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RESUMEN 

 

El deterioro de las rocas de edificios y del patrimonio cultural ha llevado a la investigación y 

desarrollo de novedosos tratamientos de consolidación y/o protección que puedan superar 

las limitaciones de los tradicionales. Especial atención ha sido puesta a la bioconservación, 

particularmente a la carbonatogénesis bacteriana (por ejemplo, la precipitación de 

carbonatos de calcio inducida por las bacterias), como una estrategia de conservación 

ambientalmente amigable y efectiva. La biopelícula también es un microambiente donde la 

precipitación puede ser facilitada o inhibida alrededor de escalas microscópicas y exhibir 

alguna organización espacial.  

En el presente trabajo se caracterizaron las biopelículas existentes sobre superficies 

asociadas al exterior del Castillo de Chapultepec (cimientos perimetrales y monumentos 

externos) en la Ciudad de México. Esta caracterización involucró la determinación de los 

grupos de microorganismos existentes (fracción cultivable), así como su potencial aplicación 

para la preservación de la infraestructura y detoxificación de los compuestos contaminantes 

ambientales. Se logró aislar una gran variedad de microorganismos entre los que se 

encuentran hongos filamentosos (alrededor de 48 aislados) que han sido identificados y que 

pertenecen a los géneros Cladosporium, Trichoderma, Alternaria, Mucor, Fusarium, Aspergillus 

y Penicillium, entre otros. Algunos de estos géneros han sido reportados como responsables 

del deterioro del patrimonio cultural por diversos autores y mediante mecanismos variados. 

También se ha logrado la identificación de 6 levaduras pertenecientes a los géneros 

Rhodotorula y el hongo dimórfico Aureobasidium, esta último ha sido mencionada como 

participante en el deterioro del patrimonio cultural mediante la producción de diversos 

pigmentos que dan aspecto antiestético a los diferentes monumentos en los que se 

desarrollan. También se obtuvieron 70 aislamientos bacterianos entre las que se han 

identificado mayormente Bacillus, Arthobacter, Microbacterium, Pseudomonas, Pantoea, 

Curtobacterium, Kokuria, Microbacterium y Brevundimonas, entre otras. Los resultados 

obtenidos mediante el desarrollo de este trabajo muestran que en alguna medida todos los 

microorganismos probados (de un grupo inicial de 30 aislados bacterianos) participan en el 

proceso de formación de biopelículas, aunque finalmente un total de 12 aislados destacaron 

dentro de este grupo como los mejores formadores de biopelículas, sobresaliendo las cepas 

IS16,IIIS10 (Bacillus subtilis) y IIS15a (Bacillus cereus) por ser las que mayores cuentas 

bacterianas (UFC/mL) presentaron en la biopelícula. Finalmente, los 12 aislados que fueron 

buenos formadores de biopelículas resultan también adecuados en cuanto a su 

bioprecipitación de carbonatos, destacando las cepas IIIS4 (Bacillus megaterium), IS5 e IIIS9b 

(Bacillus subtilis), 21 (Pantoea agglomerans) y la IIIS5 (Bacillus simplex), las cuales formaron 

cristales de diferente tamaño, morfología y colores en un tiempo de 15 días de incubación. 

En correspondencia con la literatura revisada, se puede concluir que muchos de los aislados 

de hongos filamentosos, levaduras y bacterias obtenidos de las biopelículas epilíticas 

muestreadas en los alrededores del Castillo de Chapultepec participan en procesos de 
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biodeterioro por medio de diversos mecanismos. Al mismo tiempo, algunos de estos 

microorganismos podrían ser utilizados por su capacidad de producción de ureasa, 

involucrada en la precipitación inducida de calcita que contribuya a la restauración de dichos 

monumentos, con solo la adición del medio que contenga la urea y el calcio en las 

concentraciones idóneas para ello. Existe suficiente evidencia reportada en la literatura como 

para considerar que entre los aislados obtenidos, se cuenta con un buen número de cepas de 

microorganismos que pudiesen ser de gran interés para el desarrollo de diversos procesos 

biotecnológicos como son: Aureobasidium pullulans, varias especies de Trichodermas y 

Bacillus subtilis por mencionar algunos de los aislados obtenidos y cuyo estudio posterior 

podría generar nuevos procesos biotecnológicos de gran valor. 
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ABSTRACT 

 

The deterioration of the building rocks and of the cultural heritage has led to the research 

and development of new treatments of consolidation and / or protection that could overcome 

the limitations of the traditional ones. Special attention has been put to the bioconservation, 

particularly to the bacterial carbonatogenesis (for example, bacterially induced carbonate 

precipitation of calcium), as a strategy of conservation environmental friendly and effective. 

The biofilm is also microenvironments where precipitation can be facilitated or inhibited 

about microscopic scales and exhibit some class of spatial organization. This study aims to 

characterize the existing biofilms on outer surfaces associated of the Castillo de Chapultepec 

(exterior walls and monuments) in Mexico City. It involves the grouping of existing 

microorganisms (cultivable fraction) present in the biofilms and the exploration of these 

microorganisms for potential application in the preservation of infrastructure and 

detoxification of environmental pollutants compounds. As a result, has been isolated a 

collection of microorganisms including filamentous fungi (around 48 isolates) which have 

been identified and belong to the genera Cladosporium, Trichoderma, Alternaria, Mucor, 

Fusarium, Aspergillus and Penicillium, among others. Some of these genera have been 

reported to be responsible for deterioration of cultural heritage through a variety of 

mechanisms. Also, 6 yeast belonging to the genera Rhodotorula and the dimorphic fungi 

Aureobasidium has been isolated and identified, the latter has been mentioned a participant 

in the deterioration of cultural heritage through the production of several pigments that were 

unsightly to the various monuments. Finally about 70 isolates of bacteria, have been 

identified mostly as Bacillus, Arthobacter, Microbacterium, Pseudomonas, Pantoea, 

Curtobacterium, Kokuria, Microbacterium, and Brevundimonas, among others. The results 

obtained from this work show that all microorganisms tested (from a group of 30 bacterial 

isolates) were involved in the process of biofilm formation, of which, only 12 isolates, 

including the IS16 (Bacillus subtilis); IIS15a (Bacillus cereus) and IIIS10 (Bacillus subtilis) 

strains, were the best biofilms formers with high UFC / mL counts in the assay and were also 

good in terms of bioprecipitation carbonate. Particularly, the strains IIIS4 (Bacillus 

megaterium), IS5 (Bacillus subtilis), IIIS9b (Bacillus subtilis), 21 (Pantoea agglomerans) and 

IIIS5 (Bacillus simplex) formed different crystals in size, morphology and colors in 15 days of 

the incubation process. 

It can be concluded form literatures that many isolates of filamentous fungi, yeasts and 

bacteria obtained from these epilithic biofilms have been mentioned as participants in the 

processes of biodeterioration through of different mechanisms. Some of the microorganisms 

could be capable of producing urease, to induce precipitation of calcite that contributes to the 

restoration of these monuments by the addition to media that contains urea and calcium 

concentrations. There is evidence reported in the literatures to mention that a number of 

strains of microorganisms could be of interest to the development of several biotechnological 

processes such as: Aureobasidium pullulans, several species of Trichoderma and Bacillus 

subtilis. A few the isolates obtained in this research are needed to do further study that could 

lead to new biotechnological processes of great value. 
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1. INTRODUCCIÓN  

 

El desgaste de los edificios es un problema generalizado que encontramos en muchas partes 

alrededor del mundo, ya sean hechos estos edificios de concreto así como edificios históricos 

hechos de rocas o ladrillos (Anne et al., 2010). Esos  materiales porosos están sujetos al 

deterioro debido a la acción de agentes ambientales externos (físicos, químicos y biológicos) 

(Gaspar y De Brito, 2008). En la última década, el tema de la colonización microbiana y el 

biodeterioro de murales pintados en monumentos antiguos o de paredes de yeso en iglesias 

ha atraído la atención de microbiólogos y conservadores (Laiz et al., 2009). Muchos 

fenómenos pueden ser observados, los más comúnmente reportados incluyen formación de 

influorescencia, desgaste, cambios de coloración con formaciones antiestéticas, sobre 

crecimiento de biopelículas fotosintéticas verdes, etc (Laiz et al., 2009). Este biodeterioro es 

especialmente importante cuando los edificios son de interés histórico y cultural (Ortega-

Morales et al., 1999; Ortega-Morales et al., 2000; Ortega-Morales et al., 2001). Las 

comunidades microbianas colonizan diferentes zonas de las rocas, creciendo como epilíticas 

sobre la superficie y como comunidades endolíticas (chasmoendolíticas y criptoendolíticas) 

dentro de fracturas y poros de los sustratos (Golubic et al., 1981). Videla et al., (2003), 

sugieren que los mecanismos de biodeterioro se deben, predominantemente, a procesos de 

biosolubilización; estos procesos involucran la producción de metabolitos ácidos 

provenientes de la actividad bacteriana y fúngica que pueden potenciar los efectos agresivos 

de la corrosión atmosférica. 

El término biopelícula (biofilm) hace referencia a una serie de microorganismos que se 

encuentran agregados en un exopolímero compuesto de glicocálix (75%) y que se organizan 

en forma de colonias adheridas a diferentes superficies, ya sean blandas, animadas e 

inanimadas (Costerton, 1999). La importancia de las biopelículas se comenzó a estudiar 

desde mediados de la década de 1970, cuando se hablaba de los efectos en los diversos 

ambientes naturales de estas organizaciones no muy bien comprendidas. Dos décadas 

después con el desarrollo de técnicas microscópicas más avanzadas que permitieron 

entender la ultra estructura y dinámica de estas asociaciones, se pudo constatar este hecho y 

se comenzaron a involucrar en múltiples y distintos eventos que tienen impacto sobre el 

bienestar del hombre y su entorno (McCarthy, 2001; Betancourth et al., 2004). Una de las 

características de las biopelículas es la heterogeneidad, lo que las hace organizaciones únicas 

que pueden estar conformadas por bacterias, hongos y protozoos. Se ha visto entonces, que 

los microorganismos al ser variados dentro de esta organización presentan diferentes 

microambientes de pH, tensión de oxígeno, concentración de iones, carbono y nitrógeno 

(Costerton et al., 1994; Vroom et al., 1999). En las últimas décadas, una amplia gama de 

sistemas modelos han sido descritos para el estudio in vitro de formación y desarrollo de 

biopelículas (McLean et al., 2004). En muchos de esos sistemas modelos, la cuantificación de 

la biomasa de la biopelícula es hecha por plaqueo convencional, lo cual es una labor intensiva 

y lenta (Donlan y Costerton, 2002). En los últimos años, diversos ensayos para la 

cuantificación de la biopelícula en micro platos han sido descritos. Esos pueden ser 
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clasificados dentro de los ensayos de cuantificación de biomasa en biopelículas (basados en la 

cuantificación de la matriz celular, tanto células vivas como muertas), ensayos de viabilidad 

(basados en la cuantificación de células viables) y ensayos de cuantificación de la matriz 

celular (basado en el teñido especifico de componentes de la matriz) (Peeters et al., 2008). El 

método de teñido con cristal violeta (CV) fue desarrollado primeramente por Christensen et 

al., (1985) y desde entonces ha sido modificado para incrementar su confiabilidad y para 

permitir la cuantificación de la biomasa de la biopelícula de forma completa (Stepanovic et al., 

2000). CV es un colorante básico, el cual se liga a moléculas superficiales cargadas 

negativamente y a polisacáridos de la matriz extracelular (Li et al., 2003). Debido a que las 

células (tanto vivas como muertas), así como componentes de la matriz celular son teñidos 

por medio del CV, este no es el más adecuado para evaluar células vivas en la biopelícula 

(Pitts et al., 2003). 

Uno de los usos potenciales de las Biopelículas es la biomineralización, este fenomeno es 

definido como una precipitación biológicamente inducida en la cual un microorganismo crea 

un microambiente local, con condiciones que permiten la precipitación química extracelular 

de la fase mineral (Hamilton, 2003). Especies del grupo Bacillus son capaces de precipitar 

calcio en sus constituyentes celulares y en sus microambientes por conversión de urea en 

amonio y dióxido de carbono (Castanier et al., 1999; Hammes et al., 2003). La degradación 

bacteriana de la urea incrementa localmente el pH y promueve la deposición microbiana del 

dióxido de carbono como carbonato de calcio en un ambiente rico en calcio (Warren et al., 

2001). Dick et al., (2006), demostraron que diversos factores están involucrados en la 

conservación y remediación de la roca caliza deteriorada, habiendo investigado los procesos 

de precipitación ureolítica de calcio. Mediante su investigación, se observó que cepas de B. 

sphearicus con un fuerte [ζ-] potencial negativo, una alta degradación inicial de urea y una 

continua formación de cristales densos de carbonato de calcio, resultaron ser mejores para 

producir una capa continua de carbonato de calcio sobre la roca caliza degradada. Estas cepas 

(B. sphearicus) también disminuyeron significativamente la absorción capilar de agua de la 

roca caliza tratada según demostraron los resultados obtenidos por Dick et al., (2006). 

Jiménez-López et al., (2007); demostraron que una roca deteriorada por efectos 

microbiológicos puede ser restaurada utilizando un método amistoso para el ambiente, como 

lo es la aplicación in situ de un medio de cultivo estéril, que es capaz de activar una vez dentro 

de la comunidad microbiana de la roca, a aquellas bacterias con un potencial para la 

precipitación de carbonato de calcio. Como una consecuencia del crecimiento de esas 

bacterias, ocurre una alcalinización que resulta en precipitación de carbonato de calcio. La 

nueva capa de calcio depositada restaura la roca sin poros abiertos. De Muynck et al., (2008 a, 

b) reportaron los efectos sobre la durabilidad de materiales de cemento que tiene la capa de 

carbonato de calcio que es depositada por las bacterias (biodeposition) debido 

fundamentalmente a la disminución de la absorción de agua y a un incremento de la 

resistencia a los cambios bruscos de temperatura que experimentan los materiales expuestos 

a la biodeposición bacteriana de calcio. 

El presente trabajo pretende caracterizar las biopelículas existentes sobre superficies 

exteriores y en los alrrededores del Castillo de Chapultepec (los cimientos y monumentos 
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externos) en la Ciudad de México. Esta caracterización involucra la determinación de los 

grupos de microorganismos existentes (cultivables), así como su potencial aplicación para el 

desarrollo de futuros procesos biotecnológicos y para la preservación de la infraestructura y 

detoxificación de los compuestos contaminantes ambientales. 
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2 ANTECEDENTES 

 

2.1 Zona de estudio, Castillo de Chapultepec 

 

Al interior de la cuenca de México destaca, al Poniente, un pequeño cerro cuya elevación es de 

23° sobre la Plaza Mayor de la Ciudad de México. La disponibilidad de recursos naturales y su 

posición estratégica lo hicieron atractivo para diferentes grupos prehispánicos como los 

Teotihuacanos, Toltecas y Tepanecas. Aproximadamente en la mitad del siglo 12 se 

establecieron los Mexicas otorgándole su nombre actual y habitándolo hasta 1280 cuando fue 

fundada Tenochtitlán (fuente: http://www.mexicocity.com.mx/historia1.html). 

 

Figura 1.Vista aérea (A) y Vista frontal del Castillo Chapultepec actualizadas (B), al fondo se observa 

parte de la ciudad (Modificado de: http://www.mexicocity.com.mx/historia1.html) 

 

El Castillo presentó su mayor explendor (Figura 1) durante el porfiriato. El Castillo y el cerro 

de Chapultepec también fueron esenarios de la heroica defensa contra la intervención 

Norteamericana en 1847. Posteriormente, durante la intervención francesa y la autoridad de 

Maximiliano de Habsburgo como emperador del país, el castillo fue utilizado como residencia 

imperial (http://www.explorandomexico.com.mx/about-mexico/4/184/). Durante este 

periodo se llevaran a cabo obras de embellecimiento, tanto en el castillo como del bosque 

mismo. Más tarde, durante el gobierno de Porfirio Díaz, fue reedificado con su actual 

fisonomía. Posteriormente se usó como residencia de los presidentes de la República, entre 

los que pueden mencionarse a Francisco I. Madero, Venustiano Carranza, Pascual Ortiz Rubio 

y Abelardo Rodríguez, algunos de los cuales ordenaron hacerle ciertas modificaciones. 

Finalmente en 1940, siendo presidente el general Lázaro Cárdenas, el castillo fue cedido para 

ser convertido en Museo Nacional de Historia, el cual se inauguró en septiembre de 1944. 

Este museo se formó con objetos que tenía el antiguo museo de Arqueología, Historia y 

Etnografía, además de otros provenientes del museo de Artillería, del Convento de San 

Francisco, del antiguo ayuntamiento de compras y con diversas donaciones. De entonces a la 

fecha tanto su acervo como la forma de representar el material han sufrido varias 

http://www.mexicocity.com.mx/historia1.html
file:///C:\Users\Narvaez_2\AppData\Roaming\Microsoft\Word\intervenci�n%20francesa
http://www.explorandomexico.com.mx/about-mexico/9/96/
http://www.explorandomexico.com.mx/about-mexico/9/19/
http://www.explorandomexico.com.mx/about-mexico/4/181/
http://www.explorandomexico.com.mx/about-mexico/4/141/
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transformaciones y sus colecciones han aumentado, por lo que el lugar se ha restaurado para 

hacer una mejor presentación de su contenido, el cual se divide de la siguiente manera: en la 

planta baja las salas de la conquista, la conquista religiosa, el comercio con oriente, el 

desarrollo urbano de la Ciudad de México, la galería de virreyes, la independencia, el México 

independiente, del presidente Juárez, la revolución, los carruajes, la galería de banderas, la 

antesala de acuerdos de secretarios de estado, la sala de acuerdo de los presidentes de la 

república, el salón chino, el cuarto de baño y la recámara de la emperatriz Carlota, el salón de 

té y la sala de recepción de los emperadores 

(http://www.mexicocity.com.mx/historia1.html). 

 

En la actualidad el Castillo de Chapultepec está siendo sometido a una serie de trabajos 

tendientes a su remodelación y como producto del paso del tiempo, de la acción de los 

elementos climáticos, de la contaminación ambiental y de la acción de los microorganismos; 

es normal apreciar el deterioro que los aspectos antes mencionados han provocado sobre la 

infraestructura de este preciado monumento nacional de México. En las Figuras 2 A-D, se 

puede observar el deterioro  y las biopelículas presentes en el lugar. 

 

 

Figura 2. Monumento a la Madre Patria (A), Deterioro observado en el monumento (B), Biopelículas 

observadas sobre las rocas de los muros perimetrales (C) y Biomineralización observada sobre las 

rocas de los muros perimetrales del Castillo de Chapultepec (D). 
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Si se considera el valor histórico y cultural del Castillo de Chapultepec y sus alrededores para 

el patrimonio de México 

(http://www.difusioncultural.unam.mx/index2.php?option=com_content), cualquier 

esfuerzo en aras de preservar este edificio y sus alrrededores vale la pena. Así mismo, 

cualquier trabajo que se emprenda en aras de restaurar este tipo de monumentos y evitar su 

deterioro podría estar justificado. De aquí la importancia que reviste el desarrollo de este 

estudio, ya que hasta la fecha no ha sido reportado ningún trabajo que determine agentes 

causales del deterioro mostrado en superficies o sutratos rocosos de esta área y que a su vez 

proponga medidas para su restauración científicamente demostrada. 

 

2.2 Generalidades sobre las biopelículas microbianas  

 

El término biopelícula (biofilm) hace referencia a una serie de microorganismos que se 

encuentran agregados en un exopolímero compuesto de glicocálix (75%) y que se organizan 

en forma de colonias adheridas a diferentes superficies, ya sean blandas, animadas e 

inanimadas (Costerton, 1999). Muchos intentos se han realizado para caracterizar 

comunidades microbianas de diferentes procedencias, la mayoría de estos intentos han sido 

basados en el cultivo (Delille, 1995; Jørgensen y Bak, 1991; Parkes et al., 1994) y por tanto 

han estado sujetos a limitaciones que han conducido a resultados parciales de lo que 

realmente es la composición de la comunidad microbiana de estos sitios (Amann et al., 1995). 

Las técnicas moleculares han incrementado grandemente nuestros conocimientos sobre la 

diversidad microbiana en diferentes ambientes, por ejemplo en los sedimentos marinos y en 

el plankton, debido a que bibliotecas basadas en el gen 16S rADN han sugerido la presencia 

de organismos hasta ahora no cultivables (DeLong et al., 1993; DeLong et al., 1994; González 

y Morán, 1997; Gray y Herwig, 1996). Técnicas tales como el análisis de la re-asociación de 

ADN (Torsvik et al., 1996), gel electroforético en gradiente desnaturalizante (DGGE) (Teske et 

al., 1996) y la de fragmentos de restricción de regiones polimórficas (RFLP) (Moyer et al., 

1994) han permitido profundizar sobre la composición y la diversidad de la comunidad 

microbiana.  

Las comunidades microbianas que se desarrollan asociadas a los sustratos de roca son en 

parte responsables del deterioro químico y físico de la misma y alteran a través de diferentes 

mecanismos la apariencia estética y la integridad física del material (Krumbein, 1988) con la 

consecuente formación de suciedad y transformación de minerales (Eckardt, 1985). La 

excreción de enzimas y ácidos inorgánicos y orgánicos disuelve los componentes 

estructurales del sustrato mineral, contribuyendo a los procesos de deterioro (Warscheid et 

al., 1988). El biodeterioro de la propiedad cultural es el daño físico o químico efectuado por 

diferentes tipos de organismos en objetos, monumentos o edificios que pertenecen al 

patrimonio cultural (Videla, 1996). Dentro de los principales factores que están involucrados 

en el deterioro de los materiales pertenecientes al patrimonio cultural pueden mencionarse: 

a) procesos de biodeterioro, b) contaminación ambiental (elevadas temperaturas y 

humedades relativas) y c) contaminación antropogénica (creciente número de turistas). Los 
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factores ambientales como las elevadas temperaturas (frecuentes en las principales 

localidades de los monumentos arqueológicos de Iberoamérica), la humedad relativa y la 

polución natural y antropogénica juegan un papel decisivo en el tipo de deterioro (Videla, 

1998). En los procesos de biodeterioro intervienen bacterias quimiolitotróficas, autotróficas 

y heterotróficas, hongos, algas, líquenes, musgos y plantas superiores. Entre las bacterias que 

atacan a los monumentos y edificios de piedra pueden mencionarse las tiobacterias, las 

silicobacterias y las bacterias nitrificantes. Estas últimas son capaces de transformar los 

nitratos en nitritos, los sulfatos en sulfuros, producen ácido nítrico, nitroso y sus sales de 

amonio que intervienen en la degradación del asbesto (Wasserbauer et al., 1988). 

 

2.3 Implicaciones en el biodeterioro del patrimonio cultural por biopelículas 

 

Se han aislado bacterias autótrofas y heterótrofas de las superficies de rocas estructurales 

pertenecientes al patrimonio cultural en número elevado (Saiz Jiménez, 1994., Tayler y May, 

1991). Se ha sugerido que éstas pueden atacar a la roca a través de procesos químicos y 

físicos relacionados con el metabolismo bacteriano (Warscheid et al., 1991). Estos procesos a 

veces están asociados con los fenómenos de ensuciamiento o manchado de las rocas (Lewis et 

al., 1988). Los hongos pueden degradar la roca tanto química como mecánicamente (Koestler 

et al., 1988). Estos producen una amplia variedad de ácidos orgánicos e inorgánicos que 

pueden desmineralizar varios sustratos rocosos; debe mencionarse por ejemplo el caso de los 

actinomicetos que atacan a los monumentos de arenisca (Griffin et al., 1991). McCormack et 

al., (1996) observaron el ataque ácido del hongo Aspergillus glaucus en concreto. Las 

cianobacterias y las algas tales como clorofitas, crisofitas y diatomeas, forman costras 

pigmentadas que afectan al sustrato estéticamente y provocan deterioro físico y químico de la 

roca (Ortega et al., 1991). Su presencia se reconoce a través de la formación de pátinas. Las 

cianobacterias epilíticas juegan un papel importante en la disolución del carbonato de la roca 

caliza, pudiendo provocar el desprendimiento de partes de la misma, debido a una 

disminución en la coherencia de los cristales alrededor de las colonias (Ortega et al., 1991). 

Los líquenes están asociados con el deterioro de la roca de una manera similar a los musgos y 

a las plantas superiores (Monte, 1991). Por ejemplo, en el mármol los líquenes endolíticos 

pueden secretar ácido oxálico que lo atacaría, precipitando como oxalato de calcio di 

hidratado y formando una pátina de oxalato. Este mecanismo de biodeterioro le fue atribuido 

también a las cianobacterias (Ortega et al., 1991). Los musgos a través de los rizoides, pueden 

penetrar en la roca provocando agujeros («pitting») (García de Miguel et al., 1995). La acción 

de las plantas vasculares en el deterioro de la roca puede ser mecánica, a través del 

crecimiento de raíces, o química, por la acidez de las raíces y diversos exudados (Saiz 

Jiménez, 1994). Los hongos aislados de las superficies de monumentos, de las fachadas de 

edificios y de concreto en descomposición, incluyen muchos géneros que son representativos 

de la flora del suelo y del aire. Esto sugiere la susceptibilidad del concreto por medio de 

microorganismos heterotróficos. Morton (2003), plantea haber  aislado hongos a partir de 

concreto en descomposición en sótanos inundados.  
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2.3.1. Análisis de diversidad microbiana 

 

El estudio de las comunidades microbianas se ha realizado tradicionalmente a través del 

empleo de los llamados “métodos cultivables”, los cuales involucran el aislamiento y cultivo 

de las diferentes especies de microorganismos presentes. Sin embargo, diversos trabajos 

indican que el empleo de este tipo de métodos solo garantiza hasta un 10% del total de los 

microorganismos presentes en las comunidades de estudio (Amman et al., 1995). Lo anterior 

ha ocasionado que destaquen los métodos que involucran técnicas bioquímicas y 

moleculares, que han facilitado la identificación de funciones importantes en las bacterias 

(Lovell et al., 2000). Uno de los métodos bioquímicos importantes es el análisis de ácidos 

grasos fosfolipídicos (PLFA, por sus siglas en inglés) que se usa para monitorear cambios en 

la constitución de las comunidades microbianas, para detectar grupos específicos de 

microorganismos, y para correlacionar biogeoquímicamente procesos fisiológicos con 

poblaciones específicas (Küsel et al., 1999).  

Por otra parte, se estima que aproximadamente el 1 % de los microorganismos existentes son 

cultivables con las metodologías y medios disponibles, lo cual significa que apenas estamos 

comenzando la verdadera exploración de la diversidad biológica. Para ello, se requiere 

utilizar herramientas moleculares, que sean capaces de obtener el material genético de todos 

los organismos presentes en un nicho determinado (mejor conocido como meta genoma), 

clonarlos y diferenciarlos individualmente. Este enfoque no solamente permite conocer la 

diversidad biológica, sino también explorar la existencia de actividades bioquímicas 

novedosas o incrementadas (Amman et al., 1995). El análisis del meta genoma se ha centrado 

comúnmente en muestras de suelo (Berry et al., 2003), sin embargo, han sido reportadas 

metodologías para ambientes marinos (Narváez-Zapata et al., 2005), y para alimentos 

fermentados como el pulque (Escalante et al., 2004). Es por ello que, con el desarrollo en los 

últimos años de metodologías de análisis genómico ambiental, es posible conocer a la 

microflora presente en muestras ambientales, incluyendo aquellos organismos no cultivables, 

mediante la secuenciación y análisis filogenético de la región 16S del ADNr (en el caso de 

arquea y eubacterias) y del 18S ADNr en el caso de la mico flora eucariótica. 

 

2.3.2.  Reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 

 

La PCR (Reacción en Cadena de la Polimerasa) es un rápido procedimiento usado para 

amplificar un segmento específico de ADN, técnica análoga al proceso de replicación del ADN 

que tiene lugar en las células. Este método es la técnica en biología molecular que más se ha 

utilizado en esta área en los últimos años. Una de las razones de su éxito es la simplicidad de 

la reacción y la facilidad para realizar cada una de las etapas, por lo que es usada en análisis 
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de ADN y en los análisis de los procesos celulares y moleculares (Walker y Rapley, 2000). Las 

aplicaciones de esta técnica son muy diversas, estas incluyen la clonación directa del ADN 

genómico o ADN complementario, mutagénesis in vitro e ingeniería del ADN, ensayos para 

detectar la presencia de agentes infecciosos, diagnósticos prenatales o enfermedades 

genéticas, análisis de la variación de secuencias alélicas y la secuenciación directa del ADN 

genómico y complementario. Para su implementación es necesario conocer las secuencias del 

ADN que flanquean el fragmento que se desea amplificar, y a partir de esta información, se 

pueden sintetizar químicamente los oligonucleótidos iniciadores o “primers” 

complementarios a cada una de las hebras de la doble hélice de ADN. Los reactivos 

requeridos para la PCR incluyen  la enzima Taq ADNpolimerasa, los eslabones de las hebras 

de ADN ó deoxirribonucleósidos trifosfatos (dNTP’s) y el amortiguador apropiado para la 

enzima, el cual es generalmente optimizado con diferentes concentraciones de magnesio, un 

cofactor de la reacción de polimerización. Este último elemento es uno de los componentes 

críticos de la PCR, ya que no solo afecta a la enzima, sino también al ensamblaje de los 

oligonucleótidos (Walker y Rapley, 2000).  

La técnica de PCR incluye tres etapas críticas definidas por tiempos y temperaturas 

específicas: 1) desnaturalización 2) alineación y 3) extensión. Cada una de estas etapas es 

repetida 30-40 veces en ciclos térmicos. En el primer ciclo la doble hebra templete ó molde es 

desnaturalizada por calor a una temperatura de 90 °C, al separarse las dos hebras de ADN, la 

región de interés por ser amplificada se vuelve más accesible. La mezcla de reacción es 

enfriada a una temperatura entre 40 y 60 °C permitiendo que el grueso de las hebras se 

mantenga separadas, pero a la vez, permitiendo la hibridación de las secuencias pequeñas 

más homologas presentes, en este caso los oligonucleótidos adicionados, los cuales se 

encuentran presentes en exceso. Durante la última etapa caracterizada por la temperatura a 

72 °C, se lleva a cabo la extensión del nuevo ADN, mediante la acción de una ADN polimerasa 

termoestable, la Taq ADN polimerasa (Walker y Rapley, 2000). 

 

2.3.3.  Utilización de oligonucleótidos universales para el estudio de las subunidades 

ribosomales microbianas 

 

A partir de la información contenida en el banco mundial de genes (GenBank) es posible 

localizar regiones conservadas (altamente similares) entre los diferentes tipos de 

organismos. Dentro de estas regiones destacan para su estudio, a través de filogenia 

molecular, las subunidades pequeñas ribosomales de los diferentes organismos. Tal es el caso 

de las regiones V4 y V5 que contienen secuencias cortas presentes en la mayoría (80%) de los 

organismos reportados en el GeneBank (Schmalenberger et al., 2001). De acuerdo a lo 

anterior se han desarrollado diversos juegos de oligonucleótidos “universales” de la región 

altamente conservada para amplificar por PCR la región interna divergente. Dicha 

amplificación puede ser llevada a cabo en condiciones altamente específicas, para asegurar la 

amplificación exclusiva de la secuencia V4 y V5 de la subunidad pequeña ribosomal, y los 

productos de PCR resultantes pueden ser analizados con técnicas de electroforesis especiales 
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para detectar los pequeños cambios resultantes de la región interna divergente en los 

diferentes organismos analizados (Schmalenberger et al., 2001). 

El análisis PCR-SSCP (Reacción en cadena de la polimerasa-Conformación polimórfica de 

banda única), aquí la secuencia blanco es marcada y amplificada simultáneamente por la PCR 

a partir del ADN genómico o los ADNc. Con este análisis, cambios en cientos de bases son 

detectados, en contraste con otras técnicas en las cuales cambios en secuencias relativamente 

cortas (desde muy pocas hasta 20 bases) son detectadas. Por tanto se deberá considerar que 

el análisis PCR-SSCP es mucho más sensitivo a la replicación de errores que ocurran durante 

la PCR. El 18S ADNr es un gen muy conservado, representado por múltiples copias repetidas 

en tándem en el genoma nuclear eucariótico. La alta conservación del gen 18S hace de este un 

marcador útil para la evaluación de relaciones filogenéticas (Palumbi, 1996) y como “ADN 

barcoding” (secuencias cortas de ADN utilizadas para la identificación estandarizada de 

microorganismos) en diversos organismos (Floyd et al., 2002; Wong et al., 2004, Countway et 

al., 2005; Prez et al., 2005). El ADNr tiene la ventaja de estar presente en múltiples copias y, 

por tanto ser fácilmente amplificado por PCR, semejante al ADN mitocondrial. Aunque 

algunos genes mitocondriales, específicamente COI y 16S, han sido ampliamente utilizados 

como ADN barcoding (Hebert et al., 2003 a, b, 2004), ellos muestran una variabilidad 

superior comparada con el 18S, lo cual puede ser una limitante para la identificación de sitios 

iniciadores conservados a través de un amplio rango taxonómico (Hare et al., 2000). A 

menudo en poblaciones biológicas, muchas muestras deben ser secuenciadas, aun muchos 

individuos podrían tener la misma secuencia. El análisis de conformación polimórfica de 

banda única, SSCP, ofrece un método simple, no caro y sensible para detectar si los 

fragmentos de ADN son idénticos en secuencia o no, y por tanto poder reducir grandemente 

la cantidad de secuenciaciones necesarias (Sunnucks et al., 2000; Kanazawa et al., 1986; Orita 

et al., 1989a, b; Hayashi y Yandell, 1993). 

 

2.4 Crecimiento y formación de la biopelícula  

 

Las biopelículas son comunidades microbianas que podrían existir sobre superficies abióticas 

y algunas veces sobre superficies bióticas (Poulsen, 1999). Las investigaciones indican que las 

biopelículas pueden existir como una masa de micro colonias en una capa única o con canales 

verticales y horizontales permitiendo el flujo de líquidos y dispersión de nutrientes y 

componentes residuales (An y Friedman, 2000). Estas biopelículas podrían servir como 

fuentes de productos de contaminación (Brackett, 1992) y pueden ser reservorios para 

bacterias patogénicas o de deterioro (Sommer et al., 1999). Una vez que la biopelícula se 

establece parece tener mayor resistencia a agentes antimicrobiales que aquellos organismos 

en estado libre (Plantónico) (Bolton et al., 1988; Frank y Kolfi, 1990; Nickel y Costerton, 

1992; Reid et al., 1993). 

Con el propósito de facilitar el estudio de la adherencia y colonización bacteriana, una 

variedad de métodos y observaciones experimentales han sido desarrollados como: Conteo 
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en placas estándar, y técnicas en rollo y sonicación los cuales son métodos indirectos que 

primero desprenden a los microorganismos de una superficie y posteriormente los 

contabilizan. Otros métodos indirectos son: bacterias isotópicamente marcadas, ensayos 

inmuno absorbentes de enzimas ligadas, ensayos biológicos, teñido de biopelículas 

bacterianas y procedimientos de micro titulación en platos; estos estiman el número de 

organismos adheridos in situ por medir algunos de sus atributos (An y Friedman, 2000). 

Algunos investigadores han encontrado que el método de conteo en platos da un estimado 

inseguro del numero de microorganismos en la biopelícula y por tanto no debería ser 

utilizado en mediciones cuantitativas (Poulsen, 1999). Sin embargo otros investigadores han 

encontrado que el raspado de la superficie remueve hasta un 97 % de las células adheridas a 

placas de acero inoxidable (Jerong y Frank, 1994) y al agitarlo se remueve hasta un 99 % de 

las células adheridas a tubos de silicona (Anwar et al., 1992). De acuerdo con Lindsay y von 

Holy (1997), la sonicación y el agitado con perlas, son métodos equivalentes basados en el 

conteo bacteriano. Los métodos que involucran observaciones directas, incluyen técnicas de 

microscopia (de luz, escaneado laser confocal, electrónica de transmisión y electrónica de 

barrido), pueden observar la colonización bacteriana de manera directa. Datos por 

microscopia de epifluorescencia pueden llevar a sobreestimar los niveles de la biopelícula, 

dado que el grosor no es medido y debido a sobreestimar el área cubierta por las células, 

además algunos polímeros extracelulares son teñidos (Blackman y Frank, 1996). A pesar de 

estos problemas, la microscopia directa para obtener resultados confiables cuando se 

estudian las bacterias adheridas a superficies (Lad y Costerton, 1990) sigue siendo utilizada. 

Por ejemplo la microscopia electrónica de barrido indicó que la sonicación y la agitación 

removieron únicamente a las células unidas a las capas superiores de la biopelícula, dejando 

un residuo de sustancias poliméricas extracelulares y células vivas intactas adheridas a capas 

inferiores (Lindsay y von Holy, 1997). 

El procedimiento de micro titulación en placas (Ensayo en placas de 96 pozos) es un método 

indirecto para la estimación de bacterias in situ y puede ser modificado para diversos ensayos 

de formación de biopelículas (An y Friedman, 2000). En teoría el protocolo podría ser 

aplicado a cualquier especie que crezca amigablemente en el formato prescrito. En resumen 

las células son crecidas en una placa de micro titulación por un periodo de tiempo 

determinado y entonces los pozos son lavados para eliminar las bacterias en estado 

plantónico, las células que permanecen adheridas a los pozos son posteriormente teñidas con 

un azul que permita la visualización de la biopelícula adherida (Merrit et al., 2005). O´Toole y 

Kolter (1998) utilizaron este ensayo con Pseudomonas fluorescens para evaluar el impacto de 

diversas condiciones de crecimiento y del medio ambiente y como una prueba rápida de 

evaluar mutantes deficientes de formar biopelículas. De igual forma Djordjevic et al., (2002) 

utilizaron este método de micro titulación para determinar la formación de biopelículas por 

parte de un grupo de cepas de Listeria monocytogenes encontrando que a pesar de las 

deficiencias de este como un método indirecto, tuvieron resultados consistentes (bajas 

desviaciones estándar entre réplicas dentro de un mismo experimento y entre experimentos) 

con este método que con microscopia directa. Estos últimos autores también mostraron que 

el método de micro titulación tiene la ventaja de capacitar a los investigadores para analizar 

rápidamente la adhesión de múltiples cepas bacterianas o condiciones ambientales diferentes 
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dentro de un experimento; la mayor desventaja de este método según ellos es que es una 

indicación indirecta del nivel de la biopelícula producida dado que la adsorción del cristal 

violeta en la solución de desteñido es usada como una indicación de la cantidad de bacterias 

en la biopelícula. Este sistema experimental, es más comúnmente conocido como ensayo en 

placa de 96 pozos es un método sencillo y de alto rendimiento utilizado para monitorear la 

adherencia bacteriana a una superficie abiótica (Merrit et al., 2005).  

