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Prólogo 

El libro busca determinar el crecimiento y absorción de 

fósforo (P) y nitrógeno (N) en plantas de Trifolium pratense 

(trébol rosado) inoculadas con Glomus intraradices y 

Rhizobium leguminosarum en condiciones controladas de 

laboratorio. El estudio se llevo a cabo durante 9 semanas 

y se empleó un suelo andisol esterilizado, la solución 

nutritiva utilizada fue la Long Ashton. El experimento 

estuvo constituido por ocho (8) tratamientos en base a 

riego con: 1) agua destilada estéril (H2O), 2) solución 

nutritiva completa (SNC), 3) Rhizobium leguminosarum 

mas solución nutritiva sin nitrógeno (Rl+SN-N), 4) R. 

leguminosarum mas solución nutritiva completa (Rl+SNC), 

5) Glomus intraradices mas solución nutritiva sin fósforo 

(Gi+SN-P), 6) G. intraradices mas solución nutritiva 

completa (Gi+SNC), 7) R. leguminosarum mas G. 

intraradices mas solución nutritiva sin nitrógeno y sin 

fósforo (Rl+Gi+SN-N-P), y 8) R. leguminosarum mas G. 

intraradices mas solución nutritiva completa (Rl+Gi+SNC). 

Las variables estudiadas fueron: Altura, número de hojas, 

peso fresco y seco del sistema foliar, peso fresco y seco 

del sistema radicular, largo total de raíz por planta (RL), 

densidad radicular (RLv), distancia media entre raíces 

(r1), y relación raíz a parte aérea (R/S), tasa de 

crecimiento relativo de la parte aérea (RGRs), y radicular 

(RGRr),  largo de raíz por unidad de tasa de crecimiento 

de la parte aérea (RL/RG), número de nódulos por planta, 
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porcentaje de colonización micorrízica, contenido de 

fósforo y nitrógeno y estimación del Influjo (In) de P y N 

por planta. Las evaluaciones de se efectuaron a los 50 y 

65 días después de la siembra. No se encontró influencia 

alguna sobre las plantas de T. pratense con G. 

intraradices, pues las evaluaciones a los 50 y 65 días 

demostraron que no hubo micorrización del sistema 

radicular. Mientras que R. leguminosarum formó una 

simbiosis positiva con las raíces, reflejándose en el número 

de nódulos, contenido e influjo de N por planta. Por otro 

lado, la asociación R. leguminosarum – T. pratense, estuvo 

influenciada por la presencia o ausencia de P en el suelo 

a través de las fertilizaciones con las soluciones nutritivas.  

La influencia del P fue tan notoria en las plantas de T. 

pratense, a tal punto que los tratamientos que 

únicamente contaban con 2,2 ppm disponible en el 

suelo, mostraron los menores valores en cuanto a altura, 

peso fresco y seco, contenido e influjo de P por planta, 

respecto a los tratamientos que contaban con un aporte 

de 0,067 mmol de P en la solución nutritiva cada 48 horas. 

El P fue decisivo para que las plantas carentes de este 

nutriente, muestren valores mayores en cuanto a RL/GS y 

(R/S), lo cual indica que las plantas invirtieron mayor 

crecimiento de raíces por cada unidad del sistema foliar, 

que aquellos tratamientos que recibieron P, en los cuales, 

la relación  fue mas estrecha. 
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Capítulo 1  

 INTRODUCCIÓN 

 

La agricultura moderna requiere cada vez de un mayor 

potencial productivo, sin embargo, esto exige una mayor 

nutrición de los vegetales, principalmente de 

macronutrientes como nitrógeno (N) y fósforo (P), cuyas 

necesidades pueden ser incluso muy superiores a los 

aportes del suelo (García y col., 1997; Matus, 2006). Por 

tanto, es muy común, suplementar los nutrientes no 

disponibles con fertilizantes sintéticos, lo que conlleva al 

incremento en los costos de producción e impacto 

medioambiental (Cardoso, 2002; Quintero y col., 2004). En 

el caso del N se ha comprobado que aproximadamente 

el 30% del total aplicado al suelo, se escapa hacia la 

atmósfera (desnitrificación) en estado gaseoso (Videla y 

col., 1996, Monrroy y col., 2002), por lixiviación, que 

pueden llegar a eutroficar ecosistemas acuaticos 

(Rodríguez, 1993; Urzúa 2000). Mientras que la baja 

disponibilidad del P en el suelo, no es un indicador que 

exista deficiencia del mismo, sino más bien que el P no 

esta disponible o asimilable para las plantas 

(Raghothama, 1999; Berardo y col., 2001, Fernández et al., 

2001; Kovar y Claassen, 2005; Hernández-Valencia y 

Bautis, 2005). En ambos casos la fertilización química 
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únicamente es una solución momentánea y poco 

sustentable.  

 

Ventajosamente, existe otra vía para disponer al suelo y 

vegetales de los macronutrientes, mediante una forma 

económica y ecológicamente sustentable, empleando 

algunos microorganismos del suelo (Casado y Fernández, 

1998; Nogales, 2005). A este proceso se lo denomina 

biofertilización, tecnología que recurre a la inclusión de 

microorganismos en los procesos de cultivos como lo es 

en semillas pregerminadas o plantas jóvenes mediante la 

inoculación (Díaz y col., 2001; Parada y col., 2001).  

 

Dentro de los sistemas productivos del sur de Chile, 

Trifolium pratense L. (trébol rosado) es una de las 

leguminosas forrajeras considerada de gran importancia 

tanto por la superficie sembrada, que supera las 100.000 

ha (aproximadamente el 20% de las praderas 

sembradas), así como por las exportaciones de semilla 

que oscilan entre 700 y 1000 toneladas al año, lo que 

representa un porcentaje superior al 70% del total de 

semillas forrajeras exportadas (Ortega y col., 2003). Sin 

embargo, una de las principales limitantes para el 

establecimiento y producción de las praderas de 

leguminosas anuales es la baja fertilidad de los suelos y en 

particular el contenido de P (Ovalle y col., 2003). 

 



 6 

En Chile, la IX, XIV y X regiones, comprenden el área de 

ganadería bovina mas importante del país. Según la 

Oficina de estudios y políticas agrarias del Ministerio de 

Agriculturas (ODEPA) de Chile (2000), concentra el 57,8% 

del ganado vacuno y el 17,2% de los ovinos. Según 

Campillo (1997), es común el empleo de combinaciones 

forrajeras, donde como alimento temporal incorporan 

trébol rosado acompañado de otras plantas forrajeras 

(gramíneas) perennes, sistema que ha demostrado ser 

una  importante fuente nutricional para el ganado.  

 

T. pratense clasificado dentro del Orden Fabales, Familia 

Fabaceae, subfamilia Faboideae, género Trifolium (Soto, 

1986) es una planta herbácea perenne con tallos que 

miden de 6 a 110 cm de altura, con hojas dispuestas 

alternadamente, trifoliadas con foliolos de 30 x 50 mm 

dispuestos formando un ángulo de 120º. Habita en 

praderas de corte, cultivos abandonados y bordes de 

caminos, en suelos generalmente frescos, arcillosos y 

profundos, tanto en sustratos ácidos como calcáreos. 

Posee un amplio rango de distribución altitudinal, que va 

desde el nivel del mar hasta más allá de los 2600 m.s.n.m. 

(Soto, 1986). Se conoce que es nativo de Europa y el 

Oeste de Asia, introducido a Chile en el siglo XX, donde se 

ha convertido en una excelente especie forrajera (León y 

Izquierdo, 1993). Es considerada una planta resistente a la 

sequía y muy valiosa en los veranos secos. Además, como 
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la mayoría de leguminosas fija nitrógeno atmosférico 

(Pearson, 1979).  

 

Según el Instituto de Investigación de Recursos Naturales, 

IREN, (1982) en Chile se han desarrollado variedades de T. 

pratense  destinadas a suplir las necesidades alimenticias 

de la ganadería bovina en diferentes zonas ecológicas 

del país, sin embargo, la variedad Quiñequeli es 

considerada una de las de mayor importancia, apareció 

a finales de la década de 1950 a partir del trabajo de 

mejoramiento genético de trébol rosado realizado en el 

Instituto de Investigaciones Agropecuarias (INIA) de Chile, 

lo cual permitió en el año de 1962 liberar al mercado este 

nuevo cultivar diploide (Avendaño, 1965). T. pratense es 

un forrajera de vida corta que ha demostrado ser muy 

productiva (Carambula, 1982) se adapta a suelos 

arcillosos, no requiere suelos profundos, pero necesita un 

suelo con buen drenaje y ausencia de anegamiento 

prolongado (Soto y col., 2005). Su duración en una 

pradera es de dos temporadas, pero con un buen 

manejo es posible prolongar hasta una tercera 

temporada (González, 1992). En estudios realizados en 

Europa se ha demostrado que T. pratense muestra los 

mas altos rendimientos, principalmente en hojas y tallos, 

consolidando su superioridad sobre otras leguminosas 

forrajeras con un menor grado de infestación por malas 

hierbas (Lingorski, 2001). Además de ser una importante 
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fuente alimenticia para el ganado vacuno, es una 

leguminosa con capacidad de fijar nitrógeno N2 

atmosférico. A raíz de los conocimientos iniciales, 

rápidamente surgió el descubrimiento del agente 

etiológico causante de este beneficioso proceso, la 

bacteria simbionte Rhizobium (Baca y col., 2000).  

 

De igual manera, las micorrizas fueron descubiertas 

paralelamente a Rhizobium por el botánico Alemán A.B. 

Frank (1885), desde entonces, el término micorriza 

etimológicamente significa “hongo-raíz” y fue propuesto 

por primera vez, haciendo referencia a la simbiosis 

observada entre las raíces de ciertos árboles y un micelio 

fúngico, a la que en aquel entonces se supuso favorecía 

las condiciones hídricas del área circundante a las raíces 

y de una importante función nutricional. La simbiosis 

micorrízica es mutualista, está basada en un flujo de 

componentes inorgánicos desde el hongo hacia la 

planta y de compuestos orgánicos desde la planta hacia 

el hongo (Strack y col., 2003). Las estructuras del 

micosimbionte, que se extienden dentro de las raíces de 

la planta hospedadora y en el sustrato circundante son 

características distintivas de cada tipo de micorrizas y se 

utiliza para su identificación. Un aspecto importante de 

esta asociación es su universalidad, considerando que la 

gran mayoría de las plantas vasculares a nivel global 

poseen esta simbiosis. (Allen, 1991). 
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Pese a mostrar muchas similitudes en cuanto a función, y 

en algunos casos morfología, se conocen cinco tipos 

principales de micorrizas: 1) Formadoras de manto 

(ectomicorrizas), 2) Arbusculares (endomicorrizas), 3) 

Orquidoides (endomicorrizas), 4) Ericoides 

(endomicorrizas), 5) Arbutoides (ectendomicorrizas), 

(Harley y Smith, 1983; Barea, 1998). Sin embargo, las 

micorrizas arbusculares (MA) son las más difundidas en la 

corteza terrestre (Schnepf y Roose, 2006). 

 

Las MA son universales, ya que el 95% de las especies 

vegetales la establecen de forma natural en hábitats muy 

diversos (Bowen, 1980; Calvet y col., 1999), son tan 

antiguas que su origen se remonta al periodo devónico, 

hace unos 400 millones de años, cuando según 

evidencias fósiles (Taylor y col., 1995) y moleculares 

(Simon y col., 1993), se asociaron las primitivas plantas 

terrestres con hongos que posibilitaron su adaptación a 

las nuevas condiciones ambientales que implicaban el 

paso de un ambiente acuático al terrestre (Malloch y col., 

1980). Desde entonces, los hongos de micorriza 

arbuscular (HMA) y las plantas han evolucionado en una 

estrecha relación. Quizá sea esta evolución conjunta la 

causa de una de las características principales de este 

tipo de hongos, su biotrofía obligada. Esto condiciona 

que el hongo tenga la necesidad de encontrar y 
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colonizar una raíz hospedadora para poder continuar su 

crecimiento y completar su ciclo de vida, que culmina 

con la formación de propágulos nuevos y viables  (Azcon-

Aguilar y col., 1991 y 1998). Esta es una de las principales 

limitantes del estudio de este grupo de hongos, ya que no 

es posible su multiplicación en condiciones axénicas 

(Bago y col., 2000). 

 

La asociación se lleva acabo en el área circundante a la 

raíz de la planta (rizósfera), donde un gran número de 

microorganismos saprófitos, entre ellos hongos, que 

habitan la rizósfera actúan recíprocamente con la planta 

(Guadarrama y col., 2004). El hongo suministra a la planta 

nutrientes minerales y agua que extrae del suelo, a través 

de su red externa de hifas, mientras que la planta 

proporciona al hongo carbohidratos producidos por la 

fotosíntesis (Sieverding, 1991; Clark y Zeto, 2000; Bago y 

col., 2000). Además, los hongos micorrízicos contribuyen al 

mantenimiento de una buena estructuración y 

agregación del suelo circundante a las raíces (Rillig y 

Mummey, 2006), actividad de importancia en la 

estabilidad de ecosistemas terrestres. Los HMA son 

abundantes bajo cualquier rango de fertilidad del suelo, 

aunque el grado de colonización micorrízica aumenta 

cuando la fertilidad declina, particularmente en suelos 

deficientes de fósforo (Mosse y col., 1973 y 1976; Brundrett 

y col., 1996; Smith y Read, 1997). Adicionalmente, la 
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disponibilidad de P en los suelos, limita a muchas especies 

vegetales el poder manifestar su potencial genético en 

cuanto a producción, es aquí, donde los HMA facilitan el 

suministro de este nutriente a plantas que sin él no 

prosperarían (Brundrett y col., 1996; Pérez, 1997; Khalil y 

col., 1999; Smith y col., 2003). Mediante la penetración y 

colonización de las células radicales de las plantas se 

forma un sistema de transferencia bidireccional, llevando 

nutrimentos como el P y otros que son inmóviles, del suelo 

a la planta y compuestos orgánicos como carbohidratos 

de la planta al hongo (Velasco y col., 2001; Scheublin y 

col., 2004; Peterson y col., 2004). Además, se generan 

otros beneficios de la asociación, entre otros, una mayor 

resistencia de la planta micorrizada al ataque de 

patógenos del sistema radical (Hooker y col., 1994); a la 

presencia de metales pesados en el suelo (del Val y col., 

1999), al estrés hídrico (Marulanda y col., 2003), a 

condiciones extremas de pH del suelo (Clark y col., 1999). 

