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RESUMEN 

 

La materia orgánica contenida en el suelo de los bosques es el segundo almacén de 

carbono (C) más grande en la Tierra. La principal vía por la que el C se pierde del 

suelo del ecosistema es como CO2 proveniente de la respiración autótrofa (raíces) y la 

heterótrofa (microorganismos) por mineralización de la materia orgánica del suelo 

(MOS). La tasa de mineralización de la MOS es regulada en gran parte por su calidad 

química, por la temperatura y por la disponibilidad de agua. En este trabajo se midió la 

cantidad de CO2 liberado por la respiración de los microorganismos del suelo de dos 

bosques templados con diferentes condiciones de humedad (precipitación anual 

promedio de 800 mm vs. 1400 mm) y se exploró experimentalmente si la 

mineralización de la MOS está limitada por una fuente de energía (C lábil) o de 

nutrimentos [nitrógeno (N) y/o fósforo (P)]. Con tal finalidad, se tomaron muestras del 

suelo durante la estación seca y durante la estación húmeda, a dos profundidades: 0 a 5 

y 25 a 30 cm. En el laboratorio las muestras de suelo se secaron, se tamizaron y se 

incubaron durante 70 días a 25 °C y capacidad de campo, fertilizándolas previamente 

una única vez con +C (dextrosa; 495 μg C g-1 suelo), +N (nitrato de amonio; 49.5 μg N 

g-1 suelo), +P (ortofosfato; 6.18 μg P g-1 suelo) y +CNP (en la misma concentración). 

Los resultados mostraron una mayor mineralización de la MOS en suelos recolectados 

durante la estación seca que en aquellos obtenidos en la estación de lluvias. La 

mineralización de la MOS estuvo limitada por falta de C lábil y no fue favorecida por 

el incremento de nutrimentos en ninguna de las dos profundidades. 

 



 

 

ABSTRACT 

 

The organic mater in the forests soil is the second biggest storage of carbon (C) on 

earth. The principal way of losing C from the ecosystem soil is as CO2 resulting from 

autotrophic (roots) and heterotrophic (microorganisms) respiration by mineralization of 

organic mater soil (MOS). The mineralization rate of MOS is regulated mostly by the 

chemistry quality, temperature and water availability. In this work the quantity of CO2 

released through respiration of microorganisms from soil of two different temperate 

forests with different humidity condition (annual precipitation average of 800 mm vs. 

1400 mm) was measured and it was explored experimentally if the mineralization of 

MOS is limited by a source of energy (labile C) or of nutrients [nitrogen (N) and/or 

phosphorous (P)]. With this finality, samples were taken from the soil during the dry 

season and humid season, within two different profundities: 0 to 5 and 25 to 30 cm. In 

the laboratory the soil samples were dried, were sieved and incubated within 70 days at 

25 °C and field capacity, fertilizing previously only once with +C (dextrose; 495 μg 

Cg-1 soil), +N (ammonium nitrate; 49.5 μg N g-1 soil), +P (orthophosphate; 6.18 μg P 

g-1 soil) y +CNP (in the same concentration). 

The results showed a mayor MOS mineralization in the soils collected during dry 

season than in those collected in humid season. The MOS mineralization was limited 

for the absence of labile C and was not favored for the increasing in nutrients in any of 

the depth. 
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1. INTRODUCCIÓN 

La materia orgánica del suelo (MOS) es una fuente de nutrimentos para las 

plantas durante su mineralización, y los compuestos intermedios y finales de la 

mineralización contribuyen a la estabilización de la estructura del suelo. La MOS 

también desempeña un papel central en el intercambio suelo-atmósfera de los gases con 

efecto invernadero (Grandy y Neff, 2008). Por ello, en el contexto del cambio climático 

global, la MOS ha llamado la atención por su importancia como fuente o sumidero del 

dióxido de carbono (CO2) atmosférico (King et al., 1997; Smith et al., 1997). Se estima 

que hay aproximadamente 1500-2000 Pg (1 Pg = 1015g) de carbono (C) almacenado en 

los suelos del mundo y la cifra es mayor si se considera profundidades de 2-3 m, aunque 

en este caso se incorpora el C inorgánico allí acumulado (Schlesinger, 1997). La 

disponibilidad de C, de nitrógeno (N), de fósforo (P) y su circulación en los ecosistemas 

depende en gran medida de la actividad de los microorganismos, en su necesidad 

constante por fuentes de energía y nutrimentos (Doran et al., 1999). 

La fuente primaria de la MOS es la muerte de tejidos vegetales y su 

descomposición (Weltzin et al., 2005; Pandey et al., 2007). Estos residuos sufren la 

degradación microbiana, catalizada por múltiples sistemas enzimáticos, muchos de los 

cuales participan en reacciones secundarias, que llevan a la formación de nuevos 

compuestos o resíntesis de moléculas grandes (con pesos moleculares de 2000 a 300000 

g mol-1; Mathers et al., 2000; Spaccini et al., 2000) y estructuralmente complejas 

(Nierop et al., 2001; Grandy y Neff, 2008).  

La cantidad de MOS presente en los suelos está determinada por la cantidad de 

tejido vegetal fresco que entra al suelo, la muerte de las raíces, la cantidad de C que es 

humificado y por las pérdidas de C en forma gaseosa (i.e. CO2 y metano), así como por 

erosión y por lixiviación del C orgánico disuelto (Kemmitt et al., 2008). 
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La concentración de la MOS varía de 0.2% en los desiertos a más de 80% en los 

histosoles (Smith, 1994). La concentración de la MOS, i.e. fuente de energía, dicta el 

tamaño de la población microbiana y es esta relación entre MOS y población 

microbiana la que controla el ciclo de nutrimentos en los ecosistemas terrestres (Smith, 

1994). La descomposición y la estabilización de la MOS están influenciadas por 

factores bióticos (comunidad de desintegradores) y abióticos (humedad, temperatura, 

textura del suelo; Shibu et al., 2006). 

Actualmente nuestro entendimiento de los mecanismos subyacentes de la 

persistencia y estabilización del C del suelo es limitado debido a la gran variedad de 

procesos que controlan la dinámica de la MOS, incluyendo los compuestos de C y sus 

interacciones (Schimel y Weintraub, 2003; Grandy y Neff, 2008). 

Los compartimentos de la materia orgánica del suelo 

La MOS es una mezcla de diversos componentes de origen biótico y en términos 

generales puede clasificarse en viva y no viva (Coleman et al., 1989). El componente 

vivo puede aportar hasta 4% del C orgánico total del suelo e incluye raíces, 

macroorganismos y microorganismos, mientras que la biomasa no viva puede constituir 

hasta 98% del C orgánico total y puede subdividirse en materia macroorgánica y humus 

(Shibu et al., 2006). La materia macroorgánica, comúnmente llamada fracción ligera, 

puede representar 10 - 30% del C orgánico total y en su mayoría consiste de residuos 

vegetales en diferentes estados de descomposición (Shibu et al., 2006). El resto 

corresponde al humus, que consiste de sustancias no húmicas (clases bien definidas de 

compuestos orgánicos como carbohidratos, lípidos y proteínas) y sustancias húmicas 

(compuestos de color oscuro formados por reacciones de síntesis secundaria, de alto 

peso molecular). Estas últimas constan de las fracciones de ácidos húmicos, ácidos 

fúlvicos y huminas; aunque hay una relación con el peso molecular de algunas de ellas, 
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esta separación obedece a un fraccionamiento químico y no está relacionada con la 

funcionalidad de las fracciones, ya que en términos de su conducta o de sus propiedades 

fisicoquímicas no se distinguen claramente (Stevenson, 1994). El contenido de C en el 

humus es aproximadamente de 58%  (Whitmore y Handayanto, 1997). 

En los modelos de simulación que describen la dinámica de la MOS, 

generalmente ésta se divide de forma arbitraria en diferentes fracciones o almacenes que 

se distinguen más por su resistencia a la acción microbiana que por sus características 

químicas (Shibu et al., 2006). Algunos modelos que incorporan fracciones activas, 

lentas y pasivas de la MOS (Fig. 1) han probado ser útiles para explicar y predecir 

cambios reales en los almacenes de la MOS y en las propiedades del suelo (Brady y 

Weil, 2002). Stewart et al. (2008), basándose en características fisicoquímicas, han 

propuesto cuatro compartimentos de C en el suelo: desprotegido, físicamente protegido, 

químicamente protegido y bioquímicamente protegido. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Modelo conceptual que 
reconoce varias fracciones de MOS 
con diferente susceptibilidad a la 
degradación microbiana. (Adaptado 
de Brady y Weil, 2002). 
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La fracción activa de la MOS consiste en materiales que tienen una relación C:N 

relativamente alta (15 a 30) y un tiempo de residencia media de meses a años. Los 

componentes incluyen materia orgánica particulada, polisacáridos y otras sustancias no 

húmicas y algunos ácidos fúlvicos lábiles. Esta fracción proporciona la mayoría del 

material fácilmente asimilable para los microorganismos del suelo. Raramente 

comprende más de 10-20% de la MOS total (Brady y Weil, 2002). 

La fracción de lenta descomposición comprende tejidos vegetales finamente 

divididos, con altos contenidos en lignina y otros componentes de descomposición lenta 

o químicamente resistentes, como la celulosa y la hemicelulosa. La vida media de estos 

materiales en el suelo es de décadas. Esta fracción es una fuente importante de N 

potencialmente mineralizable y otros nutrimentos para las plantas, además de ser la 

fuente esencial de recursos para la biomasa del suelo (Brady y Weil, 2002). Su 

proporción en la MOS es semejante a la fracción activa. 

La fracción pasiva de la MOS consiste en materiales muy estables que 

permanecen en el suelo por cientos a miles de años. Esta fracción incluye la mayor parte 

del humus físicamente protegido en complejos arcilla-humus, la mayoría de las huminas 

y muchos de los ácidos húmicos. Representa entre 60 y 90%  de la MOS en muchos 

suelos (Brady y Weil, 2002). 

La mineralización de la materia orgánica del suelo  

Los microorganismos del suelo (bacterias y hongos) son los agentes activos de la 

descomposición de la MOS (Shibu et al., 2006). Durante la descomposición, la 

población microbiana asimila los sustratos orgánicos complejos como fuente de energía 

y de C para la formación de nueva biomasa estructural, liberando a la solución del suelo 

nutrimentos inorgánicos (Smith, 1994). La descomposición de la MOS es catalizada por 

enzimas extracelulares que son producidas por los microorganismos (Smith, 1994). Esta 
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descomposición brinda entre 70 y 90% de los nutrimentos necesitados anualmente para 

el crecimiento de los bosques (Vogt et al., 1986). La humedad y la temperatura del 

suelo son factores que regulan el proceso de descomposición y liberación de 

nutrimentos (Kelliher et al., 2004; Borken et al., 2006). Asimismo influye la cantidad y 

la calidad de la MOS (Moore et al., 2006; Curiel-Yuste et al., 2007), así como la 

estructura de la comunidad microbiana (Myrold et al., 1989). 

Grandy y Neff (2008) argumentaron que la circulación del C en el suelo, su 

variación entre ecosistemas y la respuesta a los disturbios se debe a la interacción de 

tres componentes principales: (1) la secreción de distintos compuestos químicos por 

parte de las plantas en el suelo, (2) el procesamiento de dichos compuestos por 

comunidades bacterianas y hongos mediante enzimas extracelulares y posterior 

liberación de compuestos a la muerte de los microbios y, (3) la redistribución física y la 

estabilización del C en el suelo, incluyendo el transporte, la adsorción, la absorción y la 

agregación de las partículas del suelo. 

Para describir el proceso de la descomposición con respecto a los cambios 

químicos que suceden, Berg y Laskowski (2006a) presentaron un modelo de tres etapas  

que dividen en temprana, etapa tardía y etapa cercana al humus, cada una de las cuales 

muestra diferentes propiedades funcionales. 

En la etapa temprana tanto el clima como las concentraciones de N, P y S 

desempeñan un papel importante en la susceptibilidad a la descomposición (Berg, 

2000). Las concentraciones de sustancias solubles disminuyen rápidamente (en meses) 

antes de estabilizarse, mientras que las concentraciones de lignina y de nutrimentos 

como N, P y S empiezan a aumentar (Berg, 2000). Durante esta etapa la pérdida de 

biomasa ocurre mediante lixiviación y mineralización (Coleman et al., 2004), y los 

microorganismos que utilizan compuestos fácilmente degradables incrementan 
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rápidamente su biomasa (Pandey et al., 2007). Conforme prosigue el proceso de 

degradación, las condiciones se vuelven menos favorables para los microorganismos 

debido al aumento de las sustancias recalcitrantes y a la disminución de la fuente de 

energía para el crecimiento microbiano (Isaak y Nair, 2005; Pandey et al., 2007).  

Durante el estado de descomposición tardío la degradación de la lignina domina, 

independientemente de la disponibilidad de los nutrimentos (Berg, 2000). En este estado 

se presenta una gran actividad enzimática (Sinsabaugh et al., 1994); sin embargo, 

concentraciones elevadas de N tienen un efecto retardante en la degradación de la 

lignina, lo cual puede ser atribuido a dos mecanismos: (1) el N puede reaccionar con 

restos de lignina creando compuestos aromáticos más recalcitrantes (Berg, 2000), y (2) 

altas concentraciones de N en la solución del suelo suprimen la síntesis de enzimas 

degradadoras de lignina (Luo y Zhou, 2006). 

La disminución en la calidad del sustrato resulta en una sucesión de 

microorganismos capaces de competir por sustratos con una composición química más 

compleja (Berg, 2000). En este estado la población de actinomicetos (bacterias 

filamentosas) aumenta su número en comparación con el resto de las bacterias y hongos 

(Osono y Takeda, 2001).  

En la etapa cercana al humus los efectos inhibitorios que tiene el exceso de N 

sobre la degradación de la lignina continúan, e incluso la degradación puede quedar tan 

limitada que puede llegar a detenerse. Entonces el sustrato ya puede ser considerado 

como humus estable (Berg y Laskowski, 2006a). Los efectos inhibitorios han sido 

atribuidos a cambios en la composición de la comunidad microbiana (disminución en el 

número de basidiomicetos) y a la represión en la producción de ligninasa por parte de 

los hongos (Sinsabaugh et al., 2002). 
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En el suelo la MO puede quedar estabilizada por medio de tres mecanismos 

principales: estabilización química, protección física y estabilización bioquímica, 

además del compartimento de C desprotegido (Six et al., 2002). La estabilización 

química es el resultado de la unión química o fisicoquímica entre la MOS y los 

minerales del suelo (arcillas y limos). La protección física es conferida por la formación 

de una barrera física entre los microorganismos o las enzimas con el sustrato, como 

resultado de la agregación de la MOS. La estabilización bioquímica se refiere a la 

estabilización de la materia orgánica por su propia composición química (compuestos 

recalcitrantes como ligninas y polifenoles) y por  procesos químicos que ocurren en el 

suelo (reacciones de condensación), lo que la vuelve más resistente a una subsecuente 

descomposición. Conforme aumenta la profundidad del suelo, la MOS más compleja ha 

migrado y forma complejos organo-minerales estables que junto con la menor 

concentración y densidad microbiana, hacen que se incremente el tiempo de residencia 

de la MOS (Fierer et al., 2003a). 

El N en el suelo 

La concentración total de N en el suelo en el primer metro de profundidad varía, 

en general, de 0.02 a 0.07% y de éste, entre 90-95% del N total del suelo se encuentra 

asociado con la MOS (Smith, 1994). La concentración de N en el humus varía de 3-6% 

(Whitmore y Handayanto, 1997) y menos de 1% del N total se encuentra en formas 

inorgánicas (NH4
+ y NO3

−; Smith, 1994).  

