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Resumen 

Los microplásticos son una de las principales formas de contaminación medioambiental 
en la actualidad, suponiendo un importante riesgo, principalmente por la manera en que 
pueden afectar a los seres vivos. Es por ello por lo que hay cada vez más interés en 
investigar mecanismos y estrategias que permitan su eliminación. Algunos 
microorganismos son capaces de interaccionar con estas partículas de distintas 
maneras, pudiendo “atraparlos” mediante la formación de agregados o incluso 
biodegradarlos. 

En este trabajo se estudia la interacción entre microplásticos de polietileno de alta 
densidad, uno de los plásticos más abundantes, y una población de Bacillus firmus, 
bacteria que habita en ambientes contaminados. Con este fin se han realizado 
experimentos de “atrapamiento” mediante la mezcla de microplásticos “modelo” con un 
tamaño entre 100 µm y 200 µm y posterior centrifugación. Se ha observado que las 
bacterias inoculadas muestran capacidad de formar pellets en los que quedan retenidos 
los microplásticos tras centrifugar, observando una eficacia de atrapamiento de 
aproximadamente el 25 %. Por otra parte, también, se ha evaluado la posibilidad de 
degradación por parte de estos microorganismos, obteniéndose una disminución en el 
peso de los microplásticos añadidos del 15,5 % al cabo de 30 días de incubación. 
Asimismo, mediante SEM y FTIR se han observado cambios estructurales y de 
composición en los MPs, que corroboran la capacidad de estas bacterias para degradar 
microplásticos. Con estos estudios se verifica la capacidad de degradar y capturar los 
microplásticos en procesos llevados a cabo por microorganismos como B. firmus y se 
vislumbran sus aplicaciones posibles, para las que se requieren más investigaciones al 
respecto. 

Abstract 

Currently, microplastics are one of the main forms of environmental pollution, posing a 

significant risk, mainly because of the way they can affect living organisms. That is why 

there is increasing interest in researching mechanisms and strategies that allow their 

elimination. Some microorganisms are capable of interacting with these particles in 

different ways, being able to "trap" them by forming aggregates or even biodegrade 

them. 

In this work we study the interaction between high density polyethylene microplastics, 

one of the most abundant plastics, and a population of Bacillus firmus, bacterium that 

inhabits contaminated environments. For this purpose, "trapping" experiments have 

been carried out by mixing "model" microplastics with a size between 100 µm and 200 

µm and subsequent centrifugation. It has been observed that the inoculated bacteria are 

able to form pellets in which the microplastics are retained after centrifugation, observing 

an entrapment efficiency of approximately 25 %. In addition, the possibility of degradation 

by these microorganisms has also been evaluated, obtaining a decrease in the weight 

of the added microplastics of 15.5 % after 30 days of incubation. Likewise, the structural 

and compositional changes observed by SEM and FTIR, corroborate the capacity of 

these bacteria to degrade microplastics. These studies verify the capacity to degrade 

and capture microplastics in processes carried out by microorganisms such as B. firmus 

and provide a glimpse of their possible applications, although further research is needed. 
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1. Introducción 

La presencia de microplásticos (MPs) en el medio ambiente ha aumentado 

considerablemente en los últimos años como consecuencia del uso abusivo de plásticos 

en la vida cotidiana de la población. Se trata por tanto de una importante fuente de 

contaminación de ecosistemas, como el medio marino, por lo que cada vez hay más 

conciencia de su problemática y se desarrollan más investigaciones relacionadas.  

Los MPs se definen como partículas de plástico con un tamaño inferior a 5 milímetros. 

Se forman principalmente como resultado del uso y la degradación de los plásticos de 

mayor tamaño, así como de su utilización en productos de uso cotidiano, sobre todo de 

los sectores alimentario y cosmético. Los MPs liberados al medio ambiente se acumulan 

en suelos y aguas a los que llegan a través de residuos y vertidos industriales y urbanos. 

Esto hace que cada vez sean requerida una mayor monitorización y control del alcance 

e impacto ambiental que suponen (Auta et al., 2018; Gong et al., 2018). Los 

microplásticos son perjudiciales debido a su pequeño tamaño, alta estabilidad y 

durabilidad. Además, pueden ser portadores de sustancias contaminantes y tóxicos que 

adsorben, pudiendo también favorecer el crecimiento de microorganismos en su 

superficie (Joo et al., 2021; Sharma et al., 2021). En los últimos años, las partículas de 

microplásticos se han podido detectar tanto en organismos acuáticos como terrestres, 

magnificándose a lo largo de la cadena trófica y generando diversas patologías, 

toxicidad y problemas en el crecimiento y la reproducción de los animales que los 

ingieren. Asimismo, se creen también perjudiciales para la salud humana, aunque es 

necesario investigar sus efectos en mayor profundidad, ya que hasta el momento existe 

poco conocimiento al respecto (Arpia et al., 2021; H. Liu et al., 2023; Sharma et al., 

2021). 

Actualmente, el uso de plásticos sintéticos ha aumentado en un 12 % a nivel mundial, 

consumiéndose anualmente unos 140 millones de toneladas de estos polímeros, lo que 

da lugar a la generación de 57 millones de toneladas de residuos que son desechados 

antes de finalizar su vida útil. Los principales plásticos que conforman estos desechos 

sintéticos son el polietileno, que supone un 65 % de estos polímeros, el poliestireno, en 

un 15 %, el policloruro de vinilo (PVC), en un 10 %, y el tereftalato de polietileno (PET), 

que es un 5 % del total (Pathak & Navneet, 2023). 

En este momento, el polietileno de alta densidad (PEAD) es uno de los plásticos más 

utilizados por sus aplicaciones en la industria y en el ámbito doméstico, lo que hace que 

la presencia en el medio ambiente de microplásticos procedentes de él sea frecuente. 

Este es un polímero termoplástico producido a partir de la polimerización de monómeros 
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de etileno, empleado principalmente en envases, embalajes y fibras textiles sintéticas 

(Balasubramanian et al., 2010). Tanto su fabricación como su uso libera partículas 

sólidas de microplásticos con tamaños comprendidos entre los 100 nm y los 5 mm, 

presentándose estas en forma de trozos irregulares, esferas, pellets y fibras que llegan 

al medio natural o bien son recogidos en las estaciones depuradoras de aguas 

residuales (EDAR), a través de los efluentes industriales y urbanos o con el vertido de 

residuos que son fragmentados por la erosión del viento que, junto al agua, es clave en 

su transporte. Se distinguen las fuentes primarias y secundarias de liberación de los 

microplásticos; siendo los primarios aquellos que se vierten directamente durante su 

proceso productivo o con el uso de ciertos plásticos, como prendas textiles o 

neumáticos, mientras que los microplásticos secundarios se deben al deterioro y la 

descomposición de los materiales plásticos de mayor tamaño, como envases o botellas, 

debidos a su manejo o a la acción de la intemperie y a la exposición a condiciones 

adversas que los fragmenten, liberando las partículas de microplástico al medio 

ambiente (Hossain et al., 2023; Li et al., 2023). 

