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RESUMEN 

Dentro de los recursos renovables más importantes, se encuentra la biomasa vegetal. La 

obtención de mejoradores de suelo mediante tratamientos térmicos de la biomasa vegetal 

presente en regiones donde abundan suelos pobres en nutrientes, es una alternativa viable para 

mejorar la calidad de estos suelos. En este trabajo se evaluaron las características de un biochar 

obtenido mediante la gasificación de residuos de Agave salmiana, para determinar su idoneidad 

como mejorador de suelos. También se evaluó el potencial energético teórico de los residuos de 

A. salmiana.  Una vez caracterizados los residuos, se diseñó y construyó un gasificador de flujo 

ascendente (TLUD, por sus siglas en inglés) con algunas modificaciones para controlar la 

entrada de aire. Para asegurar la no toxicidad del biochar, se evaluó su efecto sobre la 

germinación de semillas de maíz, cebada, jitomate y lechuga, determinando el porcentaje de 

germinación, altura de la plántula, peso seco y producción de fitohormonas (ácido indolacético 

y giberelinas). Además, se estudió el efecto del biochar a corto plazo sobre algunos grupos 

microbianos del suelo y a mediano plazo sobre el pH y la capacidad de retención de agua del 

suelo. Los resultados mostraron que A. salmiana contiene un elevado contenido de materia 

orgánica fácilmente biodegradable en condiciones aerobias, sin embargo también presenta 

contenido bajos de algunos nutrientes como N, K y Mn, y de metales tóxicos como Pb, Cd y Ni, 

aunque si crece en suelos contaminados con estos metales sí puede asimilarlos. El potencial 

teórico de A. salmiana para producir biogás fue menor al de otros sustratos, sin embargo a 

diferencia de algunos de estos, A. salmiana no compite con otros usos. El gasificador construido 

mostró un desempeño eficiente y las modificaciones realizadas permitieron regular la 

temperatura del proceso y finalizar la combustión de forma más fácil y segura.  El biochar 

obtenido mostró características útiles como mejorador de los suelos propios de las zonas 

semiáridas, aunque puede ser acondicionado para aplicarlo a otros tipos de suelos mediante la 

corrección de su alcalinidad. En las pruebas de germinación, el biochar utilizado al 0.4% 

sobresalió al mejorar significativamente el porcentaje de germinación, el peso seco y la altura 

de las plántulas, mientras que en las poblaciones microbianas el biochar al 0.2% fue el que tuvo 

el mayor efecto. Este enfoque no solo aprovecha los residuos agrícolas, sino que también ofrece 

una opción sostenible para la mejora del suelo y la valorización de los desechos de la poda de 

maguey.  
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ABSTRACT 

Among the most important renewable resources is plant biomass. Obtaining soil 

improvers through thermal treatments of plant biomass present in regions where nutrient-poor 

soils are abundant is a viable alternative to improve the quality of these soils. In this work, the 

characteristics of a biochar obtained by gasifying Agave salmiana waste were evaluated to 

determine its suitability as a soil improver. The theoretical energy potential of A. salmiana 

waste was also evaluated. Once the waste was characterized, a TLUD gasifier was designed and 

built with some modifications to control the air intake. To ensure the non-toxicity of the 

biochar, its effect on the germination of corn, barley, tomato and lettuce seeds was evaluated, 

determining the germination percentage, seedling height, dry weight and production of 

phytohormones (indoleacetic acid and gibberellins). In addition, the short-term effect of biochar 

on some soil microbial groups and the medium-term effect on soil pH and water retention 

capacity were studied. The results showed that A. salmiana contains a high content of organic 

matter that is easily biodegradable under aerobic conditions, but also has low contents of some 

nutrients such as N, K and Mn, and toxic metals such as Pb, Cd and Ni, although it can 

assimilate them if it grows in soils contaminated with these metals. The theoretical potential of 

A. salmiana to produce biogas was lower than that of other substrates, however, unlike some of 

these, A. salmiana does not compete with other uses. The constructed gasifier showed efficient 

performance and the modifications made allowed the temperature of the process to be regulated 

and the combustion to be finished more easily and safely. The biochar obtained showed useful 

characteristics as an improver of the soils typical of semi-arid areas, although it can be 

conditioned to be applied to other types of soils by correcting their alkalinity. In germination 

trials, biochar used at 0.4% stood out by significantly improving germination percentage, dry 

weight and seedling height, while in microbial populations, biochar at 0.2% had the greatest 

effect. This approach valorizes A. salmiana residues while offering alternatives for soil 

improvement. 
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CAPÍTULO 1 

Introducción  

La mayor parte de los residuos orgánicos son depositados de manera inapropiada en 

vertederos clandestinos o directamente al aire libre, generando impactos ambientales negativos. 

Estos residuos pueden ser de origen agrícola (como el bagazo), forestal, industrial, municipal, 

entre otros. Hoy en día, las emisiones de gases de efecto invernadero (GEI) producidos por la 

degradación de estos residuos, han atraído la atención de los científicos debido a la creciente 

preocupación sobre el calentamiento global. Además de la generación de GEI,  la disposición 

inadecuada de residuos orgánicos implica otros impactos ambientales negativos, que van desde 

la inmovilización de nutrientes por parte de los microorganismos hasta la contaminación de las 

reservas de agua (Silva, 2008).  

Existen numerosos métodos para el tratamiento de los residuos orgánicos, también 

conocidos como biomasa, los cuales tienen como objetivo su estabilización, y en algunos casos 

su aprovechamiento. Entre ellos se encuentran los tratamientos termoquímicos, ampliamente 

empleados para la obtención de bioproductos como el biochar. La biomasa agrícola y forestal 

varía en abundancia y composición, de acuerdo a las condiciones climatológicas de la zona 

donde se genere, lo que hace necesario adaptar los procesos de conversión para obtener los 

mayores beneficios en cada caso.  

La biomasa vegetal que se produce en las zonas áridas y semiáridas tiene características 

peculiares que la convierten en una opción viable para la obtención bioproductos (Quintanar-

Orozco et al., 2018). Las plantas de estas zonas son poco exigentes en cuanto a requerimientos 

de nutrientes, lo que hace menos costoso su cultivo, y también demandan poca agua debido al 

tipo de metabolismo que presentan: el metabolismo ácido de las crasuláceas (CAM, por sus 

siglas en inglés). Uno de los recursos vegetales que ha ganado importancia en estas zonas son 

las especies del género Agave. Si bien existen cerca de doscientas setenta y cinco especies de 

Agave (Lawrence, 1951), Agave salmiana está entre las especies más abundantes.  

Las especies de Agave son parte de la flora característica de las zonas semiáridas en 

Hidalgo. La obtención de mejoradores de suelo a partir de residuos lignocelulósicos en regiones 

donde abundan suelos pobres en nutrientes, como los presentes en el estado de Hidalgo, es una 
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alternativa que cada día llama más la atención de la comunidad científica. La aplicación de 

estos mejoradores al suelo aumenta el rendimiento de los cultivos al incrementar la capacidad 

de intercambio catiónico y de retención de agua del suelo, lo que reduce la pérdida de nutrientes 

y la lixiviación del agua. 

Como una contribución para minimizar el impacto ambiental generado por las 

actividades antropogénicas, en la presente investigación se llevó a cabo la valoración de 

residuos de A. salmiana.  Para ello, primero se caracterizaron fisicoquímicamente de los 

residuos de A. salmiana, posteriormente se realizó la evaluación teórica del potencial energético 

de dichos residuos, para evaluar la producción de biogás que podría obtenerse por digestión 

anaerobia de los mismos. Finalmente, se diseñó y construyó un gasificador para producir 

biochar a partir de los residuos de A. salmiana.  

El presente trabajo está organizado de la siguiente manera: en el Capítulo 2 se presentan 

los conceptos básicos que conforman el marco teórico del estudio; el Capítulo 3 contiene una 

revisión de estudios acerca del aprovechamiento de A. salmiana, la producción de biogás, el 

tratamiento térmico de la biomasa, la producción del biochar y la importancia de las 

fitohormonas en la producción agrícola. En el Capítulo 4 se encuentra el planteamiento del 

problema y la justificación del estudio; los objetivos, la hipótesis y el diseño experimental de la 

investigación se presentan en los Capítulos 4, 5 y 6, respectivamente.  

En los capítulos 7-9 se presentan el trabajo experimental y los resultados obtenidos en 

cada caso, de esta forma, el Capítulo 7 aborda la caracterización fisicoquímica de los residuos 

de A. salmiana y las excretas de conejo, proporcionando una base para entender las propiedades 

de la materia prima que afectan la producción de biogás, biofertilizantes y mejoradores de 

suelo. En esta sección, también se muestran y discuten los resultados obtenidos de las pruebas 

de biodegradabilidad y la simulación de la producción teórica de biogás. 

El Capítulo 8 se centra en la construcción del gasificador, la preparación de la biomasa y 

su gasificación para la obtención de biochar. Se discuten las características del biochar 

obtenido, la influencia de la materia prima y las condiciones de obtención empleadas, sobre 

dichas características, así como el impacto que podría tener el biochar producido en la mejora 

de la calidad del suelo. 

En el Capítulo 9 se concluye la evaluación del biochar mediante pruebas de germinación 

para demostrar que no es tóxico, también se estudió el efecto del biochar sobre la producción de 
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fitohormonas (ácido indol acético y giberelinas) en las plántulas, así como sobre algunos grupos 

microbianos y las propiedades del suelo.  

Finalmente, el Capítulo 10 se dedica al análisis estadístico de los parámetros evaluados, 

proporcionando una interpretación de los datos obtenidos en las pruebas de inhibición de la 

germinación y otros experimentos relacionados. 

Esta tesis, además de contribuir al conocimiento científico sobre el potencial energético 

y ambiental de los residuos de A. salmiana, también busca ofrecer soluciones prácticas para la 

gestión de residuos y la producción sostenible de recursos. La integración de estas diversas 

áreas de estudio permite una comprensión profunda de cómo estos residuos pueden ser 

transformados en recursos valiosos, apoyando así la transición hacia prácticas más sostenibles y 

ecológicas en el sector agroindustrial. 
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CAPÍTULO 2 

Marco Teórico 

2.1 La biomasa 

La biomasa es un producto sólido orgánico-inorgánico complejo, generado por procesos 

naturales y antropogénicos. Por ello, comprende: (1) constituyentes naturales originados a partir 

del cultivo de vegetación terrestre y acuática o generados por animales y digestión de alimentos 

humanos, y (2) productos derivados del procesamiento de los constituyentes naturales anteriores 

(Vassilev et al., 2010).  Los componentes de la biomasa incluyen celulosa, hemicelulosa, 

lignina, lípidos, proteínas, azúcares simples, almidones, agua, hidrocarburos, cenizas, entre 

otros (Jenkins et al., 1998). La biomasa lignocelulósica se compone principalmente de celulosa 

(35-50%), hemicelulosa (20-35%) y lignina (10-20%) (Alonso et al., 2010). La celulosa es el 

polímero orgánico más abundante presente en la pared celular de las células vegetales, 

compuesto de unidades de β-D glucopiranosa unidas con enlaces glucosídicos (Figura 1a) 

(Jenkins et al., 1998). La hemicelulosa rodea las fibras de celulosa, actuando como vínculo de 

conexión entre la celulosa y la lignina. Este polímero está formado por un grupo heterogéneo de 

polisacáridos ramificados, cuyos elementos estructurales pueden ser diferentes monómeros 

como glucosa, galactosa, manosa, xilosa, arabinosa y ácido glucorónico (Figura 1b). El grado 

de polimerización de la hemicelulosa es de 50 a 200 monómeros, muy inferior al de la celulosa 

(Li, 2014). La lignina es un polímero de fenol aromático, tridimensional y reticulado, con una 

estructura aleatoria de unidades de fenilpropano sustituidas con "hidroxilo" y "metoxi-" unidas 

de manera diferente. Estos monómeros de fenilpropano se pueden categorizar como unidades de 

guayacilo, siringilo y p-hidroxilfenilo, como las que se muestran en la Figura 1c (Carrier et al., 

2011; Mohan et al., 2006). La lignina está presente principalmente en la capa exterior de las 

fibras y es responsable de la rigidez estructural y de mantener unidas las fibras de los 

polisacáridos. De los tres componentes, la lignina es el más recalcitrante y el segundo más 

abundante en la naturaleza (Feng et al., 2017).  
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Figura 1. Estructuras químicas de los constituyentes de la biomasa lignocelulósica. a) 
Estructura química de la celulosa; b) Ilustración esquemática de unidades de azúcar de 

hemicelulosas; c) Ilustración esquemática de unidades de construcción de lignina. 
Fuente:  Modificado de Balat et al. (2009). 

Además de celulosa, hemicelulosa y lignina, la biomasa también contiene componentes 

inorgánicos, compuestos orgánicos extraíbles y una fracción de agua (Jenkins et al., 1998). Los 

compuestos orgánicos extraíbles incluyen alcaloides, aceites esenciales, grasas, glucósidos, 

gomas, mucílagos, pectinas, fenoles, proteínas, resinas, saponinas, azúcares simples, almidones, 

terpenos y ceras. Estos se pueden extraer de la biomasa utilizando disolventes polares (alcohol, 

cloruro de metileno o agua) o no polares (hexano o tolueno). Los componentes inorgánicos se 
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encuentran presentes como cenizas. En cuanto a la composición elemental de la biomasa, el 

carbono (51% en peso) y el oxígeno (42% en peso) contribuyen a más del 90% del peso seco; 

además, contiene hidrógeno (5% en peso) y trazas de N (0.9% en peso) y cloro (0.01-2% en 

peso) (Bolyos et al., 2003). 

La biomasa lignocelulósica puede ser usada para la producción de energía mediante su 

combustión directa y para su conversión en diferentes bioproductos, usando rutas 

termoquímicas o bioquímicas. En comparación con los procesos bioquímicos, los procesos 

termoquímicos se llevan a cabo de forma rápida (de segundos a horas). Además, a diferencia de 

los procesos bioquímicos, en los que se produce lignina como subproducto y que enfrentan 

dificultades para fermentar los azúcares C5, los procesos termoquímicos utilizan toda la 

biomasa. Otra ventaja de los métodos termoquímicos de conversión es que no son específicos 

para ciertos tipos de biomasa e incluso pueden procesar combinaciones de ellas. La biomasa 

lignocelulósica presenta un gran potencial y diversos beneficios sociales y ambientales como 

fuente renovable de materia prima. 

 

2.2 Agave salmiana 

El género Agave forma parte del grupo de las xerófilas, que son plantas que crecen en 

suelos con poca humedad, originarias principalmente de México y América Central. Si bien 

existen cerca de doscientas setenta y cinco especies de Agaves (Lawrence, 1951), Agave 

salmiana (Figura 2) está entre las especies comúnmente distribuidas en las áreas más cálidas del 

mundo, especialmente en América Latina. 

A. salmiana es una especie robusta, monocotiledónea, de tamaño de mediano a grande, 

presenta un tallo de pequeño a grueso, con raíz fibrosa revestida de escamas, en general forma 

rosetas macizas de 1.5 a 2 metros de alto y con el doble de ancho (su roseta mide de 80 a 120 

cm de grosor). Sus hojas son carnosas y macizas, verdes a grisáceas, profundamente convexas 

en la base, cóncavas hacia arriba, con espina terminal pungente de aproximadamente 5 a 8.5 cm 

de largo y con abundantes espinas marginales, largas, acanaladas, simples, enteras, más o 

menos lanceoladas, con el ápice agudo de color verde oscuro (Rzedowski & Huerta, 1978).  
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Figura 2. Imagen de Agave salmiana. 
Fuente: Elaboración propia. 

A. salmiana es una de las especies que más se utiliza para la producción de pulque en 

México (Muñoz, 2005),  con ella se abastece el 75 % de la demanda nacional (Fernández, 

2005). Los agaves empleados para la fabricación del pulque se propagan a partir de rizomas e 

hijuelos, por ser más rápido que la propagación por semillas (Melda & Ruiz, 2004). Aun así, 

uno de los inconvenientes de estas plantas es su lento crecimiento, toma varios años para que un 

hijuelo o renuevo alcance tallas comercialmente adecuadas (Melda & Ruiz, 2004). 

Del tallo de A. salmiana se extrae una fibra, la cual debe retirarse para poder obtener los 

jugos del maguey. De esta fibra se fabrican cuerdas, redes y bolsas, pero no es el principal uso 

de este agave. Las hojas de A. salmiana son muy usadas para la barbacoa o asado de cordero en 

horno tradicional o subterráneo, estas hojas le imparten un aroma y sabor característico a este 

platillo. De las hojas vivas se saca la cutícula y la capa subyacente de las células epidérmicas 

para hacer una hoja con la cual se envuelven los mixiotes, otro platillo típico del estado de 

Hidalgo. El quiote y las flores tiernos son comestibles, el primero cocido en hornos 

subterráneos y los “capullos de flor” se consumen cocidos o fritos (Garcıa-Herrera et al., 2010). 

Al igual que otros agaves, A. salmiana es una planta muy eficiente en cuanto al uso del 

agua debido al metabolismo ácido de las crasuláceas (CAM, por sus siglas en inglés) (Borland 

et al., 2009), que le confiere características físicas y químicas que la convierten en una especie 

bien adaptada a los ambientes áridos y semiáridos de todo el mundo, que incluyen su tierra 

natal, México. En la Tabla 1 se observan los resultados del análisis bromatológico del bagazo de 

A. salmiana reportado por Heredia et al. (2014).  
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Tabla 1. Análisis bromatológico del bagazo de A. salmiana 
Fuente: Heredia et al. (2014) 

Agave (especie) 
Humeda

d (%) 
Grasa 
(%) 

Proteína 
(%) 

Cenizas 
(%) 

Fibra 
(%) 

COT 
(%) 

ART  
(mg L-1) 

Agave salmiana 7.36 0.84 3.17 6.58 56.09 54.4 5559.2 

COT, Carbono Orgánico Total; ART, Azúcares Reductores Totales. 

2.3 Digestión anaerobia 

El proceso de digestión anaerobia es, en muchas formas, el tratamiento ideal de los 

residuos orgánicos. Posee ventajas significativas sobre otros métodos de tratamiento 

disponibles, como lo es el alto porcentaje de estabilización obtenida y el bajo porcentaje de 

conversión de materia orgánica en células biológicas. La digestión anaerobia consiste en una 

serie de transformaciones bioquímicas que convierten los compuestos orgánicos en biogás a 

través de una comunidad de microorganismos anaerobios (Fabbri & Torri, 2016). Estas 

transformaciones son comúnmente consideradas como un proceso de cuatro etapas: hidrólisis, 

acidogénesis, acetogénesis y metanogénesis (Figura 3) (Angelidaki et al., 2003). 

Según la concentración de sólidos totales en el digestor, la digestión anaerobia se puede 

clasificar como proceso de bioconversión húmedo (10% de sólidos totales, ST), semiseco (10–

20% ST) y seco (20% ST) (Hartmann et al., 2006; Karthikeyan et al., 2013). 

La biomasa vegetal que produce grandes cantidades de azúcares libres, como la caña de 

azúcar, el sorgo y el maíz, es atractiva para ser usada como materia prima en tratamientos 

biológicos. Por el contrario, la biomasa lignocelulósica posee características que no se ajustan a 

este tipo de tratamiento, y normalmente se usan tratamientos termoquímicos para su conversión 

en biomateriales. Como se mencionó anteriormente, los termoquímicos no son selectivos en el 

tipo de biomasa empleada y su objetivo principal es transformar toda la materia prima en 

productos simples como el biochar.  
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Figura 3. Proceso de digestión anaerobia. 
Fuente: Angelidaki et al. (2003). 

2.4 El biochar 

El biochar se ha producido durante miles de años con el nombre de carbón vegetal. Su 

origen está ligado a las antiguas civilizaciones amerindias ubicadas en la región del Amazonas, 

conocida con el nombre de Terra Preta de Indio, donde existen grandes cantidades de biochar 

en el suelo, producidas mediante el uso de la técnica de slash-and-char (Glaser et al., 2001; 

Lehmann, 2009). Shackley et al. (2012) definieron el biochar como "el sólido carbonoso poroso 

producido por la conversión termoquímica de materiales orgánicos en una atmósfera pobre en 

oxígeno, que tiene propiedades fisicoquímicas adecuadas para el almacenamiento seguro y a 

largo plazo de carbono en el medio ambiente". Verheijen et al. (2010) definieron al biochar 

como “biomasa que ha sido pirolizada en un ambiente con poco o nada de oxígeno, que 

aplicada al suelo en un sitio específico se espera que capture carbono de manera sustentable y al 

mismo tiempo mejore las funciones del suelo bajo el manejo actual y futuro, evitando al mismo 

tiempo efectos perjudiciales a largo plazo para el medio ambiente en general, así como para la 
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salud humana y animal”. La International Biochar Initiative (IBI) estandarizó su definición 

como “un material sólido obtenido de la conversión termoquímica de biomasa en un ambiente 

con oxígeno limitado” (IBI, 2015). 

2.5 Fitohormonas 

Otra de las funciones del biochar, es inducir la producción de fitohormonas reguladoras 

de crecimiento. Las fitohormonas son sustancias que participan en la regulación de múltiples 

procesos fisiológicos como la germinación de semillas, el enraizamiento, los movimientos 

trópicos, la tolerancia a diferentes tipos de estrés bióticos y abióticos, la floración, maduración 

de frutos y senescencia, entre otros (McCourt, 1999). A diferencia de las hormonas animales 

que son producidas en glándulas, las fitohormonas se producen en las células de la planta y se 

definen como compuestos orgánicos que se sintetizan en un sitio de la planta, y que pueden 

ejercer su función en el lugar que se producen o en algún otro. Las fitohormonas llevan a cabo 

su acción fisiológica en muy bajas concentraciones, entre 10-9 M a 10−6 M, muy por debajo de 

la concentración de otros compuestos como nutrientes y vitaminas (Izumi et al., 2009). Las 

fitohormonas son factores estimulantes del crecimiento, sin embargo, este es uno de sus efectos 

y no su acción principal. En realidad, son las enzimas involucradas durante el proceso las que 

intervienen directamente en el desarrollo, actuando como intermediarios entre el estímulo (a 

menudo la luz o la temperatura) y la respuesta de la planta (germinación, floración, etc.) 

(Loredo-Osti et al., 2004). Existen diez fitohormonas caracterizadas hasta el momento: auxinas, 

citocininas (CK), giberelinas (GA), ácido abscísico (ABA), ácido salicílico (SA); poliaminas; 

ácido jasmónico (JA), brasinoesteroides (BR), etileno y estrigolactonas. Algunas de estas, como 

las auxinas, se han estudiado más extensivamente debido a su importancia durante el desarrollo 

vegetal. La actividad de estos reguladores sigue una dinámica de regulación intrínseca y un 

movimiento dentro de la planta, sin embargo, algunos de estos reguladores son adquiridos del 

suelo modificando el desarrollo de la planta (Figura 4). 
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Figura 4. Movimientos ascendentes y descendentes de las hormonas vegetales. 
Fuente: Tanimoto (2005). 

GA: giberilinas, ABA: ácido abscísico, CK: citocininas, AIA: ácido indolacético. 

El transporte de otras hormonas, como los brasinoesteroides y el jasmonato, no se conoce 

bien, pero se sabe que desempeñan un papel en la respuesta al estrés y a las lesiones en todas las 

partes de las plantas. 

2.6 Economía circular 

La producción de biochar mediante un esquema de economía circular, ha ganado 

importancia en los últimos años, y se ha posicionado como una pieza importante para la 

industria y las políticas medioambientales de países desarrollados como China y Estados 

Unidos (Winans et al., 2017; Zhu et al., 2019). La economía circular se rige bajo el principio de 

un futuro sociotecnológico radicalmente diferente al actual. Se ha propuesto como una respuesta 

al modelo económico convencional de “tomar-hacer-desechar” (MacArthur, 2013). De acuerdo 

con la Fundación Ellen MacArthur (EMF) la economía circular se define como “un sistema 

industrial que es restaurativo o regenerativo por intención y diseño, que reemplaza el concepto 

de 'fin de vida útil' con restauración, cambia hacia el uso de energía renovable, elimina el uso de 

productos químicos tóxicos que dificultan la reutilización, y apunta a la eliminación de 

desechos a través del diseño superior de materiales, productos, sistemas y, dentro de este, los 

modelos de negocio” (MacArthur, 2013). Geissdoerfer et al. (2017) la define como “un sistema 

regenerativo en el que la entrada y el desperdicio de recursos, las emisiones y las fugas de 

energía se minimizan al ralentizar, cerrar y estrechar los ciclos de materiales y energía, gracias a 

un diseño, mantenimiento, reparación, reutilización, refabricación y restauración duraderos, y 

reciclaje”.  
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El concepto de economía circular ha evolucionado de manera diferente dependiendo del 

contexto sociocultural y político en el que se encuentre (Yu et al., 2015). En Alemania, el 

concepto de economía circular se introdujo en la política ambiental a principios de la década de 

1990 con la intención de atacar los problemas asociados con el uso de materias primas y 

recursos naturales, para incrementar un desarrollo económico sustentable (Geng et al., 2008). 

