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RESUMEN 

La purificación del ADN metagenómico es el primer paso para descifrar la 

información genética mediante análisis metagenómicos de los consorcios 

bacterianos biodegradadores de petróleo. Este tipo de análisis moleculares son 

fundamentales para ayudar a resolver los problemas de contaminación por 

hidrocarburos de los suelos y ríos de la Amazonia peruana. El objetivo general 

de la presente investigación fue purificar el ADN metagenómico a partir de 

consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo crudo de la región Loreto. 

Primero, se obtuvieron consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo a 

partir de muestras de suelos de la Reserva Nacional Allpahuayo Mishana 

(RNAM) y de aguas de los ríos Itaya y Nanay. Para obtener estos consorcios 

bacterianos, las muestras fueron cultivadas por 10 días en medio Bushnell Haas 

(BH) suplementado con 1% de petróleo crudo y después se realizaron tres 

subcultivos (en medio BH + 1% de petróleo) consecutivos cada 10 días haciendo 

un total de 40 días de cultivo. Después, a partir de los consorcios bacterianos se 

purificó y evaluó la calidad y cantidad del ADN metagenómico con métodos 

estandarizados. Se obtuvieron con éxito consorcios bacterianos biodegradadores 

de petróleo tanto de las muestras de suelos y aguas. Estos estuvieron 

conformados por cocos, bacilos, cocobacilos Gram positivos y Gram negativos. 

Asimismo, a partir de los consorcios bacterianos se obtuvo ADN metagenómico 

caracterizado por su pureza, alta calidad y cantidad. En conclusión, el protocolo 

estandarizado nos permitió obtener a partir de los consorcios bacterianos ADN 

metagenómico puro, de alta calidad y cantidad apropiados para realizar estudios 

a nivel molecular. 

Palabras claves: ADN metagenómico, biodegradación de petróleo, 

biorremediación microbiana, consorcio bacteriano.  
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ABSTRACT 

Metagenomic DNA purification is the first step to deciphering the genetic 

information through metagenomic analysis of petroleum biodegrading bacterial 

consortia. This type of molecular analysis is fundamental to help solve the 

hydrocarbon contamination problems of soils and rivers in the Peruvian Amazon. 

The general objective of the present investigation was to purify metagenomic DNA 

from crude petroleum biodegrading bacterial consortia from the Loreto region. 

First, petroleum biodegrading bacterial consortia were obtained from soil samples 

from the Allpahuayo Mishana National Reserve (RNAM) and from the waters of 

the Itaya and Nanay rivers. To obtain these bacterial consortia, the samples were 

cultured for 10 days in Bushnell Haas (BH) medium supplemented with 1% crude 

petroleum and then three consecutive subcultures (in BH medium + 1% 

petroleum) were performed every 10 days totalling 40 days of culture. Then, 

metagenomic DNA was purified from the bacterial consortia and evaluated its 

quality and quantity using standardized methods. Petroleum biodegrading 

bacterial consortia were successfully obtained from both soil and water samples. 

These consisted of Gram-positive and Gram-negative cocci, bacilli, coccobacilli 

bacteria. Moreover, metagenomic DNA obtained from the bacterial consortia was 

characterized by its purity, high quality, and quantity. In conclusion, the 

standardized protocol allowed us to get from the bacterial consortia pure 

metagenomic DNA of high quality and quantity appropriate for studies at the 

molecular level. 

Keywords: metagenomic DNA, petroleum biodegradation, microbial 

bioremediation, bacterial consortium.  
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INTRODUCCIÓN 

La contaminación por petróleo de ambientes terrestres y acuáticos es una gran 

amenaza para el medio ambiente y la salud humana debido a su toxicidad y a 

sus efectos carcinogénicos y mutagénicos (1). Si bien es cierto, que la 

contaminación por petróleo provoca toxicidad en el ambiente, sin embargo, tiene 

un efecto enriquecedor sobre los consorcios bacterianos adaptados que lo 

utilizan como fuente de carbono y energía para su crecimiento (2,3), puesto que, 

las bacterias son degradadores primarios del petróleo (4,5). 

Por tal motivo, para evaluar la adaptación y supervivencia de las bacterias 

tolerantes al petróleo se utilizan cultivos enriquecidos con petróleo (6), siendo la 

mejor alternativa el cultivo de un conjunto de bacterias, puesto que el petróleo 

crudo contiene una mezcla compleja de hidrocarburos y sus derivados que 

necesitan ser metabolizados por bacterias de diferentes especies (7–9) que forman 

entre sí consorcios bacterianos mediante su unión y cooperación, por lo cual 

tienen una mejor capacidad metabólica y eliminación de contaminantes (8,10,11). 

Seguidamente se aplican enfoques moleculares que permiten el acceso al 

potencial genético de las bacterias (12–14). Sin embargo, al aplicar enfoques 

moleculares, existen muchos desafíos en la extracción de material genético para 

obtener ADN metagenómico (ADNm) de alta calidad y cantidad en la purificación 

(15), debido a pérdidas del ADNm, cuando la purificación o eliminación de 

contaminantes (restos inorgánicos, proteínas, sustancias húmicas, iones 

metálicos y compuestos fenólicos) es extensa (16). Consecuentemente, existen 

limitadas investigaciones que detallan la purificación de ADNm de consorcios 
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bacterianos tolerantes al petróleo obtenidos de muestras ambientales, mediante 

el uso de métodos convencionales (6,17–21). Por lo que, muchas investigaciones se 

enfocan en métodos más rápidos a través del uso de kits comerciales, sin 

embargo, éstos no funcionan con la misma eficiencia para todas las muestras, 

además, son costosos y los componentes de sus reactivos no se detallan, al igual 

que sus volúmenes son limitados impidiendo realizar modificaciones (22,23). En tal 

sentido, no existe un protocolo universal de purificación de ADN metagenómico 

a partir de consorcios bacterianos de muestras ambientales tolerantes al 

petróleo, de manera que, los protocolos dependerán del tipo y características de 

la muestra (24,25), además, no se han reportado estudios relacionados con la 

presente investigación en la amazonia peruana. 

Por consiguiente, obtener ADN metagenómico puro es una etapa crucial y es el 

primer paso para dilucidar la capacidad biodegradadora de los consorcios 

bacterianos tolerantes a la presencia de petróleo a partir de suelos y ríos 

amazónicos, empleando medios enriquecidos con petróleo crudo. 

Posteriormente, este ADN metagenómico de alta calidad y cantidad es necesario 

para continuar con investigaciones referentes a la diversidad bacteriana, 

mediante secuenciamiento masivo de todos los genomas bacterianos presentes, 

que proporcionará una base de datos de consorcios bacterianos con capacidad 

de biodegradar petróleo crudo y permitirá descubrir nuevas rutas metabólicas y, 

a su vez, nuevas enzimas con potencial para estudios de biorremediación (26–32). 

De manera que, obtener consorcios bacterianos y purificar su ADNm, es esencial 
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para desarrollar aplicaciones biotecnológicas que puedan ayudar a resolver los 

graves problemas de contaminación de suelos y ríos amazónicos. 

Por tanto, el objetivo general de la presente investigación fue purificar el ADN 

metagenómico a partir de consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo 

crudo de la Región Loreto, y los objetivos específicos fueron: 1) Obtener 

consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo crudo a partir de muestras 

de suelos y aguas de ríos de la Región Loreto y 2) Elaborar un protocolo de 

purificación de ADN metagenómico a partir de consorcios bacterianos 

biodegradadores de petróleo crudo. 
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CAPÍTULO I: MARCO TEÓRICO 

1.1. Antecedentes 

En 2009, se comparó 2 métodos de cultivo para obtener consorcios microbianos 

de suelos agrícolas de plantas de tratamiento de petróleo. El primero, fue un 

método clásico en el que usaron medio mineral Tanner con 250 mg/L de 

antraceno y se incubaron a 150 rpm a 30°C, con 8 transferencias a medio fresco 

que se realizaron cada semana. El segundo, fue un método modificado que se 

utilizó un análisis respirométrico previo al enriquecimiento, con 3 transferencias 

a medio fresco después de 1 semana. Además, el ADN fue extraído y purificado 

con tampón TE, SDS, proteinasa K, solución CTAB/NaCl, cloroformo-alcohol 

isoamílico (C-AI) y fenol-C-AI. Los productos amplificados fueron purificados con 

kit de extracción de gel QIAEX II. En el método clásico, el consorcio (C) presentó 

3 aislados que fueron más abundantes, identificándose como Pseudomonas. Por 

otra parte, el método modificado reveló un consorcio (M) con 6 bacterias 

(Mycobacterium fortuitum, Bacillus cereus, Microbacterium sp., Gordonia 

polyisoprenivorans, una Microbacteriaceae y una bacteria que utiliza el naftaleno) 

y 1 hongo (Fusarium oxysporum). Por tanto, el consorcio M presentó mayor 

degradación de antraceno. Finalmente, la investigación concluye que, el corto 

tiempo asegura el enriquecimiento de los degradadores debido a que no impone 

nuevas adaptaciones a las condiciones de biodegradación (21). 

