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RESUMEN 
 
La producción intensiva ganadera, con una alta concentración de animales 
estabulados, conlleva la generación de grandes cantidades de residuos semilíquidos 
o purines, cuyo vertido no controlado puede generar contaminación tanto en los 
suelos como en las aguas superficiales y subterráneas, lo que provoca importantes 
problemas ambientales que han obligado a legislar su gestión. El tratamiento de los 
purines tiene por objetivo básico reducir la materia orgánica y el contenido de 
nutrientes, lo que se consigue mediante diferentes metodologías. Los procesos en los 
que se utilizan consorcios de microalgas y bacterias se han demostrado útiles para 
este fin. Estos sistemas utilizan purines en las concentraciones adecuadas como 
aporte de nutrientes para el crecimiento de la biomasa microalgal. Si bien en estos 
procesos la especie de microalga utilizada es seleccionada entre las más adaptadas 
a las condiciones de operación de los biorreactores, la composición de la microbiota 
bacteriana es poco conocida. El estudio de las comunidades bacterianas establecidas 
y su evolución en el tiempo es importante debido a los efectos que la actividad 
bacteriana puede tener sobre el crecimiento microalgal y por tanto, sobre el 
rendimiento del sistema. El uso combinado de técnicas biomoleculares como PCR y 
DGGE permite estudiar la diversidad de las comunidades bacterianas presentes en 
estos ecosistemas complejos. El análisis del patrón de bandas obtenido a partir de las 
diferentes muestras analizadas permite determinar la biodiversidad en cada una de 
ellas y su similitud, factores vinculados a las condiciones de operación. La 
secuenciación de las bandas más representativas obtenidas de la DGGE proporciona 
datos sobre los principales grupos presentes en las muestras: α y γ Proteobacteria 
(géneros Rubribacterium, Thiocapsa, Dokdonella), Firmicutes (géneros Clostridium, 
Turicibacter), Acidobacteria (género Blastocatella), Actinobacteria (géneros Lamia, 
Ilumatobacter), Chloroflexi (género Oscillochloris) y Chlamydiae (género 
Parachlamydia).  
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ABREVIATURAS 

A Adenina, base púrica 

ADNasa Enzima desoxiribonucleasa  

ADN Ácido desoxirribonucleico 

ADNr 16S Ácido desoxirribonucleico ribosomial de la fracción 16 

unidades Svedberg del ribosoma bacteriano 

ARN Ácido ribonucleico 

APS Persulfato amónico 

BLAST Basic Local Alignment Search Tool 

C Citoxina, base pirimidínica 

d Día 

DGGE Electroforesis en gel con gradiente desnaturalizante 

DBO Demanda Biológica de Oxígeno 

DQO Demanda Química de Oxígeno 

FISH Hibridación fluorescente in situ 

G Guanina, base púrica 

H´ Índice de Shannon- Wiener 

NCBI National Center for Biotechnology Information 

O2 Oxígeno gaseoso 

pdb Pares de bases 

PCR Reacción en cadena de la polimerasa 

RDP Ribosomal Database Project 

T Timina, base pirimidínica 

TAE Tris acetato y ácido etileno diamino tetra-acético 

TEMED Tetrametiletilendiamida 

w/v peso/volumen 
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1     INTRODUCCIÓN 

 

Los purines generados en las explotaciones ganaderas intensivas de porcino y 
vacuno son una mezcla semisólida de estiércoles, aguas de lavado y otros restos 
orgánicos, caracterizados por sus altas concentraciones de materia orgánica, una 
relación DBO5/DQO entre 0,2 y 0,4, un elevado contenido de nitrógeno y fósforo en 
relación al carbono y la presencia de metales pesados. Su composición media varía 
en función de diversos factores como el animal de procedencia, su alimentación, la 
estructura de la granja, el sistema de limpieza, las aguas pluviales, el tiempo y tipo de 
almacenamiento, la época del año, etc… (Tabla I). 

Tabla I: Composición media de purines 
procedentes de la ganadería intensiva 

 

 
Parte de los purines generados pueden ser aprovechados en agricultura como 
fertilizante, pero la gran parte se producen en zonas donde no pueden ser utilizados 
en los terrenos próximos y se convierten, por tanto, en residuos. La liberación 
indiscriminada de estos excedentes ganaderos puede producir la alcalinización del 
medio, la sobredosificación de nitratos y fosfatos en los suelos de cultivo, la 
contaminación de los acuíferos en forma de nitrato o amonio y la eutrofización de las 
aguas superficiales (Ibekwe et al. 2016), por lo que actualmente la legislación (Real 
Decreto 2828/1998, Real Decreto 324/2000 de 3 de Marzo, Decreto 987/2008) 
prohíbe su emisión directa al medioambiente y obliga a su gestión. 

El tratamiento de purines tiene como objetivos principales la reducción de la materia 
orgánica, tanto en suspensión como disuelta, la eliminación de los nutrientes 
inorgánicos y la reducción de metales. Esto hace necesario el desarrollo e 
implementación de sistemas que traten los efluentes de forma eficiente y a bajo coste, 
utilizando, en la mayoría de los casos, procesos biológicos.  

Parámetro Rango 
DQO 38.000-42.000 mg/l 
DBO5 10.000-20.000 mg/l 
Sólidos totales 60.000-70.000 mg/l 
N total 3.000-4.700 mg/l 
P total 900-1.300 mg/l 
pH 7.4-8.8 
Humedad (%) 93-94 
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Como paso previo al tratamiento, la estabilización de los purines se realiza en 
estanques o lagunas al aire libre, donde los requerimientos de O2 se obtienen 
únicamente a través de la superficie el estanque.  

 

1.1     Procesos utilizados para el tratamiento de purines  

El tratamiento de los purines tiene un coste derivado de su recogida, transporte, 
almacenamiento, tratamiento y eliminación. La selección del proceso o conjunto de 
procesos depende de las características del purín a tratar (cantidad de materia 
orgánica, pH, metales, etc…), de la cantidad de efluente y del costo y disponibilidad 
de terrenos cercanos que reduzcan los gastos en almacenamiento y transporte. 

Actualmente, la mayoría de las plantas de tratamiento de purines consisten en plantas 
de cogeneración en las que se emplea gas natural para generar electricidad y 
aprovechar el calor residual de la combustión para secar térmicamente los purines. 
Sin embargo, estas plantas no son sostenibles económicamente a largo plazo debido 
al alto coste del gas natural utilizado, lo que hace necesario encontrar nuevos 
sistemas de tratamiento de los purines que sean más eficientes y respetuosos 
medioambientalmente. 

Los tratamientos biológicos son capaces de reducir los niveles de nutrientes y materia 
orgánica en los purines por la acción de microorganismos, tanto en presencia como 
en ausencia de O2: 

.- En los tratamientos aerobios, una comunidad muy heterogénea de 
microorganismos produce la eliminación de nutrientes presentes en un sustrato 
también heterogéneo y con grandes volúmenes de operación, en presencia de 
O2. Normalmente es un sistema continuo en el que se produce una gran 
cantidad de biomasa, lo que provoca un problema secundario de 
contaminación (fangos activos). 

.- En los tratamientos anaerobios la materia orgánica es descompuesta por la 
acción de diversas poblaciones bacterianas en ausencia de O2 para dar CO2 y 
CH4. Como no hay presencia de oxidante, en el proceso se obtiene un fango 
digerido que puede ser revalorizado como abono, un digestato líquido que 
puede ser concentrado y utilizado como fertilizante y una fracción gaseosa o 
biogás que puede ser utilizado para mantener el digestor anaerobio a la 
temperatura óptima de operación (38 ºC) o para acelerar la evaporación del 
digestato. 

La degradación anaerobia de la materia orgánica requiere la participación de 
procariotas anaerobios, facultativos o estrictos, que utilizan secuencialmente los 
productos metabólicos generados a través de cuatro pasos sucesivos en una relación 
sintrófica en la que los productos generados por la actividad metabólica de unos 
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microorganismos son utilizados como sustratos por otros grupos. Los pasos son: 
hidrólisis por enzimas extracelulares de bacterias hidrolíticas (Bacillus, Peptococcus, 
Anaerovibrio), acidogénesis por bacterias homoacéticas anaerobias obligadas 
(Clostridium, Lactobacillus, Streptococcus, Propionibacterium), acetogénesis por 
bacterias acetogénicas productoras de CO2 y H2 (Acetobacterium, Syntrophobacter, 
Desulfovibrio) y metanogénesis por arqueas metanogénicas (Methanobacterium, 
Ethanococcus, Methanosarcina) (Figura 1).  

 
Figura I: Esquema general del proceso de digestión anaerobia 

Los procesos anaerobios presentan ciertas ventajas respecto a los aerobios, pero 
tienen el inconveniente de que los organismos anaerobios crecen muy lentamente, 
por lo que para operar con un volumen de reactor razonable y tiempos hidráulicos de 
residencia cortos, la biomasa debe de estar inmovilizada en el reactor o ser 
recirculada en el sistema.  

Como alternativa a la gestión convencional de purines, actualmente se está 
estudiando la posibilidad de utilizarlos como fuente de nutrientes en grandes 
cantidades y de bajo coste en la producción de biomasa microalgal, que puede ser 
utilizada posteriormente en alimentación, producción de biofertilizantes o 
biocombustibles (Subashchandrabose et al. 2011). La producción se realiza en 
biorreactores en los que microalgas seleccionadas entre las especies resistentes a 
ambientes con alta carga de materia orgánica y metales pesados y de rápido 
crecimiento (Chlorella, Scenedesmus) se cultivan de forma masiva y muy eficiente 
conjuntamente con comunidades de bacterias.  

Los purines aportados al reactor en la concentración idónea se constituyen en la 
fuente de nitrógeno y el fósforo, cuya falta limita el crecimiento de la biomasa 
microalgal, evitando así el aporte de fertilizantes sintéticos que encarecen el proceso 
(Morales-Amaral, 2015). A su vez, las bacterias aerobias presentes degradan la 
materia orgánica utilizando como oxidante el O2 producido por las algas en el proceso 



11 

de la fotosíntesis. La relación simbiótica microalga/bacteria es clara desde el 
momento en que el organismo fotosintético provee al sistema del O2 necesario para 
que las bacterias degraden la materia orgánica y consumiendo al mismo tiempo el 
carbono inorgánico (CO2) producido en la respiración de las bacterias (Muñoz, R. 
2006) (Figura 2). 

