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RESUMEN 

Los colorantes azoicos son el grupo más importante de colorantes sintéticos y 

representan aproximadamente la mitad de las 280,000 toneladas de colorantes 

descargados en efluentes industriales cada año. Los métodos utilizados 

rutinariamente para su tratamiento en aguas residuales son: costosos, consumen 

energía y tienen una aplicabilidad limitada, generando interés en los procesos 

biológicos que involucran la utilización de hongos, algas y bacterias o enzimas 

azoreductasas y oxidativas, para dar lugar a productos intermediarios menos tóxicos 

con el medio ambiente. El presente estudio evaluó la capacidad de decoloración, 

degradación y toxicidad de los colorantes azosulfonados (Rojo Ponceau S y Naranja 

de metilo). La cepa bacteriana 1MS fue sometida a un análisis de secuencia del 16S 

rRNA confirmando el aislado como Franconibacter daqui sp. La cepa decoloró al 

Naranja de metilo a 100 ppm en un 98% durante un periodo de 120 horas, 50 ppm 

un 100% en 48 horas y a 1000 ppm alcanzó una decoloración del 54% durante 120 

horas; además decoloro al colorante Rojo Ponceau S a 100 ppm en un 93% durante 

un periodo de 120 horas, 50 ppm un 100% durante 48 horas y para la concentración 

máxima estudiada 1000 ppm decoloró un 41% durante 120 horas. Parámetros como 

el pH, temperatura, concentración de colorantes y tiempo de incubación, se 

optimizaron para desarrollar un proceso de decoloración económicamente factible. 

Franconibacter daqui sp, decoloro al Naranja de metilo y Rojo Ponceau S en un pH 

óptimo de 7, una temperatura de 37ºC, concentración de 50 ppm y un tiempo de 

incubación de 72 horas. La decoloración fue confirmada mediante espectroscopia 

UV-VIS, la degradación mediante FT-IR y GC-MS, los cuales sugieren una 

degradación simétrica y asimétrica, las cuales producen subproductos aromáticos 

cancerígenos/mutagenicos como lo fueron la anilina, naftaleno, 2-Naftol,1-amino-2-

naftol. Los productos biodegradados causaron toxicidad a nivel del organismo, 

puesto que redujeron significativamente la longitud de la raíz, tallo y el porcentaje 

de germinación de las semillas de frijol Phaseolus vulgaris. Los resultados de este 

estudio permitieron demostrar que en condiciones óptimas de la cepa bacteriana, 

esta convierte los colorantes azoicos en productos peligrosos para el medio 

ambiente y es capaz de producir una decoloración en ellos. 
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1.INTRODUCCIÓN 

 

La contaminación ambiental ha aumentado en los últimos años, debido a la 

generación de contaminantes de diferentes sectores industriales, como la industria 

del papel, del cuero, de fertilizantes, de alimentos, de cosméticos, productos 

farmacéuticos y textiles (Ghimpusan et al., 2017; Toczyłowska-Mamińska, 2017). 

Estas industrias a nivel mundial descargan diariamente grandes volúmenes de 

efluentes coloreados de aguas residuales con altos niveles de colorantes azoicos 

(entre 100 y 250 mg/L). El sector textil es el mayor generador de aguas 

contaminadas debido a su gran consumo y utilización, se estima que 

aproximadamente el 20% de la contaminación industrial del agua proviene de este 

(Holkar et al., 2016). Aproximadamente 10,000 colorantes textiles están disponibles 

comercialmente en todo el mundo y su producción anual equivale a 7 × 105 

toneladas métricas, de las cuales el 10-15% es vertido a las fuentes de agua  

durante el proceso de coloración textil (Asad et al., 2007). La Organización Mundial 

de la Salud (OMS) ha estipulado límites seguros para la descarga de efluentes 

coloreados en el ambiente. Sin embargo, el 2% de estos son vertidos directamente 

sin tratamiento previo adecuado (Kono, 2017). Un factor agravante adicional es la 

incorporación de metales pesados (cadmio, cromo, cobalto, cobre, hierro, níquel, 

plomo y mercurio) como mordientes en los procesos industriales. Según la 

Asociación Ecológica y Toxicológica de Fabricantes de Colorantes y Pigmentos 

Orgánicos (ETAD) en el informe anual de 2017, se recomienda la posibilidad de un 

nuevo enfoque para la evaluación de metales, pigmentos y colorantes orgánicos, en 

función de su perfil toxicológico, biodegradabilidad y bioacumulación en niveles de 

exposición relativamente bajos (Çetin et al., 2008; Haq et al., 2016). 

 

La detección de colorantes y los subproductos de su transformación en aguas 

residuales demuestra la ineficiencia de los procesos de tratamiento (Leite et al., 

2016). Los colorantes son detectados en concentraciones tan bajas como 1 mg/mL,  

lo que trae consigo un problema estético, que más allá del color, afecta 

significativamente la actividad fotosintética de los hidrofitos al reducir la penetración 
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de la luz en capas profundas, deteriorar la calidad del agua y reducir la solubilidad 

del oxígeno, causando efectos tóxicos agudos en la flora y la fauna acuática 

(Lalnunhlimi & Krishnaswamy, 2016; Mathur et al., 2006), debido a su presencia 

prolongada en el medio ambiente, acumulación en sedimentos, en peces u otras 

formas de vida (Zaharia et al., 2009).  

 

Estudios toxicológicos comparativos de aguas residuales tratadas y no tratadas de 

colorantes realizados en peces, muestran una reducción marcada en la mortalidad, 

efectos citotóxicos en los glóbulos rojos, reducción en sus recuentos, cambios 

porcentuales en su forma (poiquilocitosis) y variación en su tamaño (Soni et al., 

2017). Otros efectos observados en los peces incluyen: cambios en las regulaciones 

iónicas de tejidos como el hígado, los riñones y los músculos (Karthikeyan et al., 

2006), comportamiento anormal, hiperexcitación, movimiento opercular rápido, 

cambios histopatológicos como el agrandamiento y separación de barras 

branquiales, y desintegración de las vellosidades intestinales (Selvaraj et al., 2015). 

Así mismo, ha sido reconocida la pérdida del valor nutritivo como proteínas, 

carbohidratos y lípidos tanto en cangrejos como en peces (Sekar et al., 2009). 

Efectos nocivos en la salud humana y animal también han sido reconocidos como 

la disfunción de los riñones, el sistema reproductivo, hígado, cerebro y el sistema 

nervioso central (Bulut et al., 2008; Chen et al., 2003), irritación del tracto 

respiratorio, ojos, piel, asma, dolor de garganta y dermatitis alérgica de contacto 

(Mondal et al., 2017; Kurade et al., 2017). Por lo tanto, el desarrollo de tecnologías 

eficientes y respetuosas con el medio ambiente para remediar colorantes en aguas 

residuales hasta el límite permisible a costos accquibles son consideradas hoy en 

día una prioridad (Megha et al., 2015). Los diferentes métodos utilizados como la 

floculación, la irradiación, la adsorción, la precipitación, la oxidación química, la 

coagulación, la electrólisis y la foto degradación han presentado desventajas 

importantes como la versatilidad limitada, el alto costo, la baja eficiencia, resistencia 

mecánica pobre, dificultad para su separación, resistencia deficiente a soluciones 

ácidas e interferencia con otros componentes de aguas residuales (Li et al., 2015). 

A diferencia de los tratamientos biológicos, tanto aeróbicos, como anaerobios o 



 16 

mixtos que son considerados efectivos, económicos, eco amigables, eficientes para 

degradación de colorantes, las bacterias son una de las tecnologías más populares 

aplicadas como cepas únicas, co-cultivos de cepas o cultivos mixtos, las cuales 

degradan e incluso mineralizan completamente muchos colorantes al usarlos como 

fuentes de carbono o energía (Saleh & Hazaa, 2017). Estudios recientes informan 

su interés en bacterias tolerantes a metales consideradas candidatas potenciales 

para estudios de biorremediación ex situ o in situ debido a su capacidad para 

acumular, eliminar, concentrar y recuperar metales pesados de efluentes 

industriales y fagos de minas, debido a su capacidad de desarrollar y adoptar 

diferentes mecanismos enzimáticos de desintoxicación, que mejoran la movilidad y 

la disolución fáciles en los sitios de descarga (Nanda et al., 2019; Uslu & Tanyol , 

2006). 

 

La biotransformación de algunos colorantes puede conducir a la formación de 

moléculas con alto potencial toxicológico, como las aminas aromáticas (Almeida & 

Corso, 2014). De hecho, desde 2002, se han impuesto restricciones legales con 

respecto al uso de colorantes azoicos en la Unión Europea, sobre la base de la 

modificación de la Directiva 76/769/CEE del Consejo (Ahlstrom et al., 2005). 

Además, el Reglamento (CE) 1907/2006 de la Unión Europea prohíbe el uso de 

ciertos colorantes azoicos que liberan aminas aromáticas (Vineis & Pirastu, 1997). 

Recientemente, los estudios han demostrado que los colorantes azoicos en prendas 

de vestir experimentan biotransformación a través de la acción de varias bacterias 

de la piel, lo que conduce a la posible liberación de aminas aromáticas, que pueden 

ser absorbidos por vía cutánea (Bruschweiler & Merlot, 2017). Entre los productos 

liberados en el proceso de biotransformación se incluyen 40 aminas aromáticas 

diferentes derivadas de aproximadamente 180 colorantes azoicos registrados como 

mutagénicos y 14 como cancerígenos. 

 

En Colombia, por ley obligatoria (Resolución 0631 del 17 de marzo de 2015), se 

establecen los parámetros y límites permisibles que reflejan la calidad de los 

vertimientos generados en los procesos industriales. Sin embargo, no hay 



 17 

programas que permitan el monitoreo continuo de actividades industriales 

específicas que involucren el uso de colorantes. Por lo cual, los estudios sobre 

degradación de colorantes son pocos. Flórez-Restrepo et al., 2018 evaluaron la 

capacidad de decoloración del colorante negro reactivo 5 por Rhodotorula 

mucilaginosa, Galactomyces pseudocandidum y Escherichia coli encontrando que 

las cepas pudieron decolorar el 80% del colorante dentro de las primeras 100 horas, 

tanto individualmente y en estado de consorcio. Otros estudios han evaluado el 

potencial de los hongos en el proceso de decoloración e investigado la actividad 

fúngica que poseen las enzimas en la decoloración, así como los parámetros 

óptimos para la decoloración de los colorantes azo y trifenilmetano (Plácido et al., 

2016).  

 

En las últimas décadas la eliminación de colorantes sintéticos de los efluentes 

industriales a través de microorganismos ha demostrado beneficios considerables 

como los bajos costos de procesamiento, los productos no tóxicos o la 

mineralización completa (Bhatia et al., 2017). Diversos microorganismos como 

hongos, bacterias, levaduras y algas han sido reportados con la capacidad de 

decolorar y mineralizar completamente muchos colorantes azoicos (Garg & Tripathi, 

2017), algunos ejemplos incluyen Aeromonas hydrophila, Citrobacter sp, 

Enterobacter sp, Aspergillus niger, Alternaria solani, Candida krusei, Gloeocapsa, 

Pleurocapsoides, Bacillus stratosphericus (Anand Mariadoss et al., 2019; Ali, 2010). 

La utilización de los sistemas bacterianos para la decoloración y degradación de 

colorantes es de particular interés debido a su facilidad de síntesis, mantenimiento 

y capacidad inherente para sobrevivir en condiciones estresantes y de 

descomponer los colorantes en productos no tóxicos, mecanismo que es atribuido 

a la presencia de diversas enzimas oxidantes y reductivas para la biotransformación 

(Nanda et al., 2019). 

 

Se ha reportado que las diferencias encontradas en la eficiencia de la decoloración 

de varios colorantes azoicos se deben en gran medida a las estructuras químicas 

de los colorantes. Los colorantes con estructuras simples y pesos moleculares bajos 
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son decolorados más rápido que aquellos con estructuras complejas. La presencia 

de sulfonatos en los colorantes azoicos ha sido reconocida como un factor crucial 

en la resistencia a la decoloración del colorante. El objetivo principal de este estudio 

fue evaluar la capacidad de degradación catalítica de los colorantes Rojo Ponceau 

S y Naranja de Metilo empleando la cepa bacteriana 1MS. Los colorantes 

estudiados contienen uno y cuatro grupos sulfonatos respectivamente (Pearce et 

al., 2003). Teniendo en cuenta la estructura del Naranja de metilo, su ácido sulfónico 

presente en la estructura le da un comportamiento ácido (pKa 1⁄4 3.4) y a pH 

fisiológico, está altamente ionizado (> 99.9%), lo cual significa que tiene una gran 

capacidad para ser difundido y adsorbido completamente en la mayoría de las 

condiciones ambientales (Tuttolomondo et al., 2014). 

