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1. RESUMEN  

 

El poliuretano (PU) es un polímero artificial desarrollado en 1937, que hasta el día 

de hoy es ampliamente utilizado en la fabricación de accesorios para la industria 

automotriz, materiales de construcción y muchos otros sectores industriales. La 

producción masiva de PU ha traído consigo la generación de grandes cantidades 

de desechos para los cuales no existen métodos eficientes de reciclaje o 

eliminación. Una alternativa para solucionar este problema es la implementación 

de métodos de biodegradación, que son llevados a cabo por organismos vivos o 

sus enzimas. En este sentido, un primer paso en el desarrollo de estos procesos es 

la identificación y caracterización de los microorganismos capaces de utilizar el PU 

como fuente de carbono y/o nitrógeno, lo cual implicaría que poseen la capacidad 

de atacar algunos de sus enlaces y por lo tanto llevar a cabo parte de su proceso 

de degradación. 

En este trabajo se realizó la caracterización del crecimiento de dos cepas 

bacterianas (BQ1 y BQ8) capaces de crecer en PU, así como de las actividades 

enzimáticas relacionadas con dicha capacidad. La secuenciación del gen del rDNA 

16S de estas cepas indicó que ambas pertenecen al género Alicycliphilus.  

La búsqueda de posibles actividades de esterasa asociadas a la membrana 

externa reveló que estas cepas bacterianas producen dos proteínas con 

actividades esterasa diferentes, dependiendo de la concentración de PU en el 

medio de cultivo. La primer actividad purificada e identificada es una esterasa de 

19 kDa que se encuentra cuando se cultivan en Hydroform al 8.3%; dicha enzima 

ha sido identificada por cromatografía de líquidos acoplada a espectrometría de 

masas en tándem (LC-MS-MS) como una proteína de la familia de las fasinas. La 

segunda enzima purificada es una esterasa de 55 kDa que se encuentra cuando se 

cultiva en 1% de Hydroform. Las pruebas de degradación in vitro realizadas 

mostraron que solo la actividad de 55 kDa es capaz de generar cambios en la 

superficie de PU sólido. 
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 2. ANTECEDENTES 

2.1. Poliuretano 

El desarrollo tecnológico del sigo XX trajo consigo el inicio de tendencias nuevas 

que cambiarían por completo el ritmo y la forma de la vida humana. Dentro de 

estos grandes avances destaca la invención del poliuretano (PU). Otto Bayer 

(1902-1982) desarrolló el proceso de polimerización de polioles con diisocianatos 

para formar PU. La idea básica fue documentada en marzo de 1937 y está 

relacionada con la ramificación de productos hechos de 1,6-diisocianatao de 

hexano (HDI) registrado en la patente alemana DRP-728981 como “Un proceso 

para la producción de poliuretanos y poliureas” en noviembre de 1937. El PU es 

un polímero que se sintetiza mediante la reacción de condensación entre los 

grupos oxhidrilo de moléculas de polioles y el grupo isocianato de moléculas de 

diisocianatos generando enlaces carbamato (uretano). Los polioles empleados 

pueden ser de dos tipos: poliol-poliéster o poliol-poliéter, generando poliuretanos 

poliéster (PU-PS) o poliuretanos poliéter (PU-PE). 

Los usos que tienen los diferentes tipos de PU varían de acuerdo a las 

características físicas que poseen, las cuales dependen de las materias primas que 

se emplean y las condiciones a las que se lleva a cabo el proceso de síntesis. La 

producción de polímeros de uretano de alto peso molecular a partir de 

monómeros líquidos transcurre generalmente a temperatura ambiente, dando 

lugar a productos que van desde redes entrecruzadas hasta fibras lineales y 

elastómeros (Kirk-Othmer, 1987). Dentro de la gama de PUs se encuentran los de 

baja densidad, que se emplean como “esponjas” y materiales amortiguadores; de 

alta densidad, que se utilizan en el campo de la construcción; y líquidos, 

principalmente usados como pinturas y recubrimientos. El PU de baja densidad se 

obtiene generando dióxido de carbono durante el proceso de síntesis mediante la 

adición de agua, que reacciona con parte del diisocianato. Mientras que el PU de 

alta densidad se obtiene empleando diisocianatos con grupos aromáticos o 

polioles ramificados (Kirk-Othmer, 1987). La versatilidad del PU ha tenido un gran 

impacto a nivel mundial, ya que en muchos casos se ha logrado sustituir la 

madera o el metal por PUs fácilmente moldeables y de bajo costo, propiciando un 

uso más eficiente y moderado de los recursos naturales. 
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A pesar de las ventajas ambientales mencionadas, la generación de este 

tipo de materiales que facilitan la vida humana trae consigo nuevas 

complicaciones, ya que en términos de la generación de desechos la mayoría del 

PU no se recicla y mucho menos se destruye a corto plazo. Esto es un aspecto 

preocupante dada la contaminación que el PU genera, ya que tan solo en los 

últimos años su demanda ha aumentado de 35 a 38 millones de toneladas en 

2015 y 2016, respectivamente (PlasticsEurope 2017-2018).  

Para enfrentar este problema, se han desarrollado métodos de reciclado 

químico o quimiólisis, mediante los cuales el PU de alto peso molecular es 

degradado a sus componentes químicos, obteniéndose materiales que pueden ser 

re-usados para fabricar PU nuevo con las propiedades y funcionalidad del original 

(Stone et al., 2000; Neuray et al., 2000). Entre estos métodos está la hidrólisis, en 

el que la espuma de PU se hace reaccionar con agua bajo presión y temperatura 

elevadas. Este proceso genera los polioles originales junto con diaminas. 

Posteriormente, estos componentes son separados para permitir su 

reprocesamiento y reuso. Los polioles también pueden ser usados como 

combustibles y las aminas para producir otras materias primas para producción de 

PU (You et al., 1997). La pirólisis emplea un ambiente libre de oxígeno a altas 

temperaturas para degradar el PU y otros plásticos en gases, aceites y sólidos. 

Hidrogenación es un proceso de pirólisis mejorado que permite la obtención de 

gases puros y aceites a través de una combinación de calor, presión e hidrógeno. 

Este método requiere resolver dos aspectos importantes: la pureza de los gases y 

aceites derivados de la pirólisis e hidrogenación y los costos asociados al proceso 

de los productos finales funcionales (Weigand et al., 1993). Otras aplicaciones 

incluyen la obtención de PU en hojuelas para su uso en derrames químicos, o la 

glicólisis, que es la reacción de PU con dioles o con 4,4-metilen-bis-

(fenildiisocianato) (MDI) a temperaturas por arriba de 200 °C, reacción para la 

producción de materiales de recubrimiento (Stone et al., 1995; Naber et al., 

1995).   

Dadas las ventajas que brinda el PU a la vida humana y el problema de la 

disposición de los desechos que genera, se han buscado soluciones que procuren 

un equilibrio entre los costos y los beneficios que el PU aporta. Dentro de las 
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alternativas que se han explorado están la producción de PUs biodegradables y la 

biodegradación de los existentes. Ambas son estrategias que no sustituyen una a 

la otra, ni a las tecnologías ya existentes para el reciclado del PU y que deben ser 

contempladas como paralelas, dado que el estudio de la biodegradación de los 

PUs existentes puede dar una visión clara de los mecanismos a emplear en el 

proceso de fabricación de los nuevos (Kroesen et al., 1992). Intentos recientes por 

generar PU biodegradable contrastan con aquellos orientados a obtener materiales 

con menor vulnerabilidad a la biodegradación y aunque el fin es distinto, los 

estudios han ayudado a determinar algunos procesos relacionados con la 

biodegradación de un material inicialmente considerado no biodegradable (Lee et 

al., 2002; Anderson et al., 1998). 

2.2. Polímeros biodegradables  

Los polihidroxialcanoatos (PHA) son poliésteres biodegradables que poseen 

propiedades termo-plásticas similares a las de los plásticos comerciales, por lo que 

han atraído considerablemente el interés académico e industrial durante las 

últimas dos décadas (Madison y Huisman, 1999). Estos plásticos son sintetizados 

por diversas bacterias como una estrategia de almacenamiento de nutrientes 

(Cornibert y Marchessault. 1975), estas bacterias transforman dichos nutrientes 

solubles en polímeros que son insolubles, evitando el exceso de agua intracelular 

manteniendo así la presión osmótica (Jendrossek, 2002). El PHA producido por la 

mayoría de bacterias es el poli-(3-hidroxibutirato) (PHB), que actualmente se 

comercializa bajo la marca de BIOPOL. Además de éste, se han identificado 

alrededor de 150 ácidos hidroalcanoicos diferentes como constituyentes de los 

PHA (Kim y Lenz, 2001; Steinbüchel y Hein; 2001). 

Los PHA forman gránulos dentro de la célula bacteriana, la cual emplea un 

sistema conformado de tres tipos de proteínas para su utilización: una polimerasa 

que emplea hidroxiácidos de bajo peso molecular como sustratos para la 

formación de poliésteres (Qun-Ren et al., 2005); un grupo de proteínas de la 

familia de las fasinas (PFF), que presentan diferentes funciones,  y una PHA-

despolimerasa con actividad esterasa de tipo serina-hidrolasa, capaz de degradar 

poliésteres, la cual se encarga de la degradación del gránulo (Shimao, 2001).  
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Las PFF son proteínas de baja masa molecular que participan en la síntesis 

de PHA (Pieper-Fürst et al., 1995; Steinbüchel et al., 1995; Wieczorek et al., 

1995). Se han propuesto tres mecanismos de acción diferentes para las PFF. 

Primero, pueden promover la producción de PHA mediante su unión a los 

gránulos, aumentando su tamaño. Segundo, pueden incrementar la tasa de 

síntesis de PHA por la interacción directa con la polimerasa de PHA (Wieczorek et 

al., 1995). Tercero, pueden promover la síntesis de PHA indirectamente 

previniendo defectos de crecimiento asociados con la unión de otras proteínas 

celulares a los gránulos (Maehara et al., 1999). También han sido propuestas 

como proteínas de almacenamiento (McCool y Cannon, 1999), un papel que 

también podría afectar la síntesis de PHA. 

En los estudios acerca de la despolimerización de PHA se ha encontrado 

que existe degradación intra- y extracelular (Jendrossek, 2002). La degradación 

intracelular se refiere a la movilización (hidrólisis) del polímero por la misma 

bacteria. En el caso de la degradación extracelular, el PHA es utilizado por medio 

de PHA-despolimerasas extracelulares que son secretadas por los 

microorganismos degradadores de PHA, empleando como fuente de PHA los 

gránulos que liberan las células muertas (Mayer et al., 1996, Steinbüchel et al., 

1995).  

2.3. Degradación microbiana de poliuretano 

Aunque de manera general los plásticos no son biodegradables han aparecido 

trabajos que reportan la biodegradación de PU describiendo una mayor 

susceptibilidad de los PU-PS que de los PU-PE (Darby y Kaplan, 1968). Esta 

vulnerabilidad de los PU-PS al ataque microbiano está relacionada con la 

capacidad de algunos microorganismos para degradar poliésteres naturales como 

los PHA (Jendrossek, 2002) o diversos substratos con grupos éster.   

En nuestro laboratorio se inició un proyecto en el que se planteó estudiar 

los mecanismos bioquímicos y moleculares involucrados en la biodegradación del 

PU. Inicialmente, Carrillo–García (2004) logró aislar dos cepas bacterianas del 

género Acinetobacter sp. capaces de crecer en un medio mineral con un barniz de 

PU-PS (Hydroform) como única fuente de carbono (MM-PUh). Estas cepas 
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presentaron actividad esterasa, detectable cuando las bacterias se cultivaron en 

sustratos con enlaces éster como el barniz Hydroform o en Tween 80. 