 

Figura 2: Principio de la oxigenación fotosintética en los 
procesos de eliminación de la DBO (Muñoz, R. 2006) 

 

De esta manera, la depuración de los purines por los consorcios  microalgas/bacterias 
permite la recuperación del nitrógeno y fósforo contenido en el efluente, el reciclado 
de la fracción líquida que puede ser usada posteriormente para el riego y la reducción 
de las emisiones de CO2 frente a los sistemas de tratamiento convencionales.  

 

1.2     Tipos principales de biorreactores  

El cultivo a gran escala de microalgas exige el control riguroso de los factores que 
determinan su crecimiento óptimo: medio de cultivo, intercambio de gases, 
iluminación, temperatura y pH. Los biorreactores utilizados deben presentar una serie 
de características como son proporcionar la cantidad suficiente de luz y gases, 
minimizar la sedimentación, presentar una alta tasa de trasferencia de masa sin dañar 
las células y además, ser sencillos de operar y tener un bajo coste económico. 
Atendiendo a su diseño, se clasifican básicamente en abiertos y cerrados. 

.- Biorreactores abiertos: La producción comercial de microalgas se está realizando 
actualmente en reactores abiertos, debido a su facilidad de construcción y operación, 
su bajo coste y su durabilidad. Presentan diversos diseños (Figura 3).  

→ Los reactores tipo carrusel o Raceway consisten en una cámara elíptica con 
un tabique central en la que el flujo circula impulsado por paletas rotatorias que 
aseguran la homogenización y un continuo desplazamiento de la suspensión 
celular.  

→ En los biorreactores thin-layer o de capa fina, el cultivo desciende 
resbalando por una superficie inclinada, de larga pendiente y escasa 
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profundidad (1-2 cm) lo que permite crear turbulencias y una fina capa de 
cultivo. 

  
Figura 3: Bioreactores tipo Raceway (izquierda) y capa fina (derecha). Departamento de 
Ingeniería Química. Universidad de Almería. 

Las limitaciones de estos sistemas abiertos incluyen el gran tamaño que requieren, la 
dependencia del clima, las pérdidas por evaporación y las potenciales 
contaminaciones del cultivo por organismos externos.  

.- Biorreactores cerrados: El más característico es el reactor tubular, en el que la 
suspensión celular se recircula a través de tubos de vidrio o plástico trasparentes. De 
esta manera, la iluminación se optimiza y la evaporación se reduce, permitiendo 
facilitar la operación en continuo (Figura 4). Se utilizan en la producción de microalgas 
que generen productos de elevado valor comercial, puesto que el coste de su 
construcción y mantenimiento es elevado. 

 
Figura 4: Biorreactor tubular experimental. Departamento 
de Ingeniería Química y Tecnología del Medio Ambiente 
de la Universidad de Valladolid 

Los biorreactores albergan un gran número de especies que forman complejas 
comunidades en las que se establecen interacciones que provocan la evolución de 
estas comunidades en el tiempo. Las microalgas y las bacterias influyen en los 
sistemas mediante múltiples modelos de interrelación (Ramanan et al. 2016). El 
conocer cuáles son los microorganismos implicados y comprender las interacciones 
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que se establecen entre los mismos es importante para el correcto funcionamiento de 
los biorreactores. Normalmente, la especie de microalga es conocida e inoculada en 
el reactor, eligiendo la más adecuada para un fin concreto. Sin embargo la 
composición y estructura de las comunidades bacterianas no son totalmente 
conocidas (Ferrero et al. 2012).  

Durante los procesos biológicos se producen cambios en las comunidades 
bacterianas, observándose que las comunidades aerobias normalmente presentes en 
los purines son sustituidas por otras adaptadas a las nuevas condiciones (Alitalo et al. 
2015). Estas especies proceden tanto de los purines aportados como de 
contaminaciones externas al biorreactor, además de las poblaciones bacterianas 
mutualistas asociadas a las microalgas (Ye et al. 2016).  

La funcionalidad de esta comunidad compleja dependerá de las relaciones 
establecidas entre las poblaciones, que a su vez se verán afectadas por las 
condiciones de operación y de las condiciones climáticas en las que se encuentra el 
sistema (Unnithan et al. 2014), lo que implica que una mejor comprensión de los 
mecanismos subyacentes a las interacciones establecidas entre las poblaciones de 
microalga y las de bacterias podría facilitar el desarrollo de procesos biotecnológicos 
más eficientes (Kouzuma et al. 2015). La identificación de las especies bacterianas 
implicadas en la producción de biomasa microalgal puede ser crítica en la 
productividad, ya que se ha demostrado la relación entre las estructuras de las 
comunidades y el rendimiento de los sistemas (Yanling et al. 2008).  

 

1.3     Técnicas biomoleculares utilizadas para la identificación de la 
microbiota bacteriana 

Las técnicas de microbiología tradicionales usadas para la caracterización de las 
comunidades microbianas requieren de células viables en medios de cultivo que 
contengan la cantidad de nutrientes requeridos para el crecimiento del 
microorganismo. Sin embargo, y debido en parte al desconocimiento de los 
requerimientos de estas especies en condiciones naturales, estas técnicas cultivo-
dependientes solo permiten detectar menos de un 10% de las poblaciones 
microbianas presentes en medios complejos como son los biorreactores. 

Actualmente, las técnicas de caracterización microbiana independientes de cultivo 
basadas en herramientas de Biología Molecular son ampliamente usadas para la 
identificación de especies bacterianas no cultivables en medios de laboratorio. Existe 
una gran variedad de técnicas moleculares para la detección de los microorganismos, 
la gran mayoría basada en la clonación de fragmentos de ADN o ARN, en la 
hibridación (RFLP´s o fragmentos de restricción de longitud polimórfica, transferencia 
por aplastado o squash blot, ARN de cadena doble, FISH, etc…) y en la reacción en 
cadena de la polimerasa (RT-PCR, PCR anidada, RAPDs o polimorfismo del ADN 
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amplificado al azar, etc…). Estas últimas permiten seguir la dinámica de la población 
proporcionando un análisis semicuantitativo de la diversidad de los ecosistemas 
complejos. Una de las herramientas moleculares más utilizada se basa en la 
replicación y secuenciación de ciertos genes del cromosoma bacteriano mediante la 
combinación de las técnicas de PCR y DGGE. 

El gen rrs o gen ADNr 16S es la macromolécula utilizada actualmente en los estudios 
de detección bacteriana, debido a que presenta una alternancia de regiones 
altamente conservadas en la evolución, comunes a todas las especies bacterianas, y 
de regiones hipervariables que sólo están conservadas entre especies evolutivamente 
muy próximas. Estas regiones hipervariables permiten diferenciar unas especies de 
otras, incluidas las más próximas y por lo tanto, se utilizan para ubicar cada especie 
en su propio grupo taxonómico (Rodicio y Mendoza, 2004).  

Las regiones hipervariables V6–V8 del gen ADNr 16S son amplificadas mediante 
PCR. La técnica, desarrollada en 1986 por K. Mullys (Mullys et al. 1986) permite la 
replicación in vitro de estas secuencias específicas del ADNr 16S en un proceso que 
requiere los siguientes pasos (Figura 5): 

1.- Desnaturalización del ADNr 16S: La doble cadena se desnaturaliza en 
cadenas sencillas cuando se eleva su temperatura hasta los 95 ºC. 

2.- Una ADN polimerasa termoestable utiliza esta cadena sencilla como molde 
para la síntesis de la cadena antiparalela y complementaria a partir de 
oligonucleotídicos sintéticos de 18-30 pdb (pares de bases) denominados 
iniciadores, cebadores o primers, que sirven de punto de partida al 
proporcionar el grupo 3´–OH libre necesario. La elección de los primers 
adecuados es crítica en este tipo de estudios (Fredriksson et al. 2013) pero 
también lo es la ADN polimerasa, ya que la utilización de diferentes ADN 
polimerasas influye en el análisis final de la PCR-DGGE (Balázs et al. 2013). 
En la PCR convencional se usan un par de primers específicos del Dominio 
Bacteria para delimitar los extremos de la secuencia que se desea amplificar. 

3.- Mediante ciclos repetitivos de calentamiento y enfriamiento, se amplifican 
las secuencias, obteniendo un elevado número de copias. Como al copiar un 
fragmento de ADN bicatenario aparecen dos fragmentos idénticos, en cada 
ciclo se duplica la cantidad de ADN en un proceso exponencial donde tras n 
ciclos se producen 2n copias. Así, tras 30 ciclos se pueden obtener 230 = 109 
copias del ADN. 
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Figura 5: Obtención de amplicones del gen ADNr 16S mediante PCR 

El resultado final de la PCR es una mezcla de todas las variantes de los genes DNAr 
16S presentes en la muestra que es necesario separar. En 1983, Fisher y Lerman 
(Fisher y Lerman, 1983) introdujeron la técnica de electroforesis en gel con gradiente 
de desnaturalización o DGGE, método capaz de separar fragmentos de ADN de 
tamaño similar pero que difieren en la secuencia de nucleótidos.  

La técnica utiliza un gradiente lineal creciente desnaturalizante de una mezcla de 
urea y formamida incorporada a lo largo de un gel de poliacrilamida. El gel de 
poliacrilamida es resultado de la polimerización química de una mezcla de acrilamida 
y bisacrilamida (AA:BA 37.5:1) que forma un hidrogel en estado viscoso que permite 
que las cadenas puedan deslizarse unas sobre otras. El tamaño del poro está 
determinado por la concentración total de acrilamida presente.  

La posterior electroforesis en cámara vertical permite la migración de los fragmentos 
de ADN bicatenario en respuesta a la carga neta de la molécula hasta encontrar la 
concentración de urea y formamida que desnaturaliza la doble hélice. En este punto 
la migración de la cadena se interrumpe o es considerablemente más lenta. La 
concentración desnaturalizante a la cual las cadenas se separan depende de la 
presencia de los pares de bases A=T o C≡G, es decir, del número de puentes de 
hidrógeno establecidos entre las cadenas antiparalelas (Figura 6).  



