temperatura óptima para el crecimiento de guisante es de 18 a 22°C, 

además es una especie que se puede cultivar durante todo el año. Se adapta a 

diversos tipos de suelo, aunque es sensible a la acidez y a la salinidad. El rango 

ideal del pH del suelo para este cultivo es de 6,0 a 7,5 (Dhall, 2017). El guisante 

contiene tallos trepadores y angulosos y una altura que varía hasta 2 m 

dependiendo de la variedad. Tiene un sistema radicular poco desarrollado en 

conjunto y sus hojas tienen foliolos en pares y terminan en zarcillos que se 

sujetan a los tutores durante su crecimiento (Peralta y González, 2009).  

El cultivo de guisante sin ninguna aplicación de fertilizante nitrogenado 

tiene la capacidad de acumular hasta el 65-75% de N2 debido a la FBN (Corre-

Hellou y Crozat, 2005). La nodulación es caracterizada por la simbiosis con la 

bacteria del género Rhizobium leguminosarum, formando nódulos 

indeterminados, con lo cual permite un aporte mínimo de N (Aparicio-Tejo et al., 

2013; Muñoz-Azcárate, 2014). 

 

1.2.2. Cultivo de alfalfa (Medicago sativa L.) 

 Considerada como la especie forrajera más cultivada e importante en 

muchos países del mundo, la alfalfa es principalmente utilizada por la industria 

ganadera para la alimentación animal debido a su alto contenido en proteínas y 

potencial de producción de biomasa (Radovic et al., 2009; Delic et al., 2010). La 

producción mundial de heno de alfalfa (forma más utilizada tradicionalmente) fue 

alrededor de 210 millones de toneladas en 2017, y se espera un incremento 

anual de 7% hasta 2023 (Reseach and Markets, 2021). Los principales 

productores de alfalfa a nivel mundial son Estados Unidos y España (Research 

and Markets, 2021). Pasados tres años de baja producción, en 2019/20 España 

produjo 1.4 millones de toneladas de alfalfa (AEFA, 2020). 

 El cultivo óptimo de la alfalfa se da en localidades de clima templado, 

donde la temperatura varía entre 18 y 28°C. Es una especie que tiene tolerancia 

al calor y a suelos salinos, pero no al encharcamiento, y el pH del suelo debe 

estar en el rango de 6,6 y 7,5 (Canals et al., 2009). La alfalfa presenta hojas 

trifoliadas, con estípulas que crecen juntas al pecíolo, las flores son de color 

violeta y las vainas enrolladas. Tiene un sistema de enraizamiento profundo, 
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presentando una raíz robusta y con múltiples raíces secundarias (Peralta y 

González, 2009; Canals et al., 2009). 

 La nodulación es caracterizada por la simbiosis con la bacteria del género 

Ensifer meliloti formando nódulos indeterminados (Aparicio-Tejo et al., 2013). 

 

1.3. FIJACIÓN BIOLÓGICA DEL NITRÓGENO (FBN) 

En agricultura, la producción de cultivos requiere grandes cantidades de 

N para mantener y garantizar un buen crecimiento, desarrollo y rendimiento de 

los cultivos. La eficiencia del uso de nitrógeno (EUN), o sea, la fracción de 

nitrógeno aplicado que es absorbida y utilizada por la planta, es muy pobre en 

los sistemas agrícolas actuales, lo que supone un aporte mayor de fertilizantes 

nitrogenados para garantizar la demanda de producción y el rendimiento de los 

cultivos (Ladha et al., 2005).  

A nivel mundial, aproximadamente 70% del N aplicado en los sistemas de 

cultivo no son absorbidos por las plantas y se pierden hacia el medio ambiente, 

contribuyendo en la contaminación y al cambio climático, promoviendo cambios 

en la productividad y en la biodiversidad de los ecosistemas (Ladha et al., 2005; 

Cassman et al., 2002; IPCC, 2021). Las pérdidas de los fertilizantes nitrogenados 

se dan en el medio ambiente por la volatilización del NH3, por la nitrificación y 

desnitrificación, resultando en NO3
- y N2O, uno de los principales gases del 

efecto invernadero, capaz de retener 300 veces más el calor del dióxido de 

carbono (CO2) (Coskun et al., 2017; IPCC, 2021; Wang et al., 2021). 

Según Wang et al. (2021), mejorar la EUN y reducir el impacto negativo 

del N en el medio ambiente se ha convertido en un tema de interés global. La 

búsqueda de nuevas tecnologías y estrategias debe ser constante, para poder 

controlar la nitrificación en los cultivos, disminuir la huella de N, las emisiones de 

N2O y ampliar la eficiencia en el uso de fertilizantes nitrogenados (Ruser y 

Schulz, 2015). Una alternativa ecológica y económica para mejorar la EUN es la 

utilización de leguminosas por su FBN, que les permite colonizar suelos con baja 

disponibilidad de N, o que incluso carecen de él (Muñoz-Azcárate, 2014). 

De manera general, el proceso de FBN es considerado como un proceso 

de alto coste energético catalizado por el complejo enzimático nitrogenasa, que 

busca romper el triple enlace del N2 molecular para generar dos moléculas de 

NH3. Este proceso es llevado a cabo exclusivamente por algunos organismos 

procariotas que se encuentran en el suelo denominados diazotrofos, y se 

encuentran prácticamente en cualquier hábitat, comprenden tanto bacterias de 

vida libre como organismos capaces de establecer una simbiosis con plantas, 

normalmente leguminosas (Burén et al., 2020).  

La capacidad de un organismo para fijar el N puede determinarse 

experimentalmente a través de la medida del isótopo 15N2 en un organismo, o 
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bien por la presencia de genes que codifican las proteínas fundamentales para 

la síntesis de la nitrogenasa (genes nif). En presencia de oxígeno, la actividad 

nitrogenasa se inhibe rápidamente, por este motivo, los organismos diazotrofos 

son normalmente anaerobios estrictos o facultativos, además son capaces de 

crear ambientes microaeróbicos para proteger la nitrogenasa (Aparicio-Tejo et 

al., 2013; Muñoz-Azcárate, 2014). 

 

1.3.1. Simbiosis rizobio-leguminosa  

La simbiosis fijadora de N2 más importante y estudiada desde el punto de 

vista económico es aquella que se establece entre miembros de la familia 

Leguminosae y las bacterias de los géneros Rhizobium, Ensifer, Bradyrhizobium, 

Azorhizobium, Mesorhizobium (comúnmente llamados rizobios) (Aparicio-Tejo et 

al., 2013).   

Los rizobios también se encuentran en los suelos como organismos de 

vida libre, sin embargo, en condiciones de baja disponibilidad de N sucede un 

intercambio de señales que derivan en el establecimiento de la simbiosis rizobio-

leguminosa (Taiz et al., 2015). Una vez establecida la simbiosis, los rizobios 

inducen el desarrollo de un nuevo órgano en la planta, llamado nódulo, que es 

donde tiene lugar el proceso de FBN (Aldasoro, 2017). 

La clasificación de los principales rizobios capaces de establecer la 

simbiosis con leguminosas se presenta en la Tabla 1. El género Rhizobium se 

caracteriza por formar nódulos en leguminosas provenientes de climas 

templados, y su crecimiento se da relativamente rápido en medios de cultivo 

ácidos. Ensifer tiene características semejantes al Rhizobium, sin embargo, al 

ser un género que se ha incluido desde hace poco todavía se hace necesario 

nuevos debates y estudios. Bradyrhizobium tiene un crecimiento lento y forma 

nódulos en leguminosas de climas tropicales y subtropicales. Mesorhizobium 

tiene un crecimiento intermedio entre Rhizobium y Bradyrhizobium. (Aparicio-

Tejo et al., 2013). 
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Tabla 1. Clasificación de los principales rizobios que forman nódulos en leguminosas 
(Aparicio-Tejo et al., 2013). 

Género Especie Leguminosa huésped 

Rhizobium 

leguminosarum 
- Biovariedad viciae  
 
 
- Biovariedad phaseoli 
  
- Biovariedad trifolii  
 

etli 
 
tropici 

 
Pisum sativum (Guisante), 
Lathyrus, Lens, Vicia 
 
Phaseolus vulgaris 
 
Trifolium 
 
P. vulgaris 
 
P. vulgaris, Leucaena, Onobrychis 

Ensifer 

meliloti 
 
 
fredii 
 
 
medicae 

Medicago sativa (Alfalfa), M. 
truncatula, Trigonella 
 
Glycine max, P. vulgaris, Vigna 
radiata, V. unguiculata, Cajanus 
 
Medicago spp. 

