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RESUMEN  

 

Los microorganismos del suelo son fuentes importantes de enzimas cuyas actividades 

desempeñan un papel importante en los ciclos biogeoquímicos y funciones de la comunidad 

microbiana. Las enzimas microbianas han ganado interés por sus usos generalizados en la 

industria o el medio ambiente debido a su actividad catalítica, facilidad de producción y 

optimización. En el presente trabajo de investigación se plantea identificar el potencial 

enzimático de cepas bacterianas aisladas del páramo para su aplicación en la regeneración de 

suelos quemados. Las cepas aisladas son procedentes del proyecto “Consorcio Alemán 

Ecuatoriano sobre biodiversidad” (BIOGEEC). La actividad enzimática se evaluó en medios 

de cultivo cromogénicos suplementados con sustratos específicos como úrea, lípidos, fosfatos 

y sulfatos. La actividad enzimática de las cepas bacterianas se evaluó mediante el diámetro del 

halo de hidrólisis en placas de agar de los medios específicos. Se analizó el crecimiento 

microbiano en el lector de microplacas de las cepas con mayor potencial enzimático. Para 

realizarlo, se inoculo cada cepa por separado en 10 mL de caldo nutriente a 37ºC por 24 horas. 

Al finalizar este periodo se escaló en un biorreactor tipo batch de 30ml de caldo nutriente con 

un tiempo de operación de 24 horas a 150 rpm a 37ºC. Finalmente, se diluyó el cultivo 

bacteriano líquido hasta una escala de 0.5 McFarland y se transfirieron 200 mL del cultivo 

diluido en cada pocillo de la placa. La medición se realizó en intervalos de 1 hora por 48 horas 

con agitación orbital de 60 s a 600nm a 37ºC.  Los microorganismos con mayor potencial 

enzimático se seleccionaron para la formación de un consorcio bacteriano, que se inmovilizo 

en cascaras de café y zeolita. Las cepas aisladas del páramo presentaron actividades: ureasa, 

fosfatasa y lipasa. Sin embargo, no se evidencia la presencia de actividad arilsulfatasa. Por otro 

lado, las cepas bacterianas presentaron mayor hidrólisis del fosforo, esto se debe a que el pH 

del suelo y la materia orgánica favorecen la secreción de las fosfatasas. Además, la adaptación 

de comunidades microbianas a sustratos específicos puede aumentar la prevalencia de bacterias 

con capacidades metabólicas especiales, como la actividad lipolítica. Por otro parte, la 

dinámica del crecimiento microbiano varía significativamente entre diferentes especies 

bacterianas. Esta variabilidad se refleja en varios parámetros, los mejores estudiados son el 

tiempo de duplicación y la tasa especifica de crecimiento de diferentes especies bacterianas. 

Finalmente, los sustratos inorgánicos son una alternativa eficiente en los procesos de 
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inmovilización de bacterias, sin embargo, las cascaras de café es una alternativa sostenible e 

igual de eficiente para inmovilización celular.  

 

Palabras clave:  actividad enzimatica, bacteria, inmovilizacion, lipasa, ureasa, 

fosfatasa y arilsulfatasa   
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ABSTRACT 

 

Soil microorganisms are important sources of enzymes whose activities play a crucial 

role in biogeochemical cycles and microbial community functions. Microbial enzymes have 

gained interest for their widespread uses in industry and the environment due to their catalytic 

activity, ease of production, and optimization. This research aims to identify the enzymatic 

potential of bacterial strains isolated from the páramo for their application in the regeneration 

of burned soils. The isolated strains are from the "German-Ecuadorian Consortium on 

Biodiversity" (BIOGEEC) project. Enzymatic activity was evaluated in chromogenic culture 

media supplemented with specific substrates such as urea, lipids, phosphates, and sulfates. The 

enzymatic activity of the bacterial strains was assessed by the diameter of the hydrolysis halo 

on agar plates of the specific media. The microbial growth of the strains with the highest 

enzymatic potential was analyzed in a microplate reader. Each strain was separately inoculated 

in 10 mL of nutrient broth at 37ºC for 24 hours. After this period, scaling was done in a batch-

type bioreactor with 30 mL of nutrient broth, operating for 24 hours at 150 rpm at 37ºC. The 

liquid bacterial culture was then diluted to a 0.5 McFarland scale, and 200 µL of the diluted 

culture was transferred to each well of the plate. Measurements were taken at 1-hour intervals 

for 48 hours with orbital shaking for 60 seconds at 600 nm at 37ºC. The microorganisms with 

the highest enzymatic potential were selected to form a bacterial consortium, which was 

immobilized in coffee husks and zeolite. The isolated strains from the páramo showed urease, 

phosphatase, and lipase activities. However, arylsulfatase activity was not detected. The 

bacterial strains exhibited higher phosphorus hydrolysis, attributed to the soil pH and organic 

matter that favor phosphatase secretion. Additionally, the adaptation of microbial communities 

to specific substrates can increase the prevalence of bacteria with special metabolic capacities, 

such as lipolytic activity. Moreover, the dynamics of microbial growth vary significantly 

among different bacterial species. This variability is reflected in several parameters, with the 

most studied being the doubling time and specific growth rate of different bacterial species. 

Finally, inorganic substrates are an efficient alternative in bacterial immobilization processes; 

however, coffee husks are a sustainable and equally efficient alternative for cell 

immobilization. 
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CAPÍTULO I 

1. INTRODUCCIÓN 

1.1. Planteamiento del Problema 

Los páramos andinos son considerados como uno de los ecosistemas más diversos, con 

suelos que presentan un alto contenido de nutrientes y microorganismos (Madriñán et al., 

2013). La interacción entre la composición del suelo, los microorganismos y la actividad 

enzimática es importante para la acumulación de materia orgánica que es responsable de estas 

características (Brück et al., 2023). La fauna del suelo es reconocida como mediadora 

importante del ciclo biogeoquímico y de la dinámica comunitaria tanto trófica como no trófica 

(Wardle et al., 2004).  

En los últimos años se registra una mayor destrucción y quema de este tipo de 

ecosistemas. La quema de los pastizales provoca superficies desnudas temporales, que son 

susceptibles a la descomposición estructural por la energía cinética de las gotas de lluvia o 

granizadas (Kato et al., 2009). Además, estas superficies desnudas ricas en carbono negro 

absorben la radiación solar, lo que favorece el secado irreversible y la repelencia al agua en la 

superficie del suelo (Whitman et al., 2019). Los regímenes globales de incendios han cambiado 

debido a la influencia humana en el uso de la tierra (Pressler et al., 2019), así como la quema 

antropogénica del páramo como una práctica común, que representa la forma más fácil de 

transformar los pastizales previos a la siembra de cultivos, la deforestación es la forma más 

rápida de apropiación ilegal y colonización de terrenos abandonados (Brück et al., 2023). La 

actividad humana de quema representa una amenaza frecuente para los páramos. Además, las 

condiciones ambientales actuales son propicias para el aumento de los incendios forestales, 

como el aumento de la caída de rayos y el cambio a una atmosfera más cálida y seca (Romps 

et al., 2014).  

Los incendios forestales son disturbios que son devastadores para los ecosistemas, que 

pueden generar cambios drásticos, no sólo en la vegetación superficial de la zona sino también 

en la comunidad microbiana implicados en el ciclado de nutrientes (Whitman et al., 2019). Las 

poblaciones microbianas existentes en las capas superficiales del suelo se reducen, ya que los 

microorganismos son muy sensibles a los cambios de temperatura, humedad y nutrientes 

(Coyle et al., 2017). Las comunidades microbianas del suelo pueden verse afectadas por el 
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fuego, tanto directamente a través de la mortalidad durante la perturbación, como 

indirectamente a través de cambios físicos, químicos y biológicos en el suelo (Certini, 2005); 

tales cambios provocan la perdida de materia orgánica por combustión y erosión,  modificando 

la calidad de la materia orgánica mediante la adición de materia orgánica pirogénica, alterando 

la composición de la comunidad vegetal , perdida de la estructura del suelo y aumento del pH, 

lo cuales tiene consecuencia para los microorganismos del suelo (Bird et al., 2015; González-

Pérez et al., 2004). Al mismo tiempo, los incendios pueden alterar la dinámica de la red de 

nutrientes en el suelo y la capacidad de adaptación de las comunidades microbianas después 

de la perturbación (Pressler et al., 2019). 

Dado que la biorremediación es un proceso muy lento, solo ciertas especies de bacterias 

y hongos han demostrado su capacidad como potentes degradadores de contaminantes. La 

limitación del crecimiento bacteriano está bajo la influencia de parámetros como el pH, la 

temperatura, el oxígeno, la estructura del suelo, la humedad y el nivel adecuado de nutrientes, 

la escasa biodisponibilidad de los contaminantes y la presencia de otros compuestos tóxicos 

(Karigar & Rao, 2011). Las bacterias como los hongos dependen de la participación de 

diferentes enzimas intracelulares y extracelulares, para la remediación de recalcitrantes, lignina 

y organocontaminantes (Vidali, 2001).  

 1.2. Justificación 

En Ecuador los páramos andinos son ecosistemas con alta diversidad microbiana. Los 

microrganismos endémicos del suelo andino han sido poco estudiados y caracterizados, el 

potencial que ofrecen estas especies se desconoce, por lo que es necesario conocer su potencial 

enzimático en la biorremediación de los suelos. En los últimos años los estudios se centran en 

conocer el potencial enzimáticos de los hongos, por lo tanto, es necesario, explorar en la 

actividad que ofrece otras especies (Brück et al., 2022).   

Del mismo modo, los microorganismos del suelo, incluidos aquellos capaces de 

degradar compuestos poliaromáticos, son inhibidos por altas concentraciones de contaminantes 

orgánicos (García, Soto, & Simal, 2006).  Por lo tanto, las comunidades microbianas en los 

suelos afectados por incendios forestales sufren una drástica reducción, lo que resulta en una 

menor reactividad biológica (Andreolli, Lampis, Brignoli, & Vallini, 2015).  

De tal modo, la biorremediación implica una serie de reacciones, es decir, un complejo 

enzimático lo que muchas veces significa que se necesitan diferentes organismos para un 

resultado satisfactorio (Pereira & Freitas, 2012). Las condiciones ambientales adecuadas para 
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el rápido desarrollo de cada organismo son esenciales para una biorremediación efectiva. Los 

tratamientos con oxidasas e hidrolasas son pioneros en la biorremediación enzimática. Por lo 

tanto, la actividad enzimática proporciona una acción más rápida, homogénea y eficiente 

(Okino, Zanutto, Pereira, Fleuri, & Do Prado, 2019).   

De modo que, la biorremediación enzimática empleando bacterias propias del páramo 

ecuatoriano, no implica la liberación de un organismo modificado genéticamente, esta técnica 

es rápida y poco invasiva a los suelos posteriores al incendio y representan posibles 

herramientas valiosas para aumentar la tasa y el alcance de la biodegradación de tales 

contaminantes, estimulando así una restauración más rápida del ecosistema. Además, un mayor 

conocimiento del papel de la actividad enzimática en el mantenimiento de la salud de los suelos 

facilitará la evaluación y valoración del estado de estos (Okino, Zanutto, Pereira, Fleuri, & Do 

Prado, 2019).  

1.3. Objetivos de la Investigación  

1.3.1. Objetivo General  

Evaluar la actividad enzimática de bacterias aisladas del suelo de páramo del parque 

nacional Cayambe Coca para la regeneración de suelos quemados.  

1.3.2. Objetivos Específicos 

• Determinar la actividad enzimática procedente de bacterias de suelo de páramo. 

• Analizar la cinética de crecimiento de las cepas bacterianas con potencial enzimático. 

• Establecer un soporte inmovilizante para la formación de agregados de consorcios 

bacterianos. 

