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RESUMEN 

 

El objetivo de este trabajo es evaluar el efecto de andamios fibrosos de policaprolactona 

(PCL) producidos por electrohilado como estructuras que promuevan el crecimiento de 

diferentes cepas bacterianas y si el agregar diferentes tipos de fuentes de carbono y de 

nitrógeno cambia la dinámica generada en el sistema al agregar las fibras. Las bacterias E. 

coli, P. aeruginosa y S. aureus fueron utilizadas para realizar la evaluación. La morfología 

de las fibras fue evaluada por Microscopía Electrónica de Barrido (MEB); las características 

térmicas tanto de transición como de degradación fueron evaluadas por Calorimetría 

Diferencial de Barrido y Análisis Termogravimétrico; la concentración microbiana fue 

evaluada en placas ELISA por espectrofotometría visible a 600 nm y la evolución de las 

colonias fue visualizada tanto por MEB como por microscopía óptica.  

 

Los cultivos con E. coli se vieron afectados por la presencia de fibras de PCL y sus diferentes 

variantes, sin embargo, los cultivos de P. aeruginosa y S. aureus se vieron favorecidos. Los 

andamios del PCL redujeron la concentración de E. coli en un 40% aproximadamente y 

aumentaron la concentración de P. aeruginosa en 21.8%. S. aureus tuvo mayor preferencia 

por los andamios de PCL/Gly ya que aumentaron la concentración en 47.9%. Las curvas de 

crecimiento muestran que en algunos cultivos la fase de adaptación termina antes al 

compararla con el cultivo de control. 

 

Las observaciones en microscopía electrónica y óptica muestran que en las fibras ya existen 

los cimientos de un biofilme alrededor de las tres horas de cultivo cuya topología cambia 

dado el modo de cultivo: un cultivo estático da lugar a un biofilme irregular con la forma de 

hongo que se espera y un cultivo dinámico genera un biofilme totalmente liso. 

 

Finalmente, las fibras de PCL tienen un diámetro promedio de 984 ± 241 nm con un 

porcentaje de porosidad del 44.31% con muy pocos cambios en sus características térmicas: 

una transición vítrea de 63.55°C que se reduce entre 0.5°C y 1.5°C y una temperatura crítica 

a los 338.39°C que aumenta alrededor de 4°C a 5°C al contener fuentes de carbono y 

nitrógeno  
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ANTECEDENTES 

 

El electrohilado es ampliamente utilizado en diversas ramas de investigación biomédica, 

principalmente en ingeniería de tejidos, donde se utiliza como una matriz extracelular 

sintética que puede ser empleada para la regeneración de nervios (1), cultivo de osteoblastos 

(2), injertos vasculares (3), regeneración de células musculares (4) y apósitos dérmicos (5). 

 

Sin embargo, su uso en biotecnología ha sido muy limitado, principalmente para aumentar la 

protección que se le brinda a las bacterias contra ambientes adversos, inmovilizarlas en la 

superficie o simplemente para filtrarlas de un medio (6). 

 

Las primeras pruebas hechas en fibras y bacterias no datan de hace muchos años: Salalha et 

al. hizo pruebas en E. coli, S. albus y virus T7, T4 y λ, encontrando que al tratar de electrohilar 

polímeros y las bacterias de manera conjunta, estas sobrevivían al proceso caso contrario a 

los virus, pero E. coli mostró mejor viabilidad que S. albus (7). Otras bacterias como la B. 

animalis lactis Bb12 (presente en el intestino humano y auxiliar en la absorción de la lactosa) 

sobreviven sin ningún problema al proceso usando Polivinil Alcohol y pueden conservarse 

dentro de las fibras por hasta 130 días a 4°C (8). Estas modalidades de contención se han 

probado dentro de biorreactores utilizando P. fluorescens, Z. mobilis y E. coli. Tanto P. 

fluorescens como E. coli no sobrevivieron al proceso y Z. mobilis se mantuvo viable en un 

93%, al igual que B. animalis lactis, se pudo conservar y utilizar para fermentar, 

comprobando que no se afectaba el metabolismo de la bacteria (9).  

 

Otras aplicaciones de las fibras han sido utilizadas para mejorar la eficiencia de bacterias y 

contribuyen en el crecimiento de las plantas. Por ejemplo, B. japonicum y B. elkanii que se 

presentan en la rizosfera y ayudan a la fijación del nitrógeno en la raíz, pudieron mejorar el 

crecimiento de la planta en un suelo con condiciones adversas para su crecimiento empleando 

un polímero que pueda retener agua (10). 

 

Recientemente se ha tratado de evaluar si existen efectos en la reproducción de bacterias 

utilizando fibras electrohiladas. En 2017, nuestro grupo publicó un estudio en el cual se 
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probaron tres cepas, Micromonospora spp., Streptomyces spp. y E. coli. La presencia de 

fibras de Poliácido acrílico en conjunto con alginato incrementaron la concentración de 

Streptomyces spp. en 10% al compararla contra el control y en el caso de Micromonospora 

spp. y E. coli no hubo mejora alguna (11). Moffa et al. en el mismo año realizó pruebas para 

comprobar si las fibras ayudaban a la producción de metabolitos secundarios obtenidos de S. 

lividans, comprobando que se puede obtener un incremento de 50% en la concentración 

bacteriana, atribuyéndolo a la capacidad de S. lividans para generar micelios que se verían 

favorecidos al usar los andamios como un sitio de anclaje , reduciendo el tiempo de 

adaptación de la bacteria (12). 

 

En este trabajo se evalúo el efecto de andamios de Policaprolactona (PCL), los efectos en la 

concentración bacteriana al agregar diferentes fuentes de carbono (glucosa, fructosa, lactosa 

y galactosa), de nitrógeno (peptona, extracto de levadura, glicina y urea), el cambio 

fisicoquímico que ocurre en los andamios al agregar las fuentes y cómo es que evolucionan 

las colonias bacterianas en los andamios. 

 

PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

¿Cuál es el efecto de los andamios electrohilados en cultivos de bacterias? Si bien es cierto 

que se ha caracterizado en la mayor medida de lo posible la reproducción bacteriana en 

superficies, la información existente en cuanto a los efectos de estas fibras es limitada. Esta 

investigación permite determinar si los mismos efectos que se observan en las superficies 

también se observan al tener cultivos con andamios interactuando con cultivos de tres 

bacterias comúnmente utilizadas en muchos experimentos: E. coli, P. Aeruginosa y S. 

Aureus. En el campo de la ingeniería de tejidos, las células tienen una gran relación con los 

andamios ya que se logra conformar de una manera más rápida la formación de una matriz 

extracelular. Si consideramos que la matriz extracelular es un paralelismo de las sustancias 

exopoliméricas que conforman los biofilmes bacterianos,  
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JUSTIFICACIÓN 

 

Todas las técnicas de optimización de cultivos involucran realizar una gran cantidad de 

experimentos en las que se modifican las condiciones de cultivo (temperatura, presión, 

concentración de oxígeno o dióxido de carbono) o la composición del mismo medio (cantidad 

de carbono, nitrógeno, oxígeno, compuestos traza, etc.). Sin embargo, el utilizar un material 

cuya estructura puede potenciar el crecimiento de las bacterias, puede facilitar la ingeniería 

de cultivos para optimizarlos. Consideremos, por ejemplo, la ingeniería de tejidos. En años 

recientes se ha desarrollado en gran medida este campo al emplear andamios electrohilados. 

Las células tienen una gran relación con los andamios ya que se logra conformar de una 

manera más rápida la formación de una matriz extracelular. Si consideramos que la matriz 

extracelular es un paralelismo de las sustancias exopoliméricas que conforman los biofilmes 

bacterianos, potencialmente pueden crecer de una manera más rápida manteniendo las 

mismas condiciones del medio. 

 

OBJETIVO 

 

Determinar si las fibras electrohiladas, con nutrientes agregados o sin nutrientes, favorecen 

o desfavorecen la concentración bacteriana en cultivos bacterianos 

 

HIPÓTESIS 

 

Las fibras electrohiladas favorecen el crecimiento de las cepas E. coli, P. Aeruginosa y S. 

