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Los procariotas y el flujo del carbono en los sistemas acuáticos 

Los océanos ocupan el 71% de nuestro planeta y tienen una profundidad media 

de 4000 metros, formando una enorme masa de agua salada donde los 

microorganismos constituyen el grupo biológico dominante densidad y en 

actividad (González et al., 2008). Se estima que por cada mililitro de agua de mar 

podemos encontrar de media 106 procariotas, 103 nanoflagelados heterótrofos y 

109 partículas víricas entre otros microorganismos (Fenchel, 2008). A pesar de su 

gran número, la función de los microorganismos en la columna de agua se 

subestimó durante mucho tiempo y se ignoró en gran medida en los modelos de 

cadenas tróficas marinas y flujo de carbono. Se pensaba que la mayoría de los 

procariotas eran metabólicamente inactivos, a pesar de que se estudiaron y 

cuantificaron utilizando la técnica de recuento en placas durante varias décadas 

(Zobell, 1946). Se consideraba que los realmente importantes en el ciclo del 

carbono eran solo los organismos fitoplanctónicos de gran tamaño, 

principalmente diatomeas y dinoflagelados, los cuales servían de alimento para el 

zooplancton, que a su vez servía de alimento para peces pequeños. Esta 

consecución de acontecimientos daba lugar a la conocida como cadena trófica 

clásica (Steele, 1976). Las mejoras en las técnicas aplicadas a la microbiología, 

como el recuento de procariotas mediante microscopía de epifluorescencia o el 

uso de glucosa y aminoácidos marcados con 14C, mostraron que una parte 

sustancial de los procariotas estaban metabólicamente activos (Wright & Hobbie, 

1965; Hobbie et al., 1972; Meyer-Reil, 1978), y eran capaces de absorber grandes 

cantidades de O2 (Pomeroy, 1974). No fue hasta los años 80 cuando se reconoció 

el papel de los procariotas en la descomposición y remineralización de la materia 

orgánica y en el reciclaje de los nutrientes inorgánicos de los sistemas acuáticos 

(Williams, 1981; Kirchman et al., 1982). Estos descubrimientos cambiaron por 

completo la visión que se tenía hasta entonces acerca del flujo del carbono en los 

sistemas acuáticos. En esta época, también se demostró que la densidad 

relativamente constante de los procariotas en la columna de agua era controlada 

principalmente por la actividad depredadora de los flagelados heterótrofos 
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(Fenchel, 1982) y ciliados (Borsheim, 1984). Azam y colaboradores (1983) 

establecieron por primera vez el término “bucle microbiano”, mostrando que la 

visión clásica de la estructura de las comunidades planctónicas marinas era 

incompleta, y colocando en el eje principal de la remineralización del carbono 

orgánico disuelto a la comunidad microbiana (Figura 0.1). Con el tiempo, se fueron 

reconociendo nuevos grupos funcionales con capacidades importantes en el bucle 

microbiano como, por ejemplo, la implicación de las bacterias fotosintéticas en la 

fijación del carbono atmosférico, los virus como causa importante de la lisis 

celular microbiana y el reciclaje de materia orgánica, o la presencia de protozoos 

mixótrofos con capacidades fotosintéticas y fagotrofas (Pomeroy et al., 2007). 

 

Figura 0.1. Flujo de carbono a través de la red trófica marina. PB: Producción bacteriana; RB: 
Respiración bacteriana; ECB: Eficiencia de crecimiento bacteriana. 

Se ha demostrado que un procariota del tamaño de un micrómetro puede 

alcanzar tasas metabólicas muy elevadas y que la masa total de procariotas en el 

océano excede la masa combinada de zooplancton y peces (Pomeroy et al., 2007). 

Es por eso que hoy en día se reconoce que es la actividad de los procariotas 

heterótrofos la que determina principalmente el destino del carbono orgánico 

disuelto generado en los sistemas acuáticos. Por un lado, actúan como conexión 

con niveles tróficos superiores, incorporando la materia orgánica disuelta 
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producida en gran parte por el plancton fotosintético a su biomasa, y canalizando 

parte de ese carbono y energía hacia los niveles tróficos superiores, compuestos 

por protozoos fagotrofos y mixótrofos, que posteriormente pasan al zooplancton, 

y finalmente a los peces y cetáceos. Por otro lado, parte del carbono disuelto 

incorporado por los procariotas planctónicos heterótrofos es respirado y liberado 

de nuevo a la atmósfera en forma de CO2. Otra fracción de la materia orgánica 

procesada por el bacterioplancton puede liberarse al medio mediante 

mecanismos de excreción relacionados con su crecimiento, de tal forma que 

contribuyen al reciclaje del nitrógeno, fósforo y azufre. Mediante este proceso, 

los procariotas también colaboran en el almacenamiento a largo plazo de la 

materia orgánica recalcitrante en los sistemas acuáticos a través de la bomba de 

carbono microbiano (Buchan et al., 2014). Pero a pesar de conocer la ocurrencia 

de estos procesos, la cuantificación de los mismos, es decir, la magnitud del flujo 

de carbono orgánico a través de la comunidad procariota, sigue siendo en gran 

medida desconocida. Es por esto por lo que para integrar el papel de los 

procariotas en modelos biogeoquímicos predictivos se necesita intensificar la 

investigación sobre cómo las actividades procariotas afectan al flujo de carbono 

en los sistemas acuáticos. 

En el presente trabajo se utilizará el término bacteria en referencia al conjunto de 

procariotas, dado que este trabajo se desarrolló en aguas costeras del Cantábrico 

oriental donde la aportación de las arqueas a la comunidad total es muy baja (1 - 

6%) (Alonso-Sáez et al., 2009). 

Eficiencia de crecimiento bacteriana 

No existen actualmente medios directos para medir el flujo del carbono orgánico 

disuelto a través del bacterioplancton, debido principalmente a limitaciones 

metodológicas. Como aproximación práctica, en su lugar se estima la eficiencia de 

crecimiento bacteriana (Ducklow & Carlson, 1992), definida como la fracción del 

carbono orgánico disuelto consumido que es incorporado en forma de biomasa. 

Esta variable es un reflejo del proceso en el que los sustratos orgánicos tomados 

por una bacteria son utilizados en parte en reacciones catabólicas para generar 
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ATP y en parte en reacciones anabólicas para la síntesis de biomoléculas que 

formarán parte de la biomasa, de los productos de almacenamiento y de los 

compuestos orgánicos que se liberan al medio (Figura 0.2) (del Giorgio & Cole, 

1998). La eficiencia de crecimiento bacteriana es, por tanto, clave para determinar 

el papel ecológico y biogeoquímico de las bacterias heterótrofas en los sistemas 

acuáticos (del Giorgio & Cole, 1998). A pesar de su importancia ecológica, la 

estimación y comprensión de la eficiencia de crecimiento bacteriana está limitada 

por la variabilidad en las medidas y por la incertidumbre acerca de sus factores 

reguladores. Además, las bacterias pueden alterar el acoplamiento entre el 

catabolismo y el anabolismo para maximizar el crecimiento de acuerdo con las 

condiciones ambientales (Tempest & Neijssel, 1992; Russell & Cook, 1995), 

aumentando el coste energético cuando el crecimiento está limitado, lo que 

dificulta más aun la predicción de la eficiencia de crecimiento bacteriana en los 

sistemas acuáticos naturales. 

 

Figura 0.2. Representación simplificada de las vías catabólicas y anabólicas que influyen en la eficiencia 
de crecimiento bacteriana. a: velocidad de oxidación de compuestos orgánicos y de generación a ATP; 
b: velocidad de consumo de ATP destinado a transporte activo de sustratos hacia el interior de la 
célula; c: velocidad de consumo de ATP (utilizado en reacciones anabólicas); d: velocidad de consumo 
de ATP (utilizado en la síntesis de moléculas orgánicas que son liberadas al exterior; e: velocidad de 
generación de ATP destinado a oxidación de compuestos endógenos; µ: tasa de crecimiento; µe: 
metabolismo endógeno, en el que µ = 0 (modificado de del Giorgio & Cole, 1998).  
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Aspectos metodológicos 

Los problemas metodológicos asociados a la determinación de la eficiencia de 

crecimiento bacteriana son una causa muy probable de la variabilidad observada 

en el valor de este parámetro (Briand et al., 2004; Alonso-Sáez et al., 2007b), por 

lo que aún es necesaria una metodología consistente para medir y comprender la 

magnitud del flujo del carbono en los sistemas acuáticos. Tradicionalmente la 

eficiencia de crecimiento bacteriana se calculaba de forma indirecta mediante la 

utilización de sustratos simples, generalmente lábiles, que generaban valores de 

eficiencia de crecimiento entre el 50% y el 97% (Hobbie & Crawford, 1969; 

Williams, 1981; Bjørnsen, 1986). Debido a que estos valores no necesariamente 

reflejaban la eficiencia con la que la comunidad de bacterias estaba creciendo a 

partir de la mezcla compleja de sustratos orgánicos que se pueden encontrar en 

un sistema acuático natural (Meyer et al., 1987), esta metodología ha dejado de 

utilizarse, y en la actualidad es ampliamente admitido que los valores de eficiencia 

de crecimiento bacteriana en la mayoría de los sistemas acuáticos son menores 

que un 40% (del Giorgio & Cole, 1998; Toolan, 2001; Pradeep Ram et al., 2003; 

Reinthaler & Herndl, 2005). La eficiencia de crecimiento bacteriana también 

puede estimarse indirectamente mediante los llamados experimentos de 

degradación del carbono orgánico disuelto (Carlson & Ducklow, 1996; Cherrier et 

al., 1996; del Giorgio & Davis, 2003), donde su consumo (medido como 

desaparición de carbono orgánico disuelto) es comparado con el incremento de 

la biomasa bacteriana o del carbono orgánico particulado. Esta metodología 

requiere separar mediante filtración a la comunidad bacteriana de sus 

depredadores y realizar incubaciones largas (1 - 2 semanas), lo que conlleva 

cambios en la estructura de la comunidad a lo largo del periodo de incubación 

(Massana et al., 2001; Gattuso et al., 2002).  

La metodología más ampliamente utilizada para la determinación de la eficiencia 

de crecimiento bacteriana consiste en estimar simultáneamente la producción 

bacteriana y la respiración bacteriana. Desde los años 80 del pasado siglo, para 

medir la producción bacteriana la mayoría de los autores utilizan de forma 
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rutinaria la incorporación de compuestos radioactivos, como pueden ser la 

timidina que es incorporada en el DNA (Fuhrman & Azam, 1980) o la leucina que 

es incorporada en las proteínas (Kirchman et al., 1985; Simon & Azam, 1989). 

Algunos autores han optado por utilizar un compuesto no radioactivo que se 

incorpora al DNA de las bacterias, el bromodioxyuridine (BrDU) (Steward & Azam, 

1999; Nelson & Carlson, 2005). Si bien estos métodos cuentan con la ventaja 

indudable de poder obtener resultados en periodos de incubación cortos (1 – 2 

h), todos ellos requieren la utilización de factores de conversión empíricos o 

teóricos para calcular la producción de células o biomasa que, al no ser 

constantes, añaden variabilidad a los valores de eficiencia de crecimiento 

bacteriana (del Giorgio & Cole, 2000; Sherry et al., 2002; Alonso-Sáez et al., 

2007b).  

Las medidas de respiración bacteriana han sido notablemente más escasas que 

las de producción bacteriana, posiblemente debido a las dificultades 

metodológicas asociadas a su determinación (Wikner et al., 2013). La 

determinación de la respiración bacteriana se puede realizar de varias maneras: 

midiendo la tasa de producción de CO2 o el consumo de O2 asociados a la 

incorporación y degradación de un sustrato dado; mediante la cuantificación de 

la actividad de una enzima respiratoria; o utilizando estimaciones predictivas en 

base a la biomasa, la actividad o la composición de la comunidad bacteriana 

(Robinson & Williams, 2005). La necesidad de obtener variaciones significativas 

en los parámetros estimados mediante estos métodos a menudo requiere la 

utilización de incubaciones largas (24 - 72 h), en las que el efecto botella puede 

inducir cambios en la composición de la comunidad bacteriana (Massana et al. 

2001; Gattuso et al. 2002) y / o agotar los recursos tróficos (Pradeep Ram et al., 

2003). En consecuencia, los resultados obtenidos pueden estar distorsionados en 

tanto que no son representativos de la comunidad bacteriana inicial. Para evitar 

este problema, es importante estimar la respiración con un método de alta 

precisión que reduzca el tiempo de incubación al mínimo posible. Además, las 

técnicas más comúnmente utilizadas para medir la respiración bacteriana, 
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generalmente las determinaciones de las tasas de consumo de oxígeno disuelto, 

requieren la separación de la comunidad bacteriana del resto de la comunidad 

planctónica, mediante inhibidores selectivos o más comúnmente mediante 

filtración. La separación previa a la incubación mediante filtración generalmente 

se realiza a través de filtros de entre 0,6 y 3 μm (habitualmente ~ 0,8 μm). Este 

proceso de prefiltración altera la respiración de la comunidad debido a daños en 

los organismos, a cambios en la disponibilidad del carbono orgánico e incluso a la 

interrupción de las interacciones con otras comunidades planctónicas (Gasol & 

Morán, 1999; Robinson, 2008). Además, y dado que existe un solapamiento de 

tamaños entre el bacterioplancton y los protozoos de los que se les pretende 

separar, la eficacia de la filtración a menudo dista de ser total: bien una parte de 

la comunidad procariota queda retenida en el filtro, bien los protozoos más 

pequeños atraviesan el filtro y pasan al filtrado, por lo que habitualmente se 

deben utilizar asunciones acerca de la contribución de esas bacterias a la 

respiración total de la comunidad bacteriana. En consecuencia, después de la 

filtración la comunidad bacterioplanctónica es diferente a la original, en cuanto a 

su composición filogenética y actividad (Pomeroy et al., 1994; Robinson & 

Williams, 2005). Dichos problemas metodológicos pueden conducir a 

estimaciones erróneas de la respiración bacteriana en muestras prefiltradas (Teira 

et al.2010).  

La respiración bacteriana es el componente principal de la respiración de la 

comunidad planctónica en la mayoría de los sistemas acuáticos (Williams, 1981; 

Hopkinson et al., 1989; Jahnke & Craven, 1995). Sin embargo, las estimaciones de 

este parámetro aportadas en diferentes investigaciones científicas son muy 

dispares debido, en gran parte, a las imprecisiones inherentes a la metodología 

empleada, y esta variabilidad en los datos condiciona la interpretación del balance 

general de carbono y gases en los ecosistemas acuáticos. Es por ello que en el 

Capítulo 1 de esta tesis se abordan las dificultades metodológicas asociadas a la 

estimación de la respiración bacteriana, y se propone un método de elevada 

precisión para solventarlas. 
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Factores reguladores 

Son múltiples los procesos implicados en la actividad celular que determinan la 

eficiencia de crecimiento bacteriana (Figura 0.2) y cada uno de ellos puede 

responder a un conjunto diferente de factores ambientales, tanto físico - químicos 

como biológicos (del Giorgio & Cole, 1998), que contribuyen a aumentar la 

variabilidad de los valores de eficiencia de crecimiento estimados en los sistemas 

acuáticos. A continuación, se detallan aquellos aspectos que se han considerado 

como posibles factores reguladores de la eficiencia de crecimiento bacteriana. 

Materia orgánica y nutrientes inorgánicos 

La eficiencia de crecimiento bacteriana está sujeta a rápidos cambios derivados 

de la variabilidad en la concentración de nutrientes inorgánicos (Kroer, 1993; 

Tortell et al., 1996; Benner et al., 1998), en la disponibilidad de carbono con 

respecto a los nutrientes disueltos (C:N) (Touratier et al., 1999), así como en la 

cantidad, calidad y tamaño de la materia orgánica presente en el medio (Pomeroy 

& Wiebe, 2001; Amon & Benner, 1994 y 1996; Eiler et al., 2003).  

En estudios experimentales se ha observado una relación inversa entre la 

eficiencia de crecimiento bacteriana y la ratio C:N de la materia orgánica disuelta 

(Goldman et al., 1987; Kroer, 1993; Pradeep Ram & Chandramohan, 2003). A su 

vez, del Giorgio & Cole (1998) mostraron una tendencia positiva de la eficiencia 

de crecimiento bacteriana a lo largo del gradiente en el estado trófico del 

ecosistema. Por el contrario, otros estudios parecen indicar que es la calidad de 

la materia orgánica disuelta, más que la cantidad, la impulsora de valores más 

altos de eficiencia de crecimiento bacteriana en los sistemas más eutróficos 

(Kritzberg, 2005; Apple & del Giorgio, 2007). En este sentido, los pocos estudios 

estacionales que incluyen valores de eficiencia de crecimiento bacteriana llevados 

a cabo en aguas marinas sugieren que esta variable está en gran parte 

determinada por la labilidad del carbono orgánico disuelto (Lemée et al., 2002; 

Reinthaler & Herndl, 2005).  
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Otro factor medioambiental importante que puede afectar a la utilización de la 

materia orgánica disuelta por parte de las bacterias es la exposición a la luz. La 

irradiación de la materia orgánica disuelta puede aumentar la proporción de 

materia orgánica lábil y de bajo peso molecular, más accesible y favorable para 

ser incorporada por las bacterias, lo cual conllevaría un aumento en el crecimiento 

bacteriano (Miller & Moran, 1997; Moran et al., 2000; Tranvik & Bertilsson, 2001; 

Obernosterer & Benner, 2004), así como en la eficiencia de crecimiento 

bacteriana (Reche et al., 1998). Sin embargo, en otros trabajos se ha observado 

que en presencia de luz la respiración bacteriana se ve estimulada en mayor 

medida que la producción y, por tanto, se observan valores de eficiencia de 

crecimiento más bajos y demandas de carbono más altas durante la exposición a 

la luz con respecto a la oscuridad (Cottrell et al., 2008; Pringault et al., 2009).  

Por otro lado, el protistoplancton bacterívoro (González et al., 1990; Lebaron et 

al., 1999) y las partículas víricas (Middelboe et al., 1996), como causantes de lisis 

celular, liberan compuestos orgánicos de distinta naturaleza y labilidad que 

contribuyen a la reserva de materia orgánica disuelta (Nagata & Kirchman, 1991; 

Strom et al., 1997; Nagata, 2000; Carlson, 2002), lo cual podría tener un impacto 

relevante en la eficiencia de crecimiento de la comunidad bacteriana. Pero hasta 

lo que conocemos, la influencia de la depredación y lisis celular en la eficiencia de 

crecimiento bacteriana mediada por la alteración de la materia orgánica disuelta 

todavía no ha sido estudiada. Este aspecto se discute en el Capítulo 2 de esta tesis. 

Temperatura 

De acuerdo con la ecuación de Arrhenius, la velocidad de cualquier reacción 

bioquímica aumenta a medida que aumenta la temperatura (Arrhenius, 1889). Sin 

embargo, llaman la atención los resultados contradictorios que se observan en los 

estudios que han analizado la relación entre la eficiencia de crecimiento 

bacteriana y la temperatura del agua. Rivkin & Legendre (2001) se basaron en la 

recopilación de datos obtenidos en diferentes sistemas acuáticos para sugerir una 

dependencia inversa de la eficiencia de crecimiento bacteriana frente a la 

temperatura. Esta misma relación se ha observado en algunos experimentos de 
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manipulación (Iturriaga & Hoppe, 1977; Tison & Pope, 1980; Griffiths et al., 1984; 

Roland & Cole, 1999), mientras que en otros estudios similares no se observa tal 

efecto (Crawford et al., 1974). En los trabajos en los que se ha analizado la 

variabilidad estacional de la eficiencia de crecimiento bacteriana, los resultados 

también han sido contradictorios; en algunos casos se ha observado un efecto 

negativo de la temperatura sobre la eficiencia de crecimiento bacteriana 

(Bjørnsen, 1986; Daneri et al., 1994), en otros casos el efecto ha sido positivo 

(Roland & Cole, 1999; Lee et al., 2002; Reinthaler & Herndl, 2005; Apple et al., 

2006) y en otros casos se ha detectado poco o ningún efecto (Kroer, 1993; Toolan, 

2001; Pradeep Ram et al., 2003). No está claro aún hasta qué punto estas 

discrepancias son debidas a diferencias en la metodología utilizada, o si realmente 

reflejan una variabilidad en el efecto de la temperatura sobre la eficiencia de 

crecimiento bacteriana en diferentes sistemas acuáticos en función de otros 

parámetros no controlados. Este aspecto se analiza en el Capítulo 3 de esta tesis. 

Composición de la comunidad bacteriana 

Aunque la composición de la comunidad bacteriana ha sido considerada también 

como un posible factor regulador del procesamiento del carbono en los sistemas 

acuáticos naturales, no hay demasiada información acerca de cómo podría afectar 

a la eficiencia de crecimiento bacteriana (Cottrell & Kirchman, 2000). En estudios 

realizados en laboratorio con cultivos puros de bacterias se observó que, para una 

combinación determinada de parámetros de crecimiento, diferentes especies de 

bacterias exhibían un amplio rango de valores de eficiencia de crecimiento 

bacteriana (Heijnen & Van Dijken, 1992). Sin embargo, en trabajos realizados con 

comunidades bacterianas naturales más complejas, los resultados han sido de 

nuevo contradictorios. Así, en un estudio realizado en la bahía de Blanes, Alonso-

Sáez y colaboradores (2008) no encontraron ninguna relación entre la estructura 

de la comunidad y las medidas generales de metabolismo del carbono, al 

contrario que lo observado en otros sistemas marinos (Fuhrman et al., 2006; 

Alonso-Sáez et al., 2007b). En el Capítulo 3 de esta tesis se discute el grado de 
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implicación de la composición de la comunidad en la regulación de la eficiencia de 

crecimiento bacteriana. 

La depredación por protozoos bacterívoros es una de los principales procesos que 

dan forma a la composición genotípica y fenotípica de la comunidad bacteriana 

en los sistemas acuáticos (Jürgens & Güde, 1994). Debido a la depredación 

selectiva por parte del protistoplancton, con preferencia por las células de tamaño 

intermedio y de vida libre más activas, se producen cambios en la distribución de 

tamaños y morfologías, en la composición de grupos filogenéticos y en la actividad 

de la comunidad bacteriana (Hahn & Höfle, 2001), que a su vez puede provocar 

cambios en la eficiencia de crecimiento bacteriana de la comunidad.  

Nivel de actividad 

Es probable que no todas las bacterias contribuyan de la misma forma al flujo del 

carbono en los sistemas acuáticos, ya que los distintos componentes de la 

comunidad pueden encontrarse en diferentes grados de actividad metabólica 

(Warkentin, 2011). Según del Giorgio & Cole (2000), las bacterias que se 

encuentran en crecimiento activo incorporan gran cantidad de sustrato y su 

respiración es relativamente baja, mientras que cuando las bacterias utilizan los 

productos de almacenamiento interno para el mantenimiento del metabolismo, 

el consumo de sustrato es bajo o ausente, participan en menor medida en la 

producción bacteriana y el crecimiento y su respiración es alta, lo que disminuye 

la eficiencia de crecimiento bacteriana de toda la comunidad. El nivel de actividad 

metabólica de los distintos grupos funcionales de bacterias en comunidades 

naturales es poco conocido, así como la influencia que las grandes cantidades de 

células latentes o en estado de cambio que existen en el medio puedan tener en 

la incorporación y transformación del carbono y en la eficiencia de crecimiento 

bacteriana. Bajo esta premisa, la proporción entre la densidad de células muy 

activas e inactivas podría ser otro factor regulador de la eficiencia de crecimiento 

bacteriana en los sistemas acuáticos.  
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A día de hoy, existe una gran incertidumbre sobre los factores que regulan la 

eficiencia de crecimiento bacteriano y su importancia relativa en este proceso, lo 

que imposibilita predecir con precisión los valores de eficiencia de crecimiento 

esperables de unas condiciones ambientales concretas. Por ello, los Capítulos 2 y 

3 de esta tesis doctoral profundizan en el conocimiento de los factores 

reguladores de la eficiencia de crecimiento bacteriano en los sistemas marinos 

costeros y cuantifican su contribución real a este proceso. 
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A pesar de su importancia ecológica, es llamativa la escasez de resultados precisos 

de eficiencia de crecimiento bacteriana y de los factores que regulan su magnitud 

en los sistemas acuáticos naturales. Los problemas metodológicos asociados a su 

determinación y la incertidumbre acerca de los factores que pueden influir en ella, 

afectan directamente a nuestro conocimiento sobre el flujo de carbono en los 

sistemas acuáticos. 

Con el objetivo general de contribuir a la comprensión y predicción del flujo del 

carbono en los sistemas acuáticos, en esta tesis se establece una metodología 

adecuada para la determinación de la eficiencia de crecimiento bacteriana, y se 

profundiza en el conocimiento de los factores que regulan esta variable en 

sistemas marinos costeros.  

Para alcanzar el objetivo general, se establecen los siguientes objetivos 

específicos: 

1. Establecer las condiciones adecuadas para la obtención de medidas 

precisas y fiables de respiración bacteriana en sistemas acuáticos 

naturales, mediante un sistema de micro-respirometría y microsensores 

de oxígeno (Capítulo 1). 

2. Determinar la influencia que ejerce la depredación por protozoos 

bacterívoros en la eficiencia de crecimiento bacteriana a través de la 

alteración que provocan en la materia orgánica disuelta (Capítulo 2). 

3. Analizar la variación temporal de la eficiencia de crecimiento y los 

factores que la regulan en aguas costeras del Cantábrico oriental 

(Capítulo 3). 

 

 



 

 
 



 

 
 

 

 

CAPÍTULO 1: 

Medidas precisas de respiración bacteriana 
mediante microsensores de oxígeno y cortos 
tiempos de incubación 
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Resumen 

El bacterioplancton es el componente biológico más importante en la 

transformación y mineralización de la materia orgánica en los sistemas acuáticos, 

por lo que es esencial para la comprensión del ciclo del carbono conocer con 

precisión la cantidad de carbono orgánico que estas bacterias convierten en CO2 

y liberan a la atmósfera. Sin embargo, las medidas de respiración bacteriana son 

escasas y muy variables, principalmente debido a limitaciones metodológicas. Con 

el fin de optimizar un método que permita obtener medidas precisas de 

respiración bacteriana en los sistemas acuáticos naturales, se recogieron un total 

de 120 muestras de agua de mar superficial en aguas costeras del Cantábrico 

oriental entre el 2007 y el 2009, y se monitorizó el descenso en la concentración 

de oxígeno disuelto mediante microsensores de oxígeno en cada muestra de 

forma continua durante 24 h. Se identificó una pérdida de la linealidad en la 

tendencia de descenso del oxígeno disuelto a partir de las 3 - 6 horas de 

incubación. Estos cambios en la dinámica de respiración estuvieron asociados a 

cambios en la densidad, la actividad y la composición de la comunidad, 

especialmente en aquellas muestras con bajas densidades bacterianas iniciales. 

La utilización de periodos de incubación superiores a 12 h contribuye a la 

sobrestimación de la respiración bacteriana. Los microsensores de oxígeno 

permiten identificar los cambios en las dinámicas de respiración y reducir el 

tiempo de incubación a periodos inferiores a 6 h, lo que permite obtener medidas 

de respiración bacteriana precisas y acordes a la realidad del ecosistema. 
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Introducción 

Debido a su abundancia numérica, el bacterioplancton se considera el 

componente biológico más importante en la transformación y mineralización de 

la materia orgánica (Cho & Azam, 1988; Fuhrman, 1992), y su actividad es 

fundamental especialmente al considerar el ciclo del carbono de los sistemas 

acuáticos. Conocer la tasa de mineralización o respiración llevada a cabo por el 

bacterioplancton resulta de gran importancia para estimar con mayor precisión la 

cantidad de carbono orgánico que se mineraliza a CO2 y es liberado a la atmósfera. 

A pesar de que la respiración bacteriana representa el impulsor biológico más 

importante del intercambio de CO2 con la atmósfera (Williams & del Giorgio, 

2005) y de la importancia ecológica y biogeoquímica que esto supone, es uno de 

los procesos metabólicos bacterianos menos estudiados a nivel de ecosistema. 

Las primeras medidas de respiración se remontan a principios del siglo XX 

(Gaarder & Gran, 1927), pero durante décadas las medidas de respiración fueron 

muy escasas, y se utilizaron principalmente para corregir las medidas de 

fotosíntesis. No fue hasta la publicación de los trabajos de Pomeroy & Johannes 

(1966 y 1968) cuando la respiración comenzó a ser considerado por la comunidad 

científica como un proceso importante en sí mismo. Sin embargo, hasta una 

década más tarde no se desarrollaron técnicas que permitieran medir la 

respiración bacteriana utilizando períodos de incubación lo bastante reducidos 

para ser considerados aceptables (12 - 24 h) (Bryan et al., 1976). Actualmente, las 

dificultades metodológicas siguen obstaculizando la obtención de medidas de 

respiración bacteriana precisas y fiables en los sistemas acuáticos. 

