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1. INTRODUCCIÓN 

Más del 70% del agua que cubre la Tierra está conformada en su mayoría por 

océanos; los sedimentos marinos conforman dos tercios del área de la superficie de 

la Tierra (Magarvey et al., 2004) y entre el 90 y 98% de la biomasa del océano está 

constituida por microorganismos (Sogin et al., 2006). La gran biodiversidad de  

microorganismos que existe tanto en el agua dulce como en el agua salada se debe 

a las variaciones en la disponibilidad de nutrientes, la temperatura, el pH y otros 

factores que modifican el número y tipo de microorganismos presentes en un 

ecosistema (Hunter−Cevera., 1998). La base de los ecosistemas marinos se 

encuentra en el fito y bacterioplancton, este último con abundancias de hasta un 

millón de células por mL de agua de mar (Fenical y Jensen, 2006). 

 
Las bacterias son microorganismos capaces de degradar y producir una gran 

cantidad de compuestos químicos, y su abundancia en los sedimentos marinos es 

1000 veces mayor que en agua de mar (109 cel/g de sedimento) (Surajit et al., 2006; 

Fenical y Jensen, 2006), en donde se han identificado alrededor de 23, 000 especies 

de bacterias distintas (Amaral−Zettler et al., 2010; Venter et al., 2004). Las bacterias 

tienen una gran capacidad de adaptación, lo cual permite su cultivo en condiciones 

de laboratorio para la obtención de grandes cantidades de biomasa (Madigan, 

2003).  

En las últimas décadas se ha observado que los actinomicetos forman una parte 

metabólicamente activa de la población microbiana endémica del sedimento 

(Weyland, 1969; Moran et al., 1995); así mismo, han demostrado una gran 

capacidad para formar poblaciones estables en diferentes hábitats, siendo una 

fuente importante de compuestos bioactivos (Kin, 2006; Manivasagan et al., 2013).  
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Los actinomicetos están distribuidos a lo largo del océano y se encuentran en zonas 

intermareales (Goodfellow y Williams, 1983), en el agua de mar (Subramani y 

Aalbersberg, 2012), en animales (Subramani y Mathivana, 2009), en plantas 

(Castillo et al., 2005), en esponjas marinas (Zhang et al., 2008) y en los sedimentos 

de los océanos (Jensen et al., 2005). La adaptación de los actinomicetos en el 

ambiente marino resalta la importancia de estos ambientes en el probable 

descubrimiento de nuevas especies y productos naturales (Fenical y Jensen, 2006).  

Además en los últimos 20 años se han descubierto numerosos actinomicetos 

marinos con actividades metabólicas específicas en su ambiente natural 

(Maldonado et al., 2005, Mincer et al., 2002).  

 
Los actinomicetos marinos se pueden encontrar en cualquier parte de los océanos 

(Kin, 2006), se ha obtenido una gran diversidad de actinomicetos recolectados de 

sedimentos marinos del Golfo de México y del Golfo de California (Maldonado et al.,  

2009). Algunos actinomicetos marinos como las especies Dietzia maris, 

Rhodococcus erythropolis y Kocuria erythomyxa fueron aislados de sedimentos de 

una isla en Japón (Inagaki et al., 2003) y de las islas Marianas (Bull et al., 2005).  

 
Por otro lado, los actinomicetos son también parte del microbioma de organismos 

marinos, también se han encontrado nuevos grupos de actinomicetos en esponjas 

de la Gran Barrera de Coral, pertenecientes a las familias Micrococceae, 

Dermatophilaceae y Gordoniaceae (Hill et al., 2004; Jensen et al., 2005); así mismo, 

se ha demostrado que estos son fuente de nuevos metabolitos bioactivos (Russell, 

2004). Los actinomicetos aislados de muestras recolectadas en ambientes marinos 
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representan ecosistemas únicos que no pueden ser encontrados en ninguna otra 

parte (Kin, 2006). 

 
La incidencia de infecciones provocadas por patógenos resistentes a antibióticos 

continúa aumentando por lo que se requiere del descubrimiento de nuevos 

antibióticos (Alsokar et al., 2010). Así, cada vez más investigadores han cambiado 

al estudio de diferentes ecosistemas para la obtención de nuevos compuestos 

farmacéuticos entre ellos, los océanos (Thornburg et al., 2010), los desiertos (Bull y 

Asenjo, 2013), las áreas polares (Liu et al., 2013) y los manglares (Amrita et al., 

2012), por lo que es crucial el descubrimiento de nuevos grupos de actinomicetos 

provenientes de lugares no explorados (Kin, 2006). 

 
El litoral costero del estado de Yucatán está dominado por humedales de manglar, 

éstos forman parte de lagunas costeras, ciénagas, petenes y playas. Los bosques 

de manglar tienen una cercana relación con las descargas de agua subterránea, lo 

cual determina su productividad primaria, fisonomía y trayectorias de restauración 

ecológica (Zaldivar−Jiménez et al., 2004). 

 
En suelo en esta región está formado por rocas carbonatadas, estas características 

kársticas de la península de Yucatán favorecen que el agua fluya formando una red 

de ríos subterráneos. Las peculiaridades de los sistemas kársticos costeros incluyen 

procesos geoquímicos específicos relacionados a una zona en donde éstos se 

mezclan (Graizbord et al., 2004). Por otro lado, la geohidrología de la costa norte de 

la Península de Yucatán determina el desarrollo de manglares que pueden ser de 

tipo húmedo o seco (Echeverría−García, 2003). 
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Con base en lo antes mencionado y a las características ambientales únicas de la 

ciénega de Sisal,  este trabajo está enfocado al estudio de la diversidad de bacterias 

Gram positivas cultivables y al análisis de sus posibles interacciones antagonistas, 

con el objetivo de seleccionar aquellas cuya interacción pueda resultar en el 

posterior aislamiento de productos naturales biológicamente activos. 
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2. ANTECEDENTES 

 

2.1 Actinobacteria 

La clase actinobacteria es de gran interés debido a que algunas especies de esta 

clase producen más del 50% de los antibióticos descubiertos a la fecha (Bérdy, 

2012). La orden de los Actinomycetales está constituida por bacterias Gram 

positivas con alto contenido de guanina y citosina en su ADN (Stackebrandt et al., 

1997); la mayoría son aerobias y su morfología varía desde bacilos cortos, cocos, 

hasta aquellas que presentan hifas fragmentadas o micelio ramificado y bien 

diferenciado (Brenner et al., 2006).  

