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INTRODUCCIÓN 

 

Los polímeros sintéticos pertenecientes a la categoría de los termoplásticos (como 

el polietileno, el polipropileno, ente otros), son comúnmente utilizados en redes de 

distribución de gas, agua y alcantarillado. Al igual que muchos otros tipos de 

materiales, éstos pueden presentar incidentes y/o fallas como consecuencia de 

errores en el diseño, instalación, condiciones de servicio y factores ambientales. 

Estadísticamente, este tipo de tuberías presentan números bajos de incidentes 

relacionados con fallas en comparación con otros sistemas, reduciendo la 

probabilidad de daños a personas y bienes (muertes, lesiones, incendios y 

explosiones) (Farshad., 2006). 

Entre los factores que influyen en una posible falla (puntual o generalizada) por 

deterioro de las propiedades mecánicas de la tubería, se encuentran algunos 

efectos ambientales que incluyen cargas mecánicas, efectos térmicos, radiación, 

influencias químicas y factores biológicos (Farshad., 2006). 

La amplia aplicabilidad de los polímeros los ha llevado a ser utilizados de forma 

masiva, en algunos casos sustituyendo a los metales, como es el caso de las 

tuberías de distribución de gas. Por ello, entender los procesos de degradación de 

dichos materiales en el ambiente es esencial para la prevención de fugas, eventos 

catastróficos y pérdidas económicas. 

La degradación en los materiales poliméricos puede ser ocasionada por cambios 

fisicoquímicos en el material, ocasionados por su exposición a la radiación Ultra 

Violeta (UV), a cambios térmicos, a ambientes químicamente agresivos o a 

microorganismos. Estos factores ocasionan escisión de enlaces y/o 

transformaciones químicas en la matriz polimérica.  

El proceso de degradación biológica incluye 4 etapas. En la primera sucede un 

deterioro superficial (acción de microorganismos y factores abióticos que permiten 

fragmentar el material), la segunda es la despolimerización (conversión enzimática 

del polímero en monómeros), la tercera es la asimilación (absorción de 

compuestos) y la cuarta la mineralización (liberación de CO2, N2, CH4, H2O y 

sales) (Shah, et al., 2008). 

Desarrollo histórico de los materiales plásticos 

En los últimos 150 años se introdujeron al mercado los materiales plásticos, los 

cuales con el tiempo se han convertido en un eje fundamental con gran utilidad en 

nuestra vida cotidiana moderna (Brydson J., 1999). Hace aproximadamente unos 

70 años se dieron las bases para lograr la obtención de los polímeros; abriendo 

así una gran distancia entre los polímeros sintéticos y los naturales; cuando el 
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químico alemán Karl Ziegler y de manera simultánea el italiano Giulio Natta, 

desarrollaron lo que hoy se conoce como catalizadores de Ziegler-Natta. Los 

cuales consisten en compuestos que catalizan la polimerización de los 

componentes principales de los polímeros actuales (polietileno y polipropileno), a 

temperaturas y presiones mucho más bajas que las utilizadas en aquella época 

(Brydson J., 1999). 

Un polímero puede definirse como una molécula de gran tamaño, formada por la 

unión de pequeñas moléculas (monómeros), repetidamente. Tomando como 

ejemplo el polietileno (Figura 1), este se forma por unidades repetitivas de grupos 

(C4H2) –(etileno). 

Figura 1. Reacción de polimerización del polietileno (Brydson J., 1999; Malpass, 

D. B., 2010). 

 
Etileno                  Polietileno 

 

Las tuberías de polietileno (en adelante PE), son de uso cotidiano para la industria 

encargada del transporte de agua potable, gas natural y sistemas de desagües. El 

ambiente en que se encuentran estos sistemas de tuberías los mantiene 

continuamente sometidos a estrés ambiental, pudiendo sufrir cambios debido a la 

agresividad del suelo, humedad, cambios de temperatura y ataques microbianos. 

Además, se puede producir cierta degradación física durante las operaciones de 

manejo e instalación (Ghabeche, et al., 2015). 

. 

Tipos y nomenclatura de los polietilenos 

 

De acuerdo a la IUPAC el polietileno se puede clasificar con respecto a su 

densidad o peso molecular y ser nombrados por abreviaturas. 

La Sociedad Americana para Pruebas y Materiales (por sus siglas en inglés 

ASTM) clasifica a los tipos de polietileno, de acuerdo a su densidad (Tabla 1). 
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Tabla 1. Tipos de polietileno (ASTM D 883-00., 2000). 

 

Tereftalato de Polietileno (PET) 

Es un polimérico sintético que se obtiene principalmente mediante una reacción de 

policondensación entre el ácido tereftálico y el etilenglicol, perteneciente al grupo 

de los poliésteres; usado principalmente en el envase y empaque de alimentos 

(Jankauskaite et al., 2008). 

Polipropileno 

Al igual que el polietileno el polipropileno pertenece a la categoría de los 

termoplásticos; siendo este el polímero de más baja densidad (0,90 g/cm3) entre 

los polímeros comercialmente dominantes. Fue producido por primera vez 

mediante reacción de polimerización por Giulio Natta en 1954. Es usado en 

productos para la industria automotriz, juguetes, artículos para el hogar, 

aislamiento para cables eléctricos, tuberías, entre otros usos (Martin B., 2005). 

Hongos filamentosos degradadores de Polímeros 

El desarrollo de un microorganismo a partir de un polímero, depende 

principalmente de la constitución y las características del material; así como 

también de las condiciones ambientales y climáticas propicias para su desarrollo 

(Lucas et al., 2008). Los hongos son microorganismos que poseen la capacidad 

para degradar polímeros sintéticos; debido a su capacidad para producir un 

abundante número de enzimas hidrolíticas (lipasas, esterasas, ureasas y 

proteasas) (Shimao., 2001; Lucas, et al., 2008).  