En China, el concepto de economía circular se utiliza como un mecanismo para el desarrollo de 

productos rentables, el desarrollo de nuevas tecnologías, la actualización de equipos y la mejora 

de la gestión de la industria (Yuan et al., 2006). En el caso del Reino Unido, Dinamarca, Suiza y 

Portugal, el concepto de economía circular se aplica principalmente para la gestión de residuos, 

aunque también existen modelos comerciales que aplican conceptos de uso (o reutilización) 

circular de materiales (Costa et al., 2010). En Estados Unidos y algunos países europeos, las 

empresas adoptan el concepto de economía circular con el objetivo de mejorar los programas de 

reducción, reutilización y reciclaje, y para realizar estudios de ciclo de vida a nivel de producto 

(Hunt et al., 1996). Con todas estas iniciativas, varias herramientas están evolucionando para así 

poder evaluar los flujos de materiales (Fischer‐Kowalski et al., 2011; Moriguchi & 

Management, 2007), ya muchas de estas herramientas no incluyen la parte social (Wang; et al., 

2012). 

La economía circular debe generar flujos lentos de materiales, impulsar un cambio de 

consumo en el usuario y permitir un desacoplamiento del uso de recursos y el impacto 

ambiental del crecimiento económico (Lazarevic et al., 2017). Como consecuencia, los modelos 

comerciales circulares deben reducir los costos, aumentar los ingresos y gestionar los riesgos, 

así como brindar posibilidades para que el sector financiero contribuya a una transición hacia la 

sostenibilidad. Anteriormente, los principios del concepto economía circular incluían las 3R 

(reducir, reutilizar, reciclar) (Wu et al., 2014), sin embargo, actualmente comprenden  las 6R 

(reutilizar, reciclar, rediseñar, remanufacturar, reducir, recuperar) (Jawahir & Bradley, 2016). El 

concepto de economía circular es indispensable para el desarrollo sustentable, proceso mediante 

el cual se resguardan, mantienen y almacenan los recursos medioambientales de manera natural, 

logrando garantizar el bienestar de la sociedad actual con el objetivo de su preservación futura, 

ante el agotamiento gradual de los recursos derivado del modelo actual (Jiménez, 2020). 

México, al ser un país en vías de desarrollo, aún se encuentra en etapas tempranas en 

temas relacionados con la sustentabilidad y la economía circular. Acciones como la creación del 
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Plan Nacional de Desarrollo 2019-2024 para México describen el apartado de desarrollo 

sustentable, sin embargo, no cuentan con un plan de acción para lograrlo. En octubre de 2019, 

se lanzó la iniciativa de la creación de la Ley General de Economía Circular, que tiene como 

propósito dotar al país de un marco normativo general que permita utilizar eficazmente los 

recursos naturales, económicos y humanos, y que facilite la transición hacia el modelo de 

economía circular. Con esta ley se pretende que los residuos se reciclen, transformando los 

desechos de una industria en materias primas de otra, sin embargo, la iniciativa aún no es 

aceptada, pero se sigue enriqueciendo para que sea aprobada. 
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CAPÍTULO 3 

Antecedentes 

3.1 Agave salmiana  

A. salmiana es producido en México, principalmente en los estados de Hidalgo, 

Tlaxcala, Estado de México y Puebla. El Servicio de Información Agroalimentaria y Pesquera 

(SIAP) informó que la de producción de agave en 2022, fue de 2,036,474 toneladas, mientras 

que para el 2023 se produjeron 2,577,995 toneladas (SIAPI, 2024). 

El estado de Hidalgo se caracteriza por contar con una gran variedad de climas, entre los 

que destacan los secos y semisecos en el 39% de su territorio. Las especies de Agave son parte 

de la flora característica de las zonas semiáridas en Hidalgo. A. salmiana se usa en la 

preparación del platillo y la bebida típicos de este estado, lo que resulta en una generación 

importante de residuos que pueden aprovecharse. El desarrollo de bioproductos a partir de 

residuos de A. salmiana, se ha reportado en la literatura científica, por ejemplo, para la 

producción de etanol a partir de bagazo residual y de las hojas (Flores-Gómez et al., 2018). 

También se ha estudiado la viabilidad de utilizar bagazo de agave como combustible sólido, ya 

sea en forma directa o pirolizado (Chávez-Guerrero & Hinojosa, 2010). Sin embargo, el 

desarrollo de bioproductos como el biochar para ser usado como mejorador de suelo, se ha 

explotado poco y representa una excelente oportunidad, ya que transformar los residuos 

disponibles localmente trae consigo beneficios como reducir los impactos ambientales 

negativos que actualmente genera la disposición inadecuada de ellos a la vez que mejora la 

calidad de los suelos. 

 

3.2  Biogás 

El biogás es una mezcla de metano (CH4, 35 – 75 %) y dióxido de carbono (CO2, 15 – 

60 %) principalmente; también puede contener trazas de otros compuestos, como vapor de agua 

(H2O, 5 – 10 %), sulfuro de hidrógeno (H2S, 0.005 – 2 %), siloxanos (0 – 0.02 %), 

hidrocarburos saturados y halogenados (compuestos orgánicos volátiles, < 0.6 %), amoniaco 

(NH3, < 1 %), oxígeno (O2, 0 – 1 %), monóxido de carbono (CO, < 0.6 %) y nitrógeno (N2, 0 – 
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2 %) (Persson et al., 2006; Ryckebosch et al., 2011). La composición del biogás y el 

rendimiento de CH4 dependen del tipo de materia prima, el sistema de digestión y el tiempo de 

retención (Ramaraj et al., 2015). En la Tabla 2 se muestra la composición del biogás según su 

fuente, y las propiedades de los gases que lo componen. 

Tabla 2. Composición del biogás derivado de distintas fuentes. 
Fuente: Wheatley et al. (1990). 

Gases Desechos 
agrícolas 

Lodos 
locales 

Desechos 
industriales 

Rellenos 
sanitarios 

Propiedades 

Metano 50 – 80 % 50 – 80 % 50 – 70 % 45 – 65 % Combustible 

Dióxido de 
carbono 

30 – 50 % 20 – 50 % 30 – 50 % 34 – 55 % Ácido, asfixiante 

Vapor de agua Saturación Saturación Saturación Saturación Corrosivo 

Hidrógeno 0 – 2 % 0 – 5 % 0 – 2 % 0 – 1 % Combustible 

Sulfuro de 
hidrógeno 

100 – 7000 ppm 0 – 1 % 0 – 8 % 0.5 – 100 ppm 
Corrosivo, olor, 

tóxico 

Amoniaco Trazas Trazas Trazas Trazas Corrosivo 

Monóxido de 
carbono 

0 – 1 % 0 – 1 % 0 – 1 % Trazas Tóxico 

Nitrógeno 0 – 1 % 0 – 3 % 0 – 1 % 0 – 20 % Inerte 

Oxígeno 0 – 1 % 0 – 1 % 0 – 1 % 0 – 5 % Corrosivo 

Orgánicos Trazas Trazas Trazas 5 ppm Corrosivo, olores 

 

Sin embargo, más allá del uso final del biogás, son necesarias una o varias etapas para 

acondicionarlo con el objetivo de eliminar impurezas y mejorarlo. El proceso de purificación 

del biogás elimina las impurezas, como los sulfuros y el NH3, y por otro lado, la mejora del 

biogás, elimina el CO2,  dando como resultado la obtención de biometano (Ramaraj et al., 

2015). La obtención de biogás permite reducir las emisiones de gases de efecto invernadero, 

además, utilizado como combustible para vehículos emite menos NOx, CO e hidrocarburos que 

la gasolina o el diésel. Los principales contaminantes del biogás causantes de problemas son el 

H2S, NH3 y los siloxanos. Otros contaminantes presentes son el agua, polvo, CO2, compuestos 

orgánicos volátiles y aire (relación O2/aire), que, junto con el biogás, pueden dar como resultado 

mezclas explosivas (Tabla 2). El CO2 está presente en grandes cantidades en el biogás, es inerte 

en términos de combustión, por tanto, su presencia disminuye el contenido energético del 
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biogás, pues exhibe un índice de Wobbe1 y un valor de calentamiento significativamente bajo, 

además puede afectar negativamente al rendimiento del motor. El contenido de CH4 en el 

biogás se incrementará si se elimina el CO2.  Por lo tanto, esas impurezas no deseadas deben 

eliminarse del biogás antes de usarse como combustible de vehículos o inyectarse a las redes de 

gas natural (Tabla 3) (Tippayawong & Thanompongchart, 2010). 

Tabla 3. Impurezas del biogás y sus posibles consecuencias. 
Fuente: Horikawa et al. (2004), Persson et al. (2006), Ryckebosch et al. (2011) 

Impureza Posible impacto 

Agua 

Corrosión en compresores, motores y tanques de almacenamiento debido a que 

reacciona con el H2S, el NH3 y el CO2 para formar ácidos. 

Acumulación de agua en las tuberías. 

Condensación y/o congelación debido a la alta presión. 

Polvo Obstrucción por deposición en compresores y tanques de gas. 

H2S 

Corrosión en los compresores, tanques de gas y los motores de combustión interna. 

Forma SO2 y SO3 durante la combustión, estos compuestos son más tóxicos que el H2S 

y corrosivos en presencia de agua. 

Es peligroso en niveles bajos para humanos y animales. En concentraciones mayores, 

aún más peligrosas, no tiene olor. 

CO2 Disminuye el poder calorífico del biogás. 

Siloxanos 

En los motores de combustión forman SiO2 y cuarzo microcristalino debido a la 

combustión, se depositan en las bujías, válvulas y culatas, causan escoriaciones en las 

paredes de los cilindros, además de taponamientos. 

Hidrocarburos Corrosión en los motores debido a la combustión. 

NH3 
Causa corrosión cuando se disuelve en agua. 

Es tóxico, con olor picante y lacrimógeno. 

O2/aire Mezclas explosivas cuando hay altas concentraciones de O2 en el biogás. 

Cl- Corrosión en motores de combustión. 

F- Corrosión en motores de combustión. 

 

Después de un proceso de limpieza, el biometano puede alcanzar una concentración de 

entre un 95 – 97% de CH4 y 1 – 3% de CO2 (Ryckebosch et al., 2011). Con estas características, 

 
1  El índice de Wobbe (W) es un indicador de intercambiabilidad de combustibles como el gas natural, el 

gas licuado de petróleo o el gas de ciudad, y con frecuencia se define en las especificaciones de suministro de gas y 
de transporte (de los combustibles). El W se define como el poder calorífico dividido por la raíz cuadrada de la 
densidad relativa (W = H/√ρ), donde la densidad relativa (ρ) es la densidad relativa del gas con respecto al aire 
(densidad gas/densidad del aire); H es el valor del poder calorífico del gas en cuestión. 
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el biogás puede ser utilizado como una alternativa al gas natural. Para obtener biogás de calidad 

similar a la del gas natural es necesario utilizar más de una de las diferentes tecnologías de 

limpieza. Ello depende primordialmente de la naturaleza de los materiales a partir de los cuales 

se generó el biogás, así como de las condiciones de operación durante la digestión anaerobia. 

3.3  Tratamientos térmicos de la biomasa  

La descomposición termoquímica de la biomasa es un método atractivo para obtener una 

gran variedad de bioproductos. La combustión de la biomasa ocurre en etapas debido al 

contenido de humedad, materia volátil y carbono fijo que presente la biomasa en cuestión. 

Durante la etapa inicial, una vez que la temperatura de la biomasa alcanza 100 °C, la humedad 

se evapora, lo que absorbe aproximadamente 2257 kJ kg-1 de calor (Cengel et al., 2011). Una 

vez que la temperatura alcanza entre 200 y 250 °C, la biomasa comienza a volatilizarse y libera 

CO, H2O, CO2, CH4 y otros hidrocarburos (Jenkins et al., 1998). Los gases volátiles continuarán 

produciéndose hasta que la biomasa alcance alrededor de 400 a 500 °C, después de esto, la 

mayoría del material restante será carbono fijo y cenizas. El carbono fijo sigue en combustión a 

medida que aumenta la temperatura de la biomasa, mientras que el material inorgánico de las 

cenizas se volatiliza o forma óxidos sólidos (Vassilev et al., 2010). Los gases volátiles 

combustibles se queman mediante la adición de aire secundario. 

De forma general, los procesos de degradación térmica de la biomasa incluyen 

licuefacción, carbonización hidrotérmica (HTC, por sus siglas en inglés), gasificación y 

pirólisis. La licuefacción es también un proceso hidrotérmico en el que se trata la biomasa en 

forma de suspensión acuosa, en un medio reductor a 300-400 C y 10-20 MPa, y cuya finalidad 

es obtener bio-oil. Por su parte, en la HTC la biomasa es sumergida en agua y posteriormente, 

calentada en un reactor cerrado, lo que hace que se eleve la presión dentro del mismo y se tenga 

agua en condiciones subcríticas. El uso de agua como medio de reacción, tiene el potencial de 

eliminar el material inorgánico soluble en agua de la biomasa, haciendo posible procesar 

biomasa con grandes cantidades de humedad, lo que podría eliminar los problemas asociados 

con las cenizas y la humedad durante el tratamiento. El proceso de HTC da como resultado la 

formación hydrochar, bio-oil (mezclado con agua) y pequeñas fracciones de gases 

(principalmente CO2) (Kambo et al., 2015). La gasificación consiste en transformar biomasa 

sólida en combustibles gaseosos como hidrógeno (H2), CO, CO2 y agua, además de 

hidrocarburos como el CH4, específicamente a bajas temperaturas y en reactores de cama fluida 
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(Mohan et al., 2006). La gasificación ocurre en dos etapas: en la primera es la carbonización, en 

la que la biomasa se transforma en carbón (biochar), la segunda etapa se realiza a mayor 

temperatura para transformar el carbón en cenizas, la cantidad de carbón transformado 

dependerá del contenido de oxígeno en el gasificador.  En general, el rendimiento del biochar 

en el proceso de gasificación (5–10%) es menor que el de otros procesos termoquímicos como 

la pirólisis (15-20%) (Cha et al., 2016), lo que puede explicarse por la conversión de carbono en 

CO debido a sus condiciones de oxidación parcial (Brewer et al., 2009; Mohan et al., 2014). A 

diferencia de la HTC, la pirólisis requiere materia prima seca (Funke et al., 2013). La pirólisis 

ha ganado importancia en los últimos años, debido a su sencillez de operación y bajo costo. Se 

lleva a cabo calentando la materia orgánica en un ambiente con poca o nula presencia de 

oxígeno (<1 % O2 V/V), a temperaturas que comienzan a 350-550 °C y pueden sobrepasar los 

700 °C (Demirbas & Arin, 2002; Dutta et al., 2014; Goyal et al., 2008; Novak et al., 2009). Los 

mecanismos de reacción del proceso de pirólisis son complejos, sin embargo, pueden resumirse 

en los siguientes pasos (Demirbas, 2004): 

������� → �	
� + ����
�� sin ���������     (1) 

����
�� sin ��������� → (���á���� + ����)� + (����ó�)�  (2) 

(����ó�)� → (���á���� + ����) + (����ó�)     (3) 

En el segundo paso ocurre la pérdida de humedad y volátiles además de la producción 

del biochar primario (Ec. 2). El último paso incluye una reorganización química del biochar. 

Durante este paso, el biochar se descompone a un ritmo muy lento, para dar lugar a la 

formación de un sólido residual rico en carbono. La formación de biochar secundario (Ec. 3) 

hace que el carbón sea menos reactivo.  

En el proceso de gasificación, las principales reacciones termoquímicas incluyen las 

siguientes (Demirbas, 2004): 

Biochar a CH4: 

� + 2" ↔ �"$         (4) 

Biochar a óxidos: 

� + % → �% ; � + �% ↔ 2�%       (5) 

Biochar a CO y H2: 

� + �% + " % ↔ �% + "         (6) 
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Los productos de la combustión (CO2 y H2O) se reducen aún más con la presencia del 

biochar. Estas reacciones endotérmicas generan syngas: CO y H2 (Ec. 6). Las moléculas de la 

biomasa y las moléculas del vapor (hidrógeno y oxígeno) se reorganizan para formar este gas. 

La alta reactividad del biochar es mayor cuando las partículas de biomasa más pequeñas se 

someten a pirólisis. 

El proceso de pirólisis se puede dividir en cuatro etapas: evolución de la humedad, 

descomposición de hemicelulosa, descomposición de celulosa y descomposición de lignina 

(Raveendran et al., 1996; Yang et al., 2004). En un estudio llevado a cabo por Yang et al. 

(2007) encontraron  los siguientes intervalos de temperatura para la descomposición por 

pirólisis de los principales componentes de la biomasa:  220-315 °C para la hemicelulosa, 314-

400 °C para la celulosa, y 160-900 °C para la lignina. También observaron que por pirólisis se 

genera la mayor cantidad de residuo sólido (40%). A temperaturas bajas, la deshidratación y 

descomposición de las moléculas de carbohidratos da como resultado la formación de biochar 

(Bridgwater, 2012).  Otro estudio reporto un rendimiento de biochar del 34.2 % cuando se 

pirolizaba celulosa pura a 300 °C, en presencia de N (Shafizadeh & Fu, 1973). Por el contrario, 

cuando las temperaturas son altas, hay suficiente energía para la rápida ruptura de los enlaces 

glucosídicos y la evaporación de los productos, lo que favorece la formación de syngas. Esta 

variación en las temperaturas se debe a que, en el caso de la lignina, esta se descompone en un 

amplio rango de temperaturas debido a la gran cantidad de grupos funcionales con diferentes 

estabilidades térmicas. La degradación térmica comienza a 200 °C y puede requerir 

temperaturas de hasta 900 °C para completarse (según el tiempo de residencia) (Yang et al., 

2007). Si los vapores de la pirólisis son enfriados ocurre una condensación en compuestos 

líquidos polares y de alto peso molecular (Escalante Rebolledo et al., 2016).  

Según la velocidad de calentamiento y el tiempo de residencia, la pirólisis de biomasa se 

puede clasificar en tres categorías (Tabla 4): pirólisis convencional o lenta, pirólisis rápida y 

pirólisis. Los términos “pirólisis lenta” y “pirólisis rápida” no tienen un rango preciso de los 

tiempos o velocidades de calentamiento involucradas en cada uno. 

Tabla 4. Tecnologías de pirólisis y condiciones de proceso. 
Fuente: Balat et al. (2009), Goyal et al. (2008), Mohan et al. (2006), Patwardhan (2010). 

Tecnologías de 
pirólisis 

Condiciones del proceso 

Temperatura 
Velocidad de 

calentamiento 
Tiempo de 
retención 
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Pirólisis lenta 400 – 600 °C 5 – 7 °C/min 5 – 30 min 

Pirólisis rápida 400 – 600 °C 300 °C/min < 5 s 

Pirólisis 
ultrarápida 

400 – 950 °C 1000 °C/min 30 ms ~ 1.5 s 

La pirólisis lenta o convencional se ha aplicado durante miles de años y se ha utilizado 

principalmente para la producción de biochar. La pirólisis lenta es un proceso por lotes que se 

lleva a cabo a temperaturas bajas, velocidades de calentamiento lentas (se ha informado de tasas 

tan bajas como 0.1-2 °C/min.) y largos tiempos de residencia (5 a 30 minutos) con el objetivo 

de maximizar la formación de biochar (Mohan et al., 2006; Patwardhan, 2010). Este proceso es 

más tolerante a la humedad contenida en la biomasa, que puede ser de 15 a 20% (Bridgwater & 

Peacocke, 2000). A diferencia de la pirólisis lenta, la pirólisis rápida es una tecnología avanzada 

comúnmente utilizada en la producción de combustible líquido. Este es un proceso que se lleva 

a cabo de forma continua y que utiliza velocidades de calentamiento mucho más rápidas que en 

la pirólisis convencional (cerca de 300 °C/min) (Goyal et al., 2008). Existen cuatro 

características esenciales dentro de un proceso de pirólisis rápida (Bridgwater, 2003): a) tasas 

de transferencia de calor y calentamiento muy altas, que generalmente requiere una 

alimentación de biomasa finamente molida; b) temperaturas de reacción de pirólisis 

cuidadosamente controladas, a menudo en el rango de 425-600 °C; c) tiempos de residencia de 

vapor cortos (típicamente <2 s); y d) los vapores y aerosoles de pirólisis se enfrían rápidamente 

para producir bio-oil. La pirólisis rápida se lleva a cabo con éxito en la mayoría de los reactores 

de lecho fluidizado, pues ofrecen velocidades de calentamiento altas, rápida desvolatilización, 

fácil control y fácil recolección de productos, entre otras cosas (Luo et al., 2004). En la pirólisis 

ultrarápida el tiempo de reacción es de segundos o menos, la velocidad de calentamiento es muy 

alta y el tiempo de residencia muy corto, por lo que se requiere de reactores especiales para 

poder llevarla a cabo. Dos de los diseños apropiados son el reactor de flujo arrastrado y el 

reactor de lecho fluidizado. 

 

3.4  Biochar 

El biochar es un producto sólido rico en carbono, producido a partir de la degradación 

termoquímica de materiales orgánicos en ausencia o a bajas concentraciones de oxígeno 

(Ahmad et al., 2014). El tratamiento térmico descompone parte de la biomasa, pero conserva un 
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gran porcentaje de su contenido de carbono, por lo que es más fácil de usar en distintas 

aplicaciones que la biomasa original. Aunque el elemento principal del biochar es el carbono, 

también contiene hidrógeno, oxígeno, y cantidades mínimas de N y S (Liu et al., 2015). Se cree 

que la polimerización de compuestos orgánicos en vapores y gases puede conducir a la 

formación de carbón secundario y aumentar el rendimiento del sólido. Las condiciones de 

producción se eligen según las propiedades deseadas en el biochar (Weber & Quicker, 2018). 

Además de las condiciones del proceso, las características de la biomasa afectan el proceso de 

conversión y las propiedades del producto. Como se comentó anteriormente, la biomasa está 

compuesta principalmente por tres compuestos orgánicos: celulosa, hemicelulosa y lignina, y 

estos se comportan de manera diferente durante el tratamiento térmico, por lo que la proporción 

de cada uno de estos tres compuestos influirá directamente en el rendimiento y las propiedades 

del biochar, así como en las condiciones de tratamiento requeridas.  

Debido a su gran área de superficie específica, estructura porosa, grupos funcionales de 

superficie y alto contenido mineral, el biochar se ha utilizado como combustible sólido (Wang 

et al., 2012), adsorbente de contaminantes del agua y del aire (Ahmad et al., 2014; Chen et al., 

2011; Mohan et al., 2014), como catalizador para eliminar alquitrán o producir biodiésel 

(Konwar et al., 2014; Shen, 2015), y como mejorador de suelos (Ahmad et al., 2014; Doumer et 

al., 2015; Lehmann et al., 2006; Lehmann & Joseph, 2015). El volumen y el tamaño de los 

poros, el área de superficie específica y el tamaño de partícula del biochar son parámetros clave 

para definir sus propiedades físicas. La formación de poros en el biochar está muy relacionada 

con la liberación de compuestos volátiles de la estructura polimérica de la biomasa (Chen et al., 

2015). El contenido elevado de materia volátil en la biomasa podría promover el desarrollo de 

estructuras porosas y la reactividad del biochar (Pacioni et al., 2016). El área de superficie 

específica del biochar se define como la relación entre el área total de la superficie y la masa 

total de partículas de biochar, y está ampliamente relacionada con su porosidad. Las 

propiedades físicas del biochar pueden afectar sus propiedades químicas. Rollinson (2016) 

encontraron que un área de superficie más grande y un volumen mayor de microporos está 

relacionado con un mayor número de hidrocarburos aromáticos policíclicos en la superficie del 

biochar. El área de superficie específica y el volumen de poro del biochar están influenciados 

principalmente por las condiciones termoquímicas, como la temperatura, el tiempo de 

residencia y la velocidad de calentamiento. En el estudio realizado por Hansen et al. (2015) el 
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biochar producido a partir de paja de trigo presentó un área de superficie específica baja (<60 

m2 g-1), mientras que el de madera dio áreas de superficie y contenidos de carbono más altos. 