El N contenido en los microorganismos es del orden de 6-13% en las bacterias y 

de 3-6% en los hongos (Stevenson, 1994). La cantidad de N que fluye a través de la 

biomasa microbiana cada año varía de 35 a 350 kg N/ha y en muchos suelos la mayoría 

del N disponible para las plantas corresponde a estos flujos (Duxbury et al., 1989). 

Valores menores a 1.7% de N en la MOS están relacionados con la inmovilización neta 
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del nutrimento en la biomasa microbiana (Palm y Rowland, 1997) en donde forma parte 

de proteínas, ácidos nucleicos y otros componentes celulares. 

El ciclo de este bioelemento en el suelo se da a través de una secuencia de 

reacciones de oxidación-reducción que dependen de condiciones del suelo, tales como 

el pH, la humedad y la temperatura (Shibu et al., 2006) y que son llevadas a cabo por 

los microorganismos.  

La secuencia de estas reacciones incluye los procesos de fijación biológica del 

dinitrógeno atmosférico (N2) o N molecular, inmovilización, nitrificación, 

mineralización y desnitrificación (Fig. 2). La fijación del N2 es el proceso por el cual el 

nutrimento es transformado en algún compuesto nitrogenado con un estado de 

oxidación diferente de cero. Posteriormente estos compuestos pueden ser inmovilizados 

en la biomasa microbiana o asimilados por organismos autótrofos para la síntesis de 

aminoácidos y de proteínas, o pueden ser la fuente de energía para la nitrificación, el 

proceso mediante el cual dos grupos principales de bacterias (Nitrosomomas y 

Nitrobacter) oxidan el amonio (NH4
+) a nitrato (NO3

-). La mineralización de N es el 

proceso en el que se convierte el N orgánico (R-NH2) en N inorgánico (NH4
+ y NO3

-) o 

en cualquier forma de N soluble que pueda ser absorbido por las plantas. La 

desnitrificación es la reducción del NO3
- a óxido nitroso (N2O) y a N2 (Galloway, 2003; 

Robertson y Groffman, 2007). 

Las plantas pueden usar aminoácidos y otras formas de N orgánico, al menos en 

ecosistemas en los que este nutrimento es limitante (p.ej. en regiones templadas y 

templadas frías), en donde el mantillo es pobre en N y la descomposición es lenta 

(Chapin et al., 1993). Sin embargo, aún no se tiene un balance de la cantidad de N que 

la planta toma directamente como N orgánico a través de las ectomicorrizas, las cuales 
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absorben aminoácidos, aminoazúcares, péptidos y proteínas, sustancias que son 

posteriormente usadas por la planta como fuente de N (Schimel y Bennett, 2004). 

El cociente C:N en los residuos tiene relación con la velocidad con la que el N es 

liberado en el suelo (Whitmore y Handayanto, 1997). Como regla general, los 

materiales con un cociente C:N > 25:1 estimulan la inmovilización de N, mientras que 

aquellos con un cociente C:N < 25:1 estimulan su mineralización (Robertson y 

Groffman, 2007). 

La mineralización del N es mayor durante la estación de lluvias comparada con 

la estación seca y mayor durante el verano que en el invierno (Schmidt et al., 1999). 

Una alta disponibilidad de N puede cambiar la actividad de las enzimas extracelulares 

hacia una limitación por P (Luo y Zhou, 2006). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 2. Los procesos de fijación de N, asimilación, nitrificación, mineralización y desnitrificación 

(Adaptado de Galloway, 2003). 
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El P en el suelo 

El P es un nutrimento esencial ya que forma parte estructural del material 

genético (ADN y ARN), es un transportador de energía (ATP) y un componente 

fundamental de las membranas celulares (fosfolípidos; Plante, 2007). Después del N, el 

P es el nutrimento más abundante en la biomasa microbiana, constituyendo hasta 2% de 

su peso seco (Stevenson y Cole, 1999). En la mayoría de lo suelos, de 30-50% del P 

total puede estar en forma orgánica (pudiendo alcanzar 95%), mientras que en el suelo 

de los bosques la biomasa microbiana puede contener más de 20% del P orgánico 

(Plante, 2007). 

El P se asimila directamente en forma de ortofosfatos en la solución del suelo; 

éstos son principalmente H2PO4
- en medios ácidos y HPO4

2- en medios básicos, 

mientras que a pH 7.2 la actividad de los dos iones es similar (Pansu y Gautheyrou, 

2006). La concentración de P en la solución del suelo raramente excede 1 μg 

g-1, representando < 1% del P total (Plante, 2007), por lo que la productividad de 

muchos ecosistemas queda limitada por la disponibilidad de este nutrimento 

(Ruttenberg, 2003). Considerando escalas grandes de tiempo, las entradas por 

deposición atmosférica (polvo y lluvia) pueden tener gran importancia como fuente del 

nutrimento (Chadwick et al., 1999; Kurtz et al., 2001). 

Walker y Syers (1976) propusieron un modelo de las transformaciones del P 

durante el desarrollo del suelo (Fig. 3) en donde el P proviene de la intemperización de 

la apatita (Ca5(PO4)3(F,Cl,OH)). Una vez liberado en la solución del suelo, el P 

inorgánico puede ser tomado directamente por las plantas y los microorganismos o 

puede ser adsorbido o absorbido en minerales secundarios (fosfatos de hierro y 

aluminio). El P adsorbido puede liberarse y entrar en el ciclo biológico, mientras que el 

absorbido puede quedar ocluido en los óxidos de hierro y aluminio y por lo tanto no 
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estar disponible para la biota en tiempos ecológicos. A su vez, el P utilizado por los 

organismos puede recircular como P inorgánico o incorporarse como P orgánico a la 

MOS. La conversión de P orgánico a P inorgánico es realizada por los 

microorganismos. 

En ecosistemas en degradación natural el P del suelo se encuentra en su mayoría 

como P orgánico, por lo cual la mineralización de la MOS es la fuente principal de P 

inorgánico (Kitayama et al., 2000). El estado final en la conversión de P orgánico a P 

inorgánico es llevado a cabo por la acción de fosfatasas, enzimas producidas por 70-

80% de la población microbiana del suelo (Plante, 2007). Una vez que el P es 

mineralizado puede ser tomado por las plantas, inmovilizado por la biomasa 

microbiana, precipitado en complejos inorgánicos o adsorbido a superficies minerales. 

La inmovilización del P es afectada por la relación C:P del sustrato y por la 

cantidad de P disponible en la solución del suelo. Si el P disponible es insuficiente en el 

sustrato, el P inorgánico de la solución será usado (i.e. inmovilización neta). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Figura 3. Representación esquemática del ciclo del P consistente en un subciclo biológico y un
subciclo geoquímico (Adaptado de Plante, 2007). 
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Generalmente un cociente C:P < 200 resulta en la liberación del P del sustrato (i.e. 

mineralización neta), mientras que C:P > 300 resulta en inmovilización neta y 

relaciones C:P entre 200-300 resultan en un cambio escaso en las concentraciones de P 

soluble (Plante, 2007). 

La respiración del suelo 

La respiración autótrofa y heterótrofa 

La entrada del C a los ecosistemas terrestres se da por medio de la fotosíntesis, 

mientras que su salida es principalmente en forma de CO2 como resultado de la 

respiración (Trumbore, 2006). Por lo tanto, a corto plazo, el almacén de C del 

ecosistema depende de la diferencia entre producción primaria bruta (PPB) y la 

liberación de CO2 resultante del metabolismo autótrofo y heterótrofo (Curtis et al., 

2005). 

La PPB es la cantidad de CO2 que las plantas fijan mediante la fotosíntesis, 

alrededor de 120 Pg C año-1 (Prentice et al., 2001). De este C, aproximadamente la 

mitad (60 Pg C) es incorporado en los tejidos vegetales (producción primaria neta o 

PPN; Prentice et al., 2001), mientras que la otra mitad (60 Pg C) regresa a la atmósfera 

como resultado de la respiración autótrofa (Prentice et al., 2001). Con el transcurso del 

tiempo, la mayoría del C almacenado en la biomasa vegetal regresará a la atmósfera 

principalmente a través de dos procesos: la respiración heterótrofa por parte de los 

degradadores de la MOS y de los herbívoros, entre 82-95% de la PPN  y la combustión 

por fuegos naturales o de origen humano (1.6-4.2 Pg C año-1; Randerson et al., 2002), 

aunque también son importantes a largo plazo la pérdida de C disuelto y particulado en 

los ríos (~1 Pg C año-1; Prentice et al., 2001; Randerson et al., 2002) y la de compuestos 

volátiles (~1.6 Pg C año-1; Randerson et al., 2002). 

La incorporación de la biomasa muerta a la MOS genera almacenes de C con 
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diferentes tasas de descomposición inherentes a la composición química del material 

incorporado y a las condiciones ambientales (Prentice et al., 2001). El tiempo que pasa 

entre la fijación del C y su regreso a la atmósfera mediante la vía microbiana varía entre 

ecosistemas, siendo en los primeros 40 cm del suelo entre 200 y 1300 años, para un 

bosque templado y para uno boreal, respectivamente (Trumbore, 2000). La mayoría del 

C presente en el suelo está en formas con tasas de circulación lentas que no contribuyen 

significativamente a los flujos de respiración del suelo, mientras que el almacén más 

activo (sólo una pequeña porción de la MOS) es el responsable de la mayor parte del 

flujo de descomposición (Trumbore, 2006). 

La respiración heterótrofa está limitada principalmente por la disponibilidad de 

sustrato lábil, ya sea la hojarasca o los exudados de las raíces, mientras que la 

respiración autótrofa está controlada en gran medida por la fotosíntesis y la asignación 

de C a las diferentes partes de la planta (Bhupinderpal et al., 2003; Giardina et al., 

2004). 

La respiración autótrofa puede ser separada en aérea (follaje y tallos) y 

subterránea (raíces). Por su parte, la respiración del suelo es producto de la respiración 

heterótrofa (microorganismos) más la respiración de las raíces y sus simbiontes (Fig. 4; 

Trumbore, 2006). La emisión total de CO2 de un ecosistema puede estimarse como la 

 

 

 

 

 

 

 Figura 4. Flujo del C en el ecosistema
(Adaptado de Trumbore, 2006). 
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respiración del suelo más la respiración aérea (Curtis et al., 2005). En escalas de tiempo 

anuales la respiración del suelo se correlaciona directamente con la PPB (Raich y 

Tufekciogul, 2000).  

En los bosques templados la respiración del suelo representa 30-80% de la 

respiración del ecosistema, dependiendo de la época del año (Luo y Zhou, 2006). Los 

bosques templados caducifolios crecen y asimilan C durante la estación de lluvias, 

mientras que en la estación seca la tasa de respiración disminuye. Durante la primavera 

el crecimiento estimula la respiración conforme el suelo se calienta y las hojas emergen; 

las tasas de respiración suelen ser de 5-7 g C m-2 d-1 (Granier et al., 2000). En este 

período el ecosistema deja de ser una fuente de C para convertirse en sumidero del 

mismo al incorporarlo a la biomasa microbiana (Baldocchi y Xu, 2005). Durante el 

verano las sequías ocasionales causan una reducción en la respiración del ecosistema, 

mientras que en el otoño la fotosíntesis cesa por la senectud de las hojas y la respiración 

del suelo experimenta un nuevo aumento como resultado de la entrada de material 

fresco y lábil para los microorganismos. Este nuevo pulso en la respiración sucede 

mientras el suelo permanece caliente y las lluvias estimulan la respiración (Granier et 

al., 2000). 

Cerca de la mitad de la respiración del suelo se debe al crecimiento y 

mantenimiento de las raíces (Hanson et al., 2000; Högberg et al., 2001), mientras que la 

mayoría restante se asocia con la respiración heterótrofa de las comunidades 

microbianas, que utilizan los materiales orgánicos recién producidos como sustrato de 

energía (Giardina et al., 2004). Sólo de 10-20% se deriva de la mineralización de 

compuestos de C más recalcitrantes (Trumbore, 2006). 

Hanson et al. (2000) y más recientemente Trumbore (2006) clasificaron los 

métodos para separar la respiración del suelo en sus fuentes autótrofa y heterótrofa bajo 
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tres enfoques: (1) integración de componentes, que mide la contribución de CO2 de cada 

componente del ecosistema por separado para su posterior análisis en modelos 

(Davidson et al., 2006b), (2) métodos isotópicos, particularmente 13C y 14C (Borken et 

al., 2006; Cisneros-Dozal et al., 2006) y (3) experimentos de manipulación que 

suprimen la respiración autótrofa (Scott-Denton et al., 2006). 

La respiración heterótrofa del suelo 

El principal componente de la respiración del suelo proviene de la comunidad 

microbiana al utilizar la energía y los nutrimentos contenidos en la MOS, al mismo 

tiempo que los inmovilizan o mineralizan (Weil y Magdoff, 2004; Coleman et al., 

2004). Los microorganismos pueden competir por nutrimentos con las plantas, aunque 

la inmovilización suele ser temporal; la biomasa microbiana retiene los nutrimentos en 

las capas superficiales del suelo, protegiéndolos de lixiviarse y, gradualmente, con la 

muerte de la misma los libera al suelo (Davet, 2004).  

En general, la respiración responde positivamente a la demanda de energía para 

el crecimiento y el mantenimiento de los microorganismos (Luo y Zhou, 2006). El C 

proveniente de la MOS puede ser mineralizado a CO2, ser usado para la producción de 

biomasa microbiana o puede ser excretado como metabolitos celulares (producción de 

enzimas; Kemmitt et al., 2008). A nivel bioquímico, la tasa de respiración microbiana 

está regulada por la demanda de energía, la disponibilidad del sustrato, la temperatura y 

el suministro de O2 (Luo y Zhou, 2006). 

Los animales que habitan en el suelo (Fig. 5) ayudan a la descomposición al 

fragmentar y transformar la hojarasca, al alterar la estructura del suelo y al alimentarse 

de poblaciones de bacterias y hongos (Luo y Zhou, 2006). Sin embargo, la fauna del 

suelo depende en gran medida de los microorganismos, los cuales asimilan los sustratos 
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Arañas (0.7-20 mm) 

Lombrices (0.7-10 mm) 

Enquitreidos (0.2-5 mm) 
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Limo 
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Figura 5. Clasificación de los organismos del suelo en comparación con el tamaño de los poros 
y las partículas del suelo (Tomado de Luo y Zhou, 2006). 

orgánicos (Ekschmitt, 2005). En los bosques templados más de 95% de la energía 

circula a través de la comunidad microbiana (Berg y Laskowski, 2006b). 

El mantillo y la fracción ligera de la MOS sirven como fuente de energía para 

los organismos de la mega-, la macro-, la meso- y la microfauna, mientras que la 

fracción estable funciona como un almacén de nutrimentos y es importante para el 

balance del suelo a largo plazo (Stevenson, 1994; Sanderman y Amundson, 2003). 

Los hongos y las bacterias tienen la capacidad de degradar celulosa, hemicelulosa y 

lignina por medio de exoenzimas que convierten a las macromoléculas en productos 

solubles que pueden ser absorbidos y metabolizados por los microorganismos (Berg y 

Laskowski, 2006b). 

La liberación de exudados de las raíces son una fuente importante de recursos 

para los microorganismos, ya que la cantidad de C depositado de esta forma en la 

rizósfera se estima es 40% del C neto asimilado por las plantas (Bottner et al., 1999). 
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Estos exudados proporcionan energía a los microorganismos en forma de sustratos 

fácilmente asimilables, como azúcares simples, aminoácidos o ácidos orgánicos (Curiel-

Yuste et al., 2007), lo que estimula la respiración microbiana (Högberg et al., 2001). A 

su vez, los microorganismos pueden inducir la producción de una variedad de sustancias 

que promueven el crecimiento de las plantas, como las auxinas, las giberelinas, las 

citoquininas, el etileno, el ácido abscísico o los sideróforos (Arshad y Frankenberger, 

1998). 