1.4. Pregunta Directriz 

¿Las bacterias aisladas del páramo prístino Cayambe Coca son capaces de producir 

enzimas que promuevan la regeneración de suelos? 
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CAPÍTULO II 

2. MARCO TEORICO 

2.1. Páramo 

2.1.1. Generalidades  

Los páramos son ecosistemas que poseen una gran biodiversidad, implicados en la 

regulación hídrica, captura de carbono, protección de los suelos, conservación de la 

biodiversidad, alta porosidad y permeabilidad (García, 2013). En el Ecuador, los páramos 

cubren el 7% del territorio nacional (Mena & Medina, 2000), y alrededor del 47% de los 

paisajes de páramo del mundo. Esta zona incluye 11 ecosistemas diferentes, los cuales han sido 

clasificados por el Ministerio del Ambiente del Ecuador según su flora y características 

ambientales (Chuncho & Chuncho, 2019). Lal (2017) menciona que la fuente de agua se debe 

principalmente a los suelos de los páramos que tienen una capacidad de regulación de los flujos 

de agua y permiten su aprovechamiento permanente.  

Los páramos de los Andes ecuatorianos, clasifican en los páramos de la zona norte, 

caracterizados por una mayor actividad volcánica, y la zona sur, donde se encuentran rocas 

morfológicas erosionadas de antiguos volcanes que da lugar a distintos tipos de suelos. Estos 

ecosistemas se dividen en subpáramos, en la línea de árboles entre el bosque altoandino y el 

páramo 3200–3400 m, páramos arbustivos 3300–3900 m, páramos herbáceos 3400–4300 m y 

superpáramos por encima de los 4100 m, que se diferencian solo por la altitud creciente dentro 

del mismo páramo, pero presentan zonas de vegetación distintas (Peyre et al., 2021). 

2.1.2. Parque Nacional Cayambe Coca  

El Parque Nacional Cayambe Coca, es una reserva ecológica localizada al noroeste de 

Ecuador, abarca una superficie de 408.287 hectáreas, distribuida en cuatro provincias de 

Pichincha, Imbabura, Napo y Sucumbíos (Adamaforest, 2011). Este parque destaca por su 

impresionante rango altitudinal, que va desde los 600 hasta los 5790 metros sobre el nivel del 

mar, albergando diversos ecosistemas como bosques nublados, páramos, humedales y glaciares 

(Ministerio del Ambiente y Agua, 2020).  

El área protegida está conformada por distintos sistemas ecológicos. El 59.9 % es 

húmedo, incluyendo toda el área norte de Parque, zonas de alta montaña y los ecosistemas que 
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bordean el cauce de los ríos Papallacta y Quijos, mientras que el 38.4 % del territorio del área 

protegida es hiperhúmedo, correspondiente al área del volcán Reventador hasta Lumbaqui, el 

tramo Papallacta - Baeza, así como los alrededores del volcán Cayambe y el Cerro Saraurco 

(MAE, 2013) 

Además de su riqueza natural, el Parque Nacional Cayambe-Coca es crucial para la 

hidrografía de la región, siendo la fuente de importantes ríos como el Coca y el Aguarico, y 

numerosas lagunas glaciares (MA3, 2013). Estos cuerpos de agua son esenciales tanto para los 

ecosistemas locales como para el suministro de agua a las comunidades circundantes. 

El Parque alberga una gran diversidad de fauna como: oso de anteojos, puma, jaguar, 

tapir andino/amazónico, cóndor, venados, además de una gran variedad de aves estacionarias 

y aves migratorias. Asimismo, a flora representativa incluye pajonales, almohadillas, 

orquídeas, uña de gato, sunfo, sangre de drago, guayusa, especies de plantas medicinales, entre 

otras (Ministerio del Ambiente y Agua, 2020). En conjunto, el Parque Nacional Cayambe-Coca 

es un ejemplo notable de la interconexión entre biodiversidad, cultura y conservación en 

Ecuador.  

2.1.3. Suelo de páramo  

Los suelos andinos evolucionan en relación con la baja temperatura, la alta humedad 

del suelo y la disponibilidad de nutrientes (Lal, 2017). Estos suelos son considerados una 

"esponja" que mejora la retención de agua y amortigua el flujo de agua río abajo, son 

provenientes de erupciones volcánicas de la Cordillera de los Andes, se caracterizan por su 

humedad, alto contenido de humus, acidez considerable y color pardo oscuro o negro 

(Podwojewski, 1999). En el páramo, la descomposición de la materia orgánica se lleva a cabo 

a tasas muy bajas, debido a las bajas temperaturas y a la alta humedad, por lo cual es un medio 

natural poco antropizado (Podwojewski & Poulenard, 2004).  

En Ecuador, los suelos de páramo pertenecen a Andosoles mólicos o hísticos 

caracterizados por su color marrón oscuro o negro y su alto contenido en carbono orgánico del 

suelo en la capa superior del suelo dependiendo de la cobertura vegetal (García et al., 2019)., 

alcanzando niveles de más del 20% en sitios más húmedos; lo que lleva a la formación de 

complejos organometálicos con hierro y aluminio liberados a través del material volcánico 

desgastado (Hall et al., 2017). 
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2.2. Actividad microbiana del suelo  

El suelo es el hábitat natural de innumerables microorganismos y otras formas de vida 

que representan numerosos géneros y especies. La actividad microbiana refleja procesos 

microbiológicos de los microorganismos del suelo que incluyen bacterias y hongos en 

diferentes proporciones según el sistema del suelo (Dominy & Haynes, 2002). En los sistemas 

naturales los microrganismos son un factor importante en el ciclo eficiente de los nutrientes, el 

crecimiento de las plantas y la descomposición biológica de la materia orgánica (Spaccini et 

al., 2002) 

Los organismos varían de un suelo a otro y están influenciados por el contenido de 

materia orgánica del suelo, la textura, pH, humedad, temperatura, aireación y otros factores 

(Chen et al., 2003). Las bacterias son los microorganismos más abundantes en el suelo y se 

encuentran entre 108-109 por gramo de suelo. Los actinomicetos son el segundo 

microorganismo del suelo más común con recuentos de 107-108 por gramo de suelo, seguidos 

por hongos y algas en el rango de 105-106/g y 104-105/g (Ashton & Macintosh, 2002). Las 

formas que prosperan en un microambiente particular son las que mejor se adaptan a las 

condiciones ambientales(McLean & Parkinson, 1997). Estos organismos son particularmente 

comunes en las capas superficiales del suelo, donde se alimentan de grandes cantidades de 

alimentos orgánicos en forma de material de raíces muertas (Hayat et al., 2010). 

Tabla 1 

Abundancia relativa de diferentes filos bacterianos en los suelos 

Filotipos Abundancia 

relativa (%) 

Proteobacteria 27  

Actinobaceria 14 

Acidobacteria 14 

Plantomycetos 4 

Chloroflexi 8 

Verrucomicrobia 2 

Firmicuts 6 

Bacteroidetes 4 

Armatimonadetes  1 
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Gemmatimonadetes 4 

Nitrospira  15 

Chlamydiae 1 

Nota. Adaptado de Wang et al., 2017,  

La comunidad microbiana es el componente funcional más importante de la biota del 

suelo, ya que juega un papel importante en el flujo de la energía, la transformación de nutrientes 

y el ciclaje de elementos en el ambiente (Yusuf Bello et al., 2021). Las plantas utilizan los 

nutrientes inorgánicos, y dependen de los microorganismos del suelo para mineralizar los 

nutrientes orgánicos para su crecimiento y desarrollo. Los microorganismos del suelo también 

procesan la hojarasca y los residuos de las plantas para convertirlos en materia orgánica, lo que 

mejora la calidad del suelo al aumentar la agregación y aireación del suelo (Chen et al., 2003).  

2.3. Enzimas en el suelo 

Las enzimas del suelo tienen una alta capacidad catalítica y regulan varias reacciones 

importantes para los ciclos microbianos, el ciclo de nutrientes, la estabilización de la estructura 

del suelo y la formación de materia orgánica del suelo (Nivitha & Vimalan, 2022).Las 

actividades de las enzimas extracelulares del suelo fluctúan según las estaciones, las 

ubicaciones y la profundidad del suelo (Mir et al., 2023). 

Las enzimas del suelo se dividen funcionalmente como enzimas de adquisición de 

carbono (C), que digieren los polisacáridos, enzimas de adquisición de nitrógeno (N) que 

descomponen urea, proteínas y quitina, enzimas de adquisición de fósforo (P) que liberan P 

inorgánico de compuestos orgánicos de que contiene P y enzimas oxidativas que descomponen 

sustratos difícilmente degradables (Sinsabaugh et al., 2008). 
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Nota. Adaptado de Noinville et al., (2004) 

2.4. Enzimas 

2.4.1. Definición  

Las enzimas son catalizadores biológicos, que impulsan enzimas son proteínas cuyo 

papel fundamental es catalizar las reacciones químicas en los sistemas vivos; actúan sobre 

sustratos específicos transformándolos en productos necesarios para los ciclos biológicos. Los 

organismos y las plantas liberan enzimas al suelo por secreción y por lisis celular después de 

su muerte; un bajo porcentaje de estas proteínas quedan inmovilizadas y estabilizadas en 

CICLO DEL 

CARBONO 

B-Glucosidasa → Celulosa 

Xilanasa → Hemicelulosa 

Fenoloxidasa →Lignina 

Lipasa → Esteres de ácidos 

grasos CICLO DEL 

NITROGENO 

Ureasa → Urea 

Aminopeptidasa → 

Péptidos   

Endo proteasa → Proteínas  

CICLO DEL 

FOSFORO 

Fosfatasa → Glicerofosfatos 

ácida y alcalina   

Fosfodiesterasas→ Ácidos ribo 

y desoxirribonucleicos 

CICLO DEL 

FOSFORO 

Arisulfatasa → Ester de 

Sulfuro 

  

Figura 1 

Actividades Enzimáticas Relacionada a los Ciclos Biogeoquímicos 
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interacción con los diferentes componentes de la fase sólida del suelo, como las arcillas, 

moléculas orgánicas y minerales (Noinville et al., 2004). Las enzimas son relativamente 

resistentes a los procesos, por lo que es difícil extraerlas del suelo y se estudian indirectamente 

midiendo su actividad, y expresándolas en cantidad de producto final por tiempo de incubación 

y gramo de suelo (Coyle et al., 2017).   

2.4.2. Estructura enzimática 

La estructura enzimática se caracteriza por una organización tridimensional específica 

que permite a las enzimas catalizar reacciones bioquímicas con alta precisión. Generalmente, 

una enzima está formada por una o más cadenas polipeptídicas que se pliegan en una 

configuración tridimensional única (Bibi et al., 2018). Esta estructura incluye un sitio activo, 

donde se une el sustrato y se realiza la reacción química, y una serie de regiones estructurales 

que estabilizan el sitio activo y facilitan la interacción con otros componentes del sistema. 

Coyle et al., (2017) menciona que la forma y el entorno del sitio activo son fundamentales para 

la especificidad y eficacia de la enzima, permitiéndole reconocer y transformar moléculas 

específicas de manera eficiente. Además, algunas enzimas requieren cofactores, como iones 

metálicos o coenzimas, que se integran en su estructura para facilitar la catálisis. 