Por otra parte, la red de hifas extraradicales y ciertas 

sustancias secretadas por el hongo durante la asociación 

favorecen la formación de agregados estables en el 

suelo y por consiguiente la conservación de la estructura 

física de este (Borie y col., 2000; Jeffries y Barea 2001). 

 

A inicios de la década de 1990, al rededor de 150 

especies de hongos que forman MA fueron clasificados 

en dos subordenes: Glomineae y Gigasporineae y éstos, 
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en tres familias: Glomaceae, Acaulosporaceae y 

Gigasporaceae, con seis géneros: Glomus, Sclerocystis, 

Acaulospora, Entrophospora, Gigaspora y Scutellospora 

(Schenck y Pérez, 1990). Posteriormente, Morton y 

Redecker (2001), mediante técnicas moleculares y la 

comparación de características morfológicas de las 

esporas, hicieron cambios importantes en la taxonomía. 

Según la nueva taxonomía los HMA pertenecen al phylum 

Glomeromycota, clase Glomeromycetes que incluye 

cuatro ordenes: Glomerales con sus familias 

Pacisporaceae, Glomeraceae y géneros Pacispora y 

Glomus; Paraglomerales con su familia Paraglomeraceae 

y género Paraglomus; Archaeosporales con sus familias 

Archaeosporaceae, y Geosiphonaceae y géneros 

Archaeospora y Geosiphon;  y Diversisporales con las 

familias Acaulosporaceae, Diversisporaceae, 

Gigasporaceae y géneros Acaulospora, Entrophospora, 

Diversispora, Gigaspora y Scutellospora (Schüssler, 2004). 

 

Los HMA no son tan específicos, por lo que una especie 

puede colonizar a muchas especies de plantas y se 

adaptan mejor a las condiciones del medio porque sus 

esporas crecen con facilidad y pueden sobrevivir sin 

contacto con las raíces. Esas son dos causas principales 

por las cuales abundan mas en la naturaleza que el resto 

de las micorrizas (Brundrett y col., 1996). Se sabe que, a 

este grupo pertenecen la mayor cantidad de micorrizas 
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existentes en la naturaleza, y por lo tanto las que mas 

especies vegetales colonizan (Sieverding, 1991). El efecto 

positivo de los HMA se observa en las planta hospederas, 

al mejorar su adaptación, reproducción, supervivencia y 

producción de biomasa (Fisher y Jayachandran, 2002; 

Scheublin y col., 2004). 

 

Por otra parte, la taxonomía actual de los rizobios se base 

en un enfoque polifásico que incluye caracterizaciones 

de morfología, bioquímica, fisiología, genética y filogenia, 

entre otras, que ha conferido a la taxonomía una base 

más natural y más confiable (Gillis y col., 2001). 

Herramientas de la biología molecular y los métodos 

tradicionales, han ayudado a la evolución de la 

taxonomía de Rhizobium. Jordan (1982) separó los rizobios 

en dos géneros: Bradyrhizobium y Rhizobium. El género 

Bradyrhizobium incluye las cepas de lento crecimiento, 

productoras alcalinas en YMA que tienen colonias ≥ 1 mm 

en diámetro a los 5-7 días en placas de YMA. En este 

género se ha designado una sola especie, B. japonicum. 

En el género Rhizobium, se incluyeron tres especies: R. 

leguminosarum, R. meliloti y R. loti. Sin embargo, R. 

leguminosarum incluye tres biovars: bv. viciae que antes 

era la especie R. leguminosarum; bv. phaseoli que 

anteriormente era R. phaseoli; y bv. trifolii que fue la 

anterior R. trifolii.  
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Una de las simbiosis mas importantes en la naturaleza es, 

entre leguminosas y bacterias del género Rhizobium. La 

infección de las raíces conduce a la formación de 

nódulos radicales que tienen distinta forma según la 

planta hospedadora. Los rizobios específicos entran en la 

raíz por el extremo de los pelos absorbentes y se forma 

uno o varios tubos de infección dentro de los cuales los 

rizobios se hallan dispuestos en fila. El tubo de infección 

penetra en las células del cortex, provocando que estas 

se dividan activamente hasta formar un tumor. Los 

rizobios contenidos en el tubo de infección son liberados 

en el citoplasma de las células meristemáticas, donde 

adquieren una forma distinta al rizobio de vida libre y se 

denominan bacteroides que son capaces de fijar 

nitrógeno molecular (Carrillo, 2003). Normalmente los 

bacteroides completamente desarrollados ya no pueden 

volver a reproducirse, aunque existe controversia al 

respecto. Se ha reportado que los rizobios tienen tres 

diferentes estados de vida: uno dentro de los nódulos de 

las leguminosas, otro en suelo y otro dentro de plantas no 

leguminosas como endófitos. Todos los rizobios pueden 

vivir como saprófitos en suelos o en medios de cultivos 

(Moulin y col., 2001). En los nódulos la presión parcial de 

oxigeno es muy baja, si se eleva, la enzima nitrogenasa 

quedaría inhibida y no se produciría la fijación. Sin 

embargo, en el nódulo se consume el oxigeno por la 

leghemoglobina (molécula transportadora de O2 y que 
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además contiene un grupo hemo), responsable del color 

rojizo de los nódulos (Ingraham y Ingraham, 1998). El 

proceso de Fijación Simbiótica de Nitrógeno (FSN), 

producto de la asociación Rhizobium-leguminosa 

consiste, a grandes rasgos, en la reducción de N2 a NH3 

por acción de la enzima nitrogenasa y su incorporación a 

la biosfera (Carrillo, 2003).  

 

Cuando se desea que la planta cultivada tenga un 

aporte eficiente de nitrógeno de manera natural se 

recurre al uso de bacterias fijadoras del mismo. A partir de 

esta vía es posible obtener un importante suministro de N 

para determinadas especies vegetales, las que en 

simbiosis con bacterias fijadoras de nitrógeno, 

principalmente del genero Rhizobium obtienen este 

elemento a un costo metabólico generalmente reducido 

(Pahuara y Zúñiga, 2002; Urzúa, 2000), tal es el caso de 

Trifolium pratense (trébol rosado). 

 

Lamentablemente, los rizobios no siempre se encuentran 

en el suelo, están en poblaciones relativamente bajas o si 

se encuentran, estos son de baja efectividad, por lo que 

es conveniente introducirlos artificialmente mediante 

inoculaciones para de esta manera favorecer a la 

simbiosis. La inoculación artificial resulta imprescindible 

cuando se introducen nuevas leguminosas en terrenos 

ajenos a su lugar de origen, sobre todo si son 
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hospedadores de alta especificidad o cuando la 

deficiencia en nitrógeno limita el desarrollo vegetal 

(Rincón y col., 2000; Molina y col., 2006). 

  

Relación tripartita Trifolium – Micorrizas – Rhizobium  

 

En la X región de Chile se han realizado estudios exitosos 

en cuanto a la simbiosis tripartita leguminosa – rhizobium – 

micorriza y su relación con la producción, fijación 

simbiótica del N, absorción de P y otros macro y 

micronutrientes en la especie Trifolium repens (trébol 

blanco) (Urzúa, 2005). Sin embargo, de acuerdo a 

Scheublin y col., (2004), existen relativamente pocos 

estudios sobre comunidades de HMA en leguminosas e 

incluso es menos conocido aún su colonización en los 

nódulos radicales. Se sabe que en condiciones de 

laboratorio los HMA colonizan nódulos, pero no es 

conocido si estos son colonizados a nivel de invernadero 

o campo, ya que los nódulos se diferencian de las raíces 

en estructura, función y requerimientos nutricionales. Estas 

diferencias sugieren que los HMA pueden diferir en raíces 

y nódulos (Almeida y col., 2000). No se conoce 

información referente a que si los HMA pueden colonizar 

los nódulos de T. pratense. 

 

Por otro lado, se considera que el P es la principal 

limitante nutricional para el crecimiento de leguminosas 
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en regiones tropicales y subtropicales del mundo (Ae y 

col., 1990). Además, es conocido que plántulas 

originadas de semillas pequeñas poseen condiciones 

nutricionales muy bajas, siendo el P el elemento más 

deficiente, sin embargo, una vez germinadas en 

contacto con el suelo, las pequeñas plantas se 

benefician por el efecto de algunos microorganismos que 

en él habitan, favoreciendo la solubilización y 

disponibilidad del nutriente. El N y P generalmente se 

encuentran deficientes, pero las bacterias fijadoras de 

nitrógeno y los HMA los hacen disponibles para las nuevas 

plantas (Gonzáles-Chávez, 1995). Sin embargo, para el 

establecimiento de la nodulación y fijación de nitrógeno, 

las leguminosas forrajeras dependen de una nutrición 

fosfatada adecuada, y es aquí donde las micorrizas 

intervienen, aumentando potencialmente la 

disponibilidad y absorción de P, ya que este elemento es 

de gran valor para una eficiente fijación de N 

atmosférico, crecimiento y nodulación efectiva del 

sistema radicular de las plantas (Burity y col., 2000). 

Además, dentro de la biota rizosférica de las plantas es 

frecuente encontrar microorganismos asociados, entre los 

que se destacan hongos no simbióticos, pero con 

importante desempeño como reguladores o 

estimuladores del crecimiento vegetal. 
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Desde un punto de vista conservador, resulta ecológica y 

económicamente conveniente emplear la simbiosis 

tripartita Rhizobium - T. pratense - Micorriza arbuscular 

para mejorar la fijación biológica del nitrógeno (FBN) y 

aumentar la disponibilidad de fósforo en la solución de 

suelo, permitiendo un ahorro económico al evitar la 

fertilización sintética (Broadbent y col., 1982; Urzúa y col., 

1986). Además, la presencia de microorganismos fúngicos 

en la biota rizosférica con potencial para producir 

reguladores del crecimiento vegetal, estimula el 

desarrollo satisfactorio y competitivo de las especies 

vegetales beneficiadas por este fenómeno. En la zona 

sur, especialmente en la X región existen problemas para 

lograr poblaciones de trébol suficientes para que se 

produzca un aporte de N significativo (Urzúa, 1987). 

 

Estrategias de las plantas para acceder a los 

nutrientes del suelo 

 

El proceso de absorción de nutrientes desde el suelo por 

parte de las raíces de las plantas ocurre por contacto, 

mediante dos fenómenos complementarios: por un lado, 

el crecimiento de las raíces hacia lugares donde los 

nutrientes están localizados, y por otro, el transporte de 

nutrientes desde el volumen de suelo hacia la superficie 

de las raíces (Jungk, 2002). Sin embargo, la cantidad de 

iones de un determinado nutriente que llega hasta la 
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superficie de las raíces, depende del tamaño del sistema 

radicular, longitud o superficie; propiedades morfológicas 

de la raíz, tales como, radio de la raíz, pelos radicales, 

raíces proteoideas, simbiosis con hongos micorrízicos, y 

distribución radicular en el perfil del suelo (Clarkson, 1985; 

Jungk y Claassen, 1997). Por otro lado, el movimiento de 

nutrientes desde el suelo que rodea a las raíces hacia la 

superficie de estas, ocurre como resultado de dos 

procesos, flujo de masa y difusión (Barber, 1995; Tinker y 

Nye, 2000). El flujo de masa es el transporte del (los) 

nutriente (s) disuelto (s) en la solución de suelo hacia la 

raíz, mediante la transpiración del sistema foliar de la 

planta. Difusión es el proceso por el cual el (los) nutriente 

(s) son movidos desde un área de alta concentración 

hacia un área de baja concentración (Jungk y Claassen, 

1997). Sin embargo, el proceso de difusión es el principal 

mecanismo, mediante el cual el o los nutrientes llegan 

con mayor facilidad a la superficie de las raíces (Claassen 

y Steingrobe, 1999). 

 

Durante los procesos evolutivos, las plantas terrestres han 

desarrollado sistemas radiculares particularmente 

adaptados para adquirir nutrientes bajo diferentes 

condiciones (Jungk, 2001), además, despliegan 

estrategias que les permite afectar positivamente la 

captación de nutrientes, entre las que están: a) el 

tamaño y arquitectura del sistema radicular, b) 
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propiedades morfológicas como diámetro de raíces, 

pelos radicales y raíces en racimos, c) tasa de absorción 

de nutrientes por unidad de longitud de raíz o superficie 

radicular, d) liberación de sustancias para alterar la 

solubilidad de nutrientes en la rizósfera, y e) hongos 

simbiontes (micorrízicos) para explotar grandes volúmenes 

de suelo. Además, la exudación de sustancias por parte 

de las raíces o pelos radicales dentro del suelo (Tinker y 

Nye, 2000). Desde el punto de vista de eficiencia, el 

desempeño de las raíces es un factor importante para 

suministrar nutrientes adecuadamente a las plantas. La 

demanda de nutrientes por parte de la planta sobre las 

raíces puede ser expresada por el influjo, In, que es la 

cantidad de un determinado nutriente que una raíz 

absorbe por unidad de tiempo. Además, el sistema 

radicular puede ser cuantificado en términos de longitud, 

superficie o peso de las raíces y ser relacionado para el 

tamaño del follaje, volumen de suelo o para el área del 

suelo. La relación entre la longitud de raíz y el peso del 

follaje es un parámetro básico en la adquisición de 

nutrientes por parte de las plantas (Jungk y Claassen, 

1997). 

 

La absorción de nutrientes desde el suelo por las raíces de 

las plantas, es un proceso que depende de las 

propiedades del suelo y de las plantas mismas, es decir 

de la disponibilidad de nutriente en el suelo y del poder 
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de adquisición de nutrientes de la planta (Jungk y 

Claassen, 1997; Jungk, 2002). La disponibilidad depende 

de la cantidad de nutriente presente en el suelo y de su 

movilidad, mientras que el poder de adquisición es 

función de la longitud total del sistema radicular y del 

influjo (In) (Hoffmann y Jungk, 1995). 

 

El suelo adyacente a la superficie de las raíces es el suelo 

rizosférico, el cual posee una actividad química y 

biológica mucho más activa. Muchos de los procesos 

que ocurren en la interfase raíz-suelo-planta son el 

resultado directo e indirecto de la demanda de las 

plantas por agua y nutrientes, así como el ambiente 

favorable creado por muchos organismos que viven allí. 