Hansen et al. (2015) atribuyeron los resultados anteriores a que la madera requirió una 

temperatura de proceso más alta. Sin embargo, esta diferencia en las propiedades de la 

superficie entre los dos biochares también podría deberse a la diferencia en las materias primas. 

Los autores también descubrieron que un alto contenido mineral en la biomasa puede reducir la 

superficie específica del biochar al bloquear los poros. Las propiedades químicas que son 

potencialmente relevantes para las aplicaciones de biochar incluyen contenido de carbono y 

cenizas, especies metálicas alcalinas y alcalinotérreas (por ejemplo, K, Na, Ca, Fe, y Mg), 

grupos funcionales, aromaticidad y pH. El contenido de cenizas en el biochar puede alcanzar 

hasta el 60 % en peso y generalmente es más alto que su materia prima debido a la pérdida de 

materias volátiles que ocasiona el enriquecimiento de componentes inorgánicos. Las 

concentraciones de elementos inorgánicos en el biochar de gasificación podrían ser hasta 1500 

veces más altas que las de sus materias primas (Shen et al., 2016). Kim et al. (2016), 

encontraron que la mayoría de los elementos presentes en el biochar producido a partir de lodos 

de depuradora, se enriquecieron tres veces en las cenizas en comparación con el lodo sin tratar, 

mientras que la evaporación de partículas que se produjo a altas temperaturas para algunos 

elementos volátiles, como el Pb y el Zn, condujo a la reducción de sus concentraciones. Si la 

temperatura del proceso excede el punto de fusión de ciertos metales (por ejemplo, Zn, Cd, As, 

Se, K y Na), estos metales/metaloides podrían volatilizarse y estar en bajas concentraciones en 

el biochar (Shackley et al., 2012).  

Actualmente, la aplicación de biochar al suelo está atrayendo mayor atención para la 

mejora sustentable de la calidad del suelo y el secuestro de carbono (Woolf et al., 2010). Debido 

a su alto contenido de carbono orgánico, el biochar tiene la capacidad de mejorar las 

propiedades fisicoquímicas y biológicas del suelo. Como mejorador de suelo, el biochar actúa 

como un sumidero de CO2 atmosférico, ayuda a retener N, S, P y Ca y materia orgánica en el 

suelo, esto último incrementa la cohesividad de las partículas y, por lo tanto, evita las pérdidas 

del suelo (J. Lehmann, 2007). Se han informado aumentos significativos en la germinación de 

semillas, el crecimiento de las plantas y los rendimientos de los cultivos en los suelos tratados 

con biochar (Chan et al., 2007a; Dou et al., 2012; Glaser et al., 2002; Novak; et al., 2009; Van 

Zwieten et al., 2010). Novak et al. (2009) informó que el uso de biochar al 2.0% en peso puede 



 

25 
 

mejorar significativamente la fertilidad del suelo arenoso al disminuir su acidez y aumentar su 

carbono orgánico junto con los contenidos de N, P, Ca, K y Mn. La aplicación de  biochar en 

sinergia con biofertilizantes puede mejorar los rendimientos de los cultivos (Lehmann et al., 

2002). Además, se ha observado un incremento de la población y la actividad microbiana en los 

suelos tratados con biochar (Lehmann et al., 2011; Verheijen et al., 2010). Los cambios en los 

consorcios microbianos del suelo y sus actividades enzimáticas influyen positivamente en los 

procesos biogeoquímicos de los suelos (Awad et al., 2012; Lehmann et al., 2011). Los efectos 

observados en el incremento de la fertilidad del suelo son explicados principalmente por un 

aumento de pH en suelos ácidos o una retención de nutrientes mejorada a través de la adsorción 

catiónica (Liang et al., 2006; Van Zwieten et al., 2010).  La capacidad de retención de agua de 

los suelos incrementa cuando aumenta la cantidad de carbono orgánico. Glaser et al. (2002) 

informó un aumento aproximado del 18% en la capacidad de retención de agua de un suelo 

tratado con biochar. En general, el biochar tiene una estructura de carbono relativamente 

estructurada con un área de superficie media a alta, por lo que puede actuar como adsorbente, 

similar en algunos aspectos al carbón activado (Cao & Harris, 2010). El desarrollo de la 

porosidad durante la carbonización puede influir en el área de superficie del biochar (Novak et 

al., 2009). Sin embargo, todavía falta aclarar los cambios en las propiedades químicas de 

biochar por las condiciones de preparación/rendimiento. Debido a las propiedades mejoradoras 

de suelo con la adición de biochar, se ha observado una disminución de la lixiviación de 

nutrientes (Sohi et al., 2010). Generalmente el biochar posee un pH neutro a alcalino,  sin 

embargo, también se ha reportado la producción de biochar con pH ácido (Chan et al., 2007b). 

El pH del biochar depende factores como el tipo de materia prima y las condiciones del proceso 

termoquímico de producción; por ejemplo, temperaturas altas de pirólisis conducen a valores 

elevados de pH (Alotaibi & Schoenau, 2019; Ghodake et al., 2021; Kavitha et al., 2018; Kloss 

et al., 2014; Novak et al., 2009; Peiris et al., 2019). Por lo general, el biochar producido a 

temperaturas menores de 450 °C desarrolla más grupos funcionales superficiales que el que se 

produce por encima de 500 °C, algunos de estos grupos funcionales, particularmente los grupos 

que contienen oxígeno, como el carboxilo, son débilmente ácidos (Glaser et al., 2004; Shen; et 

al., 2017; Yuan; et al., 2011). Van Zwieten et al. (2010) determinaron que el biochar derivado 

de los residuos de las fábricas de papel pirolizado a 550°C posee un valor de encalado de 

alrededor del 30% de CaCO3. 
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Diferentes organizaciones han propuesto un conjunto de características con el objetivo 

de definir la calidad del biochar para su uso en agricultura. La International Biochar Initiative 

(IBI), postula que el biochar debe tener un alto contenido de carbono condensando, por lo que 

la cantidad de este en el producto es un indicador de su calidad.  

En la Tabla 5 se muestra la clasificación de biochar, según la IBI (2015), en función del 

porcentaje de carbono orgánico total (COT %) que el producto sólido tenga. Es importante 

mencionar que esta entidad propone otras características básicas para la clasificación de biochar 

como el tamaño de la partícula, proporciones elementales (H/Corg), pH y disponibilidad de P, K, 

S y Mg. 

Tabla 5. Clasificación internacional de biochar de acuerdo al contenido de COT. 
Fuente: IBI (2015). 

CLASE COT (%) 

I >60 

II 30-60 

III 10-30 

 

3.5 Fitohormonas 

Las auxinas fueron las primeras fitohormonas en ser identificadas, caracterizadas por 

inducir la elongación, división y diferenciación celular. Es el ácido indol acético (AIA), la 

principal auxina presente en la mayoría de las plantas (Srivastava, 2002) (Figura 5).  
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Figura 5. Estuctura del ácido indol acético. 
Fuente: Modificado de Rojas et al. (2012). 

La estructura química básica de las auxinas se compone de un grupo indol, por lo que es 

fácil encontrar en las plantas otros compuestos con estructura similar (Figura 6); sin embargo, 

también se encuentran algunos compuestos fenoxiacéticos, benzoicos o picolínicos con 

actividad auxínica (Rojas et al., 2012). 
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Figura 6. Auxinas naturales. 
Fuente: Rojas et al. (2012). 

Las auxinas se encuentran en mayor cantidad en las partes de la planta donde se 

presentan procesos activos de división celular, lo cual se relaciona con la elongación de tallos y 

coleóptilos, formación de raíces adventicias, inducción de floración, diferenciación vascular, 

algunos tropismos y promoción de la dominancia apical (McSteen & Zhao, 2008). Se 

encuentran en las células en concentraciones de 10-6 a 10-8 M, y su distribución dentro de los 

tejidos está sujeta a los principios del transporte polar (más lento) y no polar (más rápido) 

(Srivastava, 2002). Cuando la concentración de estos compuestos aumenta por encima de los 

límites anteriores, inhiben la elongación de la raíz, la razón es un estímulo en la producción de 

etileno, mientras que a bajas concentraciones estimulan la elongación de los brotes y las raíces 

(Salisbury et al., 1994). Dado que los niveles endógenos de auxinas son mucho mayores en 

tejidos jóvenes, es razonable sospechar que este es su sitio de síntesis. Actualmente, se conocen 

tres vías para la síntesis del AIA (Taiz & Zeiger, 2006). La primera es a partir de la 

decarboxilación del triptófano a triptamina (ruta de la tripatamina, TAM), produce una serie de 

reacciones enzimáticas que originan indol-3-acetaldehído (IAAId), el cual es oxidado por la 

IAA deshidrogenasa convirtiéndolo en ácido 3-indol acético (Figura7). La segunda ruta parte de 

la síntesis del indol 3-piruvato (IPA), estrechamente relacionada con la ruta TAM, ya que su 

precursor es la TAM, la cual es convertida por la Trp aminotransferasa a indol 3–piruvato, que 

luego es decarboxilado para formar IAAId, que es convertido en ácido 3–indol acético. La 
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tercera ruta, parte de la conversión del triptófano en indol 3 acetaldoina (IAOx), y luego este en 

indol 3–acetonitrilo (IAN), que finalmente es transformado ácido 3–indol acético (Figura 7). 

Las auxinas se sintetizan principalmente en el ápice del tallo, en las yemas, ramas 

jóvenes y en general en los meristemos. Ayudan a que los tallos débiles se desarrollen y a que 

se formen raíces adicionales de soporte para complementar el sistema radicular (Salisbury et al., 

1994; Somers et al., 2005). Sin embargo, se ha observado que un exceso en la aplicación de 

auxinas como AIA o AIB, puden producir efectos tóxicos o inhibitorios frenando el desarrollo 

de nuevas raíces, como se mencionó anteriormente, presentando un efecto negativo sobre el 

crecimiento de ápices caulinares y coleóptilos (Lee et al., 2004; Rasul, 1999). 

 

 

Figura 7. Biosíntesis de AIA en platas. 
Fuente: Modificado de Taiz and Zeiger (2006). 
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Desde el punto de vista químico, las giberelinas (Figura 8) constituyen una familia de 

diterpenos tetracíclicos ácidos cuyo esqueleto está constituido por un anillo ent-giberelano de 

20 o 19 átomos de carbono. Sin embargo, a nivel fisiológico, las giberelinas son ácidos 

diterpenoides basados en el giberelano que se definen más por su estructura que por su actividad 

biológica, contrario a lo que ocurre con las auxinas y las citoquininas (Yamaguchi et al., 2000). 

Las giberelinas biológicamente activas, actúan como reguladores esenciales del desarrollo de 

las plantas y cubren todos los aspectos de la historia de vida de las plantas, modulando varias 

respuestas del crecimiento como la germinación de semillas. Entre sus principales funciones 

destacan la inducción de la floración, inducción del crecimiento del tallo, estimulación de la 

germinación y el crecimiento, aumento del tamaño de los frutos y mejora de su presentación, 

debido a que incrementan la hidrólisis del almidón, fructanos y sacarosa, con lo que se originan 

moléculas de fructosa y glucosa (Celis et al., 2008). Así mismo, las giberelinas sustituyen los 

requerimientos de luz o frío que precisan muchas de las semillas para germinar (Azcón–Bieto & 

Talón, 2000; Salisbury et al., 1994). Únicamente las giberelinas biológicamente activas pueden 

cumplir con las funciones antes mecionadas, las giberelinas no bioactivas existen en el tejido 

vegetal como precursores de las formas bioactivas o como metabolitos desactivados. 

 

Figura 8. Estructura del ácido giberélico (AG3). 
Fuente: Modificado de Aruhiza (2013). 

La biosíntesis de giberelinas se divide en tres etapas, dependiendo de su localización 

celular y las características de las enzimas que participan en el proceso de síntesis. La primera 

etapa se localiza en los plastidios y consiste en la conversión de geranilgeranil difosfato 

(GGDP) a ent-kaureno, por acción de la enzima ent-kaureno sintetasa, el GGDP se sintetiza a 

través de la ruta del ácido mevalónico (MVA) en el citoplasma, mientras que la no dependiente 

de MVA ocurre en el cloroplasto. La segunda etapa se lleva a cabo en el retículo 
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endoplasmático y consiste en la síntesis de GA12 a partir de ent-kaureno; está catalizada por 

dos monooxigenasas de membrana dependientes de NADPH: la ent-kaureno oxidasa y ácido 

ent-kaurenoico oxidasa (KAO), cada una de los cuales cataliza tres pasos metabólicos 

consecutivos. La tercera etapa tiene lugar en el citoplasma y en ella intervienen dioxigenasas 

solubles dependientes de 2-ceto-glutarato y Fe+2.  
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CAPÍTULO 4 

Planteamiento del Problema 

Los suelos escasos de nutrientes de las zonas semiáridas del estado de Hidalgo 

representan un problema ambiental, social y económico, que tiende a agravarse por la 

distribución cada vez más errática del agua y las variaciones extremas de temperatura a causa 

del cambio climático. Por otra parte, la creciente generación de residuos orgánicos y su 

disposición inadecuada representan también una problemática compleja con implicaciones 

ambientales, sanitarias y sociales. Dado lo anterior, surge la necesidad de proponer alternativas 

de aprovechamiento de estos residuos, que contribuyan a mejorar las características del suelo, 

disminuyan el impacto ambiental y sean técnicamente factibles y económicamente rentables.  

 

Justificación 

Con el progreso de la sociedad y el desarrollo de la economía, los problemas 

ambientales y la escasez de los recursos se vuelven cada vez más importantes. La mayoría de 

los países están buscando el desarrollo de tecnologías sustentables y limpias, que además de 

ayudar a contrarrestar los efectos negativos del cambio climático, contribuyan con el desarrollo 

económico y social de los países. Los bioproductos se han considerado como el punto clave de 

una nueva tendencia sustentable de desarrollo en el mundo. 

La biomasa lignocelulósica es el recurso orgánico renovable más abundante y disponible 

en la superficie de la Tierra; gran parte de esta biomasa se desecha como residuo de actividades 

agrícolas, industriales y comerciales. Existe una amplia variedad de procesos para aprovechar la 

biomasa como fuente de energía y como insumo para la obtención de una gran variedad de 

bienes. Entre estos últimos se encuentra el biochar, bioproducto que contribuye al 

mejoramiento de los suelos y a incrementar el aprovechamiento de los nutrientes por los 

cultivos. Lo anterior se traduce en una mayor sustentabilidad en la agricultura porque se 

reciclan los residuos de manera benéfica y se disminuye la cantidad necesaria de fertilizantes 

químicos, con lo cual se minimizan los impactos ambientales que causan tanto los residuos 
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como los fertilizantes. También puede haber un impacto económico positivo ya que la 

producción de biochar genera ganancias y su uso representa un ahorro para los agricultores, 

porque en general es más económico que los insumos agrícolas químicos. Adicionalmente, la 

producción de biochar también puede repercutir en la seguridad alimentaria toda vez puede ser 

producido para autoconsumo por los mismos productores agrícolas o bien, puede ser una fuente 

de empleos si se produce a gran escala. Por ello, en este trabajo se propone aprovechar o 

valorizar los residuos de A. salmiana en un esquema de economía circular para así obtener 

mejoradores de suelo. 
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CAPÍTULO 5 

Objetivo general 

Evaluar teórica y experimentalmente un método biológico y uno termoquímico para 

para obtener mejoradores de suelo a partir de residuos de Agave salmiana en un esquema de 

economía circular.  

Objetivos específicos 

Determinar el potencial teórico de metano de los residuos de A. salmiana inoculados 

con excretas de conejo a partir de su composición química, para determinar la opción más 

adecuada para su digestión.  

Diseñar y construir un gasificador para valorizar los residuos de A. salmiana a través 

de un método termoquímico para la obtención de biochar.   

Evaluar la aptitud del biochar de A. salmiana, como mejorador de suelo, mediante el 

análisis de sus características fisicoquímicas, de toxicidad y permanencia en el ambiente. 

Hipótesis 

El contenido de azúcares fermentables y el carácter lignocelulósico de los residuos de 

A. salmiana hacen posible su valorización ya sea a través de procesos biológicos, como la 

digestión anaerobia, o bien termoquímicos, como la gasificación, para obtener mejoradores de 

suelo en un esquema de economía circular.   
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CAPÍTULO 6 

Diseño Experimental de la Investigación 

La presente investigación se realizó con la finalidad de evaluar diferentes procesos 

para valorizar los residuos de Agave salmiana, para ello se organizó el trabajo tres etapas, las 

cuales se describen a continuación:  

En la primera etapa se caracterizaron fisicoquímicamente los residuos de agave y las 

excretas de conejo, y se realizó una prueba de biodegradabilidad para determinar teórica y 

experimentalmente la factibilidad técnica de tratar los residuos de agave mediante una 

fermentación anaerobia. La metodología empleada y los resultados obtenidos en esta etapa se 

presentan en el Capítulo 7.  

En la segunda etapa (Capítulo 8), se evaluó la gasificación como alternativa 

termoquímica para valorizar los residuos de agave. Para ello, se diseñó y construyó un 

gasificador; se preparó la biomasa mediante operaciones de reducción de tamaño y secado; 

luego se gasificó; y finalmente se evaluó fisicoquímicamente el biochar obtenido. Vale la pena 

mencionar que se probó la gasificación tanto de las pencas de maguey cortadas en trozos, 

como del bagazo del maguey después de extraerle el jugo a la penca. Para esta etapa se 

recolectaron pencas de maguey de los camellones de la ciudad y de jales mineros. Esto último 

se hizo con la finalidad de evaluar la capacidad del maguey para acumular metales tóxicos 

presentes en el suelo y la presencia de dichos metales en el biochar. 

La tercera etapa, que se presenta en el Capítulo 9, consistió en evaluar la posible 

toxicidad del biochar mediante pruebas de germinación, así como el efecto del mismo en la 

producción de fitohormonas (auxinas y giberelinas) y sobre algunos grupos microbianos 

(mesófilos aerobios, Escherichia coli y coliformes totales). También se monitoreó el efecto 

del biochar sobre el pH y la conductividad eléctrica del suelo durante los seis meses 

posteriores a su aplicación. Para las pruebas anteriores se oxidó previamente el biochar con la 

finalidad de disminuir su pH. 
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CAPÍTULO 7 

Evaluación Teórica del Potencial Energético de los Residuos de A. 

salmiana 

7.1 Caracterización fisicoquímica de los residuos de A. salmiana y de las excretas 

de conejo 

Los residuos de A. salmiana y las excretas de conejo, fueron caracterizados mediante 

las siguientes determinaciones: humedad y cenizas, por el método gravimétrico (APHA, 

AWWA, WEF, 2012); composición elemental (C, N, H y O)  en un analizador elemental Serie 

II CHNS/0 2400 (Perkin Elmer, EUA), contenido de celulosa, hemicelulosa y lignina, por 

cromatografía líquida de alta eficacia (HPLC por sus siglas en inglés) (Alliance Waters, 

EUA); la demanda química de oxígeno (DQO) por el método 5220 (APHA, AWWA, WEF, 

2012); demanda bioquímica de oxígeno (DBO5) mediante el sistema OxiTop® (WTW®, 

Alemania); contenido de nitrógeno total (NT) por el método micro Kjeldahl; carbono orgánico 

total por el método Walky & Black (García y Ballesteros, 2005), fósforo por el procedimiento 

de Bray y Kurtz para A. salmiana, mientras que para las excretas de conejo se empleó el 

procedimiento de Olsen y Sommers (SEMARNAT, 2002); sólidos totales (ST) y sólidos 

volátiles (SV) mediante el método 2540-E, y pH por el método 4500 reportados en APHA, 

AWWA, WEF (2012). También se cuantificó la concentración de los siguientes elementos 

químicos: Ca, Mg, K, Cu, Fe, Mn, Na, Ni, Zn, Cd, Cr y Pb por espectrofotometría de 

absorción atómica (EAA, Spectra 800 Varian, Australia).  

 

7.2 Resultados y discusión  

Como se puede observar en la Tabla 6, el contenido de humedad de A. salmiana 

(82.3%) no corresponde a los valores reportados en la literatura científica (6.52, 7.36, 6.44) 

(Chávez-Guerrero & Hinojosa, 2010; Heredia et al., 2014; Liñán-Montes et al., 2014). Esto se 

debe a que, en los estudios citados, la humedad la determinaron en el bagazo, y no en la penca 

completa, como fue el caso de este estudio. El porcentaje de sólidos volátiles de A. salmiana 

(83.3%) es comparable con los valores reportados por Liñán-Montes et al. (2014) (78.1%). 
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Los resultados anteriores indican que el contenido de cenizas de A. salmiana es bajo (16.7%), 

lo cual sería una ventaja en caso de ser usado como combustible sólido. Esto es importante 

también en la producción del biochar, donde la materia prima es la fuente de energía. 

El análisis elemental (Tabla 6) proporcionó el porcentaje en peso de los elementos C 

(36.3%), H (5.6%) y N (0.25%). El porcentaje de oxígeno (39.9%) se calculó por diferencia. 

Los valores obtenidos fueron similares a los reportados por Liñán-Montes et al. (2014) (C: 

41.25%; H: 5.96%; O: 43.14%; N: 2.00%). A mayor contenido de H y O, se observa un mayor 

contenido de energía (Keiluweit et al., 2010; Rutherford et al., 2005). 

La hemicelulosa, la celulosa y la lignina son los tres principales constituyentes 

poliméricos de la biomasa, sin embargo, sus estructuras químicas y su estabilidad térmica 

difieren considerablemente, lo cual es importante tener en cuenta cuando se va a tratar 

térmicamente la biomasa. Para el caso de A. salmiana, los resultados obtenidos fueron de 

14.6% para la celulosa, 17.3% para la hemicelulosa y 13.6% para la lignina (Tabla 6). Estos 

valores difieren en gran medida de los reportados por Flores-Sahagún et al. (2013) (Celulosa: 

73.6%; Lignina: 21.1%) y Liñán-Montes et al. (2014) (Celulosa: 41.86; Hemicelulosa: 4.41; 

Lignina: 7.04). Estas variaciones se deben principalmente a la edad de la planta y a la parte de 

la penca analizada. La celulosa y la hemicelulosa que consisten en monómeros de azúcares 

simples se descomponen a temperaturas inferiores a 450 °C, principalmente en compuestos de 

peso molecular bajo que se liberan en forma de vapores pirolíticos. Por el contrario, la lignina 

es un polímero amorfo e hidrófobo con un gran peso molecular superior a 10,000 g mol-1, que 

consta de numerosos grupos funcionales que contienen subestructuras aromáticas de carbono. 

Durante la pirólisis, la lignina se descompone lentamente en un amplio rango de temperatura y 

contribuye más a la formación de biochar, dejando carbones aromáticos condensados con 

grupos funcionales reducidos. Cagnon et al. (2009) reportaron que el rendimiento de material 

carbonizado es de 23.5 % para hemicelulosa, 19 % para celulosa y 45 % para lignina. 

El N es esencial en la síntesis de proteínas, purinas, pirimidinas y quitina (polisacárido 

presente en la pared celular de muchos hongos que también contiene N) (Chang & Miles, 

2004). En el análisis practicado a los residuos de A. salmiana se encontraron concentraciones 

bajas (0.05%) de N (Tabla 6). 

