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1. INTRODUCCIÓN 

El suelo es un sistema estructurado, heterogéneo y discontinuo, fundamental e 

irremplazable; mantiene los ciclos biogeoquímicos, la productividad de los 

ecosistemas terrestres y sirve de hábitat para diferentes organismos terrestres 

(Nannipieri et al., 2003). En él se producen fuertes y complejas interacciones entre 

las raíces de las plantas, la fauna y los microorganismos que lo habitan, así como de 

todos ellos con los propios constituyentes abióticos del suelo. Es por tanto una 

entidad viva y dinámica, de cuya condición depende el sustento de la humanidad y la 

vida en la Tierra (Doran et al., 1996). 

En el medio terrestre, la diversidad y funcionamiento global del ecosistema se 

considera regida por la diversidad, la estructura y la productividad del componente 

vegetal. Por ejemplo, la estructura y actividad de la microbiota edáfica está 

relacionada, a escala local, con la composición de especies vegetales y la edad del 

ecosistema ( ; ); influyendo también en ella 

factores ambientales como el tipo de suelo, el contenido de nutrientes, el pH y la 

humedad. Pero a su vez, las comunidades microbianas 

Grayston et al., 2001 Priha et al., 1999

condicionan las interacciones 

entre plantas, el balance de nutrientes y la productividad del ecosistema (Chen et al., 

2008a; Sanon et al., 2009). La naturaleza dinámica e interactiva de las relaciones 

planta-microorganismos-suelo genera sistemas de retroalimentación que confieren 

estabilidad y resiliencia a los ecosistemas, siendo esenciales para su productividad y 

funcionamiento ( ), Bever, 2003 y para comprenderlas mejor es necesario un enfoque 

multidisciplinar de los estudios (Copley, 2000; Van Breemen y Finzi, 1998). 

 

1.1. INTERACCIONES PLANTAS-MICROORGANISMOS EN LA 

RIZOSFERA. 

1.1.1. LA RIZODEPOSICIÓN: EL MECANISMO DE ACTUACIÓN DE LA 

PLANTA SOBRE SU RIZOSFERA. 

La rizosfera (Hiltner, 1904), definida como el volumen de suelo biológicamente 

activo donde interactúan las raíces de las plantas con la comunidad microbiana, 
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concentra una gran fracción de la biodiversidad total de la Tierra, siendo 

probablemente el hábitat más dinámico del planeta (Jones y Hinsinger, 2008). 

La vasta cantidad de carbono orgánico aportado al suelo por la planta mediante la 

rizodeposición sustenta a la microbiota edáfica, a la vez que media las interacciones 

multipartitas que se dan en la rizosfera. La rizodeposición comprende fenómenos de 

difusión y secreción, así como de lisis de las células epidérmicas. Mediante el 

fenómeno de difusión, las moléculas polares pequeñas y compuestos sin carga 

eléctrica son transportados a través de la fracción lipídica de las membranas 

celulares. Esta difusión pasiva depende de la permeabilidad de la membrana y del pH 

citosólico. Otros compuestos atraviesan la membrana por canales proteicos, y su paso 

está condicionado por el gradiente electroquímico entre el citosol y el apoplasto. 

Finalmente, los compuestos de alto peso molecular son secretados dentro de 

vesículas, aunque la naturaleza de este fenómeno está menos comprendida (Badri y 

Vivanco, 2009). Mediante estos procesos en su conjunto, y según lo calculado para 

pastizales de zonas templadas, la tasa de aporte de carbono al suelo del componente 

vegetal puede alcanzar los 167 mg de C kg-1 suelo dia-1 (Jones et al., 2009). 

Los exudados radiculares son de muy diversa naturaleza química y poseen 

distintas funciones biológicas (Tabla 1.1.) (Faure et al., 2009). El tipo y cantidad de 

exudados está determinado por la especie de planta (Cieslinski et al., 1997), e incluso 

se presentan diferencias entre genotipos de una misma especie (Hoekenga et al., 

2003). Asimismo, la edad y estado fenológico de la planta influyen también en el 

perfil de exudados radiculares. Se ha calculado que en plántulas jóvenes la 

rizodeposición puede llegar a representar entre el 30-40% del total del carbono fijado 

por fotosíntesis (Badri y Vivanco, 2009), y sigue aumentando gradualmente hasta la 

floración para luego decrecer en la madurez (Aulakh et al., 2001). 

La deficiencia de nutrientes incrementa la exudación de ciertos metabolitos, 

especialmente de aquellos capaces de movilizarlos desde las formas químicas poco 

solubles presentes en el suelo. Es, por ejemplo, el caso de la deficiencia de fósforo, a 

la que la planta responde incrementando la extrusión de protones para acidificar la 

rizosfera, de carboxilatos para solubilizar el fósforo por quelación e intercambio de 

ligandos, y de fosfatasas o fitasas para movilizarlo mediante hidrólisis enzimática
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Tabla 1.1. Compuestos orgánicos y enzimas liberados por las plantas en los exudados 
radiculares y su función en la rizosfera. a

Clase de 
compuestos Componentes Funciones 
azúcares arabinosa, desoxirribosa, fructosa, 

galactosa, glucosa, maltosa, oligosacáridos, 
rafinosa, ramnosa, ribosa, sacarosa, xilosa, 
manitol, polisacáridos complejos. 

Lubricación, protección de la planta contra 
toxinas; quimioatrayentes, estimulación 
del crecimiento microbiano. 

Aminoácidos y 
amidas 

los 20 aminoácidos proteinogénicos, ácido 
γ-aminobutírico, cistationina, cistina, 
homoserina, ácido mugénico, ornitina, 
fitosideróforos, betaína, estaquidrina. 

Inhibición de los nematodos y el 
crecimiento de las raíces; estimulación del 
crecimiento microbiano, quimioatrayentes, 
osmoprotectores, secuestrantes de hierro. 

Ácidos alifáticos acético, acetónico, aconítico, aldónico, 
butírico, cítrico, eritrónico, fórmico, 
fumárico, glucónico, glutárico, glicólico, 
isocítrico, láctico, maléico, málico, 
malónico, oxálico, oxalacético, 
oxaloglutárico, piscídico, propiónico, 
pirúvico, siquímico, succínico, tartárico, 
tetrónico, valérico. 

Regulación del crecimiento vegetal; 
quimioatrayentes; estimulación del 
crecimiento microbiano. 

Ácidos 
aromáticos 

p-hidroxibenzóico, cafeico, p-cumárico, 
ferúlico, gálico, gentísico, protocatéquico, 
sinápico, ácido siríngico. 

Regulación del crecimiento vegetal; 
quimioatrayentes. 

Fenoles flavonoides, flavonas, flavanonas, 
antocianinas, isoflavonoides, 
acetosiringona. 

Regulación del crecimiento vegetal, 
interacciones alelopáticas; defensa de la 
planta; fitoalexinas; quimioatrayentes; 
inicio de las interacciones simbióticas 
leguminosa-rizobio, micorrícica y 
actinorrícica; estimulación del crecimiento 
microbiano; estimulación de la 
degradación xenobiótica bacteriana. 

Ácidos grasos linoleico, linolénico, oleico, ácido 
palmítico, ácido esteárico.  

Regulación del crecimiento vegetal. 

Vitaminas  ácido p-aminobenzoico, biotina, colina, 
ácido n-metionilnicotínico, niacina, 
pantotenato, piridoxina, riboflavina, 
tiamina. 

Estimulación del crecimiento microbiano. 

Esteroles  Campesterol, colesterol, sitosterol, 
estigmasterol. 

Regulación del crecimiento vegetal. 

Enzimas y 
proteínas 

amilasas, invertasas, fosfatasas, 
poligalacturonasas, proteasas, hidrolasas, 
lectinas. 

Defensa de la planta, degradación de 
factores Nod. 

Hormonas  auxinas, etileno y su precursor 1-
aminociclopropano-1- carboxílico (ACC), 
putrescina, jasmonato, ácido salicílico. 

Regulación del crecimiento vegetal. 

Otros Compuestos no identificados miméticos de 
las acil-homoserina lactonas, saponina, 
escopoletina, especies reactivas del 
oxígeno, nucleótidos, calistegina, 
trigonelina, xantonas, estrigolactonas. 

Quorum quenching, regulación del 
crecimiento vegetal; defensa de plantas; 
adhesión microbiana; estimulación del 
crecimiento microbiano; inicio de las 
interacciones micorrícicas. 

a Adaptada de Faure et al. (2009) 
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(Shen et al., 2011). En sentido opuesto, una elevada concentración en el suelo de 

determinados elementos puede modificar la exudación radicular hacia el aumento de 

compuestos con capacidad para inmovilizarlos en la rizosfera y evitar su entrada en 

la planta, como sucede con la alta secreción de ácidos orgánicos que se produce para 

quelar el aluminio cuando éste alcanza concentraciones tóxicas en el suelo (Roberts, 

2006; Ryan et al., 2001). La presencia en la rizosfera de moléculas elicitoras de los 

mecanismos de defensa, como el ácido salicílico, el metil-jasmonato o el óxido 

nitroso, pueden alterar también la cantidad y perfil de exudados de la planta (Badri et 

al., 2008). 

Las interacciones, sean positivas (facilitación) o negativas (alelopáticas), que se 

producen entre las plantas que cohabitan en un mismo suelo están mediadas en gran 

medida por los exudados radiculares (Bais et al., 2006). Un ejemplo de interacción 

positiva es la observada entre especies hiperacumuladoras y no hiperacumuladoras de 

selenio, que cuando crecen en vecindad en un suelo con exceso de este elemento 

ambas resultan beneficiadas en su desarrollo. Ello se debe a que los exudados 

radiculares de la especie hiperacumuladora inmovilizan el selenio en formas 

orgánicas no tóxicas para la especie no hiperacumuladora; y, a su vez, los exudados 

radiculares de la segunda facilitan la toma de selenio por la especie 

hiperacumuladora (El Mehdawi et al., 2012). Como ejemplo de interacción negativa 

mediada por los exudados radiculares se podría citar a las momilactonas producidas 

por el arroz, que son compuestos diterpenoides con un efecto alelopático sobre la 

especie arvense Echinochloa crus-galli (Xu et al., 2012). 

1.1.2. INFLUENCIA DE LA PLANTA SOBRE LA MICROBIOTA 

RIZOSFÉRICA. 

El primer indicio irrefutable del importante papel que los exudados radiculares 

tienen en la determinación de la estructura de la comunidad bacteriana rizosférica se 

consiguió con dos líneas transgénicas de Lotus corniculatus, modificadas para 

producir dos opinas diferentes: manopina y cucumopina (Oger et al., 1997). En ese 

estudio se observó cómo en la rizosfera de cada línea transgénica aumentaban, en 

términos de abundancia relativa, exclusivamente aquellas bacterias capaces de 

metabolizar la opina concreta que producía la planta, permaneciendo inalterados el 
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resto de los grupos bacterianos. A lo largo de los años se venían acumulando 

evidencias que indicaban que la estructura y composición de la rizobiota microbiana 

era particular de cada especie de planta, pero éstas procedían fundamentalmente de 

estudios basados en el aislamiento de microorganismos. La primera demostración del 

hecho con técnicas independientes de cultivo se logró en un estudio con plantas de 

fresa, colza y patata, cultivadas en un mismo suelo y en condiciones de campo 

(Smalla et al., 2001). En él se observó que los perfiles de DGGE del suelo rizosférico 

diferían entre los tres cultivos en cuanto a la intensidad y presencia de bandas, 

existiendo bandas comunes y otras exclusivas de cada planta. Así, por ejemplo, en la 

fresa se detectó una banda correspondiente a bacterias del género Nocardia que no 

aparecía en el suelo rizosférico de la colza o de la patata. 

Mediante los exudados radiculares, principalmente, cada especie de planta 

determina la dimensión y composición de su microbiota rizosférica. Los exudados 

radiculares son fuente de carbono y energía para los microorganismos y, además, 

pueden ejercer sobre ellos efectos estimuladores o inhibidores del crecimiento, 

efectos quimiotácticos, modular la expresión génica e, incluso, interferir en los 

fenómenos de quorum sensing (Faure et al., 2009). Mientras que cierto tipo de 

exudados radiculares son nutrientes o quimioatrayentes para la generalidad de los 

microorganismos, otros sólo lo son para grupos muy concretos, confiriéndoles a estos 

una ventaja selectiva para colonizar la rizosfera de aquellas plantas que los producen 

(Savka et al., 2002). Es más, debido a que los genotipos de una misma especie de 

planta pueden presentar diferencias en el perfil de exudados radiculares, la estructura 

de su comunidad microbiana rizosférica puede ser también diferente (Berg y Smalla, 

2009; Gschwendtner et al., 2011; Tan et al., 2011). 

En sentido opuesto, la planta puede impedir el crecimiento o actividad de 

poblaciones específicas de microorganismos mediante exudados radiculares con 

actividad antimicrobiana. Estos pueden ser de muy diversos tipos, e incluyen 

especies reactivas del oxígeno y del nitrógeno, ácidos orgánicos, terpenoides, 

flavonoides e isoflavonoides, entre otros (Bais et al., 2006). Otro grupo de exudados 

radiculares por los que la planta actúa sobre la microbiota rizosférica son los 

inhibidores del quorum sensing, que bien son miméticos de las moléculas que 

median ese proceso en las bacterias o son enzimas con capacidad para inactivarlas. 
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Las leguminosas, por ejemplo, pueden degradar N-acil-homoserina lactonas (AHL) 

mediante la excreción de lactonasas o AHL-hidrolasas (d'Angelo-Picard et al., 2005; 

Delalande et al., 2005). En otros casos, como el de Arabidopsis thaliana, la propia 

planta es capaz de absorber las moléculas inductoras del quorum sensing, 

modificando así su concentración en la rizosfera y, por tanto, su efectividad (von Rad 

et al., 2008). 

Pero no sólo la planta influye en la composición de su microbiota rizosférica 

mediante los exudados radiculares, sino que existen también mecanismos de 

retroalimentación en virtud de los cuales determinados microorganismos pueden 

ejercer una notable influencia sobre la rizodeposición. Así quedó demostrado cuando 

plantas de Medicago sativa y Arabidopsis thaliana fueron inoculadas con las cepas 

bacterias Sinorhizobium meliloti Rm1021 (simbionte de la primera) y Pseudomonas 

syringae pv. tomato DC3000 (patógeno de la segunda). De acuerdo a la identidad de 

los participantes en la interacción, el tipo de exudados podía resultar modificado. En 

este sentido, la interacción de M. sativa con S. meliloti y de A. thaliana con P. 

syringae hizo variar, respecto a las plantas control sin inocular, el tipo de proteínas 

secretadas por la raíz. Sin embargo, la combinaciones alternativas de planta y 

bacteria no tuvieron tal efecto (De la Pena et al., 2008). 

Por otro lado, en las especies microbianas se observan diferentes rangos en cuanto 

a su capacidad para colonizar la rizosfera (Hartmann et al., 2009). Como ejemplos 

dispares se pueden citar, por una parte, a la bacterias del género Pseudomonas y los 

hongos del género Trichoderma, que aparecen en la rizosfera de virtualmente todas 

las especies de plantas; mientras que en el otro extremo se encuentra la especie 

bacteriana Stenotrophomonas maltophilia, fundamentalmente asociada a la rizosfera 

de las crucíferas por secretar éstas altas cantidades del aminoácido metionina, 

requerido por esta bacteria para su crecimiento. 

En resumen, los exudados radiculares determinan la dimensión y estructura de la 

microbiota rizosférica porque tienen efectos selectivos, promotores o inhibidores, 

sobre los diferentes microorganismos presentes en el suelo (Hartmann et al., 2009) 

(Figura 1.1.); y dicha estructura es específica de cada especie de planta porque la 

cantidad y tipo de exudados liberados están bajo su control genético (Ryan et al., 
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2009). No obstante, el tipo de suelo es otro factor determinante en la composición de 

la microbiota rizosférica (Fierer y Jackson, 2006; Tamames et al., 2010), ya que sus 

características físico-químicas pueden afectar a las comunidades bacterianas 

directamente por ser favorables o desfavorables para determinados microorganismos; 

o indirectamente, mediante su influencia sobre la rizodeposición de la planta 

(Garbeva et al., 2004; Hinsinger et al., 2009). 

 

Interacciones selectivas en la rizosfera

Factores estimuladores:
Carbohidratos, vitaminas, agentes complejantes, 
sustratos específicos, hidrógeno

Factores inhibidores:
Compuestos antimicrobianos volátiles y solubles,  
inhibidores del quorum sensing

Retroalimentación positiva:
Solubilización de minerales, reguladores del 
crecimiento, estimulación de la resistencia frente a 
patógenos, control biológico de patógenos, degradación 
de inhibidores

Retroalimentación negativa: 
Competencia por nutrientes , fitotoxinas, aleloquímicos.
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Figura 1.1. Factores estimuladores e inhibidores de las comunidades microbianas 
rizosféricas producidos por la planta, y fenómenos de retroalimentación entre los 
microorganismos y la planta (adaptado de Hartmann et al., 2009). 

 

1.1.3. GRUPOS PRINCIPALES DE MICROORGANISMOS RIZOSFÉRICOS. 

La práctica totalidad de los grupos generales de microorganismos están 

representados en la rizosfera, incluyendo bacterias, arqueas, virus y hongos (Buee et 

al., 2009). Muchos de ellos pertenecen a taxones bien conocidos y definidos, pero 

gracias al avance de las técnicas metagenómicas y su creciente empleo en los 

estudios de ecología microbiana, día a día se descubren microorganismos rizosféricos 
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nunca antes descritos, especialmente bacterias (da Rocha et al., 2009; Kielak et al., 

2009). 

1.1.3.1. Bacterias. 

La abundancia de bacterias cultivables en la rizosfera es entre uno y dos órdenes 

de magnitud superior a la que se encuentra en suelo no rizosférico (Buee et al., 

2009). Los estudios basados en el aislamiento de bacterias revelaban como grupos 

más abundantes a las Proteobacterias, Actinobacterias y Firmicutes, pudiendo 

alcanzar algunas cepas densidades de hasta 107 UFC por gramo de suelo (Nijhuis et 

al., 1993). Con la aplicación de las técnicas independientes de cultivo se ha podido 

profundizar mucho más en la estructura taxonómica de las poblaciones bacterianas 

rizosféricas. Los análisis en muy diversas especies de plantas siguen señalando a las 

Proteobacterias y Actinobacterias como los grupos preponderantes (p. ej.: (Green et 

al., 2006; Singh et al., 2007). Sin embargo, en determinadas plantas, otras bacterias 

pueden estar en altas densidades, como las Acidobacterias (Lee et al., 2008; Singh et 

al., 2007), las bacterias del grupo Verrucomicrobia (Lee et al., 2008; Stafford et al., 

2005) y las del grupo Cytophaga (Chow et al., 2002; Lee et al., 2008). 

Las bacterias rizosférica pueden resultar en sus acciones neutras o, como en el 

caso de las fitopatógenas, deletéreas para la planta. Pero en su gran mayoría ejercen 

efectos positivos, mejorando el crecimiento de la planta o la fertilidad y estructura 

del suelo. Las bacterias con efectos positivos para la planta se encuadran globalmente 

en las denominadas rizobacterias promotoras del crecimiento vegetal (PGPR, por sus 

siglas en inglés). Entre ellas, las hay que permanecen habitualmente asociadas a la 

superficie de la raíz; otras que son endofitas, ya que penetran en los tejidos de la 

planta pero quedan en los espacios intercelulares; y, por último, aquellas que 

penetran en las células y forman con la planta órganos especializados, como los 

rizobios y Frankia, que forman nódulos fijadores de nitrógeno con las leguminosas y 

las plantas actinorrícicas, respectivamente (Franche et al., 2009; Ryan et al., 2008). 

El beneficio para la planta puede llegar a través de diversas vías, bien mediante la 

producción o degradación de sustancias reguladoras del crecimiento vegetal 

(fitohormonas), mediante la solubilización y fijación de nutrientes; o por ejercer 

efectos protectores contra los patógenos vegetales, sean estos debidos a la inducción 
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de los mecanismos de resistencia sistémica en la planta, por exclusión competitiva o 

por antibiosis (Spaepen et al., 2009).  

Ciertas rizobacterias pueden interactuar con el crecimiento y fisiología de la 

planta degradando o produciendo moléculas reguladoras del crecimiento, y algunas 

son capaces de producir más de un tipo de ellas (Boiero et al., 2007; Karadeniz et al., 

2006). Como ejemplo, se puede citar a la auxina ácido indol-3-acético (AIA), 

sintetizada por aproximadamente el 80% de las rizobacterias (Khalid et al., 2004), 

que juega un papel clave en la conformación de la arquitectura radicular al estar 

involucrado en el desarrollo de las raíces secundarias, en la diferenciación del tejido 

vascular y en el gravitropismo de la raíz (Aloni et al., 2006; Fukaki et al., 2007). 

Otras rizobacterias, especialmente las pertenecientes a la clase Proteobacteria, 

poseen actividad 1-aminociclopropano-1-carboxilico (ACC) oxidasa que cataliza la 

conversión del ácido ACC, precursor de la biosíntesis del etileno, en NH3 y α-

cetobutirato. El etileno lo produce la planta en condiciones de estrés, y tiene un 

efecto inhibidor sobre el crecimiento radicular (Spaepen et al., 2009). Mediante dicha 

actividad enzimática las bacterias logran disminuir la cantidad de etileno sintetizado 

por la planta al degradar al precursor y, en consecuencia, se produce un mayor 

desarrollo de la raíz (Glick et al., 2007). Tanto con la producción de AIA como con 

la actividad ACC oxidasa, las bacterias rizosféricas logran que la planta tenga una 

mayor densidad radicular y, por tanto, una mayor capacidad de absorción de agua y 

nutrientes. Con ello facilitan la resistencia de la planta a ciertos tipos de estrés 

ambiental, como puede ser la sequía (Yang et al., 2009). 

Un gran número de rizobacterias mejoran la nutrición de la planta poniendo a su 

disposición una mayor cantidad de nutrientes; entre ellos, nitrógeno y fósforo, pero 

también otros no menos relevantes para el crecimiento vegetal, como puede ser el 

hierro. Existe una gran diversidad de bacterias fijadoras de nitrógeno con capacidad 

para interaccionar con la planta. Entre ellas son sobradamente conocidas los rizobios 

y Frankia, formadoras de simbiosis nodulares con las leguminosas y las plantas 

actinorrícicas (Igual et al., 2006; Rivas et al., 2011; Valverde y Igual, 2011; 

Velázquez et al., 2006), y las cianobacterias, que se encuentran dentro de órganos 

especializados asociadas a muchas plantas fanerógamas y criptógamas, a hongos y a 

algas (Meeks y Elhai, 2002). Estas asociaciones son el elemento clave del ciclo del 
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nitrógeno en los ecosistemas terrestres, y pueden tener gran relevancia agronómica y 

ecológica sustituyendo o complementando la aplicación de fertilizantes químicos 

(Mulas et al., 2011). Pero otras muchas bacterias fijadoras de nitrógeno pueden 

colonizar la rizosfera de la planta (Azospirillum spp., Azotobacter spp., Alcaligenes 

spp., Bacillus spp., etc.) o vivir en ella como endofitos (Azoarcus spp., Burkholderia 

spp., Herbaspirillum spp., Gluconacetobacter spp., etc.) (Franche et al., 2009). La 

cantidad de nitrógeno fijado que la planta recibe mediante estos últimos tipos de 

asociación es considerablemente menor que con las primeras pero, no obstante, en 

determinados casos puede suponer una destacable contribución para su desarrollo 

(Hurek et al., 2002; Rodrigues et al., 2008; Sevilla et al., 2001). 

En condiciones de deficiencia de fósforo algunas rizobacterias pueden movilizar 

el que se encuentra en el suelo en formas insolubles mediante la liberación de 

fosfatasas y ácidos orgánicos. La capacidad solubilizadora de fósforo es una 

característica frecuente, llegándose a encontrar hasta en un 40% de las bacterias 

rizosféricas (Igual et al., 2001; Richardson y Simpson, 2011), y su asociación con la 

planta puede rendir importantes beneficios para ésta (Peix et al., 2001; Valverde et 

al., 2006). De igual forma, cuando hay una baja disponibilidad de hierro en el 

entorno ciertas rizobacterias sintetizan sideróforos —moléculas de bajo peso 

molecular con gran afinidad por el hierro férrico— para extraerlo de los minerales 

del suelo a los que está ligado. El ejemplo clásico de sideróforo de origen bacteriano 

es la pioverdina producida por el grupo de las pseudomonas fluorescentes. Se ha 

demostrado que la planta puede absorber el complejo Fe-pioverdina, mejorando así 

su nutrición férrica (Vansuyt et al., 2007). Sin embargo, el principal beneficio de 

estas bacterias para la planta parece deberse más a la exclusión de patógenos que 

producen en la rizosfera, al sustraerles el hierro disponible mediante quelación con 

los sideróforos, que a un efecto nutricional directo (Lemanceau et al., 2009). 

Sobre la estructura de la comunidad bacteriana rizosférica influye la especie de 

planta (Grayston et al., 1998; Smalla et al., 2001), e incluso el cultivar (genotipo) de 

la misma (Andreote et al., 2009; van Overbeek y van Elsas, 2008); pero también 

otros factores como el estado fenológico de la planta (Herschkovitz et al., 2005; 

Lerner et al., 2006), el tipo de suelo (Latour et al., 1996; Marschner et al., 2004; 
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Seldin et al., 1998) y la estacionalidad (Dunfield y Germida, 2003; van Overbeek y 

van Elsas, 2008). 

1.1.3.2. Hongos. 

La rizosfera es el nicho ecológico preferencial para los hongos del suelo, que 

viven en ella como saprofitos o están íntimamente asociados a la planta como 

simbiontes micorrícicos. 

La comunidad de hongos saprofitos está formada tanto por levaduras como por 

hongos filamentosos, con representantes de los grandes fila y sub-fila terrestres 

(Ascomycota, Basidiomycota y Mucoromycotina) (Buee et al., 2009). En el suelo 

rizosférico de determinados ecosistemas, como los dominados por praderas, la 

biomasa de estos hongos llega a sumar, de media, un 39% de la biomasa microbiana 

total (Joergensen, 2000). Su función principal reside en la descomposición de los 

substratos sólidos más recalcitrantes a la degradación, como la celulosa, 

hemicelulosa y lignina (van der Wal et al., 2007). Sin embargo, determinados hongos 

tienen otros efectos también positivos para la planta, como la actividad supresora de 

patógenos y producción de fitohormonas que realiza Trichoderma spp. (Vinale et al., 

2008). El tipo de suelo por una parte (Gomes et al., 2003), y la especie de planta y su 

estado fenológico determinan, a través de de los exudados radiculares, la 

composición de hongos saprofitos de la rizosfera (Broeckling et al., 2008; Broz et 

al., 2007; Houlden et al., 2008). 

Los hongos micorrícicos, formadores de simbiosis mutualistas con las plantas, 

permiten a estas un mejor desarrollo al aportarles a través de la red micelial 

nutrientes y agua procedentes de zonas del suelo no exploradas por las raíces 

(Bonfante y Anca, 2009). Dentro de los hongos micorrizógenos se distinguen los 

formadores de ectomicorrizas y de endomicorrizas. En las ectomicorrizas, que son 

las predominantes en las plantas leñosas, las hifas del hongo no penetran en las 

células vegetales. Sin embargo, en las endomicorrizas el hongo establece simbiosis 

intracelulares con las células radiculares. Entre estas últimas se encuentran las 

micorrizas ericoides y las orquidiodes, restringidas respectivamente a plantas del 

orden Ericales y de la familia Orchidaceae; y las micorrizas arbusculares. 
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Las endomicorrizas arbusculares, incluidas actualmente en el filum 

Glomeromycota (Redecker, 2002), establecen simbiosis con el 80% de las de 

especies de plantas terrestres y son las de mayor trascendencia para la producción de 

los agrosistemas (Gianinazzi et al., 2010). Al contrario que en otras simbiosis, en 

ésta no existe una clara especificidad entre los simbiontes, situación que queda 

reflejada en el hecho de que muchas especies de micorrizas arbusculares tiene una 

distribución global, asociadas a muy distintas especies de plantas y en ecosistemas 

muy diversos (Opik et al., 2006). Así, el micelio externo de un mismo hongo puede 

interconectar los sistemas radicales de las distintas plantas que cohabitan un mismo 

suelo, como también se conectan entre sí distintos micelios fúngicos por anastomosis 

(Mikkelsen et al., 2008). El resultado es la formación de una vasta red de conexiones 

de importancia capital para el funcionamiento de los ecosistemas (van der Heijden y 

Horton, 2009). 

Aunque en ciertos casos la interacción entra la planta y el hongo pueda resultar 

neutra o incluso parasítica (Klironomos, 2003; Smith y Smith, 2011), la generalidad 

es que el establecimiento de la simbiosis redunde en un notable beneficio para la 

planta. Las micorrizas arbusculares mejoran principalmente la nutrición fosfórica de 

la planta, aunque también la nitrogenada; la protegen contra la sequía y otros tipos de 

estrés abióticos, y también contra patógenos (Gianinazzi et al., 2010; Pozo y Azcón-

Aguilar, 2007; Richardson et al., 2009; Smith et al., 2011). Asimismo, mejoran la 

estructura del suelo y la adherencia de la planta a éste (Barea et al., 2002). 

Diversos factores afectan a la extensión de la micorrización y la presencia de 

propágulos en el suelo. La alta disponibilidad de fósforo, y por tanto la alta 

fertilización fosfórica, afecta negativamente al establecimiento y funcionamiento de 

esta simbiosis (Breuillin et al., 2010); pero otras prácticas agrícolas también ejercen 

efectos adversos, como el arado, que fragmenta la red micelial y reduce la diversidad 

de micorrizas arbusculares, o el cultivo de especies vegetales con efectos alelopáticos 

para los hongos micorrizógenos (Gianinazzi et al., 2010). 

1.1.3.3. Arqueas. 

Diferentes estudios han demostrado que las arqueas son habitantes comunes de la 

rizosfera, aunque generalmente con una preponderancia baja (Buee et al., 2009). Al 
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contrario que en bacterias, la estructura taxonómica de la comunidad de arqueas en la 

rizosfera no parece estar relacionada con la especie de planta (Sliwinski y Goodman, 

2004). En ambientes anoxigénicos pueden llegar a ser muy abundantes, como sucede 

en la rizosfera del arroz y ciertos macrófitos, donde intervienen activamente en los 

procesos de producción de metano y nitrificación (Chen et al., 2008b; Herrmann et 

al., 2008). 

1.1.3.4. Virus. 

En términos generales, el estudio de la virología de la rizosfera está en sus etapas 

iniciales (Swanson et al., 2009), aunque se ha demostrado que la presencia en los 

suelos de virus bacteriófagos puede llegar a ser notablemente alta (Nakayama et al., 

2007; Williamson et al., 2005). 

Los virus bacteriófagos son, potencialmente, de gran importancia para la ecología 

y evolución de la microbiota bacteriana rizosférica, dada su capacidad para transferir 

genes entre sus hospedadores y a la mortandad que causan en las bacterias (Swanson 

et al., 2009). A través de estas acciones el componente vegetal del ecosistema puede 

resultar finalmente afectado al modular los bacteriófagos las poblaciones y actividad 

de las bacterias PGPR, de las fitopatógenas, y de aquellas otras que participan en el 

reciclado de nutrientes (Kimura et al., 2008; Ronning et al., 2010). Lógicamente, su 

presencia en la rizosfera está asociada al hospedeador bacteriano adecuado, como lo 

demuestra el hecho de que en campos de leguminosas la incidencia de fagos de 

rizobios es mayor que en los suelos de otros cultivos (Sharma et al., 2005). 

 

1.2. LA FERTILIZACIÓN FOSFÓRICA.

1.2.1. EL FÓSFORO EN EL SUELO. 

El fósforo ocupa el décimo primer lugar entre los elementos más abundantes de la 

corteza terrestre. En el suelo se encuentra como fósforo inorgánico o formando parte 

de la materia orgánica, como fósforo orgánico. El fósforo inorgánico está contenido 

en los minerales derivados de la roca madre, fundamentalmente en apatitas, 

estrengita y variscita, que son muy estable en cuanto a su solubilidad; y en minerales 

secundarios de fósforo que incluyen fosfatos de calcio, hierro y aluminio, cuyas tasas 
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de disolución varían en función del pH y el tamaño de las partículas (Oelkers y 

Valsami-Jones, 2008). Por su parte, el fósforo orgánico se encuentra en formas 

estabilizadas como inositol fosfatos y fosfonatos; y en formas activas como 

monoesteres y diésteres de ortofosfato, y polifosfatos orgánicos (Condron et al., 

2005; Turner et al., 2002). Las plantas absorben el fósforo en forma de ión 

ortofosfato, bien como  H2PO4¯ o de HPO4
2¯ (Marschner, 1995). 

En términos generales, el fósforo inorgánico representa entre el 35% y 70% del 

total de fósforo presente en el suelo, y el orgánico entre el 30% y el 65% ((Shen et 

al., 2011). Sin embargo, a medida que evoluciona el suelo el contenido de fósforo 

orgánico aumenta a expensas del inorgánico, según lo observado en cronosecuencias 

de suelos (Richardson et al., 2004). En los suelos más evolucionados, alrededor del 

80% del fósforo total estaría en forma orgánica (Schachtman et al., 1998); y, de éste, 

el contenido en la biomasa microbiana puede suponer desde el 1% hasta más del 

10%, siendo ésta una reserva importante por su alta tasa de renovación y evitar que 

se fije en formas minerales poco soluble (Richardson, 2001; Seeling y Zasoski, 

1993). 

No obstante, el ión fosfato, al contrario que el nitrato, es poco móvil y está en baja 

concentración en la solución del suelo debido a las fuertes y múltiples interacciones 

que establece con los constituyentes del mismo, que comprenden la adsorción por los 

minerales del suelo (óxidos metálicos y arcillas), la precipitación en minerales de 

tipo apatita, y la inmovilización en la materia orgánica y como fitato (Hinsinger, 

2001). Por ello, la concentración de fósforo disponible en la solución del suelo 

generalmente está por debajo de 10 μM, que es muy inferior a la que se encuentra en 

los tejidos vegetales (Shen et al., 2011). Así, en los primeros estados de la formación 

del suelo, los ecosistemas terrestres carecen principalmente de nitrógeno, mientras 

que en los suelos evolucionados es el fósforo el elemento limitante (Vitousek y 

Farrington, 1997). 

1.2.2. ADQUISICIÓN DE FÓSFORO POR LA PLANTA. 

El fósforo es un elemento químico esencial para la vida por, entre otras razones, 

formar parte de los ácidos nucleicos y de los fosfolípidos de membrana, por estar 

involucrado en el transporte y almacenamiento de energía en la célula en forma de 
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ATP, y por intervenir en las reacciones de fosforilación-defosforilación que regulan 

el metabolismo celular (Marschner, 1995). 

Sólo una pequeña fracción del fósforo presente en el suelo es soluble en agua y, 

por tanto, está en forma asimilable por las plantas. El fósforo disuelto en la solución 

del suelo tiene que ser renovado permanentemente desde fases o fracciones químicas 

de desigual solubilidad. Las plantas han desarrollado diferentes mecanismos 

bioquímicos y fisiológicos para hacer frente a la escasez de fósforo disponible en el 

suelo, bien para forzar su solubilización o para mejorar su absorción (Vance et al., 

2003). Por su parte, los microorganismos rizosféricos son parte integral de ciclo del 

fósforo en el suelo y con su actividad colaboran eficientemente en la nutrición 

fosfórica de las plantas (Figura 1.2.). 
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Figura 1.2. Procesos fisiológicos y químicos que influyen en la disponibilidad y 
transformación del fósforo en la rizosfera. Pi, fósforo inorgánico; Po, fósforo orgánico 
(adaptado de Richardson et al., 2009). 