Mediante numerosos estudios se ha evidenciado la capacidad que poseen los 

hongos para degradar diferentes polímeros sintéticos, estas cepas fúngicas han 

sido aisladas de diferentes fuentes: suelo de manglares (Kathiresan., 2003; 
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Immanuel, et al., 2014), suelo de vertederos de basura (Morsy, et al., 2017; Ojha, 

et al., 2017; Das y Kumar., 2014;), agua marina (Devi, et al., 2015), entre otros. Es 

conocido que los hongos representan un vasto y amplio grupo de organismos que 

obtiene su energía a partir de compuestos orgánicos (Warnock., 2012). En 

algunas ocasiones dichos compuestos son muy complejos y necesitan ser 

reducidos a sus formas menos complejas (monómeros), para poder ser 

incorporados y asimilados como nutrientes. Dicho proceso es facilitado por 

enzimas (depolimerasas) que catalizan la síntesis de los polímeros (Dyakov y 

Zinovyeva., 2007). Debido a propiedades intrínsecas de cada polímero (como la 

hidrofobicidad, entre otros), que no permiten una fácil adhesión de los 

microorganismos a la superficie y por ende proceder a la degradación del material; 

en la literatura se citan numerosos pre tratamientos (Mahalakshmi  y Niren., 2012; 

Flórez, et al., 2014; Myint, et al., 2012) que causan la oxidación del material y 

facilitan su proceso de degradación por microorganismos (dichos pre tratamientos 

muchas veces pueden surgir en el medio ambiente como procesos espontáneos).  

Los Hongos poseen la capacidad de formar biopelículas al igual que las bacterias, 

mediante la formación de consorcios celulares (Fanning y Mitchell., 2012; Finkel y 

Mitchell., 2011; Li, et al., 2014; Mukherjee, et al., 2012), incluidos por una matriz 

polimérica extracelular. Este proceso ocurrido probablemente durante la 

colonización y degradación por parte de los hongos en los materiales poliméricos, 

no es muy bien conocido; sobre todo los factores fisicoquímicos que intervienen en 

el proceso (Webb, et al., 1999). Se ha evidenciado que algunas especies de 

hongos pertenecientes a los géneros Fusarium spp. y Aspergillus spp. poseen la 

capacidad de formar biopelículas (Mowat, et al., 2009; Medina, et al., 2019). Las 

etapas en la formación de biopelículas incluyen: adhesión, colonización, 

producción de polisacáridos, maduración y dispersión (Donlan., 2002; Chandra, et 

al., 2001; Blankenship y Mitchell., 2006).  Dentro de las técnicas que se pueden 

utilizar para estimar la biodegradación de un material polimérico se encuentran; la 

evaluación de las modificaciones macroscópicas (colonización del material, 

formación de grietas, decoloración, rugosidad), la pérdida de peso del material 

(que en la mayoría de los casos suele ser lenta e incluso no representativa) y la 

producción de metabolitos producto del proceso de despolimerización (Lucas, et 

al., 2008).  

Consorcios bacterianos en el proceso de biodegradación 
 
En la naturaleza, las comunidades microbianas realizan el proceso degradativo de 
una manera dinámica y dependiente del tiempo; por lo que nos muestra una 
respuesta dinámica al sustrato, alcanzando una mayor biomasa cuando trabajan 
juntos que cuando actúan solos. Este proceso es conocido como crecimiento 
sinérgico. Además, los microorganismos pueden usar enzimas con actividades 
complementarias (sinergia enzimática). Por lo tanto, la sinergia en el crecimiento y 
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la actividad enzimática, son dos procesos que están relacionados en los 
consorcios microbianos. Los microorganismos que prosperan en diferentes 
entornos como consorcios microbianos se mantienen adaptándose al cambio 
ambiental; la forma principal como se pueden aglomerar y adherirse a una 
superficie es mediante la formación de biopelículas a partir de la cooperación y/o 
simbiosis entre los mismos (Van Dyk y Pletschke, 2012; Cragg et al., 2015; 
Bhardwaj et al., 2012; Syranidou et al., 2019; Urbanek et al., 2018). 
 
Formación de Biopelículas  
 
Una biopelícula es definida como “comunidades de microorganismos que crecen 
envueltos en una matriz de exopolisacáridos y adheridos a una superficie” 
Las principales fuerzas que impulsan la formación de biopelículas son: acceso a 
fuentes de nutrientes, la formación de micronichos favorables, protección frente a 
condiciones ambientales nocivas y establecimiento de relaciones de cooperación 
con otras especies (Flemming et al., 2016). Aunque una biopelícula puede 
consistir en una sola especie, la mayoría de las biopelículas naturales contienen 
consorcios de múltiples especies. 
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1. OBJETIVOS 

GENERAL 

 

 

➢ Determinar la capacidad de biodegradación por hongos filamentosos sobre 
materiales poliméricos. 

 

 

ESPECÍFICOS 

 
 
 

➢ Identificar morfológica y molecularmente los hongos asociados a la 
biodegradación de materiales poliméricos. 

 
 

➢ Evaluar la capacidad biodegradadora de hongos filamentosos sobre 
Polietileno de Media Densidad (MDPE), Polietileno de Baja Densidad 
(LDPE), Polipropileno (PP) y Tereftalato de Polietileno (PET), mediante la 
capacidad para colonizar el polímero. 
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2. JUSTIFICACIÓN 

 

Es de vital importancia para la industria del gas que se mantenga de manera 

óptima la integridad estructural de las tuberías utilizadas en su distribución. 

