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1. RESUMEN 

El poliuretano (PU) es un polímero que se sintetiza a partir de la condensación 

de un diisocianato y un poliol. Dependiendo de éstos, se pueden clasificar como 

poliésteres (PS)-PUs o poliéteres (PE)-PUs, dando una gran variedad de estructuras 

por lo que se han considerado los polímeros de mayor versatilidad. Sin embargo, sus 

desechos se han convertido en un grave problema por la falta de un adecuado manejo. 

Actualmente existen mecanismos de degradación para PUs como la hidrólisis química, 

destrucción mecánica y térmica, aunque la biodegradación también ha surgido como 

una posibilidad de tratamiento complementario o incluso alternativo. Ésta es llevada a 

cabo por microorganismos o enzimas como proteasas, uretanasas o esterasas. El PU 

utilizado en esta investigación es un PS-PU comercial, Hydroform. Se ha demostrado 

que este PU puede sufrir hidrólisis de sus enlaces éster después de haber sido 

expuesto al crecimiento de Alicycliphilus BQ1, por lo que se ha propuesto que una 

actividad esterasa está involucrada en su degradación  

El objetivo de este trabajo es comparar el crecimiento de Alicycliphilus sp. cepas 

BQ1 y BQ5 con la cepa tipo Alicycliphilus denitrificans K601T y determinar, a través del 

patrón de esterasas, si existe alguna esterasa diferente que explique la capacidad de 

BQ1 y BQ5 de crecer en PUh como única fuente de carbono. 

Se comparó el crecimiento de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ5 capaces de utilizar al 

Hydroform (PUh) como única fuente de carbono, con la cepa tipo Alicycliphilus 

denitrificans K601T, encontrando que la cepa tipo no es capaz de crecer en poliuretano 

como única fuente de carbono. Se probaron otras fuentes de carbono diferentes al PUh, 

glucosa 2 mM, malato 10 mM y acetato 1 mM, encontrándose que el crecimiento es 

hasta 10 veces menor en glucosa y malato comparado con el crecimiento en MM-PUh y 

que con acetato las bacterias no son capaces de crecer. 

Por otra parte se realizó una caracterización bioquímica utilizando un kit 

comercial (API 20 NE), encontrando pocas diferencias entre las tres cepas, la cepa BQ1 

produce arginina hidrolasa que las otras cepas no, la cepa K601T degrada triptófano y 

también asimila glucosa y gluconato pero BQ1 y BQ5 no.  
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A través del patrón de proteínas se confirmó que las tres cepas pertenecen al 

mismo género al ser éste muy similar entre ellas.  

La prueba para producción de esterasas extracelulares con el medio Tween 80, 

fue positiva para las tres cepas sugiriendo que las esterasas extracelulares no son las 

responsables del crecimiento en MM-PUh, ya que la cepa tipo K601T no crece con PUh. 

Al comparar la presencia de esterasas por zimograma, usando como sustrato 

butirato de 4-metilumbeliferil, en extractos celulares a partir de cultivos en medio LB, se 

observó que las tres cepas tienen esterasas de 62, 36 y 20 kDa y que la cepa tipo 

K601T tiene esterasas extra de 75, 50 y 19 kDa, que en BQ1 y BQ5 no se encuentran. 

Dado el resultado anterior, se comparó a las esterasas presentes en las cepas BQ1 y 

BQ5 cultivadas en medio LB y en MM-PUh, tomando a las células en fase logarítmica 

de crecimiento, y se encontró una esterasa de 24 kDa en las células cultivadas en MM-

PUh que no está presente en LB, la cual podría estar relacionada con la capacidad de 

crecimiento en MM-PUh. 

Finalmente se siguió la producción de esterasas en MM-PU de la cepa BQ1, a 

través de un análisis por curso temporal de crecimiento, para lo cual se determinó la 

actividad específica espectrofotométricamente usando p-NPA como sustrato y se 

realizó zimograma para actividad esterasa a las dos fracciones celulares, citosol y 

membrana. La actividad específica para esterasa encontrada en las dos fracciones es 

muy similar excepto a las 8 horas en donde el citosol tiene una actividad 5 veces mayor 

que en membrana. Los zimogramas muestran como a través de las diferentes fases de 

crecimiento la presencia de esterasas cambia en las dos fracciones, siendo en la fase 

estacionaria donde hay mayor presencia de esterasas. 
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2. ANTECEDENTES 

2.1. Poliuretano (PU) 

El poliuretano (PU) es un polímero sintético el cual se desarrolló y patentó en el 

año de 1937 por Otto Bayer y colaboradores, fue utilizado para recubrimientos de 

aviones durante la segunda guerra mundial. La producción industrial de este polímero 

comenzó en la década de los 50’s y es considerado como el polímero de mayor gama 

de aplicaciones, ya que es utilizado en diversas industrias. 

Los poliuretanos son el producto de la condensación de un isocianato con un diol 

(tabla 1), en presencia de otras sustancias. Dentro de esa reacción de 

policondensación, se produce una serie de reacciones químicas complejas que 

ocasionan la formación de muchos enlaces químicos, entre ellos el del grupo uretano 

(carbamato), que es el principal y resulta de la reacción entre poliisocianatos y 

polialcoholes mediante la siguiente ecuación general (figura 1): 

 

 

Figura 1. Reacción de síntesis del poliuretano (Modificado de Gautam et al., 2007) 
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Tabla 1. Algunos de los monómeros utilizados en la síntesis de poliuretanos. 

Dioles  Diisocianatos 

1,4 Butanodiol  4,4-Diisocianato de difenilmetano 

Sacarosa 2,4-Diisocianato de difenilmetano 

Hexacetato de sacarosa  2,2-Diisocianato de difenilmetano  

Polietilenglicol  2,4-Diisocianato de Tolueno 

Polidimetilsiloxano  2,6-Diisocianato de Tolueno 

Sorbitol 1,3-Diisocianato de xileno 

MOCA 1,5-Diisocianato de Naftaleno 

 

Dependiendo del tipo de poliol (figura 2), el PU puede ser de tipo poliéster PS-PU 

o poliéter PE-PU. Los poliuretanos se clasifican en dos formas principalmente: rígidos y 

flexibles (TecnaPol, 2008). 

 

Figura 2. Clasificación del poliuretano dependiendo del tipo de poliol utilizado en su síntesis. 
A) Poliéster-Poliuretano. B) Poliéter-Poliuretano. (Gautam et al., 2007). 

 

Los PU flexibles son ampliamente usados en espumas resilientes, elastómeros 

durables, adhesivos y selladores de alto rendimiento, pinturas, fibras, sellos, empaques, 

juntas, condones, alfombras, partes automotrices, industria de la construcción, del 

mueble y miles de aplicaciones más (TecnaPol, 2008) 

Los PU rígidos o RIM (Rigid Inyection Molding), son de densidad más elevada, 

pero tienen características muy parecidas, se pueden formar paneles que son usados 
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ampliamente para el aislamiento térmico. La capacidad térmica del poliuretano se debe 

al gas aprisionado en las celdillas cerradas del entramado del polímero (TecnaPol, 

2008). 

Por otro lado, los barnices de PU se usan como revestimiento para pisos de 

madera y vehículos, mientras que la espuma de PU reticulada se emplea 

extensivamente para mejorar la seguridad en aviones, vehículos terrestres y barcos.  

Sin embargo, pese a los beneficios que tiene el uso de PU como sustituto de 

materiales naturales como el metal, madera y resinas, entre otros; también ha traído 

consigo un grave problema de contaminación causado por un ineficiente manejo de 

residuos, ya que las características propias de este material refieren a una gran 

resistencia a la fricción, calor, humedad y solventes. 

Las técnicas más utilizadas para tratar residuos sólidos poliméricos son el 

reciclaje, el compostaje, la incineración y el relleno sanitario (Ren, 2003) Actualmente 

se aceptan algunos mecanismos básicos de degradación para el tratamiento de 

residuos sólidos de PU como son: la fotodregradación, oxidación mediante aditivos 

químicos, pirólisis, degradación térmica y mecánica (Gregorí et al., 2007). Una posible 

vía de minimización de este residuo, ya sea antes o después de su disposición en 

relleno sanitario, consistiría en recurrir a la biorremediación (Carrasco, 1991; Morton y 

Surman, 1996). La biorremediación es la destrucción o transformación de 

contaminantes peligrosos a compuestos menos peligrosos, por acción de 

microorganismos, con el fin de limpiar un sitio contaminado. 

 

2.2. Biodegradación del poliuretano 

La biodegradación es el resultado de los procesos de digestión, asimilación y 

metabolización de compuestos orgánicos llevados a cabo por microorganismos 

(Branco, 1984), que en última instancia conduce a la mineralización y a la producción 

de biomasa; siendo la mineralización la conversión natural de material orgánico a 

material inorgánico y/o gases (Zee, 2001). 

Los polímeros como el PU son sustratos potenciales para los microorganismos 

heterótrofos (Gu et al., 2000). Sin embargo, se deben considerar algunos factores que 
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influyen para que un polímero como el PU sea biodegradable, como son las condiciones 

del medio: temperatura, humedad y pH; las características propias del polímero: 

presencia de enlaces químicos susceptibles a la hidrólisis, hidrofilicidad, 

estereoquímica, peso molecular, cristalinidad, superficie específica, temperatura de 

transición vítrea y de fusión, presencia de monómero residual o aditivos y distribución 

de la secuencia; y finalmente las características del microorganismo: cantidad, variedad, 

fuente y actividad (Gregorí et al., 2007; Raju, et al., 2002). 

Se ha propuesto que el ataque microbiano a los polímeros ocurre en dos fases a) 

despolimerización o erosión superficial y b) hidrólisis enzimática, la cual produce 

intermediarios solubles que son asimilados por los microorganismos (Zheng et al., 2005; 

Muller et al., 2001). El ataque enzimático por hidrólisis a un polímero (de tipo poliéster) 

se da en dos pasos, primero la enzima se une al sustrato-polímero y segundo cataliza 

una ruptura, llevándose a cabo por dos mecanismos conocidos como exo y endo 

ataques, los cuales difieren en el sitio en que rompen el polímero así como en los 

productos de degradación que se producen (Lenz, 1993). El ataque de tipo exo ocurre 

estrictamente en la porción terminal del polímero y es más afín por algunos grupos 

funcionales que por otros (Gianfreda y Rao, 2004). En cambio el ataque endo ocurre a 

lo largo de la cadena del polímero, generando fragmentos cada vez más pequeños y de 

diferente estructura. Estos dos ataques pudieran estar trabajando de manera sinérgica 

(Huang, 1989; Lenz, 1993). 

Aunque por mucho tiempo se consideró al PU como un material no 

biodegradable se han reportado estudios en los que se muestra que este tipo de 

material es susceptible al ataque de microorganismos como hongos (Darvy y Kaplan, 

1968; Crabbe et al., 1994) y bacterias (Nakajima-Kambe et al., 1995; Kay et al., 1991; 

Morton y Surman, 1994). Sin embargo, los mecanismos por los que es posible la 

biodegradación del PU aún son inciertos, se ha observado que el PS-PU es más 

susceptible que el PE-PU a la degradación biológica (Darvy y Kaplan, 1968; Nakajima-

Kambe, et al., 1999). Se ha propuesto con base en la estructura del PS-PU, que las 

actividades enzimáticas que podrían actuar sobre la estructura de este tipo de 

polímeros serian de tipo proteasa, ureasa y esterasa/lipasa (Nakajima-Kambe, et al., 
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1999) (figura 3). En la tabla 2, se muestran algunos hongos y bacterias en los que se 

han detectado actividades enzimáticas relacionadas con la degradación de PU. 

 

Figura 3. Posibles sitios de acción de las actividades enzimáticas relacionadas con la 
capacidad de degradación del poliuretano (Oceguera-Cervantes, 2005). 

 

Vega y colaboradores (1999), describen una esterasa en Pseudomonas 

fluorescens de un tamaño aproximado de 48 kDa que presenta una secuencia 

conservada de tipo serina-hidrolasa, sin embrago este microorganismo no mostró 

capacidad de crecer en PU como única fuente de carbono (Ruiz et al., 1999). 

En Pseudomonas chlororaphis se han identificado tres proteínas extracelulares 

con características de esterasa (Ruiz et al., 1999). Se han logrado clonar los genes 

PueA (Stern y Howard, 2000) y PueB (Howard et al., 2001) que codifican a dos 

proteínas con actividad poliuretanolítica con tamaños de 65 y 60 kDa respectivamente, 

demostrando que ambas presentan actividad lipasa. 

