
Di r ecci ó n:Di r ecci ó n:  Biblioteca Central Dr. Luis F. Leloir, Facultad de Ciencias Exactas y Naturales, Universidad de Buenos Aires. 
Intendente Güiraldes 2160 - C1428EGA - Tel. (++54 +11) 4789-9293

Co nta cto :Co nta cto :  digital@bl.fcen.uba.ar

Tesis de Maestría

Análisis de la composiciónAnálisis de la composición
bacteriana del biofilm asociado a lasbacteriana del biofilm asociado a las
valvas de Limnoperna fortunei y suvalvas de Limnoperna fortunei y su

papel en la degradación del glifosatopapel en la degradación del glifosato
en aguaen agua

Florez Vargas, Ruth Patricia

2016

Este documento forma parte de la colección de tesis doctorales y de maestría de la Biblioteca
Central Dr. Luis Federico Leloir, disponible en digital.bl.fcen.uba.ar. Su utilización debe ser
acompañada por la cita bibliográfica con reconocimiento de la fuente.

This document is part of the doctoral theses collection of the Central Library Dr. Luis Federico
Leloir, available in digital.bl.fcen.uba.ar. It should be used accompanied by the corresponding
citation acknowledging the source.

Cita tipo APA:

Florez Vargas, Ruth Patricia. (2016). Análisis de la composición bacteriana del biofilm asociado
a las valvas de Limnoperna fortunei y su papel en la degradación del glifosato en agua.
Facultad de Ciencias Exactas y Naturales. Universidad de Buenos Aires.
http://hdl.handle.net/20.500.12110/tesis_n5949_FlorezVargas
Cita tipo Chicago:

Florez Vargas, Ruth Patricia. "Análisis de la composición bacteriana del biofilm asociado a las
valvas de Limnoperna fortunei y su papel en la degradación del glifosato en agua". Facultad de
Ciencias Exactas y Naturales. Universidad de Buenos Aires. 2016.
http://hdl.handle.net/20.500.12110/tesis_n5949_FlorezVargas

http://digital.bl.fcen.uba.ar
http://digital.bl.fcen.uba.ar
http://hdl.handle.net/20.500.12110/tesis_n5949_FlorezVargas
http://hdl.handle.net/20.500.12110/tesis_n5949_FlorezVargas
mailto:digital@bl.fcen.uba.ar


UNIVERSIDAD DE BUENOS AIRES

FACULTAD DE CIENCIAS EXACTAS Y NATURALES

MAESTRIA EN CIENCIAS AMBIENTALES

Análisis de la composición bacteriana del biofilm
asociado a las valvas de Limnoperna fortunei y su

papel en la degradación del glifosato en agua.

Tesis presentada para optar por el título de Magister de la Universidad de
Buenos Aires en Ciencias ambientales

Biol. RUTH PATRICIA FLOREZ VARGAS

Director de Tesis: Dr. Daniel Cataldo

Codirectora: Dra. Irina Izaguirre

Ciudad Autónoma de Buenos Aires

2016



TABLA DE CONTENIDO

RESUMEN .......................................................................................................... i

SUMARY............................................................................................................ iii

AGRADECIMIENTOS ........................................................................................ v

INTRODUCCIÓN ............................................................................................... 1

Limnoperna fortunei (Dunker 1857) ................................................................ 3

Características y expansión......................................................................... 3

Ciclo de vida ................................................................................................ 8

Impacto en el ecosistema .......................................................................... 10

Glifosato........................................................................................................ 13

Glifosato en los cuerpos de agua .............................................................. 15

Efectos del glifosato en los organismos..................................................... 18

Biofilms bacterianos ...................................................................................... 21

Grupos bacterianos degradadores de glifosato ......................................... 22

Análisis de grupos bacterianos .................................................................. 24

Bacterias del ecosistema de agua dulce.................................................... 25

Objetivos e hipótesis del estudio................................................................... 29

MATERIALES Y MÉTODOS ............................................................................ 31

Experimento de exposición de Limnoperna fortunei al glifosato ................... 31

Determinación de nutrientes ...................................................................... 33

Determinación de glifosato ........................................................................ 33

Vida media del glifosato............................................................................. 34

Tasa de degradación del glifosato ............................................................. 34

Cuantificación e identificación de grupos de bacterias presentes en el biofilm,
mediante la técnica de CARD-FISH.............................................................. 35

Obtención y fijación de las muestras ......................................................... 35

Hibridación de las muestras empleando CARD-FISH................................ 36

Cálculo de la superficie de las valvas ........................................................ 37

Tratamiento estadístico................................................................................. 38

RESULTADOS................................................................................................. 40

Características físicas y químicas del agua .................................................. 40

Concentración de glifosato............................................................................ 40

Concentración de AMPA (ácido aminometilfosfónico) .................................. 41



Vida media del glifosato ................................................................................ 42

Tasa de disipación de glifosato..................................................................... 43

Fosfatos (P-PO4)........................................................................................... 43

Nitratos (N-NO3)............................................................................................ 44

Amonio (N-NH4) ............................................................................................ 44

Supervivencia de los mejillones al cabo de la experiencia............................ 45

Cuantificación e identificación de grupos de bacterias presentes en el biofilm
de Limnoperna fortunei ................................................................................. 45

Composición de bacterias al inicio de la experiencia................................. 46

Composición de las bacterias al tiempo final ............................................. 47

Análisis de Componentes principales ........................................................ 52

DISCUSION Y CONCLUSIONES GENERALES.............................................. 54

REFERENCIAS BIBLIOGRAFICAS ................................................................. 65



i

RESUMEN

El estudio de  los factores de cambio ambiental introducidos por las actividades

humanas es importante para comprender las dinámicas de los ecosistemas. En

esta tesis estudiamos dos factores de cambio de origen antropogénico: el

mejillón dorado Limnoperna fortunei y el herbicida glifosato, enfocándonos en

los efectos que tiene el mejillón sobre la concentración de glifosato en los

ecosistemas de agua dulce y el comportamiento que tienen los grupos

bacterianos asociados al biofilm de las valvas del mejillón ante la presencia de

este herbicida.

Para analizar el efecto del glifosato, del molusco y su interacción sobre la

abundancia y composición bacteriana del biofilm asociado a las valvas del

mejillón dorado, se llevaron a cabo bioensayos semi estáticos bajo condiciones

controladas de laboratorio y se midieron los cambios en la concentración de

nutrientes y glifosato en presencia y ausencia del mejillón. Los grupos

bacterianos presentes en el biofilm de las valvas de los moluscos y sus

modificaciones ante la presencia del glifosato, se analizaron mediante la

técnica de biología molecular CARD FISH (Catalyzed Reporter Deposition-

Fluorescence in situ Hybridization).

La significativa reducción de la concentración del glifosato en presencia de

Limnoperna fortunei y de sus valvas, conjuntamente con el aumento

significativo en la concentración de ácido aminometilfosfónico (AMPA), principal

metabolito en la degradación de glifosato, al igual que el aumento significativo

en la concentración de fosfatos, nitratos y amonio, sugieren la intervención de

Limnoperna fortunei y de las bacterias presentes en el biofilm de sus valvas en

la degradación de este herbicida. Los resultados obtenidos también sugieren

que en la reducción del herbicida pueden estar actuando otros mecanismos

asociados al metabolismo propio de Limnoperna fortunei o a las bacterias

presentes en su cavidad paleal y/o del tracto digestivo del molusco.

Se analizaron 5 grupos bacterianos dentro de las Eubacterias, propios de

ecosistemas de agua dulce (alfaproteobacterias, betaproteobacterias,
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gamaproteobacterias, actinobacterias, bacteroidetes)  y se encontró un

aumento significativo del grupo gamaproteobacterias ante la presencia de

glifosato, lo que estaría indicando la participación de este grupo en la

degradación de glifosato en el agua.

Este estudio constituye un punto de partida para el estudio del componente

bacteriano del biofilm presente en las valvas de Limnoperna fortunei y abre la

posibilidad de pensar en este invasor como un aliado en la biodegradación del

glifosato, sin embargo tanto la presencia de Limnoperna fortunei como la del

glifosato y su interacción parecen acelerar los procesos de eutrofización en los

ecosistemas de agua dulce.
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SUMARY

The study of environmental change stressors introduced by human activity is

important to understand the dynamics of ecosystems. In this thesis we

assessed two stressors of anthropogenic origin: the golden mussel Limnoperna

fortunei and the herbicide glyphosate, focusing in the effect of the mussel over

glyphosate concentration in freshwater ecosystems, and the response of the

bacterial groups of the biofilm attached to valvae in the presence this herbicide.

Laboratory semi-static bioassays under controlled conditions were carried out in

order to analyze the effect of glyphosate, of the mussel and of their interaction

on valvae’s biofilm bacterial abundance and composition. Variations in nutrients

and glyphosate concentrations were evaluated in the presence and absence of

the mussel. The bacterial groups present in the valvae biofilm and their

variations in presence of glyphosate, were analyzed with the catalyzed reported

deposition-fluorescence in situ hybridization (CARD-FISH).

The significant reduction in glyphosate concentration in the presence of L.

fortunei (either alive or empty valvae), jointly with the significant increase in the

aminomethylphosphonic acid (AMPA) concentration, the main breakdown

product of glyphosate, as the significant increase in phosphates, nitrates and

ammonia concentrations, suggest that L. fortunei and bacteria in the valvae´s

biofilm are involved in the herbicide degradation. These results also suggest

that there might be other mechanisms associated to the metabolism of the

mussel or bacteria present in the mussel mantle cavity and/or in its digestive

tract.

Six bacterial groups tipical in freshwaters (Eubacteria, Alphaproteobacteria,

Betaproteobacteria, Gammaproteobacteria, Actinobacteria, Bacteroidetes) were

analyzed, and there was a significant increase in Gammaproteobacterias in the

presence of glyphosate, which could indicate that this group plays a role in

glyphosate degradation in water.

Our study is a first step in the assessment of the bacterial biofilm present in

Limnoperna fortunei valvae, and lets us think about the possibility of this invader
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as a biological agent in glyphosate biodegradation. However, both the presence

of L. fortunei or glyphosate, and also their interaction, seem to accelerate

eutrophication processes in freshwater ecosystems.
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INTRODUCCIÓN

Las actividades humanas y sus diversas interacciones con la naturaleza

han afectado los ecosistemas modificándolos y provocando la contaminación y

la degradación del ambiente natural (Matthaei et al., 2010). Fruto de estas

actividades, se han transportado organismos a veces de forma accidental y

también se han introducido al ambiente gran cantidad de productos químicos,

xenobióticos y otros agentes de origen antropogénico, que al ser altamente

contaminantes pueden llegar a generar cambios en los ecosistemas afectando

el equilibrio del suelo, el agua y la atmosfera. Dichos factores, presentes en los

ambientes, pueden interactuar entre sí, desencadenando en los ecosistemas

procesos que tienen consecuencias muchas veces impredecibles. Estudiar

este tipo de interacciones es importante para  comprender las dinámicas de los

componentes de los ecosistemas y su comportamiento frente a estos factores

externos derivados de las actividades humanas.

Entre los factores de cambio introducidos, los fertilizantes y agrotóxicos

ocupan un lugar importante ya que dentro del modelo productivo agroindustrial

a gran escala, son utilizados en grandes cantidades afectando la calidad del

agua, del suelo y de la atmósfera.

El glifosato, es uno de los agrotóxicos de mayor uso a nivel mundial

(Liphadzi et al., 2005) y existe en la actualidad un importante debate en el

ámbito académico en relación a los efectos que ejerce sobre los ecosistemas,

la salud humana, la calidad de los cuerpos de agua y los organismos en

general.

Este herbicida es empleado en el modelo productivo agroindustrial con

variedades de plantas resistentes (Annett et al., 2014), en el cual grandes

superficies de tierra son destinadas a monocultivos y se hace un uso

generalizado de productos químicos buscando un mayor rendimiento y

beneficios de tipo económico, con un impacto innegable sobre la agricultura,

los ciclos biológicos y el equilibrio de los ecosistemas (Gilbert, 2013). Los
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cuerpos de agua son ecosistemas muy susceptibles a estos agentes de cambio

y por lo tanto se han visto fuertemente afectados por el avance de este modelo

agrícola intensivo.

Por su parte, el mejillón dorado Limnoperna fortunei fue introducido en el

estuario del Rio de la Plata presumiblemente por el transporte realizado en

buques de ultramar procedentes del Asia en los años 90. (Pastorino et al.,

1993). Si bien la distribución de las especies cambia naturalmente a lo largo del

tiempo, la actividad del ser humano ha generado corredores de invasión como

rutas acuáticas, terrestres o aéreas que incrementan en gran medida la tasa y

escala espacial de estas distribuciones (Ricciardi y MacIssac, 2000). Como

consecuencia de ello la biodiversidad de los ecosistemas puede verse afectada

y en especial la de los ecosistemas de agua dulce que se han visto modificados

más rápidamente que los ecosistemas terrestres y marinos (Bampfylde et al.,

2010; Ricciardi y MacIsaac, 2011).

Una de las consecuencias indeseables del transporte de mercaderías

que se realiza entre los países a escala global a través de buques de ultramar,

que utilizan el agua de lastre, es el incremento en el número de organismos

exóticos en los ecosistemas. Los tanques de lastre son llenados en el puerto de

origen con el agua circundante conteniendo diferentes organismos tales como

larvas y microorganismos, que luego son liberados con el agua en el puerto de

destino. Aunque algunos de estos organismos mueren, otros pueden llegar a

sobrevivir y colonizar con éxito nuevos ambientes, convirtiéndose a veces en

verdaderas plagas, desplazando especies nativas o causando problemas

económicos y/o sanitarios. Se estima que aproximadamente 4 millones de

toneladas de agua de lastre son transferidas globalmente cada año y que 7000

especies de bacterias, plantas y animales son cargadas cada día en el agua de

lastre de buques alrededor del mundo (Darrigran y Damborenea, 2006b). En

ella se pueden transportar también animales invasores que causan problemas

ambientales y económicos, como fue el caso del mejillón cebra Dreissena

polymorpha el cual invadió norte América en los años 80, afectando las

interacciones en las cadenas tróficas, la mineralización de nutrientes, la
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disponibilidad de oxígeno, las tasas de sedimentación y las dinámicas de

contaminación (Karatayev et al., 1997; 2007a; Strayer et al., 1999).