 

Para aumentar su eficiencia en la adquisición del fósforo la planta puede 

modificar la arquitectura radicular, mediante cambios tanto en la morfología como en 

la topología y en los patrones de distribución de las raíces, con el fin de explorar un 
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mayor volumen de suelo (Caradus, 1981 ; Föhse et al., 1988; Lynch, 2011). Pero 

también puede excretar ácidos orgánicos que solubilizan algunas formas del fósforo, 

bien directamente o indirectamente al producir cambios en el pH del suelo (Gerke y 

Meyer, 1995; Imas et al., 1997 ); o excretar fosfatasas, que ayudan a la 

mineralización de este elemento desde la materia orgánica (Plaxton y Tran, 2011; 

Tarafdar y Claassen, 1988). Asimismo, ciertas especies o genotipos de plantas han 

desarrollado transportadores con alta afinidad por el fosfato, para capturarlo 

eficientemente a las bajas concentraciones en las que está en la solución del suelo 

(Shen et al., 2011). Estos mecanismos están bajo el control genético de la planta 

(Hammond et al., 2004) y son, por tanto, susceptibles de mejora mediante 

cruzamiento o manipulación biotecnológica, como se ha realizado en el trigo 

(Manske et al., 2002) 

Por su parte, los microorganismos rizosféricos incrementan la capacidad de la 

planta para adquirir el fósforo del suelo mediante diferentes mecanismos. Aparte del 

transcendental papel de los hongos micorrícicos, que proporcionan fósforo desde 

lugares del suelo no accesibles para las raíces (Smith y Read, 1997; Smith y Smith, 

2011), muchas rizobacterias pueden incrementar el crecimiento de la raíz y el 

desarrollo de los pelos radiculares mediante efectos hormonales, bien produciendo 

fitohormonas o alterando el balance hormonal de la planta, con lo que aumentan en 

ésta la capacidad de exploración y su superficie de absorción (Hayat et al., 2010; 

Richardson et al., 2009). Las rizobacterias excretan protones, ácidos orgánicos de 

bajo peso molecular y sideróforos, que solubilizan las formas precipitadas de fósforo 

inorgánico mediante, respectivamente, acidificación, reacciones de intercambio de 

ligandos, o de quelación de iones metálicos, como el hierro, que están comúnmente 

asociados en el suelo con complejos de fósforo. Así como también producen 

fosfatasas y fitasas, que mineralizan el fósforo contenido en la materia orgánica 

haciéndolo disponible para la planta (Richardson y Simpson, 2011; Ryan et al., 2001; 

Tarafdar y Claassen, 1988; Whitelaw et al., 1999). 

1.2.3. EVOLUCIÓN HISTÓRICA Y PERSPECTIVAS DE LOS 

FERTILIZANTES FOSFÓRICOS. 

1.2.3.1. El agotamiento de las reservas de fosfato de roca. 
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La escasez de fósforo asimilable es un serio problema que afecta a la producción 

agrícola a nivel mundial, por lo que es, tras el nitrógeno, el segundo entre los 

macronutientes más aplicados con el abonado químico (Igual y Rodríguez-Barrueco, 

2007). 
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Figura 1.3. Gráfico mostrando la producción mundial de fertilizantes fosfóricos entre los 
años 1900 y 2007, y la estimación de la misma hasta el año 2100. La línea vertical indica la 
producción máxima estimada (adaptado de Cordell et al., 2009). 

 

La producción agrícola se ha sustentado históricamente sobre los niveles naturales 

que poseía el suelo más el añadido mediante el estercolado. Para mantener la 

producción de alimentos al nivel requerido por la explosión demográfica ocurrida 

durante los siglos XIX y XX, la agricultura comenzó a utilizar otras fuentes de 

fósforo, como el guano y el fosfato de roca (Igual y Rodríguez-Barrueco, 2007). El 

guano, procedente de la costa del Perú e islas del Pacífico Sur, era un recurso 

limitado cuyo abastecimiento declinó a finales del siglo XIX. El fosfato de roca 

quedó entonces como la principal fuente de fósforo para la agricultura, aumentando 

paulatinamente su empleo durante el siglo XX, y ya de forma muy acusada desde los 
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años cincuenta (Cordell et al., 2009) (Figura 1.3.). Aunque el propio fosfato de roca 

puede ser aplicado directamente al suelo como abono, la industria moderna de 

fertilizantes lo procesa a formas químicas más concentradas, como el superfosfato, y 

lo combina con otros nutrientes, como nitrógeno y potasio, para obtener los 

habituales abonos minerales complejos. 

Los principales yacimientos de fosfato de roca se encuentran en Marruecos, los 

EE. UU., China y Rusia, que en conjunto controlan el 70% de los depósitos 

mundiales de fosfato (Gilbert, 2009). En otros países existen yacimientos 

importantes, pero está en duda que su explotación sea económicamente viable al 

precio actual de los fertilizantes, por ser de inferior pureza química y/o de difícil 

extracción. Debido al carácter estratégico del fosfato de roca, China ha impuesto 

barreras arancelarias a su exportación. Por su parte, los yacimientos del Sahara 

Occidental ocupados por Marruecos están en un área geopolíticamente sensible y, 

aunque este fosfato de roca se exporta de facto, su comercio no cuenta con el apoyo 

legal internacional. En el caso de los EE. UU., han pasado de ser un país netamente 

exportador a importador, para proteger unas reservas que podrían agotarse en 

relativamente pocos años (Cordell et al., 2009).  

En todo caso, las reservas de fosfato de roca son finitas y están controladas por un 

limitado número de países. A ello hay que añadir una creciente demanda de países en 

vías de desarrollo, como China e India, donde la mejor situación económica está 

cambiando los hábitos alimenticios de la población hacia un mayor consumo de 

productos cárnicos y lácteos, que llevan asociado mayores insumos de fósforo en la 

agricultura que sustenta su producción. Por otra parte, los cultivos energéticos que 

abastecen la industria de los biocombustibles compiten ahora por el fósforo antes 

destinado a la producción de alimentos. Este conjunto de causas ha producido un alza 

en los precios del fosfato de roca, y muchos expertos han alertado sobre la 

posibilidad de que se produzca una grave crisis alimentaria a medida que se agoten 

los yacimientos ahora en explotación (Cordell et al., 2009; Gilbert, 2009). 

1.2.3.2. Riesgos ambientales de los fertilizantes fosfóricos. 

La fertilización fosfórica rinde evidentes beneficios económicos para la 

agricultura, pero no está exenta de efectos negativos para el medio ambiente. El 
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desarrollo económico producido tras la Segunda Guerra Mundial y el bajo precio de 

los fertilizantes llevó en los países desarrollados a una aplicación de fósforo que 

excedía claramente las necesidades de los cultivos (Delgado y Scalenghe, 2008). La 

sobrefertilización fosfórica se convirtió en un serio problema medioambiental debido 

a la eutrofización de las aguas superficiales (Kleinman et al., 2011). Ciertos cálculos 

indican que, en Europa, el 40% del fósforo que contienen las aguas continentales 

procede de estos fertilizantes (Igual y Rodríguez-Barrueco, 2007). Es más, el exceso 

de fósforo en los ecosistemas terrestres se ha relacionado con una pérdida de 

diversidad del componente vegetal más acusada que la que podría producirse por 

exceso de nitrógeno (Wassen et al., 2005). 

La materia prima de los fertilizantes fosfóricos, el fosfato de roca, contiene varios 

metales pesados entre sus constituyentes menores, cadmio entre ellos (Mortvedt, 

1996). La propia producción de ácido fosfórico, eslabón inicial en el proceso de 

fabricación de los fertilizantes, emite fluoruros; y como producto colateral se forma 

fosfoyeso, que concentra los metales pesados y elementos radioactivos —U, Th y 
226Ra, principalmente— presentes de forma natural en el fosfato de roca (Martínez-

Aguirre et al., 1994; Scholten y Timmermans, 1996). Si no son adecuadamente 

tratados, la liberación de estos subproductos causa graves alteraciones en el 

medioambiente. 

Las aplicación excesiva de nitrógeno y de fósforo altera los ciclos biogeoquímicos 

de esos elementos, causando esta práctica un fuerte impacto negativo sobre los 

ecosistemas (Hinsinger et al., 2011; Rockstrom et al., 2009). La sobrefertilización 

modifica la estructura y función de la comunidad microbiana (Beauregard et al., 

2010; Marschner et al., 2006) y las propiedades fisico-químicas del suelo (Acton y 

Gregorich, 1995), influyendo a largo plazo en la calidad del suelo y el flujo de 

nutrientes (Cruz et al., 2009). 

Durante los últimos cincuenta años, el empleo de fertilizantes nitrogenados y 

fosfóricos ha crecido de forma comparativamente mayor que la cantidad producida 

de alimentos (Figura 1.4.), lo que implica un uso ineficiente de estos fertilizantes 

(Vitousek et al., 2009). Las previsiones para las próximas décadas indican que será 

necesario incrementar la fertilización para satisfacer la demanda global de alimentos 
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(Tilman et al., 2001a; Vance et al., 2003), lo que agravará los problemas 

medioambientales derivados de la producción de fertilizantes químicos y de su 

excesiva aplicación a los agroecosistemas. Por tanto, aunque resulte perentorio 

intensificar la producción agrícola para satisfacer las necesidades alimentarias de una 

población mundial en continuo crecimiento, debe evitarse que sea a expensas de una 

mayor fertilización química. 
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Figura 1.4. Aumento porcentual de la producción mundial de cereales y del consumo de 
fertilizantes nitrogenados y fosfóricos en el período 1961‐2008. Los valores absolutos en el 
año 1961 fueron: 876,9 Tg de cereales, 11,6 Tg de nitrógeno y 4,8 Tg de fósforo (adaptado 
de Hinsinger et al., 2011). 
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1.2.3.3. Aprovechamiento del fósforo y diversidad vegetal. 

Los medios para alcanzar una intensificación ecológica de los agrosistemas 

(Cassman, 1999) pueden estar en la obtención de genotipos de plantas con una mayor 

eficiencia en el uso del fósforo (Lynch, 2007; Vance et al., 2003) y en una mejor 

utilización de la diversidad vegetal buscando el efecto de sobreproducción (Tilman, 

1999). El efecto de sobreproducción viene explicado por dos procesos que resultan 

en un mejor uso de los recursos: complementariedad de nicho y facilitación (Fridley, 

2001; Loreau y Hector, 2001). La complementariedad de nicho puede definirse como 

la disminución del grado de competencia interespecífica y exclusión competitiva que 

se logra cuando las especies hacen un uso diferencial de los recursos. Así, dos o más 

especies pueden usar un mismo recurso en diferente tiempo, espacio o forma 

(Fridley, 2001). La facilitación ocurre cuando una especie incrementa el crecimiento 

o supervivencia de otra(s) porque mejora las condiciones abióticas y/o bióticas del 

medio para la segunda (Callaway, 1995; Loreau, 2000). Un ejemplo de facilitación es 

la realizada por las plantas que establecen simbiosis fijadoras de nitrógeno, que 

aumentan la disponibilidad de este nutriente para las especies vecinas. Estas 

interacciones positivas son de especial valor cuando los recursos están limitados, 

como ocurre en suelos pocos fértiles y en los agroecosistemas con bajos insumos. 

En ecología, la hipótesis del gradiente de estrés propone que las interacciones 

positivas (facilitación) aumentarán en importancia e intensidad cuanto más acusado 

sea el estrés ambiental (Brooker et al., 2005). Se han realizado numerosos estudios, 

tanto en ecosistemas naturales como en agroecosistemas, que demuestran los 

beneficios que la diversidad de especies tiene sobre el uso de los nutrientes, 

centrados mayoritariamente en las interacciones entre gramíneas y leguminosas 

respecto al uso del nitrógeno. Comparativamente, los trabajos enfocados a 

desentrañar estas interacciones en relación al fósforo son muy escasos (Hinsinger et 

al., 2011). Sin embargo, este campo de investigación ha adquirido un inusitado 

interés al comprobarse que cultivos mixtos de maíz y haba presentaban un efecto de 

sobreproducción en un suelo pobre en fósforo ―incrementos de la cosecha del 43% 

para el máiz y del 26% para el haba―, que desaparecía cuando se aplicaba una 

fertilización intensa con este macronutriente (Li et al., 2007).  
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Las razones por las que pueden producirse interacciones positivas cuando dos o 

más especies crecen conjuntamente en condiciones de limitación de fósforo son 

varias y no excluyentes entre sí. Las leguminosas, por ejemplo, excretan en su 

rizosfera gran cantidad de protones (Hinsinger et al., 2003; Tang et al., 1997), 

carboxilatos (Neumann y Romheld, 1999; Pearse et al., 2006) y fosfatasas 

(Nuruzzaman et al., 2006) que aumenta la disponibilidad de fósforo para sí mismas y 

para las especies asociadas. Pero además, como se ha demostrado en cultivos mixtos 

de gramíneas y leguminosas, la competencia por el nitrato del suelo que ejerce la 

gramínea hace incrementar la tasa de fijación de nitrógeno a la leguminosa y, con 

ello, se produce una mayor acidificación de su rizosfera que finalmente revierte en 

una mayor solubilización del fósforo (Cu et al., 2005; Li et al., 2008; Li et al., 2003). 

Por la otra parte, las gramíneas excretan grupos hidroxilo que alcalinizan la rizosfera 

y liberan el fósforo adsorbido a los óxidos de hierro y las arcillas (Devau et al., 

2010), mejorando así la nutrición fosfórica de las leguminosas (Betencourt et al., 

2012). 

Respecto a la estructura de la comunidad microbiana rizosférica, algunos estudios 

apuntan a una clara distinción entre la asociada a cultivos mixtos y aquellas 

asociadas a las mismas plantas cuando crecen separadamente (Li et al., 2010a; Song 

et al., 2007; Wang et al., 2007a, 2007b). No obstante, debido a la redundancia 

funcional de los microorganismos (Zak et al., 1994), un cambio en la estructura de la 

comunidad microbiana no presupone un cambio sustantivo en las actividades 

biológicas que desempeña. Así, los cambios en la abundancia de una o más especies 

microbianas pueden no tener efectos apreciables sobre una función determinada 

(Miethling et al., 2003). Sin embargo, algunos trabajos han demostrado que las 

modificaciones generales de la estructura de la comunidad microbiana rizosférica se 

pueden correlacionar con cambios en ciertas actividades bioquímicas del suelo, como 

la actividad fosfatasa (Kandeler et al., 2002). La influencia que la planta ejerce en su 

rizosfera sobre la comunidad microbiana puede traducirse en diferencias en la 

abundacia de determinados grupos funcionales de microorganismos, como ocurre 

con los productores de fitasas, que parecen ser más abundantes en la rizosfera de las 

gramíneas que en la de las leguminosas (Jorquera et al., 2008). En el caso de cultivos 

mixtos de gramíneas y leguminosas, las últimas podrían aprovecharse del fósforo 
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orgánico liberado por las fitasas producidas por los microorganismos rizosféricos 

asociados a las primeras (Hinsinger et al., 2011). 

 

1.3. AGROECOSISTEMAS DE PASTOS 

1.3.1. LOS PASTOS COMO SISTEMAS MODELO EN ECOLOGÍA.

Las comunidades de pastos con manejo extensivo se han convertido en un modelo 

para los estudios ecológicos, y en ellas se ha demostrado que la producción primaria 

se reduce con la pérdida de diversidad (Hector et al., 1999; Hooper y Dukes, 2004; 

Hooper et al., 2005; Roscher et al., 2005; Tilman et al., 2001b). 

En las comunidades más diversas se aprovechan mejor los recursos disponibles 

por una mejor exploración del suelo y una mayor probabilidad de que se establezcan 

interacciones positivas entre sus miembros (Hector et al., 1999; Trenbath y Brady, 

1974). Asimismo, en los ecosistemas terrestres las plantas y la biota del suelo tienen 

un fuerte vínculo como productores y descomponedores. Las plantas proveen de 

carbono orgánico a la microbiota edáfica y ésta, a su vez, descompone la materia 

orgánica y mineraliza el nitrógeno, elemento esencial para las primeras (Sugiyama et 

al., 2008). Dada la influencia de la planta en la composición y estructura de las 

comunidades microbianas rizosféricas, la diversidad de especies y grupos funcionales 

del componente vegetal determina la heterogeneidad y diversidad de los grupos 

descomponedores en la microbiota del suelo (Sugiyama et al., 2008). No obstante, 

las asociaciones estructurales entre el componente vegetal y la microbiota edáfica 

aún no son bien conocidas (De Deyn y Van der Putten, 2005; Hooper et al., 2005; 

Wardle et al., 2004). 

Numerosos trabajos demuestran el efecto sinérgico de la mezcla de gramineas y 

leguminosas sobre algunas propiedades de los ecosistemas, principalmente aquellas 

relacionadas con el aprovechamiento del nitrógeno (Fornara y Tilman, 2008; Hector 

et al., 2000; Li et al., 2010b). Las interacciones positivas que establecen las 

leguminosas con el resto de plantas son generalmente más acusadas que las que se 

puedan establecer entre otros grupos funcionales, debido al nitrógeno que aportan al 

sistema mediante la fijación simbiótica (Kirwan et al., 2009; Li et al., 2007; Mulder 
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et al., 2002; Nyfeler et al., 2009; Spehn et al., 2002; Temperton et al., 2007). Pero 

ejercen también otros efectos no relacionados con la fijación simbiótica del 

nitrógeno, como incrementar la actividad de los microorganismos del suelo 

implicados en la mineralización del nitrógeno (Spehn et al., 2000); o contribuir, 

especialmente en el caso de las leguminosas perennes, a la extracción de agua desde 

capas u horizontes del suelo más profundos gracias a su sistema radical pivotante 

(Sekiya y Yano, 2002; Skinner et al., 2004). 

En general, la coexistencia de gramíneas y leguminosas contribuye al mejor 

funcionamiento del sistema porque permite la exploración del suelo a diferentes 

profundidades gracias a la diferente estructura radicular que presentan (Hooper y 

Vitousek, 1997), y a una mayor productividad por su distinta fenología a lo largo de 

las estaciones (Luscher et al., 2005), o entre años (Nyfeler et al., 2009; Nyfeler et al., 

2011). 

1.3.2. IMPORTANCIA ECONÓMICA Y ECOLÓGICA DE LOS PASTOS. 

Las superficies herbáceas comprenden alrededor del 26% de la superficie 

terrestre, y un 80% de las tierras cultivables, representando una amplia variedad de 

ecosistemas como las estepas, sabanas y pampas (Steinfeld et al., 2006; Wright et al., 

2006). Históricamente, los pastos han sido un pilar básico en el desarrollo de las 

sociedades por ser la base de la producción ganadera; situación que aún perdura, ya 

que el 68% de los pastos del planeta sustentan economías de carácter local, situadas 

principalmente en países en vías de desarrollo. Los pastos proveen el sustento de 

muchas sociedades rurales (DeFries y Rosenzweig, 2010), en las cuales viven más de 

800 millones de personas con bajas rentas, y 200 millones más viven en áreas 

semiáridas y marginales que son altamente dependientes de los pastos para su 

sustento (Ayantunde et al., 2011; Kemp y Michalk, 2007; McDermott et al., 2008; 

Reynolds et al., 2005). 

Además de ser la fuente de alimento para la ganadería, estos biomas aportan otros 

beneficios no menos importantes desde un punto de vista ecológico y ambiental. 

Entre estos están su actuación como sumideros de CO2. Del total de carbono 

orgánico contenido en la superficie terrestre, el 30% está acumulado en los suelos de 

pastos (Boval y Dixon, 2012), y su capacidad potencial de secuestro de carbono se 
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estima en 3·108 Tm año-1, lo que supone un 4% del total de las emisiones de CO2 

(Powers et al., 2011). Asimismo, son un gran reservorio de biodiversidad, ya que una 

gran parte de los ecosistemas de pastizales han persistido durante milenios y, por 

ello, poseen un gran número de especies endémicas (Bond y Parr, 2010; Mayle et al., 

2007).  

Debido a la importancia que a nivel a global tienen los pastos, y al incremento de 

la producción de carne y leche que se requerirá para satisfacer la demanda impuesta 

por el crecimiento demográfico, es perentorio mejorar su manejo para que puedan 

cumplir eficientemente sus múltiples funciones. En los últimos años, la estrategia 

para el manejo de estos agrosistemas incide en la reducción de los insumos para 

favorecer el reciclaje de los nutrientes y la biodiversidad y, en definitiva, a lograr una 

producción sostenible con impactos ambientales positivos (Ash et al., 2011; Boval y 

Dixon, 2012; Orr y O'Reagain, 2011; Yeates et al., 1997). 

1.3.2.1. Evolución histórica de los sistemas de pastos en Europa. 

Hasta el final de la Segunda Guerra Mundial, las naciones europeas eran de 

carácter eminentemente rural, con una economía basada en la agricultura. El tamaño 

de las explotaciones era, en general, pequeño (de 3 a 15 ha); y su actividad estaba 

enfocada a la autosuficiencia: siembra de diferentes tipos de cultivos, mantenimiento 

de praderas naturales y cria de ganado variado (Lelievre y Volaire, 2009). En el 

centro y norte de Europa los cultivos fundamentales eran cereales de invierno, 

leguminosas y especies de hoja ancha, que se rotaban en ciclos de cuatro años 

(leguminosa-cereal-especies de hoja ancha-cereal) o tres años (leguminosa-cereal-

especies de hoja ancha); y, como variante de este esquema, se sembraban 

leguminosas perennes que se mantenían varios años, siendo la alfalfa (Medicago 

sativa L.), esparceta (Onobrychis viciifolia Scop.) y zulla (Hedysarum coronarium 

L.) las especies más habituales. 

En la región mediterránea la rotación era de dos años, alternando leguminosas de 

grano-cereal en las zonas de suelos más profundos y cereal-barbecho en el resto. Los 

pastizales, por lo común, no se sometían a ningún manejo; y las especies sembradas 

para forraje eran anuales, destancando: cebada (Hordeum vulgare L.), avena (Avena 
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sativa L.), veza (Vicia spp.), raigrás italiano (Lolium multiflorum Lam.) y trébol de 

Alejandría (Trifolium alexandrinum L.)  

El gran desarrollo económico producido tras la Segunda Guerra Mundial se reflejó 

también en la estructura agraria europea. La mecanización, el empleo masivo de 

fertilizantes nitrogenados, de pesticidas y herbicidas, junto con la introducción de 

cultivares de soja y máiz bien adaptados a las condiciones prevalentes en Europa, 

integraron a la actividad agraria en los mercados. Con ello se produjo un aumento en 

el tamaño de las explotaciones y una alta especialización por cultivos y zonas 

(Lelievre y Volaire, 2009). 

En las regiones más productivas del centro de Europa los pastos desaparecieron, y 

en aquellas especializadas en la producción animal se introdujeron especies 

mejoradas de raigrás inglés (Lolium perenne L.) y raigrás italiano (Lolium 

multiflorum Lam.). Estas especies cuando son fertilizadas intensivamente con 

nitrógeno son más productivas que las leguminosas, y por ello las desplazaron de las 

rotaciones de cultivos. La alfalfa, aunque disminuyó su utilización, fue la única 

leguminosa que permaneció con importancia en el sistema rotacional. En praderas 

artificiales, algunas leguminosas quedaron como integrantes secundarios de mezclas 

simples con gramíneas: raigrás inglés-trébol blanco (Trifolium repens L.) en las 

zonas húmedas, y dactilo (Dactylis glomerata L.)-alfalfa en zonas más secas. Las 

gramíneas perennes se volvieron dominantes en las praderas naturales como 

resultado de la alta fertilización nitrogenada, y sólo en los suelos pobres, donde la 

producción ganadera era menos intensiva, las praderas naturales mantuvieron su 

estructura. 

En la Europa mediterránea, dependiendo de la disponibilidad de riego y la 

profundidad del suelo, se produjo también la especialización de los sistemas. La 

ganadería extensiva quedó como la actividad preponderante en las zonas con suelos 

más pobres y sin opciones de riego. El sistema está basado en las praderas naturales 

y los pastizales, donde las gramíneas perennes y las leguminosas son los principales 

componentes. En los lugares con suelos más profundos pueden introducirse pastos 

semi-intensivos formados principalmente por mezclas de dactilo o festuca alta 

(Festuca arundinacea) con leguminosas como la alfalfa, la esparceta o la zulla. Su 
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objetivo es compensar las variaciones estacionales de cantidad y calidad del pasto 

para disponer de alimento para el ganado en las épocas menos favorables. 

En las zonas más áridas de la cuenca mediterránea, donde el cultivo de cereales ha 

declinando paulatinamente debido a su baja producción, los sistemas agropastorales 

tradicionales han evolucionado hacia una ganadería extensiva con un enfoque 

diferente, que consiste en agregar valor añadido a los prodúctos tradicionales básicos: 

carnes de calidad certificada, quesos y chacinas con denominación de origen, etc. En 

algunos lugares de estas zonas se han introducido mezclas complejas de leguminosas 

anuales y gramíneas (cultivares de dactilo y festuca alta adaptados a la sequía, 

principalmente) para formar pastizales semipermanentes (Lelievre y Volaire, 2009). 

1.3.2.2. Los sistemas de pastos en Castilla y León. La dehesa. 

El sector ganadero de Castilla y León ocupa los primeros puestos en censos y 

producciones de ovino, bovino y porcino a nivel nacional; y, dentro del contexto 

regional, el aporte económico de la producción ganadera es netamente superior al de 

la producción agrícola (Ciria Ciria y Ciria García de la Torre, 2004). Esta producción 

ganadera se sustenta gracias a la importante extensión de pastos que posee la región, 

en torno a 9,4·106 ha, lo que supone el 18,6% de la superficie nacional de pastos. Por 

provincias, León (793.231 ha) y Salamanca (765.260 ha) son las que cuentan con las 

mayores superficies, y las que aportan un mayor porcentaje a la Producción Final 

Ganadera de la región. En la provincia de Salamanca, el 90% de la superficie de 

pasto corresponde a pastos con arbolado ralo y a la dehesa (Ciria Ciria y Ciria García 

de la Torre, 2004). 

La dehesa es el sistema agrosilvopastoral propio del Oeste de la Península Ibérica. 

Las dos características fundamentales de este sistema son el carácter mediterráneo de 

su clima (veranos secos e inviernos fríos) y la baja fertilidad del suelo, 

particularmente por su déficit de fósforo y calcio, que imposibilita una agricultura 

rentable y sostenible (Olea y San Miguel-Ayanz, 2006). Frente a estos 

condicionantes abióticos, la dehesa representa una estrategia de eficiencia y 

diversificación de estructuras, cuyo fin es aprovechar todos los recursos de su 

ambiente con el mínimo aporte posible de insumos externos. Gracias a esta 

diversificación y eficiencia, la dehesa es un agroecosistema muy versátil que ha sido 
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capaz de satisfacer las necesidades del hombre desde la Edad Media hasta nuestros 

días (Gómez Gutiérrez, 1992; Joffre et al., 1999). 

No sólo por su vertiente socioeconómica es importante la dehesa, sino también 

desde un punto de vista medioambiental. Como sumidero de carbono puede 

equiparse a otros biomas de la Tierra destacados en este aspecto (Pereira et al., 

2007); y, además, posee una gran diversidad de plantas vasculares (Díaz-Villa et al., 

2003), mamíferos (Carrete y Donazar, 2005), aves (Peris Álvarez, 1992), reptíles 

(Martin y López, 2002) e invertebrados (Galante et al., 1991; Reyes-López et al., 

2003), lo que convierte a la dehesa en el gran reservorio de biodiversidad del área 

mediterranea, y hábitat de un buen número de especies en peligro del extinción 

(Bugalho et al., 2011). 

Los pastos, junto con el arbolado, son el componente esencial y definitorio de la 

dehesa, y la principal fuente de alimento para el ganado. Debido a los rigores del 

clima mediterráneo, los pastos naturales de la dehesa los forman principalmente 

especies anuales, aunque en las zonas de topografía más baja y adecuadamente 

pastoreadas se forman densos prados (“majadales”) donde son importantes las 

especies pascícolas perennes. El manejo de los pastos de dehesa está enfocado a 

incrementar la calidad nutricional, que viene determinada por la densidad de 

leguminosas y su capacidad fijadora de nitrógeno (Ferreira y Castro, 2011) —aporte 

de proteínas—; y no tanto a maximizar la producción, que está condicionada por las 

precipitaciones y, en consecuencia, es muy variable interanualmente (Gómez 

Gutiérrez y Calabuig, 1992; Vázquez de Aldana et al., 2008). 

Las leguminosas pascícolas, incluso una vez agostadas, tienen una calidad 

nutricional lo suficientemente alta para satisfacer los requerimientos del ganado, 

reduciendo o evitando tener que realizar otros aportes a su dieta. Sin embargo, es 

necesario mantener en el suelo un nivel adecuado de fósforo biodisponible (8-12 

ppm) para lograr una adecuada cobertura y desarrollo de este grupo funcional de 

plantas. Como complemento a los pastos naturales de la dehesa, es habitual encontrar 

pastos artificiales para disponer de heno en invierno y verano. En este caso es 

requerido un abonado N-P-K. Por tanto, un apropiado manejo de los pastos de dehesa 
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debe estar basado en tres pilares fundamentales: un pastoreo racional, las 

leguminosas, y la fertilización fosfórica (Olea y San Miguel-Ayanz, 2006). 

1.3.2.3. Especies pascícolas perennes. 

Las especies pascícolas anuales presentan la ventaja adaptativa de sobrevivir en el 

período seco como semillas, por lo que dominan los pastos naturales de la Península 

Ibérica dada la acusada estacionalidad de las precipitaciones (Annicchiarico et al., 

2011; Clary, 2008). Sin embargo, tienen la desventaja agronómica de concentrar su 

producción en un corto período de tiempo, principalmente durante la primavera. En 

cambio, las especies pascícolas perennes son capaces de extender y regular el 

período productivo, ya que pueden rebrotar rápidamente al inicio del otoño, y 

también utilizar más eficientemente la humedad residual al final de la primavera. 

Además de hacer un uso más eficiente del agua, evitan en mayor medida la erosión 

del suelo y reducen los costos asociados a las labores de labranza y siembra que 

ocasionan las especies anuales; razones que, en su conjunto, aumentan la 

sostenibilidad económica y agronómica de los sistemas ganaderos mediterráneos 

(Lelievre y Volaire, 2009). 

Entre las especies pascícolas perennes más utilizadas en las regiones 

mediterráneas, bien en monocultivos o en mezclas diversas, están: el dactilo, la 

festuca alta, el raigrás inglés y el raigrás italiano, dentro de las gramíneas; y, entre las 

leguminosa, la alfalfa, la esparceta o pipirigallo y la zulla (Lelievre y Volaire, 2009). 

1.3.2.3.1. El dactilo (Dactylis glomerata L.) 

El dactilo es una gramínea vivaz de porte típicamente amacollado, con período de 

crecimiento activo durante la primavera y el otoño. Posee una buena adaptación a 

diferentes condiciones climáticas y es relativamente tolerante a la sombra (USDA, 

2012). Tiene una buena producción tanto en cantidad como en calidad, y aptitud para 

siega y pastoreo. Generalmente se siembra en mezclas con otras gramíneas y con 

leguminosas forrajeras tanto para praderas de diente como para siega. Para praderas 

de diente, suele emplearse en mezclas con raigrás inglés, festuca alta y trébol blanco, 

con alfalfa e incluso con trébol subterráneo. Para praderas de siega de corta duración, 

principalmente con raigrás italiano y trébol violeta. 
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El crecimiento del dactilo es muy rápido, y su calidad bromatológica es buena, 

siendo muy apetecible para el ganado antes de su encañado. Por sus características de 

alto rendimiento, calidad nutricional y tolerancia a la sombra, es una especie que 

viene usándose como forraje desde hace más de 100 años, principalmente en Europa 

(Casler et al., 2000), Norte América y Japón. En China se ha utilizado ampliamente 

en pastos cultivados, con buena adaptabilidad, y donde juega un importante papel en 

la producción ganadera y en la sostenibilidad ambiental (Peng et al., 2008; Xie et al., 

2010).  

1.3.2.3.2. La alfalfa (Medicago sativa L.) 

La alfalfa es una leguminosa vivaz, basófila, de rápido crecimiento y alta tasa de 

rebrote. Forma una estructura de crecimiento denominada corona, con capacidad de 

rebrote basal, y posee una profunda raíz pivotante que le permite adaptarse bien a las 

condiciones de sequía (USDA, 2012). 

Es considerada una de las principales plantas forrajeras por su adaptación a suelos 

y climas diferentes, y por su capacidad para fijar nitrógeno atmosférico cuando se 

encuentra en simbiosis con las cepas de rizobio adecuadas (Guiñazú et al., 2010). La 

inclusión de este cultivo en los pastos mejora la producción de forraje y la calidad 

por su gran contenido en proteína útil y alta palatabilidad (Kreuger y Vigil, 1979). Se 

dedica principalmente a la siega, bien como cultivo puro o formando praderas en 

mezcla con otras especies forrajeras, como el dactilo y la festuca alta, o incluso con 

cereales con función de cultivo protector y complemento nutritivo. 

Como leguminosa, demanda altas cantidades de fósforo por el coste energético 

que lleva asociado la fijación simbiótica de nitrógeno (Aerts y Chapin, 2000; 

Oelmann et al., 2011), y un aporte adecuado de este nutriente incrementa el 

rendimiento, el número y tamaño de los nódulos y la tasa de fijación de nitrógeno en 

esta especie (Azcón et al., 1988). 

 

1.4. BIOINDICADORES DE LA CALIDAD DEL SUELO Y 

ESTRUCTURA DE LA COMUNIDAD MICROBIANA. 
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La importancia del suelo como recurso natural se reconoce desde hace décadas, 

quedando reflejada la preocupación por protegerlo en las múltiples leyes y 

recomendaciones que han venido emitiendo los gobiernos de los diferentes países y 

los organismos internacionales (Bone et al., 2010). Sin embargo, al contrario que en 

el caso del agua o del aire donde la calidad se puede acotar a la ausencia de 

contaminantes, el concepto de calidad del suelo no es fácil de definir dada la 

heterogeneidad y complejidad intrínsicas de sus componentes bióticos y abióticos, y 

de las interacciones entre ellos (Sojka y Upchurch, 1999). Por ello, las definiciones 

para este concepto que aparecen en la literatura científica son múltiples, enfatizando 

diferentes aspectos de acuerdo al enfoque agronómico, de riesgo ambiental o 

meramente ecológico que adopten (Bone et al., 2010). Una de las definiciones de 

calidad o salud del suelo que quizá goza de un mayor consenso entre la comunidad 

científica es la propuesta por (Doran et al., 1996): “la capacidad continuada del 

suelo para, dentro de los límites definidos por el ecosistema y el uso de la tierra, 

mantener su funcionamiento, mantener la calidad del aire y del agua y promover la 

salud humana, animal y vegetal”. 

Para evaluar la calidad del suelo y monitorizar los cambios debido al manejo 

agrícola y otras perturbaciones de origen natural o antropogénico se han propuesto 

índices matemáticos que, al igual que ocurre con la propia definición de calidad del 

suelo, son numerosos y generalmente están elaborados para condiciones locales y 

objetivos concretos (Bastida et al., 2008). Pero dada la diversidad de propiedades 

fisico-químicas, bioquímicas y microbiológicas del suelo, todos ellos integran 

necesariamente varios indicadores (parámetros) que definen parte de esas 

propiedades. 

La inclusión de diferentes tipos de indicadores es un requisito ineludible cuando 

se pretende estudiar la calidad o evolución de un suelo, ya que un determinado factor 

puede afectar profundamente a unos determinados parámetros y poco o nada a otros 

(Bastida et al., 2008; Frankenberger y Dick, 1983; Gelsomino et al., 2006; 

Nannipieri et al., 1990). Pero no todos los parámetros medibles de un suelo tienen 

igual valor como indicadores, siendo más útiles cuanto más sensible son para 

detectar las tendencias o patrones de cambio, y cuanto mejor puedan relacionarse con 

otros factores del sistema, como los climáticos (Nortcliff, 2002). 
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Entre los indicadores o parámetros fisico-químicos del suelo más útiles en tal 

cometido están el pH y la estabilidad de los agregados, aunque generalmente su 

utilidad queda restringida a suelos agrícolas, donde el manejo puede modificar estas 

propiedades en el corto plazo. El pH resulta alterado por el encalado y por el abonado 

con fertilizantes amoniacales, e influye sobre la solubilidad de los minerales, la 

disponibilidad de nutrientes para las plantas y la actividad de los microorganismos. 

Un agregado consiste en la unión de varias partículas finas del suelo (materiales 

orgánicos, arcillas, arenas, limos, etc.), y se forman por las interacciones entre las 

plantas y los microorganismos, y los productos de éstas con el componente mineral. 

