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matrícula 2173027615, concluyó con el proyecto de servicio social "Caracterización de biosurfactantes
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Biotecnología y Microbiología Ambiental de la Universidad Autónoma Metropolitana, Unidad Lerma,

ubicada en Av. de las Garzas #10, colonia El panteón, CP.52005 Lerma de Villada, Méx., en el periodo

comprendido del 28 de febrero al 30 de septiembre de 2022, cubriendo un total de 480 horas.

Durante su estancia en el laboratorio se evaluó el desempeño de la alumna mediante el cumplimiento de

los objetivos mismos que fueron alcanzados. Le agradezco de antemano su atención a la presente y le

envío un cordial saludo.
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INTRODUCCIÓN
En los últimos años, los hidrocarburos han generado una deposición mayor de contaminantes sobre
la superficie oceánica, lo que conduce al aumento drástico y grave del ambiente marino (King et al.,
2019). La penetración en el suelo de hidrocarburos (benceno, tolueno, diésel, poliaromáticos, etc.)
día con día aumenta, haciendo que la remediación de aguas y suelos sea una problemática de
carácter apremiante, como lo señalan Raiger y López (2009).

Las investigaciones advierten que es necesario aumentar la biodisponibilidad de los hidrocarburos
agregando surfactantes, sin embargo, el uso de estos agrega un contaminante extra, por ello es
importante y conveniente dar paso al empleo de biosurfactantes puesto que resuelve la problemática
del impacto negativo a los ecosistemas y a la salud de los seres vivos, al ser producidos por diversos
microorganismos, y al ser biodegradables (Amani et al., 2013). Además, cubriría de forma amigable
la demanda prevista para el 2050 de 18 millones de toneladas de surfactantes, estimación dada
debido al crecimiento de los estándares de higiene en el mundo (Álvarez, 2014).

La importancia de los biosurfactanes radica en la descontaminación de ambientes marinos, así como
su empleo amigable con el planeta, por ello es imprescindible la investigación de metabolitos
derivados de bacterias biocontroladoras que se encuentran a nuestro alcance, en este caso el Rio
Lerma es un importante nicho de bacterias que cumplen con esta función (Bojórquez, 2010).

En la presente investigación se desarrolló una caracterización del biosurfactante Orfamida A, la
investigación se realizó desde la purificación de la cepa 2-2 de Pseudomonas protegens proveniente
de un consorcio obtenido del Rio Lerma, hasta la generación de la cinética microbiana donde se
encontró el punto de mayor emulsión de biosurfactante-diésel que se relacionó con la mayor
producción de biosurfactante en el medio.

Se obtuvieron características cualitativas y cuantitativas del biosurfactante mediante diferentes
técnicas de cribado y con base en la metodología aprobada de caracterización. Así mismo, se pudo
identificar la naturaleza del compuesto, y la purificación de la orfamida A, con esto, se obtuvo
información valiosa de las cualidades de la bacteria, así como de las propiedades de degradación del
biosurfactante.
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La cuenca alta del Rio Lerma

La cuenca del rio Lerma o bien, la Cuenca Alta del Río Lerma, se ubica en la zona centro y
norponiente del Estado de México (Gobierno del Estado de México, 2018) en los valles de Toluca e
Ixtlahuaca, lo que representa el 24% del territorio estatal donde se sitúan 33 municipios del Edo. de
México; la Cuenca Alta del Río Lerma (CARL) pertenece a la región hidrológica RH12 – Santiago
y genera un caudal de 5.12 m3/s de aguas residuales; un gran porcentaje se capta en los
alcantarillados, el 0.45 m3/s se disponen a través de fosas sépticas y lo demás se dirige hacia los
canales, arroyos, y hacia el Río Lerma, el cual representa la principal corriente de agua de la cuenca,
y cuya longitud supera 700 km, mismo que desemboca en el océano pacífico, y es alimentado por
manantiales que han dado lugar a lagos, ciénagas y manantiales de bajo caudal en sus alrededores.
(INEGI, 2019), así mismo, el Río Lerma es el colector general de la cuenca cuyo cauce se origina
en la laguna de Almoloya, Estado de México, con coordenadas geográficas de 19º 09' 00 latitud
norte y 99º 29' 00 longitud oeste, y termina al desembocar en el lago de Chapala, ubicado en las
coordenadas geográficas de 20º 14' 14'' latitud norte y 102º 37' 26'' longitud oeste (DOF, 1996).

El clima dominante en la cuenca es subtropical lluvioso, le sigue un subhúmedo árido, y en
pequeñas regiones se encuentran clima templado subhúmedo, la temperatura en las que oscila todo
el año van de los 24° a los 32° C, a diferencia de la parte del alto Lerma las temperaturas durante
todo el año se encuentran entre los 5 y los 15 °C. Así mismo, la cuenca tiene una precipitación
media anual de 730 mm, las lluvias más importantes ocurren en agosto y septiembre (Aparicio,
2001). Sin embargo, el 64% del total de las aguas residuales que desembocan en el Río Lerma no
reciben tratamiento alguno, además, el volcán Xinantécatl o Nevado de Toluca ubicado en la Ciudad
de Toluca (una de las regiones del país con mayor precipitación) cuyas faldas provocan
escurrimiento pluvial que acarrea materiales pétreos, azolvan cauces del Río Lerma, encharcado e
inundando casi 10 municipios de la Cuenca de Lerma. En adición, el 38.5% de la superficie de
hectáreas se encuentran deforestadas, hecho que provoca desertificación del suelo, poca captación
de agua para infiltración, entre otras repercusiones (CAEM, 2020).

De acuerdo con Bojórquez (2010) la composición del Río Lerma es compleja debido a las aguas
residuales provenientes de las diferentes industrias que se encuentran en sus alrededores, de las
cuales el 36.20% someten sus plantas a tratamiento de aguas residuales según datos del Instituto
Mexicano de Tecnología del Agua (2009); entre ellas se encuentra la industria química,
petroquímica, metalurgia entre otras industrias, de tal manera que el río Lerma funciona como un
colector de aguas residuales de uso agrícola, municipal, industrial, etc.

La CARL, según Zarazúa (2013) debido al poco tratamiento de aguas residuales que recibe día con
día, sus sedimentos (donde se han hallado mayores tasas de contaminación) se encuentran
identificados como extremadamente tóxicos, ya que además de la capacidad de asimilación de
desechos, la anoxia, y otras condiciones extremas, han alterado las cadenas tróficas, y fungiendo
únicamente como un espacio donde solo aquellos organismos altamente resistentes puedan
sobrevivir, tal es el caso de los nemátodos, sanguijuelas y el plancton. De esta manera, las
condiciones en las que se encuentra el Río Lerma además de generar estas repercusiones también
alteran la reproducción y el metabolismo de los microorganismos.

De acuerdo con los resultados obtenidos por Carreño y colab. (2017) el sitio comprendido desde
Mezapa hasta Naucalpan, fue aquel donde se presentaron mayores tasas de Carbono Orgánico Total
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(COT), Compuestos Orgánicos Persistentes (COP) y metales, como nitrobenceno, cobre, zinc,
plomo, fenoles, entre otros. De hecho, el mismo estudio concluyó que debido a la alta concentración
de demanda química, y bioquímica de oxígeno, es que los contaminantes y los metales se asocian
para formar compuestos insolubles, y de esta manera depositarse en los sedimentos y elevar su
toxicidad.

Ambiente extremo
Oliart y colaboradores (2014) describen al ambiente extremo como aquel hábitat de los
microorganismos extremófilos, este tipo de ambiente se caracteriza por ser “hostil” para permitir la
supervivencia de los organismos, además de los microorganismo extremófilos que se mencionarán a
continuación, cabe destacar que como resultado de las actividades antropogénicas, también se
considera extremófilos a aquellos que se han adaptado a crecer en ambientes contaminados como
aguas residuales industriales y suelos contaminados caracterizados por la presencia de sustancias
tóxicas como pesticidas, metales pesados etc. Los microorganismos extremófilos se clasifican de
acuerdo a la condición física o química extrema, como termófilos (temperatura óptima > 80° C),
psicófrilos (< 10° C), acidófilos (< 5° C), alcalófilos (> 8° C), halófilos (5 – 30% de sal), osmófilos
(altas presiones osmóticas), radiófilos (altos niveles de radiación), metalófilos (altas
concentraciones de metales pesados), piezófilos o barófilos (altas presiones hidrostáticas), hay
microorganismos que suelen poseer dos o más características mencionadas anteriormente, y en
general son ambientes donde las condiciones fisicoquímicas del ambiente son diferentes a los
valores en los que la vida de muchos organismos es posible (Puopolo et al., 2021).
Los extremófilos poseen diversas funciones biológicas como sintetizar enzimas que permiten
modificaciones bioquímicas que le permiten sobrevivir a temperaturas muy bajas o altas si su
membrana celular contiene ácidos grasos, estas funciones adaptativas extremas como la ya
mencionada (tolerancia a factores fisicoquímicos y biológicos) poseen gran potencial para el
desarrollo sustentable de productos nuevos y/o servicios biotecnológicos con alto valor industrial,
además, gran parte de los metabolitos producidos por extremófilos (extremolitos) han sido de gran
ayuda para su aplicación en las ramas de la biotecnología, en la industria farmacéutica y en varios
giros industriales; estos microorganismos también destacan en biometalurgia y biorremedación así
como en degradación de biomasa para transformarla en recursos listos para ser reutilizados
(Oliart-Ros et al., 2014; Capdevielle et al., 2010; Gallo et al., 2021).

Los microorganismos que habitan en condiciones ambientales con grandes concentraciones de sal y
de materiales oleosos, aunado a temperaturas altas e hidrofobicidad, han actuado como presión
selectiva en microorganismos productores de biosurfactantes, de esta manera los extremófilos han
desarrollado diversas estrategias para proteger la célula ofreciéndole ventaja sobre su ambiente
extremo (Khire, 2010).

Generalidades de los hidrocarburos
Los hidrocarburos son sustancias orgánicas que provienen del petróleo crudo, cuya molécula está
constituida por átomos de H2 y C2, estos pueden ser estar entre estado sólido, líquido y gaseoso, los
cuales son en su mayoría derivados del petróleo, entre los que se encuentran el gas licuado a
presión, gasolinas y naftas, kerosén, diésel, combustóleos etc. (CONUEE, 2022), entre sus
características químicas se destacan su alto peso molecular que varía desde los 16.04 hasta los 900
g/mol, además, el número de combinaciones (isómeros) que se pueden crear hacen que el número
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de hidrocarburos sea infinito, de acuerdo con las bases de datos el número de hidrocarburos excede
de 100 mil, de los cuales menos de 10 mil se han estudiado (Gómez et al., 2000).

Los hidrocarburos pueden identificarse de acuerdo al número de enlaces entre carbonos o de
acuerdo a su estructura, ya sea alifática, cíclica o mixta, por ejemplo los hidrocarburos alifáticos
saturados poseen una fórmula general CnH2n+2 (metano, etano, propano, n-butano, entre otros),
dentro de los alifáticos cabe destacar la presencia de las formas isoméricas como las isoparafinas,
mientras que la fórmula para los no saturados es CnH2n (olefínicos o eilénicos), mismos que no se
encuentran en el petróleo crudo, así mismo, los hidrocarburos cíclicos puede estar constituido
generalmente de seis carbonos, es decir 109° de ángulo normal de unión, entre ellos se encuentran
los hidrocarburos cíclicos saturados tal como el ciclopropano, ciclopentano, ciclohexano etc. y entre
los no saturados se clasifican de acuerdo a cuántos dobles enlaces posean, por último, se encuentran
los hidrocarburos mixtos que se caracterizan por ser moléculas híbridas donde se sustituyen los
ciclos por las cadenas parafínicas, estas combinaciones enriquecen la diversidad entre moléculas, de
hecho, estas moléculas constituyen las fracciones pesadas como el gasóleo, fueloil entre otros
lubricantes (Secretaria de Energía, 2003).

Diésel

Propiedades físicas y químicas
También conocido como gasóleo pertenece a los hidrocarburos líquidos que se obtiene
principalmente de la destilación fraccionada del petróleo a una temperatura entre los 200 y 380° C
(CONUEE, 2022) entre sus características, de acuerdo a la hoja de seguridad de Refinería La
Palmilla (2007) el diésel es una mezcla compleja de hidrocarburos del petróleo con un número de
carbonos en su mayor parte dentro del intervalo de 9 a 20 incluso a 22 C2 (Pitz, 2010), mientras que
su punto de ebullición se presenta alrededor de los 149° C, pero se desconoce específicamente ya
que la destilación se ve interrumpida a los 385° C según la Norma ASTM D-86 (Lorenzo, 2016).

Químicamente, el diésel es una mezcla compleja compuesta por el 75% de hidrocarburos alifáticos
saturados (n-parafinas, isoparafinas y cicloparafinas) y 25% de hidrocarburos aromáticos como los
naftalenos, algunos autores afirman que los compuestos aromáticos (Tabla 1.) pueden llegar a
comprender el 35 % del peso promedio del petrodiésel.

Tabla 1. Compuestos aromáticos en el diésel (Tabla tomada de Flores, 2013)

Monoaromáticos Diaromáticos Triaromáticos Tetraaromáticos Aromáticos de
azufre

Alquilbencenos Naftalenos Fenantrenos Benzopirenos Benzotiofenos
Benzo

Cicloalcanos
Nafto

cicloalcanos
Fenantreno
cicloalcanos

Benzofluorenos Dibenzotiones

Benzodi
cicloalcanos

Fluorenos Crisenos Benzonaftotiofenos

De acuerdo con la CONUEE (2022) existen tres tipos de diésel (A, B y C), el diésel A es el
adecuado para vehículos ya que contiene aditivos para evitar la solidificación de la parafina a bajas
temperaturas, posee elementos que reducen el consumo del mismo y la emisión de contaminantes;
el diésel B es usado para maquinaria agrícola y pesquera, además, presenta menor proceso de
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filtrado y contiene más parafina que el diésel A, por último, el diésel C se utiliza propiamente para
calderas o equipos que generan calor debido a su alta concentración de parafinas y otras impurezas.
El punto de inflamación mínimo tanto del diésel automotriz como el diésel agrícola es de 45° C y
60° C respectivamente, así mismo, el diésel no presenta polimerización, su densidad se encuentra
entre los 0.87 – 0.95 g/ml, en adición, su combustión genera monóxido de carbono, CO2 y otros
gases asfixiantes, irritantes y corrosivos (PEMEX, 2015).