 

2.5 Cinética del crecimiento microbiano 

 

La cinética del crecimiento microbiano describe la relación entre la velocidad específica de 

crecimiento (µ) de una población microbiana y la concentración de sustrato (S), es una 

herramienta indispensable en todos los campos de la microbiología (Rova-Kovar y Egli, 

1998). Los principios y definiciones de la cinética del crecimiento microbiano, son 

frecuentemente presentados tal y como fueron establecidos en la década de los 40 y en las 

décadas siguientes (Monod, 1942; 1949 y 1950) Utilizando está metodología muchos 

esfuerzos han sido hechos para obtener datos experimentales coherentes (Koch, 1982; 

Jannasch and Egli. 1993). A pesar de lo anterior, existen pocos artículos publicados en las 

décadas recientes sobre revisiones (Rutgers et al., 1991; Button, 1993; Grady et al., 1996) y 

una monografía de está aplicación (Panikov, 1995) que principalmente trata sobre la cinética 

de crecimiento y sus problemas. En contraste se ha puesto considerable atención a los 

aspectos cinéticos de modelación del crecimiento y remoción de sustrato para la 

biodegradación (Nielsen y Villadsen. 1992; Alexander, 1994; Hales et al., 1997). 

Aunque algunos de los autores anteriores tratan con cinética del crecimiento microbiano, 

comenzaron enfatizando los puntos de vista ecológicos, independientemente de que en la 

naturaleza los microorganismos crecen con mezclas de sustratos (Harder y Dijkhuizen, 1976 

y 1982) y que su crecimiento no puede ser controlado por un nutriente único, pero si por dos 

o más nutrientes simultáneamente (Paerl, 1982; Rutgers et al., 1990; Egli, 1991), y de que las 

propiedades cinéticas de una célula pudieran cambiar debido a adaptaciones (Ho¨fle, 1983; 

Rutgers et al., 1987; Kova´Rova´, 1996). En este trabajo, se realizó la cinética de crecimiento 

microbiano a las cepas bacterianas que reportan los mejores resultados en cuanto a 

formación de biopelículas y con miras a contar con la información que permita la 

multiplicación de estos microorganismos y su aplicación a mayores escalas de investigación 

y/o aplicación futura. 

 

2.6 Bioprecipitación de carbonatos de calcio 

 

La precipitación de carbonatos microbiológicamente inducida ha sido para la deposición de 

una capa superficial protectora con propiedades consolidantes e impermeabilizantes sobre la 

superficie de las rocas ornamentales (Biodeposición) (De Muynck et al., 2010). En el proceso 
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patentado de “Calcite Bioconcept”, una capa de bacterias seleccionadas es esparcida sobre la 

superficie junto con un nutriente específico, además de iones de calcio (Adolphe et al., 1990). 

Con el tiempo, esta capa es suministrada repetidamente con los medios nutrientes y 

eventualmente una capa de calcita es precipitada. Aunque los resultados de aplicaciones a 

gran escala demostraron una sostenibilidad y efectividad en cuanto a protección (Le Metayer-

Levrel et al., 1999), algunos autores comentaron sobre potenciales limitaciones de esta 

técnica: 1. Inefectividad para una consolidación en profundidad, 2. Formación de una película 

superficial consistente de una mezcla de remanentes biológicos y 3. La posibilidad de un 

crecimiento bacteriano no controlado y formación de biopelículas (Tiano et al., 1999; 

Rodriguez- Navarro et al., 2003). Esto ha llevado a una variedad de artículos de investigación 

en los cuales diferentes cepas de cultivos axénicos y diferentes vías metabólicas fueron 

propuestas como una forma de superar las limitaciones antes mencionadas. Tiano et al., 

(2006), desarrolló una técnica de precipitación de carbonato en la cual el uso de 

microorganismos fue omitida. Una revisión detallada de las diferentes metodologías es dada 

en el artículo de revisión por De Muynck et al., (2009). 

La precipitación de carbonato de calcio se refiere a cuatro factores claves: 1. La concentración 

de carbono inorgánico disuelto, 2. El pH, 3. La concentración de iones de calcio y 4. La 

presencia de sitios de nucleación/o desarrollo de cristales para la nucleación. Además, 

diversos parámetros ambientales tales como la temperatura y salinidad de la suspensión 

tienen influencia sobre el proceso de precipitación (Knorre y Krumbein, 2000; Rivadeneyra et 

al., 2004). Diversos procesos metabólicos influencian directamente los primeros tres factores 

claves, mientras que las características físicas y químicas de las células bacterianas pueden 

hacer que estas actúen como sitios de nucleación de cristales (Hammes y Verstraete, 2002). 

Se pensaba que el tipo de microorganismo podía tener consecuencias sobre la profundidad de 

penetración del tratamiento y sobre la posibilidad de formación de biopelículas. El uso de 

bacterias con facilidad de movimiento y deslizamiento, podrían por tanto resultar en una 

gran profundidad de penetración. Por otra parte, los problemas relacionados con la 

germinación y el crecimiento no controlado de la biopelícula podrían evitarse si se utilizaran 

bacterias no formadoras de esporas (Rodriguez-Navarro et al., 2003; Jimenez-Lopez et al., 

2007). 

La vía metabólica utilizada por la bacteria tiene influencia sobre la velocidad de producción 

de carbonatos, y de ahí, sobre la velocidad de precipitación de carbonato de calcio. Para 

deposiciones sobre roca caliza, la producción de carbonatos a menudo se basaba en la 

utilización de ácidos orgánicos suministrados (Tiano et al., 1999; May, 2005) y/o la 

desaminación oxidativa de aminoácidos suministrados (Le Metayer-Levrel et al., 1999; 

Rodriguez-Navarro et al., 2003). Investigaciones recientes se han enfocado a la producción de 

carbonato ureolítico (Hammes et al., 2003 a, b; Dick et al., 2006; De Muynck et al., 2008 a, b). 

La hidrólisis de la urea presenta un común y sencillo proceso microbiano que puede ser 

fácilmente utilizado para aplicaciones biotecnológicas. En contraste con otras vías la 

producción de carbonato por la hidrólisis de la urea puede ser fácilmente controlada. 
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Además, es posible de obtener la producción de altas concentraciones de carbonatos dentro 

de periodos cortos de tiempo (Castanier et al., 1999). 

La enzima ureasa cataliza la hidrolisis de urea (CO (NH2)2) a carbonato y amonio, 

produciendo un incremento del pH y la concentración de carbonato en el ambiente 

bacteriano: 

CO(NH2)2  +  2H2O  →  2NH4
+  + CO3

2- 

En presencia de iones de calcio, la solución puede llegar a ser sobresaturada con respecto al 

carbonato de calcio, llevando a su precipitación, según el siguiente equilibrio: 

CO3
2-  + Ca2+  ↔    CaCO3. 

En contraste con las investigaciones relacionadas con los aspectos microbianos, poca o 

ninguna atención se ha puesto a la influencia de los parámetros químicos, por ejemplo la 

concentración de iones de calcio y nutrientes sobre la eficiencia del tratamiento de 

biodeposición. Las concentraciones de estos componentes son importantes porque ellos 

influencian la cantidad y tipo de precipitados que son formados (Jimenez-Lopez et al., 2008). 

Rodriguez-Navarro et al., (2003), reportaron la importancia de los precipitados polimórficos 

(calcita o vaterita) sobre la eficiencia del tratamiento de biodeposición. La presencia de 

cristales romboédricos de calcita bien desarrollados (obtenidos con el medio M3-P, utilizado 

por estos autores) resultó en un más pronunciado efecto consolidante comparado con los 

pequeños cristales aciculares de vaterita. Estos autores concluyen que la manipulación de la 

composición de los medios de cultivo podría ser utilizada para controlar los procesos de 

biodeposición. De Muynck et al., (2009), plantean que las diferencias en morfología podrían 

también ser atribuidas a las diferencias en concentraciones de calcio (además de la presencia 

de fosfato en los medios, a como lo atribuyen Rodriguez-Navarro et al., 2003) entre los dos 

medios utilizados por los primeros autores mencionados. Jimenez-Lopez et al, (2008), 

investigaron el uso de diferentes medios para la precipitación de carbonato de calcio inducida 

por bacterias que habitan la roca, concluyendo que la elección de un medio de cultivo 

apropiado, podría prevenir alteraciones en la porosidad de la roca. 

Las diferencias en condiciones experimentales entre los grupos de investigación que están 

trabajando sobre biodeposición, hace que sea muy difícil de evaluar la importancia de los 

microorganismos y sus vías metabólicas sobre la eficiencia de los tratamientos. Más 

específicamente, variaciones en las dosis de sales de calcio utilizadas podrían explicar una 

gran parte de las diferencias observadas en eficiencia por los diversos tratamientos. 

Posteriormente, una comparación cuantitativa es aun más difícil de desarrollar, debido al 

hecho de que diferentes autores utilizan diferentes parámetros y procedimientos de 

evaluación. Algunos autores se enfocan sobre los efectos impermeabilizantes (Dick et al., 

2006), mientras que otros han investigado el efecto de fortalecimiento (Rodriguez-Navarro et 
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al., 2003; Jimenez-Lopez et al., 2007). Además de estos dos efectos, Tiano et al., (1999) 

posteriormente propuso la evaluación de los aspectos visuales antes y después del 

tratamiento por medio de análisis colorimétricos. 

De Muynck et al., (2010) investigaron la influencia de las dosis de urea y calcio y por tanto la 

cantidad de carbonato precipitado sobre la eficiencia del tratamiento de deposición. En esta 

investigación los autores analizaron los efectos de incrementar las dosis de urea y calcio en el 

medio de deposición a la vez que incrementaron el número de aplicaciones a realizar. Su 

enfoque principal fue tanto la impermeabilización como los efectos consolidantes, a la vez 

que examinaron los efectos de la deposición sobre los aspectos cromáticos de la roca. Estos 

autores concluyen entre otras cosas en que, se observaron grandes cristales romboédricos 

característicos de la calcita a la concentración 10/25 de urea y cloruro de calcio di hidratado, 

respectivamente (Figura 3), a la vez que atribuyen a la presencia incrementada de iones 

cloruro (con el incremento de las dosis de calcio) la obtención de algunas de las morfologías 

observadas en la Figura 3. Por otra parte, el incremento en las dosis de calcio podría llevar a 

una precipitación sobre otras superficies ajenas a la superficie bacteriana, trayendo consigo 

que no disminuya la actividad ureolítica de las bacterias por muerte de las mismas y por ende 

trayendo como consecuencia una mejora en la precipitación de carbonatos de calcio aunque 

no en la proporción teóricamente esperada. Finalmente y como resultado de este estudio, 

parece ser que para una cantidad dada de células retenidas en la roca debería existir una 

dosis óptima de urea y calcio, por encima de la cual los efectos benéficos para una 

precipitación adicional de carbonato de calcio y un incremento de los efectos protectores 

podrían ser mucho más pequeños comparados con los efectos nocivos debida a la 

acumulación de sales y urea en los poros y decoloraciones en la roca.  
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Figura 3. Aspecto microscópico de la superficie de una muestra de  roca caliza no tratada (A) y aquellas 

tratadas con B. sphaericus a concentraciones variables de urea y cloruro de calcio en el medio  de 

deposición: 5/12.5 (B), 10/25 (C) y 20/50 (D). Modificado de De Muynck et al. (2010). 

 

La precipitación de cristales de carbonato de calcio ocurre por nucleación heterogénea sobre 

la pared de la célula bacteriana (Figura 4A), una vez que la supersaturación ha sido alcanzada. 

Las tecnologías de biodeposición están actualmente siendo utilizadas para la consolidación 

de columnas de arena (Ferris y Stehmeier, 1992; Nemati y Voordouw, 2003), para reparar 

monumentos (Figura 4B) de roca caliza (Dick et al., 2006; Tiano et al., 1999; Rodríguez-

Navarro, 2003), y para la remediación de pequeñas extensiones en concretos fracturados 

(Bang et al., 2001; Ramachandran et al., 2001; Bachmeier et al., 2002). Experimentos sobre el 

tiempo de vida útil realizados sobre monumentos de roca caliza han mostrado un efecto 

protector de la capa de calcita depositada por la bacteria por varios años. Se ha sugerido que 

un nuevo tratamiento debería ser aplicado cada diez años (Castanier et al., 1999; De Muynck 

et al., 2009). 

 

Figura 4. Composición de imágenes de la precipitación de CaCO3 (A, Tomado de De Muynck et al., 

2008b), y un ejemplo de un monumento antes y después de restaurado (B, Tomado de Tiano et al., 

1999.).  

 

2.7 Técnicas de análisis de la conformación de la roca en monumentos. 

 

2.7.1 Microscopia Electrónica de Barrido (SEM) y Difracción de rayos X (EDX) 

 

La Microscopía electrónica de barrido (SEM) es un instrumento que permite la observación y 

caracterización superficial de materiales inorgánicos y orgánicos, entregando información 

morfológica del material analizado. A partir de él se producen distintos tipos de señal que se 

generan desde la muestra y se utilizan para examinar muchas de sus características. Con esta 

técnica se pueden realizar estudios de los aspectos morfológicos de zonas microscópicas de 

distintos materiales, además del procesamiento y análisis de las imágenes obtenidas. Las 

principales utilidades del SEM son la alta resolución (~100 Å), la gran profundidad de campo 
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que le da apariencia tridimensional a las imágenes y la sencilla preparación de las muestras. 

El microscopio electrónico de barrido puede estar equipado con diversos detectores, entre 

los que se pueden mencionar: un detector de electrones secundarios para obtener imágenes 

de alta resolución, un detector de electrones retrodispersados que permite la obtención de 

imágenes de composición y topografía de la superficie, y un detector de energía dispersiva  

que permite colectar los Rayos X generados por la muestra y realizar diversos análisis e 

imágenes de distribución de elementos en superficies pulidas (Zegarra y Montesinos, 2010). 

La técnica de difracción de rayos X ha sido ampliamente utilizada en la caracterización de 

materiales, que cumplen con la condición de tener una estructura cristalográfica definida, 

pues la información obtenida de la interacción entre los rayos X y los cristales se basa en la 

difracción producida por un conjunto de átomos en un arreglo ordenado. La difracción de los 

rayos X por materiales cristalinos es, esencialmente, un proceso de dispersión coherente. Esta 

radiación coherente se origina por el choque de los fotones incidentes contra los electrones 

firmemente ligados a los átomos. Cada átomo irradiado del material dispersa de manera 

individual en todas las direcciones. Dado que un material está formado por muchos átomos y 

cada uno de ellos es una fuente de radiación coherente, ocurren fenómenos de interferencia 

constructiva o destructiva entre los rayos X dispersados. En determinadas direcciones del 

espacio, los rayos dispersos están en fase y producen interferencia constructiva de ondas, y es 

en estas direcciones en donde se observan máximos de intensidad en la difracción. Una 

descripción simple del proceso de difracción de rayos X se logra mediante la ley de Bragg 

(Betancourth et al., 2010). 

La roca utilizada para construir monumentos, estatuas y fachadas de edificios, poseen 

superficies que presentan grandes areas ideales para la adhesión de los hongos 

(Gorgbuschina, 2007). El crecimiento de hongos en forma de incrustaciones negras, puede 

alterar las propiedades estéticas de las rocas (Sterflinger, 2005); mientras el deterioro físico 

ocurre en la medida en que las hifas de los hongos penetran la superficie, hinchando el 

material y secretando ácidos (Konkol et al., 2010). Esos eventos someten a la roca a estrés 

físico y químico que provocan su desintegración. Cepas de microorganísmos 

quimiorganotroficos tales como Penicillium, Aspergillus, Cladosporium, Alternaria, 

Aureobasidium, Ulocladium y Phoma que secretan ácidos orgánicos u oxidantes del hierro y 

del manganeso de los materiales, han sido aislados de las rocas (Warscheid y Braams, 2000). 

Recientemente, la precipitación bacteriana de carbonatos ha sido propuesta como un método 

ambientalmente amigable para proteger las rocas orhamentales deterioradas (De Muynck et 

al., 2009). 
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3. JUSTIFICACIÓN 

 

En la ciudad de México existen una gran cantidad de monumentos considerados 

patrimonio histórico que presentan signos de daño, degradación y destrucción debido al 

incremento de la contaminación, factores medioambientales y biológicos. Aun cuando gran 

parte del deterioro es causado por microorganismos en biopelículas epilíticas, existe un 

completo desconocimiento acerca de su diversidad, la forma en que se implican en el 

proceso de biodeterioro y su uso en otras posibles aplicaciones encaminadas a la 

restauracion de este patrimonio histórico. 

 

El estudio de los objetos del patrimonio cultural debería ser efectuado, si es posible, sin 

modificar el objeto en sí, especialmente cuando éstos son de pequeñas dimensiones 

(Michaelsen et al., 2009). Los métodos usados en la actualidad para la detección y 

medición de biomasa microbiana, tales como conteo de colonias, estimación microscópica 

de biovolumenes y análisis de ergosterol son caros y consumidores de tiempo o son 

inapropiados para algunos casos. Si a esto añadimos las dificultades señaladas con los 

métodos tradicionales de cultivo, podemos concluir en la urgencia de desarrollar trabajos 

que involucren no sólo el uso de técnicas tradicionales de cultivo, sino las técnicas 

moleculares con el consecuente resultado de poder contar con aislados microbiológicos 

que nos permitan identificar microorganismos hasta ahora no detectados y que pudiesen 

estar afectando el patrimonio cultural de la nación mediante su biodeterioro. 

Adicionalmente, el disponer de estos aislados permitirá incursionar en técnicas biológicas 

novedosas como la bioprecipitación (biomineralización) de cristales de carbonato de 

calcio (generalmente calcita), cuya aplicación a materiales de concreto ha demostrado ser 

muy eficiente e incrementar la impermeabilidad y disminuir la absorción del agua, con el 

consecuente incremento de la durabilidad de la infraestructura (Achal et al., 2011; Hui et 

al., 2011). El conocimiento de la diversidad microbiana existente y la aplicación de estas 

técnicas novedosas, junto a otras ya en uso, nos permitirán en un futuro una mejor y 

mayor protección del patrimonio cultural. 
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4. HIPÓTESIS 

 

"Los microorganismos aislados de las biopelículas epilíticas del área de estudio poseen 

diferentes potenciales biotecnológicos relacionados con el biodeterioro y preservación de la 

infraestructura". 

 

5.  OBJETIVOS 

 

5.1. OBJETIVO GENERAL 

 

Caracterizar polifásicamente las biopelículas microbianas epilíticas colectadas en superficies 

asociadas al Castillo de Chapultepec. 

 

5.2 OBJETIVOS ESPECIFICOS 

 

Aislar e integrar una colección de microorganismos a partir de las biopelículas epilíticas de 

estudio. 

 

Establecer los haplotipos moleculares por rep-PCR y eric-PCR de la colección de 

microorganismos epilíticos aislados. 

 

Identificar por su secuencia ribosomal (16S rADN en bacterias y 28S rADN en hongos) las 

identidades de los aislados obtenidos.  

 

Caracterizar el potencial de formación de biopelícula de los microorganismos representativos 

de las biopelículas epilíticas de estudio. 

 

Evaluar el potencial de biomineralización de las especies representativas de las biopelículas 

epilíticas de estudio y que eventualmente pudiesen servir para la restauración de superficies 

urbanas asociadas al sitio de estudio.  
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6 MATERIALES Y MÉTODOS 

 

6.1 Descripción del área de muestreo 

 

Inicialmente se hizo un reconocimiento del lugar de estudio, El Castillo de Chapultepec 

ubicado en lo alto del cerro del mismo nombre, en el centro del Bosque de Chapultepec, 

situado en la ciudad de México y se definieron los mejores puntos para la recolección de las 

muestras considerando los diferentes aspectos climatológicos que intervienen en la 

formación de la biopelícula como son: exposición a la luz solar, temperatura, incidencia del 

aire, humedad, entre otros (Videla et al., 2003), además de la contaminación ambiental 

presente en los alrededores del castillo. Las muestras fueron tomadas en abril del 2009. 

 

6.2 Toma de muestras y aislamiento microbiológico 

 

Para el aislamiento e identificación de microorganismos a partir de biopelículas epilíticas de 

superficies asociadas al Castillo de Chapultepec, se eligieron tres puntos en la zona del 

Castillo, los cuales fueron: puntos I y II relacionados con los cimientos del muro perimetral 

del Castillo ubicados a unos 100 y 150 metros de distancia respectivamente de la puerta de 

ingreso principal a Chapultepec, y un punto III ubicado en un monumento en el patio lateral 

del Castillo, en el cual se observó deterioro de la roca, grandes desprendimientos de la misma 

y zonas fracturadas. Los muestreos se realizaron en forma aséptica (Figura 5A) utilizando 

técnicas no invasivas. Las biopelículas se desprendieron de la superficie de las paredes 

seleccionadas para el estudio con una espátula metálica (Figura 5B) estéril y se colocaron en 

frascos estériles que luego se transportaron al laboratorio. De acuerdo a las posibilidades, la 

muestra en ocasiones fue tomada en forma de pequeños trozos de un área superficial 

aproximada de 2 cm2 y una profundidad de 5 mm aproximadamente, en condiciones estériles 

para su posterior traslado hacia el laboratorio. Además se tomaron muestras con hisopos 

para medios líquidos previamente definidos y que permitieron el crecimiento de un amplio 

espectro de microorganismos que pudiesen estar presentes en el lugar de muestreo, por 

ejemplo: medio a base de Triptosa, Glucosa y Extracto de levadura (TGY), Medio Agar, papa y 

Dextrosa (PDA) medios y en caldos. De la misma forma se utilizaron medios sólidos 

preparados en placas Petri de los mismos caldos y se incluyó el medio a base del filtrado del 

jugo comercial V-8 adicionado con agar, éstas fueron inoculadas en el sitio a partir de 

muestras tomadas con palillos estériles. Con esto se garantizó el obtener un amplio espectro 

de microorganismos que pudiesen crecer tanto en los caldos como en los medios sólidos. 

http://es.wikipedia.org/wiki/Ciudad_de_M%C3%A9xico


21 

 

Figura 5.Forma en que fue tomada y conservada la muestra (A). Tamaño de biopelículas en 

comparación al tamaño de la espátula (B). 

 

6.2.1. Aislamiento e identificación de microorganismos presentes en la muestra 

 

Una vez tomadas las muestras tal y como se indicó en el punto anterior, fueron trasladadas al 

laboratorio lo más rápidamente posible, cuidando de que las placas estuviesen bien cerradas 

para evitar cualquier contaminación ambiental, lo mismo que los tubos en los que se trasladó 

los medios líquidos inoculados Ya en el laboratorio, se procedió a incubar las muestras 

tomadas en medios sólidos a temperaturas entre 28 y 30 grados Celsius, que es la 

temperatura en la que crecen un amplio rango de microorganismos mesófilos que pudiesen 

coexistir en el lugar de muestreo. Diariamente se revisaron las placas para determinar el 

momento en que serian retiradas de la incubadora, en función del crecimiento que se observó 

y del tipo de microorganismos que pudiesen identificarse desde el punto de vista 

morfológico. Los medios líquidos por su parte, fueron puestos a condiciones de atmosfera 

controlada y en agitación continua por un periodo de 24 a 48 horas, observando el 

crecimiento por medio del enturbiamiento de los medios en comparación con testigos no 

inoculados. Cada 48 horas, se tomaron muestras de los medios líquidos consistentes en 100 

micro litros (µL) de muestra y llevados a medios sólidos similares a los ya usados para las 

placas y se pusieron a incubar en las mismas condiciones descritas con anterioridad. Este 

proceso de cultivo en placa cada 48 horas para los medios líquidos se mantuvo por un 

periodo de hasta 12 días, en que se mantuvieron los tubos en agitación continua y se 

consideró agotado el proceso de aislamiento microbiano a partir de estos medios. 

Una vez concluida la etapa anterior, se procedió al aislamiento de cada especie observada 

según su morfología en el crecimiento de las placas hasta determinar que se contaba con 

cultivos puros, tomando en cuenta si se trataba de un hongo levaduriforme, de un hongo 

filamentoso o de una bacteria en apariencia y del resultado de su observación al microscopio. 

Posteriormente se realizó la identificación de cada microorganismo o grupos de 

microorganismos, para lo cual se hizo uso de las diferentes técnicas microscópicas (tinciones, 

gotas húmedas y microcultivos, entre otras) y técnicas especificas como tinción Gram, 

además de observaciones morfológicas. 
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Finalmente se identificaron los microorganismos levaduriformes haciendo uso de métodos de 

identificación rápida por medio de pruebas bioquímicas como el API 20 C AUX (bioMerieux) 

para levaduras. Para las pruebas bioquímicas de las levaduras identificadas por medio del 

API 20 C AUX, fue necesario sembrar estos cultivos en medio RAT con el propósito de 

determinar si las mismas formaban o no pseudohifas, de manera que se incubaron y se tomó 

muestras que fueron observadas al microscopio a las 24, 48 y 72 horas, haciéndose la última 

observación a los ocho días de incubación a 30 °C. 

Los hongos filamentosos fueron identificados hasta donde fue posible por medio de sus 

características morfológicas al observar los conidioforos que producen al microscopio de luz 

(100 X), su crecimiento en placa a diferentes pH (3.6; 5.6; 7.6 y 9.6) por espacio de 5 a 7 días 

en incubación a 30 °C, coloración del frente y reverso de la placa, forma y color de la conidia, 

horas transcurridas para la aparición de la primera conidia según cada pH en estudio. En 

algunos casos se requirió de la técnica de microcultivo para lograr observar la espora al 

microscopio. 

Una vez aislados y purificados los microorganismos se preservaron en glicerol al 86 %  y 

almacenados a – 70 °C hasta su utilización. En el caso de los aislados bacterianos se 

obtuvieron  alrededor de 70 aislados que fueron igualmente enviados a preservación a -70 °C, 

estos solamente se observaron al microscopio para separar bacterias de levaduras 

inicialmente y se decidió pasar directamente a la extracción del ADN e identificarlas por 

secuenciación.  

 

6.3 Extracción de ADN  

 

Para la extracción del ADN, alícuotas de aproximadamente 0.5 g de las muestras colectadas o 

de cultivos puros crecidos a 29 °C en agar de papa y dextrosa (PDA  por sus siglas en inglés) 

para el caso de levaduras y hongos filamentosos (ADN genómico) y caldo Luria-Bertani (LB) 

para bacterias, fueron transferidos a tubos de 1.5 mL. La extracción del ADN se llevó a cabo 

siguiendo el protocolo de silica (Rojas-Herrera et al., 2008) en el caso de hongos fialmentosos. 

Para esto, a tubos de microrreacción de 1.7 mL (conteniendo la muestra a extraer) se les 

adicionó 1 mL de amortiguador TEN (100 mM Tris-HCl, 50 mM EDTA, 500 mM NaCl, pH 8.0) 

y se agitó por 1 min. Posteriormente se centrifugó por 10 min a 10000 g a temperatura 

ambiente, la pastilla fue lavada dos veces bajo las mismas condiciones y finalmente se re 

suspendió en un 1 mL de amortiguador TEN con 0.2 mg de lisozima adicionada y se incubó 

por 1 hora at 37 °C bajo condiciones de agitación suave. Después de la incubación, se dieron 

tres ciclos de enfriamiento en hielo y luego puesto a 37 °C par finalmente ponerlos por 5 min 

a 65 °C. Una alícuota de 100 μL de SDS al 20 % fue adicionado, agitando por 1 min e 

incubando por 30 min a 37 °C. Después se centrifugó por 10 min a 10000 X g a temperatura 

ambiente, el sobrenadante fue transferido a nuevos tubos y 500 μL de solución de acetato de 

sodio 5 M fueron adicionados e incubados a 65 °C por 5 min. Los tubos fueron puestos a -20 

°C por 20 min y centrifugados a 20000 X g por 30 min a 4 °C. El sobrenadante fue trasferido a 
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un Nuevo microtubo y se adicionaron 200 μL de suspensión de silica e incubado a 

temperatura ambiente por 2 min con agitación suave. El complejo sílica-ADN fue recuperado 

por centrifugación a 16000g por 2 min a RT y se lavó la pastilla adicionando 1 mL de etanol al 

70 %. El ADN fue separado de la sílica con 50 μL de agua destilada estéril e incubada a 55 °C 

por 5 min y recuperado por centrifugación a 16000g por 5 min a temperatura ambiente. 

Para el caso de levaduras y bacterias, el ADN de estas fue extraído por medio del método 

Fenol-Cloroformo (Raeder y Broda, 1985). Partiendo de 40 a 50 mg de muestra previamente 

congelada por una noche a -70 °C o bien puestas en nitrógeno líquido por 20 min, se maceró 

la muestra por 5 min con un pistilo estéril. Al macerado anterior se adicionaron 500 μL de 

amortiguador de extracción a temperatura ambiente (200 mM tris HCL pH 8.5, 250 mM NaCl, 

25 mM EDTA, 0.5 % SDS). Se homogenizó la muestra y se incubó por 10 Min. Se añadió 500 

μL de fenol-cloroformo (50/50) a 4 °C y se mezclaron agitando a máxima velocidad durante 5 

minutos. Se centrifugó a 1300 rpm durante 30 min. La fase acuosa se transfirió a otro tubo 

eppendorf y se adicionaron 400 μL de cloroformo frio (-20 °C). Se mezcló durante un minuto 

en agitación y se centrifugó durante 5 min a 1300 rpm. La fase acuosa se transfirió a un nuevo 

tubo. Se adicionaron 8 μL de ARNasa (10 mg/mL). Se incubó durante 30 min a 37 °C en block 

caliente. Se adicionaron 500 μL de isopropanol frio (4 °C) y se mezcló por inversión ligera, 

finalmente se incubó a -20 °C durante 15 min y se centrifugó  durante 5 min a 13000 rpm. El 

sobrenadante se desechó y se añadieron 500 μL de etanol al 70 % (-20 °C), se mezcló por 

inversión ligera y se centrifugó durante 5 min a 13000 rpm. El sobrenadante se desechó y la 

pastilla se secó en papel secante durante 30 min. La pastilla seca se resuspendió en 50 μL de 

agua miliQ estéril (ambiente) y se mantuvo a 4 °C (Raeder y Broda, 1985).  

 

6.4 Determinación de la calidad del ADN por electroforesis  

 

La determinación de la calidad del ADN se realizó por electroforesis horizontal en gel de 

agarosa. Este proceso se llevó a cabo en aproximadamente 50 mL de gel de agarosa diluido al 

1% en amortiguador TAE 1X (40 mM Tris base, ácido acético glacial y 2 mM ácido 

etilenodiaminotetraacético), adicionado con bromuro de etidio en una concentración de 0.5 

µg/mL. Se colocaron aproximadamente 10 µl de muestra en cada pozo usando como 

colorante de corrida azul de bromofenol 6X diluido 1:10 (Sambrook et al., 1989). La 

electroforesis se realizó a 80 V durante 45 minutos, empleando como amortiguador de 

electroforesis TAE 0.5X; una vez finalizado el proceso se visualizó el gel en un 

transiluminador de UV Kodak Gel Logic 112 y se documentaron los resultados 

fotográficamente. 
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6.5 Protocolos para la amplificación de los hongos en estudio 

 

6.5.1 ADN utilizado y oligonucleótidos empleados para las amplificaciones 

 

Un microlitro de ADN purificado fue utilizado para el desarrollo de la PCR. La reacción de PCR 

fue desarrollada según lo descrito por Heuer et al., (2002). Se utilizaron tres oligonucleótidos 

reportados previamente para la amplificación de las regiones filogenéticas conservadas de la 

subunidad 18S ribosomal de eubacterias y 16S ribosomal de arqueo bacterias. El 

oligonucleótido en sentido ó Com1 es: 5’ CAG CAG CCG CGG TAA TAC 3’ y el oligonucleótido 

en anti sentido ó Com2-Ph es: 5’ CCG TCA ATT CCT TTG AGT TT 3’ (Schwieger y Tebbe, 1998). 

Adicionalmente, se probaron los oligonucleótidos propuestos por Strom y colaboradores, 

(2002) (16S-for 5´-AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3´y 16S-Rev 5´-CGGGAACGTATTCACCG-3´) 

bajo las mismas condiciones. Los hongos levaduriformes y mohos fueron determinados 

empleando la región 26S del ADN ribosomal. Se utilizaron los oligonucleótidos NL1 (5’ 

GCATTCAATAAGCGGAGGAAAAG 3’) y NL4 (5’ GGTCCGTGTTTCAAGACGG 3’) (White et al., 

1990). 

 

6.5.2 Amplificaciones por PCR para levaduras y hongos filamentosos 

 

Las amplficaciones por PCR para levaduras y hongos filamentosos fueron llevadas a cabo en 

un volumen de reacción de 25 μL que contenía los ADN muestra (80 ng de ADN purificado), 

10 x PCR amortiguador (Invitrogen, Carlsbad, California, EEUU) 2.5 μL , 0.75 μL MgCl2 (50 

mM), 1 μL de iniciadores (5 mM) NL-1 y NL-4, 0.2 μL de cada dNTP (10 mM), 0.5 μL of BSA 

(suero albumina bovina) y 0.2 μL de Taq polymerasa (BIO-LINE, 5 U/ μL). Las condiciones 

para el termociclador en el caso de levaduras y hongos filamentosos fueron; una etapa inicial 

de desnaturalización: 94 °C por 5 min, seguida por 35 ciclos a 94 °C por 0.30 min, 60 °C por 

0.30 min y 72 °C por 1 min con una extensión final de 72 °C for 7 min. Las huellas genómicas 

de las amplificaciones fueron visualizadas en gel de agarosa al 1.5 %  bajo luz ultravioleta. 

Para el caso de bacterias con iniciador 16 S y Com, las amplificaciones fueron llevadas a cabo 

en un volumen de reacción de 25 μL que contenía los ADN muestra (80 ng de ADN 

purificado), 10 x PCR amortiguador (Invitrogen, Carlsbad, California, EEUU) 2.5 μL , 0.75 μL 

MgCl2 (50 mM), 1 μL de iniciadores (5 mM) 16 S Sentido y 16 S Antisentido, 0.25 μL de cada 

dNTP (10 mM), 0.5 μL de BSA  y 0.2 μL de Taq polimerasa (BIO-LINE, 5 U/ μL). Para el 

oligonucleotido Com y bacterias se utilizan 0.50 μL MgCl2 (50 mM), se aumentó dNTP (10 

mM) a 0.5 μL al igual que la Taq polimerasa (BIO-LINE, 5 U/ μL) a 0.5 μL, manteniendo las 

condiciones de reacción anteriores.  Las condiciones para el termociclador en el caso de 

bacterias fueron; una etapa inicial de desnaturalización: 94 °C por 5 min, seguida por 35 

ciclos a  94 °C por 1.25 min, 55-60 °C por 1.30 min y 72 °C por 1 min con una extensión final 
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de 72 °C for 7 min. Las huellas genómicas de las amplificaciones fueron visualizadas en un gel 

de agarosa al 1 % bajo luz ultravioleta. 

 

6.5.3 Amplificaciones por rep-PCR  

 

La amplificación por rep-PCR fue llevada a cabo en un volumen de 25 µL de reacción que 

contenía el ADNr a amplificar (80 ng de ADN purificado), amortiguador 10x para PCR (2.5 

µL), MgCl2 50 mM 0.75 µL, Iniciadores REP 1R (5´-III ICG ICG ICA TCI GGC-3´) y REP 2R (5´- 

ICG ICT TAT CIG GCC TAC -3´) (Louws et al., 1999), 0.5 dNTP µL, 0.5 µL de BSA (Bovine Serum 

Albumine) y 0.5 µL de Taq polimerasa (BIO-LINE, 5 U/ µL). Las condiciones para la 

amplificación por PCR fueron de una etapa de desnaturalización inicial de 95 °C por 5 min, 

seguida de 30 ciclos a 95 °C por 0.30 min, Tm en touchdown de 50 a 58 °C por 1 min y 65 °C 

por 4 min con una extensión final de 65°C por 7 min. Tanto para la amplificación por rep-

como por eric-PCR, la huella genómica fue visualizada en gel de agarosa al 2 % bajo luz 

ultravioleta. 

 

6.5.4 Amplificaciones por eric-PCR  

 

La amplificación por eric-PCR fue desarrollada en un volumen de reacción de 25 µL que 

contenía el ADNr a ser amplificado (80 ng de ADN purificado), 2.5 µL de los iniciadores ERIC 

1R (5´-ATG TAA GCT CCT GGG GAT TCA C-3´) y ERIC 2R (5´-AAG TAA GTG ACT GGG GTG AGC 

G-3´) (Hulton et al., 1991), las restantes condiciones de reacción y para el termociclador 

fueron similares a las utilizadas con la amplificación por rep-PCR. 

 

6.6 Secuenciación y análisis de secuencias 

 

La secuenciación de los productos de PCR correspondientes a cada microorganismo fue 

realizada en un secuenciador automático ABI 320 para secuenciación en columnas. Las 

condiciones de secuenciación se describen según lo mostrado en el Cuadro 1. 
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Cuadro 1. Condiciones de secuenciación (A) y del termociclador para hongos filamentosos (B). 

A  B 
Componentes 1X  96 °C 58 °C 62 °C 4 °C Ciclos 
Tampon byg dye 4 µL  1.0 min - - - 1X 
H2O 9 µL  10 Seg 5.0 Seg 4.0 min - 25 X 
Iniciador F 1 µL  - - 1.0 min - 1X 
Byg dye 4 µL  - - - 5.0 min 1X 
Templado 2 µL   
Volumen total 20 µL  

 

Para el caso de los hongos, los productos de PCR se sometieron a esta reacción de 

secuenciación y se pasaron a reacción de purificación siguiendo el protocolo dado a 

continuación: A 20 μL de la reacción de secuenciación se le adicionaron; 2 μL EDTA, 2 μL 

NaOAC 3M pH 5.2 (Sigma, EEUU) ,50 μL de etanol absoluto (Merck 200, Alemania). Se mezcló 

levemente (Manual o agitación mecánica), y se incubó a -20 °C por 15 min. Posteriormente la 

solución se centrifugó a 14000 rpm por 15 min a 6 °C y se eliminó el sobrenadante. Se le 

adicionaron 70 μL de etanol al 70 % y se mezcló levemente (Manual o agitación mecánica). La 

solución fue incubada a -20 °C por 15 min, centrifugada a 14000 rpm por 15 min a 6 °C y se 

eliminó el sobrenadante. La pastilla se secó a 70 °C por 20 a 30 min. El producto de PCR se 

resuspendió en 10 μL de HI-di formamide (Formamida des ionizada) y se desnaturaliza a 95 

°C por 5 min, y se conservó en hielo hasta el momento en que se cargó al secuenciador. 

 

Para el caso de las bacterias se siguió el proceso de purificación a partir de producto de la 

reacción de secuenciación utilizando el sistema Big Dye X Terminator Purification (Applied 

Biosystem, EEUU) como se detalla a continuación: en un tubo nuevo y estéril, se depositaron 

10 µl del producto de la PCR de secuenciación, se agregó 10 µl de X terminator y finalmente 

45 µl de SAM. Se agitó la mezcla anterior y se incubó en termomixer por 30 min a 25 °C a 

1300 rpm, se agitó nuevamente y se centrifugó por 2 min a 13000 rpm. Finalmente se 

transfirieron aproximadamente 40-50 µl del sobrenadante a un tubo nuevo, de lo anterior se 

toman 10 µl y se pasó a un nuevo tubo que fue enviado al proceso de secuenciación. 