2.4.3. Clasificación y características generales 

Las enzimas se agrupan en seis clases principales: oxidorreductasas, transferasas, hidrolasas, 

liasas, isomerasas y ligasas. Las oxidorreductasas catalizan reacciones de oxidación-reducción, 

mientras que las transferasas transfieren grupos químicos de una molécula (Whitman et al., 

2019). Las hidrolasas realizan la hidrólisis de enlaces químicos, y las liasas catalizan la ruptura 

de enlaces sin la adición de agua. Las isomerasas facilitan la reordenación de átomos dentro de 

una molécula, y las ligasas unen dos moléculas mediante la formación de enlaces covalentes, 

típicamente usando energía proveniente de ATP (Karigar & Rao 2011). Esta clasificación se 

puede observar en la tabla 2 aún más mediante subclases que consideran aspectos adicionales 

como el tipo de enlace químico, el grupo químico transferido, y el cofactor de catálisis. 
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Tabla 2 

Clasificación Enzimática General 

Enzima Clase Tipo de Reacción 

Oxido-reductasas 1 Oxidación y reducción 

Transferasas 2 Transferencia de 

átomos/grupos 

Hidrolasas 3 Hidrólisis  

Liasas 4 Liasas  

Isomerasas 5 Isomerasas 

Ligasas 6 Ligasas  

Nota. Karigar & Rao (2011). 

2.4.4. Enzima Ureasa  

La ureasa es una enzima que cataliza la hidrólisis de la urea en CO2 y NH3 con un 

mecanismo de reacción basado en la formación de carbamato como intermediario. La enzima 

está ampliamente distribuida en la naturaleza y se origina a partir de bacterias, levaduras, 

hongos, algas, desechos animales y plantas, y su expresión está bajo regulación de N (Machuca 

et al., 2015). La síntesis de la enzima se previene cuando las células crecen en presencia de 

NH4 + como fuente preferida de N (Mir et al., 2023). Los estudios de la actividad ureasa en el 

suelo han sido de gran interés a lo largo de los años y se han utilizado como un indicador de la 

calidad del suelo, debido al papel de la ureasa en la regulación del suministro de N a las plantas 

después de la fertilización con urea.  

2.4.5. Enzima Fosfatasa 

Las fosfatasas o fosfomonoesterasas son las enzimas hidrolíticas que escinden el enlace 

éster entre el grupo fosfato y el residuo orgánico de los fosfatos orgánicos. En función del pH 

óptimo para la actividad, las fosfatasas son de dos tipos: ácidas y alcalinas. Las fosfatasas 

ácidas muestran una actividad máxima a un pH ácido de alrededor de 6, mientras que las 

fosfatasas alcalinas muestran una actividad máxima a un pH alcalino de alrededor de 11 

(Dotaniya et al., 2019). 
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2.4.6. Enzima Lipasa  

Las lipasas y las esterasas de colesterol se distinguen de las fosfolipasas que catalizan 

la hidrólisis de enlaces éster acilo de fosfolípidos altamente anfipáticos y de las 

carboxilesterasas que hidrolizan ésteres polares solubles en agua (Brockman, 2013). Los 

sustratos de lipasa naturales típicos incluyen, en orden de anfipaticidad, ésteres de colesterilo, 

triacilgliceroles, ésteres de cera, diacilgliceroles y ésteres monoacílicos de glicerol. Debido a 

que los sustratos de lipasa tienden a ser aceitosos y sólo débilmente anfipáticos, residen 

principalmente en una fase oleosa en masa con preferencia a la fase acuosa o, es decir, una fase 

superficial monomolecular que separa las fases oleosa y acuosa en masa (Brockman, 2013). 

2.4.7 Enzima Arilsulfatasa  

La arilsulfatasa es la enzima que cataliza la hidrólisis del éster de sulfato orgánico. Las 

arilsulfatasas son secretadas principalmente por bacterias al ambiente externo como respuesta 

a la limitación de azufre, su expresión en diferentes sistemas de suelo a menudo se correlaciona 

con la biomasa microbiana y la tasa de inmovilización de S. La liberación de sulfato a partir de 

ésteres de sulfato solubles e insolubles en el suelo se ve afectada por diversos factores 

ambientales, como la contaminación por metales pesado (Utobo, 2015).  

2.5. Inmovilización de microorganismos  

2.5.1. Definición  

La inmovilización es el confinamiento físico o incapacitación del movimiento de una 

molécula en un pequeño espacio limitado por la unión a una estructura sólida, con el fin de 

limitar la libre migración. La inmovilización es viable para células vegetales, animales, 

microrganismos y enzimas (Bayat et al., 2015) 

La inmovilización celular permite reducir la fase de crecimiento no productivo, ya que 

la alta densidad celular de las células inmovilizadas mejora el rendimiento del producto y la 

eficiencia volumétrica de los biorreactores. La inmovilización permite a los microorganismos 

adquirir una estabilidad frente a las agresiones ambientales: pH, temperatura, sales, disolventes 

orgánicos, sustratos y productos inhibidores (Zhu, 2007). 

Górecka y Jastrzębska (2011); Junter & Jouenne (2004) mencionan que la 

inmovilización de las células surgió como una alternativa a la inmovilización enzimática, ya 
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que los microorganismos con enzimas especificas pueden usarse como portadores de las 

actividades enzimáticas requeridas.  

2.5.2 Soporte inmovilizador 

El soporte para la inmovilización celular permite el intercambio de sustratos, productos 

e inhibidores. El soporte debe ser económico, estable, reutilizable, alta retención de biomasa, 

unión mínima de otros organismos, preferiblemente de bajo costo y no tóxico (Stolarzewicz 

et al., 2010). 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

aBerillo et al. (2021). bSilveira et al. (2013) 

 

Soporte Inmovilizador 

Orgánico Inorgánico 

Natural Sintético 
Carbón Activado 

Arcilla  

Zeolita 

Cerámica  

Vidrio poroso 

Antracita 

Acrilamida 

Poliuretano 

Polivinilo 

Resinas 

Quitosano  

Celulosa 

Agar 

Alginato 

Carragenano 

Agarosa 

Figura 2 

Tipos de Soportes Inmovilizadores 



  

27 

 

Los soportes de inmovilización se dividen habitualmente en dos grupos principales: 

orgánicos e inorgánicos Grafico 2. Los materiales orgánicos son más abundantes que los 

soportes inorgánicos, pero suelen ser muy sensibles a la presión o al pH. Los vehículos 

poliméricos orgánicos son más abundantes que los vehículos inorgánicos y pueden ser 

vehículos poliméricos naturales y sintéticos. Por otro lado, los soportes inorgánicos son 

totalmente inertes, resistentes a la temperatura, el pH, los productos químicos, la degradación 

microbiana y también al aplastamiento o la abrasión (Lu & Toy, 2009). Los vehículos 

poliméricos orgánicos son más abundantes que los vehículos inorgánicos y pueden ser 

vehículos poliméricos naturales y sintéticos.  

2.5.3. Tipos de inmovilización  

La inmovilización de células microbianas en procesos biológicos puede ocurrir como 

un mediante un proceso artificial o un fenómeno natural. Se han utilizado muchas formas 

diferentes de inmovilización celular, incluidas la adsorción, la unión covalente, el atrapamiento 

y la encapsulación.  
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Tabla 3 

Tipos de Inmovilización Celular 

Método de 

inmovilización 

Descripción Soporte 

inmovilizador 

Fuerza Vinculante Ventajas Desventajas Ilustración 

Absorción  Esta técnica implica 

el transporte de las 

células desde la fase 

masiva a la 

superficie del 

soporte, seguido de 

la adhesión de las 

células y la 

posterior 

colonización de la 

superficie del 

soporte  

-Soportes 

inorgánicos 

(zeolita, arena, 

ladrillo poroso, 

perlas de vidrio, 

arcilla, cerámica, 

resinas de 

intercambio 

iónico)   

-Soportes 

orgánicos  

(celulosa, carbón 

activado, 

quitosano) 

Fuerzas débiles que 

incluyen enlaces de 

hidrógeno, enlaces 

hidrofóbicos y 

fuerzas de Van  

Der Waals 

-Simple y fácil  

-Estimula el 

metabolismo 

microbiano  

-Protege a la célula 

de agentes 

desfavorables  

-Preservar su 

actividad 

fisiológica  

-Contacto directo 

entre los nutrientes 

y las células 

inmovilizadas  

-Alta tasa de fuga 

de la matriz debido 

a interacciones 

débiles 
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-Soporte 

compuesto 

plásticos  

Enlace covalente  Se basa en la 

formación de 

enlaces covalentes 

entre un soporte 

activo y las células 

en presencia de un 

agente aglutinante  

-Soportes 

inorgánicos 

(zeolita, arena, 

ladrillo poroso, 

perlas de vidrio, 

arcilla, cerámica, 

resinas de 

intercambio 

iónico)  

Unión química entre 

los grupos 

funcionales de la 

célula y del soporte 

Estabilidad de los 

enlaces formados 

impide la 

liberación de la 

molécula al medio 

ambiente 

-No es apta para 

células debido a la 

toxicidad de los 

agentes de 

acoplamiento 

-Perdida de 

actividad celular 

 

Atrapamiento Esta técnica crea 

una barrera 

protectora alrededor 

de las células, 

atrapándolas en una 

matriz de soporte o 

dentro de fibras  

-Alginato 

-Carragenano 

-Colágeno 

-Poliacrilamida -

Gelatina 

-Caucho de 

silicona 

-Poliuretano 

Incorporación de la 

célula dentro de un 

gel o un polímero 

-Protección del 

biocatalizador de 

condiciones 

extremas 

-Fuga de células   

-Limitaciones de 

difusión  

-Abrasión del 

material de soporte 

durante el uso 

-Baja capacidad de 

carga 
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-Alcohol 

polivinílico con 

grupos 

estirilpiridio 

Método de 

inmovilización 

Descripción Soporte 

inmovilizador 

Fuerza Vinculante Ventajas Desventajas Ilustración 

Encapsulación  Este método 

envuelve los 

componentes 

biológicos dentro de 

diversas formas de 

membranas 

esféricas 

semipermeables con 

una permeabilidad 

controlada 

selectiva, permite 

flotar libremente 

dentro del espacio 

central 

 

-Alginato 

-Quitosano 

-Maltodextrina -

Celulosa 

-Poli-L-lisina 

(PLL) 

-Acetato de 

polivinilo (PVA) 

-Gelatina 

-Ácido bórico  

Tamaño del poro 

adecuado de la 

membrana en 

sintonía con el 

tamaño del material 

del núcleo  

-Acceso limitado 

al interior de la 

microcápsula, 

protegiendo de las 

condiciones 

ambientales  

-No se requieren 

modificaciones 

químicas del 

material del 

núcleo, por lo que 

la actividad 

permanece intacta 

-Es adecuada para 

microorganismos, 

-Control muy 

estricto del tamaño 

de los poros 

-No disponible para 

biocatalizadores 

con un tamaño 

similar a su 

producto de 

reacción, ya que 

provocaría una fuga 

de ambos.  

 



  

31 

 

células vivas y 

sistemas 

multienzimáticos 

 

aGórecka y Jastrzębska (2011). bStolarzewicz et al. (2010). 
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2.5.4. Aplicación de las células inmovilizadas  

Los diferentes métodos de inmovilización afectarán el rendimiento celular y también 

pueden afectar la cantidad de células viables y, por lo tanto, la eficiencia del proceso de 

biocatalítico o de biorremediación (Plieva et al., 2007). 

Bayat et al. (2015) menciona que la tolerancia de las células inmovilizadas en 

condiciones difíciles mejoró principalmente debido a una mejor modificación de la membrana 

celular. Las células inmovilizadas se caracterizan por una mejor eficiencia de biodegradación 

que las células libres.  

La alta eficacia de la inmovilización celular sobre el material de inmovilización y la 

alta afinidad entre el material de inmovilización hidrófobo y los sustratos, resulto una 

degradación excelente. El aumento de la disponibilidad de sustratos para las células y la mejor 

interacción entre los sustratos y las células inmovilizadas condujeron de forma sinérgica al 

desarrollo de altas tasas de degradación (Bayat et al., 2015). 

Las células inmovilizadas se utilizan en la biodegradación de otros compuestos. En la 

tabla son algunas de las células inmovilizadas para la degradación de contaminantes.   