El estuario del Rio de la Plata, es una importante vía marítima/fluvial, en

donde se localiza el puerto de Buenos Aires (Argentina) y el puerto de

Montevideo en Uruguay, los cuales son utilizados en forma intensiva para el

transporte de productos entre diferentes lugares del mundo. Como se detalla a

continuación, debido a las actividades de transporte en este puerto, en la

década de los 90 fue introducido a la cuenca del Rio de la Plata el mejillón

dorado Limnoperna fortunei (Dunker 1857), causando problemas ambientales

en toda la región.

Limnoperna fortunei (Dunker, 1857)

Características y expansión

El mejillón dorado Limnoperna fortunei (Dunker, 1857), es nativo de los

ríos del sudeste de Asia, incluyendo China, Tailandia, Corea, Laos, Camboya,

Vietnam e Indonesia. En 1965 llegó a Hong Kong y entre 1980 y 1990 se

extendió a Taiwán y Japón. (Ricciardi y Rasmussen, 1998); se cree queen la

Argentina fue introducido hacia el año 1991 en la desembocadura del Rio de la

Plata por medio del agua de lastre de los buques de ultramar provenientes del

continente asiático (Pastorino et al., 1993).

Desde su ingreso al Rio de la Plata, se ha establecido con gran éxito

debido a rápido crecimiento, su maduración temprana, su elevada tasa de

fecundidad y su adaptabilidad al ambiente (Darrigran y Damborenea, 2006a;

Pastorino et al., 1993; Darrigran y Pastorino, 1993; Darrigran y Ezcurra de

Drago, 2000a), así como por sus larvas de vida libre que han facilitado su

dispersión y el aumento de su población (Cataldo et al., 2005a).

Si bien su densidad es variable, se ha constituido en la especie

dominante de la fauna bentónica de prácticamente todo el sistema del Paraná-
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Río de la Plata, alcanzando colonias de densidades de más de 200.000

individuos/m2 (Figura 1) (Boltovskoy et al., 2006; Boltovskoy, 2015). La

densidad de sus larvas plantónicas en el embalse del Rio Tercero, ha sido

estimada en  4168 ind/ L (959 ind/m2) (Boltovskoy et al., 2009 a) y en 6000 a

7000 larvas/m3 en el Río Paraná y el Río de la Plata  (Boltovskoy et al., 2009b;

Cataldo y Boltovskoy, 2000).

Figura 1. Colonias de Limnoperna fortunei en el Embalse Río tercero Córdoba.
Fuente: Cataldo (2015). Comunicación personal

Limnoperna fortunei tiene preferencia por colonizar sustratos duros y

sus mayores densidades se ubican en superficies inmóviles como muelles,

diques rectos, espigones, rompeolas, pilotes, revestimientos, armaduras,

gaviones, muros de muelle, cascos de los barcos y otros (Correa et al., 2015).

Sin embargo, en el delta se le ha encontrado en raíces y restos de vegetales

fibrosos (Boltovskoy et al., 2006).

El mejillón dorado ha continuado desplazándose hacia el norte,

avanzando a contracorriente a una velocidad de 240 km/año (Darrigran y

Ezcurra de Drago, 2000a,b) principalmente adherido a los cascos de los barcos

y también a objetos propios de las embarcaciones y otros elementos
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relacionados con la pesca que se transportan por tierra (Figura 2) (Darrigran y

Dreher, 2006).

Figura 2. Colonización del mejillón dorado sobre distintas partes de las
embarcaciones. Timón, corredera, toma de agua del sistema de refrigeración del
motor.
Fuente: Cataldo (2015). Comunicación personal

Su primer registro en Argentina fue en la playa Bagliardi a 20 km de la

ciudad de la Plata en el estuario del Rio de la Plata en 1991. (Pastorino et al.,

1993). A principios de 1994 Limnoperna fortunei, ocasionó el primer caso

conocido de “macrofouling” para agua dulce de América del Sur registrado en

una planta potabilizadora de agua en la ciudad de la Plata y después se dieron

otros casos en la Ciudad de Buenos Aires. (Darrigran, 1995). El macrofouling

consiste en el taponamiento de estructuras por altas densidades de

organismos,

A partir del año 1995 el mejillón dorado superó los límites del Rio de la

Plata, ingresando al Río Paraná (Villar et al., 1997a), al Rio Santa Lucía en

Uruguay en 1996 (Brugnoli et al., 2005), a Paraguay ingresó en el año 1997 y a

Misiones en ese mismo año (Darrigran y Ezcurra de Drago, 2000a).   En el

2001 fue encontrado en la represa de Itaipú en Brasil (Zanella y Marenda,

2002) y ese mismo año fue encontrado en Nueva Palmira- Uruguay y en el
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2002 a lo largo de la costa del estuario del Rio de la Plata en la ciudad de

Montevideo (Brugnoli et al., 2005). Por otra parte aunque la distribución en

Bolivia no se conoce bien, aparentemente aún no ha colonizado el Rio

Pilcomayo y el Rio Bermejo ni el Rio Salado que desemboca en el Paraná

(Darrigran et al., 2011).

En un periodo de 7 años, Limnoperna fortunei se extendió 1200 km

aguas arriba del Rio Paraguay (Oliveira et al., 2011). Se ha dispersado sobre el

sistema Guaíba-Patos a lo largo del sur de Brasil y la costa uruguaya, complejo

que incluye los lagos Guaiba, Patos, Mirim y Mangueira y en el cual descargan

sus aguas los ríos Jacuí y Sinos. El mejillón dorado también se ha dispersado

por el sistema del Rio Tramandaí en el año 2008 y 2009 (Fagondes de Freitas

et al., 2009) y en enero de 2013 se detectó su presencia  en los lagos Itapeva y

en el canal entre los lagos Quadros e Itapeva (Mansur et al., 2014). Para el

2014 se encontró en el norte de Pantanal, Brasil.

Así avanzando por la cuenca del Río de la Plata esta especie invasora

subió a la zona del Paraná, Sao Paulo, y Minas Gerais Brasil y actualmente se

encuentra presente no solo en Argentina sino en Uruguay, Paraguay, Brasil y

Bolivia (Boltovskoy et al., 2006) (Figura 3) y se prevé que en el futuro el mejillón

dorado puede continuar avanzando hacia la cuenca del Río Amazonas,

América Central,  América del Norte y otras partes del mundo (Morton, 1975;

Ricciardi, 1998a; Boltovskoy et al., 2006; Karatayev et al., 2007b; Oliveira et al.,

2010).
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Figura 3: Distribución de Limnoperna fortunei.
Fuente: Cataldo D. 2015. Comunicación personal

Su futura dispersión se ha podido predecir mediante modelos

ecológicos como el GARP (Genetic Algorithm for Rule-set Prediction) que

tienen en cuenta factores ambientales como la relación disturbios/recursos, las

propias características de la especie invasora, la ocurrencia de las especies en

cuanto a latitud y longitud y el cambio climático y se prevé que en el futuro el

mejillón dorado puede continuar colonizando los ambientes dulceacuícolas en

todo el mundo.
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Ciclo de vida

El mejillón dorado es una especie dioica con un bajo porcentaje de

hermafroditismo. Su período reproductivo se extiende aproximadamente 9

meses al año alternando con un descanso reproductivo de 3 meses durante los

meses más fríos del año (Boltovskoy y Cataldo, 1999; Cataldo y Boltovskoy,

2000). El ciclo de vida de Limnoperna fortunei inicia con la liberación de las

gametas de ambos sexos al agua. Luego de la fecundación se desarrollan

distintos estadios larvales, que incluyen la larva trocófora, larva velígera, larva

plantígrada y dependiendo de la temperatura del agua están listos para fijarse a

un sustrato entre los 11 y 20 días después de la fecundación (Cataldo, 2015)

(Figura 4).

Figura 4. Etapas larvales de Limnoperna fortunei. (Cataldo, 2015)
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El desarrollo de estas series de larvas planctónicas contribuye a su éxito

para conquistar nuevos ambientes, en especial su estado de larva velígera que

ha facilitado su dispersión. El pequeño tamaño de sus larvas planctónicas (100-

300 µm) (Cataldo, 2015), le permite avanzar también a través de los filtros y

redes de protección de las instalaciones y plantas industriales y esto ha llevado

al asentamiento y desarrollo de los organismos adultos, los cuales al instalarse

ocasionan problemas de taponamiento de estas estructuras. (Cataldo, 2015).

(Figura 5).

Figura 5. Rejas de  la toma de agua de la central Nuclear Atucha I-
Río Paraná de las Palmas.
Fuente: Cataldo D. 2015. Comunicación personal

El tiempo de vida estimado de Limnoperna fortunei en Argentina, fue

calculado entre 3 y 4 años en una planta nuclear en el rio Paraná inferior

(Boltovskoy y Cataldo, 1999), aunque hay reportes en China central, de

tiempos de vida comprendidos entre 2 y 10 años y en Corea de 4 a 5 años.

(Iwasaki y Uryu, 1998) Estas variaciones del tiempo de vida estimado se

pueden deber a diversos factores ambientales, tales como la temperatura, la
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producción primaria o la abundancia del material orgánico suspendido en el

agua (Darrigan y Damborenea, 2006a).

Limnoperna fortunei es un organismo filtrador que se alimenta de las

partículas suspendidas en el agua. Debido a la baja disponibilidad de nutrientes

en los ríos, se requiere la filtración de grandes cantidades de agua por los

mejillones para suplir sus necesidades energéticas y si su densidad poblacional

es alta, repercute en la columna de agua, disminuyendo su turbidez y

aumentando las concentraciones de nutrientes en el fondo lo que permite el

crecimiento de vegetación fanerógama sumergida (Cataldo et al., 2005b).

La tasa de filtración en Limnoperna fortunei varía en función de varios

factores como son la temperatura del agua y la talla de los animales. Se sabe

que los juveniles tienen mayor demanda metabólica y que la relación superficie

de las branquias versus tamaño disminuye con la edad (Kryger y Riisgård,

1988; Reeders y Bij de Vaate, 1990).

Estudios experimentales indican que Limnoperna fortunei en 24 horas es

capaz de remover  el 84% de nitrógeno particulado y 49% de fósforo

particulado presente en el agua, generando una producción de amonio de 3µM

NH3g PS-1 h-1, y una producción de fosfatos que 0,42 µM PO4 g PS-1 h-1.

(Cataldo et al., 2012a). Su tasa de filtración está estimada en 1,48-3,14 mL mg

PS-1 h-1, lo que significa que alcanza valores de 100 mL ind-1 h-1 (Cataldo et al.,

2012a). Con estos datos se puede decir que para un cuerpo de agua como la

Reserva de Rio Tercero, en la cual la densidad media de L. fortunei fue

calculada en 959 ind m-2 (Boltovskoy et al., 2009) y teniendo una tasa de

filtración de 1.6 mL PS-1 h-1, teóricamente el volumen de agua de la reserva

podría ser filtrado por los mejillones entre 7 y 8 días. (Cataldo et al., 2012a).

Impacto en el ecosistema

La elevada tasa de filtración de esta especie sin duda ejerce un impacto

negativo en la estructura y la función del ecosistema (Boltovskoy et al., 2009;
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Cataldo et al., 2012b; Sylvester et al., 2005). Existen semejanzas funcionales

entre los mejillones invasores L fortunei y Dreissena sp (el cual ha ocasionado

serios problemas en América del Norte), en cuanto a sus efectos sobre el

reciclado de nutrientes  (Karatayev et al., 1997; Boltovskoy et al., 2006; Ward y

Ricciardi, 2007; Kelly et al., 2010; Burlakova et al., 2012). El mejillón dorado

ejerce un control por pastoreo del seston, modifica la proporción y la

disponibilidad de nutrientes y produce cambios en las propiedades de la

columna de agua tales como la transparencia y la materia suspendida.

(Boltovskoy et al., 2009, Cataldo et al., 2012b). En estudios realizados en la

represa de Salto Grande y en el embalse Río Tercero (Córdoba), se vio que los

niveles de amonio, nitrato y fosfato aumentan fuertemente en presencia del

mejillón dorado (Cataldo et al., 2012a,b) y que de igual manera, la filtración

realizada por el mejillón, disminuye la turbidez y las concentraciones de

carbono orgánico particulado en agua (Kawase, 2011).

De la misma manera, las heces y pseudoheces que produce el mejillón

tienden a disminuir la disponibilidad de oxígeno disuelto (Correa et al., 2015) y

al ser depositadas en el fondo contribuyen al aumento de las abundancias de

invertebrados bentónicos (Sylvester et al., 2007; Sardiña et al., 2008). Ello

determina que este material orgánico que antes pasaba rápidamente por el

sistema y terminaba fertilizando las aguas costeras oceánicas, sea retenido en

las aguas dulces por períodos de tiempo variables, potenciando las relaciones

tróficas y la producción locales.

Por su parte, desde su introducción en el Rio de la Plata, el mejillón

dorado ha mostrado fuertes interacciones tróficas directas con algunos

componentes de la biota local (Darrigran et al., 1998, Darrigran, 2002;

Darrigran y Damborenea, 2006a; García y Montalto., 2006; Paolucci et al.,

2007; Sylvester et al, 2007; Sardiña et al., 2008; Cataldo, 2015), ocasionando

cambios en las poblaciones de fanerógamas acuáticas (Cataldo et al., 2012a),

zoobentos (Sardiña et al., 2008), plancton  (Sylvester et al., 2005; Pestana et

al., 2009; Rojas Molina et al., 2010; 2011; Cataldo et al., 2012 a) y disminución

de la concentración de fitoplancton pero no en su composición o el tamaño de

sus células (Cataldo et al., 2012a). También tiene incidencia en las relaciones
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con peces (Montalto et al., 1999; Penchaszadeh et al., 2000; Cataldo et al.,

2002; García y Montalto, 2006; Paolucci et al., 2007; 2010a,b; Cataldo, 2015)

para los cuales L. fortunei constituye una fuente de alimento importante

(Karatayev et al., 2002; Strayer et al., 2004; Cataldo, 2007a; 2015; Boltovskoy y

Correa, 2015). De igual forma se sabe que puede tener un impacto sobre las

poblaciones de animales planctonicos como rotíferos  y microcrustaceos

(Rojas Molina y José de Paggi, 2008; Rojas Molina et al., 2011; 2012) y

producir homogenización de composición de fauna en los ambientes (Sardiña

et al., 2011). Además,  se cree que el mejillón dorado puede tener algunos

otros efectos como la biomagnificación y transferencia de contaminantes (Villar

et al., 1997b) y cambios térmicos debidos a las variaciones en la disponibilidad

de la luz (Yu y Culver, 2000).

Por otro lado, este molusco favorece la agregación de colonias de

cianobacterias como Microcystis (Cataldo et al., 2012b; Boltovskoy et al.,

2013).

