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RESUMEN 

El objetivo de la presente investigación consistió en evaluar, por primera vez, 

la salud del cuerpo de agua del río Estero Real mediante la variación de los 
parámetros fisicoquímicos y su reflejo en la dinámica del metabolismo 

intermedio de los principales compuestos orgánicos. Por tanto, evaluamos la 

dinámica de las concentraciones de los compuestos energéticos (proteínas, 
aminoácidos y glucosa) esenciales para el buen funcionamiento de la vida de 

los diferentes organismos y su relación con los parámetros físicos y químicos 

(salinidad y temperatura), en el periodo de invierno (mayo-octubre). El río se 

dividió en 10 puntos de muestreo, desde la cooperativa Herrera Membreño 
hasta AGRIMAR II (23 Km). Una vez al mes se tomaron lecturas de los 

parámetros físicos y químicos y recolectaron muestras de agua y sedimento 

para evaluar las concentraciones de los compuestos energéticos. El río Estero 
Real presenta los mayores niveles de turbidez de Puerto Morazán hacia aguas 

arriba. En los meses de mayo y octubre, el sector de la Cooperativa Herrera 

Membreño presentó valores de salinidad de 31.6 ppm y 0 ppm, 
respectivamente. Los valores de oxígeno disuelto, en promedio, son menores a 

2 mg/L en los meses de mayo-septiembre y en octubre llegan a 3.15 mg/L. En 

todo el periodo de estudio el valor de pH del agua presenta un rango de 6.956 

y 7.158 para los meses julio y agosto, respectivamente. En el agua, el 
comportamiento de las concentraciones de proteínas y glucosa presentan alta 

relación con respecto al comportamiento de la concentración salina, con una 

R= 0.865 y R= 0.857 respectivamente; no siendo tan acentuada para los 
aminoácidos debido a que la relación es de R= 0.595. No obstante, aunque la 

variación de la temperatura muestra alguna relación con respecto a la 

dinámica de las concentraciones de proteínas (R=0.257), aminoácidos 

(R=0.619) y glucosa (R=0.446) los valores son inferiores a los mostrados con 
la variación salina. En sedimento, los niveles de los tres compuestos 

energéticos estudiados tienen una tendencia a incrementar en el tiempo. Así, 

la relación de la concentración salina con respecto a los niveles de proteínas 
presenta (R=0.626), la concentración de aminoácidos (R=0.652) y la 

concentración de glucosa (R=XXX) denotando una relación de la salinidad 

menor a la observada en el cuerpo de agua. Nuestros resultados permiten 
sugerir que el cuerpo de agua, que conforma el río Estero Real, presenta 

graves problemas de estrés que afecta seriamente su salud, situación que 

podría llevar a la perdida de la biodiversidad estuarina. 
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1. INTRODUCCIÓN 

El ecosistema “Delta del Estero Real”, Nicaragua, pertenece al gran sistema 
estuarino Golfo de Fonseca, el cual es compartido por Nicaragua, Honduras y El 

Salvador. Dicho humedal es un ecosistema que cubre más de 70 mil hectáreas 

de esteros y bosques de mangle. En él se desarrolla fundamentalmente el 

cultivo de camarón y las actividades de pesca artesanal (Lezama, 2006). 
Actualmente, el ecosistema del Estero Real está siendo afectado debido al 

vertido de aguas con alto contenido de nutrientes provenientes de las 

actividades acuícolas y de las descargas con alto contenido de sedimento y 
materia orgánica e inorgánica provenientes de los afluentes al Estero (UCA, 

1999; Lezama, 2006). 

Ante tal situación, la capacidad de recuperación de este importante cuerpo de 

agua se ve afectada producto del estrés al que está sometido, reflejándose 

fundamentalmente en los bajos valores de turbidez y concentraciones de 

oxígeno disuelto que prevalecen en toda el área de estudio, respectivamente. 
Bajo ese contexto, el río Estero Real no puede caracterizarse en este momento 

como un ecosistema sano, debido a la incapacidad de regeneración y su 

respuesta al estrés (Costanza, 1992). Por tanto, cabe mencionar que bajo esas 
circunstancias el Estero Real presenta condiciones de aerobicidad y 

anaerobicidad que resultan estresantes para todos los organismos que habitan 

ese ecosistema, pudiendo repercutir en la perdida de la biodiversidad. Así, este 

escenario indica que las rutas de la degradación de la materia orgánica son 
debido a la activación-inhibición de organismos anaerobios y aerobios, 

respectivamente. En este sentido, para explicar el grave riesgo de muerte del 

cuerpo de agua del Estero Real cabe destacar que bajo situaciones de 
anaerobicidad el producto final del metabolismo de las proteínas y glúcidos 

deriva en metabolitos tóxicos, tales como: amonio toxico, sulfuro de hidrógeno 

y metano, que son gases perjudiciales para la salud animal y vegetal 
(Korhonen et al., 2012; Fenchel y Finlay 1995). Es más, en este cuerpo de 

agua existe un alto riesgo para la salud humana, debido a las condiciones 

favorables para el crecimiento de microalgas liberadoras de toxinas y de 

bacterias perjudiciales. 

Por tal razón, para evaluar las condiciones de salud del cuerpo de agua del 

Estero Real, en el periodo lluvioso, nuestro estudio se enfoca sobre el 
metabolismo acuático intermedio y su relación con los parámetros físicos y 

químicos, evaluando las concentraciones de proteínas y metabolitos libres 

(glucosa y aminoácidos) para conocer por un lado las concentraciones en 
estado libre y por otro lado la dinámica fluctuante que nos permita contar con 

un indicador del nivel de estrés que afecta el estado de salud del cuerpo de 

agua (Gutiérrez, 2009). 
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2. OBJETIVOS 

A lo largo de las últimas décadas se ha caracterizado al río Estero Real como 

uno de los recursos naturales de gran valor para la economía de muchas 

familias que se dedican al desarrollo de actividades de pesca y acuicultura. La 
cantidad de sedimento, materia orgánica y contaminantes químicos 

procedentes del arrastre de los afluentes y las descargas con alto contenido de 

nutrientes por parte de actividades acuícolas han deteriorado la salud de este 
cuerpo de agua, sometiéndolo a un nivel de estrés cada vez más intenso que 

provoca un alargamiento del período de recuperación. 

Tradicionalmente se ha caracterizado a los parámetros fisicoquímicos y 

biológicos como indicadores de la salud de los cuerpos de agua. Sin embargo, 

para determinar la salud de un ecosistema acuático es necesario evaluar la 

velocidad de degradación de la materia orgánica y el resultado del 
metabolismo intermedio a través del análisis de las concentraciones de 

metabolitos libres que están presentes ante las diversas condiciones. Se sabe 

que muchos organismos actúan de forma conjunta para llevar a cabo el 
proceso de degradación de la materia y los que más se vinculan son las 

bacterias, hongos, actinomicetos y microalgas. Los estudios relativos al 

metabolismo acuático con énfasis en resultados del metabolismo intermedio de 
las proteínas y glúcidos son escasos y en el río Estero Real son prácticamente 

nulos.  

Por ello el objetivo general de la presente memoria de investigación es evaluar 
las concentraciones de proteínas y metabolitos libres (glucosa y aminoácidos) y 

su relación con los parámetros fisicoquímicos en las aguas del río Estero Real, 

en el período (mayo-octubre) 2013. 

 

Los objetivos específicos que se abordan son los siguientes: 

 Medir los valores de los parámetros fisicoquímicos (oxígeno disuelto, 
salinidad, temperatura, pH y turbidez) desde el sector de la Cooperativa 

Herrera Membreño hasta la camaronera AGRIMAR II. 

 

 
 Determinar la fluctuación de las concentraciones de proteína, glucosa y 

aminoácidos libres en el cuerpo de agua y sedimento, desde el sector de 

la Cooperativa Herrera Membreño hasta la camaronera AGRIMAR II. 
 

 

 Relacionar las concentraciones de proteínas, aminoácidos y glucosa en el 
cuerpo de agua y sedimento con las fluctuaciones de los parámetros 

fisicoquímicos.  
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3.1. Sistemas estuarinos 
 

Un estuario se define como un cuerpo de agua costero semicerrado con  una 

conexión libre con el mar abierto, dentro del cual el agua de mar es diluida con 
agua dulce derivada del drenaje terrestre. Desde un punto de vista físico la 

definición de un estuario debe reconocer ciertas similitudes básicas en la 

distribución de la salinidad y la densidad, así como el patrón de circulación y 
los procesos de mezclado; se debe marcar también la importancia de los 

límites que controlan la distribución de las propiedades, el movimiento y la 

mezcla del agua (Pritchard, 1967). 

Regularmente los estuarios se asocian a la desembocadura de los ríos; y las 

lagunas costeras a cuerpos de agua aislados que se asocian a llanuras costeras 

con aportes menores o estacionales de agua dulce. El reconocimiento de la 
diversidad y complejidad de diversos tipos de estuarios y lagunas costeras, la 

importancia de su extensión geográfica por diversos países y el interés en el 

estudio demostrado por algunos organismos y programas internacionales, ha 
llevado a algunos autores a pensar que son ecosistemas diferentes (Pritchard, 

1967; Day, 1980). 

 
La variación estacional del rango de marea y la descarga fluvial en un estuario, 

como es el caso del río Estero Real, influencian forzosamente la distribución 

espacial y temporal de los parámetros físico-químicos y de igual manera el 

material suspendido. El agua salina del océano que circula hacia dentro del 
estuario se mezcla con el agua de origen fluvial que se mueve hacia el océano, 

determinando un patrón de movimiento de todo el material suspendido y 

disuelto. Asimismo las distintas concentraciones de sales, contaminantes, 
oxigeno, plancton de nutrientes y sedimentos son en parte controlados por un  

patrón de movimiento que varían considerablemente en cortos periodos 

(Pritchard, 1955; Meade, 1972). 
 

3.1.1. Clasificación Estuarina 

Los estuarios se clasifican en función de diversos parámetros, ya sean físicos o 

químicos. A su vez existen clasificaciones fundamentadas en la morfología, el 
rango mareal y el grado de estratificación salina de la columna de agua. 

Teniendo en cuenta estos aspectos se presenta una clasificación basada en la 

salinidad, y en la diferencia fundamental entre los tipos de estuarios en las 
variaciones entre la descarga fluvial y el rango mareal; reconociendo así tres 

tipos de estuarios (Pritchard, 1967): 
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a) Estuario de cuña salina (altamente estratificado). 

 

Este tipo de estuario se desarrolla cuando un río desemboca en el mar con 

mareas muy débiles (régimen micromareal) donde el agua dulce, menos 

densa, transita por encima del agua salada, más densa, y se forma una cuña 

salina que va penetrando y adelgazándose aguas arriba. Entre el agua dulce y 
salada hay un marcado gradiente de salinidad, por lo que se forma una 

haloclina muy definida. Por otra parte las isohalinas (líneas de puntos de igual 

salinidad) se van disponiendo de forma horizontal, de tal manera que la 
posición de la cuña salina depende del caudal fluvial que se encuentre en el 

estero. Cuando el caudal baja, la cuña salina logra penetrar más aguas arriba 

logrando desplazar la cuña salina hasta la desembocadura (Pritchard, 1967). 

b) Estuario parcialmente mezclado 

 

Este se origina cuando un río desemboca en el mar con un rango mareal 
moderado (régimen mesomareal). Siendo las corrientes mareales significativas 

en toda la masa de agua lo que propicia movimientos arriba y abajo del 

estuario con el flujo y con el reflujo. Estos movimientos originan fenómenos de 
mezcla debido a la fricción entre las aguas, las corrientes mareales y la fricción 

con el fondo. Resultando que estos procesos de mezcla hagan que la haloclina 

sea mucho menos definida que en los estuarios de cuña salina (Pritchard, 

1967). 

c) Estuario totalmente mezclado (Sin estratificación) 

 
Este es un tipo de estuario con rango mareal alto (régimen macromareal) dado 

que las corrientes mareales son capaces de romper la estratificación vertical, 

haciendo posible que la energía del mar haga que la columna de agua se 
encuentre completamente mezclada y que las isohalinas posean una 

disposición vertical, con un aumento de gradiente de salinidad en dirección al 

mar (Pritchard, 1967). 

 

3.1.2. Descripción de la zona de estudio 

El Estero Real se encuentra situado en el extremo Sureste del Golfo de 

Fonseca, Departamento de Chinandega y pertenece al gran Sistema Estuarino 
denominado como Golfo de Fonseca (Lezama, 2000). Es el río más extenso del 

occidente de Nicaragua y recorre 137 km (CIDEA, 2006). Los ríos que 

desembocan en el Estero Real son: Tecomapa, y el río Villanueva (CIDEA-UCA, 
2006). 
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Cuenca del Estero Real  

 

 
 
Figura 1. Mapa de ubicación.  
Fuente: CSIG-UNAN-LEON 

 

3.1.2.1. Clima  

La cuenca hidrográfica del río Estero Real se localiza dentro de la región 

climática tropical de Sabana, siendo su principal característica la presencia de 

una marcada estación seca durante 6 meses (noviembre-abril), (Curie, 1994). 
Las lluvias se muestran con marcada estacionalidad en la época de invierno, 

que inicia en Mayo y concluye en Octubre. La evaporación no supera los 2,000 

mm anuales. La temperatura media anual es de aproximadamente 27ºC y la 
humedad relativa media es de aproximadamente 74%, mostrando una 

disminución en la época seca y un aumento en la época lluviosa. Los vientos 

adquieren una velocidad media anual de 6.8 km/h y su magnitud se relaciona 

en forma inversa con la humedad relativa. Sin embargo, solo en los meses de 
septiembre y octubre la velocidad media de los vientos es de 5.7 km/h y es 

cuando se muestran los valores más altos de la humedad relativa (Lezama, 

2000). 
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3.1.2.2. Hidrología 

En la parte alta del Estero Real, de la cuenca (Achuapa, El sauce), la 
contribución de agua dulce en forma de escorrentía, mayoritariamente procede 

de los ríos Tecomapa y Villa nueva. Aun no existe un estudio o datos de la 
cantidad del aporte de agua dulce proveniente de los ríos en la parte baja del 

Estero Real, pero tomando en cuenta que existen más ríos en la parte alta y 

considerando el aporte de agua dulce en forma de precipitación para toda la 
cuenca (37.7 millones de m3 de agua dulce por día) es natural pensar que es 

mayor el aporte de agua dulce en la parte alta de la cuenca ya que esta viene 

de la suma del agua proveniente de los ríos más el agua en forma de 
precipitación (CIDEA-UCA, 2006). En el aspecto hidrológico, las mareas y las 

descargas fluviales son comprensiblemente importantes; sin embargo la lluvia, 

la escorrentía superficial y la infiltración tienen mayor relevancia local. La 

fluctuación horizontal de mareas durante el aguaje con la creciente tiene un 

recorrido del agua de 13 a 19 km. y de 13 a 20 km. con la vaciante. Por otro 

lado, se estima que el tiempo de recambio de agua en el Estero Real toma de 2 

a 3 meses. Para Puerto Morazán se estimó como tiempo de recambio de agua 
2 a 6 semanas en la época de invierno y en la zona aguas arriba de Puerto 

Morazán, el tiempo de recambio hasta el Océano Pacífico puede ser de hasta 4 

meses (Curie, 1994). 

 

La cuenca del Estero Real muestra serios problemas de erosión hídrica en los 
sectores oeste y norte del complejo volcánico Chonco-Casitas. Así mismo 

existen dificultades ambientales relacionadas a la destrucción de manglares y 

contaminación de las aguas producto del dinamismo de la camaronicultura 

(CRM, 2011). De tal forma que en la época de lluvia, los ríos arrastran 
sedimentos contaminados por las actividades agrícolas y las depositan en las 

partes altas y medias de la cuenca, alterando la calidad fisicoquímica de las 

aguas, lo cual repercute en un severo daño ecológico (CRM, 2011). 
 

