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RESUMEN 

El estudio de la biodiversidad es de gran importancia para conocer la variabilidad que existe 

en el mundo viviente. El análisis de los microorganismos y su papel en diferentes procesos 

metabólicos es necesario para entender cómo funcionan los ecosistemas; los inventarios 

biológicos son una herramienta clave para catalogar y estudiar los diferentes elementos de 

la biodiversidad. Sin embargo, hay problemáticas que interfieren en el desarrollo de estos 

estudios; la anomalía del conteo en placa limita a que un amplio número de especies 

microbianas no puedan ser aisladas de manera in vitro; algunas de las razones por las que 

sucede esto son que las células no encuentran las condiciones necesarias en un medio de 

cultivo para crecer, o que se ven dominadas por otras que presentan mayor facilidad para 

adaptarse a un medio sintético. El desarrollo de métodos no convencionales diferentes a 

los usados hasta ahora para el análisis de comunidades microbianas, ha sido una alternativa 

viable para permitir el crecimiento de estos microorganismos denominados “aún no 

cultivables”. Desde soportes celulares hasta bajas concentraciones de nutrientes y largos 

tiempos de incubación son algunas de las técnicas empleadas para favorecer medios que 

asemejen las condiciones in situ donde se encuentran los microorganismos objetivo. 

En este trabajo se diseñó y evaluó un medio de cultivo (MC) con base a las características 

fisicoquímicas del manantial termal “Ojo del Diablo” (P3) ubicado en el municipio de Paipa, 

Boyacá; como control se utilizó un medio estándar directo (MD) y uno control R2A (MR). 

Para el montaje se utilizaron dos fuentes de carbono, trehalosa y un Mix (acetato, formiato 

y citrato) a diferentes concentraciones (1,5mM, 5mM y 12mM), adicionalmente se realizó 

la evaluación de dos concentraciones de NaCl (0% y 3% p/v). De igual forma se aplicaron 

dos métodos no convencionales basados en soporte celular y doble encapsulamiento para 

favoreces un medio con las condiciones del punto de muestreo. Tanto diseño experimental 

del medio diseñado como los métodos aplicados incubados a 65°C por 4 semanas. Como 

resultado se obtuvieron 38 colonias, de los cuales 28 fueron purificados y aislados y 10 se 

encuentran en proceso debido al crecimiento de nuevas colonias en los pases para su 

purificación. De los 28 morfotipos aislados, se realizó la secuenciación e identificación 

basado en el análisis del gen 16S rRNA de 6, estos fueron clasificados como Geobacillus 

stearothermophilus, Rhodothermus marinus y Rubrobacter taiwanenis con un 99% de 

similitud. Finalmente, los métodos no convencionales, presentaron crecimiento en ambos 

casos. La purificación, aislamiento e identificación de los morfotipos que puedan contener, 

es un buen horizonte para la aplicación de estos métodos en la USBA para la obtención de 

nuevos morfotipos y la identificación de especies. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

Colombia es considerado uno de los territorios más biodiversos en el mundo, conteniendo 

alrededor del 10% de la biota total del planeta, albergada en 114.000.000 hectáreas que 

representan el 0.7% de la superficie continental mundial (Romero et al., 2008). Dentro de 

estas consideraciones y pese a los esfuerzos por generar inventarios de la biodiversidad y 

sus relaciones con los diferentes ecosistemas, no se ha dado relevancia a la diversidad 

microbiana de ambientes naturales. El estudio de los microorganismos es una de las áreas 

que debería tener más atención, debido a su papel en los ciclos biogeoquímicos y el ciclaje 

de nutrientes, igualmente, en procesos importantes como la regulación del cambio 

climático (DiGregorio, 2013), ya que participan en actividades como la captura de CO2, la 

producción de metano u óxido nitroso. Debido a sus características metabólicas y a sus 

amplios procesos bioquímicos, los microorganismos han logrado colonizar la mayoría de los 

hábitats en la Tierra (Timmis et al., 2014). 

Una de las grandes complicaciones para el estudio de la diversidad microbiana es conocida 

como “Great Plate Count Anomaly” o la anomalía del conteo en placa (Winterberg, 1898) 

en la cual se describe que solo una mínima proporción de células viables de las comunidades 

microbianas pueden crecer en medios de cultivo agarificados (Staley & Konopka, 1985). Del 

número existente de especies microbianas solo unas miles han sido aisladas (Allsopp et al., 

1995). Aquellas que no, son consideradas como “no cultivables” debido a que requieren 

unas condiciones específicas para su crecimiento, las cuales son difícilmente replicables en 

un medio de cultivo, por ejemplo, la presencia de nutrientes específicos, o el nivel de 

oxígeno, la presencia y concentración de sales y micronutrientes, entre otros (Vartoukian 

et al., 2010). También, lograr aislar un microorganismo puede depender de la presencia de 

una o varias especies que coexisten en un mismo ambiente y que se están relacionadas por 

diferentes procesos metabólicos (ej., organismos sintróficos) (Blasco & Castillo, 2014).  

A través de aproximaciones moleculares como la metagenómica, se ha obtenido una gran 

cantidad de información sobre la diversidad microbiana en diferentes ambientes, 

evidenciando que existe un elevado número de grupos filogenéticos que carecen de 

representantes aislados. Estos aislamientos son clave para entender tanto la fisiología del 

organismo como su rol en el ambiente en el cual vive (Tanaka et al., 2014), incluso permiten 

encontrar nuevas moléculas o procesos biológicos que podrían incidir en diferentes áreas 

de la biotecnología.  

Para sobrepasar este tipo de problemas, la búsqueda y aplicación de nuevos métodos para 

el aislamiento de bacterias no cultivables o también llamadas “aún no cultivadas” ha 

aumentado. Enfocando sus esfuerzos en, la evaluación de nuevos sustratos y el desarrollo 

de soportes de fijación celular que asemejen las condiciones in vivo del ambiente donde 

habitan los aún no cultivados permitiendo el crecimiento de los mismos (Corning, 2010). 
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Por otro lado, también es necesario tener en cuenta el incremento en los tiempos de 

incubación combinado con la disminución en la concentración de nutrientes (Lewis et al., 

2010), así como el uso y disponibilidad de componentes químicos de sus propios hábitats 

(Kaeberlein, 2002).  

El estudio de los microorganismos cultivables y aún no cultivables es de gran importancia 

como ya se ha explicado. Particularmente, en Colombia se han hecho varios estudios de 

diversidad microbiana en diferentes ecosistemas del país, la gran mayoría se ha realizado 

por técnicas moleculares o cultivo-independiente los cuales han mostrado que existe una 

fracción no asociada a organismos cultivados o ya aislados (Bohorquez et al., 2012). En 

estudios previos realizados en la Unidad de Saneamiento y Biotecnología Ambiental, para 

el análisis de la biodiversidad microbiana en ambientes extremos colombianos (salinas de 

Zipaquirá, manantiales termales de Risaralda, Calda y Boyacá) se emplearon herramientas 

moleculares, que permitieron observar la presencia de un gran número de organismos 

halotolerantes y halófilos que no han sido aislados (Días-Cárdenas, 2011). De igual manera, 

se reportó una alta diversidad de organismos termófilos e hipertermófilos que se relacionan 

con diferentes filos, pero que presentan pocos representantes cultivables (López et al., 

2017). Por lo tanto, estos sitios han mostrado tener comunidades microbianas de gran 

interés para la aplicación y uso de nuevas técnicas que permitan recuperar estos 

microorganismos que aún no se han aislado. De acuerdo con lo anterior, este trabajo busca 

responder si mediante el uso de metodologías no convencionales es posible aislar un mayor 

número de microorganismos representantes de halófilos y termófilos cultivables del 

manantial termomineral “Ojo del Diablo” (Paipa – Boyacá). 
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2. MARCO TEÓRICO 

 

El estudio de la biodiversidad se entiende como la observación de la variabilidad al interior 

del mundo viviente y puede expresarse según el nivel de organización biológica desde genes 

hasta ecosistemas que se encuentren en una porción geográfica de un territorio específico 

(Rangel - Ch., 2015). Para abordar el estudio de la biodiversidad se parte de los elementos 

y entidades que la componen, los inventarios biológicos son herramientas clave para llevar 

a cabo esto. Un inventario biológico está definido como aquel que documenta la 

distribución espacial de especies, poblaciones, comunidades u otros elementos biológicos 

(Kremen, 1992).  

Dentro de los diversos ambientes presentes en la geografía mundial, se ha tenido un gran 

interés por los ambientes extremos lugares caracterizados por presentar condiciones 

hostiles. Debido a que la biodiversidad microbiana de estos ambientes es amplia y que se 

ha visto que los organismos que allí habitan tienen la capacidad de sintetizar moléculas 

capaces de funcionar bajo condiciones extremas, han abierto un prometedor panorama en 

la biotecnología (Martinez et al., 2016; Oliart-Ros et al,, 2016). Sin embargo, sus condiciones 

ambientales extremas conllevan un reto en su intervención para investigar más a fondo su 

metabolismo y para su aporte a los inventarios biológicos.   

 

2.1. Ambientes extremos 

 

Hasta hace unos años se creía que la vida sólo podía existir en un limitado número de 

ambientes, sin embargo, con el desarrollo de nuevas tecnologías y la aplicación de nuevos 

métodos para el análisis de la diversidad biológica, se determinó la presencia de diferentes 

organismos en lugares inhabitables para el hombre como los denominados ambientes 

extremos. Los organismos que habitan y crecen de manera óptima bajo estas condiciones 

son conocidos como extremófilos; estas condiciones pueden ser físicas como la 

temperatura y la presión atmosférica o químicas como el pH, la salinidad y/o compuestos 

tóxicos, o incluso en altos niveles de radiación (Castillo & Roldán, 2005).  

Existe una amplia variedad de ambientes extremos, pueden identificarse lugares con bajas 

temperaturas como los hielos polares y alpinos, lagos de la Antártida y suelo oceánico. O 

con altos valores de temperatura como desiertos, lechos volcánicos, aguas termales y 

fumarolas terrestres o marinas. Y otros con diferentes características como lagos alcalinos, 

afluentes ácidos (López-Cortés et al., 2015; Ramírez, 2018). Marion y colaboradores (2003) 

describen que la superficie y hielos explorados en el planeta Marte o los satélites naturales 

Titán y Europa presentan condiciones extremas que darían esa cualidad a los posibles 

organismos allí presentes. 
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Algunos hábitats antropogénicos pueden considerarse también como un tipo de ambiente 

extremo, entre estos se encuentran lugares con altos niveles de radiación, como los 

reactores nucleares o los tiraderos de desechos químicos tóxicos, las pilas de compostaje 

de residuos domiciliarios o efluentes termales de plantas eléctricas entre otros (Burgess et 

al., 2017; Ramírez, 2018).  

 

2.1.1. Ambientes extremos en Colombia 

 

En Colombia desde 1992 se ha ahondado en la formación de un inventario fundamentado 

en la creación de bases de datos que permiten dilucidar la situación actual del país en cinco 

ejes temáticos: la vegetación, la flora, la fauna, el clima y los ecosistemas, dando pie a que 

se reconozca como un centro de megabiodiversidad que a su vez permite intuir la presencia 

de un perfil igualmente megadiverso en la población de microorganismos (Rangel-Ch, 

2015). 

Dentro del territorio colombiano se logran encontrar ambientes extremos con diferentes 

condiciones climáticas, ambientes secos como el desierto de la Tatacoa (Huila) y el desierto 

de la Guajira (Guajira); hipersalinos como la caverna del Edén (Tolima) y salinas terrestres 

como la mina de sal (Zipaquirá) o acuáticas como manantiales (Boyacá); con bajas 

temperaturas como los nevados (Caldas); entre otros varios (Rangel, 2011). Todos estos 

presentan características específicas tales como elevadas o bajas temperaturas y 

concentraciones de sal, bajas concentraciones de oxígeno o incluso elevados niveles de pH, 

factores que les puede atribuir el nombre de ambiente inhóspito (Castillo-Carvajal & 

Barragán-Huerta, 2011).  