Limnoperna fortunei ha ocasionado problemas de macrofouling en

represas hirdroeléctricas  (Cataldo et al., 2005b; Palomino Cuya et al., 2013),

como es el caso de Itaipú y Yacyretá en el  río Paraná, Salto Grande en el  río

Uruguay y en el Embalse Río Tercero (Córdoba). Además la mayoría de las

industrias que utilizan agua de los ecosistemas dulceacuícolas colonizados por

el mejillón tienen problemas , incluidas las instalaciones de tratamiento de

agua, plantas de energía nuclear y centrales térmicas, refinerías, fábricas,

plantas de procesamiento de alimentos y otras (Oliveira et al., 2015).

En estudios recientes realizados por Di Fiori et al. (2012), se pudo

comprobar que Limnoperna fortunei en condiciones experimentales, favorece la

mineralización del herbicida glifosato en agua, disminuyendo su concentración.

Como se mencionó anteriormente, este agrotóxico es de amplio uso en la

producción agrícola de Argentina y de la región suramericana y su uso continúa

aumentando en el actual modelo productivo agroindustrial a gran escala.
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Glifosato

El glifosato (N-fosfonometilglicina, C3H8NO5P, CAS 1071-83-6), es un

herbicida no selectivo que se usa en plantas perennes y anuales (Barja y dos

Santos Afonso, 1998). Actúa penetrando en las hojas y en otras partes de la

planta inhibiendo la enzima 5´-enolpiruvil shiquimato-3´-fosfato sintetasa, la

cual es esencial para la biosíntesis de aminoácidos aromáticos, vitales para las

plantas como son la fenilalanina, tirosina y triptófano. (Salisbury y  Ross, 1994;

Williams et al., 2000). Al inhibirse esta enzima y no producirse estos

aminoácidos, se reducen la síntesis de proteínas lo que se traduce en

disminución del crecimiento y muerte prematura de la planta (Lydon y Duke,

1988). (Figura 6).

Figura 6. Mecanismo de acción del glifosato en plantas.
Fuente: Annet et al. (2014).
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La solubilidad en agua del glifosato es 10,000–15,700 mgl–1 a 25 °C,

con lo cual es claro que se dispersa y se disuelve en ecosistemas acuáticos

(Mackay et al., 1997) y la solubilidad y movilidad de los metabolitos del glifosato

son variables; por ejemplo el Ácido aminometilfosfónico (AMPA), principal

metabolito de su proceso de degradación, muestra una movilidad en suelo

significativamente más alta que el glifosato puro. (Kjaer et al., 2005). El factor

ambiental que más afecta la toxicidad del glifosato es el pH, siendo más tóxico

en medios alcalinos (Annett et al., 2014). Por su parte, la toxicidad de los

componentes de los formulados a base de glifosato han sido estudiados y se

ha demostrado que los aditivos surfactantes son usualmente más tóxicos que

el glifosato puro (Giesy et al., 2000).

Como ya se mencionó, el glifosato es uno de los agrotóxicos de mayor uso a

nivel mundial (Liphadzi et al., 2005). En el año 2011 se aplicaron 650 millones

de toneladas en los campos de todo el mundo (CCM International, 2011) y en

Argentina durante el 2012 se aplicaron 197 millones de litros de este herbicida

(CASAFE, 2013). Considerando  el 100% de herbicidas utilizados en Argentina

en el cultivo de soja, el 76% corresponden a glifosato. (Figura 7.)

Figura 7. Fitosanitarios utilizados en Soja en Argentina- 2013.
Fuente: Datos Kleffmann Group /2013 Pampas Group Argentina
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hectáreas sembradas en la última campaña de 2014-2015 (SIIA, 2015) (Figura

8). Este cultivo se produce mediante un paquete tecnológico de siembra directa

con semillas genéticamente modificadas resistentes a glifosato (INTA, 2015). El

glifosato también se emplea en el país en otros cultivos como maíz y algodón al

igual que en prácticas agrícolas como el barbecho químico.

Figura 8. Superficie de tierra sembrada con soja.
Fuente Datos: Ministerio de agricultura, ganadería y pesca. Argentina

Glifosato en los cuerpos de agua

En la Argentina, la actividad agropecuaria se encuentra fuertemente

ligada a la disponibilidad de agua, lo cual resulta en una relación directa entre

la localización de los campos cultivados y los ecosistemas acuáticos

superficiales y subterráneos (INTA, 2015). Por esto el glifosato puede alcanzar

los cuerpos de agua por medio de la deriva accidental o impulsado por el viento

cuando se hace aspersión aérea con aeroplanos o pulverizadores

autopropulsados sobre los campos sembrados, al igual que por procesos de

lixiviación, deriva y escorrentía superficial (Feng et al., 1990; Borggaard y

Gimsing, 2008;  INTA, 2015). Figura 9.
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Al entrar al cuerpo de agua el glifosato contamina y disminuye la calidad

del agua (Pérez et al., 2007),  aumentando la exposición de los organismos

acuáticos al herbicida (Annett et al., 2014) y desencadenando procesos de

eutrofización en el ecosistema, debidos principalmente a los nutrientes que

quedan disponibles después de su degradación, principalmente el fósforo

(Pérez et al., 2007; Vera et al., 2010).

Figura 9. Destino de un plaguicida en el ambiente.
Fuente: INTA. 2015

Los efectos del glifosato en los cuerpos de agua incluyen cambios en las

estructuras de las comunidades microbianas (Pérez et al., 2007; Relyea,

2005a) tales como aumento en la abundancia de picocianobacterias en

cuerpos de agua eutróficos y oligotróficos (Pizarro et al., 2015 a) y también

puede tener un potencial negativo sobre organismos filtradores tales como

crustáceos y moluscos,  organismos del sedimento y sobre peces y anfibios.

(Folmar et al., 1979; Liong et al., 1988; Relyea et al., 2005; Relyea, 2005b).

El promedio de vida media del glifosato en los cuerpos de agua dulce

puede ser mayor a 60 días (Bonnet et al., 2007); los peores escenarios de

concentración de glifosato predichos en superficie están comprendidos entre

1700 y 5200 µg L–1 (Giesy et al., 2000; Glozier et al., 2012) y podrían

presentarse en incidentes de derrames accidentales o por la aplicación directa
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a los cuerpos de agua, al igual que  en los lugares donde se lavan los

recipientes y equipos de fumigación (Carter, 2000).

En estudios realizados en cursos de agua del norte de Buenos Aires

(sub-cuenca del Arroyo Arrecife), se detectó AMPA y concentraciones de

glifosato de 100-700 µg L-1 en agua superficial y entre 500-5000 µg Kg-1 en

suelos y sedimentos (Peruzzo et al., 2008). En la provincia de Misiones en el

norte Argentino se hizo un estudio en el que se midió glifosato en 27 ríos y

arroyos que proveen agua a la región, encontrándose que en todos los sitios la

concentración fue inferior a 200 µg L-1, excepto en el Río San Antonio en el

cual se detectó glifosato a una concentración de 1600 µg L-1, ubicándose ésta

muy cerca del rango de peor escenario de concentración por glifosato.

(Avigliano y Schenone, 2015).

Por otro lado, estudios de sedimentos de fondo de 44 arroyos de la

provincia de Buenos Aires mostraron la presencia de  glifosato en el 66% de los

cuerpos de agua muestreados y AMPA en el 89%. En el material particulado se

encontró un 53% de glifosato y un 11% de AMPA (Aparicio et al., 2013); esto

indica por una parte la gran afinidad del glifosato y AMPA por el suelo y por otro

lado, que por procesos de escorrentía superficial se está transportando

glifosato y AMPA a los cuerpos de agua.

El coeficiente de partición octanol-agua (Kow), indica la hidrofobicidad de

una molécula, mide la tendencia de un compuesto para separarse entre una

fase orgánica y acuosa por lo cual se usa para predecir y modelar la migración

de compuestos orgánicos en el suelo y las aguas (Trejo, 2002).  Los

compuestos con valores bajos de Kow (˂10) se consideran relativamente

hidrofílicos mientras que los que tienen un valor de  Kow alto (˃104), son

considerados hidrofóbicos y tienden a acumularse en superficies orgánicas

como suelos con alto contenido de materia orgánica y especies acuáticas (Van

Deuren et al., 2000).

Con los valores de Kow (–4.59 a –1.70) del glifosato, se esperaría que

este no se bioacumule (Wang et al., 1994). Sin embargo hay evidencias de que
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su bioacumulación puede ser mayor que la predicha con esta constante, debido

a la presencia del surfactante POEA (polioxietilenamina) y otros en los

ambientes acuáticos (Contardo-Jara et al., 2009),  los cuales quizá además de

facilitar el ingreso del glifosato dentro de las células de las plantas, podrían

incrementar la permeabilidad de membranas de células animales. (Hedberg y

Wallin, 2010). Este potencial de bioacumulación ha sido observado en

caracoles terrestres (Helix aspersa) alimentados con una dieta contaminada

con glifosato (Druart et al., 2011) y  también tejidos de carpa (Cyprinus carpio)

y  tilapia (Oreochromismos sambicus) que fueron expuestas a concentraciones

relevantes para el ambiente (Wang et al., 1994).

Efectos del glifosato en los organismos

Varios estudios han caracterizado los efectos del glifosato y sus

formulados sobre organismos acuáticos (Hartman y Martin, 1985; Gardner et

al., 1997; Schaffer y Sebetich, 2004; Relyea, 2005b) y hay evidencias de los

diversos efectos fisiológicos y de comportamiento dependiendo de las dosis y

la formulación empleada. Estos estudios incluyen microorganismos  (Folmar et

al., 1979; Kreutzweiser et al., 1989; Tsui y Chu, 2003; Bonnet et al., 2007),

protozoos (Bonnet et al., 2007), invertebrados (Trumbo, 2005), anfibios

(Thompson et al., 2004; Relyea et al., 2005; Relyea 2005ab; Relyea y Jones,

2009; Moore et al., 2012), peces (Folmar et al., 1979; Mitchell et al.,1987;

Servizi et al., 1987; Wan et al.,1989; Modesto y Martínez, 2010a; Glusczak et

al., 2011; Menezes et al., 2011; Hued et al., 2012), y aves (Oliveira et al.,

2007).

Microorganismos

En cuanto a microorganismos, hay estudios que demuestran que el

aumento de fosforo total generado por el glifosato altera la comunidad del

fitoplancton y perifiton (Perez et al., 2007; Vera, 2011, Vera et al., 2010).

Igualmente, se ha demostrado que al exponer a glifosato Vibrio fischeri y

Skeletonema costatum, su crecimiento puede resultar inhibido (Tsui y Chu,
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2003) lo mismo que el de Chlorella kessleri al ser expuesta al formulado de

glifosato Atanor (Romero et al., 2011).

Algas

Las algas, por tener similitudes bioquímicas con plantas, son sensibles al

glifosato y en estudios realizados para determinar la toxicidad de este herbicida

en algas de agua dulce y marina se ha visto que su toxicidad es mayor con el

uso de formulados comerciales que tienen surfactantes que con herbicidas con

glifosato puro (Saenz y Di Marzio, 2009).

Moluscos y artrópodos

En el caso de moluscos y artropodos, el glifosato puede reducir las tasas

de crecimiento en camarones Caridina nilotica expuestos a Roundup (Mensah

et al., 2012) y disminuir las reservas de lípidos y proteínas en cangrejos

juveniles, Cherax quadricarinatus (Avigliano et al., 2014). También puede

producir efectos genotóxicos y afectar varios mecanismos fisiológicos como

actividades metabólicas y transmisión neuronal en el caracol Bulinus

truncatusen, en el cual además ocasiona efectos adversos sobre la

reproducción. (Bakry et al., 2015).

Peces

Los peces son susceptibles a los efectos directos e indirectos de la

presencia de herbicidas en el agua ya que sus fuentes de alimento como algas,

invertebrados y otros peces pueden verse contaminados (Solomon y

Thompson, 2003). Se sabe que en general los adultos son más tolerantes al

glifosato que las etapas juveniles   (Jiraungkoorskul et al., 2002) y que la mayor

toxicidad del glifosato es atribuida al surfactante POEA (Folmar et al., 1979). Se

han detectado alteraciones hematológicas y efectos genotóxicos en

Prochilodus  lineatus expuesto a Roundup  (Cavalcante et al., 2008; Modesto y

Martinez, 2010b); efectos genotóxicos con Roundup para Anguilla anguilla

(Guilherme et al., 2010); y disminución en la actividad cerebral y la glucosa
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hepática en Leporinus obtusidens y Oreochromis niloticus cuando fueron

expuestos a Roundup (Jiraungkoorskul et al., 2003). También se observó

disminución en la actividad muscular y cerebral de Cyprinus carpio (Cattaneo et

al., 2011), genotoxicidad en Tilapia rendalli (Grisolia y Starling, 2001) y daños

en eritrocitos del pez dorado del trópico Corydoras paleatus (Cavas y Konen,

2007; Ghisi y Cestari, 2013).

Anfibios

De los organismos estudiados, los anfibios son los más sensibles a la

exposición ambiental, debido a su fisiología, los tiempos y etapas de

reproducción y su distribución en las regiones donde se usa el glifosato. Hay

estudios en Rana catesbeiana y Rana clamitans, con comprobadas dosis

letales LC50 de Roundup a diferentes concentraciones (Relyea y Jones, 2009;

Moore et al., 2012); Howe et al., 2004 también encontraron daños en gónadas

y anormalidades como disminución en la tasa de desarrollo en esta misma

especie Rana clamitans y daños en el ADN de la rana Eleutherodactylus

johnstonei (Meza-Joya et al., 2013).

Reptiles y mamíferos

Hay estudios que hablan de daños por glifosato en huevos del caimán

Caiman latirostris (Poletta et al., 2009) e inhibición de citocromo P450 hepático

en ratas (Hietanen et al., 1983), así como disminución de la actividad de la

enzima acetilcolinesterasa en eritrocitos humanos por la exposición a glifosato

(Kwiatkowska et al., 2014).

Todos los estudios mencionados evidencian con claridad que el glifosato

tiene un efecto negativo en los cuerpos de agua y en los organismos que

dependen de éstos, al modificar la calidad del agua y afectar el equilibrio de los

ecosistemas eutrofizándolos, así como al ocasionar efectos fisiológicos,

genotóxicos y sobre los ciclos reproductivos de los animales.
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Biofilms bacterianos

Los procesos de degradación de glifosato y otros compuestos

xenobióticos ocurren de forma natural en el ambiente en su mayoría mediados

por bacterias. Las bacterias en general cumplen un papel fundamental en la

regeneración y movilización de nutrientes en los ecosistemas acuáticos

(Newton et al., 2011),  así como también en los procesos de degradación y

mineralización de compuestos orgánicos e inorgánicos, afectando la calidad del

agua (Cole et al., 1988; Cotner y Biddanda., 2002).