 

Las secuencias nucleotídicas fueron alineadas y comparadas con aquellas que están 

depositadas en la base de datos del GenBank utilizando los programas BioEdit Sequence 

Alignment Editor 5.0.6 y el CLUSTAL W 1.82. Además, las secuencias nucleotídicas que se 

obtuvieron en este estudio fueron depositadas en la base de datos GenBank. Los 

dendrogramas fueron construidos por un programa analítico (MEGA versión 4.0), utilizando 

el método de los pares vecinos. El modelo Jukes-Cantor y las distancias “p” fueron utilizadas 

para calcular las distancias genéticas por pares entre las secuencias. La confiabilidad de los 

agrupamientos fue evaluada por remuestreo (bootstrapping) con 1000 réplicas.  
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6.7 Potencial de formación de biopelícula y biomineralización de las especies obtenidas a 

partir de las biopelículas colectadas 

 

Previo al desarrollo de cada experimento de formación de biopelículas, se tomó una asada de 

cada cepa bacteriana (Cuadro 2) para ser crecida en 10 mL de medio líquido LB (Luria 

Bertani, Miller) y fueron puestas a crecer con agitación moderada de 50 rpm (Cole Parmer 

Rocking platform, modelo 625E de EEUU) por alrededor de 18 a 20 horas en condiciones del 

cuarto de cultivo (Ambientales). 

 

Cuadro 2. Aislados utilizados para ensayar los procesos de formación de biopelículas y 

bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio. 

 Código LBI Muestra 

I II III 

IS4 X   
IS5 X   
IIIS9b   X 
IS3 X   
IIIS10   X 
IS16 X   
IIS17  X  
IIS15a  X  
IIIS9a   X 
IS12 X   
IIIS5   X 
32   X 
IIS12  X  
IIS3  X  
31   X 
IIS9  X  
IIS2  X  
IIS10  X  
IS8 X   
IIIS4   X 
IIS1  X  
IIIS9   X 
IS2 X   
IS6 X   
21  X  
IIS4  X  
27  X  
IS17a X   
IS1 X   
IS17 X   
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6.7.1. Ensayo de formación de la biopelícula por teñido con cristal violeta en placa  

 

En una primera fase, de cada una de las 30 cepas a ser ensayadas y que previamente fueron 

crecidas en medio liquido LB por 18 a 20 horas, se tomaron 0.1 mL para ser transferido a 

placas de micro titulación de PVC (Becton Dickinson labware, Franklin Lakes, NJ, EEUU), y se 

siguió el protocolo propuesto por Djordjevic et al., (2002) con algunas modificaciones para 

esta fase de trabajo, que se describen a continuación. Para cada cepa se hicieron 5 replicas y 

se utilizó como blanco la solución del medio de cultivo. Las placas fueron lavadas con alcohol 

al 70 % y secadas en condiciones de cámara de flujo vertical. Una vez inoculadas las placas 

con las suspensiones bacterianas y habiéndose hecho por duplicado para ser leídas sus 

absorbancias a las 24 horas y a las 48 horas en un espectrofotómetro Jenwall 6300 a 540 nm 

(Lab-Tech, instrumentation, EEUU) se pusieron a incubar a 30 °C (Incubadora Riossa, 

Meriequipos, México) . Transcurrido el tiempo de incubación tanto para 24 como para 48 

horas, las placas fueron llevadas al lector de micro platos BIO-RAD modelo 550 (Meriequipos, 

BIO-RAD, México) y se determinó la absorbancia a 540 nm. Posteriormente se realizó el 

proceso de lavado (Figura 6A) de todas las bacterias que hayan quedado libres y por tanto no 

se hayan adherido a las paredes de la placa, por medio de tres lavados sucesivos con  agua 

destilada y secándose en cámara de flujo por espacio de 30 minutos. Finalizados los treinta 

minutos se adicionaron 150 µL de cristal violeta al 0.1 %  a cada pozo y se dejó reposar por 

15 minutos para facilitar el teñido de las bacterias adheridas a las paredes de los pozos 

(Figura 6B). Se lavó nuevamente de 3 a 4 veces con agua destilada y se secó a temperatura 

ambiente por 15 minutos. Se adicionaron 150 µL de etanol absoluto para permitir el 

desteñido de las bacterias y se dejó en reposó por 15 minutos más, finalizando con la lectura 

nuevamente de la absorbancia a 540 nm de las micro placas (Lector de microplacas  BIO-RAD 

550, Meriequipos de México) utilizando en este caso como blanco el etanol absoluto (Figura 

6C). Estos últimos valores de absorbancia, permitieron calcular de manera indirecta la 

cantidad o el número de bacterias que se adhirieron formando biopelículas. Todo lo anterior 

fue hecho con el propósito de contar con un tamizaje inicial de las 30 cepas (Cuadro 2) en 

estudio y determinar cuáles de ellas eran capaces de formar biopelículas en condiciones de la 

placa de PVC.  
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Figura 6. Proceso de lavado y teñido de las biopelículas. Charolas utilizadas para el proceso de lavado 

de las placas (A), Proceso de teñido con cristal violeta (B), Reposo de las muestras y (C) Evidencia de la 

formación de biopelicula señaladas con una flecha.  

 

Considerando que de las 12 cepas que resultaron formar biopelículas, 3 de ellas son las que 

mejores resultados aportaron; se repitió todo el proceso de la fase 1 y tomando en cuenta los 

experimentos desarrollados por autores como: Boruki et al., (2003); Peeters et al., (2008); 

Wakimoto et al., (2004) y Djorjevick et al., (2002). En esta fase se trabajó con las cepas IS16 y 

IIIS10 (Bacillus subtilis), y la IIS15a (Bacillus cereus), que son las tres que mejor formaron 

biopelícula en la fase anterior, crecidas en medio LB  suplementado con glucosa al 1.0 % tal y 

como lo recomiendan los autores antes mencionados. La glucosa fue filtrada para su 

esterilización con filtro millipore de 0.22 µm y posteriormente unida al medio LB 

(esterilizado en autoclave) con la glucosa en cámara de flujo laminar para su distribución en 

tubos, los cuales fueron finalmente inoculados para ser llevados a incubación con agitación. 

 

6.7.2.  Cinética del crecimiento microbiano 

 

Para el desarrollo de esta prueba se pusieron a crecer las cepas IS16 (Bacillus subtilis), IIS15a 

(Bacillus cereus) y IIIS10 (Bacillus subtilis) que fueron las que mejores resultados reportaron 

en cuanto a formación de biopelículas (del total de 12 que formaron las mejores biopelículas). 
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Para esto, se preparó medio LB estéril. Este medio fue distribuido a razón de 10 mL en tubos 

de ensayos estériles e inoculados con una azada de cada uno de los microorganismos 

inicialmente mencionados y puestos a crecer en condiciones de agitación a 50 rpm (Cole 

Parmer Rocking Platform, modelo 625E de EEUU) y temperatura ambiente, durante 20 horas. 

Este cultivo sirvió de base para la inoculación en erlenmeyer de 250 mL, y en los cuales se 

había puesto previamente 90 mL de medio LB estéril (razón de inoculación 1/10) para llevar 

a cabo todo el proceso cinético. Se tomó como blanco un matraz erlenmeyer conteniendo solo 

medio LB estéril (100 mL).  

Tomando como referencia a Kova´Rova´-Kovar  y Egli (1998), para dar inicio con la corrida 

cinética se leyó la absorbancia a 540 nm para cada uno de los frascos erlenmeyer inoculados 

al tiempo cero y al mismo tiempo se tomó un volumen suficiente de cada uno para distribuir 

100 µL de suspensión en placas de Petri preparadas con medio agar LB por triplicado. Estas 

placas una vez inoculadas, fueron puestas a incubar a 30 °C (Incubadora Riossa; EEUU) hasta 

por 16 a 20 horas cuando ya se observó un buen crecimiento que permitiese el conteo de las 

colonias formadas. Por otra parte, los erlenmeyer inoculados y el blanco fueron puestos en 

agitación a 150 rpm (Lab-Line, Lab-Tech instrumentation, EEUU) y a temperatura ambiente. 

Se tomó muestras de cada cultivo por cada dos horas y se repitió el proceso de leer 

absorbancia a 540 nm e inocular placas por triplicado con 100 µL de suspensión para cada 

tiempo y fueron puestas a incubar a 30 °C. Este proceso se mantuvo durante 24 horas 

continuas a la vez que se elaboraba la curva A 540 nm contra tiempo en horas.  

 

6.8 Prueba de ureasa 

 

Para el desarrollo de esta prueba se siguieron los protocolos recomendados por Hammes et 

al., (2003a, b); Dick et al., (2006); De Muynck et al., (2008a, b) con adaptaciones a las 

condiciones propias del laboratorio de Biotecnologia Ambiental de la Universidad Autónoma 

de Campeche, en donde se realizaron los experimentos. Para esto se prepararon 150 mL de 

un medio compuesto por 3g de medio de fermentación conteniendo rojo fenol como 

indicador, urea 3 g, 0.3g de fosfato potásico monobásica, 0.15 g de glucosa con 2. 4 g de agar-

agar. Todos los componentes fueron disueltos en 125 mL de agua destilada salvo la urea y la 

glucosa que se disolvieron en los 25 mL de agua restantes. La urea y la glucosa disueltos en 

25 mL de agua fueron esterilizadas por filtración (Filtros millipore de 0.22 µm) , mientras que 

los demás componentes disueltos en 125 mL de agua, fueron esterilizados en autoclave 

(AESA, MOD.CV 250) por 15 minutos a 120 ° C y 1 atm de presión. Ambos medios se juntaron 

en cámara de flujo laminar (Class IIA/B3 Biological Safety Cabinet) y fueron distribuidos en 

tubos microbiológicos a razón de 10 mL por cada tubo y puestos a solidificar formando cuñas. 

Se seleccionaron los 12 aislados mejores formadores de biopelículas para conducir la prueba 

de ureasa. Estos microorganimos fueron seleccionados a partir de los 30 inicialmente 

probados según el cuadro 2. Finalmente las cepas seleccionadas fueron puestas a incubar 

durante ocho días a 30 ° C, durante los cuales se verificaron periódicamente para ir 

observando el cambio de coloración como un indicativo de la liberación de la ureasa que 
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basifica el medio utilizado. Se utilizó como control negativo tubos en los cuales no se adicionó 

ningún microorganismo y como control positivo una cepa de Paenibacillus sp. comprobada 

como positiva en la producción de ureasa en el Laboratorio de Microbiología Ambiental de la 

UAC. 

 

6.9. Ensayo de bioprecipitación de carbonatos 

 

Se utilizó el medio LB suplementado con agar-agar, el cual fue preparado con adición de 

carbonato de calcio al 0.2 %, vaciado en placas de Petri y dejadas solidificar para su 

inoculación posterior con cada una de las cepas de los 12 aislados a los cuales se les había 

hecho prueba de ureasa previamente. Para cada cepa en estudio, se sembraron 5 replicas y se 

utilizó como control una placa conteniendo el medio con carbonato de calcio pero sin la 

adición de microorganismos. Una vez finalizada la siembra en placas, las mismas fueron 

puestas en incubación a 30° C  durante un periodo de 22 días durante los cuales se realizaron 

verificaciones constantes al microscopio de luz (Nikon Eclipse E200, Japón) con el objetivo 10 

X y se tomaron fotografías de los cristales (Cámara Nikon DS-Fi1 y equipo de captura de 

imágenes Nikon Digital Sight, EEUU) formados a través del tiempo a fin de documentar su 

proceso de formación para cada una de las cepas con el transcurso del tiempo, siguiendo una 

adaptación del proceso de precipitación de cristales propuesto por Laiz et al., (2009). 

Finalizado el periodo de incubación se dió inicio al proceso de cosecha de los cristales para 

cada una de las cepas en estudio. Para esto se retiraron los cultivos de la incubadora y con 

una espátula metálica se hicieron cortes al agar conteniendo los microorganismos y los 

cristales para ser llevados a frascos Erlenmeyer tal y como se muestra en las figuras 7A y B. 

Una vez trasladado el agar de todas las placas inoculadas a los erlenmeyer, se adicionó 

suficiente agua destilada previamente calentada en horno de microondas y nuevamente se 

puso en microondas hasta lograr la fundición completa del agar. Una vez fundido el agar, el 

frasco erlenmeyer se retiró del microondas y fue puesto en reposo para precipitar los 

carbonatos en excesos junto a los cristales durante un tiempo no menor de 15 minutos. 
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Figura 7. Proceso de obtención de cristales: Inicio del proceso de cosecha de cristales (A), 

Transferencia a Erlenmeyer (B), Reposo del agar fundido y precipitación (C), Lavado de cristales (D), 

Cristales listos para análisis posteriores (E).  

 

Transcurrido este tiempo, se retiro el sobrenadante del frasco erlenmeyer y se adicionó agua 

destilada limpia y fresca para iniciar un proceso de tres lavados con 15 minutos de 

precipitación en cada caso (Figs. 7C y D). Finalizado el proceso de lavado, los cristales y el 

exceso de carbonato fue retirado del erlenmeyer por medio de pipetas Pasteur y envasado en 

viales (Proceso desarrollado en el Laboratorio de Biotecnología Ambiental de la Universidad 

Autónoma de Campeche). Finalmente fueron trasladados para su posterior análisis por 

difracción de rayos X y microscopia electrónica de barrido, los cuales fueron desarrollados en 

calidad de servicios externos por los laboratorios del Centro de Investigación Científica de 

Yucatán (CICY de Merida, Yucatán, México). 
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7. RESULTADOS 

 

Se realizó un muestreo en abril del 2009 en sitios externos al edificio. Para esto se tomaron 

muestras en tres diferentes puntos correspondientes a los muros y cimientos perimetrales de 

acceso al Castillo (puntos I y II, Figura 2C y D) y en un monumento en el patio del mismo 

(punto III, Figura 2 A y B) en los cuales fue posible observar diferentes tipos de biopelículas 

como las mostradas en las Figuras 8 A, B, C, E y F. 

El desarrollo de este trabajo ha permitido obtener los siguientes resultados en 

correspondencia con los objetivos que fueron propuestos. 

 

7.1 Zona de muestreos  

 

Diversos autores (Delille, 1995; Jørgensen y Bak, 1991; Parkes et al., 1994) han caracterizado 

comunidades microbianas utilizando métodos basados en cultivo a pesar de que como se 

mencionó  anteriormente, se han señalado algunas limitaciones a su uso (Laiz et al 2001; 

Amann et al., 1995). En este trabajo diversas comunidades microbianas fueron localizadas. De 

esta forma, en el punto I se localizaron diversos tipos de biopelículas como las mostradas en 

las Figuras 8A y 8B, en el punto II se localizaron además de biopelículas como las ya 

mencionadas para el punto I, diversas zonas biomineralizadas como la mostrada en la Figura 

8C, en las cuales si se levantaba la capa de biominerales era posible observar la presencia de 

capas de microorganismos formando biopelículas, en este punto se muestreó 

superficialmente y por debajo de la zona biomineralizada. Todas las muestras fueron 

tomadas entre los días 16 y 17 de abril del 2009. Un tercer punto (III, Figura 8D-E) ubicado 

en un monumento del patio del Castillo (Figura 8D), en el cual se observó deterioro de la roca 

(Figura 8E), grandes desprendimientos de la misma y zonas fracturadas se pueden ver en la 

Figura 8F. El muestreo fue realizado en las zonas erosionadas del monumento, zonas de 

fracturas y desprendimientos de roca. 
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Figura 8. Muestras colectadas: A y B)  Biopelículas del punto I; C) Zona biomineralizada del punto II; D) 

Monumento del patio del Castillo; E) Zona erosionada de la roca del monumento y F). Zona fracturada 

y erosionada de la roca del punto III. 

 

En el presente estudio se aplicó un análisis combinado entre los métodos tradicionales de 

cultivo y métodos moleculares (análisis de secuencia y haplotipos moleculares) en la 

caracterización de las comunidades microbianas asociadas a superficies rocosas del Castillo 

de Chapultepec. 

 

7.2 Identificación de hongos filamentosos 

 

Los aislados puros (Figura 9), luego de haber sido crecidos en medio PDA (Agar Dextrosa y 

papa), fueron puestos en incubación por 5 a 7 días a 30 °C a diferentes pH. Se analizaron sus 

características morfológicas al microscopio de luz a 40 X para visualizar el tipo de espora que 

producían. Al mismo tiempo se colectó toda la información correspondiente al crecimiento de 

cada aislado en cuanto a largo de la conidia, ancho de la conidia, color en placa, tiempo en que 

aparece la primera conidia, así como su crecimiento para cada uno de los valores de pH que 

se analizaron. Los resultados se muestran en el cuadro 3.  

 

Los resultados de la observación de la espora al microscopio de luz y su contraste con lo 

reportado en la literatura (Barnet y Hunter, 1998) condujeron a una primera aproximación al 

género del que se trataba. Algunos de los aislados de hongos filamentosos de este estudio 

fueron identificados como: Trichoderma, Alternaria, Mucor, Fusarium, Cladosporium, 

Aspergillus, Epicoccum, Penicillium, entre otros. 
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Cuadro 3.Características morfológicas de los aislados de hongos filamentosos identificados 

 
 

Cepa 

Característica 

Longitud 
de espora 

Ancho de 
espora 

Longitud 
/ 
Ancho 

Crecimiento 
en PDA 72h, 
29ºC, pH 5,6 
(mm) 

Visualiza 
primera 
espora (h) 
29ºC, pH 5,6 

Color de 
esporas, 
29ºC, pH 5,6 

Color del 
reverso del 
plato PDA, 
29ºC, pH 5,6 

Margen de la 
colonia, 48h, 
29ºC, pH 5,6 
(mm) 

II4 17.46 ±2.38 4.2 ± 0.46 Elipsoide 23.25 120 Blanco Beige 13.25 
T11 21.02 ±3.18 5.19 ± 0.54 Elipsoide 21.5 120 Blanco Beige 11 
T23 29.95 ±4.93 7.32 ± 0.79 Elipsoide 9.75 120 Blanco Beige 4.75 

III1 19.02 ± 2.79 5.78 ± 0.89 Elipsoide 13.5 120 Blanco Beige 7.5 
I10 34.72 ± 3.24 7.11 ± 2.05 Elipsoide 16.5 144 Blanco Beige 8 
T12 23.12 ± 1.64 6.79 ± 0.56 Elipsoide 21 120 Blanco Beige 11 
II1 20.02 ± 6.72 5.89 ± 1.25 Elipsoide 20 144 Blanco Beige 10.75 
I2 19.43 ± 2.24 4.75 ± 0.46 Elipsoide 22 96 Blanco Beigee 13.25 
I13 25.21± 4.66 7.35 ± 1.49 Elipsoide 6 168 Blanco Beige 3.25 
I7 22.36 ± 2.03 4.74 ± 1.30 Elipsoide 14 192 Blanco Beige 8 
I9 20.58 ± 4.34 5.84 ± 0.62 Elipsoide 7 144 Gris Beige 3.75 
III2 6.18 ± 0.78 3.72 ± 0.67 Elipsoide 7 144 Gris Beige 3.75 
III3 8.09 ± 3.25 4.08 ± 0.57 Elipsoide 3.75 120 Blanco Verde oscuro 2 
III5 8.39 ± 1.18 4.64 ± 0.99 Elipsoide 3.5 120 Verde Verde oscuro 1.75 
II2 4.55 ± 0.37 4.55 ± 0.37 Esférica 21 96 Verde oscuro Beige 11 
II8 4.24 ± 0.36 4.29 ± 0.39 Esférica >P 96 Verde oscuro Beige 16.75 
T21 4.38 ± 0.48 4.38 ± 0.48 Esférica >P 72 Verde claro Beige 34 
I1 37.82 

±13.94 
11.1 ± 1.96 Elipsoide 14 168 Gris Gris oscuro 9 

III10 33.03 ± 6.39 11.77 ± 1.43 Elipsoide 13 96 Verde oscuro Gris Oscuro 7.75 
III12 9.29 ± 0.32 5.30 ± 0.55 Elipsoide >P 96 Gris oscuro Verde claro 22.25 
II6 9.87 ± 0.82 5.29 ± 0.27 Elipsoide 32.5 96 Gris oscuro Verde claro 21.75 
III13 10.56 ± 1.03 5.26 ± 0.34 Elipsoide 30.25 96 Gris oscuro Verde claro 21.25 
III11 2.87 ± 0.24 2.87 ± 0.24 Esférica 17 120 Traslucida Blanco 9.5 
T22 5.44 ± 0.60 5.44 ± 0.60 Esférica >P 96 Negro Verde claro 12.25 
III9 5.11 ± 1.08 5.11 ± 1.08 Esférica 7.5 96 Amarilla Rojo oscuro 5 
III6 3.41 ± 0.33 3.41 ± 0.33 Esférica 5 96 Verde oscuro Verde claro 2.75 
I11 9.35 ± 2.97 2.92 ± 0.70 Elipsoide 3.5 240 Gris Beige 2.5 
III16 19.60 ± 1.12 4.33 ± 0.20 Elipsoide 10.5 240 Blanco Beige 6 
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Características morfológicas de los aislados de hongos filamentosos identificados (Continuación).  

Cepa Característica (mm) 

Crec pH 
3.6, 24h 

Crec pH 
3.6, 48h  

Crec pH 
3.6, 72h  

Crec pH 
3.6, 96h  

Crec pH 
5.6, 24h  

Crec pH 5.6, 
48h  

Crec pH 5.6, 
72h  

Crec pH 5.6, 
96h  

II4 2 8 14.5 21 4 13.25 23.25 31.75 
T11 1 6 12 17 3 11 21.5 29 
T23 1 3.75 7 11 1 4.75 9.75 15 
III1 0.5 5.75 11.5 18 1.5 7.5 13.5 22.25 
I10 1.75 7 13.5 19.5 1.75 8 16.5 21.25 
T12 1 6.5 12.5 18.5 2.5 11 21 30 
II1 2.25 7.25 13 18.5 3 10.75 20 28.5 
I2 2.5 9.75 14.75 20.25 4 13.25 22 32 
I13 0.75 2.5 6 11 0.5 3.25 6 10.5 
I7 0.75 6 12.25 19.75 2.75 8 14 20.5 
I9 1 5.5 8.75 13.5 1 3.75 7 10.5 
III2 0.5 2.5 4.5 7.25 0.5 2 4.25 6 
III3 0.75 2 4 6 0.5 2 3.75 6.5 
III5 0.5 1.25 2 3.5 0.5 1.75 3.5 5.5 
II2 3 10.5 20.5 >P 2.5 11 21 >P 
II8 3.5 19.25 >P >P 2.5 16.75 >P >P 
T21 10.5 36 >P >P 10 34 >P >P 
I1 1.75 7 12.75 18 2.5 9 14 20 
III10 0.5 5 8.5 13.25 1 7.75 13 19 
III12 5 17.5 26 >P 6.5 22.25 >P >P 
II6 7 17.25 26 >P 8.5 21.75 32.5 >P 
III13 7 18 22 >P 7.5 21.25 30.25 >P 
III11 1.5 8.5 15.5 19.25 1.5 9.5 17 24.75 
T22 4 7.5 >P >P 4 12.25 >P >P 
III9 0.75 4 5.5 9.5 0.75 5 7.5 10 
III6 0.5 3 5 6 0.5 2.75 5 8.5 
I11 0.5 0.5 0.75 2.75 0.5 2.5 3.5 6.5 
III16 1 4.75 9 15 0.5 6 10.5 16.5 
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Características morfológicas de los aislados de hongos filamentosos identificados (Conclusión).  

Cepa Característica (mm) 

pH 7.6, 24h pH 7.6, 48h  pH 7.6, 72h pH 7.6, 96h  pH 9.6, 24h  pH 9.6, 48h  pH 9.6, 72h pH 9.6, 96h 
II4 5 13.5 23.5 31.5 5 14 22.75 31.5 
T11 3 12 19.5 29.5 2 12 20 29.5 
T23 1 4.5 9.5 15.5 1 5 8.5 15 
III1 2 9.25 16.5 22.25 1.5 9.25 15 22.25 
I10 3.75 10.5 16.5 21.5 4 11.5 17 22.75 
T12 3.25 11.5 21 31.5 3.25 12.5 21 30.5 
II1 3.25 11.5 21 28.5 3 11 19.5 26.75 
I2 4.5 14.25 22 32.5 5 13.75 21.5 31 
I13 2 5.5 9.25 12.75 1.5 6 10 16.75 
I7 4 11.5 17.25 26.5 3.5 10.5 18.5 23.5 
I9 1.5 6 8.75 12.75 1 6.5 8.5 12.75 
III2 0.75 3 5.5 7 1.75 3 5 6 
III3 0.5 2.5 4.25 6.5 0.5 1.5 3.5 5.5 
III5 1.5 2.75 5.5 6 0.75 1.5 2.5 4.5 
II2 2.75 8.75 19.25 29.25 2.5 8.5 26.5 >P 
II8 2.5 15.5 27.5 >P 3 16 32.25 >P 
T21 8.5 27.25 >P >P 7 24.5 >P >P 
I1 3.25 8.75 13.5 19.5 3 7 12.25 17.75 
III10 2.5 8.75 13.5 20.25 2 6.5 12 18.5 
III12 5.75 20.25 >P >P 5.5 18.5 33.5 >P 
II6 8.5 20.75 21.25 >P 8 19.75 29.5 >P 
III13 6.5 19.25 31 >P 6.5 20.25 30.25 >P 
III11 1 9 16 24.25 1 8 12.5 23.5 
T22 4 12.75 >P >P 4 11 >P >P 
III9 0.5 5 8 11.5 1 5.5 7 10 
III6 0.75 2.25 5 8.75 1.5 3.75 6 8.75 
I11 0.5 2 3.75 6.75 0.5 2 3.5 6.5 
III16 1.5 7 12 17 2 5.5 11 15 

Crec Crecimiento. >P, Crecimiento mayor que el diámetro de la placa. 
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El análisis del cuadro 3, permite ver que la mayoría de géneros aislados crecen bien en 

medio enriquecido PDA a pH entre 5.6 y 9.6 y 30 °C, sin mayores diferencias en cuanto a 

crecimiento a las 96 horas de incubación (Figuras 10, 46 y 47). Los aislados pertenecientes 

al género Cladosporium parecen crecer un poco mejor a 7.6 de pH e iguales condiciones de 

incubación. Algunos géneros como Trichoderma, Mucor, Aspergillus, Epicoccum y 

Pestalotiopsis, mostraron muy buen crecimiento en PDA para todos los valores de pH 

analizados incluyendo 3.6. Para estos últimos géneros, inclusive a las 72 horas de 

incubación y a todos los valores de pH ya mostraban un máximo de crecimiento en placa de 

PDA. En la mayoría de los casos se observaron esporas elipsoides, con diversas tonalidades 

de coloración tanto en esporas como en crecimiento en placa Petri, lo cual es la razón de las 

diversas coloraciones que se observan en las biopeliculas muestreadas (Figuras 8 A, B, C, E 

y F). Es importante destacar que géneros como Trichoderma solo se aislaron del punto II 

muestreado, o sea asociadas al muro perimetral y a biopeliculas en las cuales se observó 

biomineralización (Figura 8C), mientras que Alternaria se detectó en biopeliculas del punto 

I (muro perimetral, Figura 8 A y B) y en el punto III (monumento en el patio, Figura 8D).  

Los aislados de hongos filamentosos que se obtuvieron fueron llevados a micro tubos y 

posteriormente enviados al congelador a -70 ° C para su posterior extracción de ADN y 

desarrollo de los trabajos genómicos para determinar la especie a la que corresponde cada 

uno de ellos y poder comparar con la identificación hecha a nivel de género por medio de 

las características morfológicas. Hasta aquí y previo a la identificación por medio de 

secuenciación, se llegó a conocer que en la biopelícula coexisten géneros como: Fusarium, 

Cladosporium, Trichoderma, Alternaria, Mucor, Aspergillus, y Penicillium, Stemphylium, 

Epicoccum entre otros (Figura 9). Un mayor detalle de cada uno de los aislados puede verse 

en el apéndice B, Figuras 42 a la 45.  
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Figura 9. Muestra representativa de los diferentes géneros aislados. AI. Trichoderma harzianum, AII. 

Mucor hiemalis, AIII. Fusarium solani, AIV. Fusarium sp., BI. Alternaria tenuissima, BII, Alternaria sp., 

BIII. Aspergillus fumigatus, BIV. Aspergillus niger, CI. Cladosporium sp., CII, Penicillium sp., CIII. 

Stemphylium sp., CIV. Epicoccum sp.  

 

La abundante diversidad encontrada en las diferentes biopelículas del sitio asociados al 

Castillo de Chapultepec, nos llevó a obtener alrededor de 10 géneros distintos de hongos 

filamentosos. Del género Trichoderma se encontraron 3 aislados, al igual que del género 

Mucor. Fusarium por su parte, arrojó 10 diferentes aislados, Cladosporium 3, Aspergillus 2 y 

Stemphylium con más de 4 aislados, fue el género con mayor número de aislados. De otros 

géneros como Penicillium y Epicoccum se obtuvo solo 1 aislado. 

El crecimiento en PDA a diferentes pH (3.6, 5.6, 7.6 y 9.6), así como la conidia formada 

durante el tiempo en el cual se determinaron los parámetros recogidos en el Cuadro 3, se 

muestran a continuación (Figura 10) y se amplía la información en el apéndice B, Figuras 

46  y 47  

 

Figura 10. Aspecto de los hongos aislados con 48 h de crecimiento a pH 5.6: AI, BI y CI. Trichoderma 

harzianum y esporas del mismo; AII, BII y CII. Fusarium sp y esporas del mismo; AIII, BIII y CIII. 

Alternaria sp y esporas del mismo; AIV, BIV y CIV. Mucor hiemalis y esporas del mismo. 

 

7.3 Identificación de levaduras 

 

Para el aislamiento de levaduras, se siguió un procedimiento similar al seguido 

previamente con hongos filamentosos, una vez que se obtuvieron cultivos puros de las 
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mismas mediante el cultivo en placa Petri utilizando medio PDA e incubando a 30 °C; se 

observaron las muestras al microscopio de luz y debido al tamaño observado, a la 

coloración en placa y a peculiaridades propias de su crecimiento se sugirió que los seis 

aislados podrían tratarse de levaduras. Aplicando el estuche comercial API 20 C AUX 

(Biomerieux, Francia) diseñado para la identificación de levaduras, obteniéndose los 

siguientes perfiles de consumo de azucares (Cuadro 4). Debido a que actualmente en el 

laboratorio no se tenía acceso al software especifico para la interpretación de los 

resultados y que el número de aislados eran pocos (seis en total), se recurrió a la 

bibliografía especializada de identificación de levaduras por pruebas bioquímicas (Barnet 

et al., 2000). Como producto de consultar esta última referencia y con los resultados de la 

prueba API se llegó a la concluison de que se encontraron Aureobasidium pullulans, 

Rhodotorula glutinis y Rhodotorula mucilaginosa. 

Cuadro 4. Resultados de las pruebas bioquímicas para las levaduras aisladas 

Cepa G
L
U 

G
L
Y 

2
K
G 

A
R
A 

X
Y
L 

A
D
O 

X
L
T 

G
A
L 

I 
N
O 

S
O
R 

M
D
G 

N
A
G 

C
E
L 

L
A
C 

M
A
L 

S
A
C 

T
R
E 

M
L
Z 

R
A
F 

11 + + + + + - - - + - - + + - + + + + + 

15 + + + + + + + + - + - - - - + + + + + 

16 + + - + + + + + - + - - + - + + + + + 

17 + + - + + + + + - + - - + - + + + + + 

18 + + - + + + + + - + - - - - + + + + + 

19 + + - + + + + + - + - - - - + + + + + 

 

Nomenclatura:GLU: D-GLUcosa; GLY; glycerol; 2KG; 2-Keto-Gluconato-calcico; ARA:L-ARAbinosa; 

XYL:D-XYLosa; ADO:ADOnitol; XLT:XyLiTol; GAL:D-GALactosa; INO:INOsitol; SOR:D-SORbitol; 

MDG:Metl-αD-Glucopiranosida; NAG:N-Acetil-Glucosamina; CEL:D-CELobiosa; LAC:D-Lactosa 

(origen bovina); MAL:D-MALtosa; SAC:D-SACarosa; TRE:D-TREhalosa; MLZ:D-MeLeZitosa; RAF:D-

RAFinosa. Nota importante: Los resultados anteriores se analizaron con lo reportado por Barnett et 

al. (2000). 

 

En función de los resultados de las pruebas bioquímicas se clasifico a las levadures como 

sigue: Cepa 11 como Aureobasidium pullulans, a las cepas 15 a 17 como Rhodotorula 

glutinis y a las cepas 18 y 19 como Rhodotorula mucilaginosa (Barnet et al., 2000). Estas 

cepas se enviaron a preservación en glicerol al 86 % a -70 °C. Se determinó que las 

levaduras del género Rhodotorulas se diferencian de las levaduras Aureobasidum pullulan, 

tanto en su coloración como en su forma. Rhodotorulas tienden a ser células esféricas o 

ligeramente elipsoides, con crecimiento abundante en placa Petri y de color rosado, 

Aureobasidium produce células marcadamente elipsoides, con células alargadas y de 

crecimiento en placa Petri abundante y de color blanco. 
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Las levaduras identificadas por medio del API 20C AUX (Biomeriux, Fancia) fueron puestas 

a crecer en medio RAT e incubados a 30 °C hasta por ocho días con vistas a determinar si 

las mismas formaban o no pseudohifas en el tiempo y de este modo contribuir a su 

identificación morfológica y bioquímica. Los resultados muestran que a los ocho días de 

incubación solamente se observó la formación de seudohifas para la cepa 11 de 

Aureobasidium pullulans, las demás cepas no forman esta estructura a los ocho días (Figura 

11).  

 

 

Figura 11. Cultivos de levaduras puestos a crecer en medio RAT y observados al microscopio a las 

48 horas y hasta 8 días después de estar en incubación. La flecha indica la formación de pseudohifas. 

 

Con vistas a analizar la formación de pseudohifas por parte de estas levaduras aisladas y 

así contribuir a su identificación, se llevó a cabo la prueba RAT. Los resultados mostrados 

mediante la figura 11, permiten analizar que los aislados permanecen sin mayores 

alteraciones hasta las 48 horas. Debido a que el medio RAT es un medio pobre en 

nutrientes, después de 48 horas se observa la disminución del número de células por 

campo en el microscopio, lo cual puede deberse entre otras cosas al estrés al que están 

sometidas como producto de la falta de nutrientes. Trascurridas las 72 horas, el estrés es 

notorio pero no provoca cambios en las cepas 15 a 19, sin embargo, a los ocho días de 

incubación solamente el aislado identificado como Aureobasidum pullulans (cepa 11) 

presentó la formación de pseudohifas en correspondencia con lo planteado en la literatura 

(Barnet et al., 2000)  

7.4 Identificación de bacterias 

 

El aislamiento se realizó como se describió previamente en la sección de métodos y 

aquellas colonias que se sospechaba se trataban de bacterias, fueron resembradas en 

placas Petri conteniendo medio LB (Luria Bertany) e incubadas a 30 °C por 18 a 24 horas, 
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de esta forma se obtuvieron alrededor de 70 aislados bacterianos. Los cultivos crecidos 

fueron observados al microscopio de luz a 100 X con aceite de inmersión para verificar si 

se trataba de bacterias de acuerdo con la morfología observada. Estos mismos cultivos 

fueron sometidos a pruebas de tinción Gram tal y como se muestra en las Figuras 12, 48 y 

49, observándose cultivos mayormente Gram positivos y Gram variables. Con vistas a 

identificar los aislados bacterianos y dado que los API disponibles son generalmente para 

aislados Gram negativos, se decidió que esta identificación se haría por vía molecular 

utilizando los iniciadores 16 S y Com, lo cual se detalla más adelante. De los 70 aislados, 

aquellos que fueron amplificados con los iniciadores utilizados, fueron identificados 

directamente por análisis de diferentes regiones de su secuencia 16S ribosomal. En este 

caso se logró identificar diferentes géneros como: Bacillus, Kokuria, Pantoea, Pseudomonas, 

Arthrobacter, Brevundimonas, Microbacterium, Oceanobacillus, y Stenotrophomonas, entre 

otros. 

En general los resultados mostraron una tinción Gram variable como se podrá apreciar en 

la Figura correspondiente a los aislados del punto III siguiente. 

 

Figura 12. Aislados obtenidos del punto III, en el cual puede observarse la Gram variabilidad 

prensente en los mismos. (A) IIIS9a Bacillus cereus; (B, F y G) IIIS5, 31 y 31 Bacillus simplex; (C) IIIS9 

Arthrobacter sp.; (D) IIIS4 Bacillus megaterium; (E, H) IIIS10, IIIS9b: Bacillus subtilis; (I) Biopelícula 

encontrada en el punto III 

Se puede observar en la Figura anterior, la presencia de bacterias fundamentalmente Gram 

positivas. Sin embargo en las Figuras 12B, 12 C y 12D es posible observar la Gram 
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variabilidad de los cultivos. Este fenómeno fue observado en los diversos aislados 

obtenidos para los diferentes puntos muestreados I, II y III (Apéndice B, Figuras 48 y 49) 

 

7.5 Identidad molecular de microorganismos aislados e identificados 

 

7.5.1. Identidad molecular de hongos en general (Filamentosos y levaduriformes) 

 

La extracción de ADN para los hongos filamentosos en este trabajo se llevó a cabo 

utilizando los métodos propuestos por Rojas-Herrera et al., (2008) y Raeder y Broda, 

(1985). El primer método no genero buenos resultados para el caso de los hongos oscuros 

como Aspergillus niger y Stemphylium. Para estos últimos casos y previo a comenzar el 

proceso de amplificación (PCR) fue necesario realizar la purificación del ADN mediante una 

serie de dos a tres lavados con alcohol absoluto a 4 °C. En general, los resultados obtenidos 

se muestran en la Figura 13 (método Fenol / Cloroformo), observándose la presencia de 

ADN para la mayoría de los casos. Concluida la extracción del ADN, se procedió al proceso 

de amplificación utilizando los iniciadores para la región 26S (NL1 y NL4). Un ejemplo de 

los resultados alcanzados se muestra en la Figura 14, en donde es posible ver que luego de 

probar diversas condiciones de reacción y la que mejor resultados fue la que se reporta en 

la parte inferior del gel de la Figura 14. En general para todos los procesos de amplificación 

para hongos filamentosos fue necesaria la adición de BSA y temperaturas de amplificación 

cercanas o iguales 58°C. Como se puede ver del análisis del gel, en la parte superior no se 

observa ninguna amplificación de los productos de la PCR anidada (gel de la parte 

superior). 
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Figura 13. ADN de hongos filamentosos extraídos con Fenol/cloroformo, corridos en gel de agarosa 

al 1.5 % durante 45 minutos a 90 V, con 3 µL de Cyber y 5 µL de ADN. Carriles superiores: 1.III6, 

2.III8, 3.I1, 4.II1, 5.II8, 6.T23, 7.I6, 8.III12, 9.I12, 10.I4 y 11.III4. Carriles inferiores: 1.T31, 2.I16, 

3.III3, 4.I3, 5.T15, 6.III1, 7.II6, 8.T17, 9.II2, 10.T24, 11.II2.  

 

En todos los casos para los carriles superiores se puede ver la presencia de ADN en el gel, 

aunque en algunos casos este es menor, coincidiendo con aquellos hongos en los cuales 

resultó más difícil romper la estructura del hongo o en los casos en los cuales los hongos 

eran de color muy oscuro como es el caso de los Aspergillus niger y Stemphylium cuya 

presencia de ADN no pudo verificarse en el gel según los carriles inferiores. Para los casos 

en los cuales se obtuvo ADN, se cuantifico el mismo, obteniéndose cantidades variables que 

oscilaban entre 80 y más de 200 ng.  