Bradyrhizobium japonicum G. max, G. soja 

Azorhizobium caulinodans Sesbania rostrata 

Mesorhizobium 
loti 
 
ciceri 

Lotus japonicum, L .corniculatus 
 
Cicer arietinum 

 

1.3.1.1. Proceso de infección y organogénesis 

En términos generales, la formación de nódulos simbióticos fijadores de 

N2 requiere dos procesos de desarrollo: organogénesis de nódulos e infección 

bacteriana. Los rizobios colonizan naturalmente la rizosfera, metabolizando los 

compuestos orgánicos secretados por las raíces de las plantas. El éxito de la 

interacción simbiótica se basa en el diálogo molecular entre la planta y la bacteria 

(Oldroyd, 2013), de esta manera, el primer paso en el proceso simbiótico es la 

aproximación del rizobio a la raíz de la planta huésped a través del intercambio 

de señales (Deakin y Broughton, 2009). En condiciones de bajo N, las raíces de 

las leguminosas exudan compuestos flavonoides e isoflavonoides, que inducen 

la producción por rizobios de factores de nodulación (Factores Nod) (Ferguson 

et al., 2010). Los factores Nod son esenciales para el proceso de infección y la 

organogénesis del nódulo, pues activan la vía de señalización de la simbiosis, 

inducen la deformación del pelo radicular, estimula el desarrollo de los nódulos 

y dan inicio al proceso de infección (Downie, 2014).  

Las bacterias ingresan en las plantas a través de deformaciones del pelo 

radical inducidas por los factores Nod. La pared celular de la planta se degrada 

por la acción de las enzimas tanto de la planta como del rizobio, es decir, las 

celulasas (Oldroyd et al., 2011). A través de la ruptura de la capa de células 

epidérmicas, los rizobios entran en la raíz y se multiplican dentro de estos focos 
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de infección, y eventualmente invaden las células vegetales (Deakin y 

Broughton, 2009). 

El proceso de infección continúa con la formación y desarrollo del cordón 

de infección que se funde a la membrana plasmática y permite que los rizobios 

infecten las vesículas de la membrana vegetal (Taiz et al., 2015; Aldasoro, 2017), 

al mismo tiempo los rizobios avanzan y se multiplican. Simultáneamente a este 

proceso de infección, se produce la inducción de la división celular en la corteza 

de la raíz, formando el nódulo primordial (Figura 2). Durante la infección 

intracelular de las células de los nódulos, cuando el cordón de infección alcanza 

el nódulo primordial, los rizobios se diferencian en "bacteroides" y se liberan por 

endocitosis de la membrana de la planta, denominada membrana 

peribacteroidea o membrana del simbiosoma. La membrana junto con las 

bacterias que rodea forma una estructura llamada simbiosoma, en el cual los 

rizobios siguen creciendo y dividiéndose junto con la membrana del simbiosoma 

para finalmente diferenciarse en bacteroides fijadores de N2 (Udvardi y Poole, 

2013; Downie, 2014).  

 

 
Figura 2. Proceso de desarrollo de nódulos radiculares determinados e 

indeterminados (adaptado de Kazmierczak et al., 2020). 

 

Existen dos tipos de nódulos predominantes en las leguminosas (Fig. 2), 

nódulos determinados e indeterminados. El tipo de nódulo depende de la planta 

hospedante y está definido por el patrón de desarrollo del meristemo del nódulo 

(Oldroyd, 2013). Los nódulos determinados son esféricos ya que las divisiones 

celulares ocurren solo durante un corto período de tiempo y exportan 

compuestos de N en forma de ureidos. Los nódulos determinados no tienen un 

meristemo persistente y, por tanto, sus células invadidas se encuentran todas en 

una fase de desarrollo similar (Popp y Ott, 2011). Generalmente se forman en 
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leguminosas tropicales como la soja o el frijol común (Gibson et al., 2008; 

Kazmierczak et al., 2020). Por lo general, los simbiosomas contienen dos o más 

bacteroides, mientras que los nódulos indeterminados contienen un único 

bacteroide (Oldroyd et al., 2011).  

Los nódulos indeterminados tienen forma cilíndrica y exportan 

compuestos de N en forma de amidas, principalmente glutamina y asparagina. 

Las células de la corteza que forman el nódulo primordial continúan dividiéndose 

de forma perpendicular a la raíz. Contienen un meristemo persistente que genera 

continuamente células nuevas y divisiones corticales, de esta manera, dentro de 

un mismo nódulo indeterminado se observa diferentes fases de desarrollo (Fig. 

2): la zona de división, zona de invasión, zona de fijación de N2 y la zona 

senescente. Son característicos de leguminosas de climas templados, como el 

guisante y la alfalfa. (Gibson et al., 2008; Kazmierczak et al., 2020). En los 

nódulos de las leguminosas un requisito esencial para la fijación de N2 es la 

liberación de los bacteroides de los cordones de infección (Aparicio-Tejo et al., 

2013).   

 

1.3.2. Nitrogenasa 

La FBN ocurre cuando el N2 atmosférico es reducido por el complejo 

enzimático nitrogenasa y es convertido en NH3. La reacción requiere un alto 

coste energético para romper el triple enlace de la molécula de N2 atmosférico, 

y necesitan acumular 8 electrones para poder hidrolizar 16 moléculas de ATP y 

reducirlo a NH3. La reacción de la nitrogenasa tiene como estequiometría: 

N2 + 8H+ + 8e- + 16 MgATP → 2NH3 + H2 + 16 MgADP + 16 Pi 

Al reducir una molécula de N2 atmosférico, la nitrogenasa produce una 

molécula de hidrógeno (H2) como subproducto de la reducción de protones 

excedentes. El H2 producido en la reacción hace que se reduzca en un 25% 

(Skizim et al., 2012) la eficiencia de la nitrogenasa y al mismo tiempo también 

supone una ineficiencia energética hacia la relación rizobio-leguminosa. Algunas 

cepas de rizobios disponen del gen de captación de H2 (Hup) para codificar la 

enzima hidrogenasa. Esta enzima hidrogenasa permite que las bacterias 

recuperen parte de la energía perdida en el proceso de reducción. La mayoría 

de los rizobios liberan el H2 al exterior durante la reacción de la nitrogenasa por 

no poder metabolizarlo, o sea, los nódulos no expresan ni poseen el gen Hup, 

en este caso de denominan cepas Hup-. Sin embargo, algunos rizobios son 

capaces de reciclar este H2 producido a través de la captación de la hidrogenasa 

en el interior de los nódulos (cepas Hup+) y generar electrones para auxiliar en 

la reducción del N2 atmosférico, mejorando así la eficiencia energética de la FBN 

(Annan et al., 2012; Brito et al., 2005; Muñoz-Azcárate, 2014). 
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El complejo enzimático de la nitrogenasa consta de dos metaloproteínas, 

codificadas por los genes nif: la dinitrogenasa reductasa (componente II o Fe-

proteína) y la dinitrogenasa (componente I o MoFe-proteína): 

 La Fe-proteína es un homodímero con una masa molecular comprendida 

entre 30 y 72 kDa dependiendo del organismo, y está codificada por el 

gen nifH (Tabla 2). Cada subunidad contiene un centro de hierro-azufre 

[4Fe-4S] que auxilia en las reacciones redox hacia la reducción de N2 a 

NH3, además cada subunidad contiene dos zonas de unión a moléculas 

de MgATP (Muñoz-Azcárate, 2014; Burén et al., 2020). 

 La MoFe-proteína es un heterodímero con una masa molecular que oscila 

entre 180 y 235 kDa dependiendo del organismo, compuesto por dos 

subunidades de tipo α y β, codificadas respectivamente por los genes nifD 

y nifK (Tabla 2). Cada par αβ está compuesto de hierro y molibdeno y es 

denominado cofactor FeMo o FeMoco. Los cofactores de las unidades α 

y β son responsables de formar el centro activo de la nitrogenasa, donde 

tiene lugar la reducción de N2 molecular a NH3 (Muñoz-Azcárate, 2014; 

Burén et al., 2020).  

 

Tabla 2. Funciones de los genes nif en la FBN (adaptado de Burén et al., 2020). 