Algunos de los estudios realizados en ambientes extremos colombianos incluyen 

investigaciones en manantiales salinos de Risaralda y Boyacá donde se logró aislar nuevas 

especies de bacterias halófilas capaces de sintetizar enzimas hidrolíticas (Díaz-Cárdenas, 

2011), otro realizado con muestras provenientes del mar de San Andrés y del humedal 

Cintura de la Cuenca del río San Jorge en Córdoba donde se encontraron microorganismos 

capaces de capturar sodio in vitro como una alternativa en procesos de biorremediación 

(Sanchez & Arguello, 2006) y uno más evaluando la producción de biosurfactantes por parte 

de Geobacillus H20VP3 una bacteria termófila aislada de aguas en Villapinzón, 

Cundinamarca (Niño & Dussan, 2013) entre otros varios. 

 

 

 

 



5 
 

2.1.2. Fuentes termales de Paipa 

 

El municipio de Paipa se encuentra en el Departamento de Boyacá, en la región central de 

la Cordillera Oriental, sobre el altiplano Cundiboyacense. Alfaro (2005) determinó que el 

sistema geotérmico del municipio está integrado por 22 manantiales termales distribuidos 

al sur del casco urbano, en una línea recta que abarca 7 km. Su ubicación se encuentra 

concentrada en dos zonas principales: La Playa y el Hotel Lanceros.  

Estos manantiales presentan temperaturas de hasta 77°C, tiene un rango de pH entre 3.6 y 

7.4 y una concentración de NaCl de entre 0.05 y 56 g/L que junto con otros compuestos les 

atribuye una elevada concentración de sales comparada con otros en el territorio nacional 

(Alfaro, 2005) características que los hace de gran interés para su estudio. 

 

2.2. Microorganismos de ambientes extremos 

 

Los microorganismos extremófilos tienen como hábitat natural ambientes que 

antiguamente se consideraban hostiles para permitir la supervivencia de organismos vivos. 

Se clasifican en base a la condición física o química extrema del ambiente donde se 

desarrollan (Oliart-Ros et al., 2016). Estas condiciones son características de varios 

ambientes terrestres y acuáticos, y se pueden nombrar ambientes inusuales (Stan-Lotter, 

2017).  

En el caso de Martínez y colaboradores (2016) son extremófilos aquellos microorganismos 

que para su crecimiento óptimo requieren de valores extremos de factores físicos y 

químicos que se consideran desfavorables para la mayoría de los organismos. Estos valores 

pueden ser desde temperaturas por debajo de los 10°C y por encima de los 50°C, a una 

presión mayor a 1 atm, en pH por debajo de 5.0 y por encima de 8.0 o a concentraciones de 

sal mayores a 30 g/L. Una gran parte de los extremófilos que han sido identificados 

pertenecen al dominio de Archaea, sin embargo, recientemente han sido identificados y 

caracterizados muchos extremófilos del dominio Bacteria (Van den Burg, 2003). La 

biodiversidad se ve reflejada en la facultad de los microorganismos para adaptarse a ciertas 

condiciones y así lograr colonizar diversos ambientes (Stetter, 1999). 

 

2.2.1. Clasificación de microorganismos extremófilos 

 

Estos microorganismos se han convertido un grupo importante de estudio debido al gran 

interés por conocer sus mecanismos de adaptación celular, así como sus posibles usos en la 

biotecnología ahondando en el campo de las extremozimas (Morozkina et al., 2010).  
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Figura 1. Clasificación general de microorganismos extremófilos 
(Rothschild & Mancinelli, 2001; Krulwich et al., 2011) 

 

La clasificación de los extremófilos se basa en la condición extrema bajo la cual estén 

sometidos y de las cuales se constituyen varios grupos fisiológicos incluyendo, pero no 

limitando a los termófilos, psicrófilos, halófilos, acidófilos, alcalófilos y barófilos 

(Rampelotto, 2013; Seckbach et al., 2013). 

 

2.2.2. Microorganismos Halófilos 

 

Los microorganismos halófilos son considerados amantes de la sal, el término proviene del 

griego hals (sal) y phil (afín), que etimológicamente significa “amigo, amante de la sal”, y se 

definen técnicamente como aquellos con la capacidad de balancear la presión osmótica del 

ambiente y de resistir los efectos de la denaturación, como la co-agregación de proteínas, 

por la elevada concentración de sal en el medio (Kanekar et al., 2012). Estos organismos 

procariotas son probablemente consecuencia de una adaptación evolutiva de formas 

bacterianas más convencionales que vivieron bajo las condiciones de la Tierra primitiva, en 

lugar de ser una rama fundamental del árbol evolutivo (Kates, 1992; Woese, 1993). 

Tabla 1. Clasificación de microorganismos halófilos (Weigiel, 1998) 

Clasificación Concentración de NaCl % (p/v) 

Halófilos Tolerantes 2% ≤ NaCl ≤ 5% 
Halófilos Moderados 5% ≤ NaCl ≤ 20% 
Halófilos Extremos 20% ≤ NaCl ≤ 30% 
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La clasificación para los microorganismos halófilos se basa en la concentración de sal donde 

presentan un óptimo crecimiento (Schneegurt, 2012), puede variar dependiendo del autor 

fundamentado en las categorías que se establezcan. Weigel (1998) (Tabla 1) los separa en 

tres grupos principales  

Dentro de los microorganismos procariotas halófilos se encuentran bacterias y arqueas, los 

cuales presentan varios grupos que han sido objeto de estudio a nivel taxonómico y 

bioactivo o de potencial biotecnológico (Kanekar et al., 2012). Estos microorganismos 

tienen unos requerimientos tanto nutricionales como ambientales que deben cumplir para 

su crecimiento por lo que es difícil encontrar verdaderos halófilos extremos cultivables 

(Mata, 2006). 

 

2.2.2.1. Mecanismos de adaptación de halófilos 

La adaptación consiste en equilibrar la presión osmótica de manera interna y externa 

manteniendo la estructura celular y sus funciones metabólicas. Actualmente se conocen 

dos estrategias principales que son utilizadas por los microorganismos con el fin de 

equilibrar osmóticamente su citoplasma con el medio que les rodea (León et al., 2014): 

La primera es conocida como ‘’Salt-in’’, consiste en la acumulación de sales inorgánicas en 

el citoplasma, principalmente KCl (Deole et al., 2013); es más común halófilas extremas 

aerobias y algunas bacterias halófilas anaerobias (Madigan & Oren, 1999; Yin et al., 2015; 

Rekadwad & Khobragade, 2017). La segunda estrategia fue nombrada ‘’Salt-out’’ y consiste 

en la expulsión de sales desde el citoplasma al exterior celular, y la acumulación en el 

interior de la célula de compuestos orgánicos de bajo peso molecular, altamente solubles 

en agua y cuyas propiedades fisicoquímicas los hacen compatibles con la fisiología y 

bioquímica celular (Widderich et al., 2014).  Algunos de estos son la glicina betaína, la 

ectoína, la hidroxiectoína, carbohidratos como la trehalosa y la sacarosa (Regev et al., 1990), 

aminoácidos como prolina, glutamina, polioles como glicerol y arabitol y muchos otros 

(Edbeib et al., 2016). 

 

2.2.3. Microorganismos Termófilos  

 

Los microorganismos termófilos son un grupo de microorganismos caracterizados por 

presentar crecimiento a temperaturas que oscilan entre 45°C y 80°C (Oliart-Ros et al., 

2016). Un amplio grupo son anaerobios debido a que la solubilidad del oxígeno disminuye 

con el aumento de temperatura (Brown, 1990). Se les ha brindado diversas clasificaciones; 

Weigel (1998) (Tabla 2.) los divide en tres grupos:  
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Tabla 2. Clasificación de microorganismos termófilos (Weigiel, 1998) 

Clasificación Mínimo Óptimo Máximo 

Termófilos - > 50°C > 60°C 
Termófilos Extremos > 35°C > 65°C > 70°C 

Hipertermófilos > 60°C > 80°C > 85 

 

Estos microorganismos han ganado importancia debido a sus potenciales aplicaciones en la 

industria y en el ambiente. En biotecnología, el descubrimiento de biomoléculas resistentes 

a altas temperaturas, como la Taq polimerasa (Thermus aquaticus) y las proteínas de unión 

a cadena sencilla de DNA (SSB) (Thermus thermophilus) ambas usadas en la reacción de PCR, 

han sido de gran ayuda para el estudio del material genético (Da̧browski et al., 2002). 

También se ha encontrado que pueden sintetizar biopolímeros fáciles para su 

biodegradación, regulando la contaminación medio ambiental (Danis et al., 2015). 

2.2.3.1.  Mecanismos de adaptación de termófilos 

Las estrategias empleadas por los termófilos se basan en la estructura, función y 

metabolismo celular (Stetter, 1999). Su membrana celular es rica en lípidos saturados, 

poseen proteínas con mayor estabilidad por la gran cantidad de enlaces covalentes e 

interacciones hidrofóbicas. Además, tienen enzimas termorresistentes, lo que les ayuda a 

trabajar en condiciones extremas; unas destacadas son las chaperoninas, encargadas del 

plegamiento de las proteínas luego de posibles desnaturalizaciones para reconstruirlas y 

restaurar sus funciones (Haki & Rakshit, 2003; Oliart et al., 2016). 

 

2.3. Métodos de cultivo 

 

2.3.1.  Métodos independientes de cultivo  

 

Los enfoques moleculares dirigidos a finales de 1990 respondieron a la necesidad de abrir 

nuevas fronteras para la comprensión de la biodiversidad microbiana, solventando varios 

de los problemas inherentes presentados por los sistemas de identificación fenotípica. Estos 

nuevos métodos nombrados independientes de cultivo son capaces de detectar e 

identificar microorganismos directamente en un ambiente sin necesidad de cultivarlos y 

aislarlos, ya que se fundamentan en la descripción genotípica de los mismos basada en el 

análisis de ADN o ARN. (Beldarraín et al, 2011). 

Este tipo de metodología consisten en la extracción de los ácidos nucleicos directamente 

de las muestras para posteriormente ser analizados por técnicas capaces de definir cuántas 
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y cuáles son las especies microbianas presentes, de igual forma específicamente con el ARN 

es posible entender cuáles son las partes metabólicamente activas de una población 

específica (Cocolin et al., 2011). 

El principio de la identificación cultivo-independiente es la utilización de genes como dianas 

moleculares en los distintos géneros y especies, esto se representa en un estudio 

taxonómico o de la filogenia de los organismos (Stackebrandt & Goebel, 1994; Bou et al., 

2011). En la Tabla 3 se describen algunas de las técnicas cultivo-independientes. 

Tabla 3. Técnicas de métodos cultivo-independientes 

Técnica Descripción Referencia 

PCR 
Amplificación de fragmentos de la 

secuencia de ADN, con genes 
específicos de interés. 

Mueller & Wold, 1989 

Tinción Fluorescente 

Uso de colorantes fluorescentes que 
se unen a estructuras celulares y 

permite la diferenciación de viables y 
no viables 

Millard et al., 1997 

Hibridación 
Fluorescente in situ 

(FISH) 

Unión de sondas de ADN marcadas 
con un fluorocromo con fragmentos 
de ADN o ARN del microorganismo 

Sohier & Lonvaud-
Funel, 1998 

Electroforesis en gel 
con gradiente 

desnaturalizante 
(DGGE) o (TGGE) 

Separación de productos de PCR con 
igual tamaño pero diferente 

secuencia, obtención de “huellas 
digitales” 

Huys et al., 2008 

Análisis por Impedancia 

Medición de la actividad metabólica 
de manera indirecta por la 

modificación de la conductividad del 
medio de cultivo. 