Estos procesos incluyen contacto raíz-suelo, transporte de 

nutrientes, precipitación-disolución, adsorción-desorción 

(conocidos colectivamente como el potencial buffer del 

suelo) y la inmovilización-mineralización biológica. No 

obstante, la rizósfera puede extenderse más allá de los 

primeros milímetros del suelo adyacente a la superficie de 

la raíz, cuando se considera la absorción de agua y iones 

de nutrientes móviles, como es el caso del nitrógeno en su 

forma de NO3 o cuando se liberan compuestos volátiles 

(Hinsinger, 1998). Por otro lado, en el caso de nutrientes 

relativamente inmóviles, tales como el P, la rizósfera del 

suelo es probablemente limitada a distancias menores 

comprendidas entre 1 a 4 mm desde la superficie de la 
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raíz (Gahoonía y Nielsen, 1992; Hubel y Beck, 1993). Por 

otra parte, muchas plantas a través de sus raíces liberan 

grandes cantidades de ácidos orgánicos dentro de la 

rizósfera (Lamont, 2003; Shane y Lambers, 2005), 

provocando una solubilización de nutrientes mediante 

quelación e intercambio de ligados (Gerke y col., 2000; 

Ryan y col., 2001; Dakora y Phillips, 1996 y 2002).  

 

En especies leguminosas, los isoflavonoides son 

abundantes compuestos fenólicos que están 

estrechamente vinculados en las interacciones 

microorganismo – planta (Dinkelaker y col., 1995; 

Weisskopf y col., 2006). Ellos pueden atraer 

microorganismos mutualistas tales como bacterias 

fijadoras de nitrógeno (Dakora y col., 1993) y hongos 

micorrízicos (Hirsch y Kapulnik, 1998). Además, los 

isoflavonoides están vinculados en la respuesta de 

defensa frente a potenciales patógenos fúngicos o 

bacteriales del suelo (Paiva, 2000).  

 

También, los microorganismos del suelo afectan 

potencialmente la nutrición de las plantas a través de su 

rol importante en la solubilización y mineralización de 

nutrientes de poca movilidad en la rizósfera, así como la 

liberación de sustancias que mejoran el crecimiento y 

funciones del sistema radicular (Bowen y Rovira, 1999; 

Jakobsen y col., 2005). Entre los microorganismos 
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sobresalen los hongos micorrízicos, cuyo micelio 

constituye un sistema altamente eficiente para la 

recolección de nutrientes de baja movilidad, como es el 

caso del P. Las plantas micorrizadas aprovechan bajos 

niveles de fosfatos y un mayor volumen de suelo por 

unidad de longitud de raíz, que plantas no infectadas 

(Jungk y Claassen, 1997). 

 

Las técnicas convencionales permiten estimar la 

cantidad de nutrientes disponibles que una determinada 

planta logra absorber, sin embargo, es difícil cuantificar la 

cantidad que se pierde por volatilización, desnitrificación 

o lixiviación, para el caso del nitrógeno, y por otro lado, 

cuanto nutriente es atrapado por el suelo y absorbido por 

las raíces, como sucede en el caso del fósforo. Pero, 

actualmente las técnicas isotópicas constituyen formas 

directas para medir la absorción por planta de un 

nutriente proveniente de un fertilizante marcado con un 

isótopo. Este método provee una vía precisa para medir, 

no solo la absorción de nutrientes por planta, sino 

también cuanto del mismo utiliza la planta desde el suelo. 

Los isótopos 32P y 15N constituyen un medio para obtener 

una medida directa de cuanto fósforo o cuanto 

nitrógeno que utiliza la planta proviene del fertilizante, 

cuanto proviene del suelo y cuanto se pierde (Pino y col. 

2006).  
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Para entender la influencia de los hongos micorrízicos y 

estimuladores del crecimiento vegetal y bacterias 

fijadoras de nitrógeno, sobre el sistema radicular y 

desarrollo vegetativo de las plantas en el proceso de 

absorción de nutrientes, es necesario estudiar el 

comportamiento y reacción de las plantas frente a la 

influencia de los microorganismos en presencia y 

ausencia de nutrientes de importancia para el desarrollo 

vegetal.  

 

Para establecer una continuación en el correcto 

desarrollo del libro el presente estudio se empleó una 

cepa bacteriana y una fúngica: Rhizobium 

leguminosarum (Frank) bv. Trifolii aislada a partir de 

nódulos presentes en raíces de Trifolium pratense Linnaeus 

cv Quiñequeli procedente del Jardín Botánico de la 

Universidad Austral de Chile. Una cepa del hongo 

micorrízico arbuscular Glomus intraradices Schenck & 

Smith, cedida por el Dr. Fernando Borie de la Universidad 

de la Frontera. Además, semillas de Trifolium pratense L. 

var. Quiñequeli (trébol rosado). 

 

Reactivos  

 

Los reactivos utilizados en la fase experimental se 

presentan en orden alfabético y se señala en paréntesis 

la abreviatura usada en el texto: Acido Clorhídrico (HCl), 
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Agar extracto malta (AEM), Agar peptona (AP), Agar rojo 

congo manitol (ACM), Alcohol, Bicarbonato de Potasio 

(KHCO3), Carbonato de Calcio (CaCO3), Cloruro de 

Sodio (ClNa), Cristal violeta al 5%, Fosfato de Potasio 

(K2HPO4), fuccina, Hipoclorito de Sodio (HClONa) al 10%  

producto comercial, lugol, manita, rojo fenol, rojo metilo, 

safranina 0.25%, Sulfato de Magnesio (SO4Mg7H2O), 

Sulfato de Potasio (K2SO4); Fosfato de Potasio monobásico 

(KH2PO4); Cloruro de Magnesio hexahidratado 

(MgCl2x6H2O); Sulfato de Sodio (Na2SO4); Nitrato de 

Amonio (NH4NO3). 

 

Equipos 

 

Acondicionador de aire (marca Norwood), autoclave 

(marca Orthmann), balanza de precisión (marca Precisa 

2200 c), baño termorregulado (marca Rost Frei), cámara 

de crecimiento de plantas, cámara de flujo laminar 

(marca Termoforma, modelo Class II A/B3), cámara 

fotográfica (marca Olimpus®  X-750), cámara de frío 

(marca Eurofrigo), cámara de incubación (marca Trilab), 

destilador de agua (marca Kottermann), Lupa 

estereoscópica (marca Carl Zeiss), horno microondas 

(marca LG), horno pasteur (marca Kottermann), 

microscopio óptico (marca Carl Zeiss modelo 4343505), 

pH metro (marca Fisher Accument, modelo 230), 

refrigerador (marca Mademsa, modelo evolution 2900 G).  
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Otros 

 

Aceite de inmersión, aguja de siembra, algodón hidrófilo, 

asa de siembra, bolsas plásticas, buretas, cubetas 

plásticas de 70,0 x 60,0 x 11,5 cm, cubreobjetos, cuchillo, 

erlenmeyers de 250, 500 y 1000 mL, gasa, jeringas 

desechables, lápiz, plumones de tinta permanente, 

matraces, pala de desfonde, papel aluminio, papel de 

envolver, papel de periódico, pinzas, pipetas de 1, 5, 10 

mL, placas Petri de 9,0 x 1,6 cm, portaobjetos, sacos 

plásticos, styroblocks (macetas colectivas de poliestireno) 

de 63,5 x 39,0 x 7,0 cm, suelo (sustrato), tamices, toalla de 

papel absorbente, tubos de ensayo de 16 x 1 cm, vasos 

precipitados de 200 y 500 mL. 

 

Área de estudio 

 

La investigación se llevo a cabo en los meses de febrero a 

Abril del año 2008, y se realizó en el Centro de Análisis y 

Desarrollo de Resistencias Fúngicas (CADEREF), ubicado 

en el laboratorio de Patología Forestal de la Facultad de 

Ciencias Forestales de la Universidad Austral de Chile. 
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Germinación de semillas de Trifolium pratense L 

 

Las semillas de T. pratense se desinfectaron en una 

solución de HClONa al 10 % por 3 minutos, posteriormente 

se lavaron en 3 ocasiones con abundante agua destilada 

estéril para eliminar residuos de cloro. Una vez lavadas se 

ubicaron sobre papel toalla humedecida estéril dentro de 

una placa de Petri y se colocaron a temperatura (23 ± 1 
oC) de laboratorio por 72 horas.  

 

Obtención y desinfección del suelo 

 

El suelo utilizado correspondió a un trumao (andisol), 

compactado, derivado de cenizas volcánicas 

recolectado en la ciudad de Valdivia (Sector pampa San 

Luís), con características nutricionales de bajo nivel de 

disponibilidad de N y P (12,6 ppm y 2,4 mg/kg 

respectivamente). Al suelo colectado le fue retirado los 

materiales de mayor tamaño (hojarasca, ramas, rocas, 

tallos, etc.) mediante tamizado, hasta quedar 

homogenizado. Se depositaron en bolsas plásticas y 

esterilizaron en un autoclave a 121 oC y 1 atmósfera de 

presión por 20 minutos, este proceso se repitió 24 horas 

después de la primera esterilización para eliminar 

endosporas bacterianas que hallan resistido y germinado 

después de la esterilización inicial.  
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Cuando concluyó el proceso de esterilización y se enfrió 

el suelo, se realizó un control de esterilización mediante 

siembra de diluciones seriadas sobre agar peptona e 

incubadas a 23 ± 1 oC durante 96 horas, posteriormente 

se determinó el contenido de N y P disponible, materia 

orgánica y  pH. El análisis químico de P, N, materia 

orgánica y pH en el suelo, se realizó según metodología 

descrita por Sadzawka et al., (2006) para los suelos de 

Chile.  

 

Obtención del inoculo de Rhizobium 

leguminosarum bv. Trifolii 

 

Se colectaron plantas de Trifolium pratense en el Jardín 

Botánico de la Universidad Austral de Chile, cuyo sistema 

radicular presentó formación de nódulos sanos y 

vigorosos. Estos fueron separados de la raíz y lavados con 

abundante agua de llave, hasta desprender las partículas 

de suelo adheridas. Posteriormente, los nódulos se 

depositaron en un recipiente al que se le añadió HClONa 

al 5%, para su desinfección externa durante 10 minutos y 

luego se realizaron lavados con abundante agua 

destilada estéril por cinco ocasiones, cerca a un mechero 

para evitar contaminación.  

 

Una vez desinfectados y lavados, los nódulos fueron 

macerados hasta quedar convertidos en una masa 
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viscosa, de la cual, inmediatamente se sembró en placas 

Petri conteniendo agar rojo congo manitol (RCM) y 

permanecieron en incubación por 5 días a 23 ± 2 oC 

(Steubing et al., 2002). Una vez transcurrido el tiempo de 

incubación, se hicieron reaislamientos de colonias puras. 

 

Obtención del inóculo de Glomus intraradices 

 

El inóculo de G. intraradices fue facilitado por el Dr. 

Fernando Boríe, profesor de la Universidad de la Frontera. 

El inóculo fue obtenido mediante el método de plantas 

hospedantes (trampa) empleado por Sieverding (1991), 

que consiste en inocular al vegetal hospedante con 

esporas del hongo de interés, mientras la planta es 

mantenida en un sustrato estéril a base de suelo mas 

vermiculita en una proporción 3:1 (v:v), hasta que la 

planta llegue a su madurez. El inóculo experimental 

estuvo constituido a razón de 22 esporas por g de 

sustrato.  

 

Preparación del sustrato para el cultivo de plántulas de 

Trifolium pratense L  

 

Rhizobium leguminosarum bv. Trifolii 

 

Se emplearon macetas colectivas de poliestireno o 

styroblocks con dimensiones de 63,5 x 39,0 x 7,0 cm, en 



 30 

cuyo interior poseían 135 celdas con una capacidad de 

40,0 cm3 y un área de 13,69 cm2 cada una, dentro de las 

cuales se depositó suelo estéril. Por cada tratamiento se 

emplearon 50 celdas. Las macetas fueron previamente 

desinfectadas con alcohol al 70 % empleando un 

atomizador. En cada celda se sembraron 3 semillas 

pregerminadas de T. pratense, lo que indica que se 

empleó una densidad de siembra de 22 plantas/m2, a las 

previamente se inoculó con la bacteria, mediante una 

suspensión acuosa de 108 células rizobianas/mL durante 

24 horas.  

 

Glomus intraradices 

 

Similar al caso anterior, se emplearon macetas colectivas 

de poliestireno o styroblocks con dimensiones de 63,5 x 

39,0 x 7,0 cm, en cuyo interior poseían 135 celdas con una 

capacidad de 40,0 cm3 y un área de 13,69 cm2 cada 

una, dentro de las cuales se depositó suelo estéril. Por 

cada tratamiento se emplearon 50 celdas.  

 

Las macetas fueron previamente desinfectadas con 

alcohol al 70 % empleando un atomizador. En cada una 

de las celdas se aplicó 0,3 g de inoculo (se disponía de 

poca cantidad) del hongo micorrízico, el mismo que 

tenia 7 esporas  (equivalente a 22 esporas/g de sustrato) 

para luego cubrir con suelo. En cada celda, se sembraron 
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3 semillas pregerminadas de T. pratense, lo que indica 

que se empleó una densidad de siembra de 22 

plantas/m2. 

 

Riego y fertilización mediante solución nutritiva 

 

El riego y fertilización se realizó cada 48 horas. La solución 

nutritiva empleada en la investigación fue la Long Ashton 

(Plenchette y col., 1982; Ben y col., 2003; Jia y col., 2004), 

para aportar macro y micronutrientes, que fue 

modificada para cada uno de los tratamientos. Tanto 

para los macro y micronutrientes se preparó una solución 

stock (solución madre) 100x. De cada una de las 

soluciones stock se preparó 500 ml, estas se indican en las 

tablas 1, 2, 3 y 4  

 
 
Tabla 1. Solución nutritiva 
Completa (A) 100x. 

 Tabla 2. Solución nutritiva sin N (B) 
100x. 

Materiales empleados 
como vehiculo para 
aportar Micronutrientes y 
Macronutrientes 

g L-1  
Materiales empleados 
como vehiculo para 
aportar Micronutrientes y 
Macronutrientes 

g L-1 

NaH2PO4 20,800  NaH2PO4 20,800 
MgSO47H2O 36,900  MgSO47H2O 36,900 
MnSO4H2O 0,2230  MnSO4H2O 0,2230 
CuSO45H2O 0,0240  CuSO45H2O 0,0240 
ZnSO47H2O 0,0290  ZnSO47H2O 0,0290 
H3BO3  0,1860  H3BO3  0,1860 
(NH4)6Mo7O244H2O 0,0040  (NH4)6Mo7O244H2O 0,0040 
NaCl 0,5850  NaCl 0,5850 
FeSO4H2O  0,5000  FeSO4H2O  0,5000 
K2SO4 21,750  K2SO4 21,750 
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CaCl2  50,000  CaCl2  50,000 
KNO3 6,5700  EDTA 0,6700 
NO3NH4 2,4000    
EDTA 0,6700    
 
 
Tabla 3. Solución nutritiva sin P (C) 
100x. 
 