En 2010, se desarrolló una investigación que incluyó como población de estudio 

consorcios microbianos obtenidos de suelos contaminados con petróleo en 

Japón. Este consorcio microbiano fue enriquecido con querosene al 1% durante 
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6 meses, con la finalidad de investigar su capacidad para degradar fracciones de 

carbono equivalente en el querosene. El cultivo fue enriquecido en medio 

Bushnell Haas (BH) a 30°C en agitación, con transferencias sucesivas cada 2 

semanas. Asimismo, el consorcio microbiano fue cosechado por centrifugación 

para extraer y purificar su ADN mediante 2 ciclos de congelación/descongelación, 

también se agregaron proteinasa K, tampón TTNE (Tris-HCl, Tween 20, Nonidet 

P-40, EDTA) y fenol saturado de TE. La composición del consorcio microbiano 

adaptado se analizó mediante la clonación del gen ARNr 16S, y fue dominado 

por el filo Proteobacteria (Betaproteobacteria y Gammaproteobacteria) y 

Bacteroidetes (Flavobacteria y Bacteroides). Los géneros más representativos en 

el filo Proteobacteria fueron: Achromobacter, Alcaligenes, Cupriavidus, 

Burkholderia y Rhodanobacter, Pseudoxanthomonas. El trabajo concluyó que el 

consorcio estuvo dominado por 3 géneros de Betaproteobacteria: 

Achromobacter, Alcaligenes, Cupriavidus, que son una fuente potencial para 

degradar hidrocarburos aromáticos tóxicos en ambientes contaminados con 

petróleo (17). 

En 2014, se realizaron etapas de lavados y se evaluaron diferentes métodos para 

la extracción de ADN metagenómico de muestras de suelos contaminados con 

petróleo de la India, los métodos consistieron en lisis suave, métodos duros 

(golpeo de perlas y sonicación) y una combinación de ellos. El trabajo obtuvo 

mejores resultados con el método de lisis enzimática, el cual presentó ratios de 

2,31, 2,34, 2,12 (A260nm/A230nm), 1,83, 1,82 (A260nm/A280nm) y 

concentraciones de ADN de 173,2, 171,5, 167,9 ng/µL; otro método exitoso fue 
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la combinación del método de golpeo de perlas y lisis enzimática en el que se 

registraron ratios de 1,95, 1,99, 1,98 (A260nm/A230nm), 1,79, 1,73, 1,70 

(A260nm/A280nm) y concentraciones de ADN de 189,9, 183,1 y 173,4 ng/µL (33). 

En 2015, se investigó 2 consorcios bacterianos: MARA y MARB de sedimentos 

del Atlántico Medio Sur. Los sedimentos fueron enriquecidos en medio ONR7a 

con 1% de petróleo crudo, e incubados en agitación a 115 rpm, 25°C por 2 

semanas; después se transfirió 2% del inoculo a medio fresco, repitiéndose estos 

pasos 3 veces más. El ADN fue extraído por el método de CTAB/NaCl y los 

productos amplificados fueron purificados con un kit de extracción de gel de ADN 

y, secuenciados por MiSeq. A nivel de filo, en ambos consorcios el más 

dominante fue Proteobacteria, seguido de Actinobacteria. Asimismo, el consorcio 

MARA estuvo representado por los filos Deinococcus-Thermus, Bacteroidetes, 

Firmicutes; y el consorcio MARB, por Planctomycetes y Bacteroidetes. Además, 

las clases más dominantes fueron Alfaproteobacteria, Gammaproteobacteria y 

Actinobacteria; siendo Alfaproteobacteria la clase más dominante en el consorcio 

MARA y, Gammaproteobacteria en el consorcio MARB. La investigación 

concluye que los miembros de Gammaproteobacteria fueron superiores a otros 

degradadores de petróleo crudo (19). 

En 2015, se comparó 5 métodos de extracción de ADN con muestras de suelo 

contaminadas con querosene en Rumania (S, SP, S-CTAB, GnS-GII (ISOm) y 

mediante el kit Norgen Biotek) en donde utilizaron 2 tamaños de perlas de vidrio 

(0.1 y 0.5 mm) para la lisis, y presentaron ciertas modificaciones en el contenido 

de tampón fosfato de sodio, EDTA, SDS, fenol-cloroformo-alcohol isoamílico, 
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proteinasa K y CTAB/NaCl. Los resultados mostraron que el método S fue el más 

adecuado; presentando una cantidad de ADN de 49,38 µg/g de suelo, ratios de 

1,52 (A260nm/A280nm) y 0,69 (A260nm/A230nm) y una amplificación exitosa del 

gen 16S ARNr, en la que se observó una mayor intensidad en la amplificación 

cuando se agregó albúmina de suero bovino (34). 

En 2017, se trabajó con muestras de sedimentos contaminados con petróleo en 

México, que fueron pre-tratadas 3 veces con un buffer salino. El ADN 

metagenómico fue extraído a partir de un protocolo que fue modificado con la 

adición de la enzima RNasa y una segunda precipitación con isopropanol, 

seguida de lavados con etanol al 70%, el ADN fue purificado por membrana de 

diálisis. Los resultados obtenidos muestran una adecuada calidad y 

concentración de ADN, registrándose A260nm/A280nm desde 1,57 hasta 1,85, 

A260nm/A230nm desde 0,98 hasta 1,69 y concentraciones de ADN desde 21,9 

hasta 321,3 ng/µL. La amplificación del ARNr 16S confirmó la pureza del ADN 

metagenómico (35). 

En 2018, se investigó 4 consorcios bacterianos a partir de 2 suelos (K y R), 

sedimentos (S) y agua de mar (E), contaminados con petróleo en Túnez. Las 

muestras fueron enriquecidas en medio BH y petróleo crudo ligero al 1%, durante 

1 mes a 28°C con agitación en oscuridad y con transferencias a medio fresco 

cada 7 días. Asimismo, las 4 muestras enriquecidas, fueron incubadas por 2 

meses para la obtención de los consorcios. Luego, el ADN fue extraído usando 

batido de perlas (1mm de diámetro), tampón de extracción (Tris-HCl, EDTA, SDS, 

RNasa A) y, las impurezas se eliminaron precipitando 2 veces con acetato de 
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amonio. Las comunidades bacterianas fueron analizadas por secuenciamiento 

de los amplicones 16S, en donde el orden más dominante fue Pseudomonadales 

(con Acinetobacter, Pseudomonas y Pseudoxanthomonas) en las muestras R, K 

y S; seguido de Burkholderiales, Xanthomonadales, Rhizobiales y 

Flavobacterales. Mientras que, en la muestra E fue dominante Actinomycetales 

que mostró un incremento de Dietzia. Finalmente, se concluye que los taxones 

dominantes de los consorcios de suelos mostraron especies conocidas, a 

comparación de los taxones dominantes de consorcios de sedimentos y agua de 

mar (18). 

En 2018, se realizó una comparación de la extracción de ADN de comunidades 

bacterianas de muestras de suelos de áreas circundantes a una refinería. Se 

empleó un método manual y a través de un kit comercial. Para el método manual 

se utilizaron un tampón de extracción (Tris-HCl, EDTA, NaCl y CTAB al 1%), 

lisozima, proteinasa K, SDS al 20%, fenol-cloroformo-alcohol isoamílico y etanol. 

La investigación determinó que las concentraciones de ADN con el método 

manual fueron mejores en comparación con el uso del kit comercial, 

obteniéndose concentraciones de 15,77 y 17,57 ng/µL con el método de 

extracción manual y 8,05 y 8,50 ng/µL con el uso del kit comercial, asimismo la 

concentración del ADNr 16S usando el método manual fue de 57,8 ng/µL y la del 

kit fue de 45,2 ng/µL, demostrándose que no hubo interferencias de 

contaminantes presentes en los suelos durante la amplificación (36). 
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1.2. Bases teóricas 

1.2.1. Consorcios bacterianos 

Un consorcio bacteriano es una asociación natural conformada por más de una 

especie bacteriana, poseen relaciones sinérgicas en donde todos se benefician 

debido a que los productos intermediarios de una ruta catabólica de una especie 

bacteriana pueden ser transformados por otra especie bacteriana (37).  

Existen dos características de un consorcio, la primera se refiere a la capacidad 

de comunicarse entre sus miembros (37), a través de señales moleculares, usando 

metabolitos esenciales o enzimas secretadas (38). De esta manera, cada 

población localiza y responde a los demás miembros que forman parte del 

consorcio. A partir de esto, la otra característica se basa en la división del trabajo 

(37).  

Además, un consorcio puede ser definido o indefinido. Se denominan consorcios 

definidos a los grupos de bacterias conocidas que tiene una determinada función. 

Mientras que los consorcios indefinidos se obtienen de enriquecimientos de 

muestras ambientales para la selección de diferentes organismos implicados 

directa e indirectamente en una función de interés, como por ejemplo la 

biodegradación de petróleo crudo (29).  