Evitando problemas que pueden ocasionar fallas, rupturas y/o fugas; ya que esto 

impactaría directamente sobre el ecosistema, la sociedad y la economía. El factor 

biológico está incluido dentro de los posibles constituyentes que desencadenarían 

una falla en tuberías a base de polímeros sintéticos (Farshad., 2006).  Este trabajo 

se realizó a raíz de una falla generada en un segmento de tubería utilizada para la 

distribución de gas natural en la ciudad de Pereira. En donde a partir de los 

estudios previos realizados se aislaron dos (2) hongos filamentosos, que luego de 

una revisión bibliográfica, estos posiblemente poseen la capacidad de utilizar 

como fuente de carbono en su metabolismo, materiales poliméricos de los cuales 

están fabricadas dichas tuberías. La evaluación de la capacidad de degradación 

de estos microorganismos, en relación con los factores ambientales; permitirán 

inferir sobre su posible influencia en fallas ocasionadas en estos sistemas. 
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3. MARCO REFERENCIAL 

 

La normativa actual usada para evaluar la degradación de polímeros está basada 

en métodos estandarizados. La normativa americana de referencia es la ASTM, 

incluyendo la sexta versión de la ASTM G21: 2015; en la cual se evalúa la 

resistencia de los materiales poliméricos a los hongos, determinando el efecto de 

los hongos sobre las propiedades de los materiales poliméricos sintéticos tales 

como tubos, varillas, laminas y películas. De igual manera existen otro tipo de 

normativa referente en otros continentes como: la JIS (Japanese Industrial 

Standards) y la ECN (European Normative Reference). 

La biodegradación de los polímeros por microorganismos representa una 

problemática a nivel de integridad, seguridad y confianza en los sistemas de 

tuberías utilizados. 

Los posibles mecanismos para la degradación microbiana de los materiales 

poliméricos incluyen el ataque directo por ácidos o enzimas, la formación de 

ampollas debido a la evolución del gas, el agrietamiento y la desestabilización del 

polímero por cloruros y sulfuros concentrados. En la literatura se han realizado 

numerosos estudios que incluyen en primera medida la realización de 

pretratamientos (procesos abióticos), para facilitar el proceso de degradación 

influenciado por hongos. Dichos pretratamientos son utilizados con el fin de, 

facilitar su acceso al material, (ya que su estado hidrofóbico lo limita), debido a la 

falta de grupos funcionales y el alto peso molecular (Flórez, et al., 2014).  

Mediante la utilizaron pretratamientos como la termo-oxidación (100°C), foto-

oxidación mediante Luz Ultravioleta (luz UV >300 nm) y tratamiento con ácido 

nítrico, Mahalakshmi y Niren en 2012, evaluaron la degradación de películas de 

polietileno (PE); evidenciando que, las películas del polímero pretratadas fueron 

degradadas de una manera efectiva con respecto a las no tratadas. 

La evaluación de la biodegradación del polietileno de baja densidad, utilizando 

cepas fúngicas del género Aspergillus spp. fue comprobada por Deepika y 

Madhuri en 2015; mediante la capacidad de deterioro del polietileno en polvo, 

analizándolo con la formación de halos claros debido al crecimiento por la 

utilización del polietileno como única fuente de carbono; en el estudio encontraron 

hongos con potenciales de degradación como: Aspergillus niger (26.17%) y A. 

flavus (16.45%) en un periodo de evaluación de seis (6) meses.  

La gran biodegradabilidad del polietileno por parte de los microorganismos y 

principalmente los hongos con respecto a las bacterias, fue comprobado por 

Muhonja, et al en 2018. Ya que la exposición continua de los materiales a factores 

ambientales conduce a procesos como la desintegración, el deterioro del material 

y la degradación de sus componentes (Gu., 2003). 
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En cuanto al polipropileno Jeyakumar, et al en 2013, evaluaron el efecto 

combinado del tratamiento previo (tratamiento térmico y/o UV) y el uso de hongos 

en la degradación de polipropileno observando que las muestras pretratadas 

permitieron una fácil colonización y, por ende, una aceleración en el proceso de 

biodegradación. 

Biodegradación mediada por consorcios bacterianos 

Se ha demostrado la eficiencia de diferentes cepas bacterianas en la degradación 

de polímeros sintéticos, empleando cultivos mixtos en forma de consorcios 

microbianos. La biodegradación de películas de polietileno fue evaluada por Negi 

et al (2011), mediante la utilización de dos tipos diferentes de consorcios, que 

constaban con microorganismos pertenecientes a los géneros Microbacterium 

sp. Pseudomonas sp. y Bacterium sp. en donde dichos consorcios causaron la 

degradación superficial significativa de las películas de polietileno observándose 

cambios en las características estructurales. En general la vía de degradación 

posible del polímero requiere la formación de biopelículas en la superficie del 

polímero (Restrepo et al., 2014); las bacterias generalmente colonizan un sustrato 

mediante la formación de biopelículas; dichas estructuras están constituidas por 

especies mixtas en la mayoría de los ambientes (Fanning y Mitchell., 2012). Se ha 

evidenciado que las células que forman parte de estas biopelículas hacen un uso 

más efectivo de sus enzimas degradativas extracelulares que las células 

bacterianas de vida libe. Ya que, mientras que las enzimas de las bacterias 

plantónicas se diluyen en el ambiente, las producidas por las bacterias sésiles son 

retenidas en la matriz polimérica extracelular (Flemming y Wingender., 2010; 

Flemming et al., 2016). 

Recientemente se ha evidenciado que no solo las bacterias utilizan la formación 

de biopelículas para aferrarse a una superficie sólida y proceder a su colonización; 

si no que también los hongos filamentosos y las levaduras utilizan estas 

estructuras como método de colonización (Iñigo y Del Pozo; 2018; Krüger et al., 

2019; Richardson y Rautemaa., 2019; Wuyts et al., 2018).  
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4. METODOLOGÍA 

 

4.1. LOCACIÓN DE ESTUDIO. 

Este estudio se llevó a cabo en el laboratorio de Biocorrosión de la Corporación 

para la Investigación de la Corrosión (CIC). El material biológico fue obtenido a 

partir de muestreos realizados sobre el trazado de tuberías de distribución de gas 

natural que presentaron fugas secundarias a fallas estructurales.  