 Tabla 4. Solución nutritiva  sin N y P 
(D) 100x. 
 Materiales empleados 

como vehiculo para 
aportar Micronutrientes y 
Macronutrientes 

g L-1  
Materiales empleados 
como vehiculo para 
aportar Micronutrientes 

g L-1 

MgSO47H2O 36,900  MgSO47H2O 36,900 
MnSO4H2O 0,2230  MnSO4H2O 0,2230 
CuSO45H2O 0,0240  CuSO45H2O 0,0240 
ZnSO47H2O 0,0290  ZnSO47H2O 0,0290 
H3BO3  0,1860  H3BO3  0,1860 
(NH4)6Mo7O244H2O 0,0040  (NH4)6Mo7O244H2O 0,0040 
NaCl 0,5850  NaCl 0,5850 
FeSO4H2O  0,5000  FeSO4H2O  0,5000 
K2SO4 21,750  K2SO4 21,750 
CaCl2  50,000  CaCl2  50,000 
KNO3 6,5700  EDTA 0,6700 
NO3NH4 2,4000    
EDTA 0,6700    
 
 

De cada solución stock para macro y micronutrientes, se 

tomó 10 mL y completó con 990 mL de agua destilada 

estéril. En cada celda se aplicó 10 mL de la solución 

nutritiva diluida según correspondiera a los tratamientos. 

Aquellos que debían recibir adicionalmente P y N, estos 

elementos fueron agregados a las soluciones nutritivas 

correspondientes e igual que en los casos anteriores cada 

celda recibió 10 mL, lo cual equivalía a 0,067 mmol (2,08 
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ppm) de NaH2PO4 y 0,064 mmol (0,89 ppm) de KNO3 mas 

NO3NH4. 

 

Las macetas colectivas de poliestireno conteniendo las 

plantas, se mantuvieron bajo condiciones ambientales 

controladas, dentro de una cámara de cultivo a 

temperatura de 23 ± 1 oC, humedad relativa del 65 %, 

con un fotoperiodo de 16 horas de luz y 8 horas de 

oscuridad, y una densidad de flujo de fotones 

fotosintéticos (irradiación) de 550 mmol m-2 s-1 (Almeida y 

col., 2000b; Castillo, 2005; Lohar y col., 2007), mediante 

lámparas incandescentes blanco frías (Irrazabal y col., 

2004). La duración del fotoperiodo fue controlada 

mediante un sistema automático a través de un reloj 

sincronizado.  

 

Tratamientos y Diseño Experimental 

 

Como se indica en la tabla 5, la investigación estuvo 

formada de 8 tratamientos. Cada tratamiento constituido 

por 8 repeticiones y 18 plantas en cada repetición. La 

repetición consistió en el número de plantas  que 

contenían 6 celdas. Considerando que las variables en 

estudio fueron evaluadas en dos tiempos, para cada 

tiempo de evaluación se emplearon 4 repeticiones. La 

densidad de plantas utilizada por unidad de superficie, 

está dentro de las recomendadas para trébol rosado en 
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praderas. Los tratamientos fueron distribuidos en un 

diseño completo al azar (DCA). El análisis estadístico se 

realizó con el programa estadístico SAS para Windows 

versión 8 y la separación de medias entre tratamientos se 

la hizo mediante la prueba de Tukey, testeando 

probabilidades menores al 0,05.   

 

Tabla 5. Descripción de los tratamientos aplicados en la 
investigación. 

 

Tratamientos Descripción de los Tratamientos  Solución 
nutritiva 

1 Suelo estéril (testigo).   H2O  

2 Suelo estéril + Solución nutritiva 
completa. 

 
A 

3 SE + Rhizobium leguminosarum + 
Solución nutritiva – N. 

 
B 

4 SE + Rhizobium leguminosarum + 
Solución nutritiva completa. 

 
A 

5 SE + Glomus intraradices + 
Solución nutritiva – P.  

 
C 

6 SE + Glomus intraradices + 
Solución nutritiva completa. 

 
A 

7 
SE + Rhizobium leguminosarum + 
Glomus intraradices + Solución 
nutritiva – N y – P.  

 
D 

8 
SE + Rhizobium leguminosarum + 
Glomus intraradices + Solución 
nutritiva completa.  

 
A 
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Variables morfológicas en las plantas evaluadas. 

 

Altura de las plantas: Se medió desde la base de la 

planta (cuello) hasta la última hoja visible del extremo 

superior, usando una regla milimetrada y se expresó en 

cm. Las mediciones se efectuaron a los 50 y 65 días 

después de la siembra. 

 

Número de hojas: Se contaron desde el cuello hasta la 

última hoja del ápice. Las mediciones se efectuaron a los 

50 y 65 días después de la siembra. 

Peso seco y fresco de la parte aérea y raíces: A las 

plantas de cada tratamiento se les separó la parte aérea 

y radical, se registró su peso fresco (g), y luego fueron 

ingresadas a la estufa por 72 horas a 65 °C (Jia y col., 

2004). Posteriormente, se procedió a registrar su peso 

seco (g) en una balanza de precisión. Las mediciones se 

efectuaron a los 50 y 65 días después de la siembra. 

 

Longitud total de raíces por planta (RL).  Es la longitud 

total del sistema radicular de las plantas, sumado todas 

las longitudes de cada raíz individual. Se expresa en m y 

la fórmula con la que se calculó, es la que a continuación 

se detalla (Jungk y Claassen, 1997). Las mediciones se 

efectuaron a los 50 y 65 días después de la siembra. 
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Donde → RLs = Largo especifico de la raíz. 

 

Longitud de raíz por volumen de suelo (RLV). Es el 

parámetro que estima la competición interradicular por 

nutrientes. Se expresa en cm cm-3 (Jungk y Claassen, 

1997; Claassen y Steingrobe, 1999; Jungk, 2002). Las 

estimaciones se hicieron para los 50 y 65 días después de 

la siembra. A continuación se detalla la ecuación con la 

que se efectuó su cálculo.  

 

 

     

Distancia media entre raíces vecinas (r1). Variable 

determinada por RLV. Estima el volumen de suelo fuera 

del cual una raíz puede extraer nutrientes, asumiendo 

que las raíces están distribuidas regularmente en el suelo. 

Las estimaciones se hicieron para los 50 y 65 días después 

de la siembra. Se expresa en cm (Jungk & Claassen, 1997; 

Claassen & Steingrobe, 1999; Jungk, 2002) y se lo calculó 

con la siguiente ecuación: 

 

sxRLRL
macetapor  plantas de Número
macetapor  raices fresco Peso

=

( )suelodedensidadpesosuelodeVolumen
poteplantasNRLRL

ro

V ÷
=

/*
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Relación, sistema radicular – parte aérea (R/S). Es un 

parámetro básico para la adquisición de nutrientes por 

parte de las plantas, se expresa en cm mg-1 (Jungk & 

Claassen, 1997). Su estimación se hizo a los 50 y 65 días 

después de la siembra y  se empleó la siguiente 

ecuación:  

 

 

 
Donde → S = Peso seco/planta 

  RL = Longitud total de raíces por planta 

 

Tasa de crecimiento relativo de la parte aérea (RGRS) y 

radicular (RGRr). Son parámetros que estiman el 

crecimiento del sistema aéreo y radicular de una planta 

en relación con un tiempo, se expresa en mg g-1 s-1 

(Jungk & Claassen, 1997). Las estimaciones se realizaron al 

final de la última evaluación (65 días), dado que para su 

cálculo se necesita dos evaluaciones separadas en el 

tiempo. Las ecuaciones que se emplearon se muestran a 

continuación: 

 

pVRL
r 1
1 =

1000/
S
RLSR =
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Donde → ln  = Logaritmo natural. 

S1 y S2 = Peso seco por planta, primera y segunda 

cosecha. 

(t2 - t1) = Tiempo entre primera y segunda cosecha 

en segundos. 

  86400 = Número de segundos por día. 

 

Relación, longitud del sistema radicular por unidad de 

taza de crecimiento de la parte aérea (RL/GR). Es la 

relación que existe entre la longitud total de raíces por 

planta y la tasa de crecimiento de la parte aérea por 

planta, se expresa en cm g-1 s-1 (Jungk & Claassen, 1997). 

Las estimaciones se realizaron al final de la última 

evaluación (65 días), dado que para su cálculo se 

necesita dos evaluaciones separadas en el tiempo. Se 

calculó en base a la siguiente ecuación: 

 

 

 

Donde → ln   =  Logaritmo natural. 

S1 y S2  =  Peso seco por planta, primera 

y segunda cosecha. 

)/()/ln( 1212 ttSSRGRs -=

)/()/ln( 1212 ttRLRLRGRR -=

))/ln(/))).((/()((/ 12121212 RLRLttSSRLRLGRRL ---=
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RL1 y RL2 =  Longitud de raíz por planta, primera y 

segunda      cosecha. 

(t2 - t1)  =  Tiempo entre primera y 

segunda cosecha en segundos. 

  86400  =  Número de segundos por día. 

Número de nódulos por planta: Consistió en contar el 

número de nódulos presentes en las raíces de cada 

planta. Las mediciones se efectuaron a los 50 y 65 días 

después de la siembra. 

 

Colonización micorrízica (CM): Para calcular la 

frecuencia e intensidad de la colonización por HMA y 

observar las estructuras internas del hongo ubicadas 

dentro de la raíz como, arbusculos, vesículas, micelio y de 

ser posible esporas, se empleó el método descrito por 

Steubing y col., (2002).  

 

Para determinar la presencia o ausencia de 

micorrización, se realizaron montajes en portaobjetos y 

observación en microscopio, previa decoloración y 

posterior tinción de las raíces. Por cada tratamiento se 

hicieron cuatro repeticiones, constituidas por cinco 

secciones de raíces cada una. La determinación de la 

frecuencia e intensidad de la micorrización, se lo hizo 

indicando el valor de la clase correspondiente a la 

micorrización. Las mediciones se efectuaron a los 50 y 65 

días después de la siembra. 
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Variables químicas en las plantas evaluadas. 

 

Análisis foliares y radiculares: Se analizó el contenido de P 

absorbido a través del método de calcinación y 

determinación por colorimetría, mientras que para el N el 

método a aplicado fue por digestión y determinación por 

destilación y titulación manual (Sadzawka y col., 2004). 

Los análisis se efectuaron en los materiales colectados a 

los 50 y 65 días después de la siembra. Una vez obtenidos 

los análisis foliares se calculó el contenido de P y N 

absorbido por planta (UP) (UN) en mg mediante las 

siguientes ecuaciones: 

 

UP (mg/planta) = (S x %P/100) x 1000  Donde → S = Peso 

seco/planta 

UN (mg/planta) = (S x %N/100) x 1000 

 

Influjo (In) o tasa de absorción por unidad de raíz para P y 

N. El influjo es la cantidad de nutriente que una 

determinada longitud de raíz absorbe por unidad de 

tiempo, se expresa de la siguiente manera: mol cm-1 s-1 

(Jungk y Claassen, 1997; Claassen y Steingrobe, 1999; 

Jungk, 2002). Las estimaciones se realizaron al final de la 

última evaluación (65 días), dado que para su cálculo se 

necesita dos evaluaciones separadas en el tiempo. Para 
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calcularlo se empleó la fórmula que se detalla a 

continuación.  

 

 

Sin embargo, la longitud radicular es posible de convertir 

a superficie de raíz y ser expresada así: 10-14 mol cm-2 s-1 

(Jungk & Claassen, 1997). La fórmula empleada para en 

el cálculo fue: 

 
 

Donde 

 

Ln  =  Logaritmo natural. 

U1 y U 2 =  Contenido del nutriente por planta 

(mol/planta) en primera y segunda   

 cosecha. 

RL1 y RL2 =  Longitud de raíz por planta, primera y 

segunda cosecha. 

(t2 - t1)  =  Tiempo entre primera y segunda 

cosecha en segundos. 

r0  = Radio de la raíz 

86400  =  Número de segundos por día. 

 

 

 
 

( ) 14
12121212

1114 10*))/()(ln(*))/()((10 ttRLRLRLRLUUscmmolI n ----=---

( ) ))*2/(10((*))/()(ln(*))/()((10 0
14

12121212
1214 rttRLRLRLRLUUscmmolI n p----=---
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Altura de planta 

 

En la Figura 1, se muestra los resultados obtenidos en 

Trifolium pratense a los 50 y 65 días después de la siembra, 

respecto a la variable altura en cada uno de los ocho 

tratamientos estudiados. En los dos tiempos se detectaron 

diferencias estadísticas significativas entre tratamientos. A 

los 50 días, el tratamiento solución nutritiva completa 

(SNC) mostró la mayor altura por planta con 6,35 cm, 

mientras que el tratamiento agua destilada estéril (H2O) 

fue el que presentó la menor altura por planta, con 

apenas 2,67 cm. La tendencia se mantuvo a los 65 días, 

donde el tratamiento SNC fue estadísticamente superior a 

los demás, con 8,48 cm de altura por planta, mientras 

que aquellos con menor altura fueron los tratamientos 

Rhizobium leguminosarum, mas Glomus intraradices, mas 

solución nutritiva, sin nitrógeno, y sin fósforo (Rl+Gi+SN-N-

P); agua destilada estéril (H2O) y Glomus intraradices, mas 

solución nutritiva, sin fósforo (Gi+SN-P) con 3,55; 3,13 y 2,80 

cm respectivamente y que estadísticamente fueron 

similares.  
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Figura 1. Altura de plantas de Trifolium pratense bajo ocho 
tratamientos nutricionales a los 50 y 65 días después de la siembra: 
(H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución nutritiva completa, 
(Rl+SN–N) R. leguminosarum más solución nutritiva sin nitrógeno, 
(Rl+SNC) R. leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–
P) G. intraradices más solución nutritiva sin fósforo, (Gi+SNC) G. 
intraradices más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–N–P) R. 
leguminosarum más G. intraradices más solución nutritiva sin 
nitrógeno y sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. 
intraradices más solución nutritiva completa. Los valores representan 
la media de cuatro repeticiones, con barras de error estándar. 
Medias seguidas por la misma letra no presentan diferencias 
estadísticas significativas (P < 0,05).  
 