Posteriormente, se aislaron y caracterizaron otras ocho cepas bacterianas 

utilizando el mismo medio, MM-PUh (Oceguera-Cervantes, 2005). La identificación 

por pruebas bioquímicas indicó que cuatro de estas cepas pertenecían a la especie 

Ochrobactrum anthropi, tres a la especie Comamonas testosteroni o Pseudomonas 

alcaligenes (cepas 1, 5 y 8) y una al género Pseudomonas (cepa 7). A pesar de 

que algunas cepas fueron identificadas como de una misma especie, éstas 

mostraron diferentes morfologías. 

Empleando medios de cultivo diferenciales se determinaron los tipos de 

actividad(es) enzimática(s) que pudieran estar relacionadas con la degradación de 

PU. Estas pruebas indicaron que las cepas de la especie O. anthropi poseen 

actividad de ureasa, las de la especie C. testosteroni o P. alcaligenes  presentaron 

actividad de esterasa y la cepa Pseudomonas sp. esterasa y proteasa (Oceguera-

Cervantes, 2005).   

Las cepas de C. testosteroni o P. alcaligenes presentaron un crecimiento 

diez veces más alto en MM-PUh que las otras cepas aisladas, por lo que se 

continuó con su estudio. Las cepas 1 y 8 presentaron actividad esterasa en el 

sobrenadante del medio de cultivo después de 10 h de incubación en MM-PUh, 

mientras que la cepa 5 no presentó actividad en el sobrenadante. El efecto que 

producen las cepas 1 y 8 sobre el Hydroform se determinó después de cinco días 

de incubación. Un análisis por cromatografía de gases- espectrometría de masas 

(GC-MS) mostró que en las primeras horas de cultivo ambas cepas consumen N-

metilpirrolidona (NMP), compuesto presente en el Hydroform. Por análisis de 

infrarrojo (IR) del sólido residual de Hydroform, se determinó que la cepa 1 es 

capaz de hidrolizar los enlaces éster del PU mientras que la cepa 8 no produce 

cambios detectables por este método. 

Al respecto de la biodegradación de PU, existe una gran cantidad de 

reportes acerca de diversas bacterias y hongos que tienen la capacidad de 

degradar PU. La Tabla 1 muestra algunos de los reportes de bacterias capaces de 

atacar al PU y las actividades enzimáticas relacionadas con su degradación.   
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Tabla 1. Bacterias capaces de degradar poliéster-poliuretano 

(PS-PU) y actividades relacionadas con esta capacidad. 

 

 

Bacteria Actividad enzimática identificada Referencia 

Corynebacterium sp Esterasa Kay et al., 1991 

Comamonas acidovorans TB35 Esterasa (asociada a membarana) Akutzu et al., 1998 

Pseudomonas chlororaphis Estersa, proteasa Ruiz et al., 1999 

Pseudomonas fluorescens Esterasa, Proteasa Ruiz et al.,1999 

Comamonas acidovorans TB35 Esterasa (estracelular) Akutzu et al., 1998; Allen et al., 
1999 

Bacillus subtilis Esterasa y proteasa Rowe et al., 2002 

Paenibacillus amylolyticus Esterasa y proteasa Teeraphatpornchai et al., 2003 

Rhodococcus equi TB-60 Uretanasa Akutzu et al., 2006 

Bacillus pumilus Lipasa Nair et al., 2007 

Arthrobacter sp. AF11 y 

Corynebacterium sp.  
Esterasa Shah et al., 2007 

Alicycliphilus sp. BQ1 Esterasa Oceguera-Cervantes et al., 2007 

Pseudomonas aeruginosa Esterasa Mukherjee et al., 2010 

Pseudomonas aeruginosa MZA-85 Esterasa Shah et al., 2013 

Pseudomonas putida Esterasa Peng et al. 2014 

Bacillus safensis Esterasa Nakkabi et al., 2015 

Pseudomonas protegens Pf-5 Esterasa Hung et al., 2016 
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2.4. Actividades enzimáticas asociadas a la degradación de poliuretano 
 

El proceso de degradación microbiana de PU puede ser analizado desde dos 

puntos de vista: la degradación de los enlaces uretano y la degradación de los 

segmentos poliol. Sin embargo, la degradación del poliol depende de la estructura 

química de los segmentos de éste, ya sea de tipo poliéster o poliéter (Darby y 

Kaplan 1968). Dada la estructura del PS-PU, se ha propuesto que las actividades 

enzimáticas que podrían actuar sobre los diferentes enlaces del PU serían de tipo 

proteasa, ureasa y esterasa (Nakajima-Kambe et al., 1999). La hidrólisis del 

enlace uretano se debe a una enzima de tipo esterasa, pero esta hidrólisis sólo es 

observada en componentes de baja masa molecular y aunque existen reportes de 

degradación de enlaces uretano en PU, no es claro si éstos son hidrolizados 

cuando aún forman parte del polímero o sobre compuestos de bajo peso 

molecular generados por un paso de hidrólisis previo sobre la fracción del poliol  

(Matzumura et al., 1985; Marty y Vouges 1987; Pohlenz et al., 1992; Owen et al., 

1996; Ohshiro et al., 1997).   

Darby y Kaplan (1968) reportaron algunas especies fúngicas involucradas 

en la degradación de PU, pero fueron Pathirana y Seal (1983) quienes 

determinaron las actividades involucradas en la degradación microbiana del 

polímero. Ellos reportaron actividades de tipo proteasa en especies de 

Chaetomium globosum, Gliocladium roseum y Penicillium citrinum, aunque no se 

tienen informes de purificación de estas enzimas, ni de la determinación de sus 

propiedades bioquímicas o moleculares. 

Santerre et al. (1994) describieron a partir de un estudio de mejoramiento 

de poliuretano con fines médicos, que enzimas hidrolíticas tales como la papaína o 

la colesterol-esterasa eran capaces de atacar al PU in vitro, pero que este ataque 

no era considerable. Howard y Blake (1998) fueron los primeros en identificar una 

actividad extracelular de tipo proteasa en P. fluorescens y posteriormente Ruiz y 

Howard (1999) describieron sus características a partir de la enzima purificada. 

Más tarde Ruiz et al. (1999) reportan una actividad proteasa en P. chlororaphis, 

aunque no se ha descrito su purificación. Pathirana y Seal (1983) detectaron 

actividades de tipo ureasa presentes en la degradación de PU por hongos. Akutsu-
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Shigeno y colaboradores (2006) demostraron que existen enzimas con actividad 

amidasa/esterasa con capacidad de hidrolizar enlaces uretano en compuestos de 

bajo peso molecular como tolueno-2,4-ácido carbamico dibutil ester, diamino 

tolueno. Un estudio posterior demostró que también este tipo de enzimas fúngicas 

son capaces de degradar el PU, pero hasta ahora no se ha reportado su 

purificación (Santerre et al., 1994). 

Debido a que la proporción de enlaces de tipo éster es de un millón por 

cada enlace de tipo uretano en el PU-PS, algunos autores han nombrado a la 

fracción poliéster del PU-PS “la fracción suave”. Dado que el enlace éster es el 

sustrato específico de las esterasas, es más frecuente encontrar microorganismos 

productores de esterasas con capacidad degradadora de PU que microorganismos 

que producen proteasas y/o ureasas que ataquen los enlaces uretano. 

  Se ha reportado la purificación de dos actividades enzimáticas de tipo 

esterasa provenientes de Comamonas acidovorans TB35 (Shigeno-Akutsu et al., 

1999): una extracelular y otra asociada a la membrana. Se ha demostrado la 

capacidad de la enzima asociada a membrana de hidrolizar los enlaces éster 

presentes en el PU-PS, incluso cuando la enzima se produce de manera 

recombinante. La pérdida de peso de cubos de PU-PS incubados con la enzima de 

membrana, fue diez veces mayor (1.3 mg) que la generada con la enzima 

extracelular (0.1 mg) (Nakajima-Kambe et al., 1999). Se ha determinado que 

ambas enzimas atacan la porción éster del PU. Sin embargo, la esterasa unida a la 

membrana es capaz de atacar los enlaces éster dentro de la molécula de PU, 

mientras que la esterasa extracelular ataca los enlaces éster de la materia prima 

en la molécula de poli-adipato de polietilenglicol, y en menor proporción cuando 

éste se ha polimerizado (Akutsu et al., 1998). Al clonar el gen que codifica a la 

enzima asociada a membrana y expresar la proteína recombinante en Escherichia 

coli se observó también la presencia de la enzima extracelular, lo cual indica que 

ambas enzimas provienen del mismo gen, sólo que la extracelular se libera al 

medio de cultivo debido a alguna modificación postraduccional desconocida aún 

(Shigeno-Akutsu et al., 1999). 

 También se ha reportado la purificación de una esterasa y una proteasa 

extracelulares de P. chlororaphis (Ruiz et al., 1999), una lipasa extracelular de 
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Bacillus subtilis (Rowe y Howard, 2002), una proteasa de P. fluorescens (Howard y 

Blake, 1998) y una esterasa de C. acidovorans (Allen et al., 1999). Cada una de 

estas actividades se clasificó como poliuretanasa ya que, al incubar las 

preparaciones enzimáticas en una placa con medio sólido que contenía el barniz 

Impranil DLN (dispersión acuosa de PS-PU), se observó un halo claro alrededor de 

la zona donde se depositó la enzima, cuando la caja se teñía con azul de 

Coomassie lo cual implica la degradación del PU.  
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3. HIPÓTESIS 

 

Dado que las cepas bacterianas BQ1 y BQ8 son capaces de crecer en un medio 

mineral con un barniz de PU poliéster (Hydroform) (MM-PUh) como única fuente 

de carbono, generar cambios en las propiedades del poliuretano y expresar una 

actividad de esterasa en presencia del mismo, se propone que esta actividad está 

relacionada con la degradación del PU. 
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4. OBJETIVOS 

 

- Identificar por técnicas moleculares, la especie a la que pertenecen las 

cepas BQ1 y BQ8.  

- Caracterizar el crecimiento de BQ1 y BQ8 a largo plazo en MM-PUh. 

- Determinar el efecto que tiene el crecimiento de las cepas BQ1 y BQ8 sobre 

Hydroform sólido. 

- Detectar la posible presencia de una actividad esterasa asociada a la 

membrana, en ambas cepas. 

- Purificar las actividades enzimáticas de tipo esterasa encontradas.  

- Determinar el efecto que tienen las actividades esterasa purificadas sobre 

Hydroform sólido in vitro.  
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5. ESTRATEGIA EXPERIMENTAL 
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6. MATERIALES Y MÉTODOS 

6.1. Identificación por secuenciación de rDNA 16S 

Se aisló el DNA cromosomal de las cepas bacterianas BQ1 y BQ8 empleando el 

siguiente método. Cada una de las cepas se sembró en una caja Petri con medio 

Luria Bertani (LB) (Anexo). Después de incubarlas durante 48 h a 37 °C, se tomó 

una muestra de bacterias del tamaño de un grano de arroz y se depositó en un 

tubo con 500 µL de amortiguador Tris-EDTA (TE) estéril (Anexo). Se adicionaron 

20 µL de solución de lisozima (L7001 Sigma-Aldrich) [20 µg▪µL-1] y se incubó a 37 

ºC durante 15 min. Se adicionaron 8 µL de solución de proteinasa K (P2308-25MG 

Sigma-Aldrich) [10 µg▪µL-1] y 16 µL de RNAasa (10109169001 Roche Applied 

Science) [10 µg▪µL-1]. Los tubos se agitaron y se incubaron a 65 ºC durante 1 h. 