 

2. MARCO TEÓRICO 

2.1. Colorantes 

 

El término colorante se refiere a la sustancia fluorescente o intensamente coloreada 

capaz de transmitir su color a un sustrato por medio de absorción selectiva de luz 

(Moeller & Garzón, 2003). El color es derivado de estructuras orgánicas complejas 

constituidas por dos elementos fundamentales, los cromóforos, responsables de 

producir el color y los auxocromos, que pueden complementar el cromóforo al 

incrementar la solubilidad, amplificar la afinidad al sustrato e incrementar la 

intensidad del color. Los cromóforos más importantes son los grupos azo, carbonilo, 

metino, nitro y quinoide y dentro de los auxocromos más importantes se encuentran 

los grupos amina, carboxilo, sulfonato e hidroxilo (Hudari et al., 2017; Gupta et al., 

2009). 

 

Según su origen, los colorantes pueden ser clasificados como naturales o sintéticos. 

El hombre ha utilizado colorantes naturales desde la antigüedad, el primer uso 

conocido de un colorante orgánico se presentó hace más de 4000 años, cuando el 

azul índigo fue encontrado en las envolturas de las momias egipcias. Hasta el siglo 
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XIX todos los colorantes eran más o menos naturales, extraídos de plantas, insectos 

y moluscos y producidos a pequeña escala. Sin embargo, los colorantes empezaron 

a ser fabricados sintéticamente y a gran escala, luego de su descubrimiento en 1856 

por Pekín (Gupta & Suhas, 2009). Los colorantes sintéticos se caracterizan por 

poseer estructuras aromáticas complejas que los hacen muy estables en ambientes 

naturales y resistentes a la degradación (Robert et al., 2008). Los colorantes 

muestran una diversidad estructural considerable y se clasifican teniendo en cuenta 

diversos aspectos, por ejemplo, su estructura química, su aplicación al tipo de fibra 

o pueden identificarse dependiendo de su solubilidad. El sistema Color Índex (CI), 

es el sistema de clasificación más utilizado (Hunger 2002). Este incluye el nombre 

de la clase de colorante (básico, disperso, ácido, directos, básicos, aniónico, sulfuro, 

entre otros), su color (rojo, azul, entre otros) y un número. El código del CI es 

asignado a un colorante cuando un fabricante revela la estructura química 

comparándolo con un medio de contraste (Christie 2001; Días et al., 2007). Según 

las inspecciones de ETAD, al analizar 4000 colorantes el 90% de estos exhibieron 

sus valores LD50 mayores a 2 x103 mg/kg (Arlinker 1979). Diferentes informes de 

pruebas biológicas permitieron declarar a muchos de estos colorantes sintéticos 

como extremadamente nocivos, oncogénicos y como una amenaza severa a los 

seres vivos (Cuoto et al., 2009). 

 

Colorantes azoicos 

 

Los colorantes azoicos representan alrededor del 70% de la producción mundial de 

colorantes, se caracterizan por la presencia de uno o más enlaces azoicos (-N = N) 

como cromóforos, generalmente unidos a anillos bencénicos o naftalénicos, los 

cuales pueden contener diferentes sustituyentes tales como: cloro (–Cl), metil (–

CH3), nitro (–NO2), amino (–NH2), hidroxil (–OH), carboxil (–COOH), dando lugar a 

diferentes tipos de colorantes azo (Zollinger, 1991) (Figura 1). Generalmente 

absorben en la región de longitud de onda visible entre 350 y 650 nm (Kim et al., 

2011).  
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Figura 1. Estructura básica de colorantes azo, tomada de Kim et al., 2011 

Son ampliamente utilizados en industrias textiles, cosméticas, alimentarias, 

farmacéuticas y de impresión de papel (Tee et al., 2015; Yaseen & Scholz, 2016), 

debido a que son rentables, versátiles con una amplia gama de colores (rojo, azul, 

naranja, negro, amarillo), presentan alta estabilidad a diferentes rangos de pH, altas 

temperaturas y condiciones de luz y un porcentaje de fijación superior al 98%. La 

alta estabilidad es considerada un defecto cuando son vertidos, puesto que se 

requieren tratamientos fuertes para disminuir los efectos nocivos que causan sobre 

los recursos hídricos (Lin & Leu 2008; Amin et al., 2010).  

 

Los colorantes azoicos son el grupo toxicológico más relevante de colorantes 

sintéticos, además, se ha documentado a través de estudios que ciertos 

compuestos originales y/o sus subproductos de degradación poseen propiedades 

mutagénicas y cancerígenas para los humanos y otras formas de vida (Le et al., 

2016; Brambilla et al., 2019). La toxicidad de colorantes se ha evaluado utilizando 

diversos bioindicadores como Daphnia magna, Salmonella thyphimurium, 

Phaseolus vulgaris, peces, entre otros. Asimismo, se han realizado ensayos en 

ratas e incluso monitoreos biológicos a trabajadores de la industria textil (Mathur et 

al., 2003; Bae et al., 2006; Dönbak et al,. 2006; Kwon et al., 2008). 

 

• Naranja de metilo (C.I. 13025) (ácido sulfónico 4-Dimetilaminoazobenceno) es un 

colorante azo sulfonado con características de ácido débil. La fórmula molecular 

es C14H14N3NaO3S y su peso molecular es de 327,34 g/mol. Es utilizado como 

indicador de pH en laboratorios, el cual cambia de color de rojo a naranja-amarillo 

entre pH 3.1 y 4.4 (Ni et al., 2007). En la actualidad se registran muchas 
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aplicaciones, desde preparaciones farmacéuticas, como colorante de teñido al 5% 

en telas y plásticos, y determinante de la alcalinidad del fango en procedimientos 

petroleros. También se aplica en citología en conjunto con la solución de Fucsina. 

Es de colores brillantes y altamente soluble en agua, lo que dificulta su 

remediación a través del sistema de tratamiento convencional. La presencia del 

grupo benzidina en su estructura lo convierte en un colorante con propiedades 

tumorigénicas y carcinógenas debido a los productos de biotransformación de 

este compuesto (Pillai, 2017). 

 

Figura 2. Estructura quimica del Naranja de metilo. 

 
• Rojo Ponceau S (C.I. 27195) es otro colorante sulfonado, también conocido como 

rojo ácido 112, utilizado en la industria de telas, cuero y papel, en pinturas, tintas 

y plásticos (Meena et al., 2009; El-Desoky et al., 2010). Otras aplicaciones 

incluyen su uso en laboratorios clínicos como colorante de unión a proteínas para 

la tinción de proteínas del suero sanguíneo (Bannur et al., 1999). Así mismo es 

ampliamente usado en la técnica analítica Western blot o electro transferencia 

usada en biología celular y molecular para identificar proteínas específicas en una 

mezcla compleja de proteínas, donde su función consiste en la tinción para la 

detección reversible de bandas de proteínas en nitrocelulosa y membranas de 

PVDF (Fluoruro de polivinilideno). Sin embargo, sus productos de 

biotransformación tienen efectos tóxicos contra organismos acuáticos y son 

sospechosos de ser cancerígenos para los seres humanos (Vijaykumar et al., 

2007). 
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Figura 3. Estructura quimica del Rojo Ponceau S. 

 

2.2 Decoloración y degradación de colorantes por bacterias 

Los esfuerzos para aislar cultivos bacterianos capaces de degradar los colorantes 

azoicos se iniciaron en la década de 1970 con reportes de Bacillus subtilis (Horitsu 

et al., 1977) y desde entonces se han notificado numerosas bacterias aerobias y 

anaerobias, pertenecientes a diversos géneros incluidos: Shewanella onediensis 

MR-1 (Liu et al., 2016), Bacillus cereus MAM-B1 (Saleh & Hazaa, 2017), 

Acinetobacter baumannii YNWH 226 (Li et al., 2015), Xenophilus azovorans  

Sphingomonas sp. (Wang et al., 2009), Acinetobacter sp. entre otras que son 

capaces de decolorar el colorante, ya sea en cultivos puros o en consorcios. 

 

La decoloración de los colorantes es realizada principalmente por dos procesos: (i) 

la absorción por biomasa microbiana y (ii) la degradación por las células 

microbianas. En la absorción, el colorante no se descompone en fragmentos más 

pequeños, lo que mantiene intacta la estructura original del colorante. Pero en el 

proceso de degradación, la estructura parental del colorante se destruye, se divide 

en fragmentos y/o en algunos casos, se convierte en CO2, H2O y sales inorgánicas 

(Zhou & Zimmermann, 1993). Los productos del metabolismo intermedio generados 

durante el proceso de decoloración, como las aminas aromáticas y las acrilamidas, 

pueden degradarse por enzimas reductoras extracelulares, como la azoreductasa y 

enzimas oxidativas, como la lacasa, la tirosinasa, la lignina y las peroxidasas de 

manganeso producidas por las bacterias (Magyar & Mura-Meszaros, 2016). Estas 

enzimas no son exclusivas de los organismos nativos y pueden existir de manera 

innata y sobre expresarse en presencia de sustancias tóxicas que causan su 
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degradación en microorganismos no adaptados, los cuales se consideran 

candidatos adecuados con alta disponibilidad y capacidad inherente para la 

degradación de los colorantes presentes en aguas residuales (Olukanni et al., 2006; 

Leena & Raj, 2008). 

 

3. METODOLOGÍA 

 

La metodología que se desarrolló en este proyecto fue realizada en cuatro etapas, 

las cuales serán descritas a continuación. 

 

Etapa 1. Caracterizar filogenéticamente la cepa bacteriana 1MS. 

3.1. Actividad 1. Reactivación y confirmación de pureza de la cepa bacteriana. 

La cepa bacteriana empleada en este trabajo fue previamente aislada de un pool de 

muestras de efluentes y sedimentos de ambientes contaminados con metales 

pesados, y registrada con el código 1MS bajo temperatura de congelación 

prolongada en el laboratorio de investigación del Grupo de Microbiología Clínica y 

Ambiental de la Universidad de Cartagena, adscrito a la Facultad de Ciencias 

Exactas y Naturales de la Universidad de Cartagena, en la Sede San Pablo. 

 

La muestra fue reactivada mediante cultivo en agar nutritivo a 37ºC, por un periodo 

de 18-24 horas, seguido de cultivo en agares selectivos: manitol salado, eosina azul 

de metileno (EMB), MacConkey a 37ºC por 18-24 horas. Se evidenció la pureza del 

cultivo realizando una tinción de Gram y observación bajo el microscopio óptico 

utilizando un objetivo 100X, en el cual se evidenció la morfología bacteriana, la 

disposición de las colonias y su respuesta a la tinción de Gram. Posterior a eso se 

realizaron los ensayos bioquímicos y moleculares para determinar la identidad de la 

cepa bacteriana (Hernandez-Ramirez, 2014). 
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3.2. Actividad 2. Identidad feno-genotípica del aislado bacterial. 

Técnicas microbiológicas 

El aislado bacteriano se caracterizó en función de su cultivo (color, forma, margen, 

superficie y elevación de la colonia); morfología (forma y disposición celular, 

esporulación) y bioquímica (ureasa, TSI, citrato, rojo de metilo, Indol, catalasa, 

oxidasa, movilidad y coagulasa) como se describe en el Manual de Cowan and Steel 

(Barrow & Feltham, 1993). El aislado bacteriano se identificó provisionalmente hasta 

el nivel de género mediante la comparación de los resultados de las pruebas con 

las descripciones estándar que figuran en el Manual de Bacteriología Determinativa 

de Bergey (Holt et al., 1994). 

 

Técnicas moleculares 

Preparación del DNA plantilla para la Reacción en cadena de la polimerasa (PCR). 

El ADN genómico del aislado bacteriano fue extraído utilizando el kit comercial de 

DNeasy® Blood & Tissue Handbook (QIAGEN® Beckman Instruments, Inc) de 

acuerdo con las instrucciones del fabricante. 

 

Reacción en cadena de la polimerasa (PCR).  