 

Número de hojas por planta 

 

La Figura 2, permite observar los valores para cada uno 

de los tratamientos a los 50 y 65 días después de la 

siembra. En ambos casos se obtuvieron diferencias 

estadísticas significativas. En los dos tiempos, los 

tratamientos superiores fueron: Rhizobium leguminosarum, 

mas Glomus intraradices, mas solución nutritiva completa 

(Rl+Gi+SNC) y solución nutritiva completa (SNC) con 3,81 

y 3,65 hojas por planta (50 días) y 4,40 y 4,15 hojas por 
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planta (65 días) respectivamente, diferenciándose 

estadísticamente de los demás tratamientos. Por otro 

lado, los tratamientos que mostraron el menor número de 

hojas por planta fueron H2O, y Glomus intraradices, más 

solución nutritiva, sin fósforo (Gi+SN-P) con 2,56 y 2,79 (50 

días) y 3,02 y 2,81 (65 días), respectivamente.   

 
Figura 2. Número de hojas por planta de Trifolium pratense bajo ocho 
tratamientos nutricionales, evaluados a los 50 y 65 días después de la 
siembra: (H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución nutritiva 
completa, (Rl+SN–N) R. leguminosarum más solución nutritiva sin 
nitrógeno, (Rl+SNC) R. leguminosarum más solución nutritiva 
completa, (Gi+SN–P) G. intraradices más solución nutritiva sin fósforo, 
(Gi+SNC) G. intraradices más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–
N–P) R. leguminosarum más G. intraradices más solución nutritiva sin 
nitrógeno y sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. 
intraradices más solución nutritiva completa. Los valores representan 
la media de cuatro repeticiones, con barras de error estándar. 
Medias seguidas por la misma letra no presentan diferencias 
estadísticas significativas (P < 0,05). 
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Peso fresco del sistema aéreo (hojas más tallos)  

 

En cuanto al peso fresco del follaje, se encontraron 

diferencias estadísticas significativas entre tratamientos, 

tanto a los 50 como a los 65 días después de la siembra. A 

los 50 días, los tratamientos superiores fueron SNC; 

Rl+Gi+SNC; y Gi+SNC con 0,093; 0,081; y 0,079 g por 

planta respectivamente, siendo similares 

estadísticamente entre si, pero diferentes respecto a los 

demás tratamientos. No obstante, los tratamientos que 

mostraron menor peso por planta fueron H2O y Gi+SN-P 

con 0,018 y 0,033 g/planta, correspondientemente. 

Mientras que a los 65 días, los tratamientos SNC y Gi+SNC 

presentaron los mayores pesos con 0,198 y 0,182 g/planta 

siendo estadísticamente iguales, y diferentes frente a los 

demás tratamientos. Además, los tratamiento H2O y 

Gi+SN-P siguieron siendo los que mostraban los menores 

valores, con 0,021 y 0,033 g/planta respectivamente, 

siendo estadísticamente equivalentes (Figura 3). 
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Figura 3. Peso fresco del sistema aéreo por planta de T. pratense bajo 
ocho tratamientos a los 50 y 65 días después de la siembra: (H2O) 
agua destilada estéril, (SNC) solución nutritiva completa, (Rl+SN–N) R. 
leguminosarum más solución nutritiva sin nitrógeno, (Rl+SNC) R. 
leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–P) G. 
intraradices más solución nutritiva sin fósforo, (Gi+SNC) G. intraradices 
más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–N–P) R. leguminosarum 
más G. intraradices más solución nutritiva sin nitrógeno y sin fósforo, 
(Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. intraradices más solución 
nutritiva completa. Los valores representan la media de cuatro 
repeticiones, con barras de error estándar. Medias seguidas por la 
misma letra no presentan diferencias estadísticas significativas (P < 
0,05).  
 

Peso fresco del sistema radicular 

 

En la Figura 4 se presentan los resultados obtenidos en 

Trifolium pratense a los 50 y 65 días después de la siembra, 

respecto a la variable peso fresco del sistema radicular, 

en ocho tratamientos estudiados. En los dos tiempos se 

detectaron diferencias estadísticas significativas entre 

tratamientos. Tanto a los 50 y 65 días, los tratamientos SNC 

y Gi+SNC presentaron los pesos mas altos con 0,0586 y 
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0,0390 g/planta (50 días), y 0,09815 y 0,09810 g/planta (65 

días)  respectivamente, siendo superiores y 

diferenciándose estadísticamente respecto a los demás 

tratamientos. Por otro lado, los tratamientos que 

presentaron los menores pesos a los 50 días fueron 

Rl+Gi+SN-N-P; Rl+SN-N; Gi+SN-P; y H2O, con 0,0169; 0,0188; 

0,0212; y 0,0274 g/planta respectivamente, siendo 

estadísticamente similares entre sí. Sin embargo, a los 65 

días los tratamientos Rl+Gi+SN-N-P; Gi+SN-P; y H2O 

mostraron los menores pesos, siendo estadísticamente 

similares, con 0,0251; 0,0293; y 0,0379 g/planta, pero 

estadísticamente diferentes frente a los demás 

tratamientos.   

 
Figura 4. Peso fresco del sistema radicular por planta de Trifolium 
pratense bajo ocho tratamientos a los 50 y 65 días después de la 
siembra: (H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución nutritiva 
completa, (Rl+SN–N) R. leguminosarum más solución nutritiva sin 
nitrógeno, (Rl+SNC) R. leguminosarum más solución nutritiva 
completa, (Gi+SN–P) G. intraradices más solución nutritiva sin fósforo, 
(Gi+SNC) G. intraradices más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–
N–P) R. leguminosarum más G. intraradices más solución nutritiva sin 
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nitrógeno y sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. 
intraradices más solución nutritiva completa. Los valores representan 
la media de cuatro repeticiones, con barras de error estándar. 
Medias seguidas por la misma letra no presentan diferencias 
estadísticas significativas (P < 0,05). 
 

Peso seco del sistema aéreo (hojas más tallos) 

 

Se encontraron diferencias estadísticas significativas entre 

tratamientos, tanto a los 50 como a los 65 días después 

de la siembra. En ambos tiempos se encontró una 

tendencia de respuesta de tratamientos hacia la 

variable. Los tratamientos SNC y Gi+SNC fueron 

superiores, estadísticamente similares y difirieron frente a 

los demás tratamientos en ambos tiempos, con 0,0123 y 

0,0110 g/planta (50 días), y 0,0291 y 0,0267 g/planta (65 

días), correspondientemente. Por otro lado, los menores 

pesos los mostraron los tratamientos H2O; Rl+Gi+SN-N-P; y 

Gi+SN-P en ambos tiempos, con 0,0037; 0,0055; y 0,0064 

g/planta (50 días), y 0,0049; 0,0078; y 0,0083 g/planta (65 

días), respectivamente, reflejando una similitud 

estadística entre ellos y difiriendo estadísticamente frente 

a los demás tratamientos (Figura 5). 
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Figura 5. Peso seco del sistema aéreo por planta de Trifolium pratense 
bajo ocho tratamientos a los 50 y 65 días después de la siembra: 
(H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución nutritiva completa, 
(Rl+SN–N) R. leguminosarum más solución nutritiva sin nitrógeno, 
(Rl+SNC) R. leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–
P) G. intraradices más solución nutritiva sin fósforo, (Gi+SNC) G. 
intraradices más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–N–P) R. 
leguminosarum más G. intraradices más solución nutritiva sin 
nitrógeno y sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. 
intraradices más solución nutritiva completa. Los valores representan 
la media de cuatro repeticiones, con barras de error estándar. 
Medias seguidas por la misma letra no presentan diferencias 
estadísticas significativas (P < 0,05). 
 

Peso seco del sistema radicular 

 

En la Figura 6 se muestra los resultados obtenidos a los 50 

y 65 días después de la siembra, respecto a la variable 

peso seco del sistema radicular en ocho tratamientos 

estudiados. En los dos tiempos se detectaron diferencias 

estadísticas significativas entre tratamientos. Tanto a los 50 

y 65 días, los tratamientos SNC y Gi+SNC mostraron los 

mejores pesos con 0,0077 y 0,0065 g/planta (50 días), y 
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0,0148 y 0,0143 g/planta (65 días) respectivamente, 

siendo superiores estadísticamente frente a los demás 

tratamientos. Por otro lado, el tratamiento que mostró el 

menor peso fue Rl+Gi+SN-N-P en ambos tiempos, con 

0,0029 g/planta (50 días) y 0,0038 g/planta (65 días), 

siendo estadísticamente diferente a los demás 

tratamientos.   

 

 
Figura 6. Peso seco del sistema radicular por planta de Trifolium 
pratense bajo ocho tratamientos a los 50 y 65 días después de la 
siembra: (H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución nutritiva 
completa, (Rl+SN–N) R. leguminosarum más solución nutritiva sin 
nitrógeno, (Rl+SNC) R. leguminosarum más solución nutritiva 
completa, (Gi+SN–P) G. intraradices más solución nutritiva sin fósforo, 
(Gi+SNC) G. intraradices más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–
N–P) R. leguminosarum más G. intraradices más solución nutritiva sin 
nitrógeno y sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. 
intraradices más solución nutritiva completa. Los valores representan 
la media de cuatro repeticiones, con barras de error estándar. 
Medias seguidas por la misma letra no presentan diferencias 
estadísticas significativas (P < 0,05). 
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Estimación de: largo total de raíz por planta (RL), 

densidad radicular (RLv), distancia media entre raíces 

(r1), y relación raíz / parte aérea (R/S). 

 

A los 50 días después de la siembra. En lo referente a las 

variables RL, RLv, r1, y R/S, en la Tabla 6 se muestran los 

valores calculados. Para todas las variables se detectaron 

diferencias estadísticas significativas entre tratamientos. 

En caso de RL y RLv, el tratamiento que presentó el valor 

más alto fue SNC, seguido de H2O, mientras que el valor 

más bajo lo mostró el tratamiento Rl+Gi+SN–N–P.  

 

Por otro lado, para r1, los tratamientos que presentaron la 

mayor distancia entre raíces fueron Rl+SN–N (0,4297 cm) 

seguido de aquellos que carecían de fósforo, Rl+Gi+SN–

N–P (0,4295 cm), y Gi+SN–P (0,3933 cm), mientras que el 

tratamiento SNC mostró la menor distancia entre raíces 

vecinas (0,3016), diferenciándose estadísticamente de los 

dos primeros. 

 

En cuanto a la relación raíz / parte aérea (R/S), el 

tratamiento H2O se diferenció estadísticamente de los 

demás tratamientos, siendo el que presentó el mayor 

valor (15,97 cm mg-1), lo cual indica una diferencia más 

amplia y desigual en la relación sistema radicular vs. 

sistema foliar. No obstante, el tratamiento Rl+SNC mostró 

la relación mas estrecha (4,61 cm mg-1), sin embargo, no 
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se diferenció estadísticamente de los demás tratamientos, 

a excepción de SNC.  

    

Tabla 6. Valores de: Largo total de raíz por planta (RL), 
densidad radicular (RLv), distancia media entre raíces (r1) 
y relación raíz / parte aérea (R/S) bajo ocho tratamientos 
nutricionales, evaluados a los 50 días después de la 
siembra.  
 

Tratamientos RL (cm) RLv (cm cm-

3) 
r1 (cm) R/S (cm/mg-

1) 
H2O 56,693  ab 2,976  ab 0,336  ab 15,975  a 

SNC 72,260  a 3,793  a 0,301  b 5,900  b 

Rl+SN–N  36,124  b 2,896  b 0,429  a 4,974  b 

Rl+SNC 46,676  ab 2,450  ab 0,376  ab 4,615  b 

Gi+SN–P  44,973  ab 2,361  ab 0,393  ab 7,083  b 

Gi+SNC 52,162  ab 2,738  ab 0,364  ab 4,669  b 

Rl+Gi+SN–N–

P  

34,997  b 1,837  b 0,429  a 6,250  b 

Rl+Gi+SNC 53,693  ab 2,818  ab 0,353  ab 5,171  b 

CV 23,95 23,95 11,66 24,81 

 

Donde: (H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución 
nutritiva completa, (Rl+SN–N) Rhizobium leguminosarum 
más solución nutritiva sin nitrógeno, (Rl+SNC) Rhizobium 
leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–
P) Glomus intraradices más solución nutritiva sin fósforo, 
(Gi+SNC) Glomus intraradices más solución nutritiva 
completa, (Rl+Gi+SN–N–P) Rhizobium leguminosarum más 
Glomus intraradices más solución nutritiva sin nitrógeno y 
sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) Rhizobium leguminosarum más 
Glomus intraradices más solución nutritiva completa. Los 
valores representan la media de cuatro repeticiones, con 
barras de error estándar. Medias seguidas por la misma 
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letra no presentan diferencias estadísticas significativas (P 
< 0,05). 
 

A los 65 días después de la siembra. En la Tabla 7, se 

muestran los valores calculados para las variables: RL, RLv, 

r1, y R/S. Se detectaron diferencias estadísticas 

significativas entre tratamientos para todas las variables. 

En el caso de RL y RLv, los tratamientos que presentaron 

los valores mas altos fueron SNC (160,63 cm y 8,43 cm cm-

3) y Gi+SNC (152,97 cm y 8,03 cm cm-3), diferenciándose 

estadísticamente de los demás tratamientos, mientras 

que los valores mas bajos lo mostraron los tratamientos 

carentes de fósforo: Rl+Gi+SN–N–P (60,31 cm y 3,16 cm 

cm-3); H2O (62,75 cm y 3,29 cm cm-3); y Gi+SN–P (64,66 cm 

y 3,39 cm cm-3).  

 

En el caso de la variable r1, los tratamientos que 

presentaron los valores mas altos de distancia entre raíces 

fueron aquellos privados de fósforo y estadísticamente 

diferentes a los demás tratamientos: Rl+Gi+SN–N–P (0,329 

cm), Gi+SN–P (0,319), y H2O (0,317) ordenadamente. 

Mientras que las menores distancias entre raíces vecinas 

las expresaron los tratamientos Rl+SNC; Gi+SNC; SNC, 

respectivamente. 