3.1.3. Importancia del Estero Real 

 
El Estero Real fue pronunciado por el Ministerio del Ambiente y Recursos 

Naturales (MARENA) como reserva natural protegida a partir de 1983 y 

reconocido por la convención RAMSAR como “Humedal de Importancia 

Internacional”. Desde el año 2003 es una de las cuencas hidrográficas más 
transcendentales y sede actual de la creciente producción camaronera del país 

(MARENA, 2006). Actualmente, el ecosistema estuarino del Estero Real 

enfrenta un proceso crítico de deterioro, debido a que este ecosistema ofrece 
la oportunidad de efectuar numerosas actividades tales como; la extracción de 

mangle para leña, madera para construcciones rusticas, camarón juvenil en 

lagunas de invierno (caletas y ramales secundarios), pesca de escama en 
lagunas y esteros, punches, conchas, animales silvestres y la producción de 

camarones en sistema de estanquería, lo que ha propiciado el manejo 

incorrecto de este recurso natural (Gutiérrez y Sánchez, 2007). 
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3.2. Parámetros fisicoquímicos 

En los distintos ecosistemas acuáticos la presencia de agentes externos o 
contaminantes de tipo orgánico o inorgánico causa modificaciones en las 

características físicas y químicas del agua, perturbando la composición y 

distribución de las comunidades acuáticas. (Roldan, 1992). En ese sentido, las 

modificaciones ecológicas repercuten en los índices de biodiversidad (Sala et 
al., 2000) debido a que afectan a las poblaciones de peces, plancton y especies 

de vida silvestre (Solís et al., 2011).  

3.2.1. Salinidad  

En los ecosistemas acuáticos la salinidad puede variar en dirección tanto 
horizontal como vertical y aun en un mismo punto puede sufrir variaciones en 

las diferentes estaciones del año. La temperatura es uno de los factores que 

hace cambiar la salinidad en un cuerpo de agua, debido a que si es elevada 

provoca una evaporación intensa y, por ende, un aumento de la concentración 
de sales. Por el contrario los aportes de agua dulce propicia la dilución del 

cuerpo de agua, repercutiendo en la disminución de la salinidad (Abarca, 2002; 

Contreras, 2001). 

Estudios realizados por el CIDEA, en el período del 2000 al 2004, muestran 

que en la época de verano el río Estero Real presenta las mayores salinidades, 
reduciéndose éstas en la época de invierno (CIDEA-UCA, 2006). Por otro lado, 

con respecto a la conducta de los gradientes salinos, el río Estero Real se 

puede clasificar en la categoría de “verticalmente mezclado” (CIDEA-UCA, 

2006). 
 

Tabla 1. Valores promedios de concentración salina en el río Estero Real. Período 

2000-2004. 

Fuente: CIDEA-UCA (2006) 

 
 

3.2.2. Temperatura  

La temperatura del agua se establece fundamentalmente por muchos factores 

dentro de los principal tenemos la posición geográfica del agua (Contreras, 

2002). Por tanto, la temperatura es uno de los factores ambientales más 
importantes para el funcionamiento de los organismos acuáticos debido a que 

afecta la densidad y viscosidad del agua, la solubilidad de los gases y en 

particular la del oxígeno disuelto; de la misma manera afecta la velocidad de 

las reacciones químicas y bioquímicas (productividad primaria, reproducción y 
crecimiento de los organismos), (Chapman, 1992; APHA, 1995). Bajo ese 

Año Máximo (ppm) Mínimo (ppm) 

2000 18.0 0.0 

2001 19.8 0.0 

2002 32.1 0.0 

2003 35.4 0.1 

2004 29.7 0.1 
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contexto, la temperatura del agua tiene una gran importancia en el desarrollo 

de los diversos procesos que en ella se realizan, de forma que un aumento de 

la temperatura modifica la solubilidad de las sustancias (aumentando la de los 

sólidos disueltos y disminuyendo la de los gases) y afectando la actividad 
biológica (Chapman, 1992; APHA, 1995). 

Estudios realizados en el Rio Estero Real por el CIDEA, indican que la 
temperatura y la salinidad están gobernadas por gradientes de marea y el 

aporte pluvial (CIDEA-UCA, 2006). Los valores de temperatura entre el período 

2001-2004  se muestran a continuación. 
 

Tabla 2. Valores promedios de temperatura registrados en el río Estero Real. Período 

2000-2004. 

 

Año Máximo (ºC) Mínimo (ºC) 

2000 31.6 27.0 

2001 34.9 27.0 

2002 32.7 26.6 

2003 32.6 26.5 

2004 34.1 26.3 
Fuente: CIDEA-UCA (2006) 
 

3.2.3. pH 

El pH en los ecosistemas acuáticos nos indica cuán ácida o básica es el agua. El 

agua con un de pH 7 no se considera ni ácida ni básica sino neutra, cuando el 

pH es inferior a 7 el agua es ácida y cuando el pH es superior a 7 el agua es 

básica (Contreras, 2001). De tal modo, que la escala de pH es de 0 a 14.Si la 
concentración de dióxido de carbono crece en un cuerpo de agua, la 

concentración de iones de hidrógeno aumenta, disminuyendo el valor de pH. 

Por el contrario, si disminuye la concentración de dióxido de carbono, la de 
iones de hidrógeno desciende, aumenta el valor del pH. De tal forma, que en el 

día el fitoplancton disminuye la concentración de CO2, por ende, aumenta el 

valor del pH del agua y en la noche los valores de pH disminuyen debido al 
incremento en la concentración de CO2 (Chapman, y V. Kimtsach, 1992). 

 

3.2.4. Oxígeno disuelto 

El oxígeno disuelto es un factor primordial para el desarrollo del metabolismo 
acuático (APHA, 1995). En condiciones estuarinas, las concentraciones de 

oxígeno disuelto fluctúan en base al nivel de enriquecimiento de nutrientes, 

actividad fotosintética y la concentración de microorganismos 
descomponedores (Rabalais et al., 2002). 

Estudios realizado por el CIDEA, en el río Estero Real, señalan que la 
distribución de oxígeno disuelto muestra una conducta similar al gradiente 

salino, disminuyendo gradualmente desde la boca del estero principal al 

interior. Durante la época de lluvia (mayo-octubre) las concentraciones de 
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oxígeno muestran valores de 4.0 mg/L cerca de la boca del estero 

disminuyendo hasta 1.6 mg/L en el interior y en la época seca (noviembre-

abril) las concentraciones de oxígeno alcanzan valores mayores de 3.6 mg/L en 

todo el estero (CIDEA-UCA, 2006). 
 

Tabla 3. Valores promedios de oxígeno disuelto registrados en el río Estero Real. 

Período 2000-2004. 

 

Año Máximo (mg/L) Mínimo (mg/L) 

2000 5.33 0.54 

2001 7.09 1.70 

2002 7.06 0.30 

2003 7.00 0.44 

2004 6.42 0.43 
Fuente: CIDEA-UCA (2006) 

 

3.2.5. Turbidez 

La luz es un factor determinante para la vida de los ecosistemas acuáticos, de 

tal forma que la penetración de la luz en un cuerpo de agua propicia la 
actividad fotosintética (Gutiérrez et al., 2006). Por tanto en cuerpos de agua 

con alto nivel de eutrofización y partículas disueltas es muy poca la 

penetración de la luz en el cuerpo de agua (Hutchinson, 1975; Wetzel, 2001). 
El disco de Secchi es el equipo usado para realizar las mediciones de turbidez, 

posee cuatro cuadrantes alternos (2 negros y 2 blancos) que sirven para 

definir hasta donde llega la penetración de la luz en la columna de agua 

(Chapman, y V. Kimtsach, 1992). 

 

 

3.3 Metabolitos y proteínas 

3.3.1. Aminoácidos 

Los aminoácidos son moléculas orgánicas que funcionan como unidades 

estructurales de las proteínas (Chang, 2007); poseen un grupo carboxilo, un 

grupo amino y un grupo R situados sobre el átomo de carbono α (Figura 2). 
Los grupos R varían en su estructura, en tamaño y en su tendencia a las 

interacciones con el agua, lo cual constituye un reflejo de su polaridad  

(Lehninger, 1979/2009). 
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Figura 2. Fórmula general de α aminoácidos. 
Fuente: Garrett y Grisham (2009) 

 

3.3.1.1. Clasificación de los aminoácidos 

a) En cuanto a su carácter ácido o básico así pueden ser:  

 Neutros 
 

 Ácidos 

 
 Básicos 

 

b) Basado en la polaridad de sus grupos R cuando se hallan en disolución 

acuosa, a pH próximo a 7.0: 

 Aminoácidos apolares.  
 

 Aminoácidos polares: (sin carga o con carga neutra; con carga: 

Aminoácidos básicos y aminoácidos ácidos (Figura 3) (Lehninger, 
1979/2009). 
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Figura 3. Aminoácidos proteícos. 
Fuente: Lehninger (2009)  
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3.3.1.2. Reacción de Ninhidrina  

La reacción de la Ninhidrina es utilizada profusa y prácticamente (Figura 4) 
para la valoración cuantitativa de cantidades muy pequeñas de aminoácidos. El 

pionero en realizar estudios de análisis de aminoácidos fue Moore (1948), 

quien se enfocó en el desarrollo del reactivo de ninhidrina para uso en la 

determinación de aminoácidos, y encontró que la presencia de ninhidrina 
reducida en la solución es esencial si se puede obtener el color  púrpura. 

(Moore y Stein, 1948/1954; Moore et al., 1958; Spackman et al., 1958; 

Bidlingmeyer et al., 1984), que puede ser leído espectrofotométricamente a 
longitud de ondas de 570 – 440 nm (Pertierra y Tejión, 2006). 

En esta reacción cada aa reacciona con 2 moléculas de Ninhidrina (que actúan 
como agente y oxidantes). La primera Ninhidrina oxida al aa y forma NH3, C02, 

R-COH (aldehido) y Ninhidrina reducida (Hidrindantina). La segunda Ninhidrina 

reacciona con el NH3 y la Ninhidrina reducida para formar el complejo 

coloreado púrpura (Ruhemann, 1910/1911; Abderhalden y Schmidt, 1913; 
Harding y Warenford, 1916; Grassmann y von Arnim, 1934; Van Slyke y 

Hamilton, 1943; Morrell, 1944; MacFadyen, 1950a; MacFadyen y Fowler, 

1950b; Troll y Cannan, 1953; Yemm y Coocking, 1955; West, 1965; Friedman, 
2004). 

 

  

Figura 4. Reacción de Ninhidrina con los aminoácidos  
Fuente: Villanueva (s.f) 
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3.3.2. Proteínas 

Las Proteinas son sustancias orgánicas nitrogenadas complejas que se hallan 
en las células animales y vegetales. Son polímeros lineales en los que las 

unidades monoméricas son los aminoácidos que se pliegan en una notable 

diversidad de formas tridimensionales. (Pertierra y Tejión, 2006); y tienen una 

función fundamental en casi todos los procesos biológicos (Chang, 2007). Su 
misión en el organismo es de dos tipos: una de tipo estructural y la otra de 

tipo funcional. Por hidrolisis todas las proteínas  rinden α- aminoácidos como 

productos finales (Lehninger, 1979). 

3.3.2.1. Clasificación de las proteínas. 

Las proteínas se dividen en dos clases principales, basándose en su 

composición: proteínas simples y proteínas conjugadas. 

o Proteinas simples: Son aquellas que por hidrolisis producen 
solamente aminoácidos, sin ningún otro producto, orgánico e 

inorgánico, de hidrolisis.  

o Proteinas conjugadas: Son aquellas que por hidrolisis producen no 
solamente aminoácidos, sino también otros componentes 

orgánicos e inorgánicos. (Glicoproteínas (carbohidratos), 

Lipoproteínas (grasas), Nucleoproteínas (ácido ribonucleico), 
Fosfoproteínas (ésteres de fosfato), Metaloproteínas (hierro)). 

 

En las moléculas de las proteínas los sucesivos restos de aminoácidos se hallan 
unidos covalentemente mediante enlaces peptídico, formando largas cadenas 

no ramificadas. Por lo tanto las proteínas también se clasifican de acuerdo al 

número de subunidades en:  

o Monoméricas: La proteína consta de una sola cadena polipeptídica 

(lisozima). 
o Oligoméricas: 2 o más cadenas polipeptídicas, generalmente un 

número par. 

 

Las proteínas también pueden dividirse en dos grandes clases, basándose en 

sus características físicas: proteínas globulares y proteínas fibrosas. 

o Proteinas globulares: Son solubles en los sistemas acuosos y 

difunden con facilidad. Su cadena o cadenas polipeptídica, se hallan 

plegadas estrechamente y adoptan formas compactas globulares o 
esféricas. Las proteínas globulares desempeñan habitualmente una 

función móvil o dinámica (insulina, mioglobina, ribonucleasa). 

 
o Proteínas fibrosas: Son insolubles en agua y físicamente tenaces. 

Actúan como elementos estructurales o protectores en el organismo 

(colágeno, queratina, elastina). 
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De acuerdo con la función biológica que desempeñan  existen diferentes tipos 

de proteínas. 

- Proteínas con actividad catalítica. 

- Proteínas de transporte. 

- Proteínas de reserva. 

- Proteínas contráctiles. 
- Proteínas estructurales. 

- Proteínas de defensa. 

- Proteínas reguladoras de diversos procesos biológicos (Toporek, 1977; 
Lehninger, 1979; Conn, 1990). 

 

3.3.2.2. Estructura de las proteínas. 

Primaria: Secuencia de aminoácidos en el esqueleto covalente de una proteína.  

Secundaria: Es la orientación relativa de los átomos del esqueleto (que forman 

en enlace peptídico). Depende de la región planar en cada enlace peptídico, la 

formación de puentes de hidrógeno, separación adecuada de los grupos R. 

Terciaria: Describe el enrollamiento de toda la proteína en una forma 

tridimensional (3D). Está determinada por las interacciones hidrófobos de las 
cadenas laterales, puentes disulfuro, puentes de hidrógeno y grupos 

prostéticos.  

Cuaternaria: Describe como se unen las moléculas de proteínas diferentes en 

grandes estructuras agregadas (Toporek, 1977; Lehninger, 1979). 

 

3.3.2.3. Determinación de proteínas 

Existen diferentes métodos para la cuantificación de proteínas. Muchos de 

estos métodos se basan en:  

a) la propiedad intrínseca de las proteínas para absorber luz en el UV,  

b) para la formación de derivados químicos, o  

c) la capacidad que tienen las proteínas de unir ciertos colorantes. 

Los métodos más utilizados de acuerdo a su sensibilidad, sus ventajas e 

inconvenientes se muestran en la Tabla 4 (Lowry et al., 1951; Bradford, 1976; 

Fujimoto et al., 1985). 
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Tabla 4. Principales métodos para la cuantificación de proteínas sus rangos de 
sensibilidad y sus ventajas y desventajas. 

Métodos derivados 

colorimétricos 

Rango de 

sensibilidad (µg) 

Ventajas Inconvenientes 

Biuret 1000-10000 Bastante específico 

para proteínas 

Muestra pocas 

interferencias 

Es barato 

Tiene poca 

sensibilidad 

Lowry 25-100 a 500 nm 

2-30 a 660 nm 

1-2 a 750 nm 

Tiene bastante 

sensibilidad 

No todas las proteínas 

reaccionan igual 

Muestra muchas 

interferencias 

Bradford 1-15  

Muy sensible 

Muestra 

interferencias con 

detergentes 

BCA 0.5- 10 Es el método más 

sensible 

Es el que muestra 

menos 

interferencias 

 

 

 

3.3.2.3.1. Método del Ácido Bicinconínico (BCA) 

El ácido bicinconínico, sal sódica, es un compuesto capaz de formar un 

complejo púrpura intenso con iones Cu1+ en medio alcalino. Este reactivo 
forma la base de un método analítico capaz de monitorizar el ión cuproso 

producido en una reacción entre las proteínas con Cu2+ en medio alcalino 

(reacción de Biuret). La estabilidad del reactivo y el cromóforo proporciona un 
método para la cuantificación de proteínas que es sencillo, rápido, muy 

sensible, y que muestra una gran tolerancia a compuestos que afectan a otros 

métodos (Fujimoto et al., 1985). 
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Figura 5. Principio de la reacción del método del Ácido Bicinconínico  

Fuente: Fujimoto et al., (1985) 

 

3.3.3. Glucosa 

La glucosa es la hexosa más común en los polisacáridos. Los organotrofos 
pueden utilizar compuestos como la glucosa como fuente de carbono y como 

fuente de energía. Los polisacáridos son polímeros formados a partir de 

monómeros de azúcar (Brock y Madigan, 1991). Los disacáridos más corrientes 

son la maltosa, la celobiosa, la lactosa y la sacarosa. La maltosa se forma 
como un producto intermedio de la acción de las amilasas sobre el almidón que 

contiene dos restos de D-glucosa unidos mediante un enlace glucosídico entre 

el átomo de carbono 1 del primer resto de glucosa, y el átomo de carbono 4 de 
la segunda glucosa. La celobiosa contiene dos unidades de D-glucosa y es la 

unidad que se repite en la celulosa. La sacarosa es un disacárido de glucosa y 

fructuosa. Es extremadamente abundante en el reino vegetal. El almidón y el 
glucógeno contienen únicamente unidades de glucosa, es decir que son 

glucanos.  