Generalmente las bacterias se encuentran dentro de matrices de

polisacáridos llamadas biofilms, lo cual facilita su adherencia a las superficies y

también entre células para formar comunidades bacterianas (Denyer et al.,

1993; Costerton et al., 1994). Así en una secuencia de acontecimientos físicos

y biológicos que empieza con la adsorción de películas orgánicas, se van

realizando los procesos de colonización de las superficies. En la naturaleza,

estos biofilms contribuyen a que los organismos se puedan desarrollar

formando verdaderos tapetes de microorganismos (Stal, 1994), en los que se

dan interacciones potenciales positivas y negativas como por ejemplo

competencia, cooperación, inhibición y sinergismo, las cuales se definen

típicamente en relación a la utilización del sustrato y permiten que las

poblaciones cambien constantemente generando procesos de sucesión de

especies. De esta manera, los microorganismos del biofilm responden a

condiciones microambientales especificas con diferentes modelos de

crecimiento (Atlas y Bartha, 2005).

Estudios realizados sobre caracterización y evolución de las

comunidades de biofilm expuestas a herbicidas, sugieren que la biodiversidad

microbiana de los biofilms acuáticos podría actuar como un micro-ecosistema

capaz de regular y adaptarse a la concentración de glifosato en agua, de tal

forma que las comunidades bacterianas adaptadas al glifosato cambien su

composición (Bricheux et al., 2012).
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Grupos bacterianos degradadores de glifosato

Las bacterias pueden degradar glifosato por medio de dos rutas. La

principal ruta produce ácido aminometilfosfónico (AMPA) (Cox, 1995)  el cual

posteriormente se convierte en dióxido de carbono y amonio;  hay otra ruta

alternativa menos común, la cual es realizada por algunas especies de

bacterias del suelo (Kishore y Jacob, 1987), en la cual el glifosato primero es

metabolizado en fosfato inorgánico y sarcosina, para luego transformarse en

glicina. (Dick y Quinn, 1995). (Figura 10).

Figura 10. Rutas de degradación bacteriana de glifosato.
Fuente: Adaptado de Annet et al. (2014).

Las bacterias degradadoras de glifosato (tabla 1), lo emplean como

fuente de carbono, nitrógeno y fósforo para realizar sus procesos metabólicos

(Cuervo, 2007; Bazot y Lebeau, 2008;Krzysko-Lupicka y Sudol, 2008). Las

especies más citadas como degradadoras de glifosato pertenecen a la clase

Gamaproteobacteria: Pseudomonas sp 4ASW (Dick-Quinn,1995a);

Pseudomonas aeruginosa, P.fluorescens, Burkholderia gladioli y Flavimonas

oryzihabitans, así como ciertos consorcios bacterianos: P. fluorescens+ P.
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aeruginosa y B. gladioli+ P. fluorescens+ F. oryzihabitans (Martínez et al.,

2012) y algunas Actinobacterias y Betaproteobacterias.

Tabla 1. Publicaciones relacionadas con bacterias degradadoras de glifosato.

Especie
bacteriana Clase

Trabajo publicado

Burkholderia sp. Betaproteobacteria (Jacobsen y Hjelms, 2014)

Enterobacter

cloacae K7

Gamaproteobacteria (Kryuchkova et al., 2014)

Pseudomonas

aeroginosa

Pseudomonas

fluorescencens

Gamaproteobacteria (Martínez et al., 2012)

Flavimonas

oryzihabitans

Gamaproteobacteria

Burkholderia

gladioli

Betaproteobacteria

Pseudomonas sp.

4ASW.

Gamaproteobacteria (Dick y Quinn.,1995)

Pseudomonas sp. Gamaproteobacteria (Liu et al., 1991)

Pseudomonas sp. Gamaproteobacteria (Jacob et al., 1988)

Pseudomonas sp. Gamaproteobacteria (Moore et al., 1983)

Pseudomonas sp. Gamaproteobacteria (Travaglia et al., 2015)

Streptomyces sp. Actinobacteria (Forlani et al.,1999)

Arthrobacteratrocy

aneus ATCC

13752

Actinobacteria (Amrheint et al., 1988)
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Especie
bacteriana Clase

Trabajo publicado

Arthrobacter sp. Actinobacteria (Pipke et al., 1987)

Gemmatimonas.

sp.

Alfaproteobacteria (Arango et al., 2013).

Consorcio

microbiano

Consorcio microbiano (Hallas et al., 1992)

Análisis de grupos bacterianos

Para el estudio de identificación y cuantificación de grupos bacterianos

una de las técnicas más empleadas hoy en día es la técnica de biología

molecular CARD-FISH (Catalyzed Reporter Deposition-Fluorescence in situ

Hybridization) (Pernthaler et al., 2002; 2004), la cual consiste en la hibridación

de sondas específicas con el ARN ribosomal de las bacterias en estudio. Estas

sondas conocidas están marcadas con la enzima Horse radish Peroxidase

(HRP) la cual permite amplificar y emitir una señal fluorescente y estable que

luego posibilita observar y cuantificar las células bacterianas mediante un

microscopio de epifluorescencia. (Figura 11).
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Figura 11. Esquema de la técnica CARD-FISH. Fuente Saad (2016) Comunicación
personal

Bacterias del ecosistema de agua dulce

En los ecosistemas de agua dulce, diferentes grupos conforman la

diversidad bacteriana, siendo los más representativos Alfaproteobacteria,

Betaproteobacteria, Gamaproteobacteria, Actinobacteria y Bacterioidetes, los

cuales están incluidos dentro del grupo Eubacteria. A continuación se

describen algunas características de estos grupos los cuales fueron objeto de

este estudio de identificación del biofilm bacteriano de las valvas de

Limnoperna fortunei.

Actinobacterias

Las Actinobacterias son bacterias gram positivas. Antes se consideraba

que estaban presentes sólo en el suelo, pero mediante estudios de genética y

biología molecular se ha comprobado su presencia abundante en diversos

ambientes acuáticos, tales como ríos, mares salobres, bahías y en ambientes

de hielo glacial. (Hiorns et al.,1997; Zwart et al., 1998;2002: Denisova et

al.,1999; Glöckner et al., 2000), contribuyendo con más del 50% de las

bacterias en aguas de superficie (epilimnion) (Glöckner et al., 2000) y aunque

Muestras de biofilmTECNICA
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•BET42a -> específica para Betaproteobacteria (Manz et al., 1992)
•GAM42a -> específica para Gamaproteobacteria (Manz et al., 1992)
•CF319a -> específica para Citofaga-Flavobacteria-Bacteroidete
(Manz et al., 1996)
•HGC69a -> específica para Actinobacteria (Amann et al., 1995)
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también están presentes en el hipolimnion , allí su abundancia suele ser menor

ya que son dependientes de la concentración de oxígeno (Allgaier y Grossart,

2006; Taipale et al.,2009). Estas bacterias tienen una distribución cosmopolita

(Newton et al., 2011) y se han encontrado en lagos oligotróficos (Humbert et

al., 2009), mesotróficos (Debroas et al., 2009, Humbert et al., 2009, Zeder et

al., 2009), eutróficos y distróficos (Wu et al., 2007). En lo que respecta a la

distribución geográfica, se han hallado  en lagos de Norteamérica (Newton et

al., 2007), Europa (Glöckner et al., 2000), Africa (De Wever et al., 2005; 2008;

Humbert et al., 2009), Asia (Hahn et al., 2003; Wu et al., 2006; Nishimura y

Nagata, 2007;), Australia (Hahn y Pöckl, 2005.), America del sur (Corno et al.,

2009) y Antártida (Pearce et al., 2003; 2005). Un factor que favorece su amplia

distribución es su pequeño tamaño (menor a 0.1 µm) y la composición de su

pared celular (Newton et al., 2011), así como su resistencia al estrés ambiental

y a factores como la radiación UV, lo cual les permite desarrollarse en

ambientes con alta transparencia como los lagos de alta montaña (Warnecke et

al., 2005); pueden vivir en diferentes rangos de pH (Lindström et al., 2005;

Newton et al., 2007) y también tienen la capacidad de desarrollar esporas lo

que les permite sobrevivir periodos de desecación y distribuirse por el aire

(Newton et al., 2011). Las actinobacterias no se han encontrado en asociación

con cianobacterias pero pueden formar parte de la comunidad del

bacterioplancton durante las floraciones de fitoplancton (Allgaier y Grossart,

2006; Salcher et al., 2010). Se han reportado algunos taxones de

Actinobacteria relacionados con la degradación de glifosato, tales como

Streptomyces sp. (Forlani et al., 1999), Arthrobacter atrocyaneus (Amrheintet

al., 1988), Arthrobacter sp y A. atrocyaneus (Pipke et al., 1987; 1988).

Bacteroidetes

El phylum bacteroidetes, Cytophaga-Flavobacterium-Bacteroidetes

(CFB) tiene enorme diversidad fenotípica y metabólica. Los miembros de este

phylum se pueden encontrar en diferentes ambientes, tales como suelo,

ambientes acuáticos o como simbiontes de plantas y animales (Newton et al.,

2011). Dominan las comunidades bacterianas de agua dulce (Pernthaler et al.,

2004) y están asociados a partículas del epilimnion donde pueden cumplir un
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papel importante en la degradación de biopolímeros (Kirchman, 2002) y de

materias húmicas (Hutalle-Schmelzer et al., 2010). No tienen un patrón de

distribución estacional específico (Eiler y Bertilsson, 2007), pero sí dependen

de la disponibilidad de materia orgánica adaptándose bien  en ambientes con

altos contenidos de nutrientes (Zeder et al., 2009). Son abundantes después de

periodos de floraciones de cianobacterias y también se sabe que podrían estar

involucradas en procesos de degradación de materia orgánica (Newton et al.,

2011). En la revisión bibliográfica realizada no se encontraron géneros de este

phylum relacionados con la degradación de glifosato.

Proteobacteria

El phylum Proteobacteria es un grupo de bacterias Gram-negativas que

abarca la mayoría de bacterias reconocidas por su importancia agrícola,

industrial y médica por lo cual están ampliamente estudiados. Dentro de este

phylum se incluyen las Alfa, Beta, Gama, Delta, Epsilón y Zetaproteobacterias

(Newton et al., 2011).

Alfaproteobacteria

La clase Alfaproteobacteria tiene un papel especial en la evolución y

microbiología, ya que se cree que las mitocondrias eucariotas se originaron a

partir de un simbionte alfaproteobacterial (Andersson et al., 1998). Se

encuentran en todos los hábitats imaginables y muestran enorme plasticidad en

sus genomas y en sus estilos de vida, lo cual está probablemente relacionado

por su función endosimibiotica y de parásito intracelular. De igual forma son

importantes en el ciclo del nitrógeno facilitando su fijación en asociación con las

plantas. Son dominantes en ecosistemas marinos pero también se encuentran

presentes en ambientes de agua dulce aunque en menor proporción. Crecen

bien en ambientes oligotróficos y compiten por sustratos orgánicos e

inorgánicos. (Alonso y Pernthaler 2006a,b; Newton et al., 2011). Algunos

miembros de esta clase  como Novosphingobium sphingopyxis tienen la

capacidad de degradar compuestos orgánicos como sustancias húmicas para

satisfacer su demanda de nutrientes y carbono (Newton et al., 2011). También

se ha demostrado que las Alfaproteobacterias tienen fuertes interacciones
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funcionales y algunas pueden promover e inhibir el crecimiento y la  floración

de cianobacterias. (Berg K.A et al., 2009). En la revisión bibliográfica realizada,

solo encontramos un género relacionado con la degradación de glifosato:

Gemmatimonas sp (Arango et al., 2014).

Betaproteobacteria

La clase Betaproteobacteria es reconocida por su diversidad

morfológica y fisiológica. Son bacterias de rápido crecimiento y tienen una

distribución cosmopolita; son un grupo dominante en ambientes de agua dulce

y poco abundante en el océano, y por esa razón es uno de los grupos de

ambientes de agua dulce más estudiados. Algunos géneros de

Betaproteobacteria son quimiorganotrofos aeróbicos y anaeróbicos facultativos

con capacidad para asimilar glucosa y una variedad de pequeños ácidos

orgánicos tales como acetato, piruvato y fumarato (Hahn et al., 2010). En

cuanto a su capacidad de degradación de glifosato, se ha reportado al género

Burkholderia en estudios realizados en el suelo (Martínez et al., 2012;

Jacobsen y Hjelms, 2014).

Gamaproteobacteria

Esta clase incluye a las bacterias que han sido más estudiadas, tales

como los Enterobacteriales, Pseudomonadales y  Xantomonadaceas. En este

grupo se  encuentra Escherichia coli la cual tiene gran importancia médica y

para la investigación. La clase Gamaprotetobacteria está presente en

ecosistemas de agua dulce, así como en ambientes marinos y en el suelo. De

igual manera se pueden encontrar bacterias de este grupo de manera

transitoria en algunas comunidades de lagos, en especial por procesos de

contaminación antrópica.

Las Gamaproteobacterias tienen altos requerimientos nutricionales

(Zavarzin et al., 1991) y tienen gran importancia en los estudios relacionados

con contaminación de ambientes acuáticos y en la degradación de sustancias

contaminantes. Están ampliamente citadas por su capacidad degradadora de

glifosato en estudios realizados con diferentes formulados y también con

glifosato puro. Los taxones más representativos en cuanto a este proceso son



29

Pseudomonas sp. (Moore et al., 1983; Jacob et al., 1988; Liu et al., 1991; Dick

y Quinn, 1995a; Martínez et al., 2012; Travaglia et al., 2015), Flavimonas

oryzihabitans (Martínez et al., 2012) y Enterobacter (Kryuchkova et al., 2014).

Objetivos e hipótesis del estudio

En esta tesis analizamos algunos aspectos de interacción del mejillón

dorado Limnoperna fortunei y el herbicida glifosato, dos factores de cambio

antropogénicos, enfocándonos en el papel que cumplen los grupos bacterianos

presentes en el biofilm de las valvas del mejillón, sobre la concentración de

glifosato en los ecosistemas de agua dulce.