1.2.2. Métodos de extracción y purificación de ADN 

Los métodos para extraer ADN que están siendo empleados en los últimos años 

son de dos tipos: métodos de extracción celular y métodos de lisis directa (39). La 

primera consiste en la separación de células de la matriz, para liberar, lisar y 

purificar el ADN (39–42). Una limitación importante del método de extracción celular 
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es que consume mucho tiempo y que solo algunas muestras pueden procesarse 

al mismo tiempo (39). En cambio, el método de lisis directa que ocurre dentro de 

la matriz (42), y se ha utilizado ampliamente durante los últimos 10 años debido a 

que proporciona mayores rendimientos de ADN dentro de tiempos aceptables y 

proporciona una lisis completa in situ de todos los microorganismos (40). Sin 

embargo, la lisis directa presenta la principal desventaja de extraer otros 

componentes orgánicos de la muestra que pueden alterar los posteriores análisis 

moleculares, por lo que, se necesita realizar una etapa de purificación. Por lo 

tanto, toda extracción de ADN de muestras ambientales requiere los siguientes 

pasos: lisis celular, eliminación de fragmentos celulares y purificación del ADN 

(39). 

1.2.2.1. Lisis celular 

La lisis celular generalmente es un paso crítico en la extracción del ADN de 

muestras ambientales. El resultado que se obtiene con ello es la liberación del 

ADN el cual se logra al romper la pared celular y las membranas de los 

microorganismos. Adicionalmente, algunos estudios incluyen un paso de lavado 

de muestra antes de la lisis, con el fin de eliminar los inhibidores solubles y el 

ADN extracelular (39). Actualmente, se usan en cada protocolo tres tipos de lisis 

celular, estos pueden ser utilizados solos o en combinación: (i) ruptura física, (ii) 

química y (iii) enzimática (40,42). 

Los métodos físicos tienen mayor acceso a toda la comunidad microbiana (40). 

Entre los más utilizados se encuentran la congelación-descongelación o la 

congelación-ebullición y la homogenización de molino de perlas (40,42–44). También 
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se han informado otros métodos como: trituración en mortero, molienda bajo 

nitrógeno líquido, ultrasonidos y choque térmico de microondas (40). 

Por otra parte, la lisis química, sola o en asociación con métodos físicos, se ha 

utilizado ampliamente. Probablemente el componente químico más utilizado es 

el detergente dodecil sulfato de sodio (SDS), que presenta la función de disolver 

el material hidrofóbico de las células y es utilizado a menudo con el tratamiento 

térmico y con agentes quelantes como el ácido etilendiaminotetraacético (EDTA), 

Chelex 100 y diversos tampones Tris o de fosfato de sodio. Otros de los 

componentes químicos utilizados son el bromuro de cetiltrimetilamonio (CTAB) y 

polivinilpolipirrolidona (PVPP), los cuales eliminan parcialmente los ácidos 

húmicos, asimismo el CTAB forma complejos insolubles con proteínas 

estructurales, polisacáridos y residuos celulares, y a diferencia del PVPP no 

provoca una pérdida de ADN (40). 

De la misma manera, se han desarrollado muchos protocolos que incluyen una 

lisis enzimática (40). La enzima más utilizada es la lisozima (39) debido a su acción 

hidrolítica presente en los enlaces de los componentes glicosídicos u otros 

componentes húmicos (40). Algunas proteasas, como la proteinasa K, la 

acromopeptidasa y la pronasa también pueden ayudar a liberar ácidos nucleicos 

(39,42). 

1.2.2.2. Purificación de ADN 

Varios métodos han sido investigados para purificar ácidos nucleicos (40). El 

mayor inconveniente para este proceso radica en la presencia de ácidos húmicos 

y compuestos fenólicos en el suelo, los cuales son difíciles de eliminar y 
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adicionalmente inhiben la degradación de ciertas endonucleasas de restricción 

del ADN, disminuyen la eficiencia de la hibridación ADN/ADN e inhiben la Taq 

polimerasa, enzima clave en la reacción en cadena de polimerasa, mediante la 

quelación de iones Mg+2 (39,40). 

De acuerdo a lo mencionado, es necesario purificar las muestras incluso si 

conllevan a pérdidas significativas (39). En la mayoría de los estudios, después de 

la lisis celular, se logra una primera etapa de purificación del ADN mediante la 

extracción con una solución saturada de sal (Cloruro de sodio, cloruro de potasio, 

acetato de sodio, de potasio y de amonio) y solventes orgánicos como fenol y 

cloroformo, seguido de una precipitación con etanol, isopropanol o polietilenglicol 

(PEG) (39,40). Los métodos de purificación también emplean ultracentrifugación en 

gradiente de densidad de cloruro de cesio, cromatografía, electroforesis, 

columnas de unión a ADN a base de sílice o, más raramente, diálisis simple (39). 

1.2.3. Análisis de la purificación de ADN 

1.2.3.1. Cuantificación y pureza del ADN por espectrofotometría 

La espectrofotometría sirve para determinar la concentración y la pureza de ADN 

de una muestra (45). Se basa en la ley de Lambert-Beer que menciona la relación 

de la concentración de una molécula en solución con la cantidad de luz absorbida 

de las moléculas disueltas (46), por lo que, a mayor número de moléculas mayor 

interacción de la luz con ellas (47).  

El ADN absorbe la luz ultravioleta (UV) a 260 nm, permitiendo obtener su 

concentración a partir de la absorbancia emitida (45,46). La concentración de ADN 

se mide en ng/µL, y en caso de algunos equipos como el espectrofotómetro 



 

13 
 

Nanodrop que proporciona esta información directamente, por tanto, no es 

necesario diluir la muestra para obtener los valores adecuados (46).  

Por otra parte, la pureza del ADN se obtiene de la relación de absorbancias a 

A260nm/A280nm y a A260nm/A230nm. En la relación A260nm/A280nm se 

considera un ADN con alta pureza entre valores de 1,8-2,0, valores por debajo 

de 1.6 se considera que el ADN se encuentra contaminado por compuestos 

aromáticos como fenoles y proteínas (45,46), y valores por arriba de 2,1 podría 

deberse a la contaminación por ARN. En la segunda relación A260nm/A230nm, 

los valores adecuados están entre 1,8-2,2 (45), y si la relación es menor significa 

que el ADN se encuentra contaminado con sales, carbohidratos y fenol (45,46). 

1.2.3.2. Integridad de ADN por electroforesis 

Otro de los aspectos importantes después de la purificación del ADN es analizar 

y conocer su integridad a través de electroforesis en gel de agarosa (46), en donde 

los fragmentos de ADN de una muestra se separan de acuerdo a su tamaño, 

concentración. De manera que, los ácidos nucleicos al moverse por la malla 

tridimensional de un polímero como la agarosa, van a crear fricción, haciendo 

que las moléculas de mayor tamaño migran con más lentitud, mientras que las 

de menor tamaño migran más rápido. El rango de tamaño que pueden separarse 

las moléculas de ADN en el gel de agarosa es desde 50 pb hasta 40 kb. 

Asimismo, esta separación va a depender de la concentración del gel de agarosa, 

cuanto más baja es la concentración del gel mayor es el tamaño de las moléculas 

que pueden separarse y; cuanto más alta es la concentración del gel menor es 

el tamaño de las moléculas que pueden separarse (48).  
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Los fragmentos de ADN se visualizan por medio de una tinción con bromuro de 

etidio, estableciendo el contenido de ácidos nucleicos (48). 

Además, la integridad del ADN está representada por una banda estrecha 

cercana al pocillo donde se coloca el ADN de una muestra. Si el ADN está 

fragmentado, se observará un sendero luminoso en el carril de la muestra (46). 

1.2.3.3. Reacción en cadena de polimerasa 

La Reacción en Cadena de Polimerasa (RCP) permite obtener in vitro millones 

de copias de un fragmento o secuencia específica de ADN blanco mediante una 

catálisis provocada por una enzima conocida como ADN polimerasa (49,50). 

Los componentes que se utilizan en esta reacción son: el ADN que contiene los 

fragmentos que se van a amplificar, la enzima (polimerasa), los oligonucleótidos 

o primers o cebadores, los desoxirribonucleótidos trifosfatos (dNTPs: adenina, 

timina, citosina y guanina), cloruro de magnesio (MgCl2), una solución 

amortiguadora o buffer y H2O (49,50). El ADN al particionarse y separarse funciona 

como molde para que la enzima Taq polimerasa sintetice las nuevas cadenas 

que llevan la secuencia blanco. Los cebadores delimitan la secuencia blanco que 

se desea amplificar, siendo complementarios a ésta, además, se utilizan dos 

secuencias diferentes de cebadores (“forward” o sentido y “reward” o antisentido). 

Los dNTPs son las bases nitrogenadas con los que la Taq polimerasa construye 

las nuevas cadenas de ADN. El MgCl2 es un cofactor enzimático que influye en 

la especificidad de la reacción. Finalmente, el agua conocida como disolvente, se 

usa de forma destilada libre de nucleasas que son enzimas que degradan los 

ácidos nucleicos (49). 
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La RCP consta de tres etapas principales:  

1) Desnaturalización: ocurre la separación de la doble hélice de ADN mediante 

un calentamiento entre 94°C y 96°C durante 20-30 segundos (49,50), para romper 

los puentes de hidrógeno que las une, quedando cada cadena como molde (50).  