La relación DBO5/DQO de A. salmiana (0.75, Tabla 6) indicó que A. salmiana es un 

sustrato altamente biodegradable bajo condiciones aerobias. Por el contrario, las excretas de 
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conejo presentaron una relación DBO5/DQO de 0.13, lo que señala que son poco 

biodegradables bajo estas condiciones. No obstante, que el tipo de tratamiento que se propone 

es anaerobio, el valor de la relación DBO5/DQO es útil, porque indica que el sustrato contiene 

una cantidad importante de materia orgánica biodegradable; por otra parte, el papel de las 

excretas en el proceso de digestión anaerobia es el de aportar los microorganismos necesarios 

para llevar a cabo la digestión del sustrato, por lo que su biodegradabilidad no es medular. 

Otro aspecto a considerar para digerir anaerobiamente los residuos de A. salmiana, debido es 

su contenido de humedad; para llevar a cabo una digestión húmeda se deberá agregar agua o 

bien emplear un cosustrato que aporte el agua necesaria. Es por esta razón, que el análisis 

teórico se llevó a cabo empleando una mezcla de 41% de A. salmiana y 59% de Opuntia 

heliabravoana. 

También es evidente que A. salmiana tiene contenidos muy bajos de K, Mn y Ni 

(Tabla 6). Estos tres elementos son esenciales para las plantas, por lo que su presencia en un 

biofertilizante es importante. En caso de obtener un biofertilizante a partir de A. salmiana, 

estos elementos pueden aportarse de manera exógena o hacerlo con un cosustrato. Los 

cladodios de O. heliabravoana son un cosustrato que cumple con los requisitos en cuanto a 

contenidos de agua, K, Mn y Ni, además es otro residuo que se genera en el estado de 

Hidalgo.  

Es importante mencionar que los elementos tóxicos evaluados cadmio, cromo y plomo, 

se encontraron por debajo del del límite de detección (Pb= 0.015 mg kg-1, Cd= 0.008 mg kg-1 

y Ni= 0.0042 mg kg-1) tanto en las pencas de A. salmiana, colectadas en los camellones de la 

ciudad, como en las excretas de conejo. Este es un aspecto importante, ya que la presencia de 

metales tóxicos limita el uso de algunos sustratos para obtener biofertilizantes o mejoradores 

de suelo como biochar.  

Tabla 6. Caracterización de los residuos de A. salmiana y excretas de conejo. 

Determinación 
Resultado 

A. salmiana Excretas de conejo 

Humedad (%) 82.3 ±1.4 28 ± 0.9 

Cenizas (%) 16.7 ± 0.3 12.4 ± 0.3 

Análisis elemental 
(%) 

C 36.3 ND 

H 5.6 ND 

O 39.9 ND 
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Determinación 
Resultado 

A. salmiana Excretas de conejo 

N 0.25 ND 

Celulosa (%) 14.6 ± 0.1 ND 

Hemicelulosa (%) 17.3 ± 0.1 ND 

Lignina (%) 13.6 ± 0.01 ND 

DQO (mgO₂ L-1) 778,646 ± 19,604 275,022 ± 6025 

DBO₅ (mgO₂ L-1) 581,000 ± 18,385 36,600 ± 3,960 

Relación DBO₅/DQO 0.75 0.13 

Nitrógeno Total (mg kg-1) 468 ± 14.7 1,590 ± 104 

Carbono orgánico total (%) 53,144 ± 1373 69,193 ± 3580 

Fósforo (mg kg-1) 2.1 ± 0.5 ND 

Sólidos totales (%) 17.7 ± 1.4 72 ± 0.9 

Sólidos volátiles (%) 83.3 ± 0.3 87.6 ± 0.3 

pH 5.0 8.5 

Metales (mg/kg) 

Ca 3529 ± 4027 145 ± 18.6 

Mg 13639 ± 3876 <LD 

K <LD <LD 

Cu 6.6 ± 2.4 69 ± 3 

Fe 238 ± 6.6 <LD 

Mn <LD 400 ± 23.1 

Na 61.6 ± 8.2 1613 ± 174 

Ni <LD <LD 

Zn 9.2 ± 1.2 865 ± 73.3 

Cd <LD <LD 

Cr <LD <LD 

Pb <LD <LD 

Valores de LD: Pb= 0.015 mg kg-1, Cd= 0.008 mg kg-1 y Ni= 0.0042 mg kg-1 

7.3 Producción teórica de biogás 

Si se conoce la composición química de un residuo se puede calcular teóricamente la 

cantidad de CH4 que producirá aplicando la fórmula estequiométrica (7) propuesta por Boyle 

(1952) (Achinas & Euverink, 2016): 

�&"'%()*+, + -� − '
$ − (

 + /*
$ + ,

 0 "₂% → -&
 − '

2 − (
$ + /*

2 + ,
$0 �"₄ + -&

 − '
2 − (

$ + /*
2 + ,

$0 "₂% + �)"₃ + "₂+  (7) 

de forma simplificada se tiene la ecuación (8) 

� + ��� → � � + �/5 + �$6 + �7          (8) 
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Donde: 

�, � = �����:��  

�, 5, 6, ; = <���
����      

las ecuaciones que determinan los coeficientes C1 – C5 son las siguientes: 

�� = � − '
$ − (

 + /
* + ,

          (9) 

� = &
 + '

2 − (
$ − /*

2 − ,
$         (10) 

�/ = &
 − '
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$ + /*
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$        (11) 

�$ = �           (12) 

�7 =            (13) 

La ecuación (8) se encuentra en equilibrio y se puede aplicar a cualquier residuo con 

concentraciones conocidas de C, H, O, N y S. El modelo supone que estos elementos son los 

únicos componentes de la materia prima. La constante de cada elemento es igual al valor del 

análisis elemental dividido por la masa molar del elemento, por lo tanto el análisis final da 

relaciones de masa C:H:O:N:S (en gramos) que luego se definen como variables: 

� = % ?
@@A

= % ?
� .C�CD         (14) 

� = % E
@@F

= % E
�.CCDG         (15) 

� = % H
@@I

= % H
�7.GGG         (16) 

� = % J
@@K

= % J
�$.CCLD         (17) 

 = % M
@@N

= % M
/ .CL7         (18) 

Para evaluar la producción teórica de metano (TBMP, por sus siglas en inglés), se 

usaron los datos de la composición elemental de los residuos de A. salmiana, los cuales se 

sustituyeron en la fórmula (19) reportada por Achinas and Euverink (2016). Asimismo, se 

evaluó el TBMP de los residuos de O. heliabravoana y también el de ambos residuos en 

codigestión. Lo anterior se realizó sustituyendo los valores de la Tabla 7 en la fórmula (19). 

TBMP (ml �"$ 	�+U�)=   .$(V
WXY

ZU[
\U][

Z U^
\)

� .C�D&X�.CCDG'X�7.GGG(X�$.CCLD*X/ .CL7,    (19) 

Para ello, se consideraron los siguientes supuestos iniciales: temperatura constante y 

mezcla perfecta; condiciones bacterianas ideales, lo que significa una digestión completa; que 
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el sustrato contiene únicamente C, H, O, N y S; los productos de reacción solo incluyen CH4, 

CO2, NH₃ y H2S, y que no existe acumulación de residuos.  

 

Tabla 7. Valores de A. salmiana y O. heliabravoana empleados en la evaluación de la 
TBMP. 

Elemento 
Análisis elemental (%) 

Masa molar Constante A. salmiana O. heliabravoana Cosustrato 
A. salmiana O. heliabravoana Cosustrato 

C 36.33 35.10 35.60 12.01 A 3.02 2.92 2.96 

H 5.57 4.40 4.90 1.01 B 5.52 4.37 4.84 

O 39.90 41.30 40.70 15.10 C 2.49 2.58 2.55 

N 0.25 0.50 0.40 14.01 D 0.00 0.04 0.03 

S 0.007 0.006 0.0 32.01 E 0.0002 0.0002 0.0002 

 

Sustituyendo en la fórmula (19), para A. salmiana se tiene: 

TBMPthAtC=
22.4(3.024

2 + 5.526
8 − 2.493

4 − (3 ∗ 0.017)
8 − 0.0002

4 )
(12.017 ∗ 3.024) + (1.0079 ∗ 5.526) + (15.999 ∗ 2.493) + (14.0067 ∗ 0.017) + (32.065 ∗ 0.0002) 

    = 0.43 ∗ 1000 ∗ 0.60 =  258 mLCH₄ 	U� SV 

Aplicando la fórmula (14) para O. heliabravoana se tiene: 

TBMPthAtC=
22.4(2.922

2 + 4.366
8 − 2.581

4 − (3 ∗ 0.036)
8 − 0.0002

4 )
(12.017 ∗ 2.922) + (1.0079 ∗ 4.366) + (15.999 ∗ 2.581) + (14.0067 ∗ 0.036) + (32.065 ∗ 0.0002) 

   = 0.37 ∗ 1000 ∗ 0.60 =  237 mLCH₄ 	U� SV 

Aplicando la fórmula (14) para la mezcla de cosustratos se tiene: 

TBMPthAtC=
22.4(2.964

2 + 4.842
8 − 2.546

4 − (3 ∗ 0.028)
8 − 0.0002

4 )
(12.017 ∗ 2.964) + (1.0079 ∗ 4.842) + (15.999 ∗ 2.546) + (14.0067 ∗ 0.028) + (32.065 ∗ 0.0002) 

   = 0.4 ∗ 1000 ∗ 0.60 = 223 mLCH₄ 	U�SV  
 

El volumen de metano (y en general de los gases ideales) por mol en condiciones 

estándar (0°C y 1atm) es de 22.4 L, que corresponde al valor del coeficiente del numerador de 

la ecuación (8). 

Retomando la fórmula (8), se puede calcular la masa molar (mm) tanto de los reactivos 

como de los productos. Para ello, se sustituyen A, B, C, D, E y F por los compuestos 

participantes en una digestión anaerobia, de manera que la ecuación (8) queda de la siguiente 

manera:  

CaHbOcNdSe + C1 H2O  C2 CH4 + C3 CO 2 + C4 NH3 + C5 H2S 
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 y se aplican las siguientes fórmulas: 

��q = � ∗ ��? + � ∗ ��E + � ∗ ��H + � ∗ ��J + ��M 

           = 12.017� + 1.0079� + 15.999� + 14.0067� + 32.065 	
��� 

��r = 2 ∗ ��E + 1 ∗ ��H = 2 ∗ 1.0079 + 1 ∗ 15.999 = 18.0158 	
��� 

��? = 1 ∗ ��? + 4 ∗ ��E = 1 ∗ 12.017 + 1 ∗ 1.0079 = 16.04 	
��� 

��s = 1 ∗ ��? + 2 ∗ ��H = 1 ∗ 12.017 + 1 ∗ 15.999 = 44.02 	
��� 

��t = 3 ∗ ��E + 1 ∗ ��J = 1 ∗ 1.0079 + 1 ∗ 14.0067 = 17.03 	
��� 

��u = 2 ∗ ��E + 1 ∗ ��M = 2 ∗ 1.0079 + 1 ∗ 32.65 = 34.08 	
��� 

7.4 Resultados y discusión 

De acuerdo con los cálculos teóricos, empleando A. salmiana como único sustrato se 

obtiene el mayor rendimiento de CH4 (258 mL CH4 g-1 SV), incluso mayor que con O. 

heliabravoana como único sustrato (237 mL CH4 g-1 SV), mientras que con la mezcla de 

cosustratos se logra una menor producción (223 mL CH4 g-1 SV). Se comprobó que la 

producción teórica obtenida con O. heliabravoana como sustrato es semejante a la reportada 

por Quintanar-Orozco et al. (2018) (257 mL CH4 g-1 SV) al término de 85 días. Ramos-Suárez 

et al. (2014) obtuvieron 302 mL CH4 g-1 SV de la digestión de O. maxima durante 40 días en 

biorreactores mesofílicos (37°C). Es importante mencionar que se tomó en cuenta un factor de 

corrección del 60% para ajustar la cantidad de gas producido en condiciones reales con 

respecto a las condiciones ideales que se mencionaron anteriormente en los supuestos.  En la 

fórmula tampoco se consideran las deficiencias del macronutriente K y de los micronutrientes 

Mn y Ni que A. salmiana presenta y que podrían afectar a la microbiota del proceso, dado el 

carácter esencial de estos elementos. 

Además de las consideraciones anteriores para evaluar más objetivamente el 

rendimiento teórico de metano que se obtuvo con  A. salmiana, es importante tener en mente 

las ventajas que ofrece la codigestión de residuos orgánicos: la escala económica puede 

aumentar a medida que aumenta la cantidad de desechos empleados, los compuestos 

inhibidores se diluyen, la diversidad de especies bacterianas aumenta y ayuda a estabilizar el 

sistema digestor (Callaghan et al., 2002; Gelegenis et al., 2007). 
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7.5 Simulación para las pruebas de biodegradabilidad 

Una vez calculada la producción teórica de metano, se realizó una simulación 

empleando el software Biodigestor Pro (versión 3.5, Aqualimpia Engineering e.K, Alemania).  

El software Biodigestor-Pro, empleado para el dimensionamiento y diseño de 

biodigestores permite el ingreso de hasta 5 tipos de estiércoles mezclados con otros tipos de 

biomasa y aguas residuales. Permite el ingreso de más de 10 tipos diferentes de biomasa en 

una corrida del programa como substrato para alimentar los biodigestores. Permite la 

selección de biodigestores sobre tierra, bajo tierra y bajo tierra con terraplén. Calcula la 

producción de biogás, energía eléctrica y potencia a instalar (kW) para digerir varios tipos de 

biomasa. Incluye una base de datos de más de 100 tipos de biomasa y 20 tipos de estiércol, 

con sus respectivos valores de masa seca y masa volátil. Presenta el dimensionamiento y 

prediseño del biodigestor. Se utiliza como una herramienta precisa para el diseño de 

biodigestores, presupuesto detallado y memoria de cálculo, calcula la producción 

biofertilizante, potencial energético de diferentes substratos (biomasa, desechos orgánicos, 

estiércol, etc.), el presupuesto estimado de construcción y un análisis costo beneficio, además 

de la tasa interna de retorno (TIR). 

 Con la simulación en Biodigestor-Pro fue posible determinar el dimensionamiento y 

los parámetros de operación del biorreactor, incluida, la carga orgánica volumétrica (COV) y 

el tiempo de retención hidráulica (TRH), recomendables para digerir los residuos de Agave, 

así como para tener una estimación de la producción y composición del biogás. El tiempo de 

retención hidráulica (TRH) de 34 días y la carga orgánica volumétrica (COV) de 2.34 kg/m³·d 

fueron seleccionados como parámetros operativos para este estudio debido a su adecuación 

para la degradación de biomasa lignocelulósica, como la proveniente de Agave salmiana. La 

elección del TRH se fundamentó en proporcionar un tiempo suficiente para garantizar una 

conversión eficiente de la materia orgánica en biogás, maximizando la producción de metano 

y minimizando la acumulación de inhibidores como ácidos grasos volátiles. La COV, por su 

parte, se determinó para equilibrar la cantidad de sustrato introducido al sistema con la 

capacidad del reactor para procesarlo sin comprometer su estabilidad. 

Es importante resaltar que, dado que el programa utilizado no cuenta en su base de 

datos con parámetros específicos para A. salmiana, se empleó como referencia el modelo para 

"restos de verduras", ajustando posteriormente las condiciones al comportamiento 
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característico del agave. Este enfoque permitió modelar el proceso de manera aproximada, 

adaptándolo a las propiedades únicas del residuo en estudio. La estrategia asegura la 

estabilidad del sistema, optimiza la eficiencia del proceso y permite obtener resultados 

reproducibles en condiciones similares. Además, se incorporó el nopal (Opuntia 

heliabravoana) como cosustrato en la simulación, debido a su alto contenido de agua y los 

nutrientes esenciales que aporta, los cuales favorecen la biodisponibilidad de elementos clave 

y contribuyen a un mejor equilibrio en el proceso de digestión. Este enfoque permitió modelar 

un sistema óptimo, adaptado a las características de los sustratos empleados, garantizando 

tanto la estabilidad como la eficiencia del proceso de digestión anaerobia. La elección de las 

excretas de conejo como inoculante en un proceso de digestión anaerobia responde a una serie 

de factores que la convierten en una opción adecuada para optimizar la producción de biogás 

y mejorar la eficiencia del sistema. En primer lugar, las excretas de conejo contienen una gran 

cantidad de microorganismos metanogénicos que juegan un papel esencial en la 

descomposición de la materia orgánica para la generación de metano. Estos microorganismos, 

en alta concentración, permiten una rápida adaptación al medio del biorreactor y favorecen 

una actividad biológica intensa desde las primeras etapas del proceso, lo que resulta en un 

aumento en la producción de biogás. 

Por otro lado, las excretas de conejo presentan un perfil nutricional que incluye 

nitrógeno, fósforo, potasio y otros elementos que funcionan como nutrientes necesarios para 

los microorganismos dentro del digestor. Esta composición contribuye a un control adecuado 

del pH y a la estabilidad del sistema, al reducir la acumulación de ácidos grasos volátiles que, 

en concentraciones elevadas, podrían inhibir la actividad microbiana. 

Asimismo, las excretas de conejo representan una alternativa viable y económica en 

comparación con otros inoculantes. La cría de conejos es común en diversos contextos 

agrícolas y de pequeña escala, lo que asegura un suministro constante de excreta para el 

proceso a un costo reducido. Además, estas excretas presentan una menor cantidad de 

compuestos inhibidores, como metales pesados o sustancias tóxicas, en comparación con otros 

residuos de origen animal. Esto reduce el riesgo de contaminación en el proceso y permite 

obtener un digestado de buena calidad, que puede aprovecharse como biofertilizante. Los 

valores de entrada usados en el software se muestran en la Tabla 8. 
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Tabla 8. Resumen de sustrato para la alimentación del biodigestor. 
Animal PE (Mg d-1) MS (Kg d-1) MV (Kg d-1) 

1 CONEJOS 0,00 1,45 1,26 

Subtotal 0,00 1,45 1,26 

Biomasa BM (t/ d) MS (Kg/d) MV (Kg/d) 

1 NOPAL 0,10 6,80 5,21 

2 VERDURAS, RESTOS 0,07 12,39 10,32 

Subtotal 0,17 19,19 15,53 

Aguas residuales Q (m3/día)  DQO(Kg/d) 

1 NA    

Subtotal 0,00 - 0,00 

Totales 0,17 20,64 16,79 

 

 Resultados y discusión 

La producción de biogás estimada fue de 4.99 m3 de biogás/día de acuerdo al 

simulador Biodigestor Pro (Aqualimpia Engineering e.K. 2018, Alemania), con una 

composición aproximada de 64.2% de metano. De acuerdo con las mediciones de biomasa de 

A. salmiana reportadas por López-Serrano (2021), de la poda anual de una hectárea se 

obtendría la cantidad diaria para alimentar el biodigestor simulado (, por lo que la producción 

de biogás sería de 1803 m3 ha-1 año-1. Si se compara este valor con los mencionados en 

Quintanar-Orozco et al. (2018) para O. heliabravoana (3717 m3 ha-1 año-1), maíz (5780 m3 ha-

1 año-1), alfalfa (3995 m3 ha-1 año-1) y remolacha azucarera (5800 m3 ha-1 año-1), la producción 

de biogás empleando A. salmiana y O. heliabravoana como cosustratos es la menor de todas. 

Lo anterior se explica por la composición lignocelulósica de A. salmiana y la presencia de 

algunos metabolitos, como las saponinas, que pueden tener un efecto inhibitorio sobre las 

poblaciones microbianas. Sin embargo, los residuos de la poda de A. salmiana no compiten 

con ningún uso, como es el caso del maíz la alfalfa y la remolacha azucarera. Un aspecto 

determinante para evaluar la conveniencia de emplear los cosustratos de este estudio para 

producir biogás sería la rentabilidad económica del proceso.  

Los datos arrojados por el programa para el presupuesto se pueden observar en la 

Figura 9, que incluyen las obras y materiales necesarios para construir el biodigestor sobre 

tierra, el lecho de secado de lodos y la planta de biogás. 
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Figura 9. Datos obtenidos para el presupuesto en el software Biodigestor Pro (AquaLimpia, 

Argentina). 

En la figura 10 se muestra el diseño detallado del biodigestor, también creado con el 

software Biodigestor Pro. En el diseño se pueden observar las distintas etapas del proceso de 

biodigestión, desde la entrada de materiales orgánicos hasta la salida de biogás y 

biofertilizantes. El esquema resalta la optimización del espacio y el flujo eficiente de los 
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materiales, demostrando cómo esta tecnología puede ser adaptada para diferentes necesidades 

rurales y urbanas, para promover soluciones ecológicas que transforman los desechos en 

recursos útiles. 

 

 

Figura 10. Diseño de Biodigestor con Software Biodigestor Pro (AquaLimpia, 
Argentina). 
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7.6 Pruebas de biodegradabilidad 

Para llevar a cabo las pruebas de biodegradabilidad se empleó el sistema OxiTop®, el 

cual es un equipo de laboratorio diseñado específicamente para evaluar la biodegradabilidad 

de materiales orgánicos bajo condiciones controladas mediante la medición de la presión de 

oxígeno en un sistema cerrado. Este sistema se utiliza ampliamente en estudios de 

biodegradación de residuos sólidos, aguas residuales, lodos, polímeros y otros materiales 

orgánicos, lo cual permite determinar tanto la velocidad como la eficiencia de descomposición 

de estos materiales. En esta investigación, el uso de OxiTop® fue fundamental para obtener 

datos precisos sobre el comportamiento de las muestras en términos de su demanda 

bioquímica de oxígeno (DBO), un indicador clave de su potencial de biodegradabilidad. Este 

sistema consiste en reactores de 250 mL, con sello hermético, donde se coloca la muestra a 

estudiar junto con un medio que proporciona los nutrientes necesarios para la actividad 

microbiana. Cada frasco se cierra con un cabezal de medición de presión OxiTop®, equipado 

con un sensor de presión muy sensible. A medida que los microorganismos presentes en la 

muestra descomponen la materia orgánica, consumen oxígeno, lo que provoca una 

disminución en la presión interna del frasco. Este cambio de presión es captado por el sensor y 

registrado por el sistema, lo que permite calcular de forma indirecta el nivel de oxígeno 

consumido, que es proporcional a la cantidad de materia orgánica degradada. La medición se 

realiza de forma continua o en intervalos de tiempo preestablecidos, lo que hace posible 

obtener una curva detallada de biodegradación que refleja la actividad biológica en función 

del tiempo. De esta manera, se determina tanto la tasa de biodegradación como el consumo 

acumulado de oxígeno, lo que proporciona una visión integral del proceso de descomposición 

de la muestra. 

Antes de llevar a cabo las pruebas de biodegradabilidad, se calibraron los cabezales 

OxiTop®. Para la calibración, se colocaron 164 ml de agua destilada y una varilla magnética 

dentro de un frasco de DBO. Una vez realizado este proceso, se inicia el proceso de 

calibración en los cabezales OxiTop® que se quieren verificar y colocan individualmente (sin 

enroscar) en la parrilla. Se añadió una tableta de calibración a cada frasco. Se insertó la 

carcasa de goma sin tabletas de NaOH (sólo como anillo de sellado) e inmediatamente se 

enroscaron fuertemente los cabezales. Este proceso se llevó a cabo bajo agitación constante 

durante los 5 días siguientes. Pasados los 5 días, se comparó el valor medido con el valor 
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teórico (310 ± 30 mg/l) que se especifica en el pack del OxiTop® PM y se reportó en el 

cuaderno de “verificación de cabezales OxiTop®”. 

Una vez calibrados los cabezales y con los datos obtenidos en la simulación, se realizó 

una prueba de biodegradabilidad del sustrato a escala laboratorio en reactores OxiTop®, 

probando dos TRH (35 y 54 días) para determinar experimentalmente el índice de 

biodegradabilidad de los residuos. Para esta prueba, se preparó una mezcla de residuos de A. 

salmiana y excretas de conejo, igual a la que usaría en un biorreactor. Para esto, los residuos 

de A. salmiana se trituraron en una licuadora de acero inoxidable (Warning, EUA) y 

posteriormente mezclaron con excretas de conejo, de manera que la mezcla resultante 

contuviera 1% (p/p) de excretas. De acuerdo a la COV (1.2 kg SSV m-3) obtenida de la 

simulación y el contenido de SV (81.2% para el agave y 87.6% para las excretas) de los 

residuos, se calculó el volumen de mezcla que se usó en la prueba. 