Genes nif Funciones en la FBN 

nifA Gen regulador 

nifB Cataliza el precursor del FeMoco que contiene Fe-S 

nifDK Subunidades α y β de la dinitrogenasa 

nifH Dinitrogenasa reductasa 

nifM Auxilia en la maduración de nifH 

nifQ Incrementa Mo en el FeMoco 

 

En resumen, para el funcionamiento de la nitrogenasa se activan diversas 

reacciones que requieren un gasto de energía en forma de ATP. Para que 

empiece el proceso de óxido-reducción, una ferrosulfoproteína conocida como 

ferredoxina actúa como donadora de electrones para la Fe-proteína. La unión de 

moléculas MgATP hace que la Fe-proteína se asocie a la MoFe-proteína y los 

electrones transferidos hidrolizan el ATP y produce la reducción de la MoFe-

proteína (Figura 3). Cada electrón donado promueve la hidrolisis de dos 

moléculas de MgATP a ADP, de esta manera, la MoFe-proteína mantiene su 

poder reductor para numerosos sustratos, aunque de manera natural, reacciona 

solo con N2 y H+ (Aparicio-Tejo et al., 2013; Muñoz-Azcárate, 2014; Burén et al., 

2020). 
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Figura 3. Complejo enzimático de la nitrogenasa (adaptado de Taiz et al., 2015). 

 

El complejo nitrogenasa es extremamente sensible a la presencia de O2, 

ya que en concentraciones elevadas modifica las Fe-proteínas que conforman el 

complejo enzimático. Por ello, los nódulos de leguminosas necesitan mantener 

un entorno microaeróbico dentro de su zona central que contiene los bacteroides 

(Arrese-Igor et al., 2011). Con eso, los nódulos han desarrollado mecanismos 

capaces de regular la concentración del O2 para que la tasa respiratoria en los 

bacteroides sea suficiente, garantizando así su correcto funcionamiento. Esto es 

posible por la presencia de una barrera de difusión de O2, y también por una 

proteína denominada leghemoglobina (Lb). La presencia de hierro en esta 

proteína es el responsable por dar a los nódulos un color rosado, característicos 

de ellos (Denison y Harter, 1995; Aparicio-Tejo et al., 2013). 

 

1.4. INHIBIDORES DE LA NITRIFICACIÓN 

Los inhibidores de la nitrificación (IN) son compuestos que retrasan la 

oxidación del NH4
+ a NO2

- al reducir durante un cierto período de tiempo las 

actividades de las bacterias Nitrosomonas en el suelo (Figura 4) (Trenkel, 2010). 

Como resultado, mejoran la EUN y reducen el impacto ambiental causado por el 

N (Ruser y Schulz, 2015).  



12 

 

 
Figura 4. Esquema de acción de los inhibidores de la nitrificación (Trenkel, 2010). 

 

Muchos compuestos orgánicos sintéticos y de origen natural pueden 

actuar como IN (Subbarao et al., 2015), siendo los más utilizados la nitrapirina, 

la diciandiamida (DCD) y el 3,4-dimetilpirazol fosfato (DMPP) (Ruser y Schulz, 

2015). Estos IN sintéticos suprimen específicamente la vía de la enzima amonio 

monooxigenasa (AMO) dentro de la nitrificación (Subbarao et al., 2008). Sin 

embargo, para una eficiencia en la inhibición de la nitrificación en los cultivos es 

necesario el uso de grandes cantidades de estos inhibidores. Diversos factores 

hacen que el uso de IN en los sistemas agrícolas todavía sea muy criticado y 

limitado, como, por ejemplo: baja solubilidad en agua, susceptibilidad a la 

lixiviación, costos relativamente altos y por un posible impacto negativo en las 

comunidades microbianas del suelo (Coskun et al., 2017; Raza et al., 2021).  

Además de los IN sintéticos, una amplia gama de cultivos (sorgo, arroz, 

trigo y maíz) son capaces de producir inhibidores biológicos de la nitrificación 

(IBN) por exudados de las raíces o después de la descomposición de los brotes, 

esto ocurre debido a la competitividad por el N presente en el suelo y la búsqueda 

de una mejora en la absorción y asimilación de N de las plantas (Subbarao et al., 

2015; Coskun et al., 2017). El proceso de inhibición biológica de la nitrificación 

es un fenómeno ecológico único que ocurre en la rizosfera de las plantas, en el 

cual los metabolitos secundarios exudados por las raíces inhiben la nitrificación 

al suprimir las vías enzimáticas de la AMO y la hidroxilamina oxidorreductasa 

(HAO) en Nitrosomonas (Subbarao et al., 2008; Subbarao et al., 2015). 

Al reducir la tasa de nitrificación, los IBN también disminuyen las pérdidas 

de N por lixiviación y desnitrificación, lo que resulta en una mayor disponibilidad 

de N, que a su vez mejora la fertilidad del suelo y proporciona una ventaja a las 

especies que prefieren absorber NH4
+ (Raza et al., 2021). Algunos de los 

principales IBN derivados de compuestos exudados por las raíces de las plantas 

son los exudados del sorgo: la sorgoleona, la sakuranetina y el 3-(4-hidroxifenil) 

propionato de metilo (MHPP) (Subbarao et al., 2013). 

Dado que en sistemas de cultivos mixtos o en sistemas de rotación de 

cultivos con leguminosas los IN pueden estar presentes en suelo y afectar a la 

simbiosis rhizobium-leguminosa, hasta el momento hay poca información con 
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relación a estos posibles efectos, de esta manera, se hace necesario más 

estudios y revisiones sobre los IN y los IBN.  

 

2. OBJETIVOS  

 Determinar si los IN (DMPP y MHPP) pueden modificar el establecimiento 

de la simbiosis, así como el desarrollo y funcionamiento de los nódulos, 

afectando así a la fisiología de la planta y al rendimiento de las 

leguminosas.  

 

3. MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1. CRECIMIENTO Y ANÁLISIS DE RIZOBIOS EN VIDA LIBRE  

Las cepas bacterianas utilizadas en este estudio fueron Rhizobium 

leguminosarum bv. viciae NLV8 y Ensifer meliloti 2011.  

Para el crecimiento rutinario de las bacterias se utilizó el cultivo YEM 

(Yeast Extract Mannitol, Vincent, 1970), cuya composición es: K2HPO4 (0,5g), 

MgSO4·7H2O (0,2g), NaCl (0,1g), Manitol (10g) y extracto de levadura (0,4g) en 

1 litro de agua desionizada, con un pH de 6,8 y autoclavado a 121°C durante 20 

minutos. El crecimiento de las bacterias se llevó a cabo en matraces con 50ml 

del medio en agitación (180rpm) y a 28°C. Después de 3 días de crecimiento, el 

cultivo se trasladó a un tubo de centrífuga estéril y se centrifugó durante 20 

minutos a 4200 rpm (Centrífuga SORVALL RC-5C Plus, rotor SH-3000). 

Finalmente, el sedimento se resuspendió en 1ml de medio mínimo para posterior 

inoculación. 

Para el análisis del efecto de los inhibidores se utilizó un medio mínimo 

para rizobios (Robertsen et al., 1981). La composición de este medio es: K2HPO4 

(0,3g), KH2PO4 (0,3g), MgSO4·7H2O (0,15g), CaCl2·2H2O (0,05g), FeCl3 

(0,006g), NaCl (0,05g), glutamato sódico (1,1g), manitol (10g), en 1 litro de agua 

desionizada con un pH entre 6,8/7,2 y autoclavado a 121°C durante 20 minutos. 

Tras autoclavar el medio, se añadió 1ml de una solución de vitaminas como 

suplemento: HCl de tiamina 0,1mg, Pantotenato sódico 0,1mg y Biotina 0,2mg 

en 1 litro de agua desionizada. 

Para el cultivo de R. leguminosarum bv. viciae NLV8 y E. meliloti 2011 se 

utilizaron tubos de vidrio provistos de tapón de rosca y enrasados hasta un 

volumen final de 7ml con medio mínimo y con diferentes concentraciones de 

DMPP y MHPP: Control, 5, 50 y 100µM. El diseño experimental se presenta en 

la Figura 5. 
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Figura 5. Diseño experimental del crecimiento de los rizobios en vida libre. IN 
(inhibidor de la nitrificación); DMPP (3,4-dimetilpirazol fosfato); MHPP (methyl 3-4-

hydroxyphenyl propionate); C (control); 5 (5µM); 50 (50µM); 100 (100µM). 