Las relaciones mutualistas de los organismos del suelo con las plantas 

proporcionan a éstas últimas nutrimentos en comunidades donde éstos son escasos. Las 

micorrizas constituyen una asociación importante para la absorción del P del suelo por 

parte de la planta; a cambio, el hongo dispone de C para su crecimiento (Plante, 2007). 

El ambiente fuera de la rizosfera es estresante para las bacterias debido al bajo 

contenido de nutrimentos y a la menor disponibilidad de sustratos de C (Coleman et al., 

2004). Sólo aquellos microorganismos para los cuales el medio y las condiciones sean 

favorables estarán activos, mientras que los restantes permanecerán en estado de 

latencia (Ekschmitt, 2005). 

El proceso de descomposición  que constituye la respiración heterótrofa incluye 

tanto la degradación de la biomasa del año en curso como la degradación de la MOS 

que se ha acumulado en el ecosistema durante décadas, siglos e incluso milenios 

(Luyssaert et al., 2007). En los bosques templados éstos últimos almacenes contribuyen 

con 40-50% de la respiración del suelo (Trumbore, 2000). 

Distribución de los organismos a través del perfil del suelo 

La composición de la comunidad microbiana cambia a lo largo del perfil del 

suelo (Fierer et al., 2003b), así como a lo largo del año, debido a los cambios 

estacionales en la temperatura y humedad (Berg y Laskowski, 2006b). Los valores altos 
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de biodiversidad del suelo se atribuyen a la heterogeneidad espacial en la disponibilidad 

de los recursos (Frey, 2007). La riqueza y la abundancia de muchos organismos del 

suelo son más altas en los primeros 10 cm, disminuyendo con la profundidad, al igual 

que el contenido de MO y la disponibilidad de presas (Fierer et al., 2003b). En los 

primeros 25 cm de profundidad (para una profundidad total de 1 m) se encuentra 

aproximadamente 65% de la biomasa microbiana total; debajo de esta profundidad la 

densidad microbiana baja de 1-3 órdenes de magnitud (Plante, 2007). 

Cada grupo de organismos exhibe diferentes patrones espaciales debido a que 

reaccionan de diferente manera a las condiciones del suelo (Klironomos et al., 1999). 

Esta heterogeneidad se correlaciona con propiedades del suelo como la densidad, la 

agregación, la textura, la concentración de O2 y de CO2, el pH, la humedad, el contenido 

de MO y la disponibilidad de N, además de la cantidad de precipitación anual y de la 

dinámica de la vegetación (Frey, 2007). La heterogeneidad espacial puede ser alta 

incluso en suelos relativamente homogéneos (Franklin y Mills, 2003). 

La abundancia de las hifas y la colonización de las raíces por los hongos 

disminuye sustancialmente por debajo de los 20 cm de profundidad. Debajo de esta 

profundidad el número y la actividad de los hongos varían dependiendo de gradientes en 

textura, pH, temperatura, disponibilidad de agua y contenido de MO. La interface entre 

horizontes a menudo genera regiones localizadas de mayor saturación donde los 

microorganismos pueden exhibir un mayor número y actividad debido a un mayor  

acceso a los nutrimentos (Frey, 2007). 

En la superficie del suelo las bacterias gram-negativas, los hongos y  los 

protozoarios son más abundantes, mientras que las bacterias gram-positivas y los 

actinomicetos aumentan conforme se incrementa la profundidad (Fierer et al., 2003b). 

Asimismo, los microorganismos que habitan en los horizontes profundos del suelo se 
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encuentran más limitados por fuentes de C que los organismos que se encuentran en la 

superficie (Frey, 2007). 

Factores reguladores de la respiración heterótrofa a lo largo del perfil del suelo 

La producción de CO2 en el suelo es afectada por cambios en la humedad, la 

temperatura y la disponibilidad de nutrimentos (N y P). Así, la magnitud que tiene cada 

factor en la mineralización de C es diferente para los horizontes superficiales y 

profundos del suelo (Fierer et al., 2003a).  

La temperatura y la disponibilidad de agua son factores que controlan la 

respiración en el ecosistema de forma directa e intervienen de manera indirecta al influir 

en la disponibilidad de sustrato (Davidson et al., 2006b). La mineralización del C es 

más sensible a la temperatura en la parte baja del perfil en comparación con la parte 

superficial (Fierer et al., 2003a). Esto se debe a que las reacciones enzimáticas 

requeridas para metabolizar el C orgánico de “baja calidad” tienen mayor energía de 

activación, por lo que son más dependientes de la temperatura que las reacciones que 

metabolizan el C de mejor calidad (Mikan et al., 2002). 

El principal efecto de la temperatura sobre la respiración es que puede afectar la 

afinidad de las enzimas por el sustrato (Davidson et al., 2006). Sin embargo no se sabe 

con certeza el efecto que tiene la temperatura sobre las diferentes fracciones de la MOS 

(Trumbore, 2006). Giardina y Ryan (2000) encontraron que posiblemente la fracción 

lenta de la MOS puede no ser tan sensible a la variación de la temperatura como la 

fracción activa. Por su parte, Waldrop y Firestone (2004) encontraron que en 

temperaturas altas se incrementa la respiración proveniente de la fracción de C estable. 

La cantidad de agua también afecta la sensibilidad de la respiración del suelo a la 

temperatura debido a los efectos interactivos entre la humedad del suelo y la 

temperatura. 
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La precipitación es la principal vía de entrada/remoción de nutrimentos en un 

ecosistema terrestre (Davet, 2004). A escala global, la respiración del suelo se 

incrementa linealmente con la precipitación (Luo y Zhou, 2006). La humedad del suelo 

influencia la respiración del mismo directamente por procesos fisiológicos de las raíces 

y de los microorganismos, e indirectamente vía la difusión de sustratos y O2. Una 

condición de sequía moderada tiene un mayor impacto en la tasa de mineralización del 

C del horizonte superficial con respecto al C de los horizontes más profundos (Fierer et 

al., 2003a). 

Un bajo contenido de agua en el suelo afecta la difusión de las enzimas 

extracelulares y de los sustratos solubles, mientras que un alto contenido de agua afecta 

la difusión gaseosa (CO2 y O2), siendo ambas circunstancias limitantes de la respiración 

microbiana. Por lo tanto, la liberación de CO2 desde un suelo seco es baja, alcanza una 

tasa máxima con niveles de humedad del suelo intermedios y decrece nuevamente con 

contenidos de humedad altos, cuando las condiciones anaeróbicas prevalecen y reducen 

la actividad microbiana aeróbica (Davidson et al., 2006a). 

El contenido optimo de agua usualmente es alrededor de la capacidad de campo, 

donde los espacios de los macroporos están llenos casi en su mayoría de aire, lo que 

facilita la difusión de O2 y los microporos están llenos de agua, lo que facilita la 

difusión de los sustratos solubles (Luo y Zhou, 2006). 

Durante el ciclo seco-mojado del suelo la liberación de CO2 es regulada por 

múltiples mecanismos: durante la lluvia la infiltración de agua llena los poros y 

reemplaza el aire que contiene altas concentraciones de CO2 (i.e. degasificación), es la 

repuesta rápida a la precipitación y puede durar de minutos a horas. Después de varias 

horas e inclusive días, la actividad microbiana se activa, por lo que se incrementa la 

liberación de CO2 del suelo. El rehumedecer un suelo extremadamente seco causa un 
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incremento notable de la emisión de CO2 debido a la rápida descomposición de los 

microorganismos que murieron durante la sequía (Kieft et al., 1987), a la disponibilidad 

de sustratos orgánicos que aumentan con la desorción desde la matriz del suelo (Luo y 

Zhou, 2006) y a que aumenta la exposición de superficies orgánicas a los 

microorganismos (Fierer y Schimel, 2003). Las emisiones de CO2 alcanzan hasta 40 

veces el nivel inicial como resultado de la intensa mineralización de C orgánico, 

paralelamente con la mineralización de N orgánico (Borken et al., 2006). Esta actividad 

microbiana disminuye progresivamente con el agotamiento de los recursos, después de 

dos o tres semanas y permanece igual o más baja que la del suelo no seco (Davet, 2004). 

Los eventos estocásticos de lluvia en los ecosistemas y las grandes fluctuaciones 

en el contenido de humedad del suelo inducen grandes variaciones en la respiración del 

suelo. La lluvia, aun con una pequeña cantidad de agua depositada en la superficie seca 

del suelo, puede resultar en una liberación importante de CO2 (Liu et al., 2002). 

También los déficits de agua prolongados entre periodos de lluvias inducen la 

liberación de CO2 como resultado de un aumento del estrés de plantas y microbios 

(Bremer et al., 1998). En los microorganismos, el estrés por la desecación es el efecto 

principal de un escaso contenido de agua. La actividad microbiana disminuye conforme 

baja la disponibilidad de agua; en general las bacterias son más sensibles, mientras que 

los actinomicetos y las cianobacterias son más resistentes. 

La actividad microbiana disminuye cerca del punto de marchitamiento (-1.5 

MPa) y se detiene entre -6 ó -7 MPa, dependiendo del grupo taxonómico, mientras que 

la actividad de los hongos, en promedio, alcanza -20 MPa debido a la posibilidad de 

enlazar poros llenos de aire mediante la extensión de hifas (Davet, 2004). El estado de 

latencia por parte de los microorganismos implica reducciones sustanciales en la 

respiración del suelo (Davidson et al., 2006b). En general, la fijación del N atmosférico 
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se detiene cuando el potencial hídrico baja de -1 MPa, la nitrificación cesa cerca de -5 

MPa, mientras que la mineralización puede continuar aun por debajo de -6 MPa (Davet, 

2004). 

La relación entre la liberación de CO2 y el contenido de agua del suelo es 

compleja, involucra numerosos mecanismos y varía con las regiones y las escalas de 

tiempo. Además suele confundirse con otros factores ambientales debido a las 

variaciones concomitantes en la temperatura del suelo y las actividades de las raíces y 

los microorganismos durante las estaciones del año (Luo y Zhou, 2006). 

Por otro lado, las tasas del metabolismo de C en horizontes profundos a menudo 

están limitadas por la disponibilidad de N y/o P (Ajwa et al., 1998). El impacto que 

tiene la adición de nutrimentos (N y P) en la producción de CO2 microbiano se 

incrementa con la profundidad del suelo. Un incremento en la disponibilidad del N y/o 

P puede permitir a los microorganismos del suelo, particularmente aquellos en 

ambientes limitados de nutrimentos, producir más enzimas requeridas para la 

mineralización de C. Sin las adiciones de nutrimentos los organismos que habitan en la 

parte profunda del perfil pueden tener insuficiente N y/o P para sintetizar la maquinaria 

metabólica (RNA y enzimas) requerida para soportar tasas más altas de mineralización 

de C (Fierer et al., 2003a). 

Los horizontes superficiales y profundos del suelo presentan una respuesta 

microbiana distinta a la adición de nutrimentos. Los efectos suelen ser muy variables y 

dependen del tipo de suelo; puede haber efectos positivos, negativos o no tener efecto 

alguno (Fierer et al., 2003a). La respuesta particular de un suelo a la adición de 

nutrimentos es función de una variedad de factores tales como la composición de la 

comunidad microbiana, las concentraciones de los mismos y la calidad y disponibilidad 

de fuentes de C (Vance y Chapin, 2001). 
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El efecto priming sobre la mineralización de la materia orgánica del suelo 

La mineralización de la MOS es estimulada por la incorporación de materia 

orgánica fresca (MOF), a lo cual Bingeman et al. (1953) llamaron efecto priming. Este 

efecto es notorio en la rizósfera (Luo y Zhou, 2006). Se cree que la adición de MOF 

estimula la actividad microbiana al ser una fuente rica de energía (Fontaine y Barot, 

2005). Sin embargo, se sabe poco de este fenómeno, así como de los almacenes de 

MOS que son afectados (Kuzyakov et al., 2000; Hamer y Marschner, 2005). 

La adición de MOF puede incrementar la mineralización de la MOS de 12% a 4 

veces más, dependiendo de la calidad de la MOS y del estatus de nutrimentos del suelo 

(Wu et al., 1993; Fontaine y Barot, 2005). La adición de compuestos solubles y 

fácilmente asimilables como la glucosa, la fructuosa o los nutrimentos minerales 

inducen poco o nada la mineralización de la MOS (Fontaine et al., 2003; Hamer y 

Marschner, 2005), aunque estimulan en gran medida el crecimiento y la respiración 

microbiana (Wu et al., 1993).  

Fontaine et al. (2003) dan una posible explicación de porqué la adición de C 

soluble y lábil no tiene un efecto en la mineralización de la materia orgánica 

preexistente, mientras que la adición de C como compuestos complejos e insolubles sí 

puede inducir un efecto priming. Estos autores establecen que después de la entrada de 

MOF los organismos de rápido crecimiento (de estrategia r) especializados en la 

degradación de este sustrato entran en actividad. Una vez que el sustrato lábil se agota 

los estrategas r mueren o quedan en latencia al ser incapaces de usar la MOS 

recalcitrante. Entonces los organismos especializados en degradar las MOS recalcitrante 

(estrategas k) entran en actividad. Estos últimos son organismos que destinan mayor 

energía a la producción de enzimas y a la defensa que a crecer (Tate, 2000); además 

dominan sólo en los últimos estados de la descomposición, cuando los compuestos ricos 
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en energía han sido agotados y sólo quedan compuestos polimerizados. Aún cuando 

exista una amplia disponibilidad de energía y nutrimentos, los estrategas k, al tener tasas 

bajas de crecimiento, asimilan más lentamente los nutrimentos en comparación con los 

estrategas r. 

Los bosques templados 

En la superficie terrestre los bosques templados representan uno de los tres tipos 

dominantes de bosques. Ocupan un área de 14.2×108 ha, se desarrollan generalmente en 

regiones de temperatura, precipitación y latitud intermedias, y tienen una productividad 

primaria neta global de 7.4 Pg C año-1 (Saugier et al., 2001). Geográficamente se 

localizan entre biomas más extremos en productividad y diversidad; por un lado, los 

bosques boreales y la tundra en latitudes mayores y frías, y por el otro, los pastizales y 

los bosques tropicales de zonas más cálidas. Los bosques templados tienen importancia 

regional por sus servicios ambientales, su utilidad económica, recreacional y de turismo, 

además de sus beneficios estéticos. A pesar de que cubren una proporción importante de 

los bosques del mundo, generalmente están sujetos a los impactos humanos más 

severos, tanto directos como indirectos, en comparación con otros tipos de bosques 

(Edmonds et al., 2005). 

Los bosques templados pueden capturar grandes cantidades de C por períodos 

largos de tiempo, ya sea en su biomasa aérea o subterránea; además, tienen el potencial 

de incrementar el C del suelo, por lo que pueden ser considerados como la mejor opción 

para almacenar C dentro de los ecosistemas terrestres (Heath et al., 2003). Estos 

ecosistemas forestales almacenan 139 Pg C en la vegetación (Saugier et al., 2001) y 262 

Pg C en los 3 primeros metros del suelo (Jobbágy y Jackson, 2000), lo que representa 

~15% de los capitales de C terrestre (Prentice et al., 2001). En los bosques templados 

aproximadamente 50% del C fijado anualmente por la fotosíntesis es usado como 
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energía para el metabolismo y el restante 50% para construir los tejidos vegetales 

(Trumbore, 2006). Los factores considerados como responsables de las principales 

fuentes de variación  para la productividad primaria aérea neta de estos bosques son el 

agua, la temperatura, el suministro de nutrimentos al suelo y el tipo de bosque, siendo el 

N el principal nutrimento limitante del suelo (Reich y Bolstad, 2001). 