Se han llevado a cabo investigaciones acerca de las posibilidades de biorremediación 

de las zonas contaminadas con estos polímeros por parte de las comunidades 

microbianas que pueden estar presentes en el propio medio natural. Algunas de las 

bacterias aisladas de suelos y aguas contaminados son capaces de utilizar los 

microplásticos como fuente de carbono en situaciones de escasez de nutrientes en el 

medio, colonizando su superficie y secretando enzimas con las que degradarlos. En los 

procesos de degradación bacteriana de microplásticos de polietileno se ha visto que la 

acción conjunta de distintas comunidades bacterianas puede tener efecto sinérgico, 

mejorando la eficiencia de degradación de los MPs y superando los posibles efectos 

tóxicos de los metabolitos liberados (Singh & Wahid, 2015). Algunas de las bacterias 

aisladas en las zonas naturales de acumulación de desechos plásticos, como los 

vertederos urbanos o los estuarios, pertenecen a los géneros Bacillus, Paenibacillus y 

Rhodococcus (Li et al., 2023). Se ha demostrado que estos microorganismos pueden 

adherirse a la superficie de los MPs y después secretar enzimas extracelulares para 

escindir los monómeros metabolizables del microplástico (Park & Kim, 2019). 

De las bacterias que han sido ampliamente estudiadas por su capacidad para remediar 

la contaminación por microplásticos debido a su potencial natural para metabolizar 

ácidos grasos de cadena larga, predominan, las del género Bacillus entre las que han 

sido aisladas de los ambientes naturales, como algunas especies identificadas en los 

sedimentos de manglares y estuarios, que han demostrado capacidad para degradar 

microplásticos de polietileno, polipropileno y PET (Anani & Adetunji, 2021). Una de las 
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especies más abundantes en estos escenarios de acumulación de microplásticos es 

Bacillus firmus, una bacteria aerobia gram-positiva que ha sido investigada por su 

participación en procesos de biorremediación de suelos y aguas contaminados, en los 

que se ha estudiado la forma en la que puede colonizar y crecer en los residuos, como 

los plásticos de polietileno, y llegar a metabolizarlos, degradándolos (Puglisi et al., 

2019). 

Por otra parte, algunos investigadores apuntan a la capacidad de ciertas bacterias para 

capturar y acumular microplásticos mediante la formación de agregados. Tanto para el 

atrapamiento como para la biodegradación, resulta fundamental la secreción de 

polisacáridos, necesaria para la colonización de la superficie de los MPs por parte de 

los microorganismos. Estudios realizados en zonas contaminadas han indicado que los 

procesos de biodegradación microbiana pueden tardar mucho tiempo en producirse de 

manera natural. (Chan et al., 2022; S. Y. Liu et al., 2021; Michels et al., 2018). 

Aunque existen algunos trabajos al respecto, es evidente la falta de información en lo 

que respecta a la interacción entre microorganismos y MPs, tanto en especies naturales, 

como en condiciones controladas. Por todo esto, el objetivo de este estudio es evaluar 

la interacción de las poblaciones bacterianas de la especie Bacillus firmus con 

microplásticos de PEAD de un tamaño comprendido entre 100 µm y 250 µm, analizando 

los procesos de atrapamiento y de degradación microbiana que pueden tener lugar. Con 

este fin, la bacteria se inocula a un medio de cultivo que contiene microplásticos, 

analizando los cambios en la concentración, la estructura superficial y la composición 

de los MPs tratados. Para realizar este seguimiento, se precisa la realización de análisis 

gravimétricos, y el uso de técnicas como la microscopía electrónica de barrido (SEM) o 

la espectroscopía FTIR. 
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2. Materiales y métodos 

2.1. Preparación de los microplásticos modelo 

Se partió de tapones de botellas de batidos como fuente de PEAD (Figura 1.a). Para su 

conversión en microplásticos han de ser triturados y cribados para la obtención de 

fragmentos de PEAD con un tamaño adecuado para el experimento.   

Los tapones de PEAD se procesaron empleando un triturador de 2500 vatios de 

potencia (High-speed Multifunction Grinder, Homend™), en el que se introdujeron ya 

fragmentados, prestando especial atención a evitar su uso continuado durante más de 

1 minuto para evitar el sobrecalentamiento del equipo. El plástico triturado se cribó para 

separar los fragmentos cuyo tamaño es adecuado para los ensayos posteriores.  

Con este fin, se utilizaron tamices de 500 µm, para retirar los fragmentos de mayor 

tamaño, 250 µm y 100 µm. Se muestra en la Figura 1.b el aspecto del tamiz de mayor 

tamaño durante el cribado de los fragmentos triturados. Finamente, se recolectaron en 

botes los fragmentos comprendidos entre 100 µm y 250 µm para hacer los 

experimentos. Se muestra su aspecto superficial en la Figura 2. 

  

Figura 1. Preparación de los microplásticos. (a) Tapones sin triturar, (b) tamizado de los microplásticos. 

 

Figura 2. Imagen al estereomicroscopio de los MPs de entre 100 µm y 250 µm. 

(a) (b) 
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2.2 Cultivo del microorganismo y preparación del inóculo 

Los cultivos en placa de Bacillus firmus disponibles en el laboratorio de lo que se partió 

fueron obtenidos de un stock adquirido en la Colección Española de Cultivos Tipo 

(identificador CECT 14). El mismo proveedor especifica las condiciones de crecimiento 

de esta especie, que crece a una temperatura óptima de 30 ºC, llegando a la fase 

estacionaria aproximadamente en 48 horas.  Para su cultivo se emplea medio Nutrient 

Broth (NB), compuesto por 5 g/L de extracto de carne, 10 g/L de peptona, 5 g/L de NaCl 

y agua destilada. 

Trabajando en condiciones de esterilidad, en campana de flujo laminar vertical, se 

preparó un preinóculo, recogiendo con una punta estéril de micropipeta 1-2 colonias de 

esta bacteria, crecida previamente en una placa Petri con medio NB y agar al 2%, e 

introduciéndola en un matraz estéril de 250 mL que contenga 50 mL de medio NB. Este 

se incubó con agitación orbital a 250 rpm y 30 ºC durante 48 horas. 

2.3. Ensayo de degradación de los microplásticos 

Para estudiar la posible degradación de los MPs por parte de B. firmus se prepararon 6 

matraces estériles de 1 L con 300 mL de medio líquido NB cada uno y se autoclavaron 

a 121 ºC durante 20 minutos (Figura 3). Una vez fríos, estos se inocularon con 600 µL 

del cultivo de B. firmus crecido como se indica en el apartado anterior. 