En la cepa de Comamonas acidovorans TB-35 se ha reportado la existencia de 

dos tipos de esterasas, una extracelular y otra unida a la membrana plasmática 

(Nakajima-Kambe et al., 1995). Sin embargo, aunque las dos proteínas tienen actividad 

esterasa capaz de utilizar al p-nitrofenilacetato (p-NPA) como sustrato, únicamente la 

actividad asociada a la membrana es capaz de atacar al PU sólido (Akutsu et al., 1998), 

dicha poliuretano-esterasa se encuentra codificada por el gen PudA y tiene un tamaño 

aproximado de 62 kDa (Nomura et al., 1998). 

Rowe y Howard (2002), caracterizaron e identificaron una poliuretanasa de tipo 

lipasa en Bacillus subtilis, la cual presenta un tamaño aproximado de 28 kDa, la 
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actividad de lipasa fue medida con varios compuestos derivados de p-nitrofenil, siendo 

el p-NPA el mejor sustrato. 

 

Tabla 2. Microorganismos relacionados con la capacidad de degradar poliéster-
poliuretano y actividades enzimáticas relacionadas. 
 

Microorganismo Actividad enzimática Referencia 

Hongos 

Aspergillus niger and 

Cladosporium herbarum 

 

Esterasa 

 

Filip Z, 1979 

Aspergillus fumigatus Esterasa Pathirana y Seal,1984 

Gliocadium roseum Esterasa, proteasa, ureasa Pathirana y Seal, 1984 

Penicillium citrium Esterasa, proteasa, ureasa Pathirana ySeal,1984 

Chaetomium globosum y 

Aspergillus terreus 

Esterasa y uretano 

hidrolasa 

Boubendir, 1993 

Curvularia senegalensis Esterasa Crabbe et al., 1994 

Alternaria solani Proteasa Ibrahim et al., 2009 

Bacterias 

Corynebacterium sp. 

 

Esterasa extracelular 

 

Kay et al., 1993 

Comamonas acidovorans TB 35 Esterasa extracelular, 
esterasa unida a 

membrana 

Nakajima-Kambe et al., 

1997 

Pseudomonas fluorescens Proteasa Howard y Blake, 1999 

Pseudomonas fluorescens Esterasa extracelular Vega et al., 1999 

Pseudomonas chlororaphis Proteasa 

Esterasa 

Ruiz et al., 1999a 

Pseudomonas chlororaphis Esterasa/proteasa, 

Esterasa 

Ruiz et al., 1999b 

Comamonas acidovorans Esterasa soluble Allen et al., 1999 

Bacillus subtilis Esterasa y lipasa Rowe et al., 2002 

Rhodococcus equi TB-60 Uretano hidrolasa 

(amidasa/esterasa) 

Shigeno et al., 2006 

Bacillus pumilus Lipasa Nair y Kumar, 2007 
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Actualmente existe poca información sobre las actividades de tipo proteasas y 

uretanasas sobre el PU. Howard y Blake (1998) purificaron una proteína extracelular de 

29 kDa con actividad proteasa en P. fluorescens capaz de atacar PU (Impranil®). 

Posteriormente se reportó la purificación de una poliuretanasa (PUasa) de 63 kDa con 

actividad tanto de proteasa como de esterasa en P. chlororaphis (Ruiz et al., 1999). 

En el caso de actividades de tipo uretanasa, se ha logrado purificar una uretano 

hidrolasa con un peso molecular de 55 kDa de la cepa TB-60 de Rhodococcus equi. 

Esta enzima es capaz de romper los enlaces uretano presentes en el ácido 2,4-tolueno 

dicarbámico dibutil éster (TDCB) utilizado como única fuente de carbono durante el 

aislamiento de la cepa TB-60 (Akutsu et al., 2006). 

 

2.3. Características del género Alicycliphilus 

Uno de los géneros recientemente descritos con capacidad de degradar 

xenobióticos es Alicycliphilus (Mechichi et al., 2003), anteriormente clasificado como 

Pseudomonas sp. Estas bacterias pertenecen a la familia Comamonadaceae de la sub-

clase β-Proteobacteria, son bacterias anaerobias facultativas, Gram negativas y tienen 

forma de bacilos cortos. 

Alicycliphilus denitrificans K601T fue la primera cepa descrita de este género. Fue 

aislada de una muestra líquida de una planta de tratamiento de aguas residuales en 

Alemania, llamando la atención por tener la capacidad de crecer en compuestos 

alifáticos como el ciclohexanol, como única fuente de carbono y por su capacidad 

desnitrificante (Mechichi et al., 2003). 

Otra cepa perteneciente a la misma especie, Alicycliphilus denitrificans BC, se 

aisló de una mezcla de aguas residuales y suelo contaminado con benceno, teniendo 

un 99.7% de similitud en el gen que codifica el rRNA 16S con la cepa tipo Alicycliphilus 

denitrificans K601T (Weelink, et al., 2008). Esta cepa muestra características fisiológicas 

diferentes a la K601T, ya que la cepa BC no es capaz de crecer en ciclohexanol como 

única fuente de carbono. Aunque ambas cepas utilizan nitratos y oxígeno como 

aceptores de electrones, solo la cepa BC es capaz de utilizar clorato como aceptor de 

electrones a la vez que degrada benceno (Oosterkamp et al., 2011). 
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Se han reportado otras cepas de Alicycliphilus las cuales se identificaron por la 

secuencia parcial del gen rRNA 16S. Sin embargo, no se han caracterizado y no existe 

mayor información que la capacidad desnitrificante que poseen. Algo en lo que 

coinciden estas cepas es que han sido encontradas en lodos activados en plantas de 

tratamiento de agua residuales en Bélgica (Heylen et al., 2006) y Arizona (Sun et al., 

2011). 

 

2.3.1. Antecedentes del proyecto. Aislamiento, identificación y caracterización de 

las cepas BQ1 y BQ5 de Alicycliphilus sp. 

En trabajos anteriores en el laboratorio se obtuvieron muestras de espuma de PU 

en proceso de descomposición del tiradero “Bordo de Xochiaca” en el Municipio de 

Netzahualcóyotl estado de México (Carrillo, 2004). A partir de estas muestras se 

aislaron cepas bacterianas capaces de crecer en un medio mineral con un barniz 

comercial de PU llamado Hydroform® (Poly Form, México) como única fuente de 

carbono (MM-PUh). Tres de las cepas aisladas mostraron el mejor crecimiento en el 

medio MM-PUh, cepas BQ1, BQ5 y BQ8 (Oceguera-Cervantes, 2005). También se 

demostró que las cepas BQ1 y BQ8 (no. Taxonómico 449664 y 449665, 

respectivamente) atacaban los enlaces éster presentes en el PU, a través de estudios 

de espectroscopía de infrarojo (IRS) en laminillas de Hydroform® y por microscopía 

electrónica de barrido (SEM) se observó ataque por parte de las bacterias en la 

estructura del polímero. A través de la secuenciación de gen rRNA 16S las tres cepas 

se identificaron como pertenecientes al género Alicycliphilus sp. (Oceguera-Cervantes 

et al., 2007; Solís, 2008). 

BQ1 y BQ8 muestran un comportamiento microbiológico muy similar, sus 

colonias son pequeñas (BQ8) y medianas (BQ1), redondas con formas definidas, 

brillosas, color crema y el crecimiento en medio líquido es planctónico las primeras 16 h, 

con formación de biofilm posteriormente (Oceguera-Cervantes, 2005) lo que hace 

pensar que podría tratarse de la misma cepa. Sin embargo, en el caso de la cepa BQ5 

sus colonias muestran tres distintas morfologías, su color es crema y el crecimiento en 

líquido tiende a formar biofilm desde un inicio (Solís, 2008). 
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Se usaron medios selectivos para identificar las actividades enzimáticas 

extracelulares que pudieran estar relacionadas con la capacidad de crecer en un medio 

mínimo con PU (Hydroform) como única fuente de carbono, tomando en cuenta que las 

actividades relacionadas con la degradación del PU son de tipo lipasa/esterasa, 

proteasa y ureasa, encontrando que la actividad presente en las tres cepas es la de 

esterasa (Oceguera-Cervantes, 2005). 

Se encontró que por lo menos existe una esterasa que es excretada al 

sobrenadante ya que resultó positiva la actividad medida con p-NPA en el sobrenadante 

del cultivo de las tres cepas creciendo en MM-PUh (Oceguera-Cervantes et al., 2007; 

Solís, 2008). 

Por otro lado ya se ha identificado, purificado y secuenciado una esterasa de 

membrana de la cepa BQ1, la cual falta demostrar si tiene acción sobre PU (Sánchez-

Tafolla, 2010). Esta esterasa, que resultó ser una porina de la familia GDSL, también se 

encuentra en el genoma de  Alicycliphilus denitrificans cepas K601T y BC, por lo que 

parte de este proyecto es averiguar si la cepa tipo K601T también comparte la 

característica de crecer en un MM-PUh. 

 

2.4. Actividad enzimática de tipo esterasa 

Las esterasas son definidas como enzimas que tienen actividad sobre los 

enlaces acil-éster de ácidos grasos de cadena corta, como el metil-butirato, etil-butirato 

y triacetina, que son poco hidrolizados por lipasas. En contraste con las clásicas 

lipasas, una esterasa típica no es activada interfacialmente, es decir, no muestran un 

incremento abrupto en la actividad con sustratos que exceden el límite de solubilidad. 

Las esterasas son inactivadas agonistamente en emulsiones de ácidos grasos de 

cadenas largas (triacilgliceroles o TAG) (Chahinian, 2002). 

 

2.4.1. Clasificación de esterasas 

Las esterasas o carboxiléster hidrolasas (EC 3.1.1.) catalizan la ruptura de 

enlaces éster mediante la adición de una molécula de agua. Las esterasas por lo 

general tienen una amplia especificidad de sustrato y se dividen en varias clases. Las 

carboxiléster hidrolasas (EC 3.1.1) se encuentran clasificadas en por lo menos 50 
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diferentes clases, por ejemplo; las lipasas (triacilglicerol lipasa EC 3.1.1.3) son 

esterasas que hidrolizan sustratos insolubles en agua tales como triglicéridos de cadena 

larga en la interfase entre el sustrato y el agua. Por el contrario, las esterasas típicas 

como carboxil-esterasas (CE 3.1.1.1) se limitan a atacar compuestos solubles en agua, 

como ésteres de ácidos carboxílicos de cadena corta. Existen esterasas que tienen la 

capacidad para hidrolizar ésteres de ácidos grasos de los esteroles, las colesterol-

esterasas (EC 3.1.1.13). La mayoría de las esterasas presentan actividad hidrolítica 

hacia una amplia variedad de ésteres, por ejemplo, algunas lipasas a menudo tienen 

otras actividades como la esterol-esterasa, fosfolipasa (CE 3.1.1.4) o cutinasa (CE 

3.1.1.74) (NC-IUBMB, 2011). 

Por lo tanto, las esterasas no pueden ser clasificadas únicamente con base en su 

especificidad por el sustrato, es necesario el análisis de su secuencia y la estructura 

que poseen. 

 

2.4.2. Determinación y cuantificación de la actividad esterasa 

La actividad esterasa más general puede determinarse empleando como 

sustratos los ésteres de cadena acílica del p-nitrofenol o del α/β-naftol, siguiendo la 

liberación de la base alcohólica por métodos espectrofotométricos logrando así una 

cuantificación ya que siguen una cinética Michaeleana. Deben considerarse los distintos 

coeficientes de extinción del p-nitrofenol a diferentes valores de pH, la ausencia de 

absorbancia a pH ácido y la ocurrencia de hidrólisis espontánea a pH básico (De Caro 

et al., 1986; Gupta et al., 2003). 