A continuación se desarrolló el proceso de amplificación del ADN antes extraído de hongos 

filamentosos utilizando los iniciadores 26S (NL1 (5’GCATTCAATAAGCGGAGGAAAAG3’) y 

NL4 (5’ GGTCCGTGTTTCAAGACGG 3’) (White et al, 1990)), aquí se muestran solo algunos 

de los resultados obtenidos a fin de mostrar ejemplos del proceso realizado. 

 

Figura 14. Gel de agarosa al 1.5% mostrando el ADN de una amplificación previa (carriles 

superiores) y producto de amplificación por PCR (carriles inferiores) de la región 26S del ADNr de 

los hongos filamentosos. Carriles superiores: 1. MM de 100 bp, 2.I14, 3.I15, 4.III15, 5.T17, 6.T24, 

7.T31, I16, 9.I12, 10.T15, 11.Testigo+, 12.Testigo -. Con 3 μL de producto de PCR previamente 

obtenido. Carriles inferiores: La misma ubicación para el marcador molecular, los aislados y los 

testigos, salvo que en este caso se trabajó con ADN puro. 

Como puede apreciarse en el gel anterior, cuando se trabajó en condiciones de PCR 

anidada, no se obtuvo ninguna amplificación, probablemente debido a degradación del 

ADN por el tiempo transcurrido desde la amplificación a esa fecha. Cuando se trabaja con 

ADN puro (carriles inferiores), si se observa la amplificación de todos los aislados de 

estudio. 
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En el caso de las levaduras y bacterias, la extracción del ADN fue llevada a cabo por el 

método del Fenol / Cloroformo (Raeder y Broda, 1985). Las Figuras 15 A y B, muestran los 

geles para el ADN de levaduras y la amplificación del mismo respectivamente. La Figura 

15A nos muestra la aplicación del método Fenol / Cloroformo, determinando que la 

cantidad inicial de muestra (cercana a los 0.5 g) y el tiempo de congelación de la misma (15 

minutos en nitrógeno liquido ó una noche a – 70 ° C), influyen en la calidad del ADN que se 

obtenga. La Figura 15 B nos muestra la amplificación de las levaduras con BSA y puede 

verse que con una Tm a 60 °C y las condiciones de reacción similares a las utilizadas para 

hongos filamentosos, se obtiene muy buena amplificación para cinco de los aislados 

correspondientes a levaduras del tipo Rhodotorula, no así para la cepa 11 (Aureobasidum 

pullulans). Esta última no mostró ninguna amplificación a estas mismas condiciones. No 

obstante una nueva corrida de PCR variando únicamente la Tm a 58 °C (Gel no mostrado 

aquí), reportó muy buenos resultados en cuanto a amplificar a la cepa 11.  

 

El ADN extraído de las levaduras por el método Fenol/cloroformo arrojó los siguientes 

resultados (Figura 15): 

A)      B) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15. (A) Resultados del ADNg en gel de agarosa al 1.5 % de las levaduras, extraídas con 

protocolo Fenol / Cloroformo y (B) amplificación por PCR con BSA y 26S de levaduras.  1. MM de 

100 bp, 2. Cepa 11, 3. Cepa 15, 4.Cepa 16, 5. Cepa 17, 6. Cepa 18, 7. Cepa 19, 8. Testigo -. 

Para todos los casos de las levaduras en estudio, fue posible obtener buena cantidad y 

calidad de ADN por medio del método utilizado, la cuantificación arrojó cantidades 

superiores a los 400 ng de ADN para cada caso.  
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7.5.2. Análisis de haplotipos rep-PCR y eric-PCR 

 

Con el objetivo de conocer las diferencias en cuanto a haplotipos en los diferentes aislados 

se procedió a amplificarlos con rep-PCR y eric-PCR. En el caso de las levaduras se 

obtuvieron los resultados que se muestran en las Figuras 16 A y B. 

 

 

A)      B) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. rep-PCR y eric-PCR con BSA de los aislados de levaduras. Las condiciones de 

amplificación son iguales a las señaladas en la metodología con la excepción de que la TM fue de 

65oC. Abreviaciones. A) Carriles:1. MM de 100 bp; 2. Cepa 11; 3. Cepa 15; 4. Cepa 16; 5. Cepa 17; 6. 

Cepa 18; 7. Cepa 19; 8. Testigo positivo; 9. Testigo negativo; 10. MM de 1 kbp. B) 1 es MM de 100 bp, 

2: Cepa 15, 3: Cepa 16, 4: Cepa 17, 5: Cepa 18, 6: Cepa 19, 7: testigo +, 8: testigo -, 9:MM de 1kbp. 

 

Para el caso de las levaduras, tomando como condiciones de reacción y para el 

termociclador las planteadas en el cuadro 5, se obtienen los resultados mostrados en las 

Figuras 16A y B. Claramente se puede ver en la Figura 16A (correspondiente a resultados 

del rep-PCR) que en ninguna de las condiciones probadas se obtiene amplificación para 

ninguno de los aislados levaduriformes probados. Sin embargo en la figura 16B 

(Resultados para eric-PCR), se observa que si se obtuvo amplificaciones para ambas 

condiciones de reacción probadas para todos los aislados correspondientes al grupo de las 

Rhodotorula y no así para Aureobasidium pullulans. Los resultados obtenidos permiten 

sugerir que ninguna de las condiciones de amplificaciones probadas para el análisis por 
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rep-PCR logra amplificar ninguno de los grupos de levaduras en estudio, salvo el testigo 

positivo, no obstante para eric-PCR si se observa amplificaciones para todas las levaduras 

del grupo Rhodotorula , no así para la levadura Aureobasidium.  

 

Para el caso de los hongos filamentosos se probaron diferentes condiciones de reacción a 

partir de las dadas en la metodología experimental, hasta que finalmente se obtuvo una 

condición de trabajo en la cual se obtuvieron los mejores resultados y que se reproduce a 

continuación: 

Cuadro 5.Condiciones de reacción finales, para el desarrollo de las rep-PCR y eric-PCR de hongos 

filamentosos. 

Condiciones de 
Reacción 

rep-PCR 1X eric-PCR 1X 

Buffer 10 X (µL) 2.5 2.5 

MgCl2 50 mM (µL) 0.75 0.75 

PF (rep ó eric 1) (µL) 2.5 2.5 

PR  (rep ó eric 2) (µL) 2.5 2.5 

dNTP’S 10 mM (µL) 0.5 0.5 

Taq 5 U/ µL (µL) 0.5 0.5 

H2O mQ (µL) 14.25 14.25 

BSA 10 % (µL) 0.5 0.5 
DNA (µL) 1.0 1.0 
Volumen final (µL) 25.0 25.0 

 

Para el termociclador se siguieron condiciones similares a las explicadas en la metodología 

experimental solo que trabajando a Tm en condiciones de Touch down de 45-55 °C. La 

Figura 17 muestra una corrida rápida con el propósito de ver únicamente si se produjeron 

amplificaciones a las condiciones antes planteadas: 
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Figura 17. Gel de agarosa al 1.5 %. Para eric-PCR y rep-PCR de hongos. Panel A con iniciador eric: 1. 

MM de 100 bp, 2.II1, 3.II6, 4. III5, 5. II2, 6. III10, 7. I1, 8. III13, 9. III9, 10.T21, 11. III16, 12. III12, 

13.Testigo positivo, 14. Testigo negativo. Panel B. Las mismas cepas y marcadores del carril A pero 

con iniciador rep. 

 

En este caso para eric-PCR solo se logra amplificar las cepas III5, II2, III10, III13, III9 y T21, 

en el caso de la rep-PCR solo se logra amplificar la T21. Del análisis de los resultados 

anteriores se decidió probar variando condiciones de reacción y/o la Tm. Sin embargo, en 

todos los casos se obtuvo resultados muy similares al anterior, ya que se lograba amplificar 

solo algunos de los aislados tanto para rep como para eric a unas determinadas condiciones 

de reacción y de Tm, pero en todos los casos se observó mayores amplificaciones con eric 

que con rep.  
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A continuación se muestran los resultados de los aislados separados en amplificaciones 

con rep-PCR y eric-PCR en geles independientes para hongos filamentosos (Figuras 18 A y 

B): 

A)      B) 

 

Figura 18. (A) Gel de agarosa al 2% para eric-PCR de hongos filamentosos. (B) Gel de agarosa al 2 % 

para rep-PCR de hongos filamentosos. Abreviaciones: A) 1. MM de 100 bp, 2. III5, 3.III2, 4. III10, 5.I1, 

6. II2, 7.T21, 8. T12, 9.I7, 10. I10, 11.III13, 12. III9, 13. I4, 14. MM de 1 kbp.  B) 1. MM de 100 bp, 2. 

T12, 3. I9, 4. I13, 5. II4, 6. I10, 7.III2, 8.I6, 9.III7, 10.II4, 11.T21, 12.III3, 13.III4, 14. II3, 15.MM de 1 

kbp.  

 

En la figura anterior (18 A y B), solo se mostró un ejemplo de las diferentes corridas que se 

realizaron en el proceso de amplificar cada uno de los aislados de hongos filamentosos, 

tanto con eric- como con rep-PCR. Del producto de los diferentes amplificados obtenidos en 

este proceso, se seleccionaron y agruparon los amplificados por cada uno de los géneros y 

así facilitar el proceso de análisis, estos resultados se muestran a continuación 

comenzando por el análisis al interior de los géneros Fusarium y Cladosporium con el 

iniciador eric-PCR (Figura 19A) y con el iniciador rep-PCR (Figura 19B).  
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A)       B) 

Figura 19. Composición de geles mostrando un resumen de los resultados para eric-PCR (A) y rep-

PCR (B) para los hongos filamentosos de los generos Fusarium y Cladosporium. Abreviaciones: Panel 

(A) Fusarium (1. T12, 2. I7, 3. I10, 4. I9, 5.  I2, 6. T11, 7. II4, 8. II1, 9. I13) y Cladosporium (10. III3, 11. 

III5, 12. III2). Panel B Fusarium (1. I2, 2. T12, 3. I9, 4. I13, 5. II4, 6. I10) y Cladosporium (7. III2, 8. 

III3). 

 

Se puede ver de los dos geles anteriores, que con eric-PCR se obtuvieron 9 aislados 

amplificados, mientras que con rep-PCR solamente fue posible amplificar seis, para ambos 

casos se trabajó con un grupo de 10 aislados de Fusarium. En cuanto al género 

Cladosporium, en el primer caso (con eric-PCR) se amplificaron 3 y con rep-PCR solamente 

amplifican 2 y en ambos casos se trabajó con un grupo de tres aislados. De manera general 

se observa, no solo más amplificación con eric sino una mayor definición del patrón de 

bandeo obtenido en comparación con rep. 

 

7.5.3. Identificación de hongos en general (filamentosos y levaduriformes) aislados por 

análisis de la secuencia ribosomal 26 S 

 

Del total de 48 aislados de hongos filamentosos obtenidos, para 28 de esos aislamientos se 

obtuvo coincidencia plena en cuanto a género entre lo obtenido al analizar la morfología 

con los resultados obtenidos al analizar las secuencias nucleotídicas y compararla con las 

accesiones sacadas del análisis del GenBank (Cuadro 6), lo cual permitió en muchos de los 

casos conocer con mayor detalle la especie de la que se trataba. El cuadro siguiente resume 

todos los resultados obtenidos en la identificación morfológica y por secuenciación para 

los hongos filamentosos. 
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Cuadro 6. Comparación de la identificación de hongos filamentosos y levaduras, mediante 

información morfológica de los mismos con información de las secuencias nucleotídicas para cada 

microorganismo.  

Código(númerode 
acceso)  

Iden. morfológicaa  Vecino cercano (Número acceso)  Iden. 
Blast 

Muestra 

(%) I II II
I 

II2 (HQ026780)  Trichoderma sp.  Trichoderma viride (EF417482)  99   X  

II8 (HQ026781)  Trichoderma sp.  Trichoderma atroviride (EF591763)  100   X  

T21(HQ026779)  Trichoderma sp.  Trichoderma harzianum (AF399236)  100   X  

I1(HQ026798)  Alternaria sp.  Alternaria sp. (AY154697)  98  X    
III10(HQ026799)  Alternaria sp.  Alternaria tenuissima (AY154712)  98    X  

III12(HQ018878)  Mucor sp.  Mucor hiemalis f. hiemalis 
(AY706241)  

100    X  

II6(HQ018877)  Mucor sp.  Mucor hiemalis f. hiemalis 
(AY706242)  

99   X   

III13(HQ026777)  Mucor sp.  Mucor hiemalis f. hiemalis ( 
AY706241)  

97    X  

II4(HQ026785)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  98   X   

T11(HQ026807)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  99  X    

T23(HQ026792)  Fusarium sp.  Fusarium solani (EU029589)  99   X   

III1(HQ026787)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  99    X  

I10(HQ026791)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  99  X    

T12(HQ026788)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  99  X    

II1(HQ026783)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  99   X   

I2(HQ026784)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  99  X    
I13(HQ026790)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  99  X    

I7(HQ026789)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  99  X    
I9(HQ026786)  Fusarium sp.  Fusarium sp. ( FJ240316)  98  X    
III2(HQ026793)  Cladosporium sp.  Cladosporium sp. (EU810763)  99    X  

III3(HQ026794)  Cladosporium sp.  Cladosporium sp. (FJ890368)  99    X  

III5(HQ026795)  Cladosporium sp.  Cladosporium sp. (EU810763)  99    X  

III11(HQ026796)  Aspergillus sp.  Aspergillus fumigates (FJ824816)  98    X  

T22(HQ026797)  Aspergillus sp.  Aspergillus niger (GQ382273)  100   X   

III9(HQ018879)  Epicoccum sp.  Leptosphaerulina australis 
(EU754167)  

96    X  

III6(HQ026806)  Penicillium sp.  Penicillium sp. (EF634408)  99    X  

I11(HQ026778)  Phomopsis sp.  Phomas exigua. (EU343365)  97  X    

III16(HQ026782)  Pestalotiopsis sp.  Pestalotiopsis sp. (DQ195795)  99    X  

11(HQ026800)  Aureobasidium pullulans  Aureobasidium pullulans (FJ150929)  100  X    
15(HQ026801)  Rhodotorula glutinis var 

dairenensis 
Rhodotorula dairenensis (FM212448)  99  X    

16(HQ026802)  Rhodotorula glutinis var 
dairenensis 

Rhodotorula dairenensis (FM212448)  100  X    

17(HQ026803)  Rhodotorula glutinis var 
dairenensis 

Rhodotorula sp. (AY437842)  99  X    

18(HQ026804)  Rhodotorula 
mucilaginosa  

Rhodotorula mucilaginosa 
(EU642632)  

99  X    

19(HQ026805)  Rhodotorula 
mucilaginosa  

Rhodotorula mucilaginosa 
(EF644445)  

95  X    
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aSegún cuadro 3. 

 

El análisis del cuadro 6, de manera general nos permite afirmar que se obtuvo coincidencia 

plena entre la identificación morfológica y la identificación haciendo uso de la secuencia 

ribosomal 26S, salvo para el aislado III9 (HQ018879), el cual se identificó por vía 

morfológica como Epicoccum sp. y por vía de su secuencia ribosomal 26S como 

Leptosphaerulina australis (EU754167) con 96 % de identidad. En general, la identificación 

por vía de su secuencia ribosomal para este caso, se obtuvo con altos porcentajes de 

identidad que van del 95 al 100 %. Así mismo, del análisis de esta información se pueden 

diferenciar tres especies diferentes para el caso del Género Trichoderma como son T. viride 

(II2), T. atroviride (II8) y T. harzianum (T21). En el caso de los aislados identificados como 

pertenecientes el género Alternaria por los análisis morfológicos, en uno de dichos aislados 

no fue posible obtener su especiación por secuenciación (I1) y el otro resultó ser una 

Alternaria tenuissima (III 10) con porcentajes de homología del 98 %. De los tres aislados 

inicialmente identificados como Mucor sp. por morfología, los análisis de secuencia 

arrojaron en los tres casos (III12, II6, III13) que se trataba de Mucor hiemalis f. hiemalis. El 

grupo de los Fusarium (10 de los aislados mostrados en el Cuadro 6) fue uno de los más 

complicados para su identificación a nivel de especie, ya que solo fue posible identificar a 

nivel de especie solo una cepa como Fusarium solani (T23). Cabe destacar que estos 

resultados con Fusarium fueron obtenidos con un 98 % o más de homología en todos los 

casos, por lo que mayormente se reportan como Fusarium sp., al igual que las pruebas 

morfológicas. El género Cladosporium con tres aislados (III2, III3 y III5), tampoco fue 

posible su especiación aunque los resultados que se reportan en el Cuadro 6 reportan altos 

porcentajes de homología (99%), por lo que en este caso se recogen como Cladosporium sp. 

De los dos aislados caracterizados como Aspergillus en las pruebas morfológicas, los 

análisis de secuencias dieron que se trataban de las especies Aspergillus fumigates (III11) y 

Aspergillus niger (T22) con porcentajes de homologías del 98 y 100 %, respectivamente. 

Finalmente, otros aislados identificados en géneros como Penicillium, Phomas y 

Pestalotiopsis por medio de la morfología, solo se pudieron identificar a nivel de género por 

secuenciación y por ende se reportan como Penicillium sp., Phomas sp. y Pestalotiopsis sp. 

con un 97 a 99 % de homología. 

 

Para el caso de las levaduras (Cuadro 6), de comparar los resultados obtenidos con la 

aplicación del API20 C AUX (Cuadro 4), se puede ver que se obtuvo buena coincidencia 

entre los resultados de las diferentes pruebas bioquímicas con la identificación llevada a 

cabo con la aplicación de las secuencias nucleotídicas en cuanto a género y especie para las 

cepas 11, 15, 16, 18 y 19. No obstante para la cepa 17 no fue posible establecer con 

claridad la especie por medio de secuenciación por lo que se reporta acá como Rhodotorula 

sp., aunque por bioquímica del cuadro 4 no se distinguía entre las cepas 15 al 17 y todas se 

reportaban como Rhodotorula glutinis var dairinensis. La diferencia del aislado 17 a la hora 

de definir especie por medio de secuenciación (Cuadro 6), coincide con lo observado por 
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medio de los análisis de eric-PCR (Figura 16 B) en la cual se puede ver que según el patrón 

de bandeo se pueden distinguir tres grupos de especies diferentes.  

 

Los resultados obtenidos con las secuencias de hongos (filamentosos y levaduriformes, 

Apéndice A, cuadro 18), fueron utilizados para elaborar el dendrograma y análisis del OTU 

de Fusarium que se presenta a continuación (Figuras 20 y Figura 21). 
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Figura 20. Árbol filogenético de aislados de hongos utilizando el método de pares vecinos y máxima 

parsimonia. Las ramificaciones corresponden a valores de bootstrap (alrededor de 1000 

repeticiones). El OTU Fusarium sp. fue resumido en un grupo. Los números de accesión son 

representados en paréntesis. Las cepas que corresponden a este estudio aparecen en negrilla. 

 

En la figura anterior podemos ver como todos nuestros aislados se agrupan correctamente 

en clados muy bien diferenciados para cada uno de los géneros identificados por medio de 

este estudio. Asi es posible identificar géneros como Cladosporium, Mucor, Trichoderma, 

Aspergillus, Alternaria, Penicillium, Rhodotorula y Aureobasidium entre otros que se 

identifican en sus clados correspondientes. Del grupo de los Fusarium, solo fue posible 

identificar a nivel de especie al aislado T23, como Fusarium solani y para diferenciar los 

restantes aislados correspondientes a este género se elaboró la siguiente figura 

correspondiente al OTU Fusarium de la figura anterior. 

 

Figura 21. Alineación representativa de secuencias de cepas de hongos marcadas como OTU de 

Fusarium sp. en la Figura 20. Los números (mostrados al final del alineamiento) corresponden a los 

números originales del nucleótido de ese aislado. En la secuencia alineada, un punto representa la 

identidad nucleotídica al detenerse la secuencia consenso (Fusarium sp. número de accesión 

EF453171). Los polimorfismos en las diferentes secuencias están indicados. La gráfica gris en la 

parte inferior de la figura muestra la parte conservada de la secuencia  dentro de cada grupo 

anotado. 
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El análisis del grupo Fusarium que se representa por medio del OTU en la figura 20 y que 

se grafíca en la Figura 21, nos muestra las diferencias que existen a nivel de nucleótidos 

entre cada uno de los aislados representados en ese grupo. Por tanto, un mayor estudio 

será requerido para alcanzar una identificación plena a nivel de especie de cada uno de 

esos aislados, ya que esas diferencias a nivel de nucleótidos podrían estarnos indicando 

que en la realidad se trata de especies diferentes pertenecientes a un mismo género, en 

este caso Fusarium. Finalmente, cada una de estas 34 secuencias de hongos fue subida al 

GenBank y se les asigno números de accesión, los cuales se reportan en el cuadro 6. Los 

resultados integrados del análisis de la Figura 20 correlacionados con el análisis de la 

Figura 21, nos llevan a demostrar las diferencias que existen entre los diferentes aislados 

de los géneros de estudio, lo que explica las diferencias que se pueden ver entre algunos de 

ellos en los patrones de bandeo que se obtienen por medio de eric- y rep-PCR (Figuras 16, 

18 y 19).  

 

7.5.4. Identidad molecular de aislados bacterianos 

 

La identificación de las bacterias aisladas se logró a través de la aplicación de métodos 

moleculares. Para ello se llevó a cabo la amplificación del ADN mostrado en la Figura 22, 

utilizando iniciadores para la región 16S además del Com1 y Com2 con las condiciones de 

reacción y para el termociclador que fueron dadas en la metodología. La Figura 23 recoge 

un ejemplo de los resultados obtenidos en el proceso de amplificación de los más de 70 

aislados obtenidos, en este caso se trabajó en Touch Down de 50 a 59 °C. De manera 

general no siempre se logró obtener los mismos amplificados para ambos iniciadores 

utilizados ya que en algunos casos se lograban amplificar solo con el 16 S y otros solo con 

el iniciador Com con un buen numero de aislados amplificados por ambos iniciadores. 

Algunos de los resultados obtenidos representativos durante el proceso de amplificación 

de bacterias se muestran a continuación: 
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Figura 22. ADN de bacterias aisladas. Carril A: 1. 24, 2. 13, 3. IS4, 4. 35, 5. IIIS2, 6. IS14, 7. 23, 8. IIS4, 

9. IS10, 10. 26, 11. IS13, 12. 28, 13. 27, 14. 21, 15. IIIS7, 16. IS3, 17. 32, 18. IS1, 19. IIS15, 20. IIS9. 

Carril B: 1. 12, 2. 33, 3. IS12, 4. 25, 5. IIS8, 6. IIIS6, 7. IIIS4, 8. IS2, 9. 37, 10. IIS16a, 11. 34, 12.IIS5, 13. 

IS7, 14. 31, 15. IIS12, 16. IIS16, 17. IIIS5, 18. 14, 19. IIS17, 20. 36.  

 

Los resultados del análisis del gel muestran que solamente las cepas IIIS2 y IIIS7 (Carriles 

A) no fue posible visualizar el ADN extraído. Por tanto consideramos que tenemos el ADN 

de 38 muestras para continuar trabajando. En una segunda etapa de extracción de ADN 

para los restantes aislados bacterianos se completó el proceso de extracción siguiendo el 

mismo método que en la primera etapa que fue el método de Fenol-Cloroformo (Raeder y 

Broda, 1985): 

Al contar con todo el ADN de los diferentes aislados bacterianos se dio inicio al proceso de 

amplificación utilizando los iniciadores 16S y Com, como se describió en la metodología 

experimental. Con esas condiciones se obtuvieron los siguientes resultados para la 

amplificación de bacterias (Figura 23). 
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Figura 23. PCR 16S (Carriles A) y Com (carriles B) de bacterias. Carriles A: 1. MM de 100 bp, 2. 1, 3. 

3, 4. 5, 5. 7, 6. 8, 7. 9, 8. 10, 9. 11, 10. 12, 11. 17, 12. 18, 13. 19, 14. 25, 15. 26, 16. 27, 17. 29, 18. 30, 19. 

Testigo positivo, 20. Testigo negativo. Los carriles B, siguen la misma disposición de los carriles A 

pero en este caso es con iniciador Com. 

 

Del análisis del gel se decide conservar todas las muestras amplificadas excepto: Las cepas 

1, 11 y 18, de las amplificadas con 16 S y las cepas 12 y 17 de las amplificadas con los 

iniciadores Com. Estas cepas se corren nuevamente, pero aumentando la Tm del Touch 

Down de 52 a 62 °C. En el caso de las cepas en que no se muestra ningún ADN se verificó la 

muestra original para repetir la dilución, realizar un lavado al ADN ó correr la muestra con 

el ADN directo según se obtuvieran los mejores resultados. 

En total se logró amplificar 47 aislados con el iniciador Com, 46 aislados amplificados con 

el iniciador 16 S y 38 aislados amplificados por ambos iniciadores a la vez. Estos 38 

aislados bacterianos amplificados con los dos iniciadores seleccionados para la región 

ribosomal fueron seleccionados para continuar con el proceso de identificación y de su 

potencial biotecnológico. Los aislados que solo fueron responsivos para una de las 

combinaciones de iniciadores de PCR fueron descartados del análisis posterior ya que 

podrían presentar menos consistencia en su identificación molecular. Los resultados de la 

secuenciación que se muestran más adelante nos indican que trabajos posteriores, deberán 

dilucidar la diferencia entre grupos de Bacillus pertenecientes a una misma especie, por 

ejemplo Bacillus subtilis, Bacillus pumilus, Bacillus cereus y Bacillus simplex, entre otros a los 

cuales pertenecen buena cantidad de los aislados obtenidos.  
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7.6. Identificación de aislados bacterianos por análisis de las secuencias ribosomales 16S y 

Com 

 

Los aislados bacterianos amplificados fueron enviados a secuenciación según lo descrito en 

materiales y métodos, pero purificando con el X-terminator. Los resultados obtenidos de 

este proceso se resumen en el Cuadro7. 
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Cuadro 7.  Identificación de bacterias aisladas mediante secuenciación, utilizando los iniciadores 
Com y 16 S. 

Códig
o  

Vecino cercano (Número 
de acceso) 
Iniciador 16S 

ide
n(
%) 

Vecino cercano (Número 
de acceso) 
Iniciador Com  

ide
n(
%) 

Identidad final Muestr
a 

1 2 3 

IIS5 Bacillus sp. (EU365432) 99 NA NA Bacillus sp.  X  
IIS15r NA NA B.subtilis (AB364963) 99 B. subtilis  X  
IS4 Bacillus sp. (EU365432) 99 B. subtilis (AB364963) 100 B. subtilis X   
IS5 Bacillus sp. (AF539663) 99 B. subtilis (AB364963) 100 B. subtilis X   
IIIS9b B. subtilis (GQ861468) 100 B. subtilis (FJ685769) 100 B. subtilis   X 
IS3 B. subtilis (GQ861468) 99 B.subtilis (AB364963) 100 B. subtilis X   
IIIS2 B. subtilis (FJ174629) 99 NA NA B. subtilis   X 
IIIS10 B. subtilis (FJ174629) 99 B. subtilis (AB364963) 100 B. subtilis   X 
IS16 B.subtilis (GQ861468) 98 B.subtilis (GQ375229) 99 B. subtilis X   
36 NA NA B. subtilis (EF473134) 99 B. subtilis   X 
IIS11 B. cereus (GU568207) 100 NA NA B. cereus   X 
IIS17 B. cereus (GU568207) 100 B. cereus (DQ884352) 100 B. cereus  X  
IIS15a B. cereus (FJ763651) 100 B. cereus (GU471752) 99 B. cereus  X  
IIIS9a B. cereus (FJ763651) 100 B. cereus (GU471752) 98 B. cereus   X 
IS12 B. cereus (AF290554) 99 B. cereus (FJ763651) 99 B. cereus X   
25 NA NA B. cereus (GU395988) 98 B. cereus  X  
IS9 NA NA B. cereus (GU471752) 99 B. cereus X   
IIIS5 B. simplex (GU201860) 100 Bacillus sp. (EU070399) 99 B. simplex   X 
32 B. simplex (GU201860) 100 Bacillus sp. (AB425367) 100 B. simplex   X 
IIS12 B.simplex (GU086427) 99 Bacillus sp. (AB425367) 99 B. simplex  X  
IIIS5 B.simplex (GU086427) 100 NA NA B. simplex   X 
IIS3 B. simplex (DQ275175) 100 Bacillus sp. (AB425367) 98 B. simplex  X  
31 B. simplex (GU201860) 99 Bacillus sp. (AB425367) 99 B. simplex   X 
IIS9 B. pumilus (FJ763642) 99 Bacillus pumilus 

(FN652913) 
100 B. pumilus  X  

IIS2 B. pumilus (FJ763642) 100 B.pumilus (FN652913) 99 B. pumilus  X  
IIS10 B.pumilus (FJ763642) 99 B. pumilus (FN652913) 99 B. pumilus  X  
IS8 B.pumilus (AY289549) 99 B. pumilus (GQ891100) 100 B. pumilus X   
IIS7 B.pumilus (FJ763642) 99 NA NA B. pumilus  X  
13 NA NA B. pumilus (FN652913) 99 B. pumilus X   
IS15 NA NA B. pumilus (GQ849562) 99 B. pumilus X   
IIIS4 B. megaterium (FJ976554) 99 B. megaterium (GU048867) 99 B. megaterium   X 
IIS1 B. psychrodurans 

(EU249566) 
100 B. psychrodurans 

(EF101552) 
100 B. 

psychrodurans 
 X  

IIIS6 Oceanobacilus sp. 
(EU308470) 

100 Oceanobacilus sp. 
(AB491187) 

100 Oceanobacilus 
sp. 

  X 

33 S. saprophyticus 
(GQ365197) 

99 NA NA S .saprophyticus   X 

IIS16a Microbacterium sp. 
(FJ654469) 

99 NA NA Microbacterium 
sp. 

 X  

IIS16 Microbacterium sp. 
(FJ654469) 

99 NA NA Microbacterium 
sp. 

 X  

IS7 Kocuria sp. (FJ889675) 99 Kocuria sp. (FJ005072) 99 Kocuria sp X   
IIIS9 Arthrobacter sp. 

(FJ626795) 
99 Arthrobacter sp 

(DQ145751)) 
100 Arthrobacter sp   X 

IS2 Arthrobacter sp. 
(FN673551) 

99 Arthrobacter sp. 
(DQ145750) 

100 Arthrobacter sp. X   

IIIS3 NA NA Arthrobacter sp. 
(DQ145750) 

100 Arthrobacter sp.   X 
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IIS19a Brevundimonas sp. 
(DQ177489) 

99 NA NA Brevundimonas 
sp. 

 X  

IS6 B. simplex (DQ275175) 99 P.a agglomerans 
(GQ494018) 

99 P. agglomerans X   

21 P.agglomerans (FJ999950) 99 P. agglomerans (GQ494018) 99 P. agglomerans  X  
IIS4 P. agglomerans 

(AF157694) 
100 P. agglomerans (GQ494018) 99 P. agglomerans  X  

IS14 NA NA P. agglomerans (GQ494018) 99 P. agglomerans X   
27 Stenotrophomonas sp. 

(AY131216) 
98 Bacillus sp (AB425367) 99 Stenotrophomon

as sp 
 X  

IS10 Pseudomonas sp. 
(FJ422398) 

99 NA NA Pseudomonas 
sp. 

X   

IS17a Pseudomonas sp. 
(EU934229) 

99 Pseudomonas sp. 
(AB506046) 

99 Pseudomonas 
sp. 

X   

IS1 Pseudomonas sp. 
(FJ006865) 

99 Pseudomonas sp. 
(AB506047) 

99 Pseudomonas 
sp. 

X   

IS17 NA NA Pseudomonas sp. 
(AB506047) 

100 Pseudomonas 
sp. 

X   

IIS8 NA NA Curtobacterium sp. 
(GU300532) 

100 Curtobacterium 
sp. 

 X  
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Del cuadro 7 es importante resaltar que de 41 secuencias obtenidas por medio del 

iniciador 16 S e igual número de secuencias obtenidas por el iniciador Com, se obtuvo 

coincidencia plena de los resultados de identificación en 30 de los aislados pertenecientes 

a los géneros y especies bacterianas antes citadas. En 10 de los casos solo se obtuvo la 

secuencia por uno de los genes secuenciados y solamente en uno de los aislados (IS6) fue 

reportado como Bacillus simplex (DQ275175) por medio del iniciador 16 S con un 99 % de 

homología y como Pantoea agglomerans (GQ494018) por medio del iniciador Com con un 

99 % de homología, mostrándose solamente diferencias para con este aislado. Los casos 

que se registran en el cuadro 7 por medio de únicamente uno de los iniciadores, es debido 

a que no fue posible obtener su amplificación por medio del otro iniciador a las 

condiciones en que se desarrolló la amplificación para este trabajo. 

Un aspecto importante a destacar es que Bacillus subtilis, Bacillus cereus y Bacillus pumilus 

entre otros se encuentran presentes en las diferentes biopelículas muestreadas en los 

puntos I, II y III (Figura 8). Sin embargo, otros microorganismos como Bacilus simplex, 

Bacillus psichrodurans, Bacillus megaterium, Microbacterium sp. y Oceanobacillus sp. se 

encuentran distribuidos fundamentalmente en las biopelículas ubicadas en los puntos II y 

III (Figuras 8C, 8E y 8F) de las muestreadas asociadas al Castillo de Chapultepec. El árbol 

filogenético construido considerando las secuencias obtenidas con el iniciador 16S, se 

muestra a continuación (Figura 24): 
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Figura 24. Árbol Filogenético de aislados de bacterias correspondiente a secuencias obtenidas con el  
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iniciador 16S, utilizando el método de pares vecinos y máxima parsimonia. Las ramificaciones 

corresponden a valores de bootstrap (1000 repeticiones).  

 

La figura 24 muestra los diferentes géneros agrupados correctamente en sus 

correspondientes clados por especie. Así podemos diferenciar especies como: Bacillus 

subtilis, Bacillus simplex, Bacillus cereus, Bacillus pumilus, Bacillus megaterium y Bacillus 

psychrodurans, entre otros. Otros géneros como Pseudomonas, Arthrobacter, 

Brevundimonas, Microbacterium y Kokuria se diferencian muy bien según la separación de 

los clados en el árbol filogenético obtenido. Acá es posible observar que el aislado IS6 se 

ubica dentro de clado de Bacillus simplex. Al mismo tiempo se construyó el árbol 

filogenético para las secuencias obtenidas de bacterias con el iniciador Com y de esta forma 

poder comparar los resultados obtenidos por ambos iniciadores en la identificación de los 

aislados procedentes del Castillo de Chapultepec, la Figura 25 recoge estos resultados. 

 

A diferencia del árbol filogenético con el iniciador 16S (Figura 24), el árbol obtenido para el 

iniciador Com no separa adecuadamente los clados de Bacillus subtilis y Bacillus pumilus, ya 

que estos se entremezclan entre sí. Similares resultados a los mostrados en la figura 25, 

fueron obtenidos cuando se realizaron diferentes variantes para este árbol filogenético, 

por lo que los resultados que muestra esta Figura 25, fue el árbol consenso que mejor 

separó los diferentes géneros y especies obtenidas para este trabajo. Géneros como 

Pantoea, Arthrobacter, Pseudomonas son separados en sus clados correspondientes, asi 

como Bacillus cereus, Bacillus megaterium y Bacillus psychrodurans. 

 

En términos generales es posible sugerir que el iniciador 16 S fue más conveniente para el 

agrupamiento filogenético de las cepas ya que permite una mejor diferenciación de los 

clados correspondientes a cada uno de los grupos bacterianos en estudio (Figura 24). No 

obstante, a través del empleo de ambos iniciadores ribosomales fue posible obtener gran 

coincidencia en la identificación para prácticamente todos los aislados secuenciados por 

ambos genes, exceptuando uno (IS6) que fue identificado como Bacillus simplex según el 

iniciador 16 S y como Pantoea agglomerans según el iniciador Com (Figura 26). Finalmente 

los aislados identificados y su correspondiente número de accesión al GenBank se resumen 

en el apéndice A, cuadro 18.  
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Figura 25. Árbol Filogenético de aislados de bacterias correspondiente a secuencias obtenidas con el 

iniciador Com, utilizando el método de pares vecinos y máxima parsimonia. Las ramificaciones 

corresponden a valores de bootstrap (1000 repeticiones).  

 

Con el fin de ampliar la claridad de los resultados antes mostrados, se comparó al detalle el 

análisis de los clados paralelos y que no se corresponden para B. simplex y P. agglomerans 

de las Figuras 24 y 25, respectivamente (Figura 26). Aquí puede observarse la consistencia 

en la identificación de la cepa IS6 para ambos iniciadores ribosomales. 

 

Figura 26. Sección del árbol filogenético que muestra el clado con el aislado IS6. (A) Según el árbol 

filogenético obtenido para el iniciador 16 S que lo identifica como Bacillus simplex (DQ275175) con 

99 % de homología. (B) Según el árbol filogenético obtenido para el iniciador Com que lo identifica 

como Pantoea agglomerans (GQ494018) con un 99 % homología. 

 

7.7 Ensayo de formación de la biopelícula en micro placa 

7.7.1 Fase 1: Primer ensayo para la formación de biopeliculas 

 

En esta sección se describen los resultados relacionados con el potencial biotecnológico, 

particularmente con el de bio-restauración de superficies, de algunas de las cepas aisladas. 

Para este análisis se trabajo particularmente con la población bacteriana completamente 

identificada con al menos dos inciadores ribosomales (30 cepas, cuadro 7). En primera 

instancia se evaluó el potencial formador de biopelícula en estos aislados por su 

crecimiento en placa como se describe en la metodología. En este análisis se considero que 

según el índice de McFarlan A (Absorbancia): 0.09-0.1 corresponden aproximadamente a 

1.0E+08 UFC (Unidades Formadoras de Colonias). De esta forma se evaluaron las 30 cepas 

a las 24 horas de incubación  en medio líquido LB (Luria Bertani, Miller) con los siguientes 

resultados (Figura 27A). 
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Figura 27. Crecimiento de bacterias en diferentes momentos del proceso de formación de 

biopelícula a 24 horas. (A) Crecidas en tubo, (B) Crecidas en micro placa y (C) Cepas que muestran 

formación de biopelícula. Las flechas indican los aislados con mejor formación de biopelícula. 

De cada una de las cepas crecidas a las 18 horas aproximadamente se tomaron 100 µL y 

fueron llevados a micro placas previamente preparadas según se detalló en la metodología 

experimental, utilizándose como blanco el medio LB sin inocular y puestos a incubar por 

24 y 48 horas el duplicado de las placas. Finalizadas las primeras 24 horas se llevaron las 

placas (Figuras 27B y 27C) al lector de microplacas BIO-RAD 550 y se leyó la absorbancia 

para cada uno de los pozos (Cuadro 8).  

 

Cuadro 8. Valores de absorbancia (A 540 nm) en microplaca para cada una de los seis mejores aislados 

en cuanto a formar biopelículas a las 24 horas de incubación de un total de 30 aislados de estudio.  