El aislamiento fue evaluado para el gen 16S rRNA de acuerdo con la metodología 

descrita por (Weisburg et al., 1991) empleando los primers universales 27F (5′ 

AGAGTTTGATCMTGGCTCAG3′) y 1492R (5′GGTTACCTTGTTACGACTT 3′). Las 

amplificaciones de los genes fueron realizadas en un volumen total de 25 μL, 

conteniendo PCR Master mix (AmpliTaq Gold DNA polimerasa), 0,2 mM de cada 

cebador y 2 μL de DNA. Todas las reacciones de PCR se llevaron a cabo utilizando 

el Gene Amp PCR System 9000 (Thompson). El ciclo de programación incluyó un 

paso inicial de 4 min a 97°C, seguido de 30 ciclos de 45s a 95°C, 45s a 55°C, 90s 

a 72°C, y una extensión final de 5 min a 72°C. Los productos se visualizaron en 

geles de agarosa al 1%, teñido con bromuro de etidio a 100v por 1hora. Los patrones 

fueron analizados usando un digitalizador de imágenes. Para el ensayo se usaron 

como controles cepas de referencia: Escherichia coli ATCC 25922 y Enterococcus 

faecalis ATCC 29212. 
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3.3. Actividad 3. Análisis filogenético.  

Los amplicones obtenidos fueron purificados mediante el método de polietilenglicol-

NaCl (Sambrook et al., 1989). Los productos purificados fueron enviados a 

Macrogen (http://www.macrogen.com) para secuenciación. Las secuencias 

obtenidas fueron editadas mediante el programa 4Peaks 

(https://nucleobytes.com/4peaks/index.html) y empleadas para adscripción 

filogenética de la cepa bacteriana por comparación con las disponibles en GenBank 

usando BLAST (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). El árbol filogenético fue 

reconstruido usando MEGA X (Molecular Evolutionary Genetics Analysis software) 

(Kumar et al., 2018). 

 

Etapa 2. Determinación de las condiciones optimas de decoloración de 1MS 

para los colorantes Rojo Ponceau S y Naranja de metilo.  

3.4. Actividad 4. Efecto de diferentes parámetros fisicoquímicos sobre la 

decoloración. 

 

• Screening preliminar de crecimiento y degradación de colorantes. 

Se realizó un ensayo preliminar para el crecimiento y la degradación de colorantes 

de la cepa bacteriana. Se evalúo mediante el método de siembra por estría en 

placas. El aislado bacteriano 1MS fue sembrado en medio de cultivo Luria Bertani 

(LB) suplementado con 100 mg/L de cada colorante, e incubado a 37ºC durante 24 

horas (Neetha et al., 2019). 

 

• Determinación de los máximos de absorción (λ max) de cada colorante. 

Los máximos de absorción (λ max) de cada colorante, se determinaron en medio de 

cultivo LB suplementado con cada colorante (0,1, 1, 10, 100 mg/L) mediante barrido 

de la absorción de luz dentro del rango visible (200-800 nm) a intervalos de 10 nm, 

utilizando un espectrofotómetro UV-Vis (Karim et al., 2018). El medio de cultivo sin 

colorante y sin inoculo fue usado como blanco y el medio con colorante sin inoculo 

fue usado como control.  
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• Evaluación de parámetros fisicoquímicos 

Se determinaron los efectos de las condiciones de operación sobre la tasa de 

degradación del colorante. Los experimentos de decoloración fueron realizados a 

varios niveles de pH (3, 5, 7, 9 y 11), temperaturas (20 ºC, 37 ºC, 40 ºC, 45 ºC y 

56ºC), concentraciones de colorante (50, 100, 200, 400, 500, 600, 800 y 1000 mg/L), 

colocando las células bacterianas en 10 mL de caldo LB suplementado con las 

concentraciones designadas del colorante (Unnikrishnan et al., 2018; Illanjiam & 

Kantha, 2012).  

 

• Evaluación de la decoloración por espectrofotometría UV-Vis. 

La decoloración de los colorantes azosulfonados fueron realizadas en tubos de 

ensayo con 15 mL de cultivo Luria Bertani (LB) modificado con cada colorante a 100 

ppm. La cepa bacteriana 1MS fue inoculada en el medio de reacción y se incubó a 

37 °C durante un periodo de 120 horas. Seguidamente, alícuotas de 2 mL fueron 

retiradas de la incubación cada 24 horas y se centrifugaron para separar la biomasa 

bacteriana a 14.500 g, 15 min a 4 °C. La absorbancia del sobrenadante fue 

registrada en la correspondiente λ max de cada solución de colorante, mediante 

espectroscopia UV-Visible. El control se mantuvo sin inocular (Karim et al., 2018). 

La actividad de decoloración fue estudiada utilizando la absorbancia para calcular 

el porcentaje de decoloración de acuerdo con Chen et al. (2003). El crecimiento de 

bacterias en el medio de cultivo fue determinado calculando la densidad óptica a 

600 nm a intervalos regulares. 

 

% Decoloración = ((A0-At)/A0)*100 

Donde: A0 es la absorbancia inicial de los tintes y At es la absorbancia del 

colorante en (t) tiempo.  

Etapa 3.  Análisis de los productos resultantes del proceso de degradación 

bacteriana de los colorantes Rojo Ponceau S y Naranja de metilo por 
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espectroscopia UV-Vis, Cromatografía de gases acoplada a masas (GC-MS) y 

Espectroscopia de infrarrojo con transformada de Fourier (FT-IR). 

3.5. Actividad 5. Identificación de productos de degradación por UV-Vis. 

El espectro de absorción UV-Vis se evaluó entre 0 y 72 horas, de acuerdo con la 

metodología descrita por Hua et al., 2013. Los picos de absorbancia en la región 

visible y la región ultravioleta fueron estudiados para identificar los sitios activos del 

enlace azo, y la aparición de metabolitos intermediarios atribuidos a los productos 

de degradación generados. 

3.6. Actividad 6. Identificación de productos de degradación por 

espectroscopia infrarroja con transformación de Fourier (FT-IR). 

 

Extracción de metabolitos degradados. 

Los colorantes originales y sus productos degradados fueron centrifugados a 10.000 

rpm durante 25 min. El sobrenadante obtenido fue extraído con igual volumen de 

acetato de etilo. El sulfato de sodio anhidro (Na2SO4) fue empleado para secar el 

producto extraído en un rota evaporador al vacío (Shah, 2016).  

 

Preparación de muestras y análisis FT-IR 

Pastillas compuestas de 200 mg de KBr y 1 mg de cada muestra seca fueron 

preparadas a una presión de 1 MPa. Los espectros, en el rango entre 400 y 4000 

cm− 1 fueron obtenidos por triplicado a una resolución de 2 cm-1. La estructura y 

presencia de grupos funcionales en los colorantes Rojo Ponceau S, Naranja de 

metilo y sus productos de degradación fueron registrados y analizados. 

 

3.7. Actividad 7. Identificación de productos de degradación por cromatografía 

de gases acoplada a masas (GC-MS). 

Los medios de cultivos con los colorantes se recogieron después de la degradación 

y se centrifugaron a 15.000 rpm durante 15 min y posteriormente filtrados mediante 

filtros de 0,45 mm. Luego, se realizó una extracción líquido-líquido empleando 
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acetonitrilo con NaCl los cuales fueron utilizados en volúmenes iguales y fueron 

analizados por GC-MS (Agilent Technologies 7890A). El volumen de inyección para 

el análisis fue 1,0 mL, la columna analítica era HP-5MS, (30 m x 0,25 mm, 0,25 μm) 

con gas portador de helio a 1 mL/min, el cromatógrafo estaba equipado con una 

fase inversa ácido acético glacial, metanol y agua ultra pura. El rango de 

temperatura de la columna se mantuvo inicialmente a 40ºC durante 1.0 min, y luego 

se programó de 5ºC a 180ºC y se mantuvo durante 2.0 minutos, finalmente aumentó 

de 15ºC a 250 ºC y se mantuvo allí durante 5 minutos para un tiempo final de 36.333 

minutos. 

Etapa 4. Establecer la toxicidad de los colorantes Rojo Ponceau S, Naranja de 

metilo y los productos resultantes del proceso de su degradación bacteriana 

mediante fitotoxicidad. 

 

Los colorantes y los productos obtenidos después de la degradación del Rojo 

Ponceau S y el Naranja de metilo por el aislado bacterial 1MS fueron evaluados 

usando bioensayos de fitotoxicidad. 

3.8. Actividad 8. Bioensayo de fitotoxicidad. 

La fitotoxicidad del colorante y sus productos degradados fueron evaluados sobre 

semillas de frijol (Phaseolus vulgaris). Las semillas se esterilizarán con peróxido de 

hidrogeno (H2O2) al 3%, hipoclorito de sodio al 0,5% y lavadas con agua estéril 5 

veces , de acuerdo con el protocolo de (Yang et al., 2015). En cada caja de petri se 

colocó un set de 5 semillas sobre papel filtro Whatman No.1, y fueron rociadas con 

2 mL de los productos degradados y el colorante crudo los cuales fueron utilizados 

a una concentración de 300  ppm por 5 días (Di Salvatore et al., 2008). Las semillas 

se mantuvieron a 25 ± 1°C, en oscuridad. La longitud de la plúmula y la radícula se 

registraron después de los 5 días y el porcentaje de germinación se calculó tomándo 

como criterio de germinación la emisión de la radícula (> 1 mm) (Lade et al., 2012; 

Gupta et al., 2018; Terry et al., 2014). Se calculo el porcentaje de fitotoxicidad 

empleando la formula (Roy et al., 2018): 
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% Fitotoxicidad = ((l0-lt)/l0)*100 

Donde: l0 es la longitud de la raiz en el control y lt  es la longitud de la raiz de 

estudio.  

Ademas se calculo el porcentajes de inhibición de la germinación (GI) empleando la 

formula (Lago-Vila et al., 2019): 

% Inhibición de la germinación (GI) = ((SRc-SRs)/SRc)*100 

Donde: SRc es el numero de semillas germinadas en el control y SRs  es el numero 

de semillas germinadas de estudio. 

4. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 

4.1. Aislamiento, identificación y caracterización feno-genotípica del aislado 

bacterial 1MS. 

 

La cepa 1MS se aisló de una muestra de sedimentos recolectada de la zona minera 

en San Martin de Loba, Sur departamento de Bolívar. Después de la dilución en 

serie con agua pura estéril, la muestra se extendió en medio agar lisogénico (Agar 

LB), y se incubó en condiciones aeróbicas a 37° C durante 7 días. La cepa 1MS se 

aisló de este medio y se almacenó a  80º C en caldo LB suplementado con 20% 

(v/v) de glicerol. La cepa bacteriana fue reactivada transfiriendo asépticamente 2-3 

escarchas de hielo de los cultivos congelados en caldo LB e incubada a 37ºC 

durante 24 horas. Seguidamente, se sembraron mediante estría cruzada en agar 

Luria-Bertani (LB) y las colonias seleccionadas se subcultivaron repetidamente para 

obtener un cultivo puro. Las células de la cepa 1MS mostraron una coloración 

rosada luego de la coloración de Gram, así mismo un gran número de cocobacilos 

fueron visibles mediante microscopía óptica, con objetivo 100X, verificando su 

pureza. Después de 24 h de crecimiento aeróbico en agar LB a 37° C, las colonias 

eran de color blanco, circulares con bordes enteros, superficies lisas y elevación 
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convexa. Las características morfológicas, bioquímicas y metabólicas de la cepa se 

resumen en la Tabla 1. Los resultados de las pruebas bioquímicas de la cepa 1MS 

mostraron una fuerte similitud con el género Enterobacter. 

 

El ADN genómico del aislado bacteriano 1MS fue extraído utilizando el kit comercial 

de DNeasy® Blood & Tissue Handbook, Quiagen de acuerdo con las instrucciones 

del fabricante. La calidad y concentración de todas las muestras de ADN fueron 

medidas por espectrofotómetria UV-Vis. Las reacciones de PCR para el gen 16S 

rRNA se llevaron a cabo empleando los primers universales 27F y 1492R. El ciclo 

de programación incluyó un paso inicial de 4 min a 97°C, seguido de 30 ciclos de 

45s a 95°C, 45s a 55°C, 90s a 72°C, y una extensión final de 5 min a 72°C. Los 

productos se visualizaron en geles de agarosa al 1%, teñido con bromuro de etidio 

a 100v por 1h. Los patrones fueron analizados usando un digitalizador de imágenes. 

Para el ensayo se usaron como controles cepas de referencia: Escherichia coli 

ATCC 25922 y Enterococcus faecalis ATCC 29212, como se presenta en la Figura  

4.  

 
 

Figura 4. PCR simplex para el gen 16S rRNA del aislado bacterial 1MS.Carril MP: 

marcador de peso molecular de 3.000 pb Thermo Scientific; Carril 1. Control 

negativo; Carril 2-5. Amplicón del gen 16S rRNA de la cepa 1MS; Carril 6. Amplicón 

MP
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del gen 16S rRNA de Escherichia coli ATCC 25922. Carril 7. Amplicón del gen 16S 

rRNA Enterococcus faecalis ATCC 29212. 