Las tasas de respiración bacteriana se pueden determinar de varias maneras. La 

forma más directa consiste en seguir la evolución de la concentración del carbono 

inorgánico o del oxígeno disuelto a lo largo de la incubación, aunque esto último 

implica la utilización de un cociente respiratorio para convertir el oxígeno disuelto 

consumido en CO2 producido. Debido a la alta concentración de carbono 

inorgánico en el agua de mar, el análisis colorimétrico para medir la generación 

de CO2 (Johnson et al., 1993; Robinson & Williams, 1999) queda restringido a 



Capítulo 1 
   

23 
 

sistemas oceánicos con alta actividad planctónica. Por tanto, por razones de 

sensibilidad, en la mayoría de los casos se ha utilizado la medida de la 

concentración de oxígeno disuelto, siendo el método Winkler el más ampliamente 

utilizado para su determinación (Williams & Jenkinson, 1982; Culberson & Huang, 

1987; Biddanda et al., 1994; Smith & Praire, 2004). El método Winkler es 

considerado uno de los métodos más precisos para medir la concentración de 

oxígeno disuelto, con un límite de detección teórico de 0,07 mmol O2 m-3 d-1, 

aunque la precisión reportada en la práctica experimental varía entre 0,1 y 2 

mmol O2 m-3 d-1 (Biddanda et al., 1994; Duarte et al., 2004; Maranger et al., 2005). 

Aun así, presenta ciertas características que pueden dificultar su uso a la hora de 

estimar la respiración bacteriana de forma precisa en sistemas acuáticos 

naturales: el análisis de las muestras es discreto, necesita largos tiempos de 

incubación para generar una medida fiable (12 - 72 h) y asume un descenso lineal 

de la concentración de oxígeno disuelto, sin considerar las posibles variaciones en 

las velocidades de consumo que puedan darse a lo largo de la incubación por la 

comunidad bacterioplanctónica (Pomeroy et al., 1994; Gattuso et al., 2002). 

Además, requiere varias réplicas de volúmenes de muestra relativamente 

elevados (típicamente de 60 - 120 ml), y conlleva la utilización de disoluciones 

químicas cuya manipulación y volatilización pueden añadir variabilidad a las 

medidas (Helm et al., 2012). 

Los métodos enzimáticos, como la medida de la actividad de la cadena de 

transporte de electrones (CTE) in vitro (Packard et al., 1988), también han sido 

utilizados como métodos alternativos para medir respiración bacteriana. Esta 

metodología implica la extracción de la CTE y, por tanto, la estimación de su 

actividad máxima (potencial) en condiciones in vitro. Sin embargo, en condiciones 

naturales, esta actividad está controlada por la tasa de fosforilación oxidativa y no 

llega a su valor máximo en toda la célula, por lo que las estimaciones obtenidas 

con esta metodología requieren ser corregidas mediante un algoritmo que debe 

ser determinado empíricamente (Robinson & Williams, 2005), y limita en gran 

medida la aplicación de esta técnica de forma rutinaria. La utilización de estos 
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factores lleva asociada una tasa de error del 30% (Arístegui & Montero, 1995), lo 

que contribuye a aumentar la variabilidad de las medidas de respiración 

bacteriana. Para hacer frente a este problema, más recientemente Martínez-

García y colaboradores (2009) adaptaron la técnica de la medida de la actividad 

de la CTE in vivo al estudio de la respiración de la comunidad microbiana en 

sistemas acuáticos. A diferencia de la técnica in vitro, no es necesaria la extracción 

de los componentes de la CTE, ya que se añade directamente a la muestra un 

aceptor de electrones capaz de atravesar la membrana plasmática. La principal 

ventaja de esta técnica reside en que permite obtener la tasa real de respiración 

in vivo. Además, permite determinar conjuntamente la respiración de la 

comunidad bacteriana y de la comunidad microbiana total, sin necesidad de filtrar 

previamente la muestra. De esta manera, se pueden aplicar simultáneamente 

condiciones de incubación muy diferentes en las muestras, lo que abre la puerta 

a la realización de estudios más complejos. Sin embargo, las sales de tetrazolio 

que se utilizan y la acumulación de cristales de formazán en el proceso pueden 

resultar tóxicos para las células (Gasol & Arístegui, 2007) y conllevar una 

subestimación de las medidas de respiración.  

Otros métodos utilizados para medir la respiración bacteriana en los sistemas 

acuáticos naturales son los sensores ópticos de oxígeno (optodos) (Klimant, 1995; 

Warkentin et al., 2007; Chipman et al., 2012) o los microsensores de oxígeno 

basados en los electrodos Clark (Briand et al., 2004). Ambos métodos permiten 

monitorizar el descenso en la concentración de oxígeno disuelto en la muestra de 

forma continua, y detectar los posibles cambios en su velocidad de consumo a lo 

largo de la incubación. Tanto los optodos como los microsensores de oxígeno 

tienen una precisión equivalente o incluso superior a la del método Winkler (0,3 

µM O2 frente a 0,1-0,5 µM O2, respectivamente) (Pyroscience; Briand et al., 2004) 

y ambos tienen una alta reproducibilidad, lo que permiten obtener valores de 

concentración de oxígeno disuelto sin necesidad de utilizar grandes volúmenes de 

muestra o un gran número de réplicas. Además, la ausencia de consumo de 

oxígeno por el microsensor gracias a la implementación del cátodo (Revsbech, 
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1989) también es una ventaja considerable respecto a otros equipos de medición 

de oxígeno en aguas planctónicas que implican macrosondas (Griffith, 1988; 

Langdon, 1993), las cuales exhiben un consumo de oxígeno interno y conducen a 

una sobreestimación de la medida de respiración bacteriana a menos que sea 

corregida. La mayor desventaja que presenta la utilización de los optodos o 

microsensores para medir respiración bacteriana es que en ambos casos es 

necesario separar la comunidad bacteriana del protistoplancton y de organismos 

de gran tamaño mediante prefiltración.  

Actualmente, las mediciones de respiración bacteriana en los sistemas acuáticos 

siguen siendo escasas y muy variables, debido principalmente a los problemas 

metodológicos anteriormente mencionados. Esta incertidumbre en las medidas 

de respiración es uno de los principales factores que limitan el conocimiento 

sobre el funcionamiento del ciclo del carbono en los sistemas acuáticos (del 

Giorgio & Cole, 1998; Morán et al., 2007; Gasol et al., 2008; Robinson, 2008). En 

este sentido, se hace necesario optimizar un método que permita obtener 

medidas precisas de respiración en los sistemas acuáticos. Dadas a las ventajas 

metodológicas que presentan con respecto a otros métodos, los microsensores 

de oxígeno se postulan como una herramienta útil para la determinación de la 

respiración bacteriana. Así, en este trabajo se planteó como objetivo determinar 

la forma más adecuada de utilizar los microsensores de oxígeno con muestras de 

agua de mar y definir los límites de los tiempos de incubación aplicables para 

obtener medidas de respiración representativas de la comunidad natural. Así 

mismo, se compararon los resultados obtenidos mediante los microsensores de 

oxígeno con las medidas de respiración bacteriana obtenidas hasta el momento 

por la comunidad científica mediante otras técnicas en diferentes sistemas 

acuáticos. 
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Material y métodos 

Estrategia experimental 

Durante los años 2007 a 2009 se recogieron un total de 120 muestras de agua de 

mar superficial (0,5 m de profundidad) en aguas costeras del Cantábrico oriental 

(43°44´N, 2°90´W, Armintza, Bizkaia). Las muestras se filtraron por filtros de fibra 

de vidrio Millipore AP25 (tamaño de poro nominal de 0,9 μm) con una eficiencia 

de recuperación del 89% - 100%, para separar las bacterias del resto de la 

comunidad planctónica. A continuación, se monitorizó de forma continua el 

descenso en la concentración de oxígeno disuelto en cada muestra por duplicado 

durante 24 h, lo que nos permitió simular los largos periodos de incubación que 

se utilizan habitualmente en otros métodos para medir respiración. Para 

identificar la posible sucesión de cambios en el tamaño, la actividad y la 

composición de la comunidad a lo largo de la incubación en recipientes cerrados, 

se realizaron medidas puntuales de densidad, biomasa y producción bacteriana a 

tiempo inicial en todas las muestras, y en una selección de 12 muestras se 

determinaron estos mismos parámetros también al cabo de ≤ 6 h, 12 h y 24 h de 

incubación. Además, se seleccionaron 10 muestras para la determinación de la 

composición de la comunidad bacteriana al comienzo de la incubación, así como 

al cabo de 12 h y 24 h de incubación.  

Respiración bacteriana 

La respiración bacteriana se determinó mediante la estimación del descenso en 

las concentraciones del oxígeno disuelto en la muestra, utilizando un sistema de 

micro-respirometría modular (Unisense) que permite medidas continuas 

utilizando amperimetría, y dos microsensores de oxígeno (OX-MR) (Briand et al., 

2004) (Figura 1.1). Para ello, de cada una de las 120 muestras de agua de mar 

prefiltrada, se tomaron dos submuestras que se introdujeron cuidadosamente y 

evitando la formación de burbujas en sendas cámaras de vidrio de borosilicato de 

4 ml selladas mediante tapones con un agujero capilar (15 x 33 mm), diseñadas 

para evitar el intercambio de oxígeno con el exterior. Para evitar la generación de 

microburbujas en el interior de las cámaras derivadas de cambios en la solubilidad 
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del oxígeno, las submuestras se aclimataron a la temperatura de incubación antes 

de ser introducidas en ellas. Las submuestras se incubaron en oscuridad dentro 

de un baño de temperatura controlada, a la temperatura in situ (desviación de ± 

0,5°C) del agua de mar en el momento del muestreo (rango de 11°C - 21,5°C).  

  

Figura 1.1. Sistema modular de micro-respirometría de Unisense. (A) Baño de temperatura controlada, 
dos microsensores de oxígeno OX-MR, amperímetro AP2000 y convertidor ADC-216, unidades de 
control de la agitación y ordenador. (B) Dos soportes para las cámaras de medida sumergidos en el 
baño, y dos microsensores OX-MR introducidos en sendas cámaras de calibración. 

El descenso de la concentración de oxígeno dentro de cada cámara se monitorizó 

cada 30 s durante 24 h mediante un sensor de oxígeno OX-MR, que consiste en 

un sensor tipo Clark de 500 µm dentro de una guía de aluminio que termina en 

una punta de plástico, caracterizado por una capacidad de respuesta menor a 1 s 

y una precisión de 0,1 μM, y diseñado con un cátodo exterior que reduce al 

mínimo el consumo de oxígeno por parte del electrodo (aproximadamente 2 x 10-

9 mg O2 min-1). En el sistema modular de micro-respiración, la adquisición de los 

datos se realizó con el picoamperímetro PA2000 y el convertidor ADC-216 de 

Unisense a los que estaba conectado el sensor. Las submuestras se mantuvieron 

con una suave homogeneización durante la incubación mediante agitadores 

magnéticos controlados por una unidad de control independiente. Todo el 

material utilizado se lavó con ácido (HCl 10%) y aclarado abundantemente con 

agua Milli Q antes de cada medida. El sensor de oxígeno se calibró antes de cada 

medida utilizando agua Milli Q estéril con concentraciones de oxígeno de 0% y 

100% (saturada), que permitieron relacionar la concentración de oxígeno disuelto 

de sendas soluciones con la señal recibida del sensor (mV). La concentración de 

oxígeno en cada momento se determinó como porcentaje de saturación de 

B A 
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oxígeno, y se transformó en concentración (µmol O2 l-1) teniendo en cuenta la 

salinidad y temperatura de cada muestra.  

Para cada réplica se realizó un análisis de regresión lineal entre la concentración 

de oxígeno y el tiempo transcurrido, y se estimaron dos medidas de consumo de 

oxígeno de la comunidad bacteriana, atendiendo a los cambios observados en las 

dinámicas del descenso en la concentración de oxígeno disuelto: la medida RB1, 

en la que se utilizaron periodos de incubación inferiores o iguales a 6 h; y la 

medida RB2, en la que se utilizaron periodos de incubación superiores o iguales a 

12 h. Los consumos de oxígeno fueron transformados en respiración de carbono 

utilizando un coeficiente de respiración de 1 (del Giorgio et al., 2006). 

Densidad y biomasa bacteriana 

La densidad bacteriana se determinó mediante recuento directo por microscopía 

de epifluorescencia según la técnica descrita en Porter & Feig (1980). Las muestras 

se fijaron con formalina tamponada con carbonato cálcico (concentración final 2% 

v/v) y filtrada (0,2 µm de tamaño de poro), y se conservaron a 4°C en oscuridad. 

Se tomó 1 ml de cada muestra, se tiñeron con DAPI (concentración final 2 µg ml-

1) durante 10 min y posteriormente se filtraron a través de filtros negros de 

policarbonato (Whatman) de 0,22 μm de tamaño de poro. Los filtros se montaron 

en un portaobjetos de vidrio con aceite de inmersión no fluorescente. Las 

muestras se analizaron por duplicado, y se contaron 20 campos seleccionados 

aleatoriamente para cada filtro en un microscopio Nikon Optiphot con 

equipamiento de epifluorescencia EF-D (aumentos 1250x).  

La determinación de la biomasa de las bacterias se llevó a cabo mediante la 

determinación del biovolumen bacteriano por análisis de imagen semiautomático 

(Massana et al., 1997). Las imágenes de las células procariotas teñidas con DAPI 

(Porter & Feig, 1980) se captaron mediante una cámara Hamamatsu C2400 

conectada al microscopio Nikon Optiphot con equipamiento de epifluorescencia 

EF-D y mediante una tarjeta de video LG-3 (Scion Corporation) se digitalizaron 

para su posterior análisis por ordenador mediante el programa NIH Scion Image 

1.61. En cada muestra se midieron las dimensiones de 200 - 250 procariotas. Una 
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vez determinado el biovolumen celular, éste se transformó en biomasa 

empleando el modelo alométrico de Norland (1993). Este análisis se realizó en 12 

de las 120 muestras, y se determinó la biomasa bacteriana, además de en el 

tiempo inicial (0 h), en tres momentos durante el periodo de incubación: en el 

momento utilizado para medir RB1 (≤ 6 h), en el momento utilizado para medir 

RB2 (≥ 12 h), y al final de la incubación (24 h). El factor de aumento de la biomasa 

bacteriana se calculó dividiendo el valor obtenido en los diferentes tiempos de 

incubación (≤ 6 h, 12 h y 24 h) con respecto al valor a tiempo inicial. 

Producción bacteriana 

La producción bacteriana se estimó a partir de las tasas de la incorporación de 

timidina tritiada según el método de Kirchman et al. (1985). Para cada muestra se 

tomaron cinco submuestras de 5 ml. Dos de ellas se fijaron con ácido 

tricloroacético (ATC) y se utilizaron como blancos. Las 5 submuestras se incubaron 

a temperatura in situ en oscuridad durante 1 h con el isótopo ([3H]-Timidina) a 

concentración saturante (concentración final 50 nM). Las incubaciones se 

detuvieron añadiendo ATC (concentración final 5%) y colocando las submuestras 

en hielo durante 5 min. A continuación, las submuestras se filtraron a través de 

filtros de acetato de celulosa (Sartorius) de 0,22 μm de tamaño de poro y se 

lavaron cinco veces con 5 ml de ATC 5%. Los filtros se dejaron secar, se 

introdujeron en viales de centelleo y se mezclaron con 500 μl de acetato de etilo 

durante 20 min. Después, se añadieron 4 ml de cóctel de centelleo (Ultima Gold, 

Perkin Elmer) y se midió la radioactividad en un contador de centelleo Perkin 

Elmer Tri-Carb 2900TR, utilizando estándares externos para la corrección de la 

extinción. La velocidad de producción bacteriana se estimó utilizando dos factores 

de conversión: para la conversión de la incorporación de timidina a número de 

células se utilizó un factor teórico de 1,7 x 1018 cél mol de timidina-1 (Fuhrman & 

Azam, 1982), y para la conversión del número de células a cantidad de carbono se 

utilizó la biomasa procariota media en cada muestra (fgC cél-1). En 12 de las 120 

muestras se determinó la producción bacteriana, además de en el tiempo inicial 

(0 h), en tres momentos durante el periodo de incubación: en el momento 
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utilizado para medir RB1 (≤ 6 h), en el momento utilizado para medir RB2 (≥ 12 h), 

y al final de la incubación (24 h). 

Composición de la comunidad bacteriana 

En 10 de las 120 muestras analizadas se determinó la composición de la 

comunidad bacteriana mediante la técnica CARD-FISH descrita por Pernthaler et 

al. (2002), en tres momentos del periodo de incubación: a tiempo inicial (0 h), a 

las 12 h de incubación y al final de la incubación (24 h). Se utilizaron sondas de 

oligonucleótidos marcados con HRP (horseradish peroxidase) diseñadas para 

detectar específicamente organismos pertenecientes al dominio Bacteria (mezcla 

de EUB I (Amann et al., 1990) y EUB II-III (Daims et al., 1999)) y cuatro de sus 

principales grupos filogenéticos: ALF968 (Neef, 1997) para las Alfaproteobacteria; 

BET42a (Manz et al., 1992) para las Betaproteobacteria; GAM42a (Manz et al., 

1992) para las Gammaproteobacteria; y CF319a (Manz et al., 1996) para los 

Bacteroidetes. La sonda antisentido NON338 (Wallner et al., 1993) se utilizó como 

control negativo. Todas las hibridaciones se llevaron a cabo durante 2 h a 35°C, 

seguidas de 15 min de amplificación con tiramida-Alexa488. La concentración de 

la formamida en el tampón de hibridación fue del 55%, excepto para las sondas 

ALF968 y NON338, que fueron de 45% y 20% respectivamente. Las secciones de 

los filtros en los que se llevó a cabo la hibridación fueron teñidas con DAPI (4’6’-

diamidino-2phenyl-indol) para posteriormente realizar la enumeración de 

bacterias mediante microscopía de epifluorescencia y calcular el porcentaje de 

hibridación de cada sonda con respecto al total de bacterias. 

Análisis estadístico 

Se utilizó el test t-Student para identificar diferencias significativas entre los 

valores medios de dos grupos de muestras, y t-Student pareado para identificar 

diferencias significativas entre distintas medidas de una misma muestra. Para 

identificar diferencias significativas entre más de dos grupos de muestras se 

utilizó la prueba post hoc con contraste de Bonferroni para ANOVA de un factor. 

Se realizaron regresiones lineales simples para obtener la velocidad de consumo 
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de oxígeno disuelto a lo largo del tiempo de incubación (p < 0,05). Los análisis 

estadísticos se realizaron utilizando el programa estadístico SPSS (IBM).  

Resultados 

Dinámicas del descenso de oxígeno 

En todas las muestras analizadas se observó una reducción en la concentración de 

oxígeno disuelto durante las 24 h de incubación, aunque las diferentes dinámicas 

de descenso de oxígeno permitieron definir cuatro modelos generales que se 

presentan en la Figura 1.2.  

 
Figura 1.2. Modelos representativos (A, B, C, D) de las dinámicas de descenso de la concentración de 
oxígeno disuelto detectados con el microsensor de oxígeno a lo largo de 24 h de incubación en 
oscuridad. En cada uno de los gráficos están delimitadas las tres etapas que pueden diferenciarse en 
las dinámicas debido a cambios en las velocidades de descenso de la concentración de oxígeno 
disuelto. n: número de muestras; RB1: respiración bacteriana determinada en tiempos ≤ 6 h de 
incubación (línea verde); RB2: respiración bacteriana determinada en tiempos ≥ 12 h de incubación 
(línea discontinua roja). 

En 5 de las 120 muestras analizadas se observó una tendencia lineal a lo largo de 

las 24 h de incubación (Modelo A), mientras que en el resto el descenso no fue 

lineal. En 12 muestras se observó un descenso lineal de la concentración de 

oxígeno disuelto durante las primeras 6 - 15 h, seguido de un ligero cambio en la 

velocidad de consumo del oxígeno disuelto (Modelo B). En las restantes 103 

muestras fue posible diferenciar tres etapas: 1) una primera etapa (desde 0 h 
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hasta 3 - 6 h) caracterizada por un descenso constante y moderado de la 

concentración de oxígeno disuelto; 2) una segunda etapa (entre 3 y 10 h de 

duración) en la que se detectó un cambio ligero (Modelo C, 63 muestras) o brusco 

(Modelo D, 40 muestras) en la velocidad del consumo de oxígeno disuelto; 3) y 

finalmente, una tercera etapa ligada a un nuevo aumento (Modelo C) o 

disminución (Modelo D) en la velocidad del consumo de oxígeno disuelto. En 

definitiva, la linealidad del descenso del oxígeno disuelto con respecto al 

comienzo de la incubación sólo se mantuvo para las 120 muestras durante las 

primeras 3 - 6 h de incubación. 

Medidas de respiración bacteriana 

Se obtuvieron medidas de respiración en 120 muestras de agua de mar que 

representaron un rango de temperatura de entre 11°C y 21,5°C, y una densidad 

bacteriana de entre 4,4 x 104 cél ml-1 y 4,0 x 106 cél ml-1. Para cada muestra, se 

obtuvieron dos estimaciones de velocidad de respiración bacteriana a partir de la 

pendiente de la regresión entre la concentración de oxígeno disuelto y el tiempo 

de incubación: RB1 cuando el valor de respiración se obtuvo con una incubación 

inferior o igual a 6 h, y RB2 cuando el valor de respiración se obtuvo con una 

incubación igual o superior a 12 h. En el 98,3% de las muestras analizadas, 

englobadas en los modelos B, C y D, los valores de respiración estimados cuando 

se utilizaron cortos periodos de incubación (RB1) fueron más bajos (t-Student, p 

< 0,05) que cuando se utilizaron periodos largos (RB2) (Figuras 1.3 y 1.4; Tabla 

TS.1). Los valores medios de RB1 fueron 3 veces inferiores a los de RB2 (74,6 ± 5,8 

μg C l-1 d-1 y 230,7 ± 21,2 μg C l-1 d-1, respectivamente) (t-Student pareado, p < 

0,05). No se encontraron diferencias significativas entre los valores de RB1 y RB2 

obtenidos en las 5 muestras que presentaron un descenso lineal en la 

concentración de oxígeno disuelto (Modelo A). 
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Figura 1.3. Relación entre las medidas de respiración determinadas en incubaciones ≤ 6 h (RB1) y en 
incubaciones ≥ 12 h (RB2). La línea recta indica la relación 1:1 entre las dos estimaciones.  

Con el objetivo de comparar las medidas de respiración obtenidas en este estudio 

mediante micro-respirometría con respecto a las medidas de respiración 

obtenidas en otros sistemas acuáticos con diversas técnicas, se revisaron un total 

de 60 trabajos científicos en los que se determinaba la respiración bacteriana en 

muestras superficiales de océano abierto, aguas costeras y plataforma 

continental, estuarios, ríos y/o lagos (Tabla 1.1). Las estimaciones medias de 

respiración bacteriana recogidas en estos trabajos fueron significativamente 

distintas dependiendo del sistema acuático de procedencia de las muestras 

(pruebas post hoc Bonferroni para ANOVA de un factor, p < 0,01 en todos los 

casos). En océano abierto la respiración bacteriana media fue de 36,6 ± 5,5 μgC l-

1 d-1, en aguas costeras y plataforma continental de 141,5 ± 12,0 μgC l-1 d-1, y en 

estuarios, ríos y lagos de 176,8 ± 13,2 μgC l-1 d-1 (Figura 1.4). Los valores medios 

recogidos en estos trabajos para aguas costeras, resultaron ser significativamente 

diferentes (t-Student, p < 0,05 en ambos casos) e intermedios con respecto a los 

valores de RB1 (74,6 ± 5,8 μgC l-1 d-1) y RB2 (230,7 ± 21,2 μgC l-1 d-1) obtenidos en 
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Tabla 1.1. Recopilación de las estimaciones de respiración bacteriana obtenidos mediante diferentes métodos en estudios llevados a cabo en océano abierto, aguas costeras y 
plataforma continentales, y en estuarios, rías, ríos y lagos. ECB: eficiencia bacteriana de crecimiento; RC: respiración de la comunidad; N: Norte; S: Sur; E: Este; O: Oeste. Listado 
de métodos: 1. Winkler, 2. Microwinkler, 3. Oxidación catalítica, 4. Carbono inorgánico disuelto mediante colorimetría, 5. Consumo del carbono orgánico disuelto mediante 
cromatografía HTC, 6. Cadena de transporte de electrones in vitro, 7. Cadena de transporte de electrones in vivo, 8. Electrodo de oxígeno polarigráfico, 9. Espectrometría de 
masas, 10. Optodos, 11. Microsensores de oxígeno, 12 Macrosondas de oxígeno. n.d.: no hay dato. 