 

7.7 Resultados y discusión 

La prueba de biodegradabilidad realizada a los residuos de Agave salmiana arrojó un 

resultado notablemente alto de demanda bioquímica de oxígeno (DBO5), con un valor de 

581,000 mg O₂ L-1. (Figura 11). 

 

Figura 11. Demanda Bioquímica de Oxígeno (DBO5) de los residuos de Agave salmiana: 
Evolución del Consumo de Oxígeno en 5 Días. 
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El valor de DBO5 obtenido es indicativo de una elevada carga orgánica en el material, 

lo cual sugiere que el A. salmiana posee una cantidad significativa de compuestos susceptibles 

de ser descompuestos por microorganismos en condiciones aerobias. Este hallazgo es 

relevante, ya que una DBO tan alta apunta a una actividad biológica intensa durante el proceso 

de biodegradación, lo que abre distintas posibilidades tanto para el aprovechamiento de sus 

subproductos como para considerar tratamientos específicos en su manejo como residuo. 

Comparando este valor de DBO5 con el de otros materiales orgánicos, A. salmiana 

destaca por su potencial biodegradable excepcional. En otros materiales vegetales de alta 

biodegradabilidad, como residuos de frutas o subproductos agrícolas, los valores de DBO 

generalmente se encuentran en un rango mucho menor. Esto subraya el alto contenido de 

carbohidratos y compuestos solubles en A. salmiana, los cuales favorecen una 

descomposición rápida y eficiente en ambientes aeróbicos. 

El elevado DBO5 del Agave salmiana sugiere que, en su tratamiento como residuo, 

debe considerarse el riesgo de descomposición rápida y producción de subproductos en 

condiciones no controladas, lo cual podría generar problemas ambientales, como la demanda 

excesiva de oxígeno en cuerpos de agua si no se gestiona adecuadamente. La liberación de 

grandes cantidades de materia orgánica fácilmente degradable en sistemas acuáticos podría 

resultar en procesos de eutrofización, disminuyendo los niveles de oxígeno disuelto y 

afectando negativamente a la fauna acuática. Esto evidencia la necesidad de emplear 

tratamientos específicos, como la digestión anaerobia, para gestionar de forma adecuada su 

desecho y minimizar su impacto ambiental. 

El alto contenido de compuestos orgánicos en A. salmiana no solo representa un 

desafío para su gestión como residuo, sino también plantea una oportunidad interesante en el 

ámbito energético. Su DBO5 elevada indica un potencial considerable para la producción de 

biogás en condiciones anaerobias. Estos compuestos degradables pueden ser transformados en 

biogás mediante digestión anaerobia, ofreciendo una alternativa de aprovechamiento que, 

además de reducir el volumen de residuos, contribuiría a la generación de energía limpia y 

renovable. 

En conclusión, el resultado de 581,000 mg O₂ L-1 en A. salmiana resalta su alta carga 

orgánica y su potencial biodegradable. Este valor exige consideraciones especiales para su 

tratamiento y manejo en cualquier contexto de gestión de residuos. El aprovechamiento de sus 



 

50 
 

propiedades biodegradables, ya sea en la producción de biogás o en otros procesos de 

valorización de residuos, podría ser una estrategia viable y beneficiosa, siempre que se 

implementen controles adecuados para evitar problemas de contaminación y para maximizar 

el valor de los subproductos generados.  
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CAPÍTULO 8 

Gasificación 

8.1 Construcción del gasificador 

Para la construcción del gasificador se tomaron como base dos gasificadores de 

biomasa con encendido superior y flujo ascendente (Top-Lit-Up-Draft, TLUD, por sus siglas 

en inglés): el primero fue desarrollado por la organización Aqueuos Solutions (Figura 12a) y el 

segundo por la Unidad de Ecotecnologías del Instituto de Investigaciones en Ecología y 

Sustentabilidad de la UNAM (IIES-UNAM) (Figura 12b). Ambos gasificadores son de 

construcción sencilla y su eficacia se ha comprobado a escala piloto y laboratorio, 

respectivamente. 

Como se mencionó, ambos gasificadores son de combustión superior y flujo 

ascendente, lo que significa que la combustión de la biomasa comienza en la parte superior del 

gasificador, mientras que por la parte inferior entra una corriente de aire (aire primario) que 

suministra el oxígeno necesario para la combustión. En este proceso la biomasa a tratar es el 

combustible para que ocurra la gasificación. En cuanto a la emisión de contaminantes 

atmosféricos, la gasificación TLUD cuando se realiza correctamente produce principalmente 

CO2 y agua, ya que los gases se queman dentro de la corona del gasificador, gracias al aire 

secundario que entra por las aberturas de dicha corona.  

  

Figura 12. a) Esquema del interior del gasificador TLUD 
https://www.aqsolutions.org/charcoal-biochar-water-treatment/); b) Imagen del gasificador 

TLUD usado en la IIES-UNAM 

En la Figura 13 se presentan los componentes del gasificador construido: la cámara de 

combustión (1) constituye el elemento principal y cuenta con una entrada lateral (1a) ubicada 

a la mitad de su altura, por la que se introduce el termopar para monitorear la temperatura del 

proceso. En la parte inferior de la cámara se encuentran treinta y tres orificios circulares (1b), 
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diseñados para permitir la entrada de aire primario necesario para la combustión, mientras que 

los tres soportes inferiores (1c) mantienen la cámara en posición vertical y la separan del 

suelo, creando un espacio que facilita el flujo de aire a través de los orificios (1b). Un anillo 

inferior (2) rodea los soportes (1c) y tiene la función de cerrar parcial o totalmente las 

aberturas entre ellos, regulando así la cantidad de aire primario que ingresa. Encima de la 

cámara se encuentra una corona (3) que contiene siete orificios triangulares (3a) distribuidos a 

lo largo de su perímetro, por los que entra el aire secundario, así como un orificio circular en 

la parte superior central (3b) a través del cual los gases de combustión se dirigen hacia la 

chimenea. Para controlar la entrada de aire secundario, el gasificador cuenta con un anillo 

superior (4) que puede cerrar parcial o totalmente los orificios triangulares (3a). La chimenea 

(5), está soldada a la corona sobre el orificio circular central (3b), y por ella salen los gases de 

combustión. Finalmente, la tapa (6), que se coloca sobre la chimenea una vez que la 

combustión ha concluido. Este diseño integral permite un control eficiente del proceso de 

combustión y de los flujos de aire primario y secundario, garantizando un rendimiento óptimo 

del gasificador.  

 

Figura 13. Partes del gasificador. 

Para construir el gasificador se reutilizaron los siguientes materiales: cilindro de gas, 

tapa de aluminio y tubo de hierro), y se emplearon herramientas manuales para su fabricación. 

Las operaciones fueron: corte con disco, cilindrado manual, pestañado manual, perforado con 
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taladro y soldado manual. Las medidas del gasificador se presentan en la Tabla 9. En la Figura 

14 se muestran fotografías del gasificador construido. 

Tabla 9. Dimensiones del gasificador construido. 

Cámara de combustión 

Diámetro (cm) 31 

Altura total (cm) 20 

Capacidad (cm3) 15,095 

Corona 

Diámetro (cm) 31 

Altura base (cm) 10 

Altura chimenea (cm) 25 

Diámetro de la chimenea (cm) 7.5 

Tapa superior 

Diámetro (cm) 33 

 

 

Figura 14. Imágenes del gasificador TLUD completo (izquierda), corona y chimenea junto a 
la cámara de combustión con la tapa (centro) y cámara de combustión con los orificios 

inferiores (derecha). 

8.2 Preparación de la biomasa para la obtención de biochar 

Para obtener la biomasa se recolectaron las pencas de A. salmiana que son podadas en 

los camellones de la ciudad. Cada penca se cortó en piezas, de aproximadamente 10 y 15 cm 

de largo y de 3 a 5 cm en los lados de la base, las cuales se secaron. El secado de la biomasa 

se llevó a cabo de dos formas: a) Agave secado al sol (ASS), que consistió en dejar la biomasa 
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sobre una plancha metálica expuesta a los rayos directos del sol por diez días, y b) Agave 

secado al horno (ASH) a 105 °C durante 24 horas.  

También, se recolectaron pencas de ejemplares de A. salmiana que se encontraron creciendo 

en jales mineros. Estas pencas se procesaron de forma diferente: se cortaron en trozos y se 

alimentaron a un extractor de jugos, para separar la parte liquida y el bagazo. Este último se 

separó en porciones de 30-50 g, que llamamos pellets, para secarlos en un horno a 105 °C 

durante 24 h para obtener bagazo secado al horno (BSH). La Figura 15 muestra la apariencia 

de la biomasa y los diferentes esquemas de procesamiento. 

 

 

 

Figura 15. Esquema de procesamiento de pencas en trozos y bagazo de A. salmiana. 

8.3 Producción de Biochar 

Para determinar cuál de las formas anteriores de preparación de la biomasa, era más 

conveniente para la producción de biochar, así como el poder calorífico de los residuos de 

Agave, se realizaron tres experimentos:  

 Experimento 1: se gasificaron 1,120 g de ASH, obtenidos a partir 4,075 g de 

trozos de agave fresco.  

 Experimento 2: se gasificaron 1,983 g de ASS, provenientes de 5,383 g de trozos 

de Agave fresco.  

 Experimento 3: se gasificaron 1,562 g de BSH, obtenidos de 4,226 g de bagazo 

fresco, provenientes a su vez de 16,253 g de Agave fresco 
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Antes de iniciar el proceso de gasificación, se preparó un pozo de lodo al lado del 

gasificador, lo suficientemente grande para acomodar el fondo de éste fácilmente.  

Una vez realizado el paso anterior, el termopar y la biomasa (ASH o ASS o BSH) se 

introdujeron en la cámara de combustión. Sobre la biomasa se colocó una astilla de madera a 

la que se le prendió fuego para iniciar el proceso de combustión. Se colocó la corona en el 

gasificador, y una vez concluida la combustión se retiró la corona y en su lugar se colocó la 

tapa, luego se trasladó el gasificador a la fosa de lodo previamente elaborada, de manera que 

quedó sellado el fondo para evitar la entrada de aire primario. Finalmente, se dejó enfriar el 

gasificador por al menos 1 hora, y entonces se retiró el biochar. En la Figura 16 se muestra un 

diagrama de la metodología general que se desarrolló durante este trabajo para llevar a cabo la 

producción del biochar. 

 

Figura 16. Diagrama de las etapas experimentales para la producción del biochar. 

Para medir la temperatura, se utilizó un termopar tipo K marca TM902C que mide 

temperaturas en un rango de -50 a 1300 °C, el cual se introduce por medio de una apertura 

ubicada a 10 cm de la base (Figura 17). El termopar se encendió justo antes de iniciar la 

gasificación. 
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Figura 17. Termopar utilizado para medir las temperaturas alcanzadas dentro del 
gasificador. 

El biochar producido se oxidó para disminuir su pH (Suthar et al., 2018).  Para llevar a 

cabo este proceso, el biochar se pasó por tamices de 2 mm, 1.4 mm, 1mm, 600 μm, 500 μm y 

250 μm; cada una de las fracciones se colocó en charolas, que se dejaron expuestas dentro del 

laboratorio durante 15 días, posteriormente se midió nuevamente el pH de cada fracción para 

comprobar la eficacia oxidación. 

8.4 Caracterización fisicoquímica del biochar 

El biochar fue caracterizado mediante las siguientes determinaciones: humedad y 

cenizas, por el método gravimétrico (APHA, AWWA, WEF, 2012); composición elemental 

(C, N, H y O)  en un analizador elemental Serie II CHNS/0 2400 (Perkin Elmer, EUA); 

contenido de nitrógeno total (NT) por el método micro Kjeldahl; carbono orgánico total por el 

método Walky & Black (García y Ballesteros, 2005), fósforo por el procedimiento de Bray y 

Kurtz para A. salmiana, mientras que para las excretas de conejo se empleó el procedimiento 

de Olsen y Sommers (SEMARNAT, 2002); sólidos totales (ST) y sólidos volátiles (SV) 

mediante el método 2540-E y pH por el método 4500 reportado en APHA, AWWA, WEF 

(2012). También se cuantificó la concentración de los siguientes elementos químicos: Ca, Mg, 

K, Cu, Fe, Mn, Na, Ni, Zn, Cd, Cr y Pb por espectrofotometría de absorción atómica (EAA, 

Spectra 800 Varian, Australia).  
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8.5 Resultados y discusión 

En el experimento donde el biochar fue producido a partir de pencas completas, las 

temperaturas se pueden observar en las Figuras 18 y 19. Los rendimientos de producción del 

Agave seco al sol (ASS) y el Agave seco al horno (ASH) fueron muy similares (13.6% y 

11.7%, respectivamente). Las temperaturas de gasificación para ambos casos siguieron un 

patrón similar, aunque el tiempo de producción fue diferente para cada uno de ellos (26 min y 

15 min, respectivamente); esto se debe a que la humedad en el ASS (19.1%) fue superior a la 

del ASH (9.8%).  

 

Figura 18. Comportamiento de la temperatura durante la producción de biochar 
producido a partir de pencas de Agave secado al sol (ASS). 
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Figura 19. . Comportamiento de la temperatura durante la producción de biochar 
producido a partir de pencas de Agave secado al horno (ASH). 

En el experimento que utilizó BSH, las temperaturas registradas se pueden observar en 

la Figura 20. El tiempo de gasificación fue mayor, ya que el interior de los pellets no se secó 

completamente por lo que la humedad presente en el BSH fue superior (27.38%) que la del 

ASS y ASH secado en trozos. El rendimiento de producción del biochar a partir del BSH fue 

de 7.9%, inferior al de los producidos con ASS y ASH, esto probablemente se debió a que, al 

separar la parte líquida, una parte de los sólidos es separada con esta última; además muchas 

de las fibras superficiales que se gasificaron rápidamente hasta alcanzar la calcinación. Tal 

rendimiento es típico de la biomasa lignocelulósica. 

 

Figura 20. Comportamiento de la temperatura durante la producción de biochar producido a 
partir de BSH. 
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Se seleccionó una temperatura de gasificación de 500°C para las tres muestras de 

agave en este estudio, ya que los rendimientos de producción disminuyen cuando la 

temperatura es mayor a esta y, por otra parte, una temperatura mayor a 300°C aumenta 

significativamente el volumen de los poros del biochar (Lee et al., 2013). El rendimiento del 

biochar puede disminuir significativamente con un aumento de la temperatura de producción; 

tal como lo muestra un estudio realizado por H. Wang et al. (2018) donde el rendimiento del 

biochar disminuyó de 46,26 % (400 °C) a 31,57 % (600°C). En cuanto a la porosidad del 

biochar, el volumen de los poros es importante, ya que cuando el biochar es aplicado al suelo, 

las funciones de los poros dependen de su tamaño: los micro y mesoporos de hasta 50 nm de 

diámetro absorben nutrientes (e. g., NH4
+, HPO4

2-, H2PO4
- y carbono orgánico disuelto) y 

gases (e. g., O2 y CO2), mientras que los poros grandes (~10 µm) proporcionan hábitats para 

microorganismos simbióticos, como bacterias (0,3–3 µm), hongos (2–80 µm) y protozoos (7–

30 µm) (Thies & Rillig, 2012). Además, de acuerdo con Lee et al. (2013), a 500°C la 

estructura de los poros y el área superficial, se desarrollan lo suficiente por la descomposición 

térmica completa de la celulosa y la hemicelulosa. También se ha observado que el biochar se 

vuelve menos hidrofóbico y su CRA aumenta cuando se produce a 500°C (Kinney et al., 

2012). En un estudio realizado en macetas, se observó que  el crecimiento del maíz fue el más 

alto cuando se usó biochar producido a 500 °C (Rajkovich et al., 2012),. borrar esta cita (Lee 

et al., 2013).  

En la Tabla 10 se puede observar la comparación entre el biochar obtenido a partir de 

pencas completas y de bagazo de agave. Los rendimientos de producción de ambos fueron 

bajos debido que el A. salmiana posee un alto contenido de humedad del (82.3%). Además del 

contenido de humedad, los rendimientos de producción dependen de factores como lo es el 

tipo de biomasa empleada, la temperatura de gasificación y la velocidad de calentamiento 

(Akhtar et al., 2012). Una biomasa con alto contenido de lignina, otorga rendimientos de 

producción elevados (Sohi et al., 2010). Este tipo de biomasa es preferible para lograr un 

mayor rendimiento de biochar. Las estabilidades estructurales más bajas de la hemicelulosa y 

la celulosa conducen a una degradación térmica más temprana de estos componentes, lo que 

contribuye significativamente al rendimiento de los gases condensables. Por otro lado la 

lignina, al ser más estable, contribuye a un mayor rendimiento del biochar (Pereira et al., 

2013).  
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Tabla 10. Caracterización del biochar. 

Determinación 
Resultados 

Biochar Agave Biochar bagazo 

Rendimiento de producción (%) 13.6 7.9 

Humedad (%) 4.8 ± 0.18 7.4 ± 0.71 

Sólidos Totales (%) 95.2 ± 0.2 92.6 ± 0.7 

Cenizas (%) 46.1 ± 0.13 32.3 ± 0.91 

Solidos Volátiles (%) 53.9 ± 0.1 67.7 ± 0.9 

Carbono Fijo (%) 16 ± 0.05 ND 

Análisis Elemental 

C 57.1 ND 

H 2.2 ND 

O 40.4 ND 

N 0.3 ND 

pH 12.4 ± 0.25 8.2 ± 0.03 

Capacidad de Retención de Agua (%) 77.2 ± 0.21 199.1 ± 5.28 

Densidad aparente (g·cm-1) 0.17 ± 0.0 0.06 ± 0.00 

Densidad real (g·cm-1) 0.65 ± 0.04 0.83 ± 0.02 

Fósforo (mg kg-1) 16.3 ± 0.2 49.5 ± 2.6 

Poder alcalinizante (%CaO) 17.9 ± 0.57 ND 

CaCO3 (%CaCO3) 17.2 ± 0.05 16.6 ± 0.00 

Tamaño de partícula 28.8%<0.6mm 25.9%<0.6mm 

Nitrógeno orgánico (mg kg-1) 4173 ± 195.3 2538 ± 97.9 

Capacidad de Intercambio Catiónico 

(cmol⁺ kg⁻¹) 
32.5 ± 1.25 27.2 ± 0.42 

Carbono total (%) 

Carbono orgánico (%) 

Carbono inorgánico (%) 

33.28 ND 

29.71 37.6 

3.57 ND 

Poder calorífico (MJ kg-1) 13.8 13.8 

Metales (mg/kg) 

Ca 32149 33314 

Mg 28855 20955 

Cu <LD 22.3 

K 221 3790 

Mn 17.9 248.6 

Na <LD <LD 

Ni <LD <LD 

Zn 6.6 32.9 
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Determinación 
Resultados 

Biochar Agave Biochar bagazo 

Cd <LD 69.2 

Cr <LD <LD 

Pb <LD <LD 

 

La composición química del biochar es relevante dependiendo del uso que se le dé; 

por ejemplo, se observó que la eliminación de alquitrán dependía del contenido de C en el 

biochar preparado por pirólisis de cáscaras de arroz (Paethanom & Yoshikawa, 2012). 

Guizani et al. (2017) encontró que el biochar se vuelve más rico en C y más pobre en H y O a 

medida que aumenta la temperatura del proceso. Además, se ha observado que el contenido de 

C del biochar está relacionado con su estabilidad en el suelo cuando se destina a mejorar la 

calidad de este o secuestrar el C para mitigar el calentamiento global (Crombie et al., 2013). 

El contenido de N y S es importante en los procesos de combustión, ya que un bajo contenido 

de N y S reduce el riesgo de producir emisiones de NOx y SOx.  

El pH es una propiedad importante del suelo, que influye en el desarrollo de plantas y 

microorganismos, y promueve la disponibilidad de nutrientes para ser absorbidos. La 

acidificación del suelo es el resultado del ácido nítrico y el ácido sulfúrico producto de la 

quema de combustibles fósiles (Reuss & Johnson, 1985) y de la aplicación a largo plazo de 

fertilizantes nitrogenados (Malhi et al., 1998). Uno de los beneficios del biochar es que tiende 

a ser alcalino, por lo que puede ayudar a disminuir la acidez de los suelos (Gaskin et al., 

2008). El pH de la mayoría de los biochares puede ir de 7.5 a 10.5, es decir de medianamente 

alcalinos a fuertemente alcalinos según la NOM-021-SEMARNAT-2000, sin embargo, se 

pueden encontrar valores desde cuatro hasta arriba de 12 con otros tipos de pirólisis (Lehmann 

et al., 2011). Aunque el pH del Agave es muy fuertemente ácido (5), el pH del biochar de las 

pencas completas y del bagazo fue muy fuertemente alcalino (12.4) y moderadamente alcalino 

(8.2), respectivamente, esto se debe a las temperaturas altas del proceso, sin embargo, esta no 

es la única causa (Alotaibi & Schoenau, 2019; Ghodake et al., 2021; Kavitha et al., 2018; 

Kloss et al., 2014; Novak et al., 2009; Peiris et al., 2019). La alcalinidad del biochar está 

influenciada por tres factores: i) grupos funcionales orgánicos, ii) carbonatos y iii) álcalis 

inorgánicos (Fidel, 2012; Yuan; et al., 2011). Se sabe que la contribución de los grupos 

funcionales orgánicos tales como -COOH y -OH disminuye al aumentar la temperatura de 
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pirólisis por el progreso de la descomposición térmica. En cambio, la formación de carbonatos 

(como CaCO3 y MgCO3) y álcalis inorgánicos (de Na y K) cobra importancia por encima de 

los 500 °C (Yuan; et al., 2011). Como resultado, las temperaturas de pirólisis más altas 

aumentan significativamente el pH del biochar (Spokas et al., 2012; Wu et al., 2012; Kim et 

al., 2013). Por lo general, el biochar producido a temperaturas menores de 450°C desarrolla 

más grupos funcionales superficiales que el que se produce por encima de 500°C y algunos de 

estos grupos funcionales, particularmente los grupos que contienen oxígeno, como el 

carboxilo, son débilmente ácidos (Glaser et al., 2004; Shen; et al., 2017; Yuan; et al., 2011). 

Por ejemplo, el biochar derivado de los residuos de las fábricas de papel, pirolizado a 550°C, 

posee un valor de encalado de alrededor del 30% de CaCO3 (Van Zwieten et al., 2010). Los 

grupos funcionales orgánicos en las muestras de biochar no se analizaron en este trabajo. Sin 

embargo, se puede observar en la Tabla 13 que el biochar posee concentraciones elevadas de 

elementos alcalinos como Ca y Mg, además los biochars que tienen una alta cantidad de 

carbonatos son mejores reduciendo la acidez del suelo (Steiner et al., 2007). Esta podría ser 

otra de las razones del pH alcalino en el biochar. Además de disminuir la temperatura del 

proceso, otro método para disminuir los valores de pH, es el que llevó a cabo Suthar et al. 

(2018), el cual consiste en exponer la superficie de las partículas del biochar, al medio 

ambiente, lo cual aumenta la oxidación hasta tal punto que el pH resultante es ácido.  

En este estudio, se aplicó el método de Suthar et al. (2018): se oxidó el biochar con 

diferentes granulometrías (2 mm, 1.4 mm, 1mm, 600 μm, 500 μm y 250 μm) para determinar 

si a menor tamaño de partícula se obtenía un pH menor, debido a una mayor oxidación, sin 

embargo los valores de pH fueron prácticamente iguales, de 7 y 7.1.  

En un estudio llevado a cabo por Carrier et al. (2013) se comprobó que una proporción 

equivalente de hemicelulosa y lignina puede disminuir el pH del biochar, mientras que una 

mayor proporción de celulosa puede aumentarlo. En este estudio se observó que a mayor 

contenido de celulosa en los residuos, mayor fue el pH del biochar. 