16 

 

Figura 6: Electroforesis en gel desnaturalizante de poliacrilamida (DGGE) 

El resultado de la DGGE muestra un patrón de bandas que representa la huella 
molecular de la diversidad génica bacteriana presente en la muestra de partida, en la 
que cada banda representa un miembro de la comunidad, ya que las bandas 
obtenidas son formas diferentes del gen ADN 16S que varían, a veces muy poco, en 
sus secuencias de nucleótidos.  

Las ventajas de la técnica PCR-DGGE son múltiples. Se ha demostrado que el 
método es eficiente en la amplificación de las regiones conservadas del ADNr 16S 
bacterianos utilizando primers universales, de forma rápida y reproducible, 
permitiendo analizar simultáneamente un elevado número de muestras (Ji et al. 
2004). Sin embargo, también presenta ciertos inconvenientes como la posible 
sobrestimación de la biodiversidad, la no detección de bacterias que representen 
menos del 1% de la comunidad o la formación de artefactos (Neilson et al. 2013). 

A pesar de esto, un sencillo análisis con técnicas de imagen del patrón de bandas 
obtenido en la DGGE revela la biodiversidad de las muestras puesto que cada banda 
podría representar una especie de la comunidad, mientras que su intensidad indicaría 
el porcentaje de participación de dicha especie en el total de la comunidad, debido a 
que la intensidad de cada banda es proporcional a la cantidad de ADNr 16S. A partir 
de estos parámetros, es posible determinar el índice de Shannon-Wiener, que estima 
la biodiversidad de cada una de las muestras.  

 

1.4     Secuenciación y análisis de las secuencias 

Para conocer qué especie corresponde a cada banda obtenida en la PCR/DGGE es 
necesario realizar la secuenciación de los ADN 16S y comparar las secuencias con 
otras conocidas de los mismos genes presentes en bases de datos, obteniendo así la 
huella génica (genetic fingerprint) de la comunidad microbiana.  
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La secuenciación consiste en la determinación del orden preciso de los nucleótidos 
de los ADNr 16S obtenidos. Se utilizan fundamentalmente tres métodos para 
secuenciar el ADN: 

.- Método de Sanger o método de secuenciación por dideoxinucleótidos 
(Sanger et al. 1977). La técnica se basa en la interrupción controlada de la 
replicación del ADN in vitro mediante una PCR en la que se utiliza un solo 
primer y a la que se agregan dideoxinucleotidos (ddNTPs) marcados que 
carecen del grupo hidroxilo en el extremo 3´. Se preparan cuatro tubos de 
reacción con el ADN de hebra sencilla que se desea secuenciar. A cada tubo 
se le añade un dideoxinucleótido trifosfato (ddATP, ddTTP, ddGTP y ddCTP) 
de manera que cuando uno de estos se incorpora a una cadena de ADN en 
crecimiento acaban con la elongación de la misma, lo que implica la formación 
de una mezcla de cadenas de ADN de distintas longitudes. Los productos son 
sometidos a electroforesis en gel de agarosa, obteniendo un patrón de bandas 
del cual es posible deducir la secuencia del ADN.  

.- Secuenciación automatizada. Se utilizan primers marcados con pigmentos 
fluorescentes. Los productos se separan por electroforesis automatizada y las 
bandas se detectan por espectroscopia de fluorescencia.  

.- Pirosecuenciación. Se basa en añadir las bases una después de otra, en 
orden conocido. Si la base añadida es la necesaria para su incorporación a la 
cadena en síntesis se libera un pirofosfato, formando un complejo que aporta 
la energía necesaria para la liberación de una señal luminosa. El secuenciador 
captura la señal y la reproduce como un pico en un pirograma. 

Los cromogramas obtenidos por secuenciación automática corresponden a las 
secuencias complementarias de cada doble cadena de ADNr 16S. Incluyen el dato 
crudo leído por el secuenciador automático, la secuencia de nucleótidos y las 
calidades de los picos. La base concreta mostrada viene determinada por el pico más 
alto en esa posición. En ocasiones, el software que interpreta el cromograma no es 
capaz de determinar qué base debe asignarse en una posición concreta y nombra 
estas posiciones ambiguas como N. Normalmente la secuencia propuesta por el 
software tiene una gran parte final que hay que eliminar. Por eso, es importante 
revisar los cromogramas de forma manual y depurarlos antes de continuar con el 
análisis. 

Una vez obtenida la secuencia consenso se introduce en bases de datos online, de 
acceso público o privado, con el objetivo de identificar las especies bacterianas 
mediante la comparación con otras secuencias depositadas en estas bases El 
proceso incluye tres pasos:  

1).- Comprobación de la ausencia de artefactos: Uno de los inconvenientes en 
la PCR-DGGE es la aparición de artefactos (co-emigración de fragmentos de 
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ADN similares pero diferentes, formación de moléculas heteroduplex durante la 
PCR que producen bandas dobles, amplificaciones preferenciales en la PCR o 
la formación de quimeras) lo que afecta a la estimación de la diversidad.  

2).- Alineación y análisis de la similitud de las secuencias: La identificación de 
los filos bacterianos presentes en las muestras se completa con la 
comparación con secuencias conocidas y la determinación del índice de 
similitud, de manera que pueda inferirse la identidad del microorganismo.  

3).- Determinación de la posición taxonómica: Las secuencias se introducen en 
bases de datos que las clasifican dentro de uno de grupos del Dominio 
Bacteria en base a las secuencias del gen DNAr 16S. Los principales grupos 
son Phylum I Aquificae, Phylum II Thermotogae, Phylum III 
Termodesulfobacteria, Phylum VI Chloroflexi, Phylum VIII Nitrospira, Phylum X 
Cyanobacteria, Phylum XXI Chlorobi, Phylum XII Proteobacteria, Phylum XII 
Firmicutes, Phylum XIV Actinobacteria, Phylum XV Planctomycetes, Phylum 
XVI Chlamydiae, Phylum XVII Spirochaetes, Phylum XIX Acidobacteria, 
Phylum XX Bacteroidetes, Phylum XXI Fusobacteria, Phylum XXII 
Verrucomicrobiota (Clasificación bacteriana según el Bergey´s Manual of 
Systematic Bacteriology). 

Las herramientas bioinformáticas también permiten obtener un dendograma de la 
comunidad bacteriana, representación gráfica donde se visualizan las relaciones 
evolutivas entre los organismos presentes según el grado de similitud y sus distancias 
taxonómicas. 

Hay que tener en cuenta que la secuenciación del ADNr 16S mediante PCR-DGGE 
tiene las limitaciones inherentes a las técnicas moleculares, de manera que las 
huellas genéticas obtenidas deben ser interpretadas como indicadores y no como 
medida absoluta del grado de diversidad de la comunidad. Para obtener la 
determinación exacta de las especies bacterianas serían necesarios estudios 
comparativos de los genomas bacterianos completos, lo que implica que la técnica 
por sí sola no aportará siempre una identificación definitiva a nivel de género. 

En el Trabajo Fin de Master se utilizan técnicas de biología molecular (PCR-DGGE) 
para la detección de la microbiota bacteriana presente en biorreactores inoculados 
con microalgas en los que se usan purines procedentes de ganado vacuno y porcino 
(predigeridos y no digeridos respectivamente) como fuente de nutrientes, 
contribuyendo así a la gestión de los excedentes de purines generados en ganadería 
intensiva. El conocer estas comunidades microalga/bacteria permite profundizar en la 
dinámica del ecosistema y puede ser la base para mejorar las condiciones de 
funcionamiento de los biorreactores y en consecuencia, aumentar la productividad de 
la biomasa microalgal. 
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2     OBJETIVO  

 

Las comunidades bacterianas presentes en los biorreactores utilizados para la 
eliminación de purines no son bien conocidas. La finalidad del Trabajo Fin de Máster 
es la determinación de estas comunidades y su variación en función de las 
condiciones de operación, mediante su análisis con técnicas moleculares (PCR-
DGGE) siguiendo el siguiente esquema general: 

Muestras procedentes de biorreactores 

                                    Extracción ADN total 

DNA genómico de la comunidad 

        PCR 

DNAr 16S Bacteriano 

  PCR-ST 

Amplicones ADNr 16S 

          DGGE 

    DNAr 16S específico                Análisis de imagen 

   Secuenciación 

Secuencias                               Biodiversidad 

                           Análisis de las secuencias 

Comunidad bacteriana 

Con los datos obtenidos se pretende establecer el índice de biodiversidad de cada 
muestra, el grado de similitud entre ellas y los grupos de bacterias más 
representativos presentes en las comunidades bacterianas desarrolladas, vinculando 
los datos con las condiciones de operación de los diferentes biorreactores.  
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3     MATERIALES Y MÉTODOS 

 

3.1     Muestras a analizar 

Las muestras de partida han sido enviadas desde la Universidad de Almería y 
consisten en material liofilizado procedente de diversos reactores externos tipo 
Raceway y capa fina, de diferente tamaño y con un aporte de purines de distinta 
procedencia (porcino no digeridos y vacuno predigeridos por digestión anaerobia) y 
diferente tasa de dilución (caudal/volumen), todos ellos mantenidos a un pH 8, 
considerado el óptimo para el crecimiento microalgal (Posadas, 2015) mediante el 
aporte de aire enriquecido con CO2 (Pawlowski, 2014). 

Las muestras han sido recogidas en estado estacionario en fechas diferentes y 
presentan las características especificadas en la Tabla II. 

Tabla II: Procedencia y características de las muestras analizadas 

Muestra 
Nº 

Reactor Características de la muestra 
Tasa de 

dilución d -1 

1 Capa Fina 1.200 l 2,5 % Purín de cerdo, no digerido 0.3 

2 Capa Fina 1.200 l 5 % Purín de cerdo, no digerido 0.3 

3 Capa Fina 1.200 l 10 % Purín de cerdo, no digerido 0.3 

4 Capa Fina 1.200 l 2,5 % Purín de vaca, predigerido 0.3 

5 Capa Fina 1.200 l 5 % Purín de vaca, predigerido 0.3 

6 Capa Fina 1.200 l 10 % Purín de vaca, predigerido 0.3 

7 Capa Fina 1.200 l 20 % Purín de vaca, predigerido 0.3 

8 Capa Fina 1.200 l 10 % Purín de cerdo, no digerido 0.3 

9 Raceway 2.400 l 10 % Purín de cerdo, no digerido 0.2 

10 Raceway 700 l 10 % Purín de cerdo, no digerido 0.15 

11 Raceway 750 l 10 % Purín de cerdo, no digerido 0.3 

 

 

3.2     Extracción del ADN bacteriano de las muestr as 

Las muestras se pesan y se diluyen con H2O libre de ADNasas, obteniendo 
concentraciones de materia orgánica de 150 mg/ml.  
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De estas diluciones se toman 400 µl sobre los que se procede a la obtención del ADN 
puro mediante reactivos comerciales. Los pasos seguidos para la extracción del ADN 
fueron los recomendados por el protocolo del Fast®DNA Spin Kit for Soil (MP 
Biomedicals, LLC, Ref 11-6560-200), utilizado para el aislamiento del material 
genómico de células del suelo y otras muestras ambientales para su posterior 
amplificación (Anexo I). 