Entre los polisacáridos de reserva el almidón es el más abundante en las 
plantas y en los tejidos animales, especialmente en el hígado y músculos,  es 

el glucógeno, depositado normalmente en forma de grandes gránulos en el 

citoplasma celular.   

a. El almidón contiene dos tipos de polisacáridos, la α-amilosa y la 

amilopectina. La amilosa puede hidrolizarse por medio del enzima α-
amilasa, de tal manera que se obtienen finalmente una mezcla de 

glucosa y maltosa. Por trabajo conjunto de la α-amilasa y de la α 1,6 

glucosidasa se puede degradar completamente a la amilopectina. 
  

b. El glucógeno es un polisacárido ramificado al igual que la amilopectina y 

se hidroliza de igual forma con mucha facilidad por acción de α-amilasa 

y de la  α 1,6- glucosidasa. 
 

c. La celulosa es el componente principal de las gruesas y rígidas paredes 

celulares de las plantas y constituye el 50 % de la materia orgánica total 
de la biosfera. Cuando la celulosa es hidrolizada completamente produce 

únicamente D-glucosa y en el caso de hidrólisis parcial el resultado son 

unidades de celobiosa (Lehninger, 1979; Conn, 1990).  

 
 

 

Proteína     +    Cu2+      Cu1+ 

Cu1+ + BCA                complejo púrpura BCA- Cu1+ 
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3.3.3.1. Determinación de glucosa 

La glucosa se determina después de la oxidación enzimática en presencia de 
glucosa oxidasa. El peróxido de hidrógeno formado reacciona bajo la catálisis 

de peroxidasa con fenol y 4-aminofenazona formando un complejo rojo-violeta 

usando la quinoneimina como indicador. (Teuscher y Richterich, 1971; Barham 

y Trinder, 1972).  

 

 

 

 

 

Figura 6. Principio de la reacción de Glucosa 

Fuente: Teuscher y Richterich, (1971); Barham y Trinder, (1972) 
 

3.4. Ecosistema acuático 

En los mares y océanos de todo el mundo los microorganismos son 

responsables de los procesos de descomposición de la materia orgánica (Atlas 
y Bartha, 2002). El agua dulce continental en forma de ríos y las filtraciones de 

agua subterránea se encuentra con el agua de mar en los estuarios y de 

manera característica los estuarios son más productivos que el mar y que las 

aguas continentales (Day, 1950) debido a que los nutrientes transportados por 
los ríos son depositados en los esteros. Además, los estuarios se caracterizan 

por mantener un gradiente de salinidad baja en la parte alta y alto cerca de la 

desembocadura (Curie, 1994). Todos los esteros están sujetos al flujo de las 
mareas, puesto que los nutrientes que llegan procedentes de los ríos oscilan a 

través del estuario debido al flujo de las mareas en un movimiento neto hacia 

el mar abierto (Atlas y Bartha, 2002). 

El neustón es la capa que sirve como hábitat favorable para microorganismos 

fotoautótrofos, debido a que los productores primarios tienen acceso ilimitado 

al dióxido de carbono atmosférico y a la radiación luminosa. En la superficie de 
esta microcapa se da un enriquecimiento de algunos nutrientes minerales y en 

algunos metales. La microbiota autóctona característica del neustón 

comprende algas, bacterias, hongos y protozoos (Valkanov, 1968). En 
ambientes  acuáticos los microorganismos son agentes activos en el reciclado 

de minerales y en la biodegradación de la materia. Las bacterias 

descomponedoras y las poblaciones fúngicas son muy importantes en estuarios 

costeros y el total de biomasas fúngica viva puede aumentar más del 10 por 
ciento de la comunidad total durante la degradación de los brotes vegetales, 

los cuales están compuestos en su mayor parte por celulosa, hemicelulosa y 

lignina (Paul y Clark, 1996). 

   

Glucosa + O2 + H2O                       ácido glucónico + H2O2 

 

2 H2O2  + 4-aminofenazona + fenol                       quinoneimina + 4 H2O2 

GOD 
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La participación bacteriana en la degradación de los brotes ocurre 

principalmente sobre las partículas caídas en el cuerpo de agua e implica la 

producción de exoenzimas y la captura de los productos disueltos (Atlas y 

Bartha, 2002). Tanto en condiciones aeróbicas como anaeróbicas los macro y 
microorganismos comparten la capacidad de degradar nutrientes orgánicos 

sencillos y algunos biopolímeros como almidón, celulosa, pectina y proteínas 

(Flanagan, 1978). 

 

3.4.1. Principales microorganismos descomponedores 

3.4.1.1. Bacterias 

Las bacterias desempeñan un papel central en la transformación de la materia 

y en el flujo de energía en los ecosistemas acuáticos ya que participan en el 

intercambio de elementos químicos en las fases suelo-agua y agua-atmósfera 
(Fenchel et al., 1998).  

La fase inicial del ataque microbiano se caracteriza por la rápida pérdida de 
materia orgánica fácilmente descomponible. Las moléculas mayores deben 

primero ser degradadas a moléculas más pequeñas por enzimas secretadas al 

exterior por la propia bacteria (exoenzimas). En el caso de las bacterias Gram 
negativas estas exoenzimas se encuentran localizadas fundamentalmente en el 

espacio periplásmico (ubicado entre la membrana externa y la membrana 

citoplasmática), mientras que en las bacterias Gram positivas están ancladas 

en la membrana citoplasmática. Estas enzimas son activas sobre: proteínas, 
polisacáridos, lípidos y ácidos nucleicos entre otros (Lynd et al., 2002). Estas 

enzimas pueden ser constitutivas (se sintetizan siempre) o inducibles (se 

sintetizan sólo cuando está presente su substrato); es difícil determinar cuáles 
son los mínimos nutrientes necesarios para que la bacteria sobreviva y se 

multiplique, sin embargo, considerando los componentes celulares, se afirma 

que las bacterias necesitan fundamentalmente: agua, fuente de Carbono, 
Nitrógeno (N2), Azufre (S), Dadores de H2 y receptores de H2, Iones 

inorgánicos (P, K, Mg), elementos trazas u oligoelementos, los nutrientes que 

se encuentran en el medio que rodea a las bacterias deben proporcionar las 

condiciones físico-químicas apropiadas, que favorezcan el crecimiento 
bacteriano, tales como, temperatura, presión osmótica y pH (Atlas y Bartha, 

2002; Forbes et al., 2002; Artijas, 2008; Felix et al., 2010). 

Las Bacterias Acido Lácticas (BAL) son bacterias estrictamente fermentativas, 

crecen a un pH entre 4,8 y 9,6 y no forman esporas. Pueden ser bacilos y 

cocos Gram positivos, inmóviles, catalasa y oxidasa negativos, anaerobias 
aerotolerantes. Este tipo de bacterias promueve la fermentación de materia 

orgánica y descomponen materiales como lignina y celulosa (Zhou et al., 

2009); poseen la capacidad de inhibir a otros microorganismos debido a la 

producción de sustancias antimicrobianas como ácido láctico, peróxido de 
hidrógeno y bacteriocinas (antibacterianos), o sustancias parecidas a 

antibióticos como acidofilina, lactocidina producidas por Lactobacillus 

acidophilus, lactolina producida por Lactobacillus plantarumy, nisina producida 
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por Streptococcus lactis, (Visser et al., 1986). De igual manera las BAL son 

productores de nistatina y de ácidos orgánicos como ácido acético, butírico, 

capróico, propiónico, ácido 4-hidroxi-feniláctico y ácido-3-fenilacético 

reconocidos como antifúngicos (Lowe y Arendet, 2004; Ström, 2005; Yanagida 
et al., 2006). 

 

3.4.1.2. Actinomicetos 
 

Los actinomycetes son bacterias filamentosas Gram positivas, son procariontes 

que mineralizan la materia orgánica que hongos y bacterias verdaderas 
generalmente no degradan y estos son abundantes en suelos, pero también 

encontradas en ambientes acuáticos dulceacuícolas y marinos. (Cross, 1981; 

Jensen y Fenical, 1994). Son aerobios heterótrofos principalmente, formadores 

de esporas y con alto contenido G+C (70 – 74%) en su DNA. El género 
principal es Streptomyces cuyo olor característico a tierra húmeda se debe a 

compuestos volátiles como la geosmina. Especies de la familia 

Streptomycetaceae se encuentran extensamente distribuidas y estudiadas 
debido a la producción de metabolitos secundarios como enzimas inhibitorias 

extracelulares que funcionan como antibióticos (Lezhava  et al., 1995; Samac 

y Kinkel, 2001; Leiva et al., 2004; Schlatter et al., 2009).  
 

Son capaces de degradar moléculas complejas y sustancias recalcitrantes como 

celulosa, lignocelulosa, xilano y lignina; adicionalmente juegan un importante 

papel en el proceso de descomposición de material orgánico, debido a sus 
enzimas líticas (González et al., 2009; Sousa et al., 2008; Zhou et al., 2009; 

Lynd et al., 2002). Dentro de los microorganismos capaces de degradar 

celulosa, Solans y Vobis (2003) demuestran que los actinomicetos y en 
especial los Streptomyces poseen cerca de un 33% de actividad degradadora 

de celulosa. Aunque, también se sabe que son capaces de producir otras 

enzimas degradadoras como: catalasa, amilasa, lipasa, celulasas y xilanasas 
que actúan en la descomposición de materia orgánica (Jiménez, 2011). 

 

3.4.1.3. Hongos 

Los hongos poseen características fundamentales tales como: Todos son 
heterótrofos (quimioorganótrofos), teniendo que alimentarse de materia 

orgánica preformada que utilizan como fuente de energía; poseen una pared 

celular rígida formada por polisacáridos, polipéptidos y quitina; debido a la 
rigidez de la pared celular no pueden fagocitar partículas alimenticias sino que 

absorben nutrimentos simples y solubles que obtienen al desintegrar polímeros 

mediante enzimas extracelulares llamadas despolimerasas; y presentan talo o 

micelio. (Bresinsky, 1986; Méndez, 2008). 

 

Los hongos acuáticos se pueden distribuir en cuatro grupos: 
 

Phycomicetes: Presentan formas de propagación flageladas y por esta razón 
parecen especialmente adaptados a medio acuático. 
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Hifomicetes: “Hongos imperfectos” tienen un micelio septado, que 
generalmente se encuentran en tejidos vegetales en descomposición. Estos 

hongos son los responsables de los procesos de colonización y degradación del 

material vegetal que cae en la superficie de los cuerpos de agua, permitiendo 

que otros organismos presentes en el ecosistema acuático lo utilicen para su 
alimentación. 
 

Ascomicetes: Dentro de este grupo se encuentran las levaduras y estas se 

podrían considerar como el tipo biológico de hongos mejor adaptados a vivir 

suspendidos en el agua. 
 

Basidiomicetes: dentro de este grupo pertenecen los hongos lignolíticos o 
hongos de la pudrición blanca (Santamarina et al., 1997). 
 

Los hongos por medio de la secreción de enzimas hidrolíticas desempeñan un 

papel fundamental en la depolimerización de los componentes orgánicos, de 

los diferentes residuos, en el medio acuático y terrestre (Marx et al., 2001). 

Por tanto, los hongos son unos de los grupos principales y fundamentales en 
los procesos de degradación de la materia orgánica, puesto que la producción 

de estas enzimas extracelulares son potencialmente útiles en la degradación 

del sustrato ya que estas hidrolizan moléculas grandes como el almidón, 
celulosa, hemicelulosa, pectina, lípidos y ácidos nucleicos (Cruz et al., 2009). 

Entre estas enzimas las más importantes son celulasas, hemicelulasas, 

proteasas, lipasas, fosfatasas y arisulfatasas (Mondini et al., 2004).  

Los hongos filamentosos producen una gran cantidad de xilanasas 

extracelulares en comparación con las levaduras y bacterias que los hace ser 

los principales degradadores de xilano (Kulkarni et al., 1999; Lynd et al., 
2002; Pham et al., 1998). Así mismo, los hongos también son responsables de 

la mayor celulosis en la naturaleza (Ferrer et al., 2011), por la eficiencia y 

diversidad de sus sistemas celulolíticos, y sus ventajas adaptativas (Ramos y 
Forchiassin, 1996). 

Por otra parte los hongos de la pudrición Ascomycotas y Basidiomycotas son 
importantes en el proceso de descomposición de la madera hasta su 

mineralización, esto debido a la actividad de su complejo enzimático 

especializado de peroxidasas, lacasas y celulasas deshidrogenasa, que tienen 

gran importancia en el ciclo del carbono (Chaparro y Rosas, 2006). Los troncos 
de madera contienen azucares en las columnas de las brácteas del parénquima 

que se encuentran longitudinalmente. Por tanto, cuando los restos de árboles 

(ramas, tocones hojas etc) caen, las columnas son rápidamente colonizadas 
por hongos que pueden cambiar el color de la madera (Ej. Trichoderma spp.). 

Una vez ocurrido esto, la madera se vuelve accesible solo para los hongos de 

la pudrición (Ascomycota y en especial Basidiomycota) (Chaparro y Rosas, 
2006), los cuales atacan la madera e invaden sus células para obtener 

alimento. 

De acuerdo al modo de ataque y de las condiciones en que los hongos crecen 
las principales categorías en la descomposición son: 
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La pudrición blanda: Ocurre cuando el daño causado por el microorganismo es 

superficial. Es causada por Ascomycetes y Deuteromycetes los cuales generan 

una destrucción localizada de la celulosa alrededor de la hifa, formando una 

cavidad en la pared secundaria (Chaparro y Rosas, 2006). 

La pudrición café: Causada principalmente por basidiomicetes, los cuales 

degradan las hemicelulosas y las celulosa despolimerizada (Chaparro y Rosas, 
2006). 

La pudrición blanca: Degradan profunda y completamente los componentes  
lignocelulósicos (Rayner y Boddy, 1988). 

 

3.4.1.4. Microalgas 

Una propiedad muy conocida de las microalgas es la producción de enzimas 

extracelulares, tales como; amilasa, proteasa, lipasa, celulasa y fosfatasa que 

participan en los procesos de degradación de la materia orgánica (Rodríguez, 

2010); Los géneros Cholorococcum y Spongiococcum producen enzimas 
proteolíticas extracelulares y enzimas amilolíticas (Archibal y Bold, 1970; 

Deason, 1976), Chlorella, Ankistrodesmus y Scenedesmus poseen la habilidad 

de degradar gelatina y en diatomeas tales como Navícula y Nitzschia se ha 
descubierto actividad agarolítica, proteolítica, y fosfatasa (Tanaka y Ohwada, 

1987). 