Localización Fracción Método 
Tiempo de 
incubación 

Respiración bacteriana 
𝑿̅  ± 𝑬𝑺                  Rango 

ECB Temperatura Referencia 

 μm   μgC l-1 d-1 % °C  

Aguas costeras y plataforma continental         

 Islas Canarias < 2 6 20 min 23,6 ± 2,8 [18-27] n.d. 18 Arístegui & Montero (2005) 
 Plataforma continental Georgia < 1 12 < 2 h 803,9 ± 116,2 [144,0-1987,2] 2-11 n.d. Griffith et al. (1990) 
 Mar del Norte y Canal de la Mancha < 3 1 4-18 h 65,5 ± 7,4 [8,6-227,5] n.d. 12,5 Iriarte et al. (2001) 
 Bahía de Chesapeake < 3 1 6-12 h 124,6 ± 16,7 [22,5-360,0] n.d. 17,4 Smith (1998) 
 Canal de Santa Rosa < 1 1 6-24 h 469,8 ± 159,8 [54-1752,3] 15 ± 11 22,4 Coffin et al. (1993) 
 Golfo de Méjico RC 1 12 h 57,0 ± 14  [8,6-406,1] 1-28 25,5 Pomeroy et al. (1995) 
 Costa E y W de Malasia < 0,7 1 12 h 524,0 ± 46,3 [230,4-950,4] 6-9 29,6 Lee et al. (2009) 
 Mar Báltico y Mar del Norte RC 10 8-25 h 95,4 ± 20,1 [4,8-145,2] n.d. 1,7 - 17,7 Wikner et al. (2013) 
 Golfo de Maine RC 1 11-24 h 134,3 ± 22,5  [91,9-194,3] n.d 18,8 Packard & Williams (1981) 
 Golfo de Maine < 0,7 6 11-24 h 38,9 ± 11,7 [18-71,3] n.d 18,8 Packard & Williams (1981) 
 Ártico < 1 1 12-24 h 33,6 ± 16,6 [9,5-65,3] n.d. n.d. Harrison (1986) 
 Mar del Norte S < 0,8 1 12-24 h 18 ± 19,2  20 ± 10 n.d. Reinthaler & Herndl (2005) 
 Plataforma de Luisiana < 1 1 20-22 h 77,8 ± 5,3  [63,3-92,2] 38 ± 13 24,3 Biddanda et al. (1994) 
 Blanes (NW Mediterráneo) < 200 1 20-24 h 61,6 ± 10,9 [6,6-253,8] n.d. 17,4 Satta et al. (1996) 
 Fiordos Daneses < 1 2 24 h 127,2 ± 12,3  [54-207] 46 ± 6 n.d. Sand-Jensen et al. (1990) 
 Antártida < 0,8 1 24 h 66,1 ± 12,1 [27,6-100,8] n.d 0 Robinson et al. (1999) 
 Antártida < 0,8 4 24 h 60,2 ± 12 [12-152,4] n.d 0 Robinson et al. (1999) 
 Canal de la Ría de Vigo RC 1 24 h 179,2 ± 23,6 [36-564] n.d. 12 - 21 Moncoiffé et al. (2000) 
 Bahía de Blanes (NW Mediterráneo) RC 1 24 h 47,0 ± 6,2  [13,2-78] n.d. 12 - 24 Duarte et al. (2004) 
 NW Mediterráneo % de activas 1 24 h 18,3 ± 4,9  [3,6-44,4] n.d. 13,9 - 27,2 Navarro et al. (2004) 
 Blanes (NW Mediterráneo) < 0,8 1 24 h 26,4 ± 5,9  [4-69] 2-42 17 Alonso-Sáez et al. (2008) 
 Mallorca (Mediterráneo) < 0,8 1 24 h 18,1 ± 4,4 [0,04-3] 12-51 14,4 - 28,2 Kritzberg et al. (2010) 

 NW Mediterráneo (Bahía de Marsella) RC 1 24 h 14,2 ± 3,1  [2,6-55,7] 17 ± 2 12,8 - 25,8 Céa et al. (2015) 
 Mediterráneo < 0,8 1 3 días 30,5 ± 4,7 [20,7-41,8] 23,8 ± 2,7 15 Bonilla-Findji et al. (2008) 
 Golfo de Méjico N < 1 1 2-5 días 55,3 ± 11,3 [8,9-117,6] 19-29 14,0 Chin-Leo & Benner (1992) 
 Costa Georgia (estuario y aguas oceánicas) < 1 8 n.d. 367,7 ± 109,5 [162-990] n.d. n.d. Hopkinson et al. (1989) 

 Costa de Chile - Océano Pacífico RC 1 n.d. 87,0 ± 29,6 [0-400,8] 13-23,5 n.d. Daneri et al. (2000) 
 Mar Arábigo < 0,7 1 n.d. 385,9 ± 158,4 [129,6-610,6] 11,1 ± 4,2 29,4 Ram & Chandramohan (2003) 
 Mar Adriático < 0,7 6 n.d. 18,9 ± 6,2 [0,2-417,6] n.d. 18 La Ferla et al. (2006) 
 Pacífico - Costa de Oregón < 1,2 9 n.d. 25,5 ± 3,33 [14,4-36] 12 ± 2 9,2 del Giorgio et al. (2011) 
          



Capítulo 1 
       

35 
 

Localización Fracción Método 
Tiempo de 
incubación 

Respiración bacteriana 
𝑿̅  ± 𝑬𝑺                  Rango 

ECB Temperatura Referencia 

 μm   μgC l-1 d-1 % °C  

Océano abierto         

 Atlántico N y S RC, > 0,8 y < 0,8 7 1-4 h 9,8 ± 1,4  n.d. 15 - 30 García-Martín et al. (2017) 
 Atlántico y Pacífico RC 7 n.d. 4,3 ± 0,7  [0,7-10,37] 21 ± 4 20,8 Martínez-García et al. (2013) 
 Antártida RC 1 24 h 22,3 ± 2,1 [4,0-44,3] n.d. 0,2-6 Robinson & Williams (1993) 
 Atlántico S < 0,8 1 24 h 12,8 ± 5,9  [1,2-20,4] n.d. < 0 Boyd et al. (1995) 
 Atlántico S < 0,8 1 24 h 36,4 ± 13,9 [1,2-134,0] n.d. 2 Blight (1996) 
 Atlántico E RC 1 24 h 29,2 ± 8,7  [12,0-57,6] n.d. 13,2 - 28,9 Robinson et al. (2002) 
 Bahía de Bizkaia < 0,8 1 24 h 20,9 ± 6,1  [1,2-60] 1 ± 8 12,5 González et al. (2003) 
 Pacífico N RC 1 24 h 9,5 ± 0,8  [7,6-13,8] n.d. n.d. Williams et al. (2004) 
 Atlántico (Azores-Portugal) RC 1 24 h 11,2 ± 2,4  [4,8-20,4] n.d. 16,6 Maixandeau et al. (2005) 
 Mar del Norte < 0,8 1 24 h 17,5 ± 2,6  [8,4-28,8] 5-42 13,0 Reinthaler et al., (2005) 
 NW África y Giro Subtropical del Atlántico N < 0,6-0,8 1 24 h 23,7 ± 4,6  [2,2-63,9] 1-56 13 - 25 Alonso-Sáez et al. (2007)b 

 Giro Subtropical del Atlántico N y E  RC 1 24 h 14,7 ± 1,5  [3,5-28,5] 5,8  Morán et al. (2007) 
 Atlántico E y Mediterráneo O < 0,8 1 24 h 183,1 ± 64,1  [3,6-801,6] 3 ± 1,8 26,0 Reinthaler et al. (2008) 

 Atlántico N y S RC, > 0,8 y < 0,8 1 24 h 11,3 ± 0,9 [4,8-27,6] n.d. 15 - 30 García-Martín et al. (2017) 
 NE Pacífico Subártico < 1 2 1-2 días 14,0 ± 7,9  [1-100] 5-65 12 Sherry et al. (1999) 
 NW Mediterráneo < 0,8 1 1-2 días 17,1 ± 3,3  [0,12-30] 0,1-43 1,5 Lemée et al. (2002) 

 Pacífico N < 0,7 3 3 días 79,9 ± 22,4  [20,9-148,8] 3,2 ± 0,6 11 - 13 Cherrier et al. (1996) 
 Atlántico N < 0,8 3 3-4 días 153,7 ± 15,7  [124,0-177,1] 5 ± 1 14 Kirchman et al. (1991) 
 Mar Sargasso < 0,8 5 4-8 días 15,0 ± 13,8 [1,2-28,8] 7-19 24 Carlson & Ducklow (1996) 
 Mar Ross < 0,8 4 11 días 6,0 ± 0,2  [6,2-5,8] 11 1 Carlson et al. (1999) 
 Mar Sargasso < 0,8 4 101 días 5,4 ± 0,0 [5,3-5,4] 7 ± 3 20 Hansell et al. (1995) 
          

Estuarios, Rías, Ríos y Lagos         

 Lago Nueva Caledonia < 0,6 11 5 h 183,0 ± 17,7 [6-345,6] 6 ± 6 26,8 Briand et al. (2004) 
 Ría de Vigo RC 11 3-6 h 10,3 ± 1,6 [7,3-12,6] n.d. 18 García-Martín et al. (2011) 
 Estuario de la bahía de Chesapeake < 1 9 6-8 h 65,0 ± 4,3  [2,4-324] 6-68 n.d. Apple & del Giorgio (2007) 
 Estuario de la Bahía de Delaware < 0,9 9 < 8 h 148 ± 12 [60,7-267,8] 9-41 16 - 26 del Giorgio & Newell (2012) 
 Lago Nueva Caledonia RC 11 8-10 h 204,5 ± 16,4 [138,2-265] 2-45 n.d. Pringault et al. (2009) 
 Estuario E y W de Malasia < 0,7 1 12 h 366,9 ± 38,8 [129,6-892,8] 11-18 29,6 Lee et al. (2009) 
 Estuario del Mar Báltico < 1,2 10 12-24 h 32,3 ± 16,5 [5,5-77,2] 6 ± 5 3-14 Vikström & Wikner (2019) 
 Lago Cadagno,- Suiza < 1,2 1 12-55 h 10,6 ± 9,2  [0-28,8] n.d. 14,7 Gatusso et al. (2002) 
 Estuario del Río Hudson < 2,7 1 24 h 152,0 ± 13,2 [36-216] 4-66 n.d. Roland & Cole (1999) 
 Estuario del Río Hudson < 2,7 1 > 24 h 118,0 ± 8,5 [48-196,8] 15-40 14 - 24 Maranger et al. (2005) 
 Ría de Vigo RC 1 24 h 67,2 ± 5,9 [39,8-111,2] n.d. 18 García-Martín et al. (2011) 
 Estuario del Río Pearl < 1 1 24 h 52,5 ± 13,5 [19-149] 20,9 ± 5,4 26 - 31 Xu et al. (2019) 
 Estuario de Zuari (India) < 0,7 1 n.d. 273,6 ± 51,84 [193,0-385,9] 18,0 ± 7,8 28,3 Ram & Chandramohan (2003) 
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aguas costeras del Cantábrico oriental en este estudio (Figura 1.4). De las 

estimaciones de respiración analizadas que se han obtenido en aguas costeras, 

sólo el 5,8% fueron realizadas utilizando periodos de incubación inferiores a 6 

horas. Este porcentaje aumenta al 7,4% si se considera el total de las estimaciones 

analizadas para los tres sistemas acuáticos.  

 
Figura 1.4. Comparativa entre las medidas de respiración bacteriana en diferentes sistemas acuáticos 
(océano abierto, aguas costeras, estuarios y ríos) y las medidas obtenidas en tiempos de incubación ≤ 
6 h (RB1) y ≥ 12 h (RB2) en este estudio. Las x indican los valores medios de cada grupo de datos. 

El método más ampliamente utilizado por la comunidad científica fue el método 

Winkler (68% del total de trabajos analizados; 75% en el caso de aquellos trabajos 

realizados en sistemas costeros), mientras que la utilización de los microsensores 

de oxígeno como método de rutina para medir respiración bacteriana no está aún 

muy extendido y está limitado a sistemas de agua dulce (5% de los trabajos 

analizados). A pesar de la variedad de técnicas utilizadas en el campo de la 

ecología microbiana para medir respiración, y al contrario de lo esperado, no se 

observaron diferencias significativas de las medidas de respiración bacteriana en 

función del método utilizado (pruebas post hoc Bonferroni para ANOVA de un 
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factor, p > 0,01) (Figura 1.5). La comparativa fue realizada con medidas obtenidas 

en diferentes sistemas costeros con diferentes comunidades y en distintas épocas 

del año, lo cual pudo resultar en desviaciones muy altas y en una amortiguación 

de las posibles diferencias entre técnicas. Sin embargo, en una comparativa 

realizada en nuestro laboratorio con una misma muestra, en la que se monitorizó 

la evolución del oxígeno disuelto a lo largo de 48 h de incubación mediante el 

método Winkler (medida cada 8 horas, viales de 130 ml) y mediante los 

microsensores de oxígeno (medida continua, cámaras de 4 ml), sí se observaron 

diferencias significativas entre las medidas de respiración, obtenidas utilizando 48 

h y ≤ 6 h de incubación, respectivamente. Además, confirmamos que la dinámica 

de descenso de la concentración de oxígeno disuelto en ambas botellas siguió el 

mismo patrón no lineal de 3 etapas, a pesar de la diferencia de volumen entre 

ambos recipientes (datos no mostrados). 

 
Figura 1.5. Comparativa entre las medidas de respiración bacteriana recogidas en la literatura 
determinadas mediante diferentes técnicas en sistemas costeros y las medidas de respiración 
bacteriana obtenidas mediante microsensores de oxígeno en tiempos de incubación inferiores a 6 h 
(RB1) en este estudio (verde). CTE: cadena de transporte de electrones; CID: carbono inorgánico 
disuelto. Las x indican los valores medios de cada grupo de datos 
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Cambios en la comunidad bacteriana a lo largo de la incubación  

Si bien las evoluciones de la biomasa bacteriana y de la producción bacteriana no 

fueron significativamente distintas entre la muestra inicial y la muestra con ≤ 6 h 

de incubación, (t-Student pareado, p > 0,05), los valores tanto de la biomasa como 

de la producción de la comunidad bacteriana aumentaron exponencialmente a 

partir de ese momento (Figura 1.6). De esta forma, se detectaron diferencias 

significativas entre la biomasa inicial (0 h) y la biomasa a 12 h y a 24 h, y entre la 

producción inicial y la producción a 24 h de incubación (t-Student pareado, p < 

0,01). En el caso de la biomasa bacteriana, los cambios detectados fueron más 

bruscos cuanto menor fue la densidad bacteriana inicial, sobre todo a partir de las 

6 horas de incubación (Figura 1.7). En muestras con densidades menores a 2 x 105 

cél ml-1 se llegaron a observar aumentos en la biomasa de la comunidad de hasta 

el 34,6 y el 71,5 veces con respecto a la biomasa inicial tras 12 h y 24 h de 

incubación, respectivamente. 

 
Figura 1.6. Valor medio ± desviación estándar de la producción y la biomasa de la comunidad 
bacteriana en diferentes momentos de la incubación en cámaras selladas de 4 ml (0 h, 3-6 h, 12 h y 24 
h). El asterisco indica valores medios significativamente diferentes con respecto a los valores iniciales 
(0 h) (t-Student, p < 0,05). 
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Figura 1.7. Factor de aumento de la biomasa bacteriana a las 3 o 6 h, 12 h y 24 h de incubación con 
respecto a la densidad bacteriana inicial de la muestra. n = 12. 

 

Tampoco la composición de la comunidad bacteriana se mantuvo constante a lo 

largo de las 24 h de incubación (Figura 1.8). Si bien no se observaron cambios 

significativos en el porcentaje de las Betaproteobacteria y otras Eubacteria a lo 

largo de la incubación, las Alfaproteobacteria y los Bacteroidetes presentaron 

evoluciones diferenciadas. Las Alfaproteobacteria y los Bacteroidetes fueron los 

grupos predominantes (31,5 ± 2,7% y 30,8 ± 4,7%, respectivamente) en las 

comunidades iniciales, pero disminuyeron su peso específico al 26,0 ± 4,5% y 23,3 

± 4,9% tras 12 h, y hasta 24,2 ± 3,1% y 18,7 ± 2,3% tras 24 h de incubación. De 

modo inverso, las Gammaproteobacteria aumentaron significativamente su 

contribución a la comunidad pasando de un 21,3 ± 3,1% a un 33,9 ± 5,1% tras 12 

h de incubación, y hasta 42,0 ± 2,9% al cabo de 24 h. Por lo tanto, se dio un cambio 

significativo en la composición de la comunidad bacteriana antes de las 12 h de 

incubación. 
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Figura 1.8. Evolución de la composición de la comunidad bacteriana analizada mediante CARD-
FISH y calculada como el porcentaje de sondas positivas con respecto al total de Eubacteria 
detectadas en diferentes momentos de la incubación en cámaras de 4 ml (0 h, 12 h, 24 h). n = 
10. 

Discusión 

Los métodos tradicionalmente utilizados para medir respiración en los sistemas 

acuáticos, como por ejemplo el método Winkler, requieren medidas discontinuas 

de la concentración de oxígeno disuelto de la muestra, varias réplicas y periodos 

de incubación en muchos casos superiores a 24 h para poder detectar descensos 

significativos en la concentración de oxígeno (Bryan et al., 1976; Hartwig & 

Michael, 1978; Williams & Jenkinson, 1982). Así, la respiración ha sido muchas 

veces estimada mediante la diferencia entre la concentración de oxígeno disuelto 

a tiempo inicial y final, asumiendo un descenso lineal del mismo a lo largo de la 

incubación y, por tanto, asumiendo que la comunidad microbiana se mantiene 

estable, tanto en número como en actividad y composición. De hecho, 

aproximadamente el 70% de los estudios llevados a cabo en este campo 

asumieron que el consumo de oxígeno durante la incubación fue lineal (ver 

revisión en Robinson, 2008), aunque hay pruebas suficientes para dudar de la 

veracidad de esta asunción. Por ejemplo, Pomeroy y colaboradores (1994) 
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midieron la concentración de oxígeno de forma discontinua en puntos 

intermedios entre el inicio y el final de la incubación en muestras de aguas 

subtropicales y tropicales del Atlántico, y detectaron que en la mayoría de las 

muestras analizadas el descenso de oxígeno no era lineal a partir de las 12 h de 

incubación. También Briand y colaboradores (2004), en un estudio realizado con 

muestras del suroeste de la laguna de Nueva Caledonia, diferenciaron tres 

tendencias no lineales y dependientes del estado trófico de la muestra 

monitorizando el descenso de la concentración de oxígeno de forma continua.  

En este trabajo observamos un descenso lineal a lo largo de 24 h de incubación 

sólo en 5 de las 120 muestras analizadas. En las 115 muestras restantes el 

descenso de oxígeno se mantuvo a una velocidad constante y similar a la inicial 

durante las primeras 3 o 6 h de incubación, y posteriormente se perdió la 

linealidad, antes en aquellas muestras con baja densidad bacteriana inicial. Estos 

tiempos de incubación son muy inferiores a los utilizados hasta ahora para medir 

la respiración, posiblemente porque los períodos de incubación inferiores a 6 

horas no permiten obtener diferencias significativas entre las determinaciones de 

concentración de oxígeno inicial y final en la mayoría de las muestras procedentes 

de sistemas acuáticos (Pomeroy et al.,1994). En aguas costeras del Cantábrico 

oriental, la utilización de periodos largos de incubación, iguales o superiores a 12 

h, supuso en casi la totalidad de las muestras analizadas un incremento de la 

respiración bacteriana con respecto a los valores obtenidos con periodos cortos 

de incubación (≤ 6 h). Teniendo en cuenta que el 92,6% de las estimaciones de 

respiración bacteriana realizadas en distintos sistemas acuáticos fueron obtenidas 

tras tiempos de incubación superiores a 12 h, estos resultados podrían indicar que 

una gran parte de las medidas de respiración bacteriana han podido ser 

sobrestimadas.  

Se ha demostrado que el tiempo de incubación influye en la densidad, en la 

biomasa, en la actividad o incluso en la composición de la comunidad bacteriana, 

un efecto que también han observado muchos otros autores (Biddanda et al., 

1994; Gasol & Morán, 1999; Massana et al., 2001; Gattuso et al., 2002; Briand et 
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al., 2004; Calvo-Díaz et al., 2011). La necesidad de separar las bacterias de los 

otros componentes de la comunidad planctónica para medir respiración 

bacteriana cuando se utilizan medidas directas del consumo de oxígeno, conlleva 

la inclusión de artefactos potenciales: eliminación de los suministros de materia 

orgánica por separación de las comunidades autótrofas, eliminación de los 

competidores y depredadores (Fuhrman & Bell, 1985; Hopkinson et al., 1989; 

Gasol & Morán, 1999; Robinson, 2008), el efecto botella debido a la adsorción y 

concentración de materia orgánica en la pared de la cámara, el enriquecimiento 

del medio debido a la ruptura de células a través de la filtración o el aumento de 

la cantidad y cambio en la calidad de los nutrientes y el carbono orgánico 

(Fuhrman & Bell, 1985; Gasol & Morán, 1999; Kiene & Linn, 1999; Sherr et al., 

1999; Schäfer et al., 2000; Massana et al., 2001). En aquellas comunidades 

bacterianas que estén fuertemente influenciadas por los bacterívoros y por la 

competitividad nutricional que ejerce el fitoplancton, la separación física de las 

bacterias puede favorecer su crecimiento, aumentando así la cantidad de oxígeno 

consumido, activando la respiración de la comunidad artificialmente y, como 

consecuencia, provocando la sobrestimación de la respiración bacteriana.  

Además, los cambios en la cantidad y calidad de la materia orgánica implicarían a 

su vez cambios en las respuestas metabólicas de la comunidad bacteriana, 

aumentando y/o disminuyendo la actividad de determinados grupos de bacterias 

en función de las nuevas condiciones, y podría favorecer cambios en la 

composición de la comunidad bacteriana. Algunos estudios han demostrado que 

una larga incubación posterior al fraccionamiento de la comunidad planctónica 

favorece el crecimiento de bacterias con alto contenido en ADN (Gasol & Morán, 

1999; Massana et al., 2001) y la aparición de genotipos de bacterias con un alto 

potencial de crecimiento (Sherr et al., 1999). Así, la composición inicial de grupos 

dominantes podría ser sustituida a lo largo de la incubación, viéndose favorecido 

el crecimiento de bacterias oportunistas como las Gammaproteobacteria. En 

consecuencia, durante incubaciones superiores a 12 h después del 

fraccionamiento de la muestra, la comunidad bacteriana evoluciona de forma 
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diferente a como lo haría en el medio natural, y las mediciones de su actividad 

dejan de ser representativas de las condiciones iniciales. Es por ello que la 

utilización de tiempos de incubación lo más cercanos posibles al tiempo inicial 

puede ser crucial para reducir al mínimo el posible la diferencia entre la tasa de 

respiración observada después del fraccionamiento de la muestra y la tasa de 

respiración real de la comunidad bacterioplanctónica en los sistemas acuáticos 

naturales. 

Dada la relación superficie volumen que supone utilizar cámaras de 4 ml, en lugar 

de viales de mayor volumen como los utilizados para otras técnicas, la adsorción 

de la materia orgánica a las paredes de las cámaras podría ser mayor y, 

consecuentemente, provocar una mayor activación de la comunidad y una mayor 

sobrestimación de la respiración bacteriana. Sin embargo, Hammes et al. (2010) 

no encontraron evidencias de la existencia de dicho efecto volumétrico. Además, 

el control de los cambios en la dinámica del descenso de oxígeno disuelto al ser 

monitorizado de forma continua y la reducción de los tiempos de incubación 

permite la obtención de la medida de respiración antes de que sucedan los 

cambios en la comunidad bacteriana, sea cual sea el volumen del recipiente 

utilizado para la medida.  

La respiración bacteriana es, en sí misma, un parámetro que nos informa sobre la 

actividad de las comunidades bacterianas. Pero además es necesaria para 

determinar la eficiencia de crecimiento bacteriana, la cual requiere además de la 

estimación de la producción bacteriana. La producción bacteriana se obtiene 

habitualmente mediante la incorporación de compuestos radioactivos, y con el 

fin de obtener un valor próximo a las condiciones in situ, se realiza en cortos 

tiempo de incubación (habitualmente 1 - 2 h). Tradicionalmente, por tanto, las 

medidas de producción bacteriana y respiración bacteriana se han realizado en 

diferentes escalas de tiempo, y dado los cambios observados a lo largo del tiempo 

de incubación, probablemente con comunidades diferentes a nivel tanto de 

actividad como de composición. Es decir, la discrepancia temporal en los periodos 

de incubación mínimos necesarios para determinar la respiración y la producción 
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bacterianas puede derivar en estimaciones de eficiencias de crecimiento que no 

representen la realidad del ecosistema. Una alternativa para medir ambos 

parámetros en la misma escala de tiempo consiste en estimar la producción neta 

de la comunidad a partir de los cambios en la densidad o biomasa bacterianas 

durante la incubación (24 h) (Alonso-Sáez et al., 2007b). Sin embargo, en este 

estudio hemos observado que mientras que el aumento de la densidad bacteriana 

a lo largo de 24 h se da de forma exponencial, los cambios en las dinámicas de 

respiración bacteriana son variables. Por tanto, la utilización de esta metodología 

no haría más que añadir incertidumbre a las medidas de eficiencia de crecimiento. 

Como alternativa proponemos la reducción del tiempo de incubación a un tiempo 

inferior a 6 horas, lo que permite estimar la producción y la respiración 

bacterianas en el mismo intervalo de tiempo y obtener medidas de eficiencia de 

crecimiento bacteriana más precisas y cercanas a las condiciones iniciales. 

En definitiva, la utilización de periodos de incubación superiores a12 h contribuye 

a la sobrestimación de la respiración bacteriana y a la obtención de estimaciones 

de eficiencias de crecimiento alteradas, debido a que se producen cambios 

significativos en la densidad, en el tamaño, en la actividad y/o en la composición 

de la comunidad bacteriana. Los microsensores de oxígeno permiten monitorizar 

de modo preciso la evolución del descenso de oxígeno de manera continua, de tal 

forma que pueden identificarse los cambios en las dinámicas de respiración en 

cada muestra de forma individual, delimitar el tiempo en el que la velocidad de 

consumo de oxígeno disuelto es lineal y similar a la inicial, y reducir así 

considerablemente el tiempo de incubación a periodos inferiores a 6 h. Esta 

metodología genera medidas de respiración bacteriana precisas con las que 

calcular valores de eficiencia de crecimiento acordes a la realidad del ecosistema, 

y que permiten mejorar nuestro conocimiento acerca del reciclaje del carbono en 

los sistemas acuáticos naturales. 

 



 

 
 

 

 

CAPÍTULO 2: 

La depredación por protozoos bacterívoros 
provoca cambios en la eficiencia de crecimiento 
bacteriana a través de alteraciones en la materia 
orgánica disuelta 

 

Publicación: 

Baña, Z., Ayo, B., Marrasé, C., Gasol, J.M. and Iriberri, J. (2014) Changes 
in bacterial metabolism as a response to dissolved organic matter 
modification during protozoan grazing in coastal Cantabrian and 
Mediterranean waters. Environmental Microbiology, 16: 498–511. 

 

 

 

 



 

 
 



Capítulo 2 
   

47 
 

Resumen 

En este capítulo, exploramos cómo la materia orgánica disuelta marina alterada 

por el crecimiento bacteriano y por la depredación de protozoos bacterívoros 

provoca cambios en el metabolismo de las comunidades bacterianas costeras del 

sudeste del Mar Cantábrico y el noroeste del Mar Mediterráneo. Las principales 

características metabólicas de la comunidad bacterioplanctónica se midieron en 

muestras que contenían la mitad del agua natural reemplazada por agua con 

diferente calidad de materia orgánica disuelta (“tratamientos”), caracterizada por 

el análisis de materia orgánica disuelta fluorescente, y recolectada en momentos 

clave de la curva depredador-presa. La utilización de la materia orgánica disuelta 

alterada por depredación provocó aumentos de más del 200% en la demanda de 

carbono bacteriana en los dos sistemas, y disminuciones de la eficiencia de 

crecimiento bacteriana, del 56% en el Mar Cantábrico y del 46% en el Mar 

Mediterráneo. Estas bajas eficiencias de crecimiento fueron debidas a similares 

producciones bacterianas pero muy superiores tasas de respiración bacteriana, 

que a su vez estuvieron positivamente relacionadas con la actividad enzimática 

extracelular aminopeptidasa. Sin embargo, en la comunidad bacteriana del Mar 

Cantábrico dominada por Bacteroidetes (41% de la comunidad), el aumento de la 

actividad hidrolítica se produjo con un menor coste metabólico que en el Mar 

Mediterráneo, dominado por SAR11 (47% de la comunidad), lo cual sugiere una 

mejor adaptación de Bacteroidetes a la materia orgánica disuelta alterada 

durante la depredación por protozoos bacterívoros. Estos resultados posicionan 

a la depredación por protozoos bacterívoros como un factor relevante que influye 

en la eficiencia de crecimiento bacteriana en ecosistemas costeros, y relaciona la 

composición de la comunidad bacteriana con los principales procesos 

metabólicos que resultan después de un cambio en la calidad de la materia 

orgánica disuelta marina. 
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Introducción 

La materia orgánica disuelta representa una fracción importante del total de 

materia orgánica en el océano (Sharp, 2002) y las bacterias heterótrofas y las 

arqueas sus principales consumidores planctónicos (Pomeroy, 1974). La 

disponibilidad de materia orgánica disuelta para las bacterias heterótrofas 

depende de su composición bioquímica y tamaño molecular y, por lo tanto, 

cualquier transformación estructural o composicional de la materia orgánica 

disuelta afectará a varios aspectos del metabolismo bacteriano, incluyendo el 

consumo de carbono, la tasa de crecimiento, la tasa de respiración, la degradación 

enzimática y la demanda de nutrientes inorgánicos (Findlay, 2003). Los cambios 

en la actividad bacteriana derivados de la variabilidad en los recursos tienen el 

potencial de alterar procesos del ecosistema tales como el equilibrio entre la 

fracción de materia orgánica que es respirada y la fracción que permanece 

disponible para ser transferida a niveles tróficos superiores (Smith & Kemp, 2003; 

Lennon & Cottingham, 2008). La eficiencia de crecimiento bacteriana es una 

variable que refleja este equilibrio y, por tanto, estima el destino de los 

suministros de carbono orgánico, determinando si las bacterias actúan como 

enlace (recicladores) o sumidero (mineralizadores) en los ecosistemas acuáticos 

(Sherr & Sherr, 1996; del Giorgio & Cole, 1998; Carlson et al., 2007). 

La materia orgánica disuelta marina sufre continuas transformaciones, tanto por 

la acción de factores abióticos como la luz ultravioleta (Moran & Zepp, 1997; 

Schmitt-Kolpin et al., 1998), como también por los procesos biológicos llevados a 

cabo por las bacterias, los protozoos y los virus (Nagata, 2000; Ogawa et al., 2001; 

Motegi et al., 2009). Los cambios en las características bioquímicas y en la calidad 

de la materia orgánica disuelta pueden ser vinculados a sus propiedades ópticas 

(Stedmon et al., 2003), como la fluorescencia, que proporciona información fiable 

sobre el estado redox, la calidad (materiales húmicos y proteicos), y la reactividad 

biológica y fotoquímica de la materia orgánica disuelta (Miller et al., 2006; 

Fellman et al., 2010). La materia orgánica disuelta fluorescente marina ha sido 

considerada un subproducto del metabolismo bacteriano principalmente (Chen & 
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Bada, 1992; Kramer & Herdl, 2004; Nieto Cid et al., 2006; Yamashita & Tanoue, 

2008), pero algunos estudios han demostrado que también puede ser producida 

por las células eucariotas (Steinberg et al., 2004; Urban-Rich et al., 2006; Ortega 

Retuerta et al., 2009; Romera-Castillo et al., 2010). Varias especies moleculares 

derivadas de bacterias, incluyendo porinas (Yamada & Tanoue, 2003), D-

aminoácidos (McCarthy et al., 1998; Kaiser & Benner, 2008), ácido murámico 

(Benner & Kaiser, 2003; Kaiser & Benner, 2008) y lipopolisacáridos (Wakeham et 

al., 2003) se consideran componentes de la materia orgánica disuelta marina 

refractaria, de tal forma que aunque pueden excretarse directamente durante el 

crecimiento bacteriano (Jiao et al., 2010), son moléculas que no son fácilmente 

utilizables por otras bacterias. La depredación por protozoos bacterívoros y la lisis 

celular provocada por los virus, situaciones a los cuales generalmente les siguen 

períodos de intenso crecimiento bacteriano, pueden tener un impacto relevante 

en la composición de la materia orgánica disuelta (Kujawinski et al., 2004; Gruber 

et al., 2006; Boras et al., 2010). La actividad depredadora de los protozoos 

bacterívoros libera componentes bacterianos sin digerir, así como compuestos 

orgánicos disueltos de alto y bajo peso molecular (Taylor et al., 1985), que 

producen cambios en la composición química de la materia orgánica disuelta 

(Nagata & Kirchman, 1991; Strom et al., 1997; Nagata, 2000; Carlson, 2002). Entre 

otros compuestos, los investigadores han identificado aminoácidos disueltos 

libres y combinados (Nagata & Kirchman, 1991), material coloidal (Koike et al., 

1990) y enzimas (Nagata, 2000). Además, es de esperar que la liberación de este 

tipo de materia orgánica disuelta, diferente con respecto a la situación inicial, 

aumente en microambientes donde el crecimiento del bacterioplancton es fuerte 

y existe una intensa presión por depredación y lisis viral (Artolozaga et al., 2002). 