Tras la obtención del ADN genómico de la comunidad se comprueba la presencia de 
ADN en el material extraído mediante electroforesis horizontal en gel de agarosa.  

 

3.3     Comprobación de la presencia de ADN bacteri ano mediante 
electroforesis en gel de agarosa 

Se realiza un gel de agarosa al 1,6 %. Una vez solidificado se coloca en la cámara de 
electroforesis (Power Basic Bio-Rac) cubriéndolo totalmente con buffer TAE 1x y se 
añaden 5 µl de HyperLadder 50bp (Bioline) como marcador de peso molecular. En el 
resto de los pocillos se carga 1 µl de Loading Dye concentración 2x, 2 µl de TAE 1x y 
5 µl del DNA obtenido de cada muestra. El gel se corre a voltaje constante de 95 V 
durante 60 min. Se revela en una solución de revelado con 50 ml de TAE 1x y 12 µl 
de GelRedTM (Nucleotic Acid Gel Satín 10.000x, Biotium) durante 50 min en agitación 
orbital y oscuridad.  

 

3.4     Amplificación del ADNr 16S bacteriano media nte PCR 

Los primers utilizados son 0968F y 1401R (Sigma–Aldrich, St. Louis, MO, USA), 
específicos para el ADNr 16S del Dominio Bacteria. Como en la DGGE posterior la 
resolución óptima se consigue con moléculas de ADN que no se desnaturalizan por 
completo, se requiere el uso de un primer con una grapa GC que evite que las 
cadenas se separen por completo. Esta grapa es una secuencia de 30-50 pdb de GC 
que se añaden en el extremo 5´ del primer 0968F, co-amplificándose con el segmento 
de ADN a analizar (Myers et al. 1987) (Tabla III).  

Tabla III: Secuencia de nucleótidos de los primers utilizados 

Primer Secuencia 
1401 R 5´ CGG TGT GTA CAA GAC CC 3´ 
0968 F 5´ AAC GCG AAG AAC CTT AC 3´ 
0968 F-GC 5´ C GCC CGG GGC GCG CCC CGG GCG GGG CGG 

GGG CAC GGG GGG AAC GCG AAG AAC CTT AC 3´ 
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El proceso de amplificación se realiza con 2 µl del DNA extraído, 2 µl de primer 
1401R 10 µM, 2 µl de primer 0968F-GC 10 µM, 25 µl de Biomix (Bioline Bio-25012, 
Ecogen) y 19 µl de agua libre de ADNasas, obteniendo un volumen final de 50 µl. Se 
necesita también realizar un control negativo con 2µl de primer 1401R, 2µl de primer 
0968F-GC, 25 µl de ADN-polimerasa Biomix y 21 µl de agua libre de ADNasas para 
comprobar la no presencia de contaminación. Las muestras se llevan a un 
termociclador (Cyclader BioRad iQ5 Multicolor Real-time PCR Detention system) que 
permite la automatización del proceso. El programa después de un primer paso de 
predesnaturalización a 94 ºC durante 5 min, realiza la repetición de una serie de 32 
ciclos consistentes en tres etapas: 

→ Desnaturalización: 95 ºC durante 30 s. 
→ Hibridación: 56 ºC durante 30 s. 
→ Elongación o replicación: 72 ºC durante 10 s. 

Posteriormente a la etapa de ciclos, los productos de la PCR son sometidos a 10 min 
finales de elongación a 72 ºC. Al final del proceso, un ciclo final a 4 ºC permite 
conservar los productos hasta que se retiren para su uso.  

El resultado de la PCR se estima por electroforesis en gel de agarosa al 1,6% con 5 
µl de la PCR, 2 µl TAE1x y 1 µl de Loading Dye 2x, testado con 5µl de Hypperladder, 
mantenida a 95 V durante 60 min. Para la posterior visualización de los geles se 
revelan con GelRed en agitación suave durante 50 min y se comprueba la presencia 
de ADN en las bandas con un transiluminador. 

 

3.5     Separación mediante electroforesis en gel c on gradiente de 
desnaturalización (DGGE) 

La separación de los genes amplificados con tamaño similar pero diferente secuencia 
o amplicones se realiza mediante DGGE en gel de poliacrilamida al 8% (w/v) con un 
gradiente desnaturalizante de urea-formamida de 45 a 65%, concentración adecuada 
para la separación del ADN bacteriano, con el equipo DCodeTM Universal Mutation 
Detection System (Laboratorios BioRad).  

Para la separación de los ADNs se emplean dos capas de gel a diferente 
concentración de acrilamida: el gel superior concentrador o Stack, con un tamaño de 
poro más grande, y el gel inferior o de separación, de poro más pequeño. Las 
composiciones de las soluciones stock formadoras de gel se encuentran definidas en 
la Tabla IV. 
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Tabla IV: Composición de las soluciones stock formadoras del gel de poliacrilamida con 
gradiente de urea y formamida 

Solución LOW 
6% AA:BA 

LD1 
TAE 50x 1 ml 
AA:BA 15 ml 
H2O Milli Q Hasta 100 ml 

LD2 
80% UF 

Urea 34 mg 
TAE 50x 1 ml 
AA:BA 15 ml 
Formamida 32 ml 
H2O Milli Q Hasta 100 ml 

Solución HIGHT 
10 % AA:BA 

HD1 
TAE 50x 1 ml 
AA:BA 25 ml 
H2O Milli Q Hasta 100 ml 

HD2 
80% UF 

Urea 34 mg 
TAE 50x 1 ml 
AA:BA 25 ml 
Formamida 32 ml 
H2O Milli Q Hasta 100 ml 

 

Para la preparación del gel con gradiente desnaturalizante se monta el sistema 
estanco de cristales como se muestra en la Figura 7. 

 
Figura 7: Sistema de preparación de 
geles de DGGE 

Se cargan 40 µl de la PCR amplificada y 5 µl de 3x Sequencing Gel Loading Dye 
Ultrapure grade (Amresco, code E 268). Además, se preparan los estándares con 40 
µl de cada muestra y se carga como estandar 40 µl de la mezcla y 5 µl de 3x 
Sequencing Gel Loading Dye Ultrapure grade. 

Para realizar la electroforesis se corre el gel durante 16 horas a corriente constante 
de 85 V y a 60 ºC (Figura 8).  
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Figura 8: Sistema de electroforesis DCodeTM Universal Mutation 
Detection System 

 

Una vez finalizada la electroforesis el gel se tiñe con 200 ml de TAE 0,5x y 50 µl 
GelRed Nucleic Acid Gel Stain (Biotium), en oscuridad y con agitación manual 
durante 90 min. De esta manera, las moléculas de ADN que se han agrupado en la 
matriz formando una banda pueden ser visualizadas por fluorescencia aplicando luz 
ultravioleta. El gel obtenido se coloca sobre un transiluminador y se fotografía con la 
cámara Kodak Capture GL 100. 

 

3.6     Análisis de la imagen de la DGGE con Gel Co mprar II 

Los patrones de bandas de la DGGE se comparan con el programa Gel Comprar IITM, 
software que determina la presencia o ausencia de bandas en cada muestra, así 
como la intensidad de las mismas, permitiendo el análisis y la comparación de los 
patrones obtenidos en la DGGE. Después de la normalización de la imagen, se 
definen las bandas presentes en cada muestra utilizando el algoritmo de búsqueda de 
bandas del propio programa.  

Posteriormente, a partir de las curvas densitométricas de las bandas obtenidas en la 
DGGE se calcula el índice de diversidad de Shannon-Wiener (H´) y el grado de  
similitud entre las muestras mediante el coeficiente de correlación de Pearson (Häne, 
1993).  

El índice de Shannon-Wiener responde a la siguiente fórmula:  

�´ = −�p�	log�	p�	
�

��
 

Siendo: 
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.- S: Número total de especies, es decir, de bandas observadas en cada 
muestra de la DGGE. 
.- pi: Abundancia relativa de cada especie, es decir, intensidad de cada una de 
las bandas en cada muestra. Se basa en la altura de los picos 
correspondientes a la medida de la densidad de las bandas. Se obtiene 
dividiendo ni, que es la altura de cada pico individual y N, que es la suma total 
de las alturas de todos los picos en las curvas densitométricas, obteniendo la 
intensidad relativa de cada banda. 

 

3.7     Secuenciación de las bandas más representat ivas de la DGGE 

Para secuenciar los productos de la DGGE se seleccionan las bandas más 
representativas e intensas del gel de poliacrilamida y se escinden con una cuchilla 
estéril. Las muestras son introducidas en eppendorf para la posterior extracción del 
ADN. Para ello se añade a cada banda extraída 50 µl de H2O libre de DNAsas, se 
incuban 1 hora en baño de agua a 60 ºC y se dejan enfriar a temperatura ambiente. 

Para reamplificar el ADN recuperado de cada banda se realiza una PCR de 
amplificación con 5 µl de ADN recuperado de la banda, 25 µl de Biomix (Bioline Bio-
25012, Ecogen), 2 µl del primer 1401R, 2 µl del primer 0968F y 16 µl de H2O libre de 
ADNasas, obteniendo un volumen final de 50 µl. Para el control negativo se testa una 
mezcla de 25 µl de Biomix (Bioline Bio-25012, Ecogen), 2 µl de cada uno de los 
primers 1401R y 0968F y 21 µl de H2O libre de ADNasas, hasta un volumen final de 
50 µl. El programa realiza un primer paso a 94 ºC, durante 5 min, 30 ciclos a 94 ºC 
durante 30 s (desnaturalización), 56 ºC durante 30 s (hibridación) y 72 ºC durante 1 
min (elongación), un tercer paso de 72 ºC durante 10 min y mantenimiento final a 4 
ºC. Finalmente se comprueba que la amplificación ha transcurrido de forma correcta 
con una electroforesis en gel de agarosa al 1,6% con 4 µl del resultado de la PCR. 