En México, los bosques templados cubren 4×107 ha (~20% del territorio 

nacional; SEMARNAT, 2002). Ellos se localizan en las cadenas montañosas del país 

(95% se localizan en altitudes de 1200 a 3000 m). El estado de Oaxaca en particular 

ocupa el sexto lugar con la mayor cobertura de este ecosistema, donde cubre un área de 

3.6×106 ha (Velásquez et al., 2003). La composición florística varía según la región 

(García-Mendoza, 2004); el estrato arbóreo en general está formado por árboles de 4 a 

20 m de altura, correspondientes a varias especies de los géneros Pinus y Quercus, 

aunque también se encuentran especies de otros géneros como Liquidambar y Alnus 

(Torres-Colin, 2004). La precipitación anual en estos bosques varía de 600 a 2500 mm, 

es marcadamente estacional (se concentra entre mayo y noviembre) y la temperatura 

varía de 14 a 20 °C (Trejo, 2004). Se desarrollan en suelos neutros a ácidos (pH de 5.5), 

con altos contenidos de MOS, cercanos a 20% (Rzedowski, 1981; Challenger, 1998). 

Debido al efecto de factores como la posición geográfica, el relieve y la exposición a los 

sistemas meteorológicos que se desarrollan tanto en la vertiente pacífica como en la del 

Golfo de México, en la Sierra Madre de Oaxaca y en la Sierra Madre del Sur, los 

bosques son más húmedos y con mayor riqueza florística que los bosques ubicados en el 

interior del estado (Torres-Colin, 2004). Según Velásquez et al. (2003), la tasa de 

deforestación en Oaxaca para este ecosistema es de 1% anual, debido principalmente a 

la intensificación del aprovechamiento forestal (en el caso de pinos) y al cambio de uso 

de suelo. 
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Actualmente no se sabe con certeza como la cantidad de lluvia que reciben los 

ecosistemas templados de Oaxaca repercute en la mineralización del C al influir en la 

comunidad microbiana y en la disponibilidad de fuentes de energía o de nutrimentos a 

lo largo del perfil del suelo. El entendimiento de estas relaciones contribuirá a 

progresar en nuestro conocimiento de la dinámica del C en dichos suelos forestales y a 

mejorar nuestras predicciones sobre las posibles tendencias futuras en el ciclo de este 

elemento. 
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2. OBJETIVOS 

 

2.1 General 

Determinar si la mineralización de la MOS de bosques templados está limitada por la 

disponibilidad de C,  por la de macronutrimentos (N y P) o por ambas. 

 

2.2 Particulares 

• Determinar la tasa de mineralización de la MO en el suelo superficial (0-5 cm 

de profundidad) y en el más profundo (25-30 cm) de bosques templados bajo 

condiciones contrastantes de lluvia (800 vs. 1400 mm de lluvia anual).  

• Determinar si la estacionalidad de las lluvias afecta la mineralización de la 

MO en el suelo superficial (0-5 cm) y en el más profundo (25-30 cm) de 

bosques templados bajo condiciones contrastantes de lluvia (800 vs. 1400 

mm). 

• Determinar los efectos en la mineralización de la MO al agregar C, N y P 

disponible en el suelo superficial (0-5 cm) y en el más profundo (25-30 cm) de 

bosques templados bajo condiciones contrastantes de lluvia (800 vs. 1400 

mm). 
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3. MATERIALES Y MÉTODOS 

Sitios de estudio 

El estudio se realizó en bosque mixto de pino-encino y bosque encino-pino en el 

municipio de Ixtlán de Juárez, localizado en la Sierra Norte de Oaxaca (63 km al 

noroeste de la ciudad de Oaxaca). La región está ubicada en la provincia fisiográfica 

denominada “Sistema Montañoso del Norte de Oaxaca” (Ferrusquía-Villafranca, 1993), 

entre los paralelos 17° 18´16” y 17° 34´00” de latitud y los meridianos 96° 21´29” y 96° 

20´00” de longitud. 

Es una comunidad campesina forestal que posee un marcado interés por 

conservar las funciones ecológicas y la integridad del bosque. Cuenta con una empresa 

comunal propia de la industria de aserrío y fábrica de muebles. El sistema de 

aprovechamiento del bosque parte de la elaboración de un plan de manejo forestal que 

contempla diferentes aspectos, como son: protección al bosque contra incendios 

forestales, plagas y enfermedades, restauración y conservación de suelos, así como 

plantaciones forestales. Todo esto le permite ser una comunidad exitosa desde el punto 

de vista social, económico y de manejo de sus ecosistemas. 

La región presenta una topografía accidentada, con pendientes entre 40 y 60% y 

altitud entre 2000 y 3200 m. El principal tipo de suelo es Acrisol húmico (Ah), con 

textura media limosa (Alfaro-Sánchez, 2004). El clima es templado húmedo con lluvias 

en verano (INEGI, 1999). Alrededor de 90% de la precipitación se concentra entre 

mayo y noviembre, mientras que en los meses secos es menor a los 30 mm mensuales 

(Fig. 6). La temperatura media anual varía entre 15-17 °C (INEGI, 1999). 

Estos bosques presentan diferencias marcadas en cuanto a la humedad, según su 

ubicación en el sistema montañoso. Los sitios orientados en la vertiente del Golfo de 

México reciben una mayor cantidad de lluvia anual (2500 mm) que los sitios más 
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continentales orientados a la vertiente del Pacífico (800 mm). Los bosques llegan a tener 

una altura entre 20 y 40 m y fisonómicamente presentan un dosel cerrado. Las 

principales especies de pino son Pinus oaxacana y P. leiophylla, además de P. rudis en 

las partes altas y de P. pseudostrobus en las más húmedas, donde también existen 

bosques de P. ayacahuite, P. patula y P. chiapensis (Rzendowski, 1981). 

Las especies más abundantes en el bosque de pino-encino son Pinus oaxacana 

(pino de zarcina grande, pino corriente), P. pseudostrobus (pino negro liso, laccu hedia), 

P. patula, P. patula var. Longipedunculata (pino colorado, ya yeri utzi) y P. rudis 

(yayeri vechalri), presentes en el estrato superior y cuya altura varía entre los 30 y 40 m. 

En el siguiente estrato que alcanza hasta 20 m de altura se encuentran los encinos, 

principalmente Quercus crassifolia (encino cucharilla rojo), Q. rugosa (encino roble) y 

Q. laurina (encino), que se presentan con la misma abundancia que los pinos. También 

se encuentran algunas latifoliadas como Arbutus xalapensis (madroño), Alnus 

acuminata (palo de águila), Prunus serotina (cerezo montés) y Cercocarpus 

macrophyllus (ramoncillo, palo bendito; Rainforest Alliance, 2001). 

Figura 6. Lluvia y temperatura medias (1955-2003; estación meteorológica no. 20041 Ixtlán de 
Juárez; 17°20'00" N, 96°29'00" O, 2075 msnm; Servicio Meteorológico Nacional). 
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En cuanto al bosque de encino-pino, en el estrato arbóreo se observan pinos en 

forma dispersa que alcanzan los 25 m de altura, principalmente Pinus teocote, P. 

oaxacana (pino de zarcina grande, pino corriente) y P. leiophylla. Las principales 

especies de encinos son Quercus crassifolia (encino cucharilla rojo), Q. castanea (ya 

dixia), Q. peduncularis (encino amarillo), Q. laurina (encino), Q. obtusata (encino 

amarillo, ya yu), Q. oleoides (encino) y Q. conspersa (encino negro de hoja delgada). 

Otras latifoliadas presentes son Arbutus xalapensis (madroño), Prunus serotina (cerezo 

montés), Lysiloma acapulcensis (guaje) y Alnus glabrata (palo de águila; Rainforest 

Alliance, 2001). 

Las variaciones ambientales de la Sierra Norte de Oaxaca, así como la 

organización social de la comunidad de Ixtlán de Juarez, ofrecen un marco adecuado 

para explorar las diferencias en la precipitación anual sobre la producción de CO2 del 

suelo. 

Diseño experimental 

En el Municipio de Ixtlán de Juárez, Oaxaca, se seleccionaron dos bosques con 

composición forestal parecida y sin aprovechamiento forestal, uno en la región seca de 

la sierra (RS; 800 mm de precipitación anual) ubicado 6 km al noreste de Ixtlán de 

Juárez  (17°23'20.4" norte y 96°28'03.1" oeste) y otro en la región húmeda (RH; 

cantidad de lluvia anual 1400 mm) 8 km al noroeste de Ixtlán de Juárez (17°23'54.4" 

norte y 96°29'32.9" oeste). Durante la estación seca (mayo) y durante la estación 

húmeda (octubre) del año 2005 se tomaron cinco muestras del suelo (ver el apartado 

Muestreo del suelo) en cada bosque a dos profundidades: de 0 a 5 cm y de 25 a 30 cm 

(Fig. 7). 

De cada muestra se tomaron cinco submuestras (una para cada tratamiento) para 

su incubación (70 días) y determinación de la producción de CO2 con cuatro 



 31

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

tratamientos experimentales: +C, +N, +P y +CNP (ver el apartado Fertilización de las 

muestras de suelo) y la restante fue mantenida como testigo. En total, en cada estación 

del año se trabajó con 100 submuestras de suelo (2 bosques × 5 muestras × 2 

profundidades × 5 tratamientos). Al inicio del período de incubación correspondiente a 
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las muestras de cada estación (i.e. muestras de la estación seca y de la estación húmeda) 

se determinó para cada muestra la concentración de C total, N total, P total, C en 

biomasa microbiana del suelo (CBMS), N en biomasa microbiana del suelo (NBMS), N 

mineral (N-NO3־ y N-NH4
+) y P extraíble. Al final de la incubación se determinó 

nuevamente la concentración de CBMS, NBMS, N mineral y P extraíble. 

Muestreo del suelo 

Para la toma de muestras en cada bosque se trazaron cinco transectos de 50 m, 

estableciendo cada 10 m de distancia un punto de muestreo, esto con el fin de obtener 

cinco muestras con las que se elaboró una muestra compuesta por transecto. Antes de 

recolectar el suelo fueron removidos, manualmente, el mantillo y el horizonte de 

fermentación. En cada punto se recolectaron muestras del suelo de 0 a 5 y de 25 a 30 cm 

de profundidad; se utilizó una barrena de 10 cm de diámetro. Las muestras de suelo 

fueron tomadas entre el 2 y el 5 de mayo de 2005 (estación seca) y entre el 4 y el 7 de 

octubre de 2005 (estación húmeda). En el laboratorio, las muestras compuestas fueron 

homogeneizadas y tamizadas con una apertura de malla de 2 mm y almacenadas a 4 °C 

hasta su posterior análisis. 

Incubación del suelo 

Durante 10 días previos a la fertilización el suelo se estabilizó, manteniéndolo a 

capacidad de campo con agua desionizada. Posteriormente se tomaron 5 submuestras 

(por cada muestra compuesta) de 80 g cada una, se colocaron en tubos de PVC de 5 cm 

de diámetro, se fertilizaron (ver el apartado Fertilización de las muestras de suelo) y se 

metieron en recipientes de vidrio de 635 mL con tapa hermética junto con un vial con 

10 mL de NaOH 1N. La determinación del CO2 producido se hizo mediante la titulación 

del NaOH con HCl 1N, después de precipitar los carbonatos con BaCl2 2.5N. El suelo 

se incubó a 25 °C durante 70 días, reemplazando periódicamente el vial con NaOH (1, 
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3, 5, 7 días y posteriormente cada 5 días) para evitar la saturación y manteniendo la 

humedad constante a capacidad de campo y una aireación adecuada para evitar 

condiciones anóxicas dentro de los recipientes. 

Fertilización de las muestras de suelo 

El suelo se fertilizó con una fuente de C lábil (dextrosa) y con formas 

inorgánicas de N (nitrato de amonio) y de P (ortofosfato), por separado o en 

combinación. Como fuente de C se utilizó dextrosa (C6H12O6) con una concentración de 

495 μg C g-1 suelo; como fuente de N nitrato de amonio (NH4NO3) en concentración de 

49.5 μg N g-1 suelo; como fuente de P fosfato de potasio (K2HPO4) en concentración de 

6.18 μg P g-1 suelo. En el tratamiento +CNP se utilizó una mezcla de los tres 

compuestos en la misma concentración. Las cantidades empleadas guardaron una 

relación C:N:P de 80:8:1 siguiendo la propuesta de Fontaine et al. (2004) y fueron 

agregadas mediante un vehículo de 2 mL de agua desionizada, usando una pipeta y 

mezclando posteriormente la muestra de suelo para homogeneizarla. La fertilización se 

aplicó solo al inicio de la incubación. En el testigo sólo se agregó agua desionizada en el 

mismo volumen. 

Análisis químicos 

Determinación de C total. Las muestras de suelo se secaron al aire, se tamizaron 

en malla de 2 mm y se molieron en un mortero de ágata. Previamente al análisis se 

secaron en una estufa a 100 °C durante 2 h. La medición se hizo en un autoanalizador 

de C (Shimadzu TOC-5050A). El tamaño de la muestra fue de entre 80 y 200 mg de 

muestra. Como referencia se uso una curva de calibración construida con sacarosa 

(42.11% de C) en diferentes concentraciones. 

Determinación de N total y P total. Se realizó mediante digestión Kjeldahl 

(Anderson e Ingram, 1993). Se pesaron 0.5 g de suelo seco, el que se digirió con 7 mL 
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de H2SO4 concentrado a una temperatura de 375 °C durante 180 min; posteriormente se 

aforaron a 75 mL con agua destilada, se filtraron con papel Whatman® no. 1 y el filtrado 

fue recogido en viales para su posterior lectura por colorimetría utilizando un 

autoanalizador (Technicon Autoanalyzer II). 

Determinación de CBMS y NBMS. Se llevó a cabo mediante el método de 

fumigación-extracción (Vance et al., 1987). Para la extracción de las muestras no 

fumigadas se pesaron 10 g de suelo en vasos de plástico, se les agregaron 50 mL de 

K2SO4 0.5M, se agitaron 1 h y se filtraron con papel Whatman® no. 42. El filtrado fue 

recogido en viales (uno para CBMS y otro para NBMS) y almacenado a 4 °C hasta su 

análisis. Para la extracción de las muestras fumigadas se pesaron 10 g de suelo en vasos 

de precipitado de cristal y se metieron en un desecador de vidrio junto con 50 mL de 

cloroformo  para la fumigación. Se aplicó vacío en el desecador durante tres ocasiones 

por 5 min; posteriormente esto se hizo una vez más durante 45 min para luego evacuar 

el aire por media hora, después de lo cual se tapó el desecador y se puso a incubar por 

24 h en oscuridad a 25 °C. Transcurrido este tiempo a cada muestra se añadieron 50 mL 

de K2SO4 0.5M y se siguió el mismo procedimiento de agitación y filtrado que con las 

muestras no fumigadas. La lectura de los extractos para C microbiano se hizo en un 

autoanalizador de C (Shimadzu TOC-5050A), usando una curva de ftalato hidrógeno de 

potasio para calibrarlo, mientras que para el N microbiano el análisis de los extractos se 

hizo por colorimetría en autoanalizador (Technicon Autoanalyzer II). 

Determinación de N mineral. Se pesaron 10 g de suelo y se les agregó 50 mL de 

KCl 2N. Se agitaron durante 30 min, posteriormente se filtraron con papel Whatman® 

no. 1 y el filtrado fue recogido en viales y almacenado a 4 °C hasta su análisis por 

colorimetría (Technicon Autoanalyzer II). 
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Determinación de P extraíble. Se pesaron 2.5 g de suelo y se les agregó 25 mL 

de solución extractante Bray II (Olsen y Sommers, 1982). Se agitaron durante 40 min y 

se filtraron con papel Whatman® no. 1. El filtrado se recolectó en viales para su 

posterior análisis por colorimetría utilizando un autoanalizador (Technicon 

Autoanalyzer II). 