Tabla 4 

Aplicaciones de Células Inmovilizadas en Compuestos Contaminantes 

Contaminante Transportista Microorganismos Referencia 

Hidrocarburos de 

petróleo 

Poliuretano Rhodococcus sp. F92 (Quek et al., 2006) 
 

Gasóleo Alcohol de polivinilo Bacterias degradantes de 

hidrocarburos 

(Cunningham et al., 2004) 
 

Hexadecano Aserrín de pino  Rhodococcus ruber (Podorozhko et al., 2008) 
 

Benceno, tolueno y o-

xileno 

Fibra/polímero de 

agave posconsumo 

Pseudomonas putida (Robledo et al., 2011) 
 

Hidrocarburos 

aromáticos 

policíclicos 

Bagazo Phanerochaete 

chrysosporium 

(Mohammadi & Nasernejad, 

2009) 
 

Fenantreno Tallo de papaya  Mycoplana sp. MVMB2 (Lakshmi et al., 2012) 
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Hidrocarburos 

aromáticos 

policíclicos 

Materiales 

lignocelulósicos 

Bjerkandera adusta 

SM46 

(Andriani & Tachibana, 2016) 
 

Etilbencina Alginato, agar, 

poliacrilamida 

Pseudomonas 

fluorescens-CS2 

(Parameswarappa et al., 2007) 
 

Fenol Alcohol polivinílico Acinetobacter sp. cepa 

PD12 

(Wang et al., 2007) 
 

Fenol, tricloroetano 

 

Quitosano Pseudomonas putida 

BCRc14349 

(Chen et al., 2007) 

 

2,4,6-triclorofenol Gel de k-carragenano Consorcio microbiano

  

(Gardin & Pauss, 2001) 
 

Petróleo crudo Poliuretano Yarrowia lipolytica (Oh et al., 2000) 

Petróleo crudo Quitina y Quitosano Rhodococcus 

corynebacterioides QBTo 

(Gentili et al., 2006) 
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CAPÍTULO II 

3. MARCO METODOLOGICO  

En el presente capitulo se describe los procesos empleados en el desarrollo de la 

investigación de las cepas del páramo Cayambe Coca previamente aisladas. Además, se 

describe los protocolos para la determinación de la actividad enzimática, la cinética bacteriana 

de las cepas con mayor potencial enzimática y la inmovilización del consorcio bacteriano.  

3.1. Descripción del Área de Estudio 

La presente investigación se realizó en el laboratorio de Biotecnología Aplicada 

perteneciente a la carrera de Ingeniería en Biotecnología ubicado en las instalaciones de la 

Universidad Técnica del Norte en el campus San Vicente de Paúl (0°20'49.3"N 78°06'51.2"W) 

provincia de Imbabura, cantón Ibarra, parroquia El Sagrario. 

3.2. Ejecución del Primero Específico 

3.2.1. Selección de la Cepa Inóculo  

Las cepas bacterianas son procedentes del proyecto “Consorcio Alemán Ecuatoriano 

sobre biodiversidad” (BIO_GEEC). En la investigación se evaluó la actividad enzimática de 

78 cepas bacterianas.  

3.2.2. Determinación Primaria de la Actividad Enzimática  

Las cepas bacterianas aisladas se sometieron a pruebas rápidas en medios cromogénicos 

(Tabla 5) para determinar la capacidad para producir enzimas hidrolíticas como ureasa, 

fosfatasa, lipasa y arilsulfatasa. A partir de un cultivo puro del microorganismo en estudio, se 

estrió la superficie del medio en el pico de flauta. Se incubó los tubos a 37º C de 1 a 7 días 

dependiendo de la actividad enzimática y se visualizó el cambio de color.  

 

 

 



  

35 

 

Tabla 5 

Medios detección actividad enzimática 

Actividad 

enzimática 
Medio Agar 

Color Detección Actividad 

Presencia Ausencia 

Ureasa Urea Agar Base, Christensen Fucsia  Amarillo 

Fosfatasa Fenolftaleína fosfato Agar Rosado Translucido 

Lipasa Rojo Fenol Agar Rosado Anaranjado 

Arilsulfatasa Wayne Sulfatasa Agar Base Rojo Rosa paliso 

 

3.2.3. Producción de la Enzima Ureasa 

Se analizó la actividad ureasa utilizando el medio Urea Agar Base, Christensen 

(HiMedia). Se pesó 24 g y se disolvió en 950 ml de agua destilada, el medio se esterilizó a 

121°C durante 15 minutos, se enfrió el medio a 45°C y finalmente se añadió 50 ml de urea 

estéril al 40%. El medio se dispenso en tubo estériles y se dejó solidificar. Se sembró las cepas 

bacterianas estriando la superficie del medio en pico de flauta y se incubaron a 37 ºC durante 

24 horas. Los microorganismos que hidrolizan la urea lentamente pueden requerir hasta 72 

horas de incubación. Los aislados bacterianos fueron comparados con Proteus mirabilis 

utilizada como cepa control.  La producción de ureasa se indica por un cambio de tonalidad en 

el medio.  El color amarillo indica una prueba negativa y un color fucsia, morada o rosa 

representa una prueba positiva.  

3.2.4. Producción de la Enzima Fosfatasa 

La actividad fosfatasa en las cepas bacterianas se determinó utilizando el medio 

Fenolftaleína Fosfatasa Agar (HiMedia). Se disolvió en 100 mL de agua destilada estéril 28 gr 

del medio previamente esterilizado por Radiación Ultravioleta (UV) por 20 min en la cabina 

de bioseguridad. Se agito y calentó el medio hasta que se disuelva completamente, y se dispense 

en tubos estériles. Se sembró las cepas bacterianas estriando la superficie del medio, incubando 

a 37 ºC durante 24 horas. Los aislados bacterianos fueron comparados con Staphylococus 

aereus utilizada como cepa control. Después de la incubación se agregó un álcali (Hidróxido 

de Sodio 1M) a este medio, la fenolftaleína liberada da un color rosado brillante indicando una 

prueba positiva, mientras que la ausencia de cambio de color indica una prueba negativa.  
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3.2.5. Producción de la Enzima Lipasa  

Se analizaron las cepas bacterianas aisladas del suelo de páramo, para determinar la 

actividad lipasa se utilizó el medio rojo fenol agar. El medio se preparó con 5 g/L de peptona, 

3 g/L de extracto de levadura, 1 g/L de CaCl2, 15 g/L de agar, se ajustó el pH a 7,4 con NaOH 

0,1 M, se esterilizó durante 15 minutos en autoclave a 15 Lb de presión a 121°C, se dejó enfriar 

el medio a 60ºC se añadió 10 ml/l de colorante rojo fenol estéril y 10 ml/l de aceite de oliva 

estéril. Se sembró los cultivos y se incubó a 37ºC durante 48 h. Al cabo de las 48 horas se 

realizó una valoración basada en el cambio de tonalidad del medio. Los aislados bacterianos 

fueron comparados con Bacillus Subtillis utilizada como cepa control. El color anaranjado 

indico una prueba negativa, y el color rosado una prueba positiva. 

3.2.6. Producción de la Enzima Arisulfatasa 

Se analizó la actividad arisulfatasa de las bacterias aisladas de suelo de páramo 

utilizando el medio Wayne Sulfatasa Agar Base (HiMedia). Se peso 20.71 gr del medio y se 

disolvió 1000 mL de en agua destilada, se añadió 10 mL de Glicerol al 99%, el medio se 

esterilizó a 121°C durante 15 minutos, se dejó solidificar el medio. Se sembró las cepas 

bacterianas estriando la superficie del medio en el pico de flauta y se incubaron por 7 días a 37 

°C.  Al cabo del periodo de incubación se añadió 1 mL de Carbonato de sodio 2M y observo 

el cambio de color de rosa pálido a rojo intenso. La falta de cambio de color indica una reacción 

negativa.     

3.2.7. Evaluación de los halos de hidrólisis enzimática  

3.2.7.1. Preparación del inoculo liquido bacteriano          

Las cepas se cultivaron en caldo nutriente estéril. Se inoculo cada cepa bacteriana en 

10 mL de caldo nutriente y se incubo a 37 ° C. Posterior a las 24 horas de inoculación, se midió 

la turbidez del inoculo bacteriano ajustando la concentración bacteriana del tubo a 5 en la escala 

de McFarland.  

3.2.7.2.  Actividad ureasa   

La actividad enzimática ureasa se evidenció por la formación de halo de hidrólisis y se 

cuantifico en milímetros (mm) el cambio de color en el medio de cultivo. En placas agar Urea 

Base Christensen, se perforó el agar con una medida de 5mm de diámetro y se cargó los pocillos 
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con 20 uL del inóculo liquido bacteriano, de control positivo Proteus mirabilis y de control 

negativo caldo nutriente estéril, las cepas se incubaron a 37ºC por 24 horas.  

3.2.7.3. Actividad fosfatasa   

La actividad ureasa se evidenció por la formación de halo de hidrólisis y se cuantifico 

en milímetros (mm) el cambio de color en el medio de cultivo. En placas Fenolftaleína 

Fosfatasa Agar, se perforó el agar con una medida de 5mm de diámetro y se cargó los pocillos 

con 20 uL del inóculo liquido bacteriano, de control positivo Staphylococus aereus y de control 

negativo caldo nutriente estéril, las cepas se incubaron a 37ºC. Al cabo de las 24 horas se añadió 

Hidróxido de Sodio 1M.  

3.2.7.4. Actividad lipasa  

La actividad lipídica se evidencio por la formación de halo de hidrólisis y se cuantifico 

en milímetros (mm) el cambio de color en el medio de cultivo. En placas Rojo Fenol Agar, se 

perforó el agar con una medida de 5mm de diámetro y se cargó los pocillos con 20 uL del 

inóculo liquido bacteriano, de control positivo Bacillus Subtillis y de control negativo caldo 

nutriente estéril, las cepas se incubaron a 37ºC por 48 horas.   

3.2.7.5. Actividad arilsulfatasa  

La reacción enzimática arilsulfatasa se evidencio por la formación de halo de hidrólisis 

y se cuantifico en milímetros (mm) el cambio de color en el medio de cultivo. En placas Wayne 

Sulfatasa Agar, se perforó el agar con una medida de 5mm de diámetro y se cargó los pocillos 

con 20 uL del inóculo liquido bacteriano, de control negativo caldo nutriente estéril y se incubó 

a 37ºC. Después de los 7 días de incubación, se añadió Carbonato de Sodio 2M.  

3.3. Ejecución del segundo objetivo específico  

Se evaluó el crecimiento bacteriano con el lector de microplacas BK-EL10C Elisa. Este 

método utiliza la densidad óptica (OD).  

3.3.1. Preparación del inoculo liquido bacteriano  

Las cepas bacterianas con mayor potencial enzimático MP7, MP46, MP20, QP20, 

MA7, MA46, MA47 y QA4 se cultivaron en caldo nutriente estéril. Se inoculo cada cepa en 

10 mL de caldo nutriente y se incubó a 37 ° C con agitación orbital a150 rpm. Posterior a las 

24 horas de incubación, los tubos de cultivo líquido se escalaron a matraces Erlemeyer de 30 
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mL de caldo nutriente estéril y se incubaron a 37ºC con agitación orbital de150 rpm durante 24 

horas.  

3.3.2. Pretratamiento de Placas y Tapas de 96 Pocillos. 

La placa de 96 pocillos y la tapa se esterilizó con etanol al 96%, en la tapa se colocó 10 

mL de la solución, mientras que en cada pocillo se colocó 400ul de la solución, se incubó a 

temperatura ambiente durante 15 min. Posterior al tiempo de incubación, se desechó el etanol 

y se dejó secar a temperatura ambiente dentro de la cabina de bioseguridad con luz ultravioleta 

(UV) durante 30 min.  