 

FUNDAMENTO TEÓRICO 

 

Si bien el proceso de adhesión bacteriana no es comprendido del todo, muchos investigadores 

han tratado de comprender como es que se lleva a cabo. Muchos factores entran en juego al 

estudiarlo: la orientación de la bacteria, la composición de su membrana y de la superficie, 

elementos como pili o fimbrias, factores estéricos, entre otros. Es, hasta cierto punto, 
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asombroso como es que no hay impedimentos en la fijación de las bacterias, puesto que no 

dependen de una sola propiedad para que logren su propósito. En los próximos apartados se 

hablará sobre el polímero usado en esta investigación, las características de las membranas 

bacterianas, el mecanismo de adhesión y los biofilmes. 

 

2.1 Policaprolactona o PCL 

 

La policaprolactona [Poli (ɛ-caprolactona)] o PCL, es un polímero biodegradable sintético 

que tiene una gran variedad de usos, especialmente en la ingeniería de tejidos. El PCL se 

considera como un polímero caro, así que generalmente se mezcla con otros polímeros 

formando un copolímero con el fin de reducir costos y conseguir productos comercializables 

(13). Este poliéster cristalino tiene una gran ductilidad por su baja temperatura de transición 

vítrea, de -60°C, gracias a esto se considera un material ecológico que puede ser utilizado en 

materiales desechables para industria médica, de alimentos y agrícola (14). El PCL presenta 

algunos inconvenientes, por ejemplo, aunque es biodegradable tiene una baja tasa de 

degradación y esta a su vez genera productos acídicos, además de su temperatura de fusión 

de 60°C; para algunas aplicaciones tiene el inconveniente de tener una carga neutra (15). 

 

 

Fig. 2.1. 1 Estructura química del PCL 
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2.2 Electrohilado 

 

El electrohilado (electrospinning en inglés) es una técnica utilizada para producir fibras finas 

a partir de soluciones poliméricas, ya sea naturales o sintéticos (16). El proceso puede ser 

controlado utilizando una variedad de colectores o modificando los parámetros con los cuales 

se produce el material, conocido como andamio (17), los cuales pueden tener una gran 

cantidad de aplicaciones dependiendo del campo de estudio. 

 

Los andamios se producen en un equipo de electrohilado que se compone principalmente de 

una fuente de alto voltaje (15 – 50 kV), una bomba de inyección, una jeringa y un colector 

(18). La fabricación del andamio consiste en hacer pasar una solución a través de un campo 

eléctrico con el fin de impulsar y estirar el polímero a medida que este viaja entre la punta de 

aguja y el colector, a medida que se estira, el polímero empieza a girar y se deposita de 

manera aleatoria en el colector, que con condiciones apropiadas producirá un andamio con 

fibras continuas (19). 

 

 

Fig. 2.2. 1 Esquema general de un equipo de electrohilado (16) 

 

Si bien la técnica ha sido empleada y perfeccionada por cerca de 30 años, aún existen 

desacuerdos entre los expertos. Por ejemplo, no hay un consenso claro respecto a los rangos 

en los que las fibras se clasifican como microfibras y nanofibras. En nanotecnología se 

considera que la escala nanométrica va de 1 a 100 nm, pero esta cambia de acuerdo al área 
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nanotecnológica (20). En el campo del electrohilado, los autores consideran que para 

considerar que hay nanofibras, estas deben tener un diámetro promedio de entre 200 y 500 

nm (21). 

 

Para la técnica son importantes los siguientes parámetros (22,23): 

 

Concentración: La cantidad de polímero en la solución puede cambiar el producto obtenido 

por la técnica. Soluciones a baja concentración pueden producir esferas, mientras que 

soluciones a altas concentraciones pueden producir fibras, esto depende finalmente del peso 

molecular del polímero. 

 

  

 

  

Fig. 2.2. 2 Efecto de la concentración en la fabricación de fibras por electrohilado. A) 

Microesferas, B) Fibras con esferas y C) Fibras 

 

En la figura, se puede apreciar el efecto de la concentración en la obtención de fibras. A 

medida que la concentración se incrementa, se pueden obtener fibras con diámetros muy 

similares (es decir, fibras definidas) además de no presentar esferas o bulbos. Idealmente, 

siempre se buscará obtener una desviación estándar pequeña. 

 

A) B) C) 
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Fig. 2.2. 3 Aplicaciones de las nanofibras 

Viscosidad: Juega un papel importante en la formación de fibras. Esta no debe ser muy baja 

o muy alta. Sin embargo, esto depende del polímero y se deben hacer pruebas para determinar 

cuál es el valor apropiado. 

 

Conductividad: Es determinada por el polímero, el solvente utilizado y si se han agregado 

iones a la solución. En soluciones con grandes cantidades de iones libres, permitirán fabricar 

andamios con mayor facilidad que aquellas que no. Una mayor conductividad se puede 

obtener agregando sales iónicas como NaCl, KCl o KH2PO4, entre otras. Con esto se pueden 

obtener fibras más delgadas, aunque se ha observado que solventes orgánicos como ácido 

fórmico o ácido acético en mayor o menor concentración pueden ayudar a este proceso. 
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Fig. 2.2. 4 Efecto de la conductividad en la fabricación de fibras por electrohilado.  

A) Fibras sin KCl y B) Fibras con KCl 
 

Un efecto secundario de agregar sales a los polímeros, es que pueden acelerar la tasa de 

degradación de los mismos, lo que puede ser benéfico o perjudicial de acuerdo a la aplicación. 

En la figura se muestran fibras de gelatina con grafeno (a la derecha) y sin grafeno (a la 

izquierda). Como puede verse, la presencia de grafeno reduce el diámetro de las fibras. 

 

Voltaje: Es un factor crucial para la obtención de fibras. El voltaje apropiado permite la 

formación del cono de Taylor, una forma que adquiere el polímero cuando está 

electrohilandose y de donde se obtienen las fibras. 

 

Gasto: Es la velocidad a la que se inyecta la solución y puede conducir a la formación de 

fibras o esferas. Generalmente se recomienda que sea un gasto bajo, pues así la solución tiene 

tiempo suficiente para cargarse y electrohilarse. Sin embargo, esto está sujeto a la 

evaporación del solvente, así que debe haber un balance entre la evaporación del solvente y 

la inyección del polímero durante el proceso. 

 

Distancia: La distancia entre la aguja y el colector puede afectar el diámetro de las fibras y 

su morfología general del andamio. Distancias es muy pequeñas pueden producir fibras que 

no llegan a solidificarse dada la poca evaporación del solvente contenido en el polímero.  

 

Condiciones del ambiente: Estas también tienen efectos en el diámetro de las fibras y su 

morfología. Dependiendo del polímero, incrementar la temperatura puede producir fibras 

A) B) 
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más delgadas dada la reducción en la viscosidad de la solución. Bajos valores de humedad 

en el ambiente pueden ayudar a que el solvente se evapore rápidamente produciendo fibras 

más delgadas. Nuestros experimentos han mostrado que la electrostática dentro de la cámara 

de electrohilado forma fibras fuera del colector, ya que interfiere con el campo eléctrico 

producido por la fuente de voltaje.  

 

  

Fig. 2.2. 5 Efecto de la humedad en la fabricación de fibras. Fibras de PAA en A) 

Altas condiciones de humedad y B) Bajas condiciones de humedad 

 

2.3 Mecanismo de adhesión bacteriana 

 

Se considera que las bacterias pueden unirse a las superficies de dos maneras diferentes: (1) 

la bacteria se adhiere directamente al material, dadas las condiciones del ambiente, las 

propiedades químicas del material y las interacciones entre las estructuras de la superficie de 

la bacteria o (2) la bacteria se unirá de manera indirecta al material gracias a una capa 

condicionante que sirva de anclaje para la bacteria ya que esta presenta afinidad a ella (24). 

 

Así pues, ambas vías llevarán a la acumulación de microorganismos sobre una superficie. 

Este proceso se ha descrito y abordado desde distintos enfoques a lo largo de los años, pero 

los primeros reportes sobre el tema (25), lo han descrito como un proceso de tres etapas: 

 

1. Adsorción: o acumulación sobre una superficie de microorganismos. 

A) B) 
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2. Fijación: se consolida una interfase entre el microorganismo y la superficie. Aquí es 

donde se observa la formación de sustancias poliméricas que unen al microorganismo 

con la superficie. 

3. Colonización: crecimiento y división de los organismos en la superficie. 

 

Dentro de estas fases, otros autores acuñan más fases donde se forman capas que predisponen 

la fijación, procesos de adhesión reversibles e irreversibles y el cambio que sufren estos 

cúmulos de bacterias para colonizar otras áreas posteriormente (26). 