 

Respecto a la relación raíz parte aérea (R/S), el 

tratamiento H2O se diferenció estadísticamente de los 
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demás tratamientos, exhibiendo el mayor valor, lo cual 

indica, una diferencia más amplia y desigual en la 

relación sistema radicular vs. sistema foliar, situación 

similar a lo ocurrido a los 50 días después de la siembra. 

Por otro lado, el tratamiento Rl+Gi+SNC mostró la relación 

mas estrecha. Sin embargo, a excepción de SNC no se 

diferenció estadísticamente de los demás tratamientos. 

Tabla 7. Valores de: Largo total de raíz por planta (RL), 
densidad radicular (RLv), distancia media entre raíces (r1) 
y relación raíz / parte aérea (R/S) bajo ocho tratamientos 
nutricionales, evaluados a los 65 días después de la 
siembra.  

 
Tratamientos RL (cm) RLv (cm 

cm-3) 
r1 (cm) R/S (cm/mg-

1) H2O 62,75  c 3,294  c 0,317  a 12,881  a 
SNC 160,63  a 8,433  a 0,200  c 5,582  b 
Rl+SN–N  91,34  bc 4,795  bc 0,268  b 5,724  b 
Rl+SNC 123,79  ab 6,499  ab 0,228  bc 5,932  b 
Gi+SN–P  64,66  c 3,394  c 0,319  a 7,765  b 
Gi+SNC 152,97  a 8,030  a 0,215  c 5,631  b 
Rl+Gi+SN–N–

P  

60,31  c 3,166  c 0,329  a 7,793  b 
Rl+Gi+SNC 104, 57  bc 5,489  bc 0,246  bc 5,517  b 
CV 18,70 18,70 7,96 16,67 

 

Donde: (H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución 
nutritiva completa, (Rl+SN–N) Rhizobium leguminosarum 
más solución nutritiva sin nitrógeno, (Rl+SNC) Rhizobium 
leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–
P) Glomus intraradices más solución nutritiva sin fósforo, 
(Gi+SNC) Glomus intraradices más solución nutritiva 
completa, (Rl+Gi+SN–N–P) Rhizobium leguminosarum más 
Glomus intraradices más solución nutritiva sin nitrógeno y 
sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) Rhizobium leguminosarum más 
Glomus intraradices más solución nutritiva completa.. Los 
valores representan la media de cuatro repeticiones, con 
barras de error estándar. Medias seguidas por la misma 
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letra no presentan diferencias estadísticas significativas (P 
< 0,05). 
 

3.1.8. Estimación de: tasa de crecimiento relativo de la 

parte aérea (RGRs), y radicular (RGRr),  largo de raíz por 

unidad de tasa de crecimiento de la parte aérea (RL/RG).  

 

En la Figura 7, se observa los valores de: tasa de 

crecimiento relativo de la parte aérea (RGRs) y radicular 

(RGRr). Se encontraron diferencias estadísticamente 

significativas para las dos variables.  

 

Respecto a la variable RGRs, los tratamientos SNC; 

Gi+SNC; y Rl+SN–N revelaron los valores mas altos con 

0,650 x 10-6 mg g-1 s-1; 0,606 x 10-6 mg g-1 s-1; 0,605 x 10-6 mg 

g-1 s-1, respectivamente. Estos se diferenciaron 

estadísticamente de los tratamientos Rl+Gi+SN–N–P; H2O; 

y Gi+SN–P que exhibieron los menores valores 0,254 x 10-6 

mg g-1 s-1; 0,233 x 10-6 mg g-1 s-1; 0,213 x 10-6 mg g-1 s-1, 

correspondientemente. 

 

Para RGRr, todos los tratamientos que contenían fósforo: 

Rl+SNC; Gi+SNC; Rl+SN-N; SNC; y Rl+Gi+SNC, con 0,749 x 

10-6 mg g-1 s-1; 0,725 x 10-6 mg g-1 s-1; 0,724 x 10-6 mg g-1 s-1; 

0,615 x 10-6 mg g-1 s-1; y 0,541 x 10-6 mg g-1 s-1 

respectivamente, fueron superiores a aquellos que lo 

carecían y se diferenciaron estadísticamente de los 
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demás tratamientos: Rl+Gi+SN–N–P; Gi+SN–P; y H2O, con 

0,414 x 10-6 mg g-1 s-1; 0,309 x 10-6 mg g-1 s-1; y 0,084 x 10-6 

mg g-1 s-1 correspondientemente.  

 

 
Figura 7. Tasa de crecimiento relativo de la parte aérea (RGRs) y 
radicular (RGRr) para plantas de Trifolium pratense bajo ocho 
tratamientos nutricionales: (H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución 
nutritiva completa, (Rl+SN–N) R. leguminosarum más solución nutritiva 
sin nitrógeno, (Rl+SNC) R. leguminosarum más solución nutritiva 
completa, (Gi+SN–P) G. intraradices más solución nutritiva sin fósforo, 
(Gi+SNC) G. intraradices más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–
N–P) R. leguminosarum más G. intraradices más solución nutritiva sin 
nitrógeno y sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. 
intraradices más solución nutritiva completa. Los valores representan 
la media de cuatro repeticiones, con barras de error estándar. 
Medias seguidas por la misma letra no presentan diferencias 
estadísticas significativas (P < 0,05). 

 
 

Por otro lado, para la variable: largo de raíz por unidad 
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Rl+Gi+SN–N–P, con 9,51 x 1010 cm g s-1; 7,49 x 1010 cm g s-1; 

5,16 x 1010 cm g s-1, y el menor valor lo exhibió el 

tratamiento Rl+Gi+SNC con 0,88 x 1010 cm g s-1 (Figura 8).    

 

 
Figura 8. Largo de raíz por unidad de tasa de crecimiento de la parte 
aérea (RL/GS) por planta de Trifolium pratense bajo ocho 
tratamientos nutricionales: (H2O) agua destilada estéril, (SNC) solución 
nutritiva completa, (Rl+SN–N) R. leguminosarum más solución nutritiva 
sin nitrógeno, (Rl+SNC) R. leguminosarum más solución nutritiva 
completa, (Gi+SN–P) G. intraradices más solución nutritiva sin fósforo, 
(Gi+SNC) G. intraradices más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–
N–P) R. leguminosarum más G. intraradices más solución nutritiva sin 
nitrógeno y sin fósforo, (Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. 
intraradices más solución nutritiva completa. Los valores representan 
la media de cuatro repeticiones, con barras de error estándar. 
Medias seguidas por la misma letra no presentan diferencias 
estadísticas significativas (P < 0,05). 
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los 50 días, se observó un bajo número de nódulos en 

todos los tratamientos, estos valores fluctuaron entre 3 y 5 

nódulos. Sin embargo, a los 65 días, el número de nódulos 

aumentó, llegando a duplicarse e incluso triplicarse. El 

mayor número de nódulos por planta lo presentó el 

tratamiento Rl+Gi+SNC con 12 nódulos, seguido de los 

tratamientos Rl+SNC (10 nódulos) y Rl+SN-N (9 nódulos). 

No obstante, el tratamiento Rl+Gi+SN–N–P fue el que tubo 

el menor desempeño con solo 5 nódulos (Figura 9).   

 
Figura 9. Número de nódulos por planta de Trifolium pratense bajo 
cuatro tratamientos nutricionales: (Rl+SN–N) R. leguminosarum más 
solución nutritiva sin nitrógeno, (Rl+SNC) R. leguminosarum más 
solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–N–P) R. leguminosarum más G. 
intraradices más solución nutritiva sin nitrógeno y sin fósforo, 
(Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. intraradices más solución 
nutritiva completa. Los valores representan la media de cuatro 
repeticiones, con barras de error estándar. Medias seguidas por la 
misma letra no presentan diferencias estadísticas significativas (P < 
0,05). 
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Colonización micorrízica 

 

Al analizar las raíces de las plantas de Trifolium pratense 

durante los dos tiempos propuestos en la investigación, se 

observó casi una nula micorrización, ya que una vez 

analizadas las raíces correspondientes a cada 

tratamiento, no se detectaron en ellas vestigios de algún 

componente micorrízico, como micelio, arbusculos, 

vesículas o esporas. Únicamente y de forma excepcional, 

en una única raíz perteneciente al tratamiento Gi+SNC se 

observó pequeñas secciones de micelio cenocítico 

extraradical a los 65 días, al cual estaba adherida una 

espora, que exhibía la morfología típica de G. 

intraradices (ver Figura 10). 

 

 
Figura 10. Micelio cenocítico y una espora de Glomus intraradices 
presente en raíz de Trifolium pratense perteneciente al tratamiento 
Gi+SNC (G. intraradices mas solución nutritiva completa) a los 65 días 
después de la siembra. 
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Contenido de Fósforo y Nitrógeno absorbido por planta. 

Fósforo 

 

En la Figura 11, se observa el contenido de P absorbido 

por planta (mg), encontrado a los 50 y 65 días después 

de la siembra. Los resultados mostrados para los dos 

tiempos, corresponden a una única medición, debido a 

que el peso seco de las plantas fue muy ínfimo. Bajo estas 

circunstancias se mezcló las plantas de todas las 

repeticiones, formándose una única muestra (sin replicas). 

En los dos tiempos (50 y 65 días), los tratamientos a los que 

se les añadió 0,067 mmol de P, fueron los que mostraron el 

mayor contenido de P absorbido por planta, llegando a 

duplicarse e incluso triplicarse el contenido: SNC (0,025mg 

– 0,046 mg), Rl+SN-N (0,011 mg – 0,037 mg), Rl+SNC (0,014 

mg – 0,055 mg), Gi+SNC (0,020 mg – 0,047 mg) y 

Rl+Gi+SNC (0,013 mg – 0,040 mg) entre los 50 y 65 días. Por 

otro lado, los tratamientos que carecían de aplicaciones 

de P y únicamente contaban con el escaso P disponible 

del suelo (2,2 ppm) revelaron los mas bajos valores, 

mostrando una uniformidad entre los contenidos de los 

dos tiempos (50 y 65 días) correspondientemente.      
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Figura 11. Contenido de fósforo (mg) absorbido por planta de 
Trifolium pratense bajo ocho tratamientos nutricionales: (H2O) agua 
destilada estéril, (SNC) solución nutritiva completa, (Rl+SN–N) R. 
leguminosarum más solución nutritiva sin nitrógeno, (Rl+SNC) R. 
leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–P) G. 
intraradices más solución nutritiva sin fósforo, (Gi+SNC) G. intraradices 
más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–N–P) R. leguminosarum 
más G. intraradices más solución nutritiva sin nitrógeno y sin fósforo, 
(Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. intraradices más solución 
nutritiva completa. Los valores representan una única medición, sin 
repeticiones.  
 

Nitrógeno. 

 

En la Figura 12, se observa el contenido de N absorbido 

por planta (mg), encontrado a los 50 y 65 días después 

de la siembra. Los resultados mostrados para los dos 

tiempos, corresponden a una única medición, debido a 

que el peso seco de las plantas fue muy ínfimo. Bajo estas 
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el mayor contenido de N absorbido por planta: SNC 

(0,553 mg – 0,712 mg), Rl+SNC (0,317 mg – 0,777 mg), 

Gi+SNC (0,367 mg – 0,701 mg) y Rl+Gi+SNC (0,405 mg – 

0,564 mg) entre los 50 y 65 días respectivamente. Sin 

embargo, el tratamiento Rl+SN-N, pese a no recibir 

fertilización con nitrógeno, se mostró superior en el 

contenido de N absorbido por planta (0,220 mg – 0,422 

mg) a los 50 y 65 días respectivamente, con respecto a 

los tratamientos: H2O (0,095 mg – 0,111 mg), Gi+SN-P 

(0,189 mg – 0,186 mg), y Rl+Gi+SN-N-P (0,142 mg – 0,188 

mg) que no recibieron P, mostrando de esta manera la 

influencia del P sobre R. leguminosarum y estos a su vez 

sobre la incorporación de N en las plantas. 

 

 
Figura 12. Contenido de nitrógeno (mg) absorbido por planta de 
Trifolium pratense bajo ocho tratamientos nutricionales: (H2O) agua 
destilada estéril, (SNC) solución nutritiva completa, (Rl+SN–N) R. 
leguminosarum más solución nutritiva sin nitrógeno, (Rl+SNC) R. 
leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–P) G. 
intraradices más solución nutritiva sin fósforo, (Gi+SNC) G. intraradices 
más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–N–P) R. leguminosarum 
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más G. intraradices más solución nutritiva sin nitrógeno y sin fósforo, 
(Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. intraradices más solución 
nutritiva completa. Los valores representan una única medición, sin 
repeticiones.  
 

Estimación del Influjo de nutrientes de P y N. 

 

Fósforo 

 

En la Figura 13, se muestra el influjo de fósforo 

incorporado por las raíces de Trifolium pratense durante 

15 días, comprendidos entre los 50 y 65 días después de la 

siembra. Los valores graficados son por planta. Se 

detectaron diferencias estadísticamente significativas 

entre tratamientos, y aquellos que reflejaron los valores 

mas altos de influjo, fueron aquellos que recibieron  0,067 

mmol de P e inocularon con R. leguminosarum: Rl+SNC 

(14,46 x 10-14 mol cm-2 s-1); RL+SN-N (13,51 x 10-14 mol cm-2 s-

1) y Rl+Gi+SNC (11,0 x 10-14 mol cm-2 s-1; y 12,28 x 10-14 mol 

cm-2 s-1) ordenadamente. Mientras que aquellos con el 

menor desempeño, fueron los que carecían de 

aplicaciones de P y únicamente empleaban el 

escasamente disponible en el suelo: H2O (0,41 x 10-14 mol 

cm-2 s-1); Gi+SN-P (0,52 x 10-14 mol cm-2 s-1); y Rl+Gi+SN–N–P 

(0,16 x 10-14 mol cm-2 s-1), respectivamente. 
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Figura 13. Influjo de fósforo (Influx P) desde el suelo, por planta de 
Trifolium pratense bajo ocho tratamientos nutricionales: (H2O) agua 
destilada estéril, (SNC) solución nutritiva completa, (Rl+SN–N) R. 
leguminosarum más solución nutritiva sin nitrógeno, (Rl+SNC) R. 
leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–P) G. 
intraradices más solución nutritiva sin fósforo, (Gi+SNC) G. intraradices 
más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–N–P) R. leguminosarum 
más G. intraradices más solución nutritiva sin nitrógeno y sin fósforo, 
(Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. intraradices más solución 
nutritiva completa. Los valores representan la media de cuatro 
repeticiones, con barras de error estándar. Medias seguidas por la 
misma letra no presentan diferencias estadísticas significativas (P < 
0,05). 
 