Los agregados influyen decisivamente en la aireación, en la capacidad de retención 

de agua y en la resistencia del suelo a la erosión; y tanto el laboreo como las 

enmiendas orgánicas pueden modificar su estabilidad (Arias et al., 2005). 

Sin embargo, el indicador más ampliamente usado en el campo agronómico es el 

contenido de materia orgánica (o carbono orgánico) del suelo, que es una mezcla de 

componentes biogénicos que incluye, en proporciones variables, microorganismos y 

material vegetal no descompuesto (Arias et al., 2005). La materia orgánica influye en 

las propiedades fisico-químicas del suelo y en la disponibilidad de nutrientes. Como 

parte de ella, es común valorar el carbono contenido en la biomasa microbiana, que 

se considera un indicador más sensible a los cambios que el carbono orgánico total y, 

además, permite conocer la dimensión del componente microbiano (Bastida et al., 

2008); aunque esto último puede determinarse por otras metodologías, entre ellas 

mediante el análisis de los ácidos grasos presentes en el suelo. 

Pero, sin duda, una clase de indicadores de gran valor son los parámetros 

bioquímicos, que, de forma directa o indirecta, guardan siempre relación con la 

actividad microbiana. Los parámetros bioquímicos del suelo son generalmente muy 

sensibles a las perturbaciones (Gil-Sotres et al., 2005; Yakovchenko et al., 1996), y 

sus determinaciones son relativamente rápidas y fáciles de realizar (Nannipieri et al., 

2002; Paz-Ferreiro et al., 2011). Entre los que tienen un carácter más general, están 

la tasa de respiración del suelo (o respiración microbiana), la actividad 

deshidrogenasa y la tasa de mineralización del nitrógeno. Por su parte, como 

parámetros más específicos se emplean frecuentemente las actividades enzimáticas 
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relacionadas con los ciclos biogeoquímicos del carbono, nitrógeno, fósforo y azufre: 

β-glucosidasa, ureasa, fosfatasas y arilsulfatasa, respectivamente. 

Pero además de lo reseñado, los estudios sobre la calidad y evolución de los 

suelos requieren un grado de conocimiento de la estructura y diversidad de las 

poblaciones microbianas, ya que, como se ha mencionado, el componente 

microbiano influye decisivamente sobre la mayoría de las propiedades del suelo 

(Bastida et al., 2008). Para adquirir este información se dispone de múltiples 

herramientas, como el análisis del perfil de ácidos grasos (Zelles, 1999), las técnicas 

moleculares basadas en reacciones de PCR, o los análisis metagenómicos, 

transcriptómicos y proteómicos del suelo (Sorensen et al., 2009). 

A continuación, se pasa a exponer más detalladamente algunos de los parámetros 

determinados durante la realización del presente estudio. 

1.4.1. RESPIRACIÓN DEL SUELO. 

En términos generales, la respiración puede definirse como la oxidación biológica 

de la materia orgánica a CO2. En su conjunto, los suelos del planeta contienen 

alrededor de 2,1-2,3·1012 Tm de carbono orgánico (Batjes, 1996), siendo la mayor 

reserva de carbono de la biosfera. La mineralización de esta materia orgánica por los 

microorganismos heterótrofos rige los ciclos biogeoquímicos de los principales 

nutrientes, afectando con ello a la producción vegetal y a la composición de la 

atmósfera (Sinsabaugh et al., 2008). La respiración de la microbiota edáfica es el 

eslabón fundamental que cierra el ciclo del carbono en los ecosistemas terrestres, 

retornándolo a la atmósfera en forma de CO2 (Schlesinger y Andrews, 2000). No 

obstante, parte del CO2 desprendido desde el suelo proviene de otros procesos 

distintos a la respiración microbiana, como son los fermentativos y los procesos 

anaeróbicos que emplean NO3
- o SO4

2- como aceptores de electrones. 

La medida de la respiración basal del suelo refleja tanto la cantidad como la 

calidad de las fuentes de carbono o, expresado de otra forma, el carbono 

potencialmente mineralizable presente en el suelo. Asimismo, constituye un índice 

integrado del potencial de la microbiota para degradar el componente orgánico bajo 

condiciones ambientales específicas, reflejando la actividad global o energía gastada 

por la misma (Anderson y Domsch, 1990; Kennedy y Papendick, 1995). Además de 

  ‐ 37 ‐



INTRODUCCIÓN 
___________________________________________________________________________ 

por el contenido de carbono del suelo, este parámetro se ve afectado por múltiples 

factores tales como la climatología, las propiedades físicas del suelo, los nutrientes 

biodisponibles o las prácticas agrícolas (Alef, 1995; Campbell et al., 1992; Pell et al., 

2006). 

Tanto la tasa de respiración del suelo como la medida de la biomasa microbiana 

son indicadores sensibles que permiten valorar la respuesta de los ecosistemas a 

factores externos. Generalmente, la biomasa microbiana está estrechamente 

correlacionada con el contenido de carbono orgánico del suelo; por ello, en los 

estudios comparativos de suelos que difieren en el contenido de materia orgánica es 

habitual emplear índices basados en estos parámetros, como la relación carbono 

orgánico/biomasa microbiana (Anderson y Domsch, 1989); o el cociente metabólico 

(qCO2), también denominado respiración específica, que es la tasa de respiración del 

suelo normalizada por unidad de biomasa microbiana (Anderson y Domsch, 1985). 

El cociente metabólico es un indicador de la eficiencia relativa de los 

microorganismos en el uso del carbono orgánico del suelo (Anderson y Domsch, 

1993; Wardle y Ghani, 1995). 

1.4.2. MINERALIZACIÓN DEL NITRÓGENO. 

El proceso de mineralización del nitrógeno puede definirse como la conversión 

del nitrógeno orgánico a formas minerales (amonio y nitrato) aprovechables por las 

plantas y los microorganismos. Sin embargo, en sentido estricto, se denomina 

mineralización a la conversión del nitrógeno orgánico en nitrógeno amoniacal, y 

nitrificación a la oxidación de éste a nitrato. 

Simultáneamente al proceso de mineralización ocurre el proceso opuesto, la 

inmovilización del nitrógeno (Powlson y Barraclough, 1993), que se produce 

fundamentalmente a partir del amonio (Recous et al., 1988). Por tanto, la 

mineralización neta es el balance entre la cantidad total de nitrógeno mineralizado 

desde las formas orgánicas y la cantidad que es incorporada en la materia orgánica, 

principalmente por la asimilación microbiana (Murphy et al., 2003). El resultado de 

este balance es de gran importancia para la producción vegetal de los ecosistemas, ya 

que de él depende la cantidad de nitrógeno mineral que queda disponible para las 

plantas.  
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Tanto la mineralización como la inmovilización del nitrógeno son procesos de 

tipo multienzimático, y ambos están mediados siempre por los microorganismos 

(Ladd y Jackson, 1982; Nannipieri et al., 1990). Lógicamente, en ambos procesos 

influye de forma determinante la disponibilidad de carbono en el suelo, por ser la 

base del metabolismo microbiano; pero también resultan afectados por factores de 

tipo ambiental, como la humedad del suelo y la temperatura (Hassink, 1994), que 

influyen directamente sobre tasa de mineralización de la materia orgánica por los 

microorganismos y, por tanto, de forma indirecta en el ciclo de otros elementos, 

como el nitrógeno (Guntiñas et al., 2012; Schimel y Bennett, 2004). 

1.4.3. ACTIVIDADES ENZIMÁTICAS. 

Los principales agentes que intervienen en la mineralización de la materia 

orgánica del suelo son las enzimas extracelulares, requiriéndose, debido a la 

heterogeneidad estructural de los biopolímeros, la interacción de distintas clases 

hasta llegar a la liberación final de los componentes monoméricos. (Burns, 1983 ; 

Sinsabaugh et al., 1991). La enzimología de los suelos se estudia desde hace más de 

un siglo para profundizar en el conocimiento de los procesos que rigen la 

descomposición de la materia orgánica y el reciclado de los nutrientes, así como 

también para evaluar la respuesta de los ecosistemas a las alteraciones de origen 

natural o antropogénico (Finzi et al., 2006; Lipson et al., 2005; Nannipieri et al., 

2002; Sinsabaugh et al., 2005). Generalmente, las enzimas que catalizan las etapas 

finales de la mineralización de la materia orgánica son las estudiadas con más 

asiduidad, por ser su cinética fácil de determinar y porque los productos de sus 

reacciones son las sustancias solubles asimilables por los organismos (Caldwell, 

2005; Kirk y Farrell, 1987; Ljungdahl y Eriksson, 1985). 

Las enzimas presentes en el suelo provienen tanto de las plantas como de los 

animales y microorganismos que lo habitan (Tabatabai, 1994). La vegetación 

contribuye de forma directa a la actividad enzimática del suelo mediante la excreción 

de diversas enzimas, e indirectamente mediante la influencia que ejerce sobre la 

composición y actividad de la microbiota rizosférica (Sanon et al., 2009; Skujins, 

1967). Sin embargo, son las enzimas extracelulares producidas por los 

microorganismos las que constituyen el grueso de la actividad enzimática global 

  ‐ 39 ‐



INTRODUCCIÓN 
___________________________________________________________________________ 

(Ladd, 1978) y, debido a que los microorganismos basan su nutrición en ellas, los 

valores de sus actividades se interpretan como indicadores de la demanda nutricional 

microbiana (Caldwell, 2005; Moorhead y Sinsabaugh, 2006; Olander y Vitousek, 

2000; Schimel y Weintraub, 2003). 

Pese a la utilidad de estos parámetros, debe tenerse en cuenta que su 

determinación en el laboratorio (ex situ) presenta una serie de limitaciones, ya que 

sólo proporcionan información de la actividad potencial, y no de la real en las 

condiciones ambientales que prevalecen en cada suelo (in situ). Asimismo, los 

sustratos que se emplean en las determinaciones enzimáticas no son representativos 

de los complejos del suelo. Ni siquiera los métodos más recientes desarrollados para 

las determinaciones in situ han encontrado la forma de medir las actividades 

enzimáticas sin la adición de sustratos artificiales (Wallenstein y Weintraub, 2008). 

Las actividades fosfatasa, ureasa, arilsulfatasa y β-glucosidasa son empleadas 

habitualmente para monitorizar, respectivamente, el ciclo del fósforo, del nitrógeno, 

del azufre y del carbono; y la actividad deshidrogenasa como índice de la actividad 

oxidativa total de los microorganismos. Este conjunto de actividades enzimáticas 

refleja muy apropiadamente las propiedades de fertilidad de los suelos y son 

sensibles al manejo de los mismos (Baligar et al., 1991a; Baligar y Wright, 1991; 

Baligar et al., 1991b; Baligar et al., 1999). 

1.4.3.1. Fosfatasas. 

El fósforo contenido en la materia orgánica del suelo es generalmente abundante, 

pero sólo resulta aprovechable por las plantas cuando se hidroliza y libera como 

ortofosfato gracias a la actividad de las fosfatasas (Condron et al., 2005). Por ello, las 

fosfatasas juegan un papel crítico en el ciclo del fósforo (Speir y Ross, 1978), y su 

actividad se relaciona directamente con la fertilidad potencial de los suelos (Dick y 

Tabatabai, 1992; Dick et al., 2000; Eivazi y Tabatabai, 1977). La actividad fosfatasa 

global del suelo es el resultado de la actividad parcial de un amplio grupo de enzimas 

que catalizan la hidrólisis de ésteres fosfato: 

[R-(PO4)-2 + H2O → R-OH + HO-(PO4)-2] 
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Las fosfatasas son secretadas tanto por las plantas como por los microorganismos 

en respuesta a una demanda de fósforo, o bien se liberan de forma pasiva desde las 

células muertas (Quiquampoix y Mousain, 2005). En el suelo son mayoritarias las 

fosfatasas de origen microbiano (Eivazi y Tabatabai, 1977). No obstante, las plantas 

han desarrollado diversos mecanismos de adaptación a la escasez de fósforo, entre 

los que se encuentran la producción y exudación por las raíces de fosfatasas ácidas 

(del Pozo et al., 1999; Haran et al., 2000; Li et al., 2002; Tarafdar y Jungk, 1987), 

cuya cantidad difiere entre especies y genotipos (Izaguirre-Mayoral et al., 2002; 

Ndakidemi, 2006). Las leguminosas, por ejemplo, secretan más que los cereales, 

probablemente debido a los altos requerimientos de fósforo que implica el proceso de 

fijación simbiótica de nitrógeno (Yadav y Tarafdar, 2001). 

Entre los diferentes tipos de fosfatasas, las fosfodiesterasas (E.C. 3.1.4), y las 

fosfomonoesterasas ácidas (E.C. 3.1.3.2) y alcalinas (E.C. 3.1.3.1) se consideran las 

predominantes en la mayoría de los suelos (Tabatabai, 1994); siendo, no obstante, la 

actividad fosfomonoesterasa superior a la actividad fosfodiesterasa (Eivazi y 

Tabatabai, 1977). Las fosfomonoesterasas actúan sobre compuestos de bajo peso 

molecular con enlaces monoéster, como mononucleótidos, azúcar-fosfatos y 

polifosfatos (Reid et al., 1971); y son, entre el conjunto de fosfatasas, las mejor 

estudiadas debido a que una gran fracción del fósforo orgánico en el suelo está en 

forma de monoesterfosfatos. El pH del suelo determina la actividad 

fosfomonoesterasa predominante, ácida o alcalina, aunque no existe un consenso 

sobre cual es el óptimo para cada una de ellas (Trasar-Cepeda y Gil-Sotres, 1987). 

Además de por el pH, la actividad fosfomonoesterasa resulta condicionada por 

otros factores, como el tipo de vegetación y de microbiota edáfica, el contenido en 

materia orgánica del suelo (Aon y Colaneri, 2001), las entradas de nutrientes 

(especialmente de fósforo), y la presencia de activadores o inhibidores enzimáticos 

(Acosta-Martínez y Tabatabai, 2000; Eivazi y Tabatabai, 1977; Juma y Tabatabai, 

1977). Por otra parte, los factores ambientales, como la temperatura y la humedad, 

dan lugar a variaciones estacionales de dicha actividad enzimática (Sparling et al., 

1986; Speir y Ross, 1978). También, el manejo del suelo influye decisivamente sobre 

la actividad de las fosfatasas (Ndakidemi, 2006; Staddon et al., 1998; Wright y 

Reddy, 2001). No obstante, y a pesar de los numerosos estudios realizados, aún falta 
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una información detallada sobre la regulación de la actividad fosfatasa del suelo y, 

especialmente, de su relación con la disponibilidad de fósforo (Turner y Haygarth, 

2005). 

1.4.3.2. β-glucosidasas. 

Las glicosidasas son enzimas que juegan un papel clave en las fases iniciales de 

descomposición de los compuestos orgánicos. Estas enzimas rompen los enlaces 

glicosídicos de los glicósidos, oligosacáridos y polisacáridos, y de carbohidratos 

complejos (Eivazi y Tabatabai, 1988; Kiss et al., 1975). Sus productos de reacción 

son fuentes de energía para los microorganismos del suelo (Eivazi y Tabatabai, 

1988). 

Entre las glicosidasas más importantes presentes suelo están la α-D-glucosidasa, 

la α-D-galactosidasa, la β-D-galactosidasa y la β-D-glucosidasa (Dey y Pridham, 

1972; Eivazi y Tabatabai, 1988). En la fase final de la degradación de la celulosa, la 

enzima β-glucosidasa (EC 3.2.1.21) hidroliza los β-D-glucopiranósidos liberando 

glucosa. De las enzimas que intervienen en el ciclo del carbono, la β-glucosidasa es 

la más abundante, y su actividad la más fácil de detectar en los suelos (Debosz et al., 

1999; Rastin et al., 1988). Procede fundamentalmente de los microorganismos 

heterótrofos (Hayano y Tubaki, 1985) aunque, una vez liberada, puede permanecer 

activa adsorbida a las arcillas y coloides húmicos (Busto y Pérez-Mateos, 1995, 

2000). 

La determinación de la actividad β-glucosidasa es importante para conocer la 

calidad del suelo ya que juega un papel crucial en la utilización de la biomasa 

produciendo estructuras orgánicas más simples que facilitan, posteriormente, la 

actuación de otras actividades enzimáticas (Jiang et al., 2010; Sardans et al., 2008). 

En general, la actividad β-glucosidasa es un índice apropiado para conocer el 

potencial de descomposición de materia orgánica que tiene el suelo (Caravaca et al., 

2002). No obstante, en ciertos casos su actividad genera efectos fitopatológicos en el 

ecosistema (Davis et al., 1953; Melouk y Horner, 1973), ya que algunas agliconas 

son precursoras de sustancias tóxicas para determinadas especies ((Patrick, 1955). 

La actividad β-glucosidasa es muy sensible a los diferentes manejos del suelo 

(Gil-Sotres et al., 2005), a la fertilización orgánica (Bandick y Dick, 1999; Pascual et 
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al., 1999), a los cambios de pH (Acosta-Martínez y Tabatabai, 2000) y a diversos 

tipos de contaminación (Makoi y Ndakidemi, 2008). 

1.4.3.3. Arilsulfatasas. 

El azufre es uno de los elementos más abundantes en la corteza terrestre, y es 

esencial para los seres vivos por mantener la estructura terciaria y cuaternaria de las 

proteínas, la actividad catalítica de importantes enzimas, y por estar involucrado en 

numerosas reacciones redox debido a su relativa facilidad de oxidación (Marschner, 

1995). 

El azufre se encuentra en los suelos muy mayoritariamente en forma orgánica, 

aunque la proporción de azufre inorgánico puede variar considerablemente 

dependiendo del tipo de suelo (Zhao y McGrath, 1994). El azufre de la fracción 

orgánica es mineralizado hasta sulfato (McLaren et al., 1985), que es la forma 

asimilable por las plantas, mediante la acción de diversas enzimas conocidas 

genéricamente como sulfatasas, según las siguientes reacciones: 

S → S2O3
-2 → S4O6

-2 → SO3
-2 → SO4

-

Tanto los animales como las plantas y los microorganismos producen sulfatasas, 

aunque en el suelo predominan fundamentalmente las de origen microbiano (Kertesz, 

2000). Entre ellas, la arilsulfatasa (E.C. 3.1.6.1) fue la primera (Tabatabai y Bremner, 

1970a) y la más extensamente estudiada. Esta enzima hidroliza los éster sulfatos 

orgánicos produciendo sulfato, según la siguiente reacción: 

R-O-SO3 + H2O → R-OH + H+ + SO4
2-

La actividad arilsulfatasa del suelo presenta una alta correlación con la actividad 

microbiana (Sinsabaugh, 1994), el pH (Acosta-Martínez y Tabatabai, 2000) y el 

contenido de materia orgánica y de arcilla del suelo (Acosta-Martinez et al., 2007; 

Klose y Tabatabai, 1999; Prietzel, 2001; Tabatabai, 1994). Además, dicha actividad 

se ve afectada por la fertilización con azufre (Prietzel, 2001), y puede variar de 

acuerdo al tipo de vegetación (Cregut et al., 2009; Knauff et al., 2003). Se producen 

también variaciones estacionales de su actividad relacionadas con la humedad del 

suelo (Bergstrom et al., 1998b; Whalen y Warman, 1996). 

1.4.3.4. Ureasa. 
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La ureasa, o urea amidohidrolasa (EC 3.5.1.5), cataliza la hidrólisis de enlaces C-

N peptídicos en amidas lineales para dar amonio y carbamato (Tabatabai, 1982), el 

cual se descompone espontáneamente en otra molécula de amonio y CO2 según las 

reacciones siguientes: 

NH2CONH2 + H2O → NH3 + NH2COOH → CO2 + 2NH3

Es una de las actividades más estudiadas dentro de la enzimología de los suelos 

por su relación con el ciclo del nitrógeno y por su influencia sobre la eficiencia de la 

fertilización con urea. Su origen es básicamente microbiano y su actividad 

extracelular (Dick et al., 1996; Kizilkaya y Hepsen, 2004; Tabatabai, 1994), aunque 

también la producen las plantas (Polacco, 1977). La ureasa extracelular puede 

asociarse a los complejos organo-minerales, adquiriendo mayor estabilidad que 

cuando se encuentra libre en la solución del suelo (Burns, 1986). Así, los complejos 

humus-ureasa son altamente resistentes a los agentes desnaturalizantes, como las 

temperaturas extremas, y al ataque proteolítico (Nannipieri et al., 1978); mientras 

que la ureasa libre en la solución del suelo es degradada rápidamente por las enzimas 

proteolíticas (Pettit et al., 1976; Zantua y Bremner, 1977). La actividad ureasa se ha 

utilizado frecuentemente para evaluar los cambios debidos al manejo del suelo (Gil-

Sotres et al., 2005), ya que su actividad puede variar por las prácticas de fertilización 

química (Chakrabarti et al., 2000; Pascual et al., 1999), por la aplicación de estiércol 

animal (Kandeler y Eder, 1993) y como consecuencia del arado (Saviozzi et al., 

2001). Entre los factores ambientales, la temperatura influye decisivamente en la 

actividad de esta enzima (Tabatabai, 1977; Yang et al., 2006). 

1.4.3.5. Deshidrogenasa. 

La actividad deshidrogenasa del suelo refleja la actividad total oxidativa de los 

microorganismos sobre la materia orgánica. Es el resultado global de diferentes 

deshidrogenasas que participan en el metabolismo respiratorio, en el ciclo del citrato 

y en el metabolismo del nitrógeno (von Mersi y Schinner, 1991). Son enzimas 

exclusivamente intracelulares (Dick et al., 2005) presentes en todas las células vivas. 

Al no acumularse extracelularmente en el suelo, su medida refleja la cantidad de 

microorganismos viables y su capacidad oxidativa en el momento de la 

determinación (Trevors, 1984). 
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La actividad deshidrogenasa, por estar estrechamente ligada a los procesos de 

respiración, es sensible a las condiciones de oxido-reducción y, por tanto, se ve 

afectada por la temperatura y por la razón agua:aire del suelo (Brzezinska et al., 

1998; Doelman y Haanstra, 1979). Numerosos trabajos reportan la correlación de la 

actividad deshidrogenasa con determinados parámetros bioquímicos y metabólicos, 

como el número de células microbianas, la respiración del suelo, la concentración de 

ATP, y el contenido de materia orgánica (Malkomes, 1991; Nannipieri et al., 1990). 

Esta actividad enzimática se ha empleado como indicador de la actividad microbiana 

en, entre otros, suelos de zonas semi-áridas mediterráneas (Garcia et al., 1994), 

suelos de bosques mediterráneos (Quilchano y Marañón, 2002), y en diversos suelos 

agrícolas para evaluar la respuesta a distintos manejos (Bergstrom et al., 1998a; 

Beyer et al., 1992). 

1.4.4. ESTRUCTURA DE LA COMUNIDAD MICROBIANA DEL SUELO: 

PERFIL DE ÁCIDOS GRASOS. 

La bicapa lipídica de la membrana celular de todos los organismos contiene 

fosfolípidos, formados por una molécula de glicerol a la que se unen dos ácidos 

grasos y un grupo fosfato. Cada especie presenta un patrón de ácidos grasos 

característico. En microbiología, estos patrones vienen empleándose para realizar la 

adscripción taxonómica de los aislados, pero también tienen una importante 

aplicación en los estudios de ecología microbiana, ya que permiten caracterizar la 

estructura de las poblaciones en muestras ambientales (Zelles, 1999). Es más, gracias 

a la profundidad que se logra en el análisis del componente microbiano del suelo, se 

pueden desarrollar índices de calidad del suelo basados en esta metodología (Puglisi 

et al., 2005). 

El análisis de la estructura de las poblaciones microbianas se realiza bien 

mediante el perfíl conjunto de los ácidos grasos polares y no polares presentes en la 

muestra; o centrándose únicamente en los fosfolípidos polares, que son separados del 

resto mediante extracción en fase sólida (columnas de sílica). Tanto unos como otros 

son metilados tras la extracción, y finalmente separados, identificados y 

cuantificados mediante cromatografía de gases. En el suelo, cuando mueren las 

células los fosfolípidos son desfosforilados en pocos minutos (White, 1993); por 
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tanto, los que se extraen proceden exclusivamente de microorganismos vivos; 

mientras que cuando se extrae todo el conjunto de ácidos grasos, parte de ellos 

pueden provenir de microorganismos muertos recientemente. No obstante, los ácidos 

grasos de cadena corta (C<20), que son los predominantes en la membranas celulares 

microbianas, se descomponen rápidamente en el suelo y, por tanto, también derivan 

en su gran mayoría de los microorganismos que están vivos en el momento de la 

extracción (Jandl et al., 2005; Kaur et al., 2005). Parte de los ácidos grasos presentes 

en el suelo provienen, lógicamente, de células vegetales o animales; sin embargo, 

éstos se diferencian de los característicos de microorganismos en que, por lo general, 

tienen una longitud de cadena mayor (C>20) (Jandl et al., 2005). 

Dentro del conjunto de ácidos grasos de origen microbiano, se distinguen aquellos 

que están presentes en todos los microorganismos y otros que son diagnósticos de 

determinados grupos. Así, por ejemplo, existen ácidos grasos característicos de 

bacterias Gram positivas, de bacterias Gram negativas, de actinobacterias, de hongos 

saprofitos y de hongos micorrícicos (Olsson, 1999; Zelles, 1999); y dentro de los de 

origen bacteriano, algunos pueden relacionarse con grupos aún más específicos por 

su predominio en ellos (Scott et al., 2010). Con los ácidos grasos diagnósticos se 

determina la estructura de las comunidades; mientras que con la suma de todos, 

comunes y diagnósticos, se evalúa la biomasa microbiana total en la muestra (Zelles 

et al., 1992). Las determinaciones de biomasa microbiana realizadas mediante el 

análisis de ácidos grasos guardan en general una buena correlación con las obtenidas 

por otras técnicas más convencionales, como la valoración del carbono o nitrógeno 

microbiano mediante el método de fumigación-extracción con cloroformo (Acosta-

Martínez et al., 2004; Jia et al., 2010; Leckie et al., 2004; Schutter et al., 2001). No 

obstante, cuando se realizan comparaciones entre los grupos microbianos, se debe 

tener en consideración que el número de ácidos grasos exclusivos de hongos es 

menor que los específicos de bacterias, lo que puede llevar a una infravaloración de 

la proporción de biomasa fúngica en relación a la bacteriana. Sin embargo, se ha 

demostrado que la cantidad de ácidos grasos de origen fúngico está altamente 

correlacionada con el ergosterol presente en el sustrato, lo que indica la validez de 

esta técnica para cuantificar también la biomasa fúngica (Klamer y Baath, 2004). 
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En resumen, la determinación del perfíl de ácidos grasos de un suelo proporciona 

información cuantitativa sobre la composición general de la comunidad microbiana y 

su biomasa. Mediante esta técnica se pueden analizar detalladamente los cambios que 

producen en la microbiota edáfica los distintos manejos del suelo, la composición de 

la cubierta vegetal o la presencia de contaminantes, entre otros factores (Chaudhary 

et al., 2011; Drijber et al., 2000; Larkin et al., 2006; Meriles et al., 2009; 

Stromberger et al., 2007; Wortmann et al., 2008). 
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2. OBJETIVOS. 

 

El objetivo general del presente trabajo fue caracterizar las propiedades 

microbiológicas y bioquímicas de un suelo de pradera en el agroecosistema de 

dehesa, para lo que se establecieron parcelas experimentales con distintas 

proporciones de siembra de una leguminosa y una gramínea modelo: Medicago 

sativa (alfalfa) y Dactylis glomerata (dactilo). 

Dada la importancia del fósforo en el ecosistema de dehesa, y su previsible escasez 

en el futuro, se incluyó como factor de estudio adicional la fertilización fosfórica 

para conocer sus efectos sobre los parámetros a estudio. 

Por tanto, los objetivos específicos propuestos son: 

1. El estudio de la dinámica temporal y estacional de las propiedades 

microbiológicas del suelo. 

2. El estudio de la dinámica temporal y estacional de las propiedades 

bioquímicas del suelo. 

3. El estudio de los efectos de la cobertura vegetal y la fertilización fosfórica 

sobre las propiedades microbiológicas del suelo. 

4. Estudio de los efectos de la cobertura vegetal y la fertilización fosfórica sobre 

las propiedades bioquímicas del suelo. 
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3. MATERIAL Y MÉTODOS. 

 

3.1. DESCRIPCIÓN DE LA ZONA EXPERIMENTAL. 

3.1.1. SUELOS. 

Los suelos de la finca se encuentran principalmente desarrollados sobre materiales 

del Mioceno Medio, formado por conglomerados rojos con matriz arcillosa muy 

abundante. Los clastos son de naturaleza variable que comprende cuarzo, cuarcita y 

esquistos inmersos en una matriz de arena fina o gruesa. La finca se divide en una 

parte de dehesa propiamente dicha, y el resto es arable. En la zona arable predominan 

los Luvisoles, que presentan un horizonte Bt argílico; son arenosos en superficie, con 

disminución de contenido de arena en profundidad y aumento del contenido de 

arcilla, muy pobres en materia orgánica y nitrógeno. En dicha zona se encuentran dos 

tipos de Luvisoles: crómicos y cálcicos. Los Luvisoles cálcicos se formaron por el 

proceso de descarbonatación previo a la formación y evolución de esos suelos, con 

horizontes A y Bt superficiales con ausencia de carbonato cálcico y horizontes con 

acumulación de caliza en profundidad. Los luvisoles crómicos presentan como 

características generales textura areno-arcillosa, color rojo amarillento a rojo oscuro 

en profundidad, presencia frecuentes de gravas redondeadas de cuarcita y estructura 

arcillosa a partir de 70 cm. 

La zona donde se realizó el experimento corresponde a un Luvisol crómico, y se 

trata de un lote empleado generalmente para el cultivo de cereales. Se encuentra 

ubicado en una ladera con pendiente menor al 4%, y el perfil está compuesto por 

cuatro horizontes: Ap - Bt1 - Bt2 - B/C1 (Blanco et al., 1989). 

3.1.2. VEGETACIÓN. 

La finca experimental Muñovela se encuentra en la provincia corológica 

CARPETANO-IBERICO-LEONESA, sector SALMANTINO. La vegetación clímax 

corresponde a asociaciones terminales de la serie supramediterránea salmantina 

silicícola de la encina (Genisto hystricis – Querceto rotundifoliae sigmetum). Esta 

tendencia, se encuentra modificada por la intervención antrópica, que combinada con 
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las situaciones morfológicas existentes, generan gran heterogeneidad. Se destaca, la 

presencia de especies con tendencia basófila, tales como: Thymus zygis L., 

Brachipodium distachyum (L.) Beauv., Salvia verbenaca L., Bromus madritensis L. 

y Trisetum flavescens (L.) Beauv., entre otras. En la actualidad, la superficie no 

dedicada al cultivo se restringe a zonas de ladera o monte, y prados-pastizales 

situados en zonas de vaguada. 

La superficie dedicada al monte está ocupada por la encina (Quercus rotundifolia 

Lam.), en sistema de monte aclarado, matorral de la misma y submatorral de 

Dorycnium pentaphyllum Scop., Thymus zygis L. y Th. mastichina L., con algunos 

ejemplares aislados de Crataegus monogyna Jacq. bien desarrollados en las 

márgenes de un arroyo que discurre por la finca. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.1. Fotografía aérea de la zona de ubicación de las parcelas experimentales. Finca 

Muñovela (IRNASA-CSIC), término municipal de Barbadillo (Salamanca). Coordenadas 

geográficas: 40º54’16’’ N, 5º46’20’’ W; Altitud: 824m. Escala aproximada 1:4500 [Sistema 

de Información Geográfica de Parcelas Agrícolas (SIGPAC); Junta de Castilla y León]. 

 

3.1.3. CONDICIONES CLIMÁTICAS. 
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El clima de la zona es seco y continental. Los datos de los años 1999 a 2008 

registrados en la estación meteorológica situada en la propia finca —proporcionados 

por la Agencia Estatal de Meteorología— están reflejados en los Anexos, e indican 

una precipitación promedio anual de 389,8 mm, ocurriendo el máximo de 

precipitaciones en el mes de octubre y el mínimo en julio. La temperatura media 

mensual más baja se registró en el mes de enero (4,05 °C), mientras que la más alta 

se registró en el mes de julio (20,83 °C). Los valores en los años de realización del 

experimento (2009 y 2010) son similares a los promedios del periodo 1999-2008 en 

lo que se refiere a las temperaturas, pero difieren considerablemente respecto a las 

precipitaciones. Así, con la excepción de algunos meses, la precipitaciones 

mensuales durante el año 2009 fueron netamente inferiores a la media interanual 

1999-2008, pudiéndose calificar al año 2009 como de muy seco. Sin embargo, en 

2010 la precipitación anual fue mayor que en los períodos anteriores. 

 

3.2. TRATAMIENTOS EXPERIMENTALES Y TOMA DE 

MUESTRAS. 

3.2.1. ESTABLECIMIENTO DE LAS PARCELAS Y DISEÑO 

EXPERIMENTAL. 

Se establecieron un total de 40 parcelas experimentales de 9 m
2
 de superficie (3x3 

m), separadas por pasillos de 0,6 m de ancho entre parcelas, y de 1 m entre los 

bloques. 

Las parcelas se sembraron con una gramínea (dactilo; Dactylis glomerata var. 

Trerano) y una leguminosa (alfalfa; Medicago sativa var. Aragón) en monocultivo y 

en siembra mixta. En monocultivo, las dosis de siembra para la gramínea (G) y la 

leguminosa (L) fueron de 20 kg ha
-1

 y 35 kg ha
-1

, respectivamente. En las siembras 

mixtas se aplicaron porcentajes del 25, 50 y 75% sobre la dosis de siembra utilizada 

en los monocultivos, para conseguir distintos predominios entre la gramínea y la 

leguminosa en la cobertura vegetal. La siembra se realizó el día 7 de marzo de 2008. 

Durante el resto del año 2008 todas las parcelas se mantuvieron en condiciones 

idénticas de fertilización, para que ésta no influyese en el establecimiento de la 
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cubierta vegetal. Esta fertilización fue la recomendada habitualmente en la zona, 

consistiendo en 30 unidades de N ha
-1

 como nitrosulfato amónico (26% de N), que se 

aplicó a los tres meses de la siembra (1 de julio de 2008). El 27 de marzo de 2009, se 

distribuyeron las parcelas en dos lotes, que en adelante tendrían una fertilización 

fosfórica diferencial. A las parcelas destinadas a recibir una alta fertilización 

fosfórica se les aplicó una dosis de fertilizante 15-120-80, que consistía en: 15 

unidades de N ha
-1

, como nitrosulfato amónico (26% de N); 120 unidades de P205 ha
-

1
, como superfosfato simple (18% de P205); y 80 unidades de K ha

-1
, como KCl (60% 

K2O). A la otra mitad de las parcelas se les aplicó una fertilización basal sin fósforo, 

15-0-80. Este mismo esquema de fertilización se repitió antes del inicio de la 

primavera del año 2010. Adicionalmente, a las parcelas con alta fertilización 

fosfórica se les aplicó un abonado de 120 unidades de fósforo (0-120-0) al final del 

verano de cada año. 

Por tanto, el ensayo tuvo un diseño factorial, con dos factores experimentales: 

factor fertilización fosfórica (P) y factor tipo de cobertura vegetal (T). El factor 

fertilización fosfórica comprendió 2 niveles: fertilización basal sin fósforo (-P), o 

fertilización basal enriquecida en fósforo (+P). El factor tipo de cubierta vegetal 

comprendió 5 niveles, de acuerdo a la proporción de de siembra de la gramínea (G) y 

la leguminosa (L): 

 T1: gramínea en monocultivo (G100), con una dosis de siembra de 20 kg ha
-

1
. 

 T2: gramínea al 75% y leguminosa al 25% (G75:L25); con dosis de siembra 

de 15 kg ha
-1

 y 8,75 kg ha
-1

, respectivamente. 

 T3: gramínea al 50% y leguminosa al 50% (G50:L50); con dosis de siembra 

de 10 kg ha
-1

 y 17,5 kg ha
-1

, respectivamente. 

 T4: gramínea al 25% y leguminosa al 75% (G25:L75); con dosis de siembra 

de 5 kg ha
-1

 y 26,25 kg ha
-1

, respectivamente. 