 

Figura 3. Matraces autoclavados para la incubación de los MPs. 

Los microplásticos obtenidos con anterioridad al triturar los tapones de PEAD fueron 

esterilizados mediante su remojo en alcohol etílico al 96 %, dejándolos secar en la 

campana de flujo laminar hasta que fueron añadidos en cada matraz en una 

concentración de 0,5 g/L, por lo que se pesaron 0,15 gramos de MP para cada uno. 
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Los matraces con el cultivo de B. firmus y los microplásticos añadidos se incubaron a 

30 ºC y 250 rpm durante los 30 días que duró el experimento, tomando muestras 

periódicas de 20 mL para su posterior análisis. A cada tiempo de muestreo, se han 

cogido muestras de dos matraces (duplicado) manteniendo las condiciones de 

esterilidad. 

2.4. Ensayo de atrapamiento 

Por otra parte, se realizó un ensayo con el fin de observar si los microplásticos son 

atrapados por Bacillus firmus al centrifugar. Las muestras de medio con MPs se 

inocularon con los microorganismos cuando se encontraban en el punto máximo de su 

curva de crecimiento. Se determinó la concentración de B. firmus inoculada de cara a 

ensayar las distintas condiciones en las que se puede llevar a cabo el experimento de 

atrapamiento, variando parámetros como la cantidad de microorganismo inoculado y la 

velocidad con la que se centrifugan las muestras ensayadas, lo que influye en la 

formación y separación de 2 fases distintas: un sobrenadante, formado por el medio de 

cultivo con MPs, y un precipitado o pellet en el que se espera que quede retenida una 

parte de los MPs junto a los restos del microorganismo.  

Para ello, se preparó un grupo de tubos cónicos de centrífuga (Falcon™) como control 

con 40 mL de medio de cultivo NB y MPs de PEAD añadidos en una concentración de 

0,5 g/L, por lo que se pesaron 0,02 g de MPs para cada tubo ensayado. Otro grupo de 

tubos se completó igualmente hasta 40 mL con el medio NB y 0,5 g/L de los MPs de 

PEAD (0,02 g por tubo), pero estos fueron inoculados con B. firmus. En una ocasión, se 

añadió 1 mL de microorganismos, crecidos en medio NB, y en otro caso, el inóculo fue 

de 10 mL. En ambos, la concentración fue de 2100 mg/L (ppm), por lo que para el caso 

en que se inocula 1 mL, la cantidad de microorganismos era de 2,1 mg; mientras que, 

para 10 mL, el inóculo contenía 21 mg. En total se emplearon 3 tubos control y 3 tubos 

inoculados por cada experimento. 

El inóculo se preparó en campana de flujo laminar vertical, recogiendo con una punta 

estéril de micropipeta 1-2 colonias de esta bacteria, crecida previamente en una placa 

Petri con medio NB y agar al 2%, e introduciéndola en un matraz estéril de 250 mL que 

contenía 50 mL de medio NB. Este se incubó con agitación orbital a 250 rpm y 30 ºC 

durante 30 horas, momento de máximo crecimiento de la bacteria. La concentración de 

microorganismos inoculada fue estimada mediante la determinación de los sólidos 

suspendidos totales.  
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En el experimento, se centrifugaron en las mismas condiciones los tubos con y sin 

bacterias para evaluar que la precipitación de los microplásticos sea únicamente por su 

atrapamiento, Los MPs tienen una densidad de aproximadamente 0,94 g/mL, que es 

menor que la del agua, por lo que se encuentran flotando antes de centrifugar (Park & 

Kim, 2019; Sharma et al., 2021). En el primer ensayo, donde se añaden 2,1 mg de B. 

firmus, los tubos fueron centrifugados durante 10 minutos a una velocidad de giro de 

7500 x g. Mientras que, para el segundo ensayo, en el que hay 21 mg de B. firmus, 

estos se centrifugaron a una velocidad de 10000 x g durante 10 minutos.  

2.5. Determinación de los sólidos suspendidos totales (SST) 

Para analizar el contenido en SST, se tomaron 20 mL del medio de cultivo y se filtraron 

a través de un filtro de microfibra de vidrio (Whatman™ GF/F CAT No. 1825-047) 

empleando un equipo de filtración vertical. Después, se secaron en una estufa a 50 ºC 

durante 1 hora y se dejaron enfriar en un desecador con gel de sílice durante 15 minutos. 

A continuación, se pesó el filtro con los sólidos retenidos y por diferencia de pesado se 

determinó la cantidad aproximada de microorganismos presentes en el medio como 

SST. 

2.6. Cuantificación de los microplásticos 

A las muestras tomadas de los matraces se les añadió el mismo volumen (20 mL) de 

peróxido de hidrógeno (H2O2) al 30 % y se calentaron a 60 ºC en un baño con agua 

durante 45 minutos con el fin de eliminar los microorganismos y sus secreciones. 

Después, se filtraron a través de un filtro de celulosa con un tamaño de poro de 11 µm 

(Whatman™ Grade 1 CAT No. 1001-110) empleando un equipo de filtración vertical 

(Weber et al., 2021). Los filtros conteniendo los MPs se secaron en una estufa a 50 ºC 

durante 1 hora, dejándose enfriar unos 15 minutos en un desecador conteniendo gel de 

sílice para después pesarlos. Por diferencia de pesado se determinó la cantidad de MPs 

presentes en el medio.  

2.7. Crecimiento de los microorganismos 

El seguimiento del crecimiento de los microorganismos se llevó a cabo por recuento en 

placas Petri con medio NB sólido (medio NB + agar al 2%). Para ello, se introdujo 1 mL 

del medio de cultivo del matraz a muestrear en una bolsa especial estéril (biomaster 80, 

Stomacher® lab system) para su procesado en un homogeneizador de laboratorio 

(Stomacher® 80, VWR) con el fin de liberar los microorganismos que puedan estar 

adheridos a los MPs. Después, se añadieron 9 mL de NaCl al 0,7 % a la bolsa, con lo 
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que se tiene la muestra diluida 10 veces; procediendo de la misma de la misma forma, 

se prepararon diluciones seriadas hasta llegar a una dilución adecuada que permita el 

recuento de las colonias crecidas en las placas al añadir 1 mL de la muestra diluida.  

Las placas se incubaron en una estufa a 37 ºC durante aproximadamente 24 horas, 

comprobando tras este tiempo si han crecido colonias. Se lleva a cabo su recuento y, 

teniendo en cuenta el factor de dilución y el volumen añadido, se calcula el número de 

unidades formadoras de colonias por mililitro (UFC/mL). 