Bobet et al., 2004 

 

2.3.2. Métodos dependientes de cultivo 

 

Son los métodos clásicos y más utilizados en la práctica puesto que su realización y coste 

los hace más accesibles, estos se basan en un medio sintético con agar donde se pueden 

realizar recuentos de microorganismos y determinar la diversidad de una muestra y su 

morfotipo (Cocolin et al., 2011). Los medios sintéticos son elaborados a partir de una gran 

diversidad de sustratos e incubados con condiciones específicas que cumplen los 

requerimientos básicos para el crecimiento microbiano como: disponibilidad de nutrientes, 

consistencia del medio (líquido, semisólido y sólido), presencia o ausencia de oxígeno, 

humedad, luz, pH y temperatura (Koneman & Stephen, 2008). Adicionalmente son 

clasificados según su composición y utilización.  
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Algunas de las categorías son medios: nutritivos, enriquecidos, selectivos, inhibidores, 

diferenciales, de identificación y de multiplicación entre otros. Debido a todas estas 

características se puede realizar una identificación basados en las características fenotípicas 

u «observables» de las bacterias, como su morfología, desarrollo, y propiedades 

bioquímicas y metabólicas (Prince, 2014). 

Se han encontrado cada vez más desventajas, una de las principales es la imposibilidad de 

llegar a tener una visión precisa de la biodiversidad en ecosistemas complejos. Esto puede 

ser debido a que el crecimiento en medios somete a la microbiota de las muestras a 

cambios, debido a la capacidad de ciertas especies de dominar el entorno y superar 

metabólicamente a los otros acompañantes microbianos; esto genera que las poblaciones 

numéricamente menos importantes, o en condiciones de estrés no puedan ser recuperadas 

e identificadas en la mayoría de los casos (Hugenholtz et al., 1998; Prince, 2014).  

En un caso de cultivo dependiente si se tiene la presencia de células viables, aquellas 

capaces de replicarse y tener actividad metabólica; es posible generar colonias sobre un 

medio de cultivo. No obstante, si se presentan condiciones ambientales poco optimas, la 

célula opta por un mecanismo de supervivencia manteniendo la actividad metabólica, pero 

evitando la replicación y por lo tanto permaneciendo viable, pero sin crecer y formar 

colonias, por lo que se considera “no cultivable” (Van Zandycke et al., 2003). 

 

2.4.  Microorganismos aún no cultivables 

 

En el estudio de los microorganismos es de gran importancia lograr aislar a los individuos 

en medios de cultivo para poder realizar un análisis detallado de la fisiología y de las 

características fenotípicas que estos puedan poseer. Sin embargo, mediante los métodos 

convencionales como las técnicas tanto dependientes como independientes de cultivo, se 

ha concluido que lograr tener un representante cultivado es una condición que ha 

demostrado no poderse ser cumplido por todos los microorganismos.  

Actualmente se ha descrito que tan solo el 1% de las bacterias presentes en la Tierra pueden 

ser cultivadas de manera in vitro. La razón encontrada es principalmente la “Great Plate 

Count Anomaly” o la anomalía del conteo en placa (Winterberg, 1898); esta dice que al 

observar una muestra fresca directo al microscopio, solo una pequeña fracción de lo 

observado es posiblemente recuperada en con medio de cultivo (Hugenholtz et al., 1998; 

Youssef et al., 2015).  

Las razones por las cuales estos microorganismos no pueden crecer en un medio de cultivo 

son variadas, una de las principales es que los nutrientes que requieren no pueden estar 

presentes en un medio artificial o que no se encuentran en la forma o estructura en la cual 

son asimilados in vivo en el ambiente. También se conoce que en algunos casos las bacterias 



11 
 

prefieren vivir naturalmente en biopelículas de múltiples especies donde hay una relación 

de cooperación y comunicación entre las mismas (sintrofía) (Thompson et al., 2015). Estas, 

junto con otras condiciones han generado la búsqueda de nuevas metodologías que pueden 

favorecer el crecimiento de estos microorganismos basándose en asemejar de manera 

cercana las condiciones de los ambientes que se analizan. 

 

2.5. Métodos de cultivo no convencionales 

Los métodos de cultivo no convencionales son las nuevas tecnologías o técnicas para lograr 

obtener representantes de los aún no cultivados. El principal eje de trabajo de este 

desarrollo está centrado en simular los ambientes donde se encuentran los 

microorganismos. Aunque sea difícil replicar un ambiente en su totalidad, si es posible 

conocer cuál de los parámetros es importante para el crecimiento de un determinado 

microorganismo de ese entorno (Stewart, 2012). 

La mayoría de los medios de cultivo usados son ricos en nutrientes. Ahora se piensa que 

estas condiciones pueden favorecer el crecimiento de bacterias de crecimiento más rápido 

a expensas de las especies de crecimiento lento, algunas de las cuales prosperan en 

ambientes pobres en nutrientes. Es por lo que un primer acercamiento es la reducción de 

la concentración de nutrientes en los medios.  Adicionalmente ya que se busca favorecer 

las células de lento crecimiento, aumentar los tiempos de incubación ha demostrado ser 

efectivo en recuperar colonias nuevas, luego de la muerte progresiva de las de rápido 

crecimiento; esto disminuye la competencia microbiana (Vartoukian et al., 2010).  

Los soportes celulares como microgotas, cámaras de difusión o doble encapsulamiento 

celular; la separación física de las células para evitar la competencia e inhibición por 

sustrato, incluso realizar el proceso de esterilización en autoclave de los fosfatos y el agar 

por separado, durante la preparación de un medio de cultivo, son las principales 

investigaciones en la búsqueda de ambientes artificiales que simulen las condiciones in vivo 

(Nichols et al., 2010; Tanaka et al., 2014). 
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3.  JUSTIFICACIÓN Y PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

3.1.  Planteamiento del problema 

El estudio de la biodiversidad ha avanzado a través del tiempo, la anomalía del conteo en 

placa es uno de los grandes inconvenientes en la recuperación y aislamiento de nuevos 

grupos filogenéticos para su identificación. Esto fue corroborado a través de técnicas 

independientes de cultivo, mediante las cuales sé observo que, dentro de las comunidades 

microbianas existentes, todavía hay un grupo amplio que no cuenta con representantes 

aislados en cultivo, denominados microorganismos aún no cultivables.  

El uso de nuevas metodologías no convencionales que permitan asemejar las condiciones 

in vivo de los ambientes, han sido desarrolladas y aplicadas en los últimos años. 

Particularmente, el análisis de los ambientes extremos se ha realizado en diferentes lugares 

a lo largo del territorio colombiano. 

La Unidad de Saneamiento y Biotecnología Ambiental (USBA) de la Pontificia Universidad 

Javeriana ha realizado estudios de la biodiversidad de halófilos y termófilos en manantiales 

termales del municipio de Paipa, Boyacá. El aislamiento e identificación a través de métodos 

dependientes e independientes de cultivo ha permitido obtener un amplio número de 

especies. Sin embargo, se ha reportado que en los resultados obtenidos en las últimas 

investigaciones se están aislando los mismos grupos filogenéticos ya adscritos, con especies 

aisladas e identificadas dentro del laboratorio. Adicionalmente de los grupos adscritos se 

ha podido identificar, mediante técnicas moleculares, una gran variedad de géneros que 

aún no presentan un aislamiento. 

 

3.2. Justificación 

El desarrollo de métodos de cultivo no convencionales es un nuevo aporte a las técnicas 

previamente utilizadas por la USBA, para el aislamiento y la identificación de halófilos y 

termófilos de manantiales termales en el municipio de Paipa Boyacá.  El diseño de soportes 

celulares que permitan simular las condiciones nutricionales y naturales de estos ambientes 

puede favorecer la obtención de representantes aun no aislados o incluso nuevos de filos 

ya reportados. De igual forma el desarrollo de medios de cultivo que mantengan las 

condiciones fisicoquímicas del punto de muestreo, combinado con bajas concentraciones 

de suplementos nutricionales y largos tiempos de incubación, puede permitir encontrar 

microorganismos de crecimiento lento que no presenten reportes fenotípicos previos. 

El estudio de estos extremófilos puede generar un desarrollo en la investigación de sus 

características fisiológicas y metabólicas, permitiendo confirmar la información obtenida a 

través de técnicas moleculares. Además, podrá aportar al inventario de la biodiversidad en 

ambientes extremos presentes a lo largo del territorio nacional, y permitiría ampliar el 
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estudio del potencial biotecnológico; particularmente para los microorganismos halófilos y 

termófilos se han demostrado un gran potencial en el tema de las extremozimas y 

biopolímeros (Eichler, 2001; Margesin & Schinner, 2001).  

En este contexto el presente trabajo evaluó el uso de metodologías ya descritas como no 

convencionales para el aislamiento e identificación de bacterias halófilas y termófilas del 

manantial salino “Ojo del Diablo” en Paipa, Boyacá. 
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4.  OBJETIVOS 

 

4.1.  Objetivo General 

 

Aplicar metodologías no convencionales para el aislamiento e identificación de bacterias 

halófilas y termófilas de un termal salino en Paipa, Boyacá. 

 

4.2.  Objetivos específicos 

 

● Diseñar y evaluar un medio de cultivo con base en las características presentes en 

los ambientes de muestreo para obtener y aislar bacterias halófilas y termófilas del 

manantial termal “Ojo del Diablo” en Paipa, Boyacá. 

 

● Identificar taxonómicamente las bacterias aisladas usando el marcador molecular 

16S rRNA. 

 

● Evaluar el uso de dos métodos no convencionales que simulen las condiciones in situ 

del ambiente de muestreo para favorecer el crecimiento de bacterias halófilas y 

termófilas del manantial termal “Ojo del Diablo” en Paipa, Boyacá. 
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5.  MATERIALES Y MÉTODOS 

 

5.1.  Ubicación 

Las muestras utilizadas para el desarrollo de este estudio fueron recolectadas en un 

manantial salino que alimenta el termal del “Hotel Lanceros Colsubsidio” en el municipio 

de Paipa perteneciente a la provincia de Tundama en el departamento de Boyacá; esta 

fuente termal es denominada Ojo del Diablo (P3) (Figura 2). Posteriormente fueron 

transportadas al laboratorio de la Unidad de la Unidad de Saneamiento y Biotecnología 

Ambiental (USBA) de la Pontificia Universidad Javeriana para su procesamiento. 

 

Figura 2. Manantial salino Ojo del Diablo (P3), pozo principal 

5.1.1.  Muestreo 

Para la recolección en el manantial Ojo del Diablo (P3) se utilizaron garrafas plásticas que 

fueron llenadas y selladas, adicionalmente se recolectaron sedimentos del lecho del pozo, 

y se realizó un raspado de las rocas sumergidas en el termal usando instrumentos estériles 

(Figura 3), de igual manera se realizó la medición del pH (6.9) y temperatura (70°C) inicial. 

Todas las muestras fueron marcadas y transportadas a la USBA para su procesamiento. 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Recolección del agua P3 y raspado de rocas 
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Las muestras fueron conservadas en incubadora a 65ºC manteniendo de cerca las 

condiciones in situ y el crecimiento del inóculo, el mayor tiempo posible para el desarrollo 

de las metodologías. 

 

5.1.2.  Análisis fisicoquímico 

A partir de las mediciones de las características fisicoquímicas del agua proveniente del 

manantial termal “Ojo del Diablo” (Anexo 1), se tuvieron presentes la cantidad de micro y 

macronutrientes para el diseño del medio de cultivo. De igual manera, como referencia 

control sobre la estabilidad del agua, se compararon los resultados del análisis fisicoquímico 

obtenidos frente a los reportados en estudios previos, observando especialmente el 

comportamiento de la temperatura, el pH, los sulfatos, el potasio y el sodio, que 

aumentaron considerablemente (Tabla 4.) 