Nitrógeno 

 

En la Figura 14, se presenta el influjo de nitrógeno que las 

raíces incorporaron a las plantas de T. pratense, y los 

valores graficados son por cada planta. De manera 

similar al caso del P, se consideraron 15 días 

comprendidos entre los 50 y 65 días después de la 

siembra. Se detectaron diferencias estadísticamente 

significativas entre tratamientos, los mayores influjos 
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estuvieron dados por; Rl+SNC (373,53 x 10-14 mol cm-2 s-1); 

Gi+SNC (227,84 x 10-14 mol cm-2 s-1) y Rl+SN-N (220,17 x 10-14 

mol cm-2 s-1). Por otro lado, Gi+SN-P; H2H; y Rl+Gi+SN–N–P 

fueron los tratamientos con el mas bajo desempeño, 

exhibiendo valores de 3,83 x 10-14 mol cm-2 s-1; 18,48 x 10-14 

mol cm-2 s-1; y 75,66 x 10-14 mol cm-2 s-1 cada uno.   

 

 
Figura 14. Influjo de Nitrógeno (Influx N) desde el suelo, por planta de 
Trifolium pratense bajo ocho tratamientos nutricionales: (H2O) agua 
destilada estéril, (SNC) solución nutritiva completa, (Rl+SN–N) R. 
leguminosarum más solución nutritiva sin nitrógeno, (Rl+SNC) R. 
leguminosarum más solución nutritiva completa, (Gi+SN–P) G. 
intraradices más solución nutritiva sin fósforo, (Gi+SNC) G. intraradices 
más solución nutritiva completa, (Rl+Gi+SN–N–P) R. leguminosarum 
más G. intraradices más solución nutritiva sin nitrógeno y sin fósforo, 
(Rl+Gi+SNC) R. leguminosarum más G. intraradices más solución 
nutritiva completa. Los valores representan la media de cuatro 
repeticiones, con barras de error estándar. Medias seguidas por la 
misma letra no presentan diferencias estadísticas significativas (P < 
0,05). 
 

Estos resultados permiten presentar como discusión que 

de cada una de las variables estudiadas no fue 

influenciada por la presencia de Glomus intrarradices, 
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debido a que en ningún tratamiento donde se inoculó 

este hongo endomicorrizógeno se dió una asociación 

simbiótica con el sistema radicular de las plantas de 

Trifolium pratense. Los análisis radiculares mostraron la 

inexistencia de colonización, tanto a los 50 como a los 65 

días después de la siembra. La ausencia de estructuras 

como micelio, vesículas, arbusculos, esporas intra o 

extraradical del hongo, hace sospechar que el tiempo de 

colonización pudo haber sido muy corto, sin embargo 

contrasta con los resultados encontrados en otras 

leguminosas por diferentes equipos de investigadores. 

Ben y col., (2003) estudiando las respuestas fisiológicas de 

T. alexandrinum L., encontró tasas de micorrización 

superiores al 70 % a los 60 días después de la siembra, por 

otro lado, Jia y col., (2004), también hallaron elevados 

porcentajes de micorrización radicular en Vicia faba a los 

54 y 63 días después de la siembra. Además, en un 

ensayo con Medicago sativa L., (alfalfa), Irrazabal y col., 

(2004) detectaron porcentajes altos de micorrización a 

partir de los 30 días después de la siembra. Sin embrago, 

cabe señalar que los equipos de investigadores arriba 

señalados no utilizaron hongos específicos, únicos y 

purificados, sino que en su defecto emplearon mezclas 

de hongos micorrízicos nativos de cada zona de estudio, 

con lo que podría deducirse que sus inóculos contenían 

elevadas cantidades de unidades de infección y por lo 
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tanto, existía una mayor probabilidad de darse la 

micorrización.  

 

Otra posibilidad de la ausencia de micorrización podría 

ser la concentración del inoculo empleado. Los autores 

antes indicados solo señalan la cantidad de inoculo 

aplicado, más no la concentración con la cual 

trabajaron, ya que ellos utilizaron mezcla de: sustrato, 

suelo y raíces. No obstante, Almeida y col., (2000) 

utilizando una mezcla de hongos micorrízicos (G. 

etunicatum, Acaulospora morrowae y A. longula) a razón 

de 70 esporas por gramo de  sustrato, más segmentos de 

raíces colonizadas, encontraron tasas de colonización 

radicular en Mimosa caesalpiniifolia Benth., superiores al 

50 % después de 110 días posteriores a la siembra. Por otro 

lado, Parada y col., (2001) estudiando el desarrollo de 

Manilkara sapota L. (chicozapote) observaron altos 

niveles de micorrización a los 180 y 240 días posteriores a 

las inoculaciones con 300 esporas se G. mosseae por 

planta. Considerando que en la presente investigación se 

empleó una baja concentración de esporas (7 

esporas/0,3 g de sustrato) y confrontando los resultados 

obtenidos con las investigaciones antes planteadas, 

podría sugerirse que la nula micorrización en las plantas 

de T. pratense seria la suma de dos factores 

determinantes, uno cuantitativo y el otro temporal. Esta 

reflexión, se afianza más con el hecho que durante las 
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observaciones microscópicas, tan solo en un segmento 

raíz se observó micelio extraradical, creciendo alrededor 

de este y mostrando una sola espora con morfología 

típica de G. intrarradices. Dada la baja concentración de 

esporas (7 esporas/0,3 g de sustrato) con que fueron 

inoculadas las plantas, estas necesitaban mayor espacio 

de tiempo para desarrollar la infección radicular y 

posterior simbiosis.  

 

Respecto al número de nódulos formados en las raíces de 

la plantas inoculadas con R. leguminosarum, en los 

primeros 50 días después de siembra se encontraron 

valores bajos, sin embargo a los 65 días, se obtuvieron 

mayor número de nódulos en todos los tratamientos. No 

obstante, el tratamiento Rhizobium leguminosarum mas 

G. intraradices mas solución nutritiva sin nitrógeno y sin 

fósforo (Rl+Gi+SN–N–P) fue el que mostró los menores 

valores en los dos tiempos. Este resultado encontrado en 

ausencia de aplicaciones de P, confirma investigaciones 

posteriores, donde se reporta que la nodulación de las 

leguminosas está fuertemente relacionado con la 

disponibilidad o aporte de P en el suelo (Almeida y col., 

2000a), llegando incluso a que en condiciones de baja 

oferta pueda limitarse la formación de nódulos (Date, 

2000). Además, Rhizobium, muestra mayores poblaciones 

en suelos que hayan recibido fertilización fosfatada 

(Pahuara y Zúñiga, 2001). Por otro lado, una mejor 
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disponibilidad de P permite que las plantas tengan un 

mayor crecimiento y disponibilidad de carbohidratos 

para estimular una adecuada formación de nódulos y 

posteriormente estos aporten a la fijación biológica del 

nitrógeno en la planta (López y col., 1995; Zhang y col., 

1996). La literatura también indica que la nodulación se 

ve afectada negativamente cuando existe fertilización 

con niveles altos de nitrógeno. Jia y col., (2004) realizando 

inoculaciones con R. leguminosarum en Vicia faba, 

encontraron que aportes altos de N (17,86 mmol) reducía 

el número y peso seco de los nódulos, mientras que bajos 

niveles del nutriente (0,71 mmol) los duplicaron. Sin 

embargo, en la presente investigación, los tratamientos 

que poseían nitrógeno (Rl+SNC, y Rl+Gi+SNC) se 

comportaron bastante similares al que no lo tenia (Rl+SN-

N), siendo superiores a  Rl+Gi+SN–N–P a los 50 y 65 días, 

debido posiblemente a que la cantidad de N aplicado 

en cada riego no fue alta, sino de solo 0,064 mmol.   

 

Considerando que en ningún tratamiento estudiado se 

estableció la simbiosis hongo-raíz, todas las variables 

evaluadas no fueron influenciadas por la micorrización. 

Bajo este criterio, las diferencias estuvieron dadas 

principalmente por la aplicación de los nutrientes. En los 

tratamientos donde se contó con la aplicación de fósforo 

(P) a través de las soluciones nutritivas, se observó mejor 

respuesta en la mayoría de las variables analizadas. Las 
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plantas más altas y con mayor número de hojas se dieron 

cuando estas recibieron 0,067 mmol (2,08 ppm) de P en 

cada riego, adicionado en la solución nutritiva. 

Contrariamente, aquellos tratamientos cuyas plantas 

mostraron menor altura y número de hojas fueron 

aquellas que únicamente contaban con el escaso fósforo 

(Olsen) disponible en el suelo (2,2 ppm). Los tratamientos 

que contaron con P fueron superiores en altura frente a 

los que no lo poseían, aproximadamente en 40% y 54% a 

los 50 y 65 días, respectivamente, y confirman los 

resultados encontrados por otros investigadores, donde 

bajos suministros o disponibilidad de P es considerado una 

limitante para el buen desarrollo vegetal (Cardoso, 2002; 

Kovar y Claassen, 2005), y en especial de las leguminosas, 

quienes requieren una nutrición adecuada de P para su 

óptimo desarrollo (Pahuara y Zúñiga, 2001; Jia y col., 

2004). Por ejemplo, Almeida y col., (2000b) reportaron que 

bajas concentraciones de P en las soluciones nutritivas, 

redujo fuertemente el crecimiento de platas de T. repens, 

mientras que adecuados aportes de P a través de 

soluciones nutritivas, estimula el incremento de la 

actividad fotosintética foliar que se traduce en mayor 

altura y biomasa vegetal.  

 

Tanto para el peso fresco como el peso seco por planta, 

los tratamientos que llevaban P fueron muy superiores a 

los que lo carecían. El peso fresco del sistema aéreo 
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(hojas mas tallos) y radicular de los tratamientos con P 

fueron superiores a los que no lo poseían en 

aproximadamente un 61% y  37% respectivamente a los 

50 días, mientras que a los 65 días esta diferencia fue de 

cerca a 80% y 59%. Esta tendencia se mantuvo en el peso 

seco del sistema aéreo, cuando los tratamientos con P 

mostraron diferencias de 49% y 68%, y el sistema radicular 

10% y 38% a los 50 y 65 días correspondientemente, 

ratificando la valía del P en la nutrición de las plantas. Los 

valores obtenidos oscilan entre los reportados por 

Pahuara y Zúñiga (2001), quienes encontraron una 

diferencia del 38,4% en materia seca entre plantas 

fertilizadas y no fertilizadas con P. La importancia del P en 

la ganancia de peso fresco y seco de la materia vegetal 

ha sido ampliamente informada. Estudios llevados a cabo 

en otra leguminosa de importancia económica (Glycine 

max) respecto a la fertilización fosforada, demostraron 

diferencias significativas en el rendimiento de materia 

seca en plantas a las que se les suministro fósforo frente a 

las que no se le proveyó (Lamas y col., 1998). Por otro 

lado, Almeida y col., (2000b) realizando estudios en T. 

repens encontraron que bajas concentraciones de P 

(0,0027 mmol) no produjeron incrementos en la masa de 

las plantas, no obstante, concentraciones mas altas 

(0,075 mmol) produjeron incrementos de hasta el 30% en 

la biomasa vegetal, frente a las anteriores. Ante todo ello, 

el P es considerado el principal nutriente que limita el 
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crecimiento de cultivos de leguminosas en áreas 

tropicales y subtropicales del mundo (Ae y col., 1990; 

Tsvetkova y Georgiev, 2003). 

 

La habilidad de las plantas para tomar ventaja de los 

nutrientes disponibles en el suelo, está sujeta a las 

propiedades morfológicas y fisiológicas de su sistema 

radicular. Donde, las variables largo total de raíz por 

planta (RL) y densidad de longitud radicular (RLv) son 

parámetros que caracterizan la capacidad de absorción 

de una especie vegetal (Jungk y Claassen, 1997). En el 

presente estudio, RL y RLv mostraron un comportamiento 

similar, aumentando su magnitud entre periodos. A los 50 

días los valores de RL y RLv superiores, estuvieron dados 

por los tratamientos a los que se les aplicó 0,067 mmol de 

P en cada riego, sin embargo, el segundo mejor 

tratamiento fue el que recibió únicamente H2O destilada 

estéril, lo cual pudo estar dado por la total ausencia de 

cualquier nutriente aplicado a través del riego, 

quedándole únicamente al sistema radicular, explorar un 

mayor volumen de suelo con el fin de suplir sus 

necesidades nutricionales. Esta estrategia es empleada 

por las plantas, cuando la presencia de nutrientes en la 

superficie de las raíces es menor que el requerido, 

entonces, la planta concentra su metabolismo en 

producir mayor cantidad de raíces para explorar nuevos 

volúmenes de suelo y compensar sus deficiencias (Forde y 



 73 

Lorenzo, 2001; Kovar y Claassen, 2005). Sin embargo, el 

escenario cambió a los 65, después de explorar todo el 

volumen de suelo y agotar la mayor parte de los 

nutrientes disponibles, el gasto energético invertido 

(Bucher, 2006), provocó que la planta disminuya su RL y 

RLv frente a los demás tratamientos. A los 65 días estuvo 

bien definida la superioridad de los tratamientos que 

poseían P frente a los que lo carecían. Esta superioridad 

pudo estar fundamentada en que las plantas eran 

regadas constantemente con la solución nutritiva más P y 

en ningún momento se llego a agotar este nutriente, 

incluso cuando existía una mayor densidad radical. La 

existencia de una mayor RLv puede convertirse en una 

ventaja, ya que sistemas radiculares con extensas 

ramificaciones aseguran la suficiente absorción de los 

nutrientes esenciales, especialmente aquellos de poca 

movilidad como el P, para el adecuado desarrollo de las 

plantas (Claassen, 1991). Sin embargo, independiente de 

la presencia o ausencia de P, los valores de RL se 

duplicaron y para el caso de RLv se triplicaron de los 50 a 

los 65 días después de la siembra, en todos los 

tratamientos.  