Este aumento en la materia orgánica disuelta alterada podría resultar en una 

microheterogeneidad en la labilidad de las fuentes de carbono y es de esperar 

que tenga un impacto en el metabolismo y en el comportamiento fisiológico de 

otras bacterias que se acercan a estos microambientes. Pero hasta lo que 

conocemos actualmente, la influencia de la depredación por protozoos 



Capítulo 2 
   

50 
 

bacterívoros en la eficiencia de crecimiento bacteriana mediada por la alteración 

de la materia orgánica disuelta todavía no ha sido estudiada. 

A corto plazo, cualquier alteración en la calidad o la cantidad del carbono 

disponible para las bacterias es probable que cause cambios fenotípicos en las 

bacterias a través de la regulación de la expresión genética, pero a largo plazo, la 

presencia de materia orgánica disuelta alterada microbiológicamente también 

puede causar cambios en la composición de la comunidad (Findlay et al., 2003). 

Es bien sabido que diferentes grupos de bacterias son responsables de la 

mineralización de diferentes fracciones de materia orgánica disuelta (Cottrell & 

Kirchman, 2000; Elifantz et al., 2007) y, por lo tanto, la respuesta metabólica de 

una determinada comunidad bacteriana ante una nueva y alterada materia 

orgánica disuelta dependerá de su composición filogenética. En este sentido, 

Comte y del Giorgio (2011) afirmaron que el factor determinante para esta 

respuesta fenotípica podría ser la propiedad intrínseca de las comunidades, 

específicamente la relacionada con el nivel de plasticidad funcional y metabólica 

de los filotipos dominantes. 

El objetivo de este trabajo fue determinar cómo la alteración de la materia 

orgánica disuelta causada por el crecimiento bacteriano y la depredación 

bacterívora de los protozoos afecta a la eficiencia de crecimiento bacteriana y, en 

consecuencia, a la retención neta de materia orgánica disuelta en el ecosistema. 

La respiración bacteriana, la producción bacteriana y la eficiencia de crecimiento 

bacteriana se midieron en comunidades bacterianas costeras que tenían parte de 

su materia orgánica disuelta sustituida por materia orgánica disuelta procedente 

de distintos momentos de un sistema en el que se ha forzado la convivencia 

depredador-presa. Consideramos que los cambios fenotípicos resultantes del uso 

de materia orgánica disuelta con diferentes cualidades generan un gran coste 

metabólico para las bacterias, que se reflejará en una disminución de las 

eficiencias de crecimiento bacterianas. Para determinar el papel que juega la 

composición de la comunidad en estas respuestas fenotípicas, se realizó este 

estudio en dos ecosistemas costeros muy diferentes entre sí: la estación de 
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muestreo situada en Armintza, en el sudeste del Mar Cantábrico, y la situada en 

el Observatorio microbiano de la bahía de Blanes, en el noroeste del Mar 

Mediterráneo. 

Material y métodos 

Muestreo y procedimiento experimental  

Se llevaron a cabo cinco experimentos con agua de mar superficial (0,5 m de 

profundidad) provenientes de dos ambientes marinos costeros: se realizaron tres 

experimentos en el Mar Cantábrico (estación de Armintza, 43°44´N, -2°90´W) 

durante mayo (C1) y junio (C2 y C3) del 2007, y dos experimentos en el Mar 

Mediterráneo (Observatorio microbiano de la bahía de Blanes, 41°40´N, 2°48´W) 

en julio del 2008 (M1) y julio del 2009 (M2) (Figura 2.1).  

  

Figura 2.1. Localización de las estaciones de muestreo situadas en el Mar Cantábrico (Armintza) y en 
el Mar Mediterráneo (Blanes). 

El diseño experimental (Figura 2.2) se realizó en dos fases, la primera de ellas para 

obtener materia orgánica disuelta alterada por las comunidades microbianas 

(Fase I) y la segunda para describir los efectos de esa materia orgánica disuelta 

alterada en el bacterioplancton marino (Fase II). 
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Figura 2.2. Esquema del diseño experimental llevado a cabo en el Mar Cantábrico y en el Mar 
Mediterráneo, y realizado en dos fases: Recogida de la materia orgánica disuelta (MOD) alterada por 
las comunidades microbianas (Fase I) y sustitución de la MOD natural (Fase II). 

Fase I. El agua de mar se prefiltró a través de filtros de membrana de 

policarbonato de 8 μm de tamaño de poro, para eliminar el micro- y 

mesozooplancton. Tras recoger una submuestra para determinar la composición 

de la materia orgánica disuelta inicial (MOD-inicial), para cada experimento se 

incubó un microcosmos de 5 litros a 20°C durante 96 - 120 h y se monitorizaron 

las densidades de bacterias y protozoos cada 4 horas. La evolución de estas dos 

comunidades en cada uno de los experimentos se presenta en la Figura 2.3. 

Durante la incubación, se consideraron tres tipos de materia orgánica disuelta 

presumiblemente alterada respecto a la materia orgánica disuelta del agua de 

mar original: 1) MOD-Bact, correspondiente al momento en que la densidad 

bacteriana fue máxima; 2) MOD-Prot, correspondiente al momento en que la 

densidad de protozoos fue máxima; 3) MOD-Final, correspondiente al momento 

final de la incubación o decadencia del sistema. 
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En cada uno de estos momentos, se filtró un volumen de agua del microscosmos 

a través de filtros de membrana de éster de celulosa quemados (Whatman) de 

0,22 μm de tamaño de poro, y se preservaron 500 ml de este material a -20°C 

hasta su uso. La calidad y variabilidad de la materia orgánica original (en la 

muestra de agua recién cogida) y de estas tres materias orgánicas disueltas 

alteradas se caracterizaron mediante el análisis de materia orgánica disuelta 

fluorescente. 

 

Figura 2.3. Evolución temporal de las comunidades de bacterias y protozoos en los microcosmos de la 
Fase I en los tres experimentos llevado a cabo en el Mar Cantábrico (C1, C2 y C3) y en los dos 
experimentos realizados en el Mar Mediterráneo (M1 y M2). Las flechas indican cuándo se tomaron 
muestras de la MOD-Bact (B), MOD-Prot (P) y MOD-Final (F). 

Fase II. En esta fase se obtuvieron suspensiones de bacterioplancton 

(denominadas “tratamientos”) en las que materia orgánica disuelta original de la 

muestra había sido reemplazada parcialmente por materia orgánica alterada 

procedente de los microcosmos desarrollados en la Fase I. Para ello, tan pronto 

como fue posible (entre 2 y 4 días después de la última recogida de materia 

orgánica disuelta alterada de la Fase I), se recogió de nuevo agua de mar 
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superficial de la estación de muestreo. Se analizaron la densidad microbiana y la 

composición de la comunidad bacteriana. El agua de mar recién recogida se filtró 

a través de filtros de fibra de vidrio de 0,9 μm de tamaño de poro nominal 

(Millipore AP25), para separar las bacterias del resto de la comunidad planctónica, 

y posteriormente el bacterioplancton se concentró por gravedad mediante un 

filtro de membrana de éster de celulosa quemado (Whatman) de 0,22 μm de 

tamaño de poro hasta conseguir aproximadamente una densidad dos veces 

superior a la densidad de bacterias en la muestra de agua de mar. Para componer 

el tratamiento control, se filtraron 500 ml de la muestra inicial de la Fase II por 

filtros de membrana de éster de celulosa quemados (Whatman) de 0,22 μm de 

tamaño de poro. El concentrado de bacterioplancton se utilizó, junto las muestras 

que contenían materia orgánica disuelta de distinta naturaleza, para establecer 

los 5 tratamientos que se detallan en la Tabla 2.1. La suplementación con 

nutrientes inorgánicos (0,5 μM NO3
-, 0,05 μM PO4

- y 0,5 μM NH4
+) en el 

tratamiento MOD-Nut que contenía concentrado bacteriano y MOD-Prot se 

realizó con el fin de comprobar la no limitación de nutrientes. 

Tabla 2.1. Composición de los tratamientos utilizados para el experimental. MOD: materia orgánica 
disuelta. 

Tratamiento 
Concentrado de 

bacterioplancton 

Volumen y 
tipo de 
MOD 

añadida 

Procedencia 
MOD 

añadida 

Suplementación 
con nutrientes 

inorgánicos 

Control 500 ml 500 ml 
MOD 

inalterada 

Fase II No 

MOD-Bact 500 ml 500 ml 
MOD-Bact 

Fase I No 

MOD-Prot 500 ml 500 ml 
MOD-Prot 

Fase I No 

MOD-Nut 500 ml 500 ml 
MOD-Prot 

Fase I Sí 

MOD-Final 500 ml 500 ml 
MOD-Final 

Fase I No 
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Una vez constituido cada uno de los 5 tratamientos, y con el fin de detectar el 

consumo o producción del carbono orgánico disuelto y / o de los diferentes 

compuestos fluorescentes en la Fase II, se tomaron submuestras a tiempo 0 h y 

tras 24 h. Asimismo, las medidas de actividad microbiana como la respiración 

bacteriana, la producción bacteriana y las actividades enzimáticas extracelulares 

se determinaron inmediatamente después de constituir cada tratamiento. 

Densidad microbiana 

La densidad de bacterias, de protozoos y de las partículas víricas se determinaron 

mediante microscopía de epifluorescencia (Porter & Feig, 1980; Noble & 

Fuhrman, 1998). Las muestras se fijaron con formalina tamponada con carbonato 

cálcico en el caso de bacterias y virus y con formalina tamponada con tetraborato 

sódico en el caso de los protozoos (concentración final 2% v/v en todos los casos). 

Las muestras se almacenaron a 4°C en la oscuridad hasta el análisis, que se realizó 

siempre en las 24 h siguientes a la fijación. Para realizar los recuentos, se tomaron 

submuestras de volumen conocido (1 ml para el recuento de bacterias y 4 ml para 

el recuento de protozoos), se tiñeron con DAPI (4’6’-diamidino-2-phenyl-indol) 

(concentración final 2 µg ml-1) durante 10 min y se filtraron a través de filtros 

negros de policarbonato de 0,22 μm y 0,8 μm de tamaño de poro (Whatman) para 

el recuento de bacterias y protozoos, respectivamente. Para el recuento de 

partículas víricas, se filtraron submuestras de 1 ml a través de filtros Acrodisc de 

0,02 µm de tamaño de poro (Whatman), y se colocaron en una gota de 0,2% de 

SYBR Green I, se tiñeron durante 15 minutos y se enjuagaron con agua destilada 

filtrada por 0,02 µm. Finalmente, todos los filtros se montaron en portaobjetos 

de vidrio, se colocaron bajo el microscopio de epifluorescencia equipado con luz 

UV para DAPI y con luz azul para SYBR Green (Nikon Optiphot) y se establecieron 

campos microscópicos seleccionados al azar por filtro para los recuentos de las 

tres comunidades microbianas. Se contaron un mínimo de 20 campos para 

estimar la densidad de bacterias y virus, y un mínimo de 100 campos para estimar 

la densidad de protozoos. 
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Producción bacteriana 

La producción bacteriana se estimó a partir de la velocidad de síntesis de 

proteínas, utilizando el método de incorporación de leucina tritiada (Kirchman et 

al., 1985). Se adicionó el isótopo ([3H]-Leucina) a concentración saturante 

(concentración final 40 nM) a tres submuestras de 5 ml, y se incubaron a 

temperatura in situ y en oscuridad durante 1 h en las muestras del Mar Cantábrico 

y 2 h en las del Mar Mediterráneo. Paralelamente se repitió el mismo 

procedimiento con 2 blancos de 5 ml, previamente fijados con ácido 

tricloroacético (ATC) (concentración final 50%). La incubación se detuvo mediante 

la adición de ATC (concentración final 5%) y la introducción de las muestras en 

hielo durante 5 min. A continuación, las muestras se filtraron a través de filtros de 

acetato de celulosa (Sartorius) de 0,22 μm de tamaño de poro y se lavaron cinco 

veces con 5 ml de ATC al 5%. Los filtros se dejaron secar al aire, se introdujeron 

en viales de centelleo y se mezclaron con 500 μl de acetato de etilo durante 20 

min. Finalmente, se añadieron 4 ml de cóctel de centelleo (Ultima Gold, Perkin 

Elmer) y se midió la radioactividad en un contador de centelleo Perkin Elmer Tri-

Carb 2900TR, utilizando estándares externos para la corrección de la extinción. La 

producción de biomasa bacteriana se estimó usando un factor de conversión 

teórico de 1,55 kg C mol leu-1 que asume que no hay dilución interna del isótopo 

(Simon & Azam, 1989). La producción bacteriana de la comunidad total se calculó 

considerando la proporción de bacterias que se retuvieron en el filtro de 0,9 µm 

de tamaño de poro y su biomasa. La actividad específica se calculó dividiendo el 

valor de la producción bacteriana por la densidad bacteriana de esa muestra. 

Respiración bacteriana 

Para estimar la respiración bacteriana, se introdujeron dos submuestras de cada 

tratamiento y dos submuestras del control en cámaras de vidrio de 4 ml diseñadas 

para evitar el intercambio de oxígeno con el exterior. La disminución de la 

concentración de oxígeno dentro de las cámaras se monitorizó utilizando un 

sistema de micro-respiración y un microsensor de oxígeno (OX-MR) (Unisense), 

que permite mediciones continuas (Briand et al., 2004). Las cámaras de vidrio se 
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introdujeron en un baño a temperatura in situ controlada para evitar cambios en 

la determinación de oxígeno debido a los cambios de temperatura. La respiración 

bacteriana se determinó a partir de la pendiente negativa de la regresión entre la 

concentración de oxígeno y el tiempo durante incubaciones inferiores a 6 h. El 

oxígeno respirado se transformó en velocidad de respiración de carbono 

utilizando un cociente respiratorio de 1 (del Giorgio et al., 2006). La respiración 

bacteriana de la comunidad total se calculó considerando la proporción de 

bacterias que se retuvieron en el filtro de 0,9 µm de tamaño de poro y su biomasa. 

La actividad específica se calculó dividiendo el valor de la respiración bacteriana 

por la densidad bacteriana de esa muestra. 

Eficiencia de crecimiento y demanda de carbono bacteriana 

La demanda de carbono bacteriana (DCB) y la eficiencia de crecimiento bacteriana 

(ECB) se calcularon mediante las siguientes ecuaciones:  

DCB = RB + PB 

ECB =
PB

PB + RB
∗ 100 

donde RB corresponde a la respiración bacteriana y PB a la producción bacteriana. 

La actividad específica de la demanda de carbono bacteriana se calculó dividiendo 

el valor de esa variable por la densidad bacteriana de esa muestra. 

Actividades enzimáticas extracelulares 

Las actividades enzimáticas extracelulares α-glucosidasa (α-Glu), β-glucosidasa (β-

Glu) y leucina-aminopeptidasa (LAP) fueron estimadas mediante fluorimetría de 

acuerdo con el método de Hoppe (1983). Se disolvieron en metilcelosolve las 

cantidades apropiadas de los análogos de sustratos fluorogénicos (4-

metilumbeliferil-α-D-glucósido (MUF-α-Glu), 4- metilumbeliferil-β-D-glucósido 

(MUF-β-Glu), y L-leucina-7-amido-4-metil-cumarina (MCA-Leu)), y se añadieron a 

tres submuestras de 3 ml en concentración saturante para cada actividad (250 µM 

para los sustratos MUF-α-GLU y MUF-β-GLU y 350 µM para el sustrato MCA-Leu). 

Las concentraciones saturantes de los tres sustratos se determinaron en 
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experimentos previos realizados con un rango de concentraciones de entre 0 y 

1,5 µM, y se determinaron en función de la velocidad máxima obtenida para cada 

enzima. Las muestras se incubaron a temperatura in situ durante incubaciones 

inferiores a 6 h. La hidrólisis de los sustratos se detectó utilizando un 

espectrofluorímetro Perkin Elmer (LS50B en el Mar Cantábrico y LS55B en el Mar 

Mediterráneo) a longitudes de onda de excitación/emisión de 342 nm / 453 nm 

para las glucosidasas y de 360 nm / 445 nm para la actividad LAP. El incremento 

lineal en la fluorescencia se transformó en actividad utilizando una recta estándar 

establecida para cada muestra con diferentes concentraciones de los 

fluorocromos MUF (0 - 0,5 µM) y MCA (0 - 1 µM). Las actividades específicas se 

calcularon dividiendo el valor de cada actividad enzimática extracelular por la 

densidad bacteriana de esa muestra. 

Composición de la comunidad bacteriana 

La composición de la comunidad bacteriana se determinó mediante la técnica 

CARD-FISH descrita por Pernthaler et al. (2002), utilizando sondas de 

oligonucleótidos marcados con HRP (horseradish peroxidase) diseñadas para 

detectar específicamente organismos pertenecientes al dominio Bacteria (mezcla 

de EUB I (Amann et al., 1990) y EUB II-III (Daims et al., 1999)) y cuatro de sus 

principales grupos filogenéticos: ALF968 (Neef, 1997) para las Alfaproteobacteria, 

incluyendo ROS537 (Eilers et al., 2001) y SAR11-441R (Morris et al., 2002) para los 

grupos Rhodobacteraceae y SAR11 respectivamente; BET42a (Manz et al., 1992) 

para las Betaproteobacteria; GAM42a (Manz et al., 1992) para las 

Gammaproteobacteria; y CF319a (Manz et al., 1996) para los Bacteroidetes. La 

sonda antisentido para Eubacteria NON338 (Wallner et al., 1993) se utilizó como 

control negativo. Todas las hibridaciones se llevaron a cabo durante 2 h a 35°C, 

seguidas de 15 min de amplificación con tiramida-Alexa488. La concentración de 

la formamida en el tampón de hibridación fue del 55%, excepto para las sondas 

ALF968 y NON338, que fueron de 45% y 20% respectivamente. Las secciones de 

los filtros en los que se llevó a cabo la hibridación fueron teñidas con DAPI para 

posteriormente realizar la enumeración de bacterias mediante microscopía de 
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epifluorescencia y calcular el porcentaje de hibridación de cada sonda con 

respecto al total de bacterias. 

Determinación de carbono orgánico disuelto 

El carbono orgánico disuelto se determinó de acuerdo con el método de Benner 

y Strom (1993). Las muestras se filtraron a través de filtros GF / C (Whatman) 

previamente quemados (a 450°C 4 h) utilizando un sistema de filtración lavado 

con HCl 10% y lavado abundantemente con agua Milli Q. Después de descartar 

una primera fracción del filtrado, se tomaron submuestras por triplicado de 10 - 

15 ml de agua de mar filtrada, en ampollas de vidrio quemadas y se acidificaron a 

pH ~ 2 con ácido ortofosfórico antes de ser selladas térmicamente y almacenadas 

en la oscuridad a 4°C hasta el análisis. El carbono orgánico disuelto se midió en un 

analizador de carbono orgánico Shimadzu TOC-CVS, con una precisión de ± 0,7 

µmol l-1. El equipo se estandarizó diariamente con un estándar de ftalato de 

hidrógeno y potasio. La concentración del carbono orgánico disuelto se determinó 

restándole el área del pico del blanco preparado con agua Milli-Q (Merck) al área 

del pico promedio de la muestra y dividiéndolo por la pendiente de la curva 

estándar. 

Determinación de materia orgánica disuelta fluorescente 

La materia orgánica disuelta fluorescente de la MOD inicial, MOD-Bact, MOD-Prot 

y MOD-Final de la Fase I, así como de los tratamientos y los controles de la Fase 

II, se determinó según lo descrito por Nieto-Cid et al. (2006). Las mediciones 

individuales se llevaron a cabo con un espectrofluorímetro Perkin Elmer (LS50B 

en los experimentos del Mar Cantábrico y LS55B en los del Mar Mediterráneo) en 

una célula de fluorescencia de cuarzo de 1 cm no fluorescente. El ancho de banda 

para las longitudes de onda de excitación y emisión fue de 10 nm y la velocidad 

de exploración fue de 250 nm min-1. Las longitudes de onda de excitación / 

emisión utilizadas fueron las establecidas por Coble (1996): 280 nm / 350 nm para 

obtener el pico T utilizado como indicador de sustancias proteicas, y 340 nm / 440 

nm y 320 nm / 410 nm para obtener los picos C y M, respectivamente, 

considerados como indicadores de sustancias húmicas. Las medidas de 
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fluorescencia se transformaron en unidades de sulfato de quinina (USQ), 

utilizando como curvas estándar sulfato de quinina dihidrato disuelto en 0,05 mol 

H2SO4 l-1, a unas longitudes de onda de excitación y emisión de 340 nm / 440 nm, 

y donde 1 USQ fue equivalente a la emisión de fluorescencia de 1 µg l-1. La 

fluorescencia del blanco, generado con agua Milli-Q (Merck) se restó a todas las 

muestras.  

Análisis estadístico 

Se utilizaron las pruebas no paramétricas de U-Mann Whitney y las pruebas 

pareadas de Wilcoxon para identificar diferencias significativas entre ecosistemas 

y muestras relacionadas o tratamientos. Se realizaron regresiones lineales simples 

para obtener la velocidad de consumo de oxígeno disuelto a lo largo del tiempo 

de incubación (p < 0,05). Los análisis estadísticos se realizaron utilizando el 

programa estadístico SPSS Versión 20 (IBM). 

Resultados 

Fase I: recolección y caracterización de la materia orgánica disuelta 

alterada 

El crecimiento de las comunidades microbianas mostró la evolución típica de un 

sistema depredador-presa (Figura 2.3). La comunidad bacteriana comenzó a 

crecer exponencialmente en las primeras horas de incubación, con una tasa media 

de crecimiento de 1,45 ± 0,28 d-1 en el Mar Cantábrico y en un rango de entre 0,55 

y 0,82 d-1 en aguas del Mar Mediterráneo, logrando su máxima abundancia (4,9 x 

106 ± 9,0 x 105 cél ml-1 en el Mar Cantábrico y en un rango de entre 1,4 x 106 y 1,5 

x 106 cél ml-1 en el Mar Mediterráneo) en las primeras 28 - 40 h de la incubación. 

En el punto de máxima densidad bacteriana, antes de que la densidad de 

protozoos fuera máxima, se recogió la MOD-Bact. En respuesta al aumento en el 

número de presas, los protozoos comenzaron a crecer exponencialmente hasta 

las 56 - 70 h de incubación, momento en el cual se recolectó la MOD-Prot. Los 

protozoos mostraron tasas de crecimiento específicas de 1,65 ± 0,49 d-1 en el Mar 

Cantábrico y de 0,72 d-1 en el Mar Mediterráneo (rango de 0,63 -0,80 d-1), y 
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alcanzaron densidades de 1,4 x 104 ± 1,8 x 103 cél ml-1 en el Mar Cantábrico y un 

rango de entre 3,7 x 103 y 7,0 x 103 cél ml-1 en los experimentos del Mar 

Mediterráneo. Finalmente, la MOD-Final se recogió cuando no se detectó 

crecimiento en ninguna de las dos comunidades, después de 96 - 120 h de 

incubación. 

Para caracterizar la materia orgánica disuelta, se determinó la fluorescencia del 

pico T, indicador de la presencia de sustancias proteicas, así como la fluorescencia 

de los picos C y M, indicadores de la presencia de sustancias húmicas. Dado que 

las fluorescencias de los picos C y M mantuvieron la misma tendencia y no fueron 

significativamente diferentes entre sí (datos no mostrados), las sustancias 

húmicas se analizaron mediante la adición de los dos picos. La materia orgánica 

disuelta inicial de los microcosmos del Mar Cantábrico tenía una mayor cantidad 

de sustancias húmicas y proteicas que la materia orgánica disuelta inicial de los 

microcosmos del Mar Mediterráneo (Tabla 2.2A). Sin embargo, en ambos 

ecosistemas, la materia orgánica disuelta alterada obtenida en la Fase I después 

de la depredación por protozoos bacterívoros contenía de media una mayor 

cantidad de sustancias húmicas y proteicas que la materia orgánica disuelta inicial 

(prueba de Wilcoxon, p = 0,028 para ambos). La concentración de los compuestos 

húmicos aumentó durante el crecimiento bacteriano y posteriormente siguió 

aumentando hasta el momento de máxima abundancia de protozoos, siendo este 

aumento mucho mayor en los experimentos del Mar Mediterráneo: las sustancias 

húmicas aumentaron con respecto a los valores iniciales de media un 4,8% y 5,1% 

en la MOD-Bact y la MOD-Prot en el Mar Cantábrico y en 21,3% y 72,1% en el Mar 

Mediterráneo. También aumentó la concentración de las sustancias proteicas 

(pico-T de Coble) en las primeras 70 h de incubación, especialmente durante el 

crecimiento de los protozoos (de media un 26,2% en el Mar Cantábrico y un 24,9% 

en el Mar Mediterráneo). Por lo tanto, la MOD-Prot se caracterizó por una mayor 

cantidad de sustancias húmicas y proteicas que la MOD-Bact y la MOD-Final en 

ambos ecosistemas. 
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Tabla 2.2. (A) Compuestos húmicos (pico-M y pico-C) y proteicos (pico-T) (unidades de sulfato de quinina, USQ) detectados en los microcosmos de la Fase I en el Mar 
Cantábrico y en el Mar Mediterráneo. Las muestras se midieron a tiempo inicial, en el máximo de densidad bacteriana (MOD-Bact), en el máximo de densidad de protozoos 
(MOD-Prot) y a tiempo final del microcosmos (MOD-Final). (B) Consumo (-) o producción (+) relativas (%) de compuestos húmicos y proteicos en los tratamientos de la 
Fase II en los dos sistemas marinos. Los datos se presentan como media ± desviación estándar y rango de valores para el Mar Cantábrico (muestreado 3 veces) y como 
media y rango de valores para el Mar Mediterráneo (muestreado 2 veces); n. d.: no hay datos. 

A) Caracterización de la materia orgánica disuelta fluorescente (microcosmos de la Fase I) 

 MAR CANTÁBRICO (n = 3) MAR MEDITERRÁNEO (n = 2) 
 Inicial MOD-Bact MOD-Prot MOD-Final Inicial MOD-Bact MOD-Prot MOD-Final 

Húmicos 
(USQ) 

3,74 ± 1,51 

[2,77 – 6,41] 

3,92 ± 1,20 

[2,86 – 5,83] 

3,93 ± 1,64 

[2,99 – 6,84] 
n. d. 

1,22 

[1,03 – 1,40] 

1,48 

[1,40 – 1,55] 

2,1 

[1,92 – 2,28] 

1,75 

[1,43 – 2,06] 

Proteicos 
(USQ) 

1,95 ± 0,36 

[1,48 – 2,31] 

2,23 ± 0,45 

[1,56 – 2,50] 

2,46 ± 0,68 

[1,69 – 3,32] 
n. d. 

1,81 

[1,15 – 2,48] 

1,37 

[1,09 – 1,65] 

3,38 

[1,76 – 5,01] 

2,26 

[1,17 – 3,34] 

Pico 
T/(M+C) 

0,52 0,57 0,62 n. d. 1,48 0,93 1,61 1,29 

B) Consumo (-) o producción (+) de la materia orgánica disuelta fluorescente (tratamientos de la Fase II) 

 MAR CANTÁBRICO (n = 3) MAR MEDITERRÁNEO (n = 2) 
 CONTROL MOD-Bact MOD-Prot MOD-Final CONTROL MOD-Bact MOD-Prot MOD-Final 

Δ 
Húmicos  
(%) 

74,3 ± 33,8 

[50,4 – 98,2] 
n. d. 

96,3 ± 0,0 

[96,3 - n.d.] 
n. d. 

40,4 

[30,1 – 50,6] 

83,7 

[10,0 – 
157,4] 

42,9 

[33,1 – 52,6] 

72,8 

[30,1 – 115,5] 

Δ 
Proteicos 
(%) 

- 25,4 ± 8,1 

[(-31,1) - (-
19,6)] 

n. d. 

- 49,3 ± 0,0 

[(-49,3) - 
n.d.] 

n. d. 