Existen unos requisitos mínimos de calidad para el ADN a secuenciar por lo que 
antes del envío para secuenciación, los productos de la PCR se purifican con el kit 
GenEluteTM PCR DNA Purification Kit (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA) siguiendo 
el protocolo indicado por el fabricante (Anexo II). 

Es necesaria la comprobación de la presencia de ADN antes de enviar a secuenciar 
con 5 µl de los productos de la PCR en gel de agarosa. Para esto se hace un 
densitometrado con el programa Kodak para saber aproximadamente la 
concentración que presenta la muestra, ya que la concentración mínima de ADN para 
mandar a secuenciar es de 10 ng/µl. 

Una vez comprobado que la concentración de ADN es la adecuada, las muestras han 
de ser preparadas para su secuenciación mediante el método Sanger (Secuenciador 
3730 xl, Secugen, Madrid https://www.secugen.es). La secuenciación es un proceso 
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análogo a la PCR que utiliza el ADN 16S como molde pero donde los primers 
Forward y Reverse actúan en reacciones independientes. Por esto, de cada ADN 16S 
extraído de las bandas se envían dos muestras de 15 µl, a la primera se añade 1,5 µl 
del primer 1401R 5 µM y a la segunda se añade 1,5 µl del primer 0968F 5 µM.  

 

3.8     Estudio de las secuencias: identificación t axonómica mediante 
herramientas bioinformáticas para DNAr 16S 

Las secuencias recibidas son analizadas mediante herramientas bioinformáticas. 
Estas herramientas son las siguientes: 

.- Programa Chromas lite (http://technelysium.com.au/wp/chromas/): Permite la 
visualización de los cromogramas Forward y Reverse de cada muestra, que es 
necesario depurar. Para ello se abren las dos secuencias y se solapan, 
obteniendo por comparación la secuencia consenso de cada banda obtenida 
en la DGGE (Figura 9). 

 

 
Figura 9: Visualización de las secuencias Forward y Reverse con el programa Chromas lite  

 

.- Programa Mega 7 (www.megasorftware.net/): Permite la realización de 
alineación múltiple de las secuencias e inferir  árboles filogenéticos, así como 
la estimación de las tasas de evolución molecular. 

.- Base de datos RDP (http://rdp.cme.msu.edu/): Establece la clasificación 
taxonómica de la banda con un límite de confianza entre el 50 y el 80% (Wang 
et al. 2007). 

.- Herramienta Decipher (https://decipher.sanger.ac.uk/): Determina la 
presencia de quimeras en las secuencias (secuencias mezcla de varios ADNs). 
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.- Base de datos BLAST (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/): Base de datos de la 
NCBI que mediante algoritmos de búsqueda permite comparar una secuencia 
con todas las depositadas en dicha base de datos y determinar el grado de 
similitud entre secuencias (McGinnis y Madden, 2004). El resultado informa 
sobre la identidad de la bacteria, el porcentaje de similitud y el porcentaje de la 
secuencia que ha sido comparada. 
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4     RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

4.1     Biodiversidad de las muestras 

Con el fin de evaluar la riqueza y uniformidad de especies se calculó el índice de 
Shannon-Wiener (H´) (Figura 10). Este índice adquiere un valor H´= 0 cuando hay 
una sola especie (una única banda) en la muestra y su valor es máximo cuando todas 
las especies están representadas por el mismo número de individuos (todas las 
bandas de la muestra presentan la misma intensidad). De acuerdo con McDonald 
(2003), el índice típicamente oscila entre 1.5 y 3.5. 

 
Figura 10: Patrón de bandas obtenido en la DGGE. Las muestras 
se indican en la parte superior del gel junto con el valor del índice 
de Shannon-Wiener obtenido para cada una de ellas. Las flechas 
indican las 26 bandas secuenciadas escindidas del gel, cada una 
de ellas numerada para su identificación. 
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De forma general, la biodiversidad desciende en situaciones de estrés ecológico 
(variaciones de la temperatura, disponibilidad de nutrientes, pH, salinidad, etc…) 
mientras que aumenta en comunidades maduras en condiciones óptimas, donde no 
existen factores de restricción del crecimiento. 

Los índices de diversidad calculados a partir de la DGGE presentan un rango de H´ 
que varía entre 2.45 y 3.52, lo que pone de relieve una riqueza bacteriana y 
uniformidad relativamente altas. Las muestras procedentes de biorreactores tipo capa 
fina presentan los índice H´ más altos que las procedentes de biorreactores tipo 
Raceway, independientemente de si los purines aportados han sido previamente 
digeridos o no. Las muestras 1 y 5 presentan los mayores H´ (3.51 y 3.52 
respectivamente). Ambas muestras proceden de biorreactores de capa fina con la 
misma tasa de dilución (0.3 d-1) pero alimentados con diferentes porcentajes de 
purines de cerdo y vaca, lo cual parece indicar que es la tasa de dilución el factor 
condicionante del aumento de la biodiversidad en las muestras.  

Por otro lado, la muestra con un H´ más bajo es la 10 (2.45) que corresponde a un 
biorreactor Raceway de 700 l alimentado con un 10 % de purín de cerdo y una tasa 
de dilución de 0.15 d-1, la más baja de todas las muestras, lo que sugiere que un 
menor aporte de nutrientes al biorreactor puede condicionar el desarrollo de la 
microbiota bacteriana.  

Estos datos parecen indicar que no es la influencia del tipo de alimentación el factor 
condicionante de la biodiversidad de las muestras sino la tasa de dilución, ya que se 
observa que la mayor parte de las muestras con una elevada tasa de dilución también 
presentan mayores índices de biodiversidad. 

Hay que tener en cuenta que cuando el cociente ADNalga/ADNbacteriano es alto 
también se encuentra el ADN presente en los cloroplastos de las microalgas, por lo 
que es posible que se produzca una cierta interferencia sobre la señal microbiana y 
como resultado se obtenga una infravaloración de la comunidad bacteriana. 

 

4.2     Índices de similitud 

Los índices de similitud obtenidos de la comparación de las muestras por parejas 
indican una correspondencia moderada entre ellas (Tabla V). Cuatro índices de 
similitud se encuentran por debajo del 20%, lo que indica baja similitud mientras que 
otras cuatro se sitúan por encima del 80%. 
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Tabla V: Índices de similitud entre las muestras 

 
Muestra 

2 
Muestra 

3 
Muestra 

4 
Muestra 

5 
Muestra 

6 
Muestra 

7 
Muestra 

8 
Muestra 

9 
Muestra 

10 
Muestra 

11 
Muestra 

1 28.4 35.9 32.9 36.6 19.6 46.0 19.6 24.8 35.5 13.8 
Muestra 

2  42.7 36.3 37.6 32.0 42.3 37.9 46.7 28.4 11.8 
Muestra 

3    59.3 29.9 40.8 51.2 41.8 20.6 6.4 
Muestra 

4    73.5 75.4 74.3 73.0 81.4 63.4 51.0 
Muestra 

5     64.1 64.1 58.7 63.5 52.7 33.5 
Muestra 

6      65.1 63.2 68.5 65.8 55.8 
Muestra  

7       54.7 67.7 67.5 36.4 
Muestra 

8        85.8 80.4 50.9 
Muestra 

9         87.7 50.5 
Muestra 

10          60.9 

 

La mayor similitud se encontró entre las muestras 9 y 10 (87.7%), procedentes de 
biorreactores Raceway de diferente volumen, alimentados ambos con purín de cerdo 
y con una tasa de dilución de 0.2 y 0.15 d-1 respectivamente. Esto parece sugerir que 
son las parecidas condiciones de operación de ambos biorreactores el condicionante 
de la similitud entre las muestras. Las muestras 4 y 6, procedentes de biorreactores 
tipo capa fina presentaron un índice de similitud igualmente muy alto (75.4 %). Ambas 
muestras tienen la misma tasa de dilución de purín de vaca (0.3 d-1) lo que indicaría 
que tasa de dilución un factor que influye en la similitud entre las muestras. 

Además, la muestra 8 procedente de una biorreactor tipo capa fina alimentado con 
purín de cerdo al 10% y tasada de dilución 0.3 d-1 también presenta una alta similitud 
con las muestras 9 y 10 (85.8 y 80.4% respectivamente), lo que sugiere de que el tipo 
de reactor no parece ser determinante en el desarrollo de las comunidades 
bacterianas. Pero por otro lado, la menor similitud se encontró entre las muestras 3 y 
11 (6.4 %), que corresponden con biorreactores alimentados con el mismo tipo de 
purín y con la misma tasa de dilución, pero el primero de tipo capa fina y el segundo 
tipo Raceway. Esto parece sugerir que el tipo de reactor sí influye la evolución de la 
comunidad microbiana, debido a que en el primero la biomasa microbiana tiende a 
formar biofilms mientras que en segundo el movimiento continuo permite el 
mantenimiento de las bacterias en suspensión.  

También destaca el índice de similitud entre las muestras 3 y 8, procedentes de 
biorreactores capa fina alimentados con purín de cerdo e idéntica tasa de dilución (0.3 
d-1) y sin embargo, su índice de similitud fue de un 51.2 %, relativamente bajo 
teniendo en cuenta que las condiciones de operación consideradas son idénticas 
entre ambas muestras. Esto es debido probablemente a que las muestras fueron 
recogidas en diferentes momentos del año con condiciones climáticas distintas con lo 
que aparece un nuevo factor abiótico no controlable que incide sobre el grado de 
similitud entre las muestras.  
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A la vista de estos resultados, no parece posible establecer un único factor claro que 
condicione el desarrollo de comunidades similares en los biorreactores. La tasa de 
dilución sí parece tener influencia sobre la similitud, pero hay que considerar también 
la influencia de otros factores no considerados hasta ahora y que podrían contribuir a 
la evolución de las poblaciones, como son las condiciones climáticas presentes en el 
momento de recogida de las muestras (Posadas, 2015). 