 
Estas bacterias se desarrollan en sedimentos marinos y su crecimiento puede verse 

afectado por interacciones con otras poblaciones (sinérgicas, antagónicas, etc.), así 

como por las características físicas y químicas de su ambiente (Fenical y Jensen, 

2006). Como resultado de estas interacciones, estos microorganismos pueden 

formar un micelio radial para colonizar sustratos y producir metabolitos secundarios 

con actividad biológica (Jensen et al., 2008). La producción de dichas sustancias es 

una estrategia que les permite inhibir o regular el crecimiento de diversos 

microorganismos en una población, proporcionando así una ventaja de 

supervivencia (Surajit et al., 2006).  

 
Los actinomicetos representan el grupo de bacterias más prolífico para la industria 

farmacéutica (Tiwari y Gupta, 2012), siendo entre el 35 y 80% de las cepas 

estudiadas químicamente pertenecientes a los géneros Salinispora y Marinispora, 

con importante actividad antitumoral o antibiótica (Fenical y Jensen, 2006; Kwon et 

al., 2006; Gulve y Deshmukh, 2012). Así mismo, el género Streptomyces se 
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considera de gran importancia debido a que producen cerca del 90% de los 

antibióticos conocidos en el mundo (Castillo et al., 2005; Manivasagan et al., 2013). 

 

2.2 Actinomicetos en ambientes marinos 

Los actinomicetos pueden ser aislados de sedimentos, plantas y animales marinos. 

Los estudios sobre diversidad microbiana mediante análisis genético de 16s rDNA 

demuestran que los actinomicetos son las bacterias dominantes en los sedimentos 

marinos (Gulve y Deshmukh, 2011). Entre ellos, el género Salinispora, el primero 

en considerarse estrictamente marino debido a que requiere sodio para su 

crecimiento, es de gran relevancia ya que se este se han obtenido varios 

compuestos con actividad biológica (Maldonado et al., 2005a). Se ha demostrado 

que la expresión genética de los metabolitos secundarios está relacionada con 

factores ambientales, como la competencia por espacio físico, la escases de 

alimento, la protección del organismo hospedero, la comunicación entre células, etc. 

(Wietz et al., 2013). Por otra parte, se han desarrollado diversas técnicas con la 

finalidad de obtener y cultivar nuevas especies de actinomicetos marinos 

(Hames−Kocabas y Uzel, 2012). Así, cuatro de los géneros de actinobacterias 

predominantes en ambientes marinos son: Micromonospora, Rhodococcus, 

Nocardia y Streptomyces (Goodfellow et al. 1983). Para el desarrollo óptimo de los 

actinomicetos a una densidad de población entre 108 y 1011 UFC se requiere una 

temperatura de 25°C (mesófilos) y a pH alcalino entre 6 y 9  (Rothschild y Mancinelli, 

2001). 

 

 

 



7 
 

2.3 Papel ecológico de actinomicetos en ambientes marinos 

Los actinomicetos juegan un papel importante en diversos procesos de degradación 

de materia orgánica en el océano (Das et al., 2006). Por ejemplo, la 

remineralización, la inmovilización de nutrientes y la fijación y liberación de nitrógeno 

molecular (Lam, 2006). Estos procesos son de suma importancia para entender 

tanto su potencial de producción de metabolitos secundarios, como su potencial 

para la biorremediación dada la capacidad que poseen para degradar compuestos 

contaminantes (Machado−Días, 2013). 

 

2.4 Sedimentos y nutrientes 

Los sedimentos están conformados por partículas provenientes de la erosión de 

rocas, restos orgánicos de organismos o compuestos precipitados químicamente, 

están cubiertos por una capa de agua, ya sea del océano, río o cualquier cuerpo de 

agua (Tarbuck y Lutgens, 2005). En las zonas costeras, aproximadamente el 50% 

del carbono orgánico que precipita en los sedimentos proviene de la productividad 

primaria, mientras que el otro 50% se deriva de restos de organismos, aportes 

terrígenos y excreciones extracelulares de eucariotas (Kördel et al., 1997).  

 
El sedimento marino es un ambiente rico en minerales y tiene una gran abundancia 

de bacterias que usan la materia orgánica como alimento (Rublee et al., 1978), esto 

lo convierte en el mayor reservorio de materia orgánica del mundo (Calva y 

Torres−Alvarado, 2000). La concentración de nutrientes de los sedimentos no es 

constante y ésta se ve influenciada por el tipo y tamaño de sedimento dominante: a 

menor tamaño de grano, mayor será el contenido de nutrientes debido a que las 
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moléculas se adsorben con mayor facilidad a los granos finos generando a su vez 

una mayor superficie de colonización (Cammen, 1982). 

 

2.5 Área de estudio 

Los manglares representan la vegetación dominante de la costera en las regiones 

tropicales y subtropicales. Son ecosistemas con características de ambientes 

terrestres y acuáticos, ya que se localizan en las zonas de transición entre la tierra, 

los ríos y el mar (Ghizelini et al., 2012). Los bosques de manglares están 

compuestos por un pequeño número de especies de árboles y arbustos, y su 

vegetación está controlada principalmente por la hidrología, la geografía y el clima 

de la región (Kathiresan y Bingham, 2001). El tipo de plantas varía de acuerdo a su 

adaptación al tipo de sedimentos, los cambios de temperatura, los nutrientes, los 

niveles de oxígeno y la salinidad; formando así, zonas de vegetación con patrones 

característicos de los manglares. Los sedimentos de estos ecosistemas son los 

precursores de sus bosques y de todo lo que vive en ellos, y su diversidad sugiere 

una gran adaptación a posibles impactos ambientales (Hooper et al., 2005).  

 
La luz, el agua y el barro rico en materia orgánica que están presentes en los 

manglares, son importantes para la producción de grandes cantidades de biomasa 

(Holguin y Bashan, 2007). Los manglares favorecen el depósito de grandes 

cantidades de carbono en los sedimentos, estuarios y océanos cercanos 

(Kathiresan y Bingham, 2001), lo cual proporciona las bases para una gran red 

trófica con el desprendimiento de nutrientes (Holguin et al., 2001). 