 T5: leguminosa en monocultivo (L100), con dosis de siembra de 35 kg ha
-1

.
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Figura 3.2. Esquema representando la distribución de las parcelas según el diseño 

factorial del experimento (T1 a T5, tratamientos de siembra; —P, gris; +P, azul); y 

fotografías mostrando el aspecto en el momento de la germinación y en las diferentes 

estaciones del año. 
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El diseño experimental fue en bloques aleatorizados mediante arreglo factorial 

(5*2) asimétrico de tipo balanceado, efecto fijo, de medidas repetidas en el tiempo 

con diez tratamientos y cuatro repeticiones por tratamiento para un total de 40 

unidades experimentales (parcelas) distribuidas en cuatro bloques (Figura 3.2.). La 

variable de bloqueo fue la pendiente del terrenoLas parcelas fueron regadas por 

aspersión desde finales del mes de mayo hasta finales del mes de septiembre, 

aplicando una lámina de agua semanal de 17 mm, aproximadamente. 

3.2.2. MUESTREO DE LOS SUELOS. 

Los datos incluidos en esta memoria corresponden a seis muestreos consecutivos 

realizados durante los años 2009 y 2010, coincidentes con los meses de abril, julio y 

octubre, que en adelante se denominarán como muestreos de primavera, verano y 

otoño, respectivamente. 

Los suelos se extrajeron con una sonda cilíndrica de acero de 4,8 cm de diámetro 

interno, introducida hasta los 10 cm de profundidad. En cada parcela se realizaron 

cuatro extracciones en lugares aleatorios, pero siempre situados a una distancia de los 

márgenes de la parcela superior a 0,5 m, para evitar el efecto borde. Las cuatro 

extracciones se combinaron y mezclaron homogéneamente para obtener una única 

muestra de suelo representativa de cada unidad experimental. 

Una vez en el laboratorio, los suelos fueron tamizados (2 mm) en húmedo para 

eliminar piedras y restos orgánicos, dividiéndose cada muestra en cuatro alícuotas: 

una, destinada al análisis de ácidos grasos del suelo, se conservó liofilizada hasta su 

utilización; otra, destinada a la determinación de los parámetros bioquímicos, se 

conservó a 4 ºC hasta el momento de su utilización, periodo que nunca sobrepasó los 

10 días desde el muestreo; una tercera, destinada a la determinación de los 

parámetros generales del suelo, se seco al aire, en oscuridad y a temperatura 

ambiente; y la cuarta se utilizó para determinar el contenido de humedad del suelo —

por diferencia de peso tras su secado en estufa a 105 ºC—, que sirvió como factor de 

corrección en los cálculos para poder expresar los resultados en peso seco de suelo. 

 

3.3. ANÁLISIS DE LOS SUELOS. 
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Los resultados de todos los análisis descritos en esta sección están reflejados 

en los Anexos, ordenados por año y estación de los muestreos, y por tratamiento de 

cobertura vegetal y fertilización fosfórica de las parcelas experimentales. 

3.3.1. ESTRUCTURA DE LA COMUNIDAD MICROBIANA: PERFIL DE 

ÁCIDOS GRASOS DEL SUELO. 

La estructura de la comunidad microbiana del suelo se estudió mediante la 

determinación del perfil de ácidos grasos, realizándose siguiendo la metodología 

descrita por Marschner, 2007 (Marschner, 2007). 

En ello se emplearon las alícuotas de suelo liofilizadas. La liofilización se realizó 

a partir de las muestras húmedas tamizadas (<2 mm), que se introdujeron en 

recipientes estériles de plástico de 50 ml de capacidad hasta completar la mitad de su 

contenido, congelándose a continuación a —70 ºC. Posteriormente, las muestras 

congeladas se dispusieron en la cámara de secado de un liofilizador TELSTAR mod. 

Lioalfa-6, prolongándose la liofilización durante 72 horas. Una vez terminada, las 

muestras se conservaron herméticamente cerradas a 4 ºC hasta el momento de su 

utilización. 

Todo el material utilizado en los procesos posteriores fue de vidrio, y los tapones 

de rosca de los tubos de ensayo poseían junta interna de teflón. Para evitar la 

contaminación entre muestras sucesivas, el material de vidrio se lavó con agua 

desionizada y detergente libre de fosfatos (DERQUIM, Panreac), posteriormente se 

sometió a un tratamiento térmico a 420 ºC durante 8 horas en horno de mufla y, 

finalmente, se lavó dos veces con cloroformo. Todos los reactivos fueron de grado 

analítico o de grado HPLC, y el agua de calidad milliQ. 

3.3.1.1. Extracción y purificación de los ácidos grasos. 

El procedimiento analítico consta de: una etapa de saponificación, con la que se 

consigue la lisis de las células presentes en el suelo, la liberación de los ácidos grasos 

de los lípidos celulares y la conversión en sus correspondientes sales sódicas; una 

etapa de metilación, en la que dichas sales sódicas se convierten en ésteres metílicos, 

para aumentar la volatilidad de los ácidos grasos de cara a su análisis cromatográfico; 

una etapa de extracción, en la que los ésteres metílicos de los ácidos grasos se 

transfieren de la fase acuosa acídica a la fase orgánica; y una etapa de lavado, en la 
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que se eliminan del extractante los ácidos grasos libres y los agentes residuales 

mediante lavado acuoso alcalino. 

Se partió de 6 g de suelo liofilizado por muestra, contenidos en un tubo de ensayo, 

a los que se añadió 6 ml del reactivo de saponificación [150 g NaOH l
-1

, en solución 

metanol:agua (1:1 v/v)]. Tras el cierre de los tubos y agitación en vórtex, se 

colocaron al baño María a 100 ºC durante 30 minutos. Posteriormente, una vez 

enfriados en baño de hielo, se centrifugaron a 2,500 rpm durante 3 min, tras lo cual el 

sobrenadante se transfirió a un nuevo tubo. 

Para realizar las siguiente etapa, al sobrenadante obtenido se le adicionaron 5 ml 

del reactivo de metilación [metanol:HCl 6N (1:1,2 v/v)]. Los tubos se agitaron en 

vórtex y se colocaron al baño María a 80 ºC durante 10 minutos. Tras enfriarlos en 

baño de hielo, se procedió a la extracción líquido-líquido, para la cual fueron 

añadidos 1,25 ml del reactivo de extracción [hexano:metil tert-butil éter (1:1 v/v)] y 

agitados los tubos en un agitador rotatorio durante 10 minutos. Acabado el paso 

anterior, se realizó una centrifugación a 2.500 rpm durante 3 min, transfiriéndose 

después la fase orgánica superior a un nuevo tubo para realizar la etapa del lavado 

alcalino. 

Para ello, se añadieron a los tubos con la fase orgánica 4 ml del reactivo de lavado 

[15 g NaOH l
-1

, en agua], y éstos se agitaron y centrifugaron como en la etapa 

anterior. La fase orgánica fue de nuevo transferida a otro tubo de ensayo, y en él se 

procedió a su evaporación mediante corriente de nitrógeno. 

Una vez completada la total evaporación de la fase orgánica, a cada muestra se le 

añadieron 10 μl del estándar interno [800 μg ml
-
1 del metil éster del ácido 

nonadecanoico 19:0, en hexano] y 490 μl del reactivo de extracción; agitándose 

después los tubos suavemente, de forma manual, para resuspender los metil ésteres 

de los ácidos grasos contenidos en la muestra. Finalizado todo el proceso, las 

muestras se transfirieron a viales cromatográficos, conservándose a –20 ºC hasta su 

análisis. 

3.3.1.2. Análisis cromatográfico. 

La separación y cuantificación de los ésteres metílicos de los ácidos grasos se 

realizó por cromatografía de gases en un equipo Agilent 7890A, equipado con 
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detector de ionización de llama y columna capilar HP-ULTRA 2 (J&W Scientific 

Inc.) de 25 m de longitud; 0,20 mm de diámetro interno y 0,33 μm de espesor de la 

fase estacionaria. 

El volumen de muestra inyectado fue de 2 μl. La inyección se realizó en modo 

split-splitless con una proporción 1:45. Como gas portador se utilizó H2 de alta 

pureza, con una presión de 9 psi en cabeza de columna y una velocidad lineal media 

de 26.165 cm/seg. Las temperaturas del inyector y el detector fueron 250 y 300 ºC, 

respectivamente. El programa de temperaturas del horno cromatográfico fue: 

temperatura inicial 170 ºC; rampa de temperatura de 170 ºC a 260 ºC, con una tasa de 

incremento de 5 ºC/min; y temperatura final de 310 ºC durante 1,5 minutos. 

La identificación en los cromatogramas de los picos correspondientes a los 

distintos ácidos grasos y la cuantificación de sus áreas se realizó mediante el paquete 

informático Sherlock
®

 6.0 (MIDI Inc.; Newark, DE, EE.UU.), desarrollado 

originariamente para la caracterización taxonómica de microorganismos aislados en 

cultivo puro. El área de cada pico fue primeramente normalizada, dividiéndola por 

aquella del pico correspondiente al estándar interno; transformándose después a 

unidades de concentración en base al factor de respuesta del estándar interno, 

determinado con anterioridad. Tras los correspondientes cálculos se obtuvo la 

concentración de cada ácido graso en el suelo de partida, expresada como nmol g
-1

 

suelo. 

Debido a que los ácidos grasos presentes en el suelo pueden proceder tanto de los 

microorganismos como de las plantas (Drenovsky et al., 2004), del conjunto de 

ácidos grasos detectados en los análisis cromatográficos sólo se consideraron en este 

estudio aquellos a los que se les ha atribuido un origen predominantemente 

microbiano (Bell et al., 2009; Bünemann, 2008; Olsson et al., 1997; Zak et al., 

2000). Estos ácidos grasos y su adscripción a los diferentes grupos microbianos están 

indicados en la Tabla 3.1. 
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Tabla 3.1. Ácidos grasos utilizados en el estudio. 

 Diagnóstico de: 

Ácido grasoa  Grupo 

i14:0 Bacterias Gram positivas 

14:0b Bacterias  

i15:0 Bacterias Gram positivas 

a15:0 Bacterias Gram positivas 

15:0b Bacterias  

i16:0 Bacterias Gram positivas 

16:1 w7c Bacterias Gram negativas 

16:1 w5c Hongos Hongos Micorrícicos Arbusculares 

16:0b General  

16:0 10Me Bacterias Actinobacterias 

i17:0 Bacterias Gram positivas 

a17:0 Bacterias Gram positivas 

17:1 w8c Bacterias Gram negativas 

cy17:0 Bacterias Gram negativas 

17:0 10Me Bacterias Actinobacterias 

18:3 w6,9,12c Hongos Hongos Saprofitos 

18:2 w6,9c Hongos Hongos Saprofitos 

18:1 w9c Hongos Hongos Saprofitos 

18:1 w7c Bacterias Gram negativas 

18:0 10Me Bacterias Actinobacterias 

cy19:0 Bacterias Gram negativas 

a
 La nomenclatura de los ácidos grasos está basada en número de átomos de carbono:número de dobles 

enlaces, seguido por la posición del doble enlace desde el extremo metilo de la molécula. Las 

configuraciones cis y trans están indicadas por las letras c y t, respectivamente; las ramificaciones en 

posiciones iso y anteiso están indicadas por los prefijos i y a, respectivamente; el sufijo 10Me indica un 

grupo metílico unido al décimo átomo de carbono desde el extremo carboxílico; el prefijo cy indica la 

presencia en la molécula de un anillo de ciclopropano. 

b
 Utilizado exclusivamente en el cálculo de la biomasa microbiana total. 
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La biomasa microbiana total (nmol g
-1

 suelo) se calculó sumando las 

concentraciones de todos los ácidos grasos seleccionados. La abundancia relativa de 

cada grupo microbiano (bacterias Gram negativas, bacterias Gram positivas, 

actinobacterias, hongos saprofitos y hongos micorrícicos arbusculares) se calculó 

sumando las concentraciones de todos los ácidos grasos que son diagnósticos del 

grupo y dividiendo por la biomasa microbiana total, expresándose como porcentaje 

molar (%mol). Para los análisis estadísticos, los valores de abundancia relativa 

fueron transformados en arcoseno de la raíz cuadrada para aproximarlos a la 

normalidad. 

 

3.3.2. PROPIEDADES GENERALES DEL SUELO. 

3.3.2.1. pH 

El pH se midió por el método de la pasta saturada con agua desionizada. La 

muestra de suelo se colocó en un vaso de precipitados, añadiéndose agua desionizada 

a la vez que se iba agitando con una varilla de vidrio, hasta obtener una pasta espesa 

en la que no debe haber exceso de agua. Se dejó reposar 30 minutos, midiéndose a 

continuación el pH de la pasta suelo:agua en un pH-metro CRISON micropH 2002. 

3.3.2.2. Carbono total. 

El carbono total se determinó por el método de oxidación húmeda de Walkley y 

Black, partiendo de 1 g de suelo seco y molido en molino de bolas. La muestra se 

digiere, en presencia de 20 ml de H2SO4 concentrado y 10 ml de K2Cr2O7 1 N, tras lo 

cual se lleva a un matraz aforado de 100 ml, enrasando con agua destilada. El 

dicromato no consumido en el proceso se valora mediante volumetría con la sal de 

Mohr 0,2 N. Los blancos de reacción (sin suelo) se preparan paralelamente a la 

muestra siguiendo la misma metodología. Conociendo que 1 ml de K2Cr2O7 

consumido equivale a 3,9 mg de carbono, se calculó el contenido de carbono del 

suelo. 

Los resultados se expresaron en g C 100 g
-1

 suelo. 

3.3.2.3. Nitrógeno total. 
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Para la determinación del nitrógeno total se partió de 2 g de suelo seco y molido 

en molino de bolas, que se colocó en matraces Kjeldahl. La mineralización del 

nitrógeno orgánico se efectuó por digestión húmeda, añadiendo H2SO4 concentrado y 

una pequeña cantidad de catalizador SO4K2/Se/SO4Cu. Los blancos de reacción (sin 

suelo) se preparan paralelamente a la muestra siguiendo idéntica metodología. Una 

vez realizada la digestión a 350 ºC en un bloque digestor y enfriada, la solución se 

enrasa a 100 ml con agua destilada en un matraz aforado. De allí se tomó una 

alícuota de 5 ml en la que se determinó el contenido de amonio colorimétricamente 

en un autoanalizador Bran+Luebbe AutoAnalyzer3 siguiendo la metodología 

recomendada por el fabricante, que básicamente consiste en la reacción de la muestra 

con salicilato e hipoclorito sódico, empleando nitroprusiato como catalizador, para 

producir un componente azulado cuya absorbancia se midió a 660 nm. 

Los resultados se expresaron en g N 100 g
-1

 suelo. 

3.3.2.4. Fósforo inorgánico asimilable. 

El contenido en fósforo inorgánico asimilable de los suelos se determinó por el 

método Olsen. Se partió de 2,5 g de suelo seco tamizado (<2mm), del que se extrae 

el fósforo con 50 ml de una solución 0,5 M de NaHCO3 (pH 8,5), en agitación 

rotatoria durante 30 minutos. La solución extractante se filtra, y de ella se toma una 

alícuota de 10 ml, a la que se añaden otros 10 ml de una solución de 

(NH4)Mo7O24:HCl (para neutralizar el pH) y 2 ml de una solución de SnCl2. Una vez 

desarrollado el color, se midió la absorbancia a 660 nm en un espectrofotómetro 

CARY 50 PROBE, cuantificándose el fósforo frente a una recta de calibrado 

preparada con patrones de concentración conocida. 

Los resultados se expresaron en μg P g
-1

 suelo. 

3.3.3. PROPIEDADES BIOQUÍMICAS. 

3.3.3.1. Actividades enzimáticas. 

3.3.3.1.1. Actividad fosfatasa (fosfomonoesterasa). 

El método empleado para determinar la actividad fosfomonoesterasa del suelo 

(por brevedad, en adelante denominada fosfatasa) fue el descrito por (Eivazi y 

Tabatabai, 1977) ampliando el tiempo de incubación a dos horas debido a la baja 
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actividad enzimática que presentaban los suelos estudiados. El método se basa en la 

incubación del suelo en presencia de p-nitrofenil fosfato (PNP) y la posterior 

determinación colorimétrica del p-nitrofenol (PNF) liberado por la actividad 

enzimática. 

El procedimiento parte de 1 g de suelo fresco tamizado (<2 mm), al que se 

adicionaron 4 ml de tampón MUB, pH 6,5 [20 mM THAM; 20 mM ácido maleico; 

14,6 mM ácido cítrico y 20,4 mM H3BO3] y 1 ml de una solución de PNP 0,025 M. 

Las muestras se incubaron 2 horas a 37 °C. Tras la incubación, y para realizar la 

extracción del PNP liberado por la reacción enzimática, se agregaron en agitación y 

por este orden: 1 ml de CaCl2 0,5 M —para complejar la materia orgánica y evitar la 

dispersión de las arcillas— y 4 ml de NaOH 0,5 M. En paralelo al proceso descrito se 

prepararon blancos de reacción, en los que el PNP se incorpora tras la incubación y 

adición de las soluciones de CaCl2 y NaOH. La suspensión así obtenida fue filtrada a 

través de papel de filtro Whatman 2v para proceder a su lectura espectrofotométrica 

(Figura 3.4.). 

La absorbancia de los extractos se midió a 400 nm en un espectrofotómetro 

CARY 50 PROBE, que sería el utilizado en el resto de las determinaciones 

posteriormente descritas. Las lecturas de absorbancia de los blancos de reacción se 

restaron a las de las muestras, cuantificándose finalmente la reacción frente a una 

curva de calibrado de concentraciones conocidas de PNF. Para cada muestra de suelo 

las determinaciones se realizaron por duplicado. 

Los valores de actividad enzimática se expresaron en μmoles de PNF g
-1 

suelo h
-1

. 

3.3.3.1.2. Actividad glucosidasa (β-D-glucosidasa). 

El método empleado para determinar la actividad β-D-glucosidasa del suelo (por 

brevedad, en adelante denominada glucosidasa) fue el descrito por (Eivazi y 

Tabatabai, 1988), ampliando el tiempo de incubación a dos horas. El método se basa 

en la incubación del suelo en presencia de p-nitrofenil-β-D-glucopiranósido (PNG) y 

la posterior determinación colorimétrica del PNF liberado por la actividad β-D-

glucosidasa. 

La metodología es similar a la descrita en el caso anterior salvo en los reactivos 

que se adicionan antes y después de la incubación. En este caso, antes de la 
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incubación se adicionan 4 ml de tampón MUB, ajustado a pH 6,0; y, como sustrato 

de la enzima, 1 ml de una solución de PNG 0,025 M; y después de la incubación, 1 

ml de CaCl2 0,5 M y 4 ml de una solución tampón THAM 100 mM, pH 12. La 

valoración del p-nitrofenol liberado se realizó de forma similar a la descrita para la 

actividad fosfatasa. 

Los valores de actividad enzimática se expresaron en μmoles de PNF g
-1 

suelo h
-1

. 

3.3.3.1.3. Actividad arilsulfatasa. 

Se determinó mediante la cuantificación colorimétrica del p-nitrofenol liberado 

después de incubar el suelo con p-nitrofenil sulfato (PNS), de acuerdo a la 

metodología propuesta por (Tabatabai y Bremner, 1970a), pero ampliando el tiempo 

de incubación a 2 horas. La metodología es similar a la descrita anteriormente para la 

determinación de la actividad fosfatasa, salvo en los reactivos que se adicionan antes 

de la incubación, que en este caso son 4 ml de tampón acetato 0,5 M, pH 5,8; y, 

como sustrato de la enzima, 1 ml de una solución de PNS 0,025 M. Los pasos 

posteriores y la valoración del PNF liberado se realizaron de forma similar a la 

descrita para la actividad fosfatasa. 

Los valores de actividad enzimática se expresaron en μmoles de PNF g
-1 

suelo h
-1

. 

3.3.3.1.4. Actividad ureasa. 

Se han desarrollado numerosos métodos para la determinación de la actividad 

ureasa en suelos basados, principalmente, en la determinación del amonio liberado 

tras la incubación del suelo con urea. Entre ellos está el método propuesto por 

(Kandeler y Gerber, 1988), que fue el empleado en este estudio, ampliando el tiempo 

de incubación de dos a cuatro horas.  

Para esta determinación, se tomaron 5 g de suelo húmedo tamizado (<2 mm), al 

que se adicionaron en agitación 2,5 ml de una solución de urea 0,08 M. Tras una 

incubación de 4 h a 37 °C, se agregaron 50 ml de una solución de KCl 1 M en HCl 

0,01 M, mezclándose la suspensión de suelo en un agitador rotatorio durante 30 min. 

Por último, la suspensión se filtró a través de papel Whatman 2v. En los blancos de 

reacción, antes de la incubación se adicionaron 2,5 ml de agua destilada en lugar de 
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la solución de urea, y ésta se incorporó inmediatamente antes de la adición de la 

solución de KCl (Figura 3.4.). 

La determinación del amonio liberado se realizó mediante el siguiente método 

colorímétrico: a 1 ml del filtrado se le adicionaron 9 ml de agua destilada, 5 ml de 

solución salicilato sódico/NaOH y 2 ml de solución de dicloroisocianuro sódico (0.1 

%). La solución salicilato sódico/NaOH se preparó mezclando volúmenes iguales de 

solución de salicilato sódico (17% de salicilato sódico y 0,12% nitroprusiato sódico), 

NaOH 0.3 M y agua destilada. Después de 30 min., se midió la absorbancia a 690 

nm, cuantificándose el amonio producido frente a una curva de calibrado de 

concentraciones conocidas. Para cada muestra de suelo las determinaciones se 

realizaron por duplicado. 

Los valores de actividad enzimática se expresaron en μmoles de NH4-N g
-1 

suelo 

h
-1

. 

3.3.3.1.5. Actividad deshidrogenasa. 

Para la determinación de la actividad deshidrogenasa del suelo se siguió la 

metodología propuesta por (Masciandaro et al., 2000), pero aumentando el tiempo de 

incubación a 36 horas. Para ello, el suelo se incuba en oscuridad con la sal soluble 2-

p-iodofenil-3-p-nitrofenil-5-p-feniltetrazolio (INT). Dicha sal se emplea como 

aceptor artificial de electrones, cuya reducción da lugar al compuesto coloreado 

iodonitrotetrazolio formazán (INTF), determinándose espectrofotométricamente la 

concentración de éste. 

El procedimiento analítico partió de 2 g. de suelo húmedo tamizado (<2 mm), 

adicionándole 0,4 ml de una solución de INT (0,4%). Las muestras se incubaron en 

oscuridad a 20 °C durante 36 horas. Después de la incubación, se agregaron 5 ml de 

solución extractante tetracloroetileno:acetona (1:1,5 v:v), agitándose la suspensión 

en vórtex y, posteriormente, centrifugándose a 3,500 rpm durante 10 min. Mediante 

la centrifugación se forma un sistema bifásico en el que el estrato inferior, de color 

rosa, contiene el INTF formado en la reacción. 

La fase inferior se tomó con una pipeta Pasteur, procediéndose a la cuantificación 

del INTF mediante lectura espectrofotométrica a 490 nm y comparación frente a una 
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curva de calibrado preparada con dicho compuesto (Figura 3.4.). Para cada muestra 

de suelo las determinaciones se realizaron por duplicado. 

La actividad enzimática se expresaron en nmoles de INTF g
-1 

suelo h
-1

. 

3.3.3.2. Respiración microbiana del suelo. 

En este trabajo se empleó el método más habitual de cuantificación de la actividad 

respiratoria del suelo, que consiste su incubación en un sistema cerrado, atrapando el 

CO2 desprendido mediante una solución de NaOH, según la siguiente reacción 

estequiométrica:  

2NaOH + CO2    Na2CO3 + H2O 

En concreto, se siguió la metodología descrita por (Hernández y García, 2003), 

consistente en la incubación de 75 g de suelo fresco tamizado (<2mm) en frascos de 

vidrio de 1.000 ml de capacidad con cierre hermético, en el fondo de los cuales se 

depositaron 10 ml de NaOH 0,5 M en un recipiente abierto (Figura 3.4). Como 

blanco de la reacción se emplea igual volumen de la solución de NaOH, pero dentro 

de frascos sin suelo. Tras un periodo de incubación de 7 días a 20º C, el CO2 

producido se cuantificó mediante una valoración con HCl 0,1 M del NaOH no 

consumido, después de haber precipitado los carbonatos presentes en la disolución de 

NaOH con, aproximadamente, 2 ml de BaCl2 al 20%. 

Los resultados obtenidos se expresaron como μg de C-CO2 g
-1

 suelo día
-1

. 

3.3.3.3. Mineralización de nitrógeno, y nitrógeno inorgánico asimilable. 

La capacidad de mineralización de nitrógeno de los suelos se determinó de 

acuerdo a la metodología propuesta por (De Boer y Kester, 1996) que, 

resumidamente, consiste en cuantificar el nitrato inorgánico contenido en el suelo al 

inicio y al final de un periodo de incubación en condiciones estandarizadas, siendo la 

diferencia entre estas dos medidas la cantidad de nitrógeno mineralizada en ese 

tiempo. 

Para la realización de la técnica se emplearon 10 g de suelo fresco tamizado (<2 

mm) por muestra, que fueron colocados en duquesas de plástico de 100 ml de 

capacidad (Figura 3.4). Antes del inicio de la incubación, el suelo fue humedecido 

con agua destilada estéril hasta el 60% de la capacidad de campo, y se mezcló con
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Respiración del suelo Actividad Fosfatasa 

Actividad Ureasa Actividad Deshidrogenasa 

Mineralización de Nitrógeno Actividad Arilsulfatasa 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.4. Fotografías mostrando distintos pasos de los procesos analíticos realizados. 
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arena de cuarzo lavada y esterilizada (suelo:arena; 4:1 v:v), para facilitar la aireación 

y evitar así que se produjesen reacciones de tipo anaerobio durante el proceso de 

incubación (Craswell y Waring, 1972). Inmediatamente antes del inicio de la 

incubación, el peso de las duquesas con la mezcla suelo:arena fue anotado, y su boca 

cubierta con Parafilm para evitar la evaporación excesiva de agua, sin comprometer 

con ello las condiciones aerobias de su interior. En este punto, una mitad del lote de 

muestras fue congelado a -20º C para paralizar la actividad microbiana, sirviendo 

posteriormente para determinar la concentración inicial de nitrógeno inorgánico. 

La incubación se prolongó durante 60 días, a 20° C de temperatura. El grado de 

humedad de los suelos se mantuvo constante durante ese periodo. Para ello, las 

duquesas se pesaron semanalmente, pulverizándose agua destilada estéril en su 

interior hasta alcanzar el peso inicial si así lo requerían. 

Transcurrido el periodo de incubación se procedió a la extracción del nitrógeno 

inorgánico de los suelos, tanto del lote incubado como del que permaneció 

congelado, que se realizó añadiendo a cada duquesa 50 ml de una solución de KCl 

1M, y agitándola durante 1 hora en un agitador rotatorio. Finalmente, el extractante 

fue filtrado a través de papel Whatman 2V. 

La cuantificaciones del nitrato y del amonio contenidos en el extractante se 

realizaron colorimétricamente, en un autoanalizador Bran+Luebbe AutoAnalyzer3, 

siguiendo la metodología descrita por el fabricante. La diferencias en el contenido de 

nitrógeno inorgánico (N-NO3 + N-NH4) entre las muestras congeladas y las 

incubadas corresponden al nitrógeno mineralizado durante el periodo de incubación. 

Para cada muestra de suelo las determinaciones se realizaron por duplicado. 

La tasa de mineralización de nitrógeno se expresó como μg de N g
-1

 suelo día
-1

. 

Asimismo, los valores obtenidos en el lote congelado sirvieron para evaluar el 

contenido de nitrógeno inorgánico asimilable de los suelos en el momento del 

muestreo, y estos valores se expresaron como μg N-NO3 g
-1

 suelo y μg N-NH4 g
-1 

suelo. 

3.3.4. OTRAS DETERMINACIONES. 
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Las determinaciones incluidas en esta sección se realizaron en el análisis inicial 

del suelo de la zona donde quedarían establecidas las parcelas experimentales, y 

fueron hechos sobre muestras tamizadas (<2mm) y secadas a temperatura ambiente 

en oscuridad. Las muestras de suelo se tomaron a intervalos regulares a lo largo de 

dos transectos, combinándose para dar un total de cuatro muestras independientes 

representativas de la zona. Los resultados de estos análisis se muestran al final de los 

Anexos. 

3.3.4.1. Análisis granulométrico. 

El análisis granulométrico del suelo se realizó, a partir de 20 gramos de muestra, 

según el método de la pipeta de Robinson. En un primer paso se produce la 

oxidación de la materia orgánica (con H2O2) y la destrucción de los carbonatos (con 

HCl 1N); seguido de la dispersión de la muestra con una solución de calgón (37,7 g l
-

1
 de hexametafosfato sódico y 6 g l

-1
 de carbonato sódico), en agitación durante 12 

horas. 

La muestra así tratada se pasa posteriormente a una probeta de 1 litro, enrasando 

con agua y agitando con una varilla de vidrio durante 1 minuto. La suspensión se 

deja decantar en la probeta durante cinco minutos. A continuación, se tomaron 20 ml 

de la suspensión con una pipeta Robinson, depositándose en una capsula de 

porcelana, y ésta en un baño de arena calefactado hasta la total evaporación del 

líquido (cápsula 1, limo+arcilla). El contenido de la probeta se vuelve a agitar con la 

varilla de vidrio y se repite el proceso anterior, pero esta vez dejando un tiempo de 

reposo de sólo 1 minuto (cápsula 2, arcilla). Por último, el contenido de la probeta se 

decantó y lavó con agua tantas veces como fue necesario hasta que el agua de lavado 

quedó clara, indicando la total eliminación de limos y arcillas. El resto de la muestra 

se pasa a una cápsula de porcelana, donde se evapora el agua en el baño de arena, 

tamizándose posteriormente el contenido de forma secuencial por tamices de 2 mm y 

0,2 mm y pesando la fracción retenida en cada uno (arena gruesa y arena fina, 

respectivamente). 

Con los diferentes pesos se calcula el contenido de arcilla (cápsula 2), limo 

(diferencia de peso entre cápsulas 1 y 2), arena fina y arena gruesa, expresándose el 

resultado en porcentaje. 
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3.3.4.2. Cationes asimilables. 

La determinación de la concentración de Ca
2+

, Mg
2+

 y K
+
 asimilables se realizó 

partiendo de 5 g de suelo seco tamizado (<2mm), a los que se añadieron 100 ml de 

solución extractora de acetato de amonio (CH3COONH4 1N; pH 7,0); agitándose 

después la suspensión en un agitador rotatorio durante 30 minutos. Acabada la 

agitación, la suspensión se filtró a través de papel Whatman 2V, y en el filtrado se 

midieron las concentraciones de los mencionados cationes en un espectrómetro de 

absorción atómica Varian Fast Sequential SpectrAA-220. 

Los resultados para cada catión se expresaron como μg g
-1

 suelo. 

3.3.4.3. Capacidad de intercambio catiónico. 

La capacidad de intercambio catiónico se realizó por percolación del suelo con 

acetato de amonio (CH3COONH4 1N; pH 7,0), para extraer los cationes Ca
2+

, Mg
2+

, 

K
+
 y Na

+
; y posteriormente, tras lavado de la muestra con etanol, el NH4

+
 se extrajo 

por lixiviado con una solución acidificada de NaCl 5M. Las concentraciones de los 

cationes en el primer extracto se determinaron en un espectrómetro de absorción 

atómica Varian Fast Sequential SpectrAA-220. La concentración de NH4
+
 se 

determinó en un autoanalizador Bran+Luebbe AutoAnalyzer3 siguiendo la 

metodología recomendada por el fabricante.  

La capacidad de intercambio catiónico del suelo se expresó en cmol (+) kg
-1

.  

3.3.4.4. Contenido de carbonatos. 

El contenido de carbonatos se determinó en 1 g de suelo seco tamizado (<2 mm) 

por el método del calcímetro de Bernard, basado en una volumetría de gases. 

Resumidamente, a la muestra de suelo se le añaden 10 ml de HCl, y el volumen de 

CO2 desprendido de la reacción del ácido con los carbonatos se mide en la bureta del 

aparato. El calcímetro fue previamente calibrado con 0,2 g de CaCO3, seco y 

finamente pulverizado. 

Los resultados se expresaron como % de CaCO3. 

 

3.4. ANÁLISIS ESTADÍSTICO DE LOS DATOS. 
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El primer tratamiento estadístico de los datos microbiológicos —biomasa 

microbiana y abundancia relativa (%mol) de los distintos grupos de 

microorganismos— y bioquímicos tuvo como objetivo evaluar la existencia en ellos 

de diferencias a lo largo de las estaciones y años que comprende el estudio, para lo 

que se empleó un análisis de la varianza de medidas repetidas, considerando cada 

parcela experimental como un sujeto —independientemente de su tratamiento de 

cobertura vegetal y fertilización fosfórica— y los diferentes muestreos como la 

variable intra-sujetos. Este análisis se realizó con el programa estadístico SPSS 19.0 

para Windows
®
 (SPSS Inc. Chicago, USA). 

Una vez comprobada la existencia de una evolución temporal significativa en los 

parámetros microbiológicos o bioquímicos del suelo, el siguiente análisis realizado 

fue un MANOVA-Biplot de una vía (Amaro et al., 2003). Esta es una técnica 

estadística multivariante utilizada en situaciones experimentales donde se dispone de 

varias variables respuesta —los parámetros microbiológicos y bioquímicos, en 

nuestro caso— y se quiere buscar las diferencias entre varios grupos —los diferentes 

muestreos realizados—. La técnica calcula regiones de confianza considerando la 

variabilidad de los ejes, permitiendo así interpretar las diferencias o similitudes 

existentes en los grupos y, además, interpretar las relaciones entre las variables, y las 

relaciones entre grupos y variables. A diferencia de otras técnicas, el MANOVA-

Biplot proporciona medidas de la calidad de representación tanto de las medias de 

grupo como de las variables, lo que permite una mejor interpretación de los 

resultados. Los análisis MANOVA-Biplot se realizaron con el programa informático 

MultBiplot (Vicente-Villardón, 2010). 

Para comprobar la existencia de efectos significativos de los factores 

experimentales —años y estaciones; o fertilización fosfórica y tipo de cobertura 

vegetal— sobre la estructura de la comunidad microbiana del suelo, según viene 

determinada por la abundancia relativa de todos los ácidos grasos (diagnósticos y no 

diagnósticos), se realizó un Análisis Multivariante Permutacional (PERMANOVA) 

(Anderson, 2001), con 1000 permutaciones para obtener la mayor sensibilidad 

posible en el cálculo del estadístico F y de los subsiguientes p-valores. Los análisis 

PERMANOVA se realizaron con la función Adonis del paquete informático R-vegan 

(Oksanen et al., 2010; R Development Core Team 2009). 
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Una vez comprobado el efecto significativo de los factores mediante el análisis 

PERMANOVA, para estudiar las diferencias en la estructura de la comunidad 

microbiana se empleó la técnica de Escalamiento Multidimensional No Métrico 

(Nonmetric Multidimensional Scaling; NMDS, por sus siglas en inglés), que es una 

técnica multivariante de ordenación que representa en un espacio geométrico 

bidimensional las proximidades existentes entre un conjunto de unidades 

experimentales (parcelas, en nuestro caso). El análisis NMDS se realizó con el 

paquete informático R (R Development Core Team 2009). 

Para determinar las relaciones de los parámetros microbiológicos, bioquímicos y 

químicos del suelo con los factores experimentales se realizaron Análisis de la 

Diferencia Representacional —RDA; por sus siglas en inglés; también denominado 

Análisis de Redundancia—, que es una técnica de ordenación multivariante de 

análisis de correlación canónica, empleando para ello los parámetros medidos como 

las variables respuesta y los distintos niveles de los factores como variables 

predictoras. Estos análisis se realizaron con el programa informático CANOCO para 

Windows 4.5
®

 v. 4.5 (Microcomputer Power, Ithaca, Nueva York, EE. UU.). 

Por último, se realizaron análisis de la varianza (ANOVA) para corroborar la 

significación estadística del efecto de los factores experimentales sobre los diferentes 

parámetros estudiados; y cuando éstos reflejaron efectos significativos, se procedió a 

realizar tests post-hoc de Bonferroni (p<0,05) para determinar la existencia de 

diferencias significativas entre los niveles de los factores. Los análisis ANOVA se 

llevaron a cabo mediante el programa estadístico SPSS 19.0 para Windows
®
 (SPSS 

Inc. Chicago, USA). 
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4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

4.1. ESTUDIO DE LA DINÁMICA TEMPORAL Y ESTACIONAL 

DE LAS PROPIEDADES MICROBIOLÓGICAS Y 

BIOQUÍMICAS DEL SUELO. 