 

Los productos de PCR se purificaron utilizando el kit de purificación de PCR 

QIAquick (Qiagen, Hilden, Alemania), de acuerdo con las instrucciones del 

fabricante. Los productos de PCR purificados fueron secuenciados (secuenciador 

automático ABI PRISM 3500) usando como control positivo el vector pGEM®-3Z 

Vector (Promega). La secuencia obtenida del gen 16S rRNA fue editada en el 

programa 4peaks, seguidamente se comparó en la base de datos GenBank 

empleando BLAST, demostrando que la coincidencia más cercana de la cepa fue 

con la especie Franconibacter daqui sp (Nº de acceso MN 880102.1), con un 98,97 

% de similitud de secuencia. Así mismo, los resultados del análisis en la base de 

datos EzTaxon revelaron que la coincidencia más cercana de la cepa 1MS es la 

cepa tipo Franconibacter daqui DL503 con un 99,44% de similitud de secuencia. 

Posteriormente se escogieron las secuencias más cercanas y se construyó el árbol 

filogenético. La historia evolutiva se infirió utilizando el método de Neighbor-joining 

basado en el modelo bootstrap después de 1000 replicaciones. Los análisis 

evolutivos se realizaron en MEGA X (Figura 5). El árbol filogenético muestra que la 

cepa tiene la relación más cercana con Franconibacter daqui DL503. Los asteriscos 

en los nodos denotan los datos que también se obtuvieron por el método de máxima 

parsimonia y el de máxima probabilidad 
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Figura 5. Relaciones filogenéticas de la cepa bacteriana 1MS (Franconibacter 

daqui). Árbol de unión de vecinos (NJ) basado en secuencias del gen 16S rRNA. 

 

Con base en el análisis filogenético, los datos fenotípicos y genotípicos, podemos 

concluir que el aislado 1MS representa a la especie Franconibacter daqui. La 

secuencia de nucleotidos del gen 16S rRNA de la cepa se registró en la base de 

datos NCBI con el número de acceso en GenBank MT568543. La Tabla 1 

representa los resultados de las características bioquímicas de las coincidencias 

más cercanas de la cepa 1MS del análisis en el programa BLAST y EzTaxon.  

Tabla 1. Características bioquímicas cepas bacteriana cercanas a la cepa 1MS 

según BLAST y EzTaxon 

Pruebas 
Bioquímicas 

Cepa 1MS 
Franconibacter 
pulveris JCM 

16471 

Franconibacter 
helveticus DSM 

18396 

Franconibacter 
daqui  sp DL503 

Ureasa +    

TSI Formación de gas    

Citrato - +   

Rojo de metilo + -   

Indol + -   

Catalasa + +   

Oxidasa - -   

Movilidad +    

Coagulasa -    

D-Manitol - -   

Galactosa  +   

Maltosa  +   

Sucrosa + + - + 

Lactosa  +   

Citrato - -   

D-Arabinosa  - - + 

D-Sorbitol + +   

pH rango  4-8 4-9 4-11 
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El género Franconibacter pertenece a la familia Enterobacteriaceae la cual 

constituye uno de los grupos más grande y heterogéneos de bacterias 

gramnegativas, donde se pueden encontrar más de 60 géneros, organizados en 7 

clados distintos (taxones a nivel de subfamilia) en función de sus patrones de 

ramificación filogenética y 88 marcadores moleculares compartidos 

específicamente por especies particulares de esta familia (Alnajar & Gupta 2017). 

En la última década las cepas de los géneros Franconibacter se han clasificado 

erróneamente, primero como Enterobacter y luego como Cronobacter (Iversen et 

al., 2007). El género Cronobacter constaba de siete especies, a saber, Cronobacter 

sakazakii, C. malonaticus, C. muytjensii, C. turicensis, C. universalis, C. condimenti 

(que actualmente existe como una sola cepa en todo el mundo) y C. dublinensis 

(que tiene tres subespecie: C. dublinensis subsp.dublinensis, C. dublinensis subsp. 

lactaridi y C. dublinensis subsp. lausannensis) (Iversen et al., 2008; Joseph et al., 

2012).  

Posteriormente Brady et al., 2013 reevaluaron la taxonomía del género 

Enterobacter, basándose principalmente en el análisis de secuencia multilocus 

(MLSA) mediante secuenciación parcial de cuatro genes (gyrB, rpoB, infB y atpD), 

y estos autores propusieron cinco grupos dentro de la familia y, utilizando análisis 

de ácidos grasos y fenotípicos, reclasificaron varias especies en nuevos géneros y 

E. pulveris, E. helveticus y E. turicensis se convirtieron en Cronobacter pulveris, C. 

helveticus y C. zurichensis, respectivamente. Sin embargo, cuando, 1 año después, 

Stephan et al., 2014 al realizar un análisis a escala del genoma de todas las 

especies de Cronobacter, así como de Enterobacter cloacae, se descubrió que los 

organismos que Brady et al., 2013 había identificado como especies de Cronobacter 

en realidad eran "pseudo-Cronobacter", que no pertenecían ni al género 

Cronobacter ni al género Enterobacter. En ese momento, Stephan agrupó estas 

pH óptimo 7 4-7 4-7 5-10 

D-Arabitol  + - + 

Reducción de 

nitrato 
 

+ - + 
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especies en dos nuevos géneros dentro de Enterobacterias: (i) Franconibacter, que 

incorporó F. pulveris y F. helveticus (anteriormente C. pulveris y C. helveticus, 

respectivamente), y (ii) Siccibacter, que incluía S. turicensis (anteriormente C. 

zurichensis) (6). La estrecha relación entre las cepas "pseudo-Cronobacter" y las 

cepas del género Cronobacter tiene implicaciones. Cronobacter se asocia con 

infecciones raras pero graves (por ejemplo, meningitis, enterocolitis necrotizante y 

sepsis) entre los recién nacidos de bajo peso al nacer y los ancianos 

inmunocomprometidos (Drudy et al., 2006; Forsythe et al., 2014) En 2008, la 

FAO/OMS clasificó todas las especies de Cronobacter como potencialmente 

patógenas (FAO/WHO, 2008) y, por lo tanto, las autoridades en seguridad 

alimentaria requieren la identificación de Cronobacter solo a nivel de género. Desde 

entonces, se han reportado varias diferencias en los rasgos de virulencia entre las 

especies de Cronobacter, y C. sakazakii y C. malonaticus se encuentran con mayor 

frecuencia en muestras clínicas (Forsythe et al., 2014). Antes de ser mal etiquetados 

como "pseudo-Cronobacter", las cepas de los géneros Franconibacter y Siccibacter 

se habían utilizado como controles negativos para los métodos de identificación de 

Cronobacter. Después de esta clasificación errónea, en realidad se incluyeron en el 

género Cronobacter., y luego, después de la reclasificación de Stephan, finalmente 

fueron eliminados del género (Stephan et al., 2014). Actualmente el genéro 

Franconibacter comprende tres especies: Franconibacter pulveris y Franconibacter 

helveticus, incluidas en 2014 cuando se propuso la demarcación del genéro 

(Stephan et al., 2014) y Franconibacter daqui sp incluida como una especie nueva 

por Gao et al., 2017, de acuerdo con la base de dato LPSN 

(https://lpsn.dsmz.de/genus/franconibacter). 

A la fecha son pocos los registros sobre estudios de actividad biológica y catalítica 

de las especies del género Franconibacter. Estudios realizados por Stephan et al., 

2014, reportan a Franconibacter helveticus y Franconibacter pulveris antes 

clasificados como Enterobacter helveticus y Enterobacter pulveris, como 

microorganismos aislados del polvo de frutas y sus entornos relacionados, como 

cepas de gran importancia en la contaminación de alimentos. Estudios realizados 

por Pal et al., 2017, reportan a la cepa Franconibacter pulveris DJ34 aislada de 
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lodos contaminados con hidrocarburos de petróleo de los campos petroleros de 

Duliajan, Assam, India, como un organismo con gran capacidad para la degradación 

y supervivencia en nicho complejo contaminado con petróleo, luego de haber sido 

caracterizado por sus propiedades bioquímicas, metabólicas y genómicas, 

revelando así mismo, que en su genoma posee genes relacionados con la 

degradación de hidrocarburos de petróleo, transporte y resistencia de metales, 

nitrato disimilatorio, reducción de nitrito y sulfito, quimiotaxis, síntesis de 

biosurfactantes, entre otros. Estas características le han permitido que se ha sido 

reconocido como una especie que podría ser útil para diseñar una estrategia de 

biorremediación.  

Franconibacter daqui sp, representa el miembro más nuevo dentro del genéro de 

Franconibacter y fue aislado de una muestra de Daqu que es un agente 

sacarificante usado para iniciar la fermentación en la producción de licores y 

vinagres chinos. Esta cepa denominada DL503T gramnegativa, facultativamente 

anaeróbica, no esporulante, móvil y con forma de bastón cocoide, mostró en el 

análisis comparativo de la secuencia del gen 16S rRNA niveles más altos de 

similitud con respecto a las especies Franconibacter pulveris JCM 16471T (98.94%) 

y Franconibacter helveticus DSM 18396T (98.39%). No obstante, con base en el 

análisis filogenético, los datos fenotípicos y genotípicos, se concluyó que el aislado 

representa una nueva especie del género, para el cual el nombre Franconibacter 

daqui sp. nov. fue propuesto por Gao et al., 2017.  

Hasta la fecha no hay información disponible sobre Franconibacter spp. en la 

decoloración y degradación de colorantes. En el presente trabajo hemos identificado 

el aislado bacterial 1MS como una especie Franconibacter daqui, el cual fue aislado 

de sedimentos de una zona de acción minera y en este estudio fue evaluada su 

capacidad de decoloración y degradación de dos colorantes Rojo Ponceau S (RP) 

y Naranja de metilo (NM). Un screening preliminar realizado sobre agar LB 

suplementado con 100 ppm de cada colorante (Rojo Ponceau S y Naranja de metilo) 

evidenció la capacidad de crecimiento de Franconibacter daqui, 1MS en el medio y 

la presencia de un halo transparente alrededor de sus colonias indicó la inhibición 
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del colorante (Figura 6), de acuerdo con Neetha et al., 2019. La cepa bacteriana 

pudo sobrevivir a una concentración de 100 ppm de cada colorante sin muchos 

cambios en las características morfológicas luego de 72 horas de incubación a 37º 

C. 

               A                                                         B 

         

Figura 6. Observación de colonias formadas por 1MS en agar LB suplementado 

con colorante Naranja de metilo (A) y Rojo Ponceau S (B). 

4.2. Decoloración de los colorantes Rojo Ponceau S y Naranja de metilo por 

Franconibacter daqui, 1MS.  

La decoloración fue medida monitoreando la absorbancia del colorante en el medio 

acuoso en su respectiva longitud de onda de absorción máxima (λ max) obtenida, 

470 nm para el Naranja de metilo y 520 nm para el Rojo Ponceau S (Figura 7), 

usando un espectrofotómetro UV-Vis, en el rango (300-800 nm), la cual 

correspondió a la más alta densidad óptica registrada por el colorante. Los datos de 

(λ max) obtenidos para ambos colorantes fueron muy similares al valor teórico 

reportado por la literatura, para el NM el Handbook of Acid-Base Indicators 

establece que es 464 nm (Sabnis, 2007 p228), y para el caso del RP los valores 

fueron similares (517-523 nm) a los descritos en la especificación del producto 

encontrada en la página del proveedor Merck 

(https://www.merckmillipore.com/CO/es/product/Ponceau-S-C.I. 

27195,MDA_CHEM-114275) .Estas leves variaciones pueden deberse a factores 
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como el pH, la polaridad del solvente, entre otros.  La Figura 7 muestra el espectro 

de banda completa UV-Vis para cada colorante registrado, seguido de intervalos de 

cada hora hasta la decolorización completa. Se observó claramente que la 

absorbancia del pico en la región visible de cada colorante disminuyó gradualmente 

durante el ensayo hasta que desapareció totalmente, lo que indica el rompimiento 

del enlace químico azo. 

  
Figura 7. Longitud de onda máxima (λ max) de los colorantes Naranja de metilo y 

Rojo Ponceau S, respectivamente. 

Evaluación de parámetros fisicoquímicos 

La decoloración del NM y RP se estudió a diferentes concentraciones (50, 100, 200, 

300, 400, 500, 600, 800 y 1000 ppm) en cultivos estáticos, incubados a 37ºC durante 

120 horas. Los datos en la Figura 8 muestran que a la concentración más baja (50 

ppm), los colorantes se decoloraron al 100% después de 72 h de incubación. Una 

disminución en el porcentaje de decoloración fue observada a medida que la 

concentración de los colorantes aumentó. A la concentración máxima estudiada 

(1000 ppm), se logró una decoloración de 54% para el NM y un 41% para el RP.  