Tabla 4. Estabilidad de las condiciones fisicoquímicas del agua a través del tiempo 

Año 1987 1989 2002 2005 2009 2012 2014 2018 

T° 72,5 74 68,1 65 70,7 69,4 72,4 70 
pH 6.8 6.9 7.0 6.9 6.9 6.8 6.8 6.9 
SO4 

(mg/L) 
18200 18400 19250 17854 15820 18864 19428 32300 

K+  

(mg/L) 2900 1200 1562 1428 1320 1530 1450 25550 

Na+ 

(mg/L) 
12500 11000 12375 12560 12400 14320 12000 30954 

*Datos obtenidos del Inventario Nacional de Manifestaciones Hidrotermales (SGC) 

5.2. Diseño de medio de cultivo por componentes (MC) 

Para el diseño del medio de cultivo por componentes (MC) se tuvieron presentes las 

condiciones del lugar de muestreo de acuerdo con el análisis fisicoquímico, tanto en 

concentración de los elementos como en la temperatura del ambiente. Mediante relaciones 

estequiométricas se calculó la cantidad de reactivo necesario para agregar las 

concentraciones reportadas de cada elemento, evitando la sobresaturación y precipitación 

de sales que pudiesen conllevar a la inhibición del crecimiento celular. 

5.2.1. Evaluación de fuentes de carbono 

Para la evaluación del medio de cultivo diseñado (MC) se utilizó como fuente de carbono la 

trehalosa y una mezcla de acetato, citrato y formiato (Mix). Ambas fueron suplementadas 

en los medios de cultivo a diferentes concentraciones, de 1.5 mM, 5 mM y 12 mM; 

favoreciendo la baja concentración de nutrientes, de acuerdo con lo reportado para los 

microorganismos objetivo (Davis et al., 2005). 
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5.2.2.  Medio estándar directo y de control R2A 

Como medios control se utilizaron, un medio directo (MD) evaluado previamente en 

estudios de la USBA para microorganismos de manantiales termales, y que consiste en la 

mezcla de agua del manantial P3 y agar noble al 15% (p/v) (Díaz-Cárdenas y Baena, 2015). 

Y el medio por componentes R2A (MR) desarrollado para el recuento bacteriano en aguas 

tratadas, ya que debido a su bajo contenido nutricional y mediante una incubación 

prolongada, estimula el desarrollo de bacterias estresadas, de crecimiento lento. Ambos 

medios fueron igualmente suplementados con las dos fuentes de carbono evaluadas, en las 

diferentes concentraciones. 

5.2.3.  Diseño experimental 

A partir de las muestras se realizaron diluciones seriadas con base 10 hasta 10-5 en agua 

esterilizada en autoclave, del manantial P3. Se procedió a sembrar por superficie 0,1 mL de 

las diluciones 10-3 a 10-5 por triplicado en MC, por duplicado en MD y en un medio R2A 

(Figura 4). 

*MC: Medio por componentes; MD: Medio estándar directo; MR: Medio R2A 

 

Figura 4. Esquema de diseño experimental para la evaluación de la muestra del manantial 
termal “Ojo del Diablo” (P3) 



18 
 

El modelo de diluciones siembra y suplementos de fuentes de carbono; fue evaluado 

adicionalmente en dos concentraciones de NaCl: al 3% (p/v) y al 0% (p/v) con el fin de 

reducir la población a microorganismos halófilos tolerantes. Ambos montajes fueron 

incubados a temperatura de 65°C, con la ayuda de cámaras húmedas para evitar la 

evaporación rápida del medio, durante 4 semanas. Se realizaron reportes diarios del 

crecimiento microbiano (Anexo 2.) 

En los montajes con 0% de NaCl, no se realizaron pruebas en el medio directo (MD) ya que, 

a pesar de que en su conformación no presenta adición de sales, al ser preparado con agua 

del manantial termal P3, se considera que posee una concentración salina innata mayor a 

0% lo que afectaría el resultado final. 

 

5.3.  Identificación taxonómica 

A partir de las colonias obtenidas con los medios de cultivo empleados: MC, MD y MR, se 

procedió a hacer la descripción macro y microscópica. Posteriormente se realizaron los 

aislamientos y la purificación de los morfotipos obtenidos, usando pases en medio solido 

(agar noble) y en líquido de los medios de cultivos respectivos, suplementados con 

diferentes sustratos como extracto de levadura, piruvato de sodio, y glucosa, que 

promovieron el crecimiento para recuperar mayor cantidad de biomasa (Andrei et al., 

2012). 

 

5.3.1.  Extracción de DNA 

Para la extracción del ADN se realizó la obtención de biomasa de las cepas a partir de 

cultivos sólidos, tomando colonias con ayuda de un asa estéril y suspendiéndolas en un tubo 

eppendorf (1,5 mL) con solución salina estéril al 0,85% (p/v). De cultivos líquidos, tomando 

1 mL y transfiriéndolo a un tubo eppendorf (1,5 mL) estéril para ser centrifugado a 8000 

rpm por 5 min a 6ºC; este proceso se realizó varias veces hasta obtener un precipitado 

significativo.  Posteriormente se realizaron tres lavados de la biomasa suspendiéndola en 

solución salina al 0,85% y centrifugando a 8000 rpm por 7 min a 6ºC, finalmente se descartó 

el sobrenadante y se procedió con la extracción. 

El ADN fue extraído por medio del kit comercial Wizard® Genomic DNA Purification Kit 

(Promega Corporation, Fitchburg, U.S.A.) siguiendo el protocolo descrito para bacterias.  

La presencia y pureza del ADN fue confirmada por espectrofotometría de microvolumen 

(260nm/280nm) con espectrofotómetro Nanodrop 1000 (Thermo Fisher Scientific, 

Wilmington, U.S.A.)  
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5.3.2.  Amplificación por PCR 

Posterior a la extracción se realizó una amplificación del gen 16S ARNr con los cebadores 

27f y 1492r (Tabla 5).  

Tabla 5. Secuencia de los cebadores utilizados en la amplificación del gen 16S rRNA por 

reacción de PCR 

Cebador Secuencia (5´- 3´) Referencia 

27f AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 
Lane, 1991 

1492r GGTTACCTTGTTACGACTT 

 

Las reacciones de PCR se realizaron en tubos de microcentrífuga de 0.2 mL usando el ADN 

sin dilución. Cada reacción de PCR (50 µl) consistía en 2 µl de ADN, 1µl de cada iniciador (50 

µM), 0.5 µl de dNTPs (25 mM), 5 µl de Buffer para Taq (10X) más (NH4)2SO4, 4µl de MgCl2 

(50mM), 0.2 µl de Taq polimerasa (5U/µl; 1 U por reacción, Fermerntans). Las reacciones 

de PCR se realizaron en un termociclador Corbett thermal cycler (Corbett Research) 

realizando una denaturación inicial a 95°C por 2 minutos, seguido de 30 ciclos a 95°C por 1 

minuto, anillado a 50°C por 1 minuto, extensión a 72°C por 2 minutos y una extensión final 

a 72°C por 10 minutos. 

 

5.3.3.  Electroforesis en gel de agarosa 

La electroforesis en gel de agarosa fue realizada para visualizar fragmentos de ADN y 

productos de PCR en geles a concentraciones de 0,8% y 1% (p/v) respectivamente. Los geles 

se prepararon fundiendo agarosa (Invitrogen) en buffer TAE 0.5X (preparado a partir de TAE 

50X que contiene por 500mL: 121 g de Tris base, 28.6 mL de ácido acético y 50 mL de EDTA 

0.5 M pH 8.0) hasta lograr una solución transparente. La solución fue enfriada a 50°C antes 

de agregar como colorante Syber Safe (Invitrogen) 61 (1X). Posteriormente, la solución fue 

servida en un molde hasta su gelificación. 

La electroforesis se realizó en buffer TAE 0.5 X a 80V durante 45-60 minutos. Las imágenes 

de los geles se capturaron con el sistema GelDocTM EQ (Bio-Rad). 

Para verificar el tamaño de las bandas de la extracción de ADN y de la reacción de PCR se 

utilizó como marcador de talla molecular Hyperladder III (500pb-5Kb - Bioline). Para ello, se 

cargó en el carril intermedio del gel 5 µl del marcador que corresponde a 620 ng de ADN. 

Este marcador de talla permite la visualización de bandas que corresponden a una cantidad 

precisa de ADN (variando entre 30, 40, 50 y 100 ng/banda). 
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5.3.4.  Análisis de las secuencias de los genes 16S rRNA 

El análisis de las secuencias se inició generando una secuencia consenso (entre secuencias 

obtenidas por sentido forward y reverse) con el programa Bioedit, previa revisión manual 

del electroferograma. La secuencia obtenida fue comparada según el protocolo establecido 

en el artículo de Díaz-Cárdenas y colaboradores (2015) mediante el algoritmo del BLAST del 

NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/). 

Las secuencias de referencia y las de los organismos aislados fueron alineadas utilizando la 

herramienta Multiple Sequence Comparison by Log-Expectation (MUSCLE por sus siglas en 

inglés) (http://ebi.ac.uk/Tools/muscle/). Se construyó un árbol filogenético usando el 

método de Neighbour-Joining y el programa MEGA versión 7. 

 

5.4.  Métodos de cultivo no convencionales 

La aplicación de esta metodología no convencional se realizó siguiendo montajes 

reportados de manera previa, en estudios que buscaban asemejar in vitro las condiciones 

ambientales in vivo, mediante soportes celulares. Estos soportes fueron adaptados utilizado 

agua y sedimentos del manantial termal P3 para su montaje. 

 

5.4.1.  Cámaras de difusión 

Como primera metodología se emplearon cámaras de difusión desarrolladas por Ashton y 

colaboradores (1984), y cuyo diseño esencialmente permite el crecimiento celular 

proveyendo un entorno similar al natural, mediante la creación de una estrategia de 

incubación que imita muy de cerca las condiciones del punto de muestreo (Kaeberlein, 

2002; Bollmann et al., 2007; Lewis et al., 2010).  

Para el montaje se empleó un filtro de policarbonato (Millipore Isopore™, Darmstadt, 

Alemania) con un tamaño de poro de 0.22 µm, sobre el cual se colocó una arandela de acero 

con 4.5 cm de diámetro externo, 1.7 cm de diámetro interno y 0,5 cm de altura. Con ayuda 

de una micropipeta y puntas estériles se procedió a agregar 700 µL del inóculo (agua P3 con 

raspado de rocas) junto con agar noble al 15% (p/v) a una temperatura aproximada de 40°C 

(previamente preparado con agua del manantial P3) y se dejó gelificar.  

Posteriormente se procedió a sellar la cámara con otro filtro de policarbonato, una vez 

secas, las cámaras se acomodaron sobre una capa de sedimentos dentro de un acuario de 

vidrio (previamente lavado y esterilizado) (Figura 5) que fue llenado con agua. Tanto los 

sedimentos como el agua fueron del manantial termal P3.  
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Figura 5. Montaje de cámaras de difusión en sedimentos del manantial P3  

Se montaron 20 cámaras con la muestra más dos cámaras con agua destilada sin inocular, 

como control negativo. El acuario fue sellado con platico vinipel para evitar contaminación, 

e incubado a 65°C por un total de 4 semanas; se adiciono agua semanalmente para evitar 

el secamiento del montaje.  

 

5.4.2.  Esferas de agar revestidas de polisulfona 

Para la segunda metodología no convencional se llevó a cabo la encapsulación de las 

muestras en esferas de agar revestidas con polisulfona. Esta técnica descrita como doble 

encapsulamiento, permite brindar a las células un ambiente aislado en una matriz que a su 

vez es suficientemente permeable para permitir el intercambio de nutrientes. (Ben-Dov et 

al., 2009).  

 

5.4.2.1. Formación de perlas de agar 

Para la formación de las perlas de agar, a partir de la muestra se procedió a realizar 

diluciones seriadas con base 10 hasta 10-4 en agua esterilizada en autoclave, del manantial 

P3. De cada una se tomaron 10 mL que fueron mezclados con agar noble al 15% (p/v) 

(previamente preparado con agua del manantial P3) a una temperatura aproximada de 

40°C, en relación 1:1 hasta obtener una mezcla homogénea. Seguido a esto con ayuda de 

una jeringa de 20 mL se tomó la mezcla y se dejó caer gota a gota en un vaso de precipitado 

con aceite mineral estéril y en constante agitación para favorecer la formación de las perlas. 