Con el fin de valorar la existencia o no de una evolución temporal en los 

parámetros microbiológicos y bioquímicos del suelo, el primer análisis de los 

resultados fue un test ANOVA de medidas repetidas. Una vez comprobada la 

existencia de una evolución temporal en dichos parámetros, el siguiente análisis 

estadístico realizado fue un MANOVA-Biplot de una vía para poner de manifiesto 

las diferencias entre los grupos a estudio —muestreos— relacionándolas con las 

variables que definen en mayor medida esas diferencias. 

Para la correcta interpretación de la representación gráfica de los MANOVA-

Biplot debe considerarse que los grupos (muestreos) están representados por la 

proyección de su centroide en el plano, circundado por la región de confianza para la 

media al 95%. Las distancias entre los centroides deben interpretarse como 

disimilaridades entre los grupos o, en otras palabras, la proximidad implica similitud. 

Las variables (parámetros microbiológicos o bioquímicos) aparecen representadas 

como vectores, cuyo módulo —longitud del vector— se interpreta en términos de 

variabilidad y, por tanto, de capacidad informativa de la variable; y los ángulos que 

forman los vectores entre sí se interpretan en términos de correlación entre las 

variables. Así, los ángulos agudos indican una correlación positiva; cuando son 

cercanos a 90º las variables están incorreladas; y cuando los ángulos son cercanos a 

180º tienen una correlación negativa. 

La relación grupos-variables se estudia a través de la proyección perpendicular del 

correspondiente centroide sobre las líneas imaginarias definidas por la prolongación 

de los vectores en ambos sentidos. Esto permite determinar cuales son las variables 

que más diferencian a los grupos. Si la proyección intersecta en un punto situado del 

origen de coordenadas hacia el sentido del vector —dirección de la flecha—, el valor 

medio de la variable en ese grupo (muestreo) es superior a la media general; y, 
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recíprocamente, es menor cuando la intersección se produce en el sentido opuesto al 

del vector. Cuanto más alejada del origen de coordenadas esté la intersección, mayor 

o menor, según el sentido, será el valor de la variable. 

4.1.1. PROPIEDADES MICROBIOLÓGICAS. 

4.1.1.1. Biomasa microbiana y abundancia relativa de los grupos 

microbianos. 

El análisis ANOVA de medidas repetidas de la biomasa microbiana y de la 

abundancia relativa (%mol) de los distintos grupos de microorganismos —

determinados en base a los respectivos ácidos grasos diagnósticos— indicó la 

existencia de diferencias estadísticamente significativas entre muestreos para todos 

estos parámetros (Tabla 4.1.). En la figura 4.1. se muestran los valores alcanzados en 

los sucesivos muestreos. 

 

Tabla 4.1. Resultado de los análisis ANOVA de medidas repetidas de los parámetros 
microbiológicos. 

 W de Mauchy  Lambda de Wilks 

  Chi-Cuadrado Sig.   F Sig. 

Biomasa Microbiana 38.619 0.000  14.881 0.000 

Bacterias Gram + 34.854 0.002  11.412 0.000 

Actinobacterias 36.478 0.001  12.157 0.000 

Bacterias Gram — 23.770 0.049  3.003 0.023 

Hongos Saprofitos 15.551 0.343  7,079 0.000 

H. Micorrícicos Arbusc. 28.167 0.014   4.246 0.004 

 

La biomasa microbiana presentó una tendencia relacionada con la estacionalidad, 

siendo superior en primavera que en las otras dos estaciones, así como también en los 

muestreos del segundo año (2010) respecto a los del primer año (2009). La 

abundancia relativa de actinobacterias tendió a incrementarse con el tiempo, siendo 

en los dos primeros muestreos —primavera y verano del 2009— notablemente 

menor que en los muestreos posteriores. En los otros grupos microbianos, aunque 

existieron diferencias puntuales entre muestreos, no se pudieron observar tendencias 

tan claras como las mencionadas. 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
___________________________________________________________________________ 

 - 73 - 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4.1. Valores de biomasa microbiana total y abundancia relativa (%mol) de los 
grupos de microorganismos en los seis muestreos sucesivos realizados. Media ± 
ESM (N= 40). 
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De acuerdo al análisis MANOVA-biplot realizado sobre estos parámetros 

microbiológicos (Figura 4.2.), existe una clara distinción entre los dos años, como se 

puede inferir de la separación entre los centroides de los muestreos del primer año 

(2009), todos situados a la derecha del origen de coordenadas, y los del segundo año 

(2009), que se sitúan a la izquierda. Asimismo, la separación de los muestreos del 

primer año indica disimilitudes significativas entre ellos, al no solaparse las regiones 

de confianza, mientras que en el segundo año presentan una mayor similitud, 

solapándose dichas regiones. 

La diferencia entre los dos años se debe fundamentalmente a la menor abundancia 

relativa de actinobacterias en el primero (2009), especialmente en los muestreos de 

primavera y verano (Figura 4.1.), como lo indica la situación alejada del origen de 

coordenadas de sus correspondientes centroides y en sentido opuesto al del vector de 

las actinobacterias. Sin embargo, la separación entre las estaciones del primer año 

está causada principalmente por la mayor biomasa microbiana registrada en 

primavera y la menor abundancia relativa de hongos saprofitos en el otoño, ambas 

muy destacadas respecto a las otras estaciones (Figura 4.1.). 

Conocidas las principales diferencias entre muestreos relacionadas con estos 

parámetros microbiológicos, el análisis univariante (ANOVA) de los mismos 

agrupados por estaciones indica que tan sólo en la biomasa microbiana y en la 

abundancia relativa de hongos saprofitos aparecen diferencias significativas 

relacionadas con la estacionalidad. Así, la biomasa microbiana fue estadísticamente 

superior en la estación de primavera que en el verano o el otoño (p<0,05), no 

existiendo diferencias significativas entre las dos últimas estaciones (Figura 4.3.). 

Por su parte, la abundancia relativa de hongos saprofitos fue superior en primavera 

que en otoño (p<0,05); produciéndose en verano unos valores intermedios, pero sin 

alcanzar diferencias estadísticamente significativas con las otras estaciones (Figura 

4.3.). 

4.1.1.2. Estructura de la comunidad microbiana. 

El estudio de la evolución temporal de la estructura de la comunidad microbiana 

del suelo —basado en los datos de abundancia relativa de todos los ácidos grasos, 

diagnósticos y no diagnósticos— se realizó mediante un análisis NMDS, tras 
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Figura 4.2. Gráfico MANOVA-Biplot mostrando las relaciones entre los parámetros microbiológicos estudiados y los muestreos realizados 
en primavera, verano y otoño de los años 2009 (1º Año) y 2010 (2º Año). BiomM, biomasa microbiana total; G+, bacterias Gram positivas; 
Actin, actinobacterias; G—, bacterias Gram negativas; HSapr, hongos saprofitos; HMA, hongos micorrícicos arbusculares. 
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Figura 4.3. Valores de biomasa microbiana total y abundancia relativa (%mol) de los 
grupos de microorganismos en las estaciones de primavera, verano y otoño. Media 
± ESM (N= 80). 
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verificar la existencia de diferencias estadísticamente significativas entre los 

estaciones y los años a través de un análisis PERMANOVA. 

El análisis PERMANOVA indicó efectos altamente significativos (Tabla 4.2.) que 

señalan que la estructura de la comunidad microbiana experimenta una evolución que 

la hace diferir entre las estaciones del año y entre los dos años estudiados. El 

resultado del análisis NMDS (Figura 4.4.) muestra una clara separación de las 

parcelas tanto a lo largo del eje 1 como a lo largo del eje 2. Sobre el eje 1 se forma un 

agrupamiento, a la izquierda del gráfico, compuesto por 8 parcelas de cada estación y 

año, situándose las restantes hacia la derecha del gráfico. Teniendo en cuenta que 

para este análisis NMDS cada muestra de suelo se clasificó de acuerdo a la estación y 

año en que fue tomada —sin considerar los tratamientos de cobertura vegetal ni de 

fertilización fosfórica que tuviese la parcela de procedencia—, la ordenación 

observada a lo largo del eje 1 no tiene relación con la temporalidad, sino con el 

tratamiento de cobertura vegetal aplicado a esas 8 parcelas, como se verá en 

secciones posteriores de esta memoria. 

 

Tabla 4.2. Resultado del análisis PERMANOVA (1.000 permutaciones) de los 
efectos de los factores año y estación sobre la estructura de la comunidad 
microbiana del suelo determinada por la abundancia relativa (%mol) de 21 
ácidos grasos. 

Factores G.L. SS MS F R2 Sig. 

Año 1 0.006962 0.0069625 16.6073 0.06339 0.001  

Estación 2 0.004351 0.0021755 5.1891 0.03961 0.001  

Residuales 235 0.098522 0.0004192  0.89700  

Total 238 0.109835   1.00000  

 

A lo largo del eje 2 (vertical) se observa una separación claramente definida por el 

año en que se realizaron los muestreos, situándose las muestras del primer año (2009; 

símbolos huecos) hacia la mitad inferior del gráfico, y las del segundo año (2010; 

símbolos sólidos) hacia la mitad superior. Por otra parte, se constata una separación 

por estaciones dentro de cada año, tendiendo los símbolos del verano y otoño 

(triángulos y círculos) a estar agrupados en franjas horizontales, y más dispersos los 

correspondientes a las primaveras (cuadrados); lo que vendría a indicar que en esta 
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2009

2010

Primavera Verano Otoño

2009

2010

Primavera Verano Otoño

última estación la variabilidad en la estructura de la comunidad microbiana del suelo 

es mayor que en verano y otoño. 

Tomando en conjunto los resultados de ambos análisis —PERMANOVA y 

NMDS—, se puede afirmar que la estructura de la comunidad microbiana 

experimentó una evolución estadísticamente significativa a lo largo del tiempo, tanto 

entre las estaciones como entre los años. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4.4. Gráfico del análisis NMDS de los perfiles de ácidos grasos de los suelos 
en los muestreos de primavera, verano y otoño de los años 2009 y 2010. Cada 
símbolo representa a una parcela experimental. 
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4.1.2. PROPIEDADES BIOQUÍMICAS. 

El resultado del test ANOVA de medidas repetidas indica que en los valores de 

todos los parámetros bioquímicos estudiados existen diferencias estadísticamente 

significativas entre muestreos (Tabla 4.3.). En los gráficos de la figura 4.5. se 

muestran los valores alcanzados por los diferentes parámetros bioquímicos en los 

sucesivos muestreos. 

 

Tabla 4.3. Resultado de los análisis ANOVA de medidas repetidas de los parámetros 
bioquímicos. 

  W de Mauchy  Lambda de Wilks 

    Chi-Cuadrado Sig.   F Sig. 

Glucosidasa  124.611 0.000  378.212 0.000 

Fosfatasa  43.059 0.000  76.731 0.000 

Arilsulfatasa  111.789 0.000  272.271 0.000 

Ureasa  79.907 0.000  118.030 0.000 

Deshidrogenasa  76.433 0.000  89.249 0.000 

Mineralización N  81.317 0.000  60.978 0.000 

Respiración  27.572 0.016  27.063 0.000 

qCO2  37.877 0.001  12.643 0.000 

 

En las actividades glucosidasa y fosfatasa, y en la respiración basal del suelo se 

observó una clara disminución de sus valores a medida que avanzaba la estación del 

año (primavera>verano>otoño). En la tasa de mineralización de nitrógeno, los 

valores de primavera tendieron a ser superiores a los obtenidos en verano y otoño, 

destacando especialmente la primavera del primer año (2009). En cambio, la 

actividad arilsulfatasa fue superior en los muestreos de verano que en los realizados 

en las otras dos estaciones, siendo ésta notablemente alta en el verano del segundo 

año (2010). El coeficiente metabólico (qCO2) fue netamente inferior en los muestreos 

de otoño que en los de primavera y verano. Por el contrario, los valores de las 

actividades ureasa y deshidrogenasa no presentaron una tendencia definida con 

respecto a la estacionalidad; destacando los valores extremadamente altos obtenidos 

en el otoño del primer año (2009), en el caso de la ureasa, y en el verano del segundo 

año (2010), en el caso de la deshidrogenasa. 
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Figura 4.5. Valores de los parámetros bioquímicos en los seis muestreos sucesivos 
realizados. Media ± ESM (N= 40). 
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El análisis MANOVA-Biplot (Figura 4.6.) muestra una clara separación de las tres 

estaciones en cuanto a las propiedades bioquímicas del suelo. En la estación de 

primavera, los muestreos de los dos años presentan entre sí una gran similitud, 

mientras que en verano y otoño aparecen distinciones entre los muestreos de los años 

sucesivos. Basándose en el anterior análisis, así como en el análisis univariante 

(ANOVA) de los diferentes parámetros bioquímicos agrupados por estación, se 

pueden determinar qué parámetros bioquímicos contribuyen fundamentalmente a las 

disimilaridades debidas a la estacionalidad. 

La primavera queda caracterizada por valores elevados de actividad fosfatasa y 

glucosidasa, de mineralización de nitrógeno y de respiración basal del suelo, todos 

ellos estadísticamente superiores (p<0,05) a los obtenidos en las otras dos estaciones 

(Figura 4.7.). 

El verano se caracteriza por valores altos de actividad arilsulfatasa y 

deshidrogenasa, que fueron estadísticamente superiores a los del resto de las 

estaciones (Figura 4.7.). Sin embargo, el alto valor medio de la actividad 

deshidrogenasa se debe en gran medida a los valores obtenidos en el verano del 

segundo año (2010) que, como se mencionó anteriormente (Figura 4.5.), fueron muy 

superiores a los obtenidos en cualquier otro muestreo y estación, y son los que 

contribuyen fundamentalmente a la disimilaridad observada en el gráfico 

MANOVA-biplot entre los dos verano estudiados. Las actividades glucosidasa y 

fosfatasa, y la respiración del suelo tuvieron valores intermedios con respecto a las 

otras estaciones, siendo estadísticamente inferiores a las de la primavera y superiores 

a las del otoño (Figura 4.7.). En los valores de actividad ureasa y del coeficiente 

metabólico (qCO2) no existieron diferencias estadísticamente significativas entre el 

verano y la primavera (Figura 4.7.).  

Por su parte, el otoño está caracterizado por la alta actividad ureasa, superior a la 

de las otras estaciones; pero, al igual que sucede en verano con la actividad 

deshidrogenasa, aquí también influyó determinantemente uno de los dos muestreos, 

en el que se alcanzaron unos valores extremadamente altos en relación a cualquier 

otro —en este caso, en otoño de 2009 (Figura 4.5.)—. Respecto al resto de 

parámetros estudiados, el otoño presentó valores estadísticamente inferiores a las 
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Figura 4.6. Gráfico MANOVA-Biplot mostrando las relaciones entre los parámetros bioquímicos estudiados y los muestreos realizados en 
primavera, verano y otoño de los años 2009 (1º Año) y 2010 (2º Año). GLasa, glucosidasa; FOasa, fosfatasa; ARasa, arilsulfatasa; URasa, 
ureasa; DEasa, deshidrogenasa; MinN, mineralización de nitrógeno; Resp, respiración basal; qCO2, coeficiente metabólico. 
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Figura 4.7. Valores de los parámetros bioquímicos en las estaciones de primavera, 
verano y otoño. Media ± ESM (N= 80). 
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otras dos estaciones en las actividades fosfatasa y glucosidasa, en el qCO2 y en la 

respiración basal del suelo (Figura 4.7.). Sin embargo, las actividades arilsulfatasa y 

deshidrogenasa en otoño no mostraron diferencias estadísticamente significativas con 

las de la primavera, ni la mineralización del nitrógeno con el verano (Figura 4.7.). 

4.1.3. DISCUSIÓN. 

El clima es uno de factores que influyen en mayor medida sobre las propiedades 

biológicas del suelo (Frank y Groffman, 1998; Wardle, 1998). La temperatura y la 

humedad afectan al tamaño, estructura y actividad de la microbiota edáfica y a las 

actividades bioquímicas del suelo (Insam et al., 1989; McGill et al., 1986; Schimel y 

Clein, 1996). La influencia de los factores climáticos sobre la biología del suelo 

puede, según ciertos autores, superar en magnitud incluso a la ejercida por el manejo 

(Zeller et al., 2001). La temperatura, por ejemplo, puede influir sobre las actividades 

enzimáticas del suelo modificando tanto la cinética enzimática como la proliferación 

de los microorganismos que las producen (Allison y Treseder, 2008; Henry, 2012; 

Kang et al., 2009; Trasar-Cepeda et al., 2007; Wallenstein et al., 2009). 

No obstante, la intensidad con que los factores climáticos actúan sobre las 

propiedades biológicas del suelo no es homogénea para todas las regiones climáticas: 

en zonas áridas y semiáridas, el macroclima actúa de forma más acusada que en las 

regiones templadas (Parkinson y Coleman, 1991); y en zonas muy húmedas, por la 

lenta descomposición de la materia orgánica que se da en ellas, la relación entre los 

factores climáticos y los parámetros biológicos del suelo está más distorsionada 

(Clark y Gilmour, 1983; Insam et al., 1989). 

El clima mediterráneo continental se caracteriza por presentar temperaturas 

extremas en invierno y verano. Las precipitaciones son escasas (400-500 mm de 

media anual) y concentradas en las estaciones de primavera y otoño. Estas dos 

variables abióticas, temperatura y precipitación, condicionan fuertemente el 

crecimiento vegetal y el resto de procesos biológicos. Aunque en esta zona 

geográfica el desarrollo de la vegetación pratense está marcadamente condicionado 

por las precipitaciones (Vázquez de Aldana et al., 2008), en nuestro ensayo las 

parcelas fueron irrigadas, por lo que su influencia pudo ser menos acusada que en las 

condiciones naturales de la región. 
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Dos razones fundamentales concurrieron en la decisión de irrigar las parcelas: en 

primer lugar, las necesidades hídricas de la alfalfa —cultivo que requiere un gran 

aporte de agua durante su periodo vegetativo— y, en segundo lugar, obtener una 

buena cobertura vegetal para detectar pronto las modificaciones que ésta ejerce sobre 

la biología del suelo. Sin embargo, aun bajo condiciones de regadío, las 

precipitaciones pueden ejercer una considerable influencia a través de su relación con 

la humedad atmosférica y la evapotranspiración. La relación entre la 

evapotranspiración y las precipitaciones es un factor importante en la estructuración 

de las comunidades vegetales a escala global y regional (Kreft y Jetz, 2007; O'Brien, 

1998) y, por tanto, también lo puede ser sobre las comunidades microbianas edáficas, 

aunque este aspecto está aún poco estudiado (Drenovsky et al., 2010). 

Debido a la notable influencia de los factores climáticos sobre las propiedades 

biológicas del suelo, el primer análisis de los datos fue enfocado a conocer cuales son 

los cambios más destacables que se podrían producir por este condicionante abiótico. 

En el tratamiento estadístico de los datos no se consideró los tratamientos de 

cobertura vegetal y fertilización fosfórica que tuviesen las parcelas de las que 

procedían, sino el muestreo (estación y año) en que fueron tomados esos datos. Por 

tanto, debe tenerse en consideración a la hora de interpretar los resultados que existe 

una influencia subyacente del los factores experimentales aplicados, que será 

evaluada en otros apartados de esta memoria. 

4.1.3.1. Propiedades microbiológicas. 

Los datos experimentales de este trabajo indican una evolución en la biomasa 

microbiana total de los suelos a lo largo del tiempo (Figura 4.1.), siendo mayor en 

primavera que en las otras dos estaciones; y, entre los años, mayor en el segundo que 

en el primero. 

Son muy numerosos en la literatura los trabajos que dejan patente la reducción de 

biomasa microbiana que se produce con condiciones de sequía y/o altas temperaturas 

(Bell et al., 2009; Drenovsky et al., 2010; Hueso et al., 2012). La humedad del suelo 

es uno de los principales factores que controlan la supervivencia de los 

microorganismos y su actividad, de forma tal que los microorganismos no adaptados 

a las altas tensiones hídricas mueren fácilmente en condiciones de sequía (van 
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Meeteren et al., 2008). Varias razones contribuyen al efecto negativo de la sequía 

sobre el tamaño de las poblaciones microbianas, como es la reducida difusión de 

sustratos solubles y/o la reducida movilidad de los microorganismos que, a su vez, 

limita aún más su acceso a esos mismos sustratos (Bastida et al., 2006; van Meeteren 

et al., 2008). 

En nuestro caso, hubo una gran diferencia de precipitaciones entre los dos años a 

estudio, como queda reflejada en la tabla con los datos meteorológicos incluida en 

los Anexos. El primer año (2009) fue extremadamente seco (239,6 mm de media 

anual), muy por debajo en cuanto a precipitaciones de la media interanual de los diez 

años anteriores (389,8 mm), y de la del año 2010 (550,2 mm) que fue, por el 

contrario, un año extremadamente lluvioso. Por tanto, se puede interpretar que las 

diferencias observadas entre los años en cuanto a la biomasa microbiana total de los 

suelos estuvieron causadas en gran medida, si no exclusivamente, por la gran 

diferencia en las precipitaciones. 

Entre las estaciones de verano y otoño no se registraron diferencias significativas 

dentro de los años (Figura 4-1), ni cuando son tratados conjuntamente los datos de 

ambos años (Figura 4-3). Las condiciones de temperatura y sequía en verano son, 

obviamente, más estrictas para los procesos biológicos que en otoño. Sin embargo, 

en lo relativo al crecimiento microbiano, se debe tener en cuenta que el aporte por la 

planta de sustratos utilizables por los microorganismos tiende a disminuir a medida 

que ésta ralentiza su fisiología después de la floración (Aulakh et al., 2001). Por 

tanto, las mejores condiciones ambientales del otoño no llegan, probablemente, a 

compensar la limitación que supone la falta de fuentes de carbono para el desarrollo 

de los microorganismos. 

Centrándose en la abundancia relativa de los diferentes grupos de organismos, en 

el caso de las actinobacterias su presencia en primavera y verano del primer año fue 

marcadamente inferior al resto de los muestreos. Aunque existen trabajos publicados 

que puntualmente encuentran una reducción en la presencia de este grupo debida al 

estrés hídrico (Schmitt y Glaser, 2011), no es lo frecuente, ya que las actinobacterias 

son conocidas por ser uno de los grupos más abundantes en suelos áridos 

(Zvyagintsev et al., 2007) y más tolerantes a las condiciones de sequía (Doroshenko 
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et al., 2005). En consecuencia, en este hecho podrían estar más involucrados los 

factores relacionados con el componente vegetal del suelo que los condicionantes 

climatológicos; debido, por ejemplo, a que el suelo fuese pobre en actinobacterias y 

éstas aumentasen paulatinamente su presencia favorecidas por la implantación de los 

cultivos. De igual forma, la menor proporción relativa de hongos saprofitos en otoño 

de 2009 contrasta con la generalmente buena capacidad de resistir las condiciones de 

estrés hídrico que tiene este grupo (Bell et al., 2009; Dose et al., 2001), aunque en 

algunos ambientes extremos se han descrito reducciones en su abundancia tras 

prologados periodos de sequía (Clark et al., 2009). 

Por tanto, y según muestra el análisis MANOVA-Biplot (Figura 4-2) los 

contrastes mayores entre las estaciones se dan en el primer año (2009), debido a la 

gran diferencia de biomasa microbiana total entre la primavera y las estaciones 

posteriores, y a la menor abundancia relativa de hongos saprofitos. Mientras, los años 

se diferencian entre sí por la mayor biomasa microbiana y abundancia relativa de 

actinobacterias del año 2010 respecto al precedente, caracterizado por ser un año 

extremadamente seco. 

Pero no sólo en la biomasa total y abundancia relativa de los diferentes grupos de 

microorganismos se dieron diferencias debidas a la estación y al año de los 

muestreos, sino también en la estructura de la comunidad microbiana del suelo, como 

lo refleja el análisis PERMANOVA realizado con los veintiún ácidos grasos 

seleccionados (Tabla 4.2). El análisis NMDS posterior —incluyendo los datos de las 

40 parcelas experimentales en cada uno de los muestreos— refleja esta diferencia, 

agrupando en zonas claramente diferenciadas del gráfico los datos procedentes de 

uno y otro año; así como una también muestra una evolución en la estructura de la 

comunidad microbiana relacionada con la estacionalidad ya que, dentro de los 

agrupamientos de cada año, se observa un patrón de distribución horizontal 

correspondiente a las diferentes estaciones. 

Ello está en consonancia con múltiples trabajos de diferentes autores, que vienen a 

demostrar que la estacionalidad produce cambios en las poblaciones microbianas a 

través de la temperatura y humedad del suelo (Bardgett et al., 1999; Fang et al., 

2001; Steenwerth et al., 2006; Zogg et al., 1997), ya que estos factores abióticos 
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afectan diferencialmente a los distintos tipos de microorganismos (Drenovsky et al., 

2010; Griffiths et al., 2003; Williams y Rice, 2007). A ello también contribuyen las 

plantas con su evolución fenológica a lo largo del ciclo vegetativo, ya que se 

producen cambios en el perfil de exudados radiculares (Badri et al., 2008; Badri y 

Vivanco, 2009) que finalmente afectan, también de de forma diferencial, al conjunto 

de microorganismos rizosféricos. 

4.1.3.2. Propiedades bioquímicas. 

Los resultados de este estudio concuerdan con el grueso de la bibliografía 

científica en la fuerte influencia que los factores climáticos tienen sobre 

prácticamente la generalidad de las propiedades bioquímicas del suelo. En 

ecosistemas mediterráneos, en particular, se han observado variaciones mensuales 

muy acusadas en diversas propiedades bioquímicas del suelo (Monokrousos et al., 

2004; Sardans et al., 2008) 

El análisis RDA de estos parámetros (Figura 4.6.) indica, para ambos años, que las 

actividades glucosidasa y fosfatasa, así como la respiración basal del suelo y la tasa 

de mineralización de nitrógeno fueron más elevadas en primavera que en verano y 

otoño. Numerosos trabajos indican el efecto adverso de las altas temperaturas y el 

estrés hídrico sobre todos o parte de los parámetros mencionados (Debosz et al., 

1999; Fioretto et al., 2009; Hueso et al., 2012; Kang et al., 2009; Patrick et al., 2007; 

Paz-Ferreiro et al., 2010; Sardans et al., 2008), por lo que los valores más elevados 

que se dan en primavera vendrían explicados por las condiciones climatológicas más 

benignas de esta estación, especialmente en una región con una estacionalidad tan 

marcada como es ésta. 

El caso de la actividad arilsulfatasa en este experimento, que registró los valores 

más elevados en verano, contrasta con los de otros autores, que reportan valores más 

altos en condiciones de temperaturas moderadas y buena humedad (Li y Sarah, 2003; 

Paz-Ferreiro et al., 2010). La actividad ureasa es frecuentemente más elevada en 

verano, cuando se dan condiciones de estrés hídrico y/o altas temperaturas (Hueso et 

al., 2012; Kang et al., 2009; Paz-Ferreiro et al., 2010). En este estudio ello ocurrió en 

el año 2010, pero no así en el primer año, donde se dio un valor especialmente 

elevado en otoño (Figura 4.5.), lo que condiciona la separación observada entre los 
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muestreos de ambos años de acuerdo al análisis MANOVA-biplot. No obstante, en 

esta actividad enzimática, como en otros parámetros bioquímicos, se pueden dar altos 

coeficientes de variación en periodos cortos de tiempo (Debosz et al., 1999; Paz-

Ferreiro et al., 2010; Paz-Ferreiro et al., 2011), por lo que el resultado mencionado 

no puede considerarse completamente anómalo. Por último, la actividad 

deshidrogenasa fue destacadamente alta en el verano del segundo año de 2010. Esta 

actividad enzimática es sensible a las condiciones de sequía (Quilchano y Marañón, 

2002), por lo que su alto valor en ese verano no puede explicarse por las condiciones 

ambientales, debiendo existir otras razones relacionadas con el componente vegetal 

del suelo. 
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4.2. ESTUDIO DE LOS EFECTOS DE LA COBERTURA VEGETAL Y LA 

FERTILIZACIÓN FOSFÓRICA SOBRE LAS PROPIEDADES 

MICROBIOLÓGICAS Y BIOQUÍMICAS DEL SUELO. 

En esta sección se procederá al análisis de los efectos ejercidos por los 

tratamientos de cobertura vegetal y fertilización fosfórica sobre las propiedades 

microbiológicas, bioquímicas y químicas del suelo. Conocida la fuerte influencia que 

tiene la estacionalidad, especialmente en el caso de las variables bioquímicas, el 

estudio se realizará por estaciones, conjuntando en cada caso los datos de ambos 

años. 

Para cada grupo de variables se realizó, mediante el paquete informático 

CANOCO, un análisis RDA. En su representación gráfica, los distintos niveles de los 

factores a estudio—tratamientos de las parcelas experimentales, en nuestro caso— 

vienen señalados por símbolos, situados en su valor (score) medio dentro del 

subespacio de ordenación. Las variables se representan por vectores, cuya módulo 

(longitud) señala la contribución de la variable en la definición de ese subespacio. 

El paquete informático CANOCO permite representar la información resultante 

del análisis RDA de dos formas distintas: una optimizada para visualizar la 

correlación entre las variables, y otra optimizada para visualizar la distancia real 

entre los centroides dentro del subespacio de ordenación definido por las variables. 

En la primera, de igual forma a lo explicado para el MANOVA-biplot, la proyección 

perpendicular de los centroides sobre las líneas imaginarias definidas por la 

prolongación en ambos sentidos de los vectores indica de forma fidedigna el valor 

medio de la variable en ese tratamiento. Si la proyección intersecta en un punto 

situado del origen de coordenadas hacia el sentido del vector —dirección de la 

flecha—, el valor medio de la variable en ese tratamiento es superior a la media 

general; y, recíprocamente, es menor cuando la intersección se produce en el sentido 

opuesto al del vector. Cuanto más alejada del origen de coordenadas esté la 

intersección, mayor o menor —según el sentido— será el valor de la variable. En la 

segunda forma de visualización, la distancia entre los centroides está en relación 

inversa a la similitud de los tratamientos dentro del subespacio de ordenación 

definido por las variables. 
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4.2.1. PROPIEDADES MICROBIOLÓGICAS. 

4.2.1.1. Biomasa microbiana y abundancia relativa de los grupos 

microbianos. 

El biplot resultante del análisis RDA de los valores en primavera de los 

parámetros microbiológicos de los suelos —biomasa microbiana total y abundancia 

relativa de los diferentes grupos de microorganismos—está representado en la figura 

4.8., en su versión optimizada para visualizar las correlaciones entre las variables. 

Según se observa en la figura, por el módulo (longitud) de los vectores, todas las 

variables microbiológicas estudiadas contribuyeron significativamente a definir el 

subespacio de ordenación. El eje 1 (horizontal) explica una gran parte de la 

variabilidad de los datos (96,6%), y está relacionado con el factor cobertura vegetal, 

como se aprecia por la distribución a lo largo de él de los centroides correspondientes 

a los cinco niveles del factor: del monocultivo de alfalfa (T5; círculos verdes, en la 

parte izquierda del biplot) al monocultivo de dactilo (T1; cuadrados rojos, en la parte 

derecha).  

Dicho biplot (Figura 4.8.) muestra como la biomasa microbiana total y la 

abundancia relativa de hongos micorrícicos arbusculares tienden a incrementar sus 

valores a medida que aumenta la proporción de dactilo en los suelos; mientras que el 

resto de los grupos de microorganismos lo hacen cuando aumenta la proporción de 

alfalfa. 

El monocultivo de dactilo (T1) rindió unos valores de biomasa microbiana y 

abundancia relativa de hongos micorrícicos arbusculares estadísticamente superiores 

a cualquier otro tratamiento de cobertura vegetal (p<0,05). Respecto a los hongos 

saprofitos, el monocultivo de dactilo tuvo valores inferiores a cualquier tratamiento 

donde la alfalfa estuvo en igual o mayor proporción que la gramínea (T3, T4 y T5; 

p<0,05). Para el resto de grupos microbianos, el monocultivo de dactilo siempre 

registró valores de abundancia relativa estadísticamente inferiores a cualquier otro 

tratamiento de cobertura vegetal (p<0,05). 

Por su parte, los suelos bajo monocultivo de alfalfa (T1) presentaron mayor 

abundancia relativa de hongos saprofitos y menor de hongos micorrícicos que 

cualquier otro tratamiento (p<0,05). En ellos, las bacterias Gram positivas fueron
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Figura 4.8. Biplot del análisis RDA de los parámetros microbiológicos registrados en 
la primavera de los años 2009 y 2010 (N= 8). BiomM, biomasa microbiana total; G+, 
bacterias Gram positivas; Actin, actinobacterias; G—, bacterias Gram negativas; 
HSapr, hongos saprofitos; HMA, hongos micorrícicos arbusculares. 
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más abundantes que en los suelos de siembra mixta donde la presencia de dactilo fue 

igual o superior a la de la alfalfa (T2 y T3) (p<0,05). Por su parte, los tres cultivos 

mixtos (T2, T3 y T4) no mostraron entre sí diferencias estadísticamente 

significativas en ninguno de los parámetros estudiados. 

El análisis RDA de los valores de las variables microbiológicas registrados en 

verano indica que también es el eje 1 —relacionado con el factor cobertura vegetal— 

quien explica la mayor parte de la variabilidad (98,6%) (Figura 4.9.). Como se puede 

apreciar en el biplot, la ordenación de los centroides de los distintos tratamientos en 

relación a las variables estudiadas es muy similar a la obtenida en primavera. Con la 

salvedad de que en verano existieron diferencias estadísticamente significas (p<0,05) 

en la abundancia relativa de actinobacterias entre el monocultivo de alfalfa (T5) y el 

cultivo mixto con mayor proporción de dactilo (T2; G75:L25) —en primavera no las 

hubo con ninguno de los cultivo mixto (T3, T4 y T5)—, el resto de parámetros 

muestran un comportamiento parejo en ambas estaciones. 

El análisis RDA de los valores del otoño se muestra en el biplot de la figura 4.10. 

El eje 1 explicó prácticamente la totalidad de la variabilidad (99,0%), indicando que 

es el factor cobertura vegetal quien influye de manera decisiva sobre el conjunto de 

las propiedades microbiológicas estudiadas. 

La biomasa microbiana total de los suelos y la abundancia relativa de los 

diferentes grupos de microorganismos siguieron, en relación al factor cobertura 

vegetal, las pautas generales vistas en las anteriores estaciones. En este aspecto, 

como diferencia con las otras estaciones, se puede reseñar que en otoño la 

abundancia relativa de bacterias Gram positivas y Gram negativas son ya 

estadísticamente superiores en el monocultivo de alfalfa (T1) que en cualquier otro 

tratamiento de cobertura vegetal (T1, T2, T3 y T4, p<0,05). Sin embargo, la 

diferencia más sustancial que se presenta en otoño es debida a la influencia que 

ejerce el factor fertilización fosfórica sobre la abundancia relativa de actinobacterias, 

ya este grupo tuvo mayor presencia en los suelos fertilizados que en los privados de 

fósforo (p<0,05). 