En cuanto a la densidad real del biochar, se menciona que existe un rango entre 1.5 y 

2.1 g cm-1, mientras que de la densidad aparente se han publicado valores que van desde 0.09 

hasta 0.5 g cm-1, ya que el tipo de materia prima y el proceso de pirólisis utilizados influyen el 

desarrollo de poros, que a su vez impacta en el valor de la densidad aparente (Brewer et al., 

2009; Downie et al., 2012; Lehmann et al., 2011). La densidad aparente más alta en el 
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presente estudio fue la del biochar de pencas completas (0.17 g cm-1), valor muy similar a los 

reportados por Ogunjobi and Lajide (2013), para biochar de olote amarillo (0.22 mg cm-1) y 

blanco (0.26 g cm-1). Por otro lado, la densidad real de los biochares de este estudio (0.65 y 

0.83 g gm-1) fue muy bajo comparado a otros valores (1.5 a 2.1 g cm-1) (Lehmann et al., 

2011). Esto puede ser debido a la metodología empleada en este estudio, pues el agua no 

puede penetrar a poros tan pequeños o cerrados o a superficies que son hidrofóbicas en el 

biochar (Amonette & Joseph, 2012; Brewer et al., 2014; Downie et al., 2012). Una forma 

correcta de medirla, es utilizando un picnómetro de helio, en donde se asume que el helio 

penetra a todos los poros abiertos de la partícula del biochar (Brewer et al., 2014; Brewer et 

al., 2012; Brewer et al., 2009). El biochar de pencas de Agave fue el que tuvo la mayor 

densidad real, esto puede ser debido a que son fibras y su porosidad es menor en comparación 

a otros sustratos (Crespo-González et al., 2013).  

Uno de los objetivos en la producción de biochar es el cambio en la composición 

química en comparación con la de la biomasa original, sobre todo en el aumento del contenido 

de carbono. Esto se debe principalmente a la descomposición de los grupos funcionales que 

contienen oxígeno e hidrógeno. Por lo tanto, un aumento en la temperatura de reacción 

conduce a un aumento en el contenido de C, lo que resulta en un menor contenido de H y O. 

Por otra parte, la mayoría de la biomasa vegetal produce biochar rico en C y con menor 

contenido de N, P y otros nutrientes que los materiales de origen animal (Cruz-Méndez et al., 

2021). Además del tipo de biomasa, temperaturas elevadas generan menores cantidades de N 

y mayores de C (H. Zhang et al., 2017), como es el caso de ambos biochares obtenidos en el 

presente trabajo. Los biochares de alta temperatura pueden alcanzar contenidos de carbono de 

más del 95% y contenidos de oxígeno de menos del 5%. El contenido de hidrógeno de la 

madera varía entre el 5 y el 7 % y disminuye durante la pirólisis a menos del 2 % (para 

temperaturas superiores a 700 °C) o incluso por debajo del 1 % para temperaturas de 

tratamiento más elevadas (Weber & Quicker, 2018). En el caso del biochar producido a partir 

de Agave, podemos observar que el contenido de carbono contenido en la biomasa sin tratar, 

incrementó de un 36.6% a un 57.1%, mientras que para el caso del hidrogeno los valores 

disminuyeron de 5.6% a 2.2%, y finalmente, en el caso del oxígeno, los valores 

permanecieron similares (39.9% del Agave, y 40.1% para el biochar). No se puede ver una 

correlación clara entre la temperatura del tratamiento y el contenido de N en la comparación 
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general. Al observar los valores obtenidos, se puede notar un ligero aumento en el contenido 

de N. Este aumento relativo se debe a la disminución de otros componentes durante el proceso 

de desvolatilización (Quicker & Weber, 2016). 

En cuanto al contenido de metales, las concentraciones de estos en el biochar podrían 

ser hasta 1500 veces más altas que las de sus materias primas (Shen et al., 2016). Durante la 

gasificación del Agave, la mayoría de los elementos se enriquecieron en el biochar, mientras 

que la evaporación de partículas se produjo para algunos elementos volátiles como el Cd y el 

Zn, lo que condujo a la reducción de sus concentraciones (Kim et al., 2016). Se espera que las 

concentraciones de los metales se conserven solo si la temperatura del proceso es inferior a su 

temperatura de volatilización respectiva. Si la temperatura del proceso en un gasificador 

excede el punto de fusión de ciertos metales (p. ej., Zn, Cd, As, Se, K y Na), estos metales 

podrían volatilizarse y tener bajas concentraciones en el biochar (Shackley et al., 2012). No se 

encontró en otros estudios un valor de P tan bajo como el que obtuvo el biochar de Agave, sin 

embargo, ningún biochar de los estudios revisados tiene tanta cantidad de Ca como el biochar 

de Agave (Gaskin et al., 2008; J. Lehmann et al., 2003; Major et al., 2010). En general, el 

biochar producido a partir del bagazo contiene una concentración de metales superior a la del 

producido partir de pencas completas, incluyendo al Cd; esto último, seguramente se deba a 

que fue recolectado a orillas de un jale minero. 

Una de las funciones principales del biochar en el suelo es proporcionar una mayor 

retención de nutrientes y agua. Por lo tanto, la CRA es una de las propiedades cruciales del 

biochar, ya que determina la capacidad de adsorción de nutrientes y agua. El biochar de 

Agave presentó una CRA similar al del biochar de bambú reportado por Cruz-Méndez et al. 

(2021), usado con éxito como mejorador en un suelo semiárido del estado de Hidalgo. 

Además de la CRA, la CIC, el NT y el carbono orgánico e inorgánico, presentaron también 

valores similares al biochar de bambú, por lo tanto, es de esperar que el biochar de Agave 

tenga un desempeño similar al de bambú en suelos con esas características. 

La CIC es la cantidad de cationes (p. ej., Ca2+, Mg2+, K+, Na+, NH4+) que un material 

es capaz de retener (Lee et al., 2010) como resultado de las cargas superficiales negativas que 

los atraen. La CIC es usada frecuentemente para describir el grado de fertilidad de los suelos, 

esto debido a que la mayoría de los nutrientes que usan las plantas y los microorganismos se 

absorben en su forma iónica (Robertson et al., 1999). Generalmente la CIC en los biochares 
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recién producidos es baja (aunque sigue siendo más alta que en algunos suelos degradados) si 

se compara con la de la materia orgánica presente en el suelo (Carter et al., 2013). Sin 

embargo, a medida que el biochar envejece, la CIC tiende a aumentar (Cheng et al., 2008; 

Laird et al., 2010; Lehmann et al., 2011). La CIC depende directamente de la estructura de la 

superficie, ya que los grupos funcionales proporcionan cargas superficiales, mientras que el 

área superficial, vuelve accesibles dichas cargas (Liang et al., 2006). Las mayores CIC se 

encuentran en los biochares producidos a temperaturas relativamente bajas, en los que el área 

de superficie ha aumentado significativamente en comparación con la biomasa original, pero 

quedan suficientes grupos funcionales en la estructura para proporcionar cargas negativas. Un 

estudio realizado por Mukherjee et al. (2011) para tres biochares (roble, pino, hierba) a 

diferentes pH (1,5 – 7,5) encontró que la CIC más alta (51.9 ± 15.3 cmol⁺·kg⁻¹) fue para la 

temperatura de producción más baja  (250 °C). Temperaturas de 400 y 650 °C produjeron 

biochares con una CIC de 16.2 ± 6.0 y 21.0 ± 17.2 cmol⁺·kg⁻¹, respectivamente. En otro 

estudio realizado por Ippolito et al. (2015), la CIC disminuyó de 32.7 cmol⁺·kg⁻¹ en promedio, 

cuando el biochar fue producido a temperaturas inferiores de 300 °C, a menos de 5 cmol⁺·kg⁻¹ 

cuando el  biochar se produjo temperaturas mayores a 800 °C. El biochar producido a partir 

de A. salmiana a una temperatura de 500°C, presentó una CIC de 32.5 cmol⁺·kg⁻¹, la cual 

podría incrementar disminuyendo la temperatura de producción. Si el proceso de producción 

del biochar es llevado a cabo bajo condiciones adecuadas, su adición al suelo puede propiciar 

el aumento de la CIC (Liang et al., 2006). 
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CAPÍTULO 9 

9.1 Pruebas de inhibición de la germinación 

Una de las recomendaciones del International Biochar Institute (IBI) para evaluar la 

posible toxicidad del biochar es estudiar su efecto durante la germinación. En el caso del 

biochar producido a partir de residuos de A. salmiana, se evaluaron dos dosis: i) biochar al 

0.4% p/p (BCH0.4, equivalente a 16 Mg ha-1), y ii) biochar al 0.2% p/p (BCH0.2, equivalente 

a 8 Mg ha-1). Las dosis de biochar se propusieron con base en los resultados obtenidos por 

Cruz-Méndez et al. (2021) quienes adicionaron 0.2% (8 Mg ha-1) a un suelo del estado de 

Hidalgo. Estas pruebas se realizaron con el biochar producido a partir de las pencas de poda 

de los camellones de Mineral de la Reforma, Hgo., que no presentó metales tóxicos en su 

composición.  Previamente, el biochar se dejó oxidar por 15 días antes de aplicarlo a los 

sustratos, esto se hizo para disminuir el pH alcalino del biochar. 

Los sustratos usados en las pruebas fueron suelo y vermiculita, ya que se hizo la 

prueba con semillas de cultivos que se siembran directamente en suelo y otros cuya 

germinación se realiza en semilleros con sustratos como la vermiculita. Los cultivos 

evaluados en este estudio fueron maíz y cebada, que fueron germinados en suelo, y jitomate y 

lechuga, que se germinaron en vermiculita. Cada dosis de biochar se probó por triplicado en 

cada cultivo y también se tuvo un tratamiento control para cada sustrato y cultivo sin adición 

de biochar, de manera que se tuvieron nueve cajas de germinación por cada cultivo.  

Se usaron cajas de germinación portátiles de plástico con tapa transparente para 

mantener la humedad y permitir el paso de luz. Para la cebada, lechuga y el jitomate, se 

usaron cajas de 23 cm de largo, 15 cm de ancho y 5 cm de profundidad; para el maíz fueron 

cajas de 40 cm de largo, 20 cm de ancho y 5 cm de profundidad. Para la cebada, se prepararon 

nueve cajas con 1444 g de suelo cada una, a seis de ellas se le agregó biochar para los 

tratamientos: BCH0.2 (2.9 g) y BCH0.4 (5.8 g). Para el maíz, se prepararon nueve cajas con 

3767 g de suelo cada una, a seis de ellas se le agregó biochar para los tratamientos: BCH0.2 

(7.5 g) y BCH0.4 (15 g). Finalmente, para la fresa y la lechuga, se prepararon seis cajas con 

155 g de vermiculita cada una, para los controles; seis cajas con 154.7 g de vermiculita y 0.3 g 

de biochar para el tratamiento BCH0.2 y seis cajas con 154.4 g de vermiculita y 0.6 g de 

biochar para el tratamiento BCH0.4. Una vez preparados los sustratos con las dosis de 

biochar, se midió la capacidad de retención de agua (CRA) y el pH del suelo, la vermiculita y 
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de cada mezcla. Las determinaciones se hicieron por triplicado, aplicando los métodos del 

Anexo A (A.2 y A.11). 

En cada caja se ajustó la humedad del sustrato al 60% de la CRA, luego se colocaron 

100 semillas por caja, excepto para el caso del maíz que solo se utilizaron 25 semillas por 

caja. Se colocaron las tapas en las cajas y se mantuvieron en las siguientes condiciones: 8 h en 

oscuridad a 20 °C y 16 h de luz a 30 °C. 

En los días siguientes se midió el porcentaje de la germinación contando el número de 

semillas germinadas, se consideró germinada toda semilla cuya radícula hubiera emergido de 

la cubierta seminal. También se midió la longitud de la plúmula y se contaron todas las 

plántulas que presentaban un desarrollo normal. Posteriormente se calcularon los porcentajes 

correspondientes.  

Una vez que las plántulas alcanzaron una altura de 5 cm en el caso del maíz y de 3 cm 

en el resto de los cultivos, se determinó el peso seco y las fitohormonas (sección 9.3). Al 

finalizar la germinación se midieron nuevamente la CRA y el pH de los sustratos, siguiendo 

los métodos del Anexo A. 

Para determinar si los resultados obtenidos por la experimentación se comportaban 

normalmente, se realizó un análisis de normalidad mediante el test de Shapiro-Wilks. 

Posteriormente se realizó un análisis de varianza (ANOVA, por sus siglas en inglés) con un 

nivel de significancia de 0.05 para comparar las medias, aplicando una prueba de Tukey. 

 

9.2 Resultados y discusión 

Ambos tratamientos (BCH0.4 y BCH0.2), incrementaron el pH del suelo (Tabla 11), 

es importante mencionar que la cebada puede cultivarse en suelos con pH de 6 a 8.5, mientras 

el maíz prefiere un pH entre 6 a 7.2. Con el aumento en el pH, el suelo se encuentra fuera del 

intervalo óptimo para el cultivo del maíz. No obstante, en algunos casos, el incremento del pH 

del suelo es benéfico, como ocurrió en el estudio llevado a cabo por Novak; et al. (2009), en el 

que encontraron que la adición de biochar mejoró la fertilidad al aumentar el pH del suelo, así 

como el contenido de carbono orgánico, Ca, K, Mn y P. En otro estudio llevado a cabo por 

Qayyum et al. (2015), convirtieron varios desechos en biochar usando pirólisis (350 - 450 

°C). El biochar se aplicó a suelos alcalinos a una tasa del 1% en los que luego cultivaron 

semillas de maíz. Los resultados mostraron un efecto significativo del biochar en la masa seca 
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de las plántulas, la longitud de los brotes y la longitud de las raíces, además de un incremento 

significativo en el pH del suelo. Olszyk et al. (2018), desarrollaron una prueba rápida para 

detectar los efectos del biochar en la germinación de semillas y los suelos. Las semillas se 

colocaron en recipientes y se cubrieron con 15 g de suelo con 1% de biochar en peso. Los 

autores probaron dieciocho biochares que se obtuvieron a partir de seis materias primas, 

pirolizadas a tres temperaturas (350, 500 y 700°C). Se observaron pocos efectos sobre la 

germinación de las semillas, sin embargo, aumentó el peso seco de los brotes de zanahoria, 

pepino, lechuga, avena y tomate; principalmente con el biochar producido a partir de 

gallianza. También se encontró un aumento del pH y la CE del suelo, especialmente con 

biochar de gallianza y de sólidos porcinos. Liang et al. (2014) realizaron un experimento de 

campo a largo plazo para determinar el efecto del biochar (90 t ha-1) en el rendimiento de los 

cultivos y las propiedades de un suelo calcáreo. El rendimiento anual de los cultivos no 

aumentó significativamente después de la aplicación del biochar, sin embargo, el rendimiento 

acumulativo durante las primeras 4 temporadas de crecimiento sí aumentó significativamente. 

El pH del suelo, medido in situ, aumentó en un máximo de 0,35 unidades después de 2 años 

de la aplicación de biochar. 

Tabla 11. Efecto del biochar sobre el pH del suelo. 

Cultivo 
pH antes del 

tratamiento 

pH después del tratamiento 

BCH0.4 BCH0.2 Control 

Cebada 7.12 8.26±0.14 8.24±0.02 7.39±0.03 

Maíz 7.12 8.16±0.05 8.04±0.08 7.27±0.05 

BCH0.4, biochar al 0.4% (p/p, equivalente a 16 Mg ha-1), y BCH0.2, biochar al 0.2% (p/p, equivalente a 8 Mg ha-1) 

 

En la Tabla 12 se observa que la altura de las plántulas fue mayor con el tratamiento 

BCH0.4 para todos los cultivos, sin embargo, la diferencia no fue estadísticamente 

significativa respecto al BCB0.2 y el control (Tabla 12).  

En cuanto al porcentaje de germinación, para la cebada, el tratamiento con BCH0.4 

presentó los mejores resultados, con diferencias significativas respecto al BCH0.2 y el control. 

En el caso del BCH0.2 también presentó diferencias significativas respecto al control (Figuras 

21 y 22a). Para el maíz, en la Figura 22b se aprecia que el porcentaje de germinación fue 
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significativamente mayor con el tratamiento BCH0.4 que con el BCH0.2 y el control. Para la 

lechuga y el jitomate, el BCH0.4 también incrementó el porcentaje de germinación respecto al 

BCH0.2 y el control, sin embargo, el aumento no fue estadísticamente significativo (Figura 

22c, d). 

Tabla 12. Datos generados durante los ensayos de germinación. 

Cultivo Sustrato 
Humedad 

(%) 

tiempo 

(días) 

Altura (cm) 

BCH0.4 BCH0.2 Control 

Cebada Suelo 60 12 19.8±1.5 19.7±0.3 18.1±1.5 

Maíz Suelo 50 8 7.6±1.3 6.4±1.1 6.5±1 

Jitomate Vermiculita 60 13 3.4±0.3 3.1±0.1 2.8±0.3 

Lechuga Vermiculita 60 9 3.2±0.1 3±0.1 2.6±0.2 

BCH0.4, biochar al 0.4% (p/p, equivalente a 16 Mg ha-1), y BCH0.2, biochar al 0.2% (p/p, equivalente a 8 Mg ha-1) 
 
 

         

Figura 21. Germinación de las plántulas de cebada con 0.4 % de biochar (BCH0.4, 
izquierda); con 0.2 % de biochar (BCH0.2, centro); y Control (derecha). 

 

Varios investigadores han reportado mejoras en la germinación, rendimiento y 

producción de biomasa en varios cultivos con el uso de biochar, bien solo o combinado con 

fertilización y con tasas de aplicación muy distintas, como se comenta a continuación. Van 

Zwieten et al. (2010), determinaron que la germinación del trigo mejoró en presencia de 

biochar, incrementó del 97 % ±2 % en el control, al 100 % con biochar, con una dosis de 2 % 

por peso seco de biochar. Chan et al. (2007a) llevaron a cabo una prueba en macetas para 

investigar los efectos del biochar en los rendimientos de rábano (Raphanus sativus) y 

encontraron que la aplicación de biochar en presencia de fertilizante nitrogenado aumentó 

significativamente el rendimiento del cultivo, lo que indica que el biochar mejora de manera 
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eficiente la utilización del N por parte de la planta. El aumento del rendimiento del rábano en 

presencia de fertilizante nitrogenado fue del 266% con una tasa de aplicación de biochar de 

100 t ha-1. De manera similar, dos biochares producidos a partir de excretas de ave, con tasas 

de aplicación de biochar de 0, 10, 25 y 50 t ha-1 y sin el uso de fertilizante nitrogenado, 

produjeron aumentos similares en el rendimiento de materia seca del rábano (Chan et al., 

2008). 

a)

 

b)

 
c)

 

d)

 
Figura 22. Porcentaje de germinación de. a) cebada b) maíz c) lechuga d) jitomate. 

BCH0.4, biochar al 0.4% (p/p, equivalente a 16 Mg ha-1), y BCH0.2, biochar al 0.2% (p/p, equivalente a 8 Mg ha-1) 

 

Otros autores reportaron que la aplicación de biochar aumentó la biomasa de arroz 

(Oriza sativa L.) y fríjol chino (Vigna unguiculata L.) en 20 % y 50 %, respectivamente 

(Glaser et al., 2002). La adición de biochar también aumentó la biomasa de un cultivo de trigo 

duro (Triticum durum L.) hasta un 30 %, y de maíz (Zea mays L.) hasta un 44 % (Oguntunde 
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et al., 2004; Vaccari et al., 2011). Cabe mencionar que la aplicación de biochar ha tenido un 

gran potencial especialmente en suelos deficientes de nutrientes (Hussain et al., 2017; Van 

Zwieten et al., 2010). 

Aunque la adición de biochar ha producido mejoras en las características agronómicas 

de varios cultivos, como en los casos antes comentados; también existen estudios en los que se 

han descritos efectos adversos por la aplicación de biochar. Un experimento llevado a cabo 

para estudiar el efecto de diferentes biochares obtenidos de cuatro biomasas diferentes (Das et 

al., 2020b) encontraron que tanto el biochar de tallo de maíz como el biochar de Lantana 

camara tuvieron un ligero efecto inhibitorio en la germinación a medida que se aumentó la 

dosis de biochar. Este efecto se debió a la presencia de algunos metales pesados. Los 

porcentajes de germinación para el maíz fueron 98 %, 96 % y 94% con la aplicación de 5,0, 

7,5 y 10 t ha-1, respectivamente. En otro trabajo llevado a cabo por Gasco et al. (2016) con tres 

biochares preparados a partir de madera, lodos de papel más cáscaras de trigo y lodos de 

aguas residuales; probados en cinco especies de plantas superiores (berro, lenteja, pepino, 

tomate y lechuga), únicamente se observó inhibición de la germinación de las semillas de 

lenteja, pepino y tomate con el biochar de madera, y de la lechuga con el biochar de lodo de 

papel. Rogovska et al. (2012) evaluaron los efectos de seis biochares en el crecimiento de 

plántulas y la absorción de aleloquímicos presentes en residuos de maíz (Zea mays L.). Para 

ello, germinaron semillas de maíz en extractos acuosos de los biochares, producidos a partir 

de materias primas, procesos termoquímicos y temperaturas variados. Se evaluó el porcentaje 

de germinación y la longitud de brotes y radículas al final de la de germinación. Ninguno de 

los extractos de los seis biochares tuvo efecto sobre el porcentaje de germinación; sin 

embargo, los extractos de tres biochares producidos a altas temperaturas inhibieron 

significativamente el crecimiento de los brotes. Zhang et al. (2020) investigaron los efectos de 

seis tipos de nanopartículas de biochar (BPN, por sus siglas en inglés) en la germinación de 

semillas y el crecimiento de plántulas de arroz, tomate y caña. Las BNP se recolectaron de 

biochares derivados de dos materias primas (paja de arroz y aserrín de madera) por debajo de 

300 °C (temperatura baja), 500 °C (temperatura media) y 700 °C (temperatura alta). Las BNP 

de biochar de alta temperatura inhibieron la germinación de las semillas de arroz. Además, las 

BNP a partir de biochar de alta temperatura y materia prima rica en lignina (aserrín de 

madera) tuvieron un efecto inhibidor en la caña: redujeron drásticamente la longitud de los 
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brotes y la biomasa. En otro estudio, se llevó a cabo un experimento para estudiar las 

respuestas ecotoxicológicas de cuatro biochares producidos a partir de malas hierbas sobre la 

germinación de semillas y el crecimiento de plántulas de maíz y gramo negro, en suelos 

ácidos adicionados con tres dosis diferentes de biochar producidos a 600 °C (Das et al., 

2020a). El crecimiento de las plántulas mejoró significativamente con una tasa de aplicación 

de biochar baja (5 t ha-1) a diferencia de una tasa alta (10 t ha-1). El biochar de Artemisia 

vulgaris (AVB) funcionó mejor que todos los demás, lo que pudo deberse a que esta planta es  

de naturaleza medicinal. El peso de la raíz fue muy bajo en el tratamiento con biochar de 

Bidens sp en comparación con los otros biochares y puede deberse a la presencia de trazas de 

metales pesados como Se y Cr. 

a) 

 

b) 

 
c) 

 

d) 

 
Figura 23. Peso seco de los germinados. a) germinados de cebada b) germinados de maíz c) 

germinados de lechuga d) germinados de jitomate. 
BCH0.4, biochar al 0.4% (p/p, equivalente a 16 Mg ha-1), y BCH0.2, biochar al 0.2% (p/p, equivalente a 8 Mg ha-1) 

 

0.3

0.4

0.5

0.6

0.7

0.8

0.9

1.0

1.1

1.2

BCH0.4% BCH0.2% Cont

P
e

so
 (

g
)

3.0

3.5

4.0

4.5

5.0

5.5

6.0

6.5

7.0

BCH0.4% BCH0.2% Cont

P
e

so
 (

g
)

0.080

0.085

0.090

0.095

0.100

0.105

0.110

0.115

0.120

0.125

0.130

BCH0.4% BCH0.2% Cont

P
e

so
 (

g
)

0.06

0.08

0.10

0.12

0.14

0.16

0.18

BCH0.4% BCH0.2% Cont

P
e

so
 (

g
)



 

73 
 

Respecto al peso seco, en el presente estudio, fue el tratamiento de BCH0.4 el que 

presentó diferencias significativas respecto al BCH0.2 y el control en los cuatro germinados 

(cebada, maíz, lechuga y jitomate) (Figura 23). De igual forma, con respecto al control, el 

tratamiento con biochar al 0.2% presentó mayor peso seco. 