Diésel como contaminante
Según los reportes de Akhbarizadeh y colaboradores (2016), la exposición a hidrocarburos
policíclicos aromáticos (PAHs) puede causar daño a diversos microorganismos y organismos
superiores, puesto que las descargas de aguas residuales industriales, insumos de petróleo, entre
otras fuentes de contaminación, resultan en daños citotóxicos, mutagénicos y cancerígenos. Si bien
el petróleo es utilizado de forma vasta en las industrias (se calcula que el 40% petróleo es utilizado
como principal fuente de energía), el diésel que es una fracción importante del petróleo, al ser
derramado en aguas subterráneas y en cuerpos de agua, persiste por más tiempo y se extiende de
inmediato como una película sobre la superficie, de esta manera, el agua contaminada con diésel es
más tóxica que aquella contaminada con petróleo (Khalid et al, 2021).

Los derrames de diésel involuntarios u ocasionados por negligencia, impactan gravemente a todo
ser vivo que habita en un ecosistema, en el agua por ejemplo, el diésel al formar la ya mencionada
película gruesa en la superficie, bloquea la entrada de la luz solar y corta el suministro de oxígeno,
generando así la muerte de miles de organismos, extinguiendo especies y reduciendo la población
microbiana; muerte que se puede resumir en mecanismos de citotoxicidad estructural y/o celular,
que resultan en apoptosis/necrosis. A pesar de la importancia del petróleo y sus derivados para las
actividades humanas, la demanda de la remediación de estos contaminantes va en aumento, ya que
su fuerte impacto negativo al medio ambiente y al alza en la polución biológica en agua y aire
sugiere el desarrollo y la aplicación de energías más limpias, tecnologías efectivas y accesibles
(Kayode et al, 2008; Morais et al, 2011; Khalid et al, 2021). Por lo anterior, la biorremediación
funciona como una alternativa conveniente para restaurar el medio ambiente contaminado en
conjunto por hidrocarburos aromáticos policíclicos, pesticidas piretroides, bisfenoles, entre otros
hidrocarburos que, de acuerdo con informes recientes, el derrame de estos cada vez es más común,
desde las 21.000 toneladas de diésel derramadas en los ríos del Ártico, hasta las incontables
toneladas provenientes de todo el globo que llegan de principio como contaminación plástica pero
que se degradan  en los océanos a sus componentes originales (Kunal et al., 2021).

Biorremediación
Una de las primeras definiciones de Biorremediación fue establecida por la American Academy of
Microbiology en 1992, donde la definieron como aquel proceso que utiliza organismos vivos o su
catálisis para mejorar la tasa de destrucción de contaminantes, por ello es considerada como un área
de la tecnología de gestión de residuos peligrosos. La biorremediación es en esencia una
recopilación de ciclos orgánicos que utilizan organismos nativos predominantemente bacterias y
hongos, y en menor proporción algas, protozoos, plantas, ecosistemas controlados etc. que, en
condiciones ideales disminuyen la cantidad, nocividad y centralización de contaminantes (Tabla 2.).
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Tabla 2. Clasificación de estrategias de biorremediación según el organismo implicado. Tomado de
(Muthukumaran, 2022).

Organismo biorremediador Estrategia
Algas Ficorremediación

Gérmenes Remediación bacteriana
Biomoléculas derivadas de organismos Biorremediación derivada

Hongos Micorremediación
Microorganismos Biorremediación o Microbiorremediación

Plantas Fitorremediación
Rizosfera Rizoremediación

Así mismo, la biorremediación puede utilizarse junto con otros método físicos y químicos, el
objetivo de utilizarlos simultáneamente según Singh y colaboradores (2021) es crear una interacción
sinérgica que permita la obtención eficiente de biodegradación, sin embargo, es de suma
importancia que la operación sea sostenible a largo plazo, además la investigación y desarrollo del
proceso debe ser abordado desde el punto de vista rendimiento-potencial amenaza tanto al
ecosistema como a la salud humana. Por ello, dependiendo del costo, las características del sitio y la
concentración de contaminantes, la biorremediación se puede llevar a cabo ex situ o in situ; puesto
que, al conocer las características del sitio y la efectividad de la técnica combinada con otros
enfoques (por ejemplo, la microbiorremediación asistida por plantas), se garantiza el éxito de la
misma (Xiong et al, 2022).

En general, la biorremediación se puede clasificar ex situ e in situ en donde incorporan estrategias a
grande y a pequeña escala respectivamente, con lo cual los costos, agravaciones al ambiente y otros
efectos, se ven aumentados o disminuidos de acuerdo con la estrategia utilizada, así mismo, el mero
acto de biodegradación está influenciado por los ejercicios microbianos y con ello, aceleran este
efecto mediante bioestimulación y bioaumentación. La bioestimulación se mejora mediante la
adición de aceptores de electrones, oxígeno etc. que permiten las mejoras del proceso metabólico de
la microflora, mientras que la bioaumentación desarrolla el volumen de un degradador que añade
sociedades microbianas probables que aceleran la expulsión de líquido en fase no acuosa
(Muthukumaran, 2022).

De acuerdo con Litchfield (2005), los antecedentes muestran que el tratamiento de hidrocarburos
están condenados a la biorremediación al ser menos costoso y más eficaz que otros tratamientos, el
cual se centra en el proceso de biorremediación in situ (ISB) que aumenta la cantidad de bacterias
que degradan el petróleo y sus derivados, e implica la adición de varios nutrientes tal como
aceptores de electrones, fosfatos, nitratos y a menudo una fuente de nitrógeno, esta técnica es
aplicable a suelos subterráneos, embalses, lagos, ríos y otros cuerpos de agua.

Pseudomonas protegens como bacteria biocontroladora
Las bacterias Pseudomonas protegens forman parte de las Pseudomonas fluorescentes y son
eubacterias que fueron aisladas por primera vez en las raíces de tabaco en Suiza, su morfología se
caracteriza por ser bacilos Gram negativos no patógenos en forma de bastoncillos alargados rectos o
ligeramente curvos. Son bacterias aerobias y saprofíticas, no forman esporas y la temperatura más
favorable para su desarrollo va de los 25 a 30° C, crecen en pH neutro y su crecimiento es nulo en
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condiciones ácidas, se encuentran en el suelo y en ambientes acuáticos ya que poseen flagelos
polares que le permiten su movimiento en líquidos así como su defensa ante los patógenos de las
plantas, esta bacteria a diferencia de otras cepas fluorescentes posee un potencial catabólico
reducido, lo que indica que P. protegens se ha especializado en exudados derivados de plantas
(Henkels et al., 2014; Jousset et al., 2014; Ronnie et al., 2017; Yu et al., 2019; Clough, 2020).

Biosurfactantes
Los compuestos biosurfactantes o tensoactivos son producidos por bacterias, hongos y levaduras, se
caracterizan por ser compuestos de naturaleza anfipática, que les permite adsorberse en la interfase
de medios determinados, es decir, proporcionan la capacidad de acumularse entre fases fluidas
reduciendo la tensión superficial e interfacial en la superficie hasta 50 mN/m en agua, gracias a su
naturaleza anfifílica los biosurfactantes se distribuyen entre las superficies inmiscibles aumentando
la solubilidad de los compuestos hidrofóbicos, además, sus capacidades robustas de resistir
condiciones adversas tal como la temperatura, concentraciones de hasta 10% de sal, especificidad
contra moléculas target, su estabilidad en un amplio espectro de pH, inducir nula toxicidad al ser
biodegradables, y a su vez, la facilidad de sintetizarse a partir de fuentes de carbono relativamente
baratas, hace de los biotensoactivos una mejor opción en comparación con sus contrapartes
químicas aunado a sus propiedades de biocompatibilidad y digestibilidad (Kumar et al., 2021;
Sansarode, 2018).

Las bacterias productoras de biosurfactantes se encuentran comúnmente en ambientes que incluyen
suelo, cuerpos de agua y aguas residuales, sistemas hidropónicos, en tejidos humanos y superficies
vegetales, mientras que en sus principales características están sus propiedades antioxidantes,
antimicrobianas, anticancerígenas, citotóxicas, inmunosupresoras e inhibidoras de la adhesión de
patógenos, como agentes emulsionantes y dispersantes, estas propiedades le confieren un gran
potencial en su aplicación medioambiental, en la industria farmacéutica, alimentaria y cosmética,
sin embargo, su finalidad principal es la biorremediación de contaminantes orgánicos e inorgánicos
(Kumar et al., 2021; Yanes, 2019), como consecuencia de su vasto uso, ha generado que la demanda
de compuestos biosurfactantes aumente año con año para su uso en procesos e investigación, tal que
en el 2016 el mercado mundial de biosurfactantes se valoró en 3998 millones de dólares y 460 mil
toneladas, con un aumento en el 2022 de casi el doble en su costo (5520 millones de dólares) con
una demanda de 560 mil toneladas (Satpute et al., 2018).

La función biológica de la mayoría de estos compuestos no se conoce por completo, lo que sí se
sabe es que entre los roles biológicos propuestos durante los últimos treinta años según Twigg y
colab. (2020), está el asimilar la asimilación de nutrientes poco solubles en agua, servir como
reservorio de nutrientes, promover motilidad a los microorganismos, coadyuvar en el desarrollo de
biopelículas, y actuar como factores antimicrobianos y de virulencia.

Se clasifican en surfactantes de alto y bajo peso molecular y son un diverso grupo de moléculas
(Tabla 3.). De acuerdo con Raiger y López (2009) la efectividad de un biosurfactante puede
establecerse con base en distintos parámetros relacionados a su capacidad de solubilizar compuestos
hidrofóbicos y disminuir la tensión superficial; los monómeros tensoactivos se asocian
espontáneamente en agregados estructurados como micelas, vesículas o bicapas que producen
numerosas interacciones química débiles como puentes de hidrógeno y fuerzas de Van der Waals.
Las estructuras que se forman son similares a los fluidos y se transforman de un estado a otro a
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medida que cambian las condiciones como la temperatura, por lo tanto, la estructura del agregado
depende de las condiciones en las que esté sometido y de la polaridad del disolvente, en una
solución acuosa los grupos de cabeza polar de una micela se orientarán hacia la fase acuosa, y las
colas hidrofóbicas se asociarán en el núcleo de la micela o/w, en cambio, en aceite la cabeza polar
se asociará al centro de la micela y las colas hidrofóbicas al exterior de la micela w/o (Fracchia et
al., 2012). Así mismo, se deben conocer los grupos funcionales correspondientes a cada
biomolécula pues la especificidad y el mecanismo de acción que el biosurfactante ejerza radica en
ello.

Tabla 3. Clasificación general de los biosurfactantes (López & Raiger, 2009).

ALTO PESO MOLECULAR (se unen
fuertemente a las superficies)

BAJO PESO MOLECULAR (disminuyen la
tensión superficial)

Polisacáridos Lipopéptidos
Proteínas Glicolípidos

Lipopolisacáridos Fosfolípidos
Lipoproteínas Ácidos grasos
Poliméricos

Caracterización de biosurfactantes
Existe mucha información sobre una gran cantidad de técnicas que permiten la caracterización de
biotensoactivos, desde los tres principales cribados donde se evalúa el poder emulsificante deun
tensoactivo hasta técnicas como la cromatografía líquida de alta resolución (HPLC) o el uso de
MALDITOF. En el 2020, se realizó una investigación liderada por el Dr. Twigg y colaboradores,
donde mencionan que muchas de las técnicas y los procesos en sí para la caracterización de
biosurfactates resultan imprecisas al carecer de pruebas sólidas y contar con procedimientos
innecesarios, dicha investigación es aquella que en los últimos dos años ha propuesto la
metodología de oro para dilucidar las características de una molécula biotensoactiva.

En la Figura 1. presenta una breve descripción de la metodología a llevar a cabo, donde los estudios
publicados deben incluir la caracterización fenotípica de los rasgos indicativos de la producción de
compuestos tensoactivos, en cual está compuesto por un cribado primario y secundario, donde
resaltan las técnicas de colapso de la gota (DCM), la dispersión de aceite, el ensayo hemolítico, la
prueba de CTAB (bromuro de cetiltrimetilamonio), el test de actividad emulsificante (E24) y la
medición de tensión superficial. En orden descendente, dentro de un análisis químico robusto
incluyen técnica de cromatografía en capa fina (TLC), espectroscopia infrarroja y cromatografía de
alta resolución (FTIR y HPLC respectivamente), donde la utilización de estas técnicas provee una
caracterización significativamente más concluyente (Twingg, 2020; Wuyang, 2018).
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Figura 1. Metodología para investigar la producción de compuestos tensoactivos. Tomado de Twigg
et al. 2020

Las técnicas de biología molecular para la clasificación taxonómica de los microorganismos
productores de biosurfactantes son las más precisas ya que incorporan elementos de genomas
microbianos que consecutivamente poseen dominios con secuencia conservada y variable, mismos
que se denominan como secuencias de referencia, en las bacterias por ejemplo, es el gen que
codifica la subunidad 16S del RNA ribosómico (RNAr 16S), DNA girasa B (gyrB) y el gen que
codifica al factor sigma de la RNA polimerasa RpoD (rpoD) (Langille et al., 2013). Una vez que se
extrae el DNA, se amplifica mediante PCR utilizando primers universales, luego los amplicones
resultantes se secuencian y comparan en bases de datos con búsqueda de alineación local (BLAST).

Por último, si la cepa microbiana de interés a la fecha no cuenta con reportes que proporcionen
información acerca de su tentativa producción de biosurfactantes, se deben efectuar las técnicas que
evidencian la vía biosintética/enzimática de la producción de biotensoactivos.

Biosurfactantes producidos por Pseudomonas Protegenes
La mayoría de las cepas de biocontrol producidas por Pseudomonas son compuestos CLP;
caracterizados por ser compuestos anfifílicos donde un anillo de lactona oligopéptido cíclico está
unido a una cola de ácido graso, que son sintetizados por péptidos sintasas no ribosómicos (NRPS)
que normalmente codifican diferentes módulos para cargar, seleccionar y sintetizar aminoácidos que
luego son liberados por dominios de tiolación. El papel principal de los CLP es la formación de
poros de membrana, lo que conduce a un desequilibrio en flujos de iones transmembrana y muerte
celular (Clough, 2020; Zongwang et al., 2016).
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Las Pseudomonas son gammaproteobacterias, generan productos naturales biológicamente activos,
los CLP más comunes por Pseudomonas son: Viscosina, Orfamida A, Anikasina, que contienen 8 a
25 aminoácidos, de los cuales 4 a 10 residuos forman un macrocilo, dichos metabolitos se dividen
actualmente en ocho grupos estructurales diferentes que difieren en longitud, en la composición del
oligopéptido y la cola de ácidos grasos (Yeong, 2013) todos cuentan con un extremo acoplado a un
lípido, tal como se muestra en la Fig 2., esto les confiere diversas propiedades como antibiosis
contra bacterias, hongos, protozoos y líneas tumorales humanas, y son candidatos potenciales
farmacéuticos o para el biocontrol de patógenos (Bando et al., 2022).