Se adicionaron 120 µL de solución SDS al 10% (p/v) y se incubó nuevamente a 65 

ºC durante 10 min. Se dejaron enfriar las muestras a temperatura ambiente, se 

les adicionaron 600 µL de mezcla de fenol-cloroformo (25:24) y se agitaron 

vigorosamente hasta obtener una emulsión. Se centrifugaron a 20,800 x g durante 

10 min, obteniéndose tres fases. Se recuperó la fase superior (fase acuosa) y se 

colocó en un tubo nuevo. A ésta se le adicionó 1 mL de etanol absoluto frío (-20 

ºC) y se agitó suavemente. Se centrifugó durante 10 min a 10,600 x g, se retiró el 

sobrenadante y el precipitado se dejó secar a temperatura ambiente. Una vez 

seco, se resuspendió en 50 µL de agua desionizada estéril y se congeló a -20 °C 

(Lawson, 1993). 

Debido a que las preparaciones de DNA obtenidas presentaron 

contaminación por polisacáridos, se adaptaron los siguientes pasos al método 

anterior. Después de la incubación con SDS al 10% se ajustó el volumen a 600 µL 

con amortiguador TE y se adicionaron 110.7 µL de NaCl 5 M y 88.5 µL de solución 

de bromuro de cetil trimetil amonio (CTAB)/NaCl [10% (p/v)/0.7 M], se agitó y se 

incubó a 65 °C por 10 min (Ausubel, 1994). Terminada la incubación se continuó 

con el paso de adición de fenol-cloroformo, siguiendo con el protocolo original. 

Para comprobar la pureza del DNA extraído se realizó una electroforesis en gel de 

agarosa al 1.5% (p/v) y se determinó la relación de Absorbancia 

(Abs)260nm/Abs280nm y Abs260nm/Abs230nm. Se determinó su concentración 

considerando que una unidad de Abs260nm equivale a 50 g▪mL-1 de DNA. 

http://www.biocompare.com/Links/Product.aspx?i=51896&v=147&cy=219
http://www.biocompare.com/Links/Product.aspx?i=51896&v=147&cy=219
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El DNA obtenido se utilizó para realizar la amplificación por PCR de un 

fragmento del gen del rDNA 16S (correspondiente a la posición 750 del gen de E. 

coli), usando los cebadores cercanos a los extremos 3’ y 5’ de dicho fragmento pA 

(5’AGAGTTTGATCCTGGCTCAG3’) y pH (5’AAGGAGGTGATCCAGCCGCA3’) 

respectivamente. Se secuenció directamente una cadena del producto de este PCR 

utilizando un secuenciador automático de DNA (ABI Prism 3100 genetic analyzer; 

Foster City, CA) y empleando los cebadores gamma 

(5’ACTGCTGCCTCCCGTAGGAG3’), pD* (5’GTATTACCGCGGCTGCTG3’), 

ANTIgamma (5’CTCCTACGGGAGGCAGCAGT3’) y ANTIKK 

(5’CGTGCCAGCAGCCGCGGTAAT3’). La identificación se basó en la comparación de 

las secuencias obtenidas con las secuencias parciales de este gen reportadas en el 

GenBank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov), empleando el algoritmo BLAST. Las 

secuencias se alinearon usando el editor de alineamiento de secuencias BioEdit y 

se revisaron visualmente. Este análisis fue llevado a cabo por la estudiante de 

doctorado Sandra Bolaños bajo la dirección de la Dra. Carmen Wacher, del 

Departamento de Alimentos, Facultad de Química, UNAM. 

6.2. Caracterización del crecimiento bacteriano a largo plazo 

Se inoculó una colonia en 5 mL de medio LB y se incubó durante 12 h a 37 °C y 

200 rpm. Concluido este tiempo, se midió la densidad óptica a 660 nm (DO660nm) 

del cultivo y se re-inoculó en 5 mL de medio LB con una DO660nm inicial de 0.1. 

Este cultivo se incubó a 37 °C y 200 rpm hasta llegar a un valor de DO660nm de 0.8. 

Una vez alcanzada esta condición se re-inoculó en 50 mL de medio mínimo al 1% 

(10.5 mg▪mL) (que equivale a 0.3% de sólidos) de Hydroform como única fuente 

de carbono (MM-PUh) (Anexo), a una DO660nm inicial de 0.02. Hydroform es un 

barniz de PU base agua con 30% de sólidos (p/v), que se usa para el 

recubrimiento de superficies de madera.  

Para la cuantificación del crecimiento bacteriano se prepararon cultivos en 

MM-PUh por triplicado y se les midió la DO660nm durante cinco días. Se observó 

que a partir de las 16 h de incubación ocurrió un cambio en la morfología del 

cultivo ya que las células se agregaron, por lo que el valor de DO660nm disminuyó 

hasta cero transcurridos cuatro días. Por lo tanto, fue necesario determinar el 

crecimiento por cuantificación del peso húmedo durante cinco días de incubación. 
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Para ello se prepararon 200 mL de MM-PUh en las condiciones mencionadas 

anteriormente. El cultivo se repartió en 30 tubos de ensayo de 16 x 150 mm, 

colocando 5 mL de MM-PUh inoculado en cada tubo. Los tubos se mantuvieron en 

incubación a 37 °C y 200 rpm durante seis días, tiempo durante el cual se midió el 

peso húmedo cada 6 y 12 h. La medición se realizó centrifugando el contenido de 

cada tubo a 5,000 x g durante 5 min, se eliminó el sobrenadante y se midió el 

peso de la pastilla formada. Cada medición se realizó por triplicado. Los 

parámetros del crecimiento en Hydroform ( y Ks) de BQ1 y BQ8 se determinaron 

variando la concentración del mismo en MM-PUh de 10.5 a 105 mg▪mL-1. Para la 

construcción del gráfico de Monod, se emplearon los valores de peso húmedo 

medido en la fase exponencial de crecimiento (0 a 12 h de incubación). 

6.3. Determinación de los efectos bacterianos sobre Hydroform sólido 

Se prepararon láminas de Hydroform colocando una capa de 3 mm de éste en una 

caja Petri y se secó en estufa a 65 °C durante 3 días. Una vez que estuvo 

completamente seco se formó una película sólida de aproximadamente 1 mm de 

espesor que se cortó en láminas de 1 x 2 cm. Se adicionaron cinco láminas a MM-

PUh inoculado con cada una de las cepas y a un matraz con medio sin inocular. 

Estos matraces se incubaron a 37 °C con agitación a 200 rpm durante 15 días. 

Transcurrido dicho tiempo, se recuperaron las láminas, se lavaron con agua 

desionizada y se analizaron por microscopía electrónica de barrido (SEM) usando 

un microscopio JEOL 5900 LB a 500 aumentos. 

6.4. Detección de la actividad de esterasa asociada a membrana y 
selección del detergente adecuado para su extracción 
 
A partir de cultivos con 16 h de incubación se obtuvieron células por 

centrifugación a 5000 x g durante 5 min. Se colocaron 50 mg de células en un 

tubo Eppendorff y se resuspendieron en 1 mL de solución amortiguadora de 

fosfatos 20 mM, pH 7 con una cantidad de veinte veces la concentración miscelar 

crítica (CMC) de cada detergente utilizado. Se agitó vigorosamente durante 1 h, se 

centrifugó a 20,800 x g durante 10 min y se midió actividad de esterasa en el 

sobrenadante, empleando el método del para-nitrofenilacetato (p-NPA) (Anexo) 

(Desphande et al., 1984) (todos los pasos de extracción se realizaron a 4 °C). Los 

detergentes utilizados y sus concentraciones (% p/v) fueron: Zwittergent 3-12 
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(0.22), Octil--D-glucósido (14.6), Tritón X-100 (0.4), Deoxicolato de sodio (0.42), 

Tween80 (0.04), Digitonina (0.4 (seleccionado arbitrariamente)), n-Dodecil-β-D-

maltósido (0.1) y n-Octil-β-D-glucósido (14.6). 

6.5. Medición de la actividad de esterasa asociada a membrana durante 
el crecimiento en MM-PUh 
 
Se inocularon 400 mL de cultivo MM-PUh con las bacterias BQ1 y BQ8 con las 

condiciones de cultivo mencionadas en el punto 6.2., excepto que la concentración 

de Hydroform empleada cambió de 1% a 8.3% (87.15 mg▪mL-1) ó 2.5% de 

sólidos. Esta condición de cultivo se eligió con base en la determinación de 

parámetros de crecimiento, pues en ella se observó una mayor velocidad de 

crecimiento que en 1% de Hydroform. Este cultivo se repartió en matraces de 125 

mL colocando 30 mL en cada uno. Estos cultivos se incubaron a 37 °C y 200 rpm 

durante 140 h. Periódicamente se extrajo un matraz por cada cepa y el contenido 

se centrifugó a 5,000 x g durante 5 min, se desechó el sobrenadante (SN) y se 

pesó la pastilla. La pastilla se resuspendió en solución amortiguadora de fosfato de 

potasio 20 mM pH 7 con 0.22% de Zwittergent 3-12 (solución de extracción), en 

una proporción de 1 mL de solución de extracción por cada 50 mg de células. La 

pastilla se agitó en vortex durante una hora, se centrifugó a 20,800 x g por 10 min 

y se colectó la fracción líquida. En esta fracción se midió la actividad esterasa 

empleando el método del p-NPA (Anexo). Además, cada extracto se analizó por 

zimografía para actividad de esterasa (Sección 6.7). Todo el procedimiento se 

realizó por triplicado para cada uno de los diez puntos obtenidos a través del 

tiempo. 

6.6. Detección de la actividad de esterasa por zimografía  

Después de separar el extracto proteico obtenido de la membrana por tratamiento 

con detergente en un gel desnaturalizante de poliacrilamida al 12% (SDS-PAGE), 

éste se lavó en una solución de Tritón X-100 al 2.5% durante 30 min, se enjuagó 

durante 1 min en amortiguador de fosfatos 50 mM, pH 7 y posteriormente se 

agregó butirato de metilumbeliferona (MUF-butyrate), el cual es sustrato de 

esterasas. Éste se preparó en solución stock 50 mM en dimetilsulfóxido (DMSO). 

Al momento de usarse se diluyó en amortiguador de fosfatos 50 mM para tener 

una concentración final de 1.6 mM. El gel se expuso a luz ultravioleta (UV) un 
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minuto después de haber adicionado el sustrato, donde se observó fluorescencia 

de las bandas de proteínas con actividad de esterasa (Díaz et al. 1999). Se empleó 

como control positivo en cada gel, una lipasa de Pseudomonas fluorescens 

(Sigma). 

6.7. Purificación de la actividad de esterasa asociada a membrana a 
partir de bacterias cultivadas en MM-PUh, al 8.3% de Hydroform 
 
A partir de 4.2 L de MM-PUh al 8.3% de Hydroform se obtuvieron 23 g de células 

por centrifugación a 5,000 x g, las cuales se resuspendieron en 460 mL de 

solución amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM, pH 7 con Zwittergent 3-12 al 

0.22% (solución de extracción) y se agitaron en vórtex durante 1 h. La suspensión 

se filtró con membrana de 0.22 μm de corte y se centrifugó a 20,800 x g durante 

10 min. La pastilla formada se desechó y el SN fue dializado durante 12 h con 

solución amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM, pH 7, en bolsas de diálisis 

con corte de 6 kDa para retirar el detergente (extracto crudo). El extracto crudo 

se llevó al 50% de saturación de (NH4)2SO4, se agitó por 30 min y se centrifugó a 

7,000 x g durante 10 min. La pastilla obtenida se resuspendió en solución 

amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM pH 7 con (NH4)2SO4 al 12.5% (500 

mM). Esta solución se fraccionó por cromatografía de interacción hidrofóbica 

empleando la resina Phenyl Sepharose CL-4B (P7892-10ML Sigma-Aldrich). Se 

utilizaron 20 mL de resina, la cual previamente se había lavado con agua destilada 

y equilibrado con una solución de fosfato de potasio 20 mM, pH 7 al 12.5% de 

saturación de (NH4)2SO4. La mezcla se agitó suavemente en un agitador giratorio 

durante 10 min, se centrifugó a 5,000 x g durante 5 min y se retiró la fase líquida 

(fracción no unida). La resina se eluyó usando un gradiente de detergente 

Zwittergent 3-12 en amortiguador de fosfato de potasio 20 mM pH 7. El gradiente 

de detergente fue de 0 a 0.4% en incrementos de 0.01% en la concentración de 

detergente. Se agregaron 20 mL de la solución con 0.01% de detergente, se agitó 

suavemente durante 10 min y se centrifugó a 5,000 x g durante 5 min y se retiró 

la fase líquida (primera fracción de elución). El procedimiento se repitió agregando 

en orden consecutivo en concentración de detergente las soluciones preparadas, 

obteniéndose 40 fracciones de elución. A todas las fracciones se les midió 

actividad de esterasa empleando el método del p-NPA. La fracción con mayor 
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actividad de esterasa obtenida de la cromatografía anterior se separó mediante la 

resina de intercambio aniónico Q-Fast flow (Amersham Biosciences ABS-751 82). 