2) Hibridación: ocurre el alineamiento de los cebadores en el extremo 3´ del 

molde y se hibridan con su secuencia complementaria a una temperatura entre 

50°C y 60°C (49). 

3) Extensión: la Taq polimerasa se une a los cebadores y comienza su función 

catalítica a una velocidad muy rápida, sintetizándose una nueva cadena en 

sentido 5´ a 3´. La temperatura óptima para la reacción es a 72°C, debido a que 

la enzima es funcional a esta temperatura (49). 

Por otra parte, para que el ADN molde no sea un problema en la reacción se 

debe tener en cuenta que la integridad del ADN no esté degradada, que la 

muestra no lleve agentes quelantes como el EDTA que reducen la concentración 

de iones Mg, asimismo, el ADN no debe presentar contaminantes que inhibirían 

la actividad de la polimerasa. Por último, se debe contar con una cantidad 

suficiente de ADN para su amplificación (51).  

 Reacción en cadena de polimerasa en tiempo real 

Consiste en un método sensible de detección inmediata de los productos 

amplificados en cada ciclo de la reacción y permite cuantificar la cantidad de 

ADN, que se logra por la incorporación de reporteros fluorescentes en la reacción. 

El reportero más utilizado es el SYBR Green que es una molécula intercalante 
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que se une al ADN de doble cadena y emite una fluorescencia al ser oxidados, 

la fluorescencia emitida es proporcional al número de copias de ADN debido a 

que su captura ocurre en la etapa de extensión de cada ciclo (49). 

1.2.4. Aplicaciones metagenómicas  

La metagenómica proporciona el acceso directo a la información genética de toda 

una comunidad presente en un determinado hábitat. Un aspecto importante de la 

metagenómica es el aislamiento y análisis del ADN obtenido de muestras 

ambientales, por lo que, es necesario la eliminación de contaminantes tóxicos, 

peligrosos y orgánicos que reducen la efectividad del ADNm (33).  

El enfoque de la metagenómica es obtener información del funcionamiento de las 

comunidades microbianas con el fin de descubrir nuevos genes que codifican 

enzimas, antibióticos mediante clonación directa del ADN ambiental en 

plásmidos, cósmidos para la creación de bibliotecas, por lo que cada enfoque a 

realizar va a depender del objetivo del estudio. Es así que la metagenómica 

abarca tres grandes niveles de investigación: procesamiento de la muestra, la 

secuenciación del ADN y el análisis funcional (52,53). 

1.2.5. Composición del petróleo crudo 

El petróleo crudo, en cualquiera de sus formas, es una combinación de diferentes 

compuestos orgánicos, siendo el más abundante los hidrocarburos, entre los que 

se encuentran: los hidrocarburos saturados, hidrocarburos aromáticos, resinas y 

asfaltenos. Son contaminantes originados por procesos naturales (actividades 

biosintéticas de microorganismos y plantas) y por procesos geoquímicos lentos, 
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que actúan sobre compuestos a altas temperaturas y presiones durante periodos 

geológicos prolongados (54–56). 

1.3. Definición de términos básicos 

ADN: Es una molécula que lleva las instrucciones genéticas. Consiste en dos 

hebras que se enrollan para formar una doble hélice. Unida a cada azúcar hay 1 

de 4 bases nitrogenadas: adenina, citosina, guanina y timina. Las dos hebras se 

mantienen unidas por enlaces entre las bases (57). La carga eléctrica negativa del 

ADN está dada por los grupos fosfatos (49). 

Agarosa: Es un polímero lineal compuesto de residuos alternantes de D-

galactosa y 3,6-anhidro-L-galactosa unidos por enlaces α y β glucosídicos. Las 

cadenas de polímero de agarosa forman fibras helicoidales, que al solidificar 

forma una malla tridimensional de canales (48). 

Consorcio bacteriano: Es un grupo de bacterias de diferentes especies (37). 

Purificación: Es la obtención de ADN de alta pureza, libre de inhibidores (46). 

ADN metagenómico: Es el material genético de un conjunto mixto de 

microorganismos (58). 

Taq polimerasa: Es una enzima que proviene de una bacteria termófila llamada 

Thermus aquaticus. Un rasgo que distingue esta enzima bacteriana de otros ADN 

polimerasas es su capacidad para mantener su estabilidad y funcionalidad a altas 

temperaturas, lo que le caracteriza como enzima termoestable (49).  
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Petróleo crudo: Es un líquido viscoso de color verde, amarillo, marrón o negro, 

que está constituido principalmente por hidrocarburos, es decir, por compuestos 

formados por átomos de carbono e hidrógeno en cantidades variables (59). 

Biodegradación: Es la descomposición orgánica aérobica o anaeróbica por 

acción enzimática de microorganismos, que transforman materiales a sustancias 

más simples (60,61). 

Biorremediación: Es la remoción de contaminantes y desperdicios mediante el 

uso de organismos biológicos (62). 
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CAPÍTULO II: HIPÓTESIS Y VARIABLES 

2.1. Formulación de la hipótesis 

El ADN metagenómico purificado a partir de los consorcios bacterianos 

biodegradadores de petróleo crudo de muestras de suelos y aguas de ríos se 

caracteriza por presentar una buena calidad y cantidad apropiada para realizar 

estudios de biología molecular. 
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2.2. Variables y su operacionalización 

Variable Definición 
Tipo por su 
naturaleza 

Indicador 
Escala de 
medición 

Categoría 
Valores de las 
categorías 

Medio de 
verificación 

Purificación de 
ADNm 

El ADNm 
purificado 
consiste en 
obtener el 
material 
genético de 
todas las 
bacterias libres 
de 
contaminantes, 
con una alta 
concentración 
y con bandas 
bien definidas 
de ADNm 
(integridad) 

Cuantitativo/ 
Dependiente 

Cuantificación de 
ADNm por 
fluorometría y 
espectrofotometría 

Razón 

Baja ≤ 10 ng/μL 

-Registro de los 
datos en el 
fluorómetro 
Qubit 4 y 
software del 
NanoDrop® 
2000 UV-Vis 
-Cuaderno de 
laboratorio 
-Fotografías 

Alta > 10 ng/μL 

Calidad de ADNm 
por 
espectrofotometría 

Razón 

Contaminado 
A260nm/A280nm = 
<1,6; ≥2,1 
A260nm/A230nm = <1,8 

-Registro de los 
datos en el 
software del 
NanoDrop® 
2000 UV-Vis 
-Cuaderno de 
laboratorio 
-Fotografías 

Aceptable 
A260nm/A280nm = 
≥1,6-1,7 
A260nm/A230nm = >1,8 

Óptimo 

A260nm/A280nm = 
≥1,8-2,1 
A260nm/A230nm = >2-
2,2 

Cualitativo/ 
Dependiente 

Calidad de ADNm 
por electroforesis 

Ordinal 

Totalmente 
degradado 

Fragmentación 
total del ADN y no 
se visualiza una 
banda bien definida 
con tamaño ≥ 20 
kpb 

Registro 
fotográfico del 
gel en el 
transiluminador 
de luz UV 
BioDocAnalyze Parcialmente 

degradado 

Bandas con ligera 
fragmentación, 
pero se visualiza 
una banda bien  
definida con 
tamaño ≥ 20 kpb 
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Integridad 
alta 

Banda de ADN 
bien definida con 
tamaño ≥ 20 kpb y 
sin fragmentación 

Calidad de ADNm 
por amplificación 
mediante RCP 

Ordinal 

Producto de 
RCP del gen 
ribosomal 
16S presente 

Amplicones de 450 
a ≥ 500 pb 

-Registro de los 
datos en el 
software del 
termociclador  
-Cuaderno de 
laboratorio 
-Registro 
fotográfico de 
geles 

Producto de 
RCP del gen 
ribosomal 
16S ausente 

No hay Amplicones 

Consorcios 
bacterianos 
biodegradadores 
de petróleo 
crudo 

Conjunto 
bacteriano que 
tienen 
capacidad de 
metabolizar 
petróleo crudo 

Cuantitativo/ 
Independiente 

Crecimiento 
bacteriano a 600 
nm 

Razón 

Bajo ≤ 0,010 -Registro de los 
datos en el 
software del 
NanoDrop® 
2000 UV-Vis 
-Cuaderno de 
laboratorio 

Mediano 0,011-0,100 

Alto >0,101 

Cualitativo/ 
Independiente 

Tinción Gram Nominal 

Tipo Positivo, negativo -Fotografías de 
láminas en el 
microscopio 

Forma 
Coco, bacilo, 
cocobacilo 
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CAPÍTULO III: METODOLOGÍA 

3.1. Diseño metodológico 

Según la intervención del investigador fue descriptivo-observacional, puesto que, 

para obtener los consorcios bacterianos, las muestras de suelos y aguas de los 

ríos fueron cultivados en medio Bushnell Haas (BH) enriquecido con petróleo 

crudo. Asimismo, se evaluó el efecto sobre la calidad y cantidad del ADN 

metagenómico de los consorcios bacterianos en diferentes tampones de 

extracción y en varios tipos de solventes orgánicos (p.ej., cloroformo, fenol, fenol-

cloroformo) y en distintas proporciones para eliminar contaminantes. Además, la 

investigación fue transversal porque las variables fueron medidas en un tiempo 

específico. Según la planificación de la toma de datos fue prospectivo porque los 

datos fueron obtenidos a medida que se realizaron los procedimientos 

correspondientes. 