 

 

 

 

 

 

 

En micro placa a las 24 horas predominó el crecimiento de bacterias aisladas de los puntos 

uno y dos de los muestreados, mientras que en tubo se obtuvo crecimiento de aislados de 

los diferentes puntos. Una vez leída la absorbancia (Cuadros 8 y 9) se procedió a lavar las 

bacterias no adheridas a la superficie de los pozos y teñir con cristal violeta, según lo 

explicado en la metodología experimental. Después del teñido fue posible observar 

biopelículas adheridas a la superficie de las biopelículas para las cepas: IS4 (Bacillus 

subtilis), IS16 (Bacillus subtilis), IIS15a (Bacillus cereus), IIIS10 (Bacillus subtilis), IIIS4 

(Bacillus megaterium) y IIIS5 (Bacillus simplex), siendo las 3 mejores en cuanto a formar 

Cepa IS4 Cepa IS16 Cepa IIS15a Cepa IIIS10 Cepa 
IIIS4 

Cepa 
IIIS5 

0.042 0.762 0.092 0.84 0.035 0.063 

0.171 0.841 0.179 0.426 0.033 0.132 

0.303 1.036 0.269 0.582 0.021 0.14 

0.096 0.989 0.248 0.184 0.007 0.056 

0.048 1.094 0.234 0.426 0.014 0.131 

Promedio(A540nm) ± SD 

0.132 ± 
0.0971 

0.94 ± 0.12 0.20 ± 0.06 0.49 ± 0.21 0.02 ± 
0.01 

0.10 ± 
0.03 
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biopelículas a las 24 horas las cepas IS16 (Bacillus subtilis), IIS15a (Bacillus cereus) y la 

IIIS10 (Bacillus subtilis) (Figura 27C). Del análisis de estos resultados a las 24 horas, se 

desprende el hecho de que una cepa, la número 21 (Pantoea agglomerans), no fue capaz de 

crecer mejor tanto en medio liquido como en tubo. 

 

Siguiendo un procedimiento similar al descrito para 24 horas, a las 48 horas de incubación 

se retiraron las micro placas (Figura 28) y se leyó absorbancia para cada una de las cepas y 

sus cinco replicas, esto permitió determinar el crecimiento en micro placa a las 48 horas y 

la desviación estándar. Finalmente, la lectura de la absorbancia para cuantificar la 

biopelícula formada, arroja que las 3 mejores cepas formadoras de biopelículas a las 48 

horas fueron: IS16 (Bacillus subtilis), IIS15a (Bacillus cereus) y IIIS9b (Bacillus subtilis) 

(resultados mostrados en Cuadro 9; Figuras 28A y 28B).  

 

 

 

Figura 28.Proceso de formación de la biopelícula en micro placa a 48 horas de incubación. (A) 

Recién retiradas de incubación. (B) Durante el teñido con cristal violeta. (C) Cepas que forman 

biopelícula. La flecha indica los aislados con mejor formación de biopelícula. 
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Cuadro 9.Valores de absorbancias promedios y sus correspondientes desviaciones estándar, 

durante todo el proceso de formación de biopelícula, desde el crecimiento en tubo, pasando por 

microplaca hasta el biofilm a 24 y 48 horas respectivamente para la fase 1 (sin glucosa) y 2 (con 

0.1% de glucosa). 

Fase Cepas Inicial  En placa a A540nm  En tubo a A540nm 

1   24h  48h   24h 48h 

 Cepa IS16 0.191 0.94 ± 0.12 0.54 ± 0.08  0.02 ± 0.21 0.01 ± 0.02 

 Cepa IIS15a 1.278 0.20 ± 0.06 0.62 ± 0.17  0.04 ± 0.06 0.07 ± 0.05 

 Cepa IIIS10 0.197 0.49 ± 0.21 0.53 ± 0.11  0.04  ± 0.02 0.06 ± 0.02 

2        

 Cepa IS16 0.135 0.05 ± 0.48 0.08 ± 0.14  0.01 ± 0.005 0.05 ± 0.007 

 Cepa IIS15a 1.278 0.5 ± 0.03 0.39 ± 0.07  0.005 ± 

0.003 

0.07 ± 0.009 

 Cepa IIIS10 1.278 1.05 ± 0.05 1.35 ± 0.03  0.02 ± 0.013 0.08 ± 0.01 

 

Podemos ver en el cuadro anterior que al reiniciar el crecimiento a nivel de microplaca, de 

manera general se obtiene un mayor crecimiento microbiano, salvo para la cepa IIS15a. Un 

mayor tiempo de incubación hasta las 48 horas, de manera general favorece la 

multiplicación microbiana, salvo para la cepa IS16. Finalmente y con respecto a la 

formación de biopelícula, aparentemente un mayor tiempo de incubación, favorece 

cuantitativamente la formación de la misma, pero esto no es cierto para todos los caso en 

estudio. 

A 48 horas de incubación, las cepas que reportan un mayor crecimiento en microplaca 

fueron: 27 (Stenotrophomonas sp.), 21 (Pantoea agglomerans), IIS1 (Bacillus 

psychrodurans), IIS12 (Bacillus simplex) y 32 (Bacillus simplex). Las cepas que reportan un 

mayor crecimiento a 48 horas no coinciden en general con las obtenidas en iguales 

condiciones, pero leídas a las 24 horas, salvo para las cepas 21 (Pantoea agglomerans) y 

IIS1 (Bacillus psychrodurans). Esto puede explicarse según lo que se ha observado en el 

crecimiento de las cepas que en su mayoría crecen entre las 18 y 24 horas en tubo, salvo 

algunos casos que requieren más de 24 horas para que se observe un completo 

crecimiento entre las que están las cepas: 27 (Stenotrophomonas sp.), IIS12 (Bacillus 

simplex) y 32 (Bacillus simplex). Se lavaron las placas y luego del teñido de las mismas 

(Figura 28B) en las que se observó crecimiento de biopelícula (Figura 28C) para las cepas: 

IS16 (Bacillus subtilis), IS6 (Pantoea agglomerans), IS3 (Bacillus subtilis), IS5  (Bacillus 

subtilis), 21 (Pantoea agglomerans), IIS15a (Bacillus cereus), IIIS9b (Bacillus subtilis), 31 

(Bacillus simplex), IIIS10 (Bacillus subtilis), IIIS4 (Bacillus megaterium) y IIIS5 (Bacillus 

simplex). 

Los resultados del cuadro 9 permitieron calcular el número de unidades formadoras de 

colonias por mililitro (UFC/ mL) en cada etapa del proceso de formación de la biopelícula 

para la fase 1 y 2. Graficamente estos resultados pueden ser vistos en la figura 29 donde se 

representan las cepas de más alto valor de UFC  tanto para el crecimiento total (Figuras 29 
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A y B) como para los microorganismos adheridos o que realmente formaron biopeliculas 

(Figuras 29 C y D) para las fases antes mencionadas. Los tres aislados crecen con el 

reiniciar de la incubación a nivel de microplaca, sin embargo este crecimiento está en 

dependencia del tipo de microorganismos de que se trate y no es aprovechado de la misma 

manera en el tiempo por los diferentes aislados. De esta forma un mayor tiempo de 

incubación en microplaca favorecerá fundamentalmente al aislado IS16 (Bacillus subtilis), 

el cual reporta el mayor número de UFC /mL a las 48 horas. Los demás aislados aunque en 

sentido general se ven favorecidos, no lo hacen en la misma proporción.  

Aproximadamente el 84 % de las cepas que forman biopelículas a las 24 horas, aparecen 

siempre formando biopelículas a las 48 horas (excepto la cepa IS4); esto confirma el 

planteamiento que se requieren más de 24 horas para que se formen biopelículas para la 

mayoría de las cepas en estudio. Finalmente, la lectura de la absorbancia para cuantificar la 

biopelícula formada, arroja que las 3 mejores cepas formadoras de biopelículas a las 48 

horas fueron: IS16 (Bacillus subtilis), IIS15a (Bacillus cereus) y IIIS9b (Bacillus subtilis) 

(resultados mostrados en Cuadro 9 y Figura 29).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 29. Proceso de formación de biopelícula. (A y C) Fase 1 (Sin glucosa). Crecimiento total (A) y 

adherido (C) formando biopeliculas a las 24 y 48 h.  (B y D) Fase 2 (con 0.1% de glucosa). 

Crecimiento total (B) y adherido (D) formando biopeliculas a las 24 y 48 h. Los datos son resultado 

de la relación entre el crecimiento inicial de 6.36x107, 42.60x107 y 6.56x107 UCF/ml para las cepas 

IS16 (), IIS15a () y IIIS10 () y sus crecimentos a las 24 y 48h, respectivamente. 
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Debido a que se tiene conocimiento de que la adición de azucares (por ejemplo glucosa), 

incrementa la cantidad de células que forman biopelículas; se decidió realizar una segunda 

fase experimental pero esta vez suplementando el medio LB con glucosa al 1 %. Los 

resultados de esta fase experimental se muestran a continuación: 

 

7.7.2 Fase 2. Segundo ensayo para la formación de biopeliculas 

 

Debido a que nuestro objetivo fue identificar cepas formadoras de biopelículas, sin 

cuantificar ningún parámetro en particular para la formación de la misma, en esta fase se 

siguió el mismo procedimiento descrito para la fase 1 pero en esta ocasión al medio LB se 

le adicionó glucosa al 1 %. Las cepas de trabajo seleccionadas fueron IS16, IIS15a y IIIS10, 

que resultaron ser las mejores cepas en cuanto a formar biopelículas en la fase 1, los 

resultados obtenidos se muestran en la figura 29 B y D, además de la figura 30.  

 

 

Figura 30. Proceso de formación de biopelícula en fase 2, para las cepas 1. IS16, 2. IIS15a y 3. IIIS10 

a 24 y 48 horas respectivamente. (A) Recién retiradas de incubación. (B) Durante el teñido con 

cristal violeta. (C Cepas que forman biopelícula. La flecha muestra la coloración que indica la 

formación de la biopelícula. 

 

Como se puede ver tanto a 24 como a 48 horas se da la formación de la biopelícula por 

parte de las tres cepas que antes fueron definidas como las mejores formadoras de 

biopelículas en la fase 1, por tanto el cuantificar estos valores de absorbancia en los 
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diferentes momentos del proceso y la determinación del número de unidades formadoras 

de colonias en la biopelícula, nos permitirá comparar los resultados obtenidos sin adición 

de glucosa (fase 1) y con adición de esta (fase 2) (Cuadro 9 y figura 29). 

 

Los resultados muestran (Figura 29B y 30) que en las tres cepas en estudio se alcanza la 

formación de biopelículas destacándose en todo momento la cepa IIIS10 en cuanto a 

crecimiento en general o total,  por ser la que más altos valores reportó de DO540nm: siendo 

al inicio en tubo 1.278 al igual que la cepa IIS15a y ambas muy por encima de la cepa IS16 

que fue de 0.135; en microplaca a las 24 horas fue de 1.052 muy por encima de ambas 

cepas IIS15a y IS16 que ni siquiera alcanzaron el 0.5 y finalmente en el biofilm 0.023 y 

0.084 a 24 y 48 horas respectivamente, muy por encima de las restantes cepas. 

 

El análisis de estos resultados permiten comprobar que sí se produce un incremento del 

crecimiento de los microorganismos y que por ende podríamos esperar que aumente la 

formación de la biopelícula, tal y como lo indica la literatura citada, pero esto en nuestro 

caso no se comportó de esa forma ya que al comparar ambas fases con valores 

normalizados, se puede ver que el comportamiento para la adherencia es similar tanto 

para la adición de azucares (Figura 29 D) como cuando no se hace ninguna adición (Figura 

29 C). Si se comparan los resultados de ambas fases a 24 horas, este aumento no se ve 

reflejado de igual manera, por lo que parece indicar que con la adición de azúcar el tiempo 

de incubación pasa a ser un factor determinante en el crecimiento de los microorganismos 

en general. 

 

7.8 Cinética de crecimiento microbiano 

 

Con el propósito de recabar información acerca de la cinética de crecimiento bacteriano se 

realizó un experimento en el cual se tomaron las tres cepas que aportaron mejores 

resultados en cuanto a la formación de biopelícula (cepas IS16, IIS15a y IIIS10). Estas 

cepas fueron puestas a crecer en condiciones tales como fue detallado en la metodología 

experimental y siguiendo en el tiempo la evolución de los cultivos mostrados en la Figura 

31. 
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Figura 31. Cultivos tal y como fueron puestos en agitación y de los cuales se tomaba muestras en el 

tiempo (A) para medir su absorbancia a la vez que se dispersaban en placas de Petri con medio agar 

LB por triplicado y se contabilizaba el número de unidades formadoras de colonias, UFC/mL (B). 

Los resultados cinéticos de la absorbancia para cada una de las cepas en el tiempo se 

muestran mediante el siguiente cuadro 10. 

Cuadro 10. Valores de absorbancia leídos en el tiempo (h) durante 24 horas para cada una de las 

cepas en estudio (IS16, IIS15a y IIIS10). 

t (h) IS16 (A540nm) IIS15a (A540nm) IIIS10 (A540 nm) 

0 0.037 0.25 0.033 

2 0.005 0.591 0.007 

4 0.022 1.309 0.048 

6 0.239 2.47 0.367 

8 1.002 3.05 1.034 

10 1.3 3.43 1.2 

12 1.62 3.6 1.34 

14 1.8 3.85 1.7 

16 2.13 4.9 1.99 

18 2.35 5.58 2.35 

20 2.61 5.9 2.56 

22 2.55 6 2.75 

24 2.44 5.42 2.87 
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Los resultados del cuadro anterior, nos permiten observar que la cepa IIS15a se mantuvo 

creciendo todo el tiempo hasta las 18 horas aproximadamente, a partir de este tiempo y 

hasta las 22 horas se observa su fase estacionaria de crecimiento y a partir de las 22 horas 

se observa que entra en fase de desaceleración o muerte. A diferencia de las cepas IS16 y 

IIIS10, en las cuales es posible observar una fase Lag en las primeras 6 horas del cultivo, la 

cepa IIS15a prácticamente no muestra fase Lag en esta etapa del cultivo a nivel de 

agitación en erlenmeyer, pero si entre 18 y 20 horas parece que entran a fase estacionaria 

a semejanza de la cepa IIS15a y a las 24 horas (tiempo en se detuvo el experimento) estas 

aun continuaban en fase estacionaria a diferencia de la cepa IIS15a la cual ya se muestra en 

fase de descenso  

La Figura 32 nos muestra los valores de unidades formadoras de colonias (UFC/mL) 

contadas por medio de las placas para cada uno de los tiempos en los cuales se leyó la 

absorbancia correspondientes a cada uno de los aislados en análisis. Esto nos permite 

tener una idea de cómo avanza realmente el crecimiento celular para cada cultivo en el 

tiempo y finalmente establecer una curva de calibración que bien podría servir de base 

para posteriores corridas cinéticas a nivel de reactor. En esta figura puede observarse la 

superioridad en el crecimiento y multiplicación que muestra la cepa IIS15a. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 32. Cineticas de unidades formadoras de colonias (UFC/mL) vs tiempo (h) para las cepas 

IS16 (), IIS15a () y IIIS10 () que son las que mejores resultados reportaron en cuanto a este 

parámetro. 
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La Figura 32 nos muestra como la cepa IIS15a tiene un crecimiento acelerado hasta 

cercano a las 20 horas y en la misma no se observa la fase de adaptación al cultivo. Esta 

misma cepa tiene una fase estacionaria muy corta y rápidamente entra en fase de 

desaceleración. Las cepas IS16 y IIIS10 tienen comportamientos muy similares en su 

cinética, mostrando una fase de adaptación cercana a las 6 horas a partir de la cual entran 

en fase exponencial o de aceleración y permanecen asi hasta cercanas las 20 horas, a partir 

de la cual entran en fase estacionaria, mostrando permanecer más tiempo en esta fase que 

la cepa IIS15a.  

La curva de calibración para cada una de las cepas en estudio, fue posible obtenerla 

mediante la agrupación de los datos de absorbancia y los datos de UFC/mL para todo el 

proceso cinético durante las 24 horas, tal y como se muestra en el siguiente cuadro.  

Cuadro 11. Valores de absorbancias a 540 nm y valores de UFC/mL a partir de los cuales se 

construyen  las curvas de calibración. 

IS16 IIS15a IIIS10  IS16 IIS15a IIIS10 

A
540nm

  1 x 10-6 UFC/mL 

0.037 0.25 0.033  12.3 250 11 

0.005 0.591 0.007  1.66 591 2.33 

0.022 1.309 0.048  7.66 1300 16 

0.239 2.47 0.367  79.6 2470 122 

1.002 3.43 1.034  334 3430 343 

1.62 3.85 1.34  540 3850 446 

2.13 5.58 1.99  710 5580 663 

2.61 6 2.56  870 6000 853 

2.44 5.42 2.87  813 5420 956 

 

En el cuadro anterior se resume la información obtenida durante el proceso cinético a nivel 

de erlenmeyer agitado: El poder contar con los valores de absorbancia para un conjunto de 

tiempos y un valor UFC/mL correspondiente nos permitió preparar curvas, llamadas 

curvas de calibración. Estas curvas de calibración, son básicas para el momento en que se 

desee continuar con el proceso de escalado a fin de obtener mayores volúmenes de 

biomasa para los organismos estudiados. 

De aquí que las curvas de calibración para cada una de las cepas se muestran a 

continuación (Figura 33): 
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Figura 33.Curvas de calibración (UFC/mL) vs Absorbancia para las cepas IS16 (A), IIS15a (B) y 

IIIS10 (C) obtenidas en condiciones de Erlenmeyer con agitación. Los coeficientes de correlación (P) 

son mostrados en las esquinas inferiores derechas. 

 

Trabajos posteriores que impliquen la multiplicación masiva a nivel de reactor de las cepas 

mencionadas, deberán considerar estas curvas de calibración como punto de partida para 

iniciar el proceso de escalado de la producción de estas bacterias. 

 

7.9 Bioprecipitación de carbonatos de calcio 

 

Para dar inicio a la bioprecipitación de cristales de carbonatos de calcio, se llevó a cabo la 

prueba de Ureasa para cada una de las 12 cepas que dieron buenos resultados en general 

en el proceso de producción de biopelículas (tanto a las 24 como a las 48 horas), esto por 

supuesto incluye a las tres cepas que dieron mejores resultados en cuanto a formación de 

biopelículas dentro de ellas. 

Los resultados de la prueba de ureasa se muestran a continuación:  
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Figura 34. Composición fotográfica mostrando las diferentes tonalidades reesultantes de la prueba 

de ureasa. (A) Tubos con medio LB recién inoculados. (B) A las 16 horas de incubación. (C) Los 

cultivos que a los cinco días de incubación ya presentan actividad de ureasa. 

 

De la Figura 34B, vemos que la cepa 21 (Pantoea agglomerans) a las 16 horas de 

incubación ya mostraba la presencia de ureasa y otras como IS16, IIIS5, IS3 y IS5 lo hacen 

hasta los cinco días de incubación (34C). La cepa que antes mostró ser positiva a la ureasa 

a las 16 horas, se puede ver que ha liberado mucha más ureasa ya a los cinco días (34C). La 

Figura 35 por su parte, nos muestra que las mismas cepas que antes ya habían liberado 

ureasa son las mismas que aparecen reportadas a los ocho días, pero con mucha más 

liberación de esta enzima 35(B). Esta misma Figura se muestra que a los ocho días, las que 

ya no habían virado positivamente a la ureasa se agrupan en dos partes: Las que crecieron 

en el medio y dan negativas a la producción de ureasa (35C) y las que no crecieron en el 

medio de trabajo (35D). 
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Figura 35. Resultados finales de la prueba de ureasa. A. Tubos con medio LB recién inoculados. B. A 

los ocho días de incubación. C. Cultivos que crecen en el medio pero que no muestran presencia de 

ureasa a los ocho días de incubación. D. Cultivos que no crecieron a los 8 días de inoculación. 

 

Paralelamente al desarrollo de la prueba de ureasa, se desarrolló el experimento de 

bioprecipitacion de cristales de carbonato de calcio con los mismos aislados para cada 

experimento en particular. Cada cepa fue inoculada  por quintuplicado en placas de agar LB 

suplementadas con carbonato de calcio al 0.2 % y a cada cepa se agregaron controles  que 

consistieron en placas LB con carbonato de calcio pero sin microorganismos. 

Los resultados observados en un microscopio Nikon Eclipse E200 con un objetivo de 10X a 

partir del tercer día se muestran en las Figuras 36 a la Figura 38. En el apéndice B se 

amplían estos resultados (Figuras 50 a la 52). La figura 36 muestra los resultados 

obtenidos para las 3 mejores cepas en cuanto a formar biopelículas, en tanto que las 

Figuras 37 y 38, nos muestran los resultados para las 5 cepas seleccionadas como las 

mejores bioprecipitadoras de carbonato de calcio, por la cantidad precipitada de estos 

cristales y que se pudieron apreciar durante la cosecha de los mismos. 
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Figura 36. Cristales de carbonato de calcio a los 15 y 22 días respectivamente para los mejores 

formadores de biopelículas. AI. Control sin inocular, BI y CI, Cepa IS16 (Bacillus subtilis) a los 15y 22 

días; AII. Control sin inocular, BII y CII. Cepa IIS15a (Bacillus cereus) a los 15 y 22 días; AIII. Control 

sin inocular, BIII y CIII. Cepa IIIS10 (Bacillus subtilis) a los 15 y 22. 

 

La figura anterior nos muestra los cristales de carbonato de calcio para las tres cepas que 

mejor formaron biopelículas, en ella se puede ver la presencia de cristales de diferentes 

colores y tamaños, además de que no pudo verse diferencia aparente entre los resultados 

de los cristales a los 15 días y a los 22 días respectivamente, tiempo en que se decidió 

detener el desarrollo del experimento. 
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Figura 37. Cristales de carbonato de calcio a los 15 y 22 días respectivamente para las cepas que 

aportaron los mejores resultados en bioprecipitación. AI.Control sin inocular, BI y CI. Cepa IIIS4 

(Bacillus megaterium) a los 15 y 22 días, AII. Control sin inocular, BII y CII. Cepa IIIS5 (Bacillus 

simplex) a los 15 y 22 días, AIII. Control sin inocular, BIII y CIII. Cepa IIIS9b (Bacillus subtilis) a los 15 

y 22 días. 

 

Las Figuras 37 y 38 muestran los cristales obtenidos por parte de las 5 mejores cepas en 

cuanto a bioprecipitar los mismos. La selección como mejores bioprecipitadoras, se hizo en 

base a la observación visual de la cantidad de cristales que se logró recolectar de cada una 

de ellas después de la cosecha. Cristales y tamaños diferentes fueron observados, sin 

diferencia visual apreciable a los 15 y 22 días respectivamente. La cosecha de los cristales 

de carbonato de calcio, previo a ser enviados a realizarle análisis de microscopia 

electrónica de barrido y de difracción de rayos X, se realizó tal y como se mostró en la 

metodología experimental en la Figura 7.  
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Figura 38. Cristales de carbonato de calcio a los 15 y 22 días respectivamente para las cepas que 

aportaron los mejores resultados en bioprecipitación. AI.Control sin inocular, AII y AIII. Cepa IS5 

(Bacillus subtilis) a los 15 y 22 días; BI. Control sin inocular, BII y BIII. Cepa 21 (Pantoea 

agglomerans) a los 15 y 22 días. 

 

7.10 Difracción de rayos X y microscopia electrónica de barrido de los aislamientos 

formadores de biopeliculas y bioprecipitadores de cristales de carbonato de calcio 

 

La Figura 39 muestra los resultados de microscopia electrónica de barrido para las cepas 

que resultaron buenas formadoras de biopelículas y que a su vez resultaron ser las mejores 

en cuanto a bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio. Podemos ver cristales de 

diferentes morfologías (cilíndricas y romboédricas), pero predominantemente se observan 

cristales de tipo romboédrico, que son característicos de la calcita. Otras morfologías que 

se observan en menor cuantía, indican la presencia de otros tipos de cristalografía 

diferente a la calcita. La figura 39F, es una muestra importante que nos señala como las 

bacterias son las responsables del proceso de bioprecipitación de cristales de carbonato de 

calcio, ya sea siendo el centro de enucleación o por otros mecanismos que han sido 

mencionados en la literatura.  
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Figura 39. Micrografia electrónica de barrido (ESM) de cristales obtenidos a partir de bacterias con 

altos potencials biotecnológicos. (A y E) Bacillus subtilis LBI28, (B y F) Bacillus subtilis LBI15, (C y G) 

Bacillus subtilis LBI35, y (D y H) Pantoea agglomerans LBIR. Composición izquierda: Morfología 
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comparativa de cristales (escala a 50 µm). Composición derecha: Detalles de cristales cilíndricos y 

rombohedricos (E), células bacterianas sobre cristals rombohedricos (F), Detalles de cristales 

cilindrios y rombohedricos (G), Detalles de cristales rombohedricos (H). 

 

Figura 40. Espectrograma para las cepas 31, IIIS5 (muestras 1 y 2; Bacillus simplex), y IS5 (muestra 

3, Bacillus subtilis). 
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Figura 41. Espectrograma para las cepas IS16, IS3, IS4 (muestras 7, 9, y 10; Bacillus subtilis) y IIIS2 

(muestra 8, Bacillus cereus). 

 

Los análisis cristalográficos a partir de los cuales se obtuvieron las Figuras 40 y 41, 

muestran los espectrogramas correspondientes a cada uno de los tipos de minerales a que 

corresponden los cristales bioprecipitados por las bacterias en estudio. De esta forma, 

mediante su lectura y análisis, nos es posible determinar el tipo de cristal y la cantidad 

porcentual de cada uno de ellos en la muestra. Resultados que nos serán de gran valor para 

poder inferir la utilidad o aplicación que estos tipos de cristales podrían tener en un futuro 

mediato en que se trabaje en su aplicación práctica.  

 

A continuación se presenta un cuadro resumen de toda la información relevante para el 

caso de las bacterias, desde su identificación, su capacidad de producir biopelícula y 

ureasa, la bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio y el tipo de cristal 

bioprecipitado, para finalmente ubicarnos en el tipo de biopelícula a partir de la cual fue 

aislado un microorganismo determinado. 
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Cuadro 12. Características bioquímicas y de formación de cristales de los aislamientos formadores de biopeliculas a las 24 y 48 horas en microplacas.  

Código  Identidad  Formación de 
biopelícula 
(UFC/mL) 

Actividad 
de ureasa 
(h) 

Bioprecipitación de  
CaCo3 (%) 

Muestra 

Calcita Aragonit
a 

Whewe
llita 

I II III 

IS4 Bacillus subtilis 1.3 E08 ± 0.0971 * SCEM 99.17 0.63 0.20 X   
IS5 B. subtilis 4.8 E07 ± 0.0388 ** 5 días 99.15 0.69 0.16 X   
IIIS9b B. subtilis 5.2 E08 ± 0.1186 ** BCEM 98.97 0.74 0.29   X 
IS3 B. subtilis 6.6 E07 ± 0.0397 ** 48 horas 99.27 0.73 0.0 X   
IIIS10 B. subtilis 4.9 E07 ± 0.2157 * BCEM 99.49 0.41 0.1   X 
IS16 B. subtilis 9.4 E07 ± 0.2143 * 48 horas 99.49 0.51 0.0 X   
IIS17 B. cereus ND ND ND ND ND  X  
IIS15a B. cereus 2.34E07 ± 0.0636 * BCEM 99.26 0.59 0.15  X  
IIIS9a B. cereus ND ND ND ND ND   X 
IS12 B. cereus ND ND ND ND ND X   
IIIS5 B. simplex 1.0 E07 ± 0.0368 * 5 días 99.01 0.99 0.0   X 
32 B. simplex ND ND ND ND ND   X 
IIS12 B. simplex ND ND ND ND ND  X  
IIIS5 B. simplex ND ND ND ND ND   X 
IIS3 B. simplex ND ND ND ND ND  X  
31 B. simplex 4.8 E07 ± 0.0388 ** 5 días 99.12 0.60 0.28   X 
IIS9 B. pumilus ND ND ND ND ND  X  
IIS2 B. pumilus ND ND ND ND ND  X  
IIS10 B. pumilus ND ND ND ND ND  X  
IS8 B. pumilus ND ND ND ND ND X   
IIIS4 B. megaterium 2.2 E07 ± 0.007 * BCEM 99.35 0.55 0.1   X 
IIS1 B. psychrodurans ND ND ND ND ND  X  
IIIS9 Arthrobacter sp ND ND ND ND ND   X 
IS2 Arthrobacter sp. ND ND ND ND ND X   
IS6 Pantoea 

agglomerans 
1.1 E07 ± 0.0024 ** SCEM 99.13 0.67 0.20 X   

21 P. agglomerans 2.0 E07 ± 0.0029 ** 16 horas 99.5 0.34 0.16  X  
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IIS4 P.agglomerans ND ND ND ND ND  X  
27 Stenotrophomonas 

sp. 
ND ND ND ND ND  X  

IS17a Pseudomonas sp ND ND ND ND ND X   
IS1 Pseudomonas sp. ND ND ND ND ND X   
IS17 Pseudomonas sp. ND ND ND ND ND X   

ND. No determinadas. Al no formar biopelículas o no ser apreciables cuantitativamente, no se consideraron para los restantes experimentos. 

*. Mejores aislados en cuanto a formar biopelículas a las 24 horas en microplaca. 

**. Mejores aislados en cuanto a formar biopelículas a las 48 horas en microplaca. 

BCEM. Buen crecimiento en el medio sin cambio de coloración a los 8 días. 

SCEM. No se observó crecimiento en el medio utilizado a los ocho días de incubación.  
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Los resultados de la microscopia electrónica de barrido para las cepas que aportaron los 

mejores resultados en cuanto a formar biopelículas y que a su vez resultaron ser las 

mejores bioprecipitadoras (Figura 39) muestran cristales de diferentes morfologías, 

coincidiendo esta observación con lo señalado cuando se analizaron los cristales por 

microscopia de luz (Figuras 36-38). Los análisis de difracción de rayos X (Figuras 40 y 41; 

Cuadro 12), nos indican que los cristales vistos en la Figura 39 (por microscopia 

electrónica de barrido), y Figuras 36 a 38 por microscopia de luz, básicamente 

corresponden a cristales de calcita (CaCO3) y aragonita (CaCO3) y en menor proporción a 

whewellita (CaCO3 H2O). La cepa IS16 (Bacillus subtilis) no presenta cristales de 

whewellita, mientras que las cepas IIS15a (Bacillus cereus) y IIIS10 (Bacillus subtilis) 

presentan 0.15 y 0.1 % respectivamente de este tipo de cristales. Los contenidos de 

aragonita son cercanos al 0.5 % para todos estos aislados, mientras que los contenidos de 

calcita son superiores al 99 % en todos los casos, con una ligera disminución para el 

aislado de la cepa IIS15a. Para las cepas que resultaron ser las mejores bioprecipitadoras, 

estas son las cepas [IIIS4 (Bacillus megaterium), IIIS5 (Bacillus simplex), IIIS9b (Bacillus 

subtilis), 21 (Pantoea agglomerans) e IS5 (Bacillus subtilis)], al igual que para las cepas 

antes descritas, básicamente están constituidas por cristales del mismo tipo como son: 

calcita, aragonita y whewellita. Para estas últimas el contenido de calcita es ligeramente 

superior al 99 % para todos los casos, salvo para la cepa IIIS9b (Bacillus subtilis) que 

resultó ligeramente inferior al 99 % (Cuadro 12). Los contenidos de aragonita resultaron 

ser variables entre 0.99 % para la cepa IIIS5 (Bacillus simplex) y 0.34 % para la cepa 21 

(Pantoea agglomerans). En cuanto al contenido de whewellita, la cepa IIIS5 (Bacillus 

simplex) al igual que la cepa IS16 (Bacillus subtilis) no producen cristales de este tipo y los 

restantes aislados produjeron whewellita en porcentajes que estuvieron entre 0.1 % para 

la cepa IIIS4 (Bacillus megaterium) y 0.29 % para la cepa IIIS9b (Bacillus subtilis).  

 

Del análisis de los resultados de difracción de rayos X que se pueden ver en el cuadro 12, se 

deduce que tanto para el proceso de formación de biopelículas, como para el proceso de 

bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio predominan fundamentalmente los 

aislados del tipo Bacillus subtilis. Resulta interesante destacar que en todos los casos, salvo 

en uno de ellos (IIIS9b), se producen cantidades superiores al 99 % de calcita, todos los 

aislados que se presentan en este cuadro (y que se probaron para la bioprecipitación) 

producen Aragonita y lo hacen en cantidades que oscilan entre el 0.4 % y el 0.99 %. 

Finamente todos estos aislados producen también whewellita, salvo los aislados IS16 y 

IIIS5, en cantidades que oscilan entre 0.1 y 0.29 %. Del total de aislados presentados en 

este cuadro, en sentido general la distribución cuantitativa de los mismos es bastante 

similar para las diferentes biopelículas analizadas, aunque ligeramente predominan en las 

biopelículas de los puntos I y II. Según las especies encontradas, predominan Bacillus del 

tipo subtilis y simplex, Pantoeas y Pesudomonas tienen la misma presencia 

cuantitativamente, así como B. megaterium, B. psychrodurans y Stenotrophomonas están 

presentes en igual proporción cuantitativa, aunque en sentido general, estos últimos son 

de los más escasos en las biopelículas analizadas. 
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7.11. Posible participación de las especies aisladas en procesos de biodeterioro y/o potencial 

para el desarrollo de futuros procesos biotecnológicos 

 

El análisis de los resultados alcanzados en este trabajo a la luz de lo que ha sido reportado 

en la literatura, con vistas a determinar la posible participación de los aislados encontrados 

en procesos de biodeterioro y/o determinar su potencial en el desarrollo de futuros 

procesos biotecnológicos, llevó a obtener el siguiente cuadro: 

Cuadro 13. Diversidad bacteriana aislada y su relación con el biodeterioro documentado hasta el 

momento.  

Aislamiento Relación con el biodeterioro  

Arthrobacter sp.  Gorbushina et al., 2004; Scheerer et al., 2009 

B. cereus 

B. megaterium  

Gaylarde et al., 2001; McNamara et al., 2006 

Kocuria sp.  Milanesi et al., 2009; Cappitelli et al., 2007 

B. pumilus  Heyrman y Swinngs 2001; Prieto et al., 1997.  

Brevundimonas sp.  Suihko et al., 2007 

Pseudomonas sp.  Gaylarde et al., 2001; McNamara et al., 2006. 

 

Algunos de los géneros bacterianos que han sido relacionados con el biodeterioro y que 

han sido detectados en este trabajo son Arthrobacter, Bacillus cereus y Bacillus megaterium. 

La presencia de estos microorganismos en las biopelículas en las cuales se observó 

biodeterioro (biopelículas ubicadas en el punto III), deberá ser un aspecto fundamental a 

tomar en cuenta para la toma de cualquier decisión futura relacionada con la preservación 

y conservación del monumento histórico de la cual se aislaron estos microorganismos.  

Cuadro 14. Diversidad fúngica aislada y su relación con el biodeterioro documentado hasta el 

momento.  

Aislamiento  Relación con el biodeterioro  

Auerobasidum pullulans  Warscheid y Braams 2000; Konkol et al., 2010.  

Aspergillus sp.  Gaylarde et al., 2001; Sterflinger 2000.  

Penicillium sp.  Gorbushina et al., 2004; Sterflinger 2000  

Trichoderma sp.  Sugiyama et al., 2009; Gorbushina et al., 2002  

Cladosporium sp  Gorbushina et al., 2002  

Alternaria sp. Gorbushina et al., 2002 

Fusarium solani  Bastian et al., 2010; Jurado et al., 2008.  
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En el análisis del biodeterioro y las medidas preventivas a realizar, especial interés se 

habrá de tomar a la presencia de hongos como: Aureobasidium, Aspergillus, Penicillium, 

Cladosporium y Alternarias. Estos géneros están muy bien caracterizados en sus 

mecanismos de acción durante los procesos de biodeterioro y en este trabajo fue posible 

localizarlos en las biopelículas en las cuales se observaron síntomas evidentes de 

deterioro, lo cual deberá ser una razón fundamental a considerar en la decisión de tipo de 

medida preventiva a aplicar. 

 

Cuadro 15. Diversidad bacteriana aislada y su relación con su potencial biotecnológico 

documentado hasta el momento  

Género aislado  Potencial biotecnológico  Referencia  

Arthrobacter sp.  Tratamiento de aguas 

 

Biorremediación de suelos  

Margesin y Schinner, 1998 

Kallimanis et al., 2007 

Kocuria sp.  Degradación de plumas de aves Mariano et al., 2007 

Brevundimonas  Biodegradación de contaminantes Chang et al., 2010 

Pseudomonas  Precipitación de cristales de carbonato de 

calcio 

Zamarreño et al., 2009 

B. megaterium Precipitación de cristales de carbonato de 

calcio 

Lian et al., 2006 

B. subtilis  

 

 

Precipitación de cristales de carbonato de 

calcio 

Rodriguez-Navarro et al , 2003; 

Barabesi et al., 2007; Perito et al., 

2000; Tiano et al; 1999. 

B. cereus  Precipitación de cristales de carbonato de 

calcio  

Le Metayer-Levrel et al., 1999  

 

Dentro de los diversos géneros aislados se encuentran algunos que han sido mencionados 

como de gran importancia en diversos procesos de biorremediación y sistemas de 

tratamientos, de ahí que géneros como Arthrobacter, Kokurias y Brevundimonas 

seguramente podrán ser de gran utilidad para el desarrollo de sistemas de tratamiento de 

contaminantes diversos en un futuro. Por otra parte, otros géneros aislados como: 

Pseudomonas y varios tipos de Bacillus, seguramente serán de mucho valor en el momento 

en que se decida trabajar con sistemas biológicos de protección para los monumentos, ya 

que por medio de ellos se pueden desarrollar sistemas de bioprecipitación de carbonatos 

que ha sido bien documentada su acción protectora de los mismos. 
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Cuadro 16. Diversidad fúngica aislada y su relación con su potencial biotecnológico documentado 

hasta el momento. 

Género aislado Potencial biotecnológico Referencia  

Aureobasidium pullulans  Producción de sideroforos, 

producción de lipasas, 

producción de 

exopolisacaridos 

Wang, et al 2009; Liu et al., 

2008; Sing et al., 2008 

Rhodotorula glutinis Producción de lipasas Liu et al., 2008 

Aspergillus sp. Biodegradación; compostaje Giraud et al., 2001; Hansgate 

et al., 2005 

Penicillium sp. Biodegradación; compostaje Potin et al., 2004; Hansgate et 

al., 2005. 

Trichoderma sp. Remediación de suelos, 

produccion de enzimas. 
Potin et al., 2004 

Mucor hiemalis Producción de Uricasa Yazdi et al., 2006 

 

Aureobasidium pullulans, resulta ser uno de los aislados más interesantes dentro del grupo 

mencionado acá en este último cuadro ya que son muchísimos los usos potenciales que 

están documentados para la misma y en la mayoría de los casos se relaciona con la 

producción de diversos tipos de metabolitos, del mismo modo que las Rhodotorula han 

sido mencionados en la producción de varios tipos de enzimas. El disponer de aislados del 

género Trichoderma, abre una gran perspectiva de trabajo relacionado con los campos de 

producción de posibles biocontroladores y bioestimulantes para su uso en la agricultura. 