4.2. AISLAMIENTO DE LA CEPA FÚNGICA. 

Se realizaron dos frotis con hisopos estériles en las zonas de las fallas en tuberías 

de polietileno de media densidad (MDPE) de 2 pulgadas de diámetro utilizando el 

medio PDA para permitir el crecimiento fúngico. Los aislamientos se identificaron 

preliminarmente a través de sus características macroscópicas y microscópicas 

(Kathiresan., 2003; Ojha, et al., 2017; Immanuel, et al., 2014), empleando la clave 

taxonómica “Key to miscellaneous genera”, de Pitt y Hocking (1997). 

Posteriormente los microorganismos aislados fueron identificados molecularmente. 

4.3. IDENTIFICACIÓN MOLECULAR  

La identificación del hongo aislado fue realizada en las instalaciones del 
laboratorio de CorpoGen en Bogotá; a partir de cultivos crecidos de cada una de 
las cepas en agar PDA. El procedimiento utilizado se describe como sigue:  

➢ Aislamiento y purificación del ADN.   
➢ Amplificación por PCR con los iniciadores ITS4 e ITS5 de la región genética 

denominada ITS del ADNr fúngico.  
➢ Purificación de los fragmentos de PCR y secuenciación mediante método 

Sanger con los iniciadores ITS4 e ITS5.  
➢ Limpieza y ensamblaje de las secuencias para obtener la secuencia 

problema.  
➢ Análisis taxonómico de la secuencia mediante la herramienta BLAST, del 

NCBI, comparando contra la colección de nucleótidos (nr/nt), del mismo 
NCBI, que comprende las bases de datos: GenBank, EMBL, DDBJ y PDB.  

 
 

4.4 EVALUACIÓN DE LA CAPACIDAD BIODEGRADADORA 

Ya que en la siguiente metodología se emplea el medio basal de sales (Tabla 2), 
que carece de una fuente de carbono. Se espera que las cepas fúngicas aisladas 
a partir del frotis realizado a la tubería de polietileno de media densidad y que 
poseen la capacidad de degradar el polímero puedan adherirse a la superficie de 
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las piezas; observándose de acuerdo a su grado de colonización abundantes 
estructuras características como una extensa red de hifas. lo que evidenciaría la 
posible utilización del polímero como fuente de carbono y energía.   
 
Tabla 2. Composición del medio basal de sales (gramos/L). 
 

Componente  Cantidad (gramos/L) 

K2HPO4 0,5 

KH2PO4 0,1 

(NH4) (NO3) 0,3 

MgSO4. 7H2O 0,5 

NaCl 1 

FeSO4. 7H2O 0,01 

CaSO4. 2H2O 0,0023 

CuSO4. 5H2O 0,001 

ZnSO4. 7H2O 0,001 

(Pramila y Ramesh 2015; Roy et al., 2008). 
 

 

4.4.1. Inóculo 

 

Las cepas de referencia (ATCC) usadas de acuerdo a la norma ASTM G21: 2015 

en el presente estudio, fueron utilizadas solo como controles para ser contrastadas 

con los aislamientos realizados; ya que estos microorganismos poseen gran 

afinidad por el uso de plastificantes, celulosa, lubricantes, estabilizadores y 

colorantes como fuente de alimentos. 

Se siguió la metodología empleada por la norma ASTM G21: 2015 como sigue: 

Se realizó la suspensión de esporas de dos (2) especímenes de hongos ATCC 
usados como microorganismos de referencia, de acuerdo a lo estipulado por la 
norma ASTM G21: 2015 (Aspergillus niger y Chaetomiun globosum); por lo 
cual no fueron tenidos en cuenta como microorganismos con potencial 
biodegradativo para este estudio. Además de un hongo filamentoso aislado de una 
de las tuberías que presentaron falla (Fusarium equiseti). 
Para preparar la suspensión de esporas se utilizaron cultivos conservados de 2 
semanas de edad. La suspensión se preparó lavando la superficie del micelio, 
usando aproximadamente 10 mL de SDS al 0,5 % y raspando suavemente con un 
asa de Digralsky la superficie del cultivo. Seguidamente esta solución se vertió en 
un frasco Schott estéril (de 100 mL) conteniendo perlas de vidrio 
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(aproximadamente 15-30) y agitando vigorosamente para liberar las esporas. Esta 
suspensión de esporas se filtró utilizando un embudo de vidrio con filtro de fibra de 
vidrio estéril. Posteriormente se centrifugó la suspensión de esporas (1000 xg / 5 
min), se eliminó el sobrenadante y el sedimento se resuspendió en 10 ml de agua 
destilada estéril. Finalmente se cuantificó la suspensión de esporas en cámara de 
Neubauer, hasta alcanzar una densidad aproximada de 2x105 a 106 esporas/mL 
(Cañedo V y Ames T., 2004; ASTM G21-15). 

 

4.4.2. Preparación del medio e incubación 

 

Se cortaron trozos de aproximadamente 2 cm x 2 cm, de las de tubería de 
Polietileno de Media Densidad (MDPE, color amarillo), Polietileno de baja 
densidad (LDPE color negro), Tereftalato de polietileno (PET, color blanco) y 
Polipropileno (PP color verde). Posteriormente se sumergieron los trozos de cada 
material por separado utilizando el medio basal de sales con 15 g/L de agar-agar 
modificado (Pramila y Ramesh 2015; Roy et al., 2008), vertiéndolo en frascos de 
vidrio tapa ancha de 100 mL (aproximadamente 20 mL del medio), y los cortes 
obtenidos de cada tubería se colocaron sobre la superficie del agar (cada prueba 
se realizó por duplicado) para cada tubería se realizaron montajes tanto de la cara 
interna como de la cara externa del material, inoculándolas por aspersión sobre 
las muestras para cada tubería y con cada uno de las tres (3) cepas fúngicas por 
separado. Seguidamente fueron incubados a temperatura ambiente en oscuridad 
durante veintiocho (28) días. Pasado este tiempo, se evaluó y se determinó el 
crecimiento fúngico sobre el material, mediante visualización de las piezas en lupa 
estereoscópica en tres aumentos diferentes (8X, 40X y 80X). El resultado se 
estimó de acuerdo con el puntaje establecido en la ASTM G21: 2015 (Tabla 3). 
Como control negativo se utilizó el medio basal de sales más el fragmento de 
tubería sin inóculo fúngico. De igual forma, se evaluó la viabilidad de las esporas 
fúngicas de cada cepa analizada en el medio de sales minerales (SM) (ASTM 
G21: 2015).  
 