Las datos en la figura se representan como la media de tres experimentos +/− error 

estándar. 
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Figura 8. Porcentaje de decoloración de Naranja de metilo y Rojo Ponceau S a 

diferentes concentraciones (ppm) por Franconibacter daqui, 1MS. 

La reacción de decoloración de naranja de metilo fue más rápida (420 min) que la 

del Rojo Ponceau S (610 min). Este comportamiento podría deberse a la diferencia 

en la estructura en los colorantes. NM (Monoazo) y RP (Diazo) son colorantes que 

contienen uno y cuatro grupos sulfonato respectivamente. La presencia, el número 

y la posición de estos sulfonatos y otros grupos sustituyentes en los colorantes 

azoicos han sido reconocidos como un factor crucial en la resistencia a la 

decoloración de los colorantes, según lo informado previamente por Radha et al., 

2004 y Vijaykumar et al., 2007 que atribuyen este hecho a la interferencia estérica 

y a la mayor dificultad para que las enzimas azoreductasas formen complejos de 

sustrato enzimático con los colorantes, o a la pérdida de la actividad azoreductasa 

debido a la presencia de grupos metilo, metoxi, sulfo o nitro en sus estructuras y 

grupos sustituyentes en el molécula. Otros reportes indican que los colorantes 

azoicos con grupos de ácido sulfónico reactivo (SO3H) en sus anillos aromáticos 

inhiben el crecimiento de los microorganismos a concentraciones más altas (Chen 

et al., 2003). 

Aunque los azocolorantes utilizados en este estudio fueron colorantes polares 

sulfonados, ambos fueron decolorados eficientemente por Franconibacter daqui, 

1MS. Esto podría explicarse basandonos en un estudio previo que sugiere que 
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diferentes mediadores redox periplásmicos podrían transferir equivalentes de 

reducción a los colorantes ubicados externamente sin necesidad de penetrar en las 

membranas celulares (Kudlich et al., 1997), lo cual fue enfatizado por Lui et al., 

(2015). De hecho, se ha informado que la variación en la actividad de decoloración 

se ve afectada principalmente por la estructura y la complejidad de los colorantes 

específicamente en la naturaleza y posición de los grupos de sustitución en los 

anillos aromáticos (Guadie et al., 2017). Estudios realizados por Russ et al., 2000 

indican que en colorantes azosulfonados la posición del grupo hdroxilo en posición 

orto al grupo azo le permite a las azoreductasas tener actividades relativas más 

altas que cuando este grupo hidroxi se encuentra en posición para al enlace azo, 

reportando actividades enzimáticas más bajas. Esto se debe a que el hidrógeno del 

grupo hidroxi en la posición orto puede formar un puente de hidrógeno 

intramolecular con el átomo de nitrógeno del grupo azo, lo cual reduce la densidad 

de electrones en el enlace azo y, por lo tanto, facilita una escisión reductora. 

Además el número creciente de sustituyentes de ácido sulfónico en la estructura de 

este tipo de colorantes también tiene como resultado una tasa de reducción 

incrementada, tal como se observó en este estudio, el RP posee la tasa de 

reducción más alta en comparación con el NM; Esto puede deberse a la presencia 

de los cuatro sustituyentes de –SO3Na en su estructura a diferencia del NM que solo 

posee uno. 

 

La degradación de colorantes depende de la complejidad del colorante, pero ciertos 

parámetros que influyen en el crecimiento bacteriano también son considerados, 

tales como la fuente de carbono, la fuente de energía, el pH, la temperatura, ente 

otros. La temperatura es considerada una función directa de la velocidad de 

reacción, todos los microorganismos requieren temperaturas optimas para el 

crecimiento, por lo tanto obtener una temperatura optima del crecimiento de nuestra 

bacteria fue un factor importante para obtener un mayor porcentaje de decoloración. 

Varias temperaturas fueron evaluadas 20ºC, 37ºC, 40ºC, 45ºC y 50ºC en este 

estudio evidenciándose un mayor porcentaje de coloración a temperatura de 37ºC 

(Figura 9), un porcentaje de decoloración de 94% fue obtenido para ambos 
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colorantes. Sin embargo, se observó que a temperaturas inferiores y superiores a 

37ºC el porcentaje de decoloración de la cepa Franconibacter daqui, 1MS fue 

menor, incluso valores de temperaturas superiores a 45 ºC condujeron a una 

perdida significativa de la decoloración disminuyendo hasta un 13% para el NM y 

un 6% para el RP. 

 

Figura 9. Porcentaje de decoloración de Naranja de metilo y Rojo Ponceau S a 

diferentes temperaturas (ºC) por Franconibacter daqui, 1MS. 

Estos resultados son consistentes con los reportes de varios autores que han 

informado que las bacterias decoloran el colorante al máximo cuando se mantiene 

su temperatura óptima de crecimiento y reproducción (Hazrat, 2010) y además es 

un requisito previo para la decoloración de colorantes azoicos (Yu et al., 2001). Por 

lo tanto, la reducción del porcentaje de decoloración podría deberse a la viabilidad 

celular reducida, una tasa de reproducción más baja y a la pérdida de la actividad 

enzimática (Saratale et al., 2011; Solis et al., 2012). Además las altas temperaturas 

provocan una actividad desfavorable, generando la inactividad de las proteínas y 

las estructuras celulares como la membrana. 

Las bacterias son activas en un pH óptimo determinado, en este estudio la cepa 

bacteriana 1MS fue evaluada a diferentes rangos de pH (3, 5, 7, 9 y 11) mostró una 

actividad favorable eliminando los colorantes a pH 7 (Figura 10).  Un porcentaje de 

decoloración del 96% fue obtenido para ambos. A pH mayores a 7 en el caso del 
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NM una disminución bastante marcada en el porcentaje de decoloración de 96 a un 

14% fue observado. Para el caso del RP la variación del pH alcanzó el 57%. 

 

Figura 10. Porcentaje de decoloración de Naranja de metilo y Rojo Ponceau S a 

diferentes pH por Franconibacter daqui, 1MS. 

El grado de eliminación de color observado varió con el pH, ya que un aumento en 

el pH de 3 a 7 condujo a un aumento de treinta veces en el % de decoloración para 

ambos colorantes. Las diferencias en la eficiencia de biodegradación no fueron tan 

significativas a pH 7, 9 y 11. Aunque el pH neutro  era mejor para la degradación de 

los colorantes, el pH 9 parecía ser bien tolerado y una cantidad significativa de 

colorante podría degradarse a ese pH, lo que indica el potencial de este organismo 

para degradar los colorantes en un rango amplio de pH. La tolerancia a la variación 

del pH por las bacterias decolorantes de colorantes es bastante importante, ya que 

las hace adecuadas para el biotratamiento práctico de los efluentes contaminados 

(Aksu & Donmez 2003; Wang et al., 2009). Sin embargo, para lograr la mejor tasa 

de degradación, se sugiere que el pH de los efluentes se neutralice a 7.  

Esta tendencia de decoloración dependiente del pH ha sido reportada por (Wu et 

al., 2009; Danneshvar et al., 2007). De acuerdo con Chang et al., 2001 el efecto del 

pH puede estar relacionado con el transporte de moléculas del colorante a través 

de la membrana celular, lo que se considera un paso limitante de la velocidad de 

decoloración. A un pH inferior a 4, los iones H + compiten eficazmente con los 
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cationes del colorante, lo que causa una disminución en la eficiencia de eliminación 

de color, mientras que, a un pH más alto por encima de este punto de carga, la 

superficie de la biomasa se carga negativamente, lo que atrae a los cationes de 

colorantes cargados positivamente a través de la fuerza electrostática de atracción. 

Este comportamiento fue observado en nuestro estudio, a pH 3 el porcentaje de 

decoloración fue menor (3-6%) mientras a pH más altos como pH 5, 9 y 11 

alcanzaron valores mayores al 50% de decolorización. 

En general, las bacterias decoloran a niveles de pH neutros (Solis et al., 2012; 

Kalme et al., 2007; Chang & Lin, 2001). Estudios anteriores han demostrado que 

varias especies como Pseudomonas putida (Tripathi y Srivastava, 2011), 

Pseudomonas ochrochloron (Shedbalkar y Jadhav, 2011) y P. aeruginosa BSH 

(Jadhav et al., 2012) decoloran el colorante al máximo a un valor de pH 7. Además, 

el porcentaje de decoloración disminuye con incrementos en la desviación del pH 

óptimo.  

Los datos del porcentaje de decoloración obtenidos con Franconibacter daqui, 1MS 

para el NM son muy similares a otros estudios realizados donde emplearon este 

colorante. Ng et al., 2013 reporta un porcentaje de decoloración del 96.2% por la 

cepa bacteriana Shewanella xiamenesis. En un estudio similar realizado por Maulin 

et al., 2013 empleando el colorante NM y la cepa bacteriana Pseudomonas spp, 

obtuvieron un porcentaje de decoloración del 71.1 % a pH 7, un 70% después de 4 

días de incubación y 34% usando una concentración de 200 ppm.  Recientemente 

Zhuang et al., 2020 reporta un 95% de decoloración del NM por las siguientes cepas 

bacterianas Shewanella indica strain ST2, Oceanimonas smirnovii strain ST3, 

Enterococcus faecalis strain ST5 y Clostridium bufermentans strain ST12 evaluadas 

a pH 5 a 9. El establece que la variación en el porcentaje de decoloración de las 

cepas bacterianas por un colorante depende de la estructura química del mismo, 

esto con lleva a tener un peso molecular más alto o más bajo, para el caso del NM 

este contiene un peso molecular más bajo en comparación con el colorante RP, si 

aplicamos lo mencionado anteriormente en nuestro estudio, la cepa bacteriana 

Franconibacter daqui, 1MS, tiene una capacidad de coloración entre el 100% y el 
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54 % para el NM y entre el 100% y el 41% para el RP, entre las concentraciones de 

50 -1000 ppm.  

Por otro lado, para el caso del RP son pocos los reportes que describen ensayos de 

decoloración empleando métodos biológicos como los utilizados en este estudio, a 

pesar de esto los resultados obtenidos son semejantes a un estudio donde emplean 

lodos anaeróbicos y se obtiene una degradación superior al 90% (Gonzales et al., 

2010). Otros estudios que emplean fotocatálisis lograron degradar en un 99% el 

colorante RP (Meena et al., 2009).  

La Figura 11 muestra el efecto del tiempo de incubación en la degradación por 

Franconibacter daqui, 1MS, en la cual se evidencia que el porcentaje de 

degradación de ambos colorantes después de 72 h fue 90 y 91 % para NM y RP, 

respectivamente. Además, se observa que la degradación de los colorantes 

dependía de la concentración, queda claro que el porcentaje de decoloración de los 

colorantes aumento con el tiempo, independientemente de la concentración inicial 

del colorante, además que la degradación disminuyó con un aumento de la 

concentración. Bajo las condiciones óptimas de temperatura y pH, se realizó el 

estudio de decoloración de los colorantes a 100 ppm durante un periodo de 120 

horas. Los resultados indicaron que la cepa bacteriana Franconibacter daqui, 1MS, 

fue capaz de decolorar el colorante Naranja de metilo más rápido que el colorante 

Rojo Ponceau S. Para el NM se obtuvo un 98% de degradación después de 120 

horas y para el RP un 93% degradación después 120 horas. Sin embargo, el 68 % 

y 72% de degradación para el NM y RP respectivamente, se observaron después 

de 48 horas. 
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Figura 11. Porcentaje de decoloración de Naranja de metilo y Rojo Ponceau S a 

diferentes tiempos de incubación por Franconibacter daqui, 1MS, 120 horas. 

Para aplicaciones industriales, es importante conocer si el microorganismo posee la 

capacidad de soportar altas concentraciones del compuesto, dado a que las 

concentraciones de colorantes en un efluente industrial pueden variar entre 10 y 50 

ppm (Megha et al., 2015). En este estudio se observó un alto porcentaje de 

decoloración de los colorantes a 100 ppm por Franconibacter daqui, 1MS, así mismo 

se evidenció su capacidad de crecimiento a concentraciones de 50 a 1000 ppm en 

los dos colorantes evaluados. Varios grupos bacterianos han sido reconocidos por 

su capacidad de decolorar colorantes tales como Staphylococcus hominus, Vibrio 

sp., Proteus vulgaris, Dietzia sp., Pseudomonas aeruginosa, Bacillus subtilis, 

Stenotrophomonas sp., Halomonas sp, entre otros (Ghosh & Saha, 2012; Banerjee 

et al., 2017).  