3.3.3. Medición de la curva de crecimiento  

Se diluyó el inóculo bacteriano preparado en 10 mL de caldo nutriente estéril ajustando 

la concentración bacteriana del tubo a 0.5 en la escala de McFarland. Se dispensó 200 uL del 

cultivo diluido bacteriano en los pocillos de la placas y caldo nutriente estéril como blanco. 

Las curvas de crecimiento de las cepas se tomaron cada hora durante 48 horas. Las muestras 

fueron evaluadas en el lector de microplacas con una longitud de onda de 600nm y una 

agitación orbital de 0.60 s a una temperatura de 37ºC.  

3.4. Ejecución del Tercer Objetivo Específico 

Formación del consorcio bacteriano e inmovilización en dos soportes orgánico e 

inorgánico.  

3.4.1. Preparación del Consorcio Bacteriano  

Los microorganismos con mayor potencial enzimático se seleccionaron para el 

consorcio bacteriano, se cultivaron por separado en tubos con 10 ml de caldo nutriente y se 

incubaron a las mismas condiciones por 24 horas a 37ºC. Luego se transfirió el precultivo a 

30ml caldo nutriente fresco a 37ºC y velocidad de agitación de 150 rpm por 24 h. Después de 

la incubación se mezclaron proporciones iguales de cada cepa en concentraciones iguales (C. 

Wang et al., 2019).  
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3.4.2. Preparación de los Soportes Inmovilizadores   

3.4.2.1. Tratamiento de la Cáscara de Café  

Las cascaras de café se lavaron tres veces con abundante agua y se remojaron en una 

solución de NaOH al 2% durante 30 min, se retiraron las muestras y se lavaron repetidamente 

con agua destilada hasta que el nivel de pH este cercano al neutro. Se esterilizaron las cascaras 

de café a 121ºC por 15 min. Los sustratos esterilizados se conservaron a temperatura ambiente 

en recipientes esterilizados y sellados sin humedad. Posteriormente, los trozos de cascaras se 

secaron en la estufa a 50ºC por 6 horas (Figura XA).  

Figura 3 

Sustratos para el Soporte Inmovilizante 

        

Nota. A. Zeolita estilizada B. Cascaras de café esterilizadas  

3.4.2.2. Tratamiento Zeolita  

La zeolita se activó sumergiéndola en HCl al 1% y se agitó en un agitador rotatorio 

durante 30 minutos. Posteriormente, se drenó el ácido y las rocas se empaparon en NaOH al 

1% y se agitaron en un agitador rotatorio durante 30 minutos. Se drenó el álcali y se enjuagaron 

las rocas con agua destilada. El pH de la zeolita se ajustó a neutro. La roca porosa activada se 

secó en un horno a 60ºC durante 4 horas (Darmayati et al., 2021) 

3.4.3. Procedimiento de Inmovilización del Consorcio en los Soportes 

El consorcio antes de la inmovilización fue cultivado en un matraz Erlenmeyer de 250 

ml que contenía 100 ml de medio caldo nutriente y se incubó a 37ºC con agitación constante 

A 
B 
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de 150 rpm durante 24h. Después de la incubación el consorcio bacteriano, se ajustó con caldo 

nutriente estéril a una concentración de 1 en la escala de McFarland.  

La inmovilización se realizó en matraces de 250ml que contenían 100ml de caldo 

nutriente diluido cuatro veces. Esto es importante porque una alta densidad de células puede 

dificultar la inmovilización uniforme y puede provocar la agregación celular (Laothamteep et 

al., 2022). Se fijaron los soportes mediante absorción física, 20gr de soporte con una suspensión 

celular de 100ml de consorcio bacteriano por 24h a 30ºC con una agitación de 100 rpm.  

Después de la incubación se decantó el sobrenadante y el soporte se separó de la suspensión 

celular. Las células inmovilizadas en los sustratos se reposaron en un soporte con una malla 

estéril (Nhu et al., 2016). 

3.4.4. Métodos analíticos para el conteo de células inmovilizadas  

El recuento del consorcio bacteriano en la muestra líquida se determinó mediante el 

método de vertido en placa con medio agar nutriente. El recuento de bacterias en el soporte se 

determinó homogeneizando la cascara de café con agua destilada estéril en un mortero y la 

zeolita se pulverizo por acción mecánica con material estéril en una bandeja de aluminio 

esterilizada y agua destilada estéril. Luego se realizó una dilución en serie en agua destilada 

estéril y las diluciones 10-3, 10-4 y 10-5 se inocularon en agar nutriente. Para cada muestra, se 

utilizaron 2 réplicas de 10-3, 10-4 y 10-5 (Darmayati et al., 2021). 

3.5. Análisis Estadístico  

Los datos obtenidos de los ensayos enzimáticos fueron procesados en el programa 

estadístico Infostat versión 2020. Las actividades enzimáticas evaluadas son: ureasa, fosfatasa, 

lipasa y arilsulfatasa, de las cuales se evaluó el diámetro del halo de hidrólisis de los diferentes 

sustratos enzimáticos y se aplicó pruebas estadísticas con un nivel de significación del 5% de 

acuerdo con los datos Tabla 7.  
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Tabla 6 

Pruebas Estadísticas Aplicadas en la Evaluación de la Actividad Enzimática 

Actividad enzimática 

Prueba estadística 

(Paramétrica/ No 

Paramétrica) 

Pruebas Post Hoc 

Ureasa 
ANOVA bloques 

(paramétrica) 
Tukey 

Lipasa 
T- student pareada 

(paramétrica) 
Ninguna 

Fosfatasa 
Kruskall Wallis (no 

paramétrica) 
Mann-Whitney 
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CAPITULO IV 

4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN  

En el presente capítulo se describen los resultados obtenidos en los ensayos descritos 

en el apartado de marco metodológico desde la evaluación de la actividad enzimática de las 

cepas aisladas del Parque Nacional Cayambe-Coca, la cinética bacteriana de cepas con mayor 

potencial enzimático y la formación del consorcio bacteriano con su inmovilización en dos 

soportes uno orgánico e inorgánico.  

4.1. Pruebas de Actividad Enzimática  

La capacidad de secretar enzimas hidrolíticas extracelulares de las cepas previamente 

aisladas se evaluó en un período de 7 días. Se obtuvo que el 13.3% de las cepas bacterianas 

hidrolizan la urea, el 45.3% presenta actividad fosfatasa y el 24% presente actividad lipídica. 

Mientras que, ninguna cepa mostró actividad arilsulfatasa.    

4.1.1. Actividad Ureasa  

Las cepas aisladas mostraron un cambio de color a violeta, indicando la hidrólisis de la 

urea para las cepas: MA34, MA46, MA53, QA4, MP20 Y QP2. En la figura 4, se pudo observar 

que la actividad aumentó con el pasar del tiempo alcanzando su pico máximo a las 12 horas.  

Figura 4 

Crecimiento del Halo de Hidrólisis en un tiempo de 12 horas 
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A las 12 horas de evaluación se encontraron diferencias significativas (F= 35.6; gl= 6, 

12; p < 0.01) cuando las cepas fueron comparadas entre ellas (figura 5). El crecimiento del halo 

de hidrólisis aumento constantemente con el pasar de las horas, lo que indica una tasa constante 

de hidrólisis de urea a las 12 primeras horas. Como se observa en la Figura 5, el análisis de 

Tukey al 5% muestra que el mejor halo de hidrólisis fue QA4 con un diámetro de 87 mm, 

similar al control positivo (Proteus mirabilis) con un diámetro 93.40 mm de halo hidrolítico, 

lo que demuestra que son estadísticamente iguales, lo que sugiere que se produce una cantidad 

similar de enzimas ureasa. Por el contrario, la cepa MA53 con un diámetro de halo 36.74 mm 

está ubicado en el último rango de significancia, lo que indica una menor producción de la 

enzima. Las barras de error muestran la variabilidad de los datos. Cepas como MA34 y MA53 

tienen desviaciones estándar más pequeñas, indicando datos más consistentes, mientras que 

otras cepas como QA4 muestran mayor variabilidad. 

Figura 5 

Longitud del Halo de Hidrólisis de la Urea a las 12 horas 

 

Mekonnen et al. (2021) menciona que los microorganismos capaces de hidrolizar la 

urea comprendían entre el 17 y el 30% de los microorganismos aerobios, microaerófilos y 

anaeróbicos aislados de sus muestras de suelo. En la investigación las cepas que exhiben 

actividad ureasa son el 13.3%, que demuestra que la cantidad de bacterias ureolíticas presente 

en el suelo de páramo se encuentran en el rango establecido.  
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Como lo expone Baddam et al. (2016) la actividad de la urea influye en la tasa de 

introducción de los nutrientes nitrogenados en el suelo y se puede usar como indicador de la 

ganancia o pérdida de nitrógeno. Dado que la actividad de la ureasa se puede utilizar para 

evaluar eficazmente los cambios en la calidad del suelo, ya que su actividad aumenta con la 

fertilización orgánica y disminuye con la labranza del suelo. 

La ureasa microbiana existe en el suelo en dos formas diferentes. Intracelularmente, 

asociado directamente con microorganismos ureolíticos, o extracelularmente, después de ser 

liberado de las células (Burbank et al., 2012). Las bacterias ureolíticas aumentan el pH 

mediante la hidrólisis de la urea, liberando sustancias poliméricas extracelulares aumentando 

la alcalinidad del entorno circundante, lo que provoca la precipitación de minerales (Bibi et al., 

2018). Los estudios actualmente de la precipitación de carbonato por microrganismos se 

centran en las hidrólisis de la urea mediante la enzima ureasa. La urea se hidroliza 

intracelularmente en amoníaco (NH3) y ácido carbónico (H2CO3). El ácido carbónico se disocia 

y produce iones carbonato (CO3), los iones de carbonato reaccionarían con los iones de calcio 

(de CaCl2) y precipitan el carbonato de calcio (CaCO3) a un pH más alto (Kaur et al., 2012). 

La precipitación de estos minerales provoca cambios en las propiedades geológicas que ayudan 

a mejorar la calidad del suelo.  

Las cepas con alta actividad ureasa, pueden ser potencialmente útiles en aplicaciones 

agrícolas para mejorar la disponibilidad de nitrógeno en el suelo mediante la descomposición 

de urea. Esto podría mejorar la fertilidad del suelo y la eficiencia del uso de fertilizantes. Estas 

cepas podrían usarse en procesos de biorremediación mediante lixiviación, tratamiento de urea 

de aguas residuales, taponamiento de formaciones geológicas para mejorar la recuperación de 

petróleo, captura en fase sólida de contaminantes inorgánicos y otras fisuras de medios porosos 

Jimenez et al. (2007), Bundeleva et al. (2012) y Arias et al. (2017).  

4.1.2. Actividad Fosfatasa  

La actividad fosfatasa se identificó en las placas de Fenolftaleína fosfatasa agar por el 

cambio de color a rosa al añadir Hidróxido de Sodio 1M, lo que indica la secreción de la enzima 

fosfatasa. De las 78 cepas bacterias, 32 dieron positivo a las 24 horas de evaluación, 

encontrando diferencias significativas (H = 80.72; gl=32; p < 0.01) entre las cepas; lo que 

sugiere que algunas cepas tienen una capacidad significativamente mayor para liberar fósforo  
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que otras. La cepa MA7 (figura 5) mostró un mayor halo de hidrólisis fosfórico de 35.8 mm, en comparación a la cepa MA3 con un menor halo 

de 17.1 mm.  
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En la figura 6 se puede evidenciar que 32 cepas bacterias presentar actividad fosfatasa, 

siendo una de las actividades con mayor presencia de aislados bacterianos del páramo. Además, 

al realizar la prueba post hoc al 5% se demostró que MA3 tiene el rango más bajo en 

comparación a las demás cepas bacterianas y presenta diferencias significativas con MA7, 

siendo la cepa con mayor actividad fosfatasa. Por otro lado, las cepas MP15, MP46 y MA47 

no presentan diferencias significativas en los halos de hidrólisis.  