2.8. Análisis de los azúcares totales presentes 

Para analizar el consumo de los carbohidratos que componen el medio y su relación con 

la posible degradación de los MPs por parte de B. firmus se midieron los azúcares totales 

presentes en las muestras siguiendo el método fenol-ácido sulfúrico (Nielsen, 2017). 

Para ello, se tomó 1 mL de los matraces muestreados en tubos de cristal y se añadieron 

0,5 mL de fenol al 5 % y 2,5 mL de H2SO4 al 96 %, agitando; también se hizo un blanco 

con 1 mL de agua destilada en vez de muestra. Tras esto, se dejaron reaccionar 

aproximadamente durante una hora, hasta que enfriaron y se pudo medir con un 

espectrofotómetro su absorbancia a una longitud de onda de 492 nm.  

Para relacionar las absorbancias medidas con la concentración de azúcares se realizó 

una recta de calibrado con patrones de glucosa a concentraciones entre 20 y 100 ppm. 

Para ello, se preparó un matraz con la concentración de 1000 ppm añadiendo 0,25 g de 

glucosa en 250 mL de agua destilada; a partir de este, se preparó el patrón de 100 ppm 

añadiendo 25 mL en 250 mL de agua destilada. A partir de este último, en matraces de 

25 mL, se elaboraron los patrones de glucosa de 20 ppm, 40 ppm, 60 ppm y 80 ppm, 

añadiendo 5 mL, 10 mL, 15 mL y 20 mL, respectivamente, y completando con agua 

destilada hasta enrasar. En el caso de que las muestras estuvieran muy concentradas 

y los valores de absorbancia medidos para ellas resultaran fuera del rango abarcado por 

la recta de calibrado, sería necesario su dilución. 

2.9. Evolución del pH 

Paralelamente a la toma de muestras, se midió periódicamente el pH de los matraces 

con el fin de seguir la evolución de su valor durante el transcurso del experimento de 

degradación. Se empleó un pHmetro digital midiendo por estabilización del valor de pH. 
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2.10. Análisis de los microplásticos mediante microscopía SEM 

Los microplásticos fueron observados en el microscopio electrónico de barrido (SEM), 

antes y después de ser sometidos al experimento de degradación, para evaluar los 

posibles cambios en su estructura superficial, comparando las imágenes tomadas. 

Además, el SEM se empleó conjuntamente la espectroscopía de rayos x de dispersión 

de energía (EDS) para analizar su composición y estimar la relación entre las moléculas 

de oxígeno y de carbono que hay en los microplásticos (ratio O/C), lo que puede indicar 

cambios en los grupos funcionales presentes (Nakatani, 2022).  

Previamente, los microplásticos fueron lavados con 20 mL de peróxido de hidrógeno 

(H2O2) al 30 % en un baño con agua a 60 ºC durante 45 minutos para eliminar cualquier 

resto de microorganismos y sus secreciones. Después, se filtraron a través de un filtro 

de microfibra de vidrio con un tamaño de poro de 0,7 µm (Whatman™ GF/F CAT No. 

1825-047) empleando un equipo de filtración vertical. Tras esto, se sumergieron en una 

disolución de etanol al 70 % durante 20 minutos, deshidratándolos. Finalmente, se 

secaron en una estufa a 50 ºC durante 24 horas (Bellasi et al., 2020; Syranidou et al., 

2017). Debido a este proceso de lavado, se tomaron, además de la muestra final tras el 

experimento de biodegradación, dos muestras de los MPs antes de ser incubados con 

los microorganismos, una tratada con H2O2 y otra sin haber sido lavada, por si en este 

paso previo se pudiera haber modificado su estructura superficial. 

Previamente, se observaron los MPs en el estereomicroscopio, para obtener 

información cualitativa sobre su aspecto externo, posibles irregularidades o detalles que 

pueden ser significativos de cara a analizar el posterior proceso de degradación 

ensayado. 

2.11. Análisis de MPs por FTIR 

Además, para la caracterización de los microplásticos en función de su composición 

química, se empleó la microespectroscopía infrarroja (FTIR Spotlight 200i de Perkin 

Elmer) que permite identificar grupos funcionales, en función de las señales espectrales 

emitidas al recibir la radiación IR (Chen et al., 2021). Los MPs analizados se cogieron 

por triplicado de muestras tomadas al inicio (día 1), en un punto intermedio (día 15) y al 

final del experimento (día 30), y también de una muestra inicial sin lavar con H2O2 

(control), por si pudiera afectar a la estructura de los MPs.  
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3. Resultados y discusión 

3.1. Puesta a punto del método de cuantificación de microplásticos 

El seguimiento y análisis de los procesos microbianos de biodegradación de los 

microplásticos en los experimentos realizados requiere de una metodología que permita 

la recuperación y una correcta estimación de la cantidad o concentración de lo MPs 

presentes en cada momento. En los trabajos realizados sobre la presencia de MPs en 

plantas de tratamiento de aguas es habitual que la concentración de MPs se mida como 

número de MPs por volumen de agua (Masiá et al., 2020). Sin embargo, como en este 

caso se trata de un proceso de degradación, y parece factible que durante dicho proceso 

los MPs reduzcan su masa o incluso se fracturen, se ha optado por cuantificarlos 

midiendo cuantitativamente las variaciones de masa de PEAD al ser incubados con 

Bacillus firmus. 

Un paso clave es que toma de muestras se realice de manera correcta, para lo cual los 

matraces se agitan con el fin de que la muestra resulte representativa. A continuación, 

es necesario oxidar la materia orgánica (microorganismos) para evitar interferencias con 

la masa de MPs. Inicialmente, se probó a oxidar los restos de microorganismos 

mediante el lavado con etanol al 70 %, siguiendo la misma metodología que en el 

apartado 2.6. Cuantificación de los microplásticos Al filtrar la muestra se quedaban 

inmovilizados en el filtro restos de materia orgánica del medio de cultivo junto a los MPs, 

lo que obstruía el filtro e interfería con la medida de la masa de PEAD, como se puede 

ver por el color amarillento del filtro en la Figura 4.a. Se hizo un segundo intento 

aumentando la concentración al 96 %, pero el resultado era similar. Después, se intentó 

el lavado con SDS, un detergente tensoactivo, pero este dificultaba la filtración de las 

muestras al formar abundante espuma e incluso se perdían MPs en el proceso. 

Finalmente, se optó por oxidar las muestras lavándolas con H2O2 al 30 % (apartado 2.6. 

Cuantificación de los microplásticos), observándose los MPs tras el filtrado sin ningún 

resto de materia orgánica que alterara la medida de su peso seco (Figura 4.b). 

  

Figura 4. Aspecto de los filtros tras oxidar las muestras. (a) Con etanol al 70 %, (b) con H2O2 al 30 %. 