Se emplearon 10 mL de esta resina previamente lavada con 100 mL de agua 

destilada, regenerada con 100 mL KCl 1 M, nuevamente lavada con 100 mL de 

agua y finalmente equilibrada con solución amortiguadora de fosfatos 20 mM pH 

7. 

Una vez cargada la muestra de 20 mL se agitó suavemente durante 10 min, 

se centrifugó a 5,000 X g durante 5 min y se retiró la fase líquida. La resina se 

eluyó con un gradiente de fosfato de potasio de 0.02 a 1 M, aplicado en 20 pasos 

con incrementos de 50 mM entre cada fracción. Cada paso de elución se realizó 

agregando 15 mL de amortiguador de fosfatos 50 mM, pH 7, se centrifugó a 5,000 

x g durante 5 min, se separó la fase líquida obteniendo la fracción de elución uno; 

nuevamente se agregaron 15 mL de amortiguador de fosfatos ahora a una 

concentración 100 mM, pH 7 y se repitió la centrifugación. Esta secuencia se 

repitió aumentando la concentración en 50 mM cada vez, hasta alcanzar 0.95 M. 

Después de haber eluído con el gradiente de fosfatos se agregaron 15 mL de 

solución de KCl 1 M para eluir por completo la resina obteniéndose veintiún 

fracciones en total. 

A todas las fracciones se les midió la actividad de esterasa empleando el 

método de p-NPA. La fracción con mayor actividad de esterasa (fracción 5) se 

almacenó a –70 °C. La pureza de la preparación de enzima se verificó con una 

SDS-PAGE al 12% teñido con azul de Coomassie y la identificación de la banda de 

proteína con actividad de esterasa se realizó mediante zimografía para esterasa 

(Sección 6.6). 

6.8. Identificación de la proteína con actividad esterasa purificada a 
partir de bacterias cultivadas en MM-PUh al 8.3% de Hydroform 
 
A partir del SDS-PAGE mediante el cual se analizó la última fracción del proceso de 

purificación, se cortaron las bandas de 19 kDa correspondientes a la proteína con 

actividad de esterasa de cada cepa y se enviaron a identificación por 

cromatografía de líquidos y espectrometría de masas en tandem (LC-MS-MS). La 

secuenciación fue realizada por el Dr. Guillermo Mendoza Hernández (Facultad de 

Medicina, UNAM). 
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6.9.  Exposición de láminas de Hydroform sólido a la actividad de 
esterasa de bacterias cultivadas en MM-PUh al 8.3% (v/v) de Hydroform 
 
Se prepararon láminas de Hydroform como se describió en la sección 6.3. A partir 

de la película formada se recortaron piezas de 0.5 x 0.5 cm con grosor 

aproximado de 0.5 mm. Se introdujeron tres de estas láminas en un tubo 

eppendorf con 500 μL de extracto crudo que contenía Zwittergent 3-12 y otras 

tres láminas en otro tubo que contenía extracto crudo al cual se le había retirado 

el Zwittergent 3-12 por diálisis. Estos tubos se incubaron a 37 °C con agitación a 

200 rpm durante 15 días. El extracto crudo en ambos casos, se renovó cada 24 h 

a partir de alícuotas del mismo que se mantuvieron congeladas a –70 °C hasta el 

momento de su uso. Como control, se introdujeron tres láminas en amortiguador 

de fosfatos 20 mM, pH 7 con y sin Zwittergent 3-12 al 0.22% y se incubaron bajo 

las mismas condiciones. Transcurrido dicho tiempo, se recuperaron las láminas, se 

lavaron con agua desionizada y se analizaron por SEM con un microscopio JEOL 

5900 LB a 10,000 aumentos. También, se adicionaron tres láminas de Hydroform 

a MM-PUh al 8.3% (v/v) de Hydroform inoculado con cada una de las cepas a un 

matraz con medio sin inocular. Las láminas fueron extraídas y analizadas por MEB 

después de 15 días de incubación a 37 °C con agitación de 200 rpm. 

6.10. Purificación de la actividad esterasa asociada a membrana a partir 
de bacterias cultivadas en MM-PUh, al 1% de Hydroform  
 
A partir de 8 L de MM-PUh con 0.3% de Hydroform (10.5 mg▪mL-1) se obtuvieron 

12 g de células por centrifugación a 5,000 x g, las cuales se resuspendieron en 

240 mL de solución amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM, pH 7, con 

Zwittergent 3-12 al 0.22% (solución de extracción) y se agitaron en vórtex 

durante 1 h. La suspensión se filtró a través de una membrana de 0.22 μm de 

corte y se centrifugó a 20,800 x g durante 10 min. 

La pastilla formada se desechó y el sobrenadante se dializó durante 12 h 

con solución amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM, pH 7, en bolsas de 

diálisis con corte de 6 kDa para retirar el detergente (extracto crudo). El extracto 

crudo se separó por cromatografía de interacción hidrofóbica eluida en un solo 

paso de (NH4)2SO4. Para esta cromatografía se emplearon 10 mL de resina Phenyl 

Sepharose CL-4B, los cuales se empacaron en una columna de 2.5 cm de diámetro 
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x 2.5 cm de alto. La columna previamente se había lavado con 100 mL de agua 

desionizada para eliminar el etanol y posteriormente se equilibró con solución 

amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM, pH 7 al 12.5% de saturación de 

(NH4)2SO4 (solución de equilibrio). El extracto crudo se llevó al 12.5% de 

(NH4)2SO4 y se pasó por la columna, obteniéndose la fracción no unida. La 

columna se lavó con 100 mL de solución de equilibrio obteniéndose la fracción de 

lavado. La fracción unida se eluyó de la resina con 50 mL de solución 

amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM, pH7, sin (NH4)2SO4 (solución de 

elución). De estas tres fracciones se tomó la fracción no unida, ya que en ella se 

detectó la actividad esterasa y se separó usando una cromatografía de 

intercambio aniónico eluida por adición de KCl 1 M. Para esta cromatografía se 

emplearon 10 mL de resina catiónica (Q-Fast Flow), los cuales se empacaron en 

una columna de 2.5 cm de diámetro x 2.5 cm de alto. La columna previamente se 

lavó con 100 mL de agua desionizada para eliminar el etanol y posteriormente se 

lavó con 100 mL de solución amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM, pH 7 

con KCl 1 M (solución de elución II). La resina se volvió a lavar con 100 mL de 

agua desionizada y posteriormente se equilibró con 100 mL de solución 

amortiguadora de fosfato de potasio 20 mM, pH 7 (solución de equilibrio II). La 

fracción no unida de la cromatografía de interacción hidrofóbica se pasó por la 

columna de Q-Fast Flow, obteniéndose la fracción no unida. La columna se lavó 

con 100 mL de solución de equilibrio II obteniéndose la fracción de lavado. La 

fracción unida se eluyó de la resina con 50 mL de solución de elución II. La 

fracción unida a la columna de Q-Fast Flow se separó nuevamente por 

cromatografía de intercambio aniónico eluida con gradiente de fosfato de potasio. 

Para esta cromatografía se empleó una columna pre-empacada Mono-Q 10/10, 

equilibrada con solución amortiguadora de fosfatos 20 mM, pH 7. Se desechó la 

fracción no unida y se eluyó a 0.5 mL·min-1 con un gradiente de fosfato de potasio 

de 20 a 500 mM. Las fracciones con mayor cantidad de proteína se desalaron con 

Centricon con corte de 10 kDa y se analizaron por zimografía para detectar 

actividad de esterasa. 
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6.11. Determinación del efecto sobre Hydroform sólido de la esterasa de 
55 kDa purificada a partir de bacterias cultivadas en MM-PUh al 1% de 
Hydroform 
 
Para esta prueba se emplearon láminas preparadas en la misma forma que se 

mencionó en la Sección 6.9. Se introdujeron tres de estas láminas en tubos 

eppendorf con 40 μL de la preparación enzimática de cada cepa obtenida en el 

último paso de purificación la cual contenía 0.22 y 0.23 U de actividad de esterasa 

medidas con el método de p-NPA, correspondientes a las bacterias BQ1 y BQ8 

respectivamente. Estos tubos se incubaron a 37 °C con agitación a 200 rpm 

durante 10 días. La preparación enzimática fue renovada cada 24 h a partir de 

alícuotas de la fracción original que se mantuvieron congeladas a –70 °C hasta el 

momento de su uso. Como control, se introdujeron tres láminas en amortiguador 

de fosfatos 20 mM, pH 7 y se incubaron bajo las mismas condiciones. Transcurrido 

este tiempo, se recuperaron las láminas, se lavaron con agua desionizada y se 

analizaron por MEB usando un microscopio JEOL 5900 LB a 10,000 aumentos. 
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7. RESULTADOS  

7.1. Identificación de las bacterias BQ1 y BQ8  

De acuerdo con la caracterización bioquímica realizada previamente empleando el 

sistema de clasificación API2ONE, las dos cepas bacterianas (BQ1 y BQ8) aisladas 

en un medio mínimo con un barniz de PU Hydroform como única fuente de 

carbono (MM-PUh) fueron identificadas como Comamonas tetosteroni (Oceguera 

Cervantes, 2005), especie perteneciente a la familia Comamonadaceae. Sin 

embargo, aunque ambas cepas fueron positivas para las pruebas de reducción de 

nitratos, asimilación de ácido adípico, málico y actividad de citocromo oxidasa, 

mostraron diferencias en la prueba de arginina hidrolasa, que fue positiva para 

BQ1 y negativa para BQ8, y en la prueba de asimilación de gluconato de potasio 

en la que la cepa BQ1 fue negativa y la BQ8 positiva.  