 

Estos tubos se inocularon de manera que la densidad óptica (OD600) inicial 

de los cultivos fuera alrededor de 0,10 y se incubaron con agitación (180 rpm) a 

28°C. La OD600 se determinó tras 0, 12, 18, 24, 36, 48 y 60 horas de incubación 

para R. leguminosarum bv. viciae NLV8. Para E. meliloti 2011 la OD600 se midió 

después de 0, 12, 18, 24, 36 y 48 horas de incubación.  

 

3.2. CONDICIONES DE CULTIVO DE LAS PLANTAS 

3.2.1. Germinación 

Las especies utilizadas en este experimento han sido el guisante (Pisum 

sativum L. var. Avola), y la alfalfa (Medicago sativa L. var. Capitana). Las semillas 

de guisante se esterilizaron según el método Labhili et al. (1995), 

manteniéndolas en solución 1% v/v de hipoclorito sódico (NaClO) y en 0,01% p/v 

SDS (lauryl sulfato sódico, dodecil sulfato sódico) durante 40 minutos. Tras 

lavarlas con agua desionizada, se sumergieron en solución de ácido clorhídrico 

(HCl) a 0,01N. Las semillas de alfalfa se esterilizaron manteniéndolas 45 

segundos en solución 95% v/v de etanol y tras lavarlas con agua desionizada, 

se mantuvieron 15 minutos en solución 2% v/v de NaClO. 

La germinación de ambas especies se llevó a cabo en bandejas con una 

mezcla de perlita y vermiculita 1/1 (v/v), hidratadas con agua desionizada. Las 

bandejas con las semillas de guisante se mantuvieron en una cámara 

germinadora a 26°C durante 3 días en oscuridad. En el caso de alfalfa se 

mantuvieron durante 13 días en una cámara de crecimiento con temperatura 
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22/18°C (día/noche), humedad 60/70% (día/noche), fotoperiodo de 10 horas y 

radiación fotosintética 326µmol m-2 s-1. 

 

3.2.2. Cultivo Hidropónico  

Transcurrido el periodo de germinación las plántulas se trasladaron a 

macetas individuales de 600ml (Figura 6) con solución hidropónica aireada, y se 

inocularon con las cepas bacterianas correspondientes, añadiendo a la solución 

nutritiva 1 ml de cultivo bacteriano en medio YEM en su fase exponencial. Para 

alfalfa, se añadió 0.17 mM de nitrato de amonio (NH4NO3) hasta el 

establecimiento de la simbiosis. El crecimiento de los cultivos se dio en una 

cámara de crecimiento controlado bajo las siguientes condiciones: Tª 22/18°C 

(día/noche), humedad 60/70% (día/noche), fotoperiodo de 10 horas y radiación 

fotosintética 326µmol m-2 s-1. Para el cultivo hidropónico se utilizó una solución 

nutritiva libre de N (Rigaud y Puppo, 1975) cuya composición se recoge en la 

Tabla 3.  

 
 

Tabla 3. Solución nutritiva libre de nitrógeno (Rigaud y Puppo, 1975) 

Macronutrientes Micronutrientes 

K2HPO4 1,1 mM Na2MoO4·2H2O  16,5 µM 

MgSO4·7H2O 0,8 mM FeCl3·6H2O  3,7 µM 

KCl 2,7 mM ZnSO4·7H2O 3,5 µM 

Na2Fe EDTA 0,1 mM H3BO3 16,2 µM 

CaSO4·2H2O 0,7 mM MnSO4·H2O 0,5 µM 

  CuSO4·5H2O 0,1 µM 

  AlCl3·6H2O 0,2 µM 

  NiCl2·6H2O 0,1 µM 

  Kl 0,1 µM 

 

La solución nutritiva se cambió dos veces a la semana hasta el final del 

experimento, ajustando el pH antes de transferir la solución a las plantas, 

manteniendo un rango de pH de 6,3 tanto para guisante como para alfalfa. Los 

tratamientos analizados fueron la dosis recomendada en campo y 10x de los 

inhibidores de la nitrificación, siendo: Control, DMPP (5 y 50µM) y MHPP (5 y 

50µM). El diseño experimental fue el siguiente: 
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Figura 6. Diseño experimental aplicado para guisante y alfalfa. 

 

 Durante el cultivo hidropónico se tomaron imágenes de las dos especies 

para verificar su crecimiento y desarrollo. Las imágenes de guisante y de alfalfa 

se analizaron utilizando el software ImageJ para determinar la longitud de la 

parte aérea (PA) y de la raíz (R) (cm). 

 

3.3. DETERMINACIÓN DEL CONTENIDO HÍDRICO Y BIOMASA 

 El contenido hídrico (CH) se calculó utilizando el peso fresco (PF) de la 

parte aérea, raíz y nódulos de las plantas, y el peso seco (PS) obtenido tras secar 

el material vegetal en una estufa a 70° C durante 72 horas. El CH se calculó 

mediante la siguiente fórmula, expresando los resultados en % de agua: 

𝐶𝐻(%) = (
𝑃𝐹 − 𝑃𝑆

𝑃𝐹
) × 100 

 

3.4. NÚMERO DE NÓDULOS 

El número de nódulos se cuantificó durante una semana a partir de la 

aparición del primer nódulo en la raíz y al final de cada experimento tanto para 

guisante como para alfalfa.  
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3.5. CONTENIDO DE CLOROFILA 

La clorofila se estimó utilizando un medidor de clorofila SPAD 502 

(Spectrum Technologies, Inc.). El SPAD calcula esta cantidad a través de un 

valor numérico que representa la proporción de clorofila total en cada hoja, a este 

valor se expresa en unidades SPAD (unidades arbitrarias) (Coste et al., 2010). 

Se realizaron 3 medidas por planta para el posterior cálculo de una media 

representativa de cada tratamiento empleado. 

 

3.6. DETERMINACIÓN DE LA FBN: ACTIVIDAD APARENTE DE LA 

NITROGENASA 

La FBN fue determinada como actividad aparente de la nitrogenasa (ANA) 

según el método presentado por Witty y Minchin (1998). Este método se basa en 

la evolución del H2 producido en la reacción catalizada por la enzima nitrogenasa 

en los bacteroides del interior del nódulo de plantas fijadoras. Las cepas de 

rizobios utilizadas en este estudio (cepas Hup-) carecen de la enzima 

hidrogenasa, que es la responsable por reoxidar el H2 producido en la planta. De 

esta manera, en un sistema cerrado de gases es posible cuantificar el H2 

producido en los nódulos como una estimación de la cantidad de N2 que es fijado 

por la planta. 

A fin de evitar posibles daños y causar una mínima perturbación a las 

plantas, las medidas se tomaron en la misma maceta en que crecieron, a la cual 

se le retiró la solución nutritiva. Para ello se hace pasar una mezcla de gases 

conocida (79% N2, 21% O2 y 600ppm de CO2) a través de las macetas 

previamente selladas (Figura 7). El gas entra por un tubo mientras que por el otro 

sale todo el H2 producido por la reacción de la nitrogenasa hacia el electrodo de 

medida.  

El electrodo de H2 es muy sensible a la humedad, por tanto, se debe 

garantizar que la humedad procedente de la maceta no llegue al electrodo, para 

ello se hace pasar el gas de salida por una trampa de frío y por un desecante 

(perclorato de magnesio).  
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Figura 7. Método de evolución del H2 (Witty y Minchin, 1998). 

 

Para determinar la evolución de H2 producido se utilizó un sensor 

electroquímico de H2 (Qubit Systems). El equipo se calibró utilizando gases de 

alta pureza (Praxair, Pamplona, España) utilizando un mezclador de gases (Air 

Liquide, Madrid, España) con un flujo similar al usado para la medida de las 

muestras (500 mL min-1). Los datos obtenidos en la calibración resultan en una 

ecuación que se utiliza para cuantificar la ANA en µmol H2 min-1 g-1 PS nódulo.  