La figura 4.11. corresponde a los biplots de los análisis RDA realizados sobre los 

datos registrados en las tres estaciones, pero optimizados para resaltar las distancias 
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Figura 4.9. Biplot del análisis RDA de los parámetros microbiológicos registrados en 
el verano de los años 2009 y 2010 (N= 8). BiomM, biomasa microbiana total; G+, 
bacterias Gram positivas; Actin, actinobacterias; G—, bacterias Gram negativas; 
HSapr, hongos saprofitos; HMA, hongos micorrícicos arbusculares. 
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Figura 4.10. Biplot del análisis RDA de los parámetros microbiológicos registrados 
en el otoño de los años 2009 y 2010 (N= 8). BiomM, biomasa microbiana total; G+, 
bacterias Gram positivas; Actin, actinobacterias; G—, bacterias Gram negativas; 
HSapr, hongos saprofitos; HMA, hongos micorrícicos arbusculares.
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Figura 4.11. Biplot de los análisis RDA de los parámetros microbiológicos registrados 
en a) primavera, b) verano y c) otoño de los años 2009 y 2010, optimizado para 
visualizar la separación entre los centroides (N= 8). BiomM, biomasa microbiana 
total; G+, bacterias Gram positivas; Actin, actinobacterias; G—, bacterias Gram 
negativas; HSapr, hongos saprofitos; HMA, hongos micorrícicos arbusculares. 
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entre los centroides (tratamientos). Aquí se observa claramente, en las tres 

estaciones, la existencia de una gran separación de los monocultivos entre sí, y de 

éstos con los cultivos de siembra mixta. La separación está más acentuada entre el 

monocultivo de dactilo y los cultivos mixtos que entre éstos últimos y el monocultivo 

de alfalfa. Ello es debido, fundamentalmente, a la muy alta biomasa microbiana total 

y abundancia relativa de hongos micorrícicos que se dan en el primero. Los tres 

tratamientos con proporciones diferentes dactilo:alfalfa (T2, T3 y T4) presentan en 

sus suelos unas características microbiológicas muy similares, como lo atestigua la 

escasa separación entre sus centroides. 

4.2.1.2. Estructura de la comunidad microbiana. 

El estudio del efecto de la cobertura vegetal y la fertilización fosfórica sobre la 

estructura de la comunidad microbiana del suelo se realizó mediante tests 

PERMANOVA y NMDS. La tabla 4.4 resume los resultados de los tests 

PERMANOVA, y en la figura 4.12. están reflejados los gráficos resultantes de los 

análisis NMDS para cada una de las tres estaciones estudiadas. 

 

Tabla 4.2. Resultado del análisis PERMANOVA (1.000 permutaciones) de los 
efectos de los factores año y estación sobre la estructura de la comunidad 
microbiana del suelo determinada por la abundancia relativa (%mol) de 21 
ácidos grasos. 

Factores G.L. SS MS F R2 Sig. 

Año 1 0.006962 0.0069625 16.6073 0.06339 0.001  

Estación 2 0.004351 0.0021755 5.1891 0.03961 0.001  

Residuales 235 0.098522 0.0004192  0.89700  

Total 238 0.109835   1.00000  

 

Como queda reflejado en la tabla 4.4., el factor cobertura vegetal tuvo un efecto 

estadísticamente significativo sobre la estructura de la comunidad microbiana del 

suelo en las tres estaciones, mientras que no lo tuvo el factor fertilización fosfórica, 

ni existieron interacciones significativas entre ambos factores. 

Por su parte, los análisis NMDS indican, en las tres estaciones, una separación 

patente entre el monocultivo de dactilo (T1) y el resto de tratamientos de cobertura 
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Figura 4.12. Gráfico del análisis NMDS de los perfiles de ácidos grasos de los suelos en los muestreos de primavera, verano y otoño de los 
años 2009 y 2010. Cada símbolo representa a una parcela experimental. Las líneas señalan los agrupamientos de todas las parcelas con 
un mismo tratamiento de cobertura vegetal. 
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vegetal. Sin embargo, dicha separación tiende a ser menor en primavera que en 

verano u otoño (Fig. 4.12.). Las parcelas con monocultivo de alfalfa (T5) ocupan la 

posición opuesta a las del monocultivo de dactilo, y en verano y otoño muestran 

extensas imbricaciones con las de los cultivos mixtos (T2, T3 y T4). Por el contrario, 

en primavera tienden a estar más separadas de las anteriores, no llegando a solaparse 

con las que tuvieron la mayor proporción de dactilo (T2; G75:L25). 

Los tres tratamientos con cultivos mixtos (T2, T3 y T4) mostraron una gran 

similitud en la estructura de la comunidad microbiana de sus suelos de acuerdo a los 

agrupamientos obtenidos en los análisis NMDS, aunque sí se observó una gradación 

en el desplazamiento hacia las posiciones ocupadas por las parcelas bajo 

monocultivo de alfalfa en consonancia con la proporción de la leguminosa presente 

en ellos. 

De acuerdo a los análisis PERMANOVA y NMDS se puede concluir que la 

estructura de la comunidad microbiana del suelo está marcadamente influida por el 

tipo de cobertura vegetal presente en el mismo, siendo el monocultivo de dactilo el 

que origina las diferencias más acusadas respecto al resto de tratamientos. En 

primavera, de acuerdo al perfil de ácidos grasos presentes en el suelo, es cuando 

parece producirse la mayor heterogeneidad en la comunidad microbiana edáfica. 

4.2.2. PROPIEDADES BIOQUÍMICAS. 

El biplot resultante del análisis RDA realizado sobre las variables bioquímicas del 

suelo registradas en primavera está representado en la figura 4-13. Los dos primeros 

ejes de ordenación explicaron una parte muy considerable (82,8%) de la variabilidad 

presente en los datos, principalmente el eje 1, que contribuye con un 66,4%, frente al 

16,4% explicado por el eje 2. El eje 1 se relaciona con el factor cobertura vegetal, 

como se aprecia por la distribución de los centroides correspondientes a los cinco 

niveles del factor a lo largo de él. Sobre el eje 2 está influyendo el factor fertilización 

fosfórica, situándose los centroides correspondientes a los tratamientos fertilizados 

en la mitad inferior del biplot, y los de los no fertilizados en la superior. 

El módulo de los vectores indica que las variables con mayor poder informativo 

son la tasa de mineralización de nitrógeno del suelo y las actividades arilsulfatasa y 

deshidrogenasa, contribuyendo en mucha menor medida la respiración basal del 
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suelo y las actividades fosfatasa y glucosidasa; y siendo prácticamente irrelevantes 

en este sentido el coeficiente metabólico y, especialmente, la actividad ureasa. 

La actividad arilsulfatasa definió claramente el eje 2, ya que, independientemente 

del tipo de cobertura vegetal que tuviesen, los suelos que no fueron fertilizados con 

fósforo presentaron valores superiores a aquellos a los que sí se les aplicó el 

macronutriente (p<0,000). 

La actividad deshidrogenasa y la tasa de mineralización de nitrógeno del suelo son 

las variables que definen principalmente el eje 1. Así, los valores de actividad 

deshidrogenasa tendieron a ser más elevados a medida que predominaba el dactilo en 

el suelo, mientras que las tasas de mineralización de nitrógeno lo hacían con la 

alfalfa. Los suelos bajo monocultivo de dactilo (T1) tuvieron unos valores de 

actividad deshidrogenasa y de mineralización de nitrógeno estadísticamente muy 

superiores e inferiores, respectivamente, a los del resto de tratamientos de cobertura 

vegetal (p<0,05). Por su parte, los valores más elevados de mineralización de 

nitrógeno se dieron en el monocultivo de la alfalfa, aunque no fueron 

estadísticamente significativos respecto a los de los tratamientos con cultivos mixtos 

(T2, T3 y T4). 

En lo relativo a la respiración basal del suelo, aquellos bajo monocultivo de 

dactilo y que fueron fertilizados con fósforo (T1+P) presentaron valores 

estadísticamente superiores al resto (p<0,05). En la actividad fosfatasa se observó 

una ligera tendencia hacia el incremento a medida que predominaba la alfalfa y 

cuando se aplicó fósforo, pero no se llegaron a alcanzar diferencias significativas 

entre ninguno de los suelos; como tampoco en el coeficiente metabólico, que también 

mostró valores algo mayores cuando en el suelo predominaba la alfalfa. Sobre la 

actividad ureasa no se observó ningún tipo de influencia de la cobertura vegetal ni 

del factor fertilización fosfórica. 

Como se observa en la figura 4.14a. —biplots optimizados para resaltar las 

distancias entre centroides—, el análisis RDA de los registros de primavera muestra 

una clara diferenciación de las características bioquímicas del suelo en relación con 

los tratamientos de cobertura vegetal y fertilización fosfórica aplicados. Los suelos 

bajo monocultivo de dactilo (T1) están claramente separados del resto debido, 
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Figura 4.13. Biplot del análisis RDA de los parámetros bioquímicos registrados en la 
primavera de los años 2009 y 2010 (N= 8). GLasa, glucosidasa; FOasa, fosfatasa; 
ARasa, arilsulfatasa; URasa, ureasa; DEasa, deshidrogenasa; MinN, mineralización 
de nitrógeno; Resp, respiración basal; qCO2, coeficiente metabólico. 
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Figura 4.14. Biplots de los análisis RDA de los parámetros bioquímicos registrados 
en a) primavera, b) verano y c) otoño de los años 2009 y 2010, optimizados para 
visualizar la separación entre los centroides (N= 8). Abreviaturas como en la figura 
4-13. 



RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
___________________________________________________________________________ 

 - 103 - 

principalmente, a su mayor actividad deshidrogenasa y menor tasa de mineralización 

de nitrógeno. En cambio, los suelos con monocultivo de alfalfa (T5) fueron, en 

cuanto a sus propiedades bioquímicas, muy similares a aquellos con cultivos mixtos 

dactilo:alfalfa en cualquiera de sus proporciones. La fertilización fosfórica diferenció 

entre sí a los suelos con el mismo tratamiento de cobertura vegetal por la reducción 

en la actividad arilsulfatasa que se produjo cuando se aplicó el macronutriente. 

El biplot resultante del análisis RDA de los registros del verano (Figura 4.15.) 

explica, al igual que el de primavera, un alto porcentaje de la variabilidad (80,3%), 

repartiéndose ese porcentaje entre un 50,1% explicado por el eje 1 y un 30,3% por el 

eje 2. Por el módulo de los vectores, son la actividad arilsulfatasa, el coeficiente 

metabólico (qCO2) y la mineralización de nitrógeno las propiedades que 

fundamentalmente definen el subespacio de ordenación; aunque también la 

respiración basal del suelo y la actividad glucosidasa tienen una aportación 

destacable. A diferencia de la primavera, la actividad deshidrogenasa presentó en 

verano menor variabilidad. 

La actividad arilsulfatasa fue superior, como en primavera, en los suelos carentes 

de fertilización fosfórica que en los fertilizados (p<0,05), no influyendo sobre ella el 

factor cobertura vegetal. 

La tasa de mineralización de nitrógeno fue netamente inferior y superior en los 

monocultivos de dactilo (T1) y de alfalfa (T5), respectivamente, que en el resto de 

tratamientos de cobertura vegetal (p<0,05). Entre los tres cultivos mixtos (T2, T3 y 

T4) no se apreció ninguna diferencia estadísticamente significativa entre sus medias. 

En los valores de respiración basal del suelo se apreció una tendencia a la 

disminución con los monocultivos de ambas plantas frente a los cultivos mixtos; y 

cuando se aplicó fósforo al suelo, siendo esto último especialmente notable en el 

monocultivo de alfalfa, donde los suelos fertilizados (T5+P) presentaron valores 

estadísticamente inferiores a los no fertilizados (p<0,05). Por su parte, el qCO2 siguió 

tendencias semejantes a la respiración basal, dándose en el monocultivo de alfalfa la 

misma interacción entre el factor cobertura vegetal y el factor fertilización fosfórica 

(p<0,05).
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Figura 4.15. Biplot del análisis RDA de los parámetros bioquímicos registrados en el 
verano de los años 2009 y 2010 (N= 8). GLasa, glucosidasa; FOasa, fosfatasa; ARasa, 
arilsulfatasa; URasa, ureasa; DEasa, deshidrogenasa; MinN, mineralización de 
nitrógeno; Resp, respiración basal; qCO2, coeficiente metabólico. 
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La actividad glucosidasa, en cambio, registró valores superiores en los monocultivos 

de ambas especies que en los cultivos mixtos y tendió a incrementarse cuando los 

suelos fueron fertilizados con fósforo. 

El gráfico del análisis RDA (Figura 4-14b.) muestra una clara separación entre los 

suelos de acuerdo a los tratamientos de cobertura vegetal y fertilización fosfórica 

aplicados. Los suelos con monocultivo de la gramínea (T1) se diferencian del resto 

fundamentalmente por su menor coeficiente metabólico (qCO2) y capacidad 

mineralizadora de nitrógeno; mientras que aquellos bajo monocultivo de la 

leguminosa (T5) lo hacen por una mayor tasa de mineralización de nitrógeno y por 

un coeficiente metabólico más elevado. En los cultivos mixtos no hay diferencias 

destacables entre ellos debidas a los anteriores parámetros; pero, al igual que en 

ambos monocultivos, los suelos fertilizados con fósforo se diferencian claramente de 

los no fertilizados por la reducción de actividad arilsulfatasa que se produce con la 

aplicación del macronutriente. 

El análisis RDA de los parámetros bioquímicos medidos en otoño (Figura 4-16) 

explica en sus dos primeros ejes la mayor parte (90,5%) de la variabilidad total 

presente en los datos y, en este caso, tanto el factor cobertura vegetal —eje 1, 

horizontal— como el factor fertilización fosfórica —eje 2, vertical— contribuyen de 

forma muy pareja a explicar esa variabilidad (49,8% y 40,7%, respectivamente). Por 

el módulo de los vectores, en otoño son también la actividad arilsulfatasa, el 

coeficiente metabólico (qCO2) y la mineralización de nitrógeno las propiedades que 

fundamentalmente definen el subespacio de ordenación; aunque también la 

respiración basal del suelo y la actividad deshidrogenasa y fosfatasa contribuyen a 

ello en menor medida. Como en las anteriores estaciones, la actividad ureasa tuvo 

una aportación irrelevante. 

La actividad arilsulfatasa se vio influida por la fertilización fosfórica también en 

otoño. Los suelos a los que se aplicó fósforo mostraron valores estadísticamente 

inferiores a los no fertilizados (p<0,05). 

La actividad fosfatasa se incrementó a medida que predominaba la alfalfa. Así, los 

suelos con la leguminosa en proporción superior al dactilo (T4 y T5) rindieron 

valores estadísticamente más altos que aquellos en los que predominó la gramínea
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Figura 4.16. Biplot del análisis RDA de los parámetros bioquímicos registrados en el 
otoño de los años 2009 y 2010 (N= 8). GLasa, glucosidasa; FOasa, fosfatasa; ARasa, 
arilsulfatasa; URasa, ureasa; DEasa, deshidrogenasa; MinN, mineralización de 
nitrógeno; Resp, respiración basal; qCO2, coeficiente metabólico. 
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(T1 y T2) (p<0,05). En los suelos con igual proporción de siembra de ambas especies 

(T3; G50:L50), se redujo considerablemente la actividad fosfatasa cuando no fueron 

fertilizados con fósforo, rindiendo unos valores estadísticamente inferiores a 

cualesquiera otros (p<0,05). 

La tasa de mineralización de nitrógeno aumentó también con la presencia de 

alfalfa, dándose los valores más altos en los tres suelos con proporciones elevadas de 

la leguminosa (T3, T4 y T5) (p<0,05). De igual forma se comportaron la respiración 

basal y el qCO2, incrementando sus valores a medida que lo hacía la proporción de 

alfalfa en el suelo. Así, el monocultivo de dactilo produjo, en estos dos últimos 

parámetro, valores inferiores a cualquier otro tratamiento de siembra (p<0,05). 

Por el contrario, la actividad deshidrogenasa disminuyó significativamente en el 

monocultivo de alfalfa (T5) en relación a cualquier otro tratamiento de cobertura 

vegetal (p<0,05). La aplicación de fósforo tuvo por lo general un efecto negativo 

sobre los valores de actividad deshidrogenasa de los suelos.  

En el biplot optimizado para mostrar la separación entre los centroides (Figura 4-

14c) se observa, respecto a los de las estaciones anteriores, una mayor separación de 

los diferentes tratamientos a lo largo del eje 2 —nótese el diferente escalado de este 

eje con los biplots 4-14a y 4-14b—. Ello indica que en otoño el factor fertilización 

fosfórica influyó, además de en la actividad arilsulfatasa, sobre más parámetros 

bioquímicos que en las estaciones anteriores, como, por ejemplo, sobre la actividad 

deshidrogenasa. La separación entre los diferentes tratamientos de cobertura vegetal 

viene principalmente marcada por la respiración basal del suelo, el coeficiente 

metabólico y la tasa de mineralización de nitrógeno, que tienden a incrementarse con 

la presencia de alfalfa; y por la actividad deshidrogenasa, que lo hace con la 

presencia de dactilo. En otoño, la diferencia de los monocultivos con los cultivos 

mixtos, en el conjunto de las características bioquímicas de los suelos, es menos 

marcada que en las otras estaciones. 

4.2.3. PARÁMETROS QUÍMICOS DEL SUELO. 

Los análisis RDA de los parámetros químicos del suelo se muestran en la figura 

4.17. En todos ellos no se distinguió ningún efecto de la estacionalidad, ya que 

siguieron las mismas pautas en las tres estaciones estudiadas. 
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La concentración en el suelo de fósforo asimilable fue, lógicamente, superior en 

los suelos fertilizados que en los no fertilizados (p<0,05), sin distinguirse ningún 

efecto debido a los tratamientos de cobertura vegetal. Salvo a éste, la fertilización 

fosfórica no influyó a ningún otro parámetro de forma estadísticamente significativa. 

El contenido total de carbono orgánico no se vio afectado ni por el factor 

cobertura vegetal, ni por el factor fertilización fosfórica. La fertilización fosfórica 

tampoco afectó al contenido total de nitrógeno, pero sí lo hizo el factor cobertura 

vegetal, ya que aumentó a medida que lo hace la proporción de alfalfa en los suelos. 

Entre el monocultivo de dactilo (T1) y el de alfalfa (T5) siempre existieron 

diferencias estadísticamente significativas; y, en otoño, también con el tratamiento de 

siembra mixta con mayor propoción de alfalfa (T4; G25:L75) (p<0,05). 

La concentración de nitrógeno amoniacal en el suelo no se vio influida por 

ninguno de los dos factores experimentales, pero sí la concentración de nitrato por el 

factor cobertura vegetal, incrementándose con la presencia de alfalfa. La 

concentración de nitrato en los suelos bajo monocultivo de dactilo (T1) fue siempre 

muy inferior a la del resto de tratamientos; y en primavera, en el monocultivo de 

alfalfa (T5) se dio una concentración estadísticamente superior a la presente en los 

suelos de tres cultivos mixtos (T2, T3, y T4) (p<0,05), para después desaparecer en 

verano y otoño. Entre los cultivos mixtos no hubo diferencias significativas respecto 

a la concentración de nitrato de sus suelos. 

Por último, el pH del suelo fue en todo momento más alcalino en el monocultivo 

de dactilo (T1) que en el resto de tratamientos de cobertura vegetal (p<0,05), 

tendiendo hacia la acidificación a medida que aumentaba la proporción de alfalfa en 

el suelo, pero sin alcanzarse nunca diferencias estadísticamente significativas entre el 

monocultivo de la leguminosa (T5) y los tres cultivos mixtos (T2, T3 y T4).
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Figura 4.17. Biplots de los análisis RDA de los parámetros químicos del suelo registrados en la primavera, verano y otoño de los años 2009 
y 2010, optimizados para visualizar la correlación entre las variables (N= 8). C, carbono total; N, nitrógeno total; Pasim, fósforo asimilable; 
N-NO3, nitrato; N-NH4, nitrógeno amoniacal; pH, pH (en H2O). 
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4.2.4. DISCUSIÓN. 

4.2.4.1. Propiedades microbiológicas. 

Las comunidades rizosféricas se establecen, lógicamente, a partir de los 

microorganismos que previamente habitan el suelo, y éstos difieren entre regiones 

geográficas y tipos de suelo (Hartmann et al., 2009). Por tanto, en la interpretación 

de los resultados de este tipo de estudios debe tenerse en cuenta el poderoso papel 

que, además de las condiciones climáticas, tienen los condicionantes abióticos del 

suelo sobre la abundancia y estructura de las comunidades microbianas, lo que 

supone siempre una limitación para la extrapolación y generalización de resultados 

(Fierer y Jackson, 2006; Garbeva et al., 2004; Hinsinger et al., 2009; Tamames et al., 

2010).  

Los análisis RDA realizados sobre la biomasa microbiana total y la abundancia 

relativa de los diversos grupos de microorganismos (Figuras 4.8., 4.9. y 4.10.) 

indican que es el factor cobertura vegetal el que define fundamentalmente el 

comportamiento de esos parámetros, ya que el eje 1 —el asociado a este factor—, 

explica prácticamente la totalidad de la variabilidad en las tres estaciones. 

En las tres estaciones se dan los mismos patrones con relación al factor cobertura 

vegetal. La biomasa microbiana total del suelo fue siempre superior en el 

monocultivo de dactilo (T1) que en los otros tratamientos, como también lo fue la 

abundancia relativa de hongos micorrícicos arbusculares. Por el contrario, para el 

resto de grupos microbianos las menores abundancias relativas se dieron en el 

monocultivo de la gramínea. Los hongos saprofitos, las bacterias Gram positivas y 

negativas, y las actinobacterias tienden a aumentar su presencia cuando lo hace la 

proporción de alfalfa en el suelo. El factor fertilización fosfórica no tuvo ninguna 

influencia sobre este conjunto de parámetros, salvo en la abundancia relativa de 

actinobacterias en la estación de otoño, que fue más elevada cuando se aplicó fósforo 

al suelo. 

Se considera que las leguminosas tienen un efecto positivo sobre la biomasa 

microbiana del suelo superior a otros grupos funcionales, como las gramínea, debido 

a la mayor calidad (menor razón C/N) de sus tejidos como fuente de carbono para el 

crecimiento microbiano (Bartelt-Ryser et al., 2005; Scherer-Lorenzen et al., 2003; 
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Truu et al., 2008; Wang et al., 2008). Así, en experimentos de invernadero con 

distintas mezclas de gramíneas (Sorghum sudanense y Festuca arundinacea) y 

leguminosas (Trifolium repens y Medicago sativa), donde se muestreó todo el suelo 

rizosférico de las macetas, la biomasa microbiana total fue mayor en los 

monocultivos de las leguminosas, o donde éstas entraban a formar parte de las 

mezclas, que en los monocultivos de las gramíneas (Chen et al., 2008a). Similares 

resultados se obtuvieron en un ensayo de campo en China, donde se establecieron 

cultivos mixtos de alfalfa y la gramínea Elymus sibiricus L., muestreándose también 

aquí todo el suelo rizosférico de plantas individualizadas (Sun et al., 2009). 

Sin embargo, en nuestro ensayo fue el monocultivo de dactilo el que rindió 

consistentemente una mayor biomasa microbiana. En ello probablemente tiene 

influencia la densidad radicular del dactilo frente a la alfalfa en los primeros 10 

centímetros de profundidad —los muestreados—. El dactilo, como gramínea, tiene 

una raíz fasciculada que concentra la mayor parte de su biomasa en la zona 

superficial del suelo, mientras que la alfalfa, por su raíz pivotante, lo hace en zonas 

más profundas. Por tanto, dado que es en el suelo rizosférico donde se produce en 

mayor medida el crecimiento de los microorganismos, es muy probable que la mayor 

biomasa microbiana observada en el monocultivo de la gramínea sea mera 

consecuencia de una mayor densidad radicular a la profundidad muestreada. Esto ha 

sido descrito en un suelo donde creció D. glomerata, observándose en él un descenso 

considerable de la biomasa microbiana por encima de los 10 centímetros de 

profundidad (van Eekeren et al., 2010). Si considerásemos que el dactilo y la alfalfa 

tuvieron tasas de micorrización equivalentes —hecho desconocido al no haberse 

determinado este parámetro— el mismo razonamiento podría ser aplicado a la alta 

abundancia relativa de hongos micorrícicos arbusculares detectada en el monocultivo 

de dactilo, ya que su mayor densidad radicular en los primeros centímetros del suelo 

supondría también una mayor densidad de hifas de estos hongos. 

El incremento de la abundancia relativa de bacterias Gram positivas y negativas, 

de hongos saprofitos y de actinobacterias con la presencia de alfalfa que se detectó en 

este experimento guarda relación con lo documentado por otros autores en ensayos 

con cultivos mixtos de gramíneas y leguminosas (Chen et al., 2008a; Sun et al., 

2009). 
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Un hecho notable fue el incremento de actinobacterias a medida que aumentaba la 

proporción de alfalfa en el suelo, siendo en el monocultivo de la alfalfa (T1) superior 

a la encontrada en los tratamientos con predominio de dactilo. Este hecho puede 

guardar relación con trabajos muy recientes indicando la frecuente presencia de 

actinomicetos como endofitos de los nódulos de las leguminosas (Carro et al., 2012; 

Trujillo et al., 2010). En el caso concreto de la alfalfa, se ha demostrado que las 

actinobacterias favorecen la nodulación de la planta en condiciones de alta 

disponibilidad de nitrógeno (Solans et al., 2009). Estas interacciones positivas entre 

la alfalfa y este grupo de bacterias pueden favorecer su proliferación en la rizosfera 

de la planta, incrementándose su presencia con el paso del tiempo. Ello estaría en 

concordancia con la baja abundancia relativa de estas bacterias que se dio en los dos 

primeros muestreos y su aumento paulatino posterior. El hecho de que sea el único 

grupo que se vea afectado positivamente por la fertilización fosfórica se ha visto en 

otros ecosistemas de pastos (Mander et al., 2012). La nula influencia de la 

fertilización fosfórica sobre la biomasa microbiana total y la abundancia relativa de 

los otros grupos estudiados se ha descrito también por otros autores (Beauregard et 

al., 2010). No obstante, la respuesta global de la comunidad microbiana a la 

fertilización fosfórica está poco documentada, ya que la mayoría de los estudios se 

han enfocado sobre la fertilización nitrogenada u orgánica (Hinsinger et al., 2011). 

El análisis PERMANOVA (Tabla 4.4) con el conjunto de los 21 ácidos grasos 

indica la existencia de un claro efecto del factor cobertura vegetal en la estructura de 

la comunidad microbiana en todas las estaciones, pero ninguno de la fertilización 

fosfórica. El hecho de que no existiesen cambios generalizados ni en la biomasa 

microbiana, ni en la abundancia relativa de la mayoría de los grupos de 

microorganismos, ni tampoco en la estructura de la comunidad microbiana indica que 

ésta, en general, estaba bien adaptada a los niveles de fósforo impuestos por el 

tratamiento sin fertilización. 

El análisis NMDS de esos mismos datos (Figura 4.12) muestra la existencia de 

una clara diferenciación entre el monocultivo del dactilo (T1), agrupando todas sus 

parcelas en la parte izquierda del gráfico, y aquellos con presencia de alfalfa, en la 

derecha. Las parcelas correspondientes al cultivo mixto con mayor presencia de 

dactilo (T2; L75:G25) están más cercana a las que tienen mayor preponderancia de 
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alfalfa que al propio monocultivo de dactilo. Ello indica que la leguminosa tiene un 

efecto dominante sobre la composición de la comunidad microbiana y, por tanto, 

puede considerarse como el elemento clave con respecto a las interacciones que se 

establecen con la microbiota de este suelo. Una influencia similar se ha descrito entre 

otras especies de gramíneas y leguminosas en experimentos de invernadero (Chen et 

al., 2008a). Sin embargo, como se señaló anteriormente, estos resultados no son 

generalizables, ya que en otras condiciones y con otras plantas, como el maíz y el 

haba, no se ha observado tal efecto (Fan et al., 2011). 

4.2.4.2. Propiedades bioquímicas. 

Los análisis RDA (Figuras 4.13., 4.15. y 4.16.) y ANOVAS realizados sobre los 

valores de los parámetros bioquímicos del suelo alcanzados en las tres estaciones 

muestran unas pautas comunes en la mineralización de nitrógeno, y las actividades 

arilsulfatasa y ureasa. La mineralización de nitrógeno fue más elevada en los 

tratamientos con inclusión de alfalfa, aun en su menor proporción (T2; G75:L25), 

que en el monocultivo de dactilo. La actividad arilsulfatasa disminuyó con la 

fertilización fosfórica, y sobre ella no tuvo influencia el factor cobertura vegetal. En 

el caso de la actividad ureasa, está no se vio afectada ni por el factor cobertura 

vegetal ni por el factor fertilización fosfórica a lo largo del experimento. La actividad 

glucosidasa, en general, tampoco fue afectada por los factores experimentales; 

aunque en verano sí mostraron alguna influencia, pero sin llegar a ser 

estadísticamente significativa. 

La actividad fosfatasa y deshidrogenasa, la respiración basal del suelo y el 

coeficiente metabólico resultaron afectados de forma variable por los factores 

experimentales, según las estaciones. 

La inclusión de alfalfa incrementó sustancialmente la tasa de mineralización de 

nitrógeno sobre la presentada por el cultivo de dactilo. Las referencias en la 

bibliografía científica sobre los efectos positivos de las leguminosas en la tasa de 

mineralización de nitrógeno del suelo y en la elevación de su contenido en nitrógeno 

inorgánico son numerosísimas. Como ejemplo, en un suelo de textura similar al 

nuestro (arcillosa) y otro arenoso, en Kansas (EE.UU.), se ensayaron las mezcla de 

alfalfa o trébol violeta con la gramínea Tripsacum dactyloides (Gil y Fick, 2001), 
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produciéndose siempre en el suelo arcilloso tasas de mineralización de nitrógeno 

muy superiores en los monocultivos de las leguminosas y en los cultivos mixtos que 

las obtenidas en los monocultivos de la gramínea. Sin embargo, en la segunda 

temporada de los cultivos, sólo rindió tasas mayores de mineralización de nitrógeno 

el monocultivo de alfalfa. Otros autores describen el mismo efecto en mezclas 

múltiples de gramíneas y leguminosas (Harrison y Bardgett, 2010). La baja relación 

C/N de los tejidos de las leguminosas, y el elevado aporte de nutrientes al suelo 

mediante sus exudados explican porqué la mineralización del nitrógeno es alta en los 

suelos donde están presentes (Jensen et al., 2010). En nuestro estudio también se 

observa el elevado contenido en nitrógeno asimilable (nitrato, fundamentalmente) 

que se produce con la presencia de alfalfa (Figura 4-17) 

La actividad arilsulfatasa fue consistentemente más reducida en todos los 

tratamientos de cobertura vegetal fertilizados con fósforo, que en aquellos privados 

del macronutriente. Este hecho, según nuestro conocimiento, no ha sido descrito en 

la literatura científica hasta la fecha. Según algunos autores (Speir y Ross, 1978), la 

actividad arilsulfatasa está débilmente correlacionada con las otras actividades 

enzimáticas, lo que aparentemente supone una falta de acoplamiento entre el ciclo 

del azufre y los ciclos del resto de nutrientes principales. En un estudio realizado en 

suelos forestales de la región (Salazar et al., 2011), se comprobó recientemente la 

independencia mencionada para la actividad arilsufatasa. Según el resultado de este 

estudio, sí que podría existir una relación entre el ciclo del azufre y el del fósforo, al 

menos en las condiciones particulares del suelo donde se realizó. 

Ni el factor cobertura vegetal, ni el factor fertilización fosfórica mostraron efectos 

significativos sobre la actividad ureasa. La presencia de leguminosas en el suelo, por 

su capacidad de enriquecer el suelo en nitrógeno, tiende a disminuir los valores de 

actividad ureasa (Guo et al., 2009). Pero de igual forma se ha descrito el efecto 

contrario, donde la presencia de alfalfa incrementa la actividad ureasa cuando crece 

en cultivo mixto con gramíneas u otras plantas (Stark et al., 2008; Sun et al., 2009; 

Yang et al., 2007). La fertilización, incluyendo fósforo, también ha mostrado efectos 

opuesto sobre esta actividad enzimática (Guo et al., 2009). Por tanto, los resultados 

obtenidos en este experimento, donde no se da un efecto apreciable de ninguno de los 

dos factores se podría atribuir a que la fertilización basal aplicada a todas las parcelas 
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(nitrosulfato amónico, 26%N) supuso una dosis suficiente de nitrógeno, haciendo 

innecesaria la producción de esta enzima por los microorganismos del suelo. 

También debe tenerse en cuenta que la ureasa extracelular puede adquirir una gran 

estabilidad mediante adsorción a los complejos organo-minerales, por lo puede 

requerir más tiempo detectar los cambios en esta actividad enzimática debidos al 

manejo del suelo (Burns, 1986; Nannipieri et al., 1978). 

En el caso de la actividad glucosidasa tampoco hubo una incidencia importante de 

los factores cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Entre las influencias descritas 

para la actividad glucosidasa, quizás la principal sea el contenido de carbono del 

suelo, que se correlaciona positivamente con ella (Eivazi y Tabatabai, 1988; Paz-

Ferreiro et al., 2009, 2010). En concordancia con esto, en suelos forestales de nuestra 

región se comprobó que la actividad glucosidasa está positivamente correlacionada 

con el carbono orgánico del suelo, pero no con el contenido de fósforo asimilable 

(Salazar et al., 2011). En el suelo de nuestras parcelas experimentales, la variación 

del contenido de carbono entre los tratamientos de cobertura vegetal y fertilización 

fosfórica no presentó ninguna diferencia estadísticamente significativa (Figura 4.17.), 

por lo que es plausible que a ello se debiese la ausencia de efectos significativos de 

ambos factores experimentales sobre la actividad glucosidasa. 

La actividad fosfatasa fue, en otoño (Figura 4.16.), superior en el monocultivo de 

alfalfa que en los dos cultivos con más alta proporción de dactilo (T1, monocultivo; y 

T2, G75:L25). El nitrógeno asimilable del suelo es un regulador importante en la 

producción de fosfatasas, ya que la biosíntesis de estas enzimas requiere un 

sustancial aporte de nitrógeno (Olander y Vitousek, 2000). Por el contrario, la 

fertilización fosfórica reduce por lo general su producción por las plantas y los 

microorganismos, ya que su biosíntesis es costosa energéticamente (Marklein y 

Houlton, 2012) e innecesaria, lógicamente, cuando hay fósforo disponible en el 

suelo. Por tanto, los mayores niveles de nitrógeno asimilable que se alcanzan en el 

monocultivo de la alfalfa en comparación con los suelos donde predomina el dactilo 

podrían justificar su mayor actividad fosfatasa. Así, por ejemplo, se ha descrito el 

mismo fenómeno en monocultivos y cultivos mixtos de alfalfa y la gramínea Elymus 

sibiricus (Sun et al., 2009). 
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La actividad deshidrogenasa fue en primavera mayor en el monocultivo de dactilo 

(T1) que en cualquier otro (Figura 4.13); con la misma tendencia en verano, aunque 

sin llegarse a dar diferencias estadísticamente significativas entre los tratamientos; y, 

en cambio, fue muy reducida en otoño en el monocultivo de la leguminosa (T5). La 

actividad deshidrogenasa es un indicador de los sistemas redox biológicos y puede 

ser tomada como un indicador general de la intensidad del metabolismo microbiano 

en el suelo (Tabatabai, 1982). La mayor biomasa microbiana encontrada en los 

suelos bajo monocultivo de dactilo (Figura 4.8) y su buena actividad metabólica —

esperable en primavera por las adecuadas condiciones climatológicas— explican 

porqué son más elevados los niveles de actividad deshidrogenasa en ese tratamiento. 

En verano, sin embargo, la actividad metabólica de los microorganismos se ve 

drásticamente reducida por las condiciones climatológicas extremas y, por tanto, la 

diferencia que pudiera deberse a una mera mayor biomasa queda más reducida. Por 

ello, aunque sigue siendo mayor la actividad deshidrogenasa en el monocultivo de 

dactilo, no llega a una diferencia estadísticamente significativa con los otros 

tratamientos (Figura 4.15). En otoño, la menor actividad deshidrogenasa se observó 

en el monocultivo de alfalfa (T5), y la fertilización fosfórica disminuyó 

significativamente sus valores en los cultivos mixtos T2 y T4. La disminución de la 

actividad deshidrogenasa con la aplicación de fósforo ha sido documentada por otros 

autores (Beauregard et al., 2010), pero la razón por la se produce en esos 

tratamientos concretos no puede por el momento conocida. 

En la respiración basal del suelo se produjo una diferencia significativa entre los 

suelos con monocultivo de dactilo y fertilizados con fósforo (T1+P) y los del resto de 

los tratamientos, que presentaron valores menores. En verano se dieron los valores 

más altos en los cultivos mixtos; y en otoño la máxima respiración basal se dio en el 

monocultivo de alfalfa (T5). Existe una buena correlación entre la actividad 

deshidrogenasa y la respiración del suelo (von Mersi y Schinner, 1991) ya que, 

aunque no tienen una significación idéntica, ambas reflejan la biomasa microbiana 

del suelo. Por tanto, la razón aplicable para el caso de la actividad deshidrogenasa en 

primavera es pertinente también aquí. El caso del verano, donde los cultivos mixtos 

presentan valores ligeramente mayores que los monocultivos, guarda relación con lo 

observado por otros autores, donde la composición mixta de la vegetación 
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(Moscatelli et al., 2007) o la inclusión de leguminosas en las rotaciones (Truu et al., 

2008) incrementan la tasa de respiración del suelo. 