Para tener una identificación más precisa de estas dos cepas, en este 

trabajo se llevó a cabo el análisis de la secuencia parcial del gen del rDNA 16S de 

BQ1 y BQ8 encontrando que pertenecen al género Alicycliphilus. Las secuencias 

parciales de los dos genes de las cepas BQ1 y BQ8 fueron depositadas en el 

GenBank con los números de acceso EF463077 y EF463078, respectivamente. El 

género Alicycliphilus está estrechamente relacionado con los géneros Acidovorax y 

Comamonas, todos pertenecientes a la familia Comamonadaceae, en el grupo de 

las β-proteobacterias.  Las secuencias del rDNA 16S de BQ1 y BQ8 presentaron 

100 y 99% de identidad respectivamente con Alicycliphilus sp. cepa R-24611 

(GenBank accession no. AM084014), la cual fue aislada de lodo activado y 

cultivada en medio con etanol y succinato como fuente de carbono y con nitrato 

como fuente de nitrógeno (Heylen et al., 2006). Además, presentaron 99 y 98% 

de identidad respectivamente, con la cepa K601, que corresponde a la especie 

Alicycliphilus denitrificans (GenBank accession no. AJ418042), la cual es la especie 

de referencia con la que se nombró a este nuevo género de bacterias (Mechichi et 

al., 2003). 
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7.2. Caracterización del crecimiento a largo plazo 

En un primer estudio se midió el crecimiento de BQ1 y BQ8 en MM-PUh por 

D.O.660nm durante 20 h de incubación y también se observó que el Hydroform 

presente en el cultivo inoculado con estas cepas sufrió cambios en sus 

propiedades después de 5 días de incubación (Oceguera Cervantes, 2005). Por lo 

tanto, en este estudio se decidió determinar el crecimiento bacteriano en este 

período de tiempo, observándose una fase exponencial de 4 a 12 y de 6 a 14 h de 

incubación para BQ1 y BQ8 respectivamente, alcanzando valores máximos de 

D.O.660nm de 1.0 y 0.71, respectivamente. Después de estos tiempos, los valores 

de D.O.660nm comenzaron a descender sin que se observara una fase de 

crecimiento estacionaria. Este descenso continuó hasta llegar a un valor de 

densidad óptica de cero a los cuatro días de incubación (Figura 1). Se observó que 

simultáneamente con la disminución de D.O.660nm se inició una formación de 

agregados celulares, por lo que se decidió determinar el crecimiento midiendo el 

peso húmedo de la biomasa bacteriana. Esta determinación mostró una fase 

exponencial entre 4 y 12 h y fase estacionaria a partir de alrededor de 60 h, 

alcanzándose un crecimiento máximo después de 100 h de 17.8 ±0.6 y 14.0 ±0.6 

mg▪mL-1 para BQ1 y BQ8, respectivamente (Figura 1).  
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Figura 1. Cinética de crecimiento de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ8 

durante cinco días de cultivo en medio MM-PUh con 10.5 mg▪mL-1 (1%) 

de Hydroform. Medición del crecimiento por densidad óptica a 660 

nm de cepas BQ1(○) y BQ8(●) y por peso húmedo cepas BQ1(□) y 

BQ8(■). Cada punto representa el promedio de tres repeticiones y 

las barras la desviación estándar. 
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7.3. Determinación de parámetros de crecimiento en MM-PUh 

La dependencia del crecimiento bacteriano con respecto a la concentración de 

Hydroform (de 10.2 a 105 mg▪mL-1 o de 1 a 10%) mostró un patrón hiperbólico 

(Figura 2). El cálculo de los valores de μmax fue de 3.94 ±0.2 y 4.55 ±0.6 h-1 y de 

Ks de 16.9 ±3.5 y 27.7 ±1.9 mg▪mL-1 para BQ1 y BQ8, respectivamente. Las Ks 

mostraron diferencias significativas (P = 0.05), lo cual sugiere una mejor 

utilización del Hydroform por BQ1, ya que alcanza velocidades de crecimiento 

mayores a concentraciones más bajas.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 2. Dependencia del crecimiento de Alicycliphilus sp. BQ1 y 

BQ8 de la concentración de Hydroform. Se emplearon concentraciones 

de Hydroform de 10.5 a 105 mg▪mL-1 (1 a 10%) como única fuente de 

carbono. La gráfica de Monod se construyó con los valores de peso 

húmedo de la fase exponencial de 0 a 12 h de las cepas BQ1(□) y 

BQ8(■). Cada punto representa el promedio de tres repeticiones y 

las barras representan la desviación estándar. 
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 7.4. Determinación de los efectos bacterianos sobre Hydroform sólido 

La determinación de los efectos de Alicycliphilus sp. sobre Hydroform sólido es 

una de las pruebas más importantes en este trabajo, pues a pesar de que ya se 

demostró que son capaces de alterar las propiedades del Hydroform líquido 

(Oceguera Cervantes, 2005), es necesario demostrar que éste es atacado por las 

bacterias una vez que se ha polimerizado por completo. Las microfotografías 

muestran la formación de orificios en la superficie de láminas de Hydroform 

expuestas durante 15 días al crecimiento bacteriano en MM-PUh al 1%. En 

contraste, las láminas control que se incubaron en MM-PUh sin inocular 

conservaron su superficie lisa (Figura 3). 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 3. Micrografía electrónica de Hydroform sólido incubado en 

MM-PUh al 1% sin inocular (a), inoculado con BQ1 (b) y con BQ8 

(c). Cada prueba se realizó por triplicado. 
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7.5. Detección de la actividad de esterasa asociada a membrana y 
selección del detergente adecuado para su extracción  

Se ha reportado que la cepa C. acidovorans TB35 posee una actividad esterasa 

asociada a membrana que es capaz de atacar los enlaces éster del PU rígido 

(PUR) (Akutsu et al., 1998), y una esterasa extracelular, que sólo ataca los 

enlaces éster cuando forman parte del poliéster, pero no del PUR (Shigeno-Akutsu 

et al., 1999). En un trabajo previo, reportamos la existencia de una actividad 

esterasa extracelular en los cultivos de Alicyliphilus sp. (Oceguera Cervantes, 

2005). En este trabajo exploramos la posibilidad de que en Alicyliphilus sp. cepas 

BQ1 y BQ8, también exista una actividad esterasa asociada a membrana que 

pudiera ser la responsable del ataque al PU sólido y generar los cambios descritos 

anteriormente. Así, células de BQ1 y BQ8 se sometieron a un tratamiento de 

extracción de proteínas de membrana, en el que se probaron ocho detergentes 

diferentes esperando obtener la posible actividad de esterasa asociada a 

membrana. La actividad de esterasa fue medida por el método de p-NPA en la 

solución de detergente después de tratar las células (Figura 4). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 4. Actividad esterasa asociada a membrana extraída con ocho 

detergentes diferentes de Alicycliphilus sp. cepas BQ1 (Cepa 1) y 

BQ8 (Cepa 8).  
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En el análisis electroforético de las proteínas extraídas empleando los 

diferentes detergentes se observó que Zwittergent 3-12 fue el que logró extraer 

mayor cantidad de proteína (Figura 5) y al mismo tiempo una mayor actividad de 

esterasa por volumen de extracto (0.042 y 0.026 U·mL-1 para BQ1 y BQ8 

respectivamente) (Figura 4). El tratamiento con Deoxicolato de sodio fue el 

segundo mejor, obteniendo actividades de 0.022 y 0.015 U·mL-1, para BQ1 y BQ8 

respectivamente. Con los demás detergentes se obtuvieron resultados muy 

similares entre si, presentando actividad esterasa por debajo de las 0.01 U·mL-1. 

  

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. SDS-PAGE teñido con azul de Coomassie del extracto 

proteico de membranas obtenido con cada detergente, de 

Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ8. MM (Marcador de Masa molecular), 1 

(Zwittergent 3-12), 2 (Octil--D-glucósido), 3 (Tritón X-100), 4 
(Deoxicolato de sodio), 5 (Tween80), 6 (Digitonina), 7 (n-Dodecil-

β-D-maltósido) y 8 (n-Octil-β-D-glucósido). En cada carril se 

cargaron 25 μL de extracto. 
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7.6. Medición de la actividad de esterasa asociada a membrana durante 
el crecimiento en MM-PUh   

Previamente se observó la aparición de una actividad esterasa extracelular en 

cultivos de BQ1 y BQ8 después de 12 h de incubación, la cual permaneció durante 

120 h de cultivo (Oceguera Cervantes, 2005). En este trabajo se midió la actividad 

esterasa asociada a membrana a lo largo del mismo tiempo de cultivo (120 h). 

Esta determinación se realizó en cultivos de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ8 en MM-

PUh con una concentración de Hydroform de 8.3% (87.15 mg▪mL-1). Esta mayor 

concentración de PU se eligió con base en los parámetros de crecimiento, pues se 

observó una mayor velocidad de crecimiento y una mayor producción de biomasa 

al 8.3 que al 1% de Hydroform. La medición de la actividad esterasa asociada a 

membrana, extraída con el tratamiento con Zwittergent 3-12, mostró que está 

presente desde el tiempo cero (9.96 y 8.35 nmol▪min-1▪mL-1 para BQ1 y BQ8 

respectivamente) e incrementa después de 6 h, llegando a un máximo entre las 

18 y 48 h de cultivo (38.3 y 49.7 nmol▪min-1▪mL-1 para BQ1 y BQ8, 

respectivamente). Posteriormente disminuye abruptamente para llegar casi a cero 

a las 63 h de incubación (Figura 6a y 6b). Ambas cepas fueron capaces de 

sostener su crecimiento por más de 120 h presentando una máxima producción de 

biomasa después de las 44 h de incubación (74 y 68 mg▪mL-1 para BQ1 y BQ8 

respectivamente). El crecimiento en la fase estacionaria es coincidente con la 

caída de la actividad (Figuras 6a y 6b) y con un cambio en la organización celular, 

que es la formación de agregados.  
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Figura 6. Crecimiento (□) de Alicyliphilus sp. BQ1(a) y BQ8(b) y 

actividad de esterasa asociada a membrana (○) en MM-PUh 

conteniendo 8.3% (87.15 mg▪mL-1) de Hydroform. Cada valor de 

crecimiento  representa el promedio de tres repeticiones, las 

barras indican la desviación estándar. La actividad esterasa se 

midió por el método de (p-NPA).  
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7.7. Detección de la actividad esterasa por zimografía 

La actividad esterasa de membrana de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ8 cultivadas en 

Hydroform 8.3% fue analizada a través del tiempo de cultivo empleando 

zimografía. Con este ensayo se detectó en un gel desnaturalizante de 

poliacrilamida al 12% (SDS-PAGE) una sola banda de 19 kDa con actividad 

esterasa (Figura 7). Al igual que cuando se midió la actividad 

espectrofotométricamente con pNPA (Figura 6a y 6b), en la zimografía se observó 

que después de las 44 h de incubación la señal de proteína con actividad esterasa 

desapareció, quedando solo un remanente a las 63 h. Esto confirma que el cambio 

en la actividad esterasa medida con el método de p-NPA es verdadero (Figura 7). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Zimogramas de la actividad esterasa asociada a membrana 

de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ8 a diferentes horas de cultivo en 

Hydroform 8.3%. C+, control positivo, 0.5 U de lipasa de 

Pseudomonas fluorescens. 
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7.8. Purificación de la actividad de esterasa asociada a membrana de 
Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ8 cultivadas en Hydroform 8.3%  

La purificación se llevó a cabo con los extractos membranales de ambas cepas, 

obtenidos empleanado Zwitergent 3-12 y posteriormente una precipitación con 

(NH4)2SO4 de 0 a 50% de saturación, en la que se observó una gran pérdida de la 

actividad total, recuperándose solo el 30% de la actividad esterasa inicial. 

Posteriormente se realizaron dos cromatografías, una de interacción hidrofóbica 

empleando Phenyl Sepharose CL-4B con un gradiente de elución de detergente y 

posteriormente una de intercambio aniónico Q-Fast Flow, en la cual se usó un 

gradiente de elución de fosfatos. El análisis de la purificación (Tabla 2) muestran 

que en ambos pasos de cromatografía se pierde una gran cantidad de proteína, 

teniendo un rendimiento final de actividad de 0.207 y 0.203% para BQ1 y BQ8, 

respectivamente. Además, se observó un incremento muy pobre de la actividad 

específica, lo cual indica que los métodos empleados poseen baja selectividad por 

la proteína de interés. 

  

Tabla 2. Purificación de las esterasas asociadas a membrana de las 

cepas BQ1 y BQ8 cultivadas en MM-PUh con 8.3% de Hydroform. Las 

mediciones de actividad se realizaron por el método de p-NPA. 