3.2. Diseño muestral 

3.2.1. Población de estudio 

Estuvo constituida por todos los consorcios bacterianos presentes en los suelos 

de la Reserva Nacional Allpahuayo Mishana (RNAM) y de los ríos Itaya y Nanay.  

3.2.2. Tamaño de la población de estudio 

Estuvo constituida por todos los consorcios bacterianos colectados de 2 puntos 

de muestreo de suelos de la RNAM y de 1 punto de muestreo de los ríos Itaya y 

Nanay. 
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3.2.3. Muestreo o selección de la muestra 

Las muestras fueron obtenidas mediante muestreo no probabilístico, por 

conveniencia, de acuerdo a los criterios de selección. 

3.2.4. Criterios de selección 

 Criterios de inclusión:  

Para colecta de muestras de suelos: 

- Muestras de suelos compuesta (constituida por 13 submuestras). 

- Muestras de suelos superficial (hasta 10 cm de profundidad).  

- Muestras de suelos obtenidas de 2 tipos de varillales (Chamizal y alto 

seco). 

Para colecta de muestras de aguas: 

- Muestras de aguas compuestas (constituida por 13 submuestras). 

- Muestras de aguas superficial (hasta 20 cm de profundidad). 

- Muestras de aguas ubicadas en la desembocadura hacia el río Amazonas. 

- Muestras de aguas obtenidas de los ríos Itaya y Nanay. 

 Criterios de exclusión:  

Para colecta de muestras de suelos: 

- Muestras de suelos incompletas (menor de 13 submuestras). 

- Muestras de suelos obtenidas de más de 10 cm de profundidad. 

- Muestras de suelos ubicadas en otros tipos de varillales (diferentes a 

Chamizal y alto seco). 
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Para colecta de muestras de aguas: 

- Muestras de aguas incompletas (menor de 13 submuestras).  

- Muestras de aguas mayor de 20 cm de profundidad. 

- Muestras de aguas que se encontraban lejos de la desembocadura hacia 

el río Amazonas. 

- Muestras de aguas obtenidas de otros ríos (diferentes al río Itaya y Nanay). 

3.3. Procedimientos de recolección de datos 

3.3.1. Área de estudio 

A) Muestras de suelos 

Los suelos fueron colectados en la Reserva Nacional Allpahuayo Mishana (Anexo 

1), ubicada al suroeste de la ciudad de Iquitos en la Amazonía peruana, entre el 

río Nanay en el noroeste y la carretera Iquitos-Nauta en el sur, en el distrito de 

San Juan Bautista, provincia de Maynas y departamento de Loreto (63). Los suelos 

se obtuvieron de dos tipos de varillales con texturas diferentes: 1) Varillal muy 

bajo o Chamizal en donde se encontró suelo franco arcilloso (3°58'19,2576"S - 

73°25'53,5955"O) y 2) Varillal alto seco con suelo arenoso (3°57'55,7604"S - 

73°26'11,1128"O) (Figura 1). 

B) Muestras de agua 

Las muestras de agua se obtuvieron de los ríos Itaya (3°44'30,1848"S - 

73°14'17,5169"O) y Nanay (3°41'24,3600"S - 73°15'30,5676"O), en la zona norte 

de la ciudad de Iquitos, provincia de Maynas, departamento de Loreto (Figura 1). 
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Figura 1. Mapa de ubicación de los puntos de colecta de las muestras de suelos y aguas. 

3.3.2. Colecta y procesamiento de las muestras de suelo y agua 

A) Muestras de suelos 

Por cada punto de muestreo para obtener una muestra representativa de las 

bacterias presentes en el suelo, se colectaron a lo largo de los cuatro puntos 

cardinales 13 submuestras de 100 g cada una, con una profundidad de 10 cm; 

de manera que, la parte central del eje cardinal fue tomada como referencia para 

las coordenadas geográficas y en cada dirección cardinal se obtuvo 3 

submuestras en intervalos de 10 m (64). Las submuestras fueron colectadas con 

una pala de mano y se depositaron en bolsas ziploc estériles rotuladas (18) para 

transportarlas al laboratorio de la UELIB. Luego, las 13 submuestras se 

homogenizaron para obtener una muestra compuesta, se secaron a temperatura 

ambiente durante 24 h y se pasaron por un tamiz de 2 mm de diámetro. 

Posteriormente, las muestras se almacenaron temporalmente a -20°C (64) (Anexo 

2). 
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B) Muestras de agua 

La colecta de las muestras de agua se realizó superficialmente hasta una 

profundidad de 20 cm. Con una botella de vidrio estéril, se colectaron 13 

submuestras cerca de las orillas del río y en el centro formando un zigzag. Las 

submuestras fueron colocadas para su homogenización en un balde de plástico 

estéril. Seguidamente, se colocaron 1 L de la muestra de agua homogenizada en 

una botella de vidrio estéril rotulada y fueron transportadas al laboratorio de la 

UCP (Anexo 2). 

3.3.3. Obtención de consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo 

crudo 

Se colocaron por triplicado 2,5 g de una muestra mixta de suelos en matraces 

Erlenmeyer de 250 mL. Seguidamente, se enriquecieron las muestras utilizando 

50 mL de medio Bushnell Haas (BH) con pH 7 de acuerdo al trabajo modificado 

de Obi et al. (65) y se añadió 1% de petróleo crudo estéril como fuente de carbono, 

y fueron colocados en agitación a 130 rpm a temperatura ambiente. Después de 

los primeros 10 días, se filtraron los cultivos en un sistema de filtración con una 

bomba de presión y vacío (Merck Millipore, Darmstadt, Alemania) en donde se 

colocaron filtros de diferentes tamaños para eliminar las partículas del suelo y 

retener en los filtros las bacterias para ser transferidos a medios frescos. Primero, 

el sobrenadante se colocó en papel filtro N°41 de 20 µm e inmediatamente se 

utilizó papel filtro N°1 de 11 µm (Whatman International Ltd, Maidstone, 

Inglaterra), seguidamente se utilizaron filtros estériles: Membrana IsoporeTM de 5 

µm (Millipore, São Paulo, Brasil), IsoporeTM Membrana de PC de 3 µm (Merck 



 

27 
 

Millipore, Tullagreen, Irlanda) y finalmente se colocó un filtro IsoporeTM Membrana 

de PC de 0,2 µm (Merck Millipore, Tullagreen, Irlanda). Los filtros de 0,2 µm se 

colocaron en placa Petri estéril y se añadió 2 mL de medio BH; inmediatamente, 

con la ayuda de un bisturí estéril se desprendieron las bacterias adheridas al filtro 

y fueron transferidas a microtubos de 2 mL y se distribuyeron homogéneamente 

en 4 matraces con 50 mL de medio BH de los cuales 3 matraces tenían 1% de 

petróleo crudo.  

Para las muestras de agua, se utilizó 300 mL de agua de cada punto de muestreo 

y fueron filtradas bajo las mismas condiciones que las muestras de suelo, y se 

colocaron por triplicado en 50 mL de medio BH con 1% de petróleo crudo, con 

agitación a 130 rpm a temperatura ambiente. 

Las muestras de suelo y agua se cultivaron para obtener consorcios bacterianos 

durante 40 días, con transferencias cada 10 días del 10% de cultivo a medios 

frescos enriquecidos con 1% de petróleo crudo. Además, el cultivo control, sin la 

adición de petróleo crudo (26), se incubaron en las mismas condiciones.  

Asimismo, se evaluó el crecimiento de los consorcios bacterianos cada 2 días 

midiendo su densidad óptica a 600 nm en un espectrofotómetro Nanodrop 2000 

UV-Vis (Thermo Fisher Scientific, Wilmington, DE, EE.UU.) (26). Finalmente, para 

corroborar la obtención de consorcios bacterianos al término de los 40 días se 

realizó una tinción de Gram, siguiendo los procedimientos de González et al. (66) 

y seguidamente se observaron en un microscopio Leica DM1000 LED (Leica 

Microsystems, Suiza) (Anexo 2). 
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Luego, se recuperaron los consorcios bacterianos con la ayuda de un bisturí 

estéril, para lo cual se colocaron los filtros de 0,2 µm y de 3 µm de acuerdo a 

cada muestra en placas Petri con 4 mL de tampón TE (Tris-HCl 10 mM, EDTA 1 

mM; pH 8) y se transfirieron a microtubos de 2 mL y fueron colocados en una 

centrífuga MicroCL 21R (Thermo Scientific, EE.UU.) a 21 000 xg por 5 min, 

seguidamente, se descartó el sobrenadante y al precipitado se le volvió a lavar 

con 1 mL de TE mediante centrifugación. Al precipitado se le resuspendió en 100 

µL de TE para su purificación de ADNm. 