 

3.4.2. Mecanismos de degradación de la materia orgánica 

La materia orgánica sujeta a la degradación microbiana proviene de 

remanentes vegetales, restos de animales y plancton. Los microorganismos 

tienen capacidad de producir exoenzimas degradadoras de compuestos 
orgánicos en las aguas a fin de generar sustratos más asimilables para su 

crecimiento y metabolismo. (Rodríguez, 2010). Durante la descomposición de 

los residuos vegetales, la materia orgánica se biodegrada transformándose en 
pequeñas moléculas con fracciones solubles en agua a un ritmo variable. Así, 

los compuestos hidrolizados o fermentados se solubilizan y algunos de estos 

alcanzan la mineralización rápidamente, como las proteínas y carbohidratos, 

mientras que los constituyentes de las membranas vegetales se descomponen 
lentamente (Gutiérrez et al., 2008); entre ellos, las celulosas y hemicelulosas 

se degradan más rápido que las ligninas; esta primera etapa de 

descomposición da origen a precursores de cadenas alifáticas como péptidos, 
polisacáridos y aminoazúcares (Chaparro y Rosas, 2006). 
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Figura 7. Iniciación proceso de humificación. 
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3.4.2.1. Degradación de celulosa  

La celulosa es uno de los componentes más abundantes de la biomasa vegetal. 
En su forma nativa se compone de una cadena lineal de unidades de glucosa 

con enlaces glicosídicos β- 1,4 (Fan y Lee, 1980). Y constituye una abundante 

fuente de carbono, limitada a los microorganismos capaces de hidrolizar los 

enlaces glicosídicos β- 1,4, debido al complejo sistema de enzimas 
denominadas celulasas o celulolíticas (Ferrer et al., 2011). Dentro de las 

enzimas que participan en el proceso de degradación de materia orgánica, las 

celulasas son una de las más importantes, puesto que participan en el ciclo del 
carbono mediante la degradación de desechos vegetales (Gutiérrez et al., 

2008). Esta hidrólisis es llevada a cabo por tres enzimas (i) la endo β-1,4 

glucanasa (β-1,4 glucano glucanohidrolasa), (ii) la exo β- 1,4 celobiohidrolasa 

y (iii) la β-1,4 glucosidasa (Chaparro y Rosas, 2006; Zhang et al., 2006; Ferrer 
et al., 2011).  La endo β-1,4 glucanasa hidroliza aleatoriamente los enlaces β-

1,4 glucosídico intramoleculares accesibles de cadenas de celulosa, para 

producir oligosacáridos de varias longitudes. La exo β-1,4 celobiohidrolasa cliva 
los extremos no reductores del sustrato, generando unidades de celobiosa o 

glucosa y por último la β-1,4 glucosidasa, completa el proceso hidrolítico 

convirtiendo los fragmentos de celobiosa a glucosa o removiendo glucosa 
desde los extremos no reductores de pequeños celoligosacárido (Chaparro y 

Rosas, 2006; Zhang, et al., 2006). Finalmente la glucosa libre puede ser 

tomada por las células microbianas como fuente de carbono (Chaparro y 

Rosas, 2006). 

Tanto las bacterias como los hongos y los actinomycetes, aerobio, anaerobios, 

mesófilos y termófilos que ocupan una variedad de hábitat son capaces de 
degradar celulosa (Gaitan y Pérez, 2007) debido a la síntesis de las celulasas 

(Jiménez, 2011; Stutzerberger, 1972; Ceroni y Gutierrez, 1988; Barbosa y de 

Queiroz, 1996). 
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Tabla 5. Microorganismos celulolíticos 

Grupos de microorganismos celulolíticos Género 

 
 
 
 
Hongos 

Trichoderma reesei 
Phanerochaetes chrysosporium 
Fusarium solani 
Penicillum funiculosum 
Trichoderma koningii 
Trametes sp 
Aspergillus sp. 
Mucor sp. 
Geotrichum sp. 
Rhizoctonia sp. 
Paecilomyces sp. 
Cladosporium sp. 
Bulgaria sp. 
Chaetoium sp 

 

 
Bacterias aerobias 

Cellulomonas sp. 
Microbispora bispora 
Thermomoospora sp. 
Cytophaga sp. 
Pseudomonas sp. 
Thermobifidia sp. 

 

 
 
Bacterias anaerobias 

Acetivibrio  cellulolyticus 
Butivibrio sp. 
Bacteroides cellulosolvens 
Bacteroides succinogenes 
Clostridium cellulovorans 
Clostridium thermocellum 
Ruminococcus albus 
Ruminococcus flavefaciens 

 

 
Actinomicetos 

Streptomyces drozdowiczii 
Streptomyces cellulolyticus 
Thermonospora curvata 
Thermonospora chromogena, 
Thermonospora alba 
Thermomobifidia fusca 

Fuente. Lynd et al., (2002); Semedo et al., (2004); Grigorevski et al., (2005); Li 
(1997); Ramírez y Coha (2003) 

3.4.2.2. Degradación de Xilano 

El xilano es el segundo polisacárido más abundante después de la celulosa. Sin 
embargo, es degradado más rápidamente que la celulosa, principalmente por 

hongos filamentosos (Pham et al., 1998) debido a su alta producción de 

xilanasas extracelulares (Kulkarni et al., 1999; Lynd et al., 2002). 
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La xilanasa es un heteropolisacárido que puede ser segregado de manera 

constitutiva o inducida. La degradación del xilano, es llevada a cabo por un 

grupo de enzimas como la endo-β-D-xilanasas que rompe los enlaces 

glicosídicos al azar; la arabinofuranosidasa hidroliza las cadenas laterales de 
arabinosa; la acetilxilanesterasa libera grupos acetatos; la glucoronidasa 

remueve las cadenas laterales de ácido glucurónico a partir de unidades de 

xilosa; la β-xilosidasas son enzimas activas sobre oligosacáridos cortos, 
llevando a cabo la hidrólisis de los enlaces β-1,4-aril-xilopiranósido 

produciendo xilosa (Ponce y Pérez, 2002). 

 

3.4.2.3. Degradación de Quitina 

La quitina es un homopolímero insoluble, formado por residuos de N-acetil-D-

glucosamina unida por enlaces β-1,4. Su estructura es similar a la de la 

celulosa exceptuando el grupo hidroxilo (-OH) presente en el carbono dos de la 
celulosa. Este polímero se encuentra ampliamente distribuido en la naturaleza 

como un componente estructural de hongos, insectos, crustáceos y protozoos 

(Mukherjee y Sen, 2007).  

Al igual que el xilano, la quitina es otro de los compuestos más abundantes del 

planeta y se encuentra relacionado con protección y resistencia en animales 
inferiores como crustáceos, zooplancton, fitoplancton y hongos con excepción 

de los oomicetos. Es un polisacárido insoluble y se encuentra en formas tales 

como alfa-quitina, beta-quitina y gama-quitina (Sastoque, 2005; Yoon et al., 

2000). El proceso biológico de la degradación de quitina es llevado a cabo 
mediante la acción de quitinasas que hidrolizan el enlace glicosídico β-1,4; 

estas enzimas forman parte del sistema quitinolítico junto a las quitobiosas, 

enzimas de acción sinérgica y consecutivas presentes en Streptomyces. 

Muchos Streptomyces pueden utilizar la quitina como única fuente de carbono. 

Por lo tanto, pueden degradar la pared celular de hongos. En los 
actinomicetos, específicamente en Streptomyces, se han descrito muchas 

quitinasas de tipo endo y exocelulares. Incluso, algunos microorganismos 

llegan a poseer una gran variedad de quitinasas como el caso de S. lividans 

que posee tres enzimas para hidrolizar las diferentes clases de quitina que se 
encuentran en la naturaleza (Yoon et al., 2000). 

 

3.4.2.4. Degradación de lignina 

La lignina es un polímero con una alta concentración de anillos aromáticos y un 

profundo grado de polimerización (Castillo, 2004). Por tanto, le confiere una 

protección física a la celulosa y la hemicelulosa contra el ataque enzimático 
debido a su alta resistencia a la descomposición; la lignina es eficientemente 

degradada en la naturaleza, principalmente por los hongos de la pudrición 

blanca o hongos lignolíticos (Basidiomicetos) que atacan y metabolizan la 

mayor parte de los constituyentes de la madera, siendo capaces de 
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despolimerizar y metabolizar la lignina mediante la secreción de un complejo 

extracelular de enzimas oxidasas y peroxidasas que catalizan las primeras 

reacciones. Rompiendo las uniones dentro de la compleja molécula de lignina 

para generar moléculas más pequeñas (Chaparro y Rosas, 2006; Dávila y 
Vásquez, 2006; Córdoba, 2009). 

La habilidad de un microorganismo de degradar lignina, se debe al 
funcionamiento de diversas enzimas; las más importantes son la lignina 

peroxidasa (LiP), manganeso peroxidasa (MnP) y las lacasas (Selvam et al., 

2003), las cuales pueden estar presentes en dependencia de la especie de 
hongo o el sustrato. Estas enzimas inician el proceso de degradación de la 

lignina por la mediación de la enzima lignina peroxidasa (LiP), la cual rompe 

enlaces C-C o enlaces éter (C-O-C) de las cadenas arilpropano, formando en 

algunos casos monolignoles como el ácido ferúlico, que luego por la acción de 
enzimas peroxidasas (LiP y MnP) pasa a vainillina (Chaparro y Rosas, 2006). 

 

3.5. Eutrofización  

La eutrofización en los cuerpos de agua es producto del incremento de las 

concentraciones de nutrientes, principalmente nitrógeno y fósforo que 
estimulan el crecimiento de algas. En las últimas décadas, el efecto del cambio 

climático y el crecimiento de la actividad industrial de la población, tales como 

diversas prácticas agrícolas, plantas de tratamiento de aguas servidas, 

escurrimiento urbano y la quema de combustibles fósiles han aumentado las 
aportaciones de nutrientes en los cuerpos de agua (Bricker et al., 1999). Se 

sabe que las algas se desarrollan cuando tienen presentes condiciones 

favorables como temperatura, sol y nutrientes. El enriquecimiento en 
nutrientes, en las aguas, produce un crecimiento excesivo de algas, las cuales 

al morir se depositan en el fondo de los ríos o lagos, generando residuos 

orgánicos que al descomponerse consumen gran parte del oxígeno disuelto, 
por lo que se propicia la muerte por asfixia de la fauna y flora, hasta el punto 

de matar el río o lago por completo (Nebel y Wright, 1999). 

 

3.5.1. Efectos del proceso de eutrofización 
 

Los ecosistemas acuáticos eutrofizados experimentan una alteración de la biota 

y de la diversidad biológica, la cual es provocada por la proliferación de 
cianofitas y macrófitas en demasía. El desarrollo de estos organismos provoca 

opacidad que impide la penetración de la luz hasta regiones profundas de la 

columna de agua. Bajo ese contexto las consecuencias directas son la 
imposibilidad de llevar a cabo la fotosíntesis en lugares cada vez menos 

profundos y por lo tanto, la disminución en la producción de oxígeno libre 

(Ackefors y Enell, 1992). Esta situación provoca que el fondo del ecosistema 

acuático se convierta de forma gradual en un ambiente anaerobio, y el 
consecuente aumento en la concentración de gases como anhídrido sulfuroso 

(H2S), metano (CH4) y anhídrido carbónico (CO2) hace poco factible la vida de 

la mayoría de las especies que forman dicho ecosistema. Dándose por tanto, la 
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mortandad masiva de la biota acuática (Korhonen, 2012) debido a la 

acumulación de sustancias toxicas que reducen las condiciones óptimas de 

bienestar animal y vegetal, facilitando la aparición de organismos patógenos y 

vectores de enfermedades   (Ackefors y Enell, 1992). 

 

 

 

 

 

    

 

 

 

 

    

 

 

 

 

 

Figura 8. Esquema de las causas  de  la Eutrofización 
Fuentes: Nebel y Wright (1999) 

 

3.5.2. Causas del proceso de la eutrofización  

 
Las principales causas antropogénicas pueden ser: 

 

a. Una de las más antiguas causas es la descarga de aguas residuales, 

las cuales son ricas en nutrientes, contribuyendo al cambio trófico  
del cuerpo de agua receptor. 

 

Primera Etapa (Oligotrófico) 

 Agua clara  

 La luz penetra 

 Prospera la vegetación acuática 

sumergida 

 Segunda Etapa (Mesotrófico) 

 Agua turbia 

 La vegetación acuática 

sumergida queda en la 

oscuridad 

   Tercera Etapa (Eutrófico) 

 Agotamiento del oxígeno 

 Muerte de los vertebrados 

por sofoco 
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b. El uso excesivo de fertilizantes genera la contaminación del agua 

mediante el aporte de nitrógeno (en forma de sales de nitrato y 

amonio) y fósforo (como fosfato). 

 
c. La deforestación y la erosión en suelos agrícolas influyen en la carga 

de nutrientes, debido a que los escurrimientos al pasar por una tierra 

que no tiene protección lavan la capa fértil, llevándose consigo los 
nutrientes. 

 

La presencia de gases ambientales tales como óxidos de nitrógeno (NO2) y 
óxidos de azufre (SO2) al entrar en contacto con el agua atmosférica forman 

ion nitrato (NO-3) e ion sulfato (SO-24)  que forman sales solubles al alcanzar 

el suelo con los cationes del mismo, generando un empobrecimiento de dichos 

iones. Dichas sales son volcadas fácilmente en los cuerpos de agua, dando 
lugar a un proceso de eutrofización (Ackefors y Enell, 1992).  

 

La eutrofización de los cuerpos de agua es de preocupación, debido a que 
puede tener muchas consecuencias negativas. Estos incluyen impactos 

ecológicos (como el deterioro de la calidad del agua y la pérdida de la 

diversidad biológica), estéticos, recreativos y efectos en la salud humana. Que 
finalmente repercuten en la economía de los países (National Eutrophication, 

2002). 

3.5.3. Principales modificaciones del incremento de nutrientes en el ambiente 

fisicoquímico del agua y del sedimento. 

El aumento de la carga de nutrientes determina una mayor biomasa de 

productores primarios y secundarios en el sistema, que se traduce en una 

notoria modificación de la transparencia y coloración del agua producto del 
incremento del fitoplancton (Moss, 1996). Por tanto, la excesiva generación de 

materia orgánica supera la capacidad de degradación del sistema, 

determinando su acumulación en el sedimento, condicionando la distribución 

de la concentración de oxígeno disuelto en la columna de agua. Por otro lado, 
en los sistemas poco productivos la concentración de oxígeno disuelto está 

determinada principalmente por factores físicos (fundamentalmente por la 

temperatura) y no se observan diferencias muy notorias entre las capas 
superficiales y profundas (Moss y Phillips, 1996; Scheffer, 1998). El aumento 

de la productividad promueve diferencias verticales en la concentración de 

oxígeno, registrándose valores elevados en superficie producto de la actividad 
fotosintética y valores cercanos a cero en el fondo, resultado de la degradación 

de la materia orgánica (Wetzel, 2001).  

Cuando la respuesta al proceso de eutrofización es el desarrollo excesivo de 
plantas flotantes libres, el intercambio gaseoso entre la columna de agua y la 

atmósfera se ve limitado, registrando condiciones de hipoxia o anoxia en toda 

la columna de agua (Moss y Phillips, 1996; Scheffer, 1998). El déficit de 
oxígeno contribuye al predominio de la descomposición anaeróbica que genera 

gases sulfhídrico o metano, lo que se traduce en problemas de olor y sabor del 

agua. El aumento de la productividad primaria también determina variaciones 
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diarias del pH en la columna de agua debido a que el consumo de CO2 por los 

procesos fotosintéticos basifica el agua, mientras que los procesos de 

descomposición acidifican el agua debido a la liberación de CO2. Si bien 

durante el proceso de eutrofización la concentración de nutrientes aumenta 
considerablemente, la elevada actividad fotosintética puede determinar que las 

fracciones disueltas directamente asimilables como el amonio (N-NH4+), el 

nitrato (N-NO3) y fósforo reactivo soluble (principalmente PO4-3) presenten 
valores muy bajos o indetectables debido a su alta tasa de incorporación 

(Gorga et al., 2002). 

 

Figura 9. Efecto de la eutrofización en los cuerpos de agua. 
Fuente: (Gorga et al., 2002) 

 



33 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

4. MATERIALES Y METODOS 
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4.1. Área de estudio. 

 

El presente estudio se realizó en el río Estero Real, Departamento de 

Chinandega,  Nicaragua. La zona de estudio tiene una longitud de 23 Km; 
dividos en 10 puntos  de muestreo (P). 