La representación gráfica de los índices de similitud se visualiza mediante un 
dendrograma (Figura 11). En éste se observa que la muestra 1, con una mayor 
dilución del purín de cerdo, es la que presenta una menor similitud con el resto, 
seguida de las muestra 2 y 3, con condiciones de operación similares a la muestra 1. 
Las muestras 4, 6 y 7 presentan alta similitud lo que parece razonable ya que todas 
proceden de reactores del mismo tipo alimentados con purín de vaca con la misma 
tasa de dilución. Las muestras 8, 9 y 10 son también muy similares (por encima del 
80%), alimentados con el mismo tipo de purín pero en biorreactores de diferente tipo 
y distintas tasas de dilución, lo que parece contradecir los datos anteriores, si bien 
puede ser explicado de nuevo si se tiene en cuenta las condiciones de luz y 
temperatura en las que se encuentran los biorreactores. 

 
Figura 11: Dendrograma obtenido basado en el grado de similitud entre 
las muestras 

 

4.3     Dinámica de las comunidades bacterianas 

De las bandas más representativas escindidas del gel producto de la DGGE fueron 
secuenciadas 26. La comparación de las secuencias resueltas en la base de datos 
RDP determinó la presencia de siete filos diferentes (Tabla VI): Proteobacteria (12 
bandas), Firmicutes (5 bandas), Actinobacteria (2 bandas), Acidobacteria (1 banda), 



32 

Chloroflexi (2 bandas), Bacteroidetes (2 bandas) y Chlamydiae (1 banda), mientras 
que una banda se mantuvo sin clasificar (banda 26). Los resultados proporcionados 
por la base de datos RDP fueron consistentes con los resultados obtenidos de la 
herramienta de búsqueda Blast. 

La banda 1 fue asignada a Clase Alphaproteobacteria del Phylum Proteobacteria. En 
esta clase se encuentra una elevada variedad de estrategias metabólicas, incluyendo 
organismos fotosintéticos, fijadores de nitrógeno, oxidantes de amoníaco y 
metilotrofos (Williams, 2007). Organismos con un 99% de similitud han sido 
encontrados en sistemas municipales de distribución de agua corriente (Ross, 2014).  

Las bandas 2 y 3 fueron asignadas al Orden Rizobiales, que incluye bacterias 
púrpuras no del azufre, normalmente fotoheterótrofas, capaces de usar diversas 
fuentes de carbono y de dadores de e- para la fotosíntesis, como ácidos orgánicos, 
aminoácidos, alcoholes, azucares, benzoato o tolueno. Crecen rápidamente en 
medios con un ácido orgánico, en presencia de luz y en condiciones anaeróbicas 
(Madigan, 2009). Organismos de este tipo con un 99% de similitud se han encontrado 
en lodos de depuradora de aguas residuales procedentes de la industria petrolera 
(Wu, 2014) y en comunidades bacterianas precedentes de enmiendas de 
hidrocarburos en medios salinos con una similitud del 97% (Jurelevicius, 2013). 

La banda 4 fue clasificada dentro de la Familia Rhodobacteriaceae, que incluye 
organismos formadores de biofilms en medios marinos (Elifantz, 2013). Se han 
encontrado organismos con un 95 % de similitud en fangos activos procedentes de 
tratamiento de aguas residuales (Wang, 2014) y en reactores mesófilos anaerobios 
para el tratamiento de aguas residuales. 

Las bandas 5, 6, 7, 8 y 9 se asignaron al género Rubribacterium, descubierto por 
primera vez en áreas litorales salinas. El género presenta bacterioclorofila a y 
carotenoides como pigmentos fotosintéticos y pH óptimo de crecimiento de 8.5-9.5 
(Boldareva, 2009). Este género se ha encontrado con un 96% de similitud de diversos 
ambientes como en flóculos microbianos en aguas salobres (Yuhana, 2009). 

Las bandas 10 y 11 se asignaron al género Thiocapsa (Clase Gammaproteobacteria, 
Orden Chromatiales), que se encuentra en ambientes acuáticos anóxicos, 
normalmente de agua dulce con un pH óptimo de 6.5. En condiciones anóxicas y en 
presencia de luz utilizan el SH2 como dador de e-, para la fotosíntesis, oxidándolo a 
S2 como producto de oxidación intermedio, se deposita en gránulos en el interior 
celular. Cuando el sulfuro es limitante utilizan el S2 como donador de e- para la 
fotosíntesis, que se oxida a SO4

2- (Jonkers, 1999). El género se ha encontrado en 
aguas salobres y en biofilms rosas (Srinivas, 2008) con un 99 % de similitud. 

La banda 12 fue asignada al género Dokdonella (Clase Gammaproteobacteria, Orden 
Xanthomonadales), aerobio estricto, heterótrofo, inicialmente aislado del suelo y cuya 
actividad in situ no ha sido estudiada, si bien se sabe que su crecimiento óptimo se 
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produce a 30 ºC y pH 6-7 (Li, 2013). El género se ha encontrado en ambientes como 
filtros percoladores usados en el tratamiento de aguas residuales (Maestre, 2008) y 
en consorcios microbianos involucrados en la oxidación del metano en condiciones 
micro-aeróbicas (Liu, 2014) con un 99 % de similitud. 

Las bandas 13, 14 y 15 se asignaron al género Clostridium XI dentro de la Clase 
Clostridia del Phylum Firmicutes. Es un bacilo anaerobio estricto formador de 
endosporas, con crecimiento óptimo a 37 ºC y pH 7-7.4. Incluye especies 
homoacéticas capaces de utilizar purinas como el ácido úrico, xantina, hipoxantina y 
guanina, como única fuente de carbono, nitrógeno y energía, produciendo acetato, 
CO2 y NH3. Estas especies son organismos modelo para la investigación de la 
fermentación de los purines (Hartwich, 2012). El género se ha encontrado en 
ambientes como los lodos generados en las plantas de tratamiento de las aguas 
residuales con un 99 % de similitud (Wang, 2015). 

Las bandas 16 y 17 se asignaron al género Turicibacter dentro de la Clase 
Erysipelotrichia del Phylum Firmicutes. En reactores anaerobios se encuentra 
formando parte de la biomasa de bacterias conjuntamente con el género Clostridium 
donde participan en los procesos de fermentación (Li, 2015). 

La banda 18 fue asignada al género Iamia, que pertenece al Orden Acidimicrobiales 
dentro del Phylum Actinobacteria, encontrado por primera vez en equinodermos 
marinos (Kurahashi, 2009) y cuyo papel en los ecosistemas no ha sido estudiado. 
También se ha encontrado en digestores mesófilos anaerobios de aguas residuales 
urbanas (Riviere, 2009). 

La banda nº se asignó al el género Iluminobacter, organotrófico que crece en 
condiciones neutras o ligeramente alcalinas. Algunas especies de este género se han 
aislado en ambientes marinos (Matsumoto, 2013). Se han encontrado organismos 
con un 92 y 91 % de similitud en suelos agrícolas (Lal, 2012) y en sedimentos 
marinos contaminados por hidrocarburos (Acosta-González, 2013). 

La banda 20 se asignó al género Blastocatella, dentro el Phylum Acidobacteria, 
encontrado por primera vez en suelos (Foesel, 2013). Es un género Gram–, aeróbico, 
con metabolismo quimioorganotrófico, mesófilo y halotolerante. Otros ambientes en 
los que ha sido encontrado son fangos activos procedentes de aguas industriales 
(Layton, 2004) y reactores anaerobios a gran escala (Calusinska, 2016) con una 
similitud del 99 %. 

La banda 21 fue asignada al Phylum Chloroflexi que grupa bacterias formadoras de 
colonias filamentosas que constituyen biofilms. Se han encontrado organismos con un 
99 % de similitud en biofilms de aguas cálidas (Ross, 2010). 

La banda 22 se asignó al género Oscillochloris (Phylum Chloroflexi, Orden 
Chloroflexales). Se trata de una bacteria filamentosa de gran tamaño, de 2 a 5 µm de 
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ancho y varios de cientos de µm de largo, fotoautótrofa del azufre, mesófila y 
diazotrófica (fija N en forma de amonio) (Kuznetsov, 2011). Se han encontrado 
organismos con un 92 % de similitud en ambientes ricos en S2 (Bañeras, 2009). 

Las bandas 23 y 24 se asignaron al Phylum Bacteroidetes, bacterias anaerobias 
ampliamente distribuidas en suelo, sedimentos, agua dulce y salada e intestino, 
colonizando prácticamente todos los tipos de hábitats. Degradan materia orgánica de 
alto peso molecular (Thomas, 2011). Se han encontrado organismos con un 100 de 
similitud en comunidades microbianas procedentes de reactores ANAMMOX (Wang, 
2010). 

La banda 25 se asignó al género Parachlamidia, dentro del Phylum Chlamydiae. Son 
bacterias endosimbiontes de protistas unicelulares del género Amoeba, lo que impide 
su cultivo en laboratorio. Los entornos ambientales en los que se desarrolla, así como 
su influencia en el sistema son poco conocidos (Everett, 1999) si bien se han 
encontrado organismos con una similitud del 95 % en plantas de tratamiento de 
aguas (Corsario, 2010). 

 

Uno de los factores que puede influir en la evolución de las comunidades es el tipo de 
purín aportado al sistema. Los animales monogástricos contienen comunidades 
extremadamente complejas en su tracto intestinal, con más de 400 especies 
diferentes. Géneros anaerobios estrictos presentes en estas comunidades son 
Bacteroides, Fusubacterium, Bifidobacterium y Eubacterium, sin que exista una 
especie dominante. Por otro lado, los rumiantes presentan en el rumen 
microorganismos que digieren la celulosa, hemicelulosa y el almidón, con poblaciones 
que incluyen especies de Bacteroides, Ruminococcus, Succinimonas, Butyrivibrio, 
Selenomonas, Streptococcus y Lactobacilus (Atlas, 2001). Sin embargo, ninguno de 
estos géneros se encontró en las muestras analizadas, debido a la drástica reducción 
de la concentración de la materia orgánica y a la aparición de nuevos bioelementos 
en los purines en comparación con los parámetros presentes en los ambientes 
originales de éstos. 