Una forma sencilla de determinar y poner de manifiesto de manera cualitativa la 

actividad de esterasa es por medio de un zimograma (Díaz et al., 1999; Singh et al., 

2006)  

Es importante también considerar que algunas sustancias o reactivos, utilizados 

en la extracción de proteínas, podrían estar afectando la actividad de las esterasas. Los 

detergentes pueden influir sobre las propiedades estereoselectivas (Tsai et al., 1996). El 

efecto de los detergentes no es homogéneo para todas las enzimas, ni éstas son 

afectadas del mismo modo por todos los surfactantes (Aloulou et al., 2007). Además, la 

influencia de estos compuestos sobre la actividad es dependiente de la dosis 
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(Sonesson et al., 2006). El SDS, conocido por su efecto desnaturalizante sobre las 

proteínas, también puede activar a determinadas lipasas e inhibir a otras (Wu et al., 

1996). Algunos detergentes no iónicos previenen la formación de agregados 

enzimáticos (Palomo et al., 2003) y estabilizan estructuralmente a la molécula (Guisán 

et al., 1996b). El Triton-X100 es un detergente no iónico conocido por su capacidad de 

estimular la actividad de las lipasas y esterasas (Sharma et al., 2002). 
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3. HIPÓTESIS 

Dado que las cepas BQ1 y BQ5 de Alicycliphilus sp. son capaces de crecer con 

PUh como única fuente de carbono y se ha propuesto que esto es debido a la presencia 

de esterasas, al comparar el crecimiento en MM-PUh, el patrón de proteínas y de 

esterasas, con la cepa tipo Alicycliphilus denitrificans K601T, se podrá determinar si 

existe(n) alguna(s) esterasa(s) que contribuyan a otorgar la capacidad de crecimiento 

en poliuretano. 
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3. OBJETIVO GENERAL 

Comparar dos cepas de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ5 capaces de crecer PUh 

como única fuente de carbono, con la cepa tipo Alicycliphilus denitrificans K601T, a 

través de su comportamiento microbiológico, características bioquímicas, patrón de 

proteínas y perfil de esterasas. 

 

3.1. Objetivos particulares 

1. Determinar que medio mínimo de los sugeridos permite un mejor crecimiento de 

las bacterias usando Hydroform® como fuente de carbono. 

2. Comparar la capacidad de la cepa tipo Alicycliphilus denitrificans K601T para 

crecer en MM-PUh con las cepas BQ1 y BQ5 de Alicycliphilus sp. 

3. Realizar curvas de crecimiento en medios mínimos con fuentes de carbono 

diferentes al PUh, para las tres cepas. 

4. Hacer pruebas bioquímicas y de asimilación de sustratos a través de un Kit 

comercial llamado API 20 NE. 

5.  Identificar y caracterizar el patrón de proteínas de las tres cepas. 

6. Caracterizar el patrón de esterasas por zimograma de las tres cepas cultivadas 

en medio LB. 

7. Comparar el patrón de esterasas por zimograma de las cepas BQ1 y BQ5, 

cultivadas en medio LB y MM-PUh. 

8. Caracterizar la producción de esterasas de la cepa BQ1 en MM-PUh en un 

análisis curso temporal. 
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5. ESTRATEGIA EXPERIMENTAL 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Reactivación de la cepa K601T a 

partir de un liofilizado y la 

preparación de gliceroles para 

preservación de células. 

Reactivación de las cepas K601T, BQ1 y 

BQ5 a partir de gliceroles, por resiembra 

en Medio LB sólido. 

 

Curvas de 

crecimiento. 

Pruebas bioquímicas 

de asimilación de 

sustratos (API 20 NE). 

Prueba para 

esterasas  

extracelulares. 

A 

Perfil de proteínas 

y esterasas 

celulares. 

B 

Curvas de crecimiento 

para K601, BQ1 y 

BQ5 en glucosa, 

malato y acetato. 
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Determinación del medio mineral 

más adecuado para trabajar con 

PUh 0.3% (curva con BQ1). 

Curvas de crecimiento de K601T, 

BQ1 y BQ5 en MM-PUh 0.3%. 

A B 

Zimograma y tinción de 

Coomasie. Cultivo en LB de 

K601T, BQ1 y BQ5. Cultivo 

en MM-PUh de BQ1 y BQ5. 

Análisis del crecimiento por 

curso temporal para BQ1 en 

MM-PUh y medición de la 

actividad por p-NPA en 

extractos citosólicos y 

membranales. Zimograma y 

Tinción de Coomasie. 
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6. MATERIALES Y MÉTODOS 

6.1. Reactivación de células 

La cepa K601T de Alicycliphilus denitrificans se considera la cepa tipo ya que fue 

la primera cepa descrita en su género (Mechichi, et al., 2003), la cual fue aislada de 

lodos activados en una planta de tratamiento de agua. Esta cepa fue obtenida del banco 

DSMZ (No. 14773). La cepa se reactiva a partir de un liofilizado, de acuerdo a las 

instrucciones del proveedor, el cual se hidrata con 5 mL de medio R2A (ver anexo) por 

30 min a temperatura ambiente. Se toman 100 µL y se siembran por agotamiento en 

una caja con medio R2A sólido, se deja incubar por 48 h a 30 °C. Tomar una colonia y 

sembrar en medio R2A e incubar a 37 °C y 200 rpm durante una noche (overnight, ON). 

Para conservar las células y preservar su viabilidad y vitalidad se preparan gliceroles al 

30% y se almacenan a -70 °C. 

Las tres cepas de Alicycliphilus K601T, BQ1 y BQ5 se encuentran conservadas 

en gliceroles a -70 °C, para reactivarlas es necesario descongelar y sembrar por estría 

cruzada en medio LB-agar para obtener colonias aisladas. 

 

6.2. Preparación del inóculo para las curvas de crecimiento 

La preparación del inóculo consiste en poner en un tubo con 5 mL de medio LB 

una colonia aislada a partir de una caja de LB y dejarla en cultivo ON a 37 °C con 

agitación a 200 rpm (entre 14 y 16 h). Una vez trascurrido el tiempo de incubación se 

mide la densidad óptica a 660 nm (DO660) y se toma el volumen necesario para inocular 

un matraz de 125 mL, con 25 mL de medio LB y ajustarlo a una DO660 de 0.1, éste es 

un precultivo, el cual se deja incubar a 37 °C y 200 rpm, aproximadamente 3 h o el 

tiempo necesario para alcanzar una DO660 no mayor a 0.8. Una vez obtenido este 

crecimiento se calcula el volumen necesario de cultivo para inocular el medio a trabajar, 

se centrifuga este volumen a 7500 rpm por 15 min, para cosechar las células, el 

sobrenadante se desecha, las células son lavadas con un poco de amortiguador de 

fosfatos estéril 20 mM pH 7 (ver anexo) y se centrifuga una vez más en las mismas 

condiciones, el pellet es resuspendido en un poco de medio, del mismo tipo que se va a 

inocular y finalmente se agrega al total de medio a evaluar.  
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6.3. Curvas de crecimiento de la cepa BQ1 en diferentes medios mínimos 

adicionados con Hydroform® (PUh) como única fuente carbono 

Con la finalidad de determinar que medio mineral resulta ser más adecuado para 

trabajar con PUh como única fuente de carbono, se prueban tres distintos medios 

mínimos de los sugeridos en la literatura para este tipo de ensayos: el descrito por 

Mechichi y colaboradores (2003) (MM-M), el recomendado por la DSMZ, (2008) (MM-

DSMZ) y el descrito por Nakajima-Kambe y colaboradores (1995) (MM-NK). Dado que 

ya se tienen antecedentes del crecimiento de la cepa Alicycliphilus sp. BQ1 en MM-PUh 

(Oceguera, 2005; Sánchez, 2011) ésta es la cepa de elección para probar los medios 

mínimos sugeridos. 

Se preparan 275 ml de cada uno de los medios mínimos adicionados con PUh 

como única fuente de carbono (ver anexo) y se toman seis alícuotas de 25 ml 

colocándolos en matraces estériles de 125 mL, uno será el blanco para medir la DO660 

(dejar en refrigeración 4 °C) y los otros serán el muestras control que se incubará en las 

mismas condiciones que la curva, el resto de medio (125 mL) será inoculado con el 

precultivo (punto 6.2) de Alicycliphilus sp. BQ1 previamente preparado a una DO660 de 

0.02, se homogeniza lo más posible durante 1 min y se reparte en alícuotas de 25 mL 

en 5 matraces de 125 mL etiquetados con las horas designadas para la curva (0-20, 20, 

24, 48 y 92 h). 

Para muestrear se sigue el crecimiento por DO660 las primeras 8 h, tomando 

lecturas cada 2 h y una última a las 20 h, a partir de las 20 h, el crecimiento se 

determina por peso seco. 

Para las mediciones en peso seco centrifugar los 25 mL en un tubo falcon de 50 

mL a 7500 rpm por 15 min en un rotor SL-510 (centrifuga, Sorvall super T21), desechar 

el sobrenadante y resuspender en 2 mL de amortiguador de fosfatos 20 mM pH 7, 

transferir a un tubo eppendorf previamente pesado y centrifugar a 7500 rpm por 15 min 

en una centrifuga Eppendorf 5417-C, desechar el sobrenadante y retirar lo más posible 

la humedad del pellet, dejar secar en una estufa conectada al vacío y pesar diariamente 

hasta llegar a peso constante, para hacer los cálculos es necesario que en cada punto 

sea restado el peso de los sólidos obtenidos en las muestras control. 
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6.4. Curvas de crecimiento en MM-NK con PUh al 0.3% para las cepas K601T, BQ1 

y BQ5 

Estas curvas se realizan de manera simultánea para las tres cepas esto 

garantiza que las condiciones en las que se lleva a cabo el experimento son iguales. Se 

prepara el total de medio (ver anexo) necesario para cuatro curvas (200 mL para cada 

curva). Una vez que se tiene el medio total, se reparte en cuatro matraces de 500 mL. 

El medio contenido en los matraces de 500 ml será inoculado con cada una de 

las cepas (ver punto 6.2 para BQ1 y K601T). En el caso de la cepa BQ5 debido a que 

en su crecimiento tiende a la formación de agregados (Solís, 2008), la preparación del 

inóculo es con base en el crecimiento de la cepas BQ1 y K601T, las células con las que 

se inocula el medio deben ser previamente pesadas y con esto hacer un promedio, el 

cual nos va a ayudar a estandarizar el inóculo necesario para el caso de la cepa BQ5 

(peso de células en fresco). La cuarta curva no se inocula pues se usa como control 

para determinar los sólidos que se precipitan del MM-PUh. 

Una vez que se ha inoculado el medio con cada una de las cepas, se 

homogenizan lo mejor posible con movimientos circulares del matraz, por 1 min. Se 

separa el volumen en matraces de 125 mL con 25 mL de cultivo cada uno y se 

etiquetan de acuerdo a los tiempos en los que se tomarán las mediciones (0, 12, 24, 48, 

72, 96 y 120 h) y a la cepa con la que fue inoculado. 

Se incuban a 37 °C y 200 rpm, con excepción de los matraces correspondientes 

a las 0 h; para el primer punto de la curva de cada una de las cepas, se filtra a través de 

una membrana (Millipore tipo HAWP02500) de 0.45 µm previamente pesada, una vez 

que se ha filtrado todo el contenido del matraz de 0 h se pone a secar en un horno 

conectado a vacío a una temperatura de 45 °C, la membrana es pesada todos los días 

hasta alcanzar un peso constante. 

Los siguientes puntos de la curva se determinan a los tiempos correspondientes. 

Para ello, centrifugar los 25 mL de cultivo en tubos falcon a 7500 rpm por 15 min, re-

suspender en 2 mL de amortiguador de fosfatos 20 mM pH 7 y colocar en tubos 

eppendorf de 2 mL previamente pesados, volviéndolos a centrifugar a las mismas 

condiciones, desechar el sobrenadante, retirando lo más posible la humedad del pellet, 

colocar el tubo en una estufa conectada al vacío y monitorear el peso hasta llegar a ser 
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constante. Para determinar el peso de la biomasa también es necesario considerar en 

los cálculos la resta de los sólidos obtenidos en los matraces con medio sin inocular. 

 

6.5. Crecimiento de las cepas BQ1, BQ5 y K601T, en MM NK con diferentes fuentes 

de carbono 

Para comparar el crecimiento entre las tres cepas se prueban fuentes de carbono 

diferentes al PUh: glucosa, malato y acetato, para lo cual también se realizan curvas de 

crecimiento. 

Se prepara el medio de cultivo (ver anexo) necesario para realizar el experimento 

(200 mL x cepa). Utilizar el punto 6.4 para guiarse en la distribución e inoculación del 

medio. 

Las determinaciones de crecimiento se llevan a cabo por peso seco en el tiempo 

indicado para cada punto. Se realiza la filtración del cultivo a través de membranas de 

0.45 µm de poro (Millipore tipo HAWP02500) previamente pesadas. Una vez que se ha 

filtrado el contenido de cada matraz se colocan en una estufa conectada al vacío y se 

monitorea el peso hasta llegar a ser constante. 