El objetivo del estudio fue:

Analizar los cambios en la comunidad bacteriana del biofilm asociado a

las valvas del molusco invasor Limnoperna fortunei en presencia del herbicida

glifosato. Se plantearon las siguientes hipótesis y sus correspondientes

predicciones:

H1. El efecto del mejillón sobre la concentración del glifosato en agua es

diferente respecto de sus valvas solas.

Predicción: En presencia de mejillón entero habrá una mayor

disminución de glifosato que en  presencia de valvas solas.

H2. Las bacterias presentes en el biofilm de las valvas del mejillón tienen

la capacidad de degradar el herbicida glifosato.

Predicción: El glifosato presente en el agua disminuirá tanto en

presencia de mejillón entero como en presencia de sus valvas solas, por

lo tanto esta disminución se puede atribuir a bacterias presentes en el

biofilm.
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H3. El glifosato modifica la estructura del biofilm bacteriano asociado a

las valvas de Limnoperna fortunei.

Predicción: En presencia de glifosato se incrementará la abundancia de

bacterias capaces de degradarlo.

H4. El metabolismo del molusco invasor, mediante la excreción de

nutrientes tiene un efecto sobre la composición bacteriana.

Predicción: En presencia del molusco se prevé una estimulación del

crecimiento bacteriano.

H5. La acción conjunta del herbicida y el molusco invasor tendrá un

efecto diferencial sobre el biofilm respecto de cada uno de los factores

por separado.

Predicción: Ambos factores actuando conjuntamente tendrán un efecto

sinérgico sobre la estructura del biofilm.
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MATERIALES Y MÉTODOS

Experimento de exposición de Limnoperna fortunei al glifosato

Para analizar el efecto del glifosato, del molusco y su interacción sobre

la abundancia y composición bacteriana del biofilm asociado a las valvas del

mejillón dorado, se llevaron a cabo bioensayos semi estáticos bajo condiciones

controladas de laboratorio en una cámara de ensayo (25±1ºC) (Figura 12). El

efecto del factor “mejillón” fue evaluado en tres niveles: mejillones enteros (M),

valvas vacías (V) y sin mejillón (C). El factor “concentración de glifosato” fue

evaluado en dos niveles: Con glifosato 20 mg L-1 (G) y sin herbicida. Cada

tratamiento (C, G, M, V, MG, VG) se realizó por triplicado, contando en total 18

unidades experimentales.

.

Figura 12: Cámara de cultivo para los distintos tratamientos en condiciones

controladas de laboratorio.

Los ejemplares de Limnoperna fortunei fueron recolectados

manualmente en el delta inferior del río Paraná (34,428872ºS; 58,547101º W),
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trasladados inmediatamente al laboratorio y alojados en acuarios con

abundante agua de red declorada y aireada a 25±1ºC.  Para el ensayo se

seleccionaron sólo aquellos animales que al contacto con el agua abrieron

inmediatamente sus valvas, extendieron sus sifones y comenzaron a

desarrollar una filtración activa. De este grupo, los organismos para cada uno

de los tratamientos fueron seleccionados al azar.

La concentración del glifosato seleccionada para el ensayo representa el

peor de los escenarios posibles que pueden encontrarse en sistemas naturales

luego de una aplicación directa del herbicida (e.g. mediante aplicación aérea),

una práctica agrícola muy común en Argentina como en otros países de la

región (Vera, 2010).

El tiempo de exposición de los distintos tratamientos fue de siete días y

como cámaras de ensayo, se utilizaron recipientes plásticos de 2,5 litros de

capacidad con aireación constante. En cada cámara experimental que

contenían animales enteros (M y MG) se alojaron 10 moluscos seleccionados

al azar con talla media 23,70 ± 3mm. En los tratamientos con valvas solas (V y

VG) se agregaron 10 pares de valvas vacías seleccionadas al azar del mismo

grupo de organismos y de la misma talla media que en el tratamiento anterior.

Las valvas vacías utilizadas para el ensayo, se obtuvieron mediante una

cuidadosa disección para extraer el tejido blando del animal sin alterar el biofilm

asociado a las valvas de los moluscos. (Figura 13)

Figura 13: Disección de Limnoperna fortunei para el experimento.
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Determinación de nutrientes

A tiempo inicial y final de la experiencia, además de los parámetros

fisicoquímicos básicos del agua, (Tº, pH, conductividad, oxígeno disuelto) se

cuantificó la concentración de nutrientes inorgánicos disueltos: nitrito+nitrato

(N-NO2
- y N-NO3

-), amonio (N-NH4
+) y fósforo reactivo soluble (P-PO4

-), así

como la concentración de glifosato.

Los nutrientes disueltos fueron determinados, a partir de muestras

filtradas previamente con filtros de fibra de vidrio tipo Whatman® GF/F, con un

espectofotómetro Hach® DR/2010 (Hach Company, USA), utilizando los kits de

reactivos Hach® correspondientes. Para el fósforo reactivo soluble (P-PO4
-) se

empleó el método de ácido ascórbico, el nitrato + nitrito (N-NO3
- + N-NO2

-) se

determinó según el método de reducción con Cadmio (Mackereth et al., 1978) y

el amonio (N-NH4
+) según el método del salicilato (APHA 2005), con un límite

de detección de 0,001 mg L-1.

Determinación de glifosato

La determinación de glifosato y su metabolito principal AMPA en las

muestras iniciales y finales de los distintos tratamientos, fueron realizadas en

el INQUIMAE-UBA por HPLC-UV, previa derivatización con 9-fluorenilmetilo

cloroformiato (FMOC-Cl) (Sancho et al., 1996; Stalikas y Konidari, 2001). La

reacción de derivatización se realizó mezclando 3,75 ml de la muestra con

0,625 ml de buffer borato 0,04 M y pH 9. Posteriormente se adicionaron 0,625

ml de solución de FMOC-Cl y se agitó hasta homogeneizar. Esta mezcla se

mantuvo durante tres horas en oscuridad y a temperatura ambiente para que

ocurriera la reacción y luego fue interrumpida adicionando 5ml de

diclorometano. Posteriormente la mezcla fue agitada vigorosamente por varios

minutos con el fin de eliminar el exceso de solución de FMOC-Cl en la fase

acuosa. La muestra fue almacenada finalmente a 4ºC hasta la determinación

de los productos.
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En todos los casos, las curvas de calibración fueron llevadas a cabo

usando la misma matriz (agua de  las unidades experimentales) para evitar

cualquier efecto aditivo de la matriz.

Los análisis de HPLC fueron realizados usando el equipo de HPLC-UV

(Jasco Analytical Instruments, Easton MD, USA). Las fases móviles utilizadas

fueron Acetato de amonio 5 mM (A) y acetonitrilo (B) y la detección de los

productos se efectuó a 265 nm.

Vida media del glifosato

La vida media del herbicida en cada tratamiento se calculó asumiendo

una cinética química de primer orden, mediante un ajuste a una función

logarítmica de acuerdo la siguiente ecuación:

= [ ] ∗
donde:

[GliTf] y [GliTi]: son las concentraciones de glifosato a tiempo final e inicial,

respectivamente

k: es el coeficiente de disipación y

t: es el tiempo.

Tasa de disipación del glifosato

La tasa de degradación de glifosato (mg glifosato/Peso seco*día), para

los tratamientos en los que se dio reducción del herbicida: Valva+glifosato (VG)

y Mejillón+Glifosato (MG), se calculó correlacionando la vida media del

glifosato, con el peso seco y los días de duración del ensayo. El peso seco se

obtuvo mediante el secado de los mejillones utilizados en el experimento en

estufa (60°C) hasta peso constante, usando una balanza digital KERN modelo

ARS 120-4 (error 0,0001 g).
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Cuantificación e identificación de grupos de bacterias presentes en el
biofilm,  mediante la técnica de CARD-FISH.

Obtención y fijación de las muestras

Para la obtención de la muestra del biofilm bacteriano asociado a las

valvas de los organismos, en el tiempo inicial y el tiempo final, se realizó un

cuidadoso raspado de los 10 pares de valvas de cada unidad experimental, con

la ayuda de un cepillo y un bisturí, lavando con agua Mili-Q hasta obtener un

volumen de 100 ml de muestra en cada tratamiento.(Figura 14)

Figura  14. Obtención de la muestra de biofilm de las valvas de Limnoperna fortunei

Las muestras fueron fijadas con 10 ml de formaldehido (37%) y

almacenadas a 4°C durante 24 hs, posteriormente se sonicaron 3 veces,

empleando un sonicador (SONICS Vibra Cell, modelo VCX 130PB, frecuencia:

20 KHz), a 35% de amplitud durante 10 segundos cada una,  con el fin de

disgregar el material y de esta manera lograr una buena separación de las

bacterias del biofilm. Este procedimiento es el adecuado para obtener una

buena cuantificación de bacterias  mediante el microscopio de epifluorescencia.

A fin de establecer cuál era la concentración de bacterias más adecuada

para realizar la cuantificación por epifluorescencia, se realizaron pruebas

previas con distintas diluciones mediante el agregado de agua mili-Q y se
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sonicó nuevamente a 35% de amplitud durante 3 veces por una duración de 10

segundos cada una.

Por último se  realizó el filtrado de 2 ml de la muestra final a través de

filtros blancos de policarbonato de 0,2 µm de poro (MILLIPORE 0,2µm GTTP),

y estos se mantuvieron a -20±1°C hasta su procesamiento.

Hibridación de las muestras empleando CARD-FISH

Las hibridaciones in situ de distintas porciones de los filtros se realizaron

siguiendo los protocolos de la técnica de CARD-FISH según Pernthaler et al.

(2002) y Sekar et al. (2003) y usando las siguientes sondas de

oligonucleótidos: EUB338-II-III, para hibridar la mayoría de las bacterias

incluyendo Verrucomicrobia y Planctomycetes (Amann el al., 1990; Daims et

al., 1999); ALF968, específica para Alfaproteobacterias (Neef, 1997); BET42a,

específica para Betaproteobacteria (Manz et al., 1992); GAM42a, para hibridar

Gamaproteobacteria (Manz et al., 1992); CF319a, para hibridar al grupo

Cytophaga-Flavobacterium-Bacteroidetes (Manz et al., 1996); HGC69a,

específica para Actinobacteria (Amann et al., 1995). Para las Actinobacterias,

Betaproteobacterias y Gamaproteobacterias se utilizaron sondas competidoras

que no poseían la enzima HRP.  Luego de la hibridación, la señal fue

amplificada con tiramida marcada con Alexa 488 y las bacterias totales teñidas

con 4,6-diamino-2-fenilindol (DAPI). Las sondas utilizadas se unen al ARN

ribosomal de las células bacterianas y la enzima HRP que llevan unida cataliza

una reacción de amplificación de la tiramida marcada que se pone como

sustrato, provoca que un gran número de moléculas fluorescentes se unan a

las proteínas de membrana de las células generando una señal brillante y

estable.

Las porciones de los filtros hibridadas con distintas sondas fueron

montadas entre porta y cubre objetos y observadas al microscopio de

epifluorescencia (Olympus BX40F4) bajo luz azul y excitación con UV a fin de

cuantificar los distintos grupos bacterianos en cada muestra. Los resultados
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fueron expresados en células por unidad de superficie (mm2) para lo cual se

hizo el cálculo del área planar de las valvas.

Los porcentajes de hibridación para los grupos bacterianos se calcularon

estableciendo la proporción de las bacterias hibridadas con las sondas

específicas, con respecto a los recuentos totales de cada muestra.

Cálculo del área planar de las valvas

Para el cálculo del área planar de las valvas de Limnoperna fortunei, se

seleccionaron al azar 10 valvas de los organismos empleados en el ensayo. En

cada una de las valvas se seleccionaron entre 12 y 16 puntos de la cara

interna, a las cuales se les midió la profundidad del espacio interno, y el

espesor de la valva empleando un calibre digital de 0,01 mm de precisión

(sylvac MOD S 235 PAT) (Figura 15).

Figura 15. Medición de la talla de las valvas de Limnoperna fortunei, utilizadas en el
ensayo.

Las imágenes de estas valvas fueron digitalizadas y procesadas

mediante el programa Surfer 8, para obtener el área planar y la superficie.

(Figura 16) Posteriormente se calculó la relación funcional entre el área planar

y la superficie de la valva y a partir de esta relación se estimaron por

interpolación la superficie de todas las valvas utilizadas en el experimento.
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Figura 16. Imagen digitalizada de una de las valvas de Limnoperna fortunei, por medio
del programa Surfer, para calcular su área planar.  La primera imagen corresponde a
los puntos seleccionados para determinar la profundidad de la cara interna de la valva.
La segunda imagen representa las líneas de nivel generadas por el programa Surfer 8
utilizadas para la estimación del área planar de la cara externa de la valva.

Tratamiento estadístico

El efecto de los diferentes tratamientos sobre cada uno de los grupos

bacterianos estudiados fueron analizados estadísticamente mediante un

ANOVA de un factor, realizando contrastes ortogonales según las hipótesis de

cada caso (Zar, 1996), evaluando previamente los supuestos del modelo.

También se llevó a cabo un PCA (Análisis de Componentes Principales)

para el ordenamiento de los tratamientos empleados (M, MG, V, y VG),
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tomando como variable la abundancia de los grupos bacterianos. Se utilizó una

matriz de correlación para estandarizar los datos y dar mayor relevancia a la

proporción de cada grupo de bacterias.

La concentración de glifosato en agua y su producto de degradación

AMPA en los distintos tratamientos a tiempo inicial y final, fueron analizados

estadísticamente mediante ANOVA de un factor, evaluando previamente los

supuestos del modelo.

Para las comparaciones de la concentración de nutrientes inorgánicos

disueltos: nitrito+nitrato (N-NO2
- y N-NO3

-), amonio (N-NH4
+) y fósforo reactivo

soluble (P-PO4
-) en los distintos tratamientos, se realizaron ANOVAS de un

factor, según las hipótesis de cada caso y evaluando los supuestos de modelo.

Todos los análisis estadísticos fueron realizados utilizando el Software

InfoStat.
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RESULTADOS

Características físicas y químicas del agua

En la Tabla 2 se presentan los valores promedios de las variables físicas

y químicas del agua al comienzo de la experiencia en las unidades

experimentales con glifosato (G, VG, MG) y sin glifosato (C, V, M). Estas se

mantuvieron con aireación y temperatura constante durante todo el

experimento.

Tabla 2. Características  físicas y químicas del agua  al comienzo de la experiencia en

las unidades experimentales con y sin glifosato. Los valores corresponden a las

medias±desvío estándart.