Como control positivo se utilizó una de las cepas aisladas en el diseño de medio de cultivo 

(3MD1-415) y como control negativo se empleó agua destilada estéril. 

Una vez separadas fueron lavadas con agua destilada estéril para retirar el exceso de aceite 

y se dejaron secar en cabina de flujo laminar sobre papel filtro Whatman estéril (Figura 6). 
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Figura 6. Perlas formadas, sin revestimiento de polisulfona 

 

5.4.2.2.  Preparación del revestimiento 

Para el revestimiento se prepararon soluciones de polisulfona a diferentes concentraciones. 

Para esto se pesaron gránulos de polisulfona (Sigma-Aldrich Chemistry, Saint Louis, U.S.A.) 

y se diluyeron en el solvente N, N -dimetilformamida (DMF) hasta obtener soluciones al 

10%, 15% y 20% (p/v). Posteriormente se tomaron las perlas lavadas y secadas por dilución 

y se sumergieron en las diferentes soluciones por un periodo de 20 a 30 segundos; 

posteriormente se agregaron a un recipiente con agua destilada estéril para completar la 

formación de la capa externa (Figura 7). Una vez formadas fueron lavadas para retirar el 

exceso de solvente y separadas por dilución para ser empaquetadas en gasas estériles e 

incubadas a 65°C, en frascos schott con agua del manantial P3 por 4 semanas. 

 

 

 

 

 
Figura 7. Perla con revestimiento de polisulfona 

 

5.4.2.3.  Evaluación de permeabilidad 

La permeabilidad de las perlas se define por el tamaño de los poros de la doble 

encapsulación; ésta a su vez es dependiente de la concentración de polisulfona en cada 

solución (10%, 15% y 20%). Para evaluar este factor en primer lugar se preparó una solución 
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stock de azul de metileno al 0,01% (p/v) a partir de la cual se prepararó una segunda 

solución stock al 0,001% (p/v), desde la cual se prepararon alícuotas con concentraciones 

conocidas para realizar una curva de calibración, medida por espectrofotometría, a una 

longitud de absorción máxima de 660 nm (Ben-Dov et al., 2009; Chaparro et al., 2013). En 

segundo lugar, se procedió a hacer el montaje control de la misma manera que las muestras, 

reemplazando el inóculo por una solución de azul de metileno al 0,001% e incubando a 45°C 

por un periodo de 24 horas. Se realizaron muestreos cada hora para medir la cantidad de 

color liberado hacia el medio líquido con espectrofotometría a 660 nm en cada una de las 

concentraciones de polisulfona. 
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6.  RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

6.1. Diseño de Medio de Cultivo 

 

De acuerdo con lo reportado en los resultados fisicoquímicos del agua (Anexo 1), se obtuvo 

un medio por componentes que imita las condiciones del ambiente de muestreo frente al 

tipo y cantidad de nutriente que posee (Tabla 6). Se dio importancia a la elevada 

concentración de algunos compuestos como sulfatos (SO4) y el potasio (K+). 

 

Tabla 6. Composición de medio de cultivo diseñado (MC) 

Reactivo Concentración (g/L) 
CaCO3 0,25 

NaHCO3 1,53 
MgSO4 0,160 
MnSO4 0,0046 
K2HPO4 0,0067 
FeSO4 0,00120 

(NH4) (NO3) 8,572 
K2SO4 20 

KCl 11 
NaCl 30 

S° 10 
S2O3 3,15 

Agar Noble 15 
 

El alto contenido de iones de Ca2+, SO4 2- y K+ ha sido reportado en diferentes manantiales 

termales de agua salina en el departamento de Boyacá y a lo largo del valle medio del río 

Cauca, entre los departamentos del Valle del Cauca y Antioquia (Alfaro, 2005; Cortés & 

Cardona, 2006). El uso de azufre elemental (S°) y de tiosulfato (S2O3) es debido a la 

asimilación de estos compuestos por parte de microorganismos en manantiales termales 

salinos, reportado en estudios previos de la USBA ((Días-Cárdenas, 2011)Díaz, 2011); de 

igual manera Niederberger et al., (2009) detectaron organismos quimiolitotrofos 

oxidadores de azufre relacionados con especies del género Thiomicrospira aisladas en 

medios ricos en esto compuestos. 
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6.1.1.   Evaluación de Medio de Cultivo 

 

En el diseño evaluado, la variable de respuesta considerada fue el crecimiento en los 

diferentes medios y el efecto dilución en la concentración de la población celular. 

De acuerdo con el crecimiento en los medios de cultivo (MC, MD y MR) y en todas las 

diluciones para ambas fuentes de carbono, bajo las diferentes condiciones evaluadas, se 

seleccionaron 38 colonias diferentes, un número mayor al esperado debido a las 

condiciones evaluadas. A partir de estas, se realizó el proceso de aislamiento y purificación 

para su posterior identificación taxonómica. En la Tabla 7 se muestra el acumulado total de 

colonias por fuente de carbono y concentración de NaCl.  

Tabla 7. Resultados del número total de colonias en los diferentes medios evaluados 

Fuente de Carbono % NaCl (p/v) 
Número de colonias por medio 

Total 
MC MD MR 

Mix 
(acetato, citrato, 

formiato) 

0% 0 - 5 
13 

3% 1 0 7 

Trehalosa 
0% 1 - 0 

25 
3% 6 8 10 

   Número de colonias 38 

 

La descripción macro y microscópica de las colonias aisladas en el montaje con el Mix y con 

trehalosa se describe en la Tabla 8 y Tabla 9 respectivamente. 

Los resultados obtenidos confirman crecimiento por el método del medio diseñado por 

componentes (MC), un total de 8 colonias fueron aisladas. Comparado con los medios 

control, se obtuvo un número igual en el medio MD y uno menor frente a las 22 colonias en 

el medio MR. Esto era esperado, ya que los medios MC y MD, al estar limitados a las 

condiciones del ambiente de muestreo y tener un solo suplemento de fuente de carbono a 

bajas concentraciones, se buscaba mayor especificidad para bacterias de crecimiento lento. 

En comparación, el medio R2A, a pesar de tener una composición diferente a la del ambiente 

muestreado, es un medio enriquecido que permitió el crecimiento de una mayor cantidad 

y variabilidad de bacterias. Esto es corroborado en estudios como el de Jenkins y 

colaboradores  (2017), donde al evaluar un medio de cultivo diseñado a partir de 

características de un suelo, frente a los medios estándar, se obtuvo una mayor variabilidad 

y número de colonias en el medio estándar R2A comparado con el medio SMD diseñado. 

Debido a la cantidad de morfotipos obtenidos, de las 38 colonias iniciales luego del proceso 

de aislamiento y purificación, 28 fueron recuperadas con éxito; las 10 colonias restantes 

presentaron crecimiento de más de un morfotipo luego de realizar los pases para su 

purificación. Esto puede deberse a que, al suplementar el medio con otras fuentes de 



26 
 

carbono (extracto de levadura, glucosa y piruvato) en concentraciones mayores, células 

viables de otras especies que fueron arrastradas en el pase, pero que no formaban colonias, 

tuvieran vía libre para crecer y formar un morfotipo diferente al observado (Van Zandycke 

et al., 2003; Vartoukian et al., 2010). 

De los 28 aislamientos, seis han sido secuenciados siguiendo la metodología descrita. Los 

22 faltantes se encuentran en proceso de extracción de ADN y en amplificación del gen 16S 

rRNA para ser secuenciados. 

Algunas de las limitaciones que se presentaron fueron que, debido a la elevada 

concentración de sales, la disolución y homogenización de éstas, tuvo que realizarse con 

largos periodos de agitación y con estabilización del pH en un rango entre 6.9 y 7.1. Por esta 

misma razón y debido a que la baja humedad relativa a 65ºC promueve la rápida 

evaporación del agua, se presentó una sobresaturación que dio paso a un proceso de 

cristalización de las sales del medio (Figura 8). 

 

 

 

 

 

 

Figura 8. a) Medio MC previo a la siembra y b) medio con cristalización de sales por rápida 
evaporación del agua 

Los medios que presentaron cristalización fueron invalidados debido a que podían alterar 

los resultados obtenidos. Al reducir el agua del medio se pueden concentrar los 

componentes, subiendo el porcentaje de salinidad y permitiendo el crecimiento de otro 

tipo de bacterias. Por otro lado, la desecación total podía inhibir el crecimiento, generando 

un falso negativo. Finalmente, no se observó un efecto de dilución debido en gran parte a 

la invalidación de réplicas por cristalización. Otra consecuencia pudo ser errores en la 

homogenización de las diluciones o una posible baja concentración celular en la muestra 

inicial.  

Las diferentes morfotipos fueron nombrados de acuerdo las condiciones que presentaban 

en el esquema de trabajo: comenzando con el porcentaje de NaCl (0 ó 3), seguido por el 

medio de donde se aisló (MC, MD, MR) y el número de colonia que se seleccionó de este, 

continuando con la dilución que se sembró (-3, -4, -5) y finalizando con la concentración de 

la fuente de carbono (1.5, 5 y 12). 

A B 
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Tabla 8. Descripción de morfológica de colonias aisladas del montaje con Mix (acetato, citrato, formiato) como fuente de carbono 

Cepa Macroscopía Microscopía. 

3MR1-312 
Colonia circular, convexa de borde entero 

rosada brillante 
Bacilos delgados, largos y cortos, no móviles. Organización en 

parejas o cadenas. (Gram negativos) 

0MR1-45 
Colonia circular, elevada de borde entero 

translúcida opaca 
Bacilos cortos, esporulados, redondeados, no móviles. 
Organización individual o en parejas. (Gram positivos) 

0MR2-5121 
Colonia rizoide, plana de borde lobulado 

blanca opaca 
Bacilos medianos, delgados, no móviles, organización individual 

y con puntos prominentes. (Gram negativos) 

0MR2-512 
Colonia granular, plana de borde ondulado 

translúcida opaca 
Bacilos cortos, esporulados, redondeados, no móviles. 
Organización individual o en parejas. (Gram positivos) 

0MR3-312 
Colonia circular, convexa de borde entero 

amarillo brillante 
Bacilos cortos, esporulados, redondeados, no móviles. 
Organización individual o en parejas. (Gram positivos) 
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Tabla 9. Descripción de morfológica de colonias aisladas del montaje con trehalosa como fuente de carbono 

Cepa Macroscopía Microscopía. 