Figura 2. CLP más comunes por Pseudomonas. Los residuos de aminoácidos están codificados por
colores para indicar residuos conservados (rojo), similares (azul) o esteroisoméricos (verde).
Imagen tomada de Bando 2022.

Las orfamidas son un tipo de CLP producido por algunas Pseudomonas, son importantes en la
motilidad de la superficie bacteriana, adherencia a superficies y por antagonismo con otros
microorganismos, además de las propiedades insecticidas y fungicidas que posee, la producción de
este metabolito mejora el movimiento bacteriano reduciendo la tensión superficial y el crecimiento
en las superficies de las semillas.

La orfamida A (Figura 3.) es producida por Pseudomonas protegens pf-5 y por P. protegens CHA0,
su peso molecular es de 1295.7 g/mol, su nombre formal es
N-(3-hydroxy-1-oxotetradecyl)-L-leucyl-D-α-glutamyl-D-allothreonyl-D-alloisoleucyl-L-leucyl-D-
seryl-L-leucyl-L-leucyl-D-seryl-L-valine, (10→3)-lactone, organolépticamente no presenta olor
pero sí un color verde amarillento, este biosurfactante es propio de P. protegens, es fácilmente
soluble en etanol, metanol, DMSO, DMF y soluble pobremente en agua (Cayman, 2021) y se ha
caracterizado como insecticida, antifúngico, e inmovilizador de varias algas flageladas. La orfamida
A está conformada por diez aminoácidos y un ácido β-hidroxidecanoico (β–HTDA), El grupo
3’-OH tiene una configuración S, en contraste con otros beta hidroxiácidos que se encuentran en
otros CLP de Pseudomonas que tienen configuración R (Bando et al., 2022). Hasta la fecha no se ha
informado de una síntesis total de Orfamida A, excepto por una reinvindicación de patente.
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Figura 3. Estructura química del biosurfactante Orfamida A. Imagen tomada de Cayman 2021.

Biodegradación del diésel
Owsianak y colaboradores (2008) demostraron que los hidrocarburos como el diésel, y los ésteres
metílicos de ácidos grasos de biodiésel se degradan rápidamente en sistemas acuosos, señalando que
se deben consideran diferentes vías metabólicas para los hidrocarburos aromáticos y ésteres
metílicos basados en la existencia de enzimas que actúan sobre el diésel como sustrato. Dichos
autores señalan que los perfiles de biomasa están estrechamente correlacionados, al haber una
relación casi lineal entre el contenido de diésel y la producción de biomasa, subrayando que los
biosurfactantes producidos por microorganismos especializados que utilizaron para la degradación
de hidrocarburos, tuvieron una clara tendencia a metabolizar el diésel derivado del petróleo en
contraposición con su homólogo el biodiesel.

La biodegradación de hidrocarburos ocurre generalmente bajo condiciones aeróbicas y como
resultado de la catálisis intracelular que involucra generalmente cuatro pasos: absorción del
hidrocarburo y secreción de tensoactivos para facilitar la emulsificación, adsorción en la superficie
de la membrana celular, entrada a la membrana celular por endocitosis por transporte activo o
pasivo y por último, la cadena de reacción enzimática para metabolizar los hidrocarburos
(Diagrama. 1). Los PAHs generalmente experimentan oxidación terminal o subterminal mediada por
diversos de alcano hidroxilasa, incluidas las metanomonooxigenasas, alcano hidroxilasas de hierro
no hemo de membrana integral y alcano hidroxilasas de tipo citocromo P450 (Farah et al., 2021).

Bhuvaneswar y colaboradores en 2012, identificaron que la combinación específica de
microorganismos, denominados consorcio normalmente tenían los mejores rendimientos en la
degradación de hidrocarburos, aún con esto, la cepa Pseudomonas lograba tiempos cortos en
comparación con otras cepas como Staphylococcus cuando era cultivada en medio mínimo y con
diésel como única fuente de carbono.

El diésel contiene una gran cantidad de alcanos carentes de oxígeno, carencia que es cubierta por la
producción de enzimas que reconocen estas moléculas, y que son fácilmente degradados día con
día, seguido de los alcanos ramificados, n-alquilosaromáticos, ciclo alcanos y aromáticos
polinucleares (Shamiyan, 2015)
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Diagrama 1. Los hidrocarburos atacan intracelularmente a través de la oxidación, activación e
incorporación de oxígeno, a través de la hidroxilación de un anillo aromático del sustrato mediante
la acción de la dioxigenasa, los metabolitos pueden ser escindidos por dioxigenasas del anillo. Por
lo tanto, se producen intermediarios tal como el ácido salicílico y el catecol. Al finalizar el
metabolismo aeróbico de los hidrocarburos, también se forma biomasa, oxígeno, y dióxido de
carbono (Farah et al., 2021). Imagen tomada de Bioremediation of diesel contaminated marine
water by bacteria: a review and bibliometric analysis (2021).
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OBJETIVO PRINCIPAL
Estudiar las propiedades fisicoquímicas y biológicas del metabolito con capacidad surfactante
procedente de la bacteria Pseudomonas protegens aislada a partir de un consorcio bacteriano
obtenido de muestras del Rio Lerma, Estado de México.

Objetivos específicos:
● Aislar y purificar el biosurfactante efectuando las técnicas de separación más convenientes.
● Identificar la naturaleza del biosurfactante a través de sus propiedades fisicoquímicas.
● Determinar las condiciones de cultivo más favorables para generar la mayor cantidad de

biosurfactante.
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METODOLOGÍA
Se llevará a cabo la investigación bibliográfica y experimental en las instalaciones del Laboratorio
de Biotecnología y Microbiología Ambiental de la Universidad Autónoma Metropolitana unidad
Lerma (Diagrama 1.), mientras que la información bibliográfica se revisará en las principales bases
de datos científicas (ScienceDirect, SprigerLink, DrugBank, Redalyc, Scielo, NCBI, etc.) durante
un periodo comprendido de seis meses, en donde se evaluará la naturaleza y propiedades del
biosurfactante derivado de la bacteria Pseudomonas protegens.

MATERIALES Y MÉTODOS

Identificación de la bacteria
Se recuperaron los ribotipos 11, 12, 22 y 91 que cumplian con las caracteristicas morfológicas
reportadas anteriormente como Pseudomonas protegens y se cultivaron en tubos con 20 microL de
medio LB y se sembraron con 10 µL de muestra ultracongelada de glicerol, se dejaron crecer
durante 24 h, a 36°C, a 200 rpm.
Una vez que los tubos presentaron suficiente turbidez, se identificaron mediante tinción de Gram,
con el método clásico de tinción; 1 min con cristral violeta, 1min con lugol, 15 segundos aclarando
con alcohol-acetona y 30 segundos con safranina.

Todos los ribotipos se sembraron posteriormente en placas de agar LB por la técnica de estría junto
con dos controles negativos, a 36°C durante 48 h. Luego del descarté de los ribotipos 1-1 y 1-2, se
procedió a guardar cinco gliceroles del ripotibo 2-2 y 9-1, con 200 µL de cultivo y 800 µL de
glicerol estéril.

Aislamiento y purificación del DNA bacteriano
Se siguió el procedimiento de obtención de DNA del Kit de extracción Wizard, y el DNA extraído
se dejó durante toda la noche en refrigeración. Posteriormente se amplificaron ambas muestras de
DNA (2-2 y 9-1) por PCR, donde se realizó un stock donde se utilizaron 112.5 µL de máster mix, 9
µL de cada uno de los primers universales 1492R y 27F, 9 µL del DNA molde y 85.5 µL de agua
miliQ estéril.

Se realizó una mezcla 1:1 del DNA extraído y se pipeteó para homogeneizar perfectamente y se
diluyeron 2 µL de DNA en 18 µL de agua miliQ, lo anterior se tomó como stock de dilución y de
este tubo se tomaron 1, 2 y 3 µL y se agregaron a los tubos para iniciar la amplificación por PCR.

Una vez que la amplificación del DNA finalizó, se comprobó su extracción por medio de
electroforesis, se utilizó gel de agarosa 1%, TAE 1X, buffer de carga en relación con la muestra 2:3,
y se realizó la corrida 110V durante 35 min, se monitoreó la migración de los colores. Las muestras
se añadieron al gel de la siguiente manera: Marcador lambda, Control -, DNA 1:10, DNA 1 µL,
DNA 2 µL, controles positivos. Luego de la electroforesis, los geles se re. Después, los geles se
tiñeron durante 45 min en Hydragreen y revelados en un transluminador UV con un filtro estándar.

Posteriormente, se llevó a cabo la purificación de las cinco muestras de DNA amplificado por
Wizard SV Gel, se purificaron 5 muestras con un contenido de 22 µL, se llevaron a refrigeración
durante unos minutos y nuevamente se comprobó su purificación mediante electroforesis con los
mismos reactivos, esta vez con un marcador KB, las muestras extraídas y un control positivo, la
corrida fue de 45 min a 110V. Cabe destacar que durante la realización de todas las técnicas cada
cámara de electroforesis fue lavada con alcohol al 70% para evitar posible contaminación.
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Realizadas las técnicas de obtención de DNA puro, las muestras se guardaron a -26.6°C.

Identificación y secuenciación genética
Las muestras de DNA purificado se enviaron a Corea del Sur para obtener la secuenciación de la
subunidad 16S del RNA ribosómico para posteriormente compararlo en el apartado BLAST de
NCBI.

Esterilización del diésel y preparación del medio mínimo salino (MMS)
Se realizó un preinóculo de 50 mL durante 24 horas, luego se inoculó con 200 µL de este
preinóculo a un matraz overnight de 300 µL, ambos se inocularon a 25°C, con 200 rpm.

Mientras la bacteria crecía, se determinó la densidad del diésel, el método consistió en tarar un vaso
de precipitado donde se colocó 1 ml de diésel. El vial con diésel se colocó en la estufa 25°C, y se
registró su peso (diésel-vial) cada 30 min hasta completar 6 mediciones.

Para desechar cualquier contaminación en el diésel se realizaron frotis con la técnica de tinción de
Gram, y se sembró diésel en placas de agar LB que se mantuvieron durante 48 h, a 25°C. Por lo
tanto, se realizaron técnicas para esterilizar 200 mL de diésel por luz UV durante 30 min, y
mediante filtración de membrana (0.22 µm) a través de un kit de filtración que funciona como
trampa de vacío. Para verificar la esterilización del diésel se realizaron ocho placas de agar LB
donde se sembraron 2 controles sin microorganismos, 2 placas con diésel puesto bajo luz UV, 2
placas esterilizadas por membrana y 2 placas con diésel sin esterilizar. En caso de que creciera
algún microorganismo, se guardaron gliceroles de lo que se halló en ultracongelación.

Se realizó un testeo de la campana de extracción para descartar posible contaminación cruzada,
colocando 6 placas de agar LB en la superficie de contacto, durante 40 min, después se incubaron a
30°C durante 24 horas.

Para la preparación del medio mínimo salino (MMS) se consultó la bibliografía y se optó por un
medio de 9 elementos: K2HPO4, KH2PO4, NH4Cl, NH4NO3, Na2SO4, MgSO4, FeSO4, MnSO4,
CaCl2. Donde los primeros 5 elementos fueron esterilizados por autoclave y los últimos 4 fueron
esterilizados por filtro de membrana de 0.22 µm para evitar su precipitación por calor.

Cinética del crecimiento bacteriano y de la producción de biosurfactante
La cinética de crecimiento se determinó mediante medición indirecta por turbidimetría con un
espectrofotómetro Thermo scientific, durante 295 h, así mismo, la cinética de producción de
biosurfactante se determinó al mismo tiempo midiendo sus propiedades de emulsión (E24) y
actividades superficiales cada 24 h.

Una vez que el cultivo overnight llegó a una DO600 nm de 1.2804, de acuerdo con la fórmula de
diluciones V1C1=V2C2, se agregaron 15.62 mL del cultivo overnight a los cultivos que servirían
como cinética de crecimiento, para ello, se utilizaron 9 matraces con 100 ml de medio (MMS y
diésel); triplicados de medios control sin bacteria con diésel 5% (C s/b c/d), triplicado de medios
inoculados con la bacteria y 5% de diésel (5% c/b c/d) y triplicado de matraces inoculados con
bacteria y 10% de diésel (10% c/b s/d).

Para obtener la biomasa de los 15.62 mL, se agregó 1 mL de cultivo overnight en 8 tubos eppendorf
de 1.5mL, se centrifugaron durante 5 min a 16000 g, una vez formado el pellet se agregó
nuevamente 1 mL a los 8 tubos y se centrifugó nuevamente con las mismas condiciones, de esta
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manera se realizaron tomas del cultivo hasta obtener el pellet correspondiente a 15.62 mL de cultivo
overnight, al final con 1 mL de MMS sin diésel se efectuó un lavado del pellet, y se descartó el
sobrenadante, de esta manera se procedió a inocular 8 de los 10 matraces (Tabla X.),
resuspendiendo perfectamente el pellet con MMS sin diésel.

Monitoreo de la cinética de crecimiento y producción de biosurfactante.
La cinética de crecimiento se llevó a cabo midiendo la turbidez del medio mediante DO600 nm
(Diagrama 2.) a través del tiempo, se tomaron de cada uno de los matraces 5 mL de medio en tubos
falcón, 2 ml se tomaron para medir su crecimiento y la absorbancia que generen se dividirá entre
dos para tener una medida equivalente a 1 mL, y los otros 2 mL se conservarán para efectuar la
prueba de E24, los tubos se centrifugador durante 10 min a 16000 rfc, se guardó el sobrenadante
para su posterior extracción líquido líquido, y el pellet se resuspendió con 1 ml de MMS hasta su
homogeneización por inversión, el pellet ya resuspendido se pasó a celdas de cuarzo de 1 mL y se
midió la absorbancia de las muestras utilizando MMS como blanco, las celdas fueron enjuagadas
con acetona y aclaradas con agua destilada.