Del análisis de las bandas que aparecen en las diferentes muestras se desprende 
que el Phylum Firmicutes es el predominante en todas ellas, con los géneros 
Clostridium y Turicibacter como poblaciones dominantes, independientemente del tipo 
de reactor, tipo de purín aportado o de la tasa de dilución. Estos géneros son 
endobacterias anaerobias estrictas,  implicados en los procesos fermentativos. El 
Phylum Proteobacteria también está presente en todas las muestras. Las bacterias de 
la Clase Alphaproteobacteria aparecen formando comunidades muy representadas 
sobre todo en las muestras 1, 2 y 3, todas ellas procedentes de biorreactores tipo 
capa fina, y menos representadas en la 8, 9 y 10. Estas comunidades son capaces de 
utilizar materia orgánica en presencia de luz y en condiciones anaerobias para crecer 
formando biofilms. Las bacterias de la Clase Gammaproteobacteria aparecen 
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mayormente en la muestras 3 y 8, ambas con las mismas condiciones de operación. 
Son bacterias rojas del azufre implicadas en procesos fotosintéticos a temperaturas 
de 30 ºC y pH neutros. Las poblaciones del Phylum ActinobacteriKa se encuentran en 
todas las muestras excepto 2, 8 y 11, las tres procedentes de biorreactores 
alimentados con purines de cerdo. Su presencia indica ambientes neutros. La 
presencia de la acidobacteria quimiolitotrofa Blastocatella en las muestras 4 a 11 
indica también un ambiente mesófilo apropiado para el crecimiento microalgal. El 
Phylum Chloroflexi o bacterias verdes no del azufre, aerobias facultativas formadoras 
de biofilms aparece en las muestras 1, 2 y 6, los dos primeros alimentados con purín 
de cerdo y la tercera con purín de vacuno, todas ellas procedentes de biorreactores 
de capa fina. La presencia de bacterias del Phylum Bacteroidetes, habituales en el 
tracto intestinal de mamíferos y vinculados a la degradación de materia orgánica de 
gran tamaño se encuentra en las muestras 1 a 7, todos tipo capa fina, pero no en las 
muestras extraídas de los biorreactores tipo Raceway. Las bacterias endosimbiontes 
del género Parachlamydia presentes en la muestra 3 indica una comunidad con la 
presencia de protozoos del género Amoeba. En estas asociaciones mutualistas el 
endosimbionte bacteriano parece que contribuye a completar los requerimientos 
nutritivos del protozoo, pero no parece estar relacionada con el crecimiento de la 
biomasa microalgal. 

 

La estructura de las comunidades bacterianas evoluciona con el tiempo debido a que 
las poblaciones presentes en un entorno concreto son sustituidas por otras cuando 
cambian las condiciones (Brooks, 2014). Desde este punto de vista relacionar las 
condiciones de operación con la estructura de la comunidad microbiana y con su 
cambio en el tiempo resulta interesante para mantener la estabilidad y rendimiento de 
los biorreactores dedicados a la obtención de biomasa algal. De esta manera, abordar 
el estudio de los biorreactores no solo desde el punto de vista de la ingeniería sino 
también de la ecología microbiana, conduciría a soluciones de consenso entre ambos 
criterios, ya que la interpretación ecológica puede proporcionar información útil sobre 
el funcionamiento que ayude a aumentar la eficiencia del proceso. A pesar de esto, la 
bibliografía actualmente disponible sobre la estructura de las comunidades 
bacterianas en consorcio con microalgas son muy escasas. 

Por otro lado, el seguimiento de las comunidades microbianas presentes en los 
biorreactores posibilitaría detectar con antelación y prevenir problemas operacionales. 
Sin embargo, hay que tener en cuenta que a día de hoy resulta difícil realizar 
predicciones a largo plazo debido a la complejidad de los sistemas, a la variabilidad 
de los purines aportados y a los factores abióticos no controlables (luz, temperatura, 
contaminaciones externas) que hacen que puedan desarrollarse nuevos géneros que 
den lugar a un nuevo equilibrio en las comunidades. 
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Tabla VI: Clasificación RDP de las bandas secuenciadas con al menos un 50% de nivel de confianza y sus correspondencias más cercanas obtenidas con 
la herramienta de búsqueda Blast con sus porcentajes de similitud y los ambientes de los que han sido recuperados (Intensidad < 20 = x, 20 ≤ Intensidad 
≥ 80 = xx, intensidad > 80= xxx) 

Taxonomic placement 
(50% confidence level) 

Ban
d n° 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11  Closest relatives in Blast name  

(accession number) 
Similarity 

(%) Source of origin 

Phylum Proteobacteria                
   Class Alphaproteobacteria 1 x xxx x x     xx x  Uncultured bacterium (KC497134) 99 Municipal drinking water distribution system tap water 
             Uncultured bacterium (EU835393) 99 RO membrane biofilm 
             Uncultured bacterium (AY957891) 98 Drinking water biofilm 
              A  
          Order Rhizobiales 2  xxx         xx Uncultured bacterium (KJ783103) 99 Petrochemicial wastewater treatment plant sludge 
             Uncultured bacterium (HQ681950) 97 Activated sludge 
             Uncultured bacterium (KT798637) 97 Anaerobic reactor inoculated with sludge coming from 

a mesophilic WWTP anaerobic reactor 
             Uncultured bacterium (KR185739) 95 Simultaneous wastewater treatment and biogas 

upgrading with microalgae and bacteria 
              A  
          3 xx   xx xx      xx Uncultured bacterium (KC307964) 97 Freshwater 
             Uncultured bacterium (HF545890) 95 Biofilm 
             Uncultured alpha proteobacterium 

(AY192063) 
95 EBPR sludge 

              A  
          Order Rhodobacterales                
               Family Rhodobacteraceae 4 xx xx xx  xx x xx     Uncultured bacterium (KJ808504) 95 Activated sludge 
             Uncultured Alphaproteobacteria 

bacterium (CU922171) 
95 Mesophilic anaerobic digester which treats municipal 

wastewater sludge 
             Uncultured alpha proteobacterium 

(KC633599) 
95 Activated sludge of a full-scale WWTP 

             Uncultured bacterium (JN391674) 95 Activated sludge in aerobic tank of activated sludge 
reactor 

              A  
                  Genus Rubribacterium 5  xx xx xx  x xx     Uncultured alpha proteobacterium 

(AB491854) 
96 Microbial flocs floating in brackish water of a pond in a 

whiteleg shrimp hatchery 
             Rubribacterium polymorphum 

(NR116472) 
95 Litoral zone of small soda lake 

             Uncultured Rhodobacteraceae 
bacterium (FJ516820) 

95 Biofilm 

              A  
 6 xx xxx xx  xx xx xxx     Rubribacterium polymorphum 

(NR116472) 
94 Litoral zone of small soda lake 

             Uncultured alpha proteobacterium 
(AB491854) 

94 Microbial flocs floating in brackish water of a pond in a 
whiteleg shrimp hatchery 

              A  
 7 xx xxx x x   xx x    Uncultured alpha proteobacterium 

(AB491854) 
96 Microbial flocs floating in brackish water of a pond in a 

whiteleg shrimp hatchery 
             Rubribacterium polymorphum 

(NR116472) 
95 Litoral zone of small soda lake 

             Uncultured Rhodobacteraceae 
bacterium (FJ516820) 

95 Biofilm 

              A  
 8 xx xxx xx x x     x  Uncultured alpha proteobacterium 97 Unvegetated soil environments at the Falkland Islands 
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(EF220476) 
             Uncultured bacterium (KJ756940) 92 Waste water treatment plant's biofilter 
             Uncultured alpha proteobacterium 

(KF826986) 
92 Biofilm 

             Uncultured Alphaproteobacteria 
(CU918637) 

92 Mesophilic anaerobic digester which treats municipal 
wastewater sludge 

              A  
 9  xx          Rubribacterium polymorphum 

(NR116472) 
97 Litoral zone of small soda lake 

             Uncultured Rhodobacteraceae 
bacterium (FJ516820) 

96 Biofilm 

              A  
   Class Gammaproteobacteria                
         Order Chromatiales                
               Family Chromatiaceae                
                     Genus Thiocapsa 10 x xx xxx xx  x x xxx xx   Thiocapsa roseopersicina 

(NR041729) 
99 Culture Collection 

             Thiocapsa rosea (NR028864) 99 Culture Collection 
             Thiocapsa subramanianii 

(AM779060) 
99 Brackish water 

             Thiocapsa sp (FM177598) 98 Surface water with pink mat 
              A  
 11  xx x         Thiocapsa sp (FN293074) 99 Freshwater pond 
             Thiocapsa rosea (NR114687) 99 Culture Collection 
             Thiocapsa pendens (NR114686) 99 Culture Collection 
             Thiocapsa roseopersicina (Y12364) 99 Culture Collection 
              A  
         Order Xanthomonadales                
               Family Xanthomondaceae                
                  Genus Dokdonella 12   xx  x       Uncultured bacterium (FM213011.1) 99 Biotrickling filter removing H2S from water treatment 

sludge 
             Uncultured Dokdonella sp 

(JN217047) 
99 Anaerobic culture 

             Uncultured bacterium (JN192033) 99 Membrane biorreactor inoculated with activated sludge 
sewage from the urban solid waste 

             Uncultured bacterium (JF284314) 99 Biofilm on the surface of poly component packing 
              A  
Phylum Firmicutes                
   Class Clostridia                
         Order Clostridiales                
               Family Peptostreptococcaceae                
                  Genus  Clostridium XI 13 xx xxx xx xxx xxx xxx xxx xxx xxx xxx xxx Uncultured bacterium (KJ808501) 98 Activated sludge 
             Uncultured bacterium (KJ013791) 98 Sediment samples 
             Uncultured bacterium (KJ907458) 98 Anaerobic digester treating brown water and food 

waste under microaeration conditions 
             Uncultured Clostridium sp 

(KJ590269) 
98 Hydrolytic digester fed with a straw/hay mixture 

operated at 55 degree C 
              A  
 14  xx x x  x  x x x  Uncultured bacterium (KM281159) 97 Farm soil 
             Uncultured bacterium (KJ571142) 97 Food garbage and cow dung 
             Uncultured bacterium  (JX898052) 97 Mechanically separated cow slurry 
              A  
 15  xx x  x   x   xx Uncultured bacterium (KJ808497) 98 Activated sludge 
             Uncultured Clostridium sp 98 Hydrolytic digester fed with a straw/hay mixture 
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(KJ590269) operated at 55 degree C 
             Uncultured bacterium (KJ907458) 98 Anaerobic digester treating brown water and food 

waste under microaeration conditions 
             Uncultured bacterium (KF427956) 98 Sewage activated sludge 
              A  
  Class Erysipelotrichia                
          Order Erysipelotrichales                
                  Family Erysipelotrichaceae                
                     Genus Turicibacter 16 xx xx xx xx xx xx xx xxx xx xx  Uncultured bacterium (KT835636) 100 Activated sludge 
             Uncultured Turicibacter sp 