3MC1-45 
Colonia circular, convexa de borde entero 

rosada clara 
Bacilos delgados, no móviles, varios tamaños, organización en 

cadena o rosetas. Similares a filamentos. (Gram negativos) 

3MC1-412 
Colonia puntiforme, elevada de borde entero 

translúcida 
Bacilos cortos, móviles. Redondos, varios tamaños, individuales o 

en parejas. (Gram positivos) 

3MC4-515 
Colonia granular, plana de borde ondulado 

translúcida 
Bacilos cortos, móviles. Pequeños, organización en roseta. (Gram 

positivos) 

3MC1-315 
Colonia puntiforme, convexa de borde entero 

translúcida 
Bacilos de varios tamaños, no esporulados, móviles, redondos, 

organización individual o en parejas o cadenas. (Gran negativos) 

3MD1-415 
Colonia circular, umbilicada de borde dentado 

rosada brillante 
Bacilos gruesos en forma de botella, varios tamaños, organizados 

en parejas o cadenas. (Gram negativos) 

3MD1,1-415 
Colonia circular, umbilicada de borde dentado 

rosada opaca 
Bacilos grandes en forma de botella, no móviles. Parejas o 

cadenas. (Gram negativos) 

3MD2-35 
Colonia puntiforme, convexa de borde entero 

translúcida 
Bacilos cortos redondeados, no móviles, organizados en parejas o 

cadenas cortas. (Gram negativos) 

3MD3-35 
Colonia circular, convexa de borde entero 

blanca 
Bacilos gruesos en forma de botella, varios tamaños, esporulados, 

organizados en parejas o cadenas. (Gram positivos) 

3MD4-45 
Colonia circular, convexa de borde entero 

rosado brillante 
Bacilos cortos y delgados, esporulados. Organización en letras 

chinas, varios tamaños. (Gram positivos) 

3MD4,1-35 
Colonia puntiforme, convexa de borde entero 

rosado brillante 
Bacilos delgados, no móviles, varios tamaños, organización en 

cadena o rosetas. Similares a filamentos. (Gram negativos) 

3MD4,2-35 
Colonia circular, convexa de borde entero 

rosado opaco 
Bacilos delgados, no móviles, varios tamaños, organización en 

cadena o rosetas. Similares a filamentos. (Gram negativos) 

3MD5-45 
Colonia granular, plana de borde ondulado 

translúcido opaco 
Bacilos delgados, no móviles, varios tamaños, organización en 

cadena o rosetas. Similares a filamentos. (Gram negativos) 

3MD6-315 
Colonia circular, convexo de borde entero 

rosado brillante 
Bacilos medios, redondeados, esporulados, móviles. Organización 

en parejas o cadenas. (Gram positivos) 
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3MR2-R15 
Colonia circular, convexo de borde entero 

amarilla 
Bacilos de varios tamaños, no esporulados, móviles, redondos, 

organización individual o en parejas o cadenas. (Gram negativos) 

3MR3-315 
Colonia circular, pulvinada de borde entero 

translúcida opaca 
Bacilos cortos, granulados, móviles, redondos, organización 

individual o en parejas. (Gram negativos) 

3MR4-315 
Colonia rizoide, plana de borde lobulado 

amarilla 
Bacilos de varios tamaños, esporulados, móviles, redondos, 

organización individual o en parejas o cadenas. (Gram negativos) 

3MR4,1-315 
Colonia circular, convexo de borde entero 

amarilla translúcida 
Bacilos de varios tamaños, no esporulados, móviles, redondos, 

organización individual o en parejas o cadenas. (Gram negativos) 

3MR4-35 
Colonia fusiforme, umbilicada de borde entero 

blanca brillante 
Bacilos medianos, delgados, no móviles, organización individual y 

con puntas prominentes. (Gram negativos) 

3MR6-R5 
Colonia granular, elevada de borde entero 

amarillo brillante 
Bacilos medianos, delgados, no móviles, organización individual o 

en cadena. (Gram negativos) 

3MR6-55 
Colonia puntiforme, convexo de borde entero 

translúcida 
Bacilos medianos, delgados, no móviles, organización individual y 

con puntos prominentes. (Gram positivos) 

3MR7-312 
Colonia granular, plana de borde entero 

amarillo brillante 
Bacilos medianos, delgados, no móviles, organización individual o 

en cadena. (Gram negativos) 

3MR8-412 
Colonia granular, pulvinada de borde entero 

amarilla oscura 
Bacilos cortos, gruesos, móviles, organización individual o en 

parejas. (Gram negativos) 

0MC4-R5 
Colonia circular, elevada de borde entero 

translúcida 
Bacilos cortos, esporulados, redondeados, no móviles. 
Organización individual o en parejas (Gram positivos) 
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6.1.1.1. Descripción Macroscópica 

Al observar los diferentes morfotipos obtenidos con respecto a su color se puede ver que 

las colonias en el medio MC, en su mayoría son translucidas o presentan un color amarillo 

o rosado, mientras que las obtenidas en MR tienen una amplia variabilidad de colores y 

tonos que puede ir acorde con la cantidad de especies que crecieron. Por otro lado, en el 

medio MD solo se presentó crecimiento de colonias rosadas con diferentes descripciones 

morfológicas, a excepción de dos: 3MD5-45 y 3MD3-35 que presentaron un color 

translúcido opaco y blanco respectivamente. Con respeto a las características de las 

colonias, la mayoría fueron circulares, de borde entero o lobulado y convexas.  

Colonias de color amarillo, blanco y translucidas al igual que circulares y convexas, son 

descritas en estudios previos de la USBA en estos manantiales termales (Rubiano-Labrador, 

2006; Baena et al., 2011;). Sin embargo, no se tiene descripción de colonias rosadas 

pequeña y grandes que hayan sido aisladas e identificadas en el laboratorio; el estudio de 

Rodríguez (2017), describe colonias similares con diferentes pigmentaciones rosadas en 

salinas de Sáchica, Boyacá.  

6.1.1.2. Descripción Microscópica 

Pese al alto número de aislamientos, las morfologías observadas fueron similares, en su 

mayoría bacilos de diferentes tamaños. En la Figura 9 se muestran las cuatro morfologías 

más observadas entre las colonias aisladas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9. Morfologías más observadas en las colonias obtenidas en los diferentes agares  
a) bacilos cortos, individuales, b) bacilos largos, delgados en roseta, c) bacilos gruesos, de 

varios tamaños, en cadena o parejas, d) bacilos cortos, delgados, individuales. 

A B 

C D 
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Las morfologías observadas en la mayoría de las colonias aisladas hasta el momento, del 

medio MC son bacilos cortos, no móviles, redondeados, no esporulados, organizados 

individuales o en parejas (Figura 9a). Las colonias de color rosado obtenidas en el medio 

MD presentaron en su mayoría bacilos gruesos, móviles, esporulados, de varios tamaños 

organizados en parejas o cadenas (Figura 9c), las que no entraron en esta descripción fueron 

observadas como bacilos delgados, no móviles, varios tamaños, organización en cadena o 

rosetas (similares a filamentos) (Figura 9b). Finalmente, una gran cantidad de las colonias 

aisladas en el medio MR fueron descritas como bacilos delgados cortos, no móviles, 

esporulados, organización individual o en letras chinas, con puntas bulbosas (Figura 9d). 

Las morfologías observabas son similares a las reportas en los trabajos en los manantiales 

termales realizados por la USBA (Díaz-Cárdenas, 2011; Baena et al., 2011; Rubiano-Labrador 

et al., 2013). Sin embargo, también son descritos por varios estudios realizados en 

diferentes manantiales termales dentro y fuera del país, como el realizado por Arya y 

colaboradores (2015), quienes reportan una gran variedad de estructuras bacilares de 

bacterias halófilas y termófilas de manantiales termales en la región central de los 

Himalaya.  

 

6.1.1.3. Evaluación de la concentración de las fuentes de carbono 

Con respecto a las concentraciones de las fuentes de carbono se observó que de los 38 

morfotipos, 19 presentaron crecimiento en una concentración de 1,5 mM de las cuales 7 

fueron en medios con la mezcla de acetato, formiato y citrato, mientras que los 12 restantes 

se aislaron de los medios con trehalosa. Además 11 fueron obtenidas de medios con 5 mM 

de fuentes de carbono (1 con la mezcla y 9 con trehalosa) y 8 en medios con 12 mM de 

fuentes de carbono (5 con la mezcla y 3 con trehalosa). Esto era deseado ya que las bajas 

concentraciones de nutrientes son requisito para el aislamiento de posibles aún no 

cultivados; de igual forma comparado con los estudios realizado por los investigadores de 

la USBA, estas concentraciones son valores poco utilizados en los medios para evaluar la 

diversidad en manantiales termales. Rubiano- Labrador (2006) utilizo concentraciones 

entre 0,25 mM a 5 mM de las fuentes de carbono, para evaluar bacterias termófilas, sin 

embargo, no se obtuvo un crecimiento abundante comparado con concentraciones de 10 

mM y 20 mM usualmente utilizadas en el laboratorio (Díaz-Cárdenas, 2011; Baena et al., 

2011; Rubiano-Labrador et al., 2013; Díaz-Cárdenas & Baena, 2015). 
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6.2. Identificación taxonómica 

 

De acuerdo con la identificación taxonómica realizada hasta el momento, de las 6 cepas 

aisladas, luego de análisis de la secuencia del gene16S rRNA, se identificaron tres especies:  

6.2.1. Cepas 0MR1-45 y 0MC4-R5: Geobacillus stearothermophilus 

Esta cepa fue ubicada en el árbol filogenético dentro del género Geobacillus, con una 

similitud del 99% con el gen 16S rRNA de la especie Geobacillus stearothermophilus (Figura 

10). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Árbol filogenético basado en el análisis del 16S rRNA, que muestra la ubicación 
de las cepas 0MR1-45 y 0MC4-R5 relacionada con la especie Geobacillus 

stearothermophilus 

Este morfotipo fue aislado en condición de 0% de NaCl a 65°C. Presentó crecimiento en el 

medio por componentes y en el medio control R2A suplementados con Trehalosa, no hubo 

crecimiento en medio con la mezcla de acetato, formiato y citrato. Son bacilos Gram 

positivos cortos, esporulados, redondeados, no móviles, con organización individual (Figura 

11).  

 

 

 

 

 

 

Figura 11. Microscopia y tinción de Gram de la cepa 0MR1-45 y 0MC4-R5 
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El género Geobacillus contiene bacilos Gram positivos, formadores de espora que tiene 

crecimiento optimo a temperaturas entre 55-65°C. Este género fue originalmente 

clasificado dentro del grupo 5 del género Bacillus junto con G. kaustophilus y G. 

thermoglucosidasius (Ash et al., 1993; Fortina et al., 2001), basado en el estudio de la 

secuencia del gen 16S; posteriormente Ivanov y colaboradores (2001) basado en la 

composición de ácidos grasos y condiciones de crecimiento los reclasificaron en el nuevo 

género Geobacillus, como “bacilos cortos del suelo”. Geobacillus spp. ha sido aislado de 

ambientes templados y cálidos, incluido aguas termales, yacimientos petrolíferos, 

sedimentos de aguas profundas, refinerías de azúcar, alimentos enlatados, vegetales 

deshidratados y productos lácteos (Burgess et al., 2017). De acuerdo con List of prokaryotic 

names (bacterio.net, 2017), se tiene reporte de dieciséis especies de Geobacillus, algunas 

de las más estudiadas incluyen a: G. caldoxylosilyticus, G. galactosidasius, G. icigianus, G. 

jurassicus, G. kaustophilus, G. lituanicus y G. stearothermophilus (Cordova & Antoniewicz, 

2016). 

La especie G. stearothermophilus fue descrita por primera vez en 1920 y se aisló de una 

conserva en lata de maíz cremoso. Hasta la década de 1980 G. stearothermophilus fue 

considerado como el único termófilo obligado conocido del género Bacillus (Suzuki et al., 

1983; Coorevits et al., 2012). Los últimos reportes de aislamiento de esta especie se 

realizaron en Austria en una muestra de jugo de remolacha azucarera y en Noruega a partir 

de los sedimentos de un manantial termal profundo (Wissuwa et al., 2016; Egan et al., 

2017); en ambas ocasiones se utilizaron métodos convencionales cultivo dependientes e 

independientes. En el caso de Colombia, el género Geobacillus spp. se tiene registrado 

mediante técnicas moleculares, en los inventarios biológicos como termófilo productor de 

lipasas y biosurfactantes (Niño & Dussan, 2013). Sin embargo, se presume que no hay 

reportes de aislamiento e identificación en manantiales termales en el municipio de Paipa, 

Boyacá ni se tiene aislado en ninguno de los estudios realizado por los investigadores de la 

USBA. 

Esta especie se caracteriza por utilizar glucosa, fructosa y almidón como fuente de carbono 

(Burgess et al., 2014), igualmente se ha reportado capacidad para hidrolizar la caseína y 

trehalosa, por lo cual pudo presentar crecimiento en los medios donde fue aislada. 

Adicionalmente se ha descrito como incapaz de utilizar el citrato y el formiato, razón por la 

cual no tuvo crecimiento en el medio suplementado con el Mix (Burgess et al., 2017).  