 

6.6. Esterasas extracelulares, prueba de hidrólisis de Tween 80. 

La capacidad para hidrolizar el Tween 80 (mono-oleato de polietilen sorbitan) 

pone de manifiesto la actividad de esterasa extracelular (Lovell y Bibel, 1977). Para ello 

los microorganismos se hacen crecer en un agar nutritivo que contiene Tween 80 y 

CaCl2. Si el microorganismo es capaz de hidrolizar el Tween 80 aparece en el medio de 

cultivo un precipitado alrededor del crecimiento bacteriano debido a la combinación del 

Ca2+ y los ácidos grasos liberados por la hidrólisis. Cuando la bacteria no posee la 

capacidad para hidrolizar el Tween 80 no se observa ningún tipo de precipitado. 

En el ensayo, se inoculó una caja con medio Tween 80 (ver anexo) con cinco 

cepas, un control positivo Serratia marcescens (Lelliot y Stead, 1987) (amablemente 

donada por el cepario de la Facultad de Química), Escherichia coli DH5α (control 

negativo), Alicycliphilus denitrificans K601T y Alicycliphilus sp. cepas BQ1 y BQ5. Se 

dejó incubando a 37 °C de 96 a 120 h y se analizó el resultado. 
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6.7. Extracción de proteínas totales 

Se parte un cultivo (ON) en medio LB (50 mL, 37 °C/200 rpm) para las tres 

cepas, se centrifuga a 7500 rpm 15 min (centrifuga, Sorvall super T21), para cosechar 

las células, se desecha el sobrenadante y se hace un lavado a las células con 

amortiguador de fosfatos 20 mM pH 7, se centrifuga nuevamente a las mismas 

condiciones. Descartar el sobrenadante y con las células hacer una suspensión 10% p/v 

con amortiguador de fosfatos 20 mM pH 7. Someter a ultrasonicación. 

 

6.7.1. Ultrasonicación (modificado de Kermasha, et al., 2000) y separación de 

fracciones 

La suspensión de células al 10% se coloca en un tubo de plástico en un baño 

con hielo y se somete a disrupción celular en un equipo de sonicación (Vibra Cell, 

sonics) por 6 ciclos de 15 seg de disrupción por 15 seg de descanso, a una amplitud del 

21%. Una vez sonicado, se aparta una alícuota de 500 µL en hielo a 4 °C, este es el 

extracto total, y el resto de la suspensión se centrifuga a 14,000 rpm/15 min (centrifuga 

Eppendorf 5417-C) en tubos previamente pesados. Con mucho cuidado se separa el 

sobrenadante el cual corresponde a las proteínas solubles o extracto de citosol. 

El pellet se lava con amortiguador de fosfatos 20 mM pH 7, se centrifuga 

nuevamente a 14,000 rpm/15 min y se descarta el sobrenadante. Pesar el pellet y 

preparar una suspensión al 5% w/v con amortiguador de fosfatos 20 mM pH 7. Someter 

nuevamente a sonicación en dos ciclos de 15 seg por 15 seg, esto es para facilitar la 

dispersión de la membrana; esta fracción corresponde a las proteínas insolubles o 

extracto membranal  (el volumen mínimo para sonicar en el equipo es de 2.5 mL). A los 

tres extractos, total, citosólico y membranal, se les determina la cantidad de proteína. 

 

6.7.2. Cuantificación de proteínas (Bradford, 1976) 

Para determinar la cantidad o concentración de proteína en los extractos con los 

que se va a trabajar, se utiliza el método de microensayos de Bradford (Bio-Rad). Para 

ello se debe preparar una curva patrón o estándar con una solución 1 mg/mL de 
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albúmina sérica bovina (BSA) (Sigma) En tubos eppendorf de 1.5 mL, se prepara la 

curva de acuerdo a la tabla 3. 

Tabla 3. Preparación de una curva patrón con albúmina sérica bovina, para 

determinación de proteínas por el método de Bradford. 

Punto BSA (µL) Proteína 
(µg) 

Agua 
Desionizada 

Reactivo de 
Bradford (µL) 

1 1 1 799 200 

2 2 2 798 200 

3 4 4 796 200 

4 6 6 794 200 

5 8 8 792 200 

6 10 10 790 200 

Blanco - - 800 200 

 

Leer en el espectrofotómetro (Ultrospec, 2000) a 595 nm utilizando una cubeta 

de plástico de 1 mL. Con los Absorbancias registradas, formar la curva patrón, graficar 

la Absorbancia contra la cantidad de proteína, determinar la linealidad de los valores y 

obtener la ecuación de la recta (y = mx + b), donde y = Absorbancia, x = Concentración 

de proteína (µg/µL) de la muestra y b = la ordenada al origen. 

Se preparan las muestras o extractos a los que se les cuantifica la proteína en 

tubos eppendorf de 1.5 mL de acuerdo a la tabla 4. Esta medición se realiza midiendo 

cuatro diferentes cantidades de extracto de cada muestra. 

 

Tabla 4. Preparación de muestras (extractos proteicos) para cuantificar proteínas por el 
método de Bradford. 

No. 
Muestra 

µL de 
muestra 

Agua desionizada 
(µL) 

Reactivo de 
Bradford (µL) 

1 1 799 999 

2 2 798 998 

3 4 796 996 

4 8 792 992 

 

Se grafican los resultados obtenidos para confirmar linealidad entre los datos y 

se calcula la cantidad de proteína de acuerdo con la ecuación obtenida con la curva 

patrón (ecuación de la recta). 
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6.8. Zimograma 

Para determinar el tamaño de las proteínas con actividad esterasa se realiza un 

zimograma para esta actividad. Para ello se utiliza el reactivo butirato de 4-

metilumbeliferil para poner de manifiesto la actividad de esterasa a través de la acción 

de ésta sobre el enlace éster del butirato permitiendo la aparición del producto 

fluorescente 4-metilumbiliferona, al revelarse con luz ultravioleta (UV) (Díaz et al., 1999) 

(figura 4). 

El zimograma se lleva a cabo en un gel desnaturalizante de poliacrilamida al 15% 

(SDS-PAGE) (Laemmli, 1970) (ver anexo). Los extractos (15 µg de proteína) son 

colocados en el gel al igual que 5 µL del marcador de peso molecular (Precision Plus 

Protein Standars, Dual Color de Bio-Rad) y 3 µL (stock 0.4 µg/µL) de un control positivo 

para la actividad de esterasa que en este caso se trata de la lipasa de Pseudomonas 

fluorescens (0.05 U) (Sigma, No Cat 95608). 

El gel SDS-PAGE se corre en un equipo Mini Protean III (Bio-Rad) a 125 V por 2 

h, transcurrido el tiempo el gel se coloca en una charola para hacerle 2 lavados, con 15 

mL de una solución al 2.5% de Tritón X-100 (Sigma, No. Cat. 9002-93-1) por 20 min 

cada uno, esto con el fin de eliminar el SDS y las proteínas se puedan renaturalizar, por 

lo tanto recuperen su actividad. Se retira el Tritón y se enjuaga con amortiguador de 

fosfatos 50 mM pH 7 por 5 min a temperatura ambiente. Finalmente se incuba en 

ausencia de luz, con agitación media con el sustrato (solución 1.6 mM de butirato de 4-

metilumbeliferil, ver anexo) de 20-30 min a temperatura ambiente y se revela con ayuda 

de un transiluminador UV. Las proteínas que tengan actividad de esterasa se verán de 

color blanco intenso sobre un fondo negro. Se toma una foto en el equipo Kodak Image 

Station- Molecular Imaging System. 
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Figura 4. Reacción de hidrólisis del butirato 4-metilumbeliferil. Reacción en la que se basa el 
método de zimograma para medir la actividad de tipo esterasa. La enzima rompe el enlace éster en 
el butirato liberando una molécula de 4-metilumbiliferona la cual presenta fluorescencia por acción 
de luz UV. 

 

6.9. Tinción de Coomasie y patrón de proteínas 

Una vez que se ha corrido el gel y después de haber hecho el zimograma, se 

lava con amortiguador de fosfatos 20 mM pH 7 por 5 min y se tiñe con una solución de 

azul de Coomasie al 0.05% por 1 h. Transcurrido el tiempo se quita el colorante y se 

agrega desteñidor-fijador hasta que únicamente se observen las bandas teñidas 

correspondientes a las proteínas presentes, si es necesario se puede cambiar la 

solución desteñidora varias veces. Se toma la imagen en el equipo Kodak Image 

Station-Molecular Imaging System. 

 

6.10. Cuantificación de la actividad esterasa por curso temporal de crecimiento 

Con la finalidad de caracterizar y analizar la actividad de esterasa en las distintas 

fracciones (membrana y citosol) durante las fases de crecimiento, se midió por el 

método de hidrólisis del p-NPA que genera ácido acético y p-nitrofenol el cual guarda 

equilibrio con el ión p-nitrofenóxido (figura 5). 

 

Se hace una curva de crecimiento para la cepa BQ1 semejante a la descrita en el 

punto 6.4, los puntos de esta curva serán tomados a las 8, 16, 24, 48, 72, 96 y 120 h, 

con un volumen de cultivo de 200 mL por cada punto en matraces de 1 L. 
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Transcurrido el tiempo al que se debe de incubar, cosechar las células por 

centrifugación a 7500 rpm por 15 min, desechar el sobrenadante, hacer un lavado de 

las células con amortiguador 20 mM pH 7 a 4 °C y centrifugar nuevamente. Si el 

sobrenadante es translúcido proceder a quitar lo más posible la humedad de las células 

y pesarlas o bien, si el sobrenadante sigue turbio, lavar nuevamente con amortiguador 

de fosfatos. 

Con el paquete celular pesado hacer una disolución al 10% p/v con amortiguador 

de fosfatos 20 mM pH 7 y someter a ultrasonicación por 6 ciclos de 15 seg de 

disrupción por 15 seg de descanso. 

Una vez sonicado, se centrifuga por 15 min a 14,000 rpm, en tubos eppendorf 

previamente pesados. Las dos fracciones que se obtienen son separadas, el 

sobrenadante será la fracción del citosol y el pellet la de la membrana, al pellet se le 

hace un lavado con amortiguador de fosfatos 20 mM y posteriormente se le quita la 

mayor cantidad de humedad, se pesa y se hace una disolución al 5% p/v, se somete a 

sonicación por 30 seg en dos ciclos de 15 seg, esto únicamente para facilitar la 

dispersión de la membrana. 

A las dos fracciones, citosol y membrana, se les mide la cantidad de proteína (ver 

punto 6.7). Una vez medida la cantidad de proteína se debe ajustar la concentración de 

ésta a ~0.1 µg/µL para poder medir la actividad; también se guarda una alícuota sin 

ajustar con amortiguador de carga a 4 °C para usarse en un gel SDS-PAGE al 15%. 

Cada carril se carga con 20 µg de proteína, para hacer zimograma y tinción de 

Coomasie. 

Para medir la actividad espectrofotométricamente a 405 nm, se prepara un stock 

de p-NPA 100 mM en acetonitrilo justo antes de empezar. Se corre un blanco de 

reacción sin enzima ya que el p-NPA tiende a hidrolizarse en ambientes acuosos. Cada 

cubeta se incuba a 37 °C por 3 min antes de ser agregado el sustrato. Preparar las 

cubetas para las reacciones como indica la tabla 5. 
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Tabla 5. Distribución de reactivos en la celda de reacción, para la determinación 
espectrofotométrica de la hidrólisis de p-NPA. La medición se realiza a 450 nm. 

Reactivo Cantidad (µL) 

Blanco Rx 1 Rx 2 Rx 3 

Amortiguador de fosfatos 200 
mM pH 7  

950 950 900 850 

Extracto  0 50 100 150 

 

Se agregan 50 µL de solución stock de p-NPA 100 mM al mismo tiempo en que 

comienza a correr el cronómetro, se agita la reacción por 5 seg con un agitador y se 

toman lecturas a los tiempos 10, 20, 30, 40, 50, 60, 90, 120 y 180 seg. 

Se hacen los cálculos pertinentes para determinar la actividad específica de cada 

extracto. 

 

Figura 5 Reacción de hidrólisis del p-NPA. Reacción en la que se basa el método 
espectrofotométrico para medir la actividad enzimática de tipo esterasa. La enzima rompe el enlace 
éster del p-NPA liberando una molécula de p-NP y otra de p-NPO

-
, siendo detectado el p-NP a 405 

nm. 
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7. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

7.1. Medio mineral para trabajar con poliuretano-Hydroform® como única fuente 

de carbono 

Un medio de cultivo artificial adecuado para que crezcan bacterias debe contener 

como mínimo, una fuente de carbono, nitrógeno, azufre, fósforo y sales inorgánicas (Cl-, 

Mg2+, K+, Ca2+, Fe2+). En algunos casos serán también necesarias ciertas vitaminas y 

otras sustancias inductoras del crecimiento (elementos traza; Co, Cu, Zn, Mo, etc.). Se 

recomienda además, la presencia de electrolitos para ejercer de donantes o captadores 

de electrones para las reacciones químicas que tengan lugar. 