 

3.7. DETERMINACIÓN DE MHPP Y HPPA 

 La determinación de la concentración de MHPP y ácido 3-(4-

hidroxifenil)propiónico (HPPA) se hizo mediante cromatografía líquida de alta 

resolución (HPLC). Se utilizó un cromatógrafo líquido Waters 2690 con un 

detector dual de absorbancia Waters 2487 y una columna Tracel Excel 120 ODS 

TR-416345 (Teknokroma, Sant Cugat del Vallés, España). La detección de los 

compuestos se realizó a 220 nm y una temperatura de 30°C. Las muestras se 

separaron mediante gradiente a un flujo de 1ml/min con los siguientes eluyentes: 

A. Buffer fosfato (1 mM H3PO4+ 5 mM K2HPO4) 788 ml / metanol 212 ml 

B. Metanol 

Gradiente: 

Tiempo (min.) % A % B 

0 90 10 

20 50 50 

23 50 50 

24 90 10 

32 90 10 

 

79% N2 + 21% O2 + 600 ppm CO2 

Hielo 

Desecante 

Electrodo H2 

Logger Pro 
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3.8. ANÁLISIS ESTADÍSTICO  

Para expresar los resultados de este estudio, se utilizó la media de las 

repeticiones y el error estándar. Los resultados se analizaron mediante el análisis 

de la varianza de un factor (ANOVA) tras comprobar la normalidad y la 

homogeneidad de varianzas por la prueba de Shapiro-Wilk y Levene, 

respectivamente, y aplicando una transformación en caso de no homogeneidad. 

Para las comparaciones de medias entre tratamientos se utilizó la prueba de 

diferencia mínima significativa (DMS) y la prueba T3 de Dunnett.  

El programa utilizado fue el software SPSS Statistics (IBM® versión 27). 

Las diferencias de medias se consideraron significativas a un nivel de 

significancia p ≤ 0,05. 
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4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

4.1. CRECIMIENTO DE RIZOBIOS EN VIDA LIBRE  

Con el objetivo de determinar si el crecimiento en vida libre de los rizobios 

R. leguminosarum bv. viciae NLV8 y E. meliloti 2011 puede verse afectado por 

la presencia de los IN, se evaluó la capacidad de crecimiento de los rizobios en 

medio mínimo (MM) con diferentes concentraciones de DMPP y MHPP (5, 50 y 

100µM).  

Con fines comparativos, al no encontrar dosis recomendada en campo 

para el MHPP, se utilizaron las mismas concentraciones que el DMPP. Los 

resultados se obtuvieron mediante la medida de la absorbancia a 600nm (OD600) 

en un colorímetro a diferentes tiempos hasta su fase estacionaria, o sea, hasta 

que el crecimiento se mantuvo en un nivel constante.  

Tal y como muestra la Figura 8-A y B, para R. leguminosarum bv. viciae 

NLV8 no se observaron diferencias significativas al comparar crecimiento bajo 

las condiciones control con el crecimiento bajo las diferentes concentraciones de 

los IN, se percibe que la bacteria tiene un crecimiento semejante tanto en 

presencia de DMPP como de MHPP. El incremento de las absorbancias de 

ambos cultivos empieza de manera lenta a partir de 12h con OD600≈0,21 y 

alcanzan en la fase exponencial una OD600 de aproximadamente 0,95, momento 

en que empieza su fase estacionaria tras 48h de cultivo.  

 

  
Figura 8-A. Crecimiento de R. leguminosarum bv. viciae NLV8 en MM con diferentes 
concentraciones de DMPP: C (control, sin IN); D5 (DMPP 5µM); D50 (DMPP 50µM); 
D100 (DMPP 100µM). B. Crecimiento de R. leguminosarum bv. viciae NLV8 en MM 
con diferentes concentraciones de MHPP: C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 

(MHPP 50µM); M100 (MHPP 100µM). Las barras verticales representan el error 
estándar de las medias de tres réplicas correspondientes a tres experimentos 

independientes. 
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 Las curvas de crecimiento de E. meliloti 2011 presentan valores similares 

a los obtenidos con R. leguminosarum bv. viciae NLV8, de manera que el 

incremento de absorbancias despunta a las 12h con una OD600≈0,28 para DMPP 

y MHPP y su fase exponencial de crecimiento ocurre tras 12h a 36h de 

incubación, momento a partir del cual la población bacteriana empieza su fase 

estacionaria, con una OD600≈0,90 tras 36h de cultivo (Figura 9-A y B). Sin 

embargo, para E. meliloti 2011, los dos cultivos bacterianos presentan una 

variación en el tiempo 36h, en que tanto para DMPP 5µM como para MHPP 5µM 

se observaron diferencias significativas al comparar con el control. 

 

 
Figura 9-A. Crecimiento de E. meliloti 2011 en MM con diferentes concentraciones de 
DMPP: C (control, sin IN); D5 (DMPP 5µM); D50 (DMPP 50µM); D100 (DMPP 100µM). 
B. Crecimiento de E. meliloti 2011 en MM con diferentes concentraciones de MHPP: C 

(control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM); M100 (MHPP 100µM). Las 
barras verticales representan el error estándar de las medias de tres réplicas 

correspondientes a tres experimentos independientes. El asterisco (*) representa 
diferencias significativas del IN respecto al control (p≤0,05). 

 

Estos resultados permiten demonstrar que R. leguminosarum bv. viciae 

NLV8 y E. meliloti 2011 pueden crecer en presencia de DMPP y también del 

MHPP. De esta manera, si ocurre algún problema en el establecimiento de la 

simbiosis, se considera que no es por los IN. 

Con todo, no ha sido posible encontrar estudios donde analicen el 

crecimiento de las bacterias en vida libre junto a estos IN en concreto. Sin 

embargo, estudios realizados por Zacherl y Amberger (1990) demostraron que 

el inhibidor de la nitrificación diciandiamida (DCD) no inhibió el crecimiento y la 

respiración de las bacterias R. leguminosarum RL 1 tanto a dosis mínimas 

(200ppm), como en dosis máximas (400ppm). Sin embargo, el crecimiento 

bacteriano de R. leguminasum y de Azotobacter chroococcum se vieron 

afectados al utilizar el inhibidor nitrapirina, de forma que a 100ppm hubo una 

inhibición significativa de 17% y 50% respectivamente. 
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4.1.1. Determinación de MHPP y DMPP en vida libre  

Para completar el estudio microbiológico se recogieron alícuotas de los 

cultivos bacterianos descritos anteriormente a cada tiempo de medida de 

absorbancia (OD600). A continuación, se determinaron las concentraciones de los 

IN mediante cromatografía líquida de alta resolución (HPLC) para evaluar 

posibles efectos generados sobre los IN en el proceso de crecimiento de R. 

leguminosarum bv. viciae NLV8 y E. meliloti 2011.  

Los primeros análisis del medio de cultivo a tiempo final de crecimiento de 

la bacteria mostraron que no se producían cambios en la concentración de 

DMPP durante el crecimiento, sin embargo, el MHPP se mantuvo indetectable 

en los cromatrogramas, aunque estos presentaban un pico nuevo que aún no se 

había identificado. Por el tipo de molécula que es el MHPP, se propuso que lo 

más probable era de que este pico nuevo podría corresponder a una molécula 

de ácido 3-(4-hidroxifenil)propiónico (HPPA), teniendo en cuenta que estudios 

realizados por Subbarao et al., (2008) sintetizaron moléculas de HPPA a partir 

de MHPP. Finalmente, se pudo confirmar que el pico desconocido que aparecía 

en nuestros cromatogramas pertenecía a este compuesto. 

Para R. leguminosarum bv. viciae NLV8, tanto la concentración del MHPP 

como del HPPA presentan diferencias significativas respecto al control. En la 

Figura 10-A se refleja la degradación del MHPP mientras que en la Figura 10-B 

la producción del HPPA. En MHPP, el tiempo que la bacteria degrada el inhibidor 

y lo trasforma a HPPA no pasa de 15 minutos, que es el tiempo que se tarda en 

hacer la lectura OD600, coger la alícuota y congelarla. De esta manera, en el 

tiempo 0h ya se indica presencia del ácido HPPA, y a las 24h de crecimiento de 

la bacteria ya no se observa el MHPP en el medio de cultivo, únicamente el 

HPPA, que sigue acumulando hasta la fase estacionaria de crecimiento de la 

bacteria (Fig. 10-A y B). 
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Figura 10-A. Concentración de MHPP de R. leguminosarum bv. viciae NLV8 cultivado 

en MM: C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM); M100 (MHPP 
100µM). B. Producción de HPPA a partir del MHPP de R. leguminosarum bv. viciae 

NLV8 cultivado en MM: C (control, sin IN); H5 (HPPA 5µM); H50 (HPPA 50µM); H100 
(HPPA 100µM).  Las barras verticales representan el error estándar de las medias de 
tres réplicas independientes. El asterisco (*) representa diferencias significativas del 

MHPP y del HPPA respecto al control (p≤0,05). 
 