De modo que con los aislados obtenidos se abren muchos campos y nuevas perspectivas de 

aplicaciones biotecnológicas. 
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8 DISCUSIÓN 

 

8.1 Toma de muestras 

 

Derivado de las diferentes gestiones que se efectuaron con las autoridades del Castillo de 

Chapultepec (Figura 1), debido a situaciones internas del lugar solo fue posible realizar un 

muestreo en abril del 2009 y básicamente en superficies externas a dicho monumento. Las 

muestras fueron tomadas en tres diferentes puntos correspondientes a los muros y 

cimientos perimetrales de acceso al Castillo (puntos I y II, Figura 2Cy D) y de un 

monumento ubicado en el patio del mismo (punto III, Figura 2 A y B) en los cuales fue 

posible observar diferentes tipos de biopelículas como las mostradas en las Figuras 8 A, B, 

C, E y F. Debido a la ubicación de los puntos de muestreo seleccionados, los mismos 

estaban bajo la influencia de las diferentes variables ambientales como son la humedad, la 

luz, la temperatura y los contaminantes propios de la ciudad de México (Parrish et al., 

2009).  

Se ha observado que la amplia diversidad microbiana encontrada en la naturaleza puede 

solo parcialmente ser aislada y mantenida en laboratorio a través de una amplia gama de 

medios de cultivo con altos contenidos de sustancias orgánicas. Este tipo de medios ricos 

en nutrientes son utilizados porque promueven el crecimiento microbiano, reducen 

tiempos de incubación y promueven la producción de metabolitos industrialmente útiles, 

pero cuando se trata del estudio de comunidades microbianas ellos pueden enmascarar la 

distribución real de microorganismos y aislar selectivamente propagulos del aire o 

aquellas especies que crecen más rápidamente en vez de los microorganismos activos 

presentes en el ecosistema (Laiz et al., 2001). Diferentes medios de cultivo enriquecidos 

como los citados en la metodología experimental fueron utilizados para el proceso de 

tomas de las muestras, tanto en estado sólido como líquido, lo cual permitió obtener el 

crecimiento de una gran cantidad de diversos microorganismos. 

 

8.2 Aislamiento e identificación de hongos filamentosos 

 

La investigación tradicional ha sido hecha usando métodos clásicos de cultivos. El 

aislamiento y cultivo de microorganismos es usualmente llevado a cabo por incubación de 

muestras del material en medios selectivos sólidos y/o líquidos. Por tanto los ensayos de 

cultivo requieren grandes cantidades de muestras del material, llevándonos a muchos 

problemas cuando trabajamos con objetos de arte. Adicionalmente los métodos clásicos 

son grandes consumidores de tiempo y generalmente requieren de 1 a 6 semanas para 

obtener el cultivo. Muchos estudios han mostrado que únicamente una muy pequeña 

proporción de la comunidad microbiana total puede ser obtenida (Delille, 1995; Jørgensen, 

y Bak, 1991; Parkes et al., 1994). Aun menos del 1 %  de las bacterias habitantes en un 
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lugar, pueden ser detectados por técnicas de cultivo estándar  debido a problemas tales 

como: a). El uso de medios de cultivo inadecuados; b). Tiempo de incubación insuficiente; 

c). La falta de métodos apropiados para el cultivo de microorganismos no cultivables en 

condiciones de laboratorio, d). Bacterias en un estado no cultivable y e). La presencia de 

organismos simbióticos y/o parasíticos incapaces de crecer en medios bacteriológicos en 

ausencia de sus huéspedes. 

Combinar métodos moleculares con ensayos clásicos de cultivo es una muy buena 

aproximación para caracterizar una comunidad de microorganismos en una muestra 

ambiental y para obtener una idea más global de la diversidad microbiana presente en los 

diferentes hábitats. La información filogenética obtenida con técnicas moleculares puede 

ser muy útil para diseñar nuevos medios de cultivos apropiados para microorganismos 

recién identificados (Piñar et al., 2001).  

En las últimas décadas, una serie de nuevas técnicas moleculares para análisis de 

comunidades microbianas por métodos independientes del cultivo en muestras 

ambientales han sido desarrolladas (Muyzer et al., 1993; Schabereiter-Gurtnet et al., 

2001b). Esos métodos permiten la detección de una amplia variedad de especies 

microbianas que pueden ser obtenidas con análisis de cultivos convencionales y por tanto 

nos dan una idea más completa de la microbiota presente en una muestra determinada. 

En el caso de los hongos filamentosos, la literatura sugiere que estos hongos están 

presentes en bajo número sobre la superficie de monumentos históricos construidos con 

rocas (Gaylarde et al., 2001; Hirsch et al 1995b; Ortega-Morales et al., 2000). Poblaciones 

de 102 a 105 UFC / g son las más comunes (Gaylarde et al., 2001; Hirsch et al 1995b; 

Ortega-Morales et al., 2000; Resende et al., 1992; Urzi, 1993), sin embargo, esto no significa 

que estos hongos no son importantes en el biodeterioro de estos monumentos, su actividad 

puede ser altamente erosiva. Wollenzien et al., (1995), mostraron diferentes géneros de 

hongos filamentosos (Alternaria, Aspergillus, Cladosporium, Phoma y Ulocladium) 

existentes sobre rocas calcáreas en el mediterráneo. Gorbuschina et al., (2002), detectaron 

principalmente deuteromicetes tales como Alternaria, Cladosporium y Trichoderma sobre 

monumentos históricos de mármol de San Petersburgo y Moscú. Resende et al., (1996), 

identificaron un amplio rango de hongos filamentosos sobre rocas de esteatita y cuarcita 

en iglesias del estado de Minas Gerais en Brasil. Los géneros más comunes que encontraron 

fueron Cladosporium y penicillium. Sterflinger (2000), indicó que cepas de Aspergillus niger, 

Penicillium simplissimum y Scopulariopsis brevicaulis como los hongos más importantes en 

el ataque de rocas silíceas. Los aislados encontrados en los alrededores del Castillo de 

Chapultepec, de manera general coinciden con otros que han sido reportados en la 

literatura antes citada y ha sido documentada la participación de los mismos en los 

diversos procesos de biodeterioro. 

El análisis del cuadro 3, permite ver que la mayoría de géneros aislados crecen bien en 

medio enriquecido PDA a pH entre 5.6 y 9.6  y 30 °C, sin mayores diferencias en cuanto a 

crecimiento a las 96 horas de incubación. Los aislados pertenecientes al género 

Cladosporium parecen crecer un poco mejor a 7.6 de pH e iguales condiciones de 
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incubación. Algunos géneros como Trichoderma, Mucor, Aspergillus, Epicoccum y 

Pestalotiopsis, mostraron muy buen crecimiento en PDA para todos los valores de pH 

analizados incluyendo 3.6. Para estos últimos géneros, inclusive a las 72 horas de 

incubación y a todos los valores de pH ya mostraban un máximo de crecimiento en placa de 

PDA. En la mayoría de los casos se observaron esporas elipsoides, con diversas tonalidades 

de coloración tanto en esporas como en crecimiento en placa Petri, lo cual es la razón de las 

diversas coloraciones que se observan en las biopeliculas muestreadas.  

Finalmente es importante destacar que géneros como Trichoderma solo se aislaron del 

punto II muestreado, o sea asociadas al muro perimetral y a biopeliculas en las cuales se 

observó biomineralización, mientras que Alternaria se detectó en biopelículas del punto I 

(muro perimetral) y en el punto III (monumento en el patio del castillo). Este género ha 

sido asociado al daño observado en monumentos históricos (Wollenzien et al 1995; 

Gorbuschina et al., 2002). Mucor fue aislado de los puntos II y III, mientras que Fusarium 

fue aislado de los diversos puntos muestreados. Tanto Alternaria, como Mucor y Fusarium 

han sido aislados de distintos monumentos y se ha estabecido su correlación con procesos 

de biodetrioro (Grbic et al., 2010; Wollenzien et al 1995; Gorbuschina et al., 2002). Especial 

interés habrá de ponerse a los aislados del género Fusarium, ya que al aparecer en 

diferentes zonas de muestreo está especie podría estar participando en el proceso de 

biomineralización a la par de otros procesos relacionados con el biodeterioro tal como ha 

sido reportado previamente (Wollenzien et al 1995; Gorbuschina et al., 2002). 

Cladosporium solo fue aislado del punto III, lo cual requiere atención debido a los daños 

que se observaron en el monumento muestrado y que este género ha sido reportado por 

diversos autores como participante en procesos de biodeterioro (Resende et al., 1996; 

Wollenzien et al., 1995; Gorbuschina et al., 2002). Otros géneros como Penicillium y 

Epicoccum también fueron aislados del punto III e igualmente han sido reportados por los 

anteriores autores como participantes en procesos de biodeterioro y que han sido aislados 

en diversos monumentos históricos. Muy poco o casi nada ha sido reportado hasta ahora 

sobre el aislamiento de Pestalotiopsis de monumentos históricos, salvo de su presencia en 

algunas pinturas en museos, en este trabajo se logró aislar este género de la muestra 

tomada del monumento al interior del patio del Castillo de Chapultepec y deberá 

investigarse más acerca de en que puede estar participando en ese lugar.  

En general, algunas especies de hongos filamentosos como: Trichoderma, Alternaria, 

Mucor, Fusarium, Cladosporium, Aspergillus, Epicoccum, Penicillium, entre otros han sido 

reportados previamente relacionados a monumentos y estructuras históricas (Grbic et al., 

2010; Gaylarde et al., 2001; Hirsch et al., 1995b; Ortega-Morales et al., 2000; Resende et al., 

1992; Urzi, 1993). La literatura sugiere que los hongos están presentes en bajo número 

sobre la superficie de monumentos históricos construidos con rocas con poblaciones de 

102 a 105 UFC / g (Gaylarde et al., 2001; Hirsch et al 1995b; Ortega-Morales et al., 2000; 

Resende et al., 1992; Urzi, 1993). Sin embargo esto no significa que no son importantes, su 

actividad puede ser altamente erosiva. Wollenzien et al., (1995), mostraron diferentes 

géneros de hongos filamentosos (Alternaria, Aspergillus, Cladosporium, Phoma y 

Ulocladium) existentes sobre rocas calcáreas en el mediterráneo. Gorbuschina et al., (2002) 
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detectó principalmente deuteromicetes tales como Alternaria, Cladosporium y Trichoderma 

sobre monumentos históricos de mármol de San Petersburgo y Moscú. Resende et al., 

(1996) identificaron un amplio rango de hongos filamentosos sobre rocas esteatita y 

cuarcita en iglesias del estado de Minas Gerais en Brasil. Los géneros más comunes que 

encontraron fueron Cladosporium y Penicillium. Sterflinger (2000) indicó a Aspergillus 

niger, Penicillium simplissimum y Scopulariopsis brevicaulis como hongos importantes en el 

ataque de rocas silíceas. Los aislados encontrados de manera general coinciden con otros 

que han sido reportados en la literatura antes citada y ha sido documentada la 

participación de los mismos en los diversos procesos de biodeterioro. 

 

8.3 Aislamiento e identificación de hongos levaduriformes 

 

En este estudio se encontraron dos géneros de levaduras; Aureobasidium y Rhodotorula, los 

cuales han sido reportados en diversos trabajos desarrollados en monumentos históricos 

(Gatt, 2007; Gorbuschina et al., 2002, 2003; May, 2003; Urzi et al., 2000). Gorbuschina et 

al., (2002), mencionan  un papel importante de los micromicetes (tipo Aureobasidium 

pullulans y otros) en el proceso de biodeterioro que experimentan edificios y esculturas de 

mármol en San Petersburgo. Estos mismos autores y otros como Ljaljevi´c y Vulkojevi´c, 

(2009)  han señalado que estos micromicetos provienen de contaminaciones de suelos y 

plantas, y que una vez establecidos en edificios rocosos, son responsables de los cambios 

de coloración que dan aspectos antiestéticos y que contribuyen por diversos mecanismos 

al deterioro de estas estructuras. 

 

8.4 Aislamiento e identificación de bacterias 

 

Kenne, (2007),  plantea que es de gran interés notar que el 99 % de las bacterias en el 

mundo, existen en comunidades microbianas llamadas biopelículas, aunque 

históricamente los microbiólogos han estudiado la forma libre o plantónica de estas 

bacterias. En el presente estudio se pudo comprobar la existencia de diferentes géneros 

como: Bacillus, Kokuria, Pantoea, Pseudomonas, Arthrobacter, Brevundimonas, 

Microbacterium, Oceanobacillus, y Stenotrophomonas, a través de su análisis molecular. 

Gorbuschina et al., (2002), reportaron la existencia de bacterias en monumentos históricos 

de mármol en San Petersburgo. Las especies aisladas por estos autores entre otras fueron: 

Pseudomonas, Rhodpcoccus, Nitrobacter, Arthrobacter, Bacillus y Azotobacter entre otros. 

Las bacterias del género Nitrobacter, han sido mencionadas como muy peligrosas para los 

materiales rocosos del patrimonio cultural, ya que las mismas producen ácidos nitroso y 

nítrico que resultan corrosivos para las rocas. Un gran número de bacterias ha sido 

detectado sobre diferentes materiales rocosos y se ha mostrado el predominio de 

organismos Gram positivos, especialmente bacterias formadoras de esporas como por 
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ejemplo Bacillus sp. (Tayler y May, 1991). Utilizando técnicas que dependen del cultivo de 

los microorganismos y técnicas independientes al cultivo de los mismos, se ha logrado 

identificar una variedad de diferentes bacterias que habitan sobre diversos materiales y 

objetos de arte, como por ejemplo: Actinobispora, Alcaligenes, Amycolata, Aquaspirillum, 

Arthrobacter, Asiosporangium, Bacillus, Chromohalobacter, Cytophagales, Erythrobacter, 

Flavobacterium, Micrococcus, Mycobacterium, Nocardia, Paenibacillus, Porphyrobacter, 

Promicromonospora, Pseudomonas, Pseudonocardia, Rubrobacter, Saccharopolyspora, 

Salmonella, Sarcina, Sphaerobacter, Staphylococcus, Streptomonospora, Streptomyces, y 

Thermocrismum (Gurtner et al., 2000; Rölleke, 1996; Rölleke et al., 1996, 1998, 2000; Saiz-

Jimenez, 1995, 1997; Portillo et al., 2008; Zanardini et al., 2000). Como antes fue 

mencionado, muchos de los géneros obtenidos en este trabajo han sido reportados por 

trabajos previos (antes citados) como existentes sobre diversos monumentos y 

participando de alguna forma en los procesos de biodeterioro que han sido documentados. 

 

8.5 Identidad molecular de los microorganismos aislados 

 

Existen diferentes métodos para la extracción del ADN a partir de sedimentos y suelos, y 

ellos varían mayormente en los procedimientos de preparación de la muestra y la 

eliminación de contaminantes que puedan afectar la calidad del ADN (Ley et al., 2006; Tsai 

y Olson, 1992; Roose-Amsaleg et al., 2001; Jacobsen y Rasmussen, 1992; Picard et al., 

1992).  

 

En el caso de la identificación de  los hongos filamentosos las características morfológicas 

tienen una gran utilidad. Sin embargo, algunas de estas características exhiben una gran 

plasticidad y por lo tanto algunos parámetros como rangos de tamaño de conidias, edad y 

estado de madurez de la conidia y los septos pueden traslaparse entre especies. Las 

características morfológicas pueden también ser influenciadas por el sustrato sobre el cual 

ha sido crecido el hongo (Denman et al., 2000; Jacobs y Rehner, 1998). Por tanto existe una 

necesidad de herramientas complementarias que puedan proveer seguridad y 

reproducibilidad en la identificación de este tipo de especies. Recientemente, se ha 

incrementado el interés en la aplicación de la tecnología de la PCR para la identificación de 

diversos microorganismos. Este método y sus aplicaciones ofrece la ventaja de reducir o 

complementar la necesidad de desarrollar largos y difíciles procedimientos de 

identificación morfológica (Alves et al., 2005; McDonald y White, 2000).  

La región rep (Repetitive Extragenic Palindromic) consiste de una secuencia repetida 

invertida de 33 bp altamente conservadas que está presente en alrededor de 500 copias 

dispersas alrededor de los cromosomas tanto en Escherichia coli como en Salmonella 

typhymurium (Ster et al., 1984; Gilson et al., 1984). Muchas funciones han sido sugeridas 

para las secuencias rep (Hulton et al., 1991) aunque no está del todo claro si cualquiera de 
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estas pueda ser tomada en cuenta para su conservación y distribución de la secuencia 

extensiva dentro y entre especies. Se ha sugerido por tanto, que las secuencias rep pueden 

representar una secuencia egoísta la cual es mantenida por conversión del gen (Higgins et 

al., 1988). Identificar familias de secuencias de ADN repetitivas, ha mostrado ser también 

una estrategia útil y confiable para determinar las relaciones genéticas dentro de grupos de 

microorganismos. Aunque las secuencias repetitivas basadas en la reacción en cadena de la 

polimerasa (rep-PCRs) son utilizadas para identificar secuencias nucleotidicas repetidas y 

altamente conservadas en el ADN bacteriano (Hulton et al., 1991). Gillings y Holley (1997) 

reportaron que la huella genómica por rep-PCR puede también amplificar otras regiones y 

aun secuencias no bacterianas de los genomas bacterianos. A pesar de estas limitaciones, la 

huella genómica por rep-PCR ha sido utilizada para analizar el ADN de varias especies de 

hongos (Edel et al., 1995; de Arruda et al., 2003; Reynaldi et al., 2003). Aunque la 

confiabilidad de huellas genómicas por rep-PCR para la caracterización de hongos ha sido 

validada por otras técnicas (basadas también en huellas genómicas de ADN) tales como 

amplificación de ADN polimórfico al azar (RAPDs) (Pinazzola et al., 2004) y fragmentos 

amplificados de longitudes polimórficas (AFLPs) (Frisvad et al., 2005), semejanzas 

accidentales entre las huellas genómicas de ADN de organismos distantemente 

relacionados pueden ocurrir cuando se utilizan estas técnicas (Oliveri et al., 2007). La 

secuencia eric (Enterobacterial Repetitive Intergenic Consensus) está integrada por 126 bp 

de longitud y no tiene similitud de secuencia con las secuencias rep, sin embargo, algunas 

de las características de las secuencias eric y rep son similares y ellas pueden ser 

mantenidas en el genoma bacteriano por mecanismos similares (Hulton et al., 1991). 

Durante el desarrollo de este trabajo, en tres rondas de amplificación con los iniciadores 

eric se logró amplificar 39 de los 48 aislados de hongos filamentososy no se logró 

amplificar a 8 de ellos, entre los que están: T23, T17, III1, II8, III6, I5, I16 y III12. Con rep 

siempre en cada ronda se lograba amplificar mucho menos, lo que nos lleva a sugerir que el 

grupo de hongos con los cuales estamos trabajando entre los 48 aislados, presentan menos 

regiones responsivas a este iniciador que para el iniciador eric, de hecho habrá que 

analizar más al detalle aquellas que si respondieron a eric a fin de que no se trate de 

amplificaciones de regiones ajenas al genoma del hongo (Plástidos) y para los análisis de 

comparación a efectos del análisis general de polimorfismo e identificación de cada hongo 

se sugiere que se haga tomando en cuenta los resultados obtenidos por las amplificaciones 

con el iniciador eric. Un ejemplo de los resultados obtenidos durante el desarrollo de los 

rep-PCR y eric-PCR  para hongos filamentosos se muestra en la Figura 18 en la cual se 

puede ver que de 11 muestras analizadas por ambas técnicas, con eric se logra la 

amplificación de 6 de los aislados y con rep solo se logra la amplificación de uno de ellos 

(T21), trabajando a las condiciones de reacción y para el termociclador según lo descrito 

en el cuadro número 5. Estas últimas condiciones fueron modificadas para desarrollar las 

diferentes corridas experimentales. La Figura 19, nos muestran un ejemplo de solo algunos 

de los amplificados logrados tanto para eric como para rep. El comportamiento mostrado 

en los ejemplos dados se mantuvo durante todo el proceso de amplificación para los 

hongos filamentosos para secuencias repetitivas, ya que en todos los casos se obtuvo 

mayor numero de amplificados con eric que con rep. Concluido el proceso de amplificación 
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solo fue posible amplificar 39 aislados con eric y 14 aislados con rep de 48 aislados totales 

obtenidos de los alrededores del Castillo de Chapultepec. 

La figura 19 nos permiten analizar el comportamiento de los géneros Fusarium y 

Cladosporium, confirmándose lo que ya hemos venido discutiendo con anterioridad con 

respecto a que siempre se observó una mayor y mejor respuesta para los iniciadores eric 

que para los iniciadores rep en estos hongos filamentosos. Debido a la calidad de las 

imágenes alcanzadas no es posible hacer un estudio detallado de la variabilidad que existe 

entre un grupo en particular (Por ejemplo Fusarium en la figura 19). No obstante con la 

poca información que se puede deducir del patrón de huellas genómicas de esta ultima 

figura, podemos ver que existen diferentes patrones de bandeo que nos hacen suponer la 

existencia de diferencias entre los diferentes aislados de Fusarium a nivel de subtipo y en 

algunos casos parece indicar que se trata de aislados similares aunque para tener una 

conclusión definitiva habrá que trabajar un poco mas con estos aislados a nivel de 

nucleótidos teniendo en cuenta las limitaciones que estos sistemas genómicos tienen en sí 

y que han sido argumentadas con anterioridad. La misma figura, con respecto a los aislados 

de Cladosporium (III2, III3 y III5) parece indicar que existen diferencias a nivel de subtipo 

entre ellas, pero estas diferencias observadas en el patrón de bandeo están sujetas a las 

mismas limitaciones antes citadas para el grupo Fusarium. La Figura 21 nos reafirma lo que 

antes hemos planteado por medio de la Figura 19 y es que tanto por eric como por rep es 

posible ver diferencias entre algunos miembros del grupo de Fusarium aislado así como 

para los aislados III2 y III3 que fue posible amplificar por rep-PCR. 

Del análisis del patrón de bandeo del gel eric-PCR con las condiciones finales de 

amplificación (Figura 16) se deduce que las cepas 15 (Rhodotorula glutinis por API), 16 

(Rhodotorula glutinis por API) son al parecer el misto tipo de aislado, mientras que las 

cepas 18 (Rhodotorula mucilaginosa por API), 19 (Rhodotorula mucilaginosa por API) 

muestran patrones de bandeo similares. Sin embargo, estos aislados difieren en el patrón 

de bandeo del aislado 17 (Rhodotorula glutinis por API) el cual tiene un patrón de bandeo 

que lo muestra como un haplotipo diferente de las Rhodotorulas de los aislados 15, 16 y 

18,19. Por tanto en general y en correspondencia con el patrón de bandeo, se pueden 

diferenciar dos grupos de Rhodotorulas muy bien diferenciados y restaría por analizar más 

detenidamente las secuencias nucleotídicas de estos aislados a fin de despejar la duda 

sobre la posibilidad de un tercer grupo u haplotipo (aislado 17, Rhodotorula glutinis por 

API) dentro de este grupo en los aislados obtenidos del sitio de muestreo. Se hicieron 

diferentes pruebas variando las condiciones de reacción y la Tm para tratar de lograr 

amplificar Aureobasidium pullulans, pero no fue posible para ninguno de los casos 

probados para los iniciadores eric- y rep-PCR. 

Junto con factores físicos y químicos, el crecimiento microbiano juega un importante papel 

en el desarrollo de los procesos de biodeterioro. Todos los microorganismos formadores 

de biopelículas pueden causar biodeterioro y degradar la roca mecánica, química y 

estéticamente a través de sus actividades metabólicas y procesos de biomineralización en 

la biopelícula (Suihko et al., 2007). Grbic et al., (2010) trabajando con muestras 
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procedentes de dos monumentos de Belgrado, Serbia, encontraron la presencia de géneros 

de hongos como Alternaria, Cladosporium, Epicoccum, Fusarium, Aspergillus y 

Aureobasidium entre otros. Estos autores básicamente utilizaron medios de cultivo para el 

aislamiento y la identificación la hicieron basado en el estudio de características micro y 

macro morfológicas. Finalmente Grbic et al., (2010) discuten que los géneros Alternaria, 

Cladosporium y Epicoccum entre otros, son la causa de la descoloración y la exfoliación que 

se observa en algunos materiales rocosos de los edificios estudiados, produciéndose esto 

por la penetración mecánica de las hifas y la producción de diferentes pigmentos y ácidos 

orgánicos. Aureobasidium pullulans es señalada como la causante de teñir la superficie de 

las rocas, disminuyendo las cualidades estéticas de los monumentos. 

Redondo et al., (2009) plantean que con el propósito de realizar una clasificación 

taxonómica más segura y adecuada en el caso de los hongos, se deberá realizar un análisis 

polifásico que incluya una batería de análisis morfológicos, bioquímicos, fisiológicos y 

quimiotaxonomicos. Sin embargo, estos mismos autores plantean que esta caracterización 

no estaría completa sin una aplicación de las más avanzadas técnicas de la biología 

molecular, que permita identificar familias de secuencias repetitivas de ADN como rep y 

eric. 

En este trabajo, finalmente se obtuvieron 20 aislamientos de los 48 totales, en los cuales no 

hay coincidencia con los resultados morfológicos analizados y sus porcentajes de 

homologías son muy variables (Datos no mostrados), por lo que se considera que con este 

grupo de aislamientos se deberá continuar trabajando para mejorar la amplificación 

obtenida con el iniciador 26S y volver a realizar su secuenciación en una etapa posterior a 

este trabajo. Para este último grupo, generalmente no se logró obtener una secuencia 

limpia en la mayoría de los casos y sus amplificaciones resultaron bastante difíciles, por 

estas razones se considera prudente señalar que en futuros trabajos se deberá considerar 

el método de extracción de ADN que se utilice en dependencia del tipo de microorganismo 

con el que se esté trabajando. Por ejemplo, utilizar fenol cloroformo para hongos oscuros y 

levaduras, silica gel para todos los demás aislados. Finalmente se deberá considerar la 

reacción de secuenciación que se realice ya que esta también determina la calidad de 

secuencias que se obtengan como respuesta de esta etapa. 

El análisis polifásico a las muestras tomadas permitió obtener aislados pertenecientes a 

géneros como Mucor y Cladosporium,  que se localizaron en los puntos II y III de los 

muestreados, al igual que Pestalotiopsis, Epicoccum,  Aspergillus y Penicillum; todos estos 

géneros de hongos filamentosos han sido mencionados por diversos autores (Grbic et al., 

2010) como responsables de procesos de biodeterioros observados por diversos 

mecanismos involucrados (Gaylarde et al., 2001; Hirsch et al 1995b; Ortega-Morales et al., 

2000; Resende et al., 1992; Urzi, 1993) por lo que se deberán tener muy en cuenta a la hora 

de tomar decisiones en cuanto a la protección de estos monumentos.  

Fusarium son hongos comunes que provocan infecciones oculares con queratitis como la 

más común de las infecciones. Las especies más comunes de Fusarium que provocan 

infecciones son Fusarium solani y Fusarium oxysporium, mas raramente son mencionadas 
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otras especies como: Fusarium dimerum, Fusarium verticillioides, Fusarium sachari y 

Fusarium polyphialidicum (Godoy et al., 2004; Vismer et al., 2002; White et al., 1990). Estos 

últimos autores plantean que eric-PCR es una muy buena técnica para distinguir entre 

aislados estrechamente relacionados que podrían ser indistinguibles por otros métodos.  

El análisis directo del polimorfismo en el ADN, es la aproximación más general para 

establecer la variación genética en los organismos. El análisis de fragmentos de restricción 

de longitud polimórfica (RFLP) de ADN nuclear o mitocondrial ha sido utilizada para 

estimar la diversidad genética de Fusarium oxysporum entre especies y entre cepas no 

patogénicas (Jacobson y Gordon, 1990; Kistler et al., 1991). La región espaciadora interna 

transcrita (ITS) de los ADNr puede mostrar variación dentro del género y por ello es usada 

en la diferenciación de especies (Carbone y Kohn, 1993; Chen, 1992). 

Diversos trabajos han mostrado la existencia de Fusarium en los monumentos (Gatt, 2007; 

Gorbuschina et al., 2002, 2003; May 2003; Urzi et al., 2000, Grbic et al., 2010), aunque muy 

poco o nada se ha dicho referente al papel que juegan en los mismos o su relación con los 

procesos de biodeterioro. En el desarrollo de este trabajo se obtuvieron 10 aislados que 

fueron identificados como Fusarium sp., en la mayoría de los casos y en uno de ellos es 

logró identificar como Fusarium solani. El análisis filogenético, separó el clado 

correspondiente a Fusarium (Figura 20) como un OTU, cuya presentación se desarrolla en 

la figura 21. Fue posible ver que existen diferencias a nivel de nucleótidos entre los 

diferentes aislados de Fusarium, aunque su especiación no fue posible en este trabajo. Tal y 

como ha sido reportado por la literatura (Godoy et al., 2004; Vismer et al., 2002; White et 

al., 1990; Redondo et al., 2009), los análisis de eric-PCR y rep-PCR,  mostraron diferencias 

en los patrones de bandeo obtenidos, aunque se requiere lograr imágenes con mayor 

nitidez a fin de poder hacer un mejor análisis de las diferencias existentes entre los 

mismos. 

Las levaduras tradicionalmente han sido clasificadas basándose en sus propiedades 

morfológicas, fisiológicas y bioquímicas (Barnett et al., 2000). Sin embargo esto es 

complejo y consumidor de tiempo, pudiendo llevar a una clasificación incorrecta (Deák y 

Beuchat, 1996). El uso de las técnicas moleculares, tales como los métodos basados en la 

PCR, han permitido una diferenciación tanto intra específica como la identificación a nivel 

de especie de aislados de levaduras (De Barros Lopes et al., 1998). Hierro et al., (2004) 

trabajando con levaduras de la industria vinícola para su identificación y mediante la 

utilización de iniciadores de secuencias repetitivas de ADN y sus amplificaciones, 

encontraron que estas secuencias no produjeron patrones de bandeos específicos por cepa, 

pero si produjeron patrones de bandeo específicos para especies. Estos mismos autores 

plantean que tanto rep-PCR como eric-PCR resultan ser de gran utilidad, sencillos y 

relativamente baratos para la identificación de levaduras. Tanto Rhodotorulas como 

Aureobasidium han sido aisladas de monumentos históricos con anterioridad y se ha 

mencionado la participación de estos hogos levaduriformes en procesos de formación de 

costras que afectan estéticamente los edificios, pinturas y esculturas pertenecientes al 

patrimonio cultural (Gatt, 2007; Gorbuschina et al., 2002, 2003; May 2003; Urzi et al., 2000, 



100 

Grbic et al., 2010). En estos resultados, se aislaron tanto Aureobasidium como 

Rhodotorulas, todas ellas aisladas el punto I de los muestreados, o sea en los muros 

perimetrales del Castillo. En este caso, rep-PCR no fue responsivo en ninguna de las 

levaduras amplificadas, pero eric-PCR si mostró muy buen patrón de bandeo para las 

Rhodotorulas y Areobasidium no fue amplificada para ninguna condición trabajando con 

eric-PCR. Los resultados de la figura 16, nos permiten diferenciar la existencia de dos 

especies definidas de Rhodotorula, glutinis var dairinenesis y mucilaginosa, con la 

posibilidad de una tercer especie en función del análisis del patrón de bandeo (aislado 17 

de levaduras, Figura 16). 

 

Gorbuschina et al., (2002), trabajando con monumentos de mármol en San Petersburgo, 

plantean que la alta abundancia y diversidad de hifas de hongos micromicetos puede ser 

explicada por las condiciones ambientales favorables que persisten en esa ciudad (alta 

humedad del aire y temperaturas moderadas en verano) y por la contaminación de los 

monumentos con materia orgánica y propagulos de hongos que provienen de la vegetación 

circundante. Por ejemplo muchas especies aisladas de los monumentos: Aureobasidium 

pullulans, Candida sp., Cladosporium cladosporiuides, Trichoderma viride entre otros, fueron 

también encontrados en las plantas cercanas a los monumentos. En los resultados 

mostrados por este trabajo, se obtuvieron aislados similares a los antes encontrados por 

Gorbuschina et al., 2002 en monumentos de mármol en la ciudad de San Pertesburgo. La 

ciudad de México y específicamente el Castillo de Chapultepec, se encuentra rodeado por 

un área densamente boscosa. Los monumentos existentes en el lugar y el castillo mismo 

están sometidos a una alta carga orgánica proveniente de la contaminación vehicular de la 

ciudad (Elliott  et al., 2000) y los factores ambientales como humedad y temperatura son 

muy similares a los descritos por Gorbuschina et al., (2002). Todos esto explica el por qué 

de la presencia de microorganismos como Aureobasidium pullulans, Cladosporium y 

Trichoderma viride en los muros perimetrales y en los monumentos hacia el interior del 

Castillo de Chapultepec. De Leo et al., (1996), mostraron que la micro flora de la vegetación 

y los suelos de los alrededores a los monumentos, influencian la composición de especies 

de micromicetos que habitan las estatuas de mármol. 

Gorbuschina et al., (2002), trabajando con monumentos de mármol en San Petersburgo, 

encontraron que tanto en monumentos de mármol como en aquellos monumentos 

históricos de roca caliza que habían sido investigados, se encontraban bacterias de géneros 

como: Pseudomonas, Rhodococcus, Dietzia, Micrococcus, Arthrobacter, Bacillus, Azotobacter, 

Nitrosospira  y Nitrobacter. El número de bacterias nitrificantes que encontraron sobre los 

monumentos a la princesa Knyaginya Saltykova (1863), al príncipe Knyaz Salagov (1820) y 

sobre tres monumentos situados en el convento Novodevichy, fue tan baja como de 1 a 100 

células por gramo de muestra y en algunos casos encontraron un número tan grande 

células como 1x104 células por gramo de muestra de este tipo de bacterias. Esta cantidad 

de bacterias producen ácido nítrico y nitroso que son muy perjudiciales a los materiales 

del patrimonio cultural ya que producen exfoliaciones y daños a pinturas y a superficies 

del material. En estos mismos monumentos reportaron la existencia de bacterias de tipo 



101 

tiónicas que producen ácido sulfúrico, observándose daños apreciables en la estructura de 

estos monumentos. 

 

Laiz et al., (2009), realizaron aislamientos de Rubrobacter de monumentos biodeteriorados 

en España, realizando el aislamiento con diferentes medios de cultivo y la posterior 

identificación de los aislados por métodos moleculares. Estos autores mostraron que 

Rubrobacter participa en los procesos de biodeterioro de los monumentos por diferentes 

mecanismos que incluyen la descoloración y la precipitación de cristales de estruvita que 

debilitan la estructura del material. Previo a este trabajo, Schabereiter-Gurtner et al., 

(2001a), demostraron una correlación entre la existencia de bacterias Rubrobacter y la 

descoloración de murales pintados en dos edificios históricos en Austria y Alemania. 

En el caso de las bacterias aisladas mediante este  estudio, las secuencias obtenidas tanto 

por el iniciador Com como por el iniciador 16 S (Cuadro 7), nos permitieron identificar que 

las bacterias aisladas corresponden mayormente a Bacillus sp., Bacillus subutilis, Bacillus 

pumilus, Bacillus ceresus, Bacillus simplex, Arthrobacter sp., Ocenaobacillus sp., 

Pseudomonas sp., Microbacterium sp., Curtobacterium sp., Bacillus megaterium, Pantoea sp., 

Pantoea aglomerans, Kokuria sp., Stenotrophomonas sp., Brevundimonas sp., entre otras con 

altos porcentajes de homología (98 al 100 %). Estos trabajos están en correspondencia con 

los resultados mostrados por diferentes autores (Gurtner et al., 2000; Rölleke, 1996; 

Rölleke et al., 1996, 1998, 2000; Saiz-Jimenez, 1995, 1997; Portillo et al., 2008; Zanardini et 

al., 2000), quienes han reportado el aislamiento de diferentes géneros bacterianos en 

monumentos históricos, coincidiendo los trabajos de estos autores con muchos de los 

géneros que fueron aislados de los alrededores del Castillo de Chapultepec. 

Un aspecto importante a destacar es que Bacillus subtilis, Bacillus cereus y Bacillus pumilus 

entre otros se encuentran presentes en las diferentes biopelículas muestreadas en los 

puntos I, II y III (Figura 8); Sin embargo otros microorganismos como Bacilus simplex, 

Bacillus psichrodurans, Bacillus megaterium, microbacterium y Oceanobacillus sp. se 

encuentran distribuidos fundamentalmente en las biopelículas ubicadas en los puntos II y 

III (Figuras 8C, 8E y 8F ) del sitio de muestreo. Estos últimos aspectos son importantes ya 

que si se toma en cuenta que la biopelícula observada en el punto I (Figura 8 A) estaba 

ubicada en la pared del muro perimetral del Castillo de Chapultepec y se formó 

probablemente por la acción de las escorrentías, los diversos factores ambientales y el 

efecto del crecimiento de los microorganismos que fueron aislados a partir de ellas. No 

obstante en el punto II, se observaron dos tipos diferentes de biopelículas, aquellas que 

fueron similares a las vistas en el punto I (Figura 8 B) y aquellas que se diferenciaron de las 

demás porque fueron zonas biomineralizadas (Figura 8C). En el punto III (Figura 8 B y C) 

se observan biopelículas que posiblemente estén contribuyendo al deterioro observado. De 

aquí que es importante ver que microorganismos están básicamente en las biopelículas de 

la Figura 8, porque de acá probablemente sea interesante buscar cuales están 

efectivamente contribuyendo a los procesos de biomineralizacion y cuáles de estos están 

efectivamente afectando la estructura del monumento que se observa deteriorado en la 

Figura 8 D. 
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8.6 Ensayo de formación de la biopelícula en placa 

 

Se ha asumido que el ambiente de la biopelícula, permite a la célula llevar a cabo sus 

actividades extracelulares, tales como la degradación enzimática de materia orgánica, 

comunicación química, coordinación de las actividades de los genes, e intercambio de 

nutrientes con mayor eficiencia que sus contrapartes que viven en estado libre como 

células suspendidas en aguas. La biopelícula también es un microambiente donde la 

precipitación puede ser facilitada o inhibida alrededor de escalas micro espaciales (por 

ejemplo µm a mm) y exhiben alguna organización espacial. La biopelícula y su matriz EPS 

(Sustancias poliméricas extracelulares) asociada, por tanto, sirve como un punto de inicio 

útil para investigar como las moléculas orgánicas influencian los procesos de precipitación 

(Decho, 2010). 

 

8.6.1 Fase 1: Primer ensayo para la formación de biopelículas 

 

Las comunidades microbianas que se desarrollan asociadas a los sustratos de roca son en 

parte responsables del deterioro químico y físico de la misma y alteran a través de 

diferentes mecanismos la apariencia estética y la integridad física del material (Krumbein, 

1988) con la consecuente formación de suciedad y transformación de minerales (Eckardt, 

1985). La excreción de enzimas y ácidos inorgánicos y orgánicos disuelve los componentes 

estructurales del sustrato mineral, contribuyendo a los procesos de deterioro (Warscheid 

et al., 1988). 