 

  
Volumen 

(mL) 
Proteína 

(mg) 
Actividad 
total (U) 

Actividad 
específica 
(Umg-1) 

Veces de 
purificación 

Rendimiento 
(%) 

BQ1 

Extracto crudo 1518 2015 74.5 0.037 1 100 

Precipitación 
con NH4(SO4)2 

200 506 22.35 0.044 1.2 30 

Phenyl 
Sepharose 

20 15.18 1.82 0.12 3.2 2.4 

Q-Fast Flow 15 1.21 0.154 0.127 3.4 0.21 

BQ8 

Extracto crudo 1130 1476 72.5 0.049 1 100 

Precipitación 200 370 21.75 0.059 1.2 30 

Phenyl 
Sepharose 

20 25.9 1.761 0.068 1.4 2.4 

Q-Fast Flow 15 2.04 0.147 0.072 1.5 0.2 

 

 Con estos tres pasos de purificación se logró obtener una fracción que al 

analizarse por un SDS-PAGE mostró siete bandas, de las cuales, la banda de 19 

kDa correspondía a un 40% de la proteína total de cada fracción. Empleando un 

zimograma se confirmó que la banda de 19 kDa presentó la actividad esterasa 

(Figura 8), previamente detectada en los extractos iniciales de proteínas de 

membrana.



34 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8. SDS-PAGE teñido con azul de Coomassie (izquierdo) y 

previamente revelado con MUF-butirato para la detección de 

actividad de esterasa (derecho). Se empleó la fracción eludía de 

la resina Q-Fastflow a 250 mM de fosfato de potasio (fracción 5) 

cargando 20 µg de proteína en cada carril.  

 

 

7.9. Identificación de la actividad de esterasa purificada de Alicycliphilus 
sp. BQ1 y BQ8 cultivadas en MM-PUh al 8.3% de Hydroform  

El método de cromatografía de líquidos acoplada a espectroscopía de masas en 

tándem (LC-MS-MS) mostró que las bandas con actividad esterasa de 19 kDa 

correspondían, tanto para BQ1 como para BQ8, a tres proteínas. Este análisis 

indicó que estas proteínas son homólogos a una superóxido dismutasa, una 

proteína de la familia de las fasinas, ambas de Acidovorax sp. JS42, y a un factor 

de reciclaje del ribosoma de C. testosteroni KF-11. Debido a que las tres proteínas 

detectadas en la banda son de ubicación intracelular, es probable que durante el 

proceso de extracción de proteínas de membrana con detergente existiera ruptura 

de las células. Además, esto muestra que la banda obtenida al final de la 

purificación no corresponde a una proteína pura. 
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7.10. Determinación de los efectos bacterianos y enzimáticos sobre 
Hydroform sólido en MM-PUh al 8.3% 

Los ensayos de degradación in vitro de láminas de PU sólido expuesto a la 

actividad bacteriana y enzimática purificada se llevaron a cabo exponiendo láminas 

de Hydroform al medio de cultivo durante cinco días y en un ensayo adicional se 

también se expusieron láminas de Hydroform nuevas al extracto de la purificación 

enzimática a partir de cultivos en MM-PUh al 8.3% de Hydroform. Las fotografías 

de microscopía electrónica mostraron que no hubo cambios en la superficie del 

polímero que pudieran indicar degradación (datos no mostrados).  

 

7.11. Purificación de la actividad de esterasa asociada a membrana, a 
partir de Alicycliphilus sp. BQ1 y BQ8 cultivadas en MM-PUh al 1% de 
Hydroform 

Debido que no se observaron actividades bacterianas que indicaran degradación 

del PU sólido en el cultivo al 8.3% de Hydroform, se decidió volver a utilizar el 

medio de cultivo al 1% para tratar de purificar la actividad esterasa de membrana, 

ya que bajo estas condiciones sí se observaron cambios en la superficie de 

láminas de Hydroform sólido (Ver Resultados sección 7.4). Para esta purificación 

se eliminó el paso de precipitación con NH4(SO4)2 ya que se perdía un 70% de 

actividad esterasa. A partir de la cromatografía de interacción hidrofóbica como 

primer paso de purificación se obtuvieron tres fracciones proteicas (fracción unida, 

fracción de lavado y fracción no unida). El análisis de estas fracciones por SDS-

PAGE teñido con azul de Coomassie mostró patrones de bandas muy similares 

entre la fracción no unida y la fracción de lavado, indicando que la fracción de 

lavado corresponde al remanente de proteínas no unidas a la resina. Por otro lado, 

se observó un patrón de bandas diferente entre la fracción unida y la no unida, 

indicando que hubo una separación selectiva de proteínas, basada en sus 

propiedades hidrofóbicas (Figura 9). Antes de realizar la tinción con Coomassie del 

SDS-PAGE se realizó el zimograma para actividad esterasa. En el caso de BQ1 se 

observó una banda con actividad esterasa de alrededor de 55 kDa en los tres 

carriles. Aún cuando la actividad detectada en las fracciones de lavado y unida fue 

mucho menor que la detectada en la fracción no unida. En el zimograma 

correspondiente a BQ8 se observó solo una banda con actividad esterasa en la 
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fracción no unida a la resina (Figura 9). Por lo tanto, en ambos casos (BQ1 y BQ8) 

se decidió continuar la purificación con la fracción no unida.  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figura 9. SDS-PAGE y zimograma para esterasa de las fracciones 

obtenidas de la cromatografía en Phenyl Sepharose. Se usó un gel 

de acrilamida al 12%.   

  

La fracción no unida del paso de purificación anterior se separó por 

cromatografía de intercambio aniónico empleando la resina Q-Fast Flow. De esta 

cromatografía también se obtuvieron tres fracciones (fracción no unida, de lavado 

y unida) que se analizaron por SDS-PAGE. La tinción con azul de Coomassie 

mostró que, a diferencia de la cromatografía anterior, se logró una mejor 

separación proteica, ya que se observó la desaparición de unas bandas y el 

enriquecimiento de otras en cada fracción. En las fracciones no unida y de lavado 

se observaron predominantemente proteínas de entre 50 y 20 kDa, mientras que 

en la fracción unida se observaron una banda de alrededor de 55 y otra de 10 

kDa. Nuevamente se observó que la fracción de lavado correspondió al remanente 

de proteínas no unidas (Figura 10). El zimograma de estos geles mostró en ambos 

casos (BQ1 y BQ8) que la actividad esterasa se encontraba en la fracción unida a 

la resina, correspondiendo a la banda de 55 kDa enriquecida en dicha fracción 

(Figura 10).   

 

BQ1 BQ8 
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Figura 10. SDS-PAGE y zimograma para esterasa de las fracciones 

obtenidas de la cromatografía en Q-Fast flow. Se usó un gel de 

acrilamida al 12%.   

 
Finalmente, la fracción unida a la resina Q-Fast Flow se separó en una 

segunda cromatografía de intercambio aniónico. En ésta se empleó una columna 

pre-empacada con la resina Mono-Q 10/10 que se eluyó con gradiente de fosfato 

de potasio, obteniéndose 95 fracciones. El cromatograma obtenido mostró las 

primeras señales de presencia de proteínas a partir de la fracción 40, 

observándose en el cromatograma correspondiente a BQ1 dos señales principales 

alrededor de la fracción 73, 74 y finalmente un pico en la fracción 89. El 

cromatograma de BQ8 mostró gran similitud con el de BQ1, aunque en este caso 

la señal mayor se modificó, observándose sólo un pico en la fracción 73 (Figura 

11). Las fracciones con señales correspondientes a los picos más notables se 

analizaron en un SDS-PAGE al que se le realizó un zimograma para esterasa y 

finalmente se reveló con plata.  

 

BQ8 BQ1 
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Figura 11. Cromatograma de la elución de la columna MonoQ-10/10.  

 

En el caso de BQ1, el revelado con plata del SDS-PAGE mostró la presencia 

de tres bandas en la fracción 73 y una banda en la fracción 74, el análisis por 

zimografía mostró que la actividad esterasa correspondía a la banda de 55 kDa. El 

SDS-PAGE de BQ8 mostró solo una banda en las fracciones 73 y 74, ambas con 

actividad esterasa, siendo la señal de la fracción 73 más intensa (Figura 12). 

En la Tabla 3 se incluyen los resultados obtenidos en los pasos de 

purificación de la actividad esterasa de membrana de BQ1 y BQ8 cultivadas en 

Hydroform 1%. Se observó que al eliminar la precipitación con sulfato de amonio 

se logró eliminar la pérdida de 70% observada en la purificación previa. Además, 

el nuevo paso con la columna MonoQ también ayudó a incrementar de 80 a 100 

veces la purificación. 
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Figura 12. SDS-PAGE teñido con plata y zimograma para esterasa de 

las fracciones eluídas de la cromatografía de MonoQ a) BQ1 y b) 

BQ). Se usó un gel de acrilamida al 12%.   

 

Tabla 3. Purificación de las esterasas asociadas a membrana de BQ1 

y BQ8 cultivadas en MM-PUh con 1% de Hydroform. Las mediciones de 

actividad se realizaron por el método de p-NPA.  

 

 
 
 

  

Volumen 
(ml) 

Proteína 
(mg) 

Actividad 
total (U) 

Actividad 
específica 
(Umg-1) 

Veces de 
purificación 

Rendimiento 
(%) 

BQ1 

Extracto crudo 160 287 9.45 0.03 1 100 

Fenil sefarosa 160 193 8.82 0.04 1.4 93.33 

Q-Fast Flow 20 43.7 4.21 0.1 3 44.55 

Mono-Q 0.5 0.84 2.74 3.26 101.8 28.99 

BQ8 

Extracto crudo 150 270 10.85 0.04 1 100 

Fenil sefarosa 150 179 9.27 0.05 1.27 85.43 

Q-Fast Flow 20 40.5 3.98 0.1 2.4 36.68 

Mono-Q 0.5 0.9 3.01 3.3 83.5 27.74 

 
BQ8) BQ1) 
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7.12. Efecto de la esterasa de 50 kDa purificada a partir de bacterias 
cultivadas en MM-PUh al 1% de Hydroform sobre láminas de Hydroform 
sólido 

Las pruebas de degradación enzimática in vitro se realizaron sobre láminas de 

Hydroform que se expusieron a la actividad esterasa de 50kDa purificada en las 

fracciones obtenidas del último paso de purificación fracciones 74 y 73 de BQ1 y 

BQ8, respectivamente. Después de 10 días de exposición a 37 °C y agitación a 

200 rpm, las láminas se analizaron por SEM. Se observó que las láminas control 

que sólo se expusieron a solución amortiguadora, presentaron una superficie lisa, 

mientras que las que se expusieron a la actividad esterasa purificada, mostraron 

una superficie con aspecto áspero, el cual sólo fue posible observar a 10,000 

aumentos (Figura 13). 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

Figura 13. Micrografía electrónica de Hydroform sólido. Incubado 

en solución amortiguadora de fosfato (a), incubado con la esterasa 

purificada de BQ1 (b) y BQ8 (c). Cada prueba se realizó por 

triplicado. 
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8. DISCUSIÓN  

8.1. Identificación por secuenciación de rDNA 16S  

Las cepas bacterianas BQ1 y BQ8, capaces de crecer en PU fueron aisladas a 

partir de trozos de espuma de PU colectados en el basurero Bordo de Xochiaca y 

sembrados en un medio mineral con el barniz de PS-PU Hydroform como única 

fuente de carbono. Por secuenciación parcial del gen de rDNA 16S ambas cepas 

fueron identificadas como pertenecientes al género Alicycliphilus sp., mostrando 

estrecha relación con bacterias que degradan compuestos xenobióticos. 