Análisis estadístico 

Para analizar las condiciones iniciales del suelo se aplicó un análisis de varianza 

(ANDEVA) de dos vías, donde la región (RS y RH) y la estación de muestreo (seca y 

húmeda) fueron los factores a comparar. Cada profundidad del suelo fue analizada por 

separado. Para comparar entre profundidades se realizó una prueba de t. Cuando se 

requirió (i.e. en el caso de porcentajes o proporciones) se aplicó a los datos la 

transformación del arco seno. En el caso del N mineral se aplicó un análisis de 

correlación entre el nitrato y el amonio con el propósito de saber si había alguna 

relación significativa. 

El análisis de los datos de liberación de CO2 se llevó a cabo con los datos de 

CO2 liberado día-1 durante los 70 días que duró la incubación de las muestras. También 

se estandarizó la cantidad de CO2 liberado por el contenido de C total y se calculó el 

cociente metabólico (qCO2; mg C-CO2 g-1CBMS h-1). Se aplicó a los datos un 

ANDEVA de tres vías, en el que la región (RS y RH), la estación de muestreo (seca y 

húmeda) y la fertilización (T, C, N, P, CNP) fueron los factores a comparar. Cada 

profundidad fue analizada por separado. Para comparar entre profundidades se realizó 

una prueba de t. 

Para analizar el efecto de la fertilización al término de las incubaciones se aplicó 

un ANDEVA de tres vías, en el que la región (RS y RH), la estación de muestreo (seca 

y húmeda) y la fertilización (T, C, N, P, CNP) fueron los factores a comparar y usando 
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el valor inicial como covariable. Cuando los tratamientos fueron significativos (α = 

0.05) se realizó la comparación de medias mediante la prueba de Tukey. Se analizó cada 

profundidad por separado. Para comparar entre profundidades se realizó una prueba de 

t. Todos los análisis se realizaron usando el programa SPSS (versión 13.0). 
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4. RESULTADOS 

Características del suelo 

pH del suelo. El pH del suelo en los primeros 5 cm de profundidad, medido en 

agua, tuvo un rango de variación entre 3.7 y 4.1, pero no difirió significativamente entre 

las regiones (RS 3.8 ± 0.09, RH 3.9 ± 0.09; F(1,16) = 0.11, P = 0.746), ni con la estación 

de muestreo1 (secas 4.0 ± 0.09, lluvias 3.8 ± 0.09; F(1,16) = 2.61, P = 0.126). En 

contraste, en la profundidad 25 a 30 cm el pH del suelo de la RS (4.5 ± 0.05) fue menos 

ácido que la RH (4.1 ± 0.05; F(1,16) = 18.50, P = 0.001), y en secas (4.5 ± 0.05) fue 

menos ácido que en lluvias (4.2 ± 0.05; F(1,16) = 14.59, P = 0.002). El suelo de la capa 0 

a 5 cm de profundidad fue más ácido que el de la capa ubicada a 25-30 cm (3.9 ± 0.13 y 

4.3 ± 0.12, respectivamente; t(38, 0.05) = 5.23, P < 0.001). 

C total, N total y P total 

La concentración de C total en el suelo de ambas profundidades fue 

significativamente mayor en el suelo de la RS que en el de la RH y no hubo diferencia 

significativa entre las estaciones (Figura 8a, Cuadro 1). El suelo de la profundidad 0 a 5 

cm presentó 3 y 5 veces más C total que el de 25 a 30 cm en la RS y en la RH, 

respectivamente (t(38, 0.05) = 12.03, P < 0.001). 

La concentración de N total en la profundidad 0 a 5 cm fue estadísticamente 

similar entre regiones (Figura 8b, Cuadro 1). Los suelos recolectados en lluvias 

presentaron una mayor concentración de N total que los recolectados en secas. En la 

profundidad 25 a 30 cm hubo una interacción significativa entre la región y la estación 

de muestreo: la concentración de N total en el suelo de la RS fue mayor en las muestras 

                                                 
1 Con el propósito de facilitar la lectura de los resultados me referiré a la estación seca como “secas” y a 
la estación húmeda como “lluvias”. Sin embargo, es importante aclarar que las muestras de suelo se 
incubaron bajo las mismas condiciones de temperatura y de humedad y que las palabras “secas” y 
“lluvias” sólo hacen referencia a la estación durante la cuál el suelo fue recolectado y no implican una 
mayor o menor temperatura ni humedad durante el desarrollo de las incubaciones. 
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Variable Profundidad 
del suelo (cm) gl Cuadrados 

medios F P 

C total 
0-5 1,16 10088582805 21.36 < 0.001 Región 25-30 1,16 8009562856 88.49 < 0.001 
0-5 1,16 20462645 0.04 0.838 Estación 25-30 1,16 102527504 1.13 0.303 
0-5 1,16 1077365205 2.28 0.150 Reg * Est 25-30 1,16 361615592 3.99 0.063 

N total 
0-5 1,16 102863.69 0.05 0.824 Región 25-30 1,16 6534085.36 21.32 < 0.001 
0-5 1,16 24820722.09 12.31 0.003 Estación 25-30 1,16 548079.76 1.79 0.200 
0-5 1,16 2031610.52 1.01 0.330 Reg * Est 25-30 1,16 6635877.13 21.65 < 0.001 

P total 
0-5 1,16 111613.75 9.93 0.006 Región 25-30 1,16 200616.47 21.66 < 0.001 
0-5 1,16 13472.20 1.20 0.290 Estación 25-30 1,16 15974.81 1.72 0.208 
0-5 1,16 18320.62 1.63 0.220 Reg * Est 25-30 1,16 123232.44 13.30 0.002 

C:N 
0-5 1,16 128.22 12.21 0.003 Región 25-30 1,16 398.01 77.24 < 0.001 
0-5 1,16 71.065 6.77 0.019 Estación 25-30 1,16 6.61 1.28 0.274 
0-5 1,16 8.12 0.77 0.392 Reg * Est 25-30 1,16 36.94 7.17 0.017 

C:P 
0-5 1,16 390618.02 2.48 0.135 Región 25-30 1,16 28493.70 6.59 0.021 
0-5 1,16 213169.95 1.35 0.262 Estación 25-30 1,16 6724.91 1.56 0.230 
0-5 1,16 8103.53 0.05 0.823 Reg * Est 25-30 1,16 80269.52 18.57 0.001 

 

de lluvias que en las de secas, mientras que en la RH la concentración fue mayor en las 

muestras de secas que en las de lluvias. La concentración de N total fue tres veces 

mayor en la profundidad 0 a 5 cm que en la 25 a 30 cm (t(38, 0.05) = 13.80, P < 0.001). 

La concentración de P total en el suelo de 0 a 5 cm fue significativamente mayor 

en la RS que en el suelo de la RH y no hubo diferencia significativa entre las estaciones 

(Figura 8c, Cuadro 1). En la profundidad 25 a 30 cm la interacción entre región y 

Cuadro 1. Resultados del ANDEVA de dos factores para el análisis de los contenidos 
totales de C, N y P del suelo y sus relaciones. gl grados de libertad; Reg región; Est estación. 
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Figura 8. Concentración promedio de 
(a) C total, (b) N total, (c) P total y la 
relación (d) C:N y (e) C:P del suelo antes 
de aplicar los tratamientos de 
fertilización. RS región seca; RH región 
húmeda. Los análisis estadísticos se 
realizaron por separado para cada 
profundidad. Las letras mayúsculas 
significan diferencia entre región (P < 
0.05) y las minúsculas diferencia entre 
estación de muestreo (P < 0.05). N = 5 
para cada región y estación de muestreo. 
Las líneas de error representan un error 
estándar. 

estación fue significativa: la concentración de P total en la RS fue mayor en las 

muestras de secas que en las de lluvias, mientras que en la RH la concentración fue 

mayor en las muestras de lluvias respecto a las de secas. La concentración de P total no 

varió significativamente con la profundidad del suelo (t(38, 0.05) =  0.89, P = 0.378). 

El cociente C:N total del suelo en la profundidad 0 a 5 cm resultó ser 

significativamente mayor en la RS con respecto a la RH, y significativamente mayor en 

secas en comparación con lluvias (Figura 8d, Cuadro 1). En la profundidad 25 a 30 cm 

la interacción entre región y estación resultó significativa: en el suelo de la RS el 

cociente C:N total fue mayor en las muestras de secas y en la RH la relación no varió 

con la estación. El valor del cociente C:N total no fue significativamente diferente en las 

profundidades (t(38, 0.05) = 2.01, P = 0.051). 

El cociente C:P total del suelo en la profundidad 0 a 5 cm no fue 
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significativamente diferente entre regiones ni entre estaciones (Figura 8e, Cuadro 1). 

Sin embargo, en la profundidad 25 a 30 cm hubo interacción significativa entre región y 

estación: el cociente C:P del suelo de la RS fue mayor en las muestras de lluvias 

respecto a las de secas, mientras que en el suelo de la RH fue mayor en las muestras de 

secas que en las de lluvias. El valor del cociente C:P total fue mayor en la profundidad 0 

a 5 cm que en 25 a 30 cm (t(38, 0.05) = 6.58, P < 0.001). 

N mineral y P extraíble 

La concentración de NO3
- en la profundidad 0 a 5 cm fue similar en ambas 

regiones, sin embargo, fue mayor en lluvias que en secas (Figura 9a, Cuadro 2). En la 

profundidad 25 a 30 cm la interacción entre región y estación fue significativa: la 

concentración de NO3
- en la RS fue mayor en las muestras de secas en comparación con 

las de lluvias, mientras que en la RH la concentración de NO3
- fue mayor en lluvias con 

respecto a secas. La concentración de NO3
- fue mayor en la capa 0 a 5 cm que en la 25 a 

30 cm (t(38, 0.05) = 3.20, P = 0.003). 

La concentración de NH4
+ en el suelo 0 a 5 cm fue significativamente mayor en 

la RH con respecto a la RS y significativamente mayor en las muestras de lluvias que en 

las de secas (Figura 9b, Cuadro 2). En la profundidad 25 a 30 cm la concentración de 

NH4
+ fue similar en el suelo de ambas regiones, sin embargo, la concentración fue 

mayor en las muestras de lluvias que en las de secas. La diferencia de la concentración 

de NH4
+ entre profundidades no fue significativa (t(38, 0.05) = 0.62, P = 0.542). 

El NO3
- y el NH4

+ se asociaron significativamente en la profundidad 0 a 5 cm 

del suelo (r = 0.72, P = 0.02) en el suelo de la RH (15.8 ± 2.3), pero no hubo 

correlación entre ambas en el suelo de la RS (27.3 ± 5.4). Tampoco se encontró 

correlación significativa entre el NO3
- y NH4

+ en la profundidad 25 a 30 cm (17.1 ± 3.3 

en RS y 5.6 ± 1.2 en RH). 
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Figura 9. Concentración promedio de (a) nitrato, (b) amonio y (c) P extraíble del suelo antes de aplicar los 
tratamientos de fertilización. RS región seca; RH región húmeda. Los análisis estadísticos se realizaron por 
separado para cada profundidad. Las letras mayúsculas significan diferencia entre región (P < 0.05) y las 
minúsculas diferencia entre estación de muestreo (P < 0.05). N = 5 para cada región y estación de muestreo. Las 
líneas de error representan un error estándar.

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La concentración de P extraíble Bray II en ambas profundidades fue mayor en el 

suelo de la RH que en el de la RS y no fue estadísticamente diferente entre la estación 

de muestreo (Figura 9c, Cuadro 2). En la profundidad 0 a 5 cm la concentración de P 

extraíble fue el doble que en el suelo de 25 a 30 cm (t(38, 0.05) = 2.35, P = 0.024). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Variable Profundidad 
del suelo (cm) gl Cuadrados 

medios F P 

N-NO3
- 

0-5 1,16 17747.09 4.51 0.050 Región 25-30 1,16 6663.08 19.10 < 0.001 
0-5 1,16 109882.90 27.92 < 0.001 Estación 25-30 1,16 580.29 1.66 0.215 
0-5 1,16 5705.78 1.45 0.246 Reg * Est 25-30 1,16 3790.33 10.86 0.005 

N-NH4
+ 

0-5 1,16 215.43 32.77 < 0.001 Región 25-30 1,16 4.32 0.55 0.470 
0-5 1,16 123.60 18.80 0.001 Estación 25-30 1,16 74.96 9.48 0.007 
0-5 1,16 24.86 3.78 0.070 Reg * Est 25-30 1,16 0.20 0.02 0.877 

P extraíble  
0-5 1,16 10685.14 75.64 < 0.001 Región 25-30 1,16 1645.84 7.37 0.015 
0-5 1,16 252.19 1.79 0.200 Estación 25-30 1,16 79.64 0.36 0.559 
0-5 1,16 0.31 0.00 0.963 Reg * Est 

25-30 1,16 51.94 0.23 0.636 

Cuadro 2. Resultados del ANDEVA de dos factores para el análisis del contenido inicial 
de nitrato, amonio y P extraíble del suelo. gl grados de libertad; Reg región; Est estación. 
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CBMS y NBMS 

Para el CBMS en la profundidad 0 a 5 cm se encontró significativa la interacción 

entre región y estación (Cuadro 3). El CBMS de la RS fue mayor en las muestras de 

secas que en las de lluvias. En contraste, el CBMS de la RH fue mayor en lluvias que en 

secas (Figura 10a). En la profundidad 25 a 30 cm el CBM fue mayor en el suelo de la 

RS en relación con el suelo de la RH y mayor en las muestras de secas que en las de 

lluvias. La concentración de CBMS fue casi tres veces mayor en la profundidad 0 a 5 

cm que en la capa 25 a 30 cm (t(38, 0.05) = 10.40, P < 0.001). 

La concentración de NBMS en la profundidad 0 a 5 cm también presentó la 

interacción entre región y estación (Cuadro 3): el suelo de la RS tuvo mayor 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Variable Profundidad 
del suelo (cm) gl Cuadrados 

medios F P 

CBMS 
0-5 1,16 799648.04 2.05 0.172 Región 25-30 1,16 2276498.54 18.45 0.001 
0-5 1,16 60737.83 0.16 0.698 Estación 25-30 1,16 2739102.71 22.20 < 0.001 
0-5 1,16 1972183.77 5.05 0.039 Reg * Est 25-30 1,16 232306.86 1.88 0.189 

NBMS 
0-5 1,16 79072.15 4.39 0.052 Región 25-30 1,16 14837.05 3.59 0.076 
0-5 1,16 67230.64 3.74 0.071 Estación 25-30 1,16 90262.05 21.83 < 0.001 
0-5 1,16 116396.18 6.47 0.022 Reg * Est 25-30 1,16 374.58 0.09 0.767 

CBMS : NBMS 
0-5 1,16 93.92 8.73 0.009 Región 25-30 1,16 70.58 3.34 0.086 
0-5 1,16 70.99 6.60 0.021 Estación 25-30 1,16 36.86 1.75 0.205 
0-5 1,16 44.64 4.15 0.059 Reg * Est 25-30 1,16 42.49 2.01 0.175 

CBMS : C total  (%) 
0-5 1,16 1.25 12.22 0.003 Región 25-30 1,16 13.61 16.72 0.001 
0-5 1,16 0.03 0.31 0.584 Estación 25-30 1,16 41.18 50.60 < 0.001 
0-5 1,16 0.16 1.58 0.226 Reg * Est 

25-30 1,16 8.84 10.86 0.005 

Cuadro 3. Resultados del ANDEVA de dos factores para el análisis del contenido inicial 
de CBMS y NBMS, relación CBMS:NBMS y CBMS:Ctotal. gl grados de libertad; Reg 
región; Est estación 
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Figura 10. Concentración promedio de (a) CBMS, (b) NBMS y las relaciones (c) C:N en BMS y (d) CBMS:C 
total del suelo antes de aplicar los tratamientos de fertilización. RS región seca; RH región húmeda. Los 
análisis estadísticos se realizaron por separado para cada profundidad. Las letras mayúsculas significan 
diferencia entre región (P < 0.05) y las minúsculas diferencia entre estación de muestreo (P < 0.05). N = 5 
para cada región y estación de muestreo. Las líneas de error representan un error estándar. 

concentración de NBM en las muestras de secas en comparación con las de lluvias, 

mientras que el suelo de la RH no tuvo diferencia entre las estaciones de muestreo 

(Figura 10b). En la profundidad 25 a 30 cm la concentración de esta variable no fue 

significativamente diferente entre regiones, pero fue significativamente mayor en las 

muestras de secas que en las de lluvias. La concentración de NBMS fue de más del 

doble en la profundidad 0 a 5 cm que en 25 a 30 cm (t(38, 0.05) = 6.31, P < 0.001). 