Tabla 3. Ponderación del crecimiento fúngico (ASTM G21: 2015). 

 

 

 

 

 

  

Ponderación Interpretación 

0 Ninguno 

+ Trazas de crecimiento: (<10%) 

++ Crecimiento Liviano: (entre 10 y 30%) 

+++ Crecimiento Medio: (entre 30 y 60%) 

++++ Crecimiento Pesado: (entre 60% y 100%) 
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5. CRONOGRAMA DE ACTIVIDADES  

 

Mes Abril Mayo Junio Julio 

                                        Semana 

Actividad 
 

3 4 1 2 3 4 1 2 3 4 1 2 3 4 

Socialización de temática a trabajar                               

Revisión bibliográfica                
 

            

Aislamiento de cepas fúngicas     
           

Identificación molecular                              

Evaluación de la capacidad biodegradadora                             

Presentación de resultados parciales                             

Cuantificación de microorganismos a partir de muestras 
liquidas y/o sólidas, usando Reacción en Cadena de la 
Polimerasa en Tiempo Real (qPCR). 

       
 
 

      

Evaluación de Productos Antimicrobianos                             

Determinación de la velocidad de máxima de picadura                             

Informe final de resultados 
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6.  RESULTADOS Y ANÁLISIS DE RESULTADOS 

 

6.1.  AISLAMIENTO DE LAS CEPAS FÚNGICAS 

Mediante las características macroscópicas y microscópicas empleando la clave 

taxonómica de Pitt y Hocking (1997), los dos aislamientos obtenidos fueron 

identificados a partir del frotis realizado en la zona de la falla en la tubería de 

polietileno de media densidad (MDPE); de acuerdo a las siguientes característica 

(Tabla 4); conidias transmitidas por hifas aéreas o superficiales, micelio y conidio 

hialinos o de color brillante,  conidios no septados o con más de un septo, los 

conidios nacen de la disminución gradual de las células fértiles (fiálides), dichas 

colonias exceden los 50 mm de diámetro en medio PDA. A fin de confirmar la 

especie de ambos hongos, fueron sometidos a caracterización molecular. 

 

Tabla 4. Características macroscópicas y microscópicas. 

Fusarium spp. (Aislamiento 1) 

Características macroscópicas 

   

Colonia filamentosa de 

color blanco elevada, 

con pigmento morado / 

rosado en el anverso y 

color crema / curuba 

en el reverso. 

Anverso en agar PDA Reverso en agar PDA Descripción   

Características microscópicas 

  

Hifas hialinas septadas, 

con Micro y 

Macroconidias con 3 a 

4 septos. 
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Microconidias (40x) Macro y microconidias 

(100x) 

Descripción 

Fusarium spp. (Aislamiento 2) 

Características macroscópicas 

  

Colonia algodonosa de 

color blanco elevada 

en el anverso y color 

marrón pálido a oscuro 

en el reverso por la 

producción de 

pigmentos. 

Anverso en agar PDA Reverso en agar PDA Descripción   

Características microscópicas 

  

Macroconidias largas y 

delgadas, con cierta 

curvatura con 4 a 5 

septos; Clamidosporas 

en cadena de doble 

pared gruesa. 

Macroconidias (100x) Clamidosporas (100x) Descripción 

 

6.2. IDENTIFICACIÓN MOLECULAR  

Los resultados del análisis taxonómico a partir de la amplificación PCR con los 

iniciadores ITS4 e ITS5 de la región genética ITS del ADNr fúngico, mostraron una 

secuencia de 572 pb (Figura 2), los cuales comparados contra la base de datos 

nr/nt del NCBI indican que la secuencia problema ensamblada resultante muestra 

un 99% de identidad en el 99% de su longitud con secuencias de la especie 

Fusarium oxysporum (aislamiento 1), la capacidad de adherencia a la superficie 

de polietileno de una cepa del género Fusarium sp. fue evidenciada por Shah, et 

al., (2009), aislada partir de lodos de aguas residuales; detectando cambios como 

la aparición de picaduras, grietas y erosión, como consecuencia de la capacidad 

de degradar el polietileno. Del mismo modo se ha evaluado la actividad de la 
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cutinasa (FoCut5a) producida por Fusarium oxysporum, expresada en una cepa 

de Escherichia coli, evidenciando su potencial aplicación en la modificación 

superficial del PET y otros polímeros sintéticos (Dimaragona, et al., 2015). 

Este es un hongo fitopatógeno y cuyo habitad natural es el suelo. Dicho hongo 

posee un complejo de enzimas hidrolíticas con las que degrada la pared celular 

durante su proceso de penetración. Dentro de estas enzimas se podrían resaltar 

las Cutinasas (Dimarogona et al., 2015), capaces de hidrolizar PET y polímeros 

sintéticos. También poseen lacasas (EC 1.10.3.2), las cuales son capaces de 

oxidar polietileno, quitina sintasa, quinasa, pectato liasa y una gran variedad de 

compuestos, favoreciendo así su degradación por el hongo (Kunamneni et al., 

2008). Diferentes estudios han evidenciado que, algunos hongos con mecanismos 

enzimáticos para degradar la pared celular de sus anfitriones; pueden utilizar estas 

características para degradar polímeros como el polietileno (Aro et al., 2005; 

Arutchelvi et al., 2008). 

Figura 2. Secuencia editada de Fusarium oxysporum. 

 

 

De igual manera, el segundo aislamiento mostró una secuencia de 576 pb (Figura 
3); la cual de acuerdo a los resultados del análisis taxonómico contra la base de 
datos nr/nt del NCBI, indican que la secuencia problema ensamblada resultante 
muestra un 99% de identidad en el 98% de su longitud con secuencias de la 
especie Fusarium equiseti (aislamiento 2). 
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Figura 3. Secuencia editada de Fusarium equiseti. 
 