Ali et al. (2021) realizó un experimento para evaluar la influencia del biochar en la 

germinación de semillas de maíz, el crecimiento temprano de las plántulas y sus atributos 

fisiológicos. El biochar de mazorca de maíz se mezcló con suelo en diferentes proporciones 

(0.5 %, 1 %, 1.5 %, 2 %, 2.5 % y 3 % p/p) antes de la siembra de semillas. La adición de 

biochar a una tasa del 1.5 % (p/p) aumentó significativamente la biomasa seca de los brotes 

(40 %), la biomasa seca de las raíces (32 %), el contenido total de clorofila (a y b) (55 %), el 

porcentaje de germinación (13 %), el vigor de las plántulas (85 %) y el contenido relativo de 

agua (68 %), en comparación con el tratamiento de control no modificado. Además de esto, 

también mejoró la tasa de germinación en un 3% en comparación con el tratamiento de 

control, al tiempo que provocó una reducción en el tiempo medio de emergencia. 

 

9.3 Métodos de cuantificación de fitohormonas  

9.3.1 Extracción de fitohormonas 

Una vez que la plántula alcanzó una altura de aproximadamente 5 cm en el maíz, 3 cm 

en lechuga y tomate, y 17-19 cm en cebada, se trituró y se le agregó de 10 a 20 ml de alcohol. 

Posteriormente, la suspensión se pasó a un recipiente con tapa y protegido de la luz y se dejó 

en refrigeración de 3 a 5 días. Transcurrido ese tiempo, se filtró y centrifugó durante 15 

minutos, a 5,000 RPM, el sobrenadante guardó en refrigeración en un frasco con tapa y 

protegido de la luz hasta su uso para la determinación de las fitohormonas.  

9.3.2 Determinación de la concentración de Ácido Indolacético 

El reactivo Salkowski (Salkowski, 1889) se preparó a partir de una dilución de 7.5 ml 

de 0.5 M FeCl3 en 142 ml de HClO4 y 250 ml de agua destilada. Se realizó una curva patrón 

de ácido 3-indolacético (AIA) sintético a diferentes concentraciones (0, 5, 10, 20, 30, 40 y 50 

μg ml-1) (Rojas et al., 2012). Se transfirió 1 mL de cada concentración de la curva a un tubo, 

se le agregó 2 mL de de reactivo Salkowski, se agitó y se dejó incubar en la obscuridad por 30 
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minutos y luego se leyó a 530 nm. Posteriormente, se siguió el mismo procedimiento con los 

extractos obtenidos de las plantas (Glickmann et al., 1995). 

9.3.3 Determinación de la concentración de giberelinas 

La solución concentrada de giberelinas fue preparada a partir de ácido giberélico 

comercial (GA3) para posteriormente realizar una curva patrón con las siguientes 

concentraciones: 100, 200, 400, 600 800 y 1000 μg ml-1. El reactivo de ácido fosfomolíbdico 

se preparó a partir de ácido molíbdico al 85%, una solución de tungstanato de sodio al 10% e 

hidróxido de sodio al 10%. El reactivo fue preparado en dos etapas, en la primera se 

adicionaron 7 gramos de ácido molíbdico y 1 gramo de tungstanato de sodio en un matraz de 

250 ml y posteriormente se adicionaron 40 ml de hidróxido de sodio al 10% y 40 ml de agua 

destilada. La solución se llevó a ebullición durante 40 minutos para remover los rastros de 

amonio presentes en el ácido molíbdico. En la segunda etapa, se dejó enfriar la solución y se 

adicionaron 70 ml de agua destilada y 25 ml de ácido fosfórico al 85%. Finalmente, la mezcla 

fue transferida a un matraz volumétrico de 100 ml y se aforó con agua destilada. 

Para la cuantificación de giberelinas se colocaron en un tubo de ensaye 1 ml del 

extracto de cada planta previamente obtenido y 3 ml de reactivo de ácido fosfomolíbdico, 

luego para que ocurriera la reacción, los tubos se mantuvieron en baño maría a ebullición 

durante 60 minutos. El tiempo de reacción comenzó a contarse dos minutos después de que se 

introdujeron los tubos en el baño, pasados los 60 minutos se retiraron los tubos del baño y se 

disminuyó la temperatura mediante un baño de hielo. Una vez a temperatura ambiente, la 

intensidad del color azul desarrollado en los tubos se leyó a una longitud de onda de 780 nm 

en espectrofotómetro UV-Vis (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA).  

 

9.4 Resultados y discusión 

Tanto para AIA como para giberelinas, el germinado de cebada presentó una 

concentración significativamente mayor con BCH0.4 que con BCH0.2 y el control (Figuras 24 

y 25). Para el maíz y la lechuga, BCH0.2 fue el tratamiento que presentó mayor concentración 

de fitohormonas, aunque la diferencia con respecto a BCH0.4 y el control no fueron 

significativas. Para el jitomate, fue el control el que presentó la mayor concentración de ambas 

fitohormonas; para AIA, las concentraciones fueron significativamente mayores en el control 
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y en BCH0.2 que en BCH0.4, mientras que para giberelinas la concentración fue 

significativamente mayor en el control que en los dos tratamientos con biochar. Estas 

diferencias en las concentraciones, probablemente se deba al tamaño de los germinados que se 

usó para cuantificar las fitohormonas: 17-19 cm en cebada, 5 cm en maíz y 3 cm en lechuga y 

tomate. 

a) 

 

b) 

 
c) 

 

d) 

 
Figura 24. Concentración de auxinas (AIA). a) germinados de cebada b) germinados de maíz 

c) germinados de lechuga d) germinados de jitomate. 
BCH0.4, biochar al 0.4% (p/p, equivalente a 16 Mg ha-1), y BCH0.2, biochar al 0.2% (p/p, equivalente a 8 Mg ha-1) 
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a) 

 

b) 

 

c) 

 

d) 

 

Figura 25. Concentración de giberelinas. a) germinados de cebada b) germinados de maíz c) 
germinados de lechuga d) germinados de jitomate. 

BCH0.4, biochar al 0.4% (p/p, equivalente a 16 Mg ha-1), y BCH0.2, biochar al 0.2% (p/p, equivalente a 8 Mg ha-1) 

 

9.5 Monitoreo de las propiedades físicas y químicas del suelo con respecto al 

tiempo  

Con el objetivo de evaluar la acción del biochar sobre las propiedades físicas y 

químicas del suelo a mediano plazo, se hizo un seguimiento durante un año de la CRA y el pH 

del suelo usado en los ensayos de inhibición de la germinación, pues estas son unas de las 

principales características que se modifican con la incorporación del biochar al suelo. Las 

determinaciones se realizaron mensualmente durante los tres primeros meses y 

posteriormente, de forma trimestral durante nueve meses. 
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9.6 Resultados y discusión  

Los resultados obtenidos de la evaluación de las propiedades del suelo una vez 

adicionado el biochar se pueden observar en las Figuras 26 y 27. 

a) 

 

b) 

 

Figura 26. Gráficas de la CRA del suelo de los germinados: a) cebada y b) maíz. 

a)

 

b)

 

Figura 27. Gráficas del pH del suelo de los germinados. a) cebada y b) maíz. 
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El biochar puede aumentar el pH en 0.5–1.0 unidades en la mayoría de los casos para 

tasas de aplicación de 30 Mg ha-1 de biochar (Shackley et al., 2013). En la Figura 25 se puede 

observar que con ambos tratamientos se incrementó el pH posterior a la adición del biochar, 

sin embargo, dos meses después las condiciones regresan a unos valores muy similares a los 

originales. El pH alcalino del biochar produce el mismo efecto que la cal en suelos ácidos, por 

lo que se puede sustituir la cal por el biochar y así obtener efectos benéficos para el suelo 

además de la corrección del pH. Como ya se ha mencionado antes, el efecto alcalinizante del 

biochar depende de su capacidad de neutralización de ácidos, que varía según la materia 

prima y la temperatura de pirólisis. Por ejemplo, el biochar producido a partir de residuos de 

molinos de papel pirólizados a 550 °C posee un valor alcalinizante aproximado del 30% de 

CaCO3 (Van Zwieten et al., 2010). Se han reportado aumentos significativos en la 

germinación de semillas, el crecimiento de plantas y los rendimientos de cultivos en suelos 

mejorados con biochar (Glaser et al., 2002). También se ha observado un aumento en la 

población microbiana y la actividad microbiana en suelos adicionados con biochar (Lehmann 

et al., 2011; Verheijen et al., 2010). 

 

9.7 Análisis microbiológico del suelo  

Para evaluar el efecto del biochar sobre los microorganismos del suelo, se 

cuantificaron las poblaciones de mesófilos aerobios, Escherichia coli y coliformes totales en 

los suelos utilizados en las pruebas de inhibición de la germinación de la cebada y el maíz: 

suelos adicionados con 0.2% y 0.4% de biochar (BCH0.2 y BCH0.4, respectivamente), el 

suelo control (germinación sin biochar) y el suelo original, sin tratamiento alguno (SST). Para 

determinar el número de colonias presentes en los suelos, se aplicó la técnica de las diluciones 

decimales y siembra en placa de Petri, empleando 3 placas por dilución. Para mesófilos 

aerobios se utilizó agar para cuenta estándar (DifcoTM, Le Pont Claix, France) y para 

Escherichia coli y coliformes totales se usó el agar de bilis y rojo de violeta con MUG 

(DifcoTM, Le Pont Claix, France). Para este último, se utilizó base de doble capa. Todas las 

cajas sembradas se incubaron a 35ºC durante 24 horas y trascurrido ese tiempo, se procedió a 

la observación macroscópica de las cajas en un contador de colonias de la marca Felisa®, 

modelo FE-500. En el caso del medio selectivo (agar bilis y rojo de violeta con MUG), los 

organismos coliformes forman colonias de color rojo púrpura que generalmente están 
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rodeadas por una zona rojiza de bilis precipitada. Cuando se examinan bajo luz fluorescente 

de onda larga, las colonias positivas para MUG están rodeadas por un halo fluorescente 

azulado. Mientras que las colonias de E. coli son rojas, rodeadas por una zona de bilis 

precipitada y emiten una fluorescencia azul bajo la luz ultravioleta de onda larga. 

 

9.8 Resultados y discusión 

El biochar, además de inducir la alcalinización del suelo, mejorara la retención de 

nutrientes y la inmovilización de metales pesados mediante adsorción catiónica, también se ha 

demostrado que puede modificar la composición y abundancia de la comunidad biológica de 

los suelos (Grossman et al., 2010; Jin, 2010; Kim et al., 2007; Lehmann et al., 2011; Liang et 

al., 2010; Liang et al., 2006; O’neill et al., 2009; Pietikäinen et al., 2000; Verheijen et al., 

2010; Vivas et al., 2005; Yin et al., 2000).  Los cambios significativos en las comunidades 

microbianas del suelo y sus actividades enzimáticas influyen en los procesos biogeoquímicos 

de los suelos (Awad et al., 2012; Lehmann et al., 2011). Dichos cambios pueden tener efectos 

sobre los ciclos de nutrientes (Steiner et al., 2008) o la estructura del suelo (Rillig & 

Mummey, 2006), generando que tanto las bacterias como los hongos de la rizosfera puedan 

promover el crecimiento de las plantas (Compant et al., 2010; Schwartz et al., 2006).  

Los resultados obtenidos en el análisis microbiológico de los suelos de este estudio se 

pueden observar en la Tabla 13. Es importante mencionar, que solo se reportan los datos del 

suelo donde se germinó la cebada porque en las cajas del suelo de maíz hubo muy poco 

crecimiento.  Esto último se atribuyó a que, durante la germinación del maíz hubo crecimiento 

de hongos, por lo que se trató el suelo con una solución de Caldo Bordelés, el cual consiste en 

una preparación a base de sulfato de cobre e hidróxido de calcio (cal apagada), que además de 

eliminar los hongos, probablemente afectó las colonias bacterianas. 

Como resultado de la aplicación de biochar al suelo, se observó un incremento en las 

colonias bacterianas en ambos tratamientos con biochar (BCH0.2 y BCH0.4), respecto al 

Control y el SST. Sin embargo, existe una concentración menor de las tres poblaciones 

estudiadas en el suelo con BCH0.4 respecto al suelo con BCH0.2. Lo anterior podría deberse a 

una competencia entre las plantas y los microorganismos por los nutrientes; al haber un mayor 

crecimiento de la cebada con BCH0.4, posiblemente hay menos nutrientes para el desarrollo 

de los microorganismos. 
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Tabla 133. Resultados del análisis microbiológico. 

UFC g-1 

Suelo Cebada 

Mesófilos 

aerobios 
Coliformes totales E.coli 

SST 5.4x106 1.5x104 1666 

Control 2x106 6x104 1x105 

BCH0.2 2.3x107 5x106 7x105 

BCH0.4 6.5x106 4.5x106 6.3x105 

SST: suelo sin tratamiento, BCH0.2 y BCH0.4: con 0.2% y 0.4 %de biochar, respectivamente. 

 

La abundancia microbiana en suelos modificados con biochar se ha cuantificado 

mediante varios métodos, incluido el ADN genómico total extraído (Grossman et al., 2010; 

Jin, 2010; Neill, 2007), cultivo y recuento en placa (Jackson, 1958; O’neill et al., 2009), 

respiración inducida por sustrato (Kolb et al., 2009; Steiner et al., 2004; Wardle et al., 2008; 

Zackrisson et al., 1996), fumigación/extracción (Jin, 2010; Liang et al., 2010), extracción de 

ácidos grasos de fosfolípidos (Birk et al., 2009), tinción y observación directa de partículas de 

biochar individuales (Jackson, 1958; Jin, 2010; Pietikäinen et al., 2000; Warnock et al., 2007). 

Además, como se mencionó anteriormente, se ha demostrado que la tasa de reproducción 

microbiana aumenta en algunos suelos adicionados con biochar (Pietikäinen et al., 2000; 

Steiner et al., 2004) y regados con aguas residuales (Koch et al., 1991). Jin (2010) encontró 

una mejora en la abundancia microbiana mediante la adición de biochar. Un estudio llevado a 

cabo por Liu et al. (2018) encontró que agregar biochar junto con el inoculante micorrízico 

arbuscular promueve significativamente las poblaciones de hongos. La modificación del 

biochar a menudo es beneficiosa para la proliferación y el desarrollo de poblaciones de 

hongos micorrízicos arbusculares (Hammer et al., 2014; Wu et al., 2005; Xu et al., 2013). El 

biochar usado como mejorador de suelo puede afectar estos hongos a través de varios 

mecanismos que incluyen la modificación de las propiedades fisicoquímicas para facilitar su 

crecimiento y proporcionar refugio de los herbívoros de hifas, la promoción de 

microorganismos que interactúan con los hongos, como las bacterias solubilizadoras de P, y 

cambios en los compuestos de señalización de los hongos que afectan la germinación de 

esporas y la ramificación de hifas (Hammer et al., 2015; Hu et al., 2014; Liu et al., 2017; 

Vanek et al., 2015; Zwetsloot et al., 2016). Por otro lado, la abundancia microbiana, 

especialmente la de los microorganismos no simbióticos en condiciones limitantes de 
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nutrientes, puede aumentar con una disponibilidad de nutrientes ligeramente mayor, ya sea 

debido a mejoras en la retención de nutrientes causadas por el biochar o a los nutrientes que 

son liberados por este mismo (Lochhead & Chase, 1943; Taylor, 1951). También se ha 

reportado que el uso de biochar promueve la respiración del suelo (Yu et al., 2013), debido a 

la estimulación de la actividad microbiana a través de la adición de carbono soluble y 

nutrientes, la mejora de la aireación del suelo y la disminución de la acidez (Hamer et al., 

2004; Kuzyakov et al., 2000). 

Otra posible explicación de la disminución en el conteo de colonias en el suelo tratado 

con BCH0.4, podría ser el efecto contrario: a mayor disponibilidad de nutrientes, las plantas 

prescinden de algunas relaciones simbióticas, lo que afecta a esos grupos microbianos. Se ha 

observado una disminución en la abundancia o proporción relativa de las micorrizas y la 

biomasa microbiana total después de la adición de biochar (Birk et al., 2009; Gaur & 

Adholeya, 2000; Warnock et al., 2007; Warnock et al., 2010). Esta disminución podría 

deberse a: (i) un requerimiento reducido de simbiosis debido a una mayor disponibilidad de 

nutrientes y agua para las plantas; por ejemplo, se han observado disminuciones en la 

abundancia de micorrizas cuando existe una mayor disponibilidad de P en el suelo (Corbin et 

al., 2003; Covacevich et al., 2006; Gryndler et al., 2006); (ii) efectos negativos causados por 

altos contenidos de elementos minerales o compuestos orgánicos perjudiciales, como altos 

contenidos de sal o metales pesados (Killham, 1985; Killham & Firestone, 1984); o (iii) 

cambios en las condiciones del suelo debido a modificaciones en el pH o la CRA. Se ha 

demostrado que el pH del biochar influye en la población microbiana del suelo y en las 

actividades enzimáticas involucradas en los ciclos del P, N y C (fosfatasa alcalina, fosfatasa 

ácida, fosfohidrolasa, lipasa-estereasa, estereasa, quimotripsina, tripsina) (Trupiano et al., 

2017). Pietri et al. (2008) encontraron un aumento de la biomasa microbiana con valores 

crecientes de pH en un rango de 3.7 a 8,3 bajo las mismas condiciones ambientales. En otro 

estudio llevado a cabo por  Rousk et al. (2010) encontraron que el número de colonias 

bacterianas aumenta con el aumento del pH hasta valores de alrededor de 7. También se han 

observado otros signos de disminución de la actividad microbiana con la adición de ciertos 

tipos de bichar, como la disminución de la producción de N2O y la oxidación de CH4 y la 

producción del inhibidor microbiano etileno (Spokas et al., 2010; Spokas & Reicosky, 2009). 
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Uno de los principales problemas con los que se ha enfrentado la aplicación de biochar 

es su efecto sobre el C nativo del suelo (Awad et al., 2013; Wardle et al., 2008). El biochar 

acelera la descomposición del C nativo del suelo (efecto de cebado positivo) al mejorar las 

poblaciones microbianas y la hidrólisis química al aumentar el pH del suelo (Kuzyakov et al., 

2009; Yu et al., 2013). Sin embargo, también se ha demostrado que el biochar aumenta la 

adsorción de C orgánico disuelto, disminuyendo así su tasa de descomposición (efecto de 

cebado negativo) (Kwon et al., 2005; Zimmerman et al., 2011). Este efecto de cebado 

negativo se ha atribuido a la toxicidad del biochar, lo que resulta en una disminución de la 

actividad microbiana (Zimmerman et al., 2011). 
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CONCLUSIONES 

De acuerdo a la caracterización y a la evaluación teórica realizada, A. salmiana es un 

sustrato prometedor para producir metano mediante una digestión anaerobia semiseca, con 

adición exógena de K, Mn y Ni, mientras que la ausencia de metales tóxicos en A. salmiana y 

en las excretas de conejo es un aspecto importante para usarlos como insumos en un proceso 

biotecnológico y para asegurar la calidad de los productos obtenidos. Otra opción factible para 

producir biogás rico en metano (CH4), es usar un cosustrato, como O. heliabravoana, que 

aporte agua y los elementos antes mencionados. El conocimiento de la composición orgánica 

de un sustrato es útil para predecir el potencial de CH4 y la biodegradabilidad de diferentes 

sustratos. Por otra parte, los modelos de predicción ayudan a explicar el comportamiento y la 

cinética del proceso, señalando la mejor configuración de codigestión y ahorrando tiempo y 

costos, con gran fiabilidad. 

Las modificaciones realizadas al gasificador TLUD mantienen las ventajas del 

modelo original, en cuanto a la facilidad de construcción y a la economía en su construcción y 

operación, al mismo tiempo que agregan la posibilidad de controlar hasta cierto punto la 

temperatura y hacen más fácil y segura la finalización del proceso. 

El biochar obtenido presenta características que lo hacen útil como mejorador de 

suelos pobres, como los de las zonas semiáridas y de suelos ácidos. Sin embargo, se podría 

utilizar en otro tipo de suelo reduciendo la alcalinidad que presenta, ya sea disminuyendo las 

temperaturas de gasificación, oxidando el biochar producido o mezclándolo con otros 

residuos orgánicos. La producción de biochar representa una opción para la valoración de los 

residuos de la poda de los magueyes. 

Los rendimientos de producción del biochar fueron similares empleando ASS y 

ASH, y aunque el proceso del ASH puede controlarse con mayor facilidad, debido a que la 

humedad es más baja y homogénea, el ASS no requiere de energía adicional, lo cual 

disminuiría los costos de producción.  

Las pruebas de inhibición de la germinación demostraron que el biochar no es tóxico, 

por el contrario, incrementó el porcentaje de germinación con ambas dosis. Sin embargo, el 

tratamiento con 0.4% de biochar (BCH0.4) fue el que mostró los mejores resultados en cuanto 

a porcentaje de germinación, incremento en peso seco y altura de las plántulas. Mientras que 
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para las poblaciones microbianas, el tratamiento con biochar al 0.2% fue el que favoreció más 

su desarrollo. Al final del ensayo, se determinó que, en el caso de la cebada, usando como 

tratamiento biochar al 0.4%, es el que presenta una mayor producción de fitohormonas, 

mientras que, en el resto de las semillas, el control era el que predominaba, ya que uno de los 

factores importante en el proceso de producción de fitohormonas es el tiempo de crecimiento, 

por lo que largos períodos de maduración originan el decremento del contenido de auxinas, 

debido a su catabolismo. 
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ANEXO A. Técnicas de análisis para evaluar las características 
fisicoquímicas del A. salmiana y el Biochar. 

 

A.1 Determinación del contenido de humedad por gravimetría a través del método 

AS-05. 

El método se basa en la medición o determinación de la cantidad de agua expresada en 

gramos que contiene una muestra. La determinación de la masa de agua se realiza por la 

diferencia en peso entre la masa de la muestra húmeda y la masa seca. Se considera como 

muestra seca aquél secado a la estufa a 105°C hasta obtener un peso constante. 

Procedimiento: Se lavó y limpió perfectamente los crisoles los cuales posteriormente 

fueron introducidos a la estufa durante 8 horas a una temperatura de 105°C, una vez transcurrido 

el tiempo, se registró el peso y se volvieron a introducir a la estufa hasta que se logró un peso 

constante, todo este procedimiento previo al enfriamiento de los crisoles (PC) que se colocan en 

un desecador. Después se tomó una muestra (0.5 g) y se colocó en los crisoles, se pesó el crisol 

con la muestra húmeda, este peso deberá ser el peso del crisol más la muestra húmeda (PC + 

Pmh). Se introdujo a la estufa a una temperatura de 105°C. Después de 24 horas se sacó el crisol 

de la estufa y colocó en el desecador de vacío hasta que se enfrió, posteriormente se pesó, este 

peso será el peso del crisol más el peso de la muestra seca (PC + Pms). Se introdujo el crisol 

nuevamente a la estufa y una hora después se sacó, se enfrió en el desecador y pesó; este 

procedimiento se repitió hasta obtener el peso constante. Con los datos obtenidos en el 

procedimiento, aplicar la siguiente ecuación: 

v	 = (w� + w�ℎ) − (w� + w�ℎ)
(w� + w�ℎ) − w� y100 

Donde: 

vg = Contenido de humedad gravimétrica expresado en porcentaje (%). 

PB = Peso del crisol (g). 

Pmh = Peso de la muestra húmeda (g). 

PC+Psh = Peso del crisol más peso de la muestra húmeda (g). 

PC + Pms = Peso del crisol más peso de la muestra seca (g). 
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A.2 Determinación de pH y conductividad eléctrica 

La determinación del pH y la CE se llevó a cabo en base a la metodología descrita en la 

norma mexicana NMX-FF-109-SCFI-2007. La medición del pH se llevó a cabo en un 

potenciómetro previamente calibrado. Para la determinación de la CE se analizaron las mismas 

muestras con un conductímetro. La lectura de pH y CE para las muestras se determinó en 

soluciones de muestra/agua, 1:2.5. Se pesaron 20 g de muestra y se añadieron 50 mL de agua 

desionizada, posteriormente se agitó durante 30 minutos y se dejó reposar 15 minutos y se tomó 

la lectura. Para la lectura de CE no se llevó a cabo por el método de extracto de saturación, ya 

que las muestras presentaron CE menor a 1 dS m-1 y se tomó en cuenta el factor de corrección de 

CE (1.012) a una temperatura de 24.4 °C, ya que se debe estandarizar a 25 °C (NOM-021-

RECNAT-2000). 