Los tres medios que se evaluaron contienen los requerimientos mínimos 

necesarios para que crezcan las bacterias, la diferencia entre éstos radica en su 

composición en cuanto a micronutrientes y factores de crecimiento (Tabla 6). 

Tabla 6. Composición de los medios minerales utilizados para el crecimiento de 
Alicycliphilus sp. BQ1 con PUh al 0.3%. 

 MM-M MM-DSMZ MM-NK 

 
KH2PO4 

K2HPO4 

 
NH4Cl 
CaCl2•2H2O 
MgSO4•7H2O 
NaNO3 
 
H3BO3 

CuCl2 • 2H2O 
 
NaOH 
Na2SeO3 • 5H2O 
Na2WO4 • 2H2O 
 
Biotina 
Pantotenato de calcio 
Ácido nicotínico 
Tiamina 
Piridoxamina 
Ácido p-aminobenzoico 

 
Na2HPO4 • 2H2O 
KH2PO4 

 
(NH4)2SO4 
MgCl2 • 6H2O 
Ca(NO3)2 • 4 H2O 
 
EDTA 
FeSO4 • 7H2O 
 
ZnSO4 • 7H2O 
MnCl2 • 4H2O 
H3BO3 
CoCl2 • 6H2O 
CuCl2 • 2H2O 
NiCl2 • 6H2O 
Na2MoO4 • 2H2O 

 
KH2PO4                  
K2HPO4                  
 
NH4NO3 
MgSO4 • 7H2O 
 
ZnSO4 • 7H2O 
CuSO4 • 7H2O 
FeSO4 • 7H2O 
MnSO4 • 6H2O 
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MM-M contiene cloruro de calcio que es poco soluble, también elementos traza y 

una serie de vitaminas como factores de crecimiento, el MM-DSMZ contiene una serie 

electrolitos y un agente quelante, el EDTA, finalmente el medio MM-NK tiene como 

elementos traza algunas sales, resaltando la falta de cloruros y sodio. En los tres 

medios la fuente de nitrógeno es similar pues se encuentra en forma de nitratos (NO3
-) y 

del ión amonio (NH4
+).  

La comparación entre los medios mínimos permitió determinar en cuál de éstos 

se obtiene un mejor crecimiento usando el barniz de PU Hydroform® como única fuente 

de carbono. El Hydroform® es un barniz de poliéster-PU base agua, la formulación de 

este tipo de material se hace a través de dos sistemas ya sea por dispersión de resinas 

de PU con ayuda de un cosolvente o utilizando isocianatos bloqueados que permiten la 

solubilidad parcial en agua (Henderson, 1999), ya que químicamente el PU no es 

compatible o soluble en agua. Un barniz de PU es una suspensión coloidal, la cual 

puede ser alterada si se encuentra en presencia de otros compuestos como metales y 

algunos tipos de sales, provocando así su precipitación e inestabilidad en la 

suspensión. 

Siendo que los tres medios mínimos aquí evaluados han sido propuestos para 

trabajar con bacterias del género Alicycliphilus (Mechichi et al., 2003; DSMZ; Oceguera-

Cervantes et al., 2007), era necesario que se analizara el efecto que tenían sobre el 

poliuretano Hydroform® (PUh) y cuál era la repercusión sobre la producción de biomasa. 

Para ello se midió el crecimiento de la cepa BQ1 de Alicycliphilus sp., las primeras 20 h 

por DO ya que crece de manera planctónica al inicio, a partir de esta misma hora y 

hasta las 96 h se determinó por peso seco la producción de biomasa.  

El análisis de los resultados obtenidos mostró que en el MM-NK se tiene el mejor 

crecimiento, mientras que el MM-DSNZ mostró un crecimiento semejante al MM-NK 

aunque ligeramente menor hacia los tiempos más tardíos y el MM-M presentó la menor 

producción de biomasa (figura 6). Es importante señalar que en cada punto de análisis, 

los sólidos obtenidos en cultivos sin inocular fueron restados de las mediciones 

problema. También durante este experimento se observó que el MM-DSNZ cambiaba 

de coloración de blanco a amarillo-verdoso, lo cual podría ser indicativo de una fuerte 
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oxidación de los compuestos contenidos en el medio. Los medios MM-M y MM-DSMZ 

presentaron una mayor precipitación del polímero observado en los controles sin 

inocular lo cual es indicativo de que la formulación de estos medios afecta la estabilidad 

del Hydroform®, dificultando así la separación de la biomasa bacteriana del polímero. 

Por lo anterior, se consideró al MM-NK como el medio de cultivo más adecuado para 

continuar trabajando en este proyecto, además de que resulta ser el medio de más fácil 

acceso y de menor costo. Por otro lado, se puede observar con este experimento que la 

cepa BQ1 no requiere de factores de crecimiento como vitaminas para su cultivo, ya 

que el MM-NK no contiene este tipo de componentes. 

 

 

 

 

Figura 6. Crecimiento de Alicycliphilus sp. BQ1 en tres diferentes medios mínimos. La línea 
continua representa el crecimiento determinado por DO660nm, la línea discontinúa es la medición 
del crecimiento por peso seco. Cada punto representa el promedio de tres repeticiones y las 
barras representan la desviación estándar. En cada punto se restó el valor de una medición 
control sin inocular, se incubarón a 37°C y 200 rpm, al tiempo cero la DO es igual a 0.02 para los 
tres medios mínimos. 
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7.2. Crecimiento en poliuretano como única fuente de carbono 

El PU es un compuesto xenobiótico, el cual tiene poco más de 50 años de existir 

en el ambiente y dada su difícil degradación se ha convertido en un problema de 

contaminación. Sin embargo, ya que es un compuesto a base de carbono se le puede 

considerar con potencial a ser biodegradado por bacterias heterótrofas (Gu et al., 2000). 

Anteriormente en nuestro laboratorio se había demostrado el crecimiento de las 

cepas BQ1 y BQ5 de Alicycliphilus sp. en MM-PUh (Oceguera-Cervantes, 2005; Solís, 

2008), y el efecto sobre la estructura del PU de un barniz comercial Hydroform® 

generado por la cepa BQ1 (Oceguera-Cervantes et al., 2007). Sin embargo, estas 

cepas no han sido identificadas a nivel de especie, por lo que se decidió compararlas 

con la única especie descrita del género Alicycliphilus, siendo la cepa tipo Alicycliphilus 

denitrificans K601T. 

 

Figura 7. Crecimiento en MM-PUh al 0.3% de Alicycliphilus denitrificans K601
T
, Alicycliphilus 

sp. BQ1 y BQ5. Se comparó la producción de biomasa por peso seco. Cada punto corresponde al 
promedio de tres repeticiones y las barras representan la desviación estándar. En cada punto se 
restó una medición control sin inocular y se incubaron a las condiciones estándar (37°C y 200 rpm). 
Se observa que la cepa K601

T
 mantiene la cantidad de biomasa lo que es indicativo de que no es 

capaz de reproducirse en este medio. 
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Para ello, se determinó el crecimiento de las tres cepas en MM-PUh al 0.3% 

como única fuente de carbono, ya que es la principal característica en la que se basa 

nuestra investigación. En este experimento se observó que la cepa K601T no creció, ya 

que no hubo un aumento en la biomasa, pues se mantuvo constante durante los cinco 

días que duró el experimento (figura 7). 

 

7.3. Crecimiento de Alicycliphilus en fuentes de carbono diferentes al poliuretano 

Se realizaron curvas de crecimiento usando otras fuentes de carbono para 

comparar el comportamiento microbiológico entre las tres cepas. Primeramente se 

determinó el crecimiento para las cepas BQ1 y K601T, por medio de DO660 nm, en medio 

LB, que es un medio rico en nutrientes (figura 8). No se determinó para la cepa BQ5 ya 

que en su crecimiento forma agregados y/o biofilm. Además, su crecimiento en este 

medio registrando el peso seco ya fue descrito previamente (Oceguera, 2006; Solís, 

2008).  

El crecimiento en medio LB (figura 8) es más acelerado que en MM-PUh (figura 

7) ya que mientras en medio LB se alcanza la fase estacionaria a las 11 h, en MM-PUh 

deben transcurrir 72 h para alcanzarla. Esto podría deberse a que el medio LB es un 

medio rico en nutrientes los cuales facilitan el crecimiento. 

Mechichi y colaboradores en 2003, cuando describieron a la cepa tipo 

Alicycliphilus denitrificans K601T, hicieron referencia a una serie de sustratos en los 

cuales es capaz de crecer en condiciones aérobicas y anaeróbicas, por lo que en este 

trabajo se eligieron algunos de ellos como glucosa 2 mM, malato 10 mM y acetato 1 mM 

para registrar el crecimiento en condiciones aérobicas. Como se puede observar en las 

figuras 9 y 10 (glucosa y malato), el crecimiento es casi 10 veces menor al obtenido con 

el medio MM-PUh (figura 7). El inicio de la fase logarítmica se aprecia a partir de las 48 

h y hasta las 96 h cuando inicia la fase estacionaria. En medio con acetato como única 

fuente de carbono, la producción de biomasa se mantiene constante, siendo un 

indicativo de que las bacterias no se están reproduciendo (figura 11). 
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Figura 8. Crecimiento de Alicycliphilus sp. BQ1 y Alicycliphilus denitrificans K601
T
 en medio 

Luria-Bertani. Determinación del crecimiento por DO660 nm. Los puntos corresponden al promedio de 
tres repeticiones, las barras representan la desviación estándar. El inicio de las determinaciones fue 
a partir de ajustar la DO660nm a 0.02 en los cultivos, la incubación se llevó acabo en condiciones 
estándar: 37°C y 200 rpm. El comportamiento es similar entre las dos cepas alcanzando el inicio de 
la fase estacionaria a las 10 h. 
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Figura 9. Crecimiento en glucosa 2 mM de Alicycliphilus denitrificans K601
T
, Alicycliphilus sp. 

BQ1 y BQ5. Determinación de biomasa por peso seco. Cada punto corresponde al promedio de tres 
repeticiones y las barras representan la desviación estándar. 

 

Figura 10. Crecimiento en malato 10 mM de Alicycliphilus denitrificans K601
T
, Alicycliphilus 

sp. BQ1 y BQ5. Determinación de biomasa por peso seco. Cada punto corresponde al promedio de 
tres repeticiones y las barras representan la desviación estándar. Se incubaron a 37 °C y 200 rpm. 
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Figura 11. Crecimiento en acetato 1 mM de Alicycliphilus denitrificans K601
T
, Alicycliphilus 

sp. BQ1 y BQ5. Determinación de biomasa por peso seco. Cada punto corresponde al promedio de 
tres repeticiones y las barras representan la desviación estándar. Se incubaron a 37 °C y 200 rpm. 

 

7.4. Pruebas bioquímicas y de asimilación de sustratos 

Para hacer la caracterización bioquímica de las tres cepas analizadas se utilizó el 

kit comercial API 20 NE. Éste es un sistema para la identificación de bacilos gram-

negativos (no enterobacterias). El sistema está estandarizado y combina 8 pruebas 

convencionales y 12 de asimilación. Consta de una galería con 20 microtubos 

conteniendo medios y/o sustratos en forma deshidratada. Las pruebas convencionales 

se inoculan con una suspensión bacteriana de la cepa a analizar en solución salina. 

Tras un período de incubación de 24-48 horas a 30 ºC se pueden observar virajes de 

color en el medio directamente o después de la adición de reactivos. Las pruebas de 

asimilación se inoculan con un medio mínimo, observándose crecimiento bacteriano si 

la cepa es susceptible de utilizar el sustrato correspondiente. 

Aunque este tipo de pruebas se utilizan para la identificación de 

microorganismos, a través de la lectura de los resultados comparándolos con un código, 
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Alicycliphilus sp. no se encuentra caracterizada. El objetivo de hacer este test es 

determinar el grado de similitud entre las cepas a través de una comparación 

bioquímica, de  su capacidad de asimilar los sustratos y de presentar los tipos de 

metabolismo probados en el test. 