Variable Control
(sin glifosato)

Con glifosato
(20ppm)

pH 7,28±0,09 6,54±0,03

O2 disuelto (mg L-1) 6,31±0,02 5,30±1,75

Conductividad (μS/cm) 255,00±6 269,33±3,06

Temperatura (°C) 26,23±0,06 26,23±0,06

P-PO4 (mg L-1) 0,103±0,02 0,110±0,01

N-NO3 (mg L-1) 0,060±0,01 0,060±0,01

N-NH3 (mg L-1) 0,003±0,01 0,003±0,01

Concentración de glifosato

Al comienzo del ensayo en las unidades experimentales con agregado

de herbicida (G, VG y MG), la concentración de glifosato fue semejante en

todos los tratamientos (P>0,05) (20,4± 0,7 mg L-1). Por su parte, al final de la

experiencia en G la concentración de glifosato no varió significativamente

respecto de la inicial (21,1 ± 0,6 mg L-1), mientras que en los tratamiento VG y

MG se observó una significativa reducción en la concentración del herbicida

(P<0,05 en ambos casos). A tiempo final, la concentración de glifosato en el

tratamiento con mejillón entero, fue significativamente menor que en presencia



41

de la valva sola (P<0,05 contrastes ortogonales) (MG: 9,2 ± 1,05 mg L-1; VG:

11,4  ± 0,07 mg L-1). (Figura 17). Por otro lado en los tratamientos C, V y M las

concentraciones de glifosato se mantuvieron por debajo del límite de detección

(0,1 mg L-1),  para ambos tiempos.

Figura 17. Valores medios de concentración de glifosato (mg L-1) al inicio y al final de
la experiencia en los tratamientos  Glifosato (G), Mejillón + Glifosato (MG) y Valva  +
Glifosato (VG). Las barras de error representan desvío estándar.

Concentración de AMPA (ácido aminometilfosfónico)

Al inicio de la experiencia no se detectó la presencia de AMPA en

ninguna de las unidades experimentales (límite de detección 0,1 mg L-1),

mientras que al tiempo final, la concentración de AMPA se incrementó

significativamente (P<0,05) en los tratamientos MG y VG con respecto al

control de glifosato (G), en el cual no se detectó la producción de este

metabolito. Por otro lado, la concentración de AMPA fue significativamente

mayor en presencia de valva + glifosato que con el mejillón entero+glifosato

(P<0,05) (3,7±0,153 mg L-1 y 2,7±0,115 mg L-1 respectivamente) (Figura 18).
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Figura 18. Valores medios de concentración de AMPA (mgL-1) al inicio y al final de la

experiencia en los tratamientos  Glifosato (G), Mejillón + Glifosato (MG) y Valva  +

Glifosato (VG). Las barras de error representan desvío estándar.

Vida media del glifosato

Ajustando los valores de concentración de glifosato vs. tiempo a una

ecuación de cinética química  de 1er orden con función logarítmica, se

determinó que la tasa de disipación del glifosato (k) en tratamientos VG y MG

fue de 0,09 ± 0,002 mg día-1 y 0,11 ± 0,003 mg día-1, respectivamente. La vida

media de la concentración de glifosato en el tratamiento Mejillón+Glifosato

(MG), de 5,78 días, fue significativamente menor a la obtenida en el tratamiento

Valvas+Glifosato (VG) (7,70 días) (P<0,0001).

Debido a que la disminución de la concentración de glifosato al cabo de

la experiencia en el tratamiento que contenía solo herbicida fue muy baja

(reducción de la concentración del 0,94%), no se pudo estimar dicha tasa ni la

vida media del glifosato en el tratamiento G.
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Tasa de disipación de glifosato

La tasa de disipación de glifosato para los tratamientos en los que se dio

reducción del herbicida fue mayor para el tratamiento Mejillón glifosato: 4,26 ±

0,56 mg glifosato/Peso seco*día, comparado con el tratamiento Valva+glifosato

(VG): 3,48 ± 0,13 mg glifosato/Peso seco*día.

Fosfatos (P-PO4)

No se observaron diferencias significativas en las concentraciones de

fosfatos en los tratamientos con agregado de glifosato (G, VG, MG) y sin

glifosato (C,M,V) al inicio de la experiencia (0,107±0,012 mg L-1). Al tiempo final

sólo se observó un aumento significativo de esta variable en el tratamiento MG

(P<0,05 Kruskal-Wallis ANOVA) (0,210±0,01mg L-1). (Figura 19).

Figura 19. Valores medios de Ccncentración de fosfatos en los distintos tratamientos
al tiempo final del experimento. Las letras diferentes indican diferencias significativas
entre tratamientos (Kruskal-Wallis ANOVA P< 0,05). Las barras de error representan
desvío estándar.
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Nitratos (N-NO3)

Al inicio de la experiencia no se encontraron diferencias significativas en

los tratamientos con agregado de glifosato (G,VG,MG) y sin glifosato (C,M,V).

Por su parte, a tiempo final no se observaron diferencias entre los tratamientos

control (C) y glifosato (G)  así como tampoco entre valvas (V) y valvas+glifosato

(VG) (P>0,05 en ambos casos), pero sí entre estos dos pares de grupos

(P<0,05).

Por otro lado, las más altas concentraciones de nitratos,

significativamente mayores que el resto de los tratamientos, fueron detectadas

en los tratamientos con mejillón (M) y mejillón+glifosato (MG) (P<0,05). Entre

estos dos últimos, el tratamiento MG con 0,860 ±0,02 mg L-1 fue el más alto de

todos (P<0,05). (Figura 20).

Figura 20. Valores medios de concentración de nitratos (N-NO3 mg/l) en los distintos
tratamientos al tiempo final del experimento. Las letras diferentes indican diferencias
significativas entre tratamientos (Kruskal-Wallis ANOVA P< 0,05). Las barras de error
representan desvío estándar.
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demás tratamientos, el cual mostró un notable aumento (0,093±0,02 mg L-1)

(Test de Tukey P˂0,05), con respecto al tiempo inicial y a los demás

tratamientos. (Figura 21).

Figura 21. Valores medios de concentración de amonio (N-NH4) en los distintos
tratamientos al tiempo final del experimento. Las letras diferentes indican diferencias
significativas entre tratamientos (Kruskal-Wallis ANOVA P< 0.05). Las barras de error
representan desvío estándar.

Supervivencia de los mejillones al cabo de la experiencia

Durante los 7 días del experimento no se registró mortandad de los

organismos de Limnoperna fortunei. Todos los organismos sobrevivieron, tanto

los que fueron expuestos al glifosato como los que se mantuvieron en agua

limpia, libre del herbicida.

Cuantificación e identificación de grupos de bacterias presentes en el
biofilm de Limnoperna fortunei

Los resultados de la eficiencia de hibridación de las bacterias mediante

la técnica CARD FISH con la sonda general Eubacterias (EUB 338-I-III), con

respecto a las bacterias totales contadas con DAPI se muestra en la tabla 3. El

porcentaje de hibridación varió entre un 84% (tratamiento Valva+glifosato) y un

64% (tratamientos valvas), considerando los distintos tratamientos.
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Tabla 3. Porcentaje de hibridación de la sonda Eubacterias (EUB 338-I-III), respecto al
total de bacterias teñidas con DAPI.

Tratamiento % Hibridación de

Eubacterias

Tiempo inicial 82%

Mejillón 78%

Valvas 64%

Mejillón+Glifosato 75%

Valva+ Glifosato 84%

Composición de bacterias al inicio de la experiencia

La densidad media de bacterias hibridadas al comienzo de la

experiencia fue de 6,602 x 108 ± 4,08 x 107 bacterias cm-2. El grupo más

abundante fue el de las Alfaproteobacterias (53,4%), seguido por las

Betaproteobacterias con el 15,8% y las Gamaproteobacterias con el 12,1%,

mientras que el grupo con menor porcentaje fue Bacteroidetes con un

6,9%(Figura 22).

Figura 22. Valores promedio de la composición porcentual de los grupos de bacterias
hibridadas, Alfaproteobacterias (ALFA), Gamaproteobacterias (GAMA),
Betaprotobacterias (BETA), Bacteroidetes (BACTEROI) y Actinobacterias (ACTINO), al
comienzo de la experiencia. Las letras diferentes indican diferencias significativas
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entre los grupos bacterianos (Test de Tukey P< 0,05). Las barras de error representan
el desvío estándar.

Composición de las bacterias al tiempo final

Eubacterias

Las Eubacterias (Eub 338-II-III) incluyen todos los grupos de sondas

hibridados. En la figura 23 se representa el crecimiento de Eubacterias

con respecto al tiempo inicial en cada uno de los tratamientos. El mayor

crecimiento de bacterias corresponde al tratamiento Mejillón (2,504 x 108

± 6,442 x 107 células cm-2), seguido por MG (9,393 x 107 ± 3,334 x

107 células cm-2) y VG (8,574 x 107± 5,557 x 107 células cm-2). El menor

crecimiento se registró en el tratamiento V (8,324 x 107± 9,723 x

107 células cm-2). Sin embargo las diferencias encontradas entre los

tratamientos no fueron estadísticamente significativas (Test de Tukey

P˃0,05).

Figura 23. Valores promedio de Crecimiento de Eubacterias (células cm-2) al final de la
experiencia en los distintos tratamientos: Mejillón (M), Valvas (V), Mejillón+glifosato
(MG) y Valva+glifosato (VG). Las letras iguales indican que no hay diferencias
significativas entre los tratamientos (Test de Tukey P> 0,05). Las barras de error
representan desvío estándar.
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Alfaproteobacterias

En la figura 24 se presenta el crecimiento en la abundancia de

Alfaproteobacterias con respecto al tiempo inicial en cada uno de los

tratamientos. No se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos

(P>0,05). Se observa un mayor crecimiento en el tratamiento Mejillón

(1,533x108 ± 2,154x107 células cm-2), seguido por Mejillón+glifosato (6,721x107

± 3,524x107 células cm-2) y valva (5,134x107 ± 6,688x107 células cm-2). El

menor crecimiento de este grupo se dio en el tratamiento valva+glifosato (VG:

7,165x106 ± 5,862x107 células cm-2).

Figura 24. Valores promedio de crecimiento de Alfaproteobacterias (células cm-2) al
final de la experiencia en los distintos tratamientos: Mejillón (M), Valvas (V),
Mejillón+glifosato (MG) y Valva+glifosato (VG). Las letras iguales indican que no hay
diferencias significativas entre los tratamientos (Test de Tukey P > 0,05). Las barras de
error representan desvío estándar.

Betaproteobacterias

Para el grupo Betaproteobacterias, no se observaron diferencias

significativas entre los tratamientos (P>0,05). En la figura 25, se muestra el

crecimiento en la abundancia de este grupo de bacterias con respecto al

tiempo inicial de la experiencia. Se puede observar que los mayores
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crecimientos se dieron en los grupos sin glifosato: Mejillón (7,849 x107 ± 4,707

x107 células cm-2) y valva (8,354 x107 ± 1,149 x108 células cm-2), mientras que

los menores crecimientos se registraron en los tratamientos con herbicida:

(MG: 5,928 x106 ±1,029 x106 bacterias cm-2 y VG: 5,233 x107 ± 2,622 x107

células cm-2).

Figura 25. Valores promedio de crecimiento de Betaproteobacterias (células cm-2) al
final de la experiencia en los distintos tratamientos: Mejillón (M), Valvas (V),
Mejillón+glifosato (MG) y Valva+glifosato (VG). Las letras iguales indican que no hay
diferencias significativas entre los tratamientos (Test de Tukey P > 0,05). Las barras de
error representan desvío estándar.

Gamaproteobacterias

En la figura 26 se representa el crecimiento en la abundancia de

Gamaproteobacterias con respecto al tiempo inicial en cada uno de los

tratamientos. Se encontraron diferencias significativas (P<0,05) entre el

tratamiento Valva (V) y los demás tratamientos (M,VG,MG), siendo éste (V) el

que mostró el menor crecimiento: 1,49 x107 ± 5,14 x105 bacterias cm-2),

seguido por Mejillón+glifosato (4,03 x107 ± 1,47 x107 bacterias cm-2) y Mejillón

(4,75 x107 ± 5,58 x106 bacterias cm-2). Por su parte, el tratamiento
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Valva+glifosato (VG), fue el que presentó el mayor crecimiento (5,94 x107 ±

9,86 x106 bacterias cm-2).

Figura 26. Valores promedio de crecimiento de Gamaproteobacterias (células cm-2) al
final de la experiencia en los distintos tratamientos: Mejillón (M), Valvas (V),
Mejillón+glifosato (MG) y Valva+glifosato (VG). Las letras diferentes indican diferencias
significativas entre tratamientos (Test de Tukey P< 0,05). Las barras de error
representan desvío estándar.

Bacteroidetes

Para el grupo Bacteroidetes no se observaron diferencias significativas

entre los tratamientos (P>0,05). En la figura 27, se muestra el crecimiento de

este grupo de bacterias en los distintos tratamientos. Se puede observar que el

mayor crecimiento se presentó en el tratamiento valvas (V: 3,841 x107 ± 2,290

x107 células cm-2) y el menor crecimiento en el tratamiento Mejillón+Glifosato:

(MG: 1,426 x107 ± 1,893 x107 células cm-2), seguido por Mejillón (2,404 x107 ±

1,405 x107 células cm-2) y Valva+Glifosato (2,559 x107 ± 6,508 x106 células

cm-2).
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Figura 27. Valores promedio de crecimiento de Bacteroidetes (células cm-2) al final de
la experiencia en los distintos tratamientos: Mejillón (M), Valvas (V), Mejillón+glifosato
(MG) y Valva+glifosato (VG). Las letras iguales indican que no hay diferencias
significativas entre los tratamientos (Test de Tukey P> 0,05). Las barras de error
representan desvío estándar.

Actinobacterias

En la figura 28 se representa el crecimiento en la abundancia de

Actinobacterias con respecto al tiempo inicial en cada uno de los tratamientos.

Se encontraron diferencias significativas (P<0,05) entre el tratamiento Valva (V)

y los demás tratamientos (MG, M, VG), siendo V el que mostró el mayor

crecimiento: 7,267 x107 ± 3,543 x106 células cm-2. Por su parte el menor

crecimiento se registró en el tratamiento Mejillón+glifosato (1,772 x106 ± 2,503

x107 células cm-2), seguido por Mejillón (1,785 x107 ± 8,595 x106 células cm-2)

y Valva+glifosato (2,570 x107 ±1,641 x107 células cm-2).