 

2.3.1 La capa condicionante 

 

Para que las bacterias que desplacen a las superficies, estas necesitan un motivo. Este motivo 

no es otra cosa que nutrientes que pueden utilizar y afortunadamente para ellas, estos se 

encuentran en las superficies dispuestos en forma de un filme a escala nanométrica (este 

fenómeno se conoce como quimiotaxis); para que se considere una capa condicionante no 

debe ser homogéneo, tanto en composición química como estructura y no ser continuo (27). 

Se considera que primero se depositan proteínas y  posteriormente carbohidratos, que 

generalmente contienen ácido urónico, piruvato y sulfatos (28) 

 

 
 

 

Ácido urónico Piruvato Sulfatos 

Fig. 2.3.1. 1 Compuestos comunes en la capa condicionante 

 

La aparición de esta capa tiende a modificar la carga superficial de los materiales, lo que 

facilita las interacciones de la bacteria además de funcionar como un sitio de anclaje y si la 

composición química de la capa es similar a las SEP secretadas por la bacteria existe una 

afinidad mayor por la bacteria para unirse a la superficie (29) 
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Fig. 2.3.1. 2 Proceso de formación de la capa condicionante 

 

2.3.2 Adhesión reversible 

 

Una vez que las bacterias que han acercado a la superficie, ya sea por quimiotaxis, por efecto 

de otras fuerzas ambientales (como la gravedad o las interacciones electrostáticas) o por sus 

propias estructuras (flagelos, pili o fimbrias), estas quedan en una región en la que la unión 

puede y no puede darse. En ese momento, la bacteria entra en una fase reversible para su 

fijación a la superficie. 
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Fig. 2.3.2. 1 Efectos del medio en el proceso de adhesión reversible 

 

La fase reversible esta mediada por muchos factores ambientales y físicos. Por ejemplo: los 

cambios en el flujo de un medio podrían mover a la bacteria fuera de un rango para que esta 

interaccione con el ambiente, las interacciones electrostáticas dadas por las cargas 

superficiales tanto de la superficie y estructuras de los microorganismos como por las 

superficies pueden acelerar o retrasar el proceso de unión (30) o las interacciones de Van der 

Walls y puentes de hidrógeno pueden intervenir en el proceso (31). 

 

2.3.3 Adhesión irreversible 

 

Una vez que las bacterias pueden sobreponerse a las barreras físicas y químicas que limitan 

su adhesión, pasan a la fase irreversible. En este punto, se han considerado diferentes posturas 

sobre esta fase con el paso del tiempo. Por un lado, se consideraba que las estructuras físicas 
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de las bacterias (pili, fimbrias o flagelos) pueden atravesar las fuerzas repulsivas (32). Otra 

postura sugería que la capacidad que tienen para adherirse depende de las características 

hidrofóbicas – hidrofílicas de las la superficies, interacciones dipolo – dipolo, puentes de 

hidrógeno y enlaces iónicos y covalentes (33). En la actualidad, se considera que ambos 

fenómenos juegan un papel en el fenómeno de adhesión, además de que este proceso no 

ocurre al primer contacto, sino que ocurren diversas aproximaciones a la superficie hasta que 

se une por completo (34). Podríamos resumir el mecanismo de adhesión bacteriana en la 

figura 2.3.3.1 

 

 

Fig. 2.3.3. 1 Mecanismo de adhesión bacteriana. Fases y características principales 

2.4 Morfología de las membranas celulares  

 

En el estudio del mecanismo de adhesión se tiene que tomar en cuenta la composición de las 

membranas. Generalmente, dividimos a las bacterias en dos grandes grupos para su estudio 

dada la composición de la membrana usando la tinción de gram: las bacterias gram positivas 

y las bacterias gram negativas. 
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En las bacterias gram positivas, la membrana está compuesta por una pared gruesa de 

polisacáridos, los ácidos teicoicos, como se puede ver en la figura 2.4.2. Estos son polímeros 

que contienen fosfodiéstes que se presentan a lo largo de toda la cadena como puntos de 

unión y junto con ellos se encuentran láminas de peptidoglicanos, matrices de polisacáridos 

que se unen por enlaces peptídicos, toda esta matriz se une a la membrana por una unidad de 

anclaje (35). La presencia de los fosfodiésteres genera una carga negativa en la superficie 

que puede modificarse al transportar una D-alanina desde el interior al exterior y fijarla por 

un enlace éster en la superficie (36).  

 

Las bacterias gram negativas por el otro lado, tienen dos membranas lipídicas: una membrana 

interna compuesta de glicerofosfolípidos y una externa compuesta mayormente de 

lipopolisacáridos o LPS como se ve en la figura 2.4.2, responsables de la activación del 

sistema inmunológico (37); para su estudio se dividen en tres: el lípido A, unido directamente 

a la membrana externa (38); un oligosacárido central compuesto por hexosas, ácido 2-keto-

deoxioctónico) y hexosaminas (figura 2.4.1); y el antígeno O, un conjunto de polisacáridos 

y hexosaminas, todas estas también unidas por grupos fosfato (39). 

 

 

 

  

Ácido 2-keto-deoxioctónico (KDO) Hexosamina 

Fig. 2.4. 1 Estructuras de los compuestos principales en LPS 
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Fig. 2.4. 2 Estructura general de las membranas en bacterias gram positivas (23) 

 

 

Fig. 2.4. 3 Estructura general de las bacterias gram negativas (23) 
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2.4.1 Estructura de la membrana de E. coli 

 

 

Fig. 2.4.1. 1 Membrana de E. coli 

 

E. coli tiene una doble membrana con peptidoglicano en medio de ellas. La membrana interna 

compuesta de fosfolípidos, tiene proteínas que permiten entrada y salida tanto de iones y 

desechos como de proteínas que, se relocalizarán en la membrana o se transportarán a la 

membrana externa (40). La membrana externa en cambio, es una combinación de 

fosfolípidos en su parte interna y lipopolisacáridos en la parte externa (41). Esto implica que 

la membrana externa es menos hidrofóbica que la interna (42). Esta combinación produce 

una membrana asimétrica que presenta una gran variedad de fosfolípidos y lipopolisacáridos 

que cambian en función del estrés que enfrente la bacteria y además presenta una gran carga 

negativa que se debe a que presenta una estructura similar a la del lípido A (43). E. coli 

también presenta en su membrana el Pili Común de E. coli (ECP o E. coli common pilus en 

inglés) que juega un papel importante tanto en la formación de biofilmes como en el 

reconocimiento celular del hospedero cuando es un agente patógeno y sin él, no es capaz de 

adherirse a superficies hidrofóbicas (44). 
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2.4.2 Estructura de la membrana de P. aeruginosa  

 

 

Fig. 2.4.2. 1 Membrana de P. aeruginosa 

 

P. aeruginosa presenta en su membrana una mayor cantidad de proteínas, que no son otra 

cosa que sistemas de secreción cuya activación depende de la superficie con la que tienen 

contacto. Se sabe, por ejemplo, que el sistema de secreción del tipo III secreta toxinas al 

entrar en contacto con células individuales de un hospedero (45); mucho del comportamiento 

de P. aeruginosa depende del contacto con las superficies y que tan rápida es la respuesta de 

la célula a ese estímulo. A pesar de que P. aeruginosa tiene lipopolisacáridos que pueden 

interferir en la adhesión, generalmente la unión de la bacteria depende diversos pili, 

principalmente del pili tipo IV (46). Recientemente se sabe que el pili tipo IV es una 

estructura retráctil que funciona como un sensor químico, puede inducir movimiento por 

quimiotaxis y que funciona como estructura principal para unir la bacteria a una superficie, 
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especialmente a superficies porosas; P. aeruginosa es 10 veces más propensa a unirse a un 

poro de diámetro de 100 nm que a uno de 300 nm. (47). 