A.3 Determinación de nitrógeno total (NT) 

La determinación de NT se llevó a cabo por el método Kjeldahl. La muestra fue digerida 

en presencia de H2SO4 concentrado, K2SO4 y CuSO4 (1g). Después de que la muestra fue 

digerida, el residuo se enfrió a temperatura ambiente y se llevó a condiciones alcalinas (NaOH al 

50%) para la determinación del amonio (Bremner, 1965; NMX-AA-026-SCFI-2001). 

Solución indicadora. Se disolvieron 200 mg de rojo de metilo en 100 mL de alcohol 

etílico al 95%; así como también se disolvieron 100 mg de azul de metileno en 50 mL de alcohol 

etílico y se combinaron las 2 soluciones. 

Solución de ácido bórico (H3BO3). Se pesaron 20 g de H3BO3, los cuales se disolvieron en 

agua destilada, posteriormente se agregaron 10 mL de la solución indicadora y se aforo a un litro. 

Solución de hidróxido de sodio (NaOH). Se disolvieron 500 g de NaOH y 25 g de 

tiosulfato de sodio (Na2S2O3·5H2O) en un litro de agua destilada. 

Procedimiento: En un matraz Kjeldahl se colocó 0.5 g de la muestra y 10 mL de ácido 

sulfúrico concentrado (H2SO4) y 1.1 g una mezcla de los catalizadores (K2SO4, CuSO4 y Se°). El 

matraz se colocó en un digestor y se aumentó la temperatura gradualmente hasta llegar a 450 ºC 

durante 2 horas, la muestra viró de turbia a transparente o una ligera coloración amarillo pálido, 

se dejó enfriar a temperatura ambiente y se conectó en un destilador, en el cual se colocó 

previamente un matraz Erlenmeyer en la salida del refrigerante con 10 mL de solución indicadora 
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H3BO3. Finalmente se recolectó el producto destilado y se tituló con H2SO4 0.04 N hasta el vire 

de verde a morado. También se corrieron blancos, los cuales contenían agua destilada con los 

mismos reactivos con los que se prepararon las muestras. 

NT NT (mg kg)U� = (P − B) ∗ N ∗ 14 ∗ 1000
��  

Donde: 

P: Volumen gastado en la titulación de la muestra. 

B: Volumen gastado en la titulación del blanco. 

N: Normalidad del H2SO4. 

mm: masa de la muestra. 

14: Peso molecular del nitrógeno. 

A.4 Determinación de carbono orgánico total (COT) 

El COT se cuantifico por el método colorimétrico de Walkey and Black (1934) descrito 

por García and Ballesteros (2005). Para determinar el contenido de carbono orgánico, se colocó 1 

g de muestra en un matraz Erlenmeyer de 250 mL y se adicionaron 15 mL de K2CrO7 0.5 M y 10 

mL de H2SO4 concentrado, se agitaron por 1 min y se dejó reposar por 30 min, posteriormente se 

completaron a 150 mL con agua destilada. Luego se dejó decantar y enfriar durante dos horas. 

Finalmente, el sobrenadante se transfirió a tubos de ensayo, se dejó reposar un día y se determinó 

la absorbancia a 585 nm en un espectrofotómetro. Previamente se elaboró una curva patrón a 

partir de una solución de sacarosa al 5%, de la cual se tomaron alícuotas de 5, 10, 15, 20, 25 y 50 

mL que se aforaron a 100 mL. De cada una de las soluciones preparadas se tomaron 2 mL, y se 

siguió el mismo procedimiento descrito para las muestras. 

COT (mg L-1) = (B−M)/m∗1000 

Donde: 

B: absorbancia del blanco 

M: absorbancia de la muestra 

m: pendiente de la ecuación de la curva de calibración 
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A.5 Determinación de fósforo (P) extraíble (muestras neutras y ácidas) 

La prueba de Olsen es recomendada para suelos con un pH mayor a 5.5 y es utilizada 

ampliamente en suelos neutros y alcalinos. 

Las soluciones patrones fueron sometidas al mismo tratamiento que las muestras y se 

realizó una curva patrón, en la cual se interpolaron los resultados obtenidos para conocer la 

concentración de fósforo total. El P en la mayoría de ocasiones se encuentra en combinación con 

materia orgánica y es necesaria una oxidación. 

Hidróxido de sodio 1M. Se disolvieron 4 g de NaOH en 100 ml de agua. 

Bicarbonato de sodio (NaHCO3) 0.5 M. Se disolvió 42 g de NaHCO3 en 

aproximadamente 1 litro de agua. Posteriormente se ajustó el pH de esta solución a 8.5 mediante 

la adición de solución de NaOH 1 M. Finalmente se llevó a volumen con agua destilada.  

Solución de tartrato de antimonio y potasio al 0.5%. Se pesó 0.5 g de K(SbO) C4H4O6.1/2 

H2O, y transfirió a un matraz volumétrico de 100 ml hasta disolverlo, se aforó con agua destilada. 

Solución de molibdato de amonio [(NH4)6Mo7O24·4H2O]. Se disolvieron 20 g de 

[(NH4)6Mo7O24·4H2O] en 300 ml de agua destilada. Se agregó lentamente bajo constante 

agitación 450 ml de H2SO4 (14 N) (194.4 ml H2SO4 concentrado diluido a 500 ml con agua da 

una concentración de aproximadamente 14 N). Después se agregaron 100 ml de una 

solución al 0.5% (p/v) de tartrato de antimonio y potasio. Se diluyeron las mezclas a 1 L con agua 

destilada.  

Solución reductora con ácido ascórbico. Se disolvieron 0.50 g de ácido ascórbico con un 

poco de solución de molibdato de amonio y aforó a 100 ml con la misma solución.  

Solución patrón de fósforo (200 mg L-1). Se pesó exactamente 0.8786 g de fosfato de 

potasio 

monobásico (KH2PO4) seco al horno a 105ºC, se disolvió en agua y aforó a 1 litro. 

Solución patrón de 5 mg L-1 de P. Se diluyeron 5 ml de la solución de 200 mg L-1 de P a 

200 ml con agua destilada. 
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Procedimiento: Se pesó 0.1 g de muestra y se colocaron en los tubos de polietileno. Se 

adicionó 50 ml de la solución extractora, tapó y agitó la suspensión en agitador de acción 

recíproca durante 30 min. a 180 oscilaciones por minuto. Se filtró inmediatamente a través de 

papel filtro. Posteriormente se prepararon blancos a partir de alícuotas de solución extractora y se 

adicionaron todos los reactivos como en las muestras. Se tomó una alícuota de 5 ml (o 10 ml si la 

concentración de P es muy baja) del filtrado y colocó en un matraz aforado de 50 ml. Se agregó 

5.0 ml de la solución reductora, agitó y aforó. Se leyó después de 30 min. pero antes de una hora 

a una longitud de onda 882 nm. Previamente se leyó la curva de calibración, la cual se preparó 

con patrones de 0, 0.1, 0.2, 0.4, 0.6, 0.8 y 1.0 mg L-1 de P.  Se pipeteo 0, 1, 2, 4, 6 y 10 ml de una 

solución de 5 mg L-1 de P a matraces aforados de 50 ml. Se adicionó un volumen de solución 

extractante de NaHCO3 0.5 M igual a la alícuota empleada para medir en las muestras 

desconocidas. Se llevó a aproximadamente 40 ml con agua y adicionó 5 ml de la solución 

reductora con ácido ascórbico, para finalmente aforar. Se agitó nuevamente y leyó después de 30 

minutos, pero antes de una hora a 882 nm. 

w (�	 }	U� � �
����) = �� y �� <⁄  y �� �⁄  

Donde: 

CC = mg L-1 de P en la solución. Se obtiene graficando la curva de calibración (absorbancia 

contra mg L-1) e interpolando en la misma los valores de absorbancia de las muestras analizadas a 

las cuales previamente se les ha estado el valor promedio de los blancos o por medio de una 

regresión simple. 

Vi = volumen de la solución extractora adicionada. 

p = peso de la muestra de suelo seca al aire. 

Vf = volumen final de la solución colorimétrica a leer. 

A = alícuota de la muestra empleada para la cuantificación. 

A.6 Determinación del fósforo extraíble en suelos neutros y ácidos 

Este método, es ampliamente utilizado en estudios de fertilidad de suelos para la 

determinación de fósforo disponible en suelos ácidos. 

Solución de fluoruro de amonio 1 N. Se disolvieron 37 g de NH4F en agua destilada y 

diluyó hasta un litro. 
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Ácido clorhídrico 0.5 N. Se diluyeron 20.4 ml de HCl concentrado hasta 500 ml con agua 

destilada. 

Solución extractora Bray-kurtz 1. Se mezcló 30 ml de la solución de fluoruro de amonio 1 

N con 50 ml de la solución de ácido clorhídrico 0.5 N y diluir a un litro con agua destilada. La 

solución resultante es 0.03 N en NH4F y 0.025 N en HCl. 

Solución de tartrato de antimonio y potasio al 0.5%. Se pesó 0.5 g de K(SbO) C4H4O6.1/2 

H2O, y posteriormente se transfirió a un matraz volumétrico de 100 ml disuélvalo y aforó con 

agua destilada. 

Solución de molibdato de amonio [(NH4)6Mo7O24. 4H2O]. Se disolvió 20 g de molibdato 

de amonio [(NH4)6Mo7O24. 4H2O] en 300 ml de agua destilada y agregó lentamente bajo 

constante agitación, 450 ml de H2SO4 (14 N) (194.4 ml H2SO4. Posteriormente se agregó 100 ml 

de una solución al 0.5% (p/v) de tartrato de antimonio y potasio. Diluya las mezclas a 1 litro con 

agua destilada.  

Solución reductora con ácido ascórbico. Se disolvió 0.50 g de ácido ascórbico con un 

poco de solución patrón de molibdato de amonio y aforó a 100 ml con la misma solución. 

Solución patrón de 200 mg L-1 de P. Se disolvieron 0.8786 g de fosfato dihidrógeno de 

potasio (KH2PO4), seco al horno, en agua y diluyó a un litro. 

Solución patrón de 10 mg L-1 de P. Se diluyó 10 ml de la solución de 200 mg L-1 P en 200 

ml con agua destilada. 

Procedimiento: Se pesó 0.1 g de la muestra y colocó en un tubo de polietileno de 50 ml, 

posteriormente se adicionaron 25 ml de la solución extractora, se tapó y agitó la suspensión en 

agitador de acción recíproca regulado a 180 oscilaciones por minuto, por 5 min. 

El extracto se filtró a través de papel filtro. Se tomó una alícuota de 5 ml del extracto, (la 

alícuota depende de la concentración de P en solución, y colocó en un matraz aforado de 50 ml. 

Posteriormente se adicionó agua hasta completar aproximadamente 40 ml, 5 ml de la solución 

reductora, se agitó y completó a volumen. Se dejó 30 minutos y leyó la intensidad de la absorción 

de luz a 882 nm. Los blancos se prepararon siguiendo el mismo procedimiento que en las 

muestras. Se preparó una curva de calibración que contenga puntos correspondientes a 0, 1.0, 2.0, 
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3.0, 4.0 y 5 mg L-1 de P. Para esto se colocó en matraces aforados de 50 ml, 0, 5, 10, 15, 20 y 25 

ml de la solución de 10 mg L-1 de P y se prosiguió en la forma descrita para las muestras. Se 

adicionó un volumen de solución extractante igual a la alícuota empleada para medir en las 

muestras conocidas, y llevó a aproximadamente 40 ml con agua y adicionó 5 ml de la solución 

reductora, agitó y completó a volumen. Finalmente se esperó 30 minutos y leyó a la intensidad de 

la absorción de luz a 862 nm (nanómetros). 

A.7 Determinación de metales 

La determinación de la concentración de los metales (Ca, Mg, K, Cu, Fe, Mn, Na, Ni, Zn, 

Cd, Cr y Pb) en las muestras se llevó a cabo utilizando el método de espectrofotometría de 

absorción atómica. Para la digestión de las muestras se utilizaron 0.2 g de muestra y 50 mL de 

HNO3 concentrado, se empleó el método EPA 3051 que consistió en dos etapas, donde la primera 

etapa se llevó a cabo a una rampa de temperatura de 175°C y una presión 300 psi por 10 min y la 

segunda etapa se llevó a cabo a una rampa de temperatura de 180°C y una presión 300 psi por 10 

min. 

A.8 Determinación de DQO 

Se entiende por demanda química de oxígeno (DQO) a la cantidad de materia orgánica e 

inorgánica susceptible de ser oxidada por un oxidante fuerte. La solución digestora está 

compuesta por un ácido fuerte como el ácido sulfúrico (H2SO4) y dicromato de potasio 

(K2Cr2O7), el cual oxida la materia orgánica. También contiene sulfato de plata (Ag2SO4) que 

actúa como catalizador de la reacción y el sulfato de mercurio (Hg2SO4) que ayuda a reducir el 

efecto negativo de los cloruros. Para llevar a cabo la prueba de DQO, se colocaron tubos de 

ensaye (16x100 mm) en un reactor a reflujo cerrado a 150°C durante 2 h. En cada uno de los 

tubos de ensaye se colocaron 0.05 g de muestra, 1.5 mL de solución digestora y 3.5 mL de 

solución ácida. Después del proceso de digestión química se determinó en un espectro UV/VIS a 

una densidad óptica de 600 nm la cantidad de K2Cr2O7 consumido en la oxidación y se calculó la 

materia oxidable en términos de oxígeno equivalente (mg O2 L-1). Se realizó una curva de 

calibración con valores de DQO conocidos (500, 400, 300, 250, 200, 100, 50 y 0 mg O2 L-1), y 

se realizó un análisis de regresión lineal de los resultados obtenidos. 
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A.9 Determinación de SST y SVT 

Los SST están constituidos por sólidos sedimentables, en suspensión y coloidales cuyo 

tamaño de partícula no pasa el filtro de fibra de vidrio estándar, mientras que los SSV están 

constituidos por sólidos en suspensión y coloidales, capaces de volatilizarse por el efecto de la 

calcinación a 550°C. El fundamento de este método se basa en los residuos de una y otra 

operación, así como la cantidad de materia orgánica presente en los efluentes como base para el 

cálculo del contenido de sólidos. 

Procedimiento: Se llevó el crisol a masa constante introduciéndolo en la mufla a 550 °C 

durante 20 min y posteriormente se transfirió a la estufa a 103°C - 105°C durante 20 min. Se dejó 

en el desecador aproximadamente 1h y se registró el peso de cada crisol (C1). 

Determinación para sólidos suspendidos totales: Se transfirió una muestra de 5 g en cada 

crisol y se dejó en una estufa a una temperatura de 103°C a 105°C durante 1 hora 

aproximadamente. Posteriormente, se sacó el crisol, se dejó enfriar a una temperatura ambiente y 

se registró su peso (C2). El contenido de SST en la muestra se calculó mediante la siguiente 

ecuación: 

SST (mg L-1) = (C2−C1) ∗ 1000/m 

Donde: 

SST: sólidos suspendidos totales en mg L-1, 

G1: peso del crisol a peso constante, en mg, 

G2: peso del crisol con el residuo seco, en mg, 

m: muestra en g. 

Determinación para sólidos suspendidos volátiles: Se introdujo el crisol que contenía los 

residuos obtenidos durante la determinación de los sólidos suspendidos totales a la mufla a 550°C 

durante 20 min, posteriormente se enfrió el crisol a temperatura ambiente en un desecador y se 

registró su peso (C3). El contenido de SSV en la muestra se calculó mediante la siguiente 

ecuación: 

SSV (mg L-1) = (G2−G3)∗ 1000/V 

Donde: 



 

105 
 

SSV: sólidos suspendidos volátiles en mg L-1, 

C3: peso del crisol con el residuo, después de la calcinación, en mg, 

m: muestra en g. 

A.10 Determinación de la capacidad de intercambio catiónico y bases 

intercambiables a través del método AS-12 

El método para la determinación consiste en la saturación de la superficie de intercambio 

con un catión índice, el ion amonio; lavado del exceso de saturante con alcohol; desplazamiento 

del catión índice con potasio y determinación del amonio mediante destilación. El amonio se 

emplea como catión índice debido a su fácil determinación, poca presencia en los suelos y porque 

no precipita al entrar en contacto con el suelo. 

Solución de acetato de amonio 1.0N, pH 7.0. Se diluyó 57 ml de ácido acético glacial 

(99.5%) con agua a un volumen de aproximadamente 500 ml. Agregó 60 ml de hidróxido de 

amonio concentrado, se diluyó con agua a un volumen de 990 ml, mezcló completamente, ajustó 

a pH 7.0 y diluyó a un volumen final de 1 litro con agua. 

Alcohol etílico, usar CH3CH2OH grado industrial. 

4Solución de cloruro de sodio al 10%. Se pesó 100 g de cloruro de sodio grado analítico y 

disolvió en 1 L de agua empleando un matraz aforado. 

Solución de cloruro de amonio 1N. Se pesó 53.50 g de NH4Cl y disolvió en agua. Ajustó a 

pH 7.0 con hidróxido de amonio y diluyó a 1 litro empleando un matraz aforado. 

Solución de cloruro de amonio 0.25N. Se pesó 13.38 g de NH4Cl y disolvió en agua. 

Ajustó a pH 7.0 con hidróxido de amonio y diluyó a 1 litro empleando un matraz aforado. 

Indicador mixto. Se mezclaron volúmenes iguales de rojo de metilo al 0.66% y de verde 

de bromocresol al 0.99%. Ambos disueltos en etanol al 95%. 

Solución de ácido bórico. Se usó H3BO3 al 2% en agua destilada que contiene 10 ml del 

indicador por litro. 

Ácido clorhídrico diluido valorado. Se usó HCl 0.01 N. 
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Hidróxido de sodio al 40%. Se disolvió 400 g. de NaOH en agua destilada y llevó a 1000 

ml. 

Nitrato de plata 0.1 N. Se disolvió 16.98 g de AgNO3 en agua destilada y llevar a 1000 

ml. 

Solución de lantano acidificada. Se pesó 7.742 g de La(NO3)3·6H2O en un matraz 

volumétrico de 250 ml con agua destilada, añadió 17.5 ml de HNO3 concentrado y aforó. 

Solución diluida de lantano acidificada. Se tomó 50 ml de la solución de lantano 

acidificada en un matraz volumétrico de 500 ml y aforó con agua destilada. 

Solución de cloruro de cesio acidificada. Se disolvió 11.12 g de CsCl y 250 ml de 

Al(NO3)3·9H2O en 500 ml de agua en un matraz volumétrico de 1000 ml, añadió 20 ml de HNO3 

2 M y aforó con agua. 

Solución de ácido nítrico 2 M. Se diluyó 7 ml de HNO3 concentrado en agua y aforó a 

100 ml en un matraz volumétrico. 

Procedimiento: Se pesó 5 g de la muestra secada al aire y tamizado por malla de abertura 

de 2 mm, posteriormente se transfirió a un tubo de centrífuga de 50 ml. Se agregaron 33 ml de 

solución de acetato de amonio. Se tapó y agitó en posición horizontal durante 10 minutos. Luego, 

se centrifugó hasta que el líquido sobrenadante quedó claro. Se decantó el líquido en un matraz 

de 100 ml y repitió la extracción otras dos veces, se aforó con acetato de amonio. Se agregaron 

30 ml de la solución de cloruro de amonio 1N; agitó durante 10 minutos y luego centrifugó hasta 

que el líquido sobrenadante quedó claro y se desechó. Se adicionaron 30 ml de la solución de 

cloruro de amonio 0.25N, y agitó durante 10 minutos, centrifugó y desechó el sobrenadante. Se 

lavó la muestra con porciones de alcohol de 30 ml agitando durante 10 minutos, centrifugó y 

eliminó el sobrenadante cada vez. El lavado terminó cuando la prueba de cloruros en el 

decantado fue mínima. 

A.11 Determinación de la capacidad de retención de agua 

Para determinar la capacidad de retención de agua (CAR) en el suelo, se comenzó 

pesando un papel filtro para cada muestra, registrando su peso y marcándolo adecuadamente. 

Adicionalmente, se pesaron dos papeles filtro adicionales para los blancos. Posteriormente, se 



 

107 
 

pesaron 25 g de suelo para cada papel filtro y se colocaron en embudos dispuestos sobre 

matraces, colocando primero el papel filtro y después el suelo. A cada muestra se le añadieron 50 

ml de agua, asegurándose de cubrir completamente los embudos con papel aluminio para evitar la 

evaporación. Las muestras se dejaron drenar durante 16 horas, y finalmente se pesaron 

nuevamente tanto los blancos como las muestras junto con sus respectivos papeles filtro. La CRA 

en la muestra se calculó mediante la siguiente ecuación: 

��� = w@� − w�� − w@ + �w�EWH ∙ w@�
w@ ∙ (1 − w�EWH)  

Donde: 

Pmh = Peso de la muestra húeda 

Ppf = Peso del papel filtro 

Pm = Peso de la muestra 

PfH2O = Peso de la fracción de agua en la muestra 

A.12 Concentración de auxinas 

Una vez que el germinado tiene un tamaño aproximado de 3 cm de longitud (5 cm para 

los germinados de maíz), se procedió a moler. Al germinado (ya molido) se le agregan 500 ml de 

alcohol y se mezcla. Una vez hecha la molienda, se pasó a un recipiente, el cual debe cerrarse y 

dejarlo en refrigeración de 3 a 5 días. Transcurrido el tiempo se filtró y el filtrado se guardó en 

refrigeración. El filtrado se centrifugó durante 15 min. a 10000 RPM. Cuidadosamente, se tomó 

un ml de sobrenadante y se adicionaron 4 ml de reactivo de Salkowski, se agitó y dejo incubar en 

la obscuridad durante 30 minutos. Una vez trascurrido el tipo, se lee a 530 nm.  Se realizaron tres 

réplicas y como blanco se utilizó el medio correspondiente sin incubar. Se realizó una curva 

patrón de AIA sintético utilizando diferentes concentraciones (0, 5, 10, 20, 30, 40 y 50 g mL-1) 

de AIA sintético en metanol (Rojas et al., 2012). La mezcla permitió mantener 30 minutos estable 

el color (Figura 23). 

Reactivo de Salkowski: El reactivo se preparó a partir de la dilución de 1.5 ml de 0.5 M 

FeCl3 en 30 ml de H2SO4 y 50 ml de aguadestilada. 
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A.13 Concentración de giberelinas 

Las soluciones concentradas de giberelinas fueron preparadas a partir de GA3 comercial y 

se obtuvieron soluciones de 100, 200, 400, 600, 800 y 1000 μg/L. Para la cuantificación de 

giberelinas en los extractos de los germinados, se empleó 1mL de muestra y 3 mL de reactivo de 

ácido fosfomolíbdico, el tiempo de reacción fue de 60 minutos, a baño maría en ebullición. El 

tiempo cero fue estimado luego de dos minutos que fueron sumergidos los tubos de ensayo en el 

baño maría a ebullición, pasados los 60 minutos los tubos se retiraron del baño maría y se 

disminuyó la temperatura mediante un baño de hielo. Una vez a temperatura ambiente, la 

intensidad de color (azul) fue observada y se leyó a una longitud de onda de 780 nm en un 

espectrofotómetro (Graham y Henderson, 1960). 

Reactivo de ácido fosfomolíbdico: Se preparó a partir de ácido molíbdico al 85%, una 

solución de tungstanato de sodio al 10% e hidróxido de sodio al 10%. El reactivo fue preparado 

en dos fases, en la primera se adicionaron 7 gramos de ácido molíbdico y 1 gramo de tungstanato 

de sodio en un matraz de 250 mL y posteriormente se adicionaron 40 mL de hidróxido de sodio 

al 10% y 40 mL de agua destilada. La solución se llevó a ebullición durante 40 minutos para 

remover los rastros de amonio presentes en el ácido molíbdico. En la segunda fase se dejó enfriar 

la solución y se adicionaron 70 mL de agua destilada y 25 mL de ácido fosfórico al 85%. 

Finalmente, la mezcla fue transferida a un matraz volumétrico de 200 mL y se aforó con agua 

destilada. 