Seguido a la decoloración continuan dos procesos la bioadsorción y la degradación, 

estos pueden estudiarse mediante el análisis de las células bacterianas. La masa 

celular bacteriana con propiedad de bioadsorción permanece coloreada, mientras 

que con la propiedad de degradación, la célula será incolora (Rawa et al., 2018). En 

nuestro estudio observamos que las células bacterianas permanecieron coloreadas 

después de 12 horas de incubación, lo que indica que el mecanismo de degradación 
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correspondía a la bioadsorción, pero luego de 18 horas las células expuestas a los 

dos colorantes no presentaban coloración (retención del color original de la colonia), 

lo cual sugiere que la decoloración se realizó a través de un  proceso de 

biodegradación enzimática en ambos colorantes (Figura 12). Los estudios 

analíticos han confirmado la biodegradación de los colorantes y la formación de sus 

metabolitos intermediarios como productos de la degradación, asociados con la 

producción y la acción consecutiva de enzimas oxidoreductoras tales como 

azoreductasas, lacasas, manganeso peroxidasa, lignina peroxidasas y otras 

reductasas no especificas (Ghodake et al., 2008; Telke et al., 2009; Chen et al.,  

2005; Dhanve et al., 2008).  

 

Figura 12. Sobrenadante de Franconibacter daqui, 1MS pasadas 24 horas con 

colorante Rojo Ponceau S (A) y Naranja de metilo (B). 

4.3. Identificación de productos de degradación por UV-Vis. 

 
De acuerdo con Yang et al., 2018 en el caso de la adsorción el espectro UV-vis 

revelará que todos los picos disminuirán aproximadamente entre si, mientras que 

en el proceso de biodegradación el pico de absorbancia principal desaparecerá por 

completo o aparecerán nuevos picos. En este estudio el proceso de decoloración 

microbiana realizado por Franconibacter daqui, 1MS fue analizado a través de los 

cambios espectrales visualizados por medio de espectroscopia UV-Vis, en los 

sobrenadantes de los cultivos de soluciones a las concentraciones de 100, 300 y 

500 ppm de cada colorante a diferentes intervalos de tiempo (0, 24, 48 y 72 horas) 

(Figura 13).  

A B 
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Figura 13. Espectro UV-Vis de los colorantes Naranja de metilo y Rojo Ponceau S 

a diferentes concentraciones (100 , 300 y 500 ppm), durante 72 horas. 

Durante la reacción de degradación, el pico original de la absorbancia en la región 

visible para el NM fue observado a 470 nm al tiempo 0 y disminuyó sin cambios en 

λ max. Del mismo modo fue observado para el caso del colorante RP a 520 nm. 

Estos picos se atribuyen a las transiciones  n→π*  de los cromóforos N=N, C=N y 

C=O.  Otros picos a 320 y 200 nm son atribuidos a transiciones π→π* en los anillos 

aromáticos que demuestran el carácter aromático de los colorantes (Feng et al., 

2000). Posteriormente el pico original desapareció, indicando que el enlace químico 

se había roto completamente. Los resultados fueron consistentes con la pérdida del 

color en la solución, lo cual indicó que el grupo cromóforo (-N-N-) se había 

degradado. Cambios sútiles en los picos y la aparición de nuevos picos en la rango 

de 200 a 350 nm del espectro evidenciaron que los productos intermediarios se 

produjeron después que los crómoforos de las macromoléculas de los colorantes se 

rompieron. Estos resultados pueden ser atribuidos a picos característicos de la 

formación de aminas aromáticas y grupos sulfonatos que absorben en la región de 

260 - 300 nm y a 220 - 230 nm respectivamente. Sin embargo, no fueron observados 
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picos en la región visible (400-700 nm) característicos de aminas nitro sustituidas. 

Estas diferencias en el rango espectral de 240–350 nm permiten demostrar la 

degradación de los colorantes originales a sus productos metabólicos según lo 

informado por Sinha et al., 2018 y Pinheiro et al., 2004. 

 

4.4. Identificación de productos de degradación por espectroscopia infrarroja 

con transformación de Fourier (FT-IR) y cromatografía de gases acoplada a 

masas (GC-MS). 

 

El espectro FT-IR del colorante Naranja de metilo y sus productos de degradación 

se muestra en la Figura 14. En el colorante original se observó un pico a 1407.32 

cm-1 el cual sugiere una curva N-H en el grupo azo, el cual desapareció en el 

espectro de los productos de degradación. Así mismo una banda a 2320.13 cm-1 

atribuida a los estiramientos C—H fue observada solo en el colorante original. La 

formación de las aminas aromáticas fue atribuida al desplazamiento del pico 

3381.46 cm-1 en el colorante original a las bandas a 3328,04 cm-1 visualizadas solo 

en los espectros de los productos de degradación y que corresponden a la vibración 

de estiramiento y la vibración de flexión plana de las banda de aminas primarias N-

H. Además se  observó un pico de absorbancia a 1639,56 cm-1 que está asociado 

con la vibración de estiramiento C=C de los anillos aromáticos. Estos resultados 

sugieren que el enlace azo se escinde y producen aminas aromáticas. El pico 

observado a 1048,43 cm-1 en el colorante original representa el estiramiento de 

sulfitos, los picos 620,53 cm-1, 538,52 cm-1 y 606,05 cm-1 se redujeron 

significativamente en el colorante degradado observándose los picos en 619,66 cm-

1, 537,67 cm-1 y 594,64 cm-1 . 
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Figura 14. Espectro FT-IR del colorante Naranja de metilo y su producto de 

degradación. 

Para el caso del colorante Rojo Ponceau S y su producto de degradación el espectro 

FT-IR se muestra en la Figura 15.  El pico 1640,54 cm-1  se redujo a 1640,08 cm-1 

el cual representa el estrechamiento del enlace azo indicando la reducción de este. 

Un pico presente en 3485,78 cm-1 no aparece en el producto de degradación. Un 

desplazamiento del pico 3330,17 cm-1 presente en el colorante a 3330,66 cm-1 en 

los productos degradados indican la presencia de aminas. Un nuevo pico en los 

productos degradados a 2320,04 cm-1 también fue observado. Los picos a 2900,40 

cm-1 y a 2359,37 cm-1 presentes en el colorante original se redujeron en los 

productos degradados, estos representan el estiramiento del enlace C—H y C—N  

respectivamente, estos se redujeron a 2904,80 cm-1 y 2359,39 cm-1.  

respectivamente. El pico observado a 1048,74 cm-1 se redujo en los productos 

degradados a 1049,32 cm-1 el cual está asociado con el estiramiento de sulfitos. 

Finalmente los picos 626,35 cm-1, 576,19 cm-1 y 549,20 cm-1 se redujeron 

Naranja de metilo 
Producto de degradación 
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significativamente en el colorante degradado observándose los picos en 619,49 cm-
1, 571,57 cm-1 y 548,39 cm-1. Los resultados fueron analizados e interpretados con 

los criterios reportados por Skon et al., 2006.   

 
Figura 15. Espectro FT-IR del colorante Rojo Ponceau S y su producto de 
degradación. 

Posteriormente en este estudio los productos del proceso de degradación de los 

colorantes NM y RP por Franconibacter daqui, 1MS, fueron extraídos mediante 

extracción liquido-liquido y analizados por cromatografía de gases acoplada a 

espectrometria de masas GC-MS. El cromatograma de los metabolitos extraídos 

sugirió la formación de múltiples productos de degradación, que se informaron sobre 

la base de los valores del espectro de masas y el patrón de fragmentación. Un pico 

en el cromatograma a 9.445 min con un patrón de ion masa carga igual a 136 m/z 

estuvo presente en el Naranja de metilo y fue asignado al metabolito N,N-

dimetilbencil-1,4-diamina. Para el caso del Rojo Ponceau S se identificó un pico a 

Rojo Ponceau S 
Producto de degradación 
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8,834 min y 117 m/z y se asignó al metabolito Indol como se muestra en la Tabla 2. 

El análisis de GC-MS reveló la presencia de varios picos correspondientes a 

compuestos aromáticos de bajo peso molecular producidos durante la degradación 

de los colorantes Naranja de metilo y Rojo Ponceau S por Franconibacter daqui, 

1MS 

Tabla 2. Datos espectrales GC-MS de metabolitos obtenidos después de la 

degradación de los colorantes Naranja de metilo y Rojo Ponceau S por Franconibac 

ter daqui sp.  

 

La degradación bacteriana de los colorantes azoicos se inicia frecuentemente por 

el rompimiento de los enlaces azo por azoreductasas que luego convierten los 

colorantes en sus aminas correspondientes por degradación aeróbica (Chen, 2006). 

Según la dependencia del cofactor, estas azoreductasas se clasifican 

principalmente en dos clases: enzimas libres de flavina y enzimas dependientes de 

flavina (Svobodová et al., 2017). Estos últimos se clasifican además en enzimas 

dependientes de NADH y enzimas dependientes de NADPH (Chen et al., 2010; 

Dehghanian et al., 2015) o enzimas dependientes de ambos cofactores (Wang et 

al., 2009). toda esta información y que actualmente existen pocos reportes acerca 

de las azoreductasas de microorganismos del género Franconibacter, realizamos 

 

 
 
 
 
 

Tiempo de 
retención (min) m/z Nombre del 

metabolito Espectro de masas 

9.445 136,1 N,N-dimetilbencil-1,4-
diamina 

 

8,834 117.1 Indole 
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un análisis computacional genómico utilizando como fuente principal de la 

información el servidor Integrated Microbial Genome (IMG) (https://img.jgi.doe.gov) 

y la base de datos Uniprot, donde 9 genomas de las especies estrechamente 

relacionadas del género Franconibacter fueron comparados evidenciando la 

presencia de una FMN azoreductasa dependiente de NADPH y las enzimas 

azoreductasas reportadas se registraron en la Tabla 3. 

 

Tabla 3. Enzimas azoreductasas reportadas para el genéro Franconibacter. Acceso 

Junio 1 de 2020. 

Gene ID Gene Product Name Genome ID Genome Name 

2556946237 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2556921006 

Franconibacter pulveris DSM 

19144 

2618953457 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2617271155 

Franconibacter helveticus LMG 

23732 

2618957811 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2617271156 

Franconibacter pulveris LMG 

24059 

2629352714 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2627853880 Franconibacter pulveris DJ34 

2629355392 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2627853880 Franconibacter pulveris DJ34 

2651339216 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2648501805 Franconibacter pulveris 601 

2651339743 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2648501805 Franconibacter pulveris 601 

2651758056 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2648501905 Franconibacter pulveris 1160 

2655568299 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2654587727 Franconibacter helveticus 1159 
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2774919764 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2773857936 

Franconibacter helveticus 

413_SENT 

2835112313 
FMN-dependent NADH-

azoreductase   
2835111035 Franconibacter helveticus CS-23 

 

Basados en los reportes de Uniprot y de varios autores esta FMN (Flavin 

mononúcleotido) azoreductasa dependiente de NADH (nicotinamida adenina 

dinucleótido) es de naturaleza citosólica y participa en mecanismos de degradación 

aeróbica de colorantes (Blumel et al., 2002: Chen et al., 2010; Misal et al., 2014). 

De acuerdo con estos resultados podríamos suponer que Franconibacter daqui, 

1MS, degrada los colorantes NM y RP mediante este mecanismo, este hecho ha 

sido soportado por diferentes estudios quienes describen el papel como actor 

principal de varias azoreductasas aeróbicas en este tipo de degradación para 

especies de Escherichia coli, Enterococcus faecalis, Staphylococcus aureus, 

Geobacillus stearothermophilus; Brevibacillus; Enterococus gallinarum (Nakanishi 

et al., 2001; Blumel et al., 2002; Chen et al., 2004, 2005; Punj and John 2009; 

Matsumoto et al., 2010: Lang et al., 2013; Bafana et al., 2008; Fu et al., 2019). 

 

Aunque anteriormente se suponía que los azocolorantes solo se degradaban en 

condiciones anaeróbicas y la reducción era realizada por mediadores redox de bajo 

peso molecular incluso en ausencia de una enzima azoreductasa de acción 

anaerobia, a diferencia, la reducción aeróbica no es inhibida por el oxígeno 

molecular y se considera más específica, donde las enzimas de acción aeróbica 

denominadas azoreductasas insensibles al oxígeno realizan la degradación 

reductiva. Estos resultados fueron informados por Ayed et al., 2010 quienes 

sugieren que el naranja de metilo, colorante monoazo puede ser degradado 

aeróbicamente, a pesar de la presencia de oxígeno y que la degradación se produce 

debido a la ruptura de los enlaces azo por una enzima bacteriana insensible al 

oxígeno de las azo reductasas. Así mismo, otros estudios confirman que la enzima 

azoreductasa aerobia es una enzima inducible que requiere un mediador redox para 

funcionar. Asimismo, el colorante azoico actúa como sustrato y estimula la inducción 
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de esta enzima. La actividad de esta enzima se examina ampliamente en bacterias 

degradantes de colorantes azoicos para dilucidar el mecanismo de degradación de 

colorantes azoicos (Mazumder et al.,1999) 

 

El tratamiento aeróbico es el único método seguro para la degradación de los 

colorantes azoicos sulfonados, incluso en condiciones aeróbicas estos colorantes 

no son degradados por la mayoría de las bacterias debido a su alta solubilidad en 

agua y recalcitrancia. Luego de la producción de las aminas aromáticas solo los 

microorganismos aeróbicos pueden oxidar aún más los productos reducidos 

mediante reacciones de deaminación o hidroxilación (Nachitar & Rajkumar, 2003). 