104,9 

[18,8 – 
191,0] 

78,1 

[33,4 – 
122,8] 

121,7 

[118,4 – 
125,0] 

134,9 

[114,4 – 155,4] 
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Fase II: Tratamientos. Características de las comunidades bacterianas en el 

mar Cantábrico y el Mediterráneo 

En ninguno de los 5 experimentos se encontraron diferencias significativas en la 

densidad de bacterias o en la proporción relativa de los principales grupos 

bacterianos entre la comunidad natural y el control. Después de la concentración 

por filtración y posterior reemplazo de la materia orgánica disuelta, las 

densidades bacterianas fueron 2,4 x 106 ± 9,2 x 105 cél ml-1 en el Mar Cantábrico 

y variaron entre 5,4 x 105 y 5,9 x 105 cél ml-1 en el Mar Mediterráneo (niveles de 

recuperación del 80,3 ± 10,8% y 94,8 ± 5,4%, respectivamente). Se detectaron 

diferencias significativas en la composición de la comunidad bacteriana inicial 

entre los dos ecosistemas (Figura 2.4). Mientras que en el Mar Cantábrico el grupo 

dominante fue Bacteroidetes (41,0 ± 3,3%), con una contribución baja de SAR11 

(9,7 ± 2,0%), en el Mar Mediterráneo SAR11 fue el grupo más abundante (47,0 ± 

2,8% de las Eubacteria). 

 

Figura 2.4. Composición de la comunidad bacteriana inicial medida mediante CARD-FISH en las 
muestras recogidas para desarrollar los tratamientos de la Fase II en el Mar Cantábrico (C1, C2 y C3) y 
el Mar Mediterráneo (M1 y M2). 

 

Los resultados de las actividades bacterianas se presentan en la Tabla 2.3. En los 

controles, la respiración bacteriana específica fue de media 4,5 veces inferior en 
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el Mar Cantábrico que en el Mar Mediterráneo, mientras que la producción 

bacteriana específica fue de media 2,8 veces superior en el Mar Cantábrico. Como 

resultado, la demanda de carbono específica en el Mar Cantábrico fue inferior a 

la del Mar Mediterráneo, aunque la eficiencia de crecimiento bacteriana de media 

fue 10,3 veces mayor en el Mar Cantábrico (28,9%) que en el Mar Mediterráneo 

(2,8%). Sin embargo, y debido al bajo número de muestras analizadas (3 para el 

Mar Cantábrico y 2 para el Mar Mediterráneo), no se observaron diferencias 

significativas con un intervalo de confianza del 95% para cualquiera de los tres 

parámetros (U-Mann Whitney, p = 0,083 en los tres). 

La actividad enzimática extracelular LAP fue predominante en ambos 

ecosistemas. La LAP específica fue de media 1,6 veces superior en el Mar 

Cantábrico (181,6 x 10-8 ± 87,7 nmol cél-1 d-1) que en aguas del Mar Mediterráneo 

(115,3 x 10-8 nmol cél-1 d-1, rango 106,2 - 124,3 nmol cél-1 d-1). En cambio, la suma 

de las actividades específicas de las glucosidasas fue 1,3 veces menor en el Mar 

Cantábrico que en el Mar Mediterráneo. Como resultado, la proporción de 

LAP:Glu detectada fue alrededor de dos veces más alta en el Mar Cantábrico 

(20,9) que en el Mar Mediterráneo (10,1). 

La concentración del carbono orgánico disuelto fue de media 1,3 veces más alta 

en el Mar Cantábrico (146,7 ± 39,0 μM) que en el Mar Mediterráneo (109,2 μM; 

de 100,9 a 117,4 μM) (Tabla 2.4) aunque las diferencias no fueron 

estadísticamente significativas. 
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Tabla 2.3. Datos de la actividad bacteriana en los controles y en los tratamientos (MOD-Bact, MOD-Prot y MOD-Final) de la Fase II. Respiración bacteriana específica (RB sp), 
producción bacteriana específica (PB sp), demanda de carbono bacteriana específica (DCB sp), eficiencia de crecimiento bacteriano (ECB), actividad aminopeptidasa específica 
(LAP sp), actividad α-glucosidasa específica (α-Glu sp) y actividad β-glucosidasa específica (β-Glu sp). Los datos se presentan como media ± desviación estándar y rango de 
valores para el Mar Cantábrico (muestreado 3 veces) y como media y rango de valores para el Mar Mediterráneo (muestreado 2 veces). *Glu se refiere a la suma de las 
actividades α-glucosidasa y β-glucosidasa. 

 

 MAR CANTÁBRICO (n = 3) MAR MEDITERRÁNEO (n = 2) 

 CONTROL MOD-Bact MOD-Prot MOD-Final CONTROL MOD-Bact MOD-Prot MOD-Final 

RB sp 

(x10-9 µg C cél-1 d-1) 

42,1 ± 20,5  
[18,9 – 57,7] 

83,6 ± 69,6  

[34,5 – 163,2] 

121,5 ± 92,0  

[41,1 – 221,8] 

77,2± 71,2  

[20,2 – 162,5] 

188,5  

[133,5 – 243,6] 

234,5  

[217,8 – 251,2] 

406,9  

[389,0 – 424,8] 

338,4  

[264,6 – 412,2] 

PB sp  

(x10-9 µg C cél-1 d-1) 

14,8 ± 2,3  
[13,1 – 17,4] 

12,2 ± 2,8  
[9,8 – 15,3] 

14,1 ± 5,1  
[8,2 – 16,6] 

18,5 ± 10,0  
[8,2 – 28,2] 

5,3  
[4,9 – 5,6] 

6,1  
[4,7 – 7,5] 

6,1  
[5,8 – 6,4] 

6,3  
[6,0 – 6,6] 

DCB sp 
(x10-9 µg C cél-1 d-1) 

56,9 ± 21,1  
[32,6 – 70,8] 

95,8 ± 72,1  
[45,9 – 178,5] 

135,5 ± 95,7  
[49,3 – 238,5] 

95,7 ± 76,9  
[28,3 – 181,7] 

193,5  
[138,5 – 248,4] 

241,1  
[226,4 – 255,9] 

413,0  
[395,4 – 430,6] 

344,9  
[270,9 – 418,8] 

ECB (%) 
28,9 ± 12,1  
[18,6 – 42,2] 

16,4 ± 8,2  
[8,6 – 25,0] 

12,8 ± 5,1  
[7,0 – 16,6] 

25,3 ± 9,5  
[10,6 – 28,8] 

2,8  
[2.0 - 3.6] 

2,8  
[1,8 – 3,8] 

1,5  
[1,3 – 1,6] 

2,0  
[1,6 – 2,3] 

LAP sp 
(x10-8 nmol cél-1 d-1) 

181,6 ± 87,7  
[80,4 – 235,1] 

185,8 ± 54,0  
[148,5 – 247,7] 

306,1 ± 206,6  
[158,1 – 542,1] 

204,4 ± 48,2  
[153,4 – 249,2] 

115,3  
[106,2 – 124,3] 

118,1  
[113,9 – 122,2] 

145,3  
[111,4 – 179,2] 

128,8  
[118,9 – 138,6] 

α-Glu sp 
 (x10-8 nmol cél-1 d-1) 

3,4 ± 2,0  
[2,0 – 4,8] 

1,6 ± 2,2  
[0,0 – 3,1] 

3,1 ± 0,3  
[2,9 – 3,3] 

4,3 ± 1,9  
[3,0 – 5,6] 

4,0  
[3,4 – 4,6] 

3,7  
[2,1 – 5,3] 

6,4  
[6,2 – 6,6] 

4,5  
[3,0 – 6,0] 

β-Glu sp 
(x10-8 nmol cél-1 d-1) 

5,3 ± 5,3  
[1,5 – 9,1] 

1,5 ± 1,1  
[0,7 – 2,3] 

3,0 ± 0,2  
[2,9 – 3,1] 

2,8 ± 0,2  
[2,6 – 2,9] 

7,4  
[5,7 – 9,0] 

7,2  
[4,5 – 9,9] 

7,2  
[5,4 – 8,9] 

8,0  
[5,5 – 10,5] 

LAP/*Glu 20,9 59,9 50,2 28,8 10,1 10,8 10,7 10,3 
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Tabla 2.4. Concentración (μM) del carbono orgánico disuelto de los controles y de los tratamientos 
(MOD-Bact, MOD-Prot y MOD-Final) de la Fase II de los experimentos en el Mar Cantábrico (C1, C2, 
C3) y de los experimentos en el Mar Mediterráneo (M1, M2). Los datos se presentan como media ± 
error estándar. 

MAR CANTÁBRICO (n=3) 

 
CONTROL MOD-Bact MOD-Prot MOD-Final 

C1 112,6 ± 0,6 105,7 ± 0,5 103,7 ± 0,3 97,9 ± 0,5 

C2 138,2 ± 0,3 130,3 ± 0,5 132,1 ± 0,4 132,0 ± 0,2 

C3 135,2 ± 0,2 128,7 ± 0,4 127,1 ± 0,5 120,4 ± 0,3 

MAR MEDITERRÁNEO (n=2) 

 CONTROL MOD-Bact MOD-Prot MOD-Final 

M1 117,4 ± 0,2 103,4 ± 0,0 102,8 ± 0,5   89,0 ± 0,5 

M2 100,9 ± 1,1 84,8 ± 0,4 88,8 ± 0,5   82,9 ± 0,5 

 

Fase II: Tratamientos. Efecto de la materia orgánica disuelta 

biológicamente alterada en la actividad metabólica bacteriana 

La comparativa entre cada tratamiento y su control correspondiente de los 

valores medios específicos de la respiración, la producción, la demanda de 

carbono y la eficiencia de crecimiento bacteriana en los dos sistemas se muestran 

en la Figura 2.5. El análisis de las diferencias detectadas sugiere la existencia de 

importantes cambios metabólicos en las bacterias como respuesta a la presencia 

de la materia orgánica disuelta alterada. Una característica común de las 

comunidades bacterianas de ambos ecosistemas fue que su respiración 

bacteriana específica fue significativamente superior en los tratamientos con 

materia orgánica disuelta alterada que en los controles (prueba de Wilcoxon, p < 

0,05, para los tres tratamientos). Cabe destacar que las mayores diferencias se  
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Figura 2.5. Ratio tratamiento:control de la respiración bacteriana específica (RB sp), producción 
bacteriana específica (PB sp), la demanda de carbono bacteriana específica (DCB sp) y la eficiencia de 
crecimiento bacteriano (ECB) en presencia de las diferentes materias orgánicas disueltas alteradas 
microbiológicamente (MOD-Bact, MOD-Prot y MOD-Final). Los datos se presentan como media ± 
desviación estándar para el Mar Cantábrico (muestreado 3 veces) y como media y rango de valores 
para el Mar Mediterráneo (muestreado 2 veces) (barras verticales). La línea horizontal indica el mismo 
valor para los tratamientos y su respectivo control. Las columnas por debajo de la línea horizontal 
indican que el valor del tratamiento fue menor que en el control, y las columnas por encima de la línea 
indican que el valor para el tratamiento fue superior que en el control. 

detectaron en los tratamientos que contenían MOD-Prot (valores 2,7 y 2,4 veces 

superiores que sus controles en aguas del Mar Cantábrico y Mar Mediterráneo, 

respectivamente). En estas comunidades, sin embargo, no se observaron cambios 

en la producción bacteriana específica en la misma medida: los valores obtenidos 

en los tratamientos fueron sólo ligeramente superiores o inferiores que los 

obtenidos en sus controles. El mismo resultado se obtuvo en el tratamiento 

adicional que contenía MOD-Prot enriquecido con nutrientes inorgánicos (MOD-

Nut). Las tres materias orgánicas disueltas alteradas (MOD-Bact, MOD-Prot y 

MOD-Final) causaron una mayor demanda de carbono bacteriana específica y una 

eficiencia de crecimiento bacteriana menor en los dos ecosistemas, con la única 

excepción de la eficiencia en el tratamiento de MOD-Bact en el Mar 

Mediterráneo. Sin embargo, sólo se encontraron diferencias significativas en la 

demanda de carbono bacteriana específica en el tratamiento con MOD-Prot 

(prueba de Wilcoxon, p < 0,05) y en la eficiencia de crecimiento bacteriana en los 

tratamientos con MOD-Prot y MOD-Final (prueba de Wilcoxon, p < 0,05) con los 
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datos normalizados con respecto al control. Las inferiores eficiencias observadas 

fueron debidas a la mayor respiración bacteriana específica en presencia de la 

materia orgánica disuelta alterada por la actividad microbiana. 

La presencia y utilización de las diferentes materias orgánicas disueltas alteradas 

también conllevó cambios en las actividades enzimáticas extracelulares 

bacterianas, aunque fueron diferentes en los dos ecosistemas marinos costeros 

(Tabla 2.3). En ambos sistemas se observó un aumento notable en la LAP 

específica en presencia de la MOD-Prot: aumento del 68,5% respecto a los 

controles en el Mar Cantábrico y 26% en aguas del Mar Mediterráneo. Sin 

embargo, la suma de las actividades específicas de las glucosidasas se redujo en 

un 30% en el Mar Cantábrico mientras que en la Mar Mediterráneo aumentó en 

20%. Así, en aguas del Mar Cantábrico el ratio LAP:Glu de las comunidades 

bacterianas en presencia de la materia orgánica disuelta alterada por depredación 

aumentó 2,4 veces, mientras que en aguas del Mar Mediterráneo este ratio se 

mantuvo muy similar al observado en los controles. 

A pesar de estos cambios en las actividades enzimáticas, las bacterias no 

parecieron ser capaces de generar un consumo neto de las sustancias húmicas, o 

por lo menos no a mayor velocidad de lo que las producían, ya que éstas se 

acumularon en los dos ecosistemas, tanto en los controles como en los 

tratamientos (Tabla 2.2B). Con respecto a las sustancias proteicas, mientras que 

en el Mar Mediterráneo se acumularon en los tratamientos que contenían MOD-

Prot y MOD-Final, en el Mar Cantábrico las comunidades bacterianas fueron 

capaces de consumir estas sustancias eficientemente: hasta el 25,4% y el 49,3% 

de las sustancias proteicas presentes en el control y en los tratamientos de MOD-

Prot fueron consumidas durante las 24 h de incubación. 

En ambos ecosistemas, el contenido de carbono orgánico disuelto en los 

tratamientos con MOD-Bact fue menor que en los controles; de media un 5,5% 

menos en el Mar Cantábrico y 5,9% menos en el Mar Mediterráneo (Tabla 2.4). 

Las concentraciones de carbono orgánico disuelto fueron similares en los 

tratamientos con MOD-Bact y MOD-Prot, mientras que en los tratamientos con 
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MOD-Final se observó una leve disminución en ambos ecosistemas en relación 

con la MOD-Prot (4,2% y 9,9% en el Mar Cantábrico y en el Mar Mediterráneo, 

respectivamente). 

Discusión 

Los resultados obtenidos muestran claramente que, en los dos ecosistemas 

marinos, la actividad microbiana (el crecimiento bacteriano, pero sobre todo el 

posterior crecimiento y depredación de los protozoos bacterívoros) causa 

alteraciones en la composición de la materia orgánica disuelta marina, que a su 

vez desencadena cambios metabólicos importantes en las comunidades 

bacterianas. El uso de la materia orgánica disuelta marina microbiológicamente 

alterada, y especialmente de la materia orgánica disuelta alterada durante la 

acción depredadora de los protozoos (MOD-Prot), conlleva un aumento en la 

demanda de carbono bacteriana específica de más del 200%, así como una 

disminución en la eficiencia de crecimiento de hasta un 56% y 46% para las 

comunidades bacterianas del Mar Cantábrico y del Mar Mediterráneo, 

respectivamente. Estas disminuciones en la eficiencia de crecimiento bacteriana 

no fueron debidas a menores tasas de producción, que se mantuvieron similares 

a las del control, sino a que se generaron tasas mucho más altas de respiración, 

que explican el aumento del consumo de carbono. La concentración de carbono 

orgánico disuelto en los tratamientos fue ligeramente inferior a la disponible en 

los controles, probablemente debido a su consumo y transformación en biomasa 

microbiana y CO2 durante la Fase I de los experimentos. Sin embargo, no se 

encontró una clara relación entre estas pequeñas diferencias en la concentración 

de carbono orgánico disuelto y los cambios en la eficiencia de crecimiento 

bacteriana en ninguno de los dos ecosistemas. En este sentido, las diferencias en 

la concentración de carbono orgánico disuelto entre el control y los tratamientos 

con MOD-Bact observados en el Mar Mediterráneo no estuvieron relacionadas 

con diferencias en la eficiencia de crecimiento bacteriana. Por el contrario, la 

eficiencia de crecimiento en los tratamientos con MOD-Prot fue 

significativamente más bajo que en los tratamientos con MOD-Bact, aunque no 
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se encontraron diferencias en la concentración de carbono orgánico disuelto. 

Tampoco se encontró ninguna relación en los experimentos realizados en el Mar 

Cantábrico. Por lo tanto, consideramos que los efectos observados en el 

metabolismo bacteriano son principalmente atribuibles a la calidad y no a la 

cantidad de la materia orgánica disuelta añadida. Por otra parte, cualquier 

limitación de nutrientes que pudiera enmascarar los cambios metabólicos 

provocados por la materia orgánica disuelta alterada en los tratamientos fue 

probada mediante la incorporación de nutrientes inorgánicos en un tratamiento 

adicional que contenía MOD-Prot; no se encontraron diferencias significativas en 

la respiración, la producción o la eficiencia de crecimiento bacteriana en relación 

con el mismo tratamiento sin nutrientes (datos no mostrados). 

La gran similitud de las respuestas metabólicas en los dos sistemas fue reseñable, 

dado que las comunidades bacterianas de los controles del Mar Cantábrico y del 

Mar Mediterráneo eran completamente diferentes, tanto en composición como 

en actividad metabólica. La comunidad de bacterias del Mar Cantábrico fue 

ligeramente más numerosa, dominada por Bacteroidetes y hasta diez veces más 

eficiente en el procesamiento del carbono (mayor eficiencia de crecimiento 

bacteriana) que la comunidad del Mar Mediterráneo. En cambio, la comunidad 

bacteriana del Mar Mediterráneo, dominada por SAR11 (casi el 50% del total de 

bacterias), consumió tres veces más carbono, produjo casi tres veces menos 

carbono y respiró cuatro veces y media más carbono que las bacterias del Mar 

Cantábrico. Todas estas diferencias condujeron a una eficiencia de crecimiento 

media del 28,9% para el Mar Cantábrico, diez veces más alta que la eficiencia de 

crecimiento media del 2,8% obtenida para la comunidad bacteriana del Mar 

Mediterráneo. Es muy probable que los cambios en la estructura y densidad 

relativa de los principales grupos de la comunidad bacteriana que han sido 

detectados durante todo el año, tanto en el Mar Cantábrico (Capítulo 3) como en 

el Mar Mediterráneo (Schauer et al., 2003; Alonso-Sáez et al., 2007a), estén 

implicados en las acentuadas diferencias entre estos dos ecosistemas respecto al 

procesamiento del carbono y en la eficiencia de crecimiento bacteriana. Cottrell 
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y Kirchman (2003) encontraron cambios sustanciales en el porcentaje de células 

activas (en la incorporación de leucina y timidina) entre diferentes grupos 

bacterianos a través de un gradiente de salinidad en el estuario de Delaware, 

donde las Alfaproteobacteria presentaron una asimilación de 3H-leucina tres 

veces superior a la de los Bacteroidetes. Sin embargo, en este trabajo 

encontramos que la incorporación de 3H-leucina fue 3 veces superior en el Mar 

Cantábrico que en el Mar Mediterráneo. 

El procedimiento experimental utilizado en este estudio ha permitido determinar, 

en un corto periodo de tiempo (menos de 6 horas), las respuestas metabólicas de 

una determinada comunidad bacteriana a una variación en la materia orgánica 

disuelta disponible. A pesar de las grandes diferencias existentes en composición 

y en función entre las comunidades bacterianas de los dos ecosistemas, ambas 

mostraron cambios metabólicos similares después de ser suplementados con 

materia orgánica disuelta alterada por el crecimiento bacteriano y el posterior 

crecimiento y actividad bacterívora de los protozoos. En todos los casos, la 

respuesta más llamativa fue la generada por la materia orgánica disuelta recogida 

durante y después de la depredación de los protozoos, y el cambio más relevante 

fue el aumento de la respiración bacteriana específica, que a su vez afectó a la 

eficiencia de crecimiento bacteriana. De hecho, se observó una relación 

semilogarítmica negativa (Figura 2.6) entre estas dos variables tanto en el Mar 

Cantábrico (Eficiencia = -10,71 ln (Respiración) – 157,61; r2 = 0,80, p < 0,001), 

como en el Mar Mediterráneo (Eficiencia = -2.01 ln (Respiración) –  28,07; r2 = 

0,75, p = 0,006). Estas relaciones indican que el aumento de la respiración 

bacteriana específica explicaría el 70% de la disminución en la eficiencia de 

crecimiento en las dos comunidades bacterianas. Sin embargo, la pendiente de la 

curva y el rango de valores de la respiración bacteriana específica fueron muy 

diferentes en los dos sistemas marinos. Asumiendo que la eficiencia de 

crecimiento bacteriana refleja el grado de optimización de uso de los recursos 

disponibles, estos resultados indicarían que la comunidad del Mar Cantábrico, 
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dominada por Bacteroidetes, estaría mejor preparada para enfrentarse a cambios 

que implican variaciones en las tasas de respiración, y estas adaptaciones se  

 

Figura 2.6. Relación entre la respiración bacteriana específica (RB) y la eficiencia de crecimiento 
bacteriano (ECB) en los tratamientos de la Fase II del Mar Cantábrico (ECB = -10,71 ln (RB específica) 
– 157,61; r2 = 0,80, p < 0,001) y del Mar Mediterráneo (ECB = 2,01 ln (RB específica) – 28,07 (r2 = 0,75, 
p = 0,006). 

verían reflejadas en los valores cambiantes de la eficiencia de crecimiento. Sin 

embargo, la comunidad bacteriana del Mar Mediterráneo, dominada por SAR11, 

presentó tasas de respiración específicas muy variables correspondientes a unas 

eficiencias de crecimiento bajas relativamente homogéneas. Estos resultados son 

consistentes con la tendencia conocida de que la eficiencia de crecimiento 

bacteriana suele ser mayor en los sistemas más eutróficos (del Giorgio & Cole, 

1998), en los que el aporte de Bacteroidetes a la composición de la comunidad es 

habitualmente muy elevado (Rappé et al., 2002; Lefort & Gasol, 2013).  

Además, debe considerarse el hecho de que en este estudio se ha medido la 

producción bacteriana mediante la incorporación de 3H-leucina. Incluso teniendo 

en cuenta la poca contribución de la producción bacteriana en la variabilidad de 



Capítulo 2 
   

73 
 

los valores de eficiencia de crecimiento, las diferencias encontradas en la 

capacidad para asimilar la 3H-leucina entre Bacteroidetes y SAR11 (Cottrell & 

Kirchman, 2003) podría contribuir a incrementar las diferencias encontradas en 

este estudio en la eficiencia de crecimiento bacteriana de las comunidades 

bacterianas del Mar Cantábrico y del Mar Mediterráneo. 

Nuestros resultados también mostraron mayor actividad enzimática extracelular 

específica del tipo LAP en las dos comunidades cuando estaban en presencia de 

materias orgánicas disueltas alteradas, que en confinamiento asumimos que 

están asociadas a mayores tasas de producción de este enzima. La síntesis de 

enzimas es costosa para las bacterias (Middelboe & Søndergaard, 1993; 

Sinsabaugh et al., 1997; Carlson et al., 2007), y requiere un aporte energético que 

se refleja en unas elevadas tasas de respiración bacteriana específica (del Giorgio 

& Cole, 1998; Baltar et al., 2009). De hecho, al comparar la actividad específica del 

enzima extracelular dominante (LAP) y la respiración específica de las 

comunidades bacterianas en ambos ecosistemas costeros encontramos una 

relación positiva entre ambas variables (Figura 2.7), pero de nuevo se observaron 

notables diferencias entre los dos ecosistema costeros: por una parte, la 

pendiente fue más de 6 veces menor en las comunidades del Mar Cantábrico que 

en las comunidades del Mar Mediterráneo; por otra, los rangos de los valores de 

ambas variables fueron muy diferentes entre las dos comunidades. El amplio 

rango de valores de LAP específica, junto con las bajas pendientes encontradas en 

la comunidad bacteriana del Mar Cantábrico, dominado por Bacteroidetes, 

indican una buena adaptación de estas bacterias frente a un entorno cambiante. 

En comparación, la elevada pendiente encontrada en el Mar Mediterráneo 

(notable variación de la respiración bacteriana específica frente a pequeños 

cambios en la actividad LAP específica) sugiere que, en esta comunidad, dominada 

por SAR11, el coste metabólico para hidrolizar una cierta cantidad de sustrato 

polimérico es muy elevado, lo que se refleja en bajas eficiencias de crecimiento. 

Middelboe y Søndergaard (1993) sugirieron que la demanda energética asociada 

a la actividad enzimática extracelular implica una disminución en la eficiencia de 
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utilización del carbono. Dado que los cambios en actividades enzimáticas 

extracelulares se producen tan rápido como el recambio celular (Findlay & 

Sinsabaugh, 2003), su efecto puede reflejarse inmediatamente en la eficiencia de 

crecimiento bacteriana. 

 

Figura 2.7. Relación entre la actividad leucina aminopeptidasa específica y la respiración bacteriana 
específica en los tratamientos de la Fase II (RB = 0,044LAP – 2 x 10-8, r2 = 0,564, en el Mar Cantábrico 
y RB = 0,265LAP – 8 x 10-8, r2 = 0,383, en aguas del Mar Mediterráneo). Los puntos más grandes y 
sombreados indican los valores medios y las desviaciones estándar de los controles en el Mar 
Cantábrico (redondo) y en el Mar Mediterráneo (diamante). 

Por lo tanto, la necesidad de producir enzimas hidrolíticos puede ser un factor 

importante que explicaría la alta demanda energética observada en las dos 

comunidades bacterianas. Además de las condiciones fisicoquímicas del 

ecosistema marino, los principales factores que influyen en la expresión de un 

determinado perfil de enzimas extracelulares son la composición de la comunidad 

bacteriana, porque determina el potencial genético o la capacidad de la 

comunidad, y la composición de la materia orgánica como regulador de la 

expresión o síntesis de los enzimas hidrolíticos (Chróst & Siuda, 2002; Hoppe et 

al., 2002). Con respecto a la composición de la comunidad, el menor coste 

energético asociado a la mayor expresión de la actividad LAP por parte de las 

bacterias del Mar Cantábrico (ver valores de los controles en la Figura 2.7) podría 
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estar relacionado con la dominancia de Bacteroidetes en verano en esta área. Las 

bacterias del grupo Bacteroidetes son consideradas especialistas en la utilización 

de materia orgánica de alto peso molecular (Cottrell & Kirchman, 2000; Elifantz et 

al., 2005), que contiene una cantidad significativa de proteínas y polipéptidos 

(Coffin, 1989; Rosenstock & Simon, 1993; Kroer et al., 1994; Keil & Kirchman, 

1999). Así, la comunidad del Mar Cantábrico estaría preparada a corto plazo para 

procesar la materia orgánica resultante del crecimiento bacteriano y de la 

depredación por protozoos bacterívoros.  

En cambio, la composición de la comunidad bacteriana de la costa del Mar 

Mediterráneo en verano fue notablemente diferente: la presencia de 

Bacteroidetes fue escasa (aproximadamente un 11% de media), mientras que las 

bacterias dominantes fueron las pertenecientes al grupo SAR11 (47% de media), 

de las que se sabe que prefieren compuestos de bajo peso molecular como la 

glucosa (Alonso & Pernthaler, 2006; Alonso-Sáez et al., 2012) o los aminoácidos 

libres disueltos y el dimetilsulfoniopropionato (DMSP) (Malmstrom et al., 2004). 

Esta composición bacteriana en el Mar Mediterráneo encaja bien con los mayores 

costes energéticos asociados a la expresión de la actividad LAP. Otra diferencia en 

los perfiles de actividad del enzima en las dos comunidades es la ratio entre la 

actividad aminopeptidasa y la suma de glucosidasas (α-glucosidasa + β-

glucosidasa), que fue dos veces superior en el Mar Cantábrico (20,9) que en las 

comunidades bacterianas del Mar Mediterráneo (10,1). Es bien sabido que 

diferentes grupos de bacterias pueden expresar diferentes niveles de actividades 

enzimáticas hidrolíticas (Martínez et al., 1996; Pinhassi et al., 1999). De esta 

manera, estos diferentes ratios podrían estar determinados por la composición 

de la comunidad, y variar de diferente manera en presencia de las materias 

orgánicas disueltas alteradas. Mientras que la ratio aumentó en la comunidad del 

Mar Cantábrico (entre 1,4 y 2,9 veces), en la comunidad del Mar Mediterráneo 

permaneció estable. 