Los suelos de páramo suelen ser ácidos, lo que puede influir en la solubilización de 

suelos ácidos pueden producir fosfatasas adaptadas a estas condiciones ácidas para mejorar la 

disponibilidad de fósforo. Los suelos de páramo a menudo tienen bajos niveles de fósforo 

disponible debido a su alta acidez y la tendencia del fósforo a formar compuestos insolubles. 

Las fosfatasas juegan un papel esencial en la mineralización del fosforo orgánico, 

cuando existe una limitación de fosforo en el suelo, las raíces de las plantas y los 

microorganismos aumentan la secreción de fosfatasas para impulsar la solubilización de fosfato 

(Sardans & Peñuelas, 2005). Las fosfatasas se activan cuando la disponibilidad de P del suelo 

es baja. Por lo tanto, la secreción y el aumento de la actividad son la forma en que algunos 

microbios y plantas responden a la acidez del suelo y la deficiencia de fósforo (Ndabankulu et 

al., 2022). Dodor & Tabatabai (2003) señala que las fosfatasas se pueden inhibir en suelos 

modificados orgánicamente, mientras que la fertilización mineral aumenta esta actividad 

enzimática.   

Los resultados obtenidos en la investigación demostraron una alta variabilidad en la 

actividad fosfatasa, lo que podría reflejar adaptaciones específicas de las cepas a sus 

respectivos entornos o condiciones experimentales. Cepas con alta actividad fosfatasa podrían 

estar mejor adaptadas para entornos con bajos niveles de fósforo, mientras que las cepas con 

baja actividad podrían no tener el mismo potencial para solubilizar fósforo. 

Los suelos de páramos conocidos por su alto contenido de materia orgánica 

proporcionan una rica fuente de nutrientes y compuestos orgánicos que pueden ser 

transformados por las fosfatasas (Y. Mir et al., 2023). La alta concentración de materia orgánica 

en estos suelos de páramo significa que hay una mayor cantidad de sustratos para que las 

fosfatasas actúen, lo que puede resultar en una mayor actividad enzimática (Uwituze et al., 

2022), concordando con los resultados obtenidos, siendo la fosfatasa la actividad enzimática 

con mayor prevalencia de las cepas bacterianas aisladas.  
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Las aplicaciones potenciales de las cepas con alta actividad fosfatasa podrían ser útiles 

en aplicaciones agrícolas y biotecnológicas para mejorar la disponibilidad de fósforo en suelos 

deficientes. Estas cepas podrían ser utilizadas como biofertilizantes para aumentar la fertilidad 

del suelo (Park et al., 2022) y a su vez, un indicar de la humedad de suelo de los páramos. 

Sardans & Peñuelas (2005) reportaron cuando la humedad del suelo se redujo en un 21%, hubo 

una reducción del 31-40% en la actividad de la fosfatasa ácida.  

4.1.3. Actividad Lipasa  

La actividad lipasa fue identificada utilizando Rojo Fenol Agar adecuado para los 

productores de lipasa. Las cepas productoras de lipasa se identificaron por la formación de 

halos de color rosados alrededor de las colonias cuando las placas de aceite de oliva y rojo 

fenol se incubaron a 37ºC, indicando la hidrólisis de lípidos para las cepas: MA21, MA32, 

MA46, MA55, MA60, QA11, QA20, QA22, QA23, MP7, MP20, MP31, MP44, MP46, MP60 

Y QP20 (Figura 7) a las 48 horas de evaluación. La cepa MP44 mostró mayor actividad lipasa 

con un halo de hidrólisis de lípidos de 57.40 mm, mientras que la cepa MP7 mostró un menor 

diámetro de halo de hidrólisis 15.53 mm a las 48 horas.  

Figura 7 

Halo de Hidrólisis de la Actividad Lipasa a las 24 y 48 horas 
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La figura 7 se evaluó la actividad lipasa, las cepas bacterianas evaluadas mostraron 

diferencias estadísticamente significativas (T=-8.20; p<0.01; gl=18) en los halos de hidrólisis 

lipídica a las 24 y 48 horas, esto significa que se evidencia un cambio en la actividad enzimática 

de las cepas bacterianas con el tiempo. El valor t negativo sugiere que la actividad lipasa a las 

48 horas es mayor que a las 24 horas, lo que puede implicar que las bacterias incrementan su 

producción de lipasa con el tiempo bajo las condiciones experimentales utilizadas. Los 

resultados del estudio podrían sugerir que la producción de lipasa es inducida o aumentada con 

el tiempo en respuesta a las condiciones del medio, lo que podría ser útil para optimizar la 

producción de lipasa en aplicaciones industriales.  

Las lipasas son enzimas hidrolíticas que catalizan la hidrólisis del triacilglicerol. Se 

obtienen de diferentes fuentes, siendo las bacterias una de ellas y se encuentran en casi todos 

los hábitats (Ilesanmi et al., 2020). En los suelos de páramo, donde la materia orgánica es rica 

en compuestos lipídicos debido a la vegetación única y los residuos orgánicos, la actividad 

lipasa facilita la descomposición de estos compuestos, transformándolos en nutrientes más 

accesibles. La descomposición de la materia orgánica y la formación de humus contribuyen al 

secuestro de carbono en el suelo. Los suelos de páramo actúan como sumideros de carbono, y 

la actividad lipasa desempeña un papel en la estabilización de carbono en el suelo, 

La capacidad de los microorganismos para producir enzimas está influenciada por 

condiciones ambientales como la temperatura y el pH (Sharma et al., 2001). En las 

investigaciones informan que el enriquecimiento de muestras ambientales con un sustrato de 

interés expone a los microorganismos bajo una presión de selección, aquí la “supervivencia del 

más fuerte” tiene lugar en diferentes condiciones físicas, químicas y nutricionales (Li et al., 

2009). La adaptación de comunidades microbianas naturales y complejas a condiciones 

específicas, en este caso a degradación de aceite de oliva, puede aumentar la prevalencia de las 

cepas bacterianas con capacidades metabólicas especiales, como la actividad lipolítica. 

El carbono es un factor principal para la expresión de la actividad lipasa. El efecto de diferentes 

fuentes de carbono mostró una mayor actividad en el sustrato lipídico, siendo el aceite de oliva 

la fuente de carbono con la mayor actividad lipasa (Soleymani et al., 2017). Las placas de 

detección conformadas por aceite de oliva son una fuente de ácido graso de cadena larga, que 

favorecen la producción de lipasas a diferentes bacterias (Gupta et al., 2004), como el género 

Bacillus, conocido para la producción de lipasa debido a su capacidad para secretar una gran 

cantidad de enzima en su espacio extracelular. Estudios previos de Almeida & Bravo (2024) 
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reportan que los códigos QA20, QA22, QA23, MA49, MA21, MA32 y MA55 pertenecen al género 

Bacillus sp. Como lo expone  Ali et al. (2023) los géneros bacterianos más importantes que se 

han investigado para la producción de lipasas incluyen Bacillus, Pseudomonas, Streptomyces, 

Arthrobacter y Archomobacter. 

Además, de la fuente de carbono el tipo de fuente de nitrógeno en el medio también 

influye en la detección de la actividad lipídica, generalmente el nitrógeno orgánico es preferido, 

tales como la peptona y el extracto de levadura, que se han utilizado como fuente de nitrógeno 

en las placas de detección lipídica. Sharma et al. (2002) informó sobre la estimulación en la 

producción de lipasa de Bacillus sp en presencia de cloruro de calcio. A parte de los diversos 

componentes químicos de un medio, los parámetros fisiológicos como el pH, la temperatura, 

la agitación y el período de incubación desempeñan un papel importante al influir en la 

hidrólisis de sustratos. La expresión de la actividad lipasa en las cepas bacterianas es un proceso 

que está altamente influenciado por las condiciones ambientales y nutricionales del medio de 

cultivo. En la tabla 7 se puede evidenciar los parámetros óptimos para la expresión de la 

actividad lipasa en las cepas aisladas del páramo. El pH inicial del medio de crecimiento es 

importante para la producción de lipasa. En gran medida, las bacterias prefieren un pH de 

alrededor de 7 para un mejor crecimiento y producción de la enzima, como en el caso de 

Bacillus sp, Acinetobacter sp. y Burkholderia sp. Por otro lado, en la investigación se incubo 

a una temperatura de 37ºC. Kanwar, (2002) expone que la temperatura óptima para la 

producción de lipasa corresponde a la temperatura de crecimiento del respectivo 

microorganismo; por lo que, se ha observado que las lipasas se producen mejor en un rango de 

temperatura de 20 a 45 °C (Kanwar, 2002). Los períodos de incubación que van desde unas 

pocas horas hasta varios días, que son los más adecuados para la producción máxima de lipasa 

por parte de las bacterias. Un período de incubación de 12 h fue óptimo para la producción de 

lipasa por A. calcoaceticus y Bacillus sp. y 16 h para B. thermocatenulatus (Gupta et al., 2004). 

Por otro parte, Willerding et al. (2011) presentaron que el índice de actividad lipídica a 

diferentes temperaturas y horas, siendo 48 horas las mejores a 35°C y 24 horas a 45°C. Por lo 

mismo, en el estudio se trabajó con un periodo de 48 horas.  
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Tabla 7 

Parámetros Óptimos para la Expresión Lipídica en Bacterias del Páramo 

Parámetros Valor 

pH del medio 7 

Incubación horas 48 

Temperatura optima 37ºC 

Sustrato Aceite oliva 

 

Varias cepas bacterianas de diferentes entornos, como, glaciares, fuentes hidrotermales, 

efluentes industriales, sedimentos, y suelo, han mostrado la capacidad de producir enzimas 

lipasas (Yasin et al., 2021). Las cepas bacterias aisladas de suelos de páramo, debido a su 

variabilidad de expresión lipídica puede ser usadas principalmente en la formulación de 

detergentes, degradación de biopelículas, producción de biodiésel y biorremediación. La 

temperatura es el factor principal que influye en el crecimiento y la fisiología de los 

microorganismos utilizados para producir productos deseados como las lipasas (Verma et al., 

2012). Estas enzimas en procesos de biorremediación desempeñan un papel clave en la 

remediación enzimológica de suelos contaminados, mientras que las lipasas adaptadas al frío 

tienen un gran potencial en el campo del tratamiento de aguas residuales.  

4.1.4. Actividad Arilsulfatasa  

Sin embargo, los microorganismos aislados del páramo no presentaron actividad 

arilsulfatasa. En los resultados ninguna cepa mostró un cambio de color al añadir carbonato de 

sodio, lo que sugiere la ausencia de la actividad. La actividad Arilsulfatsa es un indicador de la 

mineralización del azufre en los suelos y juega un papel importante en el ciclo del azufre. Las 

bacterias secretan la enzima al medio ambiente en respuesta a la limitación de S, Kunito et al. 

(2022) menciona que los microorganismos tienden a producir arilsulfatasa cuando la 

concentración de sulfato es baja en el suelo. Además, esto sugiere que la producción de 

arilsulfatsa por microorganismos del suelo es probablemente un mecanismo de respuesta para 

adaptarse a una menor disponibilidad de sulfato. Chen et al., (2019),mencionan que el pH del 

suelo es uno factores directos que controlan la actividad arilsulfatasa, produciendo la máxima 

actividad a un pH de 6,2 que sugiere, que los suelo a un pH alrededor de 6,2 tiene 

concentraciones más altas de la enzima, por lo tanto, la comunidad microbiana produce la 
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mayor cantidad de enzimas arisulfatasa a este pH. Sin embargo, los suelos de páramo son 

ácidos con un pH menor a 5, condiciones que no óptimos para la producción de la enzima 

arilsulfatasa (Podwojewski & Poulenard, 2000).  