 
Las bacterias ocupan una gran variedad de nichos y se consideran fundamentales 

para el funcionamiento de los manglares (Holguin y Bashan, 2007). Con frecuencia 
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han sido consideradas como productoras de sustancias antibacterianas que 

permiten mantener la estabilidad ecológica de múltiples ecosistemas marinos 

(Fredrickson y Stephanopoulos, 1981). Las interacciones antagónicas de tipo 

bacteria−bacteria corresponden a un mecanismo que puede ayudar a mantener la 

composición de especies bacterianas a nivel microescala (Long y Azam, 2001), ya 

sea mediante la competición por los nutrientes, el espacio, la luz y/o a través de la 

producción de diversos metabolitos secundarios bioactivos, entre ellos sustancias 

con actividad biológica (Fredrickson y Stephanopoulos, 1981).  

 
Los manglares se han convertido en una fuente importante para el aislamiento de 

actinomicetos y la identificación y biosíntesis de sus metabolitos secundarios 

(Dong−Bo et al., 2014). Estos ecosistemas han llamado la atención de los 

investigadores debido a su especial ubicación entre el mar y la tierra, la facilidad de 

muestreo y su riqueza en diversidad biológica (Hong et al., 2009). Recientemente, 

los estudios sobre metabolitos secundarios obtenidos de actinomicetos 

provenientes de manglares ha aumentado debido a la novedad de sus estructuras 

químicas y su potencial medicinal (Dong−Bo et al., 2014). Por ejemplo, se aisló un 

nuevo alcaloide naftiridínico con propiedades antitumorales de la bacteria 

Streptomyces albogriseolus (Figura 1a) de sedimentos de la reserva nacional de 

manglares en Fujian (Li et al., 2010).  Así mismo, un derivado antiviral de la pirazina 

se aisló del actinomiceto Jishengella endophytica (Figura 1b) que se obtuvo de la 

planta Acanthus illicifolius de un manglar en Hainan (Wang et al., 2012).  
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Figura 1: Productos naturales producidos por actinomicetos aislados de manglares: (a) 

estructura de un alcaloide de la benzonaftiridina, (b) estructura de un derivado de la 
pirazina (Dong−Bo et al., 2014). 

 
 
A pesar de que México cuenta con 11, 122 km de litoral, la diversidad de 

actinomicetos marinos que se encuentran en éstos océanos ha sido poco estudiada 

(Maldonado et al., 2009; Torres−Beltrán, 2012). La Reserva Estatal El Palmar, en la 

península de Yucatán, está situada a 55 km de la ciudad de Mérida y comprende 

los municipios de Celestún y Hunucmá. Los poblados cercanos a esta reserva son: 

el Puerto de Sisal, el Puerto de Celestún y la Reserva de la Biosfera Ría Celestún. 

El Palmar abarca una extensión de 50,177.39 ha y la mayor superficie de la Reserva 

corresponde al ecosistema de manglar. Sus cuerpos de agua dulce con vegetación 

se conforman por la selva baja inundable, petenes y manglares, formando extensas 

cuencas palustres donde la entrada de agua salada es mínima. Las áreas 

inundadas de agua salada con vegetación están ampliamente representadas por 

los bosques de manglar, que sobreviven aún en condiciones hipersalinas 

(Echeverría−García, 2003). El Palmar está localizado en las marismas, 
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conformadas por el sistema palustre salobre o ciénaga, y que se prolonga 

paralelamente a la costa, desde el límite Occidental de la Reserva a la altura de 

Celestún, hasta su límite que corresponde al puerto de Sisal (Echeverría−García, 

2003). 

 
El suelo en esta región es de características calizo-cársticas de gran permeabilidad 

y sujetas a constante erosión (INEGI, 1984). La Península tiene características 

hidrológicas que la hacen diferente del resto del país, esto debido a la ocurrencia 

de precipitaciones, la topografía del terreno y los escasos escurrimientos 

superficiales, aunados a una alta permeabilidad en la región (Echeverría−García, 

2003). 
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3. JUSTIFICACIÓN 

La diversidad microbiana que existe en el océano es mucho mayor que en otros 

ecosistemas (Fenical et al., 1999); sin embargo, solo se ha logrado caracterizar 

menos del 1% de su totalidad (Tiwary y Gupta, 2012). Los actinomicetos son las 

bacterias más prolíficas para la producción de metabolitos secundarios bioactivos 

con potencial microbiano, herbicida, antiparasitario, pesticida y para la obtención de 

enzimas útiles en tratamientos de biorremediación (Karigar y Rao, 2011; Deepa et 

al., 2013). 

 
Es necesario conocer la diversidad cultivable de las comunidades bacterianas de 

zonas costeras y su relación entre las características ambientales de su localidad y 

los compuestos químicos que producen. De esta manera se puede obtener 

información importante para futuras investigaciones, además de aumentar la 

probabilidad de obtención de cepas novedosas e inusuales. 

 
La Península de Yucatán constituye una región caracterizada por su riqueza y 

diversidad de especies, con variedad de ecosistemas y con un amplio litoral 

(Montaño−Arias et al.,  2010). Esto la convierte en una zona ideal para la búsqueda 

de nuevos actinomicetos marinos. 

 
Debido a que la Ciénaga de Sisal es un ambiente muy característico, en donde la 

entrada de agua dulce es subterránea y tiene contacto con los sedimentos kársticos, 

además de ser un ambiente poco estudiado, este trabajo se enfoca al estudio de los 

microorganismos cultivables presentes en los sedimentos de dicho ecosistema y en 

su capacidad de producción de metabolitos secundarios con actividad biológica. 
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3.1 HIPÓTESIS 

Dada la abundancia de actinobacterias en los ambientes relacionados con los 

marinos, es factible aislar de sedimentos de la Ciénaga de Sisal bacterias Gram 

positivas que sean susceptibles a ser clasificadas por el método de KOH de manera 

preliminar y que éstas muestren interacciones antagónicas. 
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3.2 OBJETIVOS 

 
 
3.2.1 Objetivo general 

Estudiar la diversidad de bacterias Gram positivas cultivables de la Ciénaga de 

Sisal, sus interacciones antagónicas y de inhibición de algunos patógenos con el 

propósito de generar información acerca de la biodiversidad de microorganismos en 

esta zona.  

 

 
3.2.2 Objetivos específicos 

 Aislar y cultivar una serie de cepas Gram positivas a partir de sedimentos de 

la Ciénaga de Sisal. 