Figura 10. Mapa de puntos de muestreos. (P1: Herrera Membreño: N 12º51.730', W 
087º08.539'; P2: San Martin N 12º51.205', W 087º08.844'; P3: Empalme N 
12º50.632', W 087º09.235'; P4: Puerto Morazán: N 12º50.984', W 087º10.193'; P5: 
Carlos Fonseca: N 12º51.909', W 087º10.505'; P6: Langostinos: N 12º56.147', W 
087º10.695';  P7: El Semillal: N 12º52.868', W 087º11.740'; P8: La Treinta: N 
12º53.229', W 087º12.637'; P9: AGRIMAR I: N 12º53.993', W 087º12.774'; P10: 
AGRIMAR II: N 12º54.419', W 087º13.252'). 
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Tabla 6. Coordenadas puntos de muestreo en el Río Estero Real, Nicaragua. 

 

Puntos Localidades Longitud Latitud 

P 1 Herrera Membreño 87º08.539' 12º51.730' 

P 2 San Martin 87º08.844' 12º51.205' 

P 3 Empalme 87º09.235' 12º50.632' 

P 4 Puerto Morazan 87º10.193' 12º50.984', 

P 5 Carlos Fonseca 87º10.505' 12º51.909' 

P 6 Langostino 87º10.695' 12º56.147', 

P 7 El Semillal 87º11.740' 12º52.868', 

P 8 La treinta 87º12.637 12º53.229' 

P 9 AGRIMAR I 87º12.774' 12º53.993' 

P 10 AGRIMAR II 87º13.252' 12º54.419' 

 
 

4.2. Metodología experimental para la toma de muestras 

 
Los muestreos se hicieron una vez al mes (Mayo-Octubre) realizando un 

recorrido que inicio en la Cooperativa Herrera Membreño (P1) y finalizo en 

AGRIMAR II (P10), siempre entre las 10 y 11 de la mañana, en marea alta.  

 
El procedimiento para la realización de la toma de datos fue el siguiente: 

 

1. Los parámetros fisicoquímicos se midieron a una profundidad de 20 cm 
de la superficie del cuerpo de agua, siempre en el centro del río. 

 

2. Las muestras de agua y sedimento para la evaluación de cada uno de 
los parámetros de análisis (Proteína, glucosa y aminoácidos) se realizo 

usando el procedimiento que se muestra en la figura 11. 
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Figura 11. Toma de muestras de agua y sedimento. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

•AGUA 

1. Las muestras de agua se 
obtuvieron en el centro del 
rio, usando un tubo de PVC de 
2 pulgadas y 100 cm de alto 
para obtener muestra de 1 
metro de la columna de agua 
(por triplicado) 

2. El agua se depositaba en 
una cubeta con capacidad de 
50 L y del volumen de agua 
obtenido se tomaron alícuotas 
de 1ml por triplicado para el 
análisis de cada parámetro. 

 

•SEDIMENTO 

Las muestras de sedimento 
se tomaron en uno de los 
extremos del rio (bajo el 
agua, a 20 Cm de 
profundidad), usando un 
recipiente previamente 
rotulado, con volumen de 50 
cm3.  

Durante el tiempo de muestreo, todas las 
muestras se mantuvieron en hielo a 4oC y solo 
las alícuotas de agua para evaluación de glucosa 
y aminoácidos fueron desproteinizadas con PCA 
0.6N, a continuación todas las muestras se 
congelaron a -30°C hasta su uso posterior.  
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4.3. Determinaciones Analíticas 

 

4.3.1. Cuantificación de niveles de metabolitos libres en el cuerpo de agua  

 
Procedimiento previo a la realización del análisis de las muestras para evaluar 

glucosa y aminoácidos: 
 

 

Figura 12. Procesamiento de muestras previo al análisis de glucosa y aminoácidos. 

 

En cada ensayo experimental las muestras siempre se analizaron en paralelo 

con la curva de calibración dentro de la microplaca; a partir de la cual se 
extrapolaron los valores de concentraciones de las muestras.  

 

 

4.3.1.1. Glucosa 
 

En todos los experimentos los niveles de glucosa libre en agua se determinaron 

enzimáticamente utilizando un kit comercial (Spinreact, España) adaptado al 
formato de microplacas.  
 

1. Las muestras 
se neutralizaron 
con bicarbonato 
potásico 1M  

2. Se centrifugaron, en una 
centrifuga FISHER SCIENTFIC, 
modelo (accuSpin Micro 17) a 
8,000 rpm (glucosa y aminoácidos)  
durante 10 min para precipitar los 
cuerpos celulares 

3. Se tomó el sobrenadante y 
se centrifugo (aminoácidos) a 
13000 rpm durante 4 min para 
la precipitación de las proteínas. 
Posteriormente se tomó el 
sobrenadante para su análisis. 
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Figura 13. Pasos para el análisis de glucosa. 

 

4.3.1.2. Aminoácidos  
 

Los niveles de aminoácidos libres en agua,  una vez obtenido el sobrenadante 

(apartado 4.3.1), se cuantificaron usando el método colorimétrico de la 

Ninhidrina propuesto por Moore (1968). 

Figura 14. Pasos para el análisis de aminoácidos. 

 

1. Para 
desarrollar 
la curva 
estandar se 
uso D-
Glucosa 

2. Previo a 
las lecturas 
de 
absorbancia, 
la 
microplaca 
se agito por 
5 min 

3. Se colocó 
en la estufa 
J.P Selecta, 
modelo 
DIGITHEAT 
150L  por 10 
min a 
temperatura 
de 37 o C  

4. Seguido 
se introdujo 
en el lector 
de 
microplacas 
(Bio Tek ELx 
800) para 
obtener la 
lectura de 
absorbancia 
a 515 nm 

1. Para 
desarrollar la 
curva 
estandar se 
uso L-
Alanina 

2. Previo a 
las lecturas 
de 
absorbancia, 
la microplaca 
se agito por 
5 min 

3. Se colocó 
en la estufa 
J.P Selecta, 
modelo 
DIGITHEAT 
150L  por 30 
min a 
temperatura 
de 75 o C  

4. Seguido 
se introdujo 
en el lector 
de 
microplacas 
(Bio Tek ELx 
800) para 
obtener la 
lectura de 
absorbancia 
a 570 nm 
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4.3.2. Cuantificación de niveles de proteínas libres en el cuerpo de agua 

 

La cuantificación de los niveles de proteínas en agua, se hizo de acuerdo con el 

Método del Ácido Bicinconínico (Fujimoto et al., 1985).  

 
 

Figura 15. Pasos para el análisis de proteínas. 

 

 

 

1. se centrifugaron las muestras a 900 
g por 10 min 

2. Para desarrollar la curva estandar se 
uso seroalbúmina bovina  

3. Previo a las lecturas de absorbancia, la 
microplaca se agito por 5 min 

4. Se colocó en la estufa J.P Selecta, 
modelo DIGITHEAT 150L  por 60 min a 
temperatura de 37 o C  

5. Seguido se introdujo en el lector de 
microplacas (Bio Tek ELx 800) para 
obtener la lectura de absorbancia a 570 
nm 
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4.3.3. Cuantificación de niveles de proteínas, glucosa y aminoácidos en 

sedimento 

 

Figura 16. Pasos para el análisis de proteínas, glucosa y aminoácidos en muestras de 
sedimento. 

 
 

4.4. Análisis Estadísticos 

 

Para todos los experimentos la comparación entre los grupos se realizó usando 
Sigma Stat (SPSS Inc., Chicago, IL). Los datos se muestran como media ± 

E.E.M. de cada grupo y las diferencias entre ellos se evaluaron mediante un 

ANOVA de una vía. Tras los análisis de varianza se realizó el test de 
comparaciones múltiples de Student Newman Keuls. En todos los casos el nivel 

de significación se estableció con un valor de P<0.05. Previamente a estas 

pruebas estadísticas, se analizaron los datos mediante una prueba de 
normalidad (Shapiro-Wilks) y de homogeneidad de varianzas (prueba C de 

Cochran). La relación entre los parámetros fisicoquímicos y los niveles de 

metabolitos se determino usando el análisis de regresión por pasos hacia atrás 

para tomar solamente las variables con P<0.001. 
 
 

1. Se pesó  
un gramo 
de 
sedimento   

2. Y se 
homogenizo en 
10 ml de agua 
destilada 
removiendo por 
5 min. 
Posterior se 
dejó reposar 
por 5 min  

3. Se tomaron 
alícuotas de 1.5 
mL   

4. Para la 
respectiva 
evaluación de 
proteínas, glucosa 
y aminoácidos se 
usaron los 
métodos descritos 
en los apartados 
4.3.1, 4.3.1.1, 
4.3.1.2 y 4.3.2 
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5. RESULTADOS 
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5.1. Parámetros Físicos y Químicos 

En la tabla 7.Se muestran los valores promedios obtenidos por mes para cada 
una de las variables (pH, Oxígeno Disuelto, Temperatura, Turbidez). En ella se 

observa que no existen diferencias significativas entre los valores obtenidos 

para las variables de turbidez, pH y temperatura; pero si existen diferencias 

significativas de los valores promedios de oxígeno disuelto en el mes de 
octubre (3.15 mg/L) con respecto a los demás meses de estudio. 

Tabla 7. Valores promedio de pH, Oxígeno Disuelto (mg/L), Temperatura (o C), 
Turbidez (cm). N=10.  * indica diferencia significativa entre meses (P<0.05). 

 Parámetros  

Meses pH O2 mg/L T oC Turbidez 

(Cm) 

Mayo  1.763 31.41  

 

Junio 

 

7.151 

 

1.715 

 

31.95 

 

 
Julio 

 
6.956 

 
1.863 

 
31.29 

 

 

Agosto 

 

7.158 

 

1.93 

 

32.19 

 

35 

 

Septiembre 

 

6.969 

 

1.51 

 

30.17 

 

22 

 
Octubre 

 
6.998 

 
3.15* 

 
30.24 

 
29 
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5.1.1. Turbidez 

La tabla 8. De manera general, al observar el promedio de los tres meses de 
monitoreo encontramos que los cinco primeros puntos, son los sectores que 

presentan los valores más bajos del disco de Secchi; lo cual corresponde a que 

estos sitios del Río Estero Real son los que presentan mayor turbidez. 

Tabla 8. Valores de Turbidez (cm) en cada punto de muestreo, en los meses de 
Agosto, Septiembre y Octubre. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, 

P4: Muelle Puerto Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, 
P8: Desagüe La Treinta P9: AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. 

 AGOSTO SEPTIEMBRE OCTUBRE Promedio de 
tres meses de 

muestreo 

P 1 20 19 29 22 

P 2 20 14 24 19 

P 3 40 14 24 26 

P 4 35 19 19 24 

P 5 40 19 24 27 

P 6 50 24 24 32 

P 7 50 24 34 36 

P 8 30 29 34 31 

P 9 45 34 34 37 

P 10 20 24 44 29 

Promedio de 
diez puntos de 

muestreo 

35 22 29  
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La figura 17. Refleja que los valores de cada mes de muestreo presentan una 

tendencia decreciente en el tiempo. (b=-3). Los resultados del ANOVA de una 

vía, tras el Test de comparaciones de Student Newman Keuls (SNK) reflejan 

que el mes de Septiembre es el que presenta menor valor de Disco de Secchi  
por lo tanto el mayor valor de turbidez. 
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Figura 17. Valores promedio de disco de Secchi, en el tiempo. AGO: Agosto, SEP: 
Septiembre, OCT: Octubre. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras 
diferentes indican diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 
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5.1.2. Oxígeno Disuelto. 

En la tabla 9. Se observan las concentraciones de oxígeno disuelto encontradas 
en cada punto de muestreo, en el tiempo; se refleja un leve incremento en los 

diez puntos de muestreos en el mes de octubre, con respecto a los meses 

anteriores.  

Tabla 9. Valores de Oxígeno disuelto (mg/L) en cada punto de muestreo, en el tiempo. 
P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto Morazán, P5: 

Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La Treinta, P9: 
AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. 

 MAYO JUNIO JULIO AGOSTO SEPTIEMBRE OCTUBRE 

P 1 1.86 1.77 2.46 1.5 2.2 4.1 

P 2 1.9 1.84 1.63 1.5 1.5 2.7 

P 3 1.72 1.79 1.7 1.9 1.4 3.2 

P 4 1.95 1.81 1.8 1.7 1.3 3.2 

P 5 1.51 1.56 2.13 1.7 1.2 3 

P 6 1.78 1.74 1.8 2 1.9 2.8 

P 7 2.06 1.61 1.63 2.1 1.1 3.2 

P 8 1.48 1.68 1.63 2.4 1.4 3 

P 9 1.54 1.69 1.85 2.3 1.4 2.9 

P 10 1.83 1.66 2 2.2 1.7 3.4 
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La figura 18. Muestra el comportamiento de las concentraciones promedios de 

oxígeno disuelto en los 6 meses de muestreo. Desde mayo a octubre se 
observa una leve tendencia a incrementar (b = 0.1825) siendo el mes de 

octubre el que presenta la mayor concentración de oxígeno disuelto, difiriendo 
significativamente de los meses anteriores.  
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Figura 18. Valores promedio de la concentración de oxígeno disuelto (mg/L), en el 
tiempo. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: 
Octubre. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras diferentes indican 
diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 
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5.1.3. Salinidad 

La figura 19. Muestra que todos los meses presentan el mismo 
comportamiento creciente de las concentraciones salinas a medida que los 

puntos se sitúan más cercanos a la boca del estero, y que los mayores rangos 

de estratificación salina a lo largo de nuestra área de estudio se experimentan 

en los meses de junio, julio y agosto, siendo el mes de julio el que presenta el 
mayor rango, con un valor de 12.5 ppm entre el punto 1 y el punto 10 de 

muestreo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 19. Concentración salina (ppm) en cada uno de los diez puntos de muestreo, en 
el tiempo. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto 
Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La 
Treinta, P9: AGRIMAR I, P10. A: Mayo, B: Junio, C: Julio, D: Agosto, E: Septiembre, F: 
Octubre. 
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En la figura 20. Se muestran los valores promedios de concentración salina de 

cada punto de muestreo, en el tiempo. Tras el análisis de varianza se 

observan, de manera general, diferencias significativas de las concentraciones 

salinas en las aguas del Estero Real, en todos los puntos de muestreos. 
Denotándose que a medida que entramos en el período lluvioso la 

concentración salina inicia un descenso hasta llegar a valores de cero en los 

primeros dos puntos de muestreos. 
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Figura 20. Valores promedio de la concentración salina (ppm) en cada punto de 
muestreo. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto 
Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La 
Treinta, P9: AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: 

Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, 
N=3. Letras diferentes indican diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 
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En la figura 21. Se muestran las concentraciones de salinidad promedio de 

cada mes de muestreo. Se observa que el comportamiento de la salinidad en el 

tiempo presenta una tendencia decreciente (b= -6.4531), obteniéndose la 

mayor concentración salina en el mes de mayo con un valor promedio de 36 
ppm, y la menor en el mes de octubre con un valor promedio de 2 ppm. 
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Figura 21. Valores promedio de la concentración salina (ppm) en el tiempo. MAY: 

Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. Cada 

valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras diferentes indican diferencias 

significativas (P<0.05) entre grupos. 
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5.2. Proteína y Metabolitos 

5.2.1. Proteínas y Metabolitos libres en el cuerpo de agua. 

5.2.1.1. Proteínas 

En la figura 22. Se observa, de manera general, que la concentración de 
proteína libre en agua presenta una ligera tendencia a incrementar del punto 1 

al punto 10 de muestreo, en algunos meses. Sin encontrar diferencias 

significativas entre puntos.  
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Figura 22. Concentración de proteína (µg/mL) en agua, en cada mes de muestreo. P1: 
Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto Morazán, P5: 

Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La Treinta, P9: 
AGRIMAR I, P10. A: Mayo, B: Junio, C: Julio, D: Agosto, E: Septiembre, F: Octubre. 
Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=3.  
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La figura 23. Muestra el promedio de las concentraciones de proteína obtenidas 

en cada punto de muestreo. De manera general, en todos los puntos de 

muestreo se observa una tendencia decreciente en el tiempo y los meses de 

mayo y junio son los que presentan las mayores concentraciones, difiriendo 
significativamente de los demás meses estudiados. 
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Figura 23. Valores promedio de la concentración de proteína (µg/mL) en agua, en cada 
punto de muestreo. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle 
Puerto Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: 
Desagüe La Treinta, P9: AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: 
Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. Cada valor se corresponde a la 
media ± EEM, N=3. Letras diferentes indican diferencias significativas (P<0.05) entre 

grupos. 
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Los valores de las concentraciones promedios de proteína libres en el cuerpo 

de agua (figura 24) presentan una tendencia decreciente (b=-6.3947) a 

medida que avanzamos en el tiempo, siendo los meses de mayo y junio los 

que presentan diferencias significativas con respecto a los demás meses de 
estudio. 
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Figura 24. Valores promedio de la concentración de proteína (µg/mL) en agua, en el 
tiempo. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: 
Octubre. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras diferentes indican 

diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 
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5.2.1.2. Aminoácidos  

Al analizar el comportamiento de los promedios de las concentraciones de 
aminoácidos libres en el sedimento no se observan tendencias de variaciones 

de las concentraciones entre puntos, en ninguno de los meses muestreados. 