La prueba de actividad emulsificadora (E24) se realizó con tubos de 10 mL, el experimentó
consistió tubos control (agua más diésel) y tubos donde se vertieron 2 mL de sobrenadante libre de
células de cada uno de los matraces de la cinética y 2 mL de diésel, es decir 12 tubos en total.
Primero se colocaron los 2 mL de sobrenadante o en su caso de agua destilada y posteriormente 2
mL de diésel, se agitaron en vortex durante 30 segundos, luego fueron colocados verticalmente y
puestos bajo temperatura ambiente durante 24 horas para posteriormente calcular su E24.

E24= (Altura de la capa de emulsificación /altura total de la mezcla) x 100

Se cuidó de no mover los tubos de su posición original.

Para la realización del cribado primario se realizó la prueba del colapso de la gota. Se colocó un
papel parafilm de 5x5 cm sobre un portaobjetos, donde colocaron gotas de 2 µL de cada uno de los
siguientes reactivos: agua destilada, tensoactivo Tritón, muestras de cultivo al 5% y 10%, así como
de los controles.

También se llevó a cabo la prueba del esparcimiento del diésel, donde se vertieron aprox. 20 mL de
agua destilada en una caja Petri y luego se esparcieron otros 20 mL de diésel sobre la superficie del
agua, posteriormente se agregaron gentilmente 10 mL de sobrenadante en el centro de la superficie
de la capa de aceite, se midió el diámetro del área de esparcimiento de aceite. Se realizó un control
sin sobrenadante y se compararon ambos resultados.
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Diagrama 2. Diagrama de flujo de la primera parte de la metodología.

Extracción líquido/líquido del biosurfactante
Se eligieron dos muestras/alícuotas previamente guardadas en refrigeración donde se observó mayor
porcentaje de emulsificación de cada grupo de matraces, se tomaron 2 muestras de 1 mL de
controles, 3 muestras de 1 mL de los cultivos de 5 y 10%. Se cuidó que el sobrenadante estuviera
libre de células.

De esta manera las alícuotas del sobrenadante fueron guardadas a -6° C, y al finalizar la cinética se
descongelaron y centrifugaron a 16000 g durante 15 min, la capa superior que aún contenía diésel y
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biomasa fue aspirada por pipeteo y guardada en un tubo falcon de 15 ml, y luego fue acidificado
añadiendo 1.2 ml de HCl 1N para ajustar el pH a 2.0, y se dejó toda la noche a 4° C, después el
sobrenadante que presentaba precipitación fue centrifugado a 16000 g por 20 min hasta obtener un
pellet; mismo que serviría como biosurfactante en bruto, fue extraído usando cloroformo-metanol
(2:1, v/v), la fase acuosa fue extraída con 3 lavados (1 ml, 750 microL y 500 microL) para colectar
la fase orgánica, después se evaporó el cloroformo-metanol en la campana durante una noche y
luego se evaporó por completo con ayuda de un SpeedVac, se realizaron tres ciclos de evaporación a
65°C durante 30 min, se guardó el metabolito con propiedades tensoactivas en refrigeración
(Diagrama 3.)

Diagrama 3. Metodología en la extracción del biosurfactante.

Detección del biosurfactante
La detección de las muestras de biosurfactante crudo se realizó en cromatografía en capa fina (TLC)
donde la fase estacionaria era sílica, el tamaño de las placas fue de 10 x 5 cm. Se prepararon las
muestras de biosurfactante bruto diluyéndolas con 500 µL de metanol y se cargaron 10 µL en la
placa, así mismo se colocaron 10 µL de metanol como control negativo y 8 µL de 10 µg de glicina
disuelta en 500 µL de metanol como control positivo.

Se colocó un papel filtro de la altura de la cámara cromatográfica y de un ancho de 5 cm, como fase
móvil se utilizó una mezcla de solventes (cloroformo:metanol) y los solventes individuales. Luego
de la elución, las placas se dejaron secar al aire y se revelaron por luz UV, tal como lo muestra el
Diagrama 4.
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Las placas posteriormente se tiñeron con Vainillina y luego fueron reveladas con calor en una
parrilla, inmediatamente que se secaban las placas de la tinción se revelaron con calor a 40°C
durante 10 min, luego a 70 °C por 10 min y a 100°C durante 5 min más. Se siguió este
procedimiento de calentamiento ya que la formulación de vainillina era de 250 microgramos de
vainillina, 50 mL de etanol y 5 mL de ácido sulfúrico. Por las propiedades irritantes del ácido, se
manejó con cautela y el líquido de tinción se mantuvo aislado de la luz y en refrigeración.

Posteriormente se calculó su Rf.

Diagrama 4. Metodología en la extracción del cribado secundario.

Purificación del biosurfactante
Una vez elegidas las muestras, se realizó la técnica de cromatografía preparativa, utilizando placas
de 10 x 5 cm, para la fase móvil se utilizó cloroformo y para garantizar la producción de vapores en
la cámara, se colocó nuevamente una tira de papel filtro. Para realizar el depósito de muestra, se
marcó con lápiz una línea divisoria en la placa, midiendo 1 cm de ancho a la izquierda, tal como se
muestra en la tabla 5. de los resultados. Con el fin de que esa línea divisoria funcione como un eje
para posteriormente cortar la placa. Se cargaron 10 µL en la parte izquierda de la placa, y del lado
derecho se colocaron 90 µL de muestra distribuidos en 9 puntos uno junto del otro. De esta manera
se eluyeron las muestras a lo largo de la placa, luego de la corrida de las placas, se dejaron secar
para verlas bajo luz UV. Se marcaron las bandas con lápiz muy gentilmente.

Se cortó la parte izquierda de cada placa cuando se percibían perfectamente secas, luego, la parte
cortada de la placa de un ancho de 1 cm y 10 cm de largo fue teñida con Vainillina y revelada con
calor con la misma metodología antes descrita. Más adelante esta parte de la placa teñida serviría
como medio para comparar la posición de las manchas en la placa que no se sometió a tinción. Se
marcaron las bandas reveladas y se observó si coincidían con las reveladas bajo luz UV, posterior a
eso, se calcularon las Rf.
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Una vez realizado el procedimiento anterior (Diagrama 5.), se rasparon las bandas que fueron
marcadas en UV y señaladas por comparación con la placa teñidas, con ayuda de una espátula
pequeña se fue desprendiendo la sílica de la placa de aluminio que la sostenía, se guardó en tubos
eppendorf y se rotularon de acuerdo con la posición de la banda en la placa, con base en la altura de
elución de cada banda en orden descendente, por ejemplo: Muestra 1-1, Muestra 1-2 etc.

Consecutivamente, se extrajo la sílica por medio de centrifugación; a los tubos con sílica se les
añadió 500 µL de metanol cloroformo 1:1, y se centrifugaron dos veces durante 15 min a 16000 rfc,
descartando la sílica que había formado un pellet, luego, se dejaron durante 3 horas en la campana
de extracción y posteriormente se evaporaron en el equipo de SpeedVac a 65°C durante 20 min. Se
comprobó la evaporación de los solventes y se guardaron los biosurfactantes puros agregándoles
500 µL de metanol para posteriormente comprobar su pureza por medio de una cromatografía en
capa fina, utilizando las mismas condiciones de elución, a diferencia de que esta vez se utilizó la
muestra sin purificar o bien, el biosurfactante en bruto para comparar la calidad de purificación.

Diagrama 5. Proceso para la purificación del biosurfactante bruto.

Identificación del biosurfactante
Para la identificación del biotensoactivo, se realizó un análisis por cromatografía líquida de alta
eficiencia (HPLC) y espectroscopia infrarroja (Diagrama 6.).

Las fracciones recogidas de biosurfactante puro fueron filtradas por filtros de 0.22 micras, y puestos
en viales para HPLC, y se inyectaron en un modelo HPLC agilent equipado con un detector de
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arreglo de diodos y de UV-Vis, a 210, 254, 270 y 380 nm. La columna era una Kromasil 100-5-C18,
de 4.6 mm x 250 mm. La fase móvil consistió en metanol acuoso (60% v/v) y un caudal de 1
ml/min. La presión (Bar) fue monitoreada a lo largo de cada corrida y los picos fueron almacenados
para su posterior análisis.

Se tomaron 30 microL de los viales M1-1, M1-2, M2-1, M2-2, M4-1, M4-2, M6-2 y M6-4 para ser
analizados por IR, se realizó la identificación de los compuestos en un FTIR Agilent 630-1R. Los
espectros fueron almacenados para el análisis de sus bandas.

Diagrama 6. Identificación del biosurfactante por HPLC e IR.
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Resultados

Identificación genética.
De acuerdo con los resultados de la identificación Morfológica (Tabla 4.) se descartó el uso de los
ribotipos 1-1 y 1-2 y se continuó trabajando con los ribotipos 9-1 y 2-2 que poseían características
propias de Pseudomonas protegens.

Tabla 4. Identificación morfológica de los cuatro ribotipos que se identificaron.

Identificación Morfológica

1-1 1-2 9-1 2-2

Tinción de
Gram

Bacilos G+ y G- Cocos G+ y Bacilos
G-

Bacilos G- Bacilos G-

Frotis Bacilos cortos Cocos pequeños y
Bacilos pequeños.

Bacilos largos,
curvos.

Bacilos largos y no
curvos.

Morfología

Blancas
Lechosas

Irregulares

Blancas
Transparente

lechosas
Irregulares y

grandes

Blancas
Lechosas
Circulares

Blancas
Transparente lechosas

Circulares

Condiciones
de

crecimiento
identificadas

Crecen rápido de
20-25°C.
Presentan

crecimiento lento
por encima de los

30°C.

Crecen rápido de
20-25°C.
Presentan

crecimiento lento
por encima de los

30°C.

Crecen rápido por
encima de los 35°C.

Presentan
crecimiento lento
por debajo de los

28°C.

Crecen rápido de
20-25°C.

Presentan crecimiento
lento por encima de

los 30°C.
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A continuación, se muestran las imágenes de electroforesis comprobatorias, así como los resultados
formato FASTA proporcionados externamente (Tabla 5.). No hubo problema alguno con la
extracción del DNA, sin embargo, para la electroforesis luego de la purificación, se obtuvo una
mejor visualización de la banda cuando la muestra fue diluida 1:10 con agua milliQ debido a la gran
concentración de DNA purificado. Al realizar la cuantificación en nanogramos de las bandas, se
obtuvo una absorbancia cuantitativa de 29.7 ng para la muestra 9-1 y 76.6 ng para la muestra 2-2.).
Una vez que se obtuvieron las secuencias de DNA de ambas cepas, se analizaron con la herramienta
básica de búsqueda de alineación local (BLAST) donde se encontró que para la cepa 2-2 había un
porcentaje de 98.25% de similitud con los genes de Pseudomona protegens pf-5 Exi5-13 de acuerdo
con su secuencia parcial. Por otro lado, la cepa 9-1 se identificó al 99.80% con Lecrecia
adecarboxylata.

Tabla 5. Imágenes obtenidas de la extracción y purificación de DNA, y su identificación.

Obtención de DNA

2-2 9-1

Electroforesis
(marcador
lambda) para
confirmar la
extracción de
DNA
bacteriano.

Electroforesis
(marcador KB)
para confirmar
la purificación
del DNA
bacteriano.
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Alineación con
BLAST

>H220517-013_N17_22_27F.ab11343
CTGGGGGGGCCCTAACACATGCAGTCGAGCGG
CAGCACGGGTACTTGTACCTGGTGGCGAGCGG
CGGACGGGTGAGTAATGCCTAGGAATCTGCCTA
GTAGTGGGGGATAACGTCCGGAAACGGGCGCT
AATACCGCATACGTCCTACGGGAGAAAGTGGG
GGATCTTCGGACCTCACGCTATTAGATGAGCCT
AGGTCGGATTAGCTAGTTGGTGAGGTAATGGCT
CACCAAGGCTACGATCCGTAACTGGTCTGAGA
GGATGATCAGTCACACTGGAACTGAGACACGG
TCCAGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAA
TATTGGACAATGGGCGAAAGCCTGATCCAGCCA
TGCCGCGTGTGTGAAGAAGGTCTTCGGATTGTA
AAGCACTTTAAGTTGGGAGGAAGGGCAGTTAC
CTAATACGTGATTGTTTTGACGTTACCGACAGA
ATAAGCACCGGCTAACTCTGTGCCAGCAGCCG
CGGTAATACAGAGGGTGCAAGCGTTAATCGGA
ATTACTGGGCGTAAAGCGCGCGTAGGTGGTTTG
TTAAGTTGGATGTGAAAGCCCCGGGCTCAACCT
GGGAACTGCATCCAAAACTGGCAAGCTAGAGT
ATGGTAGAGGGTGGTGGAATTTCCTGTGTAGCG
GTGAAATGCGTAGATATAGGAAGGAACACCAG
TGGCGAAGGCGACCACCTGGACTGATACTGAC
ACTGAGGTGCGAAAGCGTGGGGAGCAAACAG
GATTAGATACCCTGGTAGTCCACGCCGTAAACG
ATGTCAACTAGCCGTTGGGAGCCTTGAGCTCTT
AGTGGCGCAGCTAACGCATTAAGTTGACCGCCT
GGGGAGTACGGCCGCAAGGTTAAAACTCAGAT
GAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGGAGC
ATGTGGTTTAATTCGAAGCAACGCGAAGAACCT
TACCAGGCCTTGACATCCAATGAACTTTCTAGA
GATAGATTGGTGCCTTCGGGACATTGAGACAGT
GCTGCATGGCTGTCGTCACCTCCTGTCCTGAGA
ATGTTGGGTTAATTCCCGTAACAAGCGCAACCC
TTGTCCTTAGTACCACCACGTTTTGGTGGGCCC
CTAAGGAGACTGCCGTGACAACCGAGGAAAGG
GGGGGGGGGGGGCGCATGTTTTTGGGCCCTAT
GGGCGGGGGTAAAACCGTTTAAAGGGTGGGGC
AAAGGGGGGGCCGCCGCCGGGGGGGGAATCC
CCCAAAAAAAATTTTTTGGGGGGGGGCTTCCC
CCTCCCCCCGCGGGCGGGGGGAAAAACCCTAA
ATTCCAAAAAAAAAAAGAGAGGGGGAAAAAA
TCCCCGCCCTTGCCCC