 

  
 

6.3. EVALUACIÓN DE LA CAPACIDAD BIODEGRADADORA. 

 

El hongo aislado Fusarium oxysporum no fue utilizado como microorganismo de 

prueba en la evaluación de la capacidad biodegradadora; debido a que su 

aislamiento e identificación fue más dispendiosa y demorada por contaminaciones 

repetitivas. De acuerdo a esto, el potencial biodegradativo de este microorganismo 

será evaluado en estudios posteriores. 

La evaluación del crecimiento fúngico en los diferentes materiales poliméricos 

evaluados se puede apreciar en la Tabla 5, en donde para este estudio el grado 

de colonización; se determinó con respecto a la extensión del micelio fúngico 

distribuido en la superficie del polímero. 

 

 

 

 

 

 



 

 25 
   

Tabla 5. Observación microscópica (objetivo 40x) de los diferentes montajes con 

respecto al polímero evaluado y microorganismo inoculado.  

Material polimérico / Microrganismo inoculado 

Polipropileno/ Fusarium 

equiseti 

Polipropileno/ 

Aspergillus niger 

Polipropileno/ 

Chaetomium 

globosum 

   

Tereftalato de 

polietileno/ Fusarium 

equiseti 

Tereftalato de 

polietileno/ 

Aspergillus niger 

Tereftalato de 

polietileno / 

Chaetomium 

globosum 

   

Polietileno de baja 

densidad/ Fusarium 

equiseti 

Polietileno de baja 

densidad/ Aspergillus 

niger 

Polietileno de baja 

densidad/ Chaetomium 

globosum 

   

Polietileno de Media 

Densidad/ Fusarium 

equiseti 

Polietileno de Media 

Densidad/ Aspergillus 

niger 

Polietileno de Media 

Densidad/ Chaetomium 

globosum 
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A partir de la inspección visual realizada a las piezas de tubería, se observó que la 

cepa fúngica estudiada (Fusarium equiseti) posee la capacidad de adherirse a la 

superficie de los diferentes materiales poliméricos analizados; observándose como 

una red de hifas de color blanquecino; lo que evidenciaría la posible utilización del 

polímero como fuente de carbono y energía, que conduciría a su degradación 

(Méndez et al., 2007; Shah et al., 2009). En la Tabla 6, se pueden apreciar los 

resultados de la medida del crecimiento fúngico sobre los diferentes materiales 

poliméricos, con sus respectivos puntajes; los cuales fueron medidos utilizando un 

estereoscopio y su valor fue dado bajo las observaciones visuales realizadas, de 

Tabla 6. Medida del crecimiento fúngico sobre los distintos polímeros. 

 

Tipo de tubería 

Cepa Fúngica 

Control Negativo 
Fusarium equiseti Aspergillus niger 

Chaetomium 
globosum 

Replica 
1  

[cara 
interna] 

Replica 2  
[cara 

externa] 

Replica 
1  

[cara 
interna] 

Replica 2  
[cara 

externa] 

Replica 
1  

[cara 
interna] 

Replica 
2  

[cara 
externa] 

Replica 
1  

[cara 
interna] 

Replica 
2  

[cara 
externa] 

MDPE + + +++ + ++ + 0 0 

LDPE ++ + +++ +++ ++ + 0 0 

PET ++ + +++ +++ +++ ++ 0 0 

PP + + + + ++ + 0 0 

Viabilidad de las 
esporas   

0 +++ 0 
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acuerdo a lo establecido por la norma (ASTM G21: 2015). En donde se puede 

evidenciar que tanto Fusarium equiseti como las dos cepas ATCC (Aspergillus 

niger y Chaetomium globosum), todos presentaron crecimiento en la superficie 

(tanto en la cara interna como en la cara externa) de las piezas de tubería 

analizadas Polietileno de Media Densidad (MDPE), Polietileno de Baja densidad 

(LDPE), Tereftalato de polietileno (PET) y Polipropileno (PP), con crecimientos 

comprendidos entre el 10% al 60% con respecto al total de la superficie del 

polímero. De las cepas de referencia, la que presentó mayor crecimiento en las 

piezas de tubería fue Aspergillus niger. De los cuatro tipos de tubería analizados, 

las piezas de tubería de Polipropileno (PP) fueron las que presentaron el menor 

crecimiento. De igual manera, se evidenció, que la composición del medio basal 

de sales no cuenta con los nutrientes necesarios para el desarrollo de la cepa 

aislada Fusarium equiseti al no contar con crecimiento; ratificando de esta 

manera que este medio no influye en el crecimiento del hongo, si no que por el 

contrario su crecimiento solo estaría influenciado por la utilización de los 

materiales poliméricos como fuente de energía. Estos resultados también son 

validados con el control negativo, en donde no se observó contaminación de 

ningún tipo. Teniendo en cuenta que el medio basal de sales sólido no cuenta con 

ninguna fuente de energía para el crecimiento de los hongos, el desarrollo y 

crecimiento de Fusarium equiseti en la superficie de las piezas de tubería 

evaluadas, evidencian una posible utilización del material como fuente de carbono, 

y que; los hongos pueden proliferar a partir de una variedad de matriz que son 

consideradas como resistentes a ellos. Debido posiblemente a su capacidad de 

secretar abundantes metabolitos facilitando sus procesos metabólicos (Deshmukh, 

et al., 2016). Dentro de los procesos que intervienen en la colonización de un 

sustrato sólido, el primero es la adhesión; el cual, está dado por interacciones no 

especificas entre la superficie celular y el sustrato; interviniendo factores 

importantes como la hidrofobicidad (Rönner, et al., 1990; Webb, et al., 1999). Sin 

lugar a duda es de gran importancia poder determinar si estos dos 

microorganismos aislados a partir del polímero, actúan de una manera sinérgica 

sobre el material polimérico (como es de esperarse que ocurra en la naturaleza), y 

poder determinar de qué manera podrían desarrollar esa complementariedad 

metabólica; o si por el contrario actúan de manera solitaria (Van Dyk y Pletschke, 

2012; Cragg et al., 2015). 
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7. CONCLUSIONES 

 

 

Los aislamientos fúngicos obtenidos a partir de las muestras recolectadas fueron 

identificados morfológica y molecularmente como Fusarium equiseti y Fusarium 

oxysporum; dichos hongos, de acuerdo a los resultados preliminares 

evidenciados en este estudio, podrían estar asociados a la degradación de 

polímeros sintéticos en concordancia con las actividades observadas en otros 

estudios. 