El cociente C:N en la BMS de la profundidad 0 a 5 cm fue significativamente 

mayor en el suelo de la RS en comparación con el suelo de la RH y significativamente 

mayor en lluvias que en secas (Figura 10c, Cuadro 3). En contraste, en la profundidad 
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25 a 30 cm no se encontró diferencia entre regiones ni entre estaciones. El cociente C:N 

en la BMS fue similar en ambas profundidades (t(38, 0.05) = 0.37, P = 0.712). 

El cociente CBMS:C total del suelo en la profundidad 0 a 5 cm fue mayor en la 

RH en relación a la RS y no presentó diferencia con la estación de muestreo (Figura 

10d, Cuadro 3). En la profundidad 25 a 30 cm, la interacción entre región y estación 

resultó significativa: ambas regiones presentaron un valor mayor durante secas en 

comparación con lluvias, siendo la diferencia mayor en la RH. El cociente CBMS:C 

total del suelo fue mayor en la profundidad 25 a 30 cm en relación a 0 a 5 cm (t(38, 0.05) = 

2.70, P = 0.010). 

Fertilización de las muestras de suelo 

En la profundidad 0 a 5 cm la liberación de CO2 durante la incubación fue mayor 

en la RS respecto a la RH (F(1,80) = 64.17, P < 0.001) y mayor durante secas en 

comparación con lluvias (F(1,80) = 62.23, P < 0.001; Figura 11). La liberación de CO2 

fue mayor en los suelos que recibieron +C (32.58 ± 0.56 μg C g-1suelo día-1) y +CNP 

(32.55 ± 0.56 μg C g-1suelo día-1) respecto a los que recibieron +P (29.72 ± 0.56 μg C g-

1suelo día-1), +N (29.53 ± 0.56 μg C g-1suelo día-1) y el testigo (29.52 ± 0.56 μg C g-

1suelo día-1; F(4,80) = 8.45, P < 0.001); estos tres últimos tratamientos no presentaron 

diferencias significativas entre sí. 

En la profundidad 25 a 30 cm la interacción entre región y estación de muestreo 

fue significativa (F(1, 80) = 4.62, P = 0.035): la diferencia entre estaciones fue solo en la 

RH. En esta profundidad los suelos con la mayor liberación de CO2 (F(4,80) = 28.79, P < 

0.001) fueron los fertilizados con +C (15.31 ± 0.25 μg C g-1suelo día-1) y +CNP (15.14 

± 0.25 μg C g-1 suelo día-1), mientras que los fertilizados con +N (12.87 ± 0.25 μg C g-

1suelo día-1), el testigo (12.79 ± 0.25 μg C g-1suelo día-1) y con +P (12.64 ± 0.25 μg C g-

1suelo día-1) no fueron diferentes significativamente entre sí. 
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Figura 11. CO2 liberado durante 70 días de incubación posteriores a la fertilización. RS región seca; RH 
región húmeda; ES estación seca; EH estación húmeda. Los tratamientos fueron: T, testigo; C, adición de 
495 μg C g-1 suelo; N, adición de 49.5 μg N g-1 suelo; P, adición de 6.2 μg P g-1 suelo; CNP, adición de 
los tres en la misma concentración. Los análisis estadísticos se realizaron por separado para cada 
profundidad. Las letras mayúsculas significan diferencia entre región (P < 0.05); las minúsculas 
diferencia entre estación (P < 0.05); * = los tratamientos son significativamente diferentes del control (P 
< 0.05). N = 5 para cada región y estación. Las líneas de error representan un error estándar. 

La liberación de CO2 desde el suelo en la profundidad 0 a 5 cm fue de más del 

doble que la correspondiente a las muestras en 25 a 30 cm de profundidad (t(198, 0.05) = 

38.80, P < 0.001; Figura 11). 

Las muestras de suelo fertilizadas con +C o +CNP en comparación con el testigo 

o las muestras fertilizadas con +N y +P liberaron 10% más de CO2 en la profundidad 0 a 

5 cm y 20% más en la profundidad 25 a 30 cm. La mayor liberación de CO2 por parte 

de las muestras fertilizadas con +C y +CNP se observó durante los primeros ocho días 

en secas (intervalo de liberación diaria de 57.47 a 84.36 μg C g-1suelo 0 a 5 cm y 38.73 

a 50.31 μg C g-1suelo 25 a 30 cm) y se extendió durante los primeros catorce días en 

lluvias (intervalo de liberación diaria de 34.37 a 54.06 μg C g-1suelo 0 a 5 cm y 22.07 a 

33.47 μg C g-1suelo 25 a 30 cm). Después de dicho periodo la liberación de CO2 fue 

similar a la del testigo. 
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Figura 12. CO2 liberado : C total. RS región seca; RH región húmeda; ES estación seca; EH estación 
húmeda. Los tratamientos fueron: T, testigo; C, adición de 495 μg C g-1 suelo; N, adición de 49.5 μg N g-

1 suelo; P, adición de 6.2 μg P g-1 suelo; CNP, adición de los tres en la misma concentración. Los análisis 
estadísticos se realizaron por separado para cada profundidad. Las letras mayúsculas significan diferencia 
entre región (P < 0.05); las minúsculas diferencia entre estación (P < 0.05); * = los tratamientos son 
significativamente diferentes del control (P < 0.05). N = 5 para cada región y estación. Las líneas de 
error representan un error estándar. 
 

El cociente CO2 liberado : C total en la profundidad del suelo 0 a 5 cm resultó 

con la interacción significativa entre la región y la estación de muestreo (F(1,80) = 9.99, 

P = 0.002): la diferencia entre estaciones fue mayor en la RH respecto a la RS (Figura 

12). No hubo diferencia en los tratamientos de fertilización (F(4,80) = 1.54, P = 0.198). 

En la capa 25 a 30 cm de profundidad la interacción entre la región y la estación 

de muestreo también fue significativa (F(1,80) = 15.42, P < 0.001): el cociente CO2 

liberado : C total en la RS fue mayor en las muestras de secas, mientras que en la RH fue 

mayor en las de lluvias. Los tratamientos +C y +CNP fueron significativamente 

diferentes en comparación con el testigo, +N o +P (F(4,80) = 3.75, P = 0.008). El 

cociente CO2 liberado : C total fue mayor en la profundidad 25 a 30 cm en comparación 

con 0 a 5 cm (t(198, 0.05) = 10.49, P < 0.001; Figura 12). 
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Figura 13. Cociente metabólico (qCO2). RS región seca; RH región húmeda; ES estación seca; EH 
estación húmeda. Los tratamientos fueron: T, testigo; C, adición de 495 μg C g-1 suelo; N, adición de 
49.5 μg N g-1 suelo; P, adición de 6.2 μg P g-1 suelo; CNP, adición de los tres en la misma concentración. 
Los análisis estadísticos se realizaron por separado para cada profundidad. Las letras mayúsculas 
significan diferencia entre región (P < 0.05); las minúsculas diferencia entre estación (P < 0.05); * = los 
tratamientos son significativamente diferentes del control (P < 0.05). N = 5 para cada región y estación. 
Las líneas de error representan un error estándar. 

El cociente metabólico (qCO2) en la profundidad 0 a 5 cm no difirió entre 

regiones (F(1,80) =  0.85, P = 0.360), aunque fue mayor en las muestras de lluvias 

respecto a las de secas (F(1,80) = 15.84, P < 0.001) y no hubo diferencias significativas 

entre los tratamientos (F(4,80) = 1.10, P = 0.361; Figura 13). 

En la profundidad 25 a 30 cm el qCO2 fue mayor en la RH respecto a la RS 

(F(1,80) = 11.26, P = 0.001) y en las muestras de lluvias que en las de secas (F(1,80) = 

41.23, P < 0.001). En esta profundidad tampoco hubo diferencias significativas entre 

los tratamientos (F(4,80) = 1.09, P = 0.366). El qCO2 fue mayor en 25 a 30 cm respecto a 

0 a 5 cm (t(198, 0.05) = 2.42, P = 0.016; Figura 13). 
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Condiciones al final de la incubación 

N mineral y P extraíble 

La concentración final de NO3
- en el suelo superficial (0 a 5 cm de profundidad) 

no fue diferente con respecto a la concentración inicial y la interacción entre región y 

estación de muestreo fue significativa (Cuadro 4, Figura 14a): la diferencia entre las 

estaciones de muestreo fue mayor en la RH que en la RS. La aplicación de los 

tratamientos de fertilización produjo diferencias significativas, la concentración de NO3
- 

fue mayor en los tratamientos +N (222.70 μg g-1 ± 12.48) y +CNP (214.86 μg g-1 ± 

12.48) en comparación con el testigo (178.73 μg g-1 ± 12.48), +P (172.25 μg g-1 ± 

12.48) y +C (170.35 μg g-1 ± 12.48). 

En la profundidad 25 a 30 cm la concentración final de NO3
- no fue 

significativamente diferente respecto a la concentración inicial. No hubo diferencias 

entre regiones, sin embargo, la concentración de NO3
- fue mayor en las muestras de 

secas respecto a las de lluvias. Una vez más los tratamientos fueron diferentes y la 

 

 

Variable Profundidad 
del suelo (cm) gl Cuadrados 

medios F P 

N-NO3
- 

0-5 1,79 15.74 0.00 0.944 inicio 25-30 1,79 1014.21 1.48 0.228 
0-5 1,79 332725.29 106.81 <0.001 Región 25-30 1,79 2654.71 3.87 0.053 
0-5 1,79 25480.35 8.18 0.005 Estación 25-30 1,79 2819.35 4.11 0.047 
0-5 4,79 12497.46 4.01 0.005 Fertilización 25-30 4,79 2167.52 3.16 0.018 
0-5 1,79 64157.45 20.60 <0.001 Reg * Est 25-30 1,79 1015.72 1.48 0.227 
0-5 4,79 1855.80 0.60 0.667 Reg * Fert 25-30 4,79 244.25 0.36 0.839 
0-5 4,79 489.05 0.16 0.959 Est * Fert 25-30 4,79 1448.50 2.11 0.087 
0-5 4,79 774.13 0.25 0.910 Reg * Est * Fert 25-30 4,79 579.53 0.84 0.501 

Cuadro 4. Resultados del ANDEVA de tres factores para el análisis del contenido final de 
nitrato, amonio y P extraíble. gl= grados de libertad; inicio= covariable valor inicial; Reg= 
región; Est= estación; Fert= fertilización.  
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concentración de NO3
- fue: +N (71.55 μg g-1 ± 5.86) ≥ +CNP (69.92 μg g-1 ± 5.86) ≥ T 

(53.52 μg g-1 ± 5.86) ≥ +P (52.38 μg g-1 ± 5.86) = +C (49.84 μg g-1 ± 5.86). La 

profundidad 0 a 5 cm tuvo una mayor concentración de NO3
- al final de la incubación 

que la profundidad 25 a 30 cm (t(198, 0.05) = 12.78, P < 0.001; Figura 14a). 

Al término de la incubación la concentración de NH4
+ en la profundidad 0 a 5 

cm del suelo fue mayor en comparación con la concentración inicial (Cuadro 4, Figura 

Cuadro 4. Continuación 

Variable Profundidad 
del suelo (cm) gl Cuadrados 

medios F P 

N-NH4
+ 

0-5 1,79 1185.85 5.41 0.023 inicio 25-30 1,79 1506.77 14.40 <0.001 
0-5 1,79 513.21 2.34 0.130 Región 25-30 1,79 292.47 2.79 0.099 
0-5 1,79 295.45 1.35 0.249 Estación 25-30 1,79 443.05 4.23 0.043 
0-5 4,79 231.85 1.06 0.383 Fertilización 25-30 4,79 1614.79 15.43 <0.001 
0-5 1,79 50.81 0.23 0.631 Reg * Est 25-30 1,79 365.76 3.49 0.065 
0-5 4,79 181.69 0.83 0.511 Reg * Fert 25-30 4,79 17.71 0.17 0.953 
0-5 4,79 159.00 0.73 0.577 Est * Fert 25-30 4,79 24.83 0.24 0.917 
0-5 4,79 72.57 0.33 0.856 Reg * Est * Fert 25-30 4,79 19.26 0.18 0.946 

P extraíble 
0-5 1,79 9717.62 39.18 <0.001 inicio 25-30 1,79 15886.28 26.17 <0.001 
0-5 1,79 1641.16 6.62 0.012 Región 25-30 1,79 2408.89 3.97 0.051 
0-5 1,79 0.58 0.00 0.962 Estación 25-30 1,79 3034.33 5.00 0.028 
0-5 4,79 154.80 0.62 0.647 Fertilización 25-30 4,79 11.08 0.02 0.999 
0-5 1,79 185.23 0.75 0.390 Reg * Est 25-30 1,79 4059.83 6.69 0.012 
0-5 4,79 84.13 0.34 0.851 Reg * Fert 25-30 4,79 5.14 0.01 1.000 
0-5 4,79 10.30 0.04 0.997 Est * Fert 25-30 4,79 1.40 0.00 1.000 
0-5 4,79 14.44 0.06 0.994 Reg * Est * Fert 25-30 4,79 0.73 0.00 1.000 
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Figura 14. Concentración promedio de (a) nitrato, 
(b) amonio y (c) P extraíble después de 70 días de 
incubación posteriores a la fertilización. RS región 
seca; RH región húmeda; ES estación seca; EH 
estación húmeda. Los análisis estadísticos se 
realizaron por separado para cada profundidad. Las 
letras mayúsculas significan diferencia entre región 
(P < 0.05); las minúsculas diferencia entre estación 
(P < 0.05); los números (cuando están presentes) 
diferencia entre los tratamientos (P < 0.05). N = 5 
para cada región y estación. Las líneas de error 
representan un error estándar. 

14b). No hubo diferencia entre la región, entre la estación de muestreo ni entre los 

tratamientos. 

En la profundidad 25 a 30 cm la concentración final de NH4
+ también fue mayor 

en comparación con la concentración inicial, aunque no presentó diferencias entre 

regiones. La concentración fue mayor en las muestras de secas que en las de lluvias y la 

aplicación de los tratamientos de fertilización produjo diferencias significativas, ya que 

la concentración final de NH4
+ disminuyó siguiendo el siguiente orden: +N (26.96 μg g-

1 ± 2.29) = +CNP (24.53 μg g-1 ± 2.29) > +P (13.07 μg g-1 ± 2.29) ≥ T (10.29 μg g-1 ± 

2.29) ≥ +C (6.55 μg g-1 ± 2.29). La diferencia entre profundidades no fue 
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estadísticamente significativa (t(198, 0.05) = 0.94, P = 0.346; Figura 14b). 

La concentración de P extraíble en los primeros 5 cm de profundidad del suelo 

fue mayor al final del periodo de incubación que al inicio y mayor en la RH respecto a 

la RS, aunque no hubo diferencias entre la estación (Cuadro 4, Figura 14c). En esta 

profundidad la aplicación de los tratamientos de fertilización no tuvo ningún efecto 

significativo en la concentración final de P extraíble. 