Cabe destacar que las concentraciones de aminoácidos en los meses de 

septiembre y octubre son mayores con respecto a los cuatro meses anteriores 
(figura 25). 
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Figura 25. Valores promedio de la concentración de aminoácidos (µM) en agua, en 
cada mes de muestreo. A: Mayo, B: Junio, C: Julio, D: Agosto, E: Septiembre, F: 
Octubre. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto 
Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La 
Treinta, P9: AGRIMAR I, P10. AGRIMAR II. Cada valor se corresponde a la media ± 

EEM, N=3. 
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En la figura 26. Se observa, de manera general, que en los meses de 

septiembre y octubre se encuentran las mayores concentraciones de 

aminoácidos libres en el cuerpo de agua. Por tanto, estos meses presentan 

diferencias significativas con respecto a los demás meses estudiados.  
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Figura 26. Valores promedio de la concentración de aminoácidos (µM) en agua, en 
cada punto de muestreo. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: 
Muelle Puerto Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: 
Desagüe La Treinta, P9: AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: 

Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. Cada valor se corresponde a la 
media ± EEM, N=3. Letras diferentes indican diferencias significativas (P<0.05) entre 
grupos. 
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Los promedios de las concentraciones de aminoácidos libres en el cuerpo de 

agua (figura 27) presentan una tendencia creciente (b=215.34) a medida que 

avanzamos en el tiempo; siendo los meses de septiembre y octubre los que 

presentan las mayores concentraciones con respecto a los cuatro meses 
anteriores.  
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Figura 27. Valores promedios de la concentración de aminoácidos (µM) en agua, en el 

tiempo. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: 
Octubre. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras diferentes indican 
diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 
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5.2.1.3. Glucosa  

En la figura 28. Se muestra, de manera general, que no existen diferencias 
significativas entre puntos de muestreo, a excepción de algunas tendencias a 

incrementar desde el punto 1 al punto 10 en los  meses de julio y agosto. Cabe 

destacar que los meses de mayo y junio son los que presentan las mayores 

concentraciones de glucosa libre en el cuerpo de agua. 
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Figura 28. Valores promedios de la concentración de glucosa (µM) en agua, en cada 
mes de muestreo. A: Mayo, B: Junio, C: Julio, D: Agosto, E: Septiembre, F: Octubre. 
P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto Morazán, P5: 
Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La Treinta, P9: 
AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=3. 
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En la figura 29. Se muestra una tendencia decreciente en el tiempo de las 

concentraciones de glucosa en todos los puntos de muestreos. De manera 

general los meses de mayo, junio, julio y agosto son los que presentan 

concentraciones de glucosa sobre 500 µM, a diferencia de los meses de 
septiembre y octubre donde se observan concentraciones menores a 200 µM.  
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Figura 29. Valores promedio de la concentración de glucosa (µM) en agua, en cada 

punto de muestreo. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle 
Puerto Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: 
Desagüe La Treinta, P9: AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: 
Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. Cada valor se corresponde a la 
media ± EEM, N=3. Letras diferentes indican diferencias significativas (P<0.05) entre 
grupos. 
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Los valores promedios de las concentraciones de glucosa libres en el cuerpo de 

agua (figura 30) presentan una tendencia decreciente (b=-444.06) a medida 

que avanzamos en el tiempo. En los meses de mayo y junio se presentan las 

mayores concentraciones de glucosa libre, a diferencia de los meses de 
septiembre y octubre donde las concentraciones son más bajas. 
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Figura 30. Promedio de las concentraciones de glucosa (µM) en agua, en el tiempo. 
MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. 
Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras diferentes indican 
diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 
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5.2.2. Proteínas y metabolitos libres en el sedimento. 

5.2.2.1. Proteínas  

Al analizar el comportamiento de los promedios de las concentraciones de 

proteína en el sedimento no se observan tendencias de variaciones de las 

concentraciones entre puntos, en ninguno de los meses muestreados. Cabe 
destacar que las concentraciones de proteínas en los meses de Septiembre a 

Octubre son mayores con respecto a los cuatro meses anteriores (figura 31). 
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Figura 31. Valores promedio de la concentración de proteína (µg/gr) en sedimento, por 
mes de muestreo. A: Mayo, B: Junio, C: Julio, D: Agosto, E: Septiembre, F: Octubre. 
P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto Morazán, P5: 

Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La Treinta, P9: 
AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=3. 
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Las concentraciones de proteínas en el sedimento tienden a incrementar a 

medida que avanzamos en el período lluvioso (mayo-octubre). De manera 

general, los meses de septiembre y octubre presentan las mayores 

concentraciones de proteína con respecto a los demás meses estudiados, en 
todos los puntos de muestreo. Por otro lado, se observa que los puntos 8, 9 y 

10 son los que presentan las más bajas concentraciones de proteínas con 

respecto a los siete primeros puntos de muestreo, en el tiempo (figura 32).  
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Figura 32. Valores promedio de la concentración de proteína (µg/gr) en sedimento, por 
punto de muestreo. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle 
Puerto Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: 

Desagüe La Treinta, P9: AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: 
Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. Cada valor se corresponde a la 
media ± EEM, N=3. Letras diferentes indican diferencias significativas (P<0.05) entre 
grupos. 
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Los valores promedios de la concentración de proteína libres en el sedimento 

(figura 33) presentan una tendencia creciente (b=365.18) a medida que 

avanzamos en el tiempo; siendo los meses de septiembre y octubre los que 

presentan las mayores concentraciones de proteína. Igualmente se observa 
que los dos primeros meses de estudio (mayo y junio) son los que presentan 

las más bajas concentraciones de proteína con respecto a los cuatro siguientes 

meses. 
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Figura 33. Valores promedio de la Concentración de proteína (µg/gr) en sedimento en 
el tiempo. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: 
Octubre. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras diferentes indican 
diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 
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5.2.2.2. Aminoácidos 

La figura 34. Muestra que los valores de las concentraciones de aminoácidos 
libres en el sedimento, de manera general, no presentan ninguna diferencia en 

los meses muestreados; si se puede observar que los meses de septiembre y 

octubre presentan concentraciones de aminoácidos superiores a los meses 

anteriores. 
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Figura 34. Concentración de aminoácidos (µM) en sedimento, en cada mes de 
muestreo. A: Mayo, B: Junio, C: Julio, D: Agosto, E: Septiembre, F: Octubre. P1: 
Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto Morazán, P5: 
Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La Treinta, P9: 
AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=3. 
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En la figura 35. Se muestra que las concentraciones de aminoácidos en el  

sedimento tienden a incrementar a medida que avanzamos en el período 

lluvioso (mayo-octubre). De manera general, los meses de septiembre y 

octubre difieren significativamente de los demás meses estudiados, en todos 
los puntos de muestreo. 
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Figura 35. Valores promedio de la concentración de aminoácidos (µM) en sedimento, 
en cada punto de muestreo. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: 
Muelle Puerto Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: 
Desagüe La Treinta, P9: AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: 
Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. Cada valor se corresponde a la 
media ± EEM, N=3. Letras diferentes indican diferencias significativas (P<0.05) entre 
grupos. 
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Los valores promedio de la concentración de aminoácidos libres en el 

sedimento (figura 36) presentan una tendencia creciente (b=15.524) a medida 

que avanzamos en el tiempo, siendo los meses de septiembre y octubre los 

que presentan las mayores concentraciones de aminoácidos libres con respecto 
a los meses anteriores 
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Figura 36. Valores promedio de la concentración de aminoácidos (µM) en sedimento, 
en el tiempo. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: 
Octubre. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras diferentes indican 
diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 

 

 

 

 

 

 

y = 15.524x - 25.213 



65 
 

5.2.2.3. Glucosa  

La figura 37. Muestra que los valores de la concentración de glucosa en 
sedimento, de manera general, presentan comportamientos similares en todos 

los puntos de muestreo en la mayoría de los meses estudiados. Destacando 

que los meses de mayo y junio son los que presentan las concentraciones de 

glucosa más bajas, con respecto a los meses siguientes 
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Figura 37. Concentración de glucosa (µM) en sedimento, en cada mes de muestreo. A: 
Mayo, B: Junio, C: Julio, D: Agosto, E: Septiembre, F: Octubre. P1: Herrera 
Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle Puerto Morazán, P5: Carlos 
Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: Desagüe La Treinta, P9: AGRIMAR 
I, P10: AGRIMAR II. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=3. 
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En la figura 38. Se muestra de manera general que los meses de mayo y junio 

difieren significativamente de los meses de julio, agosto, septiembre y octubre. 

Así mismo se nota una tendencia a incrementar los niveles de glucosa en 

sedimento a medida que avanzamos en el tiempo, en todos los puntos de 
muestreo. 
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Figura 38. Valores promedio de la concentración de glucosa (µM) en sedimento, por 
punto de muestreo. P1: Herrera Membreño, P2: San Martín, P3: Empalme, P4: Muelle 
Puerto Morazán, P5: Carlos Fonseca, P6: Plantel Langostino, P7: El Semillal, P8: 
Desague La Treinta, P9: AGRIMAR I, P10: AGRIMAR II. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: 
Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: Octubre. Cada valor se corresponde a la 
media ± EEM, N=3. Letras diferentes indican diferencias significativas (P<0.05) entre 
grupos. 
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En la figura 39. Se muestra que las concentraciones de glucosa en el tiempo 

presentan pendiente de crecimiento positiva (b=4.8858). Los promedios de las 

concentraciones de glucosa de los meses de mayo y junio son menores a los 

promedios de las concentraciones de glucosa de los meses de julio, agosto, 
Septiembre y Octubre.  
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Figura 39. Valores promedio de la concentración de glucosa (µM) en sedimento, en el 
tiempo. MAY: Mayo, JUN: Junio, JUL: Julio, AGO: Agosto, SEP: Septiembre, OCT: 
Octubre. Cada valor se corresponde a la media ± EEM, N=10. Letras diferentes indican 
diferencias significativas (P<0.05) entre grupos. 
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5.3. Relación de la concentración de metabolitos (glucosa y 

aminoácidos) y proteína con los parámetros (salinidad y temperatura). 

5.3.1. Análisis en el cuerpo de agua.  

5.3.1.1. Relación de la concentración de proteína libre con la concentración 

salina y temperatura. 

La figura 40. Muestra el resultado del análisis de regresión lineal entre la 

concentración de proteínas libre con respecto a la concentración salina y 
temperatura en el cuerpo de agua, donde se obtuvo un valor de R =0.86; 

P<0.001 para la relación Proteína-Salinidad y R=0.257; P<0.001 para la 

relación Proteína-Temperatura. Siendo los meses de mayo y junio los que 
presentan los mayores promedios de las concentraciones de proteínas en 

correspondencia con las mayores concentraciones promedios de salinidad, 

entre rangos de temperatura de 31 a 32 0C. Los meses de septiembre y 

octubre presentan las menores concentraciones promedios de proteínas y 
salinidad, con rango de temperatura entre 30 a 30.5 0C. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 40. Relación entre el promedio de la concentración de proteína libre (µg/mL) 
con respecto a los promedios de la concentración salina (ppm) y el valor de la 
temperatura (0C), en el cuerpo de agua. Relación Proteína-Salinidad (P-S), relación 
Proteína-Temperatura (P-T). M: Mayo, J: Junio, JL  Julio, A: Agosto, S: Septiembre, O: 
Octubre. (P<0.001) entre grupos. 
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5.3.1.2. Relación de la concentración de aminoácidos libres con la 

concentración salina y temperatura. 

En la figura 41. Se observa que la relación entre las concentraciones 

promedios de aminoácidos libres en agua y la salinidad presentan un valor de 

R=0.595; P<0.001 y que las concentraciones promedios de aminoácidos libres 

en agua y. temperatura tienen una relación de R=0.619; P<0.001. Así mismo, 
se nota que los meses de mayo, junio, julio y agosto presentan 

concentraciones de aminoácidos bajas entre rangos de salinidad de 13 a 38 

ppm y de temperatura de 31 a 32.5 0C. Por otro lado, los meses de septiembre 
y octubre presentan concentraciones de aminoácidos más altas (µM) entre 

rangos de salinidad de 0 a 3 ppm y de temperatura de 30 a 30.3 0C. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 41. Relación entre el promedio de la concentración de aminoácidos libres (µM) 
con respecto a los promedios de la concentración salina (ppm) y el valor de la 
temperatura (0C), en el cuerpo de agua. Relación Aminoácidos-Salinidad (A-S), 
relación Aminoácidos-Temperatura (A-T). M: Mayo, J: Junio, JL  Julio, A: Agosto, S: 
Septiembre, O: Octubre. (P<0.001) entre grupos. 
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5.3.1.3. Relación de la concentración de glucosa libre con la concentración 

salina y temperatura. 

La relación entre la concentración de glucosa libre en el cuerpo de agua con 

respecto a la salinidad presenta un valor de R=0.857; P<0.001 y con respecto 

a la temperatura presenta un valor de R=0.446; P<0.001. Destacando que los 

meses de mayo y junio presentan las mayores concentraciones de glucosa 
entre rangos de salinidad de 20 a 40 ppm y entre rangos de temperatura de 

31 a 32 0C. Por otro lado, a menores rangos de salinidad (0 a 5ppm) y 

temperatura (30 a 30.5 0C) los meses de septiembre y octubre presentan las 
menores concentraciones de glucosa (figura 42). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 42. Relación entre el promedio de la concentración de glucosa libre (µM) con 
respecto a los promedios de la concentración salina (ppm) y el valor de la temperatura 
(0C), en el cuerpo de agua. Relación Glucosa-Salinidad (G-S), relación Glucosa-
Temperatura (G-T). M: Mayo, J: Junio, JL  Julio, A: Agosto, S: Septiembre, O: Octubre. 

(P<0.001) entre grupos. 
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5.3.2. Análisis en sedimento. 

5.3.2.1. Relación de la concentración de proteína con la concentración salina. 

La figura 43. Muestra que la relación entre el comportamiento de la 

concentración de proteína libre y la salinidad, en el sedimento, presenta un 

valor de R=0.626; P<0.001. Los meses de mayo, junio, julio y agosto 
obtuvieron los menores promedios de concentraciones de proteínas entre 

rangos de salinidad de 12 a 36 ppm, a diferencia del comportamiento 

mostrado en los meses de septiembre y octubre donde se presentan 
concentraciones de proteína mayores entre rangos de salinidad (0 a 5 ppm). 

 

Figura 43. Relación entre el promedio de la concentración de proteína libre (µg/gr) con 
respecto a la concentración salina (ppm), en el sedimento. Relación Proteína-Salinidad 
(P-S). M: Mayo, J: Junio, JL  Julio, A: Agosto, S: Septiembre, O: Octubre. (P<0.001) 
entre grupos. 
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5.3.2.2. Relación de la concentración de aminoácidos libres con la 

concentración salina. 