 Determinar la actividad antagónica entre las bacterias aisladas y contra 

algunos patógenos. 

 Obtener los extractos orgánicos de los cultivos bacterianos selectos y 

establecer su potencial antimicrobiano. 
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4. METODOLOGÍA 

 

4.1 Zona de muestreo 

El muestreo de los sedimentos para el aislamiento de los organismos se realizó en 

la Reserva Estatal El Palmar al norte de la península de Yucatán (Figura 2). Las 

zonas en las que se tomaron las muestras fueron en la parte de la raíz del mangle, 

afuera del mangle y en el canal, como se describe en la Figura 3. 

 

Figura 2: Localización de la Reserva Estatal El Palmar, al norte de la península de 

Yucatán (Rioja−Nieto, 2015). 
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Figura 3: Zonas de muestreo en la Reserva Estatal El Palmar. 

 
Las condiciones ambientales y del agua durante el muestreo se registraron con un 

medidor multiparámetro YSI Professional Plus: temperatura ambiente: 35°C; 

temperatura del agua: 22.4 °C; presión: 762.2 mmHg; Oxígeno disuelto: 7.7 mg/L; 

salinidad: 3.48 ppt; pH: 8.25; potencial de oxidación−reducción: 37 mV y 

conductividad: 6063 uS/cm. 

 
De cada zona se tomaron tres muestras y se colocaron en bolsas estériles Nasco 

Whirl Pak (Figura 4). La profundidad a la que se realizó el muestreo fue de 

aproximadamente 45 cm y la cantidad de muestra recolectada fue de 6 g. Las 

muestras se transportaron en una hielera y se refrigeraron a 4°C en el laboratorio A 

de la Unidad de Química en Sisal, Yucatán. 
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Figura 4: Muestras de los sedimentos recolectados. 

 

4.2 Aislamiento de bacterias  

Los sedimentos obtenidos en el muestreo se colocaron en cajas de Petri semi 

cerradas para eliminar el agua y mediante una campana de flujo laminar a 

temperatura ambiente y durante una semana y media (Figura 5).  

 

Figura 5: Sedimentos secos: (a) sedimentos de la zona de canal, (b) sedimentos de 

afuera del mangle, (c) sedimentos de la raíz del mangle. 
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Una vez secos los sedimentos, se tomó una pequeña cantidad con una esponja 

rectangular estéril y se realizó el estampado del sedimento en una caja de Petri con 

medio de cultivo marino, siguiendo la circunferencia en dirección de las manecillas 

del reloj y con la finalidad de que la concentración de sedimento fuera disminuyendo 

(Figura 6). 

 
Los medios de cultivo marino utilizados para los estampados tenían la siguiente 

composición: almidón, extracto de levadura, peptona, agar  y agua de mar (Jensen 

et al., 2005) a diferentes proporciones (Tabla 1). A estos medios de cultivo se les 

agregaron los siguientes antibióticos: gentamicina (10 mg/mL), ciclohexamida (10 

mg/mL) y rifampicina (5 mg/mL), dando lugar a la distribución que se muestra en la 

Figura 7.  

 
Tabla 1                                                                                                                                                 

Composición de los medios de cultivo marino utilizados en el estampado de los 

sedimentos                                                                                                                                                                                                                                   

 Medios de cultivo 

 A B C D 

Almidón 5 g 10 g 10 g −−− 

Extracto de 

levadura 

2 g 4 g 4 g −−− 

Peptona 1 g 2 g 2 g −−− 

Agar 18 g 18 g 18 g 18 g 

Agua de mar 1 L 1 L 1 L 1 L 

Gentamicina 1 mL 1 mL −−− −−− 

Ciclohexamida  10 mL 10 mL 10 mL −−− 

Rifampicina −−− −−− 1 mL −−− 
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Figura 6: Estampado del sedimento en medio de cultivo marino A. 

 

 
Figura 7: Distribución de los sedimentos de la zona de muestreo “mangle afuera” para 

realizar el estampado en los diferentes medios de cultivo (A, B, C y D). 
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Después de realizar el estampado, las cajas de Petri se dejaron en una incubadora 

a 27°C durante una semana. El crecimiento de colonias se pudo observar después 

de las 72 h de incubación, y el aislamiento de las bacterias se realizó a partir de los 

5 días de incubación. De todos los estampados, se seleccionaron aquellas colonias 

con apariencia de actinomicetos: colonias rugosas, con formas plegadas y 

filamentos ramificados (Fenical et al., 2008), y aquellas que presentaban zonas de 

inhibición o algún tipo de pigmentación. 

 
Las colonias seleccionadas fueron resembradas en cajas de Petri con medio de 

cultivo marino sin antibiótico, utilizando como método de siembra el de estriado. Una 

vez verificada la pureza de la bacteria, se sembró en un medio de cultivo líquido 

para incrementar su biomasa (Figura 8). Finalmente, se tomaron 500 µL del cultivo 

en medio líquido y se depositaron en un criotubo con 500 µL de glicerol a una 

concentración final del 20% para su conservación a −80°C.  

 

Figura 8: Aislamiento de la cepa  NCA 139 en los medios de cultivo marino sólido y 

líquido. 
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4.3 Determinación de bacterias Gram por el método de KOH 

La determinación de Gram de las bacterias se realizó mediante la prueba de KOH 

(Buck, 1982), la cual consiste en tomar una pequeña cantidad de la colonia en un 

portaobjetos y añadir una gota de KOH al 3%, mezclar por 60 segundos y observar 

si hay cambio en la viscosidad de la cepa. Las bacterias Gram positivas no 

presentan cambio en su viscosidad, mientras que las Gram negativas se tornaron 

viscosas y con apariencia de pegamento (Buck, 1982).  