En la profundidad 25 a 30 cm la concentración final de P extraíble también fue 

mayor que la inicial y la interacción entre región y estación de muestreo fue 

significativa: en la RS la concentración fue similar entre las estaciones de muestreo, 

mientras que en la RH la concentración fue mayor en las muestras de lluvias que en las 

de secas. Los tratamientos de fertilización no fueron diferentes entre sí. La profundidad 

0 a 5 cm tuvo una mayor concentración que la profundidad 25 a 30 cm (t(198, 0.05) = 5.32, 

P < 0.001; Figura 14c). 

CBMS y NBMS 

La concentración final de CBMS en la profundidad 0 a 5 cm fue mayor al 

término de la incubación en comparación con la concentración inicial (Cuadro 5, Figura 

15a). La concentración de CBMS no fue estadísticamente diferente entre las regiones, 

aunque fue significativamente mayor en las muestras de secas que en las de lluvias. Los 

tratamientos de fertilización no tuvieron efecto significativo en la concentración final de 

CBMS. 

En la profundidad 25 a 30 cm no se encontraron diferencias entre la 

concentración inicial y final de CBMS. La concentración fue mayor en el suelo de la RS 

en comparación con el de la RH y mayor en las muestras de secas que en las de lluvias. 

En esta profundidad los tratamientos tampoco produjeron diferencias significativas. El 
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suelo de la profundidad 0 a 5 cm tuvo más del doble de concentración de CBMS que el 

de la profundidad 25 a 30 cm (t(198, 0.05) = 11.60, P < 0.001; Figura 15a). 

La concentración final de NBMS en la profundidad 0 a 5 cm fue mayor que la 

inicial y no hubo diferencias entre regiones, aunque fue mayor en las muestras de secas 

que en las de lluvias (Cuadro 5, Figura 15b). La aplicación de los tratamientos de 

fertilización no produjo diferencias entre sí. 

En la profundidad 25 a 30 cm la concentración final de NBMS fue igual respecto 

 

Variable Profundidad 
del suelo (cm) gl Cuadrados 

medios F P 

CBMS 
0-5 1,79 23245504.50 12.99 0.001 inicio 25-30 1,79 252151.98 0.59 0.446 
0-5 1,79 5148884.38 2.88 0.094 Región 25-30 1,79 4036633.76 9.39 0.003 
0-5 1,79 88830510.34 49.64 <0.001 Estación 25-30 1,79 21840726.10 50.80 <0.001 
0-5 4,79 1384931.60 0.77 0.545 Fertilización 25-30 4,79 762329.59 1.77 0.143 
0-5 1,79 532788.01 0.30 0.587 Reg * Est 25-30 1,79 324499.79 0.76 0.388 
0-5 4,79 838269.25 0.47 0.759 Reg * Fert 25-30 4,79 779020.73 1.81 0.135 
0-5 4,79 1592171.19 0.89 0.474 Est * Fert 25-30 4,79 537845.39 1.25 0.296 
0-5 4,79 3199262.36 1.79 0.140 Reg * Est * Fert 25-30 4,79 439621.74 1.02 0.401 

NBMS 
0-5 1,79 1354488.89 7.14 0.009 inicio 25-30 1,79 125910.69 3.17 0.079 
0-5 1,79 44962.97 0.24 0.628 Región 25-30 1,79 115696.84 2.91 0.092 
0-5 1,79 8314549.42 43.86 <0.001 Estación 25-30 1,79 1188476.56 29.91 <0.001 
0-5 4,79 89690.71 0.47 0.755 Fertilización 25-30 4,79 23222.23 0.58 0.675 
0-5 1,79 268150.59 1.41 0.238 Reg * Est 25-30 1,79 36601.35 0.92 0.340 
0-5 4,79 113777.33 0.60 0.664 Reg * Fert 25-30 4,79 19487.29 0.49 0.743 
0-5 4,79 217189.56 1.15 0.341 Est * Fert 25-30 4,79 91044.08 2.29 0.067 
0-5 4,79 307055.32 1.62 0.178 Reg * Est * Fert 25-30 4,79 38092.62 0.96 0.435 

Cuadro 5. Resultados del ANDEVA de tres factores para el análisis del contenido final de 
CBMS y NBMS. gl= grados de libertad; inicio= covariable valor inicial; Reg= región; Est= 
estación; Fert= fertilización. 
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a la inicial y no hubo diferencia significativa entre regiones, sin embargo, esta variable 

fue mayor en las muestras de secas que en las de lluvias. No se encontraron diferencias 

significativas entre los tratamientos de fertilización. El suelo de la profundidad 0 a 5 cm 

tuvo mayor concentración de NBM respecto al de 25 a 30 cm (t(198, 0.05) = 5.50, P < 

0.001; Figura 15b). 

El cociente CBMS : NBMS no fue estadísticamente diferente entre regiones 

(F(1,79) = 0.66, P = 0.420 de 0-5 cm; F(1,79) = 0.04, P = 0.832 de 25-30 cm). En 0 a 5 cm 

el cociente fue mayor en lluvias que en secas (F(1,79) = 4.47, P = 0.038), mientas que en 

25 a 30 cm no hubo diferencia entre estaciones (F(1,79) = 0.34, P = 0.563; Figura 15c). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15. Concentración promedio de (a) CBMS, 
(b) NBMS y (c) relación CBMS:NBMS después de 
70 días de incubación posteriores a la fertilización. 
RS región seca; RH región húmeda; ES estación 
seca; EH estación húmeda. Los análisis estadísticos 
se realizaron por separado para cada profundidad. 
Las letras mayúsculas significan diferencia entre 
región (P < 0.05); las minúsculas diferencia entre 
estación (P < 0.05); los números (cuando están 
presentes) diferencia entre los tratamientos (P < 
0.05). N = 5 para cada región y estación. Las líneas 
de error representan un error estándar. 
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Tampoco hubo diferencia significativa entre las profundidades del suelo (t(198, 0.05) = 

1.16, P = 0.248). 

Variación temporal de N mineral y P extraíble 

En los primeros 5 cm del suelo la nitrificación neta (i.e. concentración final NO3
- 

– concentración inicial NO3
-) fue significativamente mayor en la RH con respecto a la 

RS y también fue mayor en secas en comparación con lluvias (Cuadro 6, Figura 16a). 

No hubo diferencias significativas entre los tratamientos de fertilización. 

En la profundidad 25 a 30 cm la interacción entre región y estación de muestreo 

fue significativa: en la RH la nitrificación neta fue mayor en las muestras de secas en 

comparación con las de lluvias, mientras que en la RS en las dos estaciones hubo 

inmovilización. Los tratamientos de fertilización no difirieron significativamente entre 

sí. La nitrificación neta fue mayor en 0 a 5 cm que en 25 a 30 cm de profundidad (t(198, 

0.05) = 5.41, P < 0.001; Figura 16a). 

La amonificación neta en la profundidad 0 a 5 cm fue significativamente mayor 

en la RH en comparación con la RS y mayor en las muestras de lluvias que en las de 

secas (Cuadro 6, Figura 16b). Los tratamientos no fueron significativamente diferentes. 

En el suelo de la profundidad 25 a 30 cm las regiones y las estaciones fueron 

similares entre sí, sin embargo, en esta profundidad se encontraron efectos de los 

tratamientos sobre la amonificación neta, siendo de la siguiente manera: +N (21.22 μg 

g-1 ± 2.30) = +CNP (18.80 μg g-1 ± 2.30) > +P (7.33 μg g-1 ± 2.30) ≥ T (4.56 μg g-1 ± 

2.30) ≥ +C (0.82 μg g-1 ± 2.30). No hubo diferencia significativa entre profundidades 

(t(198, 0.05) = 0.64, P = 0.526; Figura 16b). 

La mineralización neta de P en el suelo más superficial (0 a 5 cm de 

profundidad) fue mayor en la RH en comparación con la RS, mientras que no se 

encontraron diferencias entre las estaciones (Cuadro 6, Figura 16c). La aplicación de los 
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Variable Profundidad 
del suelo (cm) gl Cuadrados 

medios F P 

nitrificación neta 
0-5 1,80 152135.88 21.87 <0.001 Región 25-30 1,80 16331.31 13.94 <0.001 
0-5 1,80 146058.49 20.99 <0.001 Estación 25-30 1,80 12613.98 10.77 0.002 
0-5 4,80 12497.24 1.79 0.138 Fertilización 25-30 4,80 2167.55 1.85 0.127 
0-5 1,80 9371.40 1.35 0.249 Reg * Est 25-30 1,80 15037.63 12.84 0.001 
0-5 4,80 1855.84 0.27 0.899 Reg * Fert 25-30 4,80 244.25 0.21 0.933 
0-5 4,80 489.12 0.07 0.991 Est * Fert 25-30 4,80 1448.41 1.24 0.302 
0-5 4,80 773.99 0.11 0.978 Reg * Est * Fert 25-30 4,80 579.56 0.49 0.740 

amonificación neta 
0-5 1,80 2392.87 10.97 0.001 Región 25-30 1,80 391.37 3.70 0.058 
0-5 1,80 1095.01 5.02 0.028 Estación 25-30 1,80 276.39 2.62 0.110 
0-5 4,80 231.84 1.06 0.380 Fertilización 25-30 4,80 1614.69 15.28 <0.001 
0-5 1,80 5.42 0.02 0.875 Reg * Est 25-30 1,80 345.92 3.27 0.074 
0-5 4,80 181.67 0.83 0.508 Reg * Fert 25-30 4,80 17.69 0.17 0.954 
0-5 4,80 158.96 0.73 0.575 Est * Fert 25-30 4,80 24.83 0.23 0.918 
0-5 4,80 72.57 0.33 0.855 Reg * Est * Fert 25-30 4,80 19.24 0.18 0.947 

mineralización neta de P 
0-5 1,80 6368.52 25.92 <0.001 Región 25-30 1,80 2382.71 3.97 0.051 
0-5 1,80 3.39 0.01 0.907 Estación 25-30 1,80 3359.01 5.60 0.020 
0-5 4,80 154.77 0.63 0.643 Fertilización 25-30 4,80 11.08 0.02 0.999 
0-5 1,80 187.66 0.76 0.385 Reg * Est 25-30 1,80 4236.84 7.06 0.010 
0-5 4,80 84.11 0.34 0.849 Reg * Fert 25-30 4,80 5.13 0.01 1.000 
0-5 4,80 10.32 0.04 0.997 Est * Fert 25-30 4,80 1.39 0.00 1.000 
0-5 4,80 14.42 0.06 0.993 Reg * Est * Fert 25-30 4,80 0.73 0.00 1.000 

Cuadro 6. Resultados del ANDEVA de tres factores para el análisis de nitrificación neta, 
amonificación neta y mineralización neta de P durante 70 días. gl= grados de libertad; Reg= 
región; Est= estación; Fert= fertilización 
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tratamientos de fertilización no resultó en diferencias significativas. 

Para la profundidad 25 a 30 cm la interacción entre la región y la estación de 

muestreo fue significativa: en la RH la diferencia entre estaciones fue mayor en las 

muestras de lluvias, mientras que en la RS las dos estaciones fueron similares. Los 

tratamientos de fertilización no fueron diferentes entre sí. El suelo en 0 a 5 cm tuvo 

mayor mineralización neta de P que en 25 a 30 cm (t(198, 0.05) = 2.86, P = 0.005; Figura 

16c). 

Inmovilización de C y N en la biomasa microbiana 

La inmovilización neta del CBMS en 0 a 5 cm de profundidad (i.e. CBMS final 

– CBMS inicial) fue similar entre regiones, sin embargo, fue mayor en secas que en 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. (a) Nitrificación neta, (b) amonificación 
neta y (c) mineralización neta de P durante 70 días. RH 
región húmeda; ES estación seca; EH estación húmeda. 
Los análisis estadísticos se realizaron por separado para 
cada profundidad. Las letras mayúsculas significan 
diferencia entre región (P < 0.05); las minúsculas 
diferencia entre estación (P < 0.05); los números 
(cuando están presentes) diferencia entre los 
tratamientos (P < 0.05). N = 5 para cada región y 
estación. Las líneas de error representan un error 
estándar. 
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lluvias (Cuadro 7; Figura 17a), habiendo mineralización en algunos casos (i.e. valores 

negativos). No hubo diferencias significativas con la aplicación de los tratamientos de 

fertilización. 

En el suelo de la profundidad 25 a 30 cm las regiones fueron estadísticamente 

similares y la inmovilización neta fue mayor en las muestras de secas que en las de 

lluvias. En esta profundidad tampoco hubo diferencias significativas entre los 

tratamientos de fertilización. La inmovilización neta del CBMS no difirió 

significativamente entre profundidades (t(198, 0.05) = 1.05, P = 0.296; Figura 17a). 

La inmovilización neta de NBMS en 0 a 5 cm de profundidad no fue 

 

Variable Profundidad 
del suelo (cm) gl Cuadrados 

medios F P 

Inmovilización neta del CBMS 
0-5 1,80 3899657.31 2.20 0.142 Región 25-30 1,80 723731.32 1.23 0.272 
0-5 1,80 87402398.66 49.25 <0.001 Estación 25-30 1,80 8539229.46 14.46 <0.001 
0-5 4,80 1384928.52 0.78 0.541 Fertilización 25-30 4,80 762333.78 1.29 0.281 
0-5 1,80 1607765.67 0.91 0.344 Reg * Est 25-30 1,80 419626.70 0.71 0.402 
0-5 4,80 838266.38 0.47 0.756 Reg * Fert 25-30 4,80 779021.03 1.32 0.270 
0-5 4,80 1592172.20 0.90 0.470 Est * Fert 25-30 4,80 537847.75 0.91 0.462 
0-5 4,80 3199261.12 1.80 0.136 Reg * Est * Fert 25-30 4,80 439622.07 0.74 0.565 

Inmovilización neta del NBMS 
0-5 1,80 741562.10 2.88 0.093 Región 25-30 1,80 3307.17 0.07 0.798 
0-5 1,80 4435522.42 17.25 <0.001 Estación 25-30 1,80 364973.06 7.29 0.008 
0-5 4,80 89695.03 0.35 0.844 Fertilización 25-30 4,80 23218.98 0.46 0.762 
0-5 1,80 790690.87 3.08 0.083 Reg * Est 25-30 1,80 14848.39 0.30 0.588 
0-5 4,80 113786.26 0.44 0.777 Reg * Fert 25-30 4,80 19484.93 0.39 0.816 
0-5 4,80 217178.34 0.84 0.501 Est * Fert 25-30 4,80 91037.55 1.82 0.133 
0-5 4,80 307062.65 1.19 0.320 Reg * Est * Fert 25-30 4,80 38085.92 0.76 0.554 

Cuadro 7. Resultados del ANDEVA de tres factores para el análisis de inmovilización de CBMS y 
NBMS durante 70 días. gl= grados de libertad; Reg= región; Est= estación; Fert= fertilización 
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significativamente diferente entre regiones, aunque fue mayor en las muestras de secas 

respecto a las de lluvias (Cuadro 7, Figura 17b). Los tratamientos de fertilización no 

fueron diferentes entre sí. 