La formación de la biopelícula sobre una superficie, se ha creído que tiene lugar en al 

menos dos etapas: Primeramente la adsorción reversible (Marshall et al., 1971) y la 

adherencia irreversible de los microorganismos  a la superficie, seguido de la formación de 

una matriz estable de la biopelícula sobre la superficie de implante (Charaklis, 1981). La 

velocidad de este proceso varia ampliamente dependiendo de las condiciones ambientales 

y del tipo de microorganismo. Sin embargo, las características del medio utilizado, tales 

como pH, fortaleza iónica y la temperatura, son también consideradas como factores 

importantes en alterar las propiedades fisicoquímicas de la superficie bacteriana y 

consecuentemente la adhesión microbiana (Hamadi et al., 2004). 

Con el propósito de facilitar el estudio de la adherencia y colonización bacteriana, una 

variedad de métodos de observación experimental tanto directos como indirectos han sido 

utilizados. Entre los métodos indirectos están el teñido de la biopelícula bacteriana y los 

procedimientos de micro titulación en placa (conteo de células teñidas con cristal violeta), 

entre otros que estiman el número de microorganismos adheridos in situ midiendo algunos 

de los atributos de los microorganismos adheridos (An y Friedman, 2000). Algunos 

investigadores han encontrado que los métodos estándar de conteo en placa dan un 
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estimado inapropiado del numero de microorganismos en la biopelícula y por tanto no 

deberían ser usadas en mediciones cuantitativas (Poulsen, 1999). Sin embargo, otros 

investigadores han encontrado que el raspado de la superficie elimina hasta el 97 % de las 

células adheridas a láminas de acero inoxidable (Jeon y Frank, 1994), y la agitación 

remueve hasta el 99 % de las células adheridas a tubos de silicona (Anwar et al., 1992). 

Djordjevic et al., (2002), aplicaron el método de micro titulación en placa para determinar 

la formación de biopelícula por parte de Listeria monocytogenes, encontrando que este 

método detectó la capacidad de formar biopelículas por parte de diferentes cepas de 

Listeria. Además concluye en que este método podría ser de gran ayuda, utilizado en 

conjunto con la microscopia como un método rápido y reproducible para el desarrollo de 

ensayos preliminares que permitan seleccionar microorganismos formadores de 

biopelículas y que a posteriori se podrían aplicar métodos más rigurosos para la 

cuantificación de la biopelícula formada. A una conclusión similar arribaron Wakimoto et 

al., (2004). En cuanto al teñido con cristal violeta este fue primeramente descrito por 

(Christensen at al., 1985) y desde entonces ha sido modificado para incrementar su 

exactitud y para permitir la cuantificación completa de la biomasa de la biopelícula 

(Stepanovic et al., 2000). El cristal violeta (CV) es un colorante básico, el cual se liga a 

moléculas de superficie cargadas negativamente y polisacáridos de la matriz extracelular 

(Li et al., 2003). Debido a que células tanto vivas como muertas, así como todo aquello 

ligado a la matriz es teñido por el CV, se ha considerado que este método es pobremente 

apropiado para evaluar células muertas en la biopelícula (Pitt et al., 2003)  

A 48 horas de incubación, las cepas que reportan un mayor crecimiento en microplaca 

fueron: 27 (Stenotrophomonas sp.), 21 (Pantoea agglomerans), IIS1 (Bacillus 

psychrodurans), IIS12 (Bacillus simplex) y 32 (Bacillus simplex). Las cepas que reportan un 

mayor crecimiento a 48 horas no coinciden en general con las obtenidas en iguales 

condiciones, pero cuantificadas a las 24 horas, salvo para las cepas 21 (Pantoea 

Agglomerans) y IIS1 (Bacillus psychrodurans). Esto puede explicarse según lo que se ha 

observado en el crecimiento de las cepas que en su mayoría crecen entre las 18 y 24 horas 

en tubo, salvo algunos casos que requieren más de 24 horas para que se observe un 

completo crecimiento entre las que están las cepas: 27 (Stenotrophomonas sp.), IIS12 

(Bacillus simplex) y 32 (Bacillus simplex). Se lavaron las placas y luego del teñido de las 

mismas  (Figura 27B) en las que se observó crecimiento de biopelícula (Figura 27C) para 

las cepas: IS16 (Bacillus subtilis), IS6 (Pantoea agglomerans), IS3 (Bacillus subtilis), IS5  

(Bacillus subtilis), 21 (Pantoea agglomerans), IIS15a (Bacillus cereus), IIIS9b (Bacillus 

subtilis), 31 (Bacillus simplex), IIIS10 (Bacillus subtilis), IIIS4 (Bacillus megaterium) y IIIS5 

(Bacillus simplex). A este tiempo de incubación de 48 horas se obtienen casi el doble de 

cepas (11 en total) que son buenas formadoras de biopelículas con respecto a las obtenidas 

con el tiempo de incubación de 24 horas, lo cual podría estar indicando que la mayoría de 

nuestras cepas en estudio requieren más de 24 horas en micro placas para iniciar con el 

proceso de adhesión a la superficie del pozo y formación de biopelículas. 

Aproximadamente el 84 % de las cepas que forman biopelículas a las 24 horas, aparecen 

siempre formando biopelículas a las 48 horas (excepto la cepa IS4); esto confirma el 
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planteamiento que se requieren más de 24 horas para que se formen biopelículas para la 

mayoría de las cepas en estudio. Finalmente, la lectura de la absorbancia para cuantificar la 

biopelícula  formada, arroja que las 3 mejores cepas formadoras de biopelículas a las 48 

horas fueron: IS16 (Bacillus subtilis), IIS15a (Bacillus cereus) y IIIS9b (Bacillus subtilis) 

(Cuadro 9).  

A pesar de las limitaciones señaladas al método de micro titulación en placa (Poulsen, 

1999) y los inconvenientes planteados para el método utilizando el CV (Pitt et al., 2003), en 

el desarrollo de este trabajo se pudo separar con relativa facilidad aquellos aislados que 

mostraron la capacidad de formar biopelículas dentro del grupo inicial de 30 aislados 

(Figura 28 y 29). Estos resultados y la obtención de aislados con capacidad de formar 

biopelículas a diferentes tiempos de incubación, están en plena correspondencia con los 

resultados obtenidos por Djordjevic et al., (2002) y Wakimoto, et al., (2004). 

 

8.6.2 Fase 2: Segundo ensayo para la formación de biopelículas 

 

Diferentes autores, por ejemplo Wakimoto et al., (2004) y Djordjevic et al., (2002) utilizan 

diferentes concentraciones de glucosa suplementadas al medio de crecimiento según el 

microorganismo que trabajan, con el propósito de estimular su crecimiento y por ende 

observar una mejor formación de la biopelícula. Djordjevic et al., (2002) utilizan además 

trehalosa en dependencia del medio que utilizan y argumentan que la adición de esta 

azúcar incrementa la producción de la biopelícula, además de que la producción de esta 

última se ve afectada por la temperatura de incubación y que las mejores condiciones para 

la formación de la biopelícula se alcanzan cuando se obtiene el medio suplementado con la 

mejor dosis de azúcar a una temperatura optima de incubación para el microorganismo. 

Los resultados obtenidos muestran una estimulación del crecimiento en micro placa  

(Crecimiento total) con la adición del suplemento de glucosa, por lo cual se esperaba un 

efecto positivo en cuanto a la fijación de los microorganismos en la formación de la 

biopelícula final. Este efecto observado en este experimento, está en correlación con lo que 

observaron otros autores, entre los que están Wakimoto et al., (2004) y Djordjevic et al., 

(2002) en lo que respecta a la estimulación del crecimiento total de microorganismos. El 

análisis de los resultados a 24 y 48 horas nos permite ver que los microorganismos se 

mantuvieron creciendo todo el tiempo (más allá de las 24 horas), no obstante a que la cepa 

IIIS10 mostró un mayor crecimiento en todo momento, sus resultados en cuanto a 

formación de biopelículas (medido por su UFC/mL) no difieren significativamente de los 

resultados de la cepa IS16, aunque si ambas lo hacen de la cepa IIS15a a las 24 horas. A las 

48 horas los resultados son muy similares en cuanto orden de magnitud (UFC/mL para la 

biopelícula) para las tres cepas en estudio, por lo que en general podemos decir que el 

suplemento de azúcar si estimula el crecimiento, desarrollo y producción de biopelícula a 

las 24 horas y en general el crecimiento de biomasa para todo el proceso, pero la formación 

de biopelícula no se ve mayormente afectada con el tiempo para con las cepas IIIS10 y 
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IS16, aunque si beneficia a la cepa IIS15a la cual aumenta en un orden de magnitud a las 48 

horas igualando a las cepas anteriores. En comparación a la corrida de la fase 1, los 

resultados nos muestran que la adición de glucosa favorece grandemente a la cepa IIIS10 y 

que tanto las cepas IIS15a como IIIS10 se ven favorecidas en lo que a formación de 

biopelícula y crecimiento a las 48 horas. Por ende a un mayor tiempo de incubación, estas 

dos últimas cepas reportan mejores resultados con la adición de glucosa al medio de 

crecimiento y formación de la biopelícula. La adición de glucosa a las 48 horas, no parece 

afectar la formación de biopelícula  en lo que a la cepa IS16 se refiere y su comportamiento 

es similar a cuando no se le adiciona nada. Esta última observación para la cepa IS16 

realizada según lo datos crudos que se obtuvieron, nos llevó a hacer un análisis más 

detallado de los resultados normalizados que se presentan en la Figura 29 de este trabajo, 

destacándose el hecho de que cuando se analizan datos normalizados, el comportamiento 

antes indicado para el aislado IS16 a las 48 horas, es similar para los aislados IIS15a y 

IIIS10 al mismo tiempo de incubación , lo cual parece sugerir que la adición de azucares al 

medio realmente está favoreciendo el crecimiento total de microorganismos, pero este 

crecimiento no necesariamente se está traduciendo en un incremento significativo del 

número de microorganismos adheridos en el tiempo o que están formando biopelículas a 

las 48 horas (Figura 29 C y D). 

En el contexto de potenciales aplicaciones, la característica más importante de los sistemas 

de biopelículas son su versatilidad y adaptabilidad, por ejemplo; estos tienen un amplio 

espectro de capacidades. Esto hace posible ligar diferentes usos finales con un mismo 

proceso, por ejemplo; la remoción combinada de nitrato y fosfato con la producción de 

peces para alimentación humana (Bender y Phillips, 2004; Roeselers et al., 2008). Los 

microorganismos obtenidos en este trabajo como potenciales formadores de biopelículas y 

toda la información recabada, sirve de base para el desarrollo futuro de potenciales 

aplicaciones que podrían cubrir diferentes campos como: bioprecipitación de cristales de 

carbonato de calcio para la conservación de monumentos históricos, desarrollo de 

consorcios para potenciales sistemas de biorremediación y tratamiento de residuales, 

entre otros potenciales usos. De acuerdo con Roeselers et al., (2008), el enfoque del 

desarrollo de potenciales aplicaciones debería estar basado en el uso de sistemas de 

cultivos mixtos y abiertos. De aquí que, un claro entendimiento de las comunidades de 

biopelículas foto tróficas es esencial con el propósito de optimizar su cultivo para una 

aplicación biotecnológica especifica. 

 

8.7 Cinética de crecimiento microbiano 

 

La cinética del crecimiento microbiano describe la relación entre la velocidad específica de 

crecimiento (µ) de una población microbiana y la concentración de sustrato (S), es una 

herramienta indispensable en todos los campos de la microbiología (Rova-Kovar y Egli, 

1998). Para sobrevivir y competir exitosamente en la naturaleza, muchos de los 

microorganismos son capaces de asumir muchos de los desafíos ambientales ajustando su 
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composición celular con respeto a su estructura y funciones metabólicas (Poindexter, 

1987). Durante su ciclo de vida muchos microorganismos heterotróficos encuentran 

hábitats que difieren marcadamente en el espectro y concentración de nutrientes 

disponibles, además de los parámetros ambientales tales como pH o temperatura 

(Kova´Rova´-Kovar y Egli. 1998) 

El comportamiento de los microorganismos con los cuales se trabajó  permitió obtener un 

conjunto de datos en los que se recoge la absorbancia leída en el tiempo (h), cuadro 10, y 

en la cual podemos observar que la cepa IIS15a tuvo el mismo comportamiento que se 

observó durante los experimentos de formación de biopelícula. Esta cepa siempre mostró 

ser más rápida en su crecimiento y productora de abundante biomasa, de ahí que ella 

obtenga una alta absorbancia (0.25 al tiempo cero) y que las cepas IS16 y IIIS10 tengan un 

comportamiento más lento en su crecimiento y comparable con el crecimiento observado 

en los experimentos de biopelícula. De acuerdo con Kova´Rova´-Kovar y Egli (1998), esto 

nos podría estar indicando una buena adaptación de los microorganismos a las condiciones 

de trabajo. Los resultados del cuadro 10, podrían indicar que las cepas IS16 y IIIS10 son de 

un rápido crecimiento en el inóculo a nivel de tubo, o sea que a las 20 horas que es cuando 

son trasladados a erlenmeyer, estos cultivos ya han entrado a fase estacionaria y esto hace 

que la adaptación en erlenmeyer tome hasta seis horas para dar inicio a la fase 

exponencial. En cambio la cepa IIS15a, parece ser que a las 20 horas en el inoculo a nivel de 

tubo aun no ha entrado a fase estacionaria sino que se encuentra en fase exponencial y por 

ello se adapta rápidamente a las condiciones de erlenmeyer y arranca a crecer 

rápidamente. Esto podría sugerir que para posteriores etapas de investigación en las 

cuales se requiera multiplicar masivamente estos microorganismos, las etapas de cultivos a 

nivel de inoculo para las cepas IS16 y IIIS10 podrían estar terminando entre dos a cuatro 

horas antes que la cepa IIS15a y así pasar con anterioridad a la fase de erlenmeyer. Igual 

consideración se debería tener en esta fase y sucesivas en correspondencia con lo 

mostrado en la Figura 32. Nuestros aislados de trabajo provienen de una ambiente rico en 

materia orgánica (Gorbuschina et al., 2002) y esto probablemente este motivando que su 

desarrollo sea muy bueno en condiciones de un medio rico (LB) como es el utilizado para 

su reproducción en este trabajo (Poindexter, 1987). Dado que la cepa IIS15a, mostró una 

elevada producción de biomasa en comparación con los otros dos aislados en estudio, este 

deberá ser un parámetro fundamental a considerar en etapas posteriores de investigación, 

sobre todo si se requieren grandes cantidades de biomasa para el desarrollo de la misma. 

No obstante se deberá tener sumo cuidado con establecer una adecuada correlación con la 

información obtenida en cuanto a formación de biopelícula y en cuanto a la formación de 

cristales de carbonato de calcio (bioprecipitación de carbonatos), la cual es una etapa 

experimental que se discute a continuación. La obtención de estos resultados cinéticos 

resulta de gran valor para establecer una correlación (curva de calibración) entre UFC y 

absorbancia que resulta de gran importancia en el momento en que se desee continuar 

escalando la producción de estas cepas bacterianas. 

Bajo condiciones de crecimiento típicas de un cultivo batch o por lote, donde las fuentes de 

carbón son suministradas a concentraciones de gramo por litro, se produce una utilización 
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secuencial de mezclas de fuentes de carbono y esto es considerado una regla más que la 

excepción. Sorprendentemente, los datos experimentales disponibles claramente han 

demostrado que en presencia de altas concentraciones de sustrato, la utilización de dos o 

más fuentes de carbono diferentes, es comúnmente observado tanto para bacterias como 

para levaduras, independientemente si el crecimiento ocurre bajo condiciones aeróbicas, 

anaeróbicas, mesofílicas o termofílicas (Egli, 1991; 1995). Los resultados de los cuadros 10 

y 11 básicamente fueron obtenidos en condiciones batch o por lote y junto a la Figuras 33 

serán de gran utilidad en el momento en que se decida continuar con los trabajos de 

bioprecipitacion de carbonatos de calcio a nivel de las rocas, ya que en ese momento se 

requerirá un mayor volumen de biomasa que bien podría ser producido a nivel de 

erlenmeyer (en dicho caso estas curvas serán de utilidad), si los experimentos serán 

desarrollados en placas de rocas pequeñas o se requeriría producir mayores volúmenes de 

biomasa a nivel de reactor, o bien si los experimentos se requieren realizar en placas de 

tamaños grandes o escalas semipiloto. No obstante si se requiere pasar a escala de 

biorreactor, las curvas dadas servirán solo de referencia para iniciar producciones en dicho 

biorreactor y se deberán ajustar nuevas curvas de calibración para ese nuevo nivel de 

producción tal y como se hizo para erlenmeyer y determinar así nuevas condiciones de 

operación en función de la escala de trabajo. En todo caso se deberá considerar que estos 

resultados fueron obtenidos en condiciones aeróbicas y mesofílicas, por tanto lo planteado 

por Egli (1991; 1995), toma mayor valor en el momento de realizar producciones a mayor 

escala. 

 

8.8 Bioprecipitación de carbonatos de calcio 

 

Se decidió ampliar el espectro de este experimento a las 12 cepas que dieron buenos 

resultados en biopelículas (tanto a 24 como a 48 horas), a fin de tener información más 

amplia y no solo con las tres cepas que aportaron mejores resultados en biopelículas; de 

esta forma, los resultados de bioprecipitación aunados a los resultados de difracción de 

rayos X y microscopia electrónica de barrido, permiten decidir contando con una gama de 

resultados que nos digan el tipo y calidad de cristales producidos por cada uno de los 

aislados. Además de estos resultados se pueden extraer las mejores combinaciones que 

formen biopelículas y que además formen cristales de carbonatos que puedan ser 

utilizados en un futuro para el tratamiento y recuperación de las estructuras dañadas en 

los monumentos. 

 

8.8.1 Prueba de ureasa 

 

Considerando que esta prueba fue incluida en el trabajo a fin de reforzar los experimentos 

de bioprecipitación, diversos autores han mostrado que la vía metabólica utilizada por la 
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bacteria tiene influencia en la velocidad de producción de carbonatos y por ende sobre la 

velocidad de precipitación de carbonatos de calcio (Hammes et al., 2003 a, b; Dick et al., 

2006; De Muynck et al., 2008 a y b). Se ha asociado la producción de ureasa con un 

incremento en la bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio (De Muynck et al., 

2010) y estos mismos autores han planteado que la producción de carbonatos por medio 

de la hidrólisis de la urea podría ser fácilmente controlada a la vez que se podrían producir 

altas concentraciones de carbonato en periodos relativamente cortos de tiempo, haciendo 

de esta forma que se obtengan grandes aplicaciones biotecnológicas para estos procesos. 

Considerando lo anterior se sometieron las cepas IS4 (Bacillus subtilis), IS16 (Bacillus 

subtilis), IIS15a (Bacillus cereus), IIIS10 (Bacillus subtilis), IIIS4 (Bacillus megaterium), IIIS5 

(Bacillus simplex), IS6 (Pantoea agglomerans), IS3 (Bacillus subtilis), IS5 (Bacillus subtilis), 

21 (Pantoea agglomerans), IIIS9b (Bacillus subtilis) y 31 (Bacillus simplex) a la prueba de 

ureasa, mismas que dieron buenos resultados en cuanto a formar biopelículas.  

De la Figura 34 B, es importante destacar que la cepa 21 (Pantoea agglomerans) a las 16 

horas ya había mostrado un cambio de coloración lo cual nos dice que esta cepa tiene una 

elevada producción de ureasa en comparación con las restantes cepas. Debido a que aun no 

se observaba cambio en el control positivo (Paenibacillus sp.), se decidió dejar los cultivos 

en incubación por no menos de cinco días para volver a chequear los resultados. Los 

resultados a cinco días nos muestran un cambio de coloración en las cepas IIIS5 (Bacillus 

simplex), 31 (Bacillus simplex), IS5 (Bacillus subtilis), IS3 (Bacillus subtilis) y IS16 (Bacillus 

subtilis), además de la cepa 21 (Pantoea agglomerans) que ya había cambiado a las 16 

horas y que a los 5 días muestra una coloración mucho más intensa que las demás, 

confirmando lo antes dicho de la misma. Debido a que a los 5 días solo se muestra un leve 

cambio de coloración en el control positivo, se decidió dejar los cultivos en incubación por 

un tiempo mayor hasta observar un mayor viraje para el positivo. 

La Figura 35, nos muestra como todas las cepas que habían resultado ser positivas a la 

ureasa a los 5 días de prueba, confirman ser positivas a los ocho días produciendo 

coloraciones tan intensas como la cepa 21 (Pantoea agglomerans), lo cual nos dice que las 

cepas 31 (Bacillus simplex), IS5 (Bacillus subtilis), IS3 (Bacillus subtilis) y IS16 (Bacillus 

subtilis) resultan tan buenas productoras de ureasa como la 21 pero requieren de mayor 

tiempo para el desarrollo de su metabolismo. La cepa IIIS5 (Bacillus simplex) aunque 

positiva a la ureasa al igual que el control positivo, aportó coloraciones inferiores a las 

cepas antes mencionadas como positivas. Es importante analizar que algunas cepas a los 

ocho días mostraban un buen crecimiento en el medio [IIIS4 (Bacillus megaterium) y 

IIS15a (Bacillus cereus)], pero al momento de terminar el experimento (8 días) no 

mostraban ningún viraje hacia la producción de ureasa. Otras cepas como la IIIS9b 

(Bacillus subtilis), IIIS10 (Bacillus subtilis), IS6 (Pantoea agglomerans) y IS4 (Bacillus 

subtilis), simplemente no crecieron en este medio para el análisis de la ureasa. El que estas 

últimas cepas no hayan crecido a los ocho días en este medio y que cepas como IIIS4 

(Bacillus megaterium) y IIS15a (Bacillus cereus) hayan crecido pero no hayan virado hacia 

la ureasa, nos hace suponer que este medio contiene algunos elementos que no favorecen o 

que inhiben el crecimiento de algunas bacterias (tipo Bacillus cereus y B. megaterium), ya 
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que este medio fue formulado a partir de un medio de fermentación que contenía rojo fenol 

y se suplementaron la urea, la glucosa y los otros componentes para simular el medio de la 

ureasa, por tal razón no se deben descartar a priori estas cepas sin antes repetir pruebas 

de ureasa con medios formulados con todos los reactivos tal y como está indicado para la 

prueba de la ureasa y considerando los resultados obtenidos en las pruebas de 

bioprecipitación de carbonatos. No obstante los resultados positivos, nos inducen a pensar 

que se trata de cepas fuertemente productoras de ureasa y se deberá contar firmemente 

con ellas al considerar los resultados de bioprecipitacion de carbonatos, además de que 

una de ellas la cepa IS16 (Bacillus subtilis), tuvo los mejores resultados en cuanto a 

formación de biopelículas. 

 

8.8.2 Ensayos de bioprecipitación 

 

Jroundi et al., (2010), mostraron que hay abundantes bacterias con actividad 

carbonatogénica presentes en la roca de los monumentos deteriorados y que son capaces 

de consolidar eficientemente la roca degradada por medio de la producción de un nuevo 

cemento de calcita y vaterita si se utiliza una adecuada solución nutricional. Los resultados 

de este trabajo concuerdan con lo observado por diferentes autores en cuanto a la 

participación de las bacterias que habitan los monumentos en los procesos de 

bioprecipitación de carbonato de calcio (Jroundi et al., 2010; Piñar et al., 2010; Jimenez-

López et al., 2007 y 2008). 

La bioprecipitación de los aislados probados se reportan en las figuras 36 a la 38 y se 

complementan en el apéndice B figuras 50 a la 52. Estas figuras nos muestran el proceso de 

formación de cristales de carbonato de calcio por parte de las cepas [IS16 (Bacillus subtilis), 

IIS15a (Bacillus cereus) y IIIS10 (Bacillus subtilis)], mismas que resultaron ser las cepas 

mejores en el proceso de formación de biopelículas. En la figura 36 se muestra el 

crecimiento de los cristales durante los primeros 7 días y se puede ver como los mismos 

van creciendo con el transcurso del tiempo y a los 15 días los cristales han alcanzado su 

tamaño final, al mismo tiempo se puede ver en ambas figuras los controles en los cuales no 

había la presencia de microorganismos bacterianos y por tanto solo se puede ver las 

partículas de carbonato de calcio que en ocasiones pueden hasta llegar a aglutinarse, pero 

sin llegar nunca a formar verdaderos cristales como los que se muestran ante la presencia 

de bacterias. Esto último ratifica el hecho de que son las bacterias las que están 

desarrollando el proceso de formación de cristales. Los resultados obtenidos sugieren que 

las cepas [IIIS4 (Bacillus megaterium), IIIS5 (Bacillus simplex), IIIS9b (Bacillus subtilis), 21 

(Pantoea agglomerans) y IS5 (Bacillus subtilis)] resultaron ser las mejores en cuanto a 

bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio. En general estas cepas tienen un 

comportamiento muy similar al mostrado por las cepas [IS16 (Bacillus subtilis), IIS15a 

(Bacillus cereus) y IIIS10 (Bacillus subtilis)] en cuanto al proceso de formación de cristales, 

comprobándose con ellas que los resultados obtenidos a los 15 días no difieren a simple 

vista de los obtenidos a los 22 días, lo cual podría traducirse en un ahorro de tiempo al 
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poder parar el proceso hasta con una semana de anticipación. Cabe destacar que las cepas 

[IIIS4 (Bacillus megaterium), IIIS5 (Bacillus simplex), IIIS9b (Bacillus subtilis), 21 (Pantoea 

agglomerans) y IS5 (Bacillus subtilis)], fueron seleccionadas como las mejores en el proceso 

de bioprecipitación basado en la abundancia de cristales que se observaba en el 

microscopio de luz, basado en el tamaño de los mismos y a la cantidad recolectada en la 

fase de cosecha de dichos cristales. Estos resultados concuerdan muy bien con los 

reportados por De Muynck et al., (2010); De Muynck et al., (2009); Piñar et al., (2010) y 

Jroundi et al., (2010), en cuanto a la diversidad de cristales bioprecipitados por diversos 

aislados, en el predominio de algunos tipos de cristales observados como lo son los 

romboédricos y la variación del tamaño de los mismos en el tiempo. Por otra parte, tal y 

como ya sido demostrado por esos autores, son las bacterias las que están provocando esta 

bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio.  

Es importante mencionar que el 80 % de las cepas probadas en bioprecipitación 

pertenecen a las biopelículas II y III de los puntos muestreados y que la mayoría de ellos 

fueron aislados a partir del punto III que corresponde al monumento en el que se 

observaron visibles signos de deterioro. Esto último podría ser de gran valor si se 

considera que uno de los métodos que han sido propuestos para la restauración de los 

monumentos históricos por diversos investigadores (De Muynck et al.,2010; De Muynck et 

al.,2009; De Muynck et al.,2008; Piñar et al., 2010; Jroundi et al.,2010; Jimenez-Lopez et al., 

2007 y 2008), parte de proponer la estimulación de microorganismos presentes o 

habitantes en el lugar en donde se propone llevar a cabo el trabajo de restauración.  

La búsqueda de cepas con características de ser buenas bioprecipitadoras de carbonato de 

calcio, ha sido una constante en los diversos trabajos citados (Jimenez-Lopez et al., 2007 y 

2008), por ello para esta investigación las mejores cepas en cuanto a formación de 

biopelículas [IS16 (Bacillus subtilis), IIS15a (Bacillus cereus) y IIIS10 (Bacillus subtilis)], no 

coinciden en forma general con aquellas que resultaron ser las mejores en cuanto a 

bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio [IIIS4 (Bacillus megaterium), IIIS5 

(Bacillus simplex), IIIS9b (Bacillus subtilis), 21 (Pantoea agglomerans) y IS5 (Bacillus 

subtilis)], la cepa 21 (Pantoea agglomerans) resultó entre las que si formaron biopelicula y 

fue la mejor y más rápida en el desarrollo de la prueba de la Ureasa. Al mismo tiempo esta 

última cepa dio muy buenos resultados en bioprecipitación, por tanto se deberá poner 

especial interés en ella para el desarrollo de trabajos futuros. Otras cepas como [IIIS4 

(Bacillus megaterium), IIIS5 (Bacillus simplex), IIIS9b (Bacillus subtilis) y IS5 (Bacillus 

subtilis)] arrojaron muy buenos resultados en bioprecipitación y también se encontraban 

entre las 12 que formaron biopeliculas del grupo inicial de 30 que se probaron para este 

experimento (Cuadro 12). Experimentos posteriores deberán considerar no solo la 

influencia de la producción de ureasa, sino también la dosis de calcio a utilizar, ya que ha 

sido demostrado que ambos factores influyen notablemente no solo en el proceso de 

bioprecipitacion, sino también en la calidad de los cristales depositados en el tiempo (De 

Muynck et al., 2010). Diversos estudios han mostrado la efectividad de la bioprecipitación 

bacteriana en los procesos de bioconservación de los monumentos deteriorados y en la 

consolidación de la roca caliza (Jroundi et al., 2010; Piñar, et al., 2010). Jroundi et al., 
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(2010) mostrando que la aplicación in situ de los tratamientos que fueron probados en su 

estudio, resultaron en un significativo reforzamiento de la roca calcarenita deteriorada y 

que dicha precipitación fue más probablemente debida a la actividad carbonatogénica de 

las poblaciones de bacterias presentes en la roca. Los resultados de Piñar et al., (2010) 

revelaron que el medio de cultivo utilizado por ellos en su estudio activó el mismo grupo 

de bacterias productoras de carbonato de calcio, independientemente del origen de la roca, 

lo cual los llevó a concluir en que esto podría contribuir a acelerar el proceso de 

bioprecipitacion con una disminución de los costos involucrados. 

 

8.9 Difracción de Rayos X y Microscopia Electrónica de Barrido 

 

En correspondencia con los resultados obtenidos por Jimenez-Lopez et al., (2007) y 

(2008), los resultados acá mostrados en cuanto a la bioprecipitacion de cristales de 

carbonato de calcio al ser fundamentalmente cristales de calcita, cabe esperar que al ser la 

calcita más estable que la vaterita (por ejemplo) se obtenga una capa de recubrimiento con 

un mayor grado de consolidación y durabilidad. Esto quedó demostrado en los trabajos de 

Jimenez-Lopez et al., (2007) y (2008). Por otra parte, De Muynck et al., (2010) trabajando 

para determinar la influencia de las dosis de urea y calcio sobre la efectividad de la 

precipitación de carbonatos bacterialmente inducida, comprueban la importancia de una 

dosis adecuada tanto de urea como de calcio para estimular el proceso desarrollado por la 

enzima ureasa a la vez que estos estimulan la precipitación de carbonatos de calcio y 

nuevamente se comprueba el papel que juegan los cristales de calcita (cristales 

romboédricos) en la consolidación de la roca caliza en análisis de sonicación y de ganancia 

de peso por humedad antes y después del tratamiento. Otros autores que han mostrado la 

efectividad de los tratamientos de biodeposición con calcita son Dick et al., (2006) y 

Hammes et al., (2003). Le Metayer-Levrel et al., (1999), mostrando aplicaciones de calcita 

en experimentos desarrollados in situ en 1993 en la torre de la iglesia de Saint Médard por 

parte de la compañía Calcite Bioconcept (Francia) sobre un área de 50 m2 y evaluaron los 

efectos del tratamiento por medio de investigaciones macro y microscópicas, concluyendo 

que la capa depositada de biocalcita disminuyó la velocidad de absorción de agua hasta en 

5 veces, mientras retuvo la permeabilidad a gases sin que se observara influencia alguna 

sobre los factores estéticos. 

Los resultados de la microcopia electrónica de barrido (Figura 39) nos muestran cristales 

con diferentes morfologías y tamaños, lo cual corrobora lo observado por los análisis con 

microscopia de luz, confirmándose el papel que juegan las bacterias en el proceso de 

formación de los cristales (Anne et al., 2010, De Muynck et al., 2008b) al observarse a estos 

microorganismos insertos en los cristales producidos como puede verse en la Figura 39F, 

en correspondencia con lo demostrado por De Muynck et al., (2008a y b). De Muynck et al., 

(2010), quienes plantean que la morfología y el tipo de cristal de carbonato de calcio que 

sea bioprecipitado, dependen de las condiciones de precipitación tales como la súper 

saturación inicial, la temperatura y la presencia de impurezas y aditivos. La microscopia 
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electrónica de barrido a los cristales obtenidos por medio de los aislados que resultaron 

ser los mejores en cuanto a formar biopelículas y los que resultaron ser los mejores en 

cuanto a bioprecipitación de cristales, nos muestran cristales de diferentes morfologías, 

coincidiendo esta observación con lo señalado cuando se analizaron los cristales por 

microscopia de luz. Diversos estudios han mostrado que la presencia de bacterias afectó la 

morfología y el tipo de cristal de CaCO3 precipitado (Rodríguez-Navarro et al., 2003). Los 

análisis de difracción de rayos X (Figuras 40 y 41; Cuadro 12) nos indican que los cristales 

vistos en la microscopia electrónica de barrido y por microscopia de luz, básicamente 

corresponden a cristales de calcita (CaCO3) y aragonita (CaCO3) y en menor proporción a 

whewellita (CaCO3 H2O). Estos resultados muestran el posible potencial que pueden tener 

los aislados obtenidos para el desarrollo de futuros procesos de bioprecipitación de 

carbonato de calcio y así proteger el patrimonio cultural edificado, en correspondencia con 

lo propuesto por Achal et al., (2011) al demostrar que la precipitación de calcita 

microbiológicamente inducida es un nuevo método con potencial para incrementar la 

durabilidad de materiales de concreto. 

Finalmente, el cuadro 12 resume de manera completa la información obtenida para los 30 

aislamientos seleccionados para los experimentos de formación de biopelícula, producción 

de ureasa, bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio, microscopia electrónica de 

barrido y difracción de rayos X, correlacionando estos resultados con la posición de la 

biopelícula de la cual fue aislado el microorganismo en particular. Todo esto nos permite 

para trabajos futuros, el poder seleccionar un microorganismo o varios de ellos con el fin 

de desarrollar tecnologías para la protección del deterioro observado al patrimonio 

cultural de superficies asociadas al Castillo de Chapultepec en primer instancia, 

considerando que ese o esos microorganismos serán autóctonos, con capacidad para 

formar la biopelícula, bioprecipitar el calcio en forma de recubrimiento aprovechando su 

capacidad de producir ureasa en dependencia del lugar de donde fueron aislados (Anne et 

al., 2010; De Muynck et al., 2010; Rodríguez-Navarro et al., 2003). 

Lo anterior viene a reafirmar lo que se dijo en el cuerpo del trabajo, de que todo indica que 

los diferentes microorganismos actúan en diferentes procesos, en diferentes momentos y 

de manera coordinada para el sostenimiento, vida y acción de la biopelícula en el ambiente. 

Por tanto, el análisis de los resultados en general y de manera particular a experimentos 

complementarios para dar cumplimiento a estos objetivos, parecen indicarnos que en la 

naturaleza estos procesos son mucho más complejos de lo que hasta la fecha los 

imaginamos con el conocimiento hasta ahora alcanzado y que debemos enfocar nuestra 

atención a los procesos que se desarrollan en comunidad más que a los que se desarrollan 

de manera individual. Estos últimos planteamientos en la actualidad están siendo 

demostrados con la aplicación práctica de procesos que permiten la utilización de diversas 

comunidades microbianas en el incremento de la durabilidad de los materiales de 

construcción y que muestran cómo podrían ser aplicados para la protección de las 

estructuras que constituyen el patrimonio cultural edificado (Wiktor y Jonkers, 2011; Hui 

et al., 2011; Achal et al 2011). 
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8.10 Análisis de participación en biodeterioro y/o potencial biotecnológico de los aislados 

obtenidos 

 

Finalmente, se analizó entre la colección de aislados que microorganismos de los obtenidos 

podrían tener potencial para el desarrollo de futuros procesos biotecnológicos (cuadros 13 

a 16) y donde destaca que varios géneros bacterianos como: Arthrobacter, Kocuria, 

Brevundimonas y Pseudomonas que resultan de gran interés para ser aplicadas a diversos 

procesos como tratamiento de aguas (Koch et al., 2009), biorremediación de suelos 

(Kallimanis et al., 2007), biodegradación de contaminantes diversos (Chang et al., 2009; 

Mariano et al., 2007). Diversas especies de Bacillus han sido mencionadas como de gran 

valor para el desarrollo de procesos de bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio 

y por ende resultan de importancia para el desarrollo de procesos de biorrestauración del 

patrimonio estructural edificado. En este trabajo se aislaron Bacillus como B. megaterium 

(Lian et al., 2006), B. subtilis (Rodríguez-Navarro et al., 2003; Barabesi et al., 2007; Perito et 

al., 2000; Tiano et al; 1999) y B. cereus (Le Metayer-Levrel et al., 1999) que han sido 

citados como de importancia para estos efectos. Pseudomonas también han sido 

mencionadas para proceso de bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio 

(Zamarreño et al., 2009). En lo que respecta a hongos (cuadro 16), se logró aislar géneros 

como Aureobasidium que resultan de gran valor para el desarrollo de diversos procesos 

biotecnológicos como la producción de enzimas, sideroforos y exopolisacaridos (Wang et al 

2009; Liu et al., 2008; Sing et al., 2008.). Géneros como Aspergillus, Trichoderma, 

Penicillium y Mucor entre otros, resultan de gran valor para el desarrollo de procesos de 

producción de enzimas, biodegradación, biorremediación de suelos, producción de 

compostajes, etc (Giraud et al., 2001; Hansgate et al., 2005; Potin et al., 2004; Yazdi et al., 

2006). Por lo que podemos concluir, que entre los más de 60 aislamientos bacterianos y 

más de 50 fúngicos; existen diferentes microorganismos de los cuales ya han sido 

documentadas algunas de sus posibles aplicaciones biotecnológicas y quedan muchas 

opciones por explorar y microorganismos de los cuales se podría buscar posibles 

aplicaciones futuras. 