3.3.4. Purificación de ADN metagenómico a partir de consorcios 

bacterianos biodegradadores de petróleo crudo  

La purificación de ADNm se realizó y modificó de acuerdo al protocolo descrito 

por Verma et al. (67), de modo que, se colocó en microtubos 34,9 mg y 22,9 mg 

de biomasa fresca obtenidos de los cultivos de las muestras de suelos y aguas 

de ríos respectivamente, y se agregó 200 mg de perlas de vidrio de 0,1 mm (Cell 

Disruption Media, Scientific Industries, Inc., EE.UU.) y se añadió inicialmente 1 

mL de tampón de extracción 75% de CTAB (Tris-HCl 300 mM, EDTA 25 mM, 

NaCl 2 M, CTAB 2% (p/v) y PVP-40 3% (p/v); pH 8,5) y 25% de Tris-SDS (Tris-

HCl 300 mM, EDTA 100 mM, NaCl 2 M, SDS 3% (p/v), PVP-40 3% (p/v) y 

Sarcozyl 0,5% (p/v); pH 8), el cual fue previamente atemperado a 65°C en baño 

maría (CDK-S12, Tomos, USA Science Tech Group). Seguidamente, las 

muestras fueron llevadas a un disruptor celular GenieTM Digital (Scientific 

Industries, Inc., EE.UU.) a 3000 rpm por 10 min. Luego, se agregó 10 µL de β-

mercaptoetanol y 10 µL de proteinasa K (10 mg/mL) para incubarlos a 65°C 
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durante 1 h con homogenización por inversión cada 10 min. Después de los 10 

min iniciales de incubación se añadió 500 µL de tampón de extracción para 

completar los 1,5 mL por muestra. Terminado la incubación, se agregó 5 µL de 

ribonucleasa (1 mg/mL) y se incubó en un Termo Block (USA Scientific, Inc., 

EE.UU.) a 37°C por 30 min con homogenización por inversión cada 10 min. 

Luego, se colocó la mitad de la muestra en otro microtubo de 2 mL y se añadió 

igual volumen de cloroformo-alcohol isoamílico (24:1, v/v). Inmediatamente, se 

homogenizó por inversión y se centrifugó a 14 000 xg por 10 min. A continuación, 

se transfirió el sobrenadante a microtubos de 2 mL, se agregó igual volumen de 

cloroformo-alcohol isoamílico y se homogenizó por inversión para centrifugarlos 

a 15 000 xg por 5 min. Seguidamente, el sobrenadante fue transferido a nuevos 

microtubos de 2 mL y se agregó 100 µL de acetato de potasio frio 5 M, 50 µL de 

etanol absoluto frio e igual volumen que la muestra de cloroformo-alcohol 

isoamílico y fueron incubados a 4°C por 5 min. En seguida, se centrifugó a 15 

000 xg por 5 min. Se transfirió 750 µL del sobrenadante a microtubos de 1,5 mL 

y el ADN fue precipitado con 675 µL de isopropanol frio y 75 µL de acetato de 

sodio frio 3 M durante 1 h a 4°C. Luego, se centrifugó a 21 000 xg por 20 min, se 

descartó el sobrenadante y al precipitado se agregó 500 µL de etanol absoluto y 

fue centrifugado a 10 000 xg por 10 min. Seguidamente, el sobrenadante fue 

descartado y al precipitado se lavó con 1 mL de etanol frio al 70% a 10 000 xg 

por 10 min. Se descartó cuidadosamente el sobrenadante y el resto de etanol del 

microtubo fue evaporado en baño seco en el Termo Block a 50°C por 5 min. 

Finalmente, el precipitado fue resuspendido en 50°C con 30 µL de Tris-HCl 10 

mM pH 8 y se almacenó a -20°C (Anexo 2). 
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La cantidad del ADNm (ng/µL) se determinó empleando un fluorómetro Qubit 4 

(Invitrogen, Thermo Fisher Scientific, Waltham, EE.UU.) (68) y un 

espectrofotómetro Nanodrop 2000 UV-Vis (Thermo Fisher Scientific, Wilmington, 

DE, EE.UU.) (16,23). La cantidad de ADNm permitió realizar el cálculo para el 

rendimiento en µg por g de biomasa, mediante la multiplicación de la cantidad de 

ADNm por el volumen resuspendido de ADN (µL), que se dividió por el peso de 

la biomasa (g) (69). Asimismo, el espectrofotómetro se empleó para determinar la 

calidad del ADNm expresados en ratios de absorbancia A260nm/A280nm y 

A260nm/A230nm (23,24), además, para determinar la calidad se realizó 

electroforesis en gel de agarosa para visualizar la integridad del ADNm (23,67), por 

tanto, se sembró 1 µL de ADNm y 1 µL de marcador de ADN lambda/ Hind III 

(Fermentas, EE.UU.) en un gel de agarosa al 1% que se preparó con tampón 

TBE al 0,5x (Tris-Borato-EDTA) y 4 µL de bromuro de etidio para que se tiña el 

gel, luego se visualizó y fotografió el gel en un transiluminador UV usando un 

sistema BioDocAnalyze (Biometra, Alemania) (Anexo 2). 

Para verificar y demostrar que el ADNm purificado pertenece a las bacterias y 

que se encuentra con buena calidad se realizó dos técnicas de RCP: RCP de 

punto final en un Termociclador Mastercycler nexus gradient (Eppendorf, 

Alemania) y RCP en tiempo real (qRCP) en un Termociclador CFX96 Deep Well 

Real-Time System C1000 TouchTM (Bio-Rad Laboratories, Inc., Hercules, Calif., 

EE.UU.). En la RCP de punto final, se hizo de acuerdo a Gao et al. (19) modificado, 

que consistió en la amplificación de las regiones hipervariables V4 – V5 del gen 

de ARNr 16S utilizando los cebadores 515F (5'-TGTGNCAGCMGCCGCGGTAA-
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3') y 926R (5'-CCGTCAATTCMTTTRAGT-3') en un volumen final de reacción de 

26 µL que contenía 22 µL de Platinum® PCR Super Mix (Invitrogen, EE.UU.) 1 

µL de cebadores (10 µM) y 2 µL de ADNm (60 ng). Las condiciones de 

amplificación fueron: un ciclo de desnaturalización inicial a 95°C por 5 min, 

seguido por 35 ciclos de desnaturalización a 95°C por 40 s, hibridación a 55°C 

por 40 s y extensión a 72°C por 1 min; y una extensión final a 72°C por 7 min. 

Posteriormente, los productos de la amplificación fueron resueltos mediante 

electroforesis en un gel de agarosa al 2% y se visualizaron y fotografiaron en un 

transiluminador UV usando un sistema BioDocAnalyze (Biometra, Alemania). 

Por otra parte, la qRCP se realizó en un volumen final de reacción de 20 µL que 

contenía 10 µL de KAPA SYBR® Fast qPCR Master Mix 2x (KAPA Biosystem, 

Wilmington, MA, EE.UU.), 0,4 µL de los cebadores 515F y 926R, 8,2 µL de agua 

destilada y 1 µL de ADNm (570 ng y 378 ng); además, las condiciones fueron: 

95°C durante 5 min, con 35 ciclos de 95°C durante 40 s, 55°C durante 40 s y de 

72°C durante 1 min (con una lectura de placa), seguido de una curva de fusión 

de 65°C por 1 min a 95°C con incremento de 1°C. 

3.4. Procesamiento y análisis de datos 

Los experimentos se realizaron por triplicado y los datos obtenidos fueron 

almacenados en una base de datos en el programa Microsoft Excel 2016. Los 

análisis estadísticos descriptivos e inferenciales (p.ej., determinación de la 

distribución normal de los datos, cálculo del promedio, desviación estándar, etc.) 

se realizaron con el programa R versión 3.6.1.  
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CAPÍTULO IV: RESULTADOS 

4.1. Obtención de consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo 

crudo a partir de muestras de suelos y aguas de ríos 

4.1.1. Muestras de suelos 

De acuerdo a las mediciones de la densidad óptica de los cultivos bacterianos 

con 1% de petróleo (tratamiento) obtenidos de las muestras de suelos (Anexo 

3), se observó que el crecimiento promedio osciló entre 0,084 y 0,330, a 

excepción de la etapa inicial de aclimatación en donde las densidades ópticas 

fueron mucho más altas, fluctuando entre 0,165 y 0,548. De los 3 subcultivos 

realizados, la mayor densidad óptica se registró a los 36 días, es decir, a los 

6 días del subcultivo 3 (Figura 2). 

Por el contrario, los cultivos bacterianos sin petróleo (control) mostraron bajas 

densidades ópticas, oscilando entre 0,001 y 0,011 después de los 10 días 

(Figura 2). 