Alicycliphilus denitrificans K601 fue la primera cepa asignada a este género y es la 

única especie descrita (Mechichi et al., 2003). Esta cepa es capaz de desnitrificar y 

degradar ciclohexanol. El nombre Alicycliphilus significa afinidad por compuestos 

alicíclicos, haciendo referencia a los compuestos utilizados en su aislamiento. 

Alicycliphilus está relacionado filogenéticamente con Acidovorax defluvii y 

Comamonas denitrificans, las cuales habían sido aisladas previamente a partir de 

lodos activados (Gumaelius et al., 2001, Schulze et al., 1999). Adicionalmente, 

otra bacteria de la familia Comamonadaceae, Comamonas acidovorans, ha sido 

reportada como capaz de usar varios tipos de PU para sostener su crecimiento 

(Allen et al., 1999, Nakajima-Kambe et al., 1997).  

8.2. Caracterización del crecimiento a largo plazo 

Al determinar el crecimiento de BQ1 y BQ8 midiendo D.O.660 se observó un 

descenso a partir de las 13 y 16 h de incubación respectivamente, llegando hasta 

cero alrededor de las 96 h. Este comportamiento podría significar la muerte de las 

bacterias, sin embargo, la falta de una fase estacionaria (Figura 1) y la formación 

de agregados celulares a partir de las 13 y 16 h, sugirieron que dicho fenómeno 

corresponde a un cambio en su forma de organización celular. Debido a esto, el 

crecimiento de los cultivos se cuantificó midiendo el peso húmedo de la biomasa 

bacteriana. Esta medición mostró una fase exponencial entre las 4 y 12 h. A partir 

de esta etapa la velocidad de crecimiento disminuyó entrando en fase estacionaria 

y continuó así hasta las 120 h cuando se terminó el experimento. 

Previamente se demostró que el Hydroform contiene N-metilpirrolidona 

(NMP), un solvente orgánico de bajo punto de ebullición, que BQ1 y BQ8 son 
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capaces de utilizar como fuente de carbono y nitrógeno. Durante las primeras 

horas de incubación en MM-PUh, BQ1 y BQ8 consumen NMP, la cual se termina 

alrededor de las 16 h (Oceguera-Cervantes, 2005). Este comportamiento indica 

que en la etapa inicial el crecimiento en suspensión de estas cepas y su velocidad 

de duplicación podrían sustentarse en el consumo de NMP. Una vez que ésta se 

agota, el crecimiento depende por completo del PU, el cual, al ser polímero 

alifático de alto peso molecular, es una fuente de carbono de baja bio-

disponibilidad que requerirá de mecanismos de asimilación diferentes a los de 

compuestos en solución como la NMP. El cambio morfológico que presentan 

ambas cepas pudiera generar una mayor afinidad de la superficie celular por 

moléculas alifáticas grandes como el PU, facilitando así su consumo. Esto 

implicaría la necesidad de un cambio drástico en la red de vías metabólicas que se 

reflejará en la disminución de la velocidad de crecimiento. El comportamiento de 

BQ1 con respecto al de BQ8 muestra una pendiente de crecimiento ligeramente 

mayor en la fase exponencial, indicando una velocidad de crecimiento mayor y por 

lo tanto, mayor asimilación de los compuestos presentes en el Hydroform. En el 

caso de BQ1 esto se refleja en que la NMP se termina primero y da lugar a la 

formación de agregados celulares antes que BQ8. Además de que el consumo de 

NMP es más rápido por parte de la bacteria BQ1, esta bacteria alcanza un 

crecimiento mayor en todas las etapas, lo cual sugiere una mejor utilización de 

Hydroform que la bacteria BQ8. 

8.3. Determinación de parámetros de crecimiento en MM-PUh 

Se midió el crecimiento de BQ1 y BQ8 en cultivos de MM-PUh con diferentes 

concentraciones de Hydroform. Empleando la pendiente de la fase exponencial de 

crecimiento de cada cultivo se construyó el gráfico de Monod para ambas cepas. 

Los valores de μmax y Ks indican que la velocidad de crecimiento de BQ1 con 

respecto a la de BQ8 es mayor a concentraciones de Hydroform bajas y menor a 

concentraciones de Hydroform altas. BQ1 requiere menores concentraciones de 

Hydroform que BQ8 para alcanzar su máxima velocidad de crecimiento. Estos 

datos también apoyan la idea de que BQ1 utiliza el Hydroform como fuente de 

carbono de una manera más eficientemente que BQ8. A pesar de esto BQ8 
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alcanza velocidades de crecimiento mayores que BQ1 a concentraciones altas de 

Hydroform. 

8.4. Determinación de los efectos bacterianos sobre Hydroform sólido 

Además de las evidencias que se tienen sobre los efectos de BQ1 y BQ8 sobre el 

Hydroform líquido (Oceguera Cervantes, 2005) en este trabajo analizamos si 

también  son capaces de atacar PU en su estado sólido, ya que es este estado al 

que el PU debe sus propiedades como material tan versátil. Se detectó que las 

láminas expuestas a BQ1 presentaron mayor número de poros, mismos que 

además fueron de mayor tamaño que los formados en las láminas expuestas a 

BQ8 (Figura 3). Este análisis demostró la capacidad que estas bacterias poseen 

para atacar PU sólido. Como se ha observado en estudios previos (Oceguera 

Cervantes, 2005) la capacidad de BQ1 para generar cambios físicos en el 

Hydroform ha sido más evidente que la de BQ8. En este análisis la observación 

vuelve a indicar que BQ1 es una cepa con mayor capacidad poliuretanolítica que 

BQ8. 

8.5. Detección de la actividad de esterasa asociada a membrana y 
selección del detergente adecuado para su extracción 

BQ1 y BQ8 fueron sometidas a un tratamiento de extracción proteica con ocho 

detergentes diferentes, para determinar la eficiencia de extracción de cada uno 

utilizando en cada caso una concentración equivalente a veinte veces la 

concentración miscelar crítica (CMC). Los análisis de actividad enzimática y de 

cantidad de proteína extraída indicaron la presencia de actividad esterasa en la 

mayoría de los extractos. Dicha actividad fue proporcional a la cantidad de 

proteína extraída por cada detergente.  

Zwittergent 3-12 y desoxicolato de sodio fueron los detergentes que 

lograron extraer mayor cantidad de proteína y actividad. A diferencia de los demás 

detergentes empleados, éstos presentan una estructura esteroide de manera 

expuesta y sin modificaciones. Por lo tanto, es de esperarse que posean gran 

capacidad para disolver membranas, debido a que moléculas con estructura 

esteroide o de ciclopentanoperhidrofenantreno se encuentran intercaladas de 

manera natural entre los fosfolípidos de las membranas celulares. Dada la 

http://es.wikipedia.org/wiki/Ciclopentanoperhidrofenantreno
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presencia de una actividad esterasa en el extracto membranal de BQ1 y BQ8, se 

continuó con su purificación empleando Zwittergent 3-12 para su extracción.  

8.6. Medición de la actividad esterasa asociada a membrana durante el 
crecimiento en MM-PUh 

Tomado en cuenta los resultados de la cinética de crecimiento, en donde se 

observó mayor producción de biomasa a concentraciones de Hydroform altas, se 

decidió usar MM-PUh con 8.3% de Hydroform (87.15 mg▪mL-1 ó 2.5% de sólidos) 

para obtener una mayor cantidad de células en menor tiempo. Empleando estas 

condiciones se midió la actividad esterasa asociada a membrana a través del 

tiempo de cultivo. A partir del primer punto se detectó actividad de esterasa en 

ambos cultivos, dicha actividad se mantuvo en el mismo nivel (0.2 U) durante las 

primeras 10 h y posteriormente presentó un aumento súbito entre las 12 y 16 h a 

0.8 U para luego decrecer por completo después de las 50 h de cultivo, lo cual 

sugiere que es una actividad inducible y que posteriormente desaparece porque 

ya no es necesaria.   

8.7. Detección de la actividad esterasa por zimografía 

La identificación de la actividad de esterasa en un SDS-PAGE es una herramienta 

muy útil a través de la marcha de purificación que ayuda a monitorear la 

presencia de la proteína de interés en las diferentes fracciones obtenidas en cada 

paso de purificación. Además, esta técnica posee la ventaja intrínseca de indicar 

que la proteína de interés que se trata de una enzima, aún posee actividad. Al 

usar el butirato de metil umbeliferona como sustrato de una actividad esterasa se 

generan dos productos de hidrólisis, el ácido butírico y el umbeliferol, éste tiene la 

propiedad de emitir fluorescencia azul al exponerse a luz ultra violeta (UV). Así, es 

posible observar bandas de proteína fluorescentes en un SDS-PAGE en los casos 

en que haya una actividad esterasa presente (Diaz et al., 1999).  

La efectividad del ensayo se comprobó empleando una esterasa comercial 

de Pseudomonas fluorescens como control positivo, observándose la presencia de 

bandas fluorescentes en los carriles correspondientes a los extractos con actividad 

esterasa. Empleando este ensayo de zimograma se monitoreó la actividad de 

esterasa de membrana a través del tiempo de cultivo. Al realizar el análisis por 

zimograma de los extractos proteicos también se midió la actividad de esterasa 
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por el método de p-NPA. La medición de la actividad de esterasa por el método de 

p-NPA fue coincidente con la intensidad de la fluorescencia detectada por 

zimograma que solo mostró una banda con actividad de esterasa Figura 5 y 6. 

Esto indicó que la actividad detectada por zimograma es la misma que se mide 

con p-NPA y que probablemente corresponda a una sola enzima.  

8.8. Purificación de la actividad esterasa asociada a membrana, a partir 
de bacterias cultivadas en MM-PUh, al 8.3% de Hydroform 

Hasta este punto los resultados indicaron que en el extracto proteico de 

membranas de BQ1 y BQ8, existe una actividad esterasa con un tamaño 

aproximado de 19 kDa. Por lo tanto, se continuó con la purificación de esta 

actividad, en un proceso de tres pasos. El primero consistió en una precipitación 

con sulfato de amonio, reduciendo la cantidad de proteína total en un 75% y la 

actividad total en alrededor de 70% en ambos casos (BQ1 y BQ8). Esta relación 

resultó en aumento en actividad específica de 19%. A pesar de haber disminuido 

la cantidad de proteína total en una buena cantidad, la precipitación presentó la 

desventaja de disminuir la actividad total casi en la misma proporción. Esto pudo 

deberse a que, al cambiar la fuerza iónica y las condiciones de solubilidad, 

pudieron haberse generado alteraciones estructurales y químicas irreversibles que 

disminuyen la actividad sin posibilidad de ser recuperada a pesar de que se retiró 

todo el sulfato de amonio por diálisis.  

La purificación continuó con una cromatografía de interacción hidrofóbica 

en Fenil Sefarosa CL-B4. A través de este paso, la proteína total disminuyó 

alrededor de un 99% y la actividad en un 97%. Este resultado indicó que la 

separación proteica que se obtuvo empleando esta resina fue muy poco selectiva, 

ya que la pérdida de actividad es proporcional a la disminución de proteína total. 

Esto puede deberse a la presencia de (NH4)2SO4 o a que la unión de la proteína a 

la resina fue muy débil y se fue perdiendo actividad en cada fracción eluida. 

Finalmente, se llevó a cabo una cromatografía de intercambio aniónico empleando 

la resina Q-Fast Flow, en este paso la cantidad de proteína total se redujo en un 

99.9% y la actividad total en un 99.7%. Esto indica nuevamente que la unión a la 

resina es de baja especificidad y que finalmente solo se alcanzó una fracción que 

contiene mayor actividad que las demás fracciones obtenidas. La tabla de 
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purificación (Tabla 2) muestra que los resultados fueron similares en ambos casos. 

Debido a la estrecha relación filogenética que poseen BQ1 y BQ8 es de esperarse 

que las proteínas involucradas en la actividad de esterasa posean características 

similares y por lo tanto se comporten de manera similar a través del proceso de 

purificación. 