(a) (b) 
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3.2. Atrapamiento de microplásticos con Bacillus firmus 

El experimento de atrapamiento permitió comprobar la capacidad de capturar los MPs 

por parte de los microorganismos de manera que puedan ser separados a la vez que 

estos por centrifugación. 

Por un lado, se tienen las muestras de medio de cultivo a las que se añaden 0,02 g de 

MPs sin inocular (control) e inoculadas con 2,1 mg de Bacillus firmus (SST); con estas 

se experimenta la capacidad de atrapamiento al centrifugar a una velocidad de 7500 x 

g durante 10 minutos, dando los resultados que se muestran en la Tabla 1, para los 

precipitados formados. En el caso de los controles, el 100 % de los MPs añadidos son 

recuperados en la fase de sobrenadante, sin observarse la formación de ningún 

precipitado o pellet en el fondo de los tubos de centrífuga; en cambio, para las muestras 

inoculadas, sí que se formaron precipitados, obteniéndose una eficiencia de 

atrapamiento media del 15 ± 2,12 % del total de los MPs agregados inicialmente, 

recuperándose en los pellets formados 0,0031 ± 0,0006 g. 

Tabla 1. Resultados de MPs recuperados en los precipitados formados. 

Muestra Peso MPs recuperados (g) % MPs del total 

Control sobrenadante 0,02 100 

Precipitado 1 0,0035 16,5 

Precipitado 2 0,0027 13,5 

Valor medio 0,0031 ± 0,0006 15 ± 2,12 

Al repetir el experimento, aumentando la cantidad de B. firmus inoculada a 21 mg (SST) 

y la velocidad de centrifugación a 10000 x g, en los controles se volvió a recuperar el 

100 % de los microplásticos en el sobrenadante, mientras que en los tubos inoculados 

se formaron los precipitados de manera consistente, dando como resultado una mayor 

eficacia de atrapamiento media de los MPs, como se muestra en la Tabla 2. La cantidad 

recuperada en el pellet supone un 25 ± 3,6 % en peso seco con respecto a los MPs 

iniciales. En esta ocasión, se ha medido también la cantidad de MPs en el sobrenadante, 

recuperándose un valor medio del 77,8 ± 4,04 %. En relación con la cantidad inoculada 

de microorganismos, se puede estimar que aproximadamente se recuperan 238 mg 

MPs/g B. firmus; este resultado podría valorarse con la realización de nuevos 

experimentos, aumentando la cantidad de microorganismos para comprobar de qué 

forma está relacionada con la capacidad de retención de los MPs en los pellets 

formados. 
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Los resultados son comparables con los obtenidos en varios estudios llevados a cabo 

sobre la eliminación de MPs en estaciones depuradoras (EDAR); en concreto, en los 

lodos de la decantación secundaria del tratamiento de aguas residuales, alguno autores 

han estimado que se pueden eliminar entre un 7 % y un 20 % de los MPs presentes en 

el agua sin tratar (Bellasi et al., 2020; Sol Sánchez et al., 2020). Las eficacias de 

atrapamiento observadas en estos estudios son ligeramente menores, quizás debido a 

que la separación mediante la decantación de los lodos resulte menos eficaz en el 

proceso de formación de agregados y separación. 

Tabla 2. Resultados de MPs recuperados en los sobrenadantes y pellets formados 

Muestra Peso MPs recuperados (g) % MPs del total 

Control sobrenadante 0,02 100 

Sobrenadante 1 0,0147 73,5 

Sobrenadante 2 0,0157 78,5 

Sobrenadante 3 0,0163 81,5 

Valor medio 0,0156 ± 0,0008 77,8 ± 4,04  

Precipitado 1 0,0056 28 

Precipitado 2 0,0052 26 

Precipitado 3 0,0042 21 

Valor medio 0,0050 ± 0,0007 25 ± 3,6 

Estos resultados corroboran el impacto que tienen los fenómenos de atrapamiento en la 

etapa de tratamiento secundario de las estaciones depuradoras de aguas residuales 

para la reducción de los fragmentos y fibras de plástico (Masiá et al., 2020). En trabajos 

previos realizados en estaciones depuradoras se ha visto un comportamiento diferente 

dependiendo del tamaño de las partículas plásticas, siendo mayor la eficacia de 

eliminación para aquellas inferiores a 500 µm. En los ensayos realizados en el presente 

trabajo, las partículas tenían tamaños comprendidos entre 100 µm y 250 µm, lo que 

podría contribuir a que la eficacia aquí registrada sea ligeramente superior a la 

observada en aguas reales. Además, la centrifugación podría haber acelerado o 

magnificado el fenómeno de atrapamiento, no pudiendo compararse en este sentido con 

los procesos que tienen lugar en los decantadores secundarios de las EDAR, pues allí 

la separación de la materia particulada del agua tratada se lleva a cabo por 

sedimentación, en etapas más extendidas en el tiempo y a escalas mucho mayores que 

las ensayadas. En este sentido, en un reciente trabajo Sharma et al. (2021) discutieron 
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la influencia de la velocidad de rotación en la captura de los MPs por las bacterias, 

siendo velocidades menores menos favorables para la agregación de las partículas. Los 

resultados de los dos ensayos de atrapamiento realizados concuerdan con lo expuesto 

en este estudio, obteniéndose pellets más consistentes y, consecuentemente, con 

mayor capacidad para retener las partículas de MPs añadidas cuando se aumentó la 

velocidad de centrifugación y la cantidad de microorganismo inoculado. Asimismo, 

proponen el empleo de este proceso biológico de atrapamiento combinado con otros 

métodos físicos como filtros de membrana, con el fin de obtener alta eficacia de 

eliminación de los MPs en el agua tratada. 

En algunos estudios sobre el potencial para eliminar los MPs mediante su 

bioagregación, también observan una mayor capacidad para atraparlos al aumentar la 

cantidad microorganismos, en este caso por dejarlos crecer en suspensión junto a los 

MPs (S. Y. Liu et al., 2021). Además, se plantea la aplicación de ciertos 

microorganismos junto a técnicas biotecnológicas, como su modificación por ingeniería 

genética o el empleo de técnicas bioinformáticas, de cara a mejorar los fenómenos de 

atrapamiento y liberación de los MPs, que pueden ser ventajosos por su capacidad de 

agregar las partículas de plástico con independencia de su composición y por el hecho 

de poder acumularlas con una alta concentración, de forma que se facilite su posterior 

eliminación del medio al combinarse con procesos de sedimentación o de decantación.  