En los resultados obtenidos se observó que las tres cepas tienen la capacidad de 

reducir NO3
- lo que las convierte en bacterias desnitrificantes, la principal característica 

de la cepa K601T. Además, se confirma la naturaleza anaeróbica de las tres cepas, al 

poseer actividad de oxidasas. También son capaces de asimilar sustratos como malato 

y adipato los cuales dentro de su estructura poseen uno y dos enlaces éster 

respectivamente (tabla 7). 

La cepa BQ1 es positiva para la producción de arginina hidrolasa mientras que 

las cepas BQ5 y K601T no la producen. La arginina hidrolasa pertenece a la familia de 

las hidrolasas (desaminidasa, EC. 3.5.3.6), sus principales sustratos son la L-arginina y 

H2O, produciendo L-citrulina y NH3 (Mac Faddin, 2003). Esta enzima actúa sobre los 

enlaces carbono-nitrógeno no peptídicos, en especial las aminas lineales. 

La cepa K601T dió positivo a las pruebas, de degradación de triptófano, 

asimilación de glucosa y gluconato, mientras que las que BQ1 y BQ5 fueron negativas. 

El triptófano es un aminoácido aromático el cual consta de dos anillos unidos a una 

molécula de indol, el rompimiento de esta molécula se lleva a cabo por una serie de 

enzimas intracelulares que en conjunto se denominan complejo triptofanasa (Mac 

Faddin, 2003). La asimilación de glucosa indica que la bacteria obtiene energía de este 

carbohidrato a través de una de las vías de la glucólisis, como podría ser la vía 

Embden-Meyerhof-Parna (Mac Faddin, 2003). El gluconato de potasio es una sal 

derivada del ácido glucónico, en muchas bacterias con metabolismo oxidativo, el 

catabolismo de D-gluconato, vía gluconato-6-fosfato, se lleva a cabo principalmente por 

las enzimas de la vía de Entner-Doudoroff (García y Ponce, 2003), la cual es una vía 

alternativa para el metabolismo de carbohidratos (Conway, 1992), que aunque muchos 

autores mencionan que es exclusiva para bacterias con respiración aerobia estricta, se 

ha encontrado que en microorganismos como Zymomonas mobilis (Viikari, 1988; 

Doelle, 1982) se lleva a cabo anaeróbicamente o que en bacterias anaerobias 
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facultativas como Neisseria gonorrhoeae (Hebeler y Morse, 1976) se puede inducir el 

uso de esta vía. 

Tabla 7. Test API 20 NE aplicado en la cepa tipo Alicycliphilus denitrificans K601T y en 

las cepas BQ1 y BQ5 de Alicycliphilus sp. Estas pruebas se realizaron en el cepario de la 

Facultad de Química, a cargo del QFB Alejandro Camacho. 

Prueba K601T BQ1 BQ5 

NO3 (reducción de NO3, producción de N2) + + + 

TRP (degradación de triptófano) + - - 

GLU (fermentación de glucosa) - - - 

ADH (producción de arginina hidrolasa) - + - 

URE (producción de ureasas) - - - 

ESC (producción de β-glucosidasas) - - - 

GEL (producción de proteasas) - - - 

PNPG (producción de β-galactosidasa) - - - 

GLU (glucosa) + - - 

ARA (arabinosa) - - - 

MNE (manosa) - - - 

MAN (manitol) - - - 

NAG (N-acetilglucosamida) - - - 

MAL (maltosa) - - - 

GNT (gluconato) + - - 

CAP (caproato) - - - 

ADI (adipato) + + + 

MLT (malato) + + + 

CIT (citrato) - - - 

PAC (fenil acetato) - - - 

OX (presencia de oxidasas) + + + 
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7.5. Patrón de proteínas y esterasas 

7.5.1. Esterasas extracelulares 

En trabajos publicados sobre la degradación de PU se han reportado actividades 

de esterasas extracelulares en Corynebacterium sp. (Kay et al., 1993), Comamonas 

acidovorans TB35 (Nakajima-Kambe et al., 1997), Pseudomonas chlororaphis (Ruiz et 

al., 1999) y en Pseudomonas fluorescens (Vega et al., 1999). Sin embargo, en el caso 

de Corynebacterium sp. y Pseudomonas fluorescens no es clara su participación en la 

biodegradación del PU, mientras que en Pseudomonas chlororaphis las tres enzimas 

que se han encontrado mostraron tener actividad sobre el PU. 

Anteriormente en nuestro laboratorio se había demostrado que las cepas BQ1 y 

BQ5 de Alicycliphilus sp., presentaban actividad de esterasa extracelular (Oceguera-

Cervantes, 2005). Para determinar si esta actividad podría estar relacionada con la 

capacidad de crecer en MM-PUh, se determinó la capacidad de producir esterasas 

extracelulares de la cepa K601T de Alicycliphilus denitrificans, que no es capaz de 

crecer en MM-PUh. La prueba de hidrólisis de Tween 80 pone de manifiesto la 

presencia de esterasas extracelulares. El resultado obtenido muestra que la cepa tipo 

K601T también presenta esta actividad (figura 12), lo que sugiere que la capacidad de 

crecimiento en MM-PUh podría no depender de la generación de esterasas 

extracelulares o que no es suficiente la producción de esterasas extracelulares para el 

crecimiento en PUh  
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Figura 12. Producción de esterasas 
extracelulares en medio Tween 80. Al 
hidrolizarse el Tween 80 se precipita el CaCl2 
formándose un halo blanquecino alrededor del 
crecimiento. 1) Control positivo Serratia 
marcescens (Lovell, 1977), 2) control negativo 
Escherichia coli DH5α, 3) Alicycliphilus sp. BQ5, 
4) Alicycliphilus sp. BQ1 y 5) Alicycliphilus 
denitrificans K601

T
. 
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7.5.2. Proteínas y esterasas celulares 

El patrón de proteínas generado en una electroforesis unidimensional (1D) es 

utilizado para comparar cepas bacterianas de una forma rápida, en el área clínica 

cuando se duda entre especies o cepas se puede hacer el patrón electroforético de 

proteínas para distinguirlas (Costas et al., 1987; Costas et al., 1989). Sin embargo, éste 

es un método poco sensible y se requiere de controles muy bien establecidos y a 

menudo para hacer un diagnóstico se debe combinar con pruebas inmunológicas 

(Plugge et al., 2000). En la investigación científica el uso de patrones electroforéticos de 

proteínas es de gran ayuda cuando se requiere comparar varias cepas de un mismo 

género, aunque no es una prueba definitiva o muy sensible, permite tener una idea 

clara de lo que se trabaja sobre todo si es combinada con un análisis computacional 

(Berber, 2004). 

En este trabajo, se realizó un perfil electroforético de proteínas para comparar a 

las tres cepas de Alicycliphilus. También se incluyeron dos cepas de diferentes géneros 

para comparación, se cultivaron en medio LB y se hizo la extracción de proteínas 

totales a partir de un cultivo ON de 16 h. En la figura 13, se muestran los patrones de 

proteínas de las cinco cepas encontrando una gran similitud entre las cepas del género 

Alicycliphilus sp. BQ1, BQ5 y la cepa K601T de Alicycliphilus denitrificans; y una 

marcada diferencia con las cepas utilizadas como comparación, Pseudomonas putida 

KT2440 y Escherichia coli DH5α. 

Para identificar proteínas con actividad esterasa presente en estos extractos se 

llevó a cabo la técnica de zimograma para esterasas usando como sustrato butirato de 

4-metilumbeliferil (Díaz et al., 1999). Este análisis puso de manifiesto la presencia de 

estas enzimas al revelar el producto fluorescente resultante de la actividad esterasa, 

por medio de luz UV. Con esta técnica se observó que los extractos proteicos totales de 

las tres cepas de Alicycliphilus cultivadas en medio LB y analizadas al final de la fase 

logarítmica de crecimiento cuando presentaban una DO660nm de 1.9, presentaron tres 

esterasas con tamaños aproximados de 62, 20, 19 kDa. Pseudomonas putida KT2440 

tiene tres esterasas de 62, 26 y 17 kDa, mientras que Escherichia coli DH5α tan sólo 

muestra la presencia de una esterasa de 18 kDa (figura 13).  
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Figura 13. Patrón de proteínas y zimograma para actividad esterasa de extractos de proteínas 
totales de cultivos en medio LB cosechados a finales de la fase logarítmica de crecimiento a 
una DO 660 nm de 1.9. A la izquierda SDS-PAGE al 15% teñido con azul de Coomasie y a la derecha 
zimograma para actividad esterasa, utilizando como sustrato butirato de 4-metilumbeliferil. MM 
marcador de peso molecular, C+, control positivo (0.05 U de lipasa de Pseudomonas fluorescens). 
Para cada cepa se cargaron 15 µg de proteína de extracto total, cepas: Pseudomonas putida 
(KT2440), Escherichia coli (DH5α), Alicycliphilus sp. (BQ1 y BQ5), Alicycliphilus denitrificans 
(K601

T
). Los números a la derecha del zimograma indican el tamaño aproximado de las esterasas 

observadas. 

 

Se ha reportado que Comamonas acidovorans TB 35 además de tener una 

esterasa extra-celular tiene otra asociada a membrana, demostrándose que esta última 

tiene una mayor actividad y efecto sobre el PU que la esterasa extra-celular (Nakajima-

Kambe et al., 1997; Akutsu et al., 1998). Por esta razón se analizó la localización 

subcelular de las esterasas observadas en Alicycliphilus. Para ver en que fracción 

celular se encontraban las esterasas en las tres cepas de Alicycliphilus se llevó a cabo 

el mismo experimento, cultivando en LB cosechando las células a DO 660 nm 2.4 

encontrándose en fase estacionaría; los extractos totales se fraccionaron en fracción 

citosólica (fracción soluble) y fracción membranal (fracción insoluble).  
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En la figura 14 se muestran los resultados obtenidos, encontrando que las 

esterasas de 62 y 20 kDa se encuentran presentes tanto en la fracción de membrana 

como de citosol en las tres cepas, aunque presentan mayor actividad en el extracto de 

membrana. En esta condición se observa, en las tres cepas, una  señal correspondiente 

a una esterasa de 36 kDa, que no se observó en la fase logarítmica tardía, analizada en 

el experimento anterior (figura 13). En la cepa tipo K601T, se presentó también la 

esterasa de 19 kDa (encontrada en la fracción del citosol), que no la presentaron BQ1 y 

BQ5 en este estadío. Además, K601T también presentó otras dos esterasas de 

aproximadamente 75 y 50 kDa que no tienen BQ1 y BQ5, que no se detectaron en el 

ensayo anterior y éstas se encuentran en la fracción membranal. La razón de que en el 

ensayo de extractos totales no se hayan detectado las esterasas de 75,50 y 36 KDa 

posiblemente sea porque los cultivos se encontraban en fases de crecimiento diferentes 

(determinación de la fase  de crecimiento por DO 660 nm). La esterasa de 19 kDa en 

las cepas BQ1 y BQ5 desaparecen en la fase estacionaria de crecimiento (fig 14) esto 

puede deberse a que ya no es necesaria para la célula y deja de expresarse. Estos 

ensayos fueron repetidos por lo menos tres veces.  