La composición de la materia orgánica también tiene una gran influencia en la 

expresión enzimática extracelular de una comunidad bacteriana (Chróst & Siuda, 
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2006), en la posterior absorción de compuestos orgánicos (Apple & del Giorgio, 

2007) y en el coste energético correspondiente. En este estudio la caracterización 

de la materia orgánica disuelta se basó en la cuantificación de los compuestos 

húmicos y proteicos de la fracción fluorescente, que puede suponer hasta el 70% 

del carbono orgánico disuelto en ecosistemas costeros (Chen & Bada, 1992; Chen 

et al., 2002; Kowalczuk et al., 2010). Aunque la composición inicial de la materia 

orgánica en los microcosmos desarrollados en la Fase I fue diferente, su evolución 

fue similar en los dos ecosistemas. Las aguas del Mar Cantábrico fueron 

ligeramente más ricas en compuestos húmicos y ligeramente más pobres en 

compuestos proteicos (ratio Proteicos/Húmicos 0,52) que las del Mar 

Mediterráneo (ratio 1,48). Sin embargo, se detectó una acumulación progresiva 

de compuestos húmicos y proteicos durante el crecimiento bacteriano y durante 

la depredación por protozoos bacterívoros en ambos ecosistemas, aunque en 

mayor medida en el Mar Mediterráneo. Las bacterias pueden liberar gran 

cantidad de compuestos húmicos, tanto cuando crecen exponencialmente como 

cuando permanecen en las fases estacionaria y senescente (Romera-Castillo et al. 

2011). En el caso de los compuestos proteicos, se ha documentado que sus 

concentraciones aumentan durante la fase de crecimiento exponencial de las 

bacterias, pero posteriormente disminuye después de que las poblaciones 

bacterianas han alcanzado la fase de crecimiento estacionario (Kawasaki & 

Benner, 2006; Romera-Castillo et al., 2011). Por lo tanto, la acumulación 

progresiva de compuestos húmicos y proteicos derivarían principalmente de los 

procesos de egestión y excreción ejecutados por los protozoos. Basándonos en 

los estudios previos mencionados, esperábamos mayores incrementos en 

compuestos húmicos y proteicos en el caso de los microcosmos del Mar 

Cantábrico en comparación con los microcosmos del Mar Mediterráneo, dado que 

en el Mar Cantábrico las bacterias y los protozoos crecieron más rápido, 

alcanzaron densidades más altas, y la ratio protozoo : bacteria, utilizada como un 

indicador de presión por depredación, también fue mayor que en el Mar 

Mediterráneo (4,4 x 10-3 vs. 1,8 x 10-3). Sin embargo, cuando las dos comunidades 

estuvieron en presencia de las materias orgánicas disueltas alteradas, la 
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comunidad del Mar Cantábrico fue capaz de consumir la fracción proteica de la 

materia orgánica disuelta fluorescente tanto en los controles como en los 

tratamientos con MOD-Prot, mientras que en el caso de la comunidad del Mar 

Mediterráneo sólo se observó una acumulación de compuestos orgánicos. Por 

tanto, se debe considerar que la acumulación es el resultado de un desequilibrio 

entre la liberación y el consumo, porque una fracción de la materia orgánica que 

se está constantemente liberando se consume de forma continua por la 

comunidad bacteriana. Como los diferentes grupos bacterianos presentan 

diferentes estrategias de consumo de carbono (por ejemplo, Alonso Sáez & Gasol, 

2007), la composición de la comunidad bacteriana resulta ser un factor clave en 

la regulación de la producción y la dinámica de la materia orgánica disuelta 

refractaria. 

En resumen, este estudio muestra que el crecimiento bacteriano, pero 

particularmente el posterior crecimiento y acción depredadora de los protozoos, 

provoca alteraciones en la materia orgánica disuelta marina, lo que a su vez 

desencadena cambios metabólicos importantes en la comunidad bacteriana. A 

corto plazo, esta respuesta metabólica consiste en un aumento de la actividad 

enzimática extracelular que implica un coste energético, un aumento en el 

consumo de carbono no relacionado con la producción bacteriana y, como 

consecuencia final, una disminución notable en la eficiencia de crecimiento 

bacteriano. La composición de la comunidad bacteriana influye en la velocidad y 

extensión de estos procesos. 
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Resumen 

La respuesta microbiana a los cambios ambientales en las aguas costeras del mar 

Cantábrico oriental se exploró analizando a lo largo de cuatro años un amplio 

conjunto de variables ambientales, junto con el metabolismo y la composición de 

las comunidades bacterianas. Se observó un ciclo estacional recurrente, 

consistente en dos situaciones estables, caracterizadas por una baja actividad 

metabólica bacteriana (invierno) de octubre a marzo, y una alta actividad 

metabólica bacteriana (verano) de mayo a agosto. Estas dos situaciones se 

enlazaron a través de cortos periodos de transición en abril y septiembre. Los 

grupos filogenéticos Alfaproteobacteria y Bacteroidetes fueron dominantes 

durante el invierno y el verano, respectivamente, y su alternancia fue impulsada 

principalmente por la floración del fitoplancton eucariota antes de la transición 

de abril y la floración del fitoplancton procariota antes de la transición de 

septiembre. La eficiencia de crecimiento bacteriana se mantuvo alta y estable 

durante los periodos de invierno y verano, pero fue baja durante los dos periodos 

de transición. Nuestros resultados sugieren que la eficiencia de crecimiento 

bacteriana debe considerarse una propiedad muy elástica que refleja diferentes 

etapas en la adaptación de la composición de la comunidad bacteriana a los 

cambios ambientales que ocurren a lo largo del ciclo estacional en este 

ecosistema costero. 
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Introducción 

La eficiencia de crecimiento bacteriana indica la fracción del carbono consumido 

que las bacterias destinan a la producción de biomasa. Este rasgo fisiológico es 

funcionalmente relevante, porque refleja directamente el metabolismo de la 

comunidad bacteriana. Además, la eficiencia de crecimiento bacteriana también 

ofrece información significativa sobre la influencia del bacterioplancton en la 

dinámica biogeoquímica de los sistemas acuáticos: las bacterias pueden actuar 

como un sumidero, cuando mineralizan la materia orgánica disuelta, o como 

intermediario dentro de la red trófica, cuando transfieren parte de la materia 

orgánica disuelta del sistema a los niveles tróficos superiores (Sherr & Sherr, 1996; 

del Giorgio & Cole, 1998; Carlson et al., 2007). La importancia de este parámetro 

se evidencia al constatar los muchos estudios centrados en la relación de la 

eficiencia de crecimiento bacteriana con diversos factores físicos, químicos y 

biológicos, como son la temperatura (Rivkin & Legendre, 2001; Apple et al., 2006), 

la irradiación (Cottrell et al., 2008; Hörtnagl et al., 2011), la disponibilidad de 

nutrientes (Biddanda et al., 2001; Lemée et al., 2002; Pradeep Ram et al., 2003), 

la concentración y la calidad de la materia orgánica disuelta (Eiler et al., 2003; 

Kritzberg et al., 2005; Apple & del Giorgio, 2007; Lee et al. 2009), la estructura y 

la composición de la comunidad bacteriana (Comte & del Giorgio, 2011; 

Warkentin et al., 2011) o la mortalidad bacteriana debida a la depredación y/o a 

la lisis viral (Middelboe et al., 1996 ; ver Capítulo 2). 

Sin embargo, los resultados obtenidos a la hora de determinar qué factores 

controlan la eficiencia de crecimiento bacteriana y cómo se produce este control 

han sido a menudo contradictorios. Estos resultados discordantes pueden 

deberse a diferencias importantes en la estrategia experimental, así como en la 

metodología utilizada. A menudo se ha determinado la influencia de un solo factor 

en la eficiencia de crecimiento bacteriana a partir de manipulaciones 

experimentales en micro- o mesocosmos (del Giorgio & Cole, 1998 y sus 

referencias; Eiler et al., 2003; Eichinger et al., 2010), en los que la alteración 

artificial de algunas propiedades relevantes de la comunidad bacteriana como son 
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la estructura, la composición y el metabolismo, puede probablemente sesgar las 

deducciones finales (Bier et al., 2015). Por otra parte, al analizar la variabilidad 

natural de la eficiencia de crecimiento bacteriana, la mayoría de los estudios 

abordan la variabilidad espacial, mientras que el análisis de la sucesión temporal 

está menos estudiado (Lemée et al. 2002; Reinthaler & Herndl, 2005; Eichinger et 

al., 2006; Alonso-Sáez et al., 2008; Bonilla-Fidji et al. 2010). Además, la 

determinación de la eficiencia de crecimiento bacteriana se basa en la producción 

de biomasa bacteriana y la respiración bacteriana, cuyas mediciones requieren el 

uso de factores de conversión, que muestran una gran y controvertida 

variabilidad (del Giorgio & Cole, 2000; Sherry et al., 2002; Alonso-Sáez et al., 

2007b; del Giorgio et al., 2011), tal y como se indica en el Capítulo 1. Por último, 

las mediciones de respiración bacteriana con los métodos tradicionales requieren 

el uso de incubaciones largas que a menudo superan las 48 h, lo que puede causar 

un sesgo adicional debido a la alteración de la comunidad bacteriana (Pomeroy et 

al., 1994; Gattuso et al., 2002). 

Como la actividad metabólica de los diferentes miembros de la comunidad es 

diferente (Alonso-Sáez & Gasol, 2007), la composición de la comunidad 

bacteriana y sus variaciones a lo largo del ciclo estacional pueden ser relevantes 

para explicar los cambios metabólicos en el sistema. De hecho, se han detectado 

vínculos entre la composición y la función de los principales grupos filogenéticos 

de la comunidad bacteriana (Findlay et al., 2003; Kritzberg et al., 2006; 

Langenheder et al., 2006; Comte & del Giorgio, 2009). Aun así, Comte & del 

Giorgio (2010) sugirieron que la conexión entre la composición bacteriana y la 

función de la comunidad solo puede detectarse en ciertos momentos en el 

espacio y el tiempo y en ciertas condiciones ambientales. Debido a su gran 

plasticidad metabólica (Meyer et al., 2004; Mou et al., 2008), el metabolismo 

bacteriano se puede adaptar a pequeños cambios ambientales, sin que se 

generen cambios significativos en la composición o función a nivel comunitario. 

Sin embargo, cuando los factores ambientales o los impulsores cambian y superan 

la capacidad de adaptación de los diferentes miembros de la comunidad 
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microbiana se pueden esperar cambios en la composición de la comunidad 

bacteriana, lo que resulta en un acoplamiento más estrecho entre la composición 

y la función de la comunidad (Comte & del Giorgio, 2010 y 2011). A este respecto, 

el Golfo de Bizkaia muestra un marcado ciclo estacional, resultado principalmente 

de la estratificación y mezcla de las aguas superficiales a lo largo del año (Serret 

et al., 1999). La estratificación comienza alrededor de marzo-abril con el 

calentamiento de las aguas superficiales, lo que genera en una picnoclina estival 

estable que se extiende hasta septiembre-octubre, cuando la temperatura de la 

superficie comienza a disminuir y se produce una mezcla con aguas más profundas 

(Serret et al., 1999). Por lo tanto, en la zona marina estudiada, es razonable 

esperar cambios importantes en la estructura de la comunidad bacteriana a lo 

largo del año en respuesta a estas perturbaciones ambientales cíclicas. 

El propósito de este estudio fue detectar la variabilidad de la eficiencia de 

crecimiento bacteriana e identificar aquellos factores que pueden afectarla. Para 

cumplir este objetivo general, se analizó la variabilidad anual de la eficiencia de 

crecimiento bacteriana, el metabolismo bacteriano, la composición de la 

comunidad bacteriana y un conjunto de variables ambientales durante cuatro 

años en las aguas costeras del Cantábrico oriental, con el fin de detectar si las 

variaciones en la eficiencia de crecimiento bacteriana estaban acopladas a 

cambios en la estructura de la comunidad derivados de cambios ambientales, y 

por tanto, podrían reflejar el nivel de adaptación de la comunidad bacteriana a su 

entorno. Para evitar artefactos derivados del confinamiento de la muestra y 

obtener estimaciones fiables de la eficiencia de crecimiento bacteriana, se estudió 

la eficiencia de crecimiento bacteriana a partir de estimaciones de producción y 

respiración bacterianas para las que se utilizaron incubaciones cortas inferiores a 

6 horas.  
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Material y métodos 

Estrategia de muestreo 

Se recogió agua de mar superficial (0,5 m) en la estación de muestreo situada en 

Armintza (43°44'N, 2°90'W) (Figura 3.1), ubicada en la costa de Bizkaia, en el Mar 

Cantábrico Oriental (sureste del Golfo de Bizkaia). Se tomaron un total de 31 

muestras desde marzo de 2008 hasta diciembre de 2012. Las muestras de agua 

de mar se prefiltraron a través de una malla de nylon de 100 µm de tamaño de 

poro para eliminar el micro- y mesozooplancton, y se transportaron en hielo y en 

oscuridad al laboratorio antes de 2 h. La temperatura y la salinidad se midieron in 

situ utilizando un salinómetro de conductividad (VWR EC300). 

 

Figura 3.1. Localización de la estación de muestreo situada en Armintza (Bizkaia). 

Densidad microbiana 

Las densidades de las cianobacterias marinas Synechococcus y Prochlorococcus se 

determinaron mediante citometría de flujo (Marie et al., 1999). Las muestras sin 

fijar se procesaron a alta velocidad (aprox. 100 µl min-1) en un citómetro de flujo 

FACScalibur Becton-Dickinson equipado con un láser azul que emite a 488 nm. Se 
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distinguieron diferentes poblaciones según la intensidad de la luz dispersada 

lateralmente y la emisión de fluorescencia en naranja (filtro BP 585/42 nm) y roja 

(filtro LP 670 nm) vinculados a la presencia de células que contienen ficoeritrina y 

clorofila, respectivamente.  

La densidad de bacterias, protozoos y partículas víricas se determinó mediante 

microscopía de epifluorescencia Nikon Optiphot (Porter & Feig, 1980; Noble & 

Fuhrman, 1998). Las muestras se fijaron con formalina tamponada con carbonato 

cálcico en el caso de bacterias y virus y con formalina tamponada con tetraborato 

sódico en el caso de los nanoflagelados (concentración final 2% v/v). Las muestras 

se almacenaron a 4°C en la oscuridad hasta el análisis, que se realizó siempre en 

las 24 h siguientes a la fijación. Para realizar los recuentos, se tomaron 

submuestras de volumen conocido (1 ml para el recuento de bacterias y 4 ml para 

el recuento de nanoflagelados), se tiñeron con DAPI (4’6’-diamidino-2-

phenylindole) (concentración final 2 µg ml-1) durante 10 min y se filtraron a través 

de filtros negros de policarbonato de 0,22 μm y 0,8 μm de tamaño de poro 

(Whatman) para el recuento de bacterias y nanoflagelados, respectivamente. 

Para el recuento de partículas víricas, se filtraron volúmenes de 1 ml de 

submuestras a través de filtros Acrodisc de 0,02 µm de tamaño de poro 

(Whatman), y se colocaron en una gota de 0,2% de SYBR Green I, se tiñeron 

durante 15 minutos y se enjuagaron con agua destilada filtrada por 0,02 µm. 

Finalmente, todos los filtros se montaron en portaobjetos de vidrio, se colocaron 

bajo el microscopio de epifluorescencia y se establecieron campos microscópicos 

seleccionados al azar por filtro para los recuentos de las tres comunidades 

microbianas. Se contaron un mínimo de 20 campos para estimar la densidad de 

bacterias y virus, y un mínimo de 100 campos para estimar la densidad de 

nanoflagelados. 

Composición de la comunidad bacteriana 

La composición de la comunidad bacteriana se determinó mediante la técnica 

CARD-FISH descrita por Pernthaler et al. (2002), utilizando sondas de 

oligonucleótidos marcados con HRP (horseradish peroxidase) diseñadas para 
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detectar específicamente organismos pertenecientes al dominio Bacteria (mezcla 

de EUB I (Amann et al., 1990) y EUB II-III (Daims et al., 1999)) y cuatro de sus 

principales grupos filogenéticos: ALF968 (Neef, 1997) para las Alfaproteobacteria; 

BET42a (Manz et al., 1992) para las Betaproteobacteria; GAM42a (Manz et al., 

1992) para las Gammaproteobacteria; y CF319a (Manz et al., 1996) para los 

Bacteroidetes. La sonda antisentido para Eubacteria NON338 (Wallner et al., 

1993) se utilizó como control negativo. Todas las hibridaciones se llevaron a cabo 

durante 2 h a 35°C, seguidas de 15 min de amplificación con tiramida-Alexa488. 

La concentración de la formamida en el tampón de hibridación fue del 55%, 

excepto para las sondas ALF968 y NON338, que fueron de 45% y 20% 

respectivamente. Las secciones de los filtros en los que se llevó a cabo la 

hibridación fueron teñidas con DAPI para posteriormente realizar la enumeración 

de bacterias mediante microscopía de epifluorescencia y calcular el porcentaje de 

hibridación de cada sonda con respecto al total de bacterias. 

Metabolismo bacteriano y actividades enzimáticas extracelulares. 

Las muestras de agua de mar se filtraron suavemente mediante una bomba 

peristáltica a través de filtros de fibra de vidrio de 0,9 µm de tamaño de poro 

(Millipore, AP2504700), para separar las bacterias del resto de la comunidad 

planctónica. La eficiencia de recuperación fue del 87,3% ± 9,9. Inmediatamente 

después de la filtración, la muestra se dividió en submuestras para estimar la 

respiración bacteriana, la producción bacteriana y las actividades enzimáticas 

extracelulares. 

Para estimar la respiración bacteriana, las 31 muestras de agua de mar se 

colocaron por duplicado en cámaras de vidrio de 4 ml diseñadas para evitar el 

intercambio de oxígeno con el exterior. La disminución de la concentración de 

oxígeno dentro de las cámaras se monitorizó utilizando un sistema de micro-

respiración y un microsensor de oxígeno (OX-MR) (Unisense), que permite 

mediciones continuas (Briand et al., 2004). Las cámaras de vidrio se introdujeron 

en un baño de temperatura controlada para evitar cambios en la determinación 

de oxígeno debido a los cambios de temperatura. La respiración bacteriana se 
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determinó a partir de la pendiente negativa de la regresión entre la concentración 

de oxígeno y el tiempo durante incubaciones inferiores a 6 h. El oxígeno respirado 

se transformó en velocidad de respiración de carbono utilizando un cociente 

respiratorio de 1 (del Giorgio et al., 2006). 

La producción bacteriana se estimó a partir de la velocidad de síntesis de 

proteínas, utilizando el método de incorporación de leucina tritiada (Kirchman et 

al., 1985). Se adicionó el isótopo ([3H]-Leucina) a concentración saturante 

(concentración final 40 nM) a tres submuestras de 5 ml, y se incubaron a 

temperatura in situ y en oscuridad durante 1 h. Paralelamente se repitió el mismo 

procedimiento con 2 blancos de 5 ml, previamente fijados con ácido 

tricloroacético (ATC) (concentración final 50%). La incubación se detuvo mediante 

la adición de ATC (concentración final 5%) y la introducción de las muestras en 

hielo durante 5 min. A continuación, las muestras se filtraron a través de filtros de 

acetato de celulosa (Sartorius) de 0,22 μm de tamaño de poro y se lavaron cinco 

veces con 5 ml de ATC al 5%. Los filtros se dejaron secar al aire, se introdujeron 

en viales de centelleo y se mezclaron con 500 μl de acetato de etilo durante 20 

min. Finalmente, se añadieron 4 ml de cóctel de centelleo (Ultima Gold, Perkin 

Elmer) y se midió la radioactividad en un contador de centelleo Perkin Elmer Tri-

Carb 2900TR, utilizando estándares externos para la corrección de la extinción. La 

producción de biomasa bacteriana se estimó usando un factor de conversión 

teórico de 1,55 kg C mol leu-1 que asume que no hay dilución interna del isótopo 

(Simon & Azam, 1989). 

La respiración bacteriana y la producción bacteriana de la comunidad total se 

determinaron a temperatura in situ y se calcularon considerando la proporción de 

bacterias que se retuvieron en el filtro de 0,9 µm de tamaño de poro y su biomasa. 

Tanto la respiración bacteriana como la producción bacteriana se midieron en las 

mismas escalas de tiempo, utilizando periodos de incubación inferiores a 6 h.  
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La demanda de carbono bacteriana (DCB) y la eficiencia de crecimiento bacteriana 

(ECB) se calcularon mediante las siguientes ecuaciones:  

DCB = RB + PB 

ECB =
PB

PB + RB
∗ 100 

donde RB corresponde a la respiración bacteriana y PB a la producción bacteriana. 

Las actividades enzimáticas extracelulares α-glucosidasa (α-Glu), β-glucosidasa (β-

Glu) y leucina-aminopeptidasa (LAP) fueron estimadas mediante fluorimetría de 

acuerdo con el método de Hoppe (1983). Se prepararon en metilcelosolve las 

disoluciones apropiadas de los análogos de sustratos fluorogénicos (4-

metilumbeliferil-α-D-glucósido (MUF-α-Glu), 4- metilumbeliferil-β-D-glucósido 

(MUF-β-Glu), y L-leucina-7-amido-4-metil-cumarina (MCA-Leu)), y se añadieron a 

tres submuestras de 3 ml en concentración saturante para cada actividad (250 µM 

para los sustratos MUF-α-GLU y MUF-β-GLU y 350 µM para el sustrato MCA-Leu). 

Las concentraciones saturantes de los tres sustratos se determinaron en 

experimentos previos realizados con un rango de concentraciones de entre 0 y 

1,5 µM, y se determinaron en función de la velocidad máxima obtenida para cada 

enzima. Las muestras se incubaron a temperatura in situ durante incubaciones 

inferiores a 6 h. La hidrólisis de los sustratos se detectó utilizando un 

espectrofluorímetro Perkin Elmer LS50B a longitudes de onda de 

excitación/emisión de 342 nm / 453 nm para las glucosidasas y de 360 nm / 445 

nm para la actividad LAP. El incremento lineal en la fluorescencia se transformó 

en actividad utilizando una recta estándar establecida para cada muestra con 

diferentes concentraciones de los fluorocromos MUF (0 – 0,5 µM) y MCA (0 – 1 

µM). 

La actividad específica de la respiración bacteriana, la producción bacteriana y de 

las actividades enzimáticas extracelulares se calcularon dividiendo el valor de 

cada variable metabólica por la densidad bacteriana de esa muestra. 
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Factores medioambientales 

La concentración de clorofila a se determinó fotométricamente a partir del 

extracto acetónico de plancton retenido en los filtros de acuerdo con los métodos 

estándar descritos por APHA-AWWA-WEF (1998). Se filtraron tres réplicas de 1 l 

de agua de mar a través de filtros GF/F (Whatman), los filtros se introdujeron en 

tubos de vidrio a los que se añadieron 5 ml de acetona (90% v/v) para la extracción 

de la clorofila a en oscuridad y a 4°C durante 24 h. Transcurrido ese tiempo, los 

tubos se agitaron vigorosamente y se alargó la extracción 30 min más a 4°C. Como 

control se utilizó un filtro GF/F (Whatman) sin muestra que fue procesado de la 

misma forma que el resto de filtros. Los tubos se centrifugaron a 3000 rpm 

durante 20 min y se recogieron los sobrenadantes con los extractos. Se determinó 

la absorbancia a cuatro longitudes de onda (750 nm, 664 nm, 647 nm y 630 nm) 

mediante un espectrofotómetro (Implen), y utilizando acetona al 90% v/v como 

blanco. Se corrigió la absorbancia a 664 nm, 647 nm y a 630 nm restándoles la 

absorbancia a 750 nm, indicadora de turbidez debido a partículas en suspensión. 

La concentración de clorofila a en los cuatro extractos se obtuvo mediante la 

siguiente ecuación: 

[Chla] = (11,85 Abs664 – 1,54 Abs647 – 0,08 Abs630) *  
v

V
 

donde Chla es clorofila a (µg l-1), v es el volumen extracto acetona (ml) y V el 

volumen filtrado de la muestra (l). El valor de concentración de clorofila a 

obtenido en el control se restó a la media de las tres réplicas. 

Para la determinación de los nutrientes inorgánicos, se recogieron muestras de 

500 ml de agua de mar y se congelaron inmediatamente a -80°C hasta su análisis. 

Se analizaron los nitratos, fosfatos y silicatos mediante un autoanalizador BRAN-

LUEBBE AAIII siguiendo los métodos descritos en Grasshoff et al. (1983) para el 

análisis automático de nutrientes en flujo segmentado. La concentración de 

nitratos se determinó mediante la reacción colorimétrica de Griess-Ilosvay 

(Griess, 1858), después de la reducción a nitrito utilizando una columna de 
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reducción de Cd-Cu; las concentraciones de fosfatos y silicatos se determinaron 

por el método del azul de molibdeno. 

El carbono orgánico disuelto se determinó de acuerdo con el método de Benner 

y Strom (1993). Las muestras se filtraron utilizando un sistema de filtración 

enjuagado con ácido a través de filtros GF / C (Whatman) previamente quemados 

(a 450°C). Después de descartar una primera fracción del filtrado, se tomaron 

muestras por triplicado de 10 - 15 ml de agua de mar, en ampollas de vidrio 

quemadas y se acidificaron a pH ~ 2 con ácido ortofosfórico antes de ser selladas 

térmicamente y almacenadas en la oscuridad a 4°C hasta el análisis. El carbono 

orgánico disuelto se midió en un analizador de carbono orgánico Shimadzu TOC-

CVS, con una precisión de ± 0,7 µmol l-1. El equipo se estandarizó diariamente con 

un estándar de ftalato de hidrógeno y potasio. La concentración del carbono 

orgánico disuelto se determinó restándole el área del pico del blanco preparado 

con agua Milli-Q (Merck) al área del pico promedio de la muestra y dividiéndolo 

por la pendiente de la curva estándar. 

La materia orgánica disuelta fluorescente se determinó según lo descrito por 

Nieto-Cid et al. (2006). Las mediciones individuales se llevaron a cabo con un 

espectrofluorímetro Perkin Elmer LS50B en una célula de fluorescencia de cuarzo 

de 1 cm no fluorescente. El ancho de banda para las longitudes de onda de 

excitación y emisión fue de 10 nm y la velocidad de exploración fue de 250 nm 

min-1. Las longitudes de onda de excitación / emisión utilizadas fueron las 

establecidas por Coble (1996): 280 nm / 350 nm (pico T) como indicador de 

sustancias proteicas, y 340 nm / 440 nm (pico C) y 320 nm / 410 nm (pico-M) como 

indicadores de sustancias húmicas. Las medidas de fluorescencia se 

transformaron en unidades de sulfato de quinina (USQ), utilizando como curvas 

estándar sulfato de quinina dihidrato disuelto en 0,05 mol H2SO4 l-1, a unas 

longitudes de onda de excitación y emisión de 340 nm / 440 nm, y donde 1 USQ 

fue equivalente a la emisión de fluorescencia de 1 µg l-1. La fluorescencia del 

blanco, generado con agua Milli-Q (Merck) se restó a todas las muestras. 
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Análisis estadísticos 

Para identificar diferencias significativas entre las variables entre distintos 

periodos ambientales, se utilizó la prueba no paramétrica de Wilcoxon. Las 

correlaciones entre las variables se determinaron mediante los coeficientes de 

correlación rho de Spearman. Se realizaron regresiones lineales simples para 

obtener la velocidad de consumo de oxígeno disuelto a lo largo del tiempo de 

incubación (p < 0,05). Estos análisis estadísticos se realizaron con IBM SPSS 

Statistics versión 20 para Windows.  

Para organizar la variabilidad de la composición de la comunidad bacteriana lo 

largo del año en función de un conjunto de variables explicativas, se utilizó un 

análisis de redundancia (RDA) utilizando la función decostand como método de 

estandarización antes del análisis (paquete vegan R; Oksanen et al., 2015). Para 

evaluar la tendencia estacional basada en la composición y el metabolismo 

bacteriano, se realizó una agrupación jerárquica (paquete pvclust R; Suzuki & 

Shimodaira, 2006). Los meses relacionados se identificaron mediante un 

dendrograma aplicando el método de Ward con disimilitud de Bray-Curtis. Tanto 

la RDA como la agrupación jerárquica se ejecutaron en la versión 3.1.0 de R 

(Development core team R, 2016). La significancia de todos los análisis 

estadísticos fue aceptada en p < 0,05. 

Resultados 

Patrón estacional 

La estación costera de Armintza en el mar Cantábrico oriental se muestreó en 11 

ocasiones desde marzo de 2008 hasta junio de 2009, y 20 veces desde febrero de 

2011 hasta diciembre de 2012 (un total de 31 muestras) (Figura 3.2).  

Los valores medios mensuales obtenidos para todas las variables analizadas se 

presentan en la Tabla 3.1. La tendencia estacional se detectó a partir de un 

agrupamiento jerárquico basado en tres descriptores bacterianos generales: la 

demanda de carbono bacteriana, que indica la cantidad total de carbono 

procesado por las bacterias; la eficiencia de crecimiento bacteriana, que muestra 
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la eficiencia de la comunidad bacteriana en la transferencia de carbono a niveles 

tróficos superiores; y la composición de la comunidad bacteriana, determinada 

como la abundancia de 4 grupos filogenéticos principales detectados por 

hibridación in situ de sondas fluorescentes (CARD-FISH). 

 
Figura 3.2. Resumen de los meses en los que se recolectó muestra en la estación de Armintza durante 
los años 2008, 2009, 2011 y 2012. Se recogieron un total de 31 muestras. 