Bryanskaya y colaboradores (2015) evaluaron el crecimiento de G. stearothermophilus bajo 

diferentes concentraciones de NaCl, recuperando la cepa en 1%, pero no en 5% de NaCl 

(p/v). Por otro lado, Fortina y colaboradores (2001) describieron un crecimiento casi nulo a 

una concentración de 3% de NaCl, de acuerdo con esto es posible explicar por qué la cepa 

aislada de G. stearothermophilus en este estudio solo presentó crecimiento a 0% de NaCl 

(p/v).  Sin embargo, fue aislada de un manantial termal con una elevada concentración de 

sales, esto puede deberse a que las especies del grupo 5 del género Bacillus, tienden a 

presentar adaptaciones en diferentes ambientes, posiblemente mediadas por la expresión 
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genética diferencial, sin cambios importantes en el genoma como un todo (Burgess et al., 

2014; Wissuwa et al., 2016). 

Hay un gran interés en el género Geobacillus para fines biotecnológicos, algunos como 

biorremediación, producción de enzimas termoestables, y biocombustibles (Wiegand et al., 

2013; Mohtar et al., 2016). Además, son organismos implicados en el deterioro en los 

alimentos (Lücking et al., 2013). En el caso particular de la especie G. stearothermophilus, 

se han descrito estudios sobre su potencial; uno de los principales es la producción de 

enzimas lipolíticas termoestables, importantes como biocatalizadores en la industria de 

aditivos (modificación del sabor), cuero (eliminación de grasa de piel animal) y detergentes 

(hidrólisis de grasa), entre otras varios. También se ha descrito la producción de α-amilasas, 

ampliamente utilizadas en la industria farmacéutica, textil, alimentaria y de detergentes 

(Berekaa et al, 2009; Mehta & Satyanarayana, 2013). 

 6.2.2.  Cepa 3MR1-312: Rubrobacter taiwanesis 

Esta cepa fue ubicada en el árbol filogenético dentro del género Rubrobacter, con una 

similitud del 100% con el gen 16S rRNA de la especie Rubrobacter taiwanesis (Figura 12). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Árbol filogenético basado en el análisis del 16S rRNA, que muestra la ubicación 
de la cepa 3MR1-312 relacionada con la especie Rubrobacter taiwanesis 

Este morfotipo fue aislado en condición de 3% de NaCl a 65°C. Presentó crecimiento en el 

medio control R2A suplementado con la mezcla de acetato, formiato y citrato. Son bacilos 

Gram negativos largos, no esporulados, delgados, no móviles, con organización individual o 

en roseta, similares a filamentos (Figura 13). 
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Figura 13. Microscopia y tinción de Gram de la cepa 3MR1-312 

En el género Rubrobacter se han descrito bacilos cortos o coccidios pleomóficos y en 

algunos casos filamentos, Gram positivos, no motiles. Mesófilos, termófilos moderados y 

extremos con crecimientos entre 28° y 70°C (Jurado et al., 2012). Este género fue 

originalmente clasificado como Arthrobacter (Yoshinaka et al., 1973) dentro de las 

actinobacterias; posteriormente Suzuki y colaboradores (1988) lo reclasifico como 

Rubrobacter caracterizado por bacterias altamente resistente a la radiación gamma, 

aislando por primera vez a Rubrobacter radiotolerans de un manantial radiactivo en Japón. 

Mas adelante se describieron nuevas especies como Rubrobacter xylanophilus, Rubrobacter 

bracarensis y Rubrobacter taiwanensis aisladas de efluentes contaminados por industrial 

química, cuerpos de agua termales y monumentos deteriorados (Laiz et al., 2009; Kusumi 

et al., 2013; Kampfer et al., 2014). 

La especie Rubrobacter taiwanesis fue aislada de una fuente termal en Taiwán, de allí su 

nombre. Fueron descritos como un bacilo posiblemente micelial Gram positivo y 

pleomórfico, no motil ni flagelado y con ausencia de endosporas. Colonias circulares, 

convexas, lisas, de color rosado opaco y brillante. Es considerado termófilo extremo, con un 

crecimiento óptimo a 60°C y halófilo tolerante con crecimiento en hasta 5% de NaCl (p/v) 

(Chen et al., 2004). Los últimos reportes de aislamiento de esta especie se realizaron en 

Hawaii a partir de una muestra de suelo volcánico del Volcan Kilauea y en Arabia Saudita en 

residuos contaminantes de curtiembres (Norman et al., 2017; Albokari et al., 2018) En 

ambos estudios se utilizaron métodos cultivo-independientes para su identificación 

taxonómica. En el caso de Colombia, el género Rubrobacter spp no tiene relevancia en los 

inventarios biológicos dentro de ambientes extremos ya que son microorganismos 

asociados al deterioro de monumentos. Adicionalmente, se presume que no hay reportes 

de aislamiento e identificación en manantiales termales en el municipio de Paipa, Boyacá. 

Sin embargo, en el estudio de Rubiano-Labrador (2006) mediante el uso de métodos 

convencionales, se logró aislar la cepa IZA-03-2 de un manantial termal en Boyacá, que 

presentó colonias pequeñas y translucidas, bacilos largos y delgados Gram negativos, 

dispuestos en cadenas con semejanza a micelios, características similares a las obtenidas 

por la cepa 3MR1-312, esta cepa no pudo ser identificada por fallas con la PCR por lo que 

no se encuentra en el inventario de la USBA. 
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Esta especie se reconoce por hidrolizar gelatina y ADN, utiliza numerosas fuentes de 

carbono como celobiosa, fructosa, galactosa, glucosa, maltosa, y trehalosa, entre muchas 

otras; debido a esto pudo crecer en los medios suplementados MR suplementado con 

Trehalosa. Los ácidos grasos predominantes en su membrana son 14-metil-18: 0, 12-metil-

17: 0, 12-metil-16: 0 y 19: 0 (Jurado et al., 2012; Albuquerque & da Costa, 2014).  

Una de sus características más emblemáticas es la resistencia a radiación, que se cree puede 

estar asociada a la coloración de las colonias. En este estudio se aislaron colonias pequeñas 

de color rosado opaco y brillante, similares a las obtenidas por Terato y colaboradores 

(2011) quienes explican que el color es debido a la presencia de carotenoides. Estas 

moléculas esenciales en procesos de movimiento de iones a través de la membrana por la 

acción de la luz están además presentes en halófilos y termófilos como protección frente a 

la irradiación en nichos expuestos directamente a la luz solar (Meseguer, 2004); el principal 

carotenoide identificado es la Bacterioruberina, considerado el posible agente protector 

contra la radiación, mediante mecanismos aun estudiados (Terato et al., 2011; Rao et al., 

2016). 

 

6.2.3.  Cepas 3MC1-315, 3MR2-R15 y 3MR4,1.315: Rhodothermus marinus 

Esta cepa fue ubicada en el árbol filogenético dentro del género Rhodothermus, con una 

similitud del 74% con el gen 16S rRNA de la especie Rhodothermus marinus (Figura 14). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Árbol filogenético basado en el análisis del 16S rRNA, que muestra la ubicación 

de las cepas 3MC1-315, 3MR2-R15 y 3MR4,1-315 relacionadas con la especie 

Rhodothermus marinus 

Este morfotipo fue aislado en condición de 3% de NaCl a 65°C. Presentó crecimiento en el 

medio por componentes y en el medio control R2A suplementados con trehalosa, no hubo 
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crecimiento en medio con la mezcla de acetato, formiato y citrato. Son bacilos Gram 

negativos cortos, no esporulados, redondeados, no móviles, con organización individual 

(Figura 15).  

 

  

 

 

 

 

Figura 15.  Microscopia y tinción de Gram de las cepas 3MC1-315, 3MR2-R15 y 

3MR4,1.315 

En el género Rhodothermus fue descrito como bacilos cortos Gram negativos, no 

filamentos, no motiles ni esporulados. Presentan un crecimiento a temperaturas entre 54° 

y 77°C, con un óptimo en 65°C, por lo que son considerados termófilos extremos. Además, 

presentan crecimiento en concentraciones de hasta 6% por lo que se consideran halófilos 

tolerantes (Alfredson et al., 1988). Fueron descritos inicialmente como extremófilos de 

termales salinos con crecimiento de colonias amarillas o rosadas dependiendo de la 

concentración de sal en el medio; además este género se ha descrito como asimilados y 

productor de diferentes carbohidratos y otros compuesto orgánicos que le permiten 

contrarrestar la presión osmótica y las altas temperaturas; uno de los cuales es la trehalosa, 

y razón por la cual pudo haber presentado crecimiento en los medios suplementados con 

esta fuente de carbono (Lutnaes et al., 2004; Goh et al., 2016). 

Si bien la especie no se encuentra aislada en los estudios previos de la USBA, si se realizaron 

acercamientos moleculares con géneros cercanos, lo que podría significar que hace parte 

de la fracción de especies que sigue siendo recolectadas, pero no cultivadas. Los 

investigadores de la USBA han logrado aislar representantes de la clase 

Alphaproteobacteria, directamente de las familias Rhodospirillaceae y Rhodobacteriaceae; 

ambas con géneros y especies característicos de bacterias halófilas y termófilas (Diaz-

Cárdenas, 2011; Bohorquez et al., 2012; Delgado-Serrano et al., 2014). 

 La especie Rhodothermus marinus es de gran interés biotecnológico por su producción de 

carotenoides y de exopolisacáridos termoestables (Sardari et al., 2017). 
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6.3. Cámaras de Difusión 

 

Posterior a las 4 semanas de incubación se procedió a retirar el agua y abrir las cámaras de 

difusión (Figura 16). Se recuperaron los discos de agar, algunos fueron dispuestos sobre 

láminas para ser observados en estereoscopio.  

 

 

 

 

 

 

Figura 16. Apertura de cámaras de difusión y extracción de discos de agar. 

Una vez retirados y colocados en cajas de Petri estériles, se procedió a hacer cortes 

longitudinales para la observación al microscopio, evaluando el crecimiento microbiano. Las 

morfologías más encontradas son bacilos cortos y largos en organización diferente (Figura 

17). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 17. Discos de agar extraídos y microscopía en fresco. Las flechas rojas muestran 
bacilos cortos con organización individual 

Los discos fueron nuevamente sembrados en medio estándar directo (MD) suplementado 

con glucosa y piruvato al 5 mM y extracto de levadura 0,5 g/L en placa y en tubo.  

Se observó presencia de biopelículas en la superficie del agua, en las paredes del acuario y 

en los filtros de policarbonato; con ayuda de un asa redonda estéril se procedió a recolectar 

las biopelículas para ser sembradas por agotamiento en el medio estándar directo (MD) 
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suplementado. Adicionalmente se colocaron los filtros por adhesión, en placas del medio 

MD (Figura 18).  

 

 

 

 

 

 

Figura 18. Biopelícula en los filtros de policarbonato junto con el disco de agar y siembra 
por adhesión en medio sólido. 

Un total de ocho colonias fue seleccionado (3CD-1 a 3CD-8), a continuación, se hacer el 

reporte de des morfologías aisladas y purificadas en el medio MD (Tabla 10). Las seis 

colonias restantes se encuentran en proceso de purificación.  

Tabla 10. Descripción de las morfologías aisladas del montaje de cámaras de difusión 

Cepa Macroscopía Microscopía 

3CD-1 

Colonia circular, 
convexa de borde 

entero 
Amarilla 

Bacilos medios, 
redondeados, 

móviles. 
Organización en 

parejas o 
cadenas cortas 

 

3CD-2 

Colonia circular, 
convexa de borde 

entero 
Rosado brillante 

Bacilos largos, 
delgados, 
móviles. 

Organización en 
parejas o 

cadenas largas 
 

 

Las morfologías observadas presentan ciertas diferencias con las reportadas en el diseño de 

medio de cultivo, el tamaño de estos bacilos es mayor y presentan una organización en 

agrupaciones (empalizada) pero no en cadenas.  

Es posible afirmar que el método no convencional de cámaras de difusión permitió el 

crecimiento abundante de bacterias a partir de la muestra del manantial termal “Ojo del 

Diablo” (P3). Este método desarrollado por Bollmann y colaboradores (2007) es uno de los 
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diseñados para semejar las condiciones in vivo de manera in vitro. El enfoque del método 

se basa en colocar microorganismos en un espacio separado del ambiente por membranas 

de 0,22 µm de tamaño de poro, e incubar el montaje en el hábitat natural de los 

microorganismos objetivo. 