 

Al traspolarse los valores de RL obtenidos por planta a la 

densidad de siembra con que se estableció el ensayo, 

podría concluirse que existirían muchos km de raíz bajo el 

suelo en una hectárea, los mismos que aumentarán con 
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el desarrollo fisiológico del cultivo. Para el caso del 

tratamiento solución nutritiva completa (SNC), que mostró 

el mejor comportamiento, a los 65 días se obtendrían 

351936 m (351,93 km) de raíz por 1 hectárea en una capa 

de suelo de 7 cm de profundidad, o su equivalencia 21,91 

m de raíz por m2. Los resultados encontrados en esta 

investigación son mucho menores que los reportados por 

Junk y Claassen (1997), quienes indican que en suelos 

arables y con cultivos de granos pueden obtenerse 

alrededor de 104 m de raíz por m2, sin embargo, esta 

comparación no es tan precisa y confiable, dado que 

factores como edad del cultivo, especie agrícola, 

profundidad de la capa de suelo, disponibilidad de 

nutrientes, etc, son muy variables de un caso a otro. Por 

otro lado, los valores de RLv obtenidos en todos los 

tratamientos, están dentro del rango de 1 a 20 cm cm3 

citado por Jungk y Claassen (1997) para cultivos de suelos 

arables. 

 

La distancia media entre raíces vecinas, o también 

llamada competencia interradicular, presentó un 

comportamiento similar entre todos los tratamientos a los 

50 días, con distancias que iban de aproximadamente 

0,32 a 0,42 cm, sin embargo, la situación cambio a los 65 

días después de la siembra, cuando las plantas 

aumentaron su RLv y empezaron a cubrir todo el volumen 

de suelo disponible, reduciendo de esta manera la 
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distancia entre raíces, y aumentando la competencia 

interradicular por nutrientes. Las mayores competencias 

radiculares la mostraron los tratamientos cuya solución 

nutritiva contenía P y por el contrario, la menor 

competencia la dieron aquellos tratamientos con 

ausencia de este nutriente. Esto indica que el desarrollo 

radicular es muy sensible a la variación en el aporte y 

distribución de de P en el suelo (Forde y Lorenzo, 2001), y 

que las raíces responden de muchas formas para alterar y 

alcanzar el P disponible cambiando la arquitectura 

radicular (López-Bucio y col., 2003).  

 

Respecto a la relación sistema radicular–sistema foliar 

(R/S), los valores más altos lo presentaron las plantas del 

tratamiento que durante todo el estudio recibió 

únicamente H2O destilada estéril, tanto a los 50 como a 

los 65 días después de la siembra, con 15,97 y 12,88 cm 

mg-1 respectivamente, lo que le permitió diferenciarse 

estadísticamente de los demás tratamientos en los dos 

tiempos. Aunque, los demás tratamientos no fueron 

estadísticamente diferentes entre sí, en los dos tiempos, 

aquellos que no recibieron P (Gi+SN-P, y Rl+Gi+SN-P-N), 

mostraron valores numéricos más altos que los demás. Los 

resultados encontrados en esta investigación reflejan los 

reportados por la literatura científica y se encuadran 

dentro de los valores citados en otras especies vegetales 

(Jungk y Claassen, 1997). Demostrando, que la relación 



 76 

R/S puede ser afectada por el estado nutricional de las 

plantas, siguiendo la tendencia de que bajos niveles de P 

aplicados a las plantas, provocan incrementos en dicha 

relación (Kovar y Claassen, 2005). Esta relación determina 

la cantidad de raíces que han alimentado a una unidad 

del sistema foliar (Jungk, 2002). 

 

La tasa de crecimiento relativo del sistema foliar (RGRs) y 

radical (RGRr) en las plantas de T. pratense empleadas en 

el presente estudio, mostraron una influencia marcada 

por los tratamientos. Aquellos carentes de P mostraron las 

menores tasas de crecimiento, con un RGRs muy 

parecido, próximo a 0,24 x 10-6 mg g-1 s-1, mientras que 

RGRr estuvo cerca de los 0,31 x 10-6 mg g-1 s-1. Por otro 

lado, los tratamientos que recibieron riegos con 

soluciones nutritivas adicionadas con 0,067 mmol de P, 

mostraron una notoria superioridad, siendo 

estadísticamente similares entre si y significativamente 

diferentes a los que tenían ausencia de P, con valores 

aproximados a 0,60 x 10-6 mg g-1 s-1 de RGRs y 0,70 x 10-6 

mg g-1 s-1 para RGRr. Considerando que la tasa de 

crecimiento relativo vegetal (RGRs + RGRr) es la medida 

principal del análisis de crecimiento y esta definida por la 

ganancia de biomasa por unidad de biomasa y tiempo 

(Villar y col., 2004). Resulta de gran importancia resaltar 

que esta variable refleja el comportamiento de las 

plantas respecto a otras variables, como altura, peso 
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fresco y seco, donde además, se demuestra el rol 

determinante de la presencia o ausencia de P en la 

nutrición de no solo de T. pratense , sino de la mayoría de 

plantas cultivables (Kovar y Claassen, 2005; Bucher, 2006). 

Cabe destacar que la presencia o ausencia de nitrógeno 

no afectó las RGRsr, dado que el tratamiento R. 

leguminosarum mas solución nutritiva sin nitrógeno (Rl+SN-

N) se comportó similar a aquellos con 0,064 mmol de N, 

con o sin la presencia de R. leguminosarum, siendo muy 

superiores a los demás tratamientos que no poseían P. 

Mientras que los tratamientos G. intraradices mas solución 

nutritiva si fósforo (Gi+SN-P) y Rl+Gi+SN-P-N tuvieron un 

muy pobre comportamiento, siendo iguales al 

tratamiento H2O destilada estéril, esto indica que el 

nutriente limitante fue principalmente el P. 

 

En cuanto a la longitud de la raíz por la tasa de 

crecimiento del sistema foliar (RL/GS), en la presente 

investigación se determinó que los tratamientos carentes 

de P: H2O destilada estéril, Gi+SN-P, y Rl+Gi+SN-N-P 

mostraron relaciones mas amplias, con 9,51; 7,50 y 5,16 x 

1010 cm g-1 s-1, respectivamente. Por otro lado, los 

tratamientos que recibieron riegos mediante soluciones 

nutritivas adicionadas con 0,067 mmol de P, mostraron 

las relaciones RL/GS más estrechas y cercanas a 1. Esto 

indica que las plantas carentes de P tuvieron que 

aumentar su sistema radicular para acceder a los 
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nutrientes, sin embargo, la masa foliar lograda fue muy 

poca. Estos resultados se afianzan en las evidencias 

científicas reportadas por Jungk y Claassen (1997), 

quienes manifiestan que cuando existen suelos pobre o 

con poca disponibilidad de nutrientes como el P, las 

plantas pueden modificar su sistema radicular y 

desarrollar crecimientos adicionales de raíces, con las 

cuales podrían explorar mayores volúmenes de suelo e 

incrementar el aporte local de este nutriente. Sin 

embargo, este esfuerzo demanda de un costo 

metabólico alto, especialmente en los periodos de 

crecimiento vegetativos rápidos (Lambers y col., 1996; 

Jungk, 2002), bajo estas circunstancias la recuperación 

de energía en forma de ATP es menor que la invertida, 

provocando que el ritmo de crecimiento del sistema 

foliar sea muy lento y reducido (Kovar y Claassen, 2005).   

 

El contenido de P absorbido por planta, refleja la 

respuesta de los tratamientos a los que le fue añadido el 

nutriente. Los tratamientos que únicamente contaban 

con el P disponible en el suelo (Olsen, 2,2 ppm) 

presentaron la menor cantidad del nutriente absorbido 

por planta a los 50 y 65 días, no llegando a superar los 

0,0053 mg de P en los dos tiempos. Por otro lado, las 

plantas a las que se añadieron riegos, mediante 

soluciones nutritivas con 0,067 mmol de P, respondieron 

positivamente al fertilizante, incorporando a su 
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estructura cantidades significativas del nutriente en los 

dos tiempos. Sin embargo, fue a los 65 días, que se 

determinaron los mayores contenidos por planta, 

obteniéndose valores entre 0,037 mg (Rl+SN-N) y 0,055 

mg (Rl+SNC) absorbidos por planta. Estos resultados 

difieren de los obtenidos por Opazo y col., (2000), 

quienes trabajando con T. subterraneum en dos tipos de 

suelos de la VI región de Chile, encontraron cantidades 

inferiores de P en las plantas. Obteniendo 0,0019 mg 

(suelo Curanipe) y 0,0014 mg (suelo Marchihue) de P 

absorbido por planta, cuando estas no recibieron 

ninguna aplicación de fósforo. Por  otro lado, cuando 

aplicaron una fertilización completa (una sola vez), 

obtuvieron 0,0021 mg (suelo Curanipe) y 0,0036 mg 

(suelo Marchihue) de P absorbido por planta. Esta 

diferencia puede estar dada por ser especies vegetales 

distintas, las formas y frecuencias de fertilización. Por otra 

parte, El nivel de P absorbido por la planta, esta 

influenciado por el nivel de P disponible en el suelo (Liu y 

col., 2000). 

 

En cuanto al nitrógeno encontrado por planta, los 

tratamientos H2O destilada estéril, Gi+SN-P, y Rl+Gi+SN-N-

P fueron los que presentaron el menor contenido de N 

absorbido, tanto a los 50 como a los 65 días, no 

superando los 1,8 mg por planta, pese a que los dos 

últimos formaron asociación con R. leguminosarum. Sin 



 80 

embargo, el tratamiento Rl+SN-N, pese a no haber 

recibido aplicación de N en la solución nutritiva, 

presentó valores más altos respecto al testigo en los dos 

tiempos, 0,22 mg (50 días) y 0,42 mg (65 días), esto se 

debió a que la asociación R. leguminosarum – planta 

fue beneficiosa para suplir de N a la planta. No 

obstante, el hecho que estos tratamientos hayan 

formado asociación con Rhizobium, no asegura que va 

ha ser efectiva y suplir del nutriente a las plantas, más 

aún cuando la ausencia de fertilización con P es crítica 

en el proceso de formación simbiótica. Esto se refleja en 

que el tratamiento Rl+Gi+SN-N-P, además, mostró un 

menor número de nódulos por planta, situación 

estrictamente relacionada al bajo contenido de P en el 

suelo. Menor disponibilidad de P en el suelo, es igual a 

menor número de nódulos, lo que equivale a menor 

contenido de N absorbido por planta (Pahuara y Zúñiga, 

2001; Jia y col., 2004). Por otro lado, los tratamientos que 

recibieron 0,064 mmol de N fueron los que mostraron los 

contenidos más altos por planta, tanto a los 50 como 65 

días. Cabe señalar que este contenido aumentó entre el 

primer y segundo tiempo. Estos valores son superiores a 

los reportados por Opazo y col., (2000) en T. 

subterraneum, quienes encontraron contenidos de 0,028 

mg y 0,029 mg de N absorbido por planta en dos suelos 

diferentes y a los 71 días después de la siembra. Estos 

valores son únicamente referenciales, ya que las 
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variaciones podrían deberse a muchas condiciones, 

tales como diferencia de especies, tipo de suelo, 

cantidad de nutriente aplicado (Claassen y Steingrobe, 

1999).  

 

El influjo (In) de P estuvo marcado por una notoria 

superioridad de aquellas plantas que recibieron riegos 

mediante soluciones nutritivas adicionadas con 0,067 

mmol de P, las mismas que absorbieron mayor cantidad 

de este nutriente por unidad de raíz en un tiempo 

determinado. Mientras que los tratamientos cuyas 

plantas únicamente disponían del P presente en el suelo 

(Olsen, 2,2 ppm), el influjo fue extremadamente bajo y 

no superó los 0,52 x 10-14 mol cm-2 s-1, debido a que sus 

sistemas radicales no disponían de más nutriente para 

incorporarlo a la planta, lo cual se explica porque el In 

por unidad de longitud de raíz depende de la 

concentración del ión fosfato en la superficie de las 

raíces (Kovar y Claassen, 2005). Por otro lado, los 

mayores influjos estuvieron dados por la combinación 

de: suficiente fósforo disponible y la simbiosis con R. 

leguminosarum, ya que todos los tratamientos que 

contenían fósforo (0,067 mmol) no respondieron 

igualmente y la diferencia entre ellos estuvo marcada 

por mayores valores de In en presencia de la simbiosis 

con Rhizobium. Una relación muy parecida fue 

reportada por Jia y col., (2004). A tal punto que se 
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distinguieron tres categorías de tratamientos de acuerdo 

al In: 1 (inferiores) que no tenían P, 2 (intermedios) a 

quienes se les proveía P, y 3 (superiores) los que 

contenían P más la simbiosis con R. leguminosarum. Los 

valores de In obtenidos para fósforo en T. pratense están 

ubicados dentro de los reportados por Jungk y Claassen, 

1997; Jungk, 2002; y Kovar y Claassen, 2005 para varias 

especies de importancia agronómica. 

 

Mientras que para la absorción del P, les es más 

importante a las plantas acceder a él, mediante la 

difusión del nutriente en la solución del suelo, seguido en 

nivel de jerarquía por el flujo de masa y la intersección 

radicular. Sin embargo, estos últimos son de escasa 

importancia, ya que las plantas disponen de mayor 

cantidad de P cuando el suelo libera, aunque 

lentamente, el ion fosfato a la solución. Por otro lado, en 

el caso de la absorción del N, es más importante para 

las plantas acceder a él, mediante flujo de masa, 

seguido por la difusión y la intersección radical, en orden 

de jerarquía (Jungk, 2002). Y dado que el N al estar 

presente en el suelo, es fácilmente liberado, 

generalmente las plantas lo incorporan rápidamente y 

en cantidades representativas, superiores a las del P. 

Bajo estas circunstancias, en la presente investigación se 

encontraron In de N por planta, superiores a los 

obtenidos en P. Los mayores influjos estuvieron 
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influenciados por la asociación simbiótica con R. 

leguminosarum, donde la bacteria mostró su potencial, 

incrementando la absorción de N hacia el interior de la 

planta. Su aporte se refleja en el tratamiento Rl+SN-N, 

que sin recibir N fue superior al tratamiento SNC provisto 

de 0,064 mmol de N. Cuando se combinó Rhizobium con 

SNC, los In fueron mayores con respecto al tratamiento 

SNC. Resultados con tendencias similares encontró Jia y 

col., (2004) trabajando en otra leguminosa (Vicia faba), 

donde la aplicación de cantidades conservadoras de N 

mas la presencia de Rhizobium, ayudó a incrementar el 

contenido de este nutriente en la planta. 

 

Por otro lado, las técnicas convecionales empleadas en 

este trabajo, podrían ser complementadas en el futuro 

con la utilización de isótopos marcados 32P y 15N, en el 

cual se mediría el fósforo y nitrógeno total y el contenido 

de los isótopos en el cultivo. 
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