En el caso de E. meliloti 2011 también ocurre una disminución la 

concentración de MHPP al inicio del experimento a tiempo 0h, no obstante, la 

degradación del MHPP es más rápido que en R. leguminosarum bv. viciae NLV8: 

a 18h del inicio del crecimiento del cultivo ya no hay más presencia del inhibidor 

en todos los tratamientos. Al mismo tiempo, la concentración del HPPA crece de 

manera repentina entre 0h a 12h del inicio del experimento, momento en que se 

estabiliza la concentración hasta el final del experimento (Figura 11-A y B).  
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Figura 11-A. Concentración de MHPP de E. meliloti 2011 cultivado en MM: C (control, 
sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM); M100 (MHPP 100µM). B. Producción de 

HPPA a partir del MHPP de E. meliloti 2011 cultivado en MM: C (control, sin IN); H5 
(HPPA 5µM); H50 (HPPA 50µM); H100 (HPPA 100µM). Las barras verticales 

representan el error estándar de las medias de tres réplicas independientes. El 
asterisco (*) representa diferencias significativas del MHPP y del HPPA respecto al 

control (p≤0,05). 

 

En las Figuras 10 y 11 se observa cómo va desapareciendo el MHPP y 

apareciendo el HPPA a lo largo del tiempo de crecimiento de las bacterias en 

MM con diferentes concentraciones de MHPP. De esta manera, lo más probable 

es que el inhibidor MHPP es degradado por acción de las bacterias y se 

trasforma en HPPA, tanto para R. leguminosarum bv. viciae NLV8 como para E. 

meliloti 2011. Estudios realizados por Nardi et al., (2013), indican que el efecto 

del MHPP parece ser más breve y dependiente de la dosis.  

De esta manera, al no encontrar estudios que comprueben esta acción 

por parte de las bacterias en los inhibidores biológicos, y con el fin de demostrar 

que el compuesto se degradaba por acción biológica, se evaluó por primera vez 

la estabilidad del compuesto MHPP en MM sin ninguna bacteria durante 96h. 

Como se observa en la Figura 12, el MHPP mantiene su concentración a lo largo 

del tiempo en ausencia de la bacteria.  

Estos resultados permiten demostrar por primera vez que en el 

crecimiento en vida libre el MHPP se degrada por acción biológica y se convierte 

en el compuesto HPPA tras un periodo corto de tiempo. Comprobando lo que 

sugiere Nardi et al., (2013), que ocurre una descomposición microbiana del 

MHPP transcurrido 3 días de su aplicación. 
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Figura 12. Estabilidad del compuesto MHPP en MM bajo las mismas condiciones de 

crecimientos de los rizobios durante 96horas. 

 

4.2. CULTIVO HIDROPÓNICO  

Para evaluar si los IN pueden tener algún efecto negativo sobre el 

establecimiento de la simbiosis, así como en el desarrollo y funcionamiento de 

los nódulos, se crecieron en cultivo hidropónico plantas de guisante y alfalfa en 

simbiosis, las cuales fueron tratadas con diferentes dosis de dos IN. Los 

tratamientos aplicados fueron el control (C) al cuál no se le adicionó ningún IN, 

DMPP 5µM (D5), DMPP 50µM (D50), MHPP 5µM (M5), MHPP 50µM (M50), para 

cada cultivo. 

Antes de la floración se determinaron parámetros indicativos del estado 

fisiológico de las plantas, tal como el CH, la biomasa, la clorofila, el número de 

nódulos y la ANA. Para un mejor entendimiento sobre el efecto que los IN tienen 

sobre las plantas, después de la cosecha las plantas fueron separadas en parte 

aérea (PA), raíz (R) y nódulos. Las figuras 13 y 14 muestran imágenes del 

crecimiento de PA y R de guisante y alfalfa con diferencia de una semana entre 

fotos. 
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11 dpi 

 
C 

PA. 16,96 cm 
R. 16,74 cm 

 
M 5 

PA. 15,48 cm 
R. 14,73 cm 

 
M 50 

PA. 16,68 cm 
R. 15,23 cm 

 
D 5 

PA. 17,83 cm 
R. 18,67 cm 

 
D 50 

PA. 17,59 cm 
R. 18,07 cm 

18 dpi 

 
C 

PA. 27,43 cm 
R. 27,10 cm 

 
M 5 

PA. 23,20 cm 
R. 29,42 cm 

 
M 50 

PA. 22,25 cm 
R. 16,63 cm 

 
D 5 

PA. 24,22 cm 
R. 29,71 cm 

 
D 50 

PA. 28,47 cm 
R. 28,60 cm 

Figura 13. Fotos de guisante a los 11 y 18 días después de la inoculación (dpi) con 
diferentes concentraciones de DMPP y MHPP: C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); 
M50 (MHPP 50µM); D5 (DMPP 5µM); D50 (DMPP 50µM). Al pie de las figuras se 

presentan la longitud (cm) de PA y R aproximada de cada planta. Imagen 
representativa de cada tratamiento. 
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13 dpi 

 
C 

PA. 4,65 cm 
R. 13,21 cm 

 
M 5 

PA. 7,40 cm 
R. 21,41 cm 

 
M 50 

PA. 7,06 cm 
R. 27,60 cm 

 
D 5 

PA. 7,29 cm 
R. 25,01 cm 

 
D 50 

PA. 7,67 cm 
R. 32,16 cm 

20 dpi 

 
C 

PA. 7,31 cm 
R. 32,87 cm 

 
M 5 

PA. 12,87 cm 
R. 26,31 cm 

 
M 50 

PA. 8,55 cm 
R. 45,39 cm 

 
D 5 

PA. 8,96 cm 
R. 38,44 cm 

 
D 50 

PA.7,93 cm 
R. 22,86 cm 

Figura 14. Fotos de alfalfa a los 13 y 20 dpi con diferentes concentraciones de DMPP 
y MHPP: C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM); D5 (DMPP 5µM); 

D50 (DMPP 50µM). Al pie de las figuras se presentan la longitud (cm) de PA y R 
aproximada de cada planta. Imagen representativa de cada tratamiento. 
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Para guisante, de acuerdo con el software ImageJ, los tratamientos que 

presentaron mayor PA y R en relación al control a los 11 dpi fueron el D5 y el 

D50, mientras que los tratamientos con MHPP presentaron longitudes más 

bajas. A los 18 dpi, tras un ritmo de crecimiento acelerado en todos los 

tratamientos, el D50 presentó mayor PA y D5 mayor longitud de R en relación al 

control. El uso de M5 y D5 mejoró el desarrollo sobre las raíces primarias. 

Específicamente, el alargamiento de la raíz primaria de M50 se inhibió un 38% 

en relación al control, aunque ocurrió un incremento en raíces laterales. 

Lo contrario ocurrió con alfalfa, a los 13 dpi todas las plantas tratadas con 

DMPP y MHPP presentaron mayor longitud de PA y R en relación al control. A 

los 20 dpi la PA de todos los tratamientos siguió presentando una mayor longitud 

en relación al control. Sin embargo, el alargamiento de las raíces M5 y D50 en 

relación al control, se inhibieron un 20% y en un 30% respectivamente.  

Estudios realizados en plantas de Perilla frutescens y en Arabidopsis, 

demuestran que el uso del MHPP modula el desarrollo del sistema radicular, 

inhibiendo el alargamiento de raíces primarias y aumenta notablemente el 

crecimiento de raíces laterales de manera dependiente de la dosis (Liu et al., 

2016; Ma et al., 2020). En conjunto, los resultados obtenidos en este experimento 

indican que el MHPP no sigue una regla, una vez que presentó longitudes 

distintas tanto en PA como en R en cada cultivo. Sin embargo, se puede señalar 

que el MHPP es capaz de modular la arquitectura del sistema radicular y también 

la fisiología radicular (Ma et al., 2020).  

Tanto en guisante como en alfalfa, al utilizar el DMPP se observó un 

incremento en la longitud de las raíces primarias, bien como un incremento de 

raíces laterales. Martínez et al., (2017) al evaluar el contenido de N en las hojas, 

en la corona y en la raíz de plantas de fresa, comprobó que ocurrió un incremento 

en longitud en los tratamientos que llevaban el DMPP, incluso también 

observaron que en plantas con DMPP+NH4
+ resultó en un crecimiento 

significativo de raíces laterales. 