51

Figura 27. Valores promedio de crecimiento de Bacteroidetes (células cm-2) al final de
la experiencia en los distintos tratamientos: Mejillón (M), Valvas (V), Mejillón+glifosato
(MG) y Valva+glifosato (VG). Las letras iguales indican que no hay diferencias
significativas entre los tratamientos (Test de Tukey P> 0,05). Las barras de error
representan desvío estándar.

Actinobacterias

En la figura 28 se representa el crecimiento en la abundancia de

Actinobacterias con respecto al tiempo inicial en cada uno de los tratamientos.

Se encontraron diferencias significativas (P<0,05) entre el tratamiento Valva (V)

y los demás tratamientos (MG, M, VG), siendo V el que mostró el mayor

crecimiento: 7,267 x107 ± 3,543 x106 células cm-2. Por su parte el menor

crecimiento se registró en el tratamiento Mejillón+glifosato (1,772 x106 ± 2,503

x107 células cm-2), seguido por Mejillón (1,785 x107 ± 8,595 x106 células cm-2)

y Valva+glifosato (2,570 x107 ±1,641 x107 células cm-2).

51

Figura 27. Valores promedio de crecimiento de Bacteroidetes (células cm-2) al final de
la experiencia en los distintos tratamientos: Mejillón (M), Valvas (V), Mejillón+glifosato
(MG) y Valva+glifosato (VG). Las letras iguales indican que no hay diferencias
significativas entre los tratamientos (Test de Tukey P> 0,05). Las barras de error
representan desvío estándar.

Actinobacterias

En la figura 28 se representa el crecimiento en la abundancia de

Actinobacterias con respecto al tiempo inicial en cada uno de los tratamientos.

Se encontraron diferencias significativas (P<0,05) entre el tratamiento Valva (V)

y los demás tratamientos (MG, M, VG), siendo V el que mostró el mayor

crecimiento: 7,267 x107 ± 3,543 x106 células cm-2. Por su parte el menor

crecimiento se registró en el tratamiento Mejillón+glifosato (1,772 x106 ± 2,503

x107 células cm-2), seguido por Mejillón (1,785 x107 ± 8,595 x106 células cm-2)

y Valva+glifosato (2,570 x107 ±1,641 x107 células cm-2).



52

Figura 28. Valores promedio de crecimiento de Actinobacterias (células cm-2) al final
de la experiencia en los distintos tratamientos: Mejillón (M), Valvas (V),
Mejillón+glifosato (MG) y Valva+glifosato (VG). Las letras diferentes indican diferencias
significativas entre tratamientos (Test de Tukey P< 0,05). Las barras de error
representan desvío estándar.

Análisis de Componentes principales

Los resultados del Análisis de Componentes Principales (PCA) basados

en las variables de la abundancia de grupos de bacterias se muestran en la

Figura 29. Los dos primeros ejes de este análisis explicaron el 83,8 % de la

variabilidad total (eje 1: 59,3 %; eje 2: 24,5 %). El primer eje mostró una

correlación directa con Actinobacterias (0.54), Bacteroidetes (0,54), y

Betaprotobacterias (0,51) e inversa con  Gamaproteobacterias (-0,39). Por su

parte, el segundo eje se correlacionó directamente con Alfaproteobacterias

(0,82) y Betaprotobacterias (0,38) e inversamente con Actinobacterias (-0,32).

El biplot (ejes 1 y 2) entre los tratamientos (C, M, V, MG y VG) y los

grupos bacterianos muestra que el tratamiento que contenía solo valvas de

mejillón (V) se ordenó en la parte derecha de la figura (próximo al centro de los

cuadrantes superiores e inferiores), hacia valores menores de

Gamaproteobacterias y mayores de Betaproteobacterias, Bacteroidetes y
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Actinobacterias. Opuestamente, los tratamientos que contenían la presencia

conjunta del herbicida glifosato con valvas o mejillones enteros (VG o MG

respectivamente) se ubicaron en el cuadrante inferior izquierdo de la figura,

hacia valores crecientes de Gamaproteobacterias y menor proporción de

Betaproteobacterias, Bacteroidetes y Actinobacterias, siendo esta tendencia

más marcada en MG que en VG. El tratamiento que sólo contenía mejillones

enteros (M)  se ordenó la parte superior de la gráfica, hacia valores crecientes

de Alfaproteobacterias y en menor medida de Gama y Betaproteobacterias.

Figura 29. Análisis de Componentes Principales (PCA), para el ordenamiento de los
tratamientos (C, M, V, MG y VG) utilizando como variable los grupos de bacterias. Los
dos primeros ejes (CP 1 y CP 2) explican el 83,8% de la variabilidad total. El eje 1 (CP
1) representa un 59,3% de la variabilidad, y el eje 2 (CP 2) el 24,5%. En el biplot se
observa el ordenamiento de los tratamientos de acuerdo a las abundancias de los
diferentes grupos de bacterias.
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DISCUSIÓN Y CONCLUSIONES GENERALES

La significativa reducción de la concentración del glifosato en presencia

de Limnoperna fortunei (MG=57±5%) y de sus valvas: (VG= 50±5%),

conjuntamente con el aumento significativo en la concentración de ácido

aminometilfosfónico (AMPA: VG=3,7±0,153 mg L-1 y MG=2,7±0,115 mg L-1) con

respecto a los demás tratamientos, sugieren la intervención de Limnoperna

fortunei y de las bacterias presentes en el biofilm de sus valvas en la disipación

de glifosato. El AMPA es un metabolito que se produce en la ruta principal de

degradación de glifosato y que luego puede ser degradado a dióxido de

carbono y fósforo inorgánico  (Franz et al., 1997). Esta ruta de degradación ha

sido citada como el principal mecanismo de remoción de glifosato en agua,

producto de la biodegradación bacteriana y/o la adsorción de partículas en

suspensión o de los sedimentos (Carlisle y Trevors, 1988; Eberbach, 1998).

Si bien no hay estudios previos sobre la degradación de glifosato

mediada por bacterias asociadas a Limnoperna fortunei, en trabajos anteriores

se comprobó que el mejillón sí participa en el proceso de disipación (Di Fiori et

al., 2012). En este estudio, al exponer el mejillón a una concentración de 20 mg

L-1, se obtuvo una disminución del herbicida del 40 ± 2% con mejillones enteros

y del 29 ± 5% con valvas solas, por lo cual se sugirió la posible participación

bacteriana en este proceso.

El hecho de que la reducción de la concentración de glifosato obtenida

en nuestro experimento en presencia del mejillón (MG) sea significativamente

mayor comparada con la realizada por las valvas solas (VG) y que la

producción de AMPA (ácido aminometilfosfónico) sea mayor en el tratamiento

VG comparada con MG, estaría indicando que además de la vía de

degradación con producción de AMPA mediada por el biofilm presente en las

valvas, pueden estar actuando otros mecanismos de reducción del herbicida

asociados posiblemente al metabolismo propio de Limnoperna fortunei o a la

biota bacteriana presente en su cavidad paleal y/o del tracto digestivo.
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También la vida media de glifosato obtenida en esta experiencia, (5,8

días para MG y 7,7 días para VG), sugiere la participación tanto del mejillón

entero como de las bacterias presentes en el biofilm de sus valvas en el

proceso de disipación del herbicida y que este proceso lo realiza más

rápidamente el mejillón entero. Estos valores se encuentran dentro de los

valores citados en la literatura. En particular, Vera (2011), registró valores de

vida media de glifosato de 16,02 días en microcosmos donde se estudió el

impacto del Glifosato Atanor® sobre las comunidades microbianas del agua y

de 5,74 días en mesocosmos tratados con Roundup® con una dosis de 12 mg

de ingrediente activo/L, lo que fue atribuido a las características del agua en la

cual este proceso se hace más lento. En los estudios realizados por Di Fiori et

al. (2012),  la vida media calculada fue de 28,8 ±1,4 días para mejillones

enteros y 33,8 ± 1,5 días para tratamientos con valvas solas, partiendo de una

concentración de glifosato igual a la empleada en este estudio (20 mg L-1).

Por su parte, también la tasa de disipación del glifosato obtenida en

nuestro caso fue mayor para el tratamiento mejillón +  glifosato: 4,26 ± 0,56 mg

glifosato/PS*día, comparado con el tratamiento Valva + Glifosato (VG): 3,48 ±

0,13 mg glifosato/PS*día. La vida media y la tasa de disipación obtenidas,

estarían indicando nuevamente que además de la disipación que realizan las

bacterias presentes en el biofilm de las valvas de Limnoperna fortunei, puede

haber reducción del glifosato por otras vías.

Con todo lo mencionado hasta aquí, estaríamos respondiendo a la

primera hipótesis planteada para esta investigación: “El efecto del mejillón

sobre la concentración del glifosato en agua es diferente respecto de sus

valvas solas”. Como ya se explicó, en presencia de mejillón entero ocurre una

mayor disminución de glifosato comparada con la que ocurre en valvas solas y

esto va acompañado del aumento de AMPA, así como de las diferencias en las

tasas de disipación y vida media de glifosato calculadas.  De igual forma,

también estamos corroborando la segunda hipótesis planteada que dice “Las

bacterias presentes en el biofilm de las valvas del mejillón tienen la capacidad

de degradar el herbicida glifosato”, ya que el glifosato presente en el agua

disminuyó tanto en presencia de mejillón entero como en presencia de sus
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valvas solas; de esta manera, se podría atribuir esta acción degradadora a las

bacterias presentes en el biofilm de Limnoperna fortunei. Esta acción

bacteriana se discutirá más adelante nuevamente.

Por su parte, el aumento significativo en la concentración de fosfatos,

nitratos y amonio en el tratamiento Mejillón + Glifosato (MG) respecto de los

demás tratamientos, estaría reflejando el aporte de estos al medio como

resultado del proceso de disipación del glifosato por parte de Limnoperna

fortunei y por la acción degradadora de las bacterias asociadas a su biofilm.

En cuanto a los fosfatos (Figura 19), el aumento significativo en su

concentración en el tratamiento MG a tiempo final de la experiencia, sugiere la

ruptura del enlace C-P y su consecuente liberación de fosfatos al medio (Castro

et al., 2007; Kononova y Nesmeyanova, 2002), propia de la disminución de

glifosato realizada por Limnoperna fortunei y de las bacterias asociadas a su

biofilm. Dicha actividad bacteriana es evidente ya que también se dio un

aumento de fosfatos en el tratamiento Valva + Glifosato (VG) el cual, aunque

no fue estadísticamente significativo, estaría indicando la acción degradadora

de bacterias asociadas al biofilm del mejillón, las cuales excretan este nutriente

al medio. El aumento de fosfatos en el tratamiento Mejillón (M) correspondería

a la actividad metabólica propia de Limnoperna fortunei, que en condiciones de

baja de nutrientes en el medio recurre a fuentes propias para compensar y

mantener su metabolismo basal, tal como se demostró en estudios previos en

los cuales en presencia de Limnoperna fortunei los valores de fosfatos también

se vieron incrementados (Cataldo et al., 2012a).

De manera semejante a lo descripto para el fósforo, las mayores

concentraciones de nitrógeno aportado tanto por el nitrato (Figura 20) como el

amonio (Figura 21), en presencia conjunta del mejillón y el herbicida son el

producto de la ruta metabólica de degradación del glifosato en la que se

obtiene AMPA y que finalmente es metabolizado a CO2 y NH4; en un medio

bien oxigenado; el amonio es mayoritariamente trasformado en nitrato; mientras

que los niveles de este nutriente en presencia del mejillón solo, son debidos a

la actividad del metabolismo basal de este organismo en el medio donde no
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hay fuentes adicionales de nutrientes, de forma análoga a lo observado en

estudios realizados en el embalse  de la represa hidroeléctrica de Salto Grande

donde Limnoperna fortunei incrementó los niveles de amonio en  el agua

(Cataldo et al., 2012b).

La interacción Limnoperna fortunei-Glifosato puede repercutir sobre la

disponibilidad de los nutrientes en el medio y esto puede traer aparejados

cambios en la estructura y funcionalidad de los ecosistemas, dadas las

interacciones complejas que se dan entre los organismos (Cataldo et al., 2012

a, b; Kelly et al., 2010; Boltovskoy et al., 2013; Boltovskoy y Correa, 2015). Se

ha observado que el fosforo es uno de los factores claves que ocasiona

cambios en el fitoplancton y composición del perifiton de manera indirecta

(Pérez et al., 2007). El sistema mejillón dorado-bacterias degrada el herbicida

glifosato, liberando nutrientes al medio, promueve la eutrofización de los

ambientes acuáticos colonizados por esta especie, ya que los nutrientes

quedan disponibles y pueden favorecer el desarrollo de algunas especies,

como cianobacterias por ejemplo Microsystis sp., asociadas usualmente con

eutrofización y con niveles elevados de la relación P: N (Cataldo et al., 2012a).

Las bacterias constituyen una parte importante de las tramas tróficas de

los cuerpos de agua y están involucradas en procesos de reciclado de

nutrientes para los productores primarios. Las matrices propias de los biofilms

permiten el almacenamiento de nutrientes y enzimas extracelulares que

hidrolizan macromoléculas de compuestos orgánicos, dejándolas disponibles

para ser incorporadas por las comunidades bacterianas (Pohlon et al., 2009),

determinando en parte la distribución de los grupos bacterianos que

caracterizan los ambientes.

A través de la técnica CARD-FISH se pueden identificar los grupos

bacterianos presentes en una muestra por medio de las hibridaciones

realizadas con sondas conocidas de diferentes grupos. En esta tesis para

estudiar los grupos bacterianos que forman parte del biofilm de las valvas de

Limnoperna fortunei se utilizaron  sondas conocidas correspondientes a los

principales grupos bacterianos presentes en ecosistemas de agua dulce:
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Eubacterias, Alfaproteobacterias, Betaproteobacterias, Gamaproteobacterias,

Bacteroidetes y Actinobacterias.

La sonda Eubacterias (EUB I-II-III) permite hibridar la mayor parte de

bacterias presentes en una muestra ya que abarca todos los grupos

bacterianos analizados; por lo tanto el porcentaje de hibridación obtenido  con

esta sonda sirve como control de la eficiencia del proceso de la técnica CARD-

FISH. Cabe señalar que este  porcentaje de hibridación también depende de la

cantidad de ribosomas presentes en las células blanco (Pernthaler et al., 2002).