>H220513-005_M02_22_1492R.ab1 1045
CGCGGATCACCGTGGTACCGTCCTCCCGAAGGT
TAGACTAGCTACTTCTGGTGCAACCCACTCCCA
TGGTGTGACGGGCGGTGTGTACAAGGCCCGGG
AACGTATTCACCGCGACATTCTGATTCGCGATT
ACTAGCGATTCCGACTTCACGCAGTCGAGTTGC
AGACTGCGATCCGGACTACGATCGGTTTTATGG
GATTAGCTCCACCTCGCGGCTTGGCAACCCTTT
GTACCGACCATTGTAGCACGTGTGTAGCCCAGG
CCGTAAGGGCCATGATGACTTGACGTCATCCCC
ACCTTCCTCCGGTTTGTCACCGGCAGTCTCCTT
AGAGTGCCCACCATAACGTGCTGGTAACTAAG
GACAAGGGTTGCGCTCGTTACGGGACTTAACC
CAACATCTCACGACACGAGCTGACGACAGCCA
TGCAGCACCTGTCTCAATGTTCCCGAAGGCACC
AATCTATCTCTAGAAAGTTCATTGGATGTCAAG
GCCTGGTAAGGTTCTTCGCGTTGCTTCGAATTA
AACCACATGCTCCACCGCTTGTGCGGGCCCCC
GTCAATTCATTTGAGTTTTAACCTTGCGGCCGT
ACTCCCCAGGCGGTCAACTTAATGCGTTAGCTG
CGCCACTAAGAGCTCAAGGCTCCCAACGGCTA
GTTGACATCGTTTACGGCGTGGACTACCAGGGT
ATCTAATCCTGTTTGCTCCCCACGCTTTCGCACC

>H220518-016_C24_91_27F.ab1981
AGGTGCGGCAGCTACACATGCAGTCGAAC
GGTAGCACAGAGAGCTTGCTCTCGGGTGA
CGAGTGGCGGACGGGTGAGTAATGTCTGG
GAAACTGCCTGATGGAGGGGGATAACTACT
GGAAACGGTAGCTAATACCGCATAACGTCG
CAAGACCAAAGAGGGGGACCTTCGGGCCT
CTTGCCATCAGATGTGCCCAGATGGGATTA
GCTAGTAGGTGGGGTAATGGCTCACCTAGG
CGACGATCCCTAGCTGGTCTGAGAGGATGA
CCAGCCACACTGGAACTGAGACACGGTCC
AGACTCCTACGGGAGGCAGCAGTGGGGAA
TATTGCACAATGGGCGCAAGCCTGATGCAG
CCATGCCGCGTGTATGAAGAAGGCCTTCGG
GTTGTAAAGTACTTTCAGCGGGGAGGAAG
GTGTTGTGGTTAATAACCGCAGCAATTGAC
GTTACCCGCAGAAGAAGCACCGGCTAACT
CCGTGCCAGCAGCCGCGGTAATACGGAGG
GTGCAAGCGTTAATCGGAATTACTGGGCGT
AAAGCGCACGCAGGCGGTCTGTCAAGTCG
GATGTGAAATCCCCGGGCTCAACCTGGGA
ACTGCATTCGAAACTGGCAGGCTAGAGTCT
TGTAGAGGGGGGTAGAATTCCAGGTGTAG
CGGTGAAATGCGTAGAGATCTGGAGGAATA
CCGGTGGCGAAGGCGGCCCCCT
GGACAAAGACTGACGCTCAGGTGCGAAAG
CGTGGGGAGCAAACAGGATTAGATACCCT
GGTAGTCCACGCCGTAAACGATGTCGACTT
GGAGGTTGTTCCCTTGAGGAGTGGCTTCCG
GAGCTAACGCGTTAAGTCGACCGCCTGGG
GAGTACGGCCGCAAGGTTAAAACTCAAAT
GAATTGACGGGGGCCCGCACAAGCGGTGG
AGCATGTGGTTTAATTCGATGCAACGCGAA
GAACCTTACCTACTCTTGACA

TCCAGAGAACTTACCAGAGATGCTT
>H220513-005_A04_91_1492R.ab1 1091
CGTAGGTAATCCTACGTAGGTAGCGCCCTC
CCGAAGGTTAAGACTACCTACTTCTTGTGT
GCAACCCACTCCCATGGTGTGACGGGCGG
TGTGTACAAGGCCCGGGAACGTATTCACCG
TAGCATTCTGATCTACGATTACTAGCGATTC
CGACTTCATGGAGTCGAGTTGCAGACTCCA
ATCCGGACTACGACGCACTTTATGAGGTCC
GCTTGCTCTCGCGAGGTCGCTTCTCTTTGT
ATGCGCCATTGTAGCACGTGTGTAGCCCTA
CTCGTAAGGGCCATGATGACTTGACGTCAT
CCCCACCTTCCTCCAGTTTATCACTGGCAG
TCTCCTTTGAGTTCCCGGCCTAACCGCTGG
CAACAAAGGATAAGGGTTGCGCTCGTTGC
GGGACTTAACCCAACATTTCACAACACGA
GCTGACGACAGCCATGCAGCACCTGTCTC
AGAGTTCCCGAAGGCACCAAAGCATCTCT
GCTAAGTTCTCTGGATGTCAAGAGTAGGTA
AGGTTCTTCGCGTTGCATCGAATTAAACCA
CATGCTCCACCGCTTGTGCGGGCCCCCGTC
AATTCATTTGAGTTTTAACCTTGCGGCCGTA
CTCCCCAGGCGGTCGACTTAACGCGTTAGC
TCCGGAAGCCACTCCTCAAGGGAACAACC
TCCAAGTCGACATCGTTTACGGCGTGGACT
ACCAGGGTATCTAATCCTGTTTGCTCCCCA
CGCTTTCGCACCTGAGCGTCAGTCTTTGTC
CAGGGGGCCGCCTTCGCCACCGGTATTCCT
CCAGATCTCTACGCATTTCACCGCTACACC
TGGAATTCTACCCCCCTCTACAAGACTCTA
GCCTGCCAGTTTCGAATGCAGTTCCCAGGT
TGAGCCCGGGGATTTCACATCCGACTTGAC
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TCAGTGTCAGTATCAGTCCAGGTGGTCGCCTTC
GCCACTGGTGTTCCTTCCTATATCTACGCATTTC
ACCGCTACACAGGAAATTCCACCACCCTCTACC
ATACTCTAGCTTGCCAGTTTTGGATGCAGTTCC
CAGGTTGAGCCCGGGGCTTTCACATCCAACTTA
ACAAACCACCTACGCGCGCTTTACGCCCAGTAA
TTCCGATTAACGCTTGCACCCTCTGTATTACCGC
GGCTGCTGGCACAGAGTTAGCCGGTGCTTATTC
TGTCGGTAACGTCAAAACAATCACGTATTAGGT
AACTGCCCTTCCTCCCAACTTAAAG

AGACCGCCTGCGTGCGCTTTACGCCCAGTA
ATTCCGATTAACGCTTGCACCCTCCGTATTA
CCGCGGCTGCTGGCACGGAGTTAGCCGGT
GCTTCTTCTGCGGGTAACGTCAATTGCTGC
GGTTATTAACCACAACACCTTCCTCCCCGC
TGAAAGTACTTTACAACCCGAAGGCCTTCT
TCATACACGCGGCAT

Bacteria Pseudomonas protegens 98.25% Lecrercia adecarboxylata 99.80%

P. protegens
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Lecrercia
adecarboxylata
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Preparación de diésel
Se obtuvo la densidad del diésel de 0.8394 g/ml, tal como lo muestra la Tabla 6., esto advierte una
densidad por debajo de la del agua (0.997 g/ml).

También, se pudo observar que el diésel esterilizado por membrana de 0.22 micras es la mejor
forma de hacerlo, ya que durante 5 días no presentó crecimiento alguno, a diferencia del método por
luz UV, se comprueba que mediante luz UV únicamente pueden esterilizarse superficies de pocos
mm de grosor (Tabla 6.) así mismo, se pone en evidencia que las placas con diésel sin esterilizar
presentan lo que parece ser un hongo, mientras que la placa sin diésel permanece sin crecimiento de
ningún microorganismo.

Tabla 6. Resultados de la esterilización del diésel mediante diferentes técnicas.

PROPIEDADES DIÉSEL

Tiempo (min) 30 min 60 min 90 min 120 min 150 min 180 min Promedio

Peso (g/ml) 0.8354 0.8279 0.8340 0.8198 0.8672 0.8399 0.8394

ESTERILIZACIÓN DIÉSEL

Placas sin diésel Placas sin esterilizar Placas bajo luz UV Placas por membrana

Preparación de la cinética de crecimiento microbiano

Preinóculo Overnight Celdas de cuarzo Espectrofotómetro

Cinética
La cinética se monitoreó durante 295 horas, se calculó el promedio de cada una de las mediciones, y
se obtuvo el logaritmo natural del promedio, a continuación se muestran los resultados
experimentales de las cinéticas corregidas, estos datos son el resultado final del promedio corregido

29



de las absorbancias (Tabla 7.), ya que algunas mediciones en los triplicados eran muy diferentes
entre sí, los datos fueron sometidos a pruebas de error experimental de Dixon, Fischer, mediante el
Criterio de desviación estándar y por el Criterio respecto a la media.

Con base en la gráfica de crecimiento bacteriano (Figura 4.) podemos notar que la turbidez de los
controles se mantuvo estable durante el tiempo en que se realizó la corrida, por lo tanto, se puede
asegurar que dentro de los cultivos no creció algún microorganismo que contaminara el medio, así
mismo, nos reafirma la esterilidad del diésel, de esta manera, los cultivos no presentaban color
diferente al del tiempo cero, caracterizándose solamente por el color amarillo verdoso del diésel
estéril.

Se aprecia en la Figura 5. que la bacteria de los cultivos del 5% con diésel, le toma casi 75 h
adaptarse al medio, para posteriormente crecer exponencialmente entre las 75 h y las 170 h, esto
hace que la fase exponencial dure casi cien horas, se presume que la fase estacionaria dura 173
horas en el cultivo de 5%, además, no se visualiza claramente la fase de muerte, por lo que podría
extenderse por más en el tiempo. Se observa también que hubo momentos donde se observaron
crecimientos altos variados, de tal manera que a las 251 h fue donde se presentó el punto máximo de
densidad óptica (0.7357), y al final de la cinética también se presentó una medición alta de 0.7286,
cabe destacar que a ese momento de la cinética los cultivos se encontraban casi a un 50% de
contenido, por lo que dicho resultado se debe tomar con cautela.

Por otra parte, en la curva correspondiente al 10% de diésel, se observan claramente las fases de
latencia, exponencial, estacionaria y de muerte, durando así, aproximadamente 74 h en la fase de
adaptación, 71.5 h en crecer exponencialmente, de esta manera, la bacteria se mantuvo estable
durante aprox. 81 horas y su muerte en las últimas 20 horas de la cinética. Por su parte, en la
cinética del 10% c/d c/b se registró su mayor crecimiento con una DO de 0.8970 a las 251 h tal
como los cultivos del 5%, a diferencia de esta última se nota una clara fase de muerte que inicia a
las 275 horas y crecimiento exponencial se mantiene durante más tiempo, demostrando que a esta
concentración de diésel les permite a las bacterias duplicarse de una mejor manera.

Así mismo, se calculó el coeficiente de correlación R de cada una de las fases exponenciales de
cada cinética, resultando una R=0.9872 para el 10% y R=0.9956 para los cultivos de 5%, por lo
tanto, existe una mejor correlación para los cultivos al 5%, no obstante, para las dos cinéticas se
demuestra que existe una buena correlación entre el crecimiento en la biomasa y los nutrientes del
medio de cultivo, ya que ambas están cerca del parámetro R=1.

Se calcularon los parámetros cinéticos de crecimiento (m), tiempo de duplicación (td) y número de
generaciones (n), se observa que el crecimiento en los cultivos al 10% crecen por encima del 5%, no
obstante, al tener dos veces mayor concentración que el 5% podría pensarse que su crecimiento
sería dos veces más rápido, o que el número de generaciones podría ser mucho mayor, esto
demuestra que una concentración mayor de diésel no asegura un crecimiento elevado de biomasa, a
pesar de su relación directamente proporcional, no se exhiben cambios drásticos en el crecimiento.
Sin embargo, se observa como la fase estacionaria de los cultivos al 5% de diésel logran una mayor
estabilidad que la del 10%, de hecho, es notoria la muerte abrupta de las bacterias a las 275 horas en
los cultivos con 10% de diésel, aunque se logra apreciar un ligero crecimiento, puede ser
característico de la fase de muerte, mientras que de forma a priori se podría pensar que solo
mirando la fase estacionaria del 5% de diésel se percibe una estabilidad más duradera, aunado a
ello, la fase exponencial de la cinética al 5% inicia casi 24.5 horas antes que la del 10%, esto indica
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que los cultivos con 5% de diésel se presentan como aquellos con una concentración idónea de
diésel para el crecimiento rápido de la bacteria pero no llega al crecimiento máximo de la cinética al
10%, esto significa que una concentración al 5% de diésel representa una fuente suficiente de
carbono para que Pseudomonas protegens pueda sobrevivir y crecer al mismo tiempo que genera
metabolitos biosurfactantes, en cambio, una concentración al 10% favorece la duplicación
bacteriana durante tiempos más prolongados de tal manera que el diésel se aprovecha mejor como
fuente de carbono, al mismo tiempo que estas producen metabolitos surfactantes para poder
asimilarlo.

Ajuste a modelos matemáticos
Tanto la cinética del 5% como la cinética del 10% fueron sometidas a tres modelos de crecimiento
bacteriano; Verhulst-Pearl, Gompertz y al modelo Logístico.

Como se observa en la Figura 6. la cinética al 5% se distingue por encajar de una mejor manera con
el modelo Logístico, teniendo así un valor de 0.9900 en correlación de datos, de acuerdo con
McKelllar & Xuewen (2003), los datos experimentales se incrementan de forma exponencial a
través del tiempo, un comportamiento que encaja en un modelo logístico se caracteriza por ser una
curva donde existe un momento de inflexión a partir del cual la tasa de crecimiento disminuye,
posteriormente el número de bacterias no cambia en el tiempo, este punto de inflexión se ha
utilizado para modelar las fases individuales de algunos microorganismos. Lo anterior hace
referencia a que los recursos en el medio son limitados, el efecto depresivo de la densidad sobre la
población es de tipo lineal y las condiciones ambientales son constantes (Chiappa et al., 2009).