La figura 44. Muestra que la relación entre el comportamiento de la 

concentración de aminoácidos libres y la salinidad, en el sedimento, presenta 

un valor de R=0.652; P<0.001. Los meses de mayo, junio, julio y agosto 

obtuvieron los menores promedios de concentraciones de proteínas entre 
rangos de salinidad de 12 a 36 ppm, a diferencia del comportamiento 

mostrado en los meses de septiembre y octubre donde se presentan 

concentraciones de proteína mayores entre rangos de salinidad (0 a 5 ppm). 

 

Figura 44 Relación entre el promedio de la concentración de aminoácidos libres (µM) 
con respecto a la concentración salina (ppm), en el sedimento. Relación Aminoácidos-
Salinidad (A-S). M: Mayo, J: Junio, JL  Julio, A: Agosto, S: Septiembre, O: Octubre. 
(P<0.001) entre grupos. 
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5.3.2.3. Relación de la concentración de glucosa con la concentración salina. 

Al realizar el análisis de regresión lineal de las concentraciones promedios de 
glucosa libre en el sedimento Vrs. salinidad se obtuvo un valor de R=0.459. En 

la (figura 45) se observa que los meses de Mayo y Junio presentan las 

menores concentraciones promedios de glucosa (µM) a rangos de salinidad de 

20 a 40 ppm y Septiembre y Octubre presentan las mayores concentraciones 
de glucosa (µM) entre los rangos de salinidad de 0 a 5 ppm 

 

Figura 45. Relación entre el promedio de la concentración de glucosa libre (µM) con 
respecto a la concentración salina (ppm), en el sedimento. Relación glucosa-Salinidad 

(G-S). M: Mayo, J: Junio, JL  Julio, A: Agosto, S: Septiembre, O: Octubre. (P<0.001) 
entre grupos. 
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6. DISCUSIÓN 
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Caracterización preliminar del estado de salud del cuerpo de agua del río 

Estero Real 

 

Desde los años 90s La cuenca del Río Estero Real ha sido usada como área 
exclusiva para el desarrollo acuícola debido a las condiciones favorables para la 

camaronicultura (CIDEA-UCA, 2006), considerándose uno de los humedales 

más importantes en el área de seguridad alimentaria y nutricional (FAO, 
2010). Por tanto, el río Estero Real desempeña un papel fundamental en la 

economía del país, en él se desarrolla el 98% de la industria de camarón de 

Nicaragua (FAO, 2010) debido a la existencia de aproximadamente 39,500 ha. 
aptas para el cultivo (Saborío, 2002). No obstante, el Estero Real es receptor 

de la sedimentación proveniente de áreas agrícolas en las partes alta y media 

de la cuenca, de descargas de materia orgánica e inorgánica provenientes de 

los afluentes al Estero y del vertido de desechos de las actividades acuícolas, 
(UCA, 1999;  Lezama, 2000) que deterioran la calidad del agua para el cultivo 

de organismos marinos y salud pública. Sumado a esto podemos mencionar el 

efecto silencioso del cambio climático sobre la salud de los ecosistemas, que 
afecta de manera general a todos los cuerpos de agua (Moore et al., 2008). 

 

Se sabe que un ecosistema sano se caracteriza por permanecer estable y 
sostenible, manteniendo su organización y autonomía a través del tiempo y su 

capacidad de resistencia al estrés” (Constanza, 1992). Bajo ese contexto, en 

los últimos años, el interés por la salud de los ecosistemas acuáticos ha ido 

incrementando, girando en torno a evaluaciones que implican la integración de 
los valores humanos en los procesos biofísicos (Rapport et al., 1998). 

Tradicionalmente, los parámetros fisicoquímicos y biológicos se han utilizado 

para evaluar la salud de los cuerpos de agua. Recientemente, los indicadores 
funcionales de los procesos del ecosistema (tasas metabólicas, descomposición 

de la materia orgánica y los procesos de los nutrientes) han recibido mayor 

atención y ahora se consideran fundamentales para determinar la salud de los 
ecosistemas de lagos, ríos y arroyos (Bunn et al, 1999; Bunn y Davies, 2000; 

Gessner y Chauvet, 2002; Young et al, 2004 y Udy et al, 2006). En el 

metabolismo de los ecosistemas, la composición de la producción primaria 

bruta y la respiración proporcionan una medida de la cantidad de carbono 
orgánico producido y consumido dentro del sistema, respectivamente. Ambos 

tipos suelen mostrar patrones estacionales como consecuencia de su 

dependencia de los factores ambientales (luz, temperatura y nutrientes) y son 
muy sensibles a los factores estresantes inducidos por el hombre, razón que 

los hace buenos indicadores de la salud del cuerpo de agua (Gessner y 

Chauvet, 2002 y Young et al., 2004). En ese sentido, la búsqueda de 

alternativas que conlleven a obtener mejores rendimientos productivos y la 
diversificación de especies de cultivo, obliga a realizar estudios continuos que 

permitan focalizar la dinámica de los parámetros fisicoquímicos y el 

metabolismo acuático de las principales moléculas energéticas, en las aguas 
del río Estero Real.  
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Parámetros fisicoquímicos 

 

Niveles de oxígeno disuelto y su relación con la turbidez. 

 
Al evaluar los valores de concentración de oxígeno disuelto (OD), cada mes, 

los resultados no presentan diferencias significativas entre los diez puntos de 

muestreo. Estudios anteriores realizados en el periodo 2000-2004 manifiestan 
que la distribución del OD muestra un comportamiento similar al gradiente 

salino, disminuyendo gradualmente desde la boca del estero principal al 

interior (CIDEA-UCA, 2006). Sin embargo, tomando en cuenta que nuestros 
datos reflejan valores de OD correspondientes al periodo lluvioso y que Puerto 

Morazán ocupa el centro de los 23 Km de recorrido en la zona de estudio, cabe 

destacar que nuestros resultados coinciden con los valores promedios de OD 

reportados en el sector de Puerto Morazán (CIDEA-UCA, 2006; Lezama, 2000).  
 

Así mismo, el promedio de la concentración de OD en toda la zona de estudio, 

tras el análisis de regresión, refleja que del mes de mayo hasta octubre se 
observa una leve pendiente positiva sobre el comportamiento de los niveles de 

OD en el tiempo, siendo el mes de octubre el que presenta incremento 

significativo con respecto a los meses anteriores. Sin embargo, los niveles de 
OD encontrados son menores a los definidos para niveles óptimos de bienestar 

animal, siendo normal para este tipo de estero donde al haber un alto nivel de 

sedimentación la reducción del proceso de fotosíntesis y la respiración 

bacteriana probablemente sean las responsables del deterioro de la salud en 
este cuerpo de agua (Curie, 1994). 

 

Estudios recientes muestran que los niveles de OD disminuyen en sectores 
donde los vertidos de aguas residuales llegan a los ríos sin tratamiento previo. 

Por tanto, el alto contenido de materia orgánica descargada deriva en bajas 

concentraciones de OD producto de la elevada tasa de crecimiento microbiano 
que agota rápidamente el OD (Guzmán, 2012). Así mismo, producto de la 

degradación de los bosques, la conversión de áreas boscosas para la 

agricultura y la fragilidad de los suelos que son usados sin prácticas de 

conservación, favorecen la llegada de grandes cantidades de sedimentos. Se 
sabe que las cargas de sedimento son altas en los cursos de agua arriba de 

Puerto Morazán donde se han reportado niveles de hasta 11 veces más en 

peso de sedimento con respecto a los niveles de la boca del Estero principal 
(Curie, 1994), lo cual concuerda con nuestros resultados ya que en el sector 

aguas arriba los niveles de turbidez son mayores que los observados en sector 

aguas abajo de Puerto Morazán. Bajo ese contexto, sabiendo que en el sector 

de aguas arriba de Puerto Morazán es una zona en la que se desarrolla gran 
parte de la actividad acuícola (CIDEA-UCA, 2006) y que el bosque de manglar 

y los suelos presentan altos índices de deterioro (MARENA, 2006), podemos 

hipotetizar que los bajos niveles de OD encontrados en nuestra área de estudio 
pudieran deberse fundamentalmente a dos factores: al vertido de aguas con 

alto contenido de nutrientes proveniente de actividades acuícolas y aguas 

usadas a nivel doméstico (aguas servidas y negras) (Saborío, 2002) y a la 
entrada de grandes cantidades de sedimento por medio de los efluentes 
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(Curie, 1994), revelado, de manera general, este último factor con los bajos 

valores de lecturas obtenidos con el disco de Secchi. 

 

Comportamiento de la concentración salina 
 

En cuanto a las dinámicas de las corrientes, estudios anteriores reportan que el 

río Estero Real presenta un tiempo de recambio de sus aguas muy lento, que 
va desde 30 a 45 días desde el sector de Puerto Morazán hasta el Golfo de 

Fonseca y más de 90 días desde aguas más arriba (CIDEA-UCA, 2006; Curie, 

1994). Este fenómeno, no permite que la combinación de las aguas dulces y 
salinas del mar se homogenicen de manera general por todo el cuerpo de 

agua, siendo probablemente esta la razón que en nuestro estudio observemos 

un comportamiento creciente de los niveles salinos desde el punto 1 hasta el 

punto 10 en todos los meses muestreados. La concentración salina en el mes 
de mayo presenta un rango de 31.6-38.4, respectivamente; lo cual indica que 

las corrientes de agua proveniente de los afluentes y la lluvia que cae sobre el 

río ejercen efecto decreciente de la concentración de sales en el cuerpo de 
agua y que producto de la cercanía o lejanía al mar la combinación de las 

aguas marinas no se efectúa paralelamente en cada punto (CIDEA-UCA, 2006; 

Curie, 1994). A partir del mes de junio es más notoria la disminución de la 
salinidad en el cuerpo de agua, siendo los meses de septiembre y octubre los 

que reflejan los menores niveles de concentración salina, concordando con lo 

reportado por CIDEA-UCA (2006). Así mismo, el comportamiento decreciente 

de la salinidad en el mes de octubre donde se alcanzan valores de cero en los 
dos primeros puntos y valores de 1 en los cuatro puntos siguientes coincide 

con estudios realizados en el periodo del año 2001-2004 donde se reportan 

valores de concentración salina menores de 1 para el sector de Puerto Morazán 
(CIDEA-UCA, 2006). 

 

De manera general, nuestros resultados coinciden con lo reportado en estudios 
anteriores, donde en el periodo lluvioso las aguas del río Estero Real presentan 

comportamiento decreciente de la concentración salina y que los meses de 

septiembre y octubre son los meses que presentan los valores más bajos 

(CIDEA, 2006; Curie, 1994). Lo cual demostramos al realizar el modelo de 
regresión lineal, donde la correlación entre los valores de la concentración 

salina con respecto al promedio de la concentración salina de los 23 Km de 

recorrido, en cada mes, presenta pendiente negativa.  
 

Evaluación del comportamiento del pH 

 

Se sabe que la mayoría de las aguas epiconticontinentales presentan valores 
de pH que fluctúan entre 6.5 y 9 y que dentro de este intervalo de valores se 

considera debe encontrarse un ecosistema saludable, siendo algunos factores 

ambientales los responsables de la modulación de los valores de pH de un 
cuerpo de agua a otro (Arredondo y Ponce, 1998). Estudios anteriores han 

demostrado que el pH del agua es fundamental para la buena salud de las 

diversas formas de vida en los ecosistemas acuáticos debido a que en 
dependencia del valor del pH fluctúan las concentraciones de diversos 
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metabolitos producidos por la biota bacteriana. La reducción del sulfato por 

bacterias anaeróbicas genera sulfuro como producto final, que se disocia y 

mantiene un equilibrio químico entre S2–, HS– y H2S, controlados 

principalmente por el pH. Las concentraciones de sulfuro son fitotóxicas y 
están determinas por el pH del agua de mar, donde la mayoría se encuentra 

como H2S (pK1 = 6.9) y HS (pK2 = 11.9). Esto indica que la relación de H2S y 

HS es de aproximadamente 50% a pH 7; sin embargo, a pH 6 los niveles de 
sulfuro se incrementan a aproximadamente 90%, mientras que a pH 8 se 

reduce a aproximadamente 10% (Korhonen et al., 2012).  

 
Nuestros resultados muestran un valor promedio de pH 7, similares a los 

encontrados por Córdova et al. (2009) en el Estero Limache, Chile; donde los 

afluentes descargan grandes volúmenes de aguas con alto contenido de 

nutrientes, factor que mantiene una mala calidad de agua, similar a la que 
presenta el río Estero Real. Durante el recorrido matutino, previo a la salida del 

sol, en la zona aguas arriba de Puerto Morazán percibimos un olor a huevo 

podrido el cual consideramos puede ser debido a la presencia de gases de H2S 
producidos por bacterias anaeróbicas. Este argumento se fundamenta en los 

bajos valores de OD que encontramos en esa zona tras 5 horas de luz (hora de 

muestreo 11 am) y que antes de la salida del sol debieron estar muy cercanos 
al cero. Por tanto, este fenómeno podría estar generando severos daños a la 

biodiversidad de especies que habitan ese ecosistema acuático. Y aunque en 

este periodo de la investigación no evaluamos los valores de pH al final del 

tiempo de oscuridad, podemos hipotetizar que la alta concentración de CO2, 
producto de la respiración nocturna, disminuye el valor del pH en las aguas del 

Estero (Boyd, 1982), facilitando la producción de sulfuro tóxico. Además, se 

sabe que concentraciones de sulfuro entre 1 y 10 µM en células eucariotas 
inhiben el citocromo c oxidasa (Fenchel y Finlay 1995) y que concentraciones 

en el sedimento menores que 5000 µM limitan el crecimiento de las macrófitas 

en los humedales (Koch y Mendelssohn, 1989; Koch et al., 1990; Erskine y 
Koch 2000) .  

 

Bajo esas condiciones, los resultados observados sobre los niveles de oxígeno 

disuelto permiten hipotetizar que, en la zona de estudio, las aguas del Estero 
Real presentan metabolismo anaeróbico por la noche y aeróbico-aeróbico 

facultativo en el día, que no favorecen las condiciones de bienestar animal 

debido al nivel de estrés al que están sometidos. En ese sentido,  no solamente 
el zooplancton presente en el cuerpo de agua puede ser afectado, sino que 

también la actividad fotosintética del fitoplancton, de manera similar a lo 

reportado por Korhonen (2012) donde muestra que el sulfuro afecta la 

capacidad fotosintética de Zostera marina. Por otro lado, se sabe que bajos 
valores de pH provocan efectos fisiológicos que repercuten sobre la regulación 

de la ingesta de alimento en los peces, provocando pobre tasa de crecimiento 

o en casos extremos la muerte (Domínguez et al., 2004) 
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Evaluación de la temperatura 

 

Nuestros resultados muestran que en promedio la temperatura superficial del 

agua es de 31.2 0C, lo cual coincide con lo reportado por CIDEA-UCA (2006) 
sobre estudio realizado en el año 2000, en el río Estero Real. Sin embargo, es 

imprescindible destacar que los resultados mostrados por CIDEA-UCA (2006) 

sobre estudios realizados en los años 2001, 2002, 2003 y 2004, sobre la 
temperatura promedio en las aguas del río Estero Real, presentan valores 

mayores de 1.5 0C en el año 2003 y de 2 0C en el año 2004, que los 

presentados en nuestra investigación. Esta situación pudiera deberse a la 
temporalidad en las tomas de muestras de cada grupo de investigación o a 

variaciones de la temperatura por efectos del cambio climático (Gutiérrez et 

al., 2012). Por tanto, bajo estas condiciones con nuestros resultados sobre la 

temperatura no podemos realizar deducciones más profundas, solo podemos 
mencionar a que grado se encontró la temperatura superficial del cuerpo de 

agua entre las 11 am y 12 m. 