 

 

 

 

 

Figura 2. Crecimiento de consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo crudo 

obtenidos de suelos de la RNAM. El momento en que se realizaron subcultivos están 

marcados con ↓↑. 
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Además, se demostró mediante tinción Gram que el cultivo control 

presentaba escasas bacterias en forma de bacilo Gram negativo y se 

observaron mayormente manchas de tinción Gram (Figura 3A), mientras que, 

los consorcios bacterianos obtenidos de las muestras de suelos enriquecidos 

con petróleo presentaron abundantes cocos y bacilos Gram positivos (Figura 

3B) así como bacilos y cocobacilos Gram negativos (Figura 3C). 

 

Figura 3. Consorcios bacterianos obtenidos de cultivos enriquecidos con petróleo 

crudo a partir de suelos de la RNAM. A: Cultivo control. B, C: Tratamiento. 

 

4.1.2. Muestras de aguas de ríos 

Los consorcios bacterianos de los ríos sometidos a petróleo crudo (Anexo 4) 

presentaron un crecimiento promedio entre 0,055 y 0,186. Además, la mayor 

densidad óptica se registró a los 28 días, es decir, a los 8 días del subcultivo 

2. Asimismo, los cultivos control presentaron un crecimiento mucho más bajo 
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que los cultivos sometidos a tratamiento, oscilando sus densidades ópticas 

entre 0,001 y 0,013 (Figura 4). 

 

Figura 4. Crecimiento de consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo crudo 

obtenidos de aguas de los ríos Itaya y Nanay. El momento en que se realizaron 

subcultivos están marcados con ↓↑. 

 

En el cultivo control se observaron pocas bacterias en forma de coco Gram 

negativo y se observaron manchas de los colorantes de tinción Gram (Figura 

5A). Los consorcios bacterianos identificados en los cultivos con petróleo 

crudo fueron cocos, bacilos y cocobacilos Gram negativos (Figura 5B). 
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Figura 5. Consorcios bacterianos obtenidos de cultivos enriquecidos con petróleo 

crudo a partir de aguas de los ríos Itaya y Nanay. A: Cultivo control. B: Tratamiento. 

 

4.2. Purificación de ADN metagenómico a partir de consorcios bacterianos 

biodegradadores de petróleo crudo 

El protocolo estandarizado permitió la purificación de ADNm de los 

consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo crudo obtenidos 

mediante cultivos enriquecidos con petróleo crudo a partir de muestras de 

suelos y aguas de los ríos, de modo que, se obtuvieron altas concentraciones 

de ADNm en los análisis fluorométrico y espectrofotométrico en donde se 

registraron una buena calidad del ADNm con ratios de absorbancias 

A260nm/A280nm de 1,92 y 1,93 y A260nm/A230nm de 1,97 y 2,11. Estos 

valores nos indicaron que el ADNm se encontró libre de contaminación por 

proteínas, compuestos fenólicos, sales y/o carbohidratos, respectivamente. 

Además, en el análisis electroforético se visualizó un ADNm íntegro, es decir, 

sin degradación, ni contaminación por carbohidratos (Figura 6).   
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Figura 6. Análisis electroforético, espectrofotométrico y fluorométrico del ADN 

metagenómico purificado a partir de consorcios bacterianos enriquecidos con 

petróleo crudo de muestras de suelos y aguas de los ríos. 

 

Asimismo, se obtuvo un elevado rendimiento de ADNm. A partir de los datos 

del espectrofotómetro, los consorcios bacterianos de las muestras de suelos 

fueron los de mayor rendimiento de ADNm con 1529,9 µg/g de biomasa 

fresca, y en los datos del fluorómetro se obtuvo una mínima diferencia de 5,2 

µg/g del rendimiento de ADNm entre las muestras, siendo los consorcios 

bacterianos de las muestras de aguas los que presentaron un valor 

ligeramente superior (Figura 7).  

 

 

 

 

Figura 7. Rendimiento de ADN metagenómico (µg/g de biomasa fresca) purificado 

a partir de consorcios bacterianos enriquecidos con petróleo crudo de muestras de 

suelos y aguas de los ríos. 
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Adicionalmente, para corroborar la alta calidad del ADNm obtenido de los 

consorcios bacterianos, este fue amplificado mediante la Reacción en 

Cadena de la Polimerasa. Para ello se emplearon cebadores específicos que 

permiten amplificar las regiones variables V4 – V5 del ARNr 16S. Los 

resultados de la amplificación fueron exitosos y muestran productos de RCP 

con tamaños que oscilaron de 400 pb a 500 pb (Figura 8). 

 

 

 

 

Figura 8. Análisis electroforético de los amplicones de ADN metagenómico 

purificado a partir de consorcios bacterianos enriquecidos con petróleo crudo de 

muestras de suelos y aguas de los ríos. 

 

Finalmente, se realizó la Reacción de Cadena de la Polimerasa en tiempo 

real (qRCP) que nos proporcionó, mediante la emisión de la fluorescencia, el 

número de ciclos (Cq) en el que ocurre la amplificación, que es proporcional 

a la cantidad de ADNm, por tanto, las muestras de suelos que presentaron 

mayores concentraciones de ADNm fue la que amplificó primero, 

necesitando menos números de ciclos (Cq = 3,40), mientras que el ADNm 

obtenido de los consorcios bacterianos de muestras de agua necesitaron un 

mayor número de ciclos para ser amplificados (Cq = 11,11) (Figura 9). 

Además, la temperatura de fusión para las muestras de suelos y aguas de 
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los ríos fue de 84°C y en el control (sin muestra) no se evidenció una 

temperatura, lo que indica que la amplificación tardía del control se pudo 

deber a la presencia de dímeros.  

 

Figura 9. Amplificación del ADNm de los consorcios bacterianos enriquecidos con 

petróleo crudo de muestras de suelos y aguas de los ríos mediante qRCP. El número 

de ciclos (Cq) detectados están marcados con ↓. 
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CAPÍTULO V: DISCUSIÓN 

Las bacterias representan a los microorganismos más activos en la degradación 

de petróleo, por ende, son considerados como degradadores primarios de una 

variedad de componentes presentes en el suelo y el agua (4). Debido al potencial 

que presentan las bacterias para solucionar problemas ambientales, actualmente 

se vienen desarrollando diferentes herramientas, como el enriquecimiento 

mediante sucesivas inoculaciones en medios minerales con los contaminantes 

como única fuente de carbono con la finalidad de aislar y obtener consorcios 

bacterianos que degraden el petróleo (18). Asimismo, el desarrollo de métodos 

moleculares es de gran importancia, pues nos permite obtener respuestas de la 

supervivencia y tamaño del consorcio bacteriano implicado en la degradación de 

petróleo (13). 

 

5.1. Obtención de consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo 

crudo a partir de muestras de suelos y aguas de ríos 

En el presente estudio, la etapa inicial de cultivo de las muestras de suelo 

correspondió a la aclimatación debido a que los suelos fueron agregados 

directamente al medio de cultivo para liberar las bacterias, y empiecen su proceso 

de adaptación a los cultivos. De esta manera, los crecimientos de la mayoría de 

los consorcios bacterianos enriquecidos con petróleo crudo de las muestras de 

suelo fueron mayores de 0,100, siendo estos datos similares a lo reportado por 

Ahirwar et al. (70) quienes evaluaron el crecimiento de consorcios bacterianos con 

naftaleno, registrando valores entre 0,136 a 0,409, a pesar que trabajaron con 
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suelos contaminados con petróleo no se mostró una diferencia significativa 

respecto a nuestro estudio, de manera similar, registraron el máximo crecimiento 

a los 6 días. En cambio, Liu et al. (71) observaron mediante turbidez el aumento 

en gran medida de los consorcios bacterianos a los 7 días. Al igual que en nuestro 

estudio, en donde se registraron mayores crecimientos a los 6 y 10 días, Molina 

et al. (72) también obtuvieron mayores crecimientos en diferentes tiempos, es 

decir, en el día 1 y a los 10 días y de acuerdo a los autores esto se relaciona a la 

presencia de diferentes especies que existen en un consorcio bacteriano. 

Sin embargo, nuestros resultados son diferentes a lo reportado por Guerra et al. 

(28) quienes obtuvieron consorcios bacterianos con un crecimiento rápido, a los 2 

y 4 días con densidades ópticas de ~0,42 y 0,8 de crecimiento, esto pudo 

corresponder al pre-enriquecimiento que realizaron con medios de cultivo muy 

nutritivos que ocasionó el crecimiento del cultivo control de uno de los consorcios 

bacterianos que no tenían petróleo. 

Por otra parte, el mayor crecimiento registrado de los consorcios bacterianos de 

las muestras de aguas de los ríos de nuestro estudio, fue a los 8 días, por el 

contrario, Araújo et al. (29) quienes trabajaron con muestras de agua de 

producción de un yacimiento de petróleo, el mayor crecimiento fue registrado a 

los 4 días, similar al reportado por Gao et al. (19) utilizando muestras marinas cuyo 

mayores crecimientos de las principales bacterias de los consorcios, fueron 

registrados a los 3 y 5 días. 

Asimismo, las bacterias en forma de bacilo y cocobacilo Gram negativos son los 

que predominaron en los consorcios bacterianos en nuestro estudio obtenidos de 
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las muestras de suelos y aguas de los ríos, coincidiendo con los reportes de 

Ahirwar et al. (70), Liu et al. (71), Gao et al. (19), Molina et al. (72) y Jacques et al. (21).  