Podemos observar que a las 122 h el punto de inflexión es drástico y esto se puede deber a la
producción de biosurfactantes que se estaba generando, ya que como lo veremos más adelante en la
prueba de E24, es en este punto donde se observa mayor cantidad de emulsión y una constante
producción de biotensoactivo.

Así mismo, es necesario destacar que la microbiología predictiva es una herramienta útil para
describir y predecir el crecimiento bacteriano bajo diferentes condiciones, sin embargo, no existen
bases claras para la selección del modelo a utilizar , algunos de los principios generales son elegirlo
con base en la simplicidad, parametrización, rango de aplicabilidad, especificación estocástica e
interpretabilidad, por lo que es recomendable interpretar los resultados con base en comparación
con otros microorganismos y tomarlos con cautela (Castro et al., 2008).

En cuanto a la prueba del 10% (Figura 7.), se observa que la cinética toma un crecimiento más
pronunciado y de hecho, consigue dos correlaciones altas con dos modelos diferentes; obteniendo
así 0.9973 de correlación para el modelo Logístico y 0.9107 en los datos del modelo de Gompertz,
mientras que para el modelo de Velhurst-Pearl mostró la misma correlación que el 5% (0.4027). De
acuerdo con McKelllar & Xuewen (2003), la ecuación de Gompertz se utiliza ampliamente para
adaptarse a una gran variedad de curvas de diferentes microorganismos, así como a su crecimiento
basado en pruebas de crecimiento secundarias como la turbidez, pese a ello, existen algunas
limitaciones en su uso, concretamente el tiempo de generación puede ser subestimado por hasta un
13%, sus asíntotas llegan a ser más bajas así que para tener un buen ajuste se requieren gran
cantidad de datos en la fase exponencial.
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Tabla 7. Resultados de las mediciones de turbidez DO600.

TIEMPO CONTROL S/B C/D 5% C/B C/D 10% C/B C/D

(h) A B C Prome
dio

LN A B C Prome
dio

LN A B C Prome
dio

LN

0 0.1323 0.1297 0.1287 0.1302 -2.0384 0.2240 0.2092 0.1934 0.2089 -1.5661 0.1347 0.1072 0.1299 0.1239 -2.0880

14.5 0.1539 0.1531 0.1602 0.1557 -1.8596 0.2057 0.2447 0.2353 0.2286 -1.4759 0.2246 0.1926 0.1913 0.2028 -1.5954

27 0.1800 0.1240 0.2204 0.1748 -1.7441 0.3241 0.2930 0.2310 0.2827 -1.2634 0.2601 0.2100 0.2328 0.2343 -1.4512

51 0.1178 0.1822 0.1824 0.1608 -1.8276 0.2564 0.2761 0.3076 0.2800 -1.2728 0.3270 0.2300 0.3478 0.3016 -1.1987

74 0.1986 0.1594 0.1707 0.1762 -1.7359 0.2722 0.2557 0.3523 0.2934 -1.2262 0.2685 0.2659 0.2396 0.2580 -1.3548

98.5 0.2102 0.2562 0.2036 0.2233 -1.4991 0.3768 0.3622 0.3695 -0.9956 0.3488 0.2296 0.2713 0.2832 -1.2615

122 0.2031 0.2018 0.3208 0.2419 -1.4192 0.4576 0.5693 0.5135 -0.6666 0.3436 0.3931 0.3684 -0.9987

145.5 0.3290 0.1860 0.2731 0.2627 -1.3367 0.5130 0.5096 0.5690 0.5305 -0.6339 0.5333 0.5426 0.5370 0.5376 -0.6206

170 0.1970 0.1890 0.2046 0.1969 -1.6252 0.5703 0.5530 0.5643 0.5625 -0.5753 0.7163 0.8056 0.6620 0.7280 -0.3175

194 0.2106 0.1390 0.1316 0.1604 -1.8301 0.6340 0.5940 0.5970 0.6083 -0.4970 0.7578 0.7070 0.7615 0.7421 -0.2983

218 0.1846 0.2086 0.2346 0.2093 -1.5641 0.5740 0.6123 0.5206 0.5690 -0.5639 0.8300 0.8583 0.8442 -0.1694

251 0.1470 0.1940 0.1060 0.1490 -1.9038 0.7020 0.7693 0.7357 -0.3070 0.8836 0.9103 0.8970 -0.1088

275 0.1316 0.2136 0.1700 0.1717 -1.7618 0.5773 0.6616 0.6195 -0.4789 0.6136 0.6846 0.6491 -0.4322

295 0.1716 0.161 0.119 0.1505 -1.8936 0.7203 0.7166 0.749 0.7286 -0.3166 0.7876 0.4985 0.6213 0.6358 -0.4529
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Figura 4. Cinética de crecimiento Figura 5. Correlación lineal de la fase exponencial de cada una de
las cinéticas.

Figura 6. Cinética del 5% ajustada a los modelos cinéticos. Figura 7.  Cinética del 10% ajustada a los modelos cinéticos.
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Estos resultados indican que la cinética de crecimiento se ve sumamente afectada dependiendo de la
concentración de diésel, y esto repercute tanto en la duración de las fases como en el crecimiento de
cada una de ellas, por lo tanto, su ajuste a un modelo específico es diferente pues no se comporta
con base en suposiciones fundamentadas en una cinética con menor concentración de diésel.
Adicionalmente se deduce que la generación de biosurfactante puede producir cierto sesgo en la
medición en la turbidez.

Con esta información se infiere que con una mayor cantidad de datos en la fase exponencial el
ajuste pudo llegar a igualar la correlación con el modelo logístico, puesto que los datos adquieren
justamente la tendencia curva del modelo de Gompertz y es razonable pensar que el modelo se
desfase en el crecimiento exponencial de la cinética debido a su error del 13% antes mencionado, no
obstante, se presentan mejores resultados en correlación con el modelo logístico, lo que empata con
los resultados obtenidos de la cinética del 5%, por ello es necesario recordar que los modelos son
una representación ideal simplificada de la realidad que permite comprender la estructura y función
de un sistema complejo y real, por lo que se recomienda generar un conjunto de hipótesis acerca de
los mecanismos causales de las relaciones entre datos experimentales y modelos matemáticos con el
fin de proponer una estrategia para elegir un modelo que represente la realidad (Chiappa, 2009;
Bazin & Prozer, 2018).

Cribado primario y secundario
Las pruebas de cribado primario que se realizaron fueron la prueba de colapso de la gota, dispersión
de aceite y la prueba de emulsificación (E24) como cribado secundario, esta última se realizó cada
24 h, durante toda la cinética de crecimiento bacteriano, mientras que las de cribado primario se
realizaron a las 200 h de iniciada la cinética. La prueba de E24 presentó los siguientes resultados
sometidos a corrección de error mediante la prueba de Dixon, Fischer, mediante el criterio de
desviación y promedio (Tabla 8.).
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Tabla 8. Resultados de la prueba de emulsificación entre el sobrenadante y el diésel.

INTERFASE (mm)

Tiempo CONTROLES CON AGUA CONTROLES C/D SB PRUEBA 5% PRUEBA 10%

(h) A B C A B C A B C A B C

T0 0 0 1 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 T0

T1 14.5 3 0 3 0 0 0 0 1 1 0 0 0 T1

T2 27 1 0 1 1 0 0 1 2 2 1 2 T2

T3 51 4 4 4 0 1 2 2 1 1 1 T3

T4 74 2 3 0 2 1 1 2 2 T4

T5 98.5 2 1 1 1 2 2 1 1 2 1 T5

T6 122 1 2 0 0 1 1 2 2 1 1 1 T6

T7 145.5 2 1 1 0 0 1 3 2 2 1 2 T7

T8 170 0 1 0 0 1 2 3 2 2 3 T8

T9 194 0 0 0 0 0 0 3 2 3 2 T9

T10 218 2 3 0 1 1 3 3 2 2 3 T10

T11 251 0 0 0 1 4 4 4 4 4 T11

T12 275 0 0 0 1 0 0 2 4 T12

T13 295 1 2 1 0 2 3 3 2 2 3 T13
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ALTURA TOTAL DE LA MEZCLA (mm)

T0 0 41 42 42 42 41 42 42 41 41 42 22 21 T0

T1 145.5 40 41 42 42 42 42 40 41 41 41 42 41 T1

T2 27 41 41 41 41 41 41 41 41 41 41 41 T2

T3 51 41 41 40 42 43 42 42 42 42 42 T3

T4 74 42 42 40 40 40 40 40 40 40 T4

T5 98.5 42 42 41 41 40 40 40 42 41 40 T5

T6 122 42 43 43 43 43 43 43 43 42 42 42 T6

T7 145.5 42 43 42 42 43 42 44 44 43 43 43 T7

T8 170 44 44 43 42 43 42 43 42 43 43 T8

T9 194 43 42 42 44 44 44 43 43 42 42 T9

T10 218 42 42 41 41 41 42 42 42 42 42 T10

T11 251 40 40 42 42 42 41 41 42 42 T11

T12 275 41 41 41 42 42 42 41 41 T12

T13 295 44 44 42 41 41 42 42 42 42 42 T13

E24 %

T0 0 0.0000 2.3810 4.7619 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 T0

T1 145.5 7.5000 0.0000 7.1429 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 2.4390 2.4390 0.0000 0.0000 0.0000 T1
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T2 27 2.4390 0.0000 2.4390 2.4390 0.0000 0.0000 2.4390 4.8780 4.8780 2.4390 4.8780 T2

T3 51 9.7561 9.7561 10.000 0.0000 2.3256 4.7619 4.7619 2.3810 2.3810 2.3810 T3

T4 74 4.7619 7.1429 2.0000 0.0000 5.0000 2.5000 2.5000 5.0000 5.0000 T4

T5 98.5 4.7619 2.3810 2.4390 2.4390 5.0000 5.0000 2.5000 2.3810 4.8780 2.5000 T5

T6 122 2.3810 4.6512 0.0000 0.0000 2.3256 2.3256 4.6512 4.6512 2.3810 2.3810 2.3810 T6

T7 145.5 4.7619 2.3256 2.3810 0.0000 0.0000 2.3810 6.8182 4.5455 4.6512 2.3256 4.6512 T7

T8 170 0.0000 2.2727 0.0000 0.0000 2.3256 4.7619 6.9767 4.7619 4.6512 6.9767 T8

T9 194 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 0.0000 6.9767 4.6512 7.1429 4.7619 T9

T10 218 4.7619 7.1429 0.0000 2.4390 2.4390 7.1429 7.1429 4.7619 4.7619 7.1429 T10

T11 251 0.0000 0.0000 0.0000 2.3810 9.5238 9.7561 9.7561 9.5238 9.5238 T11

T12 275 0.0000 0.0000 0.0000 2.3810 0.0000 0.0000 4.8780 9.7561 T12

T13 290 2.2727 4.5455 2.3810 0.0000 4.8780 7.1429 0.0000 4.7619 4.7619 7.1429 T13

PROMEDIOS E24

TIEMPO CONTROLES CON AGUA CONTROLES CD SB PRUEBA 5% PRUEBA 10%

T0 0 2.3810 0.0000 0.0000 0.0000 T0

T1 14.5 4.8810 0.0000 1.6260 0.0000 T1

T2 27 1.6260 0.8130 4.0650 3.6585 T2

T3 51 9.8374 1.1628 4.7619 2.3810 T3
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T4 74 5.9524 1.0000 3.7500 4.1667 T4

T5 98.5 X= 3.2197 3.5714 X= 0.9863 2.4390 X= 5.2060 4.1667 X= 4.2453 3.2530 T5

T6 122 s= 2.77919 3.5161 s= 0.77533 0.7752 s= 2.6973 3.8760 s= 2.6395 2.3810 T6

T7 145.5 3.1561 0.7937 5.6818 3.8760 T7

T8 170 V= 7.72391 1.1364 V= 0.60114 0.7752 V= 7.2755 5.5002 V= 6.9673 5.8140 T8

T9 194 0.0000 0.0000 5.8140 5.9524 T9

T10 218 5.9524 1.6260 7.1429 5.5556 T10

T11 251 0.0000 1.1905 9.6787 9.5238 T11

T12 275 0.0000 0.7937 9.6787 7.3171 T12

T13 3.0664 2.4390 7.1429 5.5556 T13
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Se realizó un gráfico tomando al tiempo como eje de las X y los resultados en porcentaje de la
prueba de emulsificación (E24%) en el eje de las Y (ver Fig. 8).

Figura 8. Gráficas obtenidas de la emulsificación producida por los cultivos de 5% y 10%

Claramente se aprecia en la gráfica, la producción de biosurfactante tanto del 5% como del 10% de
diésel no difiere en gran escala una de otra, se aprecia como de las 25 a las 125 h la producción de
biosurfactante permanece relativamente constante, mientras que luego de las 125 h hay una alza en
la producción durante las 250 y 276 h con un pico máximo donde ambas producciones se
encuentran y luego desciende, esto nos indica que a las 250 h es donde encontramos el mayor
porcentaje de emulsificación independientemente de la concentración de diésel, esto concuerda con
el mayor punto de crecimiento bacteriano en la cinética que se presentó anteriormente, además, se
observa que la alza en la emulsificación en los datos del 5%, se presenta al final de la fase
exponencial y se extiende durante toda la fase estacionaria, finalizando al igual que la cinética de
crecimiento bacteriano, con un resultado poco concluyente en la fase estacionaria, es decir, no se
visualiza un descenso sino una continuidad en la producción de biosurfactante.

Por otra parte, el comportamiento de la emulsificación en los cultivos del 10%, aunque presentan
resultados similares a los del 5%, muestran diferencias significativas en el momento que, se
predispone como el punto de producción exponencial de biosurfactante en el medio, ya que éste se
genera de manera temprana en la fase exponencial de su cinética de crecimiento (122 h), luego se
mantiene durante 48 horas hasta tener después tener un pico máximo a las 250 h que se mantiene
por poco tiempo en contraposición con la cinética de 5% que mantiene su emulsificación por más
de 24 h. En ambos casos, se presenta una notoria baja en la emulsificación al final de la prueba,
anteponiéndose la del 10% que inicia la baja a las 275, esto concuerda con los datos obtenidos en la
cinética de crecimiento.