El monocultivo de alfalfa fue en otoño el que presento las mayores tasas de 

respiración del suelo, así como también el mayor valor de coeficiente metabólico. El 

coeficiente metabólico (qCO2), también denominado respiración específica, se define 

como la tasa de respiración (medida como CO2 desprendido) por unidad de biomasa 

microbiana, y evalúa eficazmente cómo la biomasa microbiana está empleando el 

carbono disponible para la biosíntesis (Wardle y Ghani, 1995), siendo más alto 

cuando los sustratos son más fácilmente mineralizables (Sparling et al., 1986). La 

mayor tasa respiratoria unida a un mayor coeficiente metabólico indica que el 

monocultivo de alfalfa tiene en esa estación las comunidades microbianas más 

activas, posiblemente por la riqueza de sus exudados radiculares. 
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5. CONCLUSIONES 

 

De acuerdo a los resultados obtenidos en este trabajo, se pueden establecer las 

siguientes conclusiones: 

 

1. La estacionalidad afectó de forma significativa a la estructura de la 

comunidad microbiana del suelo y a su biomasa, así como a la abundancia 

relativa de actinobacterias y hongos saprofitos. 

2. De igual modo, la estacionalidad afectó drásticamente a los parámetros 

bioquímicos del suelo que, en general, mostraron los valores más altos en 

primavera, en concordancia con las condiciones de temperatura y humedad 

más favorables para los procesos biológicos que se dan en esa estación. 

3. El factor cobertura vegetal influyó decisivamente en la biomasa microbiana 

del suelo y en la abundancia relativa de los diferentes grupos microbianos. El 

monocultivo de dactilo incrementó la biomasa microbiana y la abundancia 

relativa de hongos micorrícicos arbusculares. La presencia de alfalfa en el 

suelo influyó positivamente en la abundancia relativa de hongos saprofitos, 

bacterias Gram positivas y negativas, y actinobacterias. 

4. La fertilización fosfórica no tuvo una influencia destacable sobre los 

parámetros microbiológicos estudiados, salvo de forma puntual 

incrementando la abundancia relativa de actinobacterias en la estación de 

otoño. 

5. La alfalfa, aun en la más baja proporción de siembra ensayada, determina la 

estructura de la comunidad microbiana. La fertilización fosfórica no tuvo un 

efecto significativo sobre dicha estructura. 

6. Igualmente, la alfalfa, aun en la más baja proporción de siembra, incrementa 

la mineralización de nitrógeno en el suelo respecto al monocultivo de dactilo. 
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7. La fertilización fosfórica afectó fundamentalmente a la actividad arilsulfatasa 

del suelo, reduciendo sus valores en todos los tratamientos de cobertura 

vegetal. 

8. El resto de parámetros bioquímicos evaluados, o no fueron afectados por 

ningún factor experimental, o tuvieron comportamientos heterogéneos de 

acuerdo al factor cobertura vegetal o fertilización fosfórica, como también de 

acuerdo a la estacionalidad. 

9. Los cultivos mixtos tuvieron una gran similitud entre sí de acuerdo al 

conjunto de parámetros microbiológicos, y distinto respecto a los 

monocultivos. 
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Datos climatológicos mensuales de media de máximas, mínimas y medias de temperatura y 
humedad relativa, y de precipitación en la finca experimental Muñovela (Agencia Estatal de 
Meteorología; Delegación territorial de Castilla y León, Valladolid). 

Temperatura (ºC) Humedad (%)  
Año Mes máxima mínima media máxima mínima media Precipitación (mm) 

enero 8,87 -0,60 4,05 92,79 58,54 75,66 35,1 
febrero 11,66 -0,25 5,69 94,44 52,26 73,35 27,0 
marzo 13,99 1,90 7,94 92,21 46,27 69,24 39,2 
abril 15,99 2,89 9,45 92,11 46,55 69,33 38,1 
mayo 20,78 6,45 13,65 90,84 40,72 65,78 39,7 
junio 24,95 9,28 19,19 85,56 32,75 59,15 14,5 
julio 29,91 11,62 20,83 82,24 30,47 56,35 7,5 
agosto 29,50 11,91 20,71 81,42 31,51 56,47 16,6 
septiembre 25,18 9,26 17,22 86,63 37,39 62,01 29,7 
octubre 18,44 7,05 12,71 93,09 48,12 70,60 72,5 
noviembre 11,22 1,53 6,27 93,88 58,60 76,24 33,7 
diciembre 8,83 -0,59 4,06 93,92 61,11 77,52 36,2 

1999-
2008 

 

ANUAL 18,42 5,07 11,81 89,93 45,36 67,64 389,8 

enero 7,31 -0,55 3,38 98,81 72,48 85,65 50,4 
febrero 11,14 -1,98 4,58 97,61 51,93 74,77 17,8 
marzo 16,65 -0,46 8,09 92,32 34,26 63,29 9,8 
abril 15,23 1,81 8,52 94,90 41,14 68,02 28,6 
mayo 25,39 5,34 15,36 85,79 23,71 54,75 0 
junio 26,96 11,20 19,08 87,50 31,00 59,25 13,2 
julio 29,78 11,51 20,65 76,87 22,40 49,63 0,8 
agosto 31,12 13,11 22,11 79,63 24,97 52,30 17,8 
septiembre 25,43 9,16 17,30 81,03 30,27 55,65 10,4 
octubre 20,94 7,32 14,13 91,74 45,58 68,66 32,6 
noviembre 13,80 6,05 9,92 96,48 61,00 78,74 16,8 
diciembre 7,61 -0,77 3,42 97,68 73,00 85,34 41,4 

2009 

ANUAL 19,28 5,14 12,21 90,03 42,64 66,34 Total: 239,60 

enero 7,59 0,73 4,16 97,29 70,35 83,82 52,4 
febrero 8,32 -0,14 4,09 96,82 64,86 80,84 83,8 
marzo 11,68 1,82 6,75 94,94 54,52 74,73 65,6 
abril 17,78 4,32 11,05 95,63 45,20 70,42 42,6 
mayo 19,09 5,10 12,10 93,19 42,23 67,71 30,8 
junio 25,13 9,87 17,50 90,57 36,63 63,60 28,4 
julio 31,82 13,73 22,77 79,55 24,32 51,94 3,2 
agosto 30,90 13,21 22,05 72,26 23,39 47,82 0 
septiembre 25,08 10,03 17,56 90,17 36,53 63,35 55,6 
octubre 18,11 4,04 11,07 91,74 40,29 66,02 32,4 
noviembre 10,96 1,38 6,17 97,47 62,60 80,03 38,4 
diciembre 8,52 0,44 4,48 97,65 68,32 82,98 117 

2010 

ANUAL 17,92 5,38 11,65 91,44 47,44 69,44 Total: 550,20 
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Biomasa microbiana total (nmol ac. graso g-1 suelo). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y 
otoño de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores 
expresados son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites 
inferior (L. I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 65,30±3,84 57,78 72,83 77,66±12,79 52,60 102,72 

T2 - G75:L25 56,94±2,45 52,14 61,75 50,65±5,65 39,57 61,73 

T3 - G50:L50 58,51±5,53 47,66 69,35 70,34±9,24 52,22 88,45 

T4 - G25:L75 55,81±4,63 46,72 64,89 56,85±7,28 42,58 71,13 

— P 

T5 - L100 46,05±5,40 35,46 56,64 55,66±3,58 48,64 62,68 

T1 - G100 80,54±3,22 74,24 86,85 78,01±17,74 43,24 112,77 

T2 - G75:L25 63,18±3,50 56,32 70,05 65,44±10,90 44,08 86,81 

T3 - G50:L50 50,31±1,53 47,30 53,31 53,95±5,78 42,62 65,28 

T4 - G25:L75 60,50±1,82 56,94 64,07 61,10±10,56 40,41 81,79 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 57,65±3,27 51,24 64,05 51,34±6,28 39,04 63,65 

T1 - G100 58,98±3,42 52,28 65,68 69,66±3,87 62,07 77,25 

T2 - G75:L25 44,96±3,16 38,77 51,15 40,97±9,12 23,10 58,85 

T3 - G50:L50 49,62±5,29 39,26 59,98 55,16±1,17 52,87 57,45 

T4 - G25:L75 44,52±7,45 29,92 59,13 49,71±6,45 37,07 62,35 

— P 

T5 - L100 36,29±10,68 15,36 57,22 41,81±8,34 25,47 58,15 

T1 - G100 70,50±8,85 53,16 87,83 91,36±12,81 66,26 116,46 

T2 - G75:L25 53,27±8,01 37,56 68,98 54,31±5,90 42,75 65,86 

T3 - G50:L50 32,26±3,17 26,04 38,48 56,10±11,12 34,30 77,91 

T4 - G25:L75 47,42±3,48 40,60 54,24 49,92±4,09 41,90 57,93 

Verano 

+ P 

T5 - L100 49,86±7,16 35,81 63,90 39,69±1,76 36,24 43,14 

T1 - G100 53,02±11,74 30,01 76,03 95,30±13,00 69,82 120,77 

T2 - G75:L25 53,48±4,70 44,28 62,68 45,66±5,79 34,31 57,01 

T3 - G50:L50 41,88±4,94 32,20 51,56 44,69±2,66 39,48 49,90 

T4 - G25:L75 49,18±4,56 40,24 58,12 41,54±5,42 30,92 52,16 

— P 

T5 - L100 45,71±2,25 41,30 50,12 47,35±4,71 38,12 56,59 

T1 - G100 73,47±4,63 64,39 82,54 97,78±17,82 62,86 132,70 

T2 - G75:L25 49,76±2,87 44,13 55,38 50,15±5,25 39,85 60,45 

T3 - G50:L50 48,50±7,67 33,46 63,54 38,09±7,81 22,79 53,39 

T4 - G25:L75 50,23±4,24 41,92 58,54 54,25±4,14 46,12 62,37 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 39,10±6,13 27,09 51,10 43,36±3,23 37,03 49,69 
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Abundancia relativa de bacterias Gram positivas (%mol). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano 
y otoño de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores 
expresados son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites 
inferior (L. I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 11,03±0,67 9,71 12,35 9,77±0,14 9,50 10,04 

T2 - G75:L25 13,74±0,65 12,46 15,02 13,98±1,02 11,97 15,98 

T3 - G50:L50 12,56±0,67 11,23 13,88 13,60±0,60 12,42 14,78 

T4 - G25:L75 14,56±0,98 12,64 16,49 14,40±0,66 13,10 15,69 

— P 

T5 - L100 15,83±0,72 14,42 17,23 15,69±0,62 14,48 16,89 

T1 - G100 9,90±0,45 9,02 10,79 9,06±0,54 8,01 10,11 

T2 - G75:L25 13,13±0,40 12,34 13,92 13,55±0,50 12,56 14,53 

T3 - G50:L50 14,11±0,62 12,90 15,33 15,27±0,52 14,25 16,29 

T4 - G25:L75 14,11±0,44 13,25 14,97 14,49±0,62 13,28 15,70 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 14,75±0,96 12,87 16,62 15,72±0,98 13,79 17,64 

T1 - G100 10,11±0,42 9,30 10,93 9,45±0,37 8,72 10,18 

T2 - G75:L25 15,62±0,91 13,83 17,41 14,76±0,46 13,86 15,65 

T3 - G50:L50 13,99±0,54 12,94 15,04 14,73±0,24 14,25 15,20 

T4 - G25:L75 15,75±0,88 14,02 17,49 15,02±0,71 13,62 16,41 

— P 

T5 - L100 16,69±0,93 14,87 18,51 17,10±0,49 16,14 18,06 

T1 - G100 10,05±0,52 9,03 11,08 8,91±0,69 7,56 10,25 

T2 - G75:L25 14,42±0,96 12,55 16,30 14,41±0,75 12,93 15,88 

T3 - G50:L50 15,64±0,67 14,33 16,95 15,93±0,46 15,03 16,82 

T4 - G25:L75 15,15±0,41 14,34 15,95 16,67±0,60 15,49 17,85 

Verano 

+ P 

T5 - L100 15,83±0,94 13,98 17,68 17,56±0,32 16,93 18,19 

T1 - G100 9,36±0,68 8,03 10,69 7,58±0,28 7,04 8,13 

T2 - G75:L25 14,45±0,93 12,63 16,27 14,30±1,04 12,26 16,35 

T3 - G50:L50 14,30±0,32 13,67 14,93 14,85±0,44 13,98 15,71 

T4 - G25:L75 14,95±0,44 14,10 15,81 15,10±0,41 14,30 15,90 

— P 

T5 - L100 17,42±0,52 16,40 18,44 16,70±0,59 15,54 17,86 

T1 - G100 9,67±0,30 9,09 10,25 7,44±0,28 6,89 7,99 

T2 - G75:L25 15,64±0,54 14,58 16,70 14,04±0,71 12,65 15,43 

T3 - G50:L50 15,46±0,87 13,76 17,16 14,95±0,54 13,88 16,01 

T4 - G25:L75 15,59±0,54 14,52 16,65 15,15±0,43 14,30 16,00 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 17,04±0,51 16,04 18,03 16,96±0,44 16,09 17,83 
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Abundancia relativa de Actinobacterias (%mol). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de 
los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son la 
media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y 
superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 3,61±0,21 3,21 4,01 4,34±0,11 4,13 4,55 

T2 - G75:L25 4,49±0,11 4,28 4,71 5,31±0,26 4,80 5,83 

T3 - G50:L50 4,11±0,23 3,67 4,55 5,33±0,18 4,98 5,68 

T4 - G25:L75 4,73±0,44 3,86 5,59 5,15±0,18 4,80 5,50 

— P 

T5 - L100 5,20±0,22 4,77 5,63 5,95±0,44 5,10 6,80 

T1 - G100 3,17±0,36 2,47 3,87 3,50±0,33 2,85 4,15 

T2 - G75:L25 4,06±0,19 3,68 4,43 5,46±0,29 4,90 6,03 

T3 - G50:L50 4,72±0,37 3,99 5,44 5,43±0,25 4,94 5,92 

T4 - G25:L75 4,74±0,13 4,48 5,01 5,82±0,59 4,66 6,98 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 4,56±0,36 3,84 5,27 6,14±0,92 4,33 7,95 

T1 - G100 3,03±0,24 2,56 3,51 3,34±0,20 2,95 3,74 

T2 - G75:L25 4,50±0,14 4,22 4,78 4,87±0,13 4,61 5,12 

T3 - G50:L50 4,33±0,32 3,70 4,96 5,54±0,19 5,17 5,91 

T4 - G25:L75 4,57±0,08 4,40 4,73 5,42±0,10 5,23 5,61 

— P 

T5 - L100 5,52±0,44 4,66 6,37 5,97±0,17 5,63 6,31 

T1 - G100 3,15±0,20 2,75 3,54 3,35±0,21 2,93 3,77 

T2 - G75:L25 4,19±0,31 3,59 4,79 5,40±0,37 4,67 6,13 

T3 - G50:L50 4,96±0,30 4,38 5,55 5,84±0,33 5,19 6,49 

T4 - G25:L75 4,49±0,27 3,95 5,03 5,81±0,23 5,35 6,27 

Verano 

+ P 

T5 - L100 4,98±0,26 4,48 5,49 6,64±0,24 6,16 7,11 

T1 - G100 2,98±0,13 2,73 3,23 2,98±0,10 2,78 3,18 

T2 - G75:L25 4,86±0,28 4,32 5,40 4,82±0,41 4,02 5,62 

T3 - G50:L50 4,51±0,25 4,02 5,01 5,08±0,25 4,58 5,57 

T4 - G25:L75 5,09±0,36 4,38 5,79 5,00±0,23 4,55 5,46 

— P 

T5 - L100 5,61±0,23 5,16 6,05 6,14±0,24 5,66 6,61 

T1 - G100 3,28±0,09 3,11 3,45 2,73±0,04 2,64 2,81 

T2 - G75:L25 5,32±0,36 4,62 6,03 5,11±0,47 4,19 6,02 

T3 - G50:L50 5,51±0,35 4,82 6,21 5,42±0,51 4,42 6,42 

T4 - G25:L75 5,34±0,22 4,92 5,76 6,58±0,95 4,71 8,45 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 5,41±0,32 4,78 6,03 6,12±0,10 5,92 6,31 
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Abundancia relativa de bacterias Gram negativas (%mol). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, 
verano y otoño de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los 
valores expresados son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los 
límites inferior (L. I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 14,49±0,29 13,91 15,06 15,44±0,49 14,48 16,41 

T2 - G75:L25 17,06±0,49 16,09 18,02 16,96±0,57 15,85 18,07 

T3 - G50:L50 17,56±0,37 16,83 18,29 19,08±0,31 18,48 19,69 

T4 - G25:L75 17,81±0,97 15,91 19,70 18,94±0,59 17,78 20,11 

— P 

T5 - L100 19,02±0,47 18,10 19,94 19,07±0,39 18,31 19,82 

T1 - G100 13,88±0,52 12,86 14,89 13,54±0,57 12,42 14,65 

T2 - G75:L25 16,43±0,65 15,15 17,71 18,23±0,59 17,08 19,39 

T3 - G50:L50 16,89±0,58 15,75 18,02 18,83±0,76 17,33 20,32 

T4 - G25:L75 17,75±0,71 16,35 19,15 17,21±0,49 16,26 18,16 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 18,68±0,61 17,49 19,88 17,71±1,82 14,15 21,28 

T1 - G100 13,44±0,37 12,71 14,16 15,41±0,72 14,00 16,83 

T2 - G75:L25 17,58±0,51 16,58 18,58 17,88±0,17 17,54 18,22 

T3 - G50:L50 16,74±0,59 15,58 17,90 18,11±0,68 16,78 19,45 

T4 - G25:L75 17,68±0,72 16,26 19,09 17,46±0,79 15,92 19,00 

— P 

T5 - L100 18,02±0,65 16,76 19,29 18,97±0,38 18,23 19,71 

T1 - G100 13,39±0,69 12,04 14,74 12,92±0,97 11,02 14,81 

T2 - G75:L25 16,80±0,76 15,31 18,29 17,37±0,75 15,91 18,84 

T3 - G50:L50 17,92±1,12 15,73 20,11 18,58±0,19 18,21 18,95 

T4 - G25:L75 17,20±0,88 15,48 18,92 18,75±0,57 17,64 19,86 

Verano 

+ P 

T5 - L100 17,57±0,94 15,73 19,41 19,03±0,36 18,32 19,75 

T1 - G100 13,38±0,81 11,78 14,97 13,17±0,43 12,33 14,02 

T2 - G75:L25 16,79±0,43 15,95 17,63 16,94±0,86 15,25 18,63 

T3 - G50:L50 17,15±0,31 16,55 17,76 18,54±0,59 17,39 19,70 

T4 - G25:L75 17,14±0,39 16,39 17,90 17,86±0,32 17,24 18,48 

— P 

T5 - L100 19,45±0,35 18,78 20,13 18,81±0,17 18,48 19,13 

T1 - G100 13,16±0,20 12,77 13,54 11,99±0,22 11,55 12,42 

T2 - G75:L25 17,27±0,16 16,96 17,58 17,79±0,51 16,79 18,79 

T3 - G50:L50 17,18±0,85 15,50 18,86 17,37±0,73 15,95 18,80 

T4 - G25:L75 17,33±0,67 16,02 18,64 18,04±0,38 17,28 18,79 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 18,66±0,37 17,94 19,39 18,86±0,65 17,60 20,13 
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Abundancia relativa de Hongos Saprofitos (%mol). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y 
otoño de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores 
expresados son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites 
inferior (L. I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 14,18±1,55 11,15 17,22 13,52±1,51 10,56 16,48 

T2 - G75:L25 15,67±1,02 13,66 17,67 15,79±0,87 14,08 17,50 

T3 - G50:L50 17,52±0,46 16,63 18,42 17,41±0,96 15,52 19,29 

T4 - G25:L75 17,05±1,10 14,90 19,20 16,97±0,74 15,53 18,41 

— P 

T5 - L100 19,18±0,89 17,43 20,92 19,29±1,18 16,97 21,61 

T1 - G100 15,90±0,28 15,35 16,45 12,54±1,02 10,54 14,54 

T2 - G75:L25 16,08±1,53 13,08 19,08 15,33±0,86 13,65 17,02 

T3 - G50:L50 15,77±0,68 14,44 17,10 17,10±0,24 16,63 17,57 

T4 - G25:L75 15,58±0,74 14,13 17,03 19,65±3,66 12,47 26,82 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 21,08±1,31 18,51 23,65 20,40±1,55 17,36 23,44 

T1 - G100 11,35±0,69 9,99 12,71 12,27±0,44 11,41 13,14 

T2 - G75:L25 16,16±1,12 13,97 18,34 15,29±1,03 13,27 17,31 

T3 - G50:L50 17,08±2,22 12,73 21,43 16,53±0,38 15,79 17,27 

T4 - G25:L75 16,11±0,86 14,41 17,80 16,81±1,60 13,67 19,95 

— P 

T5 - L100 17,41±0,75 15,94 18,89 19,39±1,61 16,24 22,54 

T1 - G100 11,79±0,31 11,18 12,40 12,21±1,25 9,76 14,65 

T2 - G75:L25 17,71±2,31 13,18 22,23 15,51±0,24 15,04 15,97 

T3 - G50:L50 17,00±1,00 15,03 18,97 17,97±0,72 16,56 19,38 

T4 - G25:L75 15,44±0,55 14,35 16,53 16,91±0,90 15,16 18,67 

Verano 

+ P 

T5 - L100 20,85±1,65 17,61 24,10 17,65±0,49 16,68 18,61 

T1 - G100 12,86±2,07 8,80 16,91 10,48±0,49 9,52 11,45 

T2 - G75:L25 13,97±0,32 13,34 14,60 15,81±0,91 14,03 17,59 

T3 - G50:L50 14,16±0,56 13,06 15,25 16,32±0,17 15,99 16,64 

T4 - G25:L75 15,54±0,87 13,84 17,24 18,04±1,51 15,07 21,00 

— P 

T5 - L100 16,72±0,71 15,33 18,11 18,32±0,88 16,60 20,03 

T1 - G100 10,56±0,45 9,67 11,45 10,63±0,77 9,12 12,13 

T2 - G75:L25 14,24±0,38 13,51 14,98 17,06±1,09 14,93 19,19 

T3 - G50:L50 14,76±0,75 13,29 16,23 18,85±1,38 16,14 21,55 

T4 - G25:L75 14,01±0,27 13,48 14,54 18,20±0,69 16,85 19,56 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 16,35±0,65 15,07 17,63 20,43±1,07 18,33 22,53 
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Abundancia relativa de Hongos Micorrícicos Arbusculares (%mol). Valores obtenidos en los muestreos de 
primavera, verano y otoño de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización 
fosfórica. Los valores expresados son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales 
(n = 4), y los límites inferior (L. I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 
95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 29,36±3,11 23,27 35,45 32,09±1,30 29,55 34,63 

T2 - G75:L25 21,44±2,19 17,15 25,74 21,38±1,65 18,14 24,61 

T3 - G50:L50 20,67±0,75 19,20 22,13 19,12±0,62 17,91 20,33 

T4 - G25:L75 18,68±2,86 13,08 24,28 18,34±1,24 15,91 20,78 

— P 

T5 - L100 11,52±1,13 9,31 13,73 13,76±2,07 9,70 17,82 

T1 - G100 31,90±1,95 28,07 35,73 35,33±3,75 27,97 42,68 

T2 - G75:L25 23,37±1,12 21,18 25,55 21,46±0,50 20,48 22,45 

T3 - G50:L50 20,10±2,07 16,06 24,15 17,15±1,31 14,57 19,72 

T4 - G25:L75 20,45±1,34 17,83 23,07 16,09±2,21 11,75 20,42 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 11,30±1,20 8,94 13,65 13,39±2,98 7,55 19,22 

T1 - G100 34,82±1,42 32,05 37,60 35,57±1,60 32,43 38,71 

T2 - G75:L25 18,12±1,01 16,15 20,09 20,84±1,93 17,05 24,63 

T3 - G50:L50 20,44±1,68 17,14 23,74 19,4±0,73 18,02 20,88 

T4 - G25:L75 17,13±2,54 12,15 22,12 18,71±3,49 11,87 25,55 

— P 

T5 - L100 13,70±2,48 8,83 18,57 10,76±1,11 8,59 12,93 

T1 - G100 35,24±2,26 30,81 39,67 40,55±3,55 33,59 47,51 

T2 - G75:L25 19,74±2,95 13,95 25,52 22,35±2,40 17,64 27,06 

T3 - G50:L50 14,93±2,06 10,89 18,96 15,08±1,43 12,28 17,88 

T4 - G25:L75 18,82±1,61 15,68 21,97 15,14±1,04 13,11 17,18 

Verano 

+ P 

T5 - L100 12,09±1,82 8,53 15,66 11,87±1,25 9,42 14,33 

T1 - G100 36,02±2,00 32,10 39,94 43,60±1,65 40,36 46,84 

T2 - G75:L25 21,92±1,79 18,40 25,43 23,44±3,09 17,39 29,49 

T3 - G50:L50 22,23±1,10 20,07 24,39 20,28±1,26 17,81 22,75 

T4 - G25:L75 19,47±1,47 16,59 22,36 19,10±0,91 17,31 20,89 

— P 

T5 - L100 12,52±1,57 9,45 15,60 13,86±1,46 11,00 16,72 

T1 - G100 38,63±1,20 36,29 40,98 46,72±0,89 44,97 48,46 

T2 - G75:L25 20,23±1,16 17,97 22,49 21,71±2,15 17,49 25,93 

T3 - G50:L50 19,93±2,76 14,52 25,34 19,07±1,81 15,51 22,63 

T4 - G25:L75 19,74±1,49 16,82 22,65 18,03±1,94 14,22 21,83 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 14,33±1,12 12,14 16,52 11,63±0,68 10,30 12,96 
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Actividad β-Glucosidasa (μmol PNF g-1 suelo h-1). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de 
los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son 
la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y 
superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 9,20±0,72 7,79 10,61 7,59±0,42 6,76 8,42 

T2 - G75:L25 8,99±0,28 8,44 9,54 7,72±0,20 7,33 8,11 

T3 - G50:L50 9,22±0,33 8,57 9,86 9,48±0,80 7,90 11,06 

T4 - G25:L75 9,21±0,64 7,95 10,48 8,94±0,59 7,78 10,11 

— P 

T5 - L100 12,12±2,24 7,74 16,50 9,20±0,68 7,87 10,53 

T1 - G100 9,43±1,0 7,47 11,40 8,21±0,33 7,57 8,85 

T2 - G75:L25 9,44±0,93 7,61 11,26 8,37±0,42 7,54 9,19 

T3 - G50:L50 10,44±1,46 7,57 13,31 9,00±0,53 7,97 10,03 

T4 - G25:L75 9,36±0,63 8,14 10,59 10,23±0,27 9,71 10,75 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 9,21±0,18 8,86 9,56 8,24±0,63 7,01 9,47 

T1 - G100 6,27±0,28 5,73 6,82 8,02±0,34 7,35 8,69 

T2 - G75:L25 7,68±0,33 7,03 8,32 6,20±0,22 5,78 6,63 

T3 - G50:L50 7,78±0,32 7,14 8,41 7,01±0,14 6,73 7,28 

T4 - G25:L75 8,75±0,21 8,33 9,17 6,57±0,32 5,95 7,19 

— P 

T5 - L100 8,83±0,52 7,81 9,85 7,51±0,17 7,18 7,83 

T1 - G100 8,69±0,38 7,95 9,43 7,05±0,14 6,79 7,32 

T2 - G75:L25 7,82±0,17 7,48 8,15 6,74±0,39 5,98 7,51 

T3 - G50:L50 8,91±0,18 8,56 9,26 7,67±0,40 6,88 8,46 

T4 - G25:L75 8,20±0,49 7,23 9,17 7,42±0,20 7,03 7,80 

Verano 

+ P 

T5 - L100 9,20±0,30 8,61 9,79 6,72±0,18 6,36 7,08 

T1 - G100 3,11±0,10 2,91 3,30 4,53±0,17 4,20 4,85 

T2 - G75:L25 3,60±0,07 3,46 3,73 4,92±0,13 4,66 5,18 

T3 - G50:L50 3,81±0,12 3,57 4,06 4,80±0,15 4,51 5,09 

T4 - G25:L75 3,09±0,05 2,99 3,19 4,35±0,13 4,10 4,60 

— P 

T5 - L100 3,79±0,17 3,46 4,11 5,10±0,20 4,71 5,49 

T1 - G100 3,62±0,09 3,45 3,78 5,12±0,07 4,98 5,27 

T2 - G75:L25 3,64±0,15 3,36 3,93 4,56±0,12 4,33 4,80 

T3 - G50:L50 3,64±0,09 3,46 3,82 4,58±0,16 4,28 4,89 

T4 - G25:L75 3,68±0,20 3,29 4,07 4,64±0,10 4,45 4,84 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 3,97±0,07 3,84 4,11 4,63±0,11 4,41 4,85 
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Actividad Fosfomonoesterasa (μmol PNF g-1 suelo h-1). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y 
otoño de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores 
expresados son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites 
inferior (L. I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 18,18±3,85 10,64 25,72 15,42±1,27 12,93 17,91 

T2 - G75:L25 17,76±0,83 16,13 19,38 14,32±1,69 11,00 17,63 

T3 - G50:L50 18,60±2,17 14,35 22,85 17,58±0,58 16,45 18,72 

T4 - G25:L75 21,03±2,11 16,90 25,16 20,36±1,28 17,85 22,87 

— P 

T5 - L100 21,90±2,00 17,99 25,81 18,87±0,75 17,40 20,34 

T1 - G100 18,17±1,38 15,47 20,87 17,54±1,52 14,56 20,51 

T2 - G75:L25 17,33±2,32 12,79 21,86 20,98±2,31 16,45 25,52 

T3 - G50:L50 19,33±2,43 14,57 24,10 22,98±1,79 19,48 26,49 

T4 - G25:L75 23,73±1,96 19,90 27,56 18,34±1,98 14,47 22,21 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 18,38±3,58 11,36 25,40 16,15±1,07 14,05 18,26 

T1 - G100 11,08±1,43 8,27 13,89 10,99±0,62 9,77 12,21 

T2 - G75:L25 13,20±0,95 11,34 15,05 11,95±1,22 9,56 14,35 

T3 - G50:L50 13,41±1,23 11,00 15,83 11,96±1,,18 9,64 14,27 

T4 - G25:L75 12,53±0,97 10,62 14,43 12,84±0,96 10,96 14,72 

— P 

T5 - L100 13,77±1,03 11,74 15,79 14,00±1,23 11,59 16,42 

T1 - G100 11,39±1,22 9,00 13,79 13,04±0,93 11,22 14,86 

T2 - G75:L25 12,48±1,18 10,17 14,80 14,58±0,77 13,08 16,09 

T3 - G50:L50 11,49±1,27 9,01 13,98 14,94±1,67 11,65 18,22 

T4 - G25:L75 13,78±1,43 10,98 16,58 13,05±1,04 11,00 15,09 

Verano 

+ P 

T5 - L100 13,28±1,28 10,77 15,78 12,45±1,26 9,99 14,91 

T1 - G100 10,56±0,51 9,57 11,55 8,21±0,78 6,68 9,75 

T2 - G75:L25 9,67±0,48 8,72 10,62 9,10±1,13 6,89 11,32 

T3 - G50:L50 6,47±0,32 5,85 7,10 9,27±0,82 7,65 10,88 

T4 - G25:L75 10,22±0,92 8,42 12,03 12,38±0,84 10,73 14,03 

— P 

T5 - L100 11,29±0,53 10,25 12,32 12,47±0,56 11,38 13,57 

T1 - G100 9,61±0,75 8,14 11,08 9,95±1,58 6,85 13,04 

T2 - G75:L25 9,31±0,94 7,46 11,16 10,22±1,07 8,13 12,31 

T3 - G50:L50 9,34±0,55 8,27 10,41 13,74±0,68 12,41 15,07 

T4 - G25:L75 10,63±0,67 9,32 11,94 11,74±0,79 10,20 13,29 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 11,52±0,43 10,67 12,37 10,94±0,78 9,42 12,47 
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Actividad Arilsulfatasa (μmol PNF g-1 suelo h-1). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de los 
años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son la 
media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y 
superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 2,44±0,37 1,72 3,17 2,47±0,08 2,31 2,62 

T2 - G75:L25 2,83±0,30 2,25 3,41 2,27±0,14 1,99 2,55 

T3 - G50:L50 2,63±0,13 2,38 2,87 3,03±0,10 2,84 3,22 

T4 - G25:L75 2,52±0,15 2,23 2,81 2,28±0,10 2,08 2,49 

— P 

T5 - L100 2,73±0,25 2,23 3,23 2,18±0,06 2,07 2,30 

T1 - G100 2,28±0,18 1,93 2,62 2,16±0,12 1,92 2,39 

T2 - G75:L25 2,35±0,32 1,72 2,98 1,70±0,17 1,37 2,02 

T3 - G50:L50 2,4±0,14 2,16 2,69 1,80±0,19 1,43 2,18 

T4 - G25:L75 2,46±0,20 2,06 2,86 1,95±0,21 1,55 2,35 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 2,43±0,19 2,05 2,80 1,73±0,11 1,51 1,95 

T1 - G100 4,26±0,18 3,91 4,61 7,13±0,27 6,59 7,67 

T2 - G75:L25 4,22±0,28 3,67 4,76 6,86±0,30 6,27 7,45 

T3 - G50:L50 4,12±0,24 3,64 4,60 6,67±0,14 6,39 6,96 

T4 - G25:L75 4,05±0,13 3,81 4,30 5,97±0,22 5,54 6,41 

— P 

T5 - L100 3,90±0,22 3,47 4,32 6,89±0,28 6,34 7,43 

T1 - G100 3,23±0,09 3,04 3,41 5,37±0,32 4,74 6,00 

T2 - G75:L25 3,85±0,18 3,50 4,19 5,58±0,13 5,32 5,83 

T3 - G50:L50 3,78±0,14 3,51 4,06 4,65±0,34 3,98 5,32 

T4 - G25:L75 3,67±0,13 3,41 3,92 5,86±0,26 5,36 6,36 

Verano 

+ P 

T5 - L100 3,16±0,28 2,61 3,70 4,75±0,05 4,65 4,86 

T1 - G100 2,63±0,07 2,49 2,78 2,35±0,08 2,20 2,51 

T2 - G75:L25 2,69±0,13 2,44 2,93 2,55±0,02 2,51 2,59 

T3 - G50:L50 2,50±0,09 2,33 2,67 2,59±0,08 2,44 2,74 

T4 - G25:L75 2,78±0,07 2,65 2,91 2,53±0,07 2,38 2,67 

— P 

T5 - L100 2,73±0,04 2,65 2,81 2,49±0,11 2,28 2,70 

T1 - G100 1,98±0,07 1,84 2,12 2,04±0,08 1,88 2,21 

T2 - G75:L25 2,22±0,06 2,11 2,34 2,12±0,14 1,84 2,41 

T3 - G50:L50 2,41±0,10 2,21 2,61 2,02±0,11 1,80 2,24 

T4 - G25:L75 2,17±0,11 1,96 2,38 2,02±0,12 1,79 2,25 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 1,82±0,06 1,71 1,94 1,92±0,06 1,81 2,04 
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Actividad Ureasa (μmol N-NH4 g-1 suelo h-1). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de los años 
2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son la media ± 
el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y superior (L. S.) 
del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 0,25±0,01 0,24 0,26 0,12±0,00 0,11 0,13 