 
Metabolismo acuático 

 

El interés de estudiar el impacto del cambio climático global y el efecto de la 
actividad humana sobre la estructura y función de los ecosistemas acuáticos ha 

venido creciendo en los últimos años (Gutiérrez et al., 2009; 2012). La 

gravedad de estos impactos puede depender tanto de su intensidad o 

frecuencia debido a que los organismos a menudo exhiben diferentes 
tolerancias a los factores de estrés o diferentes capacidades de recolonización 

(Gutiérrez et al., 2012). Nuestros resultados muestran, por primera vez en 

Nicaragua, la dinámica fluctuante del metabolismo intermedio en el cuerpo de 
agua, evaluando los niveles de metabolitos (aminoácidos y glucosa) y 

proteínas en estado libre, en las aguas y sedimento del río Estero Real, en el 

periodo (mayo-octubre). 
 

Evaluación de niveles de metabolitos y proteínas en el cuerpo de agua 

 

Se sabe que el proceso de degradación de la materia orgánica puede ser 
llevado a cabo de diferentes maneras y por diferentes especies de 

microorganismos (Erijman, 2011). De tal forma que los resultados sobre los 

niveles de metabolitos y proteínas, presentes en estado libre en las aguas del 
Estero Real, puede ser producto de la actividad de cualquier miembro de la 

población microbiana (Rodríguez, 2010; Erijman, 2011).  

 

Nuestros resultados muestran que las concentraciones de proteínas y glucosa, 
en estado libre, presentan una tendencia decreciente en paralelo al 

comportamiento de la concentración salina, por ende disminuyen a medida que 

avanza el periodo lluvioso. Rodríguez (2010) encontró que algunas clorofitas  
como Chlorella sp., Chlamydomonas sp., Oocystis sp. y Scenedesmus sp. y 

algunas cianofitas tienen capacidad de liberar exoenzimas tales como amilasa,  

lipasa, proteasa, fosfatasa, celulasa y ureasa; razón que permite hipotetizar 
que en el cuerpo de agua del Estero Real las Clorófitas podrían estar ejerciendo 
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algún efecto sobre la degradación de las proteínas, en sinergia con la presencia 

bacteriana, actividad metabólica que incrementa a medida que disminuye la 

concentración salina. Estudios recientes han comparado la biomasa microbiana 

(hongos, bacterias y microalgas) y la actividad de enzimas extracelulares 
usadas para la descomposición de la materia orgánica entre diferentes 

sustratos bénticos (hojas y ramas de árboles), encontrando alta actividad 

peptidasa en momentos de alta concentración de biomasa algal y que la 
biomasa de hongos y bacterias incrementa con la degradación de celulosa y 

hemicelulosa proveniente del tejido de las hojas (Artigas, 2008). Por tal razón, 

aunque nuestro estudio solamente implica evaluar los metabolitos libres 
podemos hipotetizar que la alta concentración de Chlorella sp., 

Chlamydomonas sp., Oocystis sp. y Scenedesmus y algunas cianofitas 

encontradas en las aguas del río Estero Real por investigadores de nuestro 

laboratorio (datos aun no publicados), en ese mismo periodo, y algunas 
bacterias pueden estar ejerciendo un efecto de pendiente negativa sobre la 

concentración de proteínas en el tiempo. Además, debido al aumento de la 

población bacteriana en el periodo lluvioso (Saborío, 2002) es posible que 
también exista mayor demanda de glucosa libre en los meses de septiembre y 

octubre. Bajo ese contexto, el incremento en la concentración de aminoácidos 

libres observado en el tiempo puede ser debido al posible incremento del 
metabolismo degradativo de las proteínas. 

 

Evaluación de niveles de metabolitos y proteínas en sedimento 

 
Considerando las propiedades microbiológicas de bacterias y hongos 

degradadores de proteína, quitina, celulosa y pectina (Félix et al., 2010) y 

actinomicetos (Cruz et al., 2009) es de esperarse encontrar concentraciones de 
metabolitos libres y proteínas en el sedimento. El papel de estos 

microorganismos sobre los procesos de degradación de la materia (Erijman, 

2011) es de fundamental importancia para el aporte de metabolitos 
energéticos necesarios para el funcionamiento celular de todos los 

microorganismos que componen la biota acuática (Bunn et al., 2000). Nuestros 

resultados indican actividad metabólica de materia orgánica en el sedimento, 

encontrando pendiente de crecimiento positiva, con respecto al tiempo, es 
decir que a medida que nos acercamos a los meses más lluviosos (octubre y 

noviembre) las concentraciones de proteínas y metabolitos libres incrementan. 

No obstante, los valores de concentración de los metabolitos y proteínas en el 
sedimento son más bajos que los valores encontrados en el cuerpo de agua. 

 

Relación de los niveles de proteína y metabolitos (aminoácidos y glucosa) con 

las concentraciones salinas y los valores de temperatura. 
 

Tras el análisis de regresión de pasos hacia atrás, nuestros resultados 

muestran que los parámetros salinidad y temperatura presentan relación lineal 
con las concentraciones de proteínas, aminoácidos y glucosa en el cuerpo de 

agua y que solo la salinidad es el parámetro que se relaciona en sedimento. No 

obstante, la salinidad presenta mayor relación que la temperatura en el cuerpo 
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de agua y la relación de la salinidad en el cuerpo de agua es mayor a la 

relación que se presenta en sedimento. 

 

Relación de la concentración de proteínas, aminoácidos y glucosa con la 
concentración salina y los valores de temperatura, en el cuerpo de agua. 

 

Nuestros resultados muestran que existe una estrecha relación entre las 
concentraciones de proteínas y glucosa con respecto a la concentración de la 

salinidad, debido a que ambos compuestos energéticos disminuyen sus 

concentraciones en paralelo con la disminución de la concentración salina, en 
el cuerpo de agua. Cabe destacar que las menores concentraciones de proteína 

y glucosa se encontraron en salinidades menores a 3 ppm y valores de 

temperatura de 30.17 y 30.24 para los meses de Septiembre y Octubre 

respectivamente. Por tanto, en base a lo encontrado en estudios recientes 
donde señalan que Chlorella sp. tiene capacidad para producir enzimas 

extracelulares (amilasa y proteasa) en concentraciones mayores que el resto 

de las Clorófitas (Rodriguez, 2010) y que este género fue el más abundante en 
el mes de septiembre, podemos hipotetizar que la disminución de las 

concentraciones de proteína en los meses de septiembre y octubre pudiera 

deberse al efecto de las microalgas y que la disminución de la concentración de 
glucosa podría deberse a la demanda de este metabolito por bacterias, debido 

a que en los meses de septiembre y octubre, por lo general, hay mayor 

presencia bacteriana en las aguas del Estero Real (Saborío et al., 2002). 

 
Resulta interesante analizar que a partir de concentraciones salinas de 17.4 

ppm tanto las concentraciones de proteína como glucosa tienden a disminuir 

significativamente hasta llegar a valores casi indetectables cuando los valores 
de salinidad se aproximan a cero. Así mismo, sabiendo que la disminución de 

la salinidad es debido al volumen de agua dulce proveniente de la lluvia y que 

en el periodo lluvioso algunos investigadores han señalado que hay mayor 
crecimiento de la biomasa bacteriana y fúngica (Artigas, 2008) podemos 

hipotetizar que, en este periodo, existe mayor consumo de glucosa libre que 

podría estar disminuyendo su concentración y mayor degradación de proteína 

producto de la liberación de peptidasas, en el cuerpo de agua. No obstante, la 
relación de la temperatura con las concentraciones de estos metabolitos 

energéticos solo muestra igual comportamiento al observado en la relación con 

la salinidad cuando su valor está entre 30.24 y 30.17 0C.  
 

La concentración de aminoácidos libres muestra similar comportamiento en la 

relación con la salinidad y temperatura, denotando incremento de las 

concentraciones a medida que disminuyen la salinidad y temperatura en los 
meses de estudio. No obstante, teniendo en cuenta que las concentraciones de 

proteína en el cuerpo de agua presentan un comportamiento a disminuir a 

partir de salinidades inferiores a 17.4 ppm, es de esperarse encontrar un 
comportamiento de incremento de las concentraciones de aminoácidos libres. 

Sin embargo no resulta así, ya que la concentración de aminoácidos muestra 

incrementos solo a salinidades de 2.05 y 2.35 ppm y temperatura entre 30.24 
y 30.17 0C. Por lo tanto, estos resultados permiten hipotetizar a) que en el río 
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Estero Real a concentraciones salinas entre 20.7 y 36.5 ppm hay presencia de 

microorganismos que demandan mayor cantidad de aminoácidos que glucosa, 

b) que en salinidades entre 12.45 y 17.4 ppm siempre existe demanda de 

aminoácidos pero también se incrementa la demanda de glucosa, c) que en el 
periodo de máxima caída de lluvia (septiembre y octubre) donde las 

salinidades alcanzan valores de 2.05 y 2.35 ppm hay una disminución de la 

concentración de glucosa, probablemente debido al incremento de 
microorganismos (Artigas, 2008) consumidores de este metabolito energético, 

e incremento de la concentración de aminoácidos, en el cuerpo de agua.  

 
Ante tal situación parece que en las aguas del rio Estero Real hay una 

fluctuación de activación-inhibición de diversos microorganismos consumidores 

de metabolitos pepiticos o glúcidos que depende en primer lugar de las 

variaciones de la concentración salina y en segundo lugar de variación de la 
temperatura. Lo cual concuerda, en lo general, con lo presentado en estudios 

anteriores (Brock y Madigan, 1991; Artigas, 2008). 

 
Relación de la concentración de proteínas, aminoácidos y glucosa con la 

concentración salina en sedimento. 

 
De manera general, los datos reflejan que las concentraciones de todos los 

compuestos energéticos estudiados en sedimento presentan concentraciones 

entre 3 y 4 veces menores a las encontradas en el cuerpo de agua. Asimismo, 

todos los compuestos energéticos presentan pendiente de crecimiento positiva 
a medida que disminuye la salinidad y la diferencia entre lo observado en el 

cuerpo de agua es que en sedimento la relación es aproximadamente 2 veces 

menor. Estudios recientes señalan incremento de las concentraciones de la 
biomasa de hongos y bacterias en diferentes sustratos (hojas, ramas y arena) 

pertenecientes a cuencas hidrográficas en época de mayor precipitación pluvial 

(Artigas, 2008). Y teniendo en cuenta que nuestras muestras fueron tomadas 
de las orillas del río Estero Real en marea alta y que cuando baja la marea ese 

sector de la cuenca queda desprovisto de agua, podemos mencionar que la 

muestra de sustrato obtenido de la orilla del rio Estero Real presenta similares 

condiciones a las muestras obtenidas por Artigas, (2008). Bajo ese contexto, el 
incremento de la concentración de metabolitos libres (glucosa y aminoácidos) y 

proteínas encontrados a medida que disminuye la concentración salina en el 

cuerpo de agua (periodo lluvioso) pudiera deberse a un probable incremento 
de la biomasa bacteriana y fúngica, que pudieran estar ejerciendo su papel 

sobre la degradación de la materia, de manera similar a lo encontrado en otros 

estudios (Artigas, 2008). 

 
Hemos demostrado, que ante diversas concentraciones salinas existen 

fluctuaciones de los niveles de metabolitos libres y proteínas, tanto en el 

cuerpo de agua como en el sedimento, lo cual resulta en el descenso de las 
concentraciones de proteínas y glucosa y el incremento de las concentraciones 

de aminoácidos en el cuerpo de agua y el incremento de las concentraciones 

de proteínas, aminoácidos y glucosa en el sedimento. Dado que nuestros 
resultados concuerdan con estudios anteriores (Félix et al., 2010; Erijman, 
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2011; Bunn et al., 2000; Cruz et al., 2009; Rodríguez, 2010; Saborío, 2002) 

podemos sugerir que las microalgas juegan un papel fundamental en la 

degradación de proteínas, lo cual se confirma con la diferencia de los valores 

de aminoácidos observados entre el cuerpo de agua y sedimento. Por otro 
lado, debido a que en nuestro estudio no evaluamos las concentraciones de 

bacterias, hongos y actinomicetos no podemos decir que microorganismo es el 

que actúa ante una u otra condición ambiental. Por tanto, para monitorear de 
mejor manera la salud de este importante cuerpo de agua es necesario realizar 

estudios que abarquen, además de lo realizado en nuestra investigación, 

trabajos microbiológicos.  
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7. CONCLUSIONES 

 

1. El río estero real presenta un alto nivel de turbidez, tal y como ponen de 

manifiesto los resultados obtenidos de la lectura del disco de Secchi. 
Además, se pone de manifiesto que el sector aguas arriba de Puerto 

Morazán presenta mayor nivel de turbidez que el sector aguas abajo. 

Predominando una tendencia decreciente de los niveles de turbidez a 
medida que se avanza hacia la boca del Estero. 

 

2. La concentración de oxígeno disuelto manifiesta el alto grado de estrés 

al que está sometido el rio Estero Real, indicando que no presenta 
condiciones óptimas para el desarrollo del metabolismo acuático aerobio 

y bienestar animal. Sin embargo, aunque al final del periodo de estudio 

se nota una débil tendencia creciente de la concentración de oxígeno 
disuelto, estos valores no permiten considerar saludable a este cuerpo 

de agua. 

 

3. La concentración de la salinidad, a lo largo de nuestra área de estudio, 

presenta gradientes de concentración que incrementan a medida que 

nos acercamos a la boca del estero. Además, los datos señalan que en 

todo el periodo lluvioso, de mayo a octubre, las aguas del río Estero Real 
experimentan cambios decrecientes de la concentración salina, hasta 

llegar a valores de cero en los sectores de la Cooperativa Herrera 

Membreño y San Martin. 
 

4. Los factores temperatura y pH no muestran variaciones relevantes entre 

puntos de muestreo ni entre meses de estudio, indicando que la 

temperatura fluctúa en dependencia de las variaciones del cambio 
climático y que el pH es producto de la concentración de CO2, debido a 

la característica anaeróbica que presentan las aguas del río Estero Real 

en el periodo de mayo a octubre. 
 

5. En el agua, el mes de mayo presenta la mayor concentración de glucosa 

y proteína en estado libre. A partir de ese mes, las aguas del Estero Real 
experimentan un descenso de las concentraciones en ambos parámetros 

que culmina hasta el final de nuestro periodo de investigación, sin 

encontrar cambios relevantes de las concentraciones entre puntos, en 

cada mes de muestreo. Por el contrario, la concentración de 
aminoácidos libres muestra una tendencia creciente en el tiempo, siendo 

el mes de octubre quien presenta el mayor valor. 

 



86 
 

6. En sedimento, los tres parámetros (proteína, aminoácidos y glucosa) 

presentan tendencia a incrementar en el tiempo, siendo los meses de 

septiembre y octubre los que presentan las mayores concentraciones. 

 
7. En agua la salinidad es el parámetro que presenta mayor relación con 

respecto a las fluctuaciones de las concentraciones de proteínas, 

aminoácidos y glucosa. Así mismo se observó escasa relación de la 
temperatura sobre las concentraciones de estos metabolitos energéticos. 

 

8. En sedimento solamente el parámetro salinidad es el que presento 
relación con las concentraciones de proteínas, aminoácidos y glucosa. 

Sin embargo esta relación es inferior a la observada en el cuerpo de 

agua. 

 

En resumen, los resultados presentados en esta tesis proporcionan evidencias 

sobre el nivel de estrés al que está sometido el cuerpo de agua del río Estero 

Real, mediante la evaluación de la dinámica del metabolismo acuático 
intermedio de las proteínas, aminoácidos y glúcidos y su relación con los 

parámetros fisicoquímicos. 
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8. RECOMENDACIONES 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



88 
 

8. RECOMENDACIONES 

 Reforzar el presente trabajo investigativo con la realización de 

monitoreo mensuales de los parámetros físico-químicos y de metabolitos 

y proteínas como indicadores de la salud del cuerpo de agua del río 

Estero Real, Nicaragua. 

 

 Proponer un estudio a mayor profundidad basado específicamente en el 

aislamiento de las especies de hongos, bacterias y actinomicetos 

encargados de los procesos de la degradación de la materia en el cuerpo 

de agua. 

 

 Implementar un sistema de tratamiento de aguas servidas y negras para 

los sectores aledaños al río Estero Real e igualmente fortalecer los 

sistemas de tratamiento de las pilas usadas para acuicultura..  
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