El hongo aislado Fusarium equiseti demostró una capacidad biodegradadora de 

polímero asociada a la capacidad de crecer en presencia de los mismos, como 

única fuente de carbono, esto permite asumir que se encuentra involucrado y 

participa en la pérdida de material en las tuberías compuestas de Polietileno de 

Media Densidad (MDPE), Polietileno de baja densidad (LDPE), Tereftalato de 

Polietileno (PET) y Polipropileno (PP). 

El polímero sintético en el que se presentó la mayor y menor actividad 

biodegradadora respectivamente fueron Tereftalato de Polietileno (PET) 

Polipropileno (PP). 
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8. RECOMENDACIONES 

 

 

Se recomienda continuar con las pruebas de biodegradación de los polímeros 

utilizando las dos cepas fúngicas aisladas, de tal manera que se pueda determinar 

la eficiencia y efectividad de dichos hongos, así como también; sería de gran 

importancia poder comprobar que enzimas (intra y/o extracelulares) y metabolitos 

podrían estar presentes durante el proceso de despolimerización del material. 

De igual manera, se sugiere poder determinar de qué modo pueden influir factores 

de tipo ambiental como (foto-oxidación, degradación térmica, solventes químicos, 

entre otros), en el proceso de biodegradación causado por hongos sobre el 

polímero. Ya que estos factores; conocidos también como pretratamientos, 

simulan el envejecimiento ocurrido al material expuesto al medio ambiente durante 

el transcurso de años de uso. 
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9. GLOSARIO 

 

 

ABRASIÓN: desgaste de una superficie, por la acción mecánica de rozamiento. 

BIODEGRADACIÓN: proceso en el cual la estructura molecular de un material se 

descompone a través de procesos metabólicos o enzimáticos. 

POLIETILENO: polímero preparado por la polimerización del etileno como único 

monómero. 

POLÍMERO SINTÉTICO: a diferencia de los polímeros naturales, son polímeros 

que se sintetizan químicamente.  

POLÍMERO: compuesto orgánico de alto peso molecular cuya estructura puede 

representarse por una unidad monomérica repetida. 

POLIPROPILENO: polímero preparado por la polimerización del propileno como 

único monómero. 

qPCR: técnica de biología molecular en la que se realiza la amplificación y 

detección de ácidos nucleicos en un solo paso.   

TEREFTALATO DE POLIETILENO: polímero termoplástico obtenido mediante 

una reacción de condensación entre el ácido tereftálico y el etilenglicol. 

TERMOPLÁSTICO: clase de material plástico que puede ser ablandado 

repetidamente por calentamiento y endurecido por enfriamiento. ABS, PVC, 

poliestireno y polietileno son materiales termoplásticos. 

TIME KILL TESTING: Ensayo para evaluar la   reducción in vitro de una población 

microbiana de organismos de prueba después de la exposición a un compuesto 

antimicrobiano.  
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10. ABREVIATURAS 

 

 

ASTM       American Society for Testing and Materials 

ATCC       American Type Culture Collection 

CIC          Corporación para la Investigación de la Corrosión 

DNA         Deoxyribonucleic acid 

ECN         European Normative Reference 

HDPE       High-density polyethylene 

IUPAC      International Union of Pure and Applied Chemistry 

ITS            Internal Transcribed Spacer 

JIS            Japanese Industrial Standards 

LDPE        Low-density polyethylene 

MDPE      Medium-density polyethylene 

PCR         Polymerase Chain Reaction 

PDA         Potato Dextrose Agar 

PE            polyethylene 

PET          polyethylene terephthalate 

PP            Polypropylene 

qPCR       quantitative polymerase chain reaction 

SDS         Sodium dodecyl sulfate 

SM           Medio de sales minerales  
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12. ANEXO 1 

 

Anexo 1. ACTIVIDADES LLEVADAS A CABO EN EL LABORATORIO DE 
BIOCORROSIÓN.  

1.1. Cuantificación de microorganismos a partir de muestras liquidas y/o sólidas, 

usando Reacción en Cadena de la Polimerasa en Tiempo Real (qPCR). 

 

La qPCR, es una técnica de biología molecular en la que se realiza la 

amplificación y detección de ácidos nucleicos en un solo paso, mediante la 

detección de fluorescencia; la cual es proporcional al número de moléculas de 

ADN amplificadas. De acuerdo a sus características como son: ser un método 

semicuantitativo, que permite la detección de microorganismos tanto viables como 

no viables y que reduce los tiempos de entrega de resultados con respecto a los 

métodos tradicionales (medios de cultivo); se espera que esta técnica se ratifique 

como uno de los principales servicios de la corporación. 

1.1.1. EXTRACCIÓN DE ADN. 

 

La extracción del material genético (ADN) fue llevada a cabo utilizando el kit y 

protocolo de extracción PowerSoil® DNA Isolation Kit – MO BIO. Adicionalmente 

el ADN obtenido fue cuantificado en el NanoPhotometer NP80. 

1.1.2. Cebadores usados en la qPCR 

Los cebadores usados en las amplificaciones de qPCR se encuentran en la Tabla 
1. 

 



 

 40 
   

 

 

 

 

 

 

Tabla 1. Cebadores usados para la amplificación del gen dsrA de bacterias sulfato 

reductoras y del gen ARNr para Bacterias Totales. 