Con estos resultados no se puede concluir que alguna actividad esterasa sea la 

responsable de la capacidad de crecer en PUh, ya que no existe una diferencia entre 

las cepas de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ5, comparadas con la cepa de Alicycliphilus 

denitrificans K601T, que sugiera que alguna esterasa  sea la responsable de la 

capacidad de crecimiento en MM-PUh. 
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Figura 14. Patron de proteina$ y zimograma para actlvldad eSlerasa de Alleycllphllus denltrltlcans K601'. Allcycllphllus sp. BQt y 80S en 
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Con base en el resultado anterior, se decidió explorar la posibilidad de que 

existiera alguna diferencia en la expresión de esterasas en respuesta a la fuente de 

carbono del medio de cultivo, específicamente a la presencia de PUh. Por lo tanto, se 

compararon las esterasas que se presentan cuando las cepas BQ1 y BQ5 crecen en 

LB, con las que se presentan cuando crecen en MM-PUh. Habiendo observado 

previamente (figura 6) que el crecimiento en medio LB era más rápido (por ser un medio 

rico), que en MM-PUh, se decidió elegir un momento en el que los dos cultivos se 

encontraran en la misma fase de crecimiento, eligiéndose para ello la etapa 

exponencial. Esta etapa se presentaba a las 7 h en LB (DO 660 nm = 1.5), mientras que 

en MM-PUh se presentaba a las 36 h. En las figuras 15-A y 15-B se muestran los 

resultados obtenidos para las cepas BQ1 y BQ5 respectivamente. Se observó que en 

MM-PUh se expresa una esterasa de 50 kDa  para la cepa BQ1, que anteriormente ya 

había observado en la cepa K601T en medio LB y una esterasa de 24 kDa que en medio 

LB no se presentaba en las dos cepas, lo cual sugiere que ésta ultima podría estar 

siendo inducida por la presencia de PUh y podría considerarse como candidata para ser 

la responsable del crecimiento en PUh. La propuesta a desarrollarse en un futuro, es 

purificarla, caracterizarla y demostrar su efecto sobre los enlaces éster presentes en 

PS-PU.   
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Figura 15. Patrón de proteínas y zimograma para actividad esterasa, comparación de 
esterasas en medio LB y MM-PUh para A) Alicycliphilus sp. BQ1. y B) Alicycliphilus sp. BQ5. 
Proteína (15 µg) de cada extracto obtenido de cultivos en fase exponencial, extracto total (T), de 
citosol (C) y de membrana (M) fueron cargados en cada carril de un SDS-PAGE (15 %). A la 
izquierda gel teñido con azul de Coomasie y a la derecha zimograma para esterasas, utilizando 
como sustrato butirato de 4-metilumbeliferil. MM marcador de peso molecular, C+, control positivo, 
0.05 U de lipasa de Pseudomonas fluorescens. Los números a la derecha del zimograma 
representan el tamaño aproximado de las esterasas encontradas. 
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7.6. Caracterización de la actividad esterasa de la cepa BQ1 cultivada en MM-PUh 

a través del tiempo de cultivo 

La cepa BQ1 de Alicycliphilus sp. es la que más se ha estudiado en el 

laboratorio, debido a que es más fácil de manejar que la cepa BQ5, ya que ésta forma 

agregados durante su crecimiento. Por tal motivo se realizó la caracterización de la 

actividad de esterasa por curso temporal de crecimiento con la cepa BQ1, pues podría 

ser que la expresión de esterasas se deba a la fase de crecimiento en la que se 

encuentre la bacteria, así como para determinar si la esterasa de 24 kDa se expresa de 

manera constante. 

Se realizó una curva de crecimiento midiendo el peso fresco de las células 

cosechadas en cada punto. De las 8 a las 48 h se observa la fase logarítmica y a partir 

de las 48 horas la fase estacionaria (figura 16a). También se graficó la relación 

membrana/biomasa mostrando la proporción que presentan éstas dependiendo de la 

fase de crecimiento. Se observó que en la fase estacionaria esta relación es menor lo 

que indica que las células son más grandes con respecto a la fase logarítmica (figura 

16b).  

Se realizaron zimogramas para actividad de esterasa a cada una de las muestras 

obtenidas en el crecimiento por curso temporal. El extracto total, se separó en 

fracciones de citosol y membrana. En el extracto citosólico se encontraron esterasas de 

62, 50, 31, 24 y 20 kDa (figura 17-A). La actividad observada en la esterasa de 62 kDa 

es variable siendo más intensa a las 16 h; la esterasa de 50 kDa tiene una señal muy 

débil encontrándose a las 72, 96 y 120 h (fase estacionaria); la de 31 kDa sólo se 

observa a las 72 y 96 h. En cuanto a la esterasa de 24 kDa la señal permanece 

constante conforme transcurre el tiempo y finalmente la esterasa de 20 kDa disminuye 

su actividad conforme transcurre el tiempo siendo mayor a las 16 h. 
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Figura 16a. Curva de crecimiento de Alicycliphilus sp. BQ1 medida por peso fresco. Figura 
16b. Relación membrana/biomasa de Alicycliphilus sp. BQ1 cultivado en MM-PUh 0.3%. Un 
cultivo de 1.4 L fue inoculado a una DO660 nm de 0.02; alícuotas de 200 ml de este cultivo fueron 
colocadas en matraces de 1 L y cultivadas 37 °C y 200 rpm durante los tiempo señalados. En cada 
tiempo analizado, un matraz fue cosechado para determinar peso fresco de la biomasa y 
posteriormente de las membranas, en tubos eppendorf previamente pesados y se calculó la relación 
entre los  parámetros. Cada punto representa el promedio de tres repeticiones y las barras la 
desviación estándar. 
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En el extracto de membrana se observan esterasas de 62, 50, 36, 31, 24 y 20 

kDa (figura 17-B). La esterasa de 62 kDa se mantiene presente durante todo el tiempo, 

al igual que la esterasa de 50 kDa, aunque esta última muestra una señal muy tenue 

apenas apreciable. Las esterasas de 36 y 31 kDa muestran actividad a partir de las 48 

h y hasta las 96 h, indicando que se trata de esterasas características de la fase 

estacionaria. Finalmente las esterasas de 20 y 24 kDa se presentan con muy baja 

actividad durante todo el estudio mostrando su mayor actividad a las 16 h. 

Con los resultados obtenidos se puede ver que la esterasa de 24 kDa es 

expresada durante todo el crecimiento, sin embargo es más factible purificarla de la 

fracción soluble o de citosol a partir de las 48 h, ya que muestra una mayor actividad. 
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Figura 17. Patrón de proteínas y zimograma para actividad esterasa en A) extracto citosólico 
y B) extracto de membrana, de  la cepa BQ1 de Alicycliphilus sp., crecimiento seguido por 
curso temporal de 8 a 120 h. A la izquierda SDS-PAGE al 15% teñido con azul de Coomasie y a la 
derecha zimograma, utilizando como sustrato butirato de 4-metilumbeliferil. En cada carril fuerón 
cargados 20 µg de proteína. MM marcador de peso, C+, control positivo (0.05 U de lipasa de 
Pseudomonas fluorescens). Los números a la derecha indican los tamaños de las esterasas 
encontradas.  



49 
 

 

Finalmente a los extractos de citosol y de membrana se les midió la actividad de 

esterasa por hidrólisis de p-NPA medida espectrofotométricamente a 405 nm y se 

determinó la actividad específica. La actividad específica (figura 18) es similar en los 

dos extractos. Sin embargo, a las ocho horas en el citosol es mayor aproximadamente 5 

veces lo que sugiere que en fase lag y al inicio de la fase exponencial las bacterias 

requieren de esterasas para la síntesis de metabolitos que les permiten reproducirse. 

En cuanto a la tendencia presentada por la actividad, ésta coincide con las fases de 

crecimiento pues aumenta en la fase logarítmica y se mantiene en la fase estacionaria 

similar a lo encontrado en los zimogramas (figura 17) en donde aumenta la aparición de 

esterasas en la fase estacionaria. 

 

 

Figura 18. Actividad específica en extractos de membrana y citosol de Alicycliphilus sp. BQ1, 
por curso temporal de cultivo de 8 a 120 h. Determinada espectrofotométricamente a 37 °C, 
cuando el p-NPA es hidrolizado en presencia de una esterasa, es posible detectar uno de sus 
productos (p-NP) a 405 nm. Cada punto representa el promedio de tres repeticiones y las barras 
corresponden a  la desviación estándar. 
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8. CONCLUSIONES 

 El medio mínimo propuesto por Nakajima-Kambe et al. (1995) (MM-NK), es en el 

que se genera una mayor producción de biomasa de Alicycliphilus sp. BQ1, hay 

menor interferencia con el PUh y es el más accesible en su preparación.  

 La cepa tipo Alicycliphilus denitrificans K601T no es capaz de crecer en PUh 

como única fuente de carbono. 

 En los MM’s con glucosa 2 mM y malato 10 mM el crecimiento de Alicycliphilus 

sp. cepa BQ1 es 10 veces menor al obtenido con PUh y en acetato 1 mM no 

crece,  

 El patrón de proteínas totales de las tres cepas es muy parecido lo que confirma 

que pertenecen al mismo género. 

 En el perfil de esterasas para las tres cepas cultivadas en LB se encontraron en 

común esterasas con tamaños aproximados de 62, 36, 20 y 19 kDa. 

 En la cepa K601T se encontraron esterasas de 75 y 50 kDa que no se 

presentaron en BQ1 ni en BQ5 cultivadas en LB.  

 BQ1 cultivada en MM-PUh presenta esterasas adicionales de 50 y 24 kDa; 

mientras que BQ5 solo una de 24 kDa, por lo que la esterasa de 24 kDa podría 

estar relacionada con la capacidad para degradar PUh.  

 La producción de esterasas depende de la fase de crecimiento en la que se 

encuentre el cultivo. 

 La esterasa de 24 kDa se detectó durante todo el cultivo, tanto en citosol como 

en membrana, siendo más abundante en la fracción citosólica. 

 La actividad específica de esterasas es similar entre las fracciones membranal y 

de citosol, siendo a las ocho horas mayor la de citosol. 
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9. PRESPECTIVAS 

• Purificar la esterasa de 24 kDa, obtener su secuencia, ya sea por espectrometría 

de masas o por secuenciación directa, caracterizarla y demostrar su efecto sobre 

la estructura del PUh. 

• Mutar el gen que codifica a la esterasa de 24 kDa en BQ1 y/o BQ5 y probar su 

crecimiento en MM-PUh. 

• Hacer un análisis de proteómica comparativa entre las tres cepas de 

Alicycliphilus e identificar diferencias en sus patrones de proteínas. 

• Realizar la comparación proteómica de las cepas de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ5 

cultivadas en PUh y medio LB para determinar que proteínas se expresan 

específicamente en esta condición. 
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10. ANEXO 

10.1. Formulación de medios de cultivo 

Medio Luria Bertani (LB) 

Peptona 10 g 

Extracto de levadura 5 g 

NaCl 10 g 

Agar 16 g 

Agua c.b.p. 1 L 

 

1. Disolver en 700 mL de agua desionizada la peptona.  

2. Agregar el extracto de levadura y el NaCl agitar hasta disolver completamente. 

3. Ajustar el pH=7 y aforar a 1000 mL con agua desionizada. 

4. Se esteriliza por autoclave a 121°C/15 min.  

5. En el caso de necesitar medio sólido se agregan los 4 g de agar por cada 250 mL, 

después de haber aforado y se procede a esterilizar. 

Nota: Para preparar cajas de LB sólido Nota: El medio se vierte en las cajas de 

petri cuando aún esté tibio, evitando la presencia de grumos, se deja solidificar y se 

invierten. Todo se hace en área aséptica. 
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Medio R2A (DSMZ GmbH, 2008) 

Extracto de levadura 0.50 g 

Peptona 0.50 g 

Caseína hidrolizada 0.50 g 

Glucosa 0.50 g 

Almidón soluble 0.50 g 

Piruvato de sodio 0.30 g 

K2HPO4 0.30 g 

MgSO4 • 7 H2O 0.05 g 

Agar 16 g 

Agua c.b.p. 1 L 

 

1. Disolver en 700 mL de agua desionizada cada uno de los ingredientes con 

excepción del agar. 

2. Ajusta el pH a 7.2 y llevar a un volumen de 1000, para ajustar se deben utilizar 

cristales de K2HPO4 o KH2PO4.  

3. Se esteriliza en autoclave 15 min a 121°C.  

4. Para preparar el medio sólido se agrega el agar antes de esterilizar y seguir con el 

procedimiento (4g de agar por cada 250 mL). 

Nota: El medio se vierte en las cajas de petri cuando aún esté tibio, evitando la 

presencia de grumos, se deja solidificar y se invierten. Todo se hace en área aséptica. 
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Medio mineral de NK (Nakajima-Kambe et al., 1995) 

Solución A (10X) para 1L 

KH2PO4 20 g 

K2HPO4 70 g 

Solución B (100X) para 1L 

NH4NO3 100 g 

MgSO4 • 7H2O 1 g 

Solución C (1000X) para 1L 

ZnSO4 • 7H2O 1 g 

CuSO4 • 7H2O 10 mg 

FeSO4 • 7H2O 10 g 

MnSO4 • 6H2O 10 g 

1. Preparar las soluciones A y B, esterilizar en autoclave 121°C/15 min. 

2. Preparar la solución C (elementos traza) y esterilizar por filtración utilizando 

membranas de poro 0.22 µm (Millipore). 

3. A un volumen de 800 mL de agua estéril adicionar en condiciones asépticas 100 mL 

de solución A, 10 mL de Solución B y 1 ml de solución C. 