 

2.4.3 Estructura de la membrana de S. aureus 

 

 

Fig. 2.4.3. 1 Membrana de S. aureus 

 

La membrana de S. aureus presenta diversas proteínas unidas covalentemente a la pared de 

peptidoglicano, las cuales tienen en común un segmento en la terminal N que se corta al salir 

por el canal de secreción proteica, una señal que permite el arreglo de la proteína en la 

terminal C, un dominio hidrofóbico y cerca de la terminal C una cadena de aminoácidos 

cargados positivamente (48). Algunas de las proteínas de S. aureus tienen selectividad y estas 

se agrupan en un grupo conocido como Componentes de la Superficie Microbiana que 

Reconocen Matrices de Moléculas Adhesivas (MSCRAMM por sus siglas en inglés) y juegan 

un papel importante durante la fijación y colonización en plasma sanguíneo (49). S. aureus 

tiene una gran afinidad a las superficies hidrofóbicas, aunque no ha quedado establecido del 

todo por qué ocurre este fenómeno, se ha sugerido que la producción de tensoactivos por la 

bacteria puede tener influencia en dicho comportamiento (24). 
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2.5 Biofilmes 

 

Los biofilmes han sido definidos como comunidades bacterianas asociadas a superficies que 

predominan en sistemas naturales y patogénicos que se encuentran en matrices y cuyas 

características difieren de sus contrapartes planctónicas (50). En este modo de crecimiento 

se sabe con certeza que las bacterias son más resistentes a agentes antibacterianos y a 

condiciones hostiles del medio ambiente y nuevas aproximaciones sobre el estudio de los 

biofilmes los consideran como matrices extracelulares similares a los hidrogeles usados 

como biomateriales (51). Un biofilme puede estar compuesto de una sola cepa bacteriana, 

sin embargo, en la mayoría de estos es común que estén formados por múltiples cepas (52). 

 

 

Fig. 2.5. 1 Proceso de formación de un biofilme 

 

La formación de biofilmes, es una consecuencia directa del mecanismo de adhesión 

bacteriana del cual se ha hablado ampliamente en el apartado 2.3. El proceso de formación 

de un biofilme se ilustra en la figura 2.5.1 y se describe a continuación (53): (i) bacterias 

planctónicas se acercan a una superficie predispuestas por la capa condicionante y ocurren 

las interacciones correspondientes para fijar la bacteria a la superficie, (ii) una vez que se han 
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asentado las primeras bacterias, inicia una cascada de señalización que permite a otras 

bacterias orientarse y fijarse hacia esa superficie, (iii) a medida que las bacterias se van 

acumulando, estas se reorganizan en una matriz tridimensional y empiezan a generar 

sustancias exopoliméricas (EPS en inglés) que permiten crear un ecosistema adecuado para 

la supervivencia de las bacterias, (iv) una vez que el ecosistema tiene una cantidad de 

nutrientes limitada o una gran acumulación de desechos, este se reestructura por medio de 

lisis celular y una ruptura parcial de la matriz con el fin de liberar células que podrán migrar 

para colonizar un nuevo ambiente, es decir, en este punto ocurre una producción de enzimas 

degradadoras de polisacáridos, proteínas, ADN o surfactantes que faciliten ese proceso. 

 

2.5.1 Biofilmes en la industria 

 

En la industria, los biofilmes tienen un papel ambivalente, porque pueden ser tanto benéficos 

como perjudiciales. Un biofilme puede afectar un proceso industrial por su estructura, su 

metabolismo o por quien lo compone, es decir, las bacterias (54). Cuando trabaja en nuestro 

beneficio, pueden utilizarse para el tratamiento de aguas (55) o diversos tipos de 

fermentación sólida (56,57). Por otro lado, la formación de biofilmes puede conducir a la 

resistencia a antibióticos, rayos ultravioleta, altas tasas de intercambio genético, alteración 

en la biodegradación y un incremento en la producción de metabolitos que eventualmente 

lleva a pérdidas en la eficiencia y daños a los equipos, obstrucción de tuberías y reducción 

en los sistemas de intercambio de calor (58,59) 

 

2.5.2 Productos obtenidos a partir de biofilmes 

 

La producción industrial por medio de biofilmes no ha sido del todo establecida, aunque su 

factibilidad ha sido probada a escala de laboratorio. Sin embargo se debe considerar que 

puede ser un tanto más compleja, pues requiere el establecimiento de solo una cepa 

bacteriana, aunque es un tanto más económico dado el tiempo de vida de los organismos y 

las condiciones a las que pueden trabajar (60). 
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Hasta ahora se ha probado algunos procesos de manufactura de químicos y enzimas por 

medio de biofilmes usando una escala de laboratorio, las cuales se pueden observar en la 

tabla 2.5.2.1. 

 

Tabla 2.5.2. 1 Productos obtenidos a través de biofilmes 

Producto Organismo Sustrato Productividad Referencias 

Etanol Z. mobilis Tubos de vidro 

y poliestireno 

13.40 ± 2.43 

g/L 

(61) 

Ácido succínico A. succinogenes Gránulos de 

vidrio 

23.8 ± 2.9 g/L (62) 

Nisina L. lactis Matriz fibrosa 1 x 107 AU/L (63) 

Celulosa 

Bacteriana 

A. xylinum Matriz de PCS 13 g/L (64) 

Polihidroxi 

-alcanoatos 

Bacillus sp. Matriz de PCS 7.3 g/L (65) 

Ramnolípidos P. aeruginosa - 242 ug/L (66) 

 

Es decir que si se puede facilitar la presencia de biofilmes en sistemas de producción 

industrial podría conducir a dos cosas: (i) facilitar la introducción de los biofilmes a la 

producción industrial y (ii) una optimización en la producción de compuestos por este 

método. 

 

La utilización de organismos de control permite determinar si es posible extrapolar los 

resultados de las pruebas piloto en cepas cuyas características de crecimiento están bien 

definidas con bacterias que podrían ser optimizadas aún más o introducir nuevas cepas y 

explorar si pueden producir nuevos compuestos. Aún en la actualidad seguimos descubriendo 

por medio de los biofilmes nuevos compuestos que puedan ser explotados como 

biomarcadores (67) o tintas (68). 
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METODOLOGÍA 

 

Para los experimentos, se empleó PCL disuelto en un sistema solventes compuesto por 

tetrahidrofurano (THF) y metanol; posteriormente se probó agregar diferentes fuentes de 

carbono y nitrógeno a los andamios. Estos fueron caracterizados por técnicas fisicoquímicas 

y a través de microscopía además de ser probados en cultivos microbianos con el fin de 

observar el comportamiento de las bacterias sobre las fibras. 

 

3.1 Preparación de soluciones de PCL 

 

Poli (ɛ-caprolactona) (PCL) (Número CAS ) de Sigma Aldrich, Mw fue disuelto al 13% p/v 

en un sistema de solventes de THF y metanol en proporción 3:1 v/v. 

 

En un vial, se colocaron 3 ml de metanol y 9 ml de tetrahidrofurano y finalmente se calculaba 

el 13% del volumen siguiendo la relación (1): 

 

%
𝑚

𝑣
=

𝑔 𝑑𝑒 𝑠𝑜𝑙𝑢𝑡𝑜

𝑚𝑙 𝑑𝑒 𝑠𝑜𝑙𝑣𝑒𝑛𝑡𝑒
∗ 100 

13% =  
𝑔 𝑑𝑒 𝑃𝐶𝐿

12 𝑚𝑙 𝑇𝐻𝐹/𝑀𝑒𝑡𝑎𝑛𝑜𝑙
∗ 100 

13

100
∗ 12 = 𝑔 𝑑𝑒 𝑃𝐶𝐿 

1.56 = 𝑔 𝑑𝑒 𝑃𝐶𝐿 

 

 

 

(1) 

 

Así que se agregaron 1.56 g de PCL al sistema de solventes y se agitaba a 500 rpm por 12 

horas a 50°C. 

 

Para producir las diferentes variantes de las soluciones de PCL se agregaron los azúcares 

glucosa, fructosa, lactosa y galactosa y las fuentes de nitrógeno peptona, extracto de levadura, 

glicina y urea. Sin embargo, dada la poca solubilidad de todos los tipos de fuentes, se decidió 

limitar la masa a agregar de cada una de las fuentes a 20 mg con el fin de estandarizar cantidad 

agregada. Para preparar la solución primero se agregaba metanol al vial, posteriormente la 
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fuente de carbono o nitrógeno, después el THF y por último el PCL. Toda la solución 

igualmente se dejaba en agitación a 500 rpm por 12 horas a 50°C. 