En nuestro caso los porcentajes de hibridación con esta sonda, fueron del 82%

para el tiempo inicial, y para el tiempo final varió entre 64% a un 84% para los

distintos tratamientos (Tabla 3). Consideramos que los porcentajes de

hibridación obtenidos permiten tener alta confiabilidad del proceso de

hibridación realizado con la técnica al superar el 60% en todos los casos. Los

porcentajes de hibridación son comparables a los obtenidos en otros estudios

de bacterioperifiton realizados en lagunas de la pampa bonaerense con esta

misma técnica (Sánchez., 2012; Sánchez et al., 2015). También se obtuvieron

porcentajes de hibridación similares en un estudio cuantitativo de bacterias y

arqueas realizado en lagos patagónicos (Schiaffino 2012; Schiaffino et al.,

2015).

En cuanto a la composición bacteriana inicial (Figura 22), los valores

obtenidos en este estudio para Alfaproteobacteria (53,4%) y Betaproteobacteria

(15,8%), se encuentran comprendidos dentro del rango citados en ambientes

de agua dulce. (Glöckner et al., 1999, Zwisler et al., 2003, Newton et al., 2007),

siendo estos dos grupos los de mayor abundancia. La dominancia de

alfaproteobacterias observada en este estudio coincide con lo observado en

lagunas pampeanas, donde este grupo también dominó la comunidad

bacteriana (Sánchez, 2012; Sánchez et al., 2015). En lagos  patagónicos las

comunidad estuvo dominada por alfaproteobacterias y betaproteobacterias

(Schiaffino, 2012; Schiaffino et al., 2015). Asimismo, resultados de un estudio

realizado en tres secciones del Río de la Plata, muestran que en la zona

límnica más cercana a la desembocadura del Rio Uruguay los grupos

bacterianos mejor representados corresponden a Alfaproteobacteria y
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Betaproteobacteria (Bertoglio, 2012) y de igual manera, Alfaproteobacteria fue

el grupo dominante de la comunidad del biofilm en un estudio realizado en

sistemas fluviales en Italia (Lupini et al., 2011).

Para el tiempo final del experimento se pudo ver que la disponibilidad de

nutrientes orgánicos e inorgánicos incidió sobre la tasa de crecimiento y la

composición específica del bacterioplancton, provocando entre los grupos

bacterianos del biofilm, interacciones positivas y negativas relacionadas con su

capacidad para asimilar los nutrientes disponibles en el medio (Atlas y Bartha,

2005), modificando así el crecimiento de estos grupos. Algunos de ellos, como

las gamaproteobacterias y ciertos bacteroidetes prefieren altas concentraciones

de nutrientes mientras que ciertas alfaproteobacterias se desarrollan mejor en

medios con bajas concentraciones (Alonso y Pernthaler, 2006ab).

Al tiempo final de la experiencia realizada en esta tesis se observó

crecimiento de todos los grupos de bacterias analizadas y un aumento

significativo de los grupos bacterianos relacionados con la degradación de

glifosato, tales como las gamaproteobacterias, en los tratamientos donde

estaba presente este herbicida.

El grupo Gamaproteobacteria es el principal grupo citado en la literatura

por su capacidad degradadora de glifosato y es conocido por su rápido

crecimiento cuando se generan cambios ambientales en su medio (Pernthaler y

Amann, 2005). En diferentes estudios en los que se han aislado bacterias del

suelo en medios de cultivo enriquecidos con glifosato se ha encontrado que

Pseudomonas sp de la clase Gamaproteobacteria, tiene la capacidad de utilizar

el glifosato como fuente de fósforo rompiendo el enlace C-P. (Moore et al.,

1983 ; Jacob et al., 1988 ; Liu et al., 1991 ; Dick y Quinn, 1995a ; Martinez et

al., 2012). También de esta misma clase, Enterobacter cloacae K7, es

mencionada por su capacidad de romper el enlace C-P y producir glicina a

partir de glifosato en el suelo presente en cultivos de girasol (Helianthus

annuus L.) y de sorgo (Sorghum saccharatum Pers) (Kryuchkova et al.,  2014).

En cultivos de maíz (Zea mays) también se encontró que Pseudomonas sp.
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tiene la capacidad de degradar glifosato en diferentes etapas de crecimiento de

las plantas in vitro y también in vivo (Travaglia et al., 2015).

Nuestros resultados mostraron que Valva + Glifosato (VG) fue el

tratamiento en el que se dio mayor crecimiento de gamaproteobacterias (Figura

26), lo que estaría indicando la presencia de este grupo bacteriano en el biofilm

de las valvas de Limnoperna fortunei y su participación en la degradación de

glifosato en el agua. Esto coincide con el porcentaje de disminución de glifosato

en este tratamiento que alcanzó un 50,22%, así como con la producción de

AMPA y la excreción de nutrientes al medio explicados anteriormente.

Por su parte, el aumento de gamaproteobacterias en el tratamiento

Mejillón, estaría indicando por una parte la posibilidad que el mejillón esté

excretando al medio algún metabolito que permite o favorece el crecimiento de

este grupo bacteriano sobre el biofilm, lo cual no ocurre en el caso del

tratamiento valvas solas (V). Se ha encontrado que los miembros de las

gamaproteobacterias tienen rápidas tasas de crecimiento en medios que están

enriquecidos con nitrógeno y fósforo (Šimek et al., 2006; Gasol et al., 2002),

por lo cual se podría  hipotetizar que si Limnoperna fortunei con su

metabolismo hace que estos nutrientes estén disponibles, esto podría

repercutir en el aumento de este grupo bacteriano. Por otra parte, el

crecimiento de este grupo en el tratamiento Mejillón también podría estar

indicando la presencia de géneros de gamaproteobacterias que no están

relacionados necesariamente con la degradación del glifosato, ya que la sonda

de este grupo empleada en el ensayo incluye varios géneros y no todos son

degradadores de glifosato. Estos resultados plantean la necesidad de realizar

en el futuro hibridaciones con sondas específicas de géneros conocidos como

degradadores de glifosato, tales como Pseudomonas sp., ampliamente citada

en la bibliografía por su participación en este proceso.

En el caso VG (Valva + Glifosato), en el que se obtuvo el mayor

crecimiento de gamaproteobacterias con respecto a los demás tratamientos, y

significativamente diferente de V (valva sola), sería el glifosato el que estaría

actuando como inductor de crecimiento para este grupo bacteriano. Para el
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caso de MG que resultó menor  que VG, aunque no significativamente

diferente, pensamos que es posible que puedan ocurrir algunas relaciones de

competencia bacteriana de las especies que se ven favorecidas por el

metabolismo del mejillón y las que se ven favorecidas por el inductor glifosato.

Se sabe que entre los microorganismos se dan relaciones de competencia

directa por las mejores fuentes de alimento, es decir por los nutrientes

disponibles y también que los productos metabólicos pueden acumularse

favoreciendo procesos de inhibición en el crecimiento. (Atlas y Bartha, 2005).

Sería interesante analizar en el futuro, estos procesos de interacción que no

fueron el objeto de nuestro estudio.

El análisis de componentes principales realizado, en el cual se

relacionaron todos los tratamientos (M, V, MG, VG) con los grupos bacterianos

analizados (figura 29), mostró una clara correspondencia de los tratamientos

con glifosato (VG y MG) con el crecimiento de Gamaproteobacteria y en menor

proporción con Betaproteobacteria, Bacteroidetes y Actinobacteria. Esta

correspondencia que es más fuerte con Gamaproteobacteria en el caso del

tratamiento Mejillón + Glifosato (MG) que en Valvas solas + glifosato (VG),

estaría indicando que si bien las bacterias asociadas a las valvas de

Limnoperna fortunei participan en el proceso de degradación, el metabolismo

propio del mejillón o de las bacterias presentes en su cavidad paleal también

pueden tener incidencia en este proceso de disipación haciéndolo más

eficiente. El glifosato, al estar disponible en el medio, puede ser degradado por

este grupo (Gamaproteobacteria), al romper el enlace C-P liberando fosfatos al

medio.

Por su parte las valvas del mejillón en ausencia de glifosato (V),

mostraron una mayor asociación con el crecimiento de Betaproteobacteria,

Bacteroidetes y Actinobacteria y menor con Gamaproteobacteria, lo que indica

que este último grupo no se vio estimulado en su crecimiento en ausencia de

glifosato.

Con respecto a la clase Betaproteobacteria, en nuestra experiencia no

encontramos diferencias estadísticamente significativas entre los distintos
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tratamientos y observamos mayor crecimiento en los tratamientos sin glifosato

(V, M). Algunas Betaproteobacteria han sido citadas por su capacidad

degradadora de glifosato, como es el caso de Burkholderia sp. (Jacobsen y

Hjelms, 2014); estos autores demostraron que esta especie aumentó

significativamente en el suelo tratado con glifosato. Por su parte, Martinez et

al., 2012, también citan a Burkholderia gladioli como degradadora de glifosato

(Roundup®) en el suelo. Sin embargo, en nuestro caso se podría pensar que el

crecimiento de betaproteobacterias (Figura 25), no estuvo influenciado por la

presencia o ausencia del glifosato o bien que pudo existir  algún tipo de

competencia por nutrientes entre los grupos bacterianos, resultando

favorecidas en este proceso las gamaproteobacterias, ya que como se ha

mencionado, tienen capacidad de competir por nutrientes y crecer bien en

medios con altas concentraciones de nutrientes (Šimek et al., 2006; Gasol J.M

et al., 2002).

En cuanto al grupo Actinobacteria, Forlani et al. (1999) citan al género

Streptomyces sp. por su intervención en la degradación de glifosato. Arango et

al.(2014), observaron que bacterias pertenecientes al grupo de

Gemmantimonadetes de esta misma clase, aumentaron significativamente en

suelos en los que se cultivó la soja transgénica resistente a glifosato. Sin

embargo, en nuestro estudio, tampoco para este grupo se observó mayor

crecimiento en los tratamientos con glifosato, siendo el tratamiento Valva (V) el

que tuvo el mayor crecimiento y diferenciándose significativamente de los

demás. (Figura 28).

En relación a los nutrientes y grupos bacterianos se puede concluir que

el crecimiento de Gamaproteobacteria obtenido en este estudio puede estar

relacionado directamente con la degradación del glifosato y que las bacterias

de este grupo asociadas al biofilm de las valvas de Limnoperna fortunei

participan en este proceso. Con esto estaríamos respondiendo afirmativamente

a la tercera hipótesis planteada en esta tesis: “el glifosato ejerce un efecto

sobre la estructura del biofilm bacteriano asociado a las valvas de Limnoperna

fortunei y en presencia de glifosato se incrementa la abundancia de bacterias

capaces de degradarlo”. De la misma manera, la cuarta hipótesis quedaría
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respondida afirmativamente: “el metabolismo del molusco invasor, mediante la

excreción de nutrientes tiene un efecto sobre la composición bacteriana” y que

este efecto es la estimulación del crecimiento bacteriano de grupos

degradadores del glifosato, como el caso de Gamaproteobacteria. Como se

mencionó anteriormente, la presencia de nutrientes liberados al medio por

parte de Limnoperna fortunei inciden en el crecimiento bacteriano induciendo al

crecimiento de los grupos degradadores y en consecuencia cambiando la

composición de los grupos bacterianos. En cuanto a la quinta hipótesis de este

trabajo en la que se menciona que “la acción conjunta del herbicida y el

molusco invasor tendrá un efecto diferencial respecto de cada uno de los

facctores por separado”; podemos mencionar que bajo las condiciones del

experimento esta hipótesis parece no corroborarse ya que si bien los valores

más altos de degradación del glifosato sí se dieron para el tratamiento MG,

ambos factores actuando conjuntamente no tuvieron un efecto sinérgico sobre

el crecimiento bacteriano pues en el tratamiento en ausencia de Mejillón (VG)

fue donde se dio un mayor crecimiento de gamaproteobacterias y no en el que

estaba presente el Mejillón entero (MG) (Figura 26). Estos resultados sugieren

que el mejillón puede estar realizando la disipación del glifosato también por

otras vías además de la degradación bacteriana en sus valvas.

Como se ha mencionado, sería interesante continuar estos estudios con

experimentos en los que se usen sondas específicas de géneros para los

grupos bacterianos que se asocian con el proceso de degradación. Por ejemplo

para Gamaproteobacteria se podrían llevar a cabo hibridaciones con sondas

del género Pseudomonas. Asimismo, sería interesante estudiar las bacterias

internas del mejillón Limnoperna fortunei, tanto de la cavidad paleal como de su

tracto digestivo, para establecer de qué manera o que grupos están

participando en los procesos de degradación de glifosato. También sería

conveniente hacer ensayos del crecimiento de estos grupos empleando

glifosato Atanor® y Roundoup® que son los dos herbicidas de glifosato más

utilizados en Argentina, a fin de dilucidar  cómo es el comportamiento

bacteriano con estos formulados  y establecer si hay diferencias con el glifosato

puro empleado por nosotros en este experimento.
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Por otro lado, es importante mencionar que si bien Limnoperna fortunei

participa en el proceso de disipación de este xenobiótico, el impacto de esta

especie sobre los ecosistemas que invade es múltiple ya que ejerce un fuerte

efecto sobre el fitoplancton (Boltovskoy et al., 2009ª; Cataldo et al., 2012a), el

zooplancton (Rojas Molina y José de Paggi, 2008; Rojas Molina et al., 2011;

2012), la fauna íctica (Paolucci et al., 2007; 2010ab; Boltovskoy y Correa, 2015;

Cataldo 2015), y la mineralización de nutrientes (Cataldo et al., 2005a;2012a).

Debido a su hábito epifaunal, que le permite fijarse a cualquier estructura dura,

Limnoperna fortunei ocupa un nicho ecológico vacante en nuestros cuerpos de

agua dulce, modificando radicalmente las superficies colonizadas. Estas

modificaciones comprenden un aumento en la biomasa y composición de la

fauna acompañante que se desarrolla dentro de sus colonias como también un

aumento exponencial de la superficie disponible para el desarrollo del biofilm.

Podríamos afirmar que el aumento de la superficie disponible para el

biofilm, sumado al suministro de nutrientes excretados por el metabolismo del

mejillón, crean las condiciones necesarias para el desarrollo de bacterias

capaces de degradar el herbicida glifosato en agua. Este estudio constituye un

punto de partida para el estudio del componente bacteriano del biofilm presente

en las valvas de Limnoperna fortunei y abre la posibilidad de pensar en este

invasor como un aliado en la biodegradación del glifosato en los ambientes

invadidos por el molusco. Sin embargo, tanto la presencia de Limnoperna como

la del glifosato y su interacción parecen acelerar los procesos de eutrofización

en los ecosistemas de agua dulce (Pérez et al., 2007; Di Fiori et al., 2012; Vera

et al., 2012; Cataldo et al., 2015 a,b; Pizarro et al., 2015b).
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