En la profundidad 25 a 30 cm no hubo diferencia significativa entre regiones, sin 

embargo, las muestras de secas inmovilizaron mayor NBMS que las de lluvias. En esta 

profundidad tampoco hubo diferencias significativas con la aplicación de los 

tratamientos de fertilización. No hubo diferencia significativa entre profundidades del 

suelo (t(198, 0.05) = 0.66, P = 0.512; Figura 17b). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 17. Inmovilización neta 
(concentración final – 
concentración inicial) de (a) CBMS 
y de (b) NBMS durante 70 días. RS 
región seca; RH región húmeda; ES 
estación seca; EH estación húmeda. 
Los análisis estadísticos se 
realizaron por separado para cada 
profundidad. Las letras mayúsculas 
significan diferencia entre región 
(P < 0.05); las minúsculas 
diferencia entre estación (P < 
0.05); los números (cuando están 
presentes) diferencia entre los 
tratamientos (P < 0.05). N = 5 para 
cada región y estación. Las líneas 
de error representan un error 
estándar. 
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5. DISCUSIÓN 

Los suelos de ambos bosques fueron ácidos posiblemente debido a la 

composición del material vegetal depositado, ya que las acículas de las confieras 

contienen grandes cantidades de compuestos fenólicos y lignina, precursores de 

residuos ácidos (Scholes y Nowicki, 1998). La concentración de C en el suelo de la RS 

(valor promedio de ambas profundidades: 11.3%) y el de la RH (valor promedio: 7.0%) 

están dentro del rango reportado en otros estudios realizados en la zona: V. Saynes (en 

preparación) 17% en los primeros 10 cm; Valdés et al. (2003) 7.4% para 10 cm; 

Romualdo (2008) 14.8% en los primeros 2.5 cm del suelo y 7.9% de 2.5 cm a 10 cm. El 

hecho de que haya una mayor concentración de C en el suelo de la RS que en el de la 

RH puede ser el resultado de una menor mineralización de la MOS por la menor 

precipitación, o de una menor calidad de la misma (i.e. cociente C:N mayor). Como se 

mencionó anteriormente, en estos bosques hay una proporción diferente de especies; por 

lo tanto, el piso forestal de la RS tiene una mayor acumulación de hojas senescentes de 

encino que el suelo de la RH, las cuales son de menor calidad que las acículas de pino 

(tienen menor concentración de N y/o P que las acículas; Cárdenas, 2008). En un 

estudio realizado en bosque mesófilo en Chiapas, Galindo-Jaimes et al. (2002) 

encontraron que la dominancia de los pinos sobre los encinos en la necromasa tiene una 

correlación negativa con el contenido de COS y por lo tanto con la acumulación de la 

MOS. Este mismo patrón también lo encontraron Negrete-Yankelevich et al. (2007) en 

un estudio realizado en El Rincón, Oaxaca, en bosques de pino-encino muy cercanos a 

los del presente estudio. 

En el caso de la concentración de N total (9.1 mg N g-1 en los primeros 5 cm  y 

de 2.9 mg N g-1 de 25 a 30 cm), ésta no presentó diferencia entre los suelos de los 

bosques estudiados y se encontró por encima de los valores reportados: Valdés et al. 
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(2003) 3.5 mg N g-1 en los primeros 10 cm de suelo; Romualdo (2008) 5.2 mg N g-1 en 

los primeros 10 cm. La concentración de N total fue mayor en los suelos recolectados en 

la estación de lluvias, debido muy probablemente a la lixiviación del nutrimento desde 

el mantillo (Fisher y Binkley, 1999); este aumento fue de 20% en el suelo de la RS y de 

15% en el suelo de la RH. Cárdenas (2008) encontró que la concentración de N en la 

hoja es mayor en las especies que crecen en la RH de las que lo hacen en la RS; una 

mayor concentración de nutrimentos en las hojas indica una mayor disponibilidad del 

nutrimento en el suelo (Aerts y Chapin, 2000). El N mineral en el suelo también fue 

mayor en las muestras de la estación lluviosa y a diferencia del N total, el N mineral 

tuvo un mayor aumento en la RH que en la RS. 

La concentración de P total fue mayor en la RS que en la RH. En estudios 

realizados en zonas cercanas a estos bosques se han reportado concentraciones de P 

total muy variables. Por ejemplo, Negrete-Yankelevich et al. (2007) reportaron los 

valores más bajos, de 134 a 205 μg P g-1 en la profundidad de 5 cm, Romulado (2008) 

reportó valores de 648 μg P g-1 a 2.5 cm del suelo y de 1139 μg P g-1 de 2.5 a 10 cm, 

mientras que Cárdenas (2008) reportó valores de 800 μg P g-1 en los primeros 10 cm del 

suelo. La concentración de P extraíble fue mayor en la RH que en la RS. Cárdenas 

(2008) reportó que en las hojas de las especies vegetales de la RH la concentración de P 

es mayor que en las hojas de las especies de plantas de la RS; la menor disponibilidad 

de P en la RS podría deberse a que el nutrimento se encuentra en gran medida 

incorporado a la MOS como P orgánico (Plante, 2007). 

Los cocientes C:N y C:P se encuentran en el intervalo reportado para otros 

bosques templados (Fierer et al., 2003a; Kitayama et al., 2000; Fontaine et al., 2004; de 

8 a 28 en el caso C:N y de 122 a 1702 en el caso C:P). Ambos cocientes fueron mayores 

en el horizonte superficial que en el profundo (en 20% para el caso C:N, y 80% en el de 
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C:P). Romualdo (2008) encontró este mismo patrón en bosques cercanos a la zona de 

estudio.  

Raubuch y Joergensen (2002) encontraron que en el suelo de bosques de 

coníferas ni el C microbiano ni el N microbiano siguen un patrón estacional. En 

contraste, Díaz-Raviña et al. (1995) reportaron cambios estacionales de la biomasa 

microbiana en el suelo como resultado de cambios en las propiedades del suelo y en la 

calidad y cantidad de mantillo. En este estudio, la biomasa microbiana de forma general 

fue mayor en las muestras de la estación seca en comparación con las de la estación de 

lluvias; no obstante, en la capa superficial de la RH no hubo diferencia entre las 

estaciones de muestreo. El cociente CBMS : NBMS permaneció dentro del intervalo 6.4 

a 7.7, con excepción de la RS en las muestras de la estación de lluvias, donde el 

cociente subió a 14.5 y a 13.1 de 0 a 5 cm y de 25 a 30 cm de profundidad del suelo, 

respectivamente. Debido a que las bacterias no poseen los complejos enzimáticos 

encontrados en los hongos, que les permiten degradar materia orgánica de menor 

calidad (lo que les confiere un mayor cociente C:N en la biomasa microbiana; Paul y 

Clark, 1996), estos cambios sugieren una mayor presencia de hongos que de bacterias, 

quizá como resultado de una menor disponibilidad de nutrimentos. 

Fertilización de las muestras de suelo e inmovilización de CBMS 

La aplicación experimental de nutrimentos no tuvo ningún efecto en la 

mineralización de la MOS, ya que la cantidad de CO2 liberado bajo los tratamientos +N 

y +P no fue diferente de la del testigo. Sin embargo, tanto la aplicación de C como la de 

CNP elevaron de manera significativa la liberación de CO2 desde el suelo. La liberación 

extra de CO2 de los tratamientos +C y +CNP en comparación con la del testigo se debió 

a la adición de la glucosa (Fontaine et al., 2004). Restando la cantidad de C aplicado, la 

liberación de CO2 de los suelos fertilizados con C (solo o combinado con N y P) fue 
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menos variable en la parte superficial que en la más profunda. En los primeros 5 cm de 

profundidad, la liberación de CO2 del suelo varió entre 84 y 88% del liberado por el 

testigo, para el suelo de ambas regiones, independientemente de la estación de 

muestreo. En contraste, para la profundidad de 25 a 30 cm la liberación de CO2 de los 

suelos fertilizados con C (sólo o combinado) fue de 72% (estación seca) y 63% 

(estación húmeda) del liberado por el testigo en la RS, y de 63% (estación seca) y 57% 

(estación húmeda) en la RH. 

Las cantidades de nutrimentos aplicados fueron similares a las reportadas para 

otros estudios (Fontaine et al., 2004; Galicia y García-Oliva, 2004). Sin embargo, las 

cantidades adicionadas en relación al contenido total del suelo fueron menores, ya que 

los suelos estudiados contenían 10 veces más C y N totales que los reportados por los 

estudios citados. Por otro lado, Wu et al. (1993) añadieron la misma cantidad de C que 

en este estudio y no observaron ningún aumento en la producción de CO2 respecto al 

testigo. Fierer et al. (2003a) encontraron que al fertilizar con N y P aumentó la tasa de 

respiración de los tratamientos con respecto del control, aunque sólo para las 

profundidades mayores a 50 cm, mientras que de 0 a 50 cm los tratamientos no fueron 

diferentes con respecto al control, y concluyeron que la limitante de N y P para la 

respiración se incrementa con la profundidad a lo largo del perfil del suelo. 

La adición de C incrementó la respiración total del suelo, aunque no el contenido 

de CBMS. Diversos estudios han comprobado la relación entre el aumento en la 

producción de CO2 y el aumento del CBMS (Wu et al., 1993; Galicia, 2001). Por el 

contrario, otros estudios no registraron cambios o éstos fueron mínimos (Anderson y 

Domsch, 1985; Joergensen y Scheu, 1999; Schmidt et al., 1999). Dado que los cambios 

en la respiración del suelo reflejan la actividad de los microorganismos (Gallardo y 

Schlesinger, 1994), la adición de una fuente de energía fácil de asimilar o de 
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nutrimentos puede afectar la cantidad de la biomasa microbiana, así como la proporción 

de la biomasa activa y latente (Joergensen y Scheu, 1999). A pesar de que el aumento en 

la liberación de CO2 desde el suelo puede ser un indicador del crecimiento microbiano 

(Witter y Kanal, 1998), en este estudio ningún tratamiento produjo un incremento en la 

biomasa microbiana del suelo, debido muy probablemente a que la determinación del 

CBMS se hizo 70 días posteriores a la fertilización. Ohtonen et al. (1992) sugieren que 

los microorganismos tienen una respuesta rápida ante la fertilización al degradar el C 

orgánico disponible en el suelo; sin embargo, si la determinación del CBMS se realiza 

una vez que la respuesta ha terminado, el CBMS no mostrará diferencias debido a la 

baja disponibilidad del C. 

La respuesta de un suelo en particular a la adición de nutrimentos parece ser una 

función de una variedad de factores, incluyendo la composición de la comunidad 

microbiana, la fisiología microbiana, las concentraciones de nutrimentos y la química y 

la disponibilidad de C orgánico (Fierer et al., 2003a). 

Un mayor cociente CO2 liberado : C total en el suelo de la RH es indicio de una 

mejor calidad del sustrato (Fierer et al., 2006), principalmente en la profundidad de 25 a 

30 cm. En esta profundidad la aplicación de los tratamientos +C y +CNP indujo el 

aumento del cociente debido a la mineralización de la glucosa durante las dos primeras 

semanas de la incubación. 

El cociente metabólico (tasa de respiración por unidad de CBMS) estuvo por 

debajo del intervalo reportado para suelos neutros (0.5 a 2 mg C g-1CMBS h-1; 

Anderson, 2003), a pesar de que en condiciones ácidas el cociente metabólico se 

incremente debido a que los requerimientos metabólicos son más altos (Brown et al., 

1980). Para determinar de manera precisa el qCO2 es necesario hacer la cuantificación 

del CO2 liberado en el lapso de horas (Anderson y Domsch, 1985). No obstante, en este 
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estudio la cuantificación se hizo en el transcurso de días y el qCO2 se calculó con el 

propósito de cuantificar la eficiencia de utilización del sustrato (Dilly y Munch, 1998). 

Mineralización de N y P 

En el suelo superficial (0 a 5 cm) hubo una concentración mayor de nitrato que 

en el de la profundidad 25 a 30 cm. En la capa 0 a 5 cm de la RS el nitrato no varió con 

la estación, pero en la RH fue mayor durante la estación de lluvias. En la profundidad 

25 a 30 cm la concentración de nitrato fue similar entre las regiones y las estaciones de 

muestreo. Sin embargo, tomando en cuenta la nitrificación neta, sí hubo diferencias 

entre las regiones y entre las estaciones: la RH presentó una mayor nitrificación neta, y 

fue mayor en las muestras de la estación seca en comparación con las de la estación 

húmeda, mientras que la RS siguió el mismo patrón, pero en las muestras de la estación 

húmeda hubo inmovilización del nitrato. En la profundidad de 25 a 30 cm en la RS se 

encontró inmovilización de nitrato en las dos estaciones, mientras que en la RH la 

inmovilización se presentó solamente en la estación húmeda. 

Como se mencionó anteriormente, en el sitio de estudio el suelo tiene diferentes 

cantidades de mantillo, siendo la RH la que presentó la mayor acumulación (con una 

mayor proporción pino:encino) en comparación con la RS. Además, el cociente C:N en 

el suelo de la RH fue menor que el existente en la RS. Schmidt et al. (1999) reportaron 

diferencias en la mineralización neta de nutrimentos entre suelos con distintas especies 

vegetales y supusieron que la variación está relacionada con las diferencias en la calidad 

de la MO. Lindo y Visser (2003) también encontraron una mayor tasa de mineralización 

en suelos dominados por pinos. Sin embargo, estudios realizados en bosques con 

diferentes especies vegetales han tenido resultados variables en la tasa de 

mineralización y nitrificación neta (Ross y Fredriksen, 2004; Aubert y Vinceslas-Akpa, 

2005). 
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Por su parte, los valores de amonio fueron similares entre las regiones, entre las 

estaciones y en ambas profundidades. Romualdo (2008) tampoco encontró diferencia 

entre la concentración de amonio del suelo superficial y profundo. Los tratamientos de 

fertilización produjeron resultados significativos en la amonificación neta en la 

profundidad de 25 a 30 cm; de hecho, fueron los tratamientos +N y +CNP los que 

presentaron los valores más altos debido probablemente a el N agregado. 

El P extraíble aumentó al final de la incubación. Se encontró dentro del intervalo 

reportado para bosques templados (5 a 63 μg P g-1; Arocena y Opio, 2003; Romualdo, 

2008). En lo que respecta a la mineralización neta de P, en el horizonte superficial (0 a 5 

cm) ésta fue mayor en la RH que en la RS, aunque las muestras de las dos estaciones 

fueron similares. En la profundidad de 25 a 30 cm tanto las regiones como las 

estaciones fueron similares, aunque en esta profundidad se observó inmovilización de P. 

Tomando en cuenta la mineralización neta de los nutrimentos (N y P), las 

diferencias en la actividad microbiana se hicieron evidentes. Estas diferencias pueden 

estar relacionadas con los constituyentes orgánicos del sustrato (Schmidt et al., 1999). 

Una vez más, la mayor mineralización ocurrió en la RH, que es la que presentó MO de 

mayor calidad (ver Cárdenas 2008). Sin embargo, la profundidad de 25 a 30 cm de la 

RH puede estar limitada por la disponibilidad de P, lo cual contrasta con lo encontrado 

por Romualdo (2008), quien reportó la misma cantidad de P en el suelo superficial y 

profundo. 
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6. CONCLUSIONES 

 

Los resultados obtenidos en el presente trabajo permiten concluir que el suelo de 

los bosques templados de Ixtlán de Juarez, Oaxaca, tiene propiedades inherentes a las 

especies vegetales que lo habitan. La mayor liberación de CO2 la tuvo el suelo de la 

región seca, mientras que el suelo que presentó mayor disponibilidad de N y P fue el de 

la región húmeda. Asimismo, la liberación de CO2 se incrementó con la adición de C 

lábil, sin embargo, menos de 50% del C agregado parece ser procesado. En relación con 

la profundidad, fue el suelo de 0 a 5 cm en el que se observó la mayor mineralización de 

nutrimentos (N y P). La liberación de CO2 fue mayor en suelos recolectados en la 

estación seca en comparación con los recolectados en la estación de lluvias. No hubo 

efectos sinérgicos de la adición de C con N y/o P sobre la liberación de CO2. El 

incremento de nutrimentos no provocó una mayor liberación de CO2, 

independientemente de la profundidad. 
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