Las figuras 15 y 16 presentan el resumen del crecimiento de las plantas 

al final de cada experimento. En guisantes (Fig. 15), el tratamiento D5 presentó 

mejor desarrollo y crecimiento de las hojas, sin embargo, los síntomas necróticos 

en los bordes de las hojas fueron evidentes en las plantas sometidas a M50. En 

alfalfa (Fig. 16), las plantas control y D5 presentaron un mejor desarrollo, 

mientras que en los tratamientos D50 y M50 se observó un síntoma de toxicidad 

en los bordes de las hojas. 
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C 

 
M 5 

 
M 50 

D 5 
 

D 50  

Figura 15. Cultivo hidropónico de guisante después de 25 dpi, cada foto representa 
las diferentes concentraciones de DMPP y MHPP: C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); 

M50 (MHPP 50µM); D5 (DMPP 5µM); D50 (DMPP 50µM). 

 

 
C 

 
M 5  

M 50 

D 5 D 50 

Figura 16. Cultivo hidropónico de alfalfa después de 40 dpi, cada foto representa las 
diferentes concentraciones de DMPP y MHPP: C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); 

M50 (MHPP 50µM); D5 (DMPP 5µM); D50 (DMPP 50µM). 
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4.3. DETERMINACIÓN DEL CONTENIDO HÍDRICO Y BIOMASA 

 En este estudio, al ser un cultivo de crecimiento en hidropónico en que 

hay plena disponibilidad de agua, no se observaron diferencias significativas en 

el contenido hídrico (CH) de los diferentes tejidos muestreados en ambas 

especies (Figura 17-A y B), y los IN no producen ningún estrés osmótico a las 

plantas. Sin embargo, el CH del tratamiento D50 de la PA de alfalfa fue la 

excepción, presentando diferencias significativas respecto al control (Fig. 17-B).  

 Una posible explicación para este efecto sobre el CH de la PA de alfalfa 

puede ser debido a un estrés osmótico. Estudios realizados por Aydi et al., 

(2008), al utilizar Manitol en plantas de frijol en cultivo hidropónico, describieron 

que el estrés osmótico induce a cambios significativos en el contenido relativo 

de agua de la hoja en cultivos con amplia disponibilidad de agua, en el 

crecimiento y en la fijación simbiótica de N2 en plantas estresadas.  

  

  
Figura 17. Efecto de los tratamientos DMPP y MHPP a diferentes concentraciones (0, 
5 y 50µM) sobre el contenido hídrico de las plantas de guisante (A) y alfalfa (B) para 
cada tejido (parte aérea, raíz y nódulos). C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 
(MHPP 50µM); D5 (DMPP 5µM); D50 (DMPP 50µM). El asterisco (*) representa 

diferencias significativas del IN respecto al control (p≤0,05). 

 

La Figura 18 presenta los valores de la biomasa total de cada cultivo. No 

se observaron diferencias significativas tanto para el guisante como para la 

alfalfa. Sin embargo, otros autores sí observaron un aumento en la biomasa, 

aunque utilicen N junto con los IN, como por ejemplo Liu et al., (2013), en que 

determinaron un aumento significativo en la biomasa después de utilizar el 

DMPP+N en cultivos de trigo y maíz, así como Osorio et al., (2020) en arándanos 

utilizando el DMPP+NH4
+. Sin embargo, otros autores no observaron una 

respuesta significativa con el uso del DMPP sobre la biomasa total de colza, 

trébol rojo y en las plantas de Lotus japonicus (Huérfano et al., 2015; Rodrigues 

et al., 2018; Rodrigues et al., 2019).  

Al no presentar diferencias significativas en los resultados de guisante y 

alfalfa, se puede considerar como indicativo de que el IN no ha tenido un efecto 
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negativo, de lo contrario, las plantas serían más pequeñas y consecuentemente 

tendrían menos biomasa. Hasta el momento no se ha podido encontrar ninguna 

descripción a respecto al efecto que el MHPP tiene sobre la biomasa de los 

cultivos, aunque en este estudio se observa que el MHPP tiene acción semejante 

al DMPP tanto en cultivo de guisante como de alfalfa. 

 

 
Figura 18. Acumulación de biomasa total de plantas de guisante (A) y alfalfa (B) 

expuestas durante 25 y 41 días a diferentes concentraciones de DMPP y MHPP: C 
(control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM); D5 (DMPP 5µM); D50 (DMPP 
50µM). El asterisco (*) representa diferencias significativas del IN respecto al control 

(p≤0,05). 
 

4.4. NÚMERO DE NÓDULOS 

Para evaluar el efecto de los IN en el proceso de nodulación de alfalfa y 

guisante tras la inoculación con R. leguminosarum bv. viciae NLV8 y E. meliloti 

2011, respectivamente, se contó el número de nódulos en los diferentes 

tratamientos analizados (Figura 19).  

Los primeros nódulos en guisante se observaron a los 11 dpi en todos los 

tratamientos menos en el de MHPP 50µM, que empezó a presentar nódulos tras 

18 dpi. También se cuantificó el número de nódulos al final del experimento, a 

los 25 dpi. En todos los tratamientos hubo un aumento en el número de nódulos 

(Fig. 19-A). A 25 dpi el tratamiento que presento mayor número de nódulos fue 

el D5, alrededor de 305 nódulos por planta. Sin embargo, tan solo el M50 

demostró diferencias significativas en relación al control, presentando alrededor 

de 54 nódulos por planta. 

Aunque los primeros nódulos de alfalfa se hicieron visibles 9 días después 

de la inoculación en todos los tratamientos, el incremento de nódulos transcurrió 

de forma lenta (Fig. 19-B). Sin embargo, en alfalfa no se observaron diferencias 

significativas en el número de nódulos entre plantas control y diferentes IN.  

El efecto de los IN sobre el número de nódulos también se ha estudiado 

por otros autores, en los que han visto que el IN nitrapirina cuando se aplicó a 

bajas dosis (2 µg.ml-1) produjo un incremento en el número de nódulos de alfalfa 

al final del período de crecimiento (Rice y Olsen, 1988). Resultados similares se 
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observaron utilizando la nitrapirina en soja (0,1 y 1 µg.ml-1) (Morris et al., 1980) 

y en el trébol subterráneo (5 y 15 µg.ml-1) (Chambers et al., 1980). 

 

 

 
Figura 19. A. Número de nódulos de plantas de guisante a 11, 14, 18 y 25 dpi con R. 
leguminosarum bv. viciae NLV8 con diferentes concentraciones de DMPP y MHPP. B. 
Número de nódulos en plantas de alfalfa a 9, 13, 16, 20 y 41 dpi con E. meliloti 2011 

con diferentes concentraciones de DMPP y MHPP. Dpi (días después de la 
inoculación); C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM); D5 (DMPP 

5µM); D50 (DMPP 50µM). El asterisco (*) representa diferencias significativas del IN 
respecto al control (p≤0,05). 

 

 

4.5. CONTENIDO DE CLOROFILA 

Una aproximación para evaluar el posible efecto de los IN sobre el 

funcionamiento de los nódulos es la determinación del contenido de clorofila, 

como reflejo del estado nitrogenado de las plantas.  

En las condiciones de crecimiento en simbiosis de este estudio, tanto 

alfalfa como guisante, no presentaron diferencias significativas entre 

tratamientos y respecto al control (Figura 20- A y B). De esta manera, se entiende 

por los resultados obtenidos que no ocurre una deficiencia de N en las plantas, 

por tanto, los IN no afectan al funcionamiento de los nódulos.  

Sin embargo, estudios realizados en plantas de fresa y de arándano 

crecidas con NH4
+ y utilizando diferentes concentraciones de DMPP en la 

solución nutritiva, demostraron una mayor concentración de clorofila con la 

utilización del IN que en plantas sin ningún IN (Martínez et al., 2015; Osorio et 

al., 2020). Granja y Covarrubias (2018) también han informado de una tendencia 

similar para el aguacate y para la fresa. No obstante, el contenido de clorofila en 

Perilla frutescens fue más alto al utilizar el MHPP (Ma et al., 2020). 
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Todavía se hacen falta más investigaciones sobre el efecto del MHPP 

sobre el contenido de clorofila y sobre la fisiología de plantas, pero se observa 

que este inhibidor también actúa de manera semejante al DMPP en las dos 

especies estudiadas. 