 

4.4 Evaluación del antagonismo entre las bacterias aisladas 

Una vez aisladas y purificadas las cepas bacterianas, se sometieron a pruebas de 

interacción antagónica como se indica a continuación:  

 

4.4.1 Siembra en cuadrícula 

Para esta prueba se tomó con el asa estéril una pequeña cantidad de la cepa de 

interés y se trazó en la caja de Petri con medio de cultivo marino una línea vertical, 

se esterilizó de nuevo el asa y se tomó la misma cepa para trazar una línea 

horizontal que cruzara con la línea vertical. Este procedimiento se hizo con todas 

las cepas a evaluar, sembrando en una misma caja cuatro cepas diferentes (Figura 

9a). Posteriormente las cajas se dejaron incubar por 5 días a 27°C y se 

seleccionaron las cepas que presentaron algún tipo de inhibición en el punto de 

cruce, ya sea por retardo del crecimiento, inhibición, modificación en la 

pigmentación o inhibición de la esporulación, y se procedió a sembrar en cuadrícula 

únicamente las dos cepas que presentan antagonismo entre ellas (Figura 9b). 
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4.4.2 Siembra en cruz 

Para evitar el arrastre de las cepas durante la siembra en cuadrícula, se realizó la 

siembra en cruz, la cual consistió tomar una pequeña cantidad de las cepas de 

interés con el asa estéril y trazar una línea de forma vertical en la caja de Petri con 

medio marino. Se esterilizó el asa de nuevamente y se tomó la otra cepa 

seleccionada y se trazó una línea horizontal, deteniendo el trazo justo antes del 

cruce con la línea vertical de la cepa anterior y se siguió el trazo horizontal hasta el 

otro lado de la caja para tener una siembra en forma de cruz; finalmente se toca el 

cruce de ambas líneas con el asa (Figura 9c).  

 

4.4.3 Siembra en paralelo 

Esta siembra se realizó para estudiar el comportamiento de las cepas sin contacto 

directo. Para ello con el asa estéril se tomó la primera cepa y se trazó en la caja de 

Petri con medio de cultivo marino una línea vertical. Posteriormente se esterilizó el 

asa y se tomó la otra cepa de interés, trazando una línea vertical paralela a la 

sembrada anteriormente (Figura 9d). 

 

Figura 9: Pruebas para determinar el antagonismo. 
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4.5 Preparación de los cultivos líquidos y extracción orgánica 

Con base en los ensayos de interacción, se seleccionaron aquellas cepas que 

mostraron algún tipo de antagonismo en las siembras de cuadrícula y cruz para su 

estudio químico preliminar. Para esto, la bacteria criogenizada se reactivó en 1L de 

medio de cultivo marino líquido y su biomasa se dejó en agitación por una semana 

a 27°C y a 106 rpm. Al término de este periodo se agregaron 20 g de amberlita 

XAD4 y se dejó en agitación por 3 h; posteriormente se filtró el medio de cultivo con 

una gasa estéril y a la mezcla resina−biomasa se le agregaron 300 mL de acetona 

y se dejó en agitación durante 12 h, cumplido este periodo se repitió el proceso de 

filtrado y las fracciones de acetona se combinaron y se evaporaron a presión 

reducida en un rotavapor Buchi R−215. Posteriormente, la resina se dejó en 

agitación con 600 mL de MeOH durante 6 h, se filtró nuevamente con una gasa 

estéril y el disolvente se evaporó en el rotavapor. La fase acuosa del primer filtrado 

(medio de cultivo) se colocó en un embudo de separación y se extrajo con 600 mL 

de AcOEt por duplicado. Finalmente, la fase orgánica de la extracción se secó con 

NaSO4 anhídrido y se evaporó a presión reducida. Así, de cada organismo se 

obtuvieron tres extractos: AcOEt, acetona y MeOH. 

 

4.6 Prueba de antagonismo por difusión en disco  

Para los ensayos de antagonismo los extractos de AcOEt de las cepas de interés, 

se disolvieron en CH2Cl2−MeOH (1:1) a una concentración de 0.05 mg/µL y los 

extractos de acetona y MeOH en agua estéril a una concentración de 0.1 mg/µL. 

Por otra parte las bacterias sensibles en las pruebas de antagonismo fueron 

sembradas de forma masiva en las cajas de Petri. Para ello, 100 µL de la cepa 

cultivada en medio líquido se colocaron sobre una caja Petri con medio de cultivo 
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sólido y con la ayuda de un hisopo estéril, se distribuyó el inóculo girando 

constantemente la caja de Petri hasta cubrir en su totalidad la superficie de agar, 

las cajas se dejaron en incubación por 24 h a 35°C. Se colocaron sobre la caja de 

Petri previamente inoculada, los discos esterilizados con 10 µL de los extractos de 

AcOEt, MeOH y acetona de la cepa dominante. Como controles negativos se 

utilizaron discos impregnados con 10 µL de CH2Cl2−MeOH (1:1) y 10 µL de agua 

estéril (Figura 10). Finalmente las cajas se sellaron y se incubaron a 35°C por 24 h.  

 

Figura 10: Distribución de discos en la caja de Petri para las pruebas de difusión en 

disco.      

4.7 Bioautografía 

Para realizar las pruebas de bioautografía y el posterior fraccionamiento del extracto 

orgánico de interés, se realizaron, en primer lugar, las pruebas de cromatografía en 

capa fina para elegir el sistema de elución adecuado. Las placas cromatográficas 

utilizadas eran de aluminio recubiertas con sílica gel.  
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Figura 11: Cromatografía en capa fina para la selección del sistema de elución adecuado. 
 

Una vez elegido el sistema de elución (CH2Cl2−MeOH 95:5), se realizó una nueva 

placa cromatográfica con los extractos de AcOEt. Para el bioensayo, se aplicaron 

también 5 µL de rifampicina (1 mg/mL) como control positivo y 5 µL de 

CH2Cl2−MeOH (1:1).  

 
Para las pruebas de bioautografía, se emplearon los patógenos Pseudomonas 

aeruginosa y Staphylococcus aureus. En un trabajo alterno realizado en el grupo de 

trabajo, se estableció la curva de crecimiento de los patógenos mencionados 

(Figura 12 y 13), y se determinó el tiempo óptimo de crecimiento de los mismos y 

el volumen del medio de cultivo necesario para obtener una concentración de 

unidades formadoras de colonias conocida (Vidal−Torres, en preparación). Así, se 

vertieron 10 mL de agua destilada con agar (soporte de agar) en la caja de Petri y 

antes de que solidificara por completo se colocó la placa de TLC sobre éste. Luego 

se agregaron a 10 mL de medio TSA (tripteína soya agar), 330 µL del patógeno a 
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utilizar, se selló la caja de Petri y se dejó en incubación por 24 h (Figura 14). Al 

término de este tiempo, se agregó 1 mL del agente revelador cloruro de 2, 3, 

5−trifenil−2H−tetrazolio al 1%.  