 

3.2 Preparación de medio de cultivo, inoculación y ajuste 

 

Para el cultivo de todas las cepas se utilizó caldo nutritivo (Caldo Nutritivo No. 1 de Sigma 

Aldrich) y se disolvió en agua destilada. Su preparación requiere disolver 25 g/l y cada 

cultivo inicial se realizó en tubos de ensayo con un volumen inicial de 10 ml. La cantidad de 

caldo a agregar se calculó mediante la relación expresada en (2). 

 

25 𝑔 𝑑𝑒 𝑐𝑎𝑙𝑑𝑜 𝑒𝑛 𝑝𝑜𝑙𝑣𝑜 → 1000 𝑚𝑙 𝑑𝑒 𝑎𝑔𝑢𝑎 

𝑋 𝑔 𝑑𝑒 𝑐𝑎𝑙𝑑𝑜 𝑒𝑛 𝑝𝑜𝑙𝑣𝑜 → 10 𝑚𝑙 𝑑𝑒 𝑎𝑔𝑢𝑎 

 

𝑋 𝑔 𝑑𝑒 𝑐𝑎𝑙𝑑𝑜 𝑒𝑛 𝑝𝑜𝑙𝑣𝑜 =  
10 𝑚𝑙 𝑑𝑒 𝑎𝑔𝑢𝑎

1000 𝑚𝑙 𝑑𝑒 𝑎𝑔𝑢𝑎
∗ 25 𝑔 𝑑𝑒 𝑐𝑎𝑙𝑑𝑜 𝑒𝑛 𝑝𝑜𝑙𝑣𝑜  

𝑋 𝑔 𝑑𝑒 𝑐𝑎𝑙𝑑𝑜 𝑒𝑛 𝑝𝑜𝑙𝑣𝑜 = 0.25 𝑔 𝑑𝑒 𝑐𝑎𝑙𝑑𝑜 𝑒𝑛 𝑝𝑜𝑙𝑣𝑜  

 

 

 

(2) 

 

Una vez que se disolvieron los caldos, se esterilizaron en autoclave a 121°C por una hora y 

al terminar se dejó que alcanzaran la temperatura ambiente. Después se agregaron 0.5 ml de 

las cepas a cultivar provenientes cultivos previos y se colocaron en incubadora por 18 horas 

a 37°C. Posteriormente, los tubos se ajustaron a una turbidez usando la escala de McFarland 

al valor de 0.5 agregando solución salina al caldo. 

 

3.3 Electrohilado de PCL 

 

Tal y como se habló en el apartado 2.2, para el electrohilado del polímero, a pesar de la 

cantidad de consideraciones que se deben de tener existen tres parámetros cuya importancia 

resalta si no se tiene un equipo de electrohilado con un alto grado de sofisticación: voltaje, 

distancia aguja – colector y flujo. En la tabla 3.3.1 se enlistan todas las variantes de PCL 

producidas, su código, el voltaje empleado, la distancia y el flujo. 
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Tabla 3.3. 1 Características de electrohilado de PCL y sus variantes 

Código Composición Voltaje Distancia Flujo 

PCL PCL 20 kV 18 cm 3 ml/h 

PCL/Glu PCL y Glucosa 20 kV 18 cm 3 ml/h 

PCL/Lac PCL y Lactosa 20 kV 18 cm 3 ml/h 

PCL/Fru PCL y Fructosa 20 kV 18 cm 3 ml/h 

PCL/Gal PCL y 

Galactosa 

20 kV 18 cm 3 ml/h 

PCL/Pep PCL y Peptona 20 kV 18 cm 3 ml/h 

PCL/Gly PCL y Glicina 20 kV 18 cm 3 ml/h 

PCL/Lev PCL y Extracto 

de levadura 

20 kV 18 cm 3 ml/h 

PCL/Urea PCL y Urea 20 kV 18 cm 3 ml/h 

 

Para producir el andamio, todas las soluciones se electrohilaban por 1 hora. 

 

3.4 Ensayo de proliferación bacteriana 

 

Para probar el efecto que tienen las fibras sobre los cultivos bacterianos, se hicieron pruebas 

en placas ELISA en las que se colocaron fibras de PCL y sus variantes de acuerdo a la 

distribución mostrada en la figura 3.4.1.  

 

En una placa estéril se colocaron muestras de las diferentes fibras por triplicado y se 

agregaron 150 µl de caldo nutritivo estéril y 50 µl del medio ajustado en el apartado 3.2. En 

otra placa se colocó la misma solución bacteriana, pero sin fibras, como control tal y como 

se muestra en la figura 3.4.2. 

 

Una vez colocadas las fibras en los pocillos y agregadas las bacterias, las placas resultantes 

se colocaban en incubadora a 37°C. Ya que el PCL es un material de lenta degradación, no 

se puede medir directamente en el lector de placas la concentración bacteriana, por lo que 

cada hora las fibras se retiraban de una posición y se movían a otra para lavarlas con 150 µl 

caldo estéril. Una vez realizado esto, las fibras se retiraban y se descartaban. Es decir que, 

para cada hora, corresponde un lote de tres placas (una por cada cepa a evaluar). Para la 

medición, se realizaba una agitación de fondo por 10 s y se tomaba el valor de absorbancia a 

600 nm. 
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 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 

A             

B  PCL PCL PCL Glu Glu Glu Lac Lac Lac *  

C  Fru Fru Fru Gal Gal Gal Pep Pep Pep *  

D  Gly Gly Gly Lev Lev Lev Urea Urea Urea *  

E  PCL PCL PCL Glu Glu Glu Lac Lac Lac *  

F  Fru Fru Fru Gal Gal Gal Pep Pep Pep *  

G  Gly Gly Gly Lev Lev Lev Urea Urea Urea *  

H             
 

    

PCL Fibras de PCL Pep Fibras de PCL/Pep 

Glu Fibras de PCL/Glu Gly Fibras de PCL/Gly 

Lac Fibras de PCL/Lac Lev Fibras de PCL/Lev 

Fru Fibras de PCL/Fru Urea Fibras de PCL/Urea 

Gal Fibras de PCL/Gal * Caldo estéril 

Cursivas – Indican donde se colocaron las fibras para su posterior lavado 

 

Fig. 3.4. 1 Distribución de fibras en placa de prueba 

 

 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 

A             

B  E.C. E.C. E.C. E.C. E.C. E.C. E.C. E.C. E.C.  * 

C  E.C. E.C. E.C. E.C. E.C. E.C. E.C. E.C. E.C.  * 

D  P.A. P.A. P.A. P.A. P.A. P.A. P.A. P.A. P.A.  * 

E  P.A. P.A. P.A. P.A. P.A. P.A. P.A. P.A. P.A.  * 

F  S.A. S.A. S.A. S.A. S.A. S.A. S.A. S.A. S.A.  * 

G  S.A. S.A. S.A. S.A. S.A. S.A. S.A. S.A. S.A.  * 

H             
 

 

E.C. – E. coli 

P.A. – P. aeruginosa 

S.A. – S. aureus 

*      - Caldo estéril 

 

Fig. 3.4. 2 Distribución de cepas en la placa de control 

 

3.5 Caracterización de fibras electrohiladas  

 

Se evaluó la morfología de las fibras y las propiedades térmicas del polímero con el fin de 

observar cambios en las propiedades físicas del polímero que permitan inferir si se 
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depositaron nuevos compuestos al andamio. Finalmente, se observó en microscopio la 

evolución de los andamios cuando se hacen interaccionar con los cultivos. 

 

3.5.1 Microscopía Electrónica de Barrido (MEB) 

 

De las fibras fabricadas, se recortaron segmentos de 0.5 cm x 0.5 cm para evaluar la 

morfología y porosidad de los andamios. Posteriormente se fijaron a colectores con cinta 

adhesiva metálica y se recubrieron con partículas de oro por medio de pulverización catódica. 

 

Para las muestras con bacterias, se cultivaron bacterias y andamios en tiempos de 3 y 6 horas. 

Una vez concluido el tiempo, los andamios se recuperaron y se colocaron en portaobjetos 

previamente bañados en una solución de gelatina al 0.1%. Después, se secaron a temperatura 

ambiente por un día y finalmente se recubrieron por pulverización. 

 

3.5.2 Espectroscopía Infrarroja por Transformada de Fourier 

(FTIR) 

 

Para observar si ocurrieron cambios químicos después del procesamiento del material a 

través del electrohilado, se evaluaron en un espectroscopio infrarrojo. Se tomaron muestras 

de cada andamio fabricado con dimensiones de 0.5 cm x 0.5 cm y se colocaron en el lente 

del módulo ATR. Se analizaron las muestras en un espectro de 4000 cm-1 a 400 cm-1. 