Por tanto, los valores de crecimiento y la resistencia a las condiciones de estrés 

reflejan la adaptación de las bacterias (73), por consiguiente, las diferencias en el 

crecimiento de los consorcios bacterianos enriquecidos con petróleo crudo y en 

el control (sin petróleo) manifiestan la asimilación del petróleo crudo para el 

crecimiento de consorcios bacterianos con capacidad catabólica específica para 

degradar el petróleo. Además, Kumar et al. (5) demostró que fuentes de nitrógeno 

y fósforo mejoran el crecimiento bacteriano y la degradación de petróleo, por lo 

que, el medio de cultivo utilizado en nuestro estudio contenía principalmente 

estos componentes. 

 

5.2. Purificación de ADN metagenómico a partir de consorcios bacterianos 

biodegradadores de petróleo crudo 

En nuestro estudio, se obtuvo ADNm de alta calidad, con ratios de absorbancia 

A260nm/A280nm de ~1,9 y mayores de 1,9 en A260nm/A230nm, asimismo, la 

cantidad de ADNm fue alta con más de 800 ng/µL en análisis espectrofotométrico 

y mayores de 300 ng/µL en análisis fluorométrico (Figura 6). Estos resultados 

fueron similares a lo reportado por Akbari et al. (33) quienes realizaron diferentes 

métodos de purificación de ADNm (lisis enzimática y golpeo con perlas-lisis 

enzimática) a partir de suelos contaminados con petróleo, obteniendo ratios de 

A260nm/A280nm de 1,79 a 1,83 y en las A260nm/A230nm de 1,95 a 2,34, con 

concentraciones de ADNm entre 167,9 ng/µL y 189,9 ng/µL analizados 
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espectrofotométricamente. Sin embargo, existen ligeras diferencias a lo 

reportado por Dasgupta et al. (36) que obtuvieron ratios de absorbancia 

A260nm/A280nm de 1,74 y 1,76, y concentraciones de ADNm de 17,57 ng/µL y 

15,77 ng/µL. Nuestros resultados fueron mejores a lo reportado por Sei et al. (74) 

que extrajeron ADN de bacterias presentes en muestras de agua de mar 

enriquecidas con petróleo crudo mediante un método modificado con proteinasa 

K, por congelación descongelación y purificaron con kit, registrando ratios de 

absorbancias A260nm/A280nm entre ~1,4 a 1,7. Asimismo, fueron mejores a lo 

reportado por Tanase et al. (34), sin embargo, existen diferencias muy marcadas 

con los resultados reportados por García-Bautista et al. (35), a pesar que 

desarrollaron pasos adicionales de lavado y purificación de ADN obtuvieron 

A260nm/A280nm entre 1,57 y 1,85 y las A260nm/A230nm fueron entre 0,98 y 

1,69, con concentraciones de ADN que fluctuaron entre 21,9 ng/µL y 321,3 ng/µL. 

De acuerdo a nuestras bandas electroforéticas, nuestro ADNm fue íntegro 

coincidiendo con estudios realizados por Akbari et al. (33) y Dasgupta et al. (36). 

Sin embargo, hubo diferencias con respecto al tamaño de los productos 

amplificados de ADNm, siendo en nuestro estudio entre 400 pb a 500 pb, y los 

estudios realizados por Akbari et al. (33) y Dasgupta et al. (36) fueron de ~1500 pb.  

Por otra parte, las temperaturas de fusión reportado en nuestro estudio fueron 

similares a lo reportado por Powell et al. (75), quienes evaluaron bacterias 

degradadoras de alcano, mostrando temperaturas de fusión de 80,5°C a 85°C. 

Asimismo, reportaron la presencia de dímeros de los cebadores en los controles 
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que frecuentemente ocurre cuando se utiliza SYBR Green que son sensibles a 

cualquier ADN de doble cadena. 

En consecuencia, la purificación de ADNm de consorcios bacterianos 

previamente cultivados permitió la eliminación de contaminantes comunes 

presentes en los suelos, tales como ácidos húmicos, ácidos fúlvicos que suelen 

ser co-purificados con el ADNm y reducen la eficiencia de amplificación por RCP 

al degradar o capturar ácidos nucleicos o al inactivar el ADN polimerasa (33,76,77). 

En tal sentido, los productos amplificados mediante RCP de punto final y RCP en 

tiempo real demuestran la alta calidad del ADNm purificado (34,35). 
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CAPÍTULO VI: CONCLUSIONES 

 Se logró obtener consorcios bacterianos biodegradadores de petróleo 

crudo a partir de muestras de suelos de la Reserva Nacional Allpahuayo 

Mishana y de muestras de aguas de los ríos Itaya y Nanay sometidos a 

cultivos enriquecidos con petróleo crudo. Estos consorcios bacterianos 

podrían ser usados en el futuro, para desarrollar sistemas bacterianos de 

biorremediación en derrames petroleros. 

 

 El ADN metagenómico purificado se caracterizó por su buena calidad y 

alta cantidad, apropiados para realizar estudios moleculares, 

demostrándose la eficiencia del protocolo de purificación de ADN 

metagenómico mediante análisis espectrofotométrico, fluorométrico, 

electroforético, RCP de punto final y RCP en tiempo real. 
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CAPÍTULO VII: RECOMENDACIONES 

 Realizar la secuenciación del ADN metagenómico de los consorcios 

bacterianos obtenidos y continuar realizando análisis moleculares, con la 

finalidad de conocer las bacterias, sus rutas metabólicas y enzimas que 

están implicadas en la biodegradación del petróleo crudo. 

 

 Realizar la purificación de ADN metagenómico de consorcios bacterianos 

presentes en diferentes muestras de suelos y aguas de la Amazonía 

peruana que contiene una importante diversidad de bacterias, muchas de 

ellas no descubiertas y que tienen potenciales biotecnológicos. 
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ANEXOS 

Anexo 1. Permiso de colecta de las muestras de suelo en la RNAM. 
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Anexo 2. Flujograma de los procedimientos realizados. 
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Anexo 3. Densidades ópticas a 600 nm de los consorcios bacterianos de las 

muestras de suelos. 

       S: medidas obtenidas al realizar el Subcultivo. 

 

 

 

 

ETAPA DIAS CONTROL 
 TRATAMIENTO 

1 2 3 

Inicial 
(Aclimatación) 

0 0,165 0,165 0,165 0,165 

2 0,216 0,364 0,441 0,376 

4 0,273 0,423 0,407 0,484 

6 0,238 0,478 0,497 0,542 

8 0,197 0,482 0,535 0,548 

10 0,161 0,550 0,511 0,582 

Subcultivo 1 

S 0,015 0,019 0,021 0,021 

12 0,008 0,177 0,275 0,226 

14 0,009 0,208 0,194 0,234 

16 0,004 0,210 0,230 0,257 

18 0,002 0,167 0,176 0,174 

20 0,010 0,145 0,100 0,158 

Subcultivo 2 

S 0,002 0,015 0,016 0,009 

22 0,001 0,080 0,068 0,105 

24 0,004 0,167 0,131 0,122 

26 0,008 0,141 0,100 0,140 

28 0,007 0,155 0,129 0,221 

30 0,011 0,235 0,171 0,151 

Subcultivo 3 

S 0,008 0,018 0,019 0,015 

32 0,011 0,174 0,156 0,190 

34 0,004 0,123 0,187 0,098 

36 0,003 0,381 0,315 0,293 

38 0,002 0,083 0,110 0,091 

40 0,006 0,128 0,191 0,117 
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Anexo 4. Densidades ópticas a 600 nm de los consorcios bacterianos de las 

muestras de aguas. 

ETAPA DIAS CONTROL 
 TRATAMIENTO 

1 2 3 

Inicial 
(Aclimatación) 

0 0,004 0,004 0,004 0,004 

2 0,005 0,058 0,084 0,065 

4 0,002 0,087 0,093 0,096 

6 0,002 0,060 0,075 0,079 

8 0,004 0,106 0,102 0,123 

10 0,002 0,145 0,115 0,093 

Subcultivo 1 

S 0,002 0,001 0,004 0,005 

12 0,006 0,047 0,06 0,059 

14 0,006 0,055 0,082 0,087 

16 0,013 0,065 0,094 0,111 

18 0,008 0,098 0,079 0,115 

20 0,009 0,118 0,096 0,063 

Subcultivo 2 

S 0,008 0,021 0,009 0,008 

22 0,010 0,117 0,123 0,076 

24 0,008 0,148 0,127 0,094 

26 0,010 0,074 0,052 0,059 

28 0,007 0,162 0,181 0,215 

30 0,013 0,108 0,128 0,074 

Subcultivo 3 

S 0,009 0,012 0,013 0,021 

32 0,007 0,039 0,088 0,067 

34 0,008 0,095 0,120 0,098 

36 0,007 0,063 0,087 0,095 

38 0,005 0,069 0,098 0,098 

40 0,001 0,080 0,128 0,116 

       S: medidas obtenidas al realizar el Subcultivo. 

 

 