 

 

Figura 12: Curva de crecimiento del patógeno Staphylococcus aureus en la fase 
exponencial (Vidal−Torres, en preparación). 

 
 
 

 

Figura 13: Curva de crecimiento del patógeno Pseudomonas aeruginosa en la fase 

exponencial (Vidal−Torres, en preparación). 
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Figura 14: Placas de TLC inoculadas con el patógeno Pseudomonas aeruginosa. 

 

4.8 Fraccionamiento en columna abierta 

El fraccionamiento primario del extracto orgánico se realizó utilizando una columna 

abierta (bureta de 50 mL) empacada con silica gel como fase estacionaria (Figura 

15). El extracto orgánico se disolvió con una mezcla CH2Cl2−MeOH (95:5). Como 

fase móvil se empleó la mezcla que fue definida previamente en las pruebas de 

cromatografía en capa fina. El sistema de elución se mantuvo constante (sistema 

isocrático) durante todo el fraccionamiento. Las fracciones obtenidas se 

recolectaron en tubos de ensayo (aproximadamente 3 mL, 22 fracciones por 

extracto). Finalmente todas las fracciones se evaporaron y se realizó nuevamente 

el ensayo de bioautografía.  
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Figura 15: Montaje de la columna para el fraccionamiento primario del extracto orgánico. 
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5. RESULTADOS 

5.1 Aislamiento de cepas 

Se aislaron un total de 114 cepas bacterianas: 38 provenientes de la zona de 

muestreo de afuera del mangle, 45 de la zona de canal y 31 de la zona de raíz 

(Tabla 2). El aislamiento final se realizó en medio de cultivo marino y todas las cepas 

aisladas resultaron Gram positivas en la prueba de KOH.  

 

Tabla 2                                                                                                                                                                       

Relación de las cepas aisladas  

Zona de 

muestreo  

Medio de 

cultivo del 

estampado* 

Cepas aisladas por 

muestra** 

Total de cepas aisladas 

por zona de muestreo 

1 2 3 4 

Afuera A 3 6 1 5 15 38 

 B 4 3 2 8 17 

C 2 2 1 1 6 

Canal A 1 13 5 5 24 45 

B 2 2 2 2 8 

C 1 3 4 5 13 

Raíz A 2 4 3 7 16 31 

B 2 1 2 3 8 

C 1 2 1 3 7 

* Tabla 1                                                                                                                                       
** Figura 5 
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Figura 16: Cepas puras aisladas en medio de cultivo marino. 

 

5.2 Pruebas de antagonismo 

 
5.2.1 Siembra en cuadrícula 

En el primer escrutinio se evaluaron las 114 cepas aisladas utilizando la siembra en 

cuadrícula y clasificándolas por zona de muestreo. De éstas cepas, se 

seleccionaron 21 que mostraron algún tipo de antagonismo (Figura 17a). En el 

segundo escrutinio se probaron las 21 cepas con las demás cepas aisladas, un total 

de 67 cepas mostraron antagonismo en la segunda prueba (Figura 17b).  
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Figura 17: Siembra en cuadrícula para determinar antagonismo, (a) primer escrutinio en 

la zona de canal, (b) segundo escrutinio. 

 
Finalmente, con las cepas que mostraron actividad en el segundo escrutinio, se 

realizaron una serie de pruebas entre la cepa dominante contra la inhibida. De estos 

experimentos, se seleccionaron 24 cepas que mostraron antagonismo (Figura 18). 

 

Figura 18: Siembra en cuadrícula de cepas que mostraron antagonismo, (a) inhibición de 

crecimiento, cepa NCA 210 contra la cepa NCA 220, (b) inhibición de esporulación, cepa 

NCA 183 contra la cepa NCA 180. 
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5.2.2 Siembra en cruz 

Con el objetivo de confirmar los efectos antagónicos de las 24 cepas seleccionadas 

en los ensayos anteriores, se realizaron dos pruebas más mediante la siembra en 

cruz y en paralelo (Figura 19−24). Solo 12 cepas mostraron actividad antagónica, 

los resultados de estos ensayos se resumen en la Tabla 3. 

 
 

Figura 19: Ensayo de antagonismo entre la cepa NCA 145 y la cepa NCA 143. 

 

Figura 20: Ensayo de antagonismo entre la cepa NCA 120 y la cepa NCA 126. 
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Figura 21: Ensayo de antagonismo entre la cepa NCA 151 y la cepa NCA 160. 

 

 

Figura 22: Ensayo de antagonismo entre la cepa NCA 144 y la cepa NCA 140. 
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Figura 23: Ensayo de antagonismo entre la cepa NCA 137 y la cepa NCA 131. 

 

 

Figura 24: Ensayo de antagonismo entre la cepa NCA 119 y la cepa NCA 131. 

 



35 
 

Tabla 3                                                                                                                                                                           

Cepas que mostraron antagonismo en los ensayos de siembra cruzada y en 

paralelo. 

Clave de la cepa 

dominante 

Zona de 

muestreo 

Clave de la 

cepa inhibida 

Zona de 

muestreo 

Tipo de inhibición  

NCA 119 Afuera NCA 131 Canal Inhibición de 

crecimiento 

NCA 137 Canal NCA 131 Canal Inhibición de 

esporulación 

NCA 119 Afuera NCA 112 Afuera Inhibición de 

crecimiento 

NCA 119 Afuera NCA 137 Canal Inhibición de 

crecimiento 

NCA 183 Afuera NCA 180 Afuera Inhibición de 

esporulación 

NCA 145 Canal NCA 143 Canal Inhibición de 

crecimiento 

NCA 210 Raíz NCA 220 raíz Inhibición de 

esporulación 

NCA 120 Afuera NCA 126 Afuera Inhibición de 

esporulación 

NCA 144 Canal NCA 140 Canal Inhibición de 

crecimiento 

NCA 208 Raíz NCA 205 Raíz Inhibición de 

crecimiento 

NCA 173 Afuera NCA 154 Afuera Inhibición de 

esporulación 

NCA 151 Raíz NCA 160 Raíz Inhibición de 

crecimiento  
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Para realizar las pruebas de antagonismo químico con los extractos orgánicos se 

eligieron las cepas indicadas en la Tabla 4 y Figura 25, las cuales mostraron 

actividad antagónica en las pruebas antes descritas.  