Par de 

cebadores 

Secuencia (5′-3′)  Gen 

reconocido 

Tamaño 

del 

amplicon 

(pb) 

Referencia 

RH1-dsr-F GCCGTTACTGTGACCAGCC 

 
 

dsrA 

 

164 

  

Ben-Dov, et 

al., 2007. 

RH3-dsr-R gGTGGAGCCGTGCATGTT Ben-Dov, et 

al., 2007. 

F: S-D-Bact-

0341-b-S-17 

CCTACGGGNGGCWGCAG  

 

rRNA 

 

444 

Klindworth, 

et al., 2013. 

R: S-D-Bact-

0785-a-A-21 

GACTACHVGGGTATCTAATCC 

 

 Klindworth, 

et al., 2013. 

 

 

11.3. Amplificación de ADN por qPCR 

 

El ADN obtenido fue amplificado por qPCR utilizando el conjunto de cebadores 

dsrA para bacterias sulfato reductoras y del gen ARNr para bacterias totales; 

dependiendo del caso. La mezcla de reacción contenía 5 μL de ADN, 7,5 μL del 

Chai Green qPCR Master 2x, 0,3 μL de los cebadores y 1,9 μL de agua para un 

volumen total de 15 μL para cada reacción. La amplificación se llevó a cabo en un 

termociclador Open qPCR con las siguientes condiciones: para el gen dsrA una 

etapa de desnaturalización (94 ºC/5 minutos), seguido de 35 ciclos que incluían 
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desnaturalización (94 ºC/30 segundos), alineamiento (55 ºC/30 segundos) y 

extensión (72 ºC/45 segundos); seguido de una extensión final 72 ºC/10 minutos. 

Para el gen rRNA una etapa de desnaturalización (94 ºC/5 minutos), seguido de 

35 ciclos que incluían desnaturalización (94 ºC/30 segundos), alineamiento (57 

ºC/30 segundos) y extensión (72 ºC/45 segundos); seguido de una extensión final 

72 ºC/10 minutos. En la Figura 1 se observa la curva estándar de cuantificación 

de ADN para Bacterias Sulfato Reductoras. 

 

 

Figura 1. Curva de amplificación de estándares ADN en tiempo real. 

 

 

1.2. Evaluación de Productos Antimicrobianos 

 

Evaluar la actividad de un Biocida (compuesto antimicrobiano), consiste en 

comprobar su rango de acción bactericida con respecto a una población de 

microorganismos después de la exposición, de acuerdo a concentración y tiempos 

definidos. Estas determinaciones permiten emitir recomendaciones como la 

concentración a utilizar y modo de uso; de tal manera que se pueda controlar la 

presencia de agentes biológicos en los sistemas donde se usa el antimicrobiano. 

La eficiencia de los productos biocidas se evalúo de acuerdo a la metodología 

dada por la norma NACE TM0194-2014, como sigue: 

Se preparó un Pool de las cepas a evaluar según el caso, Bacterias Sulfato 

Reductoras (BSR), Bacterias Productoras de Ácido (BPA), Bacterias Anaerobias 
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totales (BAnt) o Bacterias Heterótrofas Totales (BHT), inoculando 1 ml de cada 

cepa en un vial con 9 ml de medio de cultivo (Lactato sin hierro para BSR, 

Dextrosa Rojo de fenol para BPA, Tioglicolato para BAnt y Luria Bertani para 

BHT); e incubando a 32°C / 48 horas. Hasta obtener un título población de entre 

106 y 108 Bacterias/mL. Seguido a esto se prepararon las concentraciones del 

Biocida a evaluar (dependiendo de los requerimientos establecidos para cada 

biocida). Finalmente, en reactores se preparó el montaje de reacción en frascos 

Schott de 250 ml (Figura 2), los cuales contenían la concentración del biocida a 

avaluar,1 ml de inóculo (1 ml) y solución Buffer (PBS) hasta completar un volumen 

final de 100 ml. La efectividad del compuesto antimicrobiano de determino de 

acuerdo a la reducción decimal del título original de cada población microbiana. 

Figura 2. Ensayo Time Kill Testing. 

 

 

1.3. Determinación de la velocidad de máxima de picadura. 

 

Esta metodología se basa en la exposición de una muestra de metal (Biocupón) a 

un entorno de interés durante un periodo de tiempo, para determinar la reacción 

del metal al entorno y poder medir la afectación de acuerdo a las condiciones 

microbiológicas y químicas. Este sistema permite poder evaluar la corrosividad del 

sistema; así como también poder monitorear la efectividad de programas de 

mitigación (como es el caso del uso de Biocida). 

La velocidad de picadura se evaluó de acuerdo a la metodología dada por la 

norma NACE SP0775-2018. 

Se expusieron las piezas metálicas de referencia (Biocupones), por un periodo 
que varió entre 30, 60 o 90 días. Pasado este tiempo, se realizó el proceso de 
retiro y desmonte de las piezas. Una vez retirados se realizó una limpieza química 
(mediante la aplicación de Xileno y Ácido clorhídrico) para eliminar compuestos 
orgánicos y/o óxidos de hierro (Decapado) en la Figura 3 se observan fotografías 
de Biocupones antes y después de la limpieza química; adicionalmente se realizó 
el registro fotográfico de cada Biocupón y así seleccionar para cada punto el 
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Biocupón que evidenció mayor daño aparente; y posteriormente se procedió a 
realizar Microscopia Cofocal 3D en los aumentos 140, 280 y 560x, y evidenciar la 
profundidad máxima de las picaduras. Finalmente, la velocidad máxima de 
picadura se determinó mediante la profundidad de la picadura, el tiempo de 
exposición y el perfil de anclaje del Biocupón, expresándola en milésimas de 
pulgada por año (mpy) (NACE SP0775-2018). 

 

Figura 3. A-B. A Fotografía de Biocupón antes (izquierda) y después (derecha) de 

la limpieza química. B, Reconstrucción 3D a 560x mediante Microscopia Confocal 

de Biocupón expuesto por 90 días en línea de transporte de crudo.           

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 