 

3.5.3 Análisis Termogravimétrico (TGA) y Calorimetría 

Diferencial de Barrido (DSC) 

 

Para el análisis termogravimétrico, se cortaron muestras de los andamios con un peso de 

alrededor de 5 mg y se colocaron en charolas de platino, estas se calentaron desde temperatura 

ambiente (cerca de los 25°C) hasta los 600°C con una rampa de calentamiento de 10°C/min 

en atmósfera de nitrógeno. 
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En el caso de la calorimetría diferencial de barrido, se tomaron muestras de la misma manera 

que para el análisis termogravimétrico, pero en este caso se colocaron en bandejas de platino 

que posteriormente se prensaron y sellaron. Las muestras se procesaron con las mismas 

características del análisis termogravimétrico. 

 

3.5.4 Microscopía óptica 

 

Se prepararon suspensiones bacterianas siguiendo la metodología planteada en el apartado 

3.2 en tubos de ensayo. Trozos de fibras de 3 cm x 3 cm se colocaron en las paredes de los 

tubos de ensayo de manera que se adhirieran a las paredes y quedaran sumergidas en la 

suspensión. Los cultivos se colocaron en incubadora a 37°C; cada hora se recuperaba el 

andamio y se colocaba en un portaobjetos limpio, el cual se pasaba a una caja Petri para 

preservar la muestra. Se dejó secar por 24 horas y se observó con los objetivos 10x, 40x y 

60x. 
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RESULTADOS Y CONCLUSIONES 

 

4.1 Espectroscopía Infrarroja por Transformada de Fourier (FTIR)  

 

 
Fig. 4.1. 1 Espectro infrarrojo de PCL y PCL con fuentes de carbono 

 

En la figura 4.1.1 se muestra el espectro infrarrojo de las muestras de PCL y PCL con fuentes 

de carbono. El grupo -CH3 terminal presente en las muestras de PCL puro (en rojo) tiene un 

estiramiento en 2867 cm-1 y el grupo -CH2 tiene otro estiramiento a 2942 cm-1. El estiramiento 

del grupo C=O se observa a 1724 cm-1 y el estiramiento del grupo RCOOR’ ocurre a 1160 

cm-1, características similares ya han sido reportadas (69).  

 

Es posible que, dada la pequeña cantidad de azúcar dentro de la solución de PCL, el equipo 

no sea capaz de captar las diferencias en el espectro. Este mismo fenómeno puede estar 

ocurriendo en el espectro de PCL con fuentes de nitrógeno, ya que no se aprecian diferencias 

significativas que indiquen la presencia de otra sustancia o la modificación del polímero, 

como se muestra en la figura 4.1.2. 
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Fig. 4.1. 2 Espectro infrarrojo de PCL y PCL con fuentes de nitrógeno 

 

4.2 Análisis termogravimétrico (TGA) 

 

El análisis termogravimétrico de las fibras de PCL y PCL con las fuentes de carbono se 

observa en la figura 4.2.1.  La muestra de PCL inicia su etapa de degradación a los 336.23°C 

y alcanza una temperatura crítica de degradación a los 388.39°C, un comportamiento que 

similar a otro reportado (13,70,71). Aunque el cambio de etapas es apenas visible dada la 

cantidad de azúcar agregada a la muestra, sus efectos pueden verse debido al cambio de 

temperatura de degradación, generalmente incrementándola. En la combinación de PCL/Lac, 

el azúcar incremento la temperatura en 13.64°C, este valor es seguido por las fibras de 

PCL/Glu en 11.28°C, PCL/Gal 10.1°C y PCL/Fru en 5.33°C.  

 

En la figura 4.2.2 se presentan los termogramas de las fibras de PCL y PCL con las fuentes 

de nitrógeno. Al igual que en los azúcares, las fuentes de nitrógeno también cambian las 

temperaturas de degradación y el cambio de fases sigue diferentes tipos de comportamiento 

si se compara con las fibras de PCL/Carbono. La muestra PCL/Pep incrementa la temperatura 

de degradación en 8.3°C mientras que en PCL/Lev disminuye esta temperatura en 22.02°C, 

seguido de PCL/Urea con 42.26°C y PCL/Gly con 155.77°C. 
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Fig. 4.2. 1 Análisis termogravimétrico de PCL y PCL con fuentes de carbono 

 

 

Fig. 4.2. 2 Análisis termogravimétrico de PCL y PCL con fuentes de nitrógeno 

 

Las temperaturas de inicio, críticas y de calcinación se pueden observar en la tabla 4.2.1. 
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Tabla 4.2. 1 Temperaturas características en el análisis termogravimétrico 

Muestra Inicio de 

degradación 

Temperatura crítica Temperatura de 

calcinación 

PCL 336.23°C 388.39°C 412.96°C 

PCL/Glu 347.51°C 393.64°C 418.74°C 

PCL/Fru 341.56°C 392.50°C 416.46°C 

PCL/Lac 349.87°C 392.48°C 417.08°C 

PCL/Gal 346.33°C 392.35°C 416.20°C 

PCL/Pep 344.53°C 387.05°C 405.69°C 

PCL/Gly 180.46°C 388.63°C 412.48°C 

PCL/Lev 341.21°C 384.93°C 407.81°C 

PCL/Urea 293.97°C 389.70°C 411.81°C 

 

4.3 Calorimetría Diferencial de Barrido  

 

En la figura 4.3.1 se muestran los termogramas de las muestras de PCL y PCL con fuentes 

de carbono. Como ya se ha reportado anteriormente (72), este tiene un punto de fusión 

alrededor de los 60°C. De acuerdo al termograma, la muestra tiene un punto de fusión a los 

63.55°C y la adición de las fuentes de carbono reduce este valor, pasándolo a un rango entre 

61.61°C a 62.44°C, posiblemente indicando no solo la fusión del material sino la evaporación 

del solvente, dadas las bajas temperaturas a las que ocurren estos fenómenos. El próximo 

evento relevante en el termograma ocurre a los 360°C, indicando la fase de descomposición 

del material, la cual ya ha sido reportada (71), alcanzando un pico en todas las muestras a los 

398°C aproximadamente, teniendo pequeñas variaciones entre una y otra muestra. 

 

La figura 4.3.2 muestra los termogramas de las muestras de PCL y PCL con fuentes de 

nitrógeno. Al igual que en las muestras con fuentes de carbono, la presencia de estas, reduce 

la temperatura de fusión del material, pasando a un rango entre 60.73°C y 62.92°C. La 

muestra de PCL/Urea es la que más rápido alcanza la fase de descomposición a los 351.89°C, 

seguida de PCL/Lev a 355.44°C, PCL/Gly con 358.68°C y finalmente PCL/Pep a los 

362.13°C. 

 

Las temperaturas de fusión e inicio de descomposición se muestran en la tabla 4.3.1. 
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Fig. 4.3. 1 Calorimetría Diferencial de Barrido de PCL y PCL con fuentes de carbono 

 

 

Fig. 4.3. 2 Calorimetría Diferencial de Barrido de PCL y PCL con fuentes de 

nitrógeno 
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Tabla 4.3. 1 Temperaturas características de la calorimetría diferencial de barrido 

Muestra Temperatura de fusión Inicio de descomposición 

PCL 63.55°C 360.71°C 

PCL/Glu 62.44°C 363.36°C 

PCL/Fru 61.99°C 360.95°C 

PCL/Lac 61.61°C 359.28°C 

PCL/Gal 61.97°C 362.70°C 

PCL/Pep 62.92°C 395.64°C 

PCL/Gly 61.02°C 396.62°C 

PCL/Lev 61.54°C 393.37°C 

PCL/Urea 60.73°C 395.54°C 
 

4.4 Ensayo de proliferación bacteriana 

 

 
Fig. 4.4. 1 Ensayo de proliferación de E. coli 

 

En la figura 4.4.1 se muestra la curva de crecimiento de E. coli con y sin fibras. En el caso 

de E. coli, la presencia no tuvo impacto en cuanto al mejorar el crecimiento de E. coli. Puede 

verse que las fibras reducen el crecimiento en un 50% comparando el cultivo sin fibras contra 

las fibras de PCL/Pep, siendo esta muestra la que mejor desempeño muestra de todas las 

combinaciones. Estos resultados son similares a un estudio publicado previamente (11) 

donde se analizaron las capacidades que tienen las fibras electrohiladas de PAA, 

PAA/Chitosán y PAA/Alginato para promover el crecimiento de actinomicetos y E. coli. Se 

determinó que las fibras pueden promover el crecimiento de los actinomicetos analizados, 
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pero no de E. coli. Aunque se emplearon para el estudio diferentes medios de cultivo y 

diferentes polímeros, los resultados entre ambos estudios muestran una dramática reducción 

en la concentración celular comparada con las muestras de control. 