Los datos son concluyentes y nos muestran que no hay una diferencia significativa en la prueba de
cribado secundario, por lo tanto, no hay diferencia destacable en los cultivos con concentración
diferente de diésel, ya que ambas cultivos (5% y 10%) muestran que las propiedades tensoactivas de
sus metabolitos emulsifican hasta un 10% de diésel en esta prueba, en otras palabras, emulsifica
hasta casi 200 µL de diésel en 24 h. (Ver ecuación 1.) y en promedio emulsifica 5.2060% de diésel
en los cultivos al 5% y 4.2453% de diésel en los cultivos del 10%, es decir, emulsifica en 24 horas
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104 y 85 microlitros de diésel respectivamente (Ver Ecuación 2. y 3.). Esto demuestra un
importante poder de emulsificación por parte de los metabolitos biosurfactantes presentes en los
medios de cultivo.

2 ml de diésel [9.6787% (máx emulsificación)] / 100% = 0.1935 ml = 194 micro L Ecuación 1

2 ml de diésel [5.2060% (prom. emulsificación)] / 100% = 0.1041 ml = 104 micro L Ecuación 2

2 ml de diésel [4.2453% (prom. emulsificación)] / 100% = 0.0849 ml = 85 micro L Ecuación 3

Por otra parte, los controles mostraron poca emulsificación en las pruebas, con un promedio de
0.98%, por lo que, este promedio puede ser restado de las ecuaciones anteriores para mayor
precisión en los resultados. Mientras que la gráfica de E24 de los tubos control con agua y diésel
(Figura 9.) presentaron datos poco precisos, pues a lo largo de la gráfica no se presenta un
comportamiento claro, sino que el porcentaje de emulsificación asciende y desciende sin patrón
alguno, esto podría deberse a que las pizetas tuvieran algún rastro de jabón cuando se lavaron.

Figura 9. Gráfico obtenida del control con agua.

Por otra parte, las pruebas de cribado primario que se realizaron casi al finalizar la cinética de
crecimiento bacteriano, fungieron como pruebas confirmatorias de la presencia de metabolitos
biosurfactantes en los medios (Tabla 9.).

Tabla 9. Cribado primario al sobrenadante libre de células.

Prueba Fotos Descripción de la imagen

Colapso de la gota Se observa cómo las gotas de 2 miL de
agua y control permanecen esféricas dando
así la prueba negativa, mientras que las
demás gotas, tomaron una forma más plana
porque disminuyó la tensión superficial en
ellas, por lo tanto, la prueba resultó
positiva. Se tomó al detergente tritón como
referencia.

Esparcimiento de
aceite

*No se tomaron fotos* 41 mm de dispersión en aceite.
La prueba resultó positiva respecto a su control.
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Resultados extracción L/L
Luego de que se eligieron las alícuotas tomadas en el momento de mayor emulsificación (250 h) de
acuerdo con las gráficas, y una vez que se llevó a cabo la metodología de extracción l/l con una
mezcla de cloroformo metanol 1:1 se logró extraer el biosurfactante en bruto (BS) con las
características cuantitativas y cualitativas que se presentan en la tabla 10. Algunos tubos no se
lograron evaporar perfectamente y se llevaron a evaporación una vez más con las mismas
condiciones, se infiere que la dificultad en la evaporación se debió a residuos de agua.

No se logró obtener biosurfactante en las muestras controles más que residuos de agua que no se
pudieron evaporar completamente.

Tabla 10. Tabla comparativa de los biosurfactantes puros.

Tubo correspondiente
al cultivo

Peso del
biosurfactante bruto

(BS)

Propiedades
organolépticas del

biosurfactante bruto

Foto

Control A c/d s/b No se obtuvo BS Residuos de agua -

Control C c/d s/b No se obtuvo BS Residuos de agua -

5% A 29.3 mg Color difícil de
percibir
Aceitoso

5% C 23.4 mg Verdoso
Sin olor
Aceitoso

10% A 26.9 mg Verdoso
Sin olor
Aceitoso

10% B 28.1 mg Verdoso
Sin olor
Aceitoso

10% C 25.6 mg Verdoso
Sin olor

5% B 20.3 mg
Residuo rosáceo

Sin olor
Aceitoso
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Detección por TLC
Durante la realización de la cromatografía en capa fina se efectuaron varias corridas (Tabla 11.) con
el fin de identificar la mejor mezcla de disolventes o el solvente ideal para detectar claramente las
manchas en la placa. Para cada placa se calcularon las Rf y se detectaron bajo luz UV y por tinción
de Vainillina, tal como se menciona en la metodología.

Los productos de biosurfactante bruto se denominaron de la siguiente manera:

10% A - M1       10% B - M2        10% C - M3        5% A - M4        5% B - M5        5% C - M6

Lo anterior, con el fin de simplificar la escritura de cada muestra en las placas, así mismo, se eligió
al producto obtenido por el Control A c/d s/b como control negativo para eluir las placas, mismo
que se identificó como “C”. Para todas las placas se utilizó el aminoácido Glicina como control
positivo.

Como se puede visualizar en las imágenes, se obtuvo una mejor separación de manchas mediante la
utilización de cloroformo como fase móvil, se realizaron varias placas hasta llegar a la visualización
clara de una mejor separación en las manchas.

Tabla 11. Detección de cromatogramas por luz UV y Vainillina.

CROMATOGRAFÍA EN CAPA FINA PARA LAS MUESTRAS AL 10% (M1, M2 Y M3)

Prueba Tiempo de
elución
(min)

Fase móvil Manchas a luz UV Manchas por
tinción de
Vainillina

Rf**

1 17 2:1
CH3OH-CHCl3

*

M1= 0.76
M2=0.76
M3=0.82

2 15 1:1
CH3OH-CHCl3

M1=0.8
M2=0.82
M3=0.83
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3 17 1.25:1
CH3OH-CHCl3

M1=0.75
M2=0.75
M3=0.8

4 15 1:0
CH3OH

M1=0.72
M2=0.74
M3=0.76
C+=0.61

5 17 1:0
CHCl3

M1-1=0.74
M1-2=0.88

M2-1=0.73
M2-2=0.87

M3-1=0.72
M3-2=0.89

C+=0.73

* La primera placa se reveló con Ninhidrina para visualizar aminoácidos, fue la única placa con
esta tinción, ya que como se muestra en la imagen, no reveló las manchas que se apreciaban bajo
luz UV.
** Factor de retención (Rf): Distancia recorrida por el compuesto/distancia recorrida por el
eluyente.

CROMATOGRAFÍA EN CAPA FINA PARA LAS MUESTRAS AL 5% (M4, M5 Y M6)

Prueba Tiempo de
elución
(min)

Fase móvil Manchas a luz UV Manchas por
tinción de
Vainillina

Rf
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1 25 1:1
CH3OH-CHCl3

M4=0.75
M5=0.76
M6=0.72

2 23 1.25:1
CH3OH-CHCl3

M4=0.75
M5=0.74
M6=0.76

3 16 1:0
CHCl3

M4-1=0.52
M4-2=0.76
M4-3=0.82

M5-1=0.47
M5-2=0.52
M5-3=0.82

M6-1=0.52
M6-2=0.82

C+ = 0.5

Al concluir con las pruebas de detección, se logró una separación más completa para las placas que
se eluyeron con cloroformo como único solvente, incluso, se lograron percibir manchas tenues que
estaban muy cerca de las manchas más fácilmente apreciables. Por ello, se comprueba que las
moléculas que integran el biosurfactante bruto presentan diferentes polaridades, en el caso de
aquellas que quedan más retenidas a lo largo de la placa se les atribuye una polaridad más elevada,
en cambio, las que eluyen fácilmente con el cloroformo se caracterizan por ser poco polares (UAM,
2007). A pesar de que las manchas pudieran estar bien separadas, éstas se concentran en la parte alta
de la placa, lo que sugiere que todos los compuestos en general poseen mediana a poca polaridad.

Cabe destacar que todas las manchas se visualizaron bajo luz UV, esto significa que los compuestos
de interés absorben a 254 nm y que al ser tan oscuros indican la presencia de moléculas altamente
conjugadas, además, al teñirse con Vainillina, confirman la presencia de nucleófilos fuertes y
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débiles, tal como los alcoholes y las aminas (Nichols, 2020), mismos que se encuentran en la
molécula de Orfamida A. Así mismo, las manchas azules violáceas por vainillina, revelan que en la
muestra hay presencia de grupos funcionales R-NH2, C-ON, C=O (Allen, 1981).

En cuanto a la tinción con Ninhidrina, debido a que solo reacciona con aminas primarias y aunque
existe información acerca de su tinción a aminas secundarias, no hay evidencia clara de que tiña
amidas secundarias que se encuentran presentes en la molécula de la orfamida A. No obstante, en
vista de que el biosurfactante bruto presenta otras moléculas como impurezas, es probable que la
solución de ninhidrina haya dado un falso negativo (Shih-Wen, 2006)

Por otra parte, estos resultados mostraban que era necesaria la purificación de los productos brutos y
también una prueba confirmatoria de que las manchas se separaban completamente con cloroformo,
por lo que se realizaron pruebas de verificabilidad (Tabla 12.), efectuando por segunda vez la
corrida de las muestras con cloroformo, con la misma cantidad de muestra y bajo el mismo esquema
de elución.

Tabla 12. Pruebas de verificación realizadas para reproducibilidad.

PRUEBAS DE VERIFICACIÓN

Tiempo de
elución

Fase móvil Manchas a UV Tinción con
Vainillina

Rf

10%
M1 M2 M3

15 min

Cloroformo

M1-1=0.87
M1-2=0.53
M1-3=0.23

M2-1=0.86
M2-2=0.53
M2-3=0.23

M3-1=0.86
M3-2=0.52
M3-3=0.18
C+=0.7

5%
M4 M5 M6

17 min

M4-1=0.83
M4-2=0.48
M4-3=0.24

M5-1=0.83
M5-2=0.48
M5-3=0.24

M6-1=0.83
M6-2=0.46
M6-3=0.24
C+=0.6
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Una vez que se comprobó que los resultados eran reproducibles y al no tener diferencias notorias en
los Rf, se llevó a cabo la purificación del biosurfactante bruto.

Purificación
Se seleccionaron las muestras M1, M2, M4 y M6 para desarrollar la purificación del biosurfactante
mediante cromatografía preparativa, ya que presentaron la mejor separación y visualización de
componentes en la cromatografía en capa fina. Las bandas que se lograron visualizar en las placas
(Tabla 13.) fueron desprendidas, luego fueron sometidas a un proceso de extracción como se detalló
en la metodología, los compuestos purificados se pesaron en sus tubos eppendorf previamente
tarados para conocer su peso en gramos.

Tabla 13. Purificación de las muestras de biosurfactante bruto.

M1 M2 M4 M6

Placa preparativa
bajo luz UV

Porción de la
placa teñida con

Vainillina

Rf M1-1 = 0.90
M1-2= 0.68
M1-3= 0.47

M2-1 = 0.82
M2-2= 0.71

M4-1 = 0.83
M4-2= 0.49

M6-1 = 0.95
M6-2= 0.94
M6-3= 0.88
M6-4= 0.70
M6-5= 0.35

Peso de cada
producto

purificado

M1-1 = 26.2 mg
M1-2= 48.6 mg
M1-2= 37.2 mg

M2-1 = 26 mg
M2-1= 31.3 mg

M4 -1 = 32.7 mg
M4-2 = 25.5 mg

M6-1 = 28.8 mg
M6-2= 7.9 mg
M6-3= 23.7 mg
M6-4= 39.5 mg
M6-5= 34.8 mg

Es interesante comparar los dos tipos de revelado, ya que bajo la luz UV se visualizan manchas que
no se tiñen con Vainillina, esto nos da un claro indicio de que las impurezas presentes cuentan con
grupos funcionales tales como compuestos aromáticos, ésteres o alquenos o bien, son compuestos
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que no pueden formar enoles y/o reacciones de acetilación por lo que la tinción no es reactiva
(Allen, 1981).

Luego de haber purificado los compuestos, se realizó una TLC a manera de comprobación, para
verificar la calidad de la purificación (Tabla 14.). Se realizó con las mismas condiciones;
cloroformo como fase móvil, con 10 µL de muestra y añadiendo una muestra de biosurfactante
bruto.

Tabla 14. Pruebas de verificación por TLC preparativa.

PRUEBA DE VERIFICACIÓN DE LA PURIFICACIÓN DEL BIOSURFACTANTE

Tiempo de
elución

Fase móvil Manchas a luz
UV

Manchas por
tinción de
Vainillina

Rf

Placa
M1 M2 M3

20 min

Cloroformo

Muestra 1 sin
purificar = 0.65
M1-1 = 0.93
M1-2 =0.67
M1-3= 0.58

Placa
M2 M2 M4

M4

18 min Muestra 2 sin
purificar = 0.92
Muestra 2a sin
purificar = 0.66
M2-1=  0.94
M2-2= 0.63
M2-2a= 0.63

Muestra 4 sin
purificar = 0.92
Muestra 4a sin
purificar= 0.67
M4-1 = 0.66
M4-1a= 0.93
M4-2=0.64

Las placas de comprobación de pureza demostraron una buena purificación en la M1a, M1b e
insuficiente para la M1c, ya que para esta última se logran apreciar dos manchas, una muy tenue por
debajo de la más fácilmente observable, por otro lado, como se observa en la placa de las muestras
2 y 4, la mayoría de las muestras presentan 2 manchas, lo que implica que las muestras están
parcialmente puras.
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Separación por HPLC
La separación por HPLC se realizó bajo las mismas condiciones para todas las muestras, tal como
se observa en la Tabla 15. Primero se obtuvieron los cromatogramas de cada muestra que no se
sometió a purificación para después compararla contra sus compuestos parcialmente purificados.

Como se observa el cromatograma de la M1 la concentración de sus compuestos es proporcional al
área de los picos, mismos que logran apreciarse a diferente longitud de onda, como se tenía
previsto, la Muestra 1 alberga analitos sin purificar que se reflejan en el espectro UV.

Tabla 15. Resultados arrojados por el HPLC de los analitos M1 y sus residuos purificados.

Muestra Cromatograma específico Cromatograma espectro UV.