4.2. Cinética de Crecimiento de las cepas con mayor potencial enzimático  

La cinética de crecimiento permite el monitoreo continuo y en tiempo real del 

crecimiento microbiano a lo largo del tiempo. Esto proporciona una visión más completa del 

patrón de crecimiento, desde la fase lag hasta la fase exponencial y la fase estacionaria 

(Krishnamurthi et al., 2021).  

Tabla 8 

Cepas Seleccionadas con Mayor Potencial Enzimático para Cinética Bacteriana 

Cepa Bacteriana Actividad Enzimática 

MP7 

Ureasa  

Lipasa  

Fosfatasa  

MP46 
Lipasa  

Fosfatasa 

MP20 
Ureasa  

Lipasa  

QP20 
Ureasa  

Lipasa 

MA7 Fosfatasa 

MA46 
Ureasa  

Lipasa 

MA47 
Lipasa  

Fosfatasa 

QA4 Ureasa  

 

Al analizar la cinética de las cepas con actividad enzimática (tabla 8). Se identificaron 

tres fases de crecimiento bacteriano como se muestra en la Figura 7. Las cepas seleccionadas 

experimentan la fase de latencia durante las primeras 15 horas, durante esta fase permite que 
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las células se adapten a las nuevas condiciones al inducir la expresión de genes necesarios para 

el crecimiento en el nuevo entorno (Rolfe et al., 2012). La fase exponencial presento un periodo 

de 15 horas aproximadamente, alcanzando la máxima concentración celular a las 30 horas de 

crecimiento. La tercera fase, conocida como fase estacionaria con una duración de 18 horas 

aproximadamente, a partir de las 30 horas de crecimiento (Figura 8A).  Las bacterias de la 

figura 8B experimentaron un periodo de latencia alrededor de las 8 horas, pasando a un 

crecimiento rápido en la fase exponencial, con un tiempo de duración de 17 horas, a un 

crecimiento lento en la fase estacionaria a partir de las 25 horas de crecimiento. Como lo 

expresan Juška et al. (2006) el patrón de crecimiento microbiano difiere de un organismo a otro 

debido a varios factores, como el período de incubación, la naturaleza y la composición de los 

nutrientes del medio en el que se cultivó el organismo. Además, el caldo de nutrientes que se 

utilizó en este estudio también era un tipo de medio simple, por lo que los nutrientes contenidos 

son mínimos, lo que también contribuye al alargamiento de la fase de retraso, que es la fase de 

adaptación (Moreno et al., 2020).  

Figura 8 

Curva de Crecimiento de las Cepas con Mayor Potencial Enzimático 
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Nota. Graficas suavizada con el programa Dashing Growth Curves A. Curva de 

crecimiento de las cepas Gram negativas MP7, MP46, MP20 Y QP20 B. Curva de crecimiento 

de las cepas Gram positivas MA7, MA46, MA47 Y QA4.  

La dinámica del crecimiento microbiano varía significativamente entre diferentes 

especies bacterianas. Esta variabilidad se refleja en varios parámetros, los mejores estudiados 

son el tiempo de duplicación y la tasa especifica de crecimiento de diferentes especies 

bacterianas. De hecho, existe tal variación entre cepas relacionadas que subyace a la adaptación 

de cepas específicas a sus entornos (Hilau et al., 2022). 

Al analizar la cinética de las bacterias con mayor potencial enzimático, se identificaron 

que las tasas de crecimiento varían entre las diferentes bacterias (Tabla 9).  Incluso en 

condiciones óptimas de nutrientes y en ausencia de competencia, las especies variarán en sus 

tasas máximas de crecimiento en función de su capacidad para sintetizar rápidamente 

componentes celulares y replicar sus genomas (Lauro et al., 2009). 

 

 

 

B) 
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Tabla 9 

Cinética de Crecimiento Celular de las Cepas Bacterianas 

Cepa Modelo 

Tasa 

especifica 

de 

crecimiento 

(h-1) 

Tiempo de 

duplicación 

(h) 

R2 Valor t p 

MP7 

𝑦

= 2.54𝑥

− 3.27 

2.54 0.39 0.88 9.33 <0.01 

MP20 

𝑦

= 2.29𝑥

− 2.88 

2.29 0.43 0.95 9.72 <0.01 

MP46 

𝑦

= 1.45𝑥

− 2.53 

1.45 0.68 0.78 8.93 <0.01 

QP20 

𝑦

= 1.44𝑥

− 2.55 

1.44 0.69 0.89 5.64 <0.01 

MA7 

𝑦

= 1.27𝑥

− 2.27 

1.27 0.79 0.66 4.48 0,0001 

MA46 

𝑦

= 1.58𝑥

− 2.46 

1.58 0.63 0.89 6.23 0,0002 

MA47 

𝑦

= 0.83𝑥

− 1.99 

0.83 1.20 0.62 9.56 <0.01 

QA4 

𝑦

= 1.39𝑥

− 2.77 

1.39 0.72 0.87 16.82 <0.01 
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En la tabla 9, el coeficiente R2 registra valores menores a 0.9 para las cepas MP7, QP20, 

MA46, MA7, QA4, MA47 y MAP46, que puede significar que menos del 90% de la 

variabilidad en los datos puede ser explicados por el modelo. Esto no necesariamente implica 

que el modelo no sea útil, pero sugiere que hay factores adicionales o variabilidad no capturadas 

por el modelo; siendo la falta de control de temperatura en el lector de microplacas un variable 

que pudo afectar la cinética de crecimiento. Heerden et al., (2017) señala que cada especie 

bacteriana tiene una temperatura óptima de crecimiento, si la temperatura durante la incubación 

no se mantiene constante y óptima, la tasa de crecimiento puede variar significativamente. 

La evaluación de la cinética de crecimiento de la cepa MA7 (T=4.48; p<0.01) y MP46 

(T=16.82; p<0.01) durante 48 horas, demuestra una diferencia notable en el crecimiento de las 

cepas bajo las condiciones evaluadas. Además, entre las fases del crecimiento:  lag, 

exponencial y estacionaria; los resultados sugieren que hay diferencias significativas en las 

tasas de crecimiento entre estas fases. A pesar, de la falta de control de temperatura, la alta 

significancia estadística sugiere que las diferencias observadas son consistentes y robustas.   

Las tasas de crecimiento especificas van desde 0.83 h-1 a 2.54 h-1 en los 

microorganismos con mayor potencial enzimático (tabla 9). Las comunidades bacterianas en 

un volumen de suelo pueden experimentar un amplio espectro de tasas de crecimiento (Borer 

& Or, 2022). El microorganismo con mayor tasa especifica de crecimiento fue MP7, siendo 

unas de las bacterias con menor tamaño < 4.6 um, (Anexo 5) (Kirchman, 2016) menciona que 

la teoría metabólica de la ecología predice que las tasas de crecimiento serán más altas para los 

organismos más pequeños de la biosfera.  

Los tiempos de duplicación de las cepas bacterianas del páramo van desde los 0.39 a 

1.20 (h). Las cepas con tiempos de duplicación cortos poseen mecanismos que les permiten 

mantener una alta actividad metabólica y rápida reproducción, aprovechando los recursos 

rápidamente; estas cepas se pueden implementar en procesos industriales que requieren rápida 

producción de biomasa o metabolitos específicos. Mientras que, las cepas con tiempos de 

duplicación largos pueden ser más eficientes en la utilización de recursos limitados, exhibiendo 

estrategias de crecimiento más sostenibles a largo plazo, siendo útiles en procesos que 

requieren estabilidad a largo plazo y eficiencia en la utilización de recursos. (Gibson et al., 

2018). En las investigaciones de Borer & Or, (2022) exponen que las procariotas varían con 

tiempos de duplicación que van desde los 10 minutos para organismos criados en laboratorio 

hasta días para microrganismos oligotróficos.  
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Tradicionalmente, las mediciones de la curva de crecimiento se realizan midiendo la 

absorbancia de las bacterias, que está relacionada con el número de células, en cubetas a una 

longitud de onda de 600 nm con intervalos de 8 horas. Las versiones recientes aprovechan la 

automatización y las mediciones paralelas para lograr una mejor resolución temporal y un 

mayor rendimiento (Heerden et al., 2017). Además, los lectores de microplacas con placas de 

96 pocillos han resultado cada vez más útiles para controlar el crecimiento de microorganismos 

(Stevenson et al., 2016) 

4.3. Inmovilización del Consorcio en sustratos orgánicos e inorgánicos  

Para evaluar la inmovilización del consorcio bacteriano, se consideró la supervivencia 

microbiana y la actividad enzimática, después del proceso de inmovilización en los soportes 

orgánico e inorgánico. La supervivencia celular es una medida importante para evaluar la 

efectividad de la inmovilización bacteriana. Sin embargo, medir solo la supervivencia no 

garantiza que las bacterias estén realmente inmovilizadas en los soportes, ya que las células 

vivas podrían estar presentes en el medio sin estar adheridas al soporte. Por lo tanto, la 

microscopía electrónica permite la visualización directa de las células bacterianas adheridas a 

los soportes, proporcionando evidencia visual de la inmovilización. A través de la microscopía 

electrónica, se puede confirmar si las bacterias están verdaderamente inmovilizadas en los 

soportes orgánicos e inorgánicos. De tal manera, los resultados sobre la supervivencia celular 

pueden no reflejar completamente la eficiencia de la inmovilización. 

Las células inmovilizadas es una herramienta que protege la viabilidad bacteriana 

contra condiciones ambientales extremas y previene la pérdida de células libres durante la 

biorremediación (Dzionek et al., 2016). Esta técnica reduce los costos operativos de la 

biorremediación y es un enfoque amigable con el medio ambiente, considerado la principal 

ventaja de los tratamientos biológicos.  

La selección del material portador es vital en el curso del proceso de inmovilización, ya 

que controla la actividad metabólica, proporciona estabilidad operativa, protege de un entorno 

externo agresivo y peligroso y, por lo tanto, ayuda a lograr una biodegradación más eficiente 

(Suo et al., 2008) 
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Figura 9 

Recuento de las Células de los Soportes Inmovilizados 

 

En la figura 9 se puede evidenciar que la biomasa microbioma adherida en el soporte 

inmovilizador de la zeolita es mayor que en la cascaras de café, esto sucede debido a que las 

zeolitas incluyen una gran cantidad de grupos Si-OH que desempeñan un papel clave en el 

proceso de adsorción. Djukić et al. (2013) mencionan que la superficie de la zeolita puede 

adsorber biopolímeros como proteínas, ácidos nucleicos, ARN y ADN de manera selectiva, 

por lo tanto, las zeolitas son capaces de adherir microorganismos en sus superficies y pueden 

usarse como un portador eficiente en el proceso de inmovilización de biomasa. 

La zeolita son materiales inorgánicos que son resistentes a la degradación microbiana 

y son un portador ideal para la inmovilización debido a sus diversas estructuras de poros, 

propiedades superficiales ajustables, excelente estabilidad térmica, costo relativamente (Zhang 

et al., 2021) 

Según Macario et al. (2007) las zeolitas tienen propiedades hidrofóbicas, carácter ácido 

o básico y resistencia química y mecánica. Además, las células bacterianas producen 

exopolisacáridos que pueden tener un papel protector en condiciones desfavorables y actuar 
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como adhesivos para interacciones con diversos sustratos y también como promotores de la 

agregación celular y la formación de biopelículas (Kubota et al., 2008), (Djukić et al., 2013). 