Se observó que las muestras, identificadas por meses, se agruparon en dos 

situaciones estacionales (de mayo a septiembre y de octubre a abril) (Figura 3.3). 

Sin embargo, las muestras correspondientes al último mes de cada grupo, 

septiembre y abril, mostraron marcadas divergencias con los otros miembros de 

su grupo, tales como valores muy bajos de eficiencia de crecimiento y producción 

bacteriana, y una codominancia de Bacteroidetes y Alfaproteobacteria en su 

composición. Estas diferencias sugirieron que estas muestras representaban 

situaciones intermedias que merecían un análisis por separado. Así, el ciclo 

estacional estuvo representado por dos situaciones alternas largas: verano (mayo 

a agosto), caracterizada por una alta actividad metabólica y dominada por 

Bacteroidetes (12 muestras), e invierno (octubre a marzo), caracterizada por una 

baja actividad metabólica y dominada por Alfaproteobacteria (13 muestras). El 

invierno y el verano estuvieron separados por dos cortos periodos de transición, 

TA en abril (4 muestras) y TS en septiembre (2 muestras). 
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Tabla 3.1. Valores medios mensuales ± errores estándar de las variables analizadas. Los meses de transición, abril y septiembre, están señalados en fondo gris. MODFHumic: 
material húmico disuelto fluorescente; MODFProt: material proteico disuelto fluorescente; MODFProt:Humic: Ratio entre MODFProt y MODFHumic; α-Glu / β-Glu: Ratio entre las 
actividades enzimáticas extracelulares α- y β-glucosidasa. n.m.: no medido. n.d.: no detectable. 
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Número de muestras  1 3 3 4 3 4 3 2 2 2 3 1 

Temperatura 
superficial 

°C 13,3    12,0    
± 0,6 

13,0    
± 0,5 

13,6     
± 0,3 

15,9     
± 0,3 

19,0     
± 0,6 

20,3     
± 0,5 

21,0     
± 0,3 

21,0     
± 0,1 

18,3     
± 1,2 

15,7     
± 0,3 

13,3    

Clorofila a µg l-1 0,50    1,19    
± 0,51 

1,51    
± 0,51 

1,10     
± 0,18 

0,46     
± 0,15 

0,25     
± 0,02 

0,22     
± 0,02 

0,21     
± 0,02 

0,23     
± 0,04 

0,29    
± 0,00 

0,40    
± 0,04 

0,46    

Carbono orgánico 
disuelto 

µM 76 214     
± 132 

113     
± 31 

251      
± 67 

128      
± 22 

147      
± 8 

156      
± 61 

155      
± 0 

166      196     
± 58 

233     
± 91 

107 

Concentración de 
nitratos 

µM 5,05     5,61    
± 1,07 

4,08    
± 2,43 

1,42     
± 1,02 

1,05     
± 0,00 

1,03     
± 0,58 

0,38     
± 0,03 

0,70     
± 0,30 

0,65     1,10    
± 0,35 

1,40    
± 1,00 

4,75     

Concentración de 
fosfatos 

µM 0,20     0,32    
± 0,06 

0,29    
± 0,11 

0,16     
± 0,09 

0,25     
± 0,00 

0,19     
± 0,01 

0,27     
± 0,08 

0,12     
± 0,04 

0,50    0,14    
± 0,04 

0,14    
± 0,06 

n.m. 

Concentración de 
silicatos 

µM 3,95     3,73    
± 0,03 

2,81    
± 0,81 

1,22     
± 0,42 

4,25     
± 0,00 

1,58     
± 0,08 

1,85     
± 0,25 

4,03     
± 1,58 

5,25     3,65    
± 2,10 

1,79    
± 0,61 

9,00     

Synechococcus x106 cél l-1 2,2     3,5      
± 2,9 

1,5      
± 0,3 

2,1        
± 1,9 

2,9        
± 0,0 

9,8        
± 5,4 

81,6     
± 57,4 

43,8     
± 13,8 

14,2     
± 0,0 

42,9    
± 20,0 

11,0    
± 0,2 

6,4     
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Prochlorococcus x106 cél l-1 n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
0,7       

± 0,7 
19,3     
± 0,0 

36,1    
± 5,3 

21,7    
± 8,4 

2,1     

MODFHumic USQ 3,43    3,39    
± 0,19 

3,80    
± 0,53 

4,10     
± 0,52 

3,30     
± 0,35 

2,98     
± 0,25 

1,90     
± 0,09 

2,33     
± 0,34 

3,14     
± 0,62 

2,49    
± 0,97 

4,46    
± 1,42 

4,20    

MODFProt USQ 1,57    1,98    
± 0,16 

2,18    
± 0,23 

2,69     
± 0,24 

2,34     
± 0,35 

2,89     
± 0,49 

2,29     
± 0,10 

2,98     
± 0,64 

3,14     
± 0,87 

2,93    
± 0,35 

3,31   
± 0,73 

1,83 

MODFProt:Humic  0,46 0,59    
± 0,08 

0,60    
± 0,11 

0,69     
± 0,12 

0,71     
± 0,08 

0,99     
± 0,21 

1,21     
± 0,11 

1,26     
± 0,09 

0,98     
± 0,09 

1,33    
± 0,38 

0,66    
± 0,17 

0,44 

Densidad bacteriana x109 cél l-1 0,98 0,91    
± 0,38 

1,26    
± 0,47 

0,74     
± 0,09 

1,06     
± 0,55 

1,11     
± 0,18 

1,52     
± 0,26 

0,97     
± 0,04 

1,56 0,99    
± 0,22 

0,84    
± 0,05 

0,71 

Densidad 
nanoflagelados 
heterótrofos 

x106 cél l-1 0,28 0,82    
± 0,30 

0,57    
± 0,11 

0,70    
±0,06 

0,57     
± 0,13 

2,02     
± 0,74 

2,03     
± 1,17 

0,51     
± 0,12 

1,33     
± 0,48 

0,85    
± 0,07 

0,37    
± 0,09 

0,28 

Nanoflagelados : 
Bacterias 

 0,29 2,07    
± 1,63 

0,73    
± 0,40 

1,06     
± 0,17 

0,88     
± 0,34 

2,03     
± 0,80 

1,62     
± 0,54 

0,52     
± 0,40 

0,54     
± 0,00 

0,92    
± 0,27 

0,42    
± 0,09 

0,39 

Partículas víricas x1010 cél l-1 n.m. 
0,49    

± 0,47 
0,85    

± 0,49 
1,27     

± 0,48 
1,26     

± 0,31 
1,27     

± 0,19 
n.m. 3,70 3,85 2,20    

± 1,07 
1,61    

± 0,40 
2,00 

Respiración bacteriana µg C l-1 d-1 30,8 69,3    
± 15,6 

59,1    
± 14,8 

79,2     
± 3,1 

101,8   
± 15,7 

92,2     
± 13,9 

71,3     
± 6,6 

110,9   
± 6,8 

51,6     
± 12,5 

60,0    
± 5,5 

64,0    
± 3,6 

49,1 

Producción bacteriana µg C l-1 d-1 14,6 25,2    
± 4,5 

31,3    
± 5,6 

11,1     
± 2,4 

52,5     
± 4,4 

59,7     
± 11,5 

43,6     
± 2,4 

43,0     
± 5,7 

10,7     
± 3,3 

24,8    
± 0,6 

28,4    
± 5,5 

19,9 
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Eficiencia de 
crecimiento 
bacteriana 

% 32,1 27,7    
± 6,0 

35,4    
± 2,8 

12,0     
± 2,3 

34,8     
± 4,9 

39,4     
± 3,6 

38,2     
± 3,4 

28,0     
± 3,9 

16,9     
± 0,9 

29,4    
± 2,5 

30,4    
± 5,1 

28,8 

Demanda de carbono 
bacteriana 

µg C l-1 d-1 45,4 94,5    
± 15,6 

90,4    
± 19,7 

90,3     
± 4,9 

154,3   
± 15,0 

151,8   
± 23,2 

114,9   
± 4,9 

153,9   
± 1,1 

62,3     
± 15,8 

84,8    
± 4,8 

92,4    
± 5,2 

69,0 

Leucina 
Aminopeptidasa 

x103 nmol 
MCA l-1 d-1 

1,80 1,77    
± 0,59 

2,64    
± 0,14 

2,24     
± 0,44 

9,12     
± 3,8 

4,34     
± 0,97 

5,59     
± 3,03 

1,93     
± 0,35 

2,42     
± 0,38 

1,83    
± 0,24 

1,37    
± 0,54 

1,58 

α-Glucosidasa 
nmol MUF l-1 

d-1 
14,7 46,5    

± 31,7 
42,9    

± 22,3 
62,2     

± 30,1 
63,6     

± 29,2 
49,1     

± 17,8 
16,1 9,4       

± 0,7 
113,4   
± 85,4 

9,7      
± 8,4 

18,0    
± 4,3 

18,6 

β-Glucosidasa 
nmol MUF l-1 

d-1 
12,7 48,6    

± 28,6 
50,9    

± 12,9 
119,6   
± 25,3 

116,2   
± 48,9 

90,2     
± 28,5 

27,1 21,2     
± 3,9 

65,8     
± 52,9 

22,3    
± 16,6 

19,8    
± 7,7 

12,5 

α-Glu / β-Glu  1,16 0,66    
± 0,08 

0,73    
± 0,23 

0,70     
± 0,15 

0,66     
± 0,21 

0,48     
± 0,10 

0,59 0,46     
± 0,12 

1,93     
± 0,25 

0,35    
± 0,12 

0,60    
± 0,24 

1,49 

Alfaproteobacteria % 46,3 41,5    
± 1,7 

37,5    
± 1,1 

34,5     
± 2,3 

27,7     
± 2,8 

23,7     
± 2,3 

28,3     
± 4,3 

26,3     
± 1,4 

27,3 40,6    
± 0,2 

41,0    
± 0,3 

39,9 

Bacteroidetes % 21,9 23,0    
± 2,9 

26,4    
± 4,9 

31,8     
± 1,4 

39,6     
± 2,4 

39,0     
± 1,4 

34,8     
± 4,5 

38,6     
± 5,6 

30,8 22,3    
± 0,8 

21,7    
± 2,3 

23,4 

Gammaproteobacteria % 15,8 23,0    
± 5,4 

21,2    
± 2,0 

20,2     
± 1,4 

17,5     
± 3,3 

21,2     
± 2,0 

23,0     
± 1,7 

22,3     
± 3,2 

23,2 24,1    
± 0,4 

21,5    
± 0,6 

23,8 

Betaproteobacteria % 7,1 6,0      
± 0,8 

8,6      
± 2,3 

6,5        
± 0,6 

7,5        
± 1,8 

8,4        
± 0,3 

7,2       
± 1,6 

5,9       
± 0,9 

8,6  6,7      
± 2,0 

8,6      
± 2,3 

6,3 

Otras Eubacteria % 8,9 6,6      
± 0,2 

6,2      
± 0,8 

7,0        
± 0,6 

7,7        
± 0,8 

7,6        
± 0,7 

6,7       
± 0,1 

6,8       
± 0,3 

10,1 6,3      
± 0,6 

7,3      
± 0,7 

6,6 
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Figura 3.3. Agrupación jerárquica de las muestras a lo largo del ciclo anual, basada en la demanda de 
carbono bacteriana, la eficiencia del crecimiento bacteriana y la composición de la comunidad 
bacteriana estimada entre 2008 y 2012. Los meses correspondientes a los periodos de verano, de 
invierno y a los periodos de transición (TA y TS) se muestran delimitados por líneas.  

Los valores promedios para cada periodo de todas las variables analizadas se 

presentan en la Tabla 3.2. Además de los tres descriptores microbianos 

mencionados anteriormente, otras variables ambientales también mostraron un 

patrón estacional recurrente. La temperatura superficial del agua de mar mostró 

el patrón estacional habitual de los mares templados, con un periodo más cálido 

de mayo a octubre, seguido de un periodo más frío de noviembre a abril. Sin 

embargo, las situaciones de transición TA y TS ocurrieron antes que los cambios en 

la temperatura superficial (Figura 3.4, flechas rojas). La concentración total de 

clorofila a varió entre 0,2 y 2,4 µg l-1, y sus valores estacionales máximos se 

detectaron cada año en invierno (2008, 2009, 2011 y 2012), inmediatamente 

antes de la transición de primavera TA (Figura 3.4, flecha verde). Esta primera 

floración de productores primarios se relacionó con el agotamiento de la reserva 

de nitratos (Figura 3.4) y con las concentraciones más altas de carbono orgánico 

disuelto a lo largo del año (Tabla 3.1).  
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Figura 3.4. Evolución temporal de la temperatura superficial del agua de mar, de la concentración de 
clorofila a, de los nitratos y de la densidad de Synechococcus. Las flechas rojas indican el comienzo del 
cambio en la temperatura superficial después de los periodos de transición (TA y TS). Las flechas verde 
y azul indican los picos de clorofila a y de Synechococcus previos a TA y TS, respectivamente. Las barras 
grises resaltan los periodos de transición. 

Synechococcus alcanzó su densidad máxima en julio y agosto (valores medios de 

8,2 x 107 cél l-1 y 4,4 x 107 cél l-1, respectivamente), en tanto que Prochlorococcus 

no fue detectable desde enero hasta julio.  La presencia de estos procariotas 

autótrofos se asoció a condiciones de temperatura superficial alta, clorofila a baja 

y concentración de nitratos baja (Figura 3.4). 

La densidad de nanoflagelados fue menor en invierno que en verano (prueba de 

Wilcoxon, p < 0,05) y aunque se detectó la misma tendencia para las partículas 

víricas, las diferencias no fueron estadísticamente significativas. En los 

experimentales llevados a cabo para el Capítulo 2 de esta tesis, se observó que la 

ratio entre los nanoflagelados heterótrofos y las bacterias, un indicador de la 

presión por depredación (Gasol, 1994), estaba relacionada con la modificación de 

la materia orgánica disuelta. Esta relación se correlacionó positivamente con las 

tres actividades enzimáticas extracelulares específicas de la LAP, la α-Glu y la β-

Glu, así como con la respiración bacteriana específica (rho de Spearman = 0,52, p 

< 0,01), la producción bacteriana específica (rho de Spearman = 0,43, p < 0,05) y 

la demanda de carbono bacteriana específica (rho de Spearman = 0,50, p < 0,01) 

(Tabla Suplementaria TS.2). 
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Tabla 3.2. Valores promedios para cada periodo (invierno, verano y transiciones) ± errores estándar de las variables analizadas. Los periodos de transición, abril (TA) y septiembre 
(TS), están señalados en fondo gris. MODFHumic: material húmico disuelto fluorescente; MODFProt: material proteico disuelto fluorescente; MODFProt:Humic: Ratio entre MODFProt y 
MODFHumic; α-Glu / β-Glu: Ratio entre las actividades enzimáticas extracelulares α- y β-glucosidasa. n.d.: no detectable. 

  Invierno TA Verano TS 

  𝒙̅ ± ES 𝒙̅ ± ES 𝒙̅ ± ES 𝒙̅ ± ES 

Temperatura superficial °C 14,2 0,7 13,6 0,3 18,9 0,6 21,0 0,1 

Clorofila a µg l-1 0,84 0,20 1,10 0,19 0,29 0,5 0,23 0,04 

Carbono orgánico disuelto µM 168 36 251 67 144 12 166  

Concentración de nitratos µM 3,42 0,75 1,42 1,02 0,75 0,18 0,65  

Concentración de fosfatos µM 0,22 0,04 0,17 0,09 0,20 0,03 0,50  

Concentración de silicatos µM 3,69 0,73 1,22 0,42 2,93 0,60 5,25  

Synechococcus x106 cél l-1 12,6 6,0 2,1 1,9 39,0 18,1 14,1  

Prochlorococcus x106 cél l-1 15,1 7,0 n.d  0,2 0,2 19,3  

MODFHumic USQ 3,59 0,31 4,10 0,52 2,73 0,22 3,14 0,62 

MODFProt USQ 2,43 0,22 2,69 0,24 2,62 0,21 3,14 0,87 

MODFProt:Humic  0,70 0,10 0,69 0,12 1,00 0,10 0,99 0,09 

Densidad bacteriana x109 cél l-1 0,98 0,13 0,74 0,09 1,15 0,16 1,56  

Densidad nanoflagelados 
heterótrofos 

x106 cél l-1 0,58 0,09 0,70 0,06 1,41 0,40 1,33 0,48 

Nanoflagelados : Bacterias  0,94 0,38 1,06 0,17 1,37 0,35 0,54  
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Partículas víricas x1010 cél l-1 1,32 0,31 1,27 0,48 1,67 0,42 3,85  

Respiración bacteriana µg C l-1 d-1 59,8 5,2 79,2 3,1 92,5 7,0 51,6 12,5 

Producción bacteriana µg C l-1 d-1 26,0 2,2 11,1 2,4 51,1 4,3 10,7 3,3 

Eficiencia de crecimiento 
bacteriana 

% 30,8 1,9 12,0 2,3 35,1 2,1 16,9 0,9 

Demanda de carbono 
bacteriana 

µg C l-1 d-1 85,8 6,4 90,3 4,9 143,5 9,2 62,3 15,8 

Leucina Aminopeptidasa 
x103 nmol MCA l-1 

d-1 
1,87 0,21 2,23 0,44 5,43 1,30 2,41 0,38 

α-Glucosidasa nmol MUF l-1 d-1 27,4 7,7 62,2 30,1 42,2 12,2 113,4 85,4 

β-Glucosidasa nmol MUF l-1 d-1 32,9 8,0 119,6 25,3 77,9 20,6 65,8 52,9 

α-Glu / β-Glu  0,73 0,12 0,70 0,15 0,54 0,07 1,92 0,25 

Alfaproteobacteria % 40,6 0,8 34,5 2,3 26,3 1,5 27,3  

Bacteroidetes % 23,3 1,3 31,8 1,4 38,0 1,8 30,8  

Gammaproteobacteria % 21,9 1,3 20,2 1,4 20,9 1,5 23,2  

Betaproteobacteria % 7,4 0,8 6,5 0,6 7,5 0,6 8,6  

Otras Eubacteria % 6,8 0,3 7,0  7,3 0,3 10,1  
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Metabolismo bacteriano y actividad enzimática extracelular 

El metabolismo de la comunidad bacteriana siguió un claro patrón estacional 

recurrente (Tabla 3.2 y Figura 3.5). La demanda de carbono bacteriana fue 1,7 

veces menor en invierno que en verano (86 ± 6 µg C l-1 d-1 vs.144 ± 9 µg C l-1 d-1; 

prueba de Wilcoxon, p < 0,001). La respiración bacteriana y la producción 

bacteriana mostraron tendencias similares, con valores significativamente más 

bajos en invierno que en verano (p < 0,001 para ambos). Sin embargo, la eficiencia 

de crecimiento bacteriana no mostró diferencias significativas (prueba de 

Wilcoxon, p > 0,1) entre estos dos periodos (valores medios de 31% en invierno y 

de 35% en verano). En las muestras de transición, los valores de producción 

bacteriana fueron los más bajos de todo el año y, como consecuencia, la eficiencia 

de crecimiento bacteriana disminuyó a los valores más bajos observados, por 

debajo del 18%. La relación entre la respiración y la producción se utilizó como 

una estimación de la demanda energética necesaria para obtener una unidad de 

biomasa bacteriana. Esta demanda energética fue de promedio 7,5 ± 1,0 para los 

periodos de transición (TA y TS juntas), que fue significativamente mayor (prueba 

de Wilcoxon, p < 0,001) que los valores de 2,4 ± 0,2 y 1,9 ± 0,2 obtenidos para 

invierno y verano, respectivamente, los cuales no fueron significativamente 

diferentes entre sí (Figura 3.5D). 

Las actividades enzimáticas extracelulares LAP, α-Glu y β-Glu fueron menores en 

invierno que en verano (Tabla 3.2), aunque las diferencias en los valores medios 

solo fueron significativas para la LAP (prueba de Wilcoxon, p = 0,005). Sin 

embargo, hubo correlaciones positivas cercanas entre las actividades específicas 

de la LAP, de la α-Glu o de la β-Glu y la respiración bacteriana específica. Además, 

la relación α-Glu / β-Glu, indicador de la labilidad de los carbohidratos disueltos 

(Decho & Herndl, 1995; Karner & Rassoulzadegan, 1995), fue más alta en invierno 

que en verano. Esta relación se correlacionó negativamente con la demanda de 

carbono bacteriana (rho de Spearman = -0,60; p < 0,05) (Tabla suplementaria 

TS.2). 
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Figura 3.5. Distribución intra-anual de la respiración bacteriana (A), la producción bacteriana (B), la 
eficiencia de crecimiento bacteriana (C) y la demanda energética (D), calculada como la ratio entre la 
respiración bacteriana y la producción bacteriana. Las barras grises remarcan los periodos de 
transición (TA y TS). Se presentan los valores medios ± error estándar. 
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Composición de la comunidad bacteriana 

La alternancia en el predominio de los dos grupos filogenéticos principales, 

Bacteroidetes y Alfaproteobacteria, fue notable a lo largo del estudio (Figura 3.6). 

En invierno, las Alfaproteobacteria (2,6 ± 0,3 x 108 cél l-1) fueron más abundantes 

que los Bacteroidetes (1,5 ± 0,2 x 108 cél l-1), mientras que en verano los 

Bacteroidetes (3,3 ± 0,4 x 108 cél l-1) dominaron sobre las Alfaproteobacteria (2,1 

± 0,3 x 108 cél l-1) (p < 0,001 en ambos casos). Las muestras de transición 

mostraron valores intermedios y similares para estos dos grupos filogenéticos. Las 

Gammaproteobacteria constituyeron el tercer grupo más abundante en todo el 

ciclo estacional (1,5 ± 0,2 x 108 cél l-1 para todo el estudio), y su tendencia 

estacional se asemejó a la de los Bacteroidetes, aunque de manera menos 

marcada. Las Betaproteobacteria siempre estuvieron presentes en un porcentaje 

mucho menor (5,3 ± 0,7 x 107 cél l-1) y no mostraron estacionalidad. Las bacterias 

restantes, no identificadas mediante las sondas específicas, nunca representaron 

más de 1,7 x 108 cél l-1 (5,6 ± 0,7 x 107 cél l-1). Las arqueas no se cuantificaron 

debido a su baja densidad habitual en estas aguas costeras (Alonso-Sáez et al., 

2009). 

Cabe destacar que la proporción de los Bacteroidetes mostró una estrecha 

correlación positiva con la demanda de carbono bacteriana (rho de Spearman = 

0,56, p < 0,01), así como con la actividad LAP (rho de Spearman = 0,60, p < 0,01). 

La proporción de las Alfaproteobacteria se correlacionó inversamente con la 

demanda de carbono bacteriana (rho de Spearman = -0,51, p < 0,01), con la 

actividad LAP (rho de Spearman = -0,60, p < 0,01) y con la actividad β-Glu (rho de 

Spearman = -0,50, p < 0,01) (Tabla suplementaria TS.2). 

Se realizó un análisis de redundancia (Figura 3.7) para sintetizar las variaciones en 

la composición de la comunidad bacteriana en función de un conjunto de 

variables explicativas: clorofila a, concentración de nitratos, materia orgánica 

disuelta fluorescente húmica y proteica, abundancia de Synechococcus, 

temperatura superficial, densidad de nanoflagelados heterótrofos y densidad de 

bacterias.  
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Figura 3.6. (A) Evolución temporal de la composición de la comunidad bacteriana. Los datos se 
presentan como media ± desviación estándar. (B) Proporciones relativas de los principales grupos 
bacterianos de la comunidad del Cantábrico oriental (Alfaproteobacterias, Bacteroidetes, 
Gammaproteobacteria, Betaproteobacteria y otras Eubacteria) en los cuatro periodos por los que pasa 
el ecosistema: invierno, primera transición (TA), verano y segunda transición (TS). Las barras grises 
resaltan los periodos de transición. 
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Figura 3.7. Análisis de redundancias (RDA) de la relación entre variables ambientales (flechas) y los 
principales grupos de la comunidad bacteriana (en negrita) (Alfaproteobacteria (ALF), Bacteroidetes 
(BTRD), Gammaproteobacteria (GAM), Betaproteobacteria (BET) y otras Eubacteria (OTUEB)). Los 
meses de invierno están representados en azul, los meses de verano en rojo y los periodos de 
transición en amarillo. Las variables analizadas: Clorofila a (Chla), nitratos (NO3

-), materia orgánica 
disuelta fluorescente proteica y húmica (MODFProt y MODFHumic), abundancia de Synechococcus (Syn), 
temperatura superficial del agua (Temp), densidad de nanoflagelados heterótrofos (Nanoflag) y 
densidad bacteriana (Bact). 

El 87,7% de la variación en la composición de la comunidad bacteriana 

correspondió a las variables explicativas, mientras que el 12,3% de la variación 

correspondió a otros factores desconocidos. Este análisis indica que, las 

Alfaproteobacteria fueron más abundantes en situaciones con alta concentración 

de clorofila a, de nitratos y de materia orgánica disuelta fluorescente húmica 

(variables que caracterizaron el periodo invernal), mientras que los Bacteroidetes 

fueron más abundantes con alta temperatura superficial, alta densidad de 

nanoflagelados heterótrofos, alta abundancia de Synechococcus y alta 

concentración de materia orgánica disuelta fluorescente proteica (características 

que acompañan el periodo de verano). La temperatura superficial, la densidad de 

nanoflagelados heterótrofos, la densidad de bacterias y la y materia orgánica 

disuelta fluorescente proteica estuvieron estrechamente relacionados entre sí. 
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Discusión 

Los resultados aquí presentados muestran claramente un ciclo estacional 

recurrente en las aguas costeras del Cantábrico oriental a lo largo de cuatro años 

(del 2008 al 2012). Este ciclo estacional consta de dos situaciones funcionalmente 

estables, invierno (de octubre a marzo) y verano (de mayo a agosto), que 

presentan diferentes estructuras de comunidades bacterianas y niveles de 

utilización de carbono, pero valores similares y altos de eficiencia de crecimiento 

bacteriana. Estas situaciones están vinculadas por cortos períodos de transición, 

TA (abril) y TS (septiembre), en los cuales la estructura de la comunidad bacteriana 

y el metabolismo cambian rápidamente y la eficiencia de crecimiento bacteriana 

se reduce en gran medida. 

Las tres comunidades microbianas principales, bacterias, nanoflagelados y virus, 

son más abundantes en verano que en invierno, y tanto la densidad de bacterias 

como la de nanoflagelados heterótrofos correlacionan positivamente con la 

temperatura del agua de mar. No se han encontrado correlaciones significativas 

entre la temperatura superficial y la demanda de carbono bacteriana, la 

producción bacteriana o la respiración bacteriana, al contrario que en otros 

estudios realizados en el Cantábrico Oriental y Central (Iriberri et al., 1985; Huete-

Stauffer et al., 2015; Morán & Scharek, 2015), en los cuales se destaca el efecto 

positivo de la temperatura del agua de mar sobre la actividad microbiana 

heterotrófica. Por lo tanto, estos resultados no apoyan la temperatura como un 

impulsor directo de la variabilidad en el Cantábrico Oriental, porque los cambios 

en la eficiencia de crecimiento bacteriana y en la composición de la comunidad 

bacteriana asociados a los periodos de transición ocurren antes que los cambios 

en la temperatura superficial del agua de mar. Por lo tanto, se deben considerar 

otros factores para explicar los cambios estacionales observados y las peculiares 

situaciones de transición. 

Además de la abundancia de depredadores, la relación entre la densidad de 

nanoflagelados heterótrofos y la densidad de bacterias también fue mayor en 

verano que en invierno. Dado que esta relación se considera un indicador de la 
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presión por depredación (Gasol, 1994; ver Capítulo 2), su correlación con las tres 

actividades enzimáticas extracelulares, que a su vez correlacionaron con la 

respiración específica, sugiere una secuencia de eventos que relacionan la presión 

por depredación con el metabolismo bacteriano. El aumento de la depredación 

de bacterias por parte de los nanoflagelados heterótrofos se ha relacionado con 

la producción de materia orgánica disuelta de una calidad diferente a la producida 

por la producción primaria fitoplanctónica (Strom et al., 1997; Kujawinski et al., 

2004; Gruber et al., 2006; ver Capítulo 2). A medida que la degradación de los 

materiales producidos por el fitoplancton avanza y la materia orgánica se altera 

cualitativamente mediante el procesamiento microbiano, los materiales restantes 

requieren la expresión de niveles elevados de actividades enzimáticas 

extracelulares, que a su vez aumentan el coste energético que les supone 

convertir esa materia orgánica disuelta en biomasa microbiana (Middelboe & 

Søndergaard, 1993; ver Capítulo 2). Esto lo refleja la mayor respiración específica 

(y posterior demanda de carbono bacteriana) detectada durante el verano en 

comparación con la de invierno. Sin embargo, esta respuesta metabólica a la 

materia orgánica disuelta alterada no ayuda a explicar las disminuciones 

sustanciales y constantes de la producción bacteriana y la eficiencia de 

crecimiento bacteriana observadas durante los periodos de transición. 