(KM244943) 
100 Fecal matter of pigs shifted from indoor to free range in 

Urban 
             Uncultured bacterium (GQ138654) 100 ASBR reactor treating swine waste 
             Uncultured compost bacterium 

(FN667301) 
100 Full scale municipal waste compost 

              A  
 17 x xxx xx     xxx xx xx  Uncultured Turicibacter sp 

(KM244943) 
100 Fecal matter of pigs shifted from indoor to free range in 

Urban 
             Uncultured bacterium (AB902620) 100 Down-flow Hanging Sponge (DHS) reactor treating 

sewage after Up-flow Anaerobic Sludge Bed (UASB)                     
reactor 

             Uncultured bacterium (KC551602) 100 Activated sludge 
             Uncultured bacterium (GQ138654) 100 ASBR reactor treating swine waste 
              A  
Phylum Actinobacteria                
   Class Actinobacteria                
      Subclass Acidomicrobidae                
         Order Acidimicrobiales                
            Suborder Acidimicrobineae                
               Family Iamiaceae                
                  Genus Iamia 18 x  xx x xxx x x  x x  Uncultured Actinobacteria 

(CU926940) 
98 Mesophilic anaerobic digester which treats municipal 

wastewater sludge 
             Uncultured bacterium (KJ807903) 98 Activated sludge 
             Uncultured bacterium (KU649824) 98 Anaerobic full-scale reactors 
             Uncultured actinobacterium 

(JQ624308) 
98 Wastewater treatment plant 

              A  
               Family Acidimicrobiaceae                
                  Genus Ilumatobacter 19 x           Uncultured bacterium (JX079246) 92 Contaminated agricultural soil BG-2 
             Uncultured actinobacterium 

(JF344254) 
91 Petroleum spot over marine sediments from Figueiras 

beach 
              A  
Phylum Acidobacteria                
   Class Acidobacteria_Gp4                
                  Genus Blastocatella 20    x xx xxx x x x x xxx Uncultured bacterium (AF097780) 99 Activated sludge 
             Uncultured bacterium (KU653116) 99 Anaerobic full-scale reactors 
             Uncultured bacterium (KU854407) 98 Domestic wastewater from sewer system 
             Uncultured bacterium (KM281164) 95 Farm soil 
              A  
Phylum Chloroflexi 21  x          Uncultured Chloroflexi bacterium 

(FJ885724) 
99 Yellowstone National Park mesothermic microbial mats 

             Chloroflexi bacterium (KP341999) 99 Hot spring 
              A  
   Class Chloroflexia                
          Order Chloroflexales                
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            SubOrder Chloroflexineae                
               Family Oscillochloridaceae                
                  Genus Oscillochloris 22 x x    x      Chloroflexaceae bacterium 

(EU918580) 
92 Lake Mud water column 

             Uncultured Chloroflexi bacterium 
(EU918600) 

92 Roldan sulfur spring microbial mat 

              A  
Phylum Bacteroidetes 23 x x   x       Uncultured bacterium (HQ640531) 100 Partial nitrifying-ANAMMOX municipal wastewater 

reactor 
             Uncultured bacterium (KU650792) 99 Anaerobic full-scale reactors 
             Uncultured bacterium (JN087868) 99 Nitrifying biorreactor under inorganic carbon limitation 
             Uncultured bacterium (KU991981) 99 Anoxic removal of BTEX compounds 
              A  
 24 x  xx x  x x     Uncultured bacterium (HQ640531) 100 Partial nitrifying-ANAMMOX municipal wastewater 

reactor  
             Uncultured bacterium (KU650792) 99 Anaerobic full-scale reactors 
             Uncultured bacterium (JN087868) 99 Nitrifying biorreactor under inorganic carbon limitation 
             Uncultured bacterium (KU991981) 99 Anoxic removal of BTEX compounds 
              A  
Phylum Chlamydiae                
   Class Chlamydiia                
         Order Chlamydiales                
               Family Parachlamydiaceae                
                  Genus Parachlamydia 25   x         Protochlamydia naegleriophila 

(FJ532294) 
95 Sludge from clarifier 

             Uncultured bacterium (GU914666) 94 Activated sludge 
             Uncultured Candidatus 

Protochlamydia sp. (AB512170) 
94 Microbial mat 

             Parachlamydiaceae bacterium 
(FJ532292) 

94 Sand-filtered water 

              A  
Unclassified Bacteria 26 xx  x xx xx x x    xx Uncultured Gemmatimonas sp. 

(F515763) 
97 Soil 

 
            Uncultured bacterium (EF377498) 97 Water sampled from Jauron River 

 
            Uncultured bacterium (JQ923584) 96 Drinking water distribution system 

 
            Uncultured bacterium (DQ974041) 96 Detritusphere of incorporated wheat straw in loamy soil 
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5     CONCLUSIONES 

 

.- La biodiversidad de las comunidades medida con el índice de Shannon-Wiener 
aumenta en los biorreactores con mayor tasa de dilución, independientemente del 
tipo de biorreactor y del tipo de purines aportados. 

.- Los índices de similitud entre muestras no permiten definir un único factor claro de 
operación que defina la composición de las comunidades bacterianas, sino que todos 
los factores parecen influir en mayor o menor medida, además de otros factores no 
controlables como las condiciones de luz y temperatura dependientes del clima a la 
que están sometidos los biorreactores. 

.- El volumen de los biorreactores no parece influir en las estructura de las 
comunidades microbianas, pero sí el tipo de biorreactor, que condiciona que las 
bacterias se encuentren suspendidas o constituyendo biofilms. 

.- Los géneros comunes en todas las comunidades obtenidas de las muestras 
corresponden al Phylum Firmicutes, concretamente Clostridium y Turicibacter, 
géneros anaerobios estrictos implicados en procesos fermentativos. 

.- El Phylum Bacteroidetes aparece en exclusivamente en los biorreactores de capa 
fina, lo que indica que las condiciones de operación en estos resultan favorables para 
su crecimiento. 

.- Otros grupos encontrados pertenecen a los Phylum Proteobacteria, Acidobacteria, 
Actinobacteria y Chloroflexi, además de bacterias endosimbiontes del Phylum 
Chlamydiae. 
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6     ANEXOS 

 

ANEXO I 

 

Protocolo para extracción de ADN 

Fast DNA Spin Kit for Soil (MP Biomedicals, Ref 11-6560-200) 

 

1.- 400 µl de muestra se añaden sobre el tubo lysing Matrix E para lisar el 
contenido celular 

2.- Añadir 978 µl de Sodium Phosphate buffer al tubo lysing Matrix E 

3.- Añadir 122 µl de MT buffer al tubo lysing Matrix E 

4.- Homogeneizar en minibeadbeater, 160 s 

5.- Centrifugar 10´ a 14.000 rpm para la eliminación de restos de tamaño 
grande y células con pared celular compleja del lisado 

6.- Pasar el sobrenadante a tubo de 2 ml limpio y añadir 250 µl de PPS 
(protein precipitation solution). Voltear a mano 10 veces 

7.- Centrifugar 10´ a 14.000 rpm para precipitar el sedimentado  

8.- Pasar el sobrenadante a tubo falcon de 50 ml. Añadir 1 ml de Binding 
Matrix E y dejar una hora en agitación orbital Shaker a 120 rpm 

9.- Extraer 600 µl del tubo falcon y pasar a tubo Spin Filter. Centrifugar 1´ a 
14.000 rpm. Desechar el volumen de abajo. Repetir la trasferencia y la 
centrifugación hasta acabar el volumen del tubo falcon en el mismo Spin Filter, 
desechando el flujo que ha pasado a través del filtro 

10.- Añadir 500 µl de SEWS-M (solución de lavado) al tubo Spin Filter (con 
100 ml de etanol puro, al 100%) para lavar impurezas una vez que el DNA 
está unido a la matriz de unión 

11.- Centrifugar 2´ a 14.000 rpm. Desechar la parte inferior 

12.- Centrifugar 2´ a 14.000 rpm para eliminar los restos de SEWS-M y etanol 
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13.- Pasar las columnas a tubos limpios de 2 ml y dejar abiertos durante 5´ 
para secado a temperatura ambiente 

14.- Añadir 75 µl de DES a la columna e incubar durante 2´ 

15.- Centrifugar 2´ a 14.000 rpm para eluir el DNA en el tubo de recogida. 
Descartar la columna 

16.- Guardar a 4 ºC en refrigerador o a –20 ºC si va a tardar en usarse 
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ANEXO II 

 

Protocolo para limpieza de bandas 

GenElute PCR DNA Purification (Kit Sigma-Aldrich, Ref Na1020-1KT) 

 

1.- Insertar la minicolumna de unión con el anillo azul en los eppendorf 
proporcionados.  

2.- Añadir a cada columna 500 µl de buffer Colum Preparation Solution  

3.- Centrifugar 1´ a 12.000 g. Descartar eluyente 

4.- En eppendorf poner 225 µl de Binding Solution y 45 µl de PCR y pasarlo a la 
columna. Añadir la mezcla a la columna azul varias veces hasta acabarla. 

5.- Centrifugar 1´ a 14.000 g. Eliminar sobrenadante y volver a poner la columna en 
el eppendorf colector. 

6.- Añadir 500 µl de Wash Solution diluida con etanol 100% 

7.- Centrifugar 1´ a 14.000 g. Eliminar sobrenadante 

8.- Centrifugar 2´ a 14.000 g. Eliminar sobrenadante 

9.- Transferir la columna a tubos limpios y esperar 5 min para que se evapore el 
etanol 

10.- Eluir la columna con 60 µl de Elution Solution aplicado en el centro de cada 
columna e incubar 1´ a temperatura ambiente.  

11.- Centrifugar 1´a 14.000 rpm 

12.- Recoger el eluyente. 
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