 

Tabla 4                                                                                                                                                                                        

Cepas dominantes seleccionadas para las pruebas de antagonismo químico con los 

extractos orgánicos 

Zona de muestreo Clave de la cepa Tipo de inhibición 

Afuera NCA 119 Inhibición de  esporulación 

Afuera NCA 120 Inhibición de  esporulación 

Canal NCA 137 Inhibición de crecimiento 

Canal NCA 144 Inhibición de  crecimiento 

Canal  NCA 145 Inhibición de esporulación 

Raíz NCA 151 Inhibición de crecimiento 
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Figura 25: Cepas dominantes elegidas para las pruebas de antagonismo químico. 

 

5.3 Extracción orgánica   

Los extractos orgánicos de las cepas seleccionadas en las pruebas de antagonismo 

se obtuvieron siguiendo la metodología descrita en el inciso 4.5. Cabe mencionar 

que el disolvente AcOEt empleado para la obtención de los extractos, ha sido 

ampliamente descrito en la literatura (Jensen et al., 2006; Mincer et al., 2002). 

Además, en este proyecto también se obtuvieron y ensayaron los extractos de 

acetona y metanol (Tabla 5). 
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Figura 26: (a) Extracción por partición con AcOEt, (b) Extractos obtenidos de las cepas 

reactivadas. 

 

Tabla 5                                                                                                                                                                                             

Rendimiento de los extractos orgánicos* de las cepas seleccionadas con base en 

los ensayos de antagonismo 

Clave de 

cepa 

Extracto AcOEt 

(mg) 

Extracto acetona 

(mg) 

Extracto MeOH 

(mg) 

NCA 119 24.1 475.8 138.7 

NCA 120 19.2 67.0 328.4 

NCA 137 15.5 144.0 345.3 

NCA 144 37.1 152.1 282.4 

NCA 145 29.0 192.8 466.7 

NCA 151 18.4 158.3 565.9 

*Extractos obtenidos a partir de 1L de cultivo bacteriano.  
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5.4 Cromatografía en capa fina de los extractos orgánicos 

Los extractos de AcOEt de las cepas que conservaron la actividad antagónica 

(Tabla 4), fueron sometidos a análisis cromatografico siguiendo la metodología 

descrita en el inciso 4.7. Como se puede observar en la Figura 27, todos los 

extractos mostraron buena separación cromatográfica y se presentaron múltiples 

bandas en cada muestra que corresponden a distintos metabolitos secundarios. 

 

Figura 27: Cromatografía en capa fina de los extractos de AcOEt (a) NCA 137 (1v) y NCA 

145 (44), (b) NCA 120 (36) y NCA 144 (51), (c) NCA 151, (d) NCA 119. 

 

5.5 Prueba de difusión en disco 

Se realizaron las pruebas de difusión en disco con los extractos orgánicos de AcOEt, 

acetona y MeOH obtenidos previamente (Tabla 5). En la Figura 28 se ilustran los 

resultados para las cepas NCA 145 y NCA 151 en donde se puede observar una 

evidente inhibición de crecimiento de la cepa NCA 143 y NCA 160, respectivamente. 

Las cepas NCA 151 y NCA 144 mostraron el mismo comportamiento con los 

extractos de acetona. 
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Tabla 6                                                                                                                                                                                      

Resultados de los ensayos de antagonismo químico en la prueba de difusión en 

disco 

Clave de la cepa 

dominante 

Clave de la cepa 

inhibida 

Extracto activo Tipo de inhibición 

NCA 119 NCA 131 AcOEt Inhibición 

esporulación 

NCA 144 NCA 140 Acetona Inhibición de 

crecimiento 

NCA 145 NCA 143 AcOEt Inhibición de 

crecimiento 

NCA 151 NCA 160 AcOEt Inhibición de 

crecimiento 

Acetona Inhibición de 

crecimiento 

 

 

Figura 28: Cepas que mostraron antagonismo químico en las pruebas de difusión en 

disco: (a) Extractos de AcOEt, (b) Extractos de acetona, (c) Extractos de MeOH, (d) Agua 

estéril, (e) CH2Cl2−MeOH 1:1. 
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5.6 Bioautografía 

En las figuras 29 y 30 se muestran los resultados de los ensayos de bioautografía 

de los extractos de AcOEt de las cepas dominantes NCA 119, NCA 120, NCA 137, 

NCA 144, NCA 145 y NCA 151 contra los patógenos Pseudomonas aeruginosa y 

Staphylococcus aureus. Los resultados globales de estas pruebas se ilustran en la 

Tabla 7. 

 
 Figura 29: Actividad contra el patógeno Pseudomonas aeruginosa en el bioensayo con 

los extractos de AcOEt de a) NCA 137 (1v) y NCA 145 (44), (b) NCA 151 (55), (c) NCA 

120 (36) y NCA 144 (51).  

 

Figura 30: Actividad contra el patógeno de Staphylococcus aureus en el bioensayo con 

los extractos de AcOEt de a) NCA 137 (1v) y NCA 145 (44), (b) NCA 151 (55), (c) NCA 

120 (36) y NCA 144 (51). 
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Tabla 7                                                                                                                                                      

Resultados de las pruebas de bioautografía 

Cepa Patógeno de prueba 

Pseudomonas 

aeruginosa 

Staphylococcus aureus 

NCA 120 + + 

NCA 137 + + 

NCA 144 − + 

NCA 145 + + 

NCA 151 − + 

 

5.7 Fraccionamiento primario en columna abierta   

 
El extracto de acetona de la cepa NCA 151 se sometió a un fraccionamiento primario 

por cromatografía en columna abierta sobre gel de sílice, siguiendo la metodología 

descrita en el inciso 4.8. Así, se obtuvieron un total de 22 fracciones de 

aproximadamente 3 mL cada una (Figura 31), y se analizaron las fracciones 8, 10, 

12, 14, 16, 18, 20 y 22 (Figura 32), debido a que a partir de la fracción 8 se 

observaba una ligera coloración. En diferentes estudios previos se ha establecido 

una relación de la actividad antimicrobiana con la producción de pigmentos 

(Azamjon et al., 2011).  

 
La fracción 8, que eluyó aproximadamente a los 16 min, mostró actividad biológica 

contra ambos patógenos Staphylococcus aureus y Pseudomonas aeruginosa 

(Figura 33 y 34).  