M1

210 nm
Rt=5.453 min
Área=1444730
A%=4.04

270 nm
Rt=2.907 min
Área=12042
A%=0.33
Height= 2579
Height%= 1.10

380 nm
Rt= 1.867
Área=  6484
A%=1.99
Height=285
H%=1.40
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M1-1

270 nm
Rt=6.913
Height= 36934
Área=295600
H%=6.37
A%=5

Rt= 8.167 min
Height=23491
Área= 158445
H%= 4.05
A%=2.68

M1-2
270 nm
Rt=2.90 min
Height=3163028
Área=25427014
H%=81.62
A%=0.18

M1-3
380 nm
Rt=2.247
Height=6417
Área= 51104
H%=11.03
A%=6.52

Con base en los cromatogramas y los datos que arrojan, el analito M1-2 fue aquel que muestra ser el
analito con mayor pureza, ya que no figuran otros picos alrededor de él ni a lo largo del
cromatograma, así mismo, los datos de tiempos de retención arrojados en los cromatogramas son
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comparables a los tiempos de retención registrados por Yanes (2014) que van de los 2 min a los 6
min y con un pico cúspide a los 35 min, además, comparándolo con el estándar de referencia
publicado por Gross y colab. (2007) los picos de M1-1 que van de 7 a 10 min son comparables a los
picos correspondientes a los aminoácidos Treonina y Serina, en adición, lo primeros picos, que
aparecen en el cromatograma podrían ser residuos de aspartato y asparagina (asx).

Las señales registradas en los cromatogramas a 210 nm, 254 nm, 270 nm y 380 nm son un claro
indicio de la presencia de Orfamida A producida por Pseudomonas protegens (Yeong et al. 2013),
así como la visualización de picos alrededor de los 206 nm, indican la presencia inequívoca de
lipopéptidos producidos por la cepa de Pseudomonas fluorescens, familia a la que pertenece P.
protegens (NCBI, 2022). Esto nos indica la presencia del Biosurfactante Orfamida A producido por
la cepa Pseudomonas protegens pf-5 en las Muestra 1, del cultivo con diésel al 10%.

En la Tabla 16 se muestran los cromatogramas de la M2, en los cuales se obtienen resultados
similares a los de la muestra 1, mismas que no se sometieron a un proceso de purificación, pues es
notoria la presencia de picos a lo largo de cada cromatograma. No obstante, la concentración de
analito es mucho mayor que la concentración en M1, dando picos con áreas y alturas mayores,
caracterizándose también por sus picos con simetría Guassiana.

Tabla 16. Resultados arrojados por el HPLC de los analitos M2 y sus residuos purificados.

Muestra Cromatograma específico Cromatograma espectro UV.

M2
270 nm
Rt= 2.247 min
Height=153565
Área= 1755728
H%= 20.06
A%= 24.50

Rt=2.847
Height=9257
Área=107917
H%=1.21
A%=1.51

Rt= 3.407
Height=9574
Área= 112094
H%=1.25
A%= 1.56
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M2-1

270 nm
Rt= 2.073 min
Height=21981
Área= 199721
H%=2.74
A%=2.09

M2-2

210 nm
Rt=  1.960
Height=140805
Área= 1400652
H%=2.18
A%= 2.07

En cuanto a la M2-1 y la M2-2 se puede observar que esta última presenta un mayor grado de
purificación y concentración que M2-1 con base en su área y su altura.

A continuación, se muestran en la Tabla 17. Los resultados de la separación por HPLC de la M4,
M4-1 y M4-2 que se obtuvieron de los cultivos al 5% de diésel.

Tabla 17. Resultados arrojados por el HPLC de los analitos M4 y sus residuos purificados.

Muestra Cromatograma específico Cromatograma espectro UV.

M4
380 nm

Rt= 713416
Height= 75869
Área= 39.61
H%=27.93
A%=75869

Rt= 2.413
Height= 26282
Área= 120826
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H%=9.67
A%= 6.71

Rt= 2.640
Height=89168
Área= 289734
H%=32.82
A%=16.08

M4-1

210 nm
Rt= 11.58
Height=
4186739
Área=
125572010
H%= 65.79
A%=79.50

M4-2

270 nm
Rt=  6.880
Height= 53652
Área= 377197
H%= 10.12
A%=8.5
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Por su parte M4-1 refleja alta pureza al mostrar solo un pico sobresaliente en el min 11.58 mismo
que puede visualizarse en M2-1, a diferencia de esta anterior, el pico de M4-1 exhibe mayor pureza
y área, por lo tanto, mayor concentración. De acuerdo con el estándar de orfamida A (Anexo 1.),
este pico puede representar residuos de glutamina o ácido glutámico (glx).

Por último, se presentan los cromatogramas y datos arrojados para M6 (Tabla 18.) y sus
correspondientes purificados. Como se observa en los cromatogramas de la muestra no pura (M6) el
pico está rodeado por una serie de picos poco pronunciados, unos alejados y otros cerca de la línea
base, y se confirma la presencia de varios compuestos en la muestra en el cromatograma de espectro
UV, donde en la parte superior izquierda se encuentran 2 manchas una cerca de la otra. Al igual que
en los últimos casos, los picos son claramente observables a las longitudes de onda 210 nm, 254,
270 y 380 antes mencionadas.

Tabla 18. Resultados arrojados por el HPLC de los analitos M6 y sus residuos purificados.

Muestra Cromatograma específico Cromatograma espectro UV.

M6

254 nm
Rt=  3.260
Height=159921
Área=  3769788
H%= 32.55
A%= 42.73

270 nm
Rt=  2.213
Height= 12531
Área= 94211
H%= 2.92
A%= 1.57
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M6-1

210 nm
Rt= 1.940
Height= 88991
Área= 865262
H%= 2.15
A%= 2.11

Rt= 2.233
Height= 52370
Área= 515633
H%= 1.26
A%= 1.26

M6-2
210 nm
Rt= 1.940 min
Height= 11.9888
Área= 1086399
H%=2.40
A%=2.40

M6-3

210 nm
Rt= 1.887
Height= 58696
Área= 594338
H%= 1.34
A%= 1.13
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M6-4

210 nm
Rt= 1.953
Height= 139477
Área= 1284048
H%= 2.98
A%= 3.47

M6-5

254 nm
Rt=  2.027
Height= 10044
Área= 110851
H%= 1.82
A%= 1.67

Rt= 3.240
Height= 13131
Área= 388355
H%= 2.38
A%= 5.84

M6-6

254 nm
Rt= 3.260
Height= 159921
Área= 3769788
H%= 32.55
A%= 42.73

Para M6-1, M6-2, M6-3 se registraron picos muy similares, resultados esperados ya que al realizar
la purificación estas bandas se veían muy cerca de la otra y contaban con Rf no muy diferentes,
sabiendo lo anterior, era posible que sin una purificación más rigurosa, estas bandas arrastraran
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residuos una de la otra, a pesar de que la purificación para estas muestras resultara insuficiente,
M6-3 refleja una mejor pureza entre estas tres, sin embargo, la concentración es pequeña como para
hacer conclusiones debido a que su área puede verse afectada por el ruido de la línea base.

Por otra parte, se encuentran M6-4, M6-5 que, de acuerdo con los cromatogramas, presentan una
mejor separación. En M6-4, a partir del minuto 6 se observa una serie de picos que se extienden
hasta los 12 min, sugiriendo una pureza pobre para esta muestra, se considera que durante la
purificación del analito M6-4 y M6-5, residuos de aminoácidos u otros metabolitos pudieron
filtrarse en el proceso o incluso residuos de una muestra a otra.

Para finalizar la metodología con HPLC, se muestra el último analito M6-6, donde se obtiene la
mejor pureza y concentración del grupo M6, el pico sobresale de entre todas las señales del
cromatograma M6-6, a su costado se observan pequeñas señales que restan a su pureza, pero su
separación y purificación, aun con lo anterior, son satisfactorias.

Esta información es indicativa de que las muestras obtenidas de los cultivos al 5% con diésel, al
igual que las del 10%, contienen el biosurfactante objetivo y que, además, se logró una pureza alta
para las muestras M1-2, M1-3, M4-1, una pureza media para las muestras M2-1, M6-6, mientras
que para las demás muestras su purificación fue insuficiente por la cantidad de picos presentes en
sus cromatogramas.

Identificación IR
Se colocaron 20 microL de las muestras M1-1, M1-2, M2-1, M2-2, M4-1, M4-2, M6-2, M6-4 y una
muestra de Metanol grado HPLC (Anexo 2.) en un espectro Agilent 630-IR, se obtuvieron espectros
muy similares entre sí (Figura 10.) mismos que se compararon con un espectro de Orfamida B
(Anexo 3.), obtenido de la base de datos de spectrabase.com. Las bandas más importantes que son
comparables con el espectro de Orfamida B, fueron las bandas que se transmiten de 1540 a 1640
que corresponden a una flexión NH, la señal 1050-1100 corresponde al enlace C-O y C-N, mientras
que anterior a las bandas en 1000 cm-1 corresponden a la huella digital del compuesto, mismos que
son comparables con el espectro de Orfamida B, donde este último se diferencia únicamente en un
solo aminoácido (Colabora, 2020; Zongwang, 2016).

Figura 10. Espectro IR de M1-2
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Discusión
Durante la identificación de las cepas se encontró que la cepa 2-2 cumplía con todas las
características señaladas por Ronnie (2017), donde la bacteria respondió muy bien a la
concentración de diésel, pues se esperaba que al porvenir de un consorcio que se guardaba en
ultracongelación, pudiera no degradar los hidrocarburos, así mismo, Pseudomonas protegens fue
identificada por BLAST en un porcentaje de similitud de un 98.25% con características específicas
como un crecimiento rápido de los 20 a los 25°C, lo que le confiere una gran capacidad de trabajar a
temperatura ambiente reduciendo costos de muchos procesos que necesitan mayor cantidad de calor,
y además, muchas otras ventajas que ya se mencionaron anteriormente; la biodegradabilidad, la
biocompatibilidad etc., lo que supone un gran beneficio por encima de los biosurfactantes químicos,
así como sus capacidades antimicrobianas lo que permite mejorar las propiedades de ciertas
nanopartículas en la industria farmacéutica y cosmética (Vecino, 2018).

Por otra parte, los resultados de densidad de diésel, y de esterilización son comparables con García
(2009) donde obtuvo 0.8504 g/ml en densidad, mientras que la esterilización de diésel con
membrana 0.22 micras fue satisfactoria al igual que lo reporta Wuyang et al. (2018), sin embargo, la
esterilización por membrana en nuestra investigación se realizó con trampa de vacío para obtener el
diésel más rápida y eficazmente ya que se esterilizaron aproximadamente 500 ml para guardar en
stock.

En cuanto a la cinética de crecimiento, la cinética del 5%, de acuerdo con X, el crecimiento fue alto
ya que se obtuvo un rango de 0.61 a 0.80 (DO 600) para la degradación de hidrocarburos, mientras
que la cinética del 10% se clasifica como un crecimiento excelente (0.81 a 1.0) resultados
comparables con estos autores donde realizaron pruebas de degradación de hidrocarburos con
Pseudomonas.

Tal como lo reportó Talaiekhozani (2015) mayores crecimientos para Pseduomonas protegens,
además coincide con el crecimiento alto a los 25°C inducen un metabolismo diferencial que da
como resultado una partición diferente de la energía de los nutrientes en el mantenimiento celular y
la formación de biomasa. En tal caso, además del análisis que ya se describió anteriormente en los
modelos matemáticos, se observa en los modelos matemáticos que la fase exponencial de la cinética
con el 10% se extiende por más tiempo y con un crecimiento por encima de los comportamientos
predictivos del modelo Logístico y de Gompertz, sin embargo al tener poca cantidad de datos y al
no haber cambiado las condiciones de crecimiento con el fin de determinar su comportamiento bajo
diferentes tratamientos, según Castro et al. (2018) el ajuste podría presentar dificultades.

Por otra parte, los resultados cuantitativos del cribado primario con E24% resultaron interesantes
comparándolos con Wuyang (2018), pues muestra un comportamiento similar en la prueba de
emulsificación con Pseudomonas spp. que presentó una fase exponencial larga y su capacidad de
emulsificación permaneció estable durante la fase estacionaria, al igual que los resultados obtenidos
en la presente investigación.

Así mismo, se registró en los cromatogramas arrojados por HPLC una rápida visualización de la
elución de los productos purificados de acuerdo con las condiciones que propuso Jang et al. (2013),
pese a realizarse en tiempos cortos (15 min), fue suficiente para comprobar la pureza de las
muestras, de tal manera que los espectros IR sirven como mera comparación entre la transmitancia
de las bandas y otras obtenidas bibliográficamente.
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CONCLUSIONES
Se alcanzaron los objetivos planteados desde el inicio de la investigación, pues se completó el
estudio de las propiedades fisicoquímicas y biológicas de la orfamida A, tanto de manera práctica
como de manera bibliográfica, así mismo, se realizaron cada uno de los objetivos específicos
empezando por el aislamiento y la purificación parcial del metabolito, además, la identificación de
la naturaleza anfifílica fue evidente en todas y cada una de las pruebas que se realizaron durante la
caracterización, por último, se determinaron las condiciones de cultivo más favorables para generar
la mayor cantidad de surfactante, es decir, a las 251 h durante el crecimiento microbiano.

También, el metabolito presenta buenas capacidades biotensoactivas, de acuerdo con la prueba de
E24, y con base en la bibliografía consultada. En adición, la cepa Pseudomonas protegens, o bien, la
cepa nombrada 2-2, mostró un gran potencial para realizar un estudio robusto de los metabolitos, y
de la bacteria en sí, al no poseer características patógenas su manipulación se llevó a cabo de
manera sencilla.

Por último, en este estudio la producción de metabolitos secundarios no fue directamente
proporcional a la biomasa, de modo que el crecimiento de la bacteria se veía totalmente
influenciado al cambiar la concentración de diésel.

De esta manera, se concluye sugiriendo en próximas investigaciones el análisis estructural del
metabolito y los genes asociados a las enzimas péptidosintasas no ribosómicas para dilucidar
información más específica de la producción de biosurfactante.

RESUMEN

La degradación del diésel es un proceso que puede ocurrir de forma natural por medio de la acción
de las distintas rutas metabólicas de microorganismos que sobreviven en zonas contaminadas. La
identificación de bacterias capaces de degradar derivados del petróleo, tal como el diésel, es una
propuesta con un gran interés y aplicación en la actualidad. En el presente trabajo se estudió la
capacidad de degradación del diésel por medio de la acción del biosurfactante Orfamida A
producido por Pseudomonas protegens.
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ANEXO

Anexo 1. Picos característicos de orfamida A arrojados por HPLC.

Anexo 2. Espectro IR del metanol grado HPLC.
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Anexo 3. Espectro IR de orfamida B en absorbancia.
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