Los resultados evidencian, una menor adhesión de los microrganismos al soporte 

orgánico. Sin embargo Cassidy et al. (1996) expone que, en el proceso de inmovilización de 

bacterias, los organismos prefieren los portadores orgánicos sobre los portadores inorgánicos. 

Esto se debe, a la disponibilidad, compuestos biodegradables, no tóxicos y generalmente tienen 

una mayor capacidad de absorción en comparación con los portadores inorgánicos y la 

presencia de grupos funcionales de amplio espectro en la superficie de las matrices orgánicas, 

lo que proporciona una mejor adición en la capacidad de absorción.  

La cascara de café constituida principalmente por celulosa y lignina, contiene celulosa 

que exhibe características importantes para la inmovilización de enzimas, tales como 

biocompatibilidad, comportamiento anfipático y químicamente inerte bajo condiciones 

fisiológicas (Liu & Chen, 2016), lo que permite mejorar la unión de las bacterias con la matriz 

de soporte. A pesar del uso generalizado de portadores naturales, todavía hay algunas 

desventajas importantes asociadas con ellos, como la disrupción de partículas debido a la alta 

concentración bacteriana y la producción excesiva de gas, la baja estabilidad mecánica y 

química, la alta tasa de contaminación y pérdida de adhesividad durante el almacenamiento en 

un largo período de tiempo de 20 a 25 días (Cassidy et al., 1996) 

Microorganismos inmovilizados en un medio que contiene polímero orgánico, se verán 

inducidas a sintetizar y secretar enzimas extracelulares requeridas para hidrolizar el polímero. 

A medida que la enzima actúa sobre el polímero, conduce a la hidrolización del polímero y a 

una mayor producción de sustratos utilizables, en el caso de los polímeros naturales, la 

hidrolización conduce a un aumento en la cantidad de sustrato por encima de la propia matriz 

(Saez et al., 2012). 

La actividad enzimática del consorcio inmovilizado en los soportes fue una respuesta 

positiva para las reacciones enzimáticas ureasa, lipasa y fosfatasa.  Las células bacterianas al 

inmovilizarse presentan limitaciones de las enzimas inmovilizadas, dado que, la cinética rápida 

de las enzimas nativas se reduce drásticamente cuando se inmovilizan debido a las restricciones 

de difusión, lo que hace que la enzima inmovilizada sea más baja su tasa de reacción (Basso & 

Serban, 2019). Sin embargo, el consorcio mantiene su capacidad catalítica para las actividades 

enzimáticas identificadas.  
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La inmovilización de las cepas bacterias en sustratos orgánicos e inorgánicos para la 

recuperación de los suelos, se debe al factor de sostenibilidad. La cascara de café se aprovecha 

el residuo, que podría ser desechado o subutilizado, reduciendo el impacto ambiental asociado 

con su eliminación. Además, contiene compuestos orgánicos que pueden servir como 

nutrientes adicionales para las bacterias inmovilizadas, lo que a su vez mejora el crecimiento y 

actividad en el proceso de biorremediación. En lo que se refiere al sustrato inorgánico, la zeolita 

es una opción más sostenible en comparación con materiales sintéticos, ya que puede ser 

reutilizada, reduciendo la necesidad de materiales nuevos y minimizando los residuos. El uso 

de los sustratos en la biorremediación contribuye a prácticas ambientales responsables. 
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CAPITULO IV 

CONCLUSIONES 

• Las cepas aisladas del páramo Nacional Cayambe-Coca presentaron actividades: 

ureasa, fosfatasa y lipasa. Sin embargo, no se evidencia la presencia de actividad 

arilsulfatasa, esto puede ser debido a los parámetros físicos de los suelos de páramo, 

siendo el pH un factor directo que afecte la actividad.  

 

• Al evaluar la actividad enzimática de los aislados bacterianos del páramo, seis bacterias 

presentaron actividad ureasa, treinta y dos actividades fosfatasa y dieciocho actividades 

lipasa; siendo la actividad fosfatasa la que se evidencio en mayor cantidad en las cepas.  

 

• Al análisis la cinética bacteriana de las cepas asiladas se encontró cepas de crecimiento 

lento, mientras que otras son de crecimiento mucho más rápido. Estas diferencias en las 

tasas de crecimiento son importantes para seleccionar cepas que puedan proliferar 

eficientemente en diferentes condiciones, contribuyendo de manera efectiva a la 

formación de un consorcio bacteriano. 

 

• En el proceso de inmovilización de las cepas bacterianas, las características físicas de 

la zeolita permiten una mejor adhesión de las bacterias en su superficie y pueden usarse 

como un portador eficiente en el proceso de inmovilización de biomasa, sin embargo, 

las cascaras de café es una alternativa sostenible e igual de eficiente para inmovilización 

celular. 
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RECOMENDACIONES 

 

• Ampliar el estudio utilizando sustratos específicos como Tween 20, Tween80 y 

tributirina, en diferentes rangos de temperatura, pH y tiempo de incubación, con el fin 

de evidenciar la capacidad de las cepas para producir los diferentes tipos de lipasas. 

 

• Identificación molecular de las cepas bacterianas con mayor potencial enzimático.  

 

• Controlar que la temperatura de incubación sea constante y adecuada para las cepas 

bacterianas en estudio y el uso de un programa automatizado como GEN5 para la toma 

de muestras en intervalos de tiempos más cortos.  

 

• El uso del microscopio electrónico para la verificación del proceso de inmovilización 

y la conservación del microorganismo inmovilizado mediante procesos de liofilización 

o temperaturas bajas que no afecten el metabolismo de los microorganismos.  
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ANEXOS 

Anexo 1 

Análisis de las Actividades Enzimáticas de las Cepas Bacterianas 

 
UREASA  LIPASA  FOSFATASA SULFATASA 

Código Screening 1 

(+/-) 

Screening 

1 (+/-) 

Screening 1 (+/-) Screening 1 (+/-) 

MA1 - - + - 

MA3 - - + - 

MA7 - - + - 

MA11 - - + - 

MA16 - - - - 

MA21 - +  - - 

MA32 - +  - - 

MA33 - - + - 

MA34 + - + - 

MA35 - - + - 

MA37 - - + - 

MA44 - - + - 

MA46 + +  - - 

MA47 - +  + - 

MA48 - - - - 

MA49 - +  - - 

MA50 - - - - 

MA51 - - + - 

MA52 - - + - 

MA53 + - - - 

MA54 - - - - 

MA55 - +  - - 

MA57 - - + - 

MA60 - +  - - 

QA2 - - - - 

QA4 + - - - 

QA9 - - - - 

QA10 + - - - 

QA11 - +  - - 

QA12 - - - - 

QA13 - - - - 

QA20 - +  - - 

QA21 - - - - 

QA22 - +  - - 

QA23 - +  - - 

a) 
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Nota: + presencia de actividad enzimática, (-) ausencia de actividad enzimática 

  UREASA  LIPASA FOSFATASA SULFATASA 

Código Screening 1 

(+/-) 

Screening 

2 (+/-) 

Screening 1 

(+/-) 

Screening 1 

(+/-) 

MP5 - - - - 

MP7 + +  + - 

MP12 - - + - 

MP14 - - - - 

MP15 -  - + - 

MP16 - - + - 

MP19 - - - - 

MP20 + +  - - 

MP23 - - + - 

MP24 - - - - 

MP25 - - - - 

MP26 - - - - 

MP28 - - + - 

MP29 -  - + - 

MP30 - - - - 

MP31 + +  - - 

MP32 - - + - 

MP33 - - + - 

MP34 - - - - 

MP36 + - - - 

MP37 - - - - 

MP38 - - - - 

MP39 - - + - 

MP42 - - + - 

MP44 - +  - - 

MP46 - +  + - 

MP47 - - - - 

MP48 - - - - 

MP49 - - + - 

MP50 - - + - 

MP52 - - + - 

MP60 - +  - - 

MP61 - - + - 

PseudoP1

3 

- - + - 

QP2 - - + - 

QP4 - - - - 

QP5 - - + - 

QP8 - - + - 

b) 
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QP10 - - - - 

QP20 + +  - - 

 Nota: + presencia de actividad enzimática, (-) ausencia de actividad enzimática 

Anexo 2 

Pruebas Enzimáticas de la Capacidad Hidrolítica de las Cepas Bacterianas 

 

 

 

A 

B 

b) 
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Nota. A. Prueba de actividad fosfatasa con hidróxido de sodio como indicador, B. 

Prueba de actividad ureasa, C. Prueba de actividad sulfatasa con Carbonato de Sodio como 

indicador y D. Prueba de actividad lipídica con rojo fenol como indicador. El cambio de 

tonalidad a rosado/fucsia/morado indica la presencia de la actividad. 

 

 

 

 

 

 

 

QA11 MP31 MP5 MP60 

C 

D 
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Nota. Prueba medición del halo de hidrólisis de la urea, B. Prueba medición del halo de 

hidrólisis del fosforo y C. Prueba de medición del halo de hidrólisis lipídica. El cambio de 

tonalidad a rosado/fucsia/morado indica la presencia de la actividad. 

 

MA46 QA4 MA53 MP20 

MP12 MP16 MP46 MP61 

MP44 MA49 MP20 QP20 

A 

C 

B 

Anexo 3 

Pruebas Enzimáticas del Halo de Hidrólisis de las Cepas con Mayor Actividad 
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Anexo 4 

Grafico de la fase exponencial de crecimiento de las cepas bacterianas  
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Anexo 5 

Microscopia de Bacterias Seleccionadas para el Consorcio Inmovilizado en los Soportes, 40x 

Código Tinción Tamaño Microscopia 

QA4 
Gram 

positivas 
6,41 m 

 

MA7 
Gram 

positivas 
15,7 m 

 

MA46 
Gram 

positivas 
5.75 m 

 

MA47 
Gram 

positivas 
4,63 m 
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MP7 
Gram 

negativas 

Por 

debajo del 

tamaño 

<4,6 m 

 

MP20 
Gram 

negativas 
7,73 m 

 

MP46 
Gram 

negativas 

Por 

debajo del 

tamaño 

<4,6 m 

 

QP20 
Gram 

negativas 

Por 

debajo del 

tamaño 

<4,6 m 

 

Nota. Morfología de cultivos seleccionados con mejor actividad enzimática del conjunto bacteriano inicial 

observados en lente óptico 40,  
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Anexo 6 

Evaluación de la Actividad Enzimática del Consorcio Inmovilizado en los Soportes 

Actividad 

enzimática 

Soporte 

Zeolita Cascara 

Ureasa                  

 

Fosfatasa    

 

 

 

 

 

         

 

Lipasa   

 

 

Nota. Los halos alrededor del sustrato con tonalidad rosa indican la presencia positiva de 

hidrolisis para los sustratos específicos para cada actividad.  

 



oid:21463:369750303Identificación de reporte de similitud: 

NOMBRE  DEL TRABAJO

QUIROZ ROSARIO- escrito final V2.docx
AUTOR

ROSARIO QUIROZ

RECUENTO DE PALABRAS

18072 Words
RECUENTO  DE CARACTERES 

103906 Characters

RECUENTO  DE PÁGINAS 

86 Pages
TAMAÑO DEL ARCHIVO

10.5MB

FECHA DE ENTREGA

Jul 23, 2024 11:07 PM GMT-5
FECHA DEL INFORME

Jul 23, 2024 11:09 PM GMT-5

10% de similitud general
El total combinado de todas las coincidencias, incluidas las fuentes superpuestas, para cada
base de datos.

9% Base de datos de Internet 2% Base de datos de publicaciones

Base de datos de Crossref Base de datos de contenido publicado de
Crossref

6% Base de datos de trabajos entregados

Excluir  del Reporte de Similitud 

Material bibliográfico Material citado

Material citado Coincidencia baja (menos de 8 palabras)

Fuentes excluidas manualmente Bloques de texto excluidos manualmente

Resumen