Pocas cepas bacterianas han sido reconocidas por su capacidad de degradación 

de una amplia gama de colorantes azoicos sulfonados vía intracelular. 

Aranganathan y col 2013, informaron sobre una azoreductasa intracelular de 

Pseudomonas oleovorans PAMD1 que puede degradar el colorante Naranja II en 

dos productos de degradación: ácido sulfanílico y 1- amino-2-naftol, sin embargo, 

esta vía requiere no solo la presencia de azoreductasas sino también de un sistema 

de transporte que permite la captación (absorción) de los colorantes sulfonados en 

la célula (Blumel et al., 2002).  

 

Algunos informes indican que estos compuestos podrían utilizar sistemas de 

transporte específicos de otros tipos de sustratos sulfonados a células bacterianas, 

dos sistemas han sido reconocidos, tauABCD y ssuEADCB, que se regulan en 

exceso solo durante la inanición de azufre (Eichhorm et al., 2000: Qu et al., 2019). 

El grupo tauABCD está involucrado en la asimilación de azufre solo de la taurina 

(ácido 2-aminoetanosulfónico) y el grupo ssuEADCB codifica un sistema de 

utilización de azufre que permite que las células bacterianas asimilen azufre de una 

amplia gama de alcanosulfonatos, excepto la taurina. En el caso de la absorción de 

sulfonatos aromáticos en la célula es catalizada por el sistema AtsBC, junto con las 

proteínas de unión a solutos AsfC o AtsR. La reacción de desulfonación se lleva a 

cabo mediante la proteína SsuD dependiente de FMNH2, con flavin reducida 

suministrada por la reductasa de flavin reducida codificada por ssuE.  Se han 
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identificado proteínas reguladoras adicionales necesarias para la desulfonación de 

sulfonato en Escherichia coli (la proteína Cbl) y Pseudomonas putida (la proteína 

AsfR). 

 

Sin embargo, si el ambiente extracelular es aeróbico, el oxígeno evita la reducción 

del colorante azo debido a la oxidación preferencial del mediador redox reducido 

por el oxígeno en lugar del colorante. Está comprobado que la decoloración es un 

proceso de reducción extracelular que requiere una vía de transferencia de 

electrones multicomponente que consta de componentes de membrana 

citoplasmática, periplásmica y de membrana externa (OM) (Hong et al., 2007). Las 

menaquinonas y el citocromo CymA (tetrahem quinol deshidrogenasa) son los 

componentes cruciales de la membrana citoplasmática involucrados en la vía, que 

luego se ramifica a través de una red de citocromos periplásmicos a tres citocromos 

de la membrana externa. MtrA (citocromo de tipo C de la proteína periplásmica) y 

OmcB (citocromo de tipo c de decaheme en el OM) son las proteínas clave de esta 

red en el periplasma y la membrana externa, respectivamente (Brigé et al., 2008). 

Los experimentos de Brigé et al., (2008) confirmaron que proteínas adicionales 

(OmcA/OmcB) están involucradas en el transporte de electrones intermembrana 

requerido para la reducción de colorante extracelular comportándose como 

aceptores terminales. No obstante, Cai et al., 2012, sugiere para la degradación del 

naranja de metilo por Shewanella oneidensis MR-1 sigue este mecanismo mediada 

por la cadena de transporte de electrones de MtrA-MtrB-MtrC, y podría ser una vía 

importante para entregar electrones desde la membrana externa a la superficie a 

colorantes azoicos. La reducción del enlace azo por Shewanella podría atribuirse a 

los electrones liberados por el citocromo de tipo c en la membrana externa a los 

colorantes azo a través de la vía respiratoria Mtr, estos resultados fueron 

reconocidos en los reportes de Hong et al., 2007 y Brigé et al., 2008. Debido a que 

las membranas bacterianas son una barrera eficaz para la absorción de colorantes 

azoicos sulfonados, se puede inferir en este estudio que un canal transmembrana 

de electrones desconocido de CymA podría estar involucrado en la reducción azo. 
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También es posible que esta reacción redox química funcione junto con una 

reacción enzimática directa que involucra una azoreductasa, que puede ser una 

enzima citoplasmática deshidrogenasa que se sintetiza y secreta sin acumulación 

en el interior de la célula (Bragger et al., 1997; Sahasrabudhe et al., 2014). Kudlich 

y col. (1997) respaldaron la sugerencia de que la actividad azo reductasa unida a la 

membrana, mediada por compuestos redox, es diferente de la azo reductasa 

citoplasmática soluble que es responsable de la reducción de los colorantes no 

sulfonados que ingresan a través de la membrana celular. Por esa razón, se 

considera que las azoreductasas ligadas a la membrana y citoplasmáticas son dos 

sistemas enzimáticos separados (Kudlich et al., 1997). 

 

De acuerdo con lo anterior se sugiere que los colorantes azoicos sulfonados NM y 

RP son reconocidos por la célula bacteriana Franconibacter daqui, 1MS, en el medio 

extracellular quien induce la transcripción y traducción del gen azoR, dando lugar a 

la enzima citoplasmática FMN azoreductasa dependiente de NADH (Paso1). A pH 

7 y temperatura 37ºC, penetran la membrana celular. En el citoplasma se 

encuentran los mediadores redox NADPH, FAD, FMN y el NADH. Tras la oxidación 

de NADH, el hidruro se transfiere a FMN presente en el sitio activo de la FMN 

azoreductasa. Luego el sustrato (Naranja de metilo) se une a uno de los sitios 

activos de la azoreductasa. La FMN reducida transfiere nuevamente el hidruro al 

colorante NM (Paso 2). Otro ciclo de transferencia de hidruros del NADH al colorante 

NM sucede a través de FMN quien dona los electrones para producir la escisión 

reductora de los enlaces azo (-N = N-) mediante el ataque al grupo –N=N– con los 

radicales OH▪, lo que lleva a la apertura de los enlaces dobles -N=N–, que luego 

destruyen los sistemas π conjugados largos y, en consecuencia, causan la 

decoloración de la solución indicando la destrucción efectiva del cromóforo 

produciendo los compuestos sulfonamina y N,N-dimetilbencil1-4diamina, el 

rompimiento del grupo azo y la producción de las aminas son evidenciados por la 

desaparición de la banda de λ max y la aparición de nuevas bandas en la región 

220 - 300 nm en la región ultravioleta. Seguidamente, una desulfonación y 

deaminación oxidativa resulta en la síntesis de varios metabolitos intermediarios los 
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cuales pueden ser usados como sustratos en diferentes vías metabólicas, hasta su 

degradación final a CO2, H2O. La Figura 16 muestra el mecanismo propuesto para 

la reducción de colorantes azoicos sulfonados usando Franconibacter daqui, 1MS. 

De acuerdo con los datos en este estudio, la literatura relevante y los resultados 

obtenidos a través de estudios computacionales usando el servidor de predicción 

de vías de reacción de catalizadas por enzimas de microorganismos y vegetales 

llamado PathPred (https://www.genome.jp/tools/pathpred/) (Morilla et al., 2010) fue 

propuesta una ruta de decoloración/degradación bacteriana de Franconibacter 

daqui, 1MS para los colorantes NM y RP como se muestra en las Figura 17 y 18. 

Todas las estructuras fueron dibujadas en el programa ChemDraw 

(https://chemdrawdirect.perkinelmer.cloud/js/sample/index.html).  

Para el Naranja de metilo, se sugiere inicialmente que la enzima azoreductasa 

producida por la cepa bacteriana Franconibacter daqui, 1MS, actúa rompiendo en 

el enlace azo del colorante, que conduce a su fragmentación dando como resultado 

la formación de sulfonamida y N,N-dimetilbencil-1,4-diamina. La escisión por 

reducción del enlace azo catalizado por la enzima azoreductasa se considera el 

primer paso en el proceso de decoloración microbial. La sulfonamida puede tomar 

dos rutas una desulfonación que da como resultado anilina o una desaminación que 

da como resultado el ácido bencenosulfonico, el compuesto sulfonamida podría 

tomar otra vía de degradación transformándose en ácido 4-oxooctanodoico. El 

producto N,N-dimetilbencil-1,4-diamina podría sufrir una desmetilación resultando 

la formación a 1,4 diaminobenceno. Figura 17. 

 

La ruta sugerida para el colorante Rojo Ponceau S inicia con el rompimiento de los 

enlaces azo por la azoreductasa que genera 3 compuestos, la sulfonamida, el ácido 

2,5 diaminobencenosulfonico y el ácido 8-aminonaftol-2,5-disulfonico. La 

sulfonamida se degrada igual que en el Naranja de metilo, el ácido 2,5 

diaminobencenosulfonico sufre una desulfonacion dando como resultado el 

producto 1,4 diaminobenceno, y finalmente el ácido 8-aminonaftol-2,5-disulfonico 

puede tomar 4 rutas de como se muestra en la Figura 18. 
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Figura 16. Mecanismos propuesto de degradación para Franconibacter daqui,1MS.



 58 

 
Figura 17. Ruta de biodegradación propuesta para Naranja de metilo por Franconibacter daqui, 1MS. 
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Figura 18. Ruta de biodegradación propuesta para Rojo Ponceau S por Franconibacter daqui, 1MS
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4.5.  Bioensayo de fitotoxicidad en semillas de frijol (Phaseolus vulgaris) 
 
La fitotoxicidad de los colorantes originales NM, RP y sus productos degradados fue 

evaluada en semillas de frijol (Phaseolus vulgaris), a una concentración de 300 ppm 

por 5 días. Las semillas tratadas con agua destilada fueron utilizadas como control. 

La Tabla 4 describe los valores correspondientes a la longitud de la plúmula, la 

longitud de la radicula y el porcentaje de germinación. Los datos se representan 

como la media de 5 semillas germinadas de tres conjuntos de experimentos ± error 

estándar. Los resultados fueron analizados usando análisis de varianza de una vía 

(ANOVA) con la prueba de comparaciones múltiples de Tukey-Kramer. Los 

porcentajes de inhibición de la germinación (GI) y el porcentaje de fitotoxicidad 

fueron determinados (Tabla 5) utilizando el porcentaje de germinación de la semilla 

y los datos de alargamiento de la raíz que se muestran en la Tabla 4. 

 

Tabla 4. Análisis de fitoxicidad de Naranja de metilo, Rojo Ponceau S y sus 

productos degradados. 

Parámetros 
de estudio 

Control 
(Agua) 

Naranja de 
metilo 

Naranja de 
metilo 

Degradado 

Rojo 
Ponceau S 

Rojo 
Ponceau S 
Degradado 

Germinación 
(%) 

100 93,3 20 100 26,6 

Radícula (cm) 3,8 ±0,75 1,96 ±  0,2 0bc 5 ± 1,4 0bc 

Plúmula (cm) 3,5 ± 0,13 2,5 ±0,4 0,46bc ± 0,3 3,73 ± 0,2 0,26bc ± 0,3 

 
a Las semillas germinadas en colorante original son significativamente diferentes de 

las semillas germinadas en agua destilada a p <0.01. 
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b Las semillas germinadas en metabolitos degradados son significativamente 

diferentes de las semillas germinadas en colorante original a p <0.001 en 

comparación con las pruebas de comparación múltiple de Tukey-Kramer. 
c Las semillas germinadas en colorante degradado son significativamente diferentes 

de las semillas germinadas en agua destilada a p <0.01. 

Tabla 5. Los porcentajes de inhibición de la germinación (GI) y el porcentaje de 

fitotoxicidad para Naranja de metilo, Rojo Ponceau S y sus productos degradados. 