4. Llevar a un aforo de 1000 mL. 

Nota: Dependiendo de la fuente de carbono con la que se va a trabajar se debe 

hacer una disolución 10X esterilizada por filtración (membranas de poro 0.45 µm, 

Millipore) y se sustituyen por 100 mL de agua de la preparación anterior. 
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Medio mineral DSMZ (DSMZ GmbH, 2008) 

Na2HPO4 • 2 H2O 3.50 g 

KH2PO4 1.00 g 

(NH4)2SO4 0.50 g 

MgCl2 • 6 H2O 0.10 g 

Ca(NO3)2 • 4 H2O 0.05 g 

Solución de elementos traza SL-4 1 mL 

Agua c.b.p 1 L 

 

1. Pesar y disolver los ingredientes en 800 mL de agua desionizada. 

2. Llevar a un volumen total de 1 L 

3. Ajustar el pH a 7.25. 

Nota: Dependiendo de la fuente de carbono con la que se va a trabajar se debe 

hacer una disolución 10X esterilizada por filtración (membranas de poro 0.45 µm, 

Millipore) y se sustituyen por 100 mL de agua de la preparación anterior. 

Solución de elementos traza SL-4:  

EDTA 0.50 g 

FeSO4 • 7 H2O 0.20 g 

Solución de elementos traza SL-6 100 mL 

Agua c.b.p. 1 L 
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1. Preparar la solución SL4 (elementos traza) y esterilizar por filtración utilizando 

membranas de poro 0.22 µm (Millipore). 

 

Solución de elementos traza SL-6: 

ZnSO4 • 7 H2O 0.10 g 

MnCl2 • 4 H2O 0.03 g 

H3BO3 0.30 g 

CoCl2 • 6 H2O 0.20 g 

CuCl2 • 2 H2O 0.01 g 

NiCl2 • 6 H2O 0.02 g 

Na2MoO4 • 2 H2O 0.03 g 

Agua c.b.p. 1 L 
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Medio Mineral M (Mechichi et al., 2003) 

KH2PO4 1.08 g 

K2HPO4 5.6 g 

NH4Cl 0.54 g 

CaCl2 • 2H2O 0.15 g 

MgSO4 • 7 H2O 0.2 g 

NaNO3 1.27 g 

Sol. elementos traza SL-10 1 mL 

Sol. de selenito/tungsteno 1 mL 

Sol. Vitaminas VL-7 1 mL 

Agua c.b.p. 1 L 

 

1. Disolver las sales de potasio y el cloruro de amonio en 400 mL de agua 

desionizada.  

2. Disolver en 400 ml el cloruro de calcio, una vez disuelto agregar el sulfato de 

magnesio y el nitrato de sodio. 

3. Mezclar las dos disoluciones, esterilizar en autoclave 121°C/15 min. Dejar enfriar. 

4. Agregar la solución de elementos traza, la solución de vitaminas y la solución de 

selenito/tungsteno. 

5. Adicionar la solución 10X de la fuente de carbono que se vaya a utilizar. (ver nota). 

6. Llevar a un volumen total de 1 L con agua desionizada estéril y ajustar el pH a 

7.3±0.1 

Nota: La disolución 10X de la fuente carbono se esterilizada por filtración 

(membranas de poro 0.45 µm, Millipore). 
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Solución de elementos traza SL-10 (Widdel et al., 1983) 

H3BO3 6 mg 

CuCl2 • 2H2O 2 mg 

Agua c.b.p. 1 L 

 

Nota: Esterilizar por filtración (membranas de poro 0.45 µm, Millipore). Aplicar 1 mL por 

1 L de medio. 

 

Solución de selenito/tungsteno (Tschech & Pfennig, 1984) 

NaOH 0.50 g 

Na2SeO3 • 5H2O 3 mg 

Na2WO4 • 2H2O 4 mg 

Agua c.b.p. 1 L 

 

Nota: Esterilizar en autoclave a 121°C/15 min. 

Solución de vitaminas VL-7 (Pfennig, 1978) 

Biotina 10 mg 

Pantotenato de calcio 25 mg 

Ácido nicotínico 100 mg 

Tiamina 50 mg 

Piridoxamina 250 mg 

Ácido p-aminobenzoico 50. mg 

Agua c.b.p. 1 L 

 

Nota: Esterilizar por filtración (membranas de poro 0.22 µm, Millipore) 
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Medio Tween 80 (Lelliott y Stead, 1987) 

 

Peptona 10 g 

NaCl 5 g 

CaCl2•2H2O 0.1 g 

Agar 15 g 

Tween 80 10 mL 

Agua destilada c.b.p. 1L 

 

1. Disolver en 800 mL de agua destilada la peptona, cloruro de calcio y el cloruro de 

sodio. 

2. Ajustar el pH a 7.4 

3. Agregar el tween 80. 

4. Aforar a 1 L 

5. Agregar el agar 

6. Esterilizar por autoclave a 121 °C por 15 min. 

7. Vaciar en cajas petri cuando este casi frío y se vea translúcida la solución. 

 

Nota: La presencia de esterasas se observa cuando alrededor de las colonias es 

hidrolizado el tween 80 y por consecuencia se precipita el cloruro de calcio, 

observándose una coloración blanquecina alrededor. 
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10.2. Formulación de las soluciones 

Solución amortiguadora de fosfatos pH 7 (1 L) 

KH2PO4 136.09 g 

K2HPO4•3H2O 240.70 g 

1. Disolver el KH2PO4 en 300 ml de agua desionizada y en otros 300 mL disolver el 

K2HPO4•3H2O. 

2. Mezclar las dos disoluciones anteriores. Ajustar el pH a 7 y aforar a 1L. 

 

Solución amortiguadora de fosfatos 200 mM pH 7 (500 mL) 

1. Tomar 100 ml del buffer de fosfatos 1 M pH 7 y aforar a 500 mL. 

2. Rectificar pH y si es necesario ajustarlo 

Solución de p-NPA 100 mM en acetonitrilo (500 µL) 

1. Pesar 9.05 mg de p-NPA en un tubo eppendorf. 

2. Llevar a 500 µL con acetonitrilo. 

3. Mantener en hielo hasta ser utilizado. 

Nota: este reactivo se debe preparar hasta que ya se vaya a utilizar ya que sufre 

hidrólisis espontanea y es poco estable, si la solución stock, presenta coloración 

amarilla, se debe desechar pues ya no sirve. 

Solución Butirato de 4-metilumbeliferil (50 mM) 

1. Disolver 74 mg del 4-metilumbeliferil butirato en 6 mL de dimetilsulfóxido 

(DMSO). 

2. Separar en alícuotas de 1 ó 2 mL y etiquetar con la fecha y concentración (50 

mM) 

3. Almacenar a -20 ºC. Deja de ser estable si se descongela más de 5 veces. 

4. Para realizar la dilución a 1.6 mM se utiliza etilenglicol. Preparar sólo lo necesario 

para un gel (3 mL). 
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10.3 Gel desnaturalizante de poliacrilamida (SDS-PAGE) 

10.3.1 Preparación de soluciones 

Acrilamida 30% para 100 mL 

acrilamida 30 g 

bisacrilamida 0.8 g 

1. Precaución: la acrilamida es neurotóxica cuando no se ha polimerizado por lo 

tanto siempre usar guantes para manejarla. Se supone que ya polimerizada no 

es venenosa pero podrían quedar moléculas sin polimerizar. Por lo tanto siempre 

usar guantes, aunque esté polimerizada. 

2. Pesar los compuestos, disolverlos en 80 mL de agua en una parrilla con 

agitación y un poco de calor. Aforar a 100 mL con agua desionizada en una 

probeta, filtrar la mezcla en un embudo con un filtro Whatman No. 1 u otro de 

poro grande, después de que se haya disuelto completamente  se almacena a 

4ºC 

 

Buffer separador para 100 mL 

Tris-base 18.17 g 

SDS al 20% 2 mL 

 

1. Pesar el Tris, disolverlo en 80 mL de agua desionizada y ajustar el pH. Agregar el 

SDS y aforar a 100 mL. Almacenar a temperatura ambiente. 

Nota: Ajustar el pH a 8.8 con HCl 12 N 
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Buffer apilador para 100 mL 

Tris-base 6.06 g 

SDS al 20% 2 mL 

1. Pesar el Tris disolverlo en 80 mL de agua desionizada y ajustar el pH a 6.8 

2. Agregar el SDS y aforar con agua desionizada. Almacenar a temperatura 

ambiente. 

Nota: Ajustar el pH a 6.8 con HCl 12N 

 

Buffer de carga 5X para 10 ml  

Tris 1M pH 6.8 3.125 mL 

glicerol 5.0 mL 

SDS (1% final) 0.5 g 

azul de bromofenol 10% 0.2 mL 

β-mercaptoetanol (ver nota) 

1. Pesar y medir los ingredientes y llevarlos a 10 mL con agua desionizada. 

2.  Almacenar a temperatura ambiente.  

Nota: Inmediatamente antes de usar agregar 4 μL de β-mercaptoetanol por 20 μL de 

buffer de carga. El buffer de esta receta es 5 veces concentrado es decir debes usar 1/5 

de buffer de carga por 1 volumen de tu muestra. 

 

Buffer de corrida 10X para 1 Litro 

Tris-base (NO Tris-HCl) 30 g 

glicina 144 g 

SDS 10 g 

1. Disolver en 600 mL de agua desionizada la glicina, calentar un poco y agitar. 

2. Agregar el Tris y esperar a que casi por completo este solubilizado. 
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3. Checar el pH, debe estar entre 8.3 y 8.8. No ajustarlo, si no está a ese pH es que 

se peso mal el Tris o se uso Tris-HCl. Volver a pesar, pero correctamente. 

4. Agregar el SDS en polvo, disolverlo y ajustar el volumen a 1000 mL en una 

probeta. Almacenar a temperatura ambiente.  

5. Antes de usarlo para correr tu gel, medir 70 mL de este buffer 10X y llevarlo a 

700 mL con agua desionizada. 

 

Persulfato de amonio al 20% (10 mL) 

persulfato de amonio 200 mg 

  

1. Pesar el reactivo, disolverlo en 10 mL de agua desionizada.  

2. Hacer alícuotas de 500 μL en tubos eppendorf, etiquetarlas y congelarlas a -

20ºC. Al momento de usar, descongelar un tubo  

3. Se puede descongelar hasta 3 ó 4 veces más. Después es mejor desecharlo y 

usar otro nuevo.  

Nota: Este reactivo es higroscópico y puede deteriorarse creando problemas de 

gelificación. Se recomienda mantenerlo guardado en un desecador a temperatura 

ambiente. 

 

Colorante Coomasie para teñir geles (100 mL). 

Coomassie 0.05% en 50% metanol:10% ácido acético glacial 

Coomassie brilliant blue R250 0.05 g 

Metanol QP 50 mL 

Agua 45 mL 

Ácido acético glacial 10 mL 

1. Pesar y medir los reactivos, disolverlos en vaso de precipitado de vidrio (no usar 

de plástico).  
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2. Almacenar a temperatura ambiente  

Nota: El coomasie se une a proteínas por lo cual se recomienda usar guantes para 

prepararlo. 

Fijador y desteñidor para 250 mL 

20% Metanol: 7.5% ácido acético 

 

 

 

 

1. Medir los reactivos. Aforar a 250 mL.  

2. Almacenar a temperatura ambiente. 

 

10.3 2 Preparación del gel al 15% 

Gel Separador (2 geles) 

H2O desionizada 2.5 mL 

Buffer separador 2.5 mL 

Acrilamida al 30% 5 mL 

Persulfato de amonio al 20% 62.5 μL 

TEMED 6.2 μL 

  

1. Armar al equipo de Bio-Rad para preparación de geles, utilizar los cristales de 1 

mm de espesor, asegurarse que se encuentren completamente limpios y 

desengrasados. 

2. Mezclar, el água, el buffer separador y la acrilamida (30%). 

3. Agregar casi al mismo tiempo el persulfato y el TEMED, agitar un poco y verter 

entre los cristales. 

Ácido acético glacial 18.75 mL 

Metanol grado técnico    50 mL 
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4. Poner inmediatamente un poco de etanol encima, esto para facilitar la 

polimerización y alinear el gel. 

5. Dejar polimerizar y quitar perfectamente todo el etanol. 

 

Gel apilador (2 geles) 

H2O desionizada 2.4 mL 

Buffer apilador 1.04 mL 

Acrilamida al 30% 700 µL 

Persulfato de amonio al 20% 30 μL 

TEMED 5 μL 

1. Se prepara de la misma forma que el gel apilador. 

2. Se verte encima del gel separador y se le coloca inmediatamente el peine 

separador. 

3. Dejar polimerizar para poder desprender el peine.  
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