 



43 
 

 

Figura 31: (a) Fraccionamiento en columna abierta, (b) Fracciones obtenidas. 

 

 

Figura 32: cromatografía en capa fina de las fracciones del extracto de acetona de la 

cepa NCA 151.  
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Figura 33: Actividad de las fracciones primarias del extracto de acetona de la cepa NCA 

151 contra el patógeno Pseudomonas aeruginosa, (a) Fracciones 8−14, (b) Fracciones 

16−22. 

 

 

Figura 34: Actividad de las fracciones del extracto de acetona de la cepa NCA 151 contra 

el patógeno Staphylococcus aureus, (a) Fracciones 8−14, (b) Fracciones 16−22. 
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6. DISCUSIÓN Y CONCLUSIONES 

 
Existe gran interés en la comunidad científica por el estudio y la obtención de 

metabolitos secundarios a partir de bacterias para el desarrollo de nuevos fármacos. 

El principal grupo de bacterias responsable de la producción de compuestos con 

actividad biológica es el de las actinobacterias. A la fecha se han reportado 

aproximadamente 23 000 compuestos bioactivos producidos por microorganismos 

y más de 10 000 de ellos fueron aislados a partir de actinomicetos (Berdy, 2012). 

Numerosos estudios han demostrado la presencia de actinomicetos en sedimentos 

marinos y su capacidad para sintetizar productos naturales con actividad biológica 

(Mincer et al., 2002; Jensen et al., 2005; Prieto−Davó et al., 2013). 

 
El presente trabajo se planteó con la finalidad de explorar el potencial antimicrobiano 

de los extractos orgánicos de los microorganismos aislados de las comunidades de 

los sedimentos costeros de Sisal, Yucatán. Para ello, se diseñó una estrategia en la 

que se evaluaron las interacciones antagónicas entre las distintas cepas y sus 

extractos orgánicos.  

 
Cabe mencionar que las bacterias utilizan defensas químicas para competir por el 

espacio y los nutrientes disponibles (Long y Azam, 2001). La producción de 

sustancias bioactivas que inhiben el crecimiento de otros organismos un fenómeno 

común entre bacterias aisladas de biopelículas bacterianas (Avendano−Herrera y 

Riquelme, 2007; Wietz et al., 2013). 

 
En este trabajo se aislaron 114 cepas con morfología típica de actinomicetos y 

pertenecientes al grupo Gram−positivo (prueba de KOH). Se observaron 

interacciones antagónicas en 12 cepas (10.5%), y los extractos orgánicos de cinco 
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organismos selectos fueron activos contra los patógenos Pseudomonas aeruginosa 

y Staphylococcus aureus. 

 
Estudios similares sobre interacciones antagónicas entre bacterias aisladas de 

distintos ambientes marinos han demostrado que entre el 5 y 8% de los organismos 

presentaron algún tipo de actividad (Krasilnokova, 1961; Nair y Simidu, 1987).  

 
Cabe mencionar que la ecología microbiana de los sitios de muestreo está 

altamente influenciada por la naturaleza química del suelo, debido a ello, las 

poblaciones de actinomicetos aislados y su comportamiento cambian de acuerdo a 

la locación del muestreo (Mitra et al., 2008). Por ejemplo, se ha reportado que los 

suelos que contienen una mayor cantidad de nitrógeno en comparación al carbono, 

son una mejor fuente de actinomicetos biológicamente activos (Holguin y Bashan, 

2007). Así, estas características químicas de los suelos o sedimentos podrían ser 

factores determinantes en la actividad antimicrobiana de los actinomicetos (Mitra et 

al., 2008). Por otro lado, se ha observado que las bacterias provenientes de 

sedimentos marinos producen metabolitos secundarios que afectan la forma de 

interacción con otras bacterias y con la comunidades de macro− y microorganismos, 

con los que interactúan (Mitra et al., 2008). En este sentido el estudio de diferentes 

suelos para entender el comportamiento de dichos actinomicetos es de gran 

relevancia.  

 
El potencial antimicrobiano de las bacterias de sedimentos costeros de la Ciénega 

de Sisal, Yucatán, se pudo validar mediante el análisis de la actividad biológica de 

los extractos orgánicos de las cepas NCA 120, NCA 137, NCA 144, NCA 145 y NCA 

151. En el caso de la cepa NCA 151,  la actividad biológica se mantuvo contra el 
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patógeno Pseudomonas aeruginosa después del fraccionamiento primario del 

extracto orgánico. Para determinar si esta fracción contiene un solo componente 

activo o varios, se requieren de otros análisis como resonancia magnética nuclear 

o espectrometría de masas. 

 
Finalmente los actinomicetos constituyen una parte esencial de las comunidades 

microbianas en los ecosistemas marinos, incluyendo los manglares. De estas 

valiosas comunidades microbianas se pueden obtener distintos productos naturales 

con actividad biológica y con estructuras novedosas (Dhamaraj, 2010). 

 
El aislamiento de 5 cepas con actividad antimicrobiana demuestra que la Ciénaga 

de Sisal es un ambiente en el que las interacciones químicas entre bacterias es algo 

común y podría ser considerada una buena fuente para el descubrimiento de nuevos 

productos naturales. Así, las interacciones entre bacterias representan relaciones 

ecológicas importantes, además de que un inhibidor no es necesariamente un 

antibiótico, ya que, algunos inhibidores pueden estar involucrados en la 

comunicación bacteria−bacteria (quorum sensing) que regulan el metabolismo o la 

fisiología (Pesci et al., 1999) y pueden alterar la composición de las especies de la 

comunidad bacteriana; así mismo, la inhibición también puede reflejar cambios en 

la disponibilidad de nutrientes (Wilcox et al., 1991). En este estudio se comprobó la 

naturaleza química de la inhibición (antagonismo) ya que se mantuvo la actividad al 

extraer los compuestos. 
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En resumen, el estudio de actinomicetos provenientes de manglares mexicanos es 

novedoso y la producción de metabolitos secundarios por estos organismos es aún 

desconocida. Dichos actinomicetos requieren de una gran exploración como una 

valiosa fuente de productos naturales, ya que de ambientes similares, se han 

obtenido compuestos con estructuras únicas y de uso medicinal (Dong−Bo et al., 

2014). 
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