Paramétro de 
estudio 

Control  
Agua 

Naranja  
de metilo 

Naranja de 
metilo 

Degradado 

Rojo 
Ponceau S 

Rojo 
Ponceau S 

Degradado 

Fitotoxicidad 
(%) 

0 49,13 100 29,31 100 

Indice de 
germinación 

(%) 
100 47,47 0 129,31 0 

 

El porcentaje de fitotoxicidad se calculó utilizando la ecuación ( Roy et al., 2018) 

Una elevación significativa en el porcentaje de fitotoxicidad con respecto al control 

en el tratamiento de semillas de P. vulgaris con los productos de degradación del 

NM y RP fue observada. Mientras que en la solución del colorante original del NM, 

se redujo significativamente en un 50% y aumento en un 30% en el RP en 

comparación con las semillas tratadas con agua destilada (control). Los colorantes 

originales no mostraron ninguna reducción significativa en el porcentaje de 

germinación, ni en la longitud de la radícula y la plúmula. De acuerdo a Nouren & 

Bhattia, 2015 valores de GI menores al 50% representan alta toxicidad, valores 

entre 50-80% representan una moderada toxicidad y valores por encima de 80% 

representan ausencia de toxicidad. Es decir en nuestro estudio la soluciones del NM 

y su producto de degradación fueron altamente fitotóxicas. A diferencia de la 

solución original del RP quien mostró un efecto de fitoestimulación de acuerdo con 

los parámetros de Lago-Vila et al., 2019. Con respecto, a estos efectos positivos 
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(estimuladores) observados podemos ver que fueron similares a los que se 

obtuvieron en el estudio realizado por (Bhattacharya et al., 2014), estudio que 

demuestra claramente los efectos fitoestimuladores de los colorantes sobre el 

crecimiento de las plántulas de arroz. La exposición al colorante original RP 

aumentó la longitud del brote, así como la longitud de la radícula, estos datos 

sugieren que las semillas de frijol utilizaron el RP como fuente de carbono, energía 

y al mismo tiempo enriqueció el medio de cultivo con nutrientes esenciales como el 

potasio, el fósforo, nitrógeno, calcio, entre otros, proporcionando un entorno 

favorecedor para el crecimiento del sistema de la planta Zimmermann et al. 1982; 

Bhattacharya et al., 2014. 

 

Los estudios de fitotoxicidad revelaron que la biodegradación de NM y RP por 

Francoconibacter daqui, 1MS después de 5 días de incubación, produce 

metabolismos menos tóxicos, sin embargo, estos colorantes pertenecen al grupo de 

colorantes reactivos sulfonados que por decoloración/degradación biológica pueden 

formar aminas aromáticas sulfonadas y no sulfonadas, que son grupos importantes 

de contaminantes ambientales que tienen naturaleza tóxica como ha sido informado 

anteriormente por Gottlieb et al., 2003 y Tan et al., 2005. De hecho en este estudio 

nosotros identificados por GC-MS los compuestos: N,N-dimetilbencil-1,4diamina, 

sulfonamida, 1,4 diaminobenceno, ácido 2,5 diaminobencensulfonico y 1-amino-

2naftol como productos intermediarios en la ruta de degradación de ambos 

colorantes, los cuales son considerados altamente genotóxicos como se evidencia 

en la Tabla 6. Nuestros resultados indican que la bacteria pudo ser inhibida por 

estos intermediarios, como lo indica Qu et al., 2010 y además podrá convertir estos 

metabolitos mediante activación metabólica en especies mutagénicas, 

carcinógenicas y/o teratogénicas. 

 

Varios estudios sobre Naranja de metilo y Rojo Ponceau S no han considerado la 

toxicidad de los productos decolorados y el potencial ecotóxico de los productos 

degradados no se evalúan ni visualizan. En este estudio no hubo una correlación 

entre la decoloración y la desintoxicación de los colorantes, lo que indica que los 
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productos de degradación de los colorantes aún eran tóxicos en algunos casos, tal 

como enfatiza Rawa et al., 2018. La reducción de los colorantes estudiados 

evidencia ciertamente una desaparición más rápido del color, pero no 

necesariamente a la desintoxicación del medio de decoloración. Por esto, la 

eliminación de la coloración no es un parámetro confiable para el control de la 

contaminación de las aguas residuales textiles. Como se evidencia en el estudio 

realizado por Bergsten-Torralba et al., 2009, la desintoxicación en algunos 

tratamientos no siempre se reduce mientras se lleva a cabo la decoloración, como 

se evidencia en este estudio, hay muy pocos estudios que evalúan el nivel 

toxicológico después del tratamiento con colorante o efluentes, por lo tanto en base 

a lo evidenciado en este trabajo es de suma importancia la necesidad de la 

evaluación toxicológico las cuales se pueden llevar a cabo mediante la utilización 

de modelos biológicos tales como Alium cepa, células, dafnias, entre otros.  

 

En la Figura 19, se muestran las semillas de Phaseolus vulgaris tratadas con los 

colorantes a diferentes concentraciones y productos degradados, además de los 

controles. De acuerdo con Kalyani et al., 2008 es de gran preocupación evaluar la 

fitotoxicidad y la toxicidad microbiana del colorante antes y después de la 

degradación, dado a la utilización de efluentes textiles no tratados y tratados que se 

reporta en el área agrícola, al igual que su impacto directo en la fertilidad del suelo. 

Además, los efluentes de textiles no tratados pueden causar serios riesgos 

ambientales y para la salud. En la Tabla 6 se encuentran los estados de toxicidad 

de los productos formados después de la biodegradación de los colorante de 

estudio. 
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Figura 19. Semillas de Phaseolus vulgaris tratadas con Naranja de metilo (A) y 

producto degradado (B). Rojo Ponceau S (C) y productos degradados 
(D).Control (Agua) ( E) 
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Tabla 6. Estados de toxicidad de los productos formados después de la degradación de los colorantes Naranja de metilo y 

Rojo Ponceau S. 

 
Compuesto 

 
Estructura química 

Propiedades 
químicas y fisicas 

Toxicidad 

Naranja de metilo  Soluble en agua 
Toxicidad aguda  

(Categoria 3) (LD50:60 mg/Kg) 

Sulfonamida 
 

Soluble en agua 
Irritable para la piel  

(LD:12.3 g/Kg Oral) 

Anilina 
 

Polimerizada en una 

exposición 

prolongada, lipofilica y 

puede ser fácilmente 

absorbida por la piel 

-Carcinógeno (Categoría 2) 

-Mutagénico (Categoría 2, Positivo para prueba de Ames). 

-Toxicidad aguda y crónica 

(LD50:250 mg/Kg Oral). 

-Toxicidad especifica en órganos diana. 

N,N Dimetilbencil- 

1,4 diamina 
 Baja solubilidad en 

agua 

-H301 (89.58%): 

Tóxico en caso de ingestión. 

[Peligro Toxicidad aguda, oral] 

-H311 (100%): 

Tóxico en contacto con la piel [Peligro Toxicidad aguda, 

cutánea]. 
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-H331 (91.67%): 

Tóxico en caso de inhalación 

[Peligro Toxicidad aguda, inhalación. 

Ácido bencesulfonico 

 

Soluble en agua 
Corrosivo para la piel  

(LD50:1.1 g/Kg Oral). 

1,4 Diaminobenceno 

 

Baja solubilidad en 

agua 

-H331: Tóxico en caso de inhalación. 

-H311: Tóxico en contacto con la piel. 

-H301: Tóxico en caso de ingestión. 

-H319: Provoca irritación ocular grave. 

-H317: Puede provocar una reacción alérgica en la piel. 

-H410: Muy tóxico para los organismos acuáticos, con 

efectos nocivos duraderos. 

Rojo Ponceau S 

 

Soluble en agua 

-H315 Provoca irritación cutánea 

-H319 Provoca irritación ocular grave --H335 Puede irritar 

las vías respiratorias 

Naftaleno 
 

Compuesto estable 

tiene baja solubilidad 

-Carcinogeno (Categoría 2) 

-Toxicidad aguda y crónica 
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en agua y puede ser 

absorbido fácilmente 

por la piel 

(LD50: 490mg/Kg Oral) 

1-Amino-2 naftol 

 

Baja solubilidad en 

agua 

-Cancérigeno (Categoria 2) 

-Toxicidad aguda y crónica 

-Toxicidad especifica en órganos diana. 

Fenol 

 

Sólido higroscópico. 

Durante mucho 

tiempo a la lúz puede 

causar 

descomposición 

-H301+H311+H331 Tóxico en caso de ingestión, contacto 

con la piel o inhalación. 

-H314 Provoca quemaduras graves en la piel y lesiones 

oculares graves 

-H341 Se sospecha que provoca defectos genéticos. 

-H373 Puede provocar daños en los órganos tras 

exposiciones prolongadas o repetidas. 

-H411 Tóxico para los organismos acuáticos, con efectos 

nocivos duraderos. 

2-Naftol 

 

Soluble en agua 
-H302 + H332: Nocivo en caso de ingestión o inhalación. 

-H400: Muy tóxico para los organismos acuáticos. 
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Tolueno 

 

Soluble en agua 

-H315 Provoca irritación cutánea. 

-H336 Puede provocar somnolencia o vértigo. 

-H373 Puede provocar daños en los órganos tras 

exposiciones prolongadas o repetidas. 

m-Toluidina 
 

NA 

-H301 + H311 + H331:  

Tóxico en caso de ingestión, contacto con la piel o 

inhalación. 

-H373: Puede provocar daños en los órganos tras 

exposiciones prolongadas o repetidas. 

-H400: Muy tóxico para los organismos acuáticos. 
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Reportes previos han demostrado que las cepas bacterianas degradantes de 

azocolorantes son sensibles a altas concentraciones de sales y el contenido de 

metales en los efluentes textiles pueden inhibir la biodegradación de los colorantes 

azoicos por las cepas bacterianas indígenas debido a la inhibición del crecimiento 

celular y las actividades metabólicas de modo que los tiempos de tratamiento del 

proceso no sean prácticos (Cao et al., 2019; Guo et al., 2020). Por lo tanto, la 

utilización de bacterias degradantes de colorantes azoicos que son tolerantes a 

condiciones ambientales extremas sigue siendo una estrategia efectiva para 

mejorar los sistemas de tratamiento de aguas residuales y mejorar la 

biorremediación de los colorantes azoicos. Este estudio corresponde al primer 

reporte de degradación de colorantes en el género Franconibacter. Como resultado 

de este estudio, Franconibacter daqui, 1MS se propone como un candidato 

potencial para biorremediación de colorantes azoicos, dado a que ha sido reportada 

recientemente su capacidad de sintetizar nanoparticulas de plata (Bonfante y 

Baldiris, 2020). 

 

Estudios realizados por Pal et al., 2017 en el cual se reporta el genoma de 

Franconibacter pulveris, DJ 34, como una cepa degradadora de hidrocarburos que 

posee genes relacionados a la degradación de crudo, transporte y resistencia de 

metales, reducción de sulfato y nitrato, sintesís de biosurfactantes, entre otros, 

muestran el potencial genómico de este microorganismo para sobrevivir y degradar 

ambientes contaminados y su potencial como candidato en el diseño de estrategias 

para procesos de bioremediación. 

 

5.CONCLUSIONES 
 

La cepa bacteriana fue identificada como Franconibacter daqui, 1MS esta cepa 

puede degradar los colorantes Naranja de metilo y Rojo Ponceau S , La cepa 

decoloró al Naranja de metilo a 100 ppm en un 98% durante un periodo de 120 

horas, 50 ppm un 100% en 48 horas y a 1000 ppm alcanzó una decoloración del 

54% durante 120 horas; además decoloro al colorante Rojo Ponceau S a 100 ppm 



 70 

en un 93% durante un periodo de 120 horas, 50 ppm un 100% durante 48 horas y 

para la concentración máxima estudiada 1000 ppm decoloró un 41% durante 120 

horas. La cepa tiene potencial de decoloración y degradación de los colorantes en 

condiciones estáticas, pH 7, temperatura 37ºC, a través del proceso degradación 

en lugar de adsorción. Sin embargo, la cepa simplemente decoloro/degrado los 

colorantes, pero no desintoxicó a estos, generó productos como las aminas 

aromáticas que son sumamente tóxicos como se evidenció en el estudio de 

fitotoxicidad, es necesario demostrar la eficacia de la cepa para su aplicación en el 

tratamiento de muestras reales. 

 

6. RECOMENDACIONES 

Enfatizar en la realización de investigaciones para comprender mejor la interacción 

de los colorantes azoicos con diferentes especies microbianas y sus mecanismos 

de degradación, para así predecir el destino de los colorantes en el medio ambiente. 

Se recomienda realizar estudios más a fondo de los metabolitos degradados 

empleando TLC y HPLC estos han demostrado ser de gran ayuda para la 

identificación de los metabolitos, la creación de consorcios bacterianos para la 

reducción de los colorantes azoicos, realizar estudio de toxicidad empleando 

diferentes agentes de exposición. Someter a la cepa bacteriana a muestras reales 

de efluentes industrias. 
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