8.9. Identificación de la actividad esterasa purificada a partir de 
bacterias cultivadas en MM-PUh al 8.3% de Hydroform 

La fracción con mayor actividad esterasa obtenida del proceso de purificación fue 

separada en un SDS-PAGE y posteriormente revelada empleando zimografía para 

actividad de esterasa (Figura 8). Se detectó una banda de alrededor de 19 kDa 

que fue enviada para su identificación por LC-MS-MS. El análisis mostró que las 

bandas con actividad esterasa de 19 kDa contenían, en ambos casos, tres 

proteínas. La comparación de secuencias obtenidas indicó que estas proteínas 

correspondían a una superóxido dismutasa, una proteína de la familia de las 

fasinas, ambas de Acidovorax sp. JS42 y un factor de reciclaje de ribosoma de 

Comamonas testosteroni  KF-11. Estos resultados hacen referencia a proteínas 

pertenecientes a especies estrechamente relacionadas con Alicycliphilus sp. La 

proteína de la familia de las fasinas, está presente en gránulos de 

polihidroxialcanoatos (PHA), los cuales son poliésteres. Estos gránulos se 

sintetizan en las bacterias como sistemas de almacenamiento de carbono. Dichos 

sistemas constan de tres tipos de proteínas: una polimerasa de PHA, una 

depolimerasa y una proteína de la familia de las fasinas. Las fasinas son proteínas 

estructurales del gránulo de PHA a las que además se les ha encontrado 

diferentes funciones, ninguna de ellas relacionada con actividad enzimática: i) 

activan la depolimerización de PHA, ii) incrementan la expresión y actividad de las 

PHA sintasas, iii) participan en la segregación del gránulo de PHA hacia las células 

hijas y iv) tienen actividad de chaperonas tanto in vivo como in vitro  (Mezzina and 

Pettinari, 2016). Tomando en cuenta que en la banda analizada se detectaron tres 

proteínas y ninguna de ellas posee actividad esterasa, concluímos que la proteína 

responsable de esa actividad no pudo identificarse. 
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8.10. Exposición de Hydroform sólido a la actividad de esterasa de 
bacterias cultivadas en MM-PUh al 8.3% de Hydroform (v/v) 

Las fotografías de microscopía electrónica mostraron en todos los aumentos 

obtenidos (500 a 10,000 X) que no hubo cambios en la superficie del polímero 

entre las láminas de prueba y las del control. Este resultado se observó tanto en 

las láminas expuestas al extracto membranal (que contenía la esterasa de 19 kDa 

y sin Zwittergent 3-12), como las que se expusieron al cultivo bacteriano. Estos 

resultados indican que BQ1 y BQ8 no se comportan de la misma manera en MM-

PUh a diferentes concentraciones de Hydroform, ya que a 8.3% no presentan la 

capacidad poliuretanolítica que se observó al cultivarlas en MM-PUh al 1%. Por lo 

que, no se esperaría que la actividad esterasa de 19 kDa purificada posea 

capacidad poliuretanolítica como lo mostró la prueba de exposición de láminas de 

PU al extracto crudo, ya que a pesar de la presencia de una actividad enzimática 

de esterasa, ésta no es capaz de atacar PU sólido. 

Es posible que al aumentar la concentración de Hydroform y por lo tanto de 

NMP en el medio de cultivo, no se requiera de la expresión de los mecanismos 

poliuretanolíticos y en cambio se active el mecanismo de almacenamiento 

energético por parte del sistema de formación de gránulos, el cual requiere de la 

presencia de la proteína de la familia de las fasinas. Sin embargo, este resultado 

mantiene la incógnita acerca de cuál es el sistema enzimático responsable de la 

degradación de PU de BQ1 y BQ8, por lo que se decidió continuar con esa 

búsqueda en cultivos de MM-PUh al 1%.   

8.11. Purificación de la actividad esterasa asociada a membrana, a partir 
de bacterias cultivadas en MM-PUh al 1% de Hydroform 

En la purificación a partir de cultivos en MM-PUh al 1% se observó que, en 

comparación con la purificación anterior, se logró una menor pérdida de actividad, 

debido a los cambios en el proceso. Posteriormente se empleó una cromatografía 

de intercambio aniónico con la resina Q-Fast Flow en la que a pesar de que la 

actividad total disminuyó en un 56% se logró reducir la cantidad de proteína total 

en 85%, logrando así un aumento de actividad específica de 100%. Entre la 

cromatografía de interacción hidrofóbica y la Q-Fast Flow, se realizó una diálisis de 

doce horas a 4 ºC, lo cual puede ser la razón de la pérdida de actividad 
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presentada. Finalmente se empleó otra cromatografía de intercambio aniónico con 

la resina Mono-Q, que se eluyó con un gradiente de fosfatos, logrando disminuir la 

cantidad de proteína total en un 99.7% obteniendo 29% de actividad final, 

alcanzando un aumento en actividad específica del 100%. La mayor eficiencia de 

purificación que se logró en este proceso con respecto al anterior puede deberse a 

varios factores, como no someter la actividad a precipitación con sulfato de 

amonio y el uso de un equipo de HPLC en la cromatografía en columna de Mono-

Q. En esta purificación se identificó solamente una proteína de 55 kDa con 

actividad esterasa tanto por ensayos espectrofotométicos como por zimografía 

para esterasa.  

8.12. Determinación del efecto sobre Hydroform sólido de la esterasa de 
55 kDa purificada a partir de bacterias cultivadas en MM-PUh al 1% de 
Hydroform 

Nuevamente se expusieron láminas de Hydroform a solución amortiguadora de 

fosfatos (control) y a la última fracción obtenida de la purificación, que contenía la 

actividad de esterasa de 55 kDa, tanto de BQ1 como de BQ8. Se observó que las 

láminas control presentaron una superficie lisa, mientras que las láminas 

expuestas a la actividad de esterasa, mostraron una superficie rugosa y 

erosionada en todas las repeticiones y en ambas cepas. A diferencia de las 

láminas expuestas a los cultivos bacterianos, los cambios en la superficie de las 

láminas expuestas a la actividad purificada sólo se observaron a 10,000 aumentos. 

La diferencia en la magnitud del efecto que tiene el cultivo bacteriano sobre las 

láminas de Hydroform y el de la actividad purificada, puede deberse a que, al 

estar fuera de su ubicación celular, la enzima sufre cambios en su conformación 

que le impiden alcanzar su actividad poliuretanolítica más alta, o quizá a que la 

cantidad de actividad poliuretanolítica a la que se expone la lámina en el cultivo es 

mayor a la que se expuso con la enzima purificada. Queda pendiente la 

identificación de esta banda con actividad de esterasa, que dará información 

acerca de la proteína responsable de la degradación del PU. 
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9. CONCLUSIONES  

 
1. BQ1 y BQ8 son dos cepas bacterianas que tienen la capacidad de degradar 

poliuretano (PU) sólido y que por secuenciación de rDNA 16S fueron 

identificadas como pertenecientes al género Alicycliphilus. 

2. Estas bacterias producen dos actividades de esterasa diferentes (19 y 55 

kDa) dependiendo de la concentración de Hydroform en el medio de 

cultivo. 

3. La capacidad poliuretanolítica de BQ1 y BQ8 cambia dependiendo de la 

concentración de Hydroform en el medio de cultivo. 

4. BQ1 y BQ8 cambian la manera en que crecen dependiendo de la 

concentración de Hydroform y la presencia de N-metilpirrolidona en el 

medio de cultivo. 
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10. ANEXOS 

Medio Mínimo (Basado en el medio empleado por Nakajima-Kambe et al., 1995) 

Composición por litro. 

 Solución A (10X) 

KH2PO4   20.0 g 

K2HPO4   70.0 g 

Solución B (100X) 

NH4NO3   100.0 g Ver nota. 

MgSO4 7H2O  10.0 g 

Solución elementos traza (1000X) 

ZnSO4 7H2O   1.0 g 

CuSO4 7H2O   0.10 g 

FeSO4 7H2O   10.0 g 

MnSO4 4-6H2O  2.0 g 

Nota: omitir el NH4NO3 si se prueba PUR como única fuente de nitrógeno. 

Preparación 

1. Preparar las soluciones A y B y esterilizar en autoclave a 120° C / 15 minutos. 

2. Preparar la solución de elementos traza y esterilizar por filtración (filtros 

Whattman de 0.2 . 

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

solución A, 10 mL de solución B y 1 mL de solución de elementos traza y 

llevar a un volumen final de un litro. En caso de adicionar Hydroform como 

fuente de carbono, sustituir 100 mL de agua estéril por 100 de solución 10X 

de Hydroform previamente esterilizada por filtración (Ver siguiente receta). 

4. Por último, si se preparan placas de agar MB esterilizar el agua con el 

equivalente a 1.5 % de concentración final de agar.  
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Solución de Hydroform 10X  

El Hydroform, que es un barniz comercial hidrosoluble producido por la compañía 

Polyform, tiene una concentración de sólidos del 30%, por lo que se deberá diluir 

1:100 para ajustar la concentración final del medio a 0.3%. 

Procedimiento 

Realizar una dilución 1:10 de Hydroform en agua desionizada, con lo cual se 

obtiene una solución 10X de Hydroform con 3% de sólidos. 

Esterilización 

1. Filtrar la solución 10X utilizando una membrana de fibra de vidrio Whatman 

GF/C sobre una membrana con poro de 0.45 μm. Esta filtración se realiza para 

eliminar los oligómeros que se forman debido a la polimerización espontánea 

del Hydroform que pueden tapar por completo la membrana en la siguiente 

filtración. 

2. Filtrar nuevamente en condiciones de esterilidad se emplea una membrana 

con poro de 0.22 μm (no se debe dejar pasar más de una hora entre la 

filtración anterior y ésta, para evitar nuevamente la formación de oligómeros). 

Esta solución estéril se adiciona al medio de cultivo después de haber agregado 

las soluciones A, B y C.   

 

Solución amortiguadora TE (pH 7) 

Tris(hidroximetil)aminometano (Tris) 10 mM 

Ácido etilendiaminotetracético (EDTA) 1mM 

Medio Luria-Bertani (LB) (g▪L-1) 

 

NaCl                                    5 

Triptona                             10 

Extracto de levadura           5 

Agar (medio sólido)           15 
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Método de p-nitrofenilacetato (p-NPA) para la medición de actividad de 
esterasa (Desphande et al., 1984) 
 

Reactivos 

1. Solución de p-NPA en acetonitrilo (CH3CN) 20 mM 

2. Solución amortiguadora de fosfato de potasio 200 mM, pH 7. 

 

Método 

1. En una celda espectrofotométrica de 1 mL se colocan: 

Agua      400 μL 

Amortiguador    250 μL 

Preparación enzimática  100 μL 

p-NPA     250 μL 

 

2. Una vez agregados lo primeros tres componentes en el orden 

indicado, se inicia la reacción agregando el sustrato p-NPA. La 

lectura de absorbancia a 405 nm se registra a los primeros 30 s y 

posteriormente cada minuto hasta los 5 min, si es que la 

absorbancia no es superior a uno, en cuyo caso la medición llega a 

su fin. La reacción se lleva a cabo a 73° C. 

3. Dado que la reacción se lleva a cabo en un ambiente 75% acuoso, 

el p-NPA inicia un proceso de hidrólisis química, por lo que es 

necesario medir una reacción blanco agregando solución 

amortiguadora. Posteriormente, los valores correspondientes a la 

hidrólisis química se restan al valor obtenido en el ensayo con 

preparación enzimática. 

4. Para transformar las lecturas de absorbancia a unidades de 

concentración se obtuvo el coeficiente de extinción molar que fue 

de 0.024 M-1cm-1.     
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