La determinación de la composición de la comunidad bacteriana mediante CARD-

FISH puede limitar la posibilidad de asociar una determinada actividad metabólica 

con un grupo de bacterias concreto, debido a la baja resolución taxonómica 

obtenida mediante esta técnica (Fuchs et al., 1998; Kubota, 2013). A pesar de que 

podemos suponer que dentro de los grandes grupos taxonómicos la actividad 

metabólica es muy variable, el análisis de la composición de la comunidad 

bacteriana mediante CARD-FISH nos ha permitido detectar, a lo largo del año, 

cambios en el funcionamiento de la comunidad en general que coinciden con 

cambios en el dominio de los grandes grupos taxonómicos. En este sentido, 

detectamos un cambio recurrente de alternancia en el predominio de los dos 

grupos más abundantes en estas aguas costeras, Bacteroidetes y 
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Alfaproteobacteria. Esta alternancia se observa también en otros ecosistemas 

(Pinhassi & Hagstrom, 2000; Kan et al., 2006; Teira et al., 2008). A pesar de este 

cambio en las predominancias, y aunque Bacteroidetes y Alfaproteobacteria sean 

grupos taxonómicamente amplios que probablemente varían su composición 

específica a lo largo del año, la comunidad bacteriana mantiene una alta y estable 

eficiencia de crecimiento bacteriana durante la mayor parte del año (verano e 

invierno). Sin embargo, existen dos descensos bruscos en la eficiencia de 

crecimiento bacteriana que ocurren en los dos periodos de transición, durante el 

cambio en el predominio de Alfaproteobacteria a Bacteroidetes en abril (TA), y de 

Bacteroidetes a Alfaproteobacteria, en septiembre (TS). 

Varios autores han observado un acoplamiento entre la aparición de floraciones 

fitoplanctónicas y los cambios en la composición de la comunidad bacteriana 

(Middelboe et al., 1995; Riemann et al., 2000; Pinhassi et al., 2004; Brussaard et 

al., 2005; Fandino et al., 2005; Rooney-Varga et al., 2005; Sapp et al. 2007; Teeling 

et al., 2012; Sintes et al., 2013). Observamos dos momentos en el año en el que 

las condiciones indicaron la presencia de floraciones. En el primero, se detectó el 

máximo de clorofila a en marzo junto con un descenso significativo en la 

concentración de silicatos desde marzo (2,8 ± 0,8 µM) hasta abril (1,2 ± 0,4 µM, la 

más baja en todo el año), sugiriendo el desarrollo de una floración de diatomeas 

justo antes de la transición de abril (Sarthou et al., 2005; Wasmund et al., 2013). 

Calvo-Díaz et al., (2008) también encontraron valores máximos de clorofila a a 

finales del invierno o principios de la primavera en el sur del Golfo de Bizkaia, 

asociados al fitoplancton de mayor tamaño. El segundo momento vino marcado 

por la alta densidad de Synechococcus y Prochlorococcus en julio y agosto, antes 

de la transición de septiembre y en combinación con una elevada temperatura 

superficial y bajas concentraciones de nitratos- y clorofila a, de acuerdo con otros 

estudios realizados en el Cantábrico y otras aguas costeras (Agawin et al., 2000; 

Worden et al., 2004; Morán, 2007; Calvo-Díaz et al., 2008). 

La floración de primavera, formado por fototrofos eucariotas, y la floración de 

verano, de fitoplancton procariota, podrían ser los principales impulsores de la 
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variabilidad en la composición de la comunidad bacteriana en el Cantábrico 

Oriental. Por un lado, a comienzos de la primavera, la nueva materia orgánica 

disuelta liberada principalmente por diatomeas (asociada a una ratio α-Glu / β-

Glu < 1, indicativo de presencia de polisacáridos complejos (Bhaskar & Bhosle, 

2008)) favorecería la expansión de Bacteroidetes e impulsaría el primer cambio 

en la composición de la comunidad bacteriana durante el periodo de transición 

de abril. Los Bacteroidetes se han descrito como con estrategas r de rápido 

crecimiento con especialización en el ataque inicial de materia orgánica altamente 

compleja (Kirchman, 2002; Bauer et al., 2006; Edwards et al., 2010; Thomas et al., 

2011). Este grupo podría adaptarse mejor a este tipo de materia orgánica debido 

a su capacidad para expresar una amplia gama de enzimas extracelulares 

especializadas en la degradación de polisacáridos sulfatados, que se sabe que son 

componentes principales de la pared celular del fitoplancton, y transportadores 

de compuestos de alto peso molecular (Arnosti et al., 2012; Gómez-Pereira et al., 

2012; Sarmento & Gasol, 2012; Teeling et al., 2012). Esto, a su vez, conduciría a la 

disminución de aquellas Alfaproteobacteria que no están equipadas para usar la 

materia orgánica disuelta recién producida derivada de diatomeas. Pero a finales 

de verano, la excreción de sustratos altamente lábiles (ratio α-Glu / β-Glu > 1 

(Bhaskar & Bhosle, 2008)) excretados por Prochlorococcus y Synechococcus 

(Biddanda & Benner, 1997; Bertilsson et al., 2005), puede generar el segundo 

cambio principal de la composición de la comunidad bacteriana en la transición 

de septiembre, favoreciendo el desarrollo de las Alfaproteobacteria capaces de 

asimilar eficientemente los compuestos de bajo peso molecular y enlaces de 

sencilla degradación (Teeling et al., 2012).  

En estos dos periodos de transición, observamos la eficiencia de crecimiento más 

baja de todo el año. Este hecho, junto con las eficiencias de crecimiento similares 

y relativamente altas de invierno y verano, a pesar de las notables diferencias en 

la densidad bacteriana, la producción, la demanda de carbono y la composición 

de la comunidad bacteriana, sugieren que la eficiencia de crecimiento depende 

del grado de adaptación de la comunidad bacteriana a las condiciones 
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ambientales de su entorno. Algunos estudios afirman que diferentes 

comunidades bacterianas muestran diferentes niveles de respiración, producción 

y eficiencia (Findlay et al. 2003; Fuhrman et al., 2006; Kritzberg et al., 2006; 

Alonso-Sáez et al., 2007b), mientras que otros indican que el acoplamiento entre 

la composición y la función puede ser débil (Langenheder et al., 2005; Alonso-Sáez 

et al., 2008; Gasol et al., 2009; Sjöstedt et al., 2012). Comte & del Giorgio (2010) 

sugieren que la conexión entre la composición y la función de la comunidad solo 

puede expresarse en ciertos momentos en el espacio y en el tiempo y bajo ciertas 

condiciones ambientales. Nuestra hipótesis plantea que, debido a su gran 

plasticidad metabólica (Meyer et al., 2004; Mou et al., 2008), las comunidades 

bacterianas pueden adaptar su metabolismo a pequeños cambios ambientales, 

sin cambios significativos en la composición. Sin embargo, cuando se enfrentan a 

cambios ambientales significativos, los ajustes funcionales requeridos se 

encuentran fuera del rango de adaptación, por lo que posteriormente la 

composición de la comunidad cambia debido a un proceso de adaptación y 

sucesión ecológica (sensu Koskella & Vos, 2015). En estas condiciones, la demanda 

energética aumentaría y la eficiencia de crecimiento bacteriana disminuiría 

drásticamente. Por lo tanto, no será la composición de la comunidad bacteriana, 

sino el grado de adaptación de esa comunidad bacteriana a las condiciones 

ambientales lo que determinará la proporción de la materia orgánica disuelta que 

se mineralizará y estará disponible para su transferencia a niveles tróficos 

superiores. 

En resumen, nuestros resultados indican que la comunidad microbiana en el 

Cantábrico Oriental sigue un ciclo anual predecible, compuesto por dos 

situaciones funcionalmente estables, invierno y verano, caracterizadas por niveles 

bajos y altos de metabolismo microbiano y una composición distinta de la 

comunidad microbiana. Las transiciones entre estos dos estados son impulsadas 

por una floración primaveral dominado por diatomeas, en abril, y por una 

floración de cianobacterias, en septiembre. Por lo tanto, la procedencia de la 

materia orgánica disuelta disponible parece ser el principal factor inicial que 
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controla la actividad y composición bacteriana en estas aguas y, por lo tanto, estas 

propiedades se controlan principalmente de abajo hacia arriba; es decir, en 

función de los recursos nutricionales existentes. El ajuste del metabolismo de la 

comunidad microbiana a estos cambios ambientales que ocurren en los períodos 

de transición no se debe a cambios en la biomasa, densidad o plasticidad 

fenotípica (escenario de ajuste), sino a cambios en la estructura de la comunidad 

(escenario de reemplazo). La eficiencia de crecimiento bacteriana parece ser una 

propiedad muy elástica que, después de breves eventos de transición, se restaura 

rápidamente a niveles relativamente altos (~ 30%) y estables mediante la 

selección de los miembros de la comunidad microbiana que mejor se adaptan a 

la materia orgánica disuelta disponible en cada periodo. 
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Una gran fracción de la producción primaria llevada a cabo por el fitoplancton a 

través de la fotosíntesis se encuentra en forma de materia orgánica en los 

sistemas acuáticos, que es accesible casi exclusivamente para las bacterias 

heterotróficas. La comunidad procariota heterótrofa puede tomar esa materia 

orgánica de modo directo cuando está formada por moléculas de pequeño 

tamaño, o indirectamente tras la expresión de enzimas extracelulares que 

vehiculizan una hidrólisis previa de la materia orgánica de alto peso molecular. 

Las bacterias dominan el océano en abundancia, diversidad y actividad 

metabólica, y su absorción de la materia orgánica por las bacterias representa una 

vía importante del flujo de carbono en este sistema. Las bacterias heterótrofas 

determinan en gran medida el destino del carbono orgánico disuelto, ya que 

pueden incorporarlo a su biomasa o pueden mineralizarlo y liberarlo de nuevo a 

la atmósfera en forma de CO2 mediante la respiración. La eficiencia de 

crecimiento bacteriana, definida como la fracción del carbono consumido que se 

destina a la producción de biomasa, es una variable clave para conocer la 

capacidad de remineralización de la materia orgánica de la comunidad bacteriana 

en los sistemas acuáticos, y su variabilidad puede cambiar el flujo general de 

carbono en los sistemas acuáticos. 

Desde que se reconoció la importancia ecológica del bucle microbiano en el ciclo 

del carbono (Williams, 1981; Kirchman et al., 1982), muchos estudios se han 

centrado en determinar la eficiencia de crecimiento bacteriana y en intentar 

establecer los factores que la regulan, aunque la gran variabilidad de datos 

obtenidos ha obstaculizado la obtención de resultados que permitan predecir con 

fiabilidad la eficiencia de crecimiento bacteriana (del Giorgio & Cole, 1998). La 

recopilación de datos llevada a cabo por del Giorgio & Cole (2000) indica que el 

rango de valores de eficiencia de crecimiento en ecosistemas marinos naturales 

es muy amplio, ya que varía entre valores inferiores al < 1% y superiores al 60%, 

si bien la mayor parte se encuentran entre un 5% y un 30%. Por otra parte, en esta 

revisión se indica con claridad la existencia de una enorme variabilidad en la 

interrelación de los valores de producción y respiración, de tal manera que un 
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determinado valor de producción podría asociarse a un valor de respiración 

variable en hasta dos órdenes de magnitud. Los problemas metodológicos 

asociados a la determinación de la eficiencia de crecimiento bacteriana o las 

diferencias en la estrategia experimental han podido contribuir a la variabilidad 

observada (Briand et al., 2004; Alonso-Sáez et al., 2007b). Así, a día de hoy aún es 

difícil predecir la magnitud real del carbono orgánico disuelto que es 

transformado por el bacterioplancton, lo cual es fundamental para una adecuada 

comprensión del funcionamiento de los ciclos biogeoquímicos de los ecosistemas 

acuáticos. En este sentido, el objetivo principal de esta tesis ha sido contribuir a 

la comprensión y predicción del flujo del carbono en los sistemas acuáticos a 

través del bacterioplancton. Para llevar a cabo este objetivo, en primer lugar, se 

adaptó la metodología adecuada para la determinación de la de respiración de 

bacterioplancton en muestras de agua de mar natural con una elevada 

sensibilidad y en periodos cortos de incubación (Capítulo 1). Posteriormente, se 

profundizó en el conocimiento de los factores que regulan la eficiencia de 

crecimiento bacteriana desde dos perspectivas diferentes: por un lado, se exploró 

específicamente la influencia ejercida por la depredación de protozoos 

bacterívoros en el metabolismo de comunidades bacterianas a través de la 

alteración de la materia orgánica disuelta en dos sistemas costeros distintos, 

sudeste del Mar Cantábrico y el noroeste del Mar Mediterráneo. (Capítulo 2); por 

otro lado, se analizó la variabilidad anual de la eficiencia de crecimiento 

bacteriana a lo largo de cuatro años en las aguas costeras del Cantábrico oriental, 

junto con el metabolismo y composición de la comunidad bacteriana y un amplio 

conjunto de variables ambientales (Capítulo 3).  

Uno de los principales problemas asociados a la determinación de la eficiencia de 

crecimiento bacteriana es la dificultad metodológica inherente a la medida de 

respiración bacteriana en un sistema acuático natural, aspecto que se aborda en 

el Capítulo 1 de esta tesis. Tras valorar las ventajas y desventajas de cada uno de 

los diferentes métodos descritos en la bibliografía para medir respiración 

bacteriana, se optó por optimizar la utilización de los microsensores de oxígeno 
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como herramienta para obtener medidas de respiración precisas y 

representativas de la comunidad natural en los sistemas acuáticos, ya que 

permiten monitorizar la evolución del descenso de oxígeno de manera continua 

y, por tanto, identificar cambios en las dinámicas de respiración (Briand et al., 

2004). Los resultados obtenidos demostraron que a partir de las 6 horas de 

incubación la comunidad microbiana no se mantiene estable ni en número, ni en 

actividad, ni en composición, y consecuentemente, tampoco el descenso de 

oxígeno disuelto es lineal cuando el período de incubación supera ese nivel. 

Observamos que la utilización de periodos de incubación superiores a 12 h supuso 

un notable incremento del valor de la respiración bacteriana (de media 3 veces 

superior) con respecto a los valores obtenidos con periodos de incubación 

inferiores a 6 h. Este resultado resulta significativo, ya que la mayoría de los 

trabajos en los que se mide la respiración bacteriana realizados hasta el momento 

asume un descenso lineal de la concentración de oxígeno disuelto (Robinson, 

2008) a pesar de utilizar métodos que requieren el uso de tiempos de incubación 

que a menudo superaban las 48 h. Estas medidas posiblemente presenten 

sobreestimaciones notables frente al valor real de la respiración bacteriana de la 

comunidad natural debido a la posible alteración de la misma durante la 

incubación (Pomeroy et al., 1994; Gattuso et al., 2002), y pueden ser las causantes 

en parte de la variabilidad en la eficiencia de crecimiento bacteriana observada 

por otros autores (por ejemplo, del Giorgio & Cole, 1998).  

La utilización de tiempos de incubación lo más cortos posible es crucial para la 

obtención de tasas de respiración bacterianas precisas. En este sentido, los 

microsensores de oxígeno son una herramienta útil para medir respiración 

bacteriana de una manera fiable, ya que permiten detectar cambios en la 

velocidad de consumo ligados a cambios en la actividad y composición de la 

comunidad, y reducir considerablemente el tiempo de incubación a periodos 

inferiores a 6 h. Además, esta reducción en el tiempo de incubación, permite 

estimar la producción y la respiración bacterianas en el mismo intervalo de tiempo 
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y obtener medidas de eficiencia de crecimiento bacteriana precisas y 

representativas de la comunidad natural.  

Además del aspecto metodológico, resulta evidente que la variabilidad observada 

en los valores de eficiencia de crecimiento bacteriana puede ser el reflejo de la 

flexibilidad fisiológica de las bacterias y del grado en el que los procesos 

anabólicos y catabólicos puedan encontrarse acoplados o desacoplados en las 

bacterias marinas, posiblemente con el fin de optimizar su supervivencia y 

crecimiento en un medio ambiente natural cambiante (del Giorgio & Cole, 2000). 

Es precisamente este segundo aspecto el que se aborda en los Capítulos 2 y 3 de 

la tesis. Dado que la eficiencia de crecimiento bacteriana está estrechamente 

relacionada con el crecimiento bacteriano y con la producción bacteriana (del 

Giorgio & Cole, 1998), es de esperar que aquellos factores que influyan en estas 

variables, influirán también en la eficiencia de crecimiento bacteriana. Muchos 

autores sugieren que la eficiencia de crecimiento bacteriana podría estar regulada 

por factores físicos, químicos y biológicos, como la temperatura (Rivkin & 

Legendre, 2001; Apple et al., 2006), la irradiación (Cottrell et al., 2008; Hörtnagl 

et al., 2011), la disponibilidad de nutrientes (Biddanda et al., 2001; Lemée et al., 

2002; Pradeep Ram et al., 2003), la concentración y la calidad de la materia 

orgánica disuelta (Eiler et al., 2003; Kritzberg et al., 2005; Apple & del Giorgio, 

2007; Lee et al. 2009), la estructura y la composición de la comunidad bacteriana 

(Comte & del Giorgio, 2011; Warkentin et al., 2011) o la mortalidad bacteriana 

debida a la depredación y/o a la lisis viral (Middelboe et al., 1996). Sin embargo, 

los resultados obtenidos hasta el momento han sido muy variables y a menudo 

contradictorios a la hora de determinar qué factores y cómo controlan la 

eficiencia de crecimiento bacteriana.  

La eficiencia de crecimiento es el parámetro que mejor integra todos aquellos 

procesos metabólicos complementarios: transporte, mantenimiento, 

crecimiento, reproducción, que configuran la energética de las bacterias (Dawes, 

1985). Esto explica que existan numerosos trabajos de energética bacteriana que 

cuantifican eficiencia de crecimiento de especies individuales (cultivos puros) en 
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condiciones definidas (p.ej. revisiones de Wieser, 1994 o Russell & Cook, 1995). 

Aunque la información acumulada resulta útil, desafortunadamente no es de 

aplicación a comunidades mixtas naturales. La eficiencia de crecimiento de una 

especie cuando utiliza un sustrato definido, poco tiene que ver con la que muestra 

la mezcla de especies que forman el bacterioplancton creciendo en distintas 

situaciones fisiológicas y medioambientales sobre una mezcla compleja de 

sustratos con distintos grados de biodegradabilidad. Además, al analizar la 

variabilidad natural de la eficiencia de crecimiento bacteriana, la mayoría de los 

estudios abordan la variabilidad espacial, mientras que el análisis de la sucesión 

temporal está menos estudiado (Lemée et al., 2002; Reinthaler & Herndl, 2005; 

Eichinger et al., 2006; Alonso-Sáez et al., 2008; Bonilla-Fidji et al., 2010). 

En el Capítulo 3 se analizó la variabilidad natural de la eficiencia de crecimiento 

bacteriana a lo largo de cuatro ciclos estacionales en las aguas costeras del 

Cantábrico oriental. Los resultados mostraron un ciclo estacional recurrente, 

consistente en dos situaciones estables y con una alta eficiencia de crecimiento 

bacteriana, el invierno (desde octubre a marzo) y el verano (desde mayo a agosto), 

en los que los grupos filogenéticos dominantes fueron Alfaproteobacteria y 

Bacteroidetes, respectivamente. Entre el invierno y el verano, identificamos dos 

periodos cortos de transición, en abril y septiembre, caracterizados por bajas 

eficiencias de crecimiento y en los que no se detectó dominancia clara de ninguno 

de estos dos grupos. Los resultados obtenidos indican que la alternancia entre 

Alfaproteobacteria y Bacteroidetes fue impulsada principalmente por la 

capacidad de adaptación y grado de especialización en el uso de diferentes tipos 

de materia orgánica. La nueva materia orgánica disuelta altamente compleja 

liberada principalmente por diatomeas en el bloom fitoplanctónico previo a la 

transición de abril podría haber favorecido la expansión de Bacteroidetes, 

caracterizado por su capacidad para expresar una amplia gama de exoenzimas y 

transportadores de compuestos de alto peso molecular (Arnosti et al., 2012; 

Gómez-Pereira et al., 2012; Sarmento & Gasol, 2012; Teeling et al., 2012). De la 

misma forma, la excreción de sustratos altamente lábiles excretados por el bloom 
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fitoplanctónico procariota (Biddanda & Benner, 1997; Bertilsson et al., 2005), que 

sucede con anterioridad a la transición de septiembre, impulsaría el aumento de 

Alfaproteobacteria, mejor adaptadas a asimilar compuestos fáciles de degradar y 

de bajo peso molecular (Teeling et al., 2012). Estos resultados sugieren que la 

eficiencia de crecimiento bacteriana debe considerarse una propiedad muy 

elástica que refleja el nivel de adaptación de la composición de la comunidad 

bacteriana a los cambios ambientales que ocurren a lo largo del ciclo estacional 

en las aguas costeras del Cantábrico oriental. 

La actividad bacterívora y el consumo selectivo del protistoplancton ejercen un 

profundo impacto tanto en la estructura fisiológica como taxonómica de la 

comunidad bacterioplanctónica, así como en la composición de la materia 

orgánica disuelta (Kujawinski et al., 2004; Gruber et al., 2006; Boras et al., 2010). 

Por ello, consideramos de interés analizar la influencia que la materia orgánica 

disuelta alterada en microambientes con alta presión por depredación podía 

ejercer en el metabolismo de las comunidades bacterianas (Capítulo 2). Este 

estudio se realizó en dos ecosistemas costeros muy diferentes, en el sudeste del 

Mar Cantábrico y en el noroeste del Mar Mediterráneo. Los experimentos se 

realizaron mediante manipulación controlada en microcosmos de laboratorio, y 

se midieron las principales características metabólicas en tratamientos que 

contenían la mitad de la materia orgánica disuelta del agua natural reemplazada 

materia orgánica disuelta procedente de distintos momentos clave de la curva 

depredador-presa. La actividad microbiana causó alteraciones en la composición 

de la materia orgánica disuelta marina, que a su vez desencadenó cambios 

metabólicos importantes en las comunidades bacterianas. En ambos ecosistemas, 

la utilización de la materia orgánica disuelta alterada, y especialmente aquella 

alterada durante la acción depredadora de los protozoos, provocó el aumento de 

la demanda de carbono bacteriana y la disminución de la eficiencia de crecimiento 

bacteriana. Es decir, la materia orgánica disuelta alterada provocó en el 

bacterioplancton una reorganización metabólica para producir una mayor 

cantidad de enzimas extracelulares. Estos cambios metabólicos generaron un 
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coste metabólico para las bacterias que se reflejó en un aumento de la velocidad 

de respiración y en la disminución de la eficiencia de crecimiento bacteriana. Sin 

embargo, en el Mar Cantábrico, dominado por Bacteroidetes en verano, el coste 

energético asociado a una alta expresión de enzimas extracelulares fue menor 

que en el Mar Mediterráneo, dominado por SAR11 en verano. La magnitud del 

coste metabólico que supone el consumo de una nueva materia orgánica disuelta 

alterada parece ser, por tanto, una propiedad intrínseca de las comunidades, que 

depende directamente de la plasticidad funcional y capacidad de adaptación de 

los grupos filogenéticos dominantes, y que se ve reflejada en la eficiencia de 

crecimiento bacteriana. 

En conclusión, en esta tesis se han adaptado las condiciones para la 

monitorización de la concentración de oxígeno y obtención de medidas de 

respiración bacteriana en sistemas acuáticos naturales marinos mediante un 

sistema de respirometría y microsensores de oxígeno. Los resultados obtenidos 

aplicando dicha metodología han contribuido a la obtención de medidas de 

respiración bacteriana fiables, así como a una mejor comprensión de la 

variabilidad de la eficiencia de crecimiento bacteriana. El trabajo realizado ha 

permitido enlazar los cambios en la actividad y la composición de la comunidad 

microbiana de un sistema acuático con la variabilidad de las condiciones 

ambientales cuando ocurren a diferente escala temporal: a corto plazo, la 

cantidad, el tamaño, el tipo y calidad de la materia orgánica disuelta determina el 

nivel de producción, respiración y, consecuentemente, de eficiencia de 

crecimiento bacteriana de la comunidad. Los cambios en la composición y/o en la 

degradabilidad de la materia orgánica disuelta conllevan un mayor coste 

energético para la comunidad bacteriana, y cuya cuantía varía dependiendo de la 

composición filogenética y la capacidad de adaptación de dicha comunidad. Este 

mayor coste energético se traduce en menores eficiencias de crecimiento, lo que 

a largo plazo provoca recambios en los grupos dominantes ya que se favorece el 

crecimiento de aquellos grupos que mejor se adaptan a las nuevas condiciones. 

En el momento en el que de nuevo la comunidad bacteriana está completamente 
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adaptada a la materia orgánica disuelta presente en el medio, la eficiencia de 

crecimiento vuelve a sus niveles iniciales. Por lo tanto, la variabilidad de la 

eficiencia de crecimiento, depende del estado trófico del ecosistema y del grado 

de adaptación de la comunidad bacteriana a la materia orgánica presente. 
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1. En la determinación de la respiración bacteriana en los sistemas acuáticos 

naturales, la utilización de periodos de incubación superiores a 12 h provoca 

cambios significativos en la densidad, en el tamaño, en la actividad y en la 

composición de la comunidad bacteriana. Esta alteración contribuye a la 

sobrestimación de la respiración bacteriana y, por tanto, a la infraestimación 

de la eficiencia de crecimiento bacteriana. 

2. Los microsensores de oxígeno permiten monitorizar la evolución del descenso 

de oxígeno de manera continua, de tal forma que pueden identificarse los 

cambios en las dinámicas de respiración en cada muestra de forma individual, 

delimitar el tiempo en el que la velocidad de consumo de oxígeno disuelto es 

lineal, y reducir así considerablemente el tiempo de incubación a periodos 

inferiores a 6 h. De esta manera, se obtienen medidas de respiración y 

eficiencia de crecimiento bacteriana precisas y representativas de la 

comunidad bacterioplanctónica natural. 

3. El crecimiento bacteriano, pero particularmente el posterior crecimiento y 

acción depredadora de los protozoos, provoca alteraciones en la materia 

orgánica disuelta marina, la cual provoca cambios metabólicos importantes en 

la comunidad bacteriana. A corto plazo, esta respuesta metabólica consiste en 

un aumento de la actividad enzimática extracelular que implica un coste 

energético, un aumento en el consumo de carbono no relacionado con la 

producción bacteriana y una disminución notable en la eficiencia de 

crecimiento bacteriano como consecuencia final. La velocidad y extensión de 

estos procesos parecen estar relacionados con, y depender de, la composición 

de la comunidad bacteriana. 

4. La comunidad microbiana en el Cantábrico Oriental sigue un ciclo anual 

predecible, compuesto por dos situaciones funcionalmente estables, invierno 

(octubre a marzo) y verano (mayo a agosto), caracterizadas respectivamente 

por niveles bajos y altos de metabolismo microbiano, y por una composición 

distinta de la comunidad bacterioplanctónica, dominada por 

Alfaproteobacterias en invierno y por Bacteroidetes en verano. 
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5. La procedencia de la materia orgánica disuelta disponible es el principal factor 

que controla la actividad y composición de la comunidad bacteriana en las 

aguas costeras del Cantábrico Oriental. Así, las transiciones entre invierno y 

verano son impulsadas por los cambios en la materia orgánica derivados de 

un bloom primaveral dominado por diatomeas, en abril, y de un bloom de 

cianobacterias, en septiembre. 

6. La eficiencia de crecimiento es una propiedad muy elástica de la comunidad 

bacterioplanctónica de los sistemas acuáticos. Presenta valores bajos en los 

momentos de inestabilidad y cambios ambientales bruscos que caracterizan 

las épocas de transición, pero se restaura rápidamente a niveles relativamente 

altos (~ 30%) y estables una vez se han seleccionado los miembros de la 

comunidad microbiana que mejor se adaptan a la materia orgánica disuelta 

disponible en cada periodo de invierno o verano. 
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Tabla suplementaria TS.1. Valores de respiración bacteriana determinados en tiempos de incubación ≤ 6 horas (RB1) y a ≥ 12 horas (RB2) mediante microsensores de oxígeno 
en 120 muestras de agua de mar superficial del Cantábrico oriental. 
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Tabla suplementaria TS.2. Coeficientes de correlación Rho de Spearman de las relaciones estadísticamente significativas entre las diferentes variables analizadas. En rosa las 
correlaciones negativas y en azul las positivas. COD: carbono orgánico disuelto; MODFHumic: material húmico disuelto fluorescente; MODFProt: material proteico disuelto 
fluorescente; MODFProt:Humic: Ratio entre MODFProt y MODFHumic; α-Glu / β-Glu: Ratio entre las actividades enzimáticas extracelulares α- y β-glucosidasa; sp: actividades específicas. 
Significativas a * p < 0,05 o a ** p < 0,01. 
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