Hossain et al. (2023) consideran las bacterias del género Bacillus como las más 

beneficiosas en los sistemas de acuicultura por su capacidad para bioflocular y degradar 

las partículas de MPs, facilitando su posterior decantación y el tratamiento de las aguas 

residuales procedentes de la producción acuícola; también destaca su empleo para 

atrapar y degradar los plásticos presentes de una forma más respetuosa con el medio 

ambiente, por la naturaleza de los productos intermedios originados al descomponer los 

MPs, ya que bien podrían resultar inocuos para el ambiente sino resultan ser 

metabolizados por las propias bacterias, o bien, llegado el caso, podrían ser eliminados 

al tratar los efluentes procedentes de los viveros y piscifactorías. 

3.3. Degradación de microplásticos con Bacillus firmus 

3.3.1. Experimento de degradación 

Con el fin de evaluar la posible degradación de los MPs objeto de estudio por parte de 

B. firmus, se incubaron durante 30 días tomando 12 muestras de los matraces 

incubados (dos para cada tiempo muestreado). Cada muestra recogida se analizó al 

menos por duplicado. 
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La periodicidad con la que se recogieron y el valor medio de la concentración de los 

microplásticos presentes (en g/L) se muestran a continuación, en la Tabla 3. 

Inicialmente, los valores medidos no variaban, pero empiezan a disminuir a partir del día 

12. 

Tabla 3. Concentración media de los MPs por día. 

t (día) Concentración media de MPs (g/L) 

0 0,500  

6 0,500 ± 0,003 

8 0,500 ± 0,002 

12 0,470 ± 0,014 

21 0,450 ± 0,005 

29 0,423 ± 0,013 

Al representar los valores de concentración de los MPs con respecto al tiempo, se puede 

observar cómo va evolucionando. Así, como se muestra en la Figura 5, estos van 

disminuyendo a partir de aproximadamente los 8 días de experimento. La concentración 

inicial de MPs era de 0,500 g/L, y al finalizar el ensayo, para t = 29 días, su valor 

descendió a 0,423 ± 0,013 g/L. Como se ha comentado, a partir del día 8, empieza a 

observarse una disminución en la cantidad medida de MPs, lo que podría deberse a una 

reducción en los nutrientes disponibles en el medio de cultivo, debido a su consumo por 

parte de B. firmus, que comenzaría a emplear el PEAD como fuente de carbono. En 

algunas revisiones bibliográficas sobre este tema (Shah et al., 2008), se indicó la 

capacidad de ciertos microorganismos, entre los que se encuentran algunas especies 

de Bacillus y Paenibacillus, para emplear como fuente de carbono los polímeros de 

polietileno y otros plásticos sintéticos, degradándolos bajo condiciones de limitación de 

nutrientes y metabolizándolos posteriormente. En otros trabajos se ha propuesto 

aprovechar la capacidad de bioasimilación de las bacterias con capacidad de secretar 

enzimas degradativas para eliminar MPs en procesos de compostaje e incorporarlos 

como nutrientes al sustrato compostado en el que estaban presentes (Bonhomme et al., 

2003). 
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Figura 5. Evolución de la concentración de microplásticos con el tiempo. 

La eficiencia de degradación aparente de los MPs se determinó comparando las 

diferencias en su concentración (o peso seco, pues se trata siempre del mismo volumen 

muestral). Después de 30 días, la disminución en las concentraciones calculadas fue de 

un 15,5 %. El proceso de degradación entre los días 8 y 29 aparentemente siguió una 

cinética de orden cero, con una constante de degradación de 0,0034 
𝑔

𝐿 𝑑í𝑎
. El descenso 

en la cantidad de MPs puede haberse dado debido al metabolismo microbiano, que pudo 

causar la degradación parcial de las partículas de microplástico. Este resultado va en la 

línea de algunos estudios donde la tasas de degradación calculadas para los polímeros 

de polietileno son del 14,7 %, eso sí, tras 60 días de incubación (Park & Kim, 2019); 

mientras que, en otros, se sitúan en torno al 13 %, oscilando en un rango de valores que 

pueden ser menores en función de las condiciones experimentales y los 

microorganismos implicados.  

La eficiencia de degradación observada es comparable a la de las investigaciones 

realizadas sobre los cultivos mixtos de Bacillus sp. y Paenibacillus sp. aisladas de áreas 

naturales contaminadas por residuos plásticos; en uno de los estudios en los que se 

aislaron, estas bacterias mostraron una eficiencia degradativa máxima de 

aproximadamente el 15 % del peso seco de las partículas de microplásticos tras 20 días 

bajo las condiciones ensayadas (Nowak et al., 2011). Yin et al. (2020) obtuvieron una 

degradación del 18% de los polímeros de polietileno incubados durante 30 días con una 

población bacteriana aislada del intestino de las larvas de Tenebrio molitor, entre los 

microorganismos que forman este consorcio se encuentran varias especies de Bacillus, 

lo que indica la capacidad de biodegradación de este género dando resultados 

comparables con los del experimento realizado. 
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3.3.2. Crecimiento de Bacillus firmus en el medio con microplásticos  

El crecimiento mostrado por Bacillus firmus se presenta en la Figura 6. En presencia de 

microplásticos de PEAD en el medio de cultivo, se observó un crecimiento exponencial 

desde el inicio hasta el día 7, cuando llega a su máximo de crecimiento, con un recuento 

de 2,0 x 1010 UFC/mL ese día. El número de colonias contadas se mantuvo constante 

durante los siguientes días de experimento y hasta el día 20, cuando comienzan a 

decrecer, manteniéndose la tendencia hasta el final del ensayo. El crecimiento inicial en 

la cantidad de microorganismos probablemente se produjo por la utilización de los 

nutrientes disponibles en el medio de cultivo; en cuanto a la llegada a la fase 

estacionaria, llegan al máximo de crecimiento al octavo día de incubación, lo que 

coincide con el momento en que comienza la degradación de los MPs presentes en el 

medio de cultivo (Figura 5), pudiendo deberse a la escasez o agotamiento de los 

nutrientes del sustrato, lo que indicaría que los microorganismos comienzan a usar los 

MPs como fuente de carbono. El descenso final en la cantidad de unidades formadoras 

contadas fue probablemente debido por la muerte de las bacterias incubadas, dado al 

consumo de los nutrientes y/o a la presencia de productos de desecho inhibitorios del 

crecimiento en el medio de cultivo, atribuibles a la degradación y metabolización de los 

MPs. De la cinética del crecimiento exponencial inicial, con 
𝑑𝑋

𝑑𝑡
 = µmax * x, siendo x la 

concentración de microorganismos, se estima una velocidad máxima de crecimiento 

µmax = 0,815 día-1.  

 

Figura 6. Curva de crecimiento de B. firmus en medio con MPs durante 30 días de incubación. 