 

 
Fig. 4.4. 2 Ensayo de proliferación de P. aeruginosa 

 

Mientras que en E. coli no se observa un cremento en el crecimiento bacteriano, tanto en P. 

aeruginosa (fig. 4.4.2) como en S. aureus (fig. 4.4.3) se pudo observar una mejoría en el 

desempeño del cultivo. En el caso de las fibras de P. aeruginosa, se puede observar de un 

incremento de 22% aproximadamente en la concentración bacteriana al usar las fibras de 

PCL, mientras que las fibras de PCL/Urea y PCL/Peptona mostraron un desempeño inferior 

al cultivo de control. 
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Fig. 4.4. 3 Ensayo de proliferación de S. aureus 

 

S. aureus fue la cepa que mejores resultados reportó en cuanto al incremento en la 

concentración bacteriana. Al ponerse en contacto con las fibras de PCL/Gly, la concentración 

incremento en un 48% respecto al cultivo de control. Las fibras de PCL/Urea, al igual que en 

P. aeruginosa, entorpecieron el cultivo comparado al cultivo de control.  

 

Moffa et al. (12) mostró que es posible optimizar el rendimiento de cultivos en la producción 

de metabolitos secundarios utilizando andamios electrohilados a partir de Streptomyces 

lividans. El reporte indica que la cepa utilizada en sus experimentos parecía preferir un 

soporte fibroso que el soporte de vidrio que ofrece el matraz y que posiblemente utiliza el 

andamio como sitio de anclaje donde puede generar micelios. Se sabe que la movilidad de S. 

aureus es reducida en comparación con E. coli y P. aeruginosa, sin embargo, es posible que 

la movilidad entre cepas contribuya de cierta manera al desempeño de los cultivos con las 

fibras, aunque también se debe tomar en cuenta el efecto de la porosidad en P. aeruginosa 

(47) y como el posible ajuste de este parámetro podría conducir a cultivos que puedan tener 

el mismo potencial que S. aureus. 

 

Un resumen de todos los valores de concentración y el porcentaje de cambio respecto al 

control de todas las cepas, se puede observar en la tabla 4.4.1. 
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Tabla 4.4. 1 Valores de concentración bacteriana a las seis horas de incubación 

Muestra Cepa Absorbancia (6 

horas) 

Porcentaje de 

cambio 

Control 

E. coli 

0.767  

PCL 0.456 -40.54% 

PCL/Glu 0.451 -41.19% 

PCL/Fru 0.435 -43.28% 

PCL/Lac 0.483 -37.02% 

PCL/Gal 0.434 -43.41% 

PCL/Pep 0.491 -35.98% 

PCL/Gly 0.463 -39.63% 

PCL/Lev 0.391 -49.02% 

PCL/Urea 0.280 -63.49% 

Control 

P. aeruginosa 

0.467  

PCL 0.569 21.84% 

PCL/Glu 0.553 18.41% 

PCL/Fru 0.499 6.85% 

PCL/Lac 0.476 1.92% 

PCL/Gal 0.475 1.71% 

PCL/Pep 0.400 -14.34% 

PCL/Gly 0.538 15.20% 

PCL/Lev 0.523 11.99% 

PCL/Urea 0.325 -30.40% 

Control 

S. aureus 

0.542  

PCL 0.728 34.31% 

PCL/Glu 0.732 35.05% 

PCL/Fru 0.710 30.99% 

PCL/Lac 0.744 37.26% 

PCL/Gal 0.712 31.36% 

PCL/Pep 0.725 33.76% 

PCL/Gly 0.802 47.97% 

PCL/Lev 0.767 41.51% 

PCL/Urea 0.370 -31.73% 
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4.5 Microscopía Óptica 

 

 
Fig. 4.5. 1 Cultivo en microscopio a 40X en fibras - Hora 1 

 

En la figura 4.5.1 se observa la imagen en microscopio de fibras de PCL después de primera 

hora de estar sumergidas en suspensión bacteriana. Se pueden ver muchas colonias asentadas 

con formas irregulares, fijadas en las fibras o en los poros formados por las mismas. Estas 

colonias solo parecen extenderse en forma bidimensional. Un acercamiento, como se aprecia 

en la figura 4.5.2, no muestra nuevas características en el cultivo, mas allá de las que se 

aprecian en la figura 4.5.1 
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Fig. 4.5. 2 Cultivo en microscopio a 60X en fibras - Hora 1 

 

 
Fig. 4.5. 3 Cultivo en microscopio a 10X en fibras - Hora 2 
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En la figura 4.5.3 se muestra un cultivo sobre fibras a las dos horas de incubación. Aunque 

se aprecian algunas colonias dispersas en las fibras. El acercamiento en la figura 4.5.4 

muestra que el cultivo se dispersa de manera horizontal, generando una placa traslúcida. 

Tanto en las colonias pequeñas a la izquierda como en la colonia más grande, se observan 

sombras amorfas que parecen estar encima de la placa principal 

 

 
Fig. 4.5. 4 Cultivo en microscopio a 40X en fibras - Hora 2 

 

Un cambio en el plano del microscopio (fig. 4.5.5), muestra que no solo hay un crecimiento 

horizontal, sino vertical. Esta forma de crecimiento nos muestra la forma en la que se empieza 

a generar un biofilme en las fibras, tal como se habló en el apartado 2.5. Las placas traslucidas 

serían las sustancias exopoliméricas y en la forma en la que se va generando esta placa, casi 

no se muestran células independientes (fig. 4.5.6). 
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Fig. 4.5. 5 Cambio de plano a 40X en fibras - Hora 2 

 

 
Fig. 4.5. 6 Cultivo en microscopio a 60X en fibras - Hora 2 
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Fig. 4.5. 7 Cultivo en microscopio a 10X en fibras - Hora 3 

 

Hacia la tercera hora, aparecen más colonias, pero no se presentan directamente sobre la 

superficie, esto se puede apreciar mejor en las figuras 4.5.8, 4.5.9 y 4.5.10. 

 

Las colonias siguen su crecimiento tridimensional, de manera que van uniendo las fibras, 

dispersándose por el andamio. En la figura 4.5.10, en el centro, se puede apreciar como la 

colonia va formando una especie de hongo; dicha observación se confirma en la figura 4.5.11. 

También se observan las diferentes formas en las que se expresa el biofilme, ya sea que inicie 

la fijación en los poros o en la superficie de las fibras y posteriormente se extienden hasta 

alcanzar otra fibra. 
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Fig. 4.5. 8 Cultivo en microscopio a 40X en fibras - Hora 3 

 

 
Fig. 4.5. 9 Segunda observación a 40X en fibras - Hora 3 
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Fig. 4.5. 10 Tercera observación a 40X en fibras - Hora 3 

 

 
Fig. 4.5. 11 Cultivo en microscopio a 60X en fibras - Hora 3 
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Fig. 4.5. 12 Cultivo en microscopio a 10X en fibras - Hora 5 

 

En la quinta hora (fig. 4.5.12), ya se puede observar la sólida formación de una placa 

bacteriana. Un acercamiento a las fibras, muestra que el núcleo del biofilme cubre totalmente 

el andamio, llenando los poros y extendiéndose por las fibras. La colonia se extiende a sobre 

las fibras, ramificándose sobre la estructura. Esta forma de dispersión podría ser la que 

favorece el crecimiento de las bacterias con los andamios , confirmando el reporte de Moffa 

et al. (12), agregando que no solo las bacterias que producen micelios, sino la forma de 

dispersión de las bacterias juega un papel en la dinámica establecida entre bacterias y 

andamios. 
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Fig. 4.5. 13 Cultivo en microscopio a 40X en fibras - Hora 5 

 

 
Fig. 4.5. 14 Cultivo en microscopio a 60X en fibras - Hora 5 
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Fig. 4.5. 15 Cultivo en filtro verde a 60X en fibras - Hora 5 
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4.6 Microscopía Electrónica de Barrido  

 

 
Fig. 4.6. 1 Fibras de PCL a 2,000X 

 

En la figura 4.6.1, se muestra un andamio de PCL. Las fibras tienen una apariencia 

medianamente uniforme. En ciertos puntos las fibras cambian de ser gruesas a ser delgadas 

y muestran algunos ligeros defectos en su morfología. 