 
Figura 20. Contenido de clorofila de plantas de guisante (A) y alfalfa (B) crecidas bajo 

diferentes concentraciones de DMPP y MHPP (0, 5 y 50µM). C (control, sin IN); M5 
(MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM); D5 (DMPP 5µM); D50 (DMPP 50µM). El asterisco 

(*) representa diferencias significativas del IN respecto al control (p≤0,05). 
 

4.6. DETERMINACIÓN DE LA FBN: ACTIVIDAD APARENTE DE LA 

NITROGENASA 

La fijación del N2 atmosférico en los nódulos tiene lugar por el complejo 

enzimático nitrogenasa presente en los bacteroides. Una forma de cuantificar la 

FBN es por la actividad aparente de la nitrogenasa (ANA), que cuantifica el H2 

producido en los nódulos como una estimación de la cantidad de N2 que es fijado 

por la planta. 

La ANA de guisante y alfalfa se representa en la Figura 21-A y B. En el 

cultivo de guisante se observaron diferencias significativas para M50 en relación 

al control, sin embargo, no se observaron diferencias significativas para la alfalfa 

en los tratamientos DMPP y MHPP comparados al control. 

El tratamiento M50 en guisante a pesar de tener menor número de 

nódulos presento valores de ANA mayores que los obtenidos en el control (4,03 

µmol H2.min-1 g.PSnod vs 1,52 µmol H2.min-1 g.PSnod, respectivamente). 

Según Nardi et al. (2013), el efecto del MHPP depende de la dosis 

aplicada, en que una dosis más alta podría resultar más beneficiosa en la 

inhibición de la nitrificación. La ANA se vio afectada positivamente por la 

aplicación de MHPP a dosis máximas, lo que indica que existe un efecto positivo 

sobre la actividad metabólica nodular por el tratamiento con MHPP a altas 

concentraciones en el caso de guisante, que puede estar asociada a un aumento 

de la eficiencia de la nitrogenasa.  

Una baja fijación de N2 se puede relacionar con la baja nodulación 

(Muñoz-Azcárate, 2014), pero no es lo que ocurrió en este estudio, una vez que 
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en el experimento de guisante, el tratamiento que tuvo menor número de nódulos 

(MHPP 50µM) fue el que presento una mayor fijación de N2. Estos resultados 

sugieren que el tratamiento con MHPP a 50µM puede mejorar la ANA en plantas 

de guisante. 

 

 

 
Figura 21. Efecto del uso de DMPP y MHPP a diferentes concentraciones (0, 5 y 

50µM) en la actividad aparente nitrogenasa de guisante (A) y alfalfa (B) expresados 
por µmol H2.min-1 g PSnod. El asterisco (*) representa diferencias significativas del IN 

respecto al control (p≤0,05). 

 

A pesar de que, en alfalfa, esta tendencia no llegó a ser significativa, y el 

resultado parece ser muy variable y requiere ser verificado, este aparente 

incremento de FBN en presencia de M50 merece ser resaltado por su novedad. 

Las posibles razones de este incremento son inciertas, más aún puesto que el 

MHPP parece desaparecer rápidamente del medio en que se encuentra. De esta 

manera, es probable que el MHPP puede ser absorbido por las plantas y, o bien 

el propio MHPP, como sus posibles productos de degradación puedan estar 

modulando la FBN.  

En general, los efectos de IN en guisantes y alfalfa en cultivo hidropónico 

comprobaron los resultados obtenidos en vida libre, en que los IN no afectan 

sobre la fijación de N2, sobre el crecimiento y el establecimiento de la simbiosis 

rizobio-leguminosa.  

 

4.7. DETERMINACIÓN DE MHPP Y HPPA EN SOLUCIÓN NUTRITIVA 

A fin de evaluar si el MHPP desaparecía de la solución nutritiva y si se 

producía el HPPA del mismo modo como ocurrió en vida libre, se recogieron 

alícuotas de la solución nutritiva en el último cambio de solución nutritiva de 

guisante y de alfalfa (tiempo 0h, 24h, 48h y 72h respectivamente) del tratamiento 

control (sin ningún IN), del MHPP 5µM y del MHPP 50µM. 

Al igual que se percibió durante el crecimiento de los rizobios en vida libre, 

la concentración de MHPP en el sistema hidropónico no se mantuvo a un nivel 
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contante. En este sentido, se observaron diferencias significativas para guisante 

a tiempo 0h tanto para M5 como para M50 respecto al control (Figura 22- A y B). 

Transcurrido 24h del cambio de solución nutritiva, los niveles de MHPP 

disminuyeron en todos los tratamientos (M5 y M50) en la solución nutritiva. A las 

48h ya era inexistente el inhibidor en la solución nutritiva.  

El HPPA no tuvo una presencia tan significativa al final del experimento, 

una posible razón sería porque lo absorba o lo degrade la planta. Del mismo 

modo, la disminución del MHPP puede ser a causa de una posible degradación 

por la bacteria o incluso por una posible absorción del MHPP por la planta. Estos 

resultados van de acuerdo con lo que sugieren Nardi et al., (2013), que ocurre 

una descomposición microbiana del MHPP en el suelo a cabo de 3 de su 

aplicación.  

 

  

Figura 22-A. Concentración de MHPP en solución nutritiva de guisante cultivado en 
sistema hidropónico; C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM). B. 

Producción de HPPA a partir del MHPP en solución nutritiva de guisante cultivado en 
sistema hidropónico; C (control, sin IN); H5 (HPPA 5µM); H50 (HPPA 50µM). Las 

barras verticales representan el error estándar de las medias de tres réplicas 
independientes. El asterisco (*) representa diferencias significativas del MHPP y del 

HPPA respecto al control (p≤0,05). 

 

Para Alfalfa, tal cual como guisante, también se observaron diferencias 

significativas tanto para M50 como para H50 respecto al control. En la Figura 23-

A y B se nota una reducción del MHPP a lo largo del tiempo, mientras ocurre una 

producción del HPPA. Ocurrió una reducción en ambos compuestos en la 

solución nutritiva, aunque al final de 72h todavía se pudo registrar MHPP a dosis 

máximas (M50).  

 

 

 

*

*

0

10

20

30

40

50

0 20 40 60

[ 
 ]
 M

H
P

P
 µ

M

Tiempo (h)

C M5 M50

*

0

1

1

2

2

3

0 20 40 60

[ 
 ]
 H

P
P

A
 µ

M
 

Tiempo (h)

C H5 H50

A. B. 



36 

 

 

 
Figura 23-A. Concentración de MHPP en solución nutritiva de alfalfa cultivado en 
sistema hidropónico; C (control, sin IN); M5 (MHPP 5µM); M50 (MHPP 50µM). B. 

Producción de HPPA a partir del MHPP en solución nutritiva de alfalfa cultivado en 
sistema hidropónico; C (control, sin IN); H5 (HPPA 5µM); H50 (HPPA 50µM). Las 

barras verticales representan el error estándar de las medias de tres réplicas 
independientes. El asterisco (*) representa diferencias significativas del MHPP y del 

HPPA respecto al control (p≤0,05). 
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5. CONCLUSIONES 

 Los resultados obtenidos a través del cultivo bacteriano permiten 

demonstrar que R. leguminosarum bv. viciae NLV8 y E. meliloti 2011 

pueden crecer en presencia de DMPP y de MHPP.  

 Se presentan por primera vez resultados concretos que muestran que 

durante el crecimiento en vida libre de los rizobios el MHPP se degrada 

por acción biológica en el medio de cultivo y aparece un nuevo compuesto 

(HPPA) tras un periodo corto de tiempo. 

 Los parámetros fisiológicos determinados en este estudio muestran que, 

en las condiciones aplicadas en este trabajo, los IN (DMPP y MHPP) no 

modifican el establecimiento de la simbiosis, así como el desarrollo y el 

funcionamiento de los nódulos en plantas de guisante y de alfalfa. 

 Se comprobó que el MHPP desaparece de la solución nutritiva del cultivo 

hidropónico después de un periodo de tiempo, siendo un punto de interés 

para futuros estudios. 

 Aunque el resultado obtenido al utilizar el MHPP sea muy preliminar, es 

necesario destacar el hecho de que, aparentemente, podría estimular la 

FBN, sin que existan evidencias de los potenciales mecanismos 

implicados. 
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