Algunos estudios han mostrado que la acumulación en el medio de los productos 

formados al descomponerse los plásticos puede ser un factor influyente en el cese del 

crecimiento de los microorganismos, ya que pueden actuar como inhibidores de la 

síntesis enzimática necesaria para su actividad metabólica (Gong et al., 2018). Arpia 
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et al. (2021) también señalaron que la cantidad de MPs, junto a otros factores 

ambientales, puede influir en el número de microorganismos viables en el medio, 

interfiriendo en su crecimiento y colonización. 

Li et al. (2023) también publicaron que los efectos tóxicos de los MPs merman la 

capacidad de crecimiento de las bacterias que los biodegradan. Así, la toxicidad de los 

propios MPs o de los productos liberados durante su degradación, junto con la escasez 

de nutrientes fácilmente asimilables explicaría tanto el cese del crecimiento celular como 

el decrecimiento observado a partir de los 20 días (Figura 6). 

3.3.3. Evolución de los azúcares totales en el ensayo de degradación  

En cuanto al análisis de los azúcares totales presentes en el medio de cultivo, las 

muestras se recogieron durante 10 de los 30 días que duró el experimento de 

degradación, por duplicado, y realizando cada análisis al menos por triplicado.   

 

Figura 7. Evolución de la concentración de los azúcares totales con el tiempo. 

Como se muestra en la Figura 7, la concentración estimada de azúcares totales 

disminuye sostenidamente desde su valor al tiempo inicial (t = 1), de unas 718 ppm, 

hasta el tiempo t = 8, cuando llega a 330 ppm; a partir de ese momento, la concentración 

de los azúcares presentes se mantiene de forma estable, en un rango comprendido 

entre las 300 y 340 ppm, hasta la finalización del experimento (t = 30). Así, en los ocho 

primeros días, la concentración de azúcares totales disminuye a razón de 55 
𝑚𝑔

𝐿 𝑑í𝑎
. Estos 

resultados concuerdan con los obtenidos sobre la eficacia de degradación de los 

microplásticos en el medio de cultivo, donde se observó (Figura 5) como estos 

empezaban a disminuir de forma continuada a partir del octavo día de experimento, 

mismo momento en el que parece que los azúcares dejan de ser consumidos; esto 

podría respaldar la hipótesis de que llegado ese punto del ensayo, los microorganismos 

y = -55,048x + 787,46

0

100

200

300

400

500

600

700

800

0 5 10 15 20 25 30 35

C
o

n
ce

n
tr

ac
ió

n
 (

p
p

m
)

Tiempo (día)



18 
 

comienzan a metabolizar los MPs, degradándolos en su empleo como fuente de 

carbono, debido agotamiento parcial de los nutrientes que estaban utilizando, siendo la 

evolución de los azúcares totales, un posible indicador de que ya se haya consumido el 

sustrato inicial (Shah et al., 2008).  

Estos resultados también parecen indicar que Bacillus firmus, en presencia de MPs de 

PEAD, tiene preferencia por consumir los nutrientes del medio de cultivo NB, y no es 

hasta que estos escasean, cuando opta por emplear una fuente de carbono externa, 

como los MPs añadidos, probablemente por una mayor dificultad para metabolizarlos. 

Por otro lado, (Wu et al., 2022) concluye que los MPs interfieren en el metabolismo de 

los microorganismos presentes en suelos contaminados por residuos plásticos, lo que 

podría afectar al catabolismo de los azúcares. 

3.3.4. Cambios en el pH del medio de cultivo  

El pH es un parámetro crucial para la vida y la actividad microbiana; este influye en el 

crecimiento de las poblaciones bacterianas, en su actividad enzimática y en su eficacia 

de degradación de los microplásticos (Auta et al., 2018). Los valores de pH fueron 

seguidos a lo largo de los 30 días de experimento, durante la toma de muestras y con 

la periodicidad que se muestra en la Figura 8, en la que se puede observar la evolución 

de este parámetro. Los cambios en el pH aportan información sobre los procesos que 

están teniendo lugar en el medio y sobre el estado de los microorganismos. La 

degradación de los MPs también podría modificar este parámetro. 

 

Figura 8. Evolución de los valores de pH medidos con el tiempo. 

El pH del medio de cultivo aumentó progresivamente desde un valor inicial de 6,84, 

cercano a la neutralidad, a un valor de 9,14 al octavo día. Desde ese momento, el pH 

se mantuvo estable, en valores básicos, próximos a 9, hasta la finalización del 

experimento el día 30. Este resultado parece indicar que los valores de pH aumentan 
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debido a la producción y acumulación de metabolitos liberados por Bacillus firmus 

durante la fase de crecimiento exponencial. El mantenimiento de estas condiciones 

alcalinas en el medio de cultivo también podría haber provocado el decrecimiento de los 

microorganismos al final del experimento, el pH óptimo de la cepa de B. firmus con la 

que se trabajó es próximo a la neutralidad, indicándose en la Colección Española de 

Cultivos Tipo, dónde se obtuvo, que el pH del medio se ha de ajustar a 7,2 (CECT 14). 

3.3.5. Análisis estructural y de composición de los MPs 

Mediante la observación al microscopio electrónico de barrido, se pudieron comprobar 

ciertos cambios morfológicos en los microplásticos de PEAD como consecuencia de la 

biodegradación microbiana. Así, se comprobó el aspecto de muestras de MPs iniciales 

y después de 30 días de incubación con Bacillus firmus (tras ser recuperados del medio 

y lavados) (Figura 9). 

 

Figura 9. Microplásticos recuperados y lavados para su observación al microscopio electrónico de barrido. 

Los controles mostraron una superficie lisa (Figura 10.a), mientras que en los tratados 

con los microorganismos se observaron varias fisuras e irregularidades formadas debido 

a la actividad microbiana (Figura 10.b). Estos cambios vistos en la superficie de los MPs 

podrían indicar que han sido dañados por parte de B. firmus, como resultado de haber 

sido incubados con estas bacterias, lo que podría implicar que son capaces de adherirse 

a estos polímeros y secretar enzimas para degradarlos, probablemente para 

metabolizarlos, como sugieren los otros resultados de este experimento; Las actividad 

enzimática puede haber dado lugar a la formación de tales grietas en la superficie de 

los MPs, de forma que las bacterias puedan colonizarlos y crecer en su interior. 

Consecuentemente, se ha reducido la cantidad de MPs en el medio y los daños 

superficiales puede que también hayan afectado a sus propiedades, debilitándolos 

estructuralmente.  
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En un estudio encontrado sobre la biodegradación de polímeros de polietileno, se 

emplea la microscopía electrónica de barrido para analizar los cambios físicos ocurridos 

en su superficie, comprobando, tras retirar los microorganismos adheridos, que esta ha 

sido erosionada y se han formado varias cavidades (Bonhomme et al., 2003); también, 

en otros estudios encontrados sobre la degradación de plásticos, se informa sobre los 

cambios morfológicos ocurridos en polímeros de polietileno de baja densidad y de 

polipropileno incubados en ensayos de biodegradación microbiana, lo que da cuenta de 

la forma en que las bacterias colonizan su superficie en el proceso previo a la secreción 

de enzimas con las que degradar los polímeros a moléculas que puedan aprovechar en 

su metabolismo llegado el caso (Syranidou et al., 2017). 