Las membranas son permeables por moléculas de diversos tamaños, así como pequeños 

virus. La difusión proporciona a las células acceso a sus componentes de crecimiento 

naturales, incluidos nutrientes y posibles compuestos de señalización (Kikuchi et al.,  2014). 

Se cree que algunos microorganismos pueden adquirir la capacidad de crecer en una placa 

de Petri después del cultivo repetido en una cámara de difusión (Bollmann et al., 2007; 

Grivalský et al., 2016). Este método ha sido poco utilizado para el aislamiento de 

microorganismos extremófilos de manantiales termales; sin embargo, su aplicación en la 

simulación de estos ambientes extremos podría brindar más información sobre la 

diversidad que poseen, y permitir el aislamiento de las especies no reportadas en estudios 

previos de la USBA. En el estudio de Vester y colaboradores (2015) fue posible aislar 

bacterias metanogénicas de ambientes nevados, mediante el ciclo de cultivo primero en 

cámaras de difusión y luego en medio de cultivo. 

 

6.4. Perlas revestidas con polisulfona 

 

Como resultado se obtuvo que esta metodología no convencional permitió el crecimiento 

de bacterias a partir de la muestra del manantial termal P3, en un soporte que asemejaba 

las condiciones in vivo. Debido al tamaño de las esferas y al doble encapsulamiento con 

polisulfona, se redujo el intercambio de nutrientes desde el medio, minimizando la 

posibilidad de microbiota oportunista y de crecimiento rápido. De igual manera el 

revestimiento se mantuvo intacto luego del periodo incubación de un mes en el ambiente 

respectivo, lo que permite la presencia de microorganismos de lento crecimiento (Ben-Dov 

et al., 2009). 

Una vez cumplido el periodo de cultivo se procedió a extraer las perlas para posteriormente 

ser abiertas realizando cortes transversales con la ayuda de una cuchilla estéril, para 

observar al microscopio y estereoscopio para evaluar el crecimiento y el grosor del 

revestimiento respectivamente (Figura 19). 
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Figura 19. Corte transversal de las perlas revestidas con concentraciones de a) 10%, b) 
15% y c) 20% de polisulfona 

Una vez retirado el revestimiento se incubaron las perlas en medio líquido estándar directo 

(MD) suplementado, para su posterior identificación taxonómica. El efecto dilución no tuvo 

influencia ya que se presentó un crecimiento parecido en todas las diluciones. Por medio 

de la tinción de Gram (Figura 20) se observaron poblaciones similares en todas las diluciones 

y concentraciones de polisulfona. Aunque se presentan algunas parecidas a las obtenidas 

por las otras metodologías hay algunas que presentan diferencias. Frente al resultado de 

los controles, mediante siembra en agar MD de las esferas de control positivo, se logró 

recuperar la cepa 3MD1-415 sin presencia de ningún contaminante, esto fue confirmado 

por microscopía; las esferas de control negativo con agua destilada estéril no presentaron 

crecimiento.  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 20. Tinción de Gram de agar extraído de perlas con revestimiento de polisulfona. 

Los métodos de inmovilización activa incluyen diversas técnicas como el ataque químico, 

atrapamiento en geles de polímeros naturales o sintéticos, y el uso de agentes floculantes. 

(Moreno-Garrido, 2008). Dentro del segundo se encuentra el atrapamiento en matriz 

porosa, como son las perlas de agar y la membrana de polisulfona; este consiste en la 

inmovilización dentro de una matriz, que impide la difusión de las células en el medio, pero 

permite el paso de metabolitos y nutrientes (Kourkoutas et al., 2004).   
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La presencia de una doble capa genera una modificación en la técnica brindando más 

ventajas como una alta resistencia a sustancias tóxicas presentes en el medio, la 

inmovilización de diferentes especies de microorganismos, separados físicamente unos de 

otros, la resistencia a largos periodos de incubación e impedir que células libres en el medio 

se ubiquen sobre la superficie de la esfera y la degraden permitiendo la liberación de la 

biomasa inmovilizada (Kourkoutas et al., 2004; Mousavi et al., 2012). 

 

6.4.1. Permeabilidad del revestimiento 

A partir de una solución stock 0,1% (p/v) de azul de metileno se obtuvieron diferentes 

disoluciones con concentraciones conocidas para construir una curva de calibración (Figura 

21), posterior a esto se realizó el montaje para evaluar la permeabilidad sustituyendo la 

muestra con una solución de 0,01 mg/mL de azul de metileno y se tomaron alícuotas cada 

hora para medir densidad óptica por espectrofotometría a una longitud de onda de 660nm.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 21. Curva de calibración de azul de metileno 

En la Figura 22 se observa la velocidad de difusión para cada uno de los revestimientos. 

Mediante esto se demostró que la concentración de polisulfona en el revestimiento es 

inversamente proporcional al tamaño de los poros, lo que a su vez significa un aumento o 

disminución de la permeabilidad. Este factor influye en el flujo interno y externo de 

nutrientes y excreciones celulares (Kourkoutas et al., 2004); a pesar de que las diluciones 

no afectaron la concentración celular en un mismo montaje, se observó una mayor cantidad 

de células en la microscipía del montaje al 10% comparado con el montaje al 20% de 

polisulfona.  
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Figura 22. Velocidad de difusión del azul de metileno en esferas revestidas con diferentes 

concentraciones de polisulfona 

Estos resultados muestran una velocidad de difusión menor a la obtenía por Ben-Dov y 

colaboradores (2009), ya que a una concentración de 10% de polisulfona es mayor a 0,4 

mg/mL.h, mientras que el obtenido en este estudio es de cerca de 0,0002 mg/mL.h. Esto 

puede significar que la difusión de nutrientes hacia la perla fue mas baja, lo que hace una 

condición aún más limitante para el crecimiento microbiano.   
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7. CONCLUSIONES 

 

Mediante el uso de un medio de cultivo diseñado con base a las características 

fisicoquímicas del manantial “Ojo del Diablo” (P3) del municipio de Paipa, Boyacá, se 

lograron obtener ocho morfotipos; de los cuales dos fueron secuenciados e identificado y 

seis se encuentran en proceso. Igualmente se consiguió lo esperado al obtener un mayor 

número de colonias en el medio control R2A por sus características nutricionales; sin 

embargo, la obtención de un total de 38 colonias en todo el montaje no fue esperado ya 

que las condiciones como periodos largos de incubación, bajas concentraciones de fuentes 

de carbono y especificidad de nutrientes, eran considerados limitantes en el crecimiento 

celular; esto además causó un atraso en el proceso de aislamiento y purificación de todas 

las colonias y por lo tanto en su identificación. 

El tiempo prolongado de incubación, la baja concentración de nutrientes y la composición 

balanceada de micro y macroelementos permitieron aislar e identificar tres especies 

halófilas y termófilas del manantial termal “Ojo del Diablo”; según el análisis de la secuencia 

del gen 16S rRNA se identificó a Geobacillus stearothermophilus, Rubrobacter taiwanesis y 

Rhodothermus marinus con una similitud del 99%, 100% y 74% respectivamente. Estas 

especies, aunque se encuentran previamente reportadas por métodos convencionales 

dependientes e independientes de cultivo, no figuran dentro de las cepas aisladas por 

investigadores de la USBA.  

Por otro lado, la aplicación de métodos no convencionales como cámaras de difusión y 

perlas revestidas con polisulfona cumplieron su función como soportes celulares ya que 

permitieron replicar de cerca las condiciones ambientales a in vitro, esto se evidenció por 

el crecimiento en ambos montajes. La obtención de un bajo número de colonias luego de 

la siembra de las biopelículas y los filtros del montaje de cámaras de difusión es 

prometedor, ya que se redujo la variabilidad debido a las condiciones de cultivo, dando vía 

libre a los microorganismos de crecimiento lento. De igual manera, los cultivos líquidos 

realizados a partir de las perlas extraídas luego del periodo de incubación han presentado 

poca turbidez, lo que podría significar una baja cantidad de células recuperadas debido a la 

reducción de la variabilidad por las condiciones limitantes del montaje. 

Se logró aportar nuevos protocolos de aislamiento, diferentes a los utilizados por la USBA, 

dándole espacio a las metodologías no convencionales que pueden permitir la recuperación 

de diferentes morfotipos no descritos previamente en ambientes extremos y abriendo una 

nueva área de interés para la aplicación de otros métodos reportados con estas 

características. 
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9. ANEXOS 

 

9.1. Anexo 1. Análisis fisicoquímicos: Manantial termal “Ojo del Diablo” (P3) 

 

Informe de Laboratorio 

Lugar de toma de muestra: Manantial termal P3 

Ensayo: Resultado: 

Alcalinidad total 2073 mg/L CaCo3 

Calcio 102,1 mg/L Ca 

Carbono orgánico total 28,91 mg/L COT 

Cloruros 5556,1 mg/L Cl- 

Fosforo total 1,2 mg/L P 

Hierro 0,44 mg/L Fe 

Magnesio 32,1 mg/L Mg 

Manganeso 1,70 mg/L Mn 

Nitratos < 0,22 mg/L N 

Nitrógeno amoniacal - amonio 1,96 mg/L N 

Nitrógeno total KJELDAHL < 3,3 mg/L N 

Potasio 25550 mg/L K 

Salinidad 27,6 PSS* 

Sodio 30954 mg/L Na 

Sulfatos 32300 mg/L SO4 

Sulfitos < 1 mg/L SO3 

*Porcentaje de Sodio Soluble 

Los estudios fueron realizados por una empresa externa (ANALQUIM LTDA.) y se reporta 

como referencia (SM): Estándar Methods for the Examination of Water and Wastewater, 

22d Edition, 2012. 
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9.2. Anexo 1. Reporte de crecimiento por dilución y por fuente de carbono del esquema de trabajo luego de 4 semanas de 

incubación. 

% NaCl Medio Dilución Réplica 
Concentración 

(mM) % NaCl Medio Dilución Réplica 
Concentración 

(mM) 

1.5 5 12 1.5 5 12 

0% 

MC 

10-3 

R1 - / - 

3% 

MC 

10-3 

R1 / - - 

R2 - / / R2 - - / 

R3 / - - R3 + - - 

10-4 

R1 - - - 

10-4 

R1 - - - 

R2 / - / R2 - / - 

R3 - - - R3 / - - 

10-5 

R1 - - / 

10-5 

R1 - / / 

R2 - - - R2 - / / 

R3 / / - R3 / - - 

MR 

10-3 R1 + + + 

MD 

10-3 
R1 - / / 

10-4 R1 / + / R2 - - - 

10-5 R1 - - + 
10-4 

R1 - - - 

MIX 
(acetato, citrato y formiato) 

R2 - - - 

10-5 
R1 / - - 

R2 / - / 

MR 

10-3 R1 + + + 

10-4 R1 + + + 

10-5 R1 + + + 
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% NaCl Medio Dilución Réplica 
Concentración 

(mM) % NaCl Medio Dilución Réplica 
Concentración 

(mM) 

1.5 5 12 1.5 5 12 

0% 

MC 

10-3 

R1 - - - 

3% 

MC 

10-3 

R1 - - / 

R2 - / / R2 - - - 

R3 - - - R3 - - - 

10-4 

R1 - - - 

10-4 

R1 - + / 

R2 - / / R2 - + + 

R3 / / - R3 - - - 

10-5 

R1 - + / 

10-5 

R1 + + + 

R2 - + - R2 + + + 

R3 / / - R3 / / + 

MR 

10-3 R1 - - - 

MD 

10-3 
R1 + + + 

10-4 R1 / / - R2 + + + 

10-5 R1 - / / 
10-4 

R1 + + + 

Trehalosa 

R2 + + + 

10-5 
R1 + + + 

R2 + + + 

MR 

10-3 R1 + + + 

10-4 R1 + + + 

10-5 R1 + + + 

+: Crecimiento 

-: No crecimiento 

/: Cristalización de la caja (invalidación) 