T2 - G75:L25 0,18±0,01 0,16 0,19 0,12±0,01 0,10 0,13 

T3 - G50:L50 0,21±0,01 0,20 0,22 0,14±0,00 0,13 0,15 

T4 - G25:L75 0,20±0,00 0,19 0,20 0,14±0,01 0,13 0,16 

— P 

T5 - L100 0,22±0,01 0,20 0,24 0,14±0,01 0,12 0,17 

T1 - G100 0,20±0,02 0,15 0,24 0,14±0,01 0,12 0,16 

T2 - G75:L25 0,19±0,01 0,18 0,20 0,11±0,01 0,09 0,12 

T3 - G50:L50 0,21±0,03 0,15 0,27 0,10±0,01 0,09 0,11 

T4 - G25:L75 0,22±0,01 0,20 0,24 0,12±0,01 0,11 0,14 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 0,23±0,01 0,21 0,25 0,17±0,01 0,15 0,18 

T1 - G100 0,18±0,00 0,17 0,19 0,23±0,01 0,22 0,24 

T2 - G75:L25 0,14±0,00 0,14 0,15 0,22±0,00 0,21 0,23 

T3 - G50:L50 0,16±0,01 0,15 0,17 0,22±0,00 0,21 0,23 

T4 - G25:L75 0,16±0,00 0,15 0,16 0,22±0,00 0,22 0,22 

— P 

T5 - L100 0,15±0,00 0,15 0,16 0,22±0,01 0,21 0,24 

T1 - G100 0,18±0,00 0,18 0,18 0,22±0,01 0,21 0,23 

T2 - G75:L25 0,15±0,00 0,15 0,16 0,21±0,00 0,20 0,22 

T3 - G50:L50 0,15±0,01 0,13 0,17 0,23±0,00 0,22 0,24 

T4 - G25:L75 0,18±0,00 0,17 0,19 0,19±0,01 0,17 0,20 

Verano 

+ P 

T5 - L100 0,18±0,00 0,17 0,19 0,20±0,01 0,19 0,21 

T1 - G100 0,32±0,02 0,28 0,35 0,14±0,01 0,11 0,16 

T2 - G75:L25 0,24±0,02 0,20 0,29 0,14±0,01 0,11 0,17 

T3 - G50:L50 0,25±0,02 0,22 0,28 0,17±0,01 0,15 0,20 

T4 - G25:L75 0,31±0,01 0,30 0,33 0,13±0,01 0,10 0,16 

— P 

T5 - L100 0,38±0,02 0,34 0,42 0,13±0,01 0,11 0,16 

T1 - G100 0,36±0,01 0,34 0,37 0,14±0,00 0,13 0,15 

T2 - G75:L25 0,29±0,02 0,25 0,32 0,09±0,01 0,07 0,11 

T3 - G50:L50 0,36±0,01 0,34 0,37 0,08±0,01 0,06 0,11 

T4 - G25:L75 0,29±0,02 0,25 0,33 0,12±0,01 0,09 0,15 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 0,30±0,02 0,27 0,34 0,15±0,01 0,12 0,17 
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Actividad Deshidrogenasa (nmol INTF g-1 suelo h-1). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño 
de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados 
son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) 
y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 2,88±0,15 2,59 3,17 2,06±0,39 1,29 2,82 

T2 - G75:L25 0,80±0,08 0,64 0,96 1,88±0,40 1,08 2,67 

T3 - G50:L50 1,07±0,09 0,90 1,24 1,88±0,43 1,04 2,73 

T4 - G25:L75 1,22±0,35 0,54 1,91 1,27±0,37 0,55 1,99 

— P 

T5 - L100 0,79±0,14 0,52 1,07 1,55±0,29 0,97 2,13 

T1 - G100 1,81±0,13 1,56 2,07 3,56±0,51 2,55 4,57 

T2 - G75:L25 1,21±0,27 0,69 1,73 1,42±0,42 0,60 2,25 

T3 - G50:L50 0,88±0,04 0,81 0,95 1,80±0,31 1,19 2,41 

T4 - G25:L75 1,09±0,11 0,86 1,31 1,37±0,23 0,92 1,82 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 1,33±0,18 0,97 1,68 1,32±0,19 0,95 1,68 

T1 - G100 1,22±0,07 1,08 1,36 4,16±0,35 3,47 4,85 

T2 - G75:L25 0,86±0,04 0,78 0,94 3,29±0,35 2,60 3,99 

T3 - G50:L50 0,99±0,03 0,94 1,05 2,77±0,14 2,50 3,03 

T4 - G25:L75 1,51±0,10 1,31 1,71 3,83±0,32 3,19 4,46 

— P 

T5 - L100 1,03±0,11 0,81 1,26 3,12±0,36 2,42 3,83 

T1 - G100 1,18±0,05 1,08 1,29 4,77±0,25 4,27 5,26 

T2 - G75:L25 0,98±0,09 0,81 1,15 4,03±0,24 3,56 4,49 

T3 - G50:L50 1,13±0,07 1,00 1,27 2,99±0,29 2,43 3,55 

T4 - G25:L75 0,91±0,06 0,80 1,02 2,50±0,34 1,83 3,17 

Verano 

+ P 

T5 - L100 0,92±0,08 0,77 1,07 2,70±0,15 2,41 2,99 

T1 - G100 1,58±0,10 1,39 1,78 1,80±0,19 1,43 2,17 

T2 - G75:L25 2,20±0,09 2,03 2,37 1,94±0,26 1,42 2,46 

T3 - G50:L50 1,63±0,08 1,48 1,78 1,67±0,21 1,26 2,07 

T4 - G25:L75 1,91±0,10 1,71 2,11 1,96±0,19 1,59 2,32 

— P 

T5 - L100 1,40±0,21 0,99 1,81 1,27±0,07 1,13 1,42 

T1 - G100 1,34±0,12 1,10 1,58 1,81±0,04 1,74 1,88 

T2 - G75:L25 1,75±0,18 1,39 2,11 1,23±0,08 1,07 1,39 

T3 - G50:L50 1,56±0,12 1,33 1,78 1,22±0,06 1,09 1,34 

T4 - G25:L75 1,66±0,06 1,55 1,78 1,05±0,06 0,93 1,17 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 1,18±0,07 1,05 1,31 1,36±0,10 1,17 1,55 
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Mineralización de Nitrógeno (μg N g-1 suelo dia-1). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de 
los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son 
la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y 
superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 0,42±0,05 0,33 0,52 0,13±0,04 0,05 0,20 

T2 - G75:L25 0,62±0,09 0,44 0,80 0,27±0,01 0,24 0,29 

T3 - G50:L50 0,67±0,05 0,57 0,76 0,34±0,04 0,26 0,42 

T4 - G25:L75 0,69±0,04 0,61 0,76 0,33±0,06 0,21 0,46 

— P 

T5 - L100 0,96±0,01 0,94 0,98 0,35±0,08 0,19 0,51 

T1 - G100 0,22±0,11 0,00 0,45 0,07±0,03 0,01 0,12 

T2 - G75:L25 0,79±0,03 0,74 0,85 0,29±0,02 0,25 0,33 

T3 - G50:L50 0,88±0,13 0,63 1,13 0,29±0,05 0,18 0,39 

T4 - G25:L75 0,65±0,05 0,54 0,76 0,28±0,01 0,25 0,31 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 0,84±0,01 0,82 0,86 0,39±0,01 0,37 0,42 

T1 - G100 0,09±0,04 0,01 0,16 0,04±0,01 0,02 0,06 

T2 - G75:L25 0,31±0,06 0,20 0,42 0,14±0,02 0,10 0,18 

T3 - G50:L50 0,16±0,03 0,10 0,23 0,09±0,02 0,05 0,12 

T4 - G25:L75 0,27±0,04 0,20 0,34 0,10±0,03 0,05 0,15 

— P 

T5 - L100 0,47±0,09 0,29 0,66 0,16±0,03 0,11 0,21 

T1 - G100 0,05±0,04 -0,03 0,13 0,07±0,03 0,00 0,13 

T2 - G75:L25 0,29±0,13 0,04 0,55 0,11±0,01 0,10 0,13 

T3 - G50:L50 0,23±0,02 0,18 0,28 0,13±0,01 0,10 0,15 

T4 - G25:L75 0,21±0,02 0,17 0,25 0,15±0,03 0,10 0,20 

Verano 

+ P 

T5 - L100 0,32±0,07 0,19 0,45 0,09±0,01 0,07 0,11 

T1 - G100 0,03±0,02 0,00 0,07 0,09±0,03 0,04 0,15 

T2 - G75:L25 0,16±0,02 0,12 0,21 0,20±0,02 0,16 0,23 

T3 - G50:L50 0,31±0,05 0,21 0,42 0,27±0,03 0,21 0,33 

T4 - G25:L75 0,17±0,03 0,11 0,24 0,27±0,03 0,21 0,33 

— P 

T5 - L100 0,29±0,01 0,26 0,32 0,27±0,02 0,22 0,31 

T1 - G100 0,04±0,01 0,01 0,06 0,13±0,03 0,07 0,19 

T2 - G75:L25 0,20±0,04 0,11 0,28 0,21±0,02 0,17 0,24 

T3 - G50:L50 0,21±0,01 0,19 0,23 0,27±0,05 0,17 0,36 

T4 - G25:L75 0,29±0,01 0,28 0,31 0,34±0,02 0,30 0,39 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 0,38±0,03 0,33 0,44 0,25±0,03 0,18 0,32 
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Respiración basal del suelo (μg C-CO2 g-1 suelo dia-1). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y 
otoño de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores 
expresados son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites 
inferior (L. I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 12,92±1,67 9,65 16,18 17,34±0,55 16,26 18,43 

T2 - G75:L25 18,89±3,25 12,53 25,25 14,30±0,80 12,74 15,86 

T3 - G50:L50 17,41±2,17 13,15 21,66 18,25±0,13 18,00 18,49 

T4 - G25:L75 21,35±1,68 18,07 24,64 15,21±0,63 13,97 16,45 

— P 

T5 - L100 15,02±1,53 12,02 18,02 13,05±0,42 12,23 13,87 

T1 - G100 25,06±0,14 24,79 25,33 19,87±0,50 18,89 20,84 

T2 - G75:L25 19,81±1,25 17,37 22,25 15,05±0,77 13,54 16,55 

T3 - G50:L50 18,10±0,45 17,21 18,98 13,65±0,87 11,94 15,36 

T4 - G25:L75 16,95±2,14 12,76 21,14 13,38±0,40 12,61 14,16 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 16,86±3,76 9,49 24,23 13,00±0,73 11,57 14,42 

T1 - G100 12,45±1,28 9,94 14,97 15,86±0,88 14,14 17,58 

T2 - G75:L25 11,20±0,69 9,85 12,54 12,77±1,13 10,54 14,99 

T3 - G50:L50 12,85±0,41 12,04 13,65 17,53±0,36 16,83 18,24 

T4 - G25:L75 14,09±0,58 12,95 15,22 12,71±0,53 11,68 13,74 

— P 

T5 - L100 13,38±0,76 11,89 14,87 12,97±0,54 11,91 14,03 

T1 - G100 10,84±0,84 9,19 12,49 12,63±1,15 10,39 14,88 

T2 - G75:L25 14,15±1,28 11,64 16,67 16,75±1,46 13,89 19,61 

T3 - G50:L50 15,60±1,50 12,66 18,53 13,42±0,56 12,33 14,51 

T4 - G25:L75 10,91±1,42 8,13 13,70 14,85±2,10 10,73 18,96 

Verano 

+ P 

T5 - L100 6,99±0,46 6,09 7,90 12,46±0,19 12,09 12,83 

T1 - G100 8,24±1,03 6,22 10,25 8,61±0,18 8,26 8,96 

T2 - G75:L25 10,06±0,21 9,65 10,48 8,90±0,25 8,42 9,39 

T3 - G50:L50 11,08±1,29 8,56 13,61 8,32±0,19 7,94 8,70 

T4 - G25:L75 7,61±1,50 4,68 10,55 12,76±0,08 12,60 12,93 

— P 

T5 - L100 11,29±0,95 9,42 13,15 13,63±0,51 12,64 14,63 

T1 - G100 7,19±0,37 6,45 7,92 9,34±0,52 8,32 10,37 

T2 - G75:L25 6,52±0,61 5,32 7,71 11,68±0,28 11,13 12,23 

T3 - G50:L50 8,39±0,56 7,29 9,50 4,92±0,46 4,01 5,82 

T4 - G25:L75 13,19±1,38 10,50 15,89 12,06±0,29 11,50 12,63 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 9,65±0,44 8,79 10,50 11,42±0,76 9,93 12,91 
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Coeficiente metabólico (qCO2). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de los años 2009 y 
2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son la media ± el 
error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y superior (L. S.) 
del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 16,44±2,00 12,53 20,35 20,26±3,40 13,59 26,93 

T2 - G75:L25 27,58±4,16 18,55 36,62 24,52±3,25 18,15 30,90 

T3 - G50:L50 25,23±3,49 18,40 32,07 22,37±3,25 16,50 29,24 

T4 - G25:L75 32,40±3,60 25,35 39,45 23,32±2,77 17,89 28,74 

— P 

T5 - L100 28,31±4,75 19,00 37,61 19,88±1,85 16,25 23,50 

T1 - G100 26,04±1,10 23,87 28,20 24,75±5,68 13,61 35,89 

T2 - G75:L25 26,24±1,63 23,05 29,42 21,04±4,04 13,13 28,95 

T3 - G50:L50 30,00±0,87 28,30 31,70 21,72±2,46 16,90 26,54 

T4 - G25:L75 23,30±2,80 17,81 28,79 19,89±3,25 13,51 26,27 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 24,48±5,74 13,24 35,72 22,55±4,26 14,21 30,89 

T1 - G100 17,56±1,47 14,69 20,43 19,27±2,04 15,28 23,26 

T2 - G75:L25 20,78±0,42 19,96 21,60 29,43±5,82 18,02 40,84 

T3 - G50:L50 22,21±2,07 18,15 26,26 26,49±0,64 25,25 27,74 

T4 - G25:L75 28,27±4,11 20,21 36,34 22,75±3,75 15,40 30,09 

— P 

T5 - L100 44,14±15,48 13,79 74,49 30,95±9,24 12,83 49,06 

T1 - G100 13,32±1,71 9,97 16,66 12,52±2,46 7,70 17,34 

T2 - G75:L25 23,66±4,40 15,03 32,29 26,97±4,44 18,27 35,68 

T3 - G50:L50 41,05±4,11 33,00 49,10 23,69±6,87 10,22 37,16 

T4 - G25:L75 19,64±3,47 12,83 26,44 25,72±4,96 16,01 35,43 

Verano 

+ P 

T5 - L100 12,20±1,48 9,31 15,10 26,28±1,09 24,14 28,43 

T1 - G100 15,46±4,84 5,97 24,94 8,00±1,21 5,62 10,38 

T2 - G75:L25 16,09±1,61 12,94 19,24 17,01±2,15 12,80 21,23 

T3 - G50:L50 22,27±1,97 18,42 26,13 15,70±1,22 13,32 18,08 

T4 - G25:L75 13,00±2,46 8,18 17,82 27,02±3,72 19,72 34,32 

— P 

T5 - L100 20,68±1,82 17,11 24,25 24,48±1,93 20,69 28,28 

T1 - G100 8,30±0,83 6,67 9,93 8,60±1,22 6,21 10,99 

T2 - G75:L25 10,86±0,55 9,79 11,94 20,15±2,48 15,28 25,02 

T3 - G50:L50 15,80±2,96 10,00 21,59 11,86±1,98 7,99 15,73 

T4 - G25:L75 22,56±3,23 16,22 28,90 18,88±1,62 15,71 22,05 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 22,77±4,82 13,32 32,22 22,42±2,62 17,29 27,55 
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Carbono total (g C 100 g-1 suelo). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de los años 2009 y 
2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son la media ± el 
error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y superior (L. S.) del 
intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 0,69±0,01 0,67 0,72 0,74±0,02 0,70 0,78 

T2 - G75:L25 0,72±0,03 0,66 0,78 0,70±0,04 0,62 0,78 

T3 - G50:L50 0,73±0,01 0,72 0,74 0,77±0,04 0,70 0,84 

T4 - G25:L75 0,71±0,03 0,66 0,76 0,75±0,04 0,67 0,83 

— P 

T5 - L100 0,74±0,02 0,71 0,78 0,77±0,01 0,74 0,79 

T1 - G100 0,74±0,03 0,68 0,81 0,75±0,05 0,66 0,84 

T2 - G75:L25 0,71±0,02 0,67 0,75 0,74±0,03 0,68 0,80 

T3 - G50:L50 0,70±0,03 0,64 0,75 0,68±0,04 0,60 0,77 

T4 - G25:L75 0,71±0,04 0,62 0,79 0,76±0,02 0,71 0,81 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 0,69±0,02 0,65 0,74 0,75±0,01 0,73 0,78 

T1 - G100 0,80±0,03 0,74 0,85 0,82±0,05 0,72 0,92 

T2 - G75:L25 0,75±0,03 0,70 0,81 0,79±0,06 0,67 0,91 

T3 - G50:L50 0,76±0,02 0,73 0,80 0,83±0,01 0,81 0,84 

T4 - G25:L75 0,76±0,02 0,72 0,80 0,69±0,02 0,65 0,74 

— P 

T5 - L100 0,78±0,04 0,69 0,87 0,77±0,02 0,73 0,82 

T1 - G100 0,73±0,03 0,67 0,78 0,75±0,03 0,69 0,81 

T2 - G75:L25 0,71±0,05 0,62 0,80 0,83±0,02 0,78 0,88 

T3 - G50:L50 0,75±0,05 0,65 0,84 0,75±0,04 0,69 0,82 

T4 - G25:L75 0,77±0,06 0,66 0,88 0,82±0,04 0,74 0,89 

Verano 

+ P 

T5 - L100 0,80±0,01 0,77 0,83 0,79±0,05 0,70 0,88 

T1 - G100 0,72±0,03 0,66 0,79 0,76±0,11 0,55 0,97 

T2 - G75:L25 0,79±0,04 0,72 0,86 0,81±0,07 0,67 0,94 

T3 - G50:L50 0,79±0,03 0,72 0,85 0,88±0,05 0,77 0,98 

T4 - G25:L75 0,79±0,06 0,68 0,91 0,85±0,04 0,78 0,93 

— P 

T5 - L100 0,83±0,04 0,75 0,92 0,81±0,05 0,71 0,92 

T1 - G100 0,78±0,06 0,66 0,90 0,82±0,10 0,62 1,02 

T2 - G75:L25 0,75±0,02 0,72 0,79 0,95±0,06 0,83 1,06 

T3 - G50:L50 0,81±0,04 0,72 0,89 0,72±0,03 0,67 0,77 

T4 - G25:L75 0,83±0,03 0,77 0,88 0,96±0,03 0,89 1,02 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 0,79±0,05 0,70 0,88 0,87±0,05 0,77 0,97 
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Nitrógeno total (g N 100 g-1 suelo). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de los años 2009 y 
2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son la media ± el 
error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y superior (L. S.) del 
intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 0,08±0,001 0,07 0,08 0,08±0,001 0,07 0,08 

T2 - G75:L25 0,08±0,003 0,07 0,09 0,08±0,003 0,08 0,09 

T3 - G50:L50 0,08±0,001 0,08 0,08 0,09±0,003 0,08 0,09 

T4 - G25:L75 0,08±0,003 0,07 0,09 0,08±0,004 0,08 0,09 

— P 

T5 - L100 0,09±0,003 0,08 0,09 0,09±0,001 0,08 0,09 

T1 - G100 0,08±0,003 0,07 0,09 0,08±0,003 0,07 0,08 

T2 - G75:L25 0,08±0,003 0,07 0,08 0,08±0,003 0,07 0,09 

T3 - G50:L50 0,08±0,003 0,07 0,08 0,08±0,003 0,07 0,08 

T4 - G25:L75 0,08±0,003 0,08 0,09 0,08±0,002 0,08 0,09 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 0,08±0,001 0,08 0,08 0,08±0,001 0,08 0,09 

T1 - G100 0,07±0,001 0,07 0,07 0,07±0,002 0,07 0,08 

T2 - G75:L25 0,08±0,003 0,07 0,08 0,08±0,003 0,07 0,08 

T3 - G50:L50 0,08±0,002 0,07 0,08 0,08±0,001 0,08 0,08 

T4 - G25:L75 0,07±0,005 0,07 0,08 0,08±0,002 0,07 0,08 

— P 

T5 - L100 0,08±0,005 0,07 0,09 0,08±0,003 0,07 0,09 

T1 - G100 0,07±0,004 0,07 0,08 0,07±0,002 0,07 0,07 

T2 - G75:L25 0,07±0,001 0,07 0,08 0,08±0,003 0,07 0,09 

T3 - G50:L50 0,07±0,003 0,07 0,08 0,08±0,003 0,07 0,08 

T4 - G25:L75 0,08±0,003 0,07 0,09 0,08±0,002 0,08 0,08 

Verano 

+ P 

T5 - L100 0,08±0,002 0,07 0,08 0,08±0,001 0,07 0,08 

T1 - G100 0,07±0,002 0,07 0,08 0,07±0,001 0,07 0,08 

T2 - G75:L25 0,08±0,002 0,07 0,08 0,08±0,003 0,08 0,09 

T3 - G50:L50 0,08±0,001 0,08 0,08 0,08±0,002 0,07 0,08 

T4 - G25:L75 0,08±0,003 0,07 0,08 0,08±0,005 0,07 0,09 

— P 

T5 - L100 0,09±0,004 0,08 0,09 0,08±0,002 0,08 0,09 

T1 - G100 0,07±0,001 0,07 0,08 0,07±0,003 0,07 0,08 

T2 - G75:L25 0,08±0,002 0,07 0,08 0,08±0,004 0,07 0,09 

T3 - G50:L50 0,08±0,004 0,07 0,08 0,08±0,003 0,07 0,08 

T4 - G25:L75 0,08±0,002 0,08 0,08 0,08±0,003 0,08 0,09 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 0,08±0,001 0,08 0,08 0,08±0,003 0,07 0,09 
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Nitrato asimilable (μg N-NO3 g-1 suelo). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de los años 
2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son la media ± 
el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y superior (L. S.) 
del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 0,66±0,06 0,55 0,77 1,29±0,16 0,97 1,60 

T2 - G75:L25 1,81±0,35 1,11 2,50 11,17±0,77 9,66 12,67 

T3 - G50:L50 3,66±0,91 1,88 5,44 14,56±1,63 11,37 17,76 

T4 - G25:L75 4,42±0,20 4,02 4,82 15,91±3,04 9,95 21,87 

— P 

T5 - L100 10,32±0,59 9,15 11,48 20,67±2,37 16,02 25,33 

T1 - G100 0,70±0,08 0,55 0,86 1,45±0,37 0,73 2,17 

T2 - G75:L25 2,08±0,40 1,31 2,86 11,94±0,64 10,68 13,20 

T3 - G50:L50 2,98±0,69 1,62 4,33 15,32±1,92 11,56 19,08 

T4 - G25:L75 4,37±1,24 1,94 6,80 11,48±0,66 10,18 12,78 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 10,14±0,66 8,85 11,42 20,20±0,73 18,78 21,63 

T1 - G100 0,92±0,05 0,82 1,03 3,08±0,20 2,69 3,47 

T2 - G75:L25 14,37±0,84 12,72 16,02 10,02±0,36 9,31 10,74 

T3 - G50:L50 12,61±1,67 9,34 15,88 11,57±1,22 9,17 13,97 

T4 - G25:L75 14,88±4,16 6,73 23,02 10,54±1,16 8,26 12,81 

— P 

T5 - L100 11,64±2,60 6,54 16,74 11,93±0,71 10,54 13,31 

T1 - G100 2,20±0,73 0,77 3,63 2,35±0,22 1,91 2,78 

T2 - G75:L25 10,87±1,20 8,51 13,22 8,10±0,75 6,63 9,57 

T3 - G50:L50 11,26±0,89 9,51 13,02 10,30±0,99 8,36 12,24 

T4 - G25:L75 11,45±2,78 6,01 16,90 11,04±0,79 9,48 12,60 

Verano 

+ P 

T5 - L100 15,71±0,67 14,39 17,03 10,60±0,78 9,08 12,13 

T1 - G100 1,13±0,06 1,02 1,24 0,50±0,05 0,40 0,60 

T2 - G75:L25 11,40±1,35 8,76 14,04 8,81±1,07 6,70 10,91 

T3 - G50:L50 5,93±0,44 5,07 6,79 9,86±1,66 6,61 13,11 

T4 - G25:L75 9,85±0,65 8,58 11,13 9,82±0,92 8,01 11,63 

— P 

T5 - L100 9,93±0,69 8,57 11,28 10,39±1,02 8,40 12,39 

T1 - G100 1,66±0,14 1,39 1,93 1,01±0,27 0,49 1,54 

T2 - G75:L25 6,62±1,14 4,39 8,85 7,92±0,66 6,62 9,22 

T3 - G50:L50 8,53±0,43 7,69 9,36 8,44±1,16 6,17 10,72 

T4 - G25:L75 6,73±1,15 4,48 8,97 8,22±0,83 6,58 9,85 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 8,42±1,28 5,91 10,93 8,89±0,62 7,68 10,09 
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Nitrógeno amoniacal asimilable (μg N-NH4 g-1 suelo). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño 
de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados 
son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y 
superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 6,1±0,05 5,97 6,21 6,65±0,65 5,44 7,90 

T2 - G75:L25 8,85±1,35 6,21 11,44 6,25±0,65 4,97 7,50 

T3 - G50:L50 6,95±0,85 5,32 8,62 7,8±0,6 6,60 8,96 

T4 - G25:L75 13,7±2,4 9,03 18,36 7,75±1,75 4,35 11,18 

— P 

T5 - L100 6,85±0,25 6,32 7,33 7,55±0,75 6,13 9,00 

T1 - G100 5,65±0,15 5,40 5,90 8,35±1,5 5,42 11,29 

T2 - G75:L25 6,8±0,2 6,43 7,21 7,1±0,9 5,29 8,87 

T3 - G50:L50 6,8±0,2 6,45 7,18 7,5±0,95 5,63 9,42 

T4 - G25:L75 6,25±0,05 6,17 6,35 6,95±0,7 5,62 8,28 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 6,9±0,1 6,68 7,13 6,95±0,2 6,58 7,30 

T1 - G100 1,85±0,35 1,22 2,49 5,6±0,6 4,41 6,80 

T2 - G75:L25 1,8±0,4 1,04 2,58 6,05±0,25 5,52 6,59 

T3 - G50:L50 2,85±0,6 1,69 4,04 5,85±0,15 5,58 6,13 

T4 - G25:L75 2,25±0,4 1,41 3,06 5,8±0,25 5,29 6,36 

— P 

T5 - L100 2,05±0,3 1,47 2,63 5,35±0,2 4,95 5,74 

T1 - G100 2,05±0,4 1,26 2,86 5,85±0,4 5,11 6,58 

T2 - G75:L25 2,85±0,8 1,33 4,39 5,9±0,45 5,03 6,75 

T3 - G50:L50 2±0,75 0,53 3,51 5,8±0,4 5,02 6,59 

T4 - G25:L75 2,7±0,5 1,73 3,70 5,9±0,15 5,60 6,17 

Verano 

+ P 

T5 - L100 2±0,4 1,21 2,76 5,45±0,4 4,68 6,21 

T1 - G100 3,3±0,45 2,44 4,16 2,75±0,15 2,47 3,05 

T2 - G75:L25 4,35±1,25 1,92 6,82 3,35±0,35 2,64 4,10 

T3 - G50:L50 4,65±0,1 4,42 4,88 2,55±0,2 2,17 2,95 

T4 - G25:L75 3,35±0,1 3,16 3,55 3,25±0,35 2,55 3,98 

— P 

T5 - L100 3,2±0,35 2,58 3,85 3,1±0,25 2,60 3,56 

T1 - G100 3,15±0,35 2,47 3,84 2,75±0,2 2,35 3,17 

T2 - G75:L25 3,9±0,55 2,83 4,94 3,15±0,6 1,99 4,34 

T3 - G50:L50 3,5±0,1 3,32 3,65 2,95±0,25 2,50 3,42 

T4 - G25:L75 4,15±0,3 3,61 4,73 3,55±0,4 2,77 4,36 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 4,15±0,5 3,19 5,07 2,6±0,2 2,25 2,94 
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Fósforo inorgánico asimilable (μg P g-1 suelo). Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de 
los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados 
son la media ± el error estándar de la media (ESM) de cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. 
I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 28,51±3,64 21,38 35,65 28,11±2,45 23,30 32,92 

T2 - G75:L25 25,27±5,18 15,11 35,43 18,04±3,54 11,11 24,97 

T3 - G50:L50 23,82±3,88 16,22 31,43 16,68±3,02 10,76 22,60 

T4 - G25:L75 23,17±3,93 15,46 30,88 14,78±2,52 9,85 19,72 

— P 

T5 - L100 29,36±5,22 19,12 39,60 18,86±4,46 10,11 27,61 

T1 - G100 35,33±2,89 29,66 41,00 59,48±3,98 51,69 67,28 

T2 - G75:L25 33,99±3,96 26,23 41,74 36,21±5,33 25,77 46,66 

T3 - G50:L50 32,78±4,62 23,72 41,83 37,36±7,80 22,07 52,66 

T4 - G25:L75 40,14±5,79 28,79 51,49 41,87±3,80 34,42 49,33 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 22,82±0,89 21,08 24,57 37,92±1,23 35,51 40,32 

T1 - G100 28,60±2,43 23,84 33,36 29,27±4,28 20,88 37,66 

T2 - G75:L25 27,93±5,96 16,24 39,62 23,57±7,39 9,08 38,06 

T3 - G50:L50 24,38±3,51 17,51 31,26 23,66±1,16 21,39 25,93 

T4 - G25:L75 24,98±4,30 16,55 33,41 26,81±3,82 19,33 34,30 

— P 

T5 - L100 38,07±6,46 25,40 50,73 15,48±3,97 7,69 23,27 

T1 - G100 39,85±3,47 33,05 46,66 69,48±10,08 49,72 89,25 

T2 - G75:L25 41,68±5,44 31,02 52,34 46,80±4,11 38,75 54,85 

T3 - G50:L50 37,35±5,33 26,91 47,79 51,09±12,31 26,96 75,21 

T4 - G25:L75 39,43±4,06 31,47 47,39 50,89±5,76 39,61 62,18 

Verano 

+ P 

T5 - L100 32,53±0,28 31,97 33,09 30,10±5,40 19,52 40,68 

T1 - G100 30,42±4,81 20,99 39,85 30,81±5,01 21,00 40,62 

T2 - G75:L25 22,74±2,97 16,93 28,56 19,00±2,84 13,43 24,56 

T3 - G50:L50 21,07±2,69 15,79 26,35 31,68±7,65 16,69 46,66 

T4 - G25:L75 19,43±1,66 16,18 22,67 13,98±2,17 9,72 18,24 

— P 

T5 - L100 19,99±4,50 11,17 28,81 21,10±8,40 4,63 37,57 

T1 - G100 54,50±4,65 45,38 63,61 63,74±6,11 51,76 75,72 

T2 - G75:L25 33,33±3,80 25,88 40,78 40,71±3,90 33,07 48,34 

T3 - G50:L50 42,36±7,47 27,72 57,01 38,66±8,70 21,61 55,71 

T4 - G25:L75 47,40±2,56 42,38 52,42 57,54±10,70 36,56 78,52 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 45,34±6,25 33,10 57,58 68,55±8,97 50,97 86,12 
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pH. Valores obtenidos en los muestreos de primavera, verano y otoño de los años 2009 y 2010, ordenados por tratamiento 
de cobertura vegetal y fertilización fosfórica. Los valores expresados son la media ± el error estándar de la media (ESM) de 
cuatro parcelas experimentales (n = 4), y los límites inferior (L. I.) y superior (L. S.) del intervalo de confianza de la media 
a un nivel de probabilidad del 95%. 

año 2009 año 2010 

Intervalo de Confianza (95%) Intervalo de Confianza (95%) Estación Fertilización Tratamiento 
Media ± ESM 

L. I. L. S.  
Media ± ESM 

L. I. L. S.  

T1 - G100 7,18±0,06 7,06 7,30 7,18±0,06 7,06 7,29 

T2 - G75:L25 7,07±0,11 6,86 7,28 7,02±0,06 6,90 7,14 

T3 - G50:L50 6,99±0,13 6,73 7,25 6,95±0,06 6,83 7,08 

T4 - G25:L75 6,97±0,04 6,89 7,05 6,84±0,04 6,75 6,92 

— P 

T5 - L100 6,93±0,05 6,83 7,03 6,80±0,16 6,49 7,10 

T1 - G100 7,13±0,02 7,10 7,16 7,16±0,04 7,09 7,23 

T2 - G75:L25 6,96±0,09 6,79 7,12 6,89±0,12 6,66 7,11 

T3 - G50:L50 7,00±0,05 6,90 7,09 6,89±0,07 6,76 7,03 

T4 - G25:L75 6,96±0,09 6,77 7,14 6,84±0,10 6,65 7,03 

Primavera 

+ P 

T5 - L100 6,89±0,07 6,74 7,03 6,75±0,05 6,66 6,84 

T1 - G100 7,39±0,03 7,32 7,45 7,41±0,07 7,28 7,53 

T2 - G75:L25 6,98±0,08 6,83 7,13 7,14±0,10 6,94 7,34 

T3 - G50:L50 7,14±0,06 7,03 7,25 7,07±0,02 7,03 7,12 

T4 - G25:L75 7,02±0,09 6,84 7,19 7,20±0,02 7,15 7,24 

— P 

T5 - L100 6,99±0,05 6,89 7,09 7,05±0,04 6,96 7,13 

T1 - G100 7,37±0,03 7,31 7,44 7,34±0,05 7,25 7,43 

T2 - G75:L25 6,94±0,12 6,70 7,18 7,06±0,02 7,03 7,09 

T3 - G50:L50 7,13±0,05 7,03 7,23 7,09±0,05 6,99 7,18 

T4 - G25:L75 7,01±0,10 6,80 7,21 7,00±0,09 6,82 7,18 

Verano 

+ P 

T5 - L100 7,02±0,03 6,96 7,07 7,04±0,08 6,89 7,19 

T1 - G100 7,71±0,05 7,60 7,81 7,52±0,08 7,36 7,68 

T2 - G75:L25 7,41±0,11 7,20 7,62 7,33±0,06 7,20 7,45 

T3 - G50:L50 7,36±0,09 7,18 7,54 7,31±0,08 7,14 7,48 

T4 - G25:L75 7,45±0,04 7,38 7,53 7,17±0,07 7,04 7,30 

— P 

T5 - L100 7,46±0,10 7,27 7,66 7,18±0,08 7,03 7,33 

T1 - G100 7,54±0,04 7,47 7,62 7,47±0,05 7,38 7,56 

T2 - G75:L25 7,44±0,05 7,34 7,53 7,15±0,06 7,02 7,27 

T3 - G50:L50 7,40±0,02 7,37 7,43 7,14±0,08 6,99 7,29 

T4 - G25:L75 7,29±0,07 7,15 7,43 7,09±0,08 6,93 7,24 

Otoño 

+ P 

T5 - L100 7,19±0,03 7,14 7,24 7,16±0,08 7,00 7,32 



 171

 
 

Parámetros del suelo (marzo de 2008). Determinaciones realizadas sobre 
muestras representativas del suelo donde se establecerían las parcelas 
experimentales. Los valores expresados son la media y el error estándar de la 
media (ESM) (n = 4). 

Determinaciones  unidades media ESM 

P mg kg-1 35,33 1,546 

Ca mg kg-1 1516,08 88,876 

Mg mg kg-1 244,93 28,365 

elementos asimilables 

K mg kg-1 64,33 4,200 

Ca2+ cmol (+) kg-1 7,66 0,168 

Mg2+ cmol (+) kg-1 1,75 0,163 

K+ cmol (+) kg-1 0,43 0,007 

Na+ cmol (+) kg-1 0,77 0,011 

cationes de cambio 

NH4
+ cmol (+) kg-1 9,13 0,571 

pH (en agua)  7,01 0,019 

Materia orgánica % 1,24 0,043 

C % 0,72 0,025 

N % 0,08 0,003 

otras determinaciones 

C/N   9,32 0,107 

 Análisis mecánico    

CaCO3 % 0,10 0,002 carbonatos y M.O. 

Materia orgánica % 1,22 0,010 

Limo % 5,74 0,213 

Arcilla % 20,60 1,700 

Arena gruesa % 25,47 2,194 

fracciones 

Arena fina % 47,93 0,300 

Total mineral % 99,74 0,406 totales 
Total 
mineral+MO+CaCO3 % 101,06 0,398 
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