Los resultados de este trabajo resumidos en los cuadros 13 y 14, nos permiten analizar 

basados en publicaciones previas el posible papel que estén efectuando algunos de los 

aislados en el biodeterioro observado en los monumentos y áreas muestreadas del Castillo 

de Chapultepec, en función del punto muestreado y el tipo de biopelícula observado en 

cada sitio. Aislados bacterianos como: Arthobacter, Kocuria, Pseudomonas y diversos tipos 

de Bacillus como B. cereus, B. megaterium y B. pumilus han sido mencionados en diversos 

trabajos como asociados a monumentos en los cuales se ha observado biodeterioro 

(Gorbushina et al., 2004; Scheerer et al., 2009; Gaylarde et al., 2001; McNamara et al., 2006; 

Milanesi et al., 2009; Cappitelli et al., 2007; Suihko et al., 2007). Por otra parte y durante el 

desarrollo de este trabajo, se plantearon y analizaron los diversos efectos observados por 

los hongos en las estructuras con algún grado de deterioro. Igualmente se ha discutido 
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sobre los mecanismos por los cuales se está llevando a cabo este biodeterioro por lo que el 

cuadro 14 resume solo algunos de los géneros aislados por medio de este trabajo y que han 

sido previamente documentada su participación y mecanismo por el cual participan en el 

biodeterioro. Géneros como Aureobasidum, Aspergillus, Penicillium, Trichodermas y 

Cladosporium entre otros que han sido documentados en trabajos previos (Warscheid y 

Braams 2000; Konkol et al., 2010; Gaylarde et al., 2001; Sterflinger, 2000; Gorbushina et al., 

2004; Sterflinger 2000; Sugiyama et al., 2009; Gorbushina et al., 2002). De los resultados de 

este trabajo se puede concluir que muchos de los aislados obtenidos en los diferentes 

puntos muestreados ha sido documentada su participación en procesos de biodeterioro, 

por lo que se deberá prestar especial interés para el desarrollo de trabajos futuros a 

aquellos aislados de los cuales se conoce el daño que están ejecutando y por sobre todo si 

los mismos fueron aislados a partir de biopelículas que se encontraban en sitios con daño 

estructural aparente como el observado en el “Monumento en el patio del Castillo de 

Chapultepec”. 
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9. CONCLUSIONES 

 

1. A partir de las muestras tomadas en tres puntos (I, II, III) diferentes asociados al Castillo 

de Chapultepec, fue posible obtener los siguientes aislados que fueron identificados por vía 

microbiológica y molecular: 

Cuarenta y ocho aislados de hongos filamentosos, con identificación completa para 28 de 

los mismos hasta el nivel de especie para la mayoría de los casos, destacándose entre estos 

los géneros Trichoderma, Alternaria, Mucor, Fusarium, Cladosporium, Aspergillus, 

Epicoccum y Penicillium, entre otros. Con respecto a levaduras fue posible obtener e 

identificar 6 aislados de los generos Aureobasidium pullulans, Rhodotorula glutinis y 

Rhodotorula mucilaginosa. De manera general tanto para hongos filamentosos como para 

levaduras, fue posible obtener una buena identificación a nivel de especie mediante el 

análisis filogenético, salvo para el grupo Fusarium, del cual solo se obtuvo un aislado a nivel 

de especie correspondiente a Fusarium solani y lo demás se dejó a nivel de género. 

Adicionalmente, alrededor de 70 aislados bacterianos, fundamentalmente Gram positivos y 

Gram variables, fueron identificados. Destacándose géneros como Bacillus, Pantoea, 

Arthrobacter, Pseudomonas, Stenotrophomonas, Brevundimonas, Microbacterium, y 

Oceanobacilus, entre otros. El análisis filogenético de las bacterias de estudio permite 

sugerir que los iniciadores 16S permiten una mejor diferenciación. Cuando se utiliza el 

iniciador Com la determinación a nivel de especie dentro del género Bacillus es incierta, 

particularmente, cuando se trata de discriminar entre cepas de Bacillus subtilis y B. 

pumilus. En general, fue posible obtener gran coincidencia en la identificación bacteriana 

utilizando ambos iniciadores, exceptuando una cepa (IS6) que fue identificada como 

Bacillus simplex según el iniciador 16S y como Pantoea agglomerans según el iniciador 

Com. 

 

2. Se realizó el perfil de las huellas genéticas por eric- y rep-PCR para las levaduras y los 

hongos filamentos. Para los hongos, en general, se observó una mayor y mejor respuesta 

para los iniciadores eric que para los iniciadores rep. A nivel de las levaduras, fue posible 

diferenciar dos grupos de Rhodotorulas y existe la posibilidad de un tercer grupo u 

haplotipo (aislado 17, Rhodotorula glutinis por API) utilizando la técnica de eric-PCR. No 

fue posible amplificar ni por eric ni por rep a las cepas de Aureobasidum pullulans bajo las 

condiciones probadas. A nivel de los hongos filamentos, solo se obtuvieron resultados 

claros para los generos Cladosporium y Fusarium. Para estos últimos, el análisis de sus 

huellas genómicas (rep- y eric-PCR) indico que si existen diferencias entre los diferentes 

aislados del genero Fusarium. Lo anterior fue corroborado a través del análisis del 

polimorfismo de su secuencia ribosomal. 
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3. Se observó una relación específica entre la ocurrencia de algunos grupos microbianos y 

el punto de muestreo. De esta forma, géneros de hongos filamentosos como Mucor y 

Cladosporium, se localizaron en los puntos II y III de los muestreados, al igual que 

Pestalotiosis, Epicoccum, Aspergillus y Penicillum; todos estos géneros han sido 

mencionados por diversos autores como responsables de procesos de biodeterioro en 

edificios o monumentos históricos. Las levaduras identificadas (Rhodotorula y 

Aureobasidium) fueron aisladas únicamente en el punto III. Estos géneros han sido aislados 

de monumentos históricos con anterioridad y se ha mencionado su participación en 

procesos de formación de costras que afectan estéticamente los edificios, pinturas y 

esculturas pertenecientes al patrimonio cultural. 

Con respecto a las bacterias aisladas, algunos generos como B. subtilis, B. cereus y B. 

Pumilus se encuentran presentes en las diferentes biopelículas muestreadas en los puntos 

I, II y III. Algunas otras especies relacionadas como B. simplex, B. psichrodurans, B. 

megaterium, B. microbacterium y Oceanobacillus sp. se encuentran distribuidos 

fundamentalmente en las biopelículas ubicadas en los puntos II y III. Diversos autores han 

reportado el aislamiento de estos géneros en monumentos históricos, y se ha relacionado a 

algunos de estos géneros con la producción de ácidos que contribuyen al biodetrioro.  

 

4. El potencial biotecnológico de las bacterias aisladas se determinó de forma secuencial, 

primero evaluando su potencial formador de biopelículas, posteriormente su actividad 

acidificante a través de la prueba de ureasa y finalmente su potencial para la 

bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio. Derivado de estos análisis fue posible 

concluir que los microorganismos tuvieron diferentes comportamientos de acuerdo a la 

prueba realizada. Particularmente, el género Bacillus fue el que presentó mejor capacidad 

formadora de biopelícula y bioprecipitante. Aunque otro género Pantoea agglomerans 

también tuvo buenos rendimientos. Algunas cepas como la 21 (P. agglomerans) son 

capaces de crecer tanto en medio líquido en tubos y en micro placas, sin que exista 

correlación entre el crecimiento en tubo o micro placa con formar biopelículas. Esto podría 

estar indicándonos el papel diferenciado que juega cada microorganismo en la comunidad 

denominada biopelícula.  

Los aislados mejores formadoras de biopelículas resultaron ser: IS16 (Bacillus subtilis), 

IIS15a (Bacillus cereus) y IIIS10 (Bacillus subtilis). Observándose para estos aislados un 84 

% de coincidencia a 24 y 48 horas de incubación y estimulación en el crecimiento y 

formación de biopelículas por la adición de azúcar al medio. La cepa 21 (Pantoea 

agglomerans), resultó ser la mejor en cuanto a producción de ureasa. Las cinco mejores 

cepas en cuanto a precipitación de cristales de carbonato de calcio resultaron ser: IIIS4 

(Bacillus megaterium), IS5 (Bacillus subtilis), IIIS9b (Bacillus subtilis), 21 (Pantoea 

agglomerans) y IIIS5 (Bacillus simplex). A los 15 días de incubación todas las cepas 

anteriores sin excepción presentan cristales grandes, de diferentes colores y morfologías 
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diversas sin que estos puedan diferenciarse al menos a simple vista de los cristales 

obtenidos a los 22 días de incubación 

El 80 % de las cepas mejores bioprecipitadoras pertenecen a las biopelículas II y III de los 

puntos muestreados y la mayoría de ellos fueron aislados a partir del punto III que 

corresponde al monumento en el que se observaron visibles signos de deterioro sugiriendo 

para la restauración de los monumentos históricos la estimulación de microorganismos 

autóctonos. 

 

5. Los análisis de difracción de rayos X, nos indican que los cristales vistos por microscopia 

electrónica de barrido y por microscopia de luz, corresponden principalmente a cristales 

de calcita (CaCO3) y aragonita (CaCO3) y en menor proporción a whewellita (CaCO3 H2O). 
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10 RECOMENDACIONES 

 

1. Diversos géneros de hongos filamentosos como Alternaria, Cladosporium, Penicillium 

y Epicoccum han sido mencionados por diversos autores como participantes en 

procesos de biodeterioro y fueron aislados en el presente trabajo y encontrados en 

puntos críticos en donde se observó daños al monumento en el patio del Castillo 

Chapultepec, por lo que se recomienda poner énfasis especial en los mismos. 

Especial interés habrá de ponerse en futuras investigaciones a los géneros Fusarium 

y Pestalotiopsis ya que fueron aislados en los diferentes puntos muestreados sin que 

se tenga hasta el momento una idea clara de su papel en estás superficies urbanas. 

2. Aunque se han sugerido en la literatura, diferentes métodos para la extracción de 

ADN para hongos filamentosos, especial interés se deberá poner en la extracción del 

ADN de muestras de hongos oscuros como Aspergillus niger y Stemphylium, ya que la 

coloración de los mismos influye en la calidad del ADN obtenido y en su 

degradabilidad. 

3. Debido a que se decidió no realizar el rep- y eric-PCR para al caso de los aislados 

bacterianos y considerando los resultados de la identificación por secuenciación, se 

sugiere realizar estas pruebas a futuro a fin de dilucidar las diferencias intra especies 

que existen en casos de Bacillus cereus, Bacillus subtilis, Bacillus simplex entre otros 

de los grupos aislados. 

4. Debido a las diferencias encontradas entre lo observado según morfología y los altos 

valores de similitud reportados según secuencias del GenBank para el caso de 

algunos de los aislados de hongos filamentosos, se sugiere la realización de mayores 

pruebas bioquímicas y microbiológicas a estos grupos de hongos. 

5. Mayores trabajos se requieren realizar en pro de dilucidar en papel de la adición de 

azucares  en la adhesión de los microorganismos durante el proceso de formación de 

biopelículas, ya que durante este trabajo quedó evidenciado que la adición de 

azucares si incrementa la multiplicación de microorganismos totales, pero a las 48 

horas parece no ejercer ningún efecto en lo que a adhesión se refiere. 

6. A efectos de multiplicar la biomasa para las cepas IS16; IIS15a y IIIS10, se 

recomienda utilizar las curvas de calibración de la cinética reportada en este trabajo 

y tomar esta información como referencia para la multiplicación a mayor escala a 

nivel de reactor. 

7. Los resultados de la prueba de ureasa, sugieren que trabajos futuros consideren la 
posible existencia de diversos subtipos bacterianos para una especie determinada, 
por ejemplo Bacillus cereus y Bacillus megaterium, y esto podría requerir la 
realización de un trabajo de biotipificacion de algunos grupos de bacterias que no 
fueron considerados en este trabajo. El hecho de que los aislamientos que resultaron 
ser los mejores bioprecipitadores de carbonato de calcio hayan sido previamente 
aislados de los puntos II y III, sugiere la aplicación del método de estimulación de la 
flora nativa para efectos de remediación y esto es congruente con lo que ha sido 
recomendado por diferentes autores. 
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8. Los resultados de bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio obtenidos en 
este trabajo, conducen a recomendar que en un futuro se deberán considerar las 
dosis de calcio a utilizar (lo cual no era objetivo por ahora) ya que diversos autores 
han comprobado que esta influye en la calidad y cantidad de cristales que se 
obtendrán al final del proceso de bioprecipitación.  

9. Utilizar el material biológico aislado e identificado mediante este trabajo con el 
propósito de desarrollar aplicaciones biotecnológicas como las documentadas o en la 
búsqueda de nuevas aplicaciones, así como en el desarrollo de procesos que 
permitan la biorremediación del patrimonio estructural edificado.  
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12 APÉNDICES 

 

12.1. Apéndice A. Secuencias procesadas para los aislados obtenidos en las diferentes 

biopelículas muestreadas. 

 

Cuadro 17. Secuencias obtenidas para cada uno de los aislados con su código interno para el 

laboratorio, el nombre con el que finalmente se identificó y su correspondiente accesión al GenBank 

Código Gen Bank(Código 

Interno) 

Aislado Identificado como Accesión al GenBank 

Hongos filamentosos identificados con iniciador 26S 

 

CBG_II6CCH (II6) Mucor hiemalis f. 

hiemalis 

HQ018877 

CBG_III12CCH (III12) Mucor hiemalis f. 

hiemalis 

HQ018878 

CBG_III9CCH (III9) Leptosphaerulina 

australis 

HQ018879 

CBG_III13CCH (III13) Mucor hiemalis f. 

hiemalis 

HQ026777 

CBG_I11CCH (I11) Phomas sp HQ026778 

CBG_T21CCH (T21) Trichoderma harzianum HQ026779 

CBG_II2CCH (II2) Trichoderma viride HQ026780 

CBG_II8CCH (II8) Trichoderma atroviride HQ026781 

CBG_III16CCH (III16) Pestalotiopsis sp. HQ026782 

CBG_II1CCH (II1) Fusarium sp. HQ026783 

CBG_I2CCH (I2) Fusarium sp. HQ026784 

CBG_T11CCH (T11) Fusarium sp. HQ026807 

CBG_II4CCH (II4) Fusarium sp. HQ026785 

CBG_I9CCH (I9) Fusarium sp. HQ026786 

CBG_III1CCH (III1) Fusarium sp. HQ026787 

CBG_T12CCH (T12) Fusarium sp. HQ026788 

CBG_I7CCH (I7) Fusarium sp. HQ026789 

CBG_I13CCH (I13) Fusarium sp. HQ026790 

CBG_I10CCH (I10) Fusarium sp. HQ026791 

CBG_T23CCH (T23) Fusarium solani HQ026792 

CBG_III2CCH (III2) Cladosporium sp. HQ026793 

CBG_III3CCH (III3) Cladosporium sp. HQ026794 

CBG_III5CCH (III5) Cladosporium sp. HQ026795 

CBG_III11CCH (III11) Aspergillus fumigatus HQ026796 

CBG_T22CCH (T22) Aspergillus niger HQ026797 

CBG_I1CCH (I1) Alternaria sp. HQ026798 

CBG_III10CCH (III10) Alternaria tenuissima HQ026799 

CBG_III6CCH (III6) Penicillium sp. HQ026806 

   

Hongos levaduriformes identificadas con iniciador 26S 

 
CBG_11CCH (11) Aureobasidium pullulans HQ026800 

CBG_15CCH (15) Rhodotorula dairenensis HQ026801 
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CBG_16CCH (16) Rhodotorula dairenensis HQ026802 

CBG_17CCH (17) Rhodotorula sp. HQ026803 

CBG_18CCH (18) Rhodotorula mucilaginosa HQ026804 

CBG_19CCH (19) Rhodotorula mucilaginosa HQ026805 

 

Bacterias identificadas por iniciador 16S. 

 

CCH_CBGLBI1S (IS7) Kocuria sp. JF899593 

CCH_CBGLBI2S (IS8) Bacillus pumilus JF899594 

CCH_CBGLBI17S (IIS10) Bacillus pumilus JF909566 

CCH_CBGLBI26S (IIS7) Bacillus pumilus JF909571 

CCH_CBGLBI27S (IIS9) Bacillus pumilus JF909572 

CCH_CBGLBI29S (IIS2) Bacillus pumilus JF909574 

CCH_CBGLBI7S (IIS17) Bacillus cereus JF909560 

CCH_CBGLBI12S (IIIS9a) Bacillus cereus JF909561 

CCH_CBGLBI14S (IIS15a) Bacillus cereus JF909563 

CCH_CBGLBI21S (IIS11) Bacillus cereus JF909568 

CCH_CBGLBI33S (IS12) Bacillus cereus JF909577 

CCH_CBGLBI4S (IIIS2) Bacillus subtilis JF909558 

CCH_CBGLBI16S (IS16) Bacillus subtilis JF909565 

CCH_CBGLBI28S (IS3) Bacillus subtilis JF909573 

CCH_CBGLBI32S (IIIS10) Bacillus subtilis JF909576 

CCH_CBGLBI35S (IIIS9b) Bacillus subtilis JF909579 

CCH_CBGLBI6S (IS6) Bacillus simplex JF909559 

CCH_CBGLBI13IIS (IIIS5) Bacillus simplex JF909562 

CCH_CBGLBI20S (IIS3) Bacillus simplex JF909567 

CCH_CBGLBI24S (IIS12) Bacillus simplex JF909570 

CCH_CBGLBIPS (31) Bacillus simplex JF909580 

CCH_CBGLBIQS (32) Bacillus simplex JF909581 

CCH_CBGLBI3S (IS4) Bacillus sp. JF899595 

CCH_CBGLBI15S (IS5) Bacillus sp. JF909564 

CCH_CBGLBI23S (IIS5) Bacillus sp. JF909569 

CCH_CBGLBI30S (IIIS4) Bacillus megaterium JF909575 

CCH_CBGLBI34S (IIS1) Bacillus psychrodurans JF909578 

CCH_CBGLBI11S (IS1) Pseudomonas sp. JF909582 

CCH_CBGLBI19S (IS17a) Pseudomonas sp. JF909583 

CCH_CBGLBI22S (IS10) Pseudomonas sp. JF909584 

CCH_CBGLBI36S (IIS19a) Brevundimonas sp. JF909586 

CCH_CBGLBI38S (IS2) Arthrobacter sp. JF909587 

CCH_CBGLBI40S (IIIS9) Arthrobacter sp. JF909588 

CCH_CBGLBI39S (IIS16a) Microbacterium sp. JF909589 

CCH_CBGLBI42S (IIS16) Microbacterium sp. JF909590 

CCH_CBGLBI44S (IIIS6) Oceanobacillus sp. JF909591 

CCH_CBGLBIBS (27) Stenotrophomonas sp. JF909592 

CCH_CBGLBIJS (33) Staphylococcus saprophyticus JF909593 

CCH_CBGLBIRS (21) Pantoea agglomerans JF909594 

CCH_CBGLBI25S (IIS4) Pantoea agglomerans JF909585 

   

Bacterias identificadas por iniciador Com. 

 

CCH_CBGLBI1C (IS7) Kocuria sp. JN107760 

CCH_CBGLBI2C (IS8) Bacillus pumilus JN107761 
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CCH_CBGLBI9C (IS15) Bacillus pumilus JN107764 

CCH_CBGLBI17C (IIS10) Bacillus pumilus JN107771 

CCH_CBGLBI27C (IIS9) Bacillus pumilus JN107776 

CCH_CBGLBI29C (IIS2) Bacillus pumilus JN107778 

CCH_CBGLBIFC (13) Bacillus pumilus JN107786 

CCH_CBGLBI12CI (IIIS9a) Bacillus cereus JN107766 

CCH_CBGLBI14C (IIS15a) Bacillus cereus JN107768 

CCH_CBGLBI7C (IIS17) Bacillus cereus JN107763 

CCH_CBGLBI18C (IS9) Bacillus cereus JN107772 

CCH_CBGLBI33C (IS12) Bacillus cereus JN107781 

CCH_CBGLBIEC (25) Bacillus cereus JN107785 

CCH_CBGLBI15C (IS5) Bacillus subtilis JN107769 

CCH_CBGLBI16C (IS16) Bacillus subtilis JN107770 

CCH_CBGLBI3C (IS4) Bacillus subtilis JN107762 

CCH_CBGLBI10C (IIS15r) Bacillus subtilis JN107765 

CCH_CBGLBI28C (IS3) Bacillus subtilis JN107777 

CCH_CBGLBI32C (IIIS10) Bacillus subtilis JN107780 

CCH_CBGLBI35C (IIIS9b) Bacillus subtilis JN107783 

CCH_CBGLBICC (36) Bacillus subtilis JN107784 

CCH_CBGLBI13C (IIIS5) Bacillus sp. JN107767 

CCH_CBGLBI20C (IIS3) Bacillus sp. JN107773 

CCH_CBGLBI24C (IIS12) Bacillus sp. JN107774 

CCH_CBGLBIBC (27) Bacillus sp. JN107775 

CCH_CBGLBIPC (31) Bacillus sp. JN107787 

CCH_CBGLBIQC (32) Bacillus sp. JN107788 

CCH_CBGLBI30C (IIIS4) Bacillus megaterium JN107779 

CCH_CBGLBI34C (IIS1) Bacillus psychrodurans JN107782 

CCH_CBGLBI11C (IS1) Pseudomonas sp. JN107792 

CCH_CBGLBI19C (IS17a) Pseudomonas sp. JN107793 

CCH_CBGLBI41C (IS17) Pseudomonas sp. JN107794 

CCH_CBGLBI37C (IIS8) Curtobacterium sp. JN107795 

CCH_CBGLBI38C (IS2) Arthrobacter sp. JN107796 

CCH_CBGLBI40C (IIIS9) Arthrobacter sp. JN107797 

CCH_CBGLBI45C (IIIS3) Arthrobacter sp. JN107798 

CCH_CBGLBI44C (IIIS6) Oceanobacillus sp. JN107799 

CCH_CBGLBIRC (21) Pantoea agglomerans JN107800 

CCH_CBGLBI5C (IS14) Pantoea agglomerans JN107789 

CCH_CBGLBI6C (IS6) Pantoea agglomerans JN107790 

CCH_CBGLBI25C (IIS4) Pantoea agglomerans JN107791 

CCH_CBGLBI1S (IS7): Secuenciada con el iniciador 16S. 

CCH_CBGLBI1C (IS7): Secuenciada con el iniciador Com. 
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12.2. Apéndice B. Fotografías de los aislados puros, del proceso de identificación de hongos y 

bacterias y de la bioprecipitación de cristales de carbonato de calcio por parte de los aislados 

bacterianos. 

 

Figura 42. Hongos filamentosos pertenecientes a los géneros Mucor, Trichoderma y Cladosporium. 

AI-A3. Mucor hiemalis, BI. Trichoderma viride, BII. Trichoderma harzianum, B.III. Trichoderma 

atroviride, CI-CIII. Cladosporium sp. 

 

Figura 43. Hongos filamentosos pertenecientes al género Fusarium. AI-A3. Fusarium sp, BI-BIII. 

Fusarium sp, CI-CIII. Fusarium sp. 
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Figura 44. Hongos filamentosos pertenecientes a los géneros Alternaria, Aspergillus y Stemphylium. 

AI. Alternaria tenuissima, AII. Alternaria sp., AIII. Aspergillus fumigatus, BI. Aspergillus niger, BII-B.III. 

Stemphylium sp, CI-CIII. Stemphylium sp. 

 

Figura 45. Hongos filamentosos pertenecientes a los géneros Fusarium, Penicillium, Epicoccum, 

Pestalotiopsis, Phomopsis, Streptomiceto y Helicosporium. AI. Fusarium sp., AII. Fusarium solani, AIII. 

Penicillium sp., BI. Epicoccum sp., BII. Pestalotiopsis sp, B.III. Phomopsis sp., CI y CII. Streptomiceto sp., 

CIII. Helisosporium sp. 
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Las figuras 42-45, nos dan una imagen de los diferentes aislados de hongos filamentosos 

que se obtuvieron durante el desarrollo de este trabajo. Con muchos de los aislados 

pertenecientes a la figura 45, como Pestalotiposis, Steptomicetos y Helocosporium, no se 

llego a obtener la identidad por secuencia y por ello no fueron incluidos en etapas 

posteriores del estudio. El potencial biotecnológico de las diferentes especies obtenidas, se 

podría aun incrementar con el desarrollo de futuros trabajos tendientes a identificar 

molecularmente esos aislados.  

 

Figura 46. Hongos crecidos a pH 5.6, 48 y 72 horas de incubación. AI, BI. Trichoderma harzianum, 

AII, BII. Fusarium sp. , AIII, BIII. Alternaria sp. , AIV, BIV. Mucor hiemalis (48 y 72 horas). Esporas (D). 

DI. Trichoderma harzianum (72), DII. Fusarium sp. (120), DIII. Alternaria sp. (160), DIV. Mucor 

hiemalis (96). CI-EI. Trichoderma harzianum, CII-EII. Fusarium sp, CIII-EIII. Alternaria sp. , CIV-EIV. 

Mucor hiemalis (96 horas) (reverso y frente de la placa para todos). 
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Figura 47. Hongos crecidos a pH 5.6, 48 y 72 horas de incubación AI, BI. Cladosporium sp, AII, BII. 

Fusarium sp , AIII, BIII. Alternaria tenuissima, AIV, BIV. Phomas exigua (48 y 72 horas). Esporas (D). 

DI. Cladosporium sp (120), DII. Fusarium sp (144), DIII. Alternaria tenuissima (96), DIV. Phoma 

exigua (240). CI-EI. Cladosporium sp, CII-EII. Fusarium sp, CIII-EIII. Alternaria tenuissima , CIV-EIV. 

Phoma exigua (96 horas) (reverso y frente de la placa) 

 

Las figuras 46 y 47 nos dan una idea rápida del trabajo realizado, en este caso para el pH 

5.6, para recabar toda la información correspondiente a la morfología de los hongos 

filamentosos, cuya información se presentó detallada en el cuadro 3. El mismo trabajo se 

realizó para pH como: 3.6, 7.6 y 9.6. 
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Figura 48. Prueba Gram para los aislados correspondientes al punto I.A, E, F, I. IS4, IS5, IS16, IS3. 

Bacillus subtilis; B. IS12 Bacillus cereus; C. IS6 Pantoea agglomerans; D, G, H . IS1, IS17, IS17a. 

Pseudomona sp; J. IS8 Bacillus pumilus; K. IS2 Arthrobacter sp y L. Biopelicula localizada en el punto 

I. 

 

Figura 49. Prueba Gram para los aislados correspondientes al punto II.A, E. IIS17, IIS15a. Bacillus 

cereus; B, F, I. IIS10, IIS9, IIS2. Bacillus pumilus; C, G. IIS3, IIS12. Bacillus simplex; D. 27 
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Stenotrophomonas sp .; H. Bacillus psychrodurans; J, K. IIS4, 21. Pantoea agglomerans y L. Biopelicula 

con signos de biomineralizacion encontrada en el punto II. 

 

Las figuras 48 y 49 nos permiten ver la Gram variabilidad de los aislados obtenidos, al 

mismo tiempo que nos permiten tener una idea clara del tipo de microorganismo 

predominante en cada uno de los puntos muestreados.  

 

 

Figura 50. Cristales de carbonato de calcio a los 3,5 y 7 días respectivamente para las cepas que 

aportaron los mejores resultados en formación de biopelículas. AI.Control sin inocular, BI, CI y 

DI.Cepa IS16 (Bacillus subtilis) a los 3, 5 y 7 días. AII. Control sin inocular, BII, CII y DII. Cepa IIS15a 

(Bacillus cereus) a los 3, 5 y 7 días. AIII. Control sin inocular, BIII, CIII y DIII Cepa IIIS10 (Bacillus 

subtilis) a los 3, 5 y 7 días.  
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Figura 51. Cristales de carbonato de calcio a los 3, 5 y 7 días respectivamente para las cepas que 

aportaron los mejores resultados en bioprecipitación. AI.Control sin inocular, BI, CI y DI.Cepa IIIS4 

(Bacillus megaterium) a los 3, 5 y 7 días. AII. Control sin inocular, BII, CII y DII. Cepa IIIS5 (Bacillus 

simplex) a los 3, 5 y 7 días. AIII. Control sin inocular, BIII, CIII y DIII. Cepa IIIS9b (Bacillus subtilis) a 

los 3, 5 y 7 días.  
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Figura 52. Cristales de carbonato de calcio a los 3, 5 y 7 días respectivamente para las cepas que 

aportaron los mejores resultados en bioprecipitación. AI.Control sin inocular, AII-AIV. Cepa IS5 

(Bacillus subtilis) a los 3, 5 y 7 días. BI. Control sin inocular, BII-BIV. Cepa 21 (Pantoea agglomerans) 

a los 3, 5 y 7 días.  

 

Las figuras 50, 51 y 52, complementan la información planteada en el cuerpo del trabajo, 

en el cual se planteó que los cristales formados a los 15 y 22 días respectivamente para los 

tres aislados que resultaron ser los mejores formadores de biopelículas (Figura 39) y para 

los cinco aislados que resultaron ser los mejores en cuanto a bioprecipitación de cristales 

de carbonato de calcio. De aquí que las figuras 50, 51 y 52, presenten los resultados para la 

formación de cristales a los 3, 5 y 7 días, respectivamente. 
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12.3. Apéndice C. Artículos elaborados a partir de la información generada por esta 

investigación.  

12.3.1 Aislamiento e identificación de microorganismos en biopelículas provenientes del 

Castillo de Chapultepec, Ciudad de México. 

 

Por: L.Páramo Aguilera, J. Narváez Zapata y E. De la Cruz. 

Aceptado y publicado en la revista científica Nexo.24:83-91. Número 2. Diciembre 2011. 

 

12.3.2 Culturable fungi associated with urban stone surfaces in Mexico City 

 

Por: Páramo-Aguilera Leandro, Ortega-Morales Benjamín O and Narváez-Zapata José A. 

Sometido a Journal Electronic Biotechnology y aceptado en correciones menores. 

 

12.3.3 Molecular diversity and biogeochemical activity potential of heterotrophic epilithic 

microflora 

 

Por: Paramo-Aguilera, L.A; Ortega-Morales B.O., and Narváez-Zapata, J.A 

Aun en proceso de corrección y por someter. 
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13. GLOSARIO 

 

ADN. Acido Desoxirribonucleico: ácido nucléico formado por nucleótidos en los que el 

azúcar es desoxirribosa, y las bases nitrogenadas son adenina, timina, citosina y guanina. 

Excepto en los retrovirus que tienen ARN, el ADN codifica la información para la 

reproducción y funcionamiento de las células y para la replicación de la propia molécula de 

ADN. Representa la copia de seguridad o depósito de la información genética primaria, que 

en las células eucarióticas está confinada en la caja fuerte del núcleo. 

Acido nucléico. Biomolécula formada por macropolímeros de nucleótidos, o 

polinucleótidos. Está presente en todas las células y constituye la base material de la 

herencia que se transmite de una a otra generación. Existen dos tipos, el ácido 

desoxirribonucleico (ADN) y el ácido ribonucléico (ARN). 

Amortiguador. Soluciones de sustancias químicas que regulan la cantidad de iones de 

hidrógeno. 

Bioedit. Es un programa informático de secuencias el cual permite la manipulación y 

análisis de múltiples secuencias y contiene aplicaciones que facilitan su alineamiento. 

Biopelícula. Es un ecosistema microbiano organizado, conformado por uno o varios 

microorganismos asociados a una superficie viva o inerte, con características funcionales y 

estructuras complejas. 

BLAST. Es un programa informático que emplea un algoritmo heurístico lleva a cabo un 

alineamiento de secuencias de tipo local, ya sea de ADN o de proteínas. El programa es 

capaz de comparar una secuencia problema (también denominada en la literatura 

secuencia query) contra una gran cantidad de secuencias que se encuentren en una base de 

datos. 

Dendrograma. Tipo de representación gráfica o diagrama de datos en forma de árbol 

(Dendro=árbol) que organiza los datos en subcategorías que se van dividiendo en otros  

hasta llegar al nivel de detalle deseado (asemejándose a las ramas de un árbol que se van 

dividiendo en otras sucesivamente). 

Electroforesis. Migración de partículas a través de una matriz polimérica bajo un 

gradiente de campo eléctrico. 

Electroforesis en geles de agarosa. Se lleva a cabo en un gel de agarosa y se emplea para 

separar moléculas de ADN de entre 100 y 50kb en longitud. La migración del ADN en geles 

de agarosa depende de su tamaño y de la forma o arreglo de las moléculas. 
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Mega 4. Es una herramienta para trabajar con el alineamiento de secuencias manual y 

automáticamente para la realización de arboles filogenéticos empleando secuencias de las 

bases de datos, también estima rangos de evolución molecular y examinando las hipótesis 

evolutivas. 

Monumento. Es toda obra, preferentemente arquitectónica, de justificado valor artístico, 

histórico o social. 

Pares de bases. Dos nucleótidos opuestos y complementarios en las cadenas de ADN y 

ARN que están conectadas por puentes de hidrógeno. 

PCR. Reacción en Cadena de la Polimerasa. Técnica de análisis del genoma mediante la 

amplificación ilimitada de porciones específicas del ADN. Es un método de amplificación 

exponencial del ADN por la intervención de una enzima termoestable, la Taq polimerasa, 

inventado por el norteamericano Kary Mullis en 1985. 

Secuencia de ADN. Orden de encadenamiento de las bases nitrogenadas de los nucleótidos 

que constituyen el ADN y que cifra toda la información genética. Cuando es codificante 

(exón), define el orden de los aminoácidos que forman la proteína correspondiente. 

Taq ADN polimerasa. Es una enzima que se extrae de la bacteria Thermus aquaticus para 

la replicación del ADN, es ampliamente utilizada por sus propiedades de termo resistencia 

en las reacciones de PCR. 

OTU. Unidad Taxonómica Operativa, Son las unidades a clasificar. Actualmente existen 

numerosas especies procariotas descriptas formalmente, sin embargo, aun no existe un 

consenso en la sistemática bacteriana para definir la unidad biológica fundamental de 

diversidad. En consecuencia, la mayoría de los trabajos microbiológicos basados en 

técnicas moleculares adoptan el concepto de “unidad taxonómica operativa” (OTU) para 

definir los taxones bacterianos de manera pragmática. 

Tm. La temperatura de fusión, Tm, es la temperatura a la que la mitad de las moléculas 

complementarias se encuentran unidas. La Tm puede calcularse manualmente, siguiendo 

la regla de 2/4°C pero es mejor calcularla basándose en las propiedades termodinámicas 

de los pares de dinucleosidos 

REP. (Repetitive Extragenic Palindromic) consiste de una secuencia repetida invertida de 

33 bp altamente conservadas que está presente en alrededor de 500 copias dispersas 

alrededor de los cromosomas tanto en Escherichia coli como en Salmonella typhymurium 

(Ster et al., 1984; Gilson et al., 1984) 

ERIC. (Enterobacterial Repetitive Intergenic Consensus) está integrada por 126 bp de 

longitud y no tiene similitud de secuencia con las secuencias rep, sin embargo, algunas de 

las características de las secuencias eric y rep son similares y ellas pueden ser mantenidas 

en el genoma bacteriano por mecanismos similares (Hulton et al., 1991) 
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Bootstrap. También llamada estimación de Monte Carlo es un método de re muestreo no 

paramétrico propuesto por Bradley Efron en 1979. La idea central de este método es 

simple; dada una muestra aleatoria con n observaciones dicha muestra es tratada como si 

fuera toda la población de las cuál extraeremos B muestras con re emplazamiento. 

Dot. Representa la identidad nucleotídica al detenerse la secuencia consenso. 

Cebador o iniciador. Pequeña cadena de nucleótidos a partir de la cual la ADN polimerasa 

inicia la síntesis de una molécula nueva de ADN. 

Clados. En biología, se llama clado a cada una de las ramas del árbol filogenético propuesto 

para agrupar a los seres vivos. Por consiguiente, un clado se interpreta como un conjunto 

de especies emparentadas (con un antepasado común). 

Bioprecipitación. Acción de depositarse en el fondo de un recipiente la parte sólida que 

está suspendida en el líquido de una disolución, entonces la bioprecipitación se refiere a la 

realización de esta función por parte de organismos vivos.  

Prueba de ureasa. Determina la capacidad de un organismo de desdoblar la urea 

formando dos moléculas de amoniaco por acción del enzima ureasa. Esta actividad 

enzimática es característica de todas las especies de Proteus y se usa sobre todo para 

diferenciar este género de otras enterobacterias que dan negativo o positivo retardado. 

Difracción de Rayos X. Está basada en las interferencias ópticas que se producen cuando 

una radiación monocromática atraviesa una rendija de espesor comparable a la longitud de 

onda de la radiación. Los Rayos X tienen longitudes de onda de Angstroms, del mismo 

orden que las distancias interatómicas de los componentes de las redes cristalinas. Al ser 

irradiados sobre la muestra a analizar, los Rayos X se difractan con ángulos que dependen 

de las distancias interatómicas. El método analítico del Polvo al Azar o de Debye-Scherrer 

consiste en irradiar con Rayos X sobre una muestra formada por multitud de cristales 

colocados al azar en todas las direcciones posibles. Para ello es aplicable la Ley de Bragg: 

nλ = 2d . senθ, en la que “d” es la distancia entre los planos interatómicos que producen la 

difracción. 

Microscopia Electrónica de Barrido. El Microscopio electrónico de barrido o SEM 

(Scanning Electron Microscope), es aquel que utiliza un haz de electrones en lugar de un 

haz de luz para formar una imagen. Tiene una gran profundidad de campo, la cual permite 

que se enfoque a la vez una gran parte de la muestra. También produce imágenes de alta 

resolución, que significa que características espacialmente cercanas en la muestra pueden 

ser examinadas a una alta magnificación 

Espectrograma. Representación visual de las variaciones de la frecuencia en el eje 

vertical, y de la intensidad mediante los niveles de colores o grises del sonido que se está 

representando a lo largo del tiempo que se representa en el eje horizontal. 

http://ciencia.glosario.net/agricultura/cadena-10728.html
http://salud.glosario.net/terminos-medicos-de-enfermedades/adn-2740.html
http://salud.glosario.net/terminos-medicos-de-enfermedades/s%EDntesis-2988.html
http://energia.glosario.net/terminos-petroleo/mol%E9cula-1996.html
http://es.wikipedia.org/wiki/Biolog%C3%ADa
http://es.wikipedia.org/wiki/%C3%81rbol_filogen%C3%A9tico
http://es.wikipedia.org/wiki/Ser_vivo
http://es.wikipedia.org/wiki/Antepasado_com%C3%BAn
http://es.wikipedia.org/wiki/Electrones
http://es.wikipedia.org/wiki/Luz
http://es.wikipedia.org/wiki/Profundidad_de_campo
http://es.wikipedia.org/wiki/Alta_resoluci%C3%B3n
http://es.wikipedia.org/wiki/Alta_resoluci%C3%B3n
http://es.wikipedia.org/wiki/Alta_resoluci%C3%B3n
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Calcita, aragonita y whewellita. Los carbonatos de calcio, producto de la cristalización en 

fluidos sobresaturados con iones de calcio, pueden adoptar diferencias en las estructuras 

de sus cristales, en otras palabras, mantienen sus átomos componentes, aunque sus 

distribuciones espaciales difieren significativamente. Básicamente se clasifican en dos 

formas distintas: calcita y aragonita (CaCO3). La whewellita (oxalato de calcio) es un 

biomineral de calcio que cristaliza en las células de las plantas 

Biocontrol. El control biológico es un método de control de plagas, enfermedades y 

malezas que consiste en utilizar organismos vivos con objeto de controlar las poblaciones 

de otro organismo. 

Bioestimulantes. Formulados para estimular a la planta de forma específica en cada 

momento. Permiten provocar cambios fisiológicos en el momento adecuado según las 

necesidades. 

Biodeterioro. Es un fenómeno complejo que implica alteraciones de las propiedades 

físico-químicas y mecánicas del material por acción de organismos biológicos. A ello hay 

que añadir las modificaciones del aspecto estético que se producen en los objetos 

afectados. La intensidad de las alteraciones, se produce en función de los componentes de 

los soportes y de las condiciones ambientales. 

Matriz EPS. Sustancias poliméricas extracelulares asociadas, sirven como un punto de 

inicio útil para investigar como las moléculas orgánicas influencian los procesos de 

precipitación 

 

http://es.wikipedia.org/wiki/Plaga
http://es.wikipedia.org/wiki/Enfermedad
http://es.wikipedia.org/wiki/Maleza