 

Un acercamiento al material en las figuras 4.6.2 y 4.6.3, muestran que no todos los defectos 

se deben a la fabricación sino al estado del material, que empezó a fundirse consigo mismo, 

posiblemente debido a los cambios en las condiciones ambientales y de transporte del 

material. 

 

El diámetro promedio de las fibras es de 984 ± 241 nm con un porcentaje de porosidad de 

44.31% aproximadamente. 
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Fig. 4.6. 2 Fibras de PCL a 4,000X 

 

 
Fig. 4.6. 3 Fibras de PCL a 6,000X 
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Fig. 4.6. 4 Fibras de PCL en cultivo en medio de sales a 2,000X – 3 horas 

 

La figura 4.6.4 muestra a fibras en cultivo bacteriano en medio de sales mínimas. A las tres 

horas, se empiezan a desarrollar una clase de recubrimiento que empieza a cubrir los poros y 

une las fibras, posiblemente indicando el desarrollo del biofilme en el andamio. Al evaluar 

las imágenes en 4,000X y 6,000X (fig. 4.6.5 y 4.6.6 respectivamente), el recubrimiento solo 

parece traslúcido y amorfo. 

 

En la parte superior de la figura 4.6.6, se puede observar una formación irregular en capas 

sobre la fibra, este comportamiento es similar al observado en la figura 4.5.6. También se 

pueden observar algunos cúmulos sobre las fibras, con forma de pequeñas esferas. 
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Fig. 4.6. 5 Fibras de PCL en cultivo en medio de sales a 4,000X – 3 horas 

 

 
Fig. 4.6. 6 Fibras de PCL en cultivo en medio de sales a 10,000X – 3 horas 
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Fig. 4.6. 7 Fibras de PCL en cultivo en medio de sales a 400X - 6 horas 

 

A las seis horas, el andamio ha “desaparecido” y solo parecen quedar las fibras más gruesas 

en la superficie. 

 

El relieve del filme es interesante. En las figuras 4.6.8, 4.6.9 y 4.6.10, se observa una 

topología irregular en la que ya no se observa rastro alguno de las fibras, en las secciones 

donde ya no se aprecia filme, se pueden ver formaciones de cristales que muy probablemente 

son las sales del medio en las que se encontraban sumergidas las fibras. 

 

La figura 4.6.11 muestra ahora fibras de PCL en un cultivo con caldo nutritivo a las tres 

horas. Al igual que en la figura 4.6.4, se logra apreciar una formación muy nítida de una 

placa, la cual parece distorsionar la forma de las fibras. 
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Fig. 4.6. 8 Fibras de PCL en cultivo en medio de sales a 800X – 6 horas 

 

 
Fig. 4.6. 9 Fibras de PCL en cultivo en medio de sales a 3,000X - 6 horas 
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Fig. 4.6. 10 Fibras de PCL en cultivo en medio de sales a 6,000X - 6 horas 

 

 
Fig. 4.6. 11 Fibras de PCL en cultivo en caldo nutritivo a 2,000X - 3 horas 
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Fig. 4.6. 12 Fibras de PCL en cultivo en caldo nutritivo a 4,000X - 3 horas 

 

En la figura 4.6.12 y 4.6.13, se logran ver cúmulos de bacterias, los cuales tienen una forma 

consistente con la figura 4.5.13. La figura 4.6.13 muestra, además de las fibras y los filmes 

bacterianos, también se pueden observar pequeños puntos muy bien iluminados, aunque dado 

el tamaño que tienen, podrían no ser las bacterias. 

 

Finalmente, en la figura 4.6.14 se puede apreciar un filme bien consolidado y en los espacios 

vacíos se puede observar una clase de red, que debería ser el andamio de PCL. Sin embargo, 

los puntos bien iluminados de la figura 4.6.13 se repiten en esta sección de la fibra en toda la 

placa, pudiendo en efecto, ser las bacterias con características diferentes a las dimensiones 

comunes de la cepa. 
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Fig. 4.6. 13 Fibras de PCL en cultivo en caldo nutritivo a 10,000X - 3 horas 

 

 
Fig. 4.6. 14 Fibras de PCL en cultivo en caldo nutritivo a 5,000X - 3 horas 
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4.7 Conclusiones 

 

Se evaluaron los efectos de la presencia de las fibras sobre los cultivos microbianos. E. coli 

no muestra una respuesta favorable al encontrar fibras, pues su crecimiento se ralentiza en la 

fase exponencial. Tanto P. aeruginosa y S. aureus muestran un incremento en la 

concentración bacteriana en un 22% y 48% respecto al cultivo de control. La presencia de 

fuentes de carbono y nitrógeno dentro de las fibras muestra efectos tanto positivos como 

negativos al comparar las curvas de crecimiento. En P. aeruginosa, las fibras de PCL fueron 

las que mayor concentración bacteriana muestran, sin embargo, las diferencias entre estas y 

las fibras cargadas tiene un rango de 100 centésimas, aproximadamente. Este valor 

posiblemente puede incrementarse dadas las conclusiones de algunos reportes en los que 

señalan la preferencia de P. aeruginosa a poros de tamaño pequeño, lo que podría explicar 

porque un material sin ningún agregado es más que suficiente para incrementar la 

concentración de esta cepa. S. aureus muestra una mayor concentración al estar en presencia 

de fibras de PCL/Glicina; de esta última se sabe que juega un papel importante en la 

formación de peptidoglicano en la bacteria, por lo que no debería extrañar su preferencia por 

esta formulación, aunque también se debe resaltar que no hay variaciones tan grandes entre 

la concentración bacteriana con diferentes fibras, la cual es de aproximadamente 90 

centésimas. 

 

La presencia de las fuentes de carbono y nitrógeno en general no tienen un gran impacto en 

la estabilidad térmica del PCL. Las diferentes fuentes de carbono incrementan las 

temperaturas a las que ocurre la degradación del material en 5°C aproximadamente; las 

fuentes de nitrógeno presentan comportamientos que, aunque incrementan y disminuyen los 

fenómenos de degradación inicial, no modifican de manera importante las temperaturas de 

degradación críticas del polímero, es decir, la cantidad de masa de las fuentes agregadas al 

polímero no lo inutilizan para otros propósitos. Esto incluso se puede ver en la espectroscopía 

infrarroja donde la impureza añadida no es visible para el equipo. 

 

En las fibras, las bacterias parecen tener una evolución normal cuando crecen en una 

superficie, empiezan por adherirse a las fibras o se fijan a los poros del material, establecen 
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pequeñas colonias que, de acuerdo a las posibilidades de movimiento de la bacteria, se 

dispersan por todo el material y empiezan a generar un biofilme en las fibras.  

 

Aún deben establecerse qué relación ocurre entre las fibras y el biofilme generado, en 

especial en S. aureus que parece ser más sensible a la composición química del polímero. La 

presencia de glicina y el resto de las fuentes de carbono y nitrógeno dentro de las fibras se ha 

confirmado por el análisis termogravimétrico y la calorimetría diferencial de barrido, pero 

cómo es que se comportan estas una vez dentro del cultivo no queda claro. A partir de este 

punto, pueden establecerse dos posibilidades: (i) las fuentes se encuentran cerca de las 

superficies de las fibras y con un ligero desgaste en las superficies de estas debido a la 

hidrólisis del material, estos agregados se liberan al medio y son posteriormente captados y 

metabolizados por las bacterias o (ii) a medida que las bacterias van fijándose en las fibras y 

formando colonias, las bacterias degradan el polímero y estos agregados se van liberando al 

medio poco a poco. 

 

Finalmente, se debe concluir que es difícil establecer un mecanismo general que explique los 

factores o las condiciones por las cuales se adhieren las cepas a las fibras, ya que pueden ser 

factores físicos o químicos los que interfieren en este proceso, sin embargo, el 

comportamiento que tienen una vez en las fibras parecer ser similar al que ya han descrito 

muchos investigadores con anterioridad. 
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