  

Figura 10. Micrografías electrónicas de barrido de MPs de PEAD: (a) control, (b) inoculados con B. firmus. 

Las alteraciones en la estructura superficial de los microplásticos, como consecuencia 

de la actividad de las bacterias inoculadas en el medio, fueron también evaluadas 

mediante el análisis elemental EDS. Se muestra en la Tabla 4, el resultado del 

porcentaje de carbono y oxígeno que componen la superficie de los microplásticos de 

PEAD, tanto las muestras iniciales sin tratar (lavadas y sin lavar con H2O2), como la de 

los MPs tras ser incubados con Bacillus firmus durante 30 días. Se observó que 

prácticamente la composición en carbono y en oxígeno es similar en las muestras 

iniciales independientemente de si han sido sometidas o no al lavado con H2O2. Con 

respecto a las muestras de MPs tras finalizar la incubación, en estas apenas aumentó 

la proporción de oxígeno con respecto al carbono, por lo que a partir de estos resultados 

no se puede afirmar la existencia de cambios en la composición de su estructura 

superficial atribuibles al proceso de biodegradación microbiana experimentado. Sin 

embargo, en algunas investigaciones sobre la biodegradación de microplásticos de 

polietileno por parte de consorcios de bacterias (Skariyachan et al., 2017), entre las que 

se encuentra Bacillus, se observó la disminución del pico correspondiente al carbono en 

el espectro EDS. Concluyeron que el descenso en la composición en este elemento es 

(a) (b) 
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una prueba del proceso de biodegradación de los MPs y de la formación de compuestos 

metabolizables por las bacterias. 

Tabla 4. Resultados del análisis elemental normalizado de las muestras de MPs. 

Muestra Carbono (%) Oxígeno (%) Relación O/C 

Inicial sin H2O2 91,25 7,72 0,08 

Inicial con H2O2 92,11 7,67 0,08 

Final 92,03 7,83 0,09 

La composición de los MPs de PEAD muestreados fue confirmada mediante su análisis 

por espectroscopía FTIR, resultando en los espectros mostrados en la Figura 11, para 

los MPs que se tomaron como control. En estos se ve como la señal espectral es similar 

en el triplicado, aunque aparece desplazada entre las tres muestras debido a que las 

muestras pueden tener diferencias en su superficie, si presentan irregularidades o no 

son del todo lisas. Los MPs muestreados producen los picos característicos del PEAD, 

a longitudes de onda próximas a 2916 cm-1, 2849 cm-1, 1471 cm-1 y 718 cm-1 (Chen et al., 

2021). 

 

Figura 11. Espectro FTIR de los MPs control. 

Para evaluar la evolución del experimento de degradación, se analizaron los cambios 

en la absorción de los grupos carbonilo alrededor de 1720 cm-1. Estos se cuantificaron 

empleando el índice carbonílico 1720/1462 cm-1 para indicar el grado de degradación, 

tomando el pico a 1462 cm-1 como línea de base. Chen et al. (2021) evaluaron los 
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cambios en los índices carbonílicos 1720/1462 cm-1 para cuantificar por espectroscopía 

FTIR la degradación de muestras de MPs de PEAD recogidas en medios contaminados. 

Tabla 5. Índices carbonílicos (1720/1462) cm-1 calculados para los MPs muestreados. 

Muestra Índice 1 Índice 2 Índice 3 Valor Medio 

Sin H2O2 
(control) 

0,110 0,133 0,158 0,128 ± 0,024 

Inicial (día 1) 0,204 0,072 0,177 0,130 ± 0,070 

Intermedia 
(día 15) 

0,174 0,208 0,201 0,189 ± 0,018 

Final (día 30) 0,293 0,150 0,175 0,193 ± 0,077 

Como se muestra en la Tabla 5, el valor promedio estimado para el índice carbonílico 

de los MPs control (sin lavar con H2O2) es de 0,128 ± 0,024, muy próximo al de los MPs 

cogidos a tiempo inicial del experimento (día 1), que es de 0,130 ± 0,070, lo que muestra 

que el lavado con H2O2 no modifica la composición de los MPs. A pesar de que las 

desviaciones estándar son bastante elevadas, si se atiende a los valores medios de las 

tres medidas, se observa un aumento con el tiempo en el índice de los carbonilos, 

llegando a un valor final de 0,193 en el día 30. Esto indica una mayor presencia de 

grupos funcionales carbonilo en los MPs muestreados según transcurre el experimento, 

lo que corrobora la oxidación que están sufriendo los MPs a medida que van siendo 

degradados por la acción microbiana.   
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4. Conclusiones 

• Mediante el experimento de atrapamiento de los MPs se ha visto el potencial de 

los procesos de agregación mediados por Bacillus firmus para partículas de entre 

100 µm y 250 µm. 

• Con una concentración de bacterias inoculadas de 2,1 mg/L se logró captar un 

15 % de los MPs agregados inicialmente, mientras que con 21 mg/L de 

microorganismos se capturó un 25 %, recuperándose aproximadamente 238 mg 

MPs/g B. firmus. Se ve que aumenta la capacidad de atrapamiento con la 

cantidad de microorganismos, aunque no de manera proporcional.   

• El ensayo de biodegradación ha demostrado que la acción de estas bacterias 

puede reducir en un tiempo aproximado de un mes la cantidad de MPs presentes 

con una eficacia del 15,5 % en las condiciones ensayadas, estimándose una 

velocidad media de degradación a partir del día 8 de 0,0034 
𝑔

𝐿 𝑑í𝑎
. 

• La velocidad máxima de crecimiento (µmax) de B. firmus fue de 0,815 día-1 durante 

la fase de crecimiento exponencial. B. firmus dejó de crecer al octavo día, cuando 

comenzó a degradar los MPs. 

• La concentración de azúcares totales disponibles disminuyó significativamente 

desde el día 1 hasta el día 8, cuando los MPs empezaron a ser consumidos. 

• El pH del medio aumentó durante el experimento de degradación desde un valor 

inicial (día 1) de 6,84 a un valor de 9,14 al octavo día. Desde ese momento, el 

pH se mantuvo estable, en valores próximos a 9, hasta la finalización del 

experimento el día 30. 

• La capacidad de degradación de los MPs de PEAD por parte de B. firmus se 

confirmó analizando los cambios observados en la composición y estructura 

superficial de las partículas plásticas por SEM y FTIR, respectivamente.  
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