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1. RESUMEN 
 

 

La atrazina y la simazina son herbicidas triazínicos que se emplean en el control de 

las plagas de múltiples cultivos alrededor del mundo. En México estos herbicidas 

se usan principalmente en maíz, donde la legislación establece un Límite Máximo 

Residual (LMR) de 250 ng/g. La contaminación de tortillas de maíz con herbicidas 

triazínicos es un tema poco estudiado y una buena área de oportunidad para la 

investigación, siendo que con anterioridad se ha probado la contaminación de maíz 

con estos herbicidas, así como la posible toxicidad de éstos en humanos. 

 

En este trabajo se desarrolló una metodología analítica para la extracción y 

determinación simultánea de atrazina y simazina de tortillas de maíz. Para ello, se 

utilizó la Extracción Asistida por Ultrasonido (EAU) usando como extractante una 

mezcla de MeOH: H2O, la Extracción en Fase Sólida (EFS) empleando como fase 

octadecilsilano (C18) para limpieza de interferentes y concentración, lo que fue 

complementado por la Extracción en Fase Sólida Dispersiva (EFS-D) usando como 

fase Poliestireno-Divinilbenceno. Los extractos se analizaron por Cromatografía de 

Líquidos de Alta Resolución con detección ultravioleta. (HPLC-UV, por sus siglas 

en inglés).  

 

La metodología propuesta fue validada de acuerdo con lo establecido por el 

Servicio Nacional de Sanidad, Inocuidad y Calidad Agroalimentaria para la 

identificación y/o cuantificación de residuos de plaguicidas en México, los límites 

de detección y cuantificación obtenidos por la metodología fueron de 20-50 ng/g 

para atrazina y 20-60 ng/g para simazina. Los recobros globales obtenidos fueron 

de un 71 % para simazina y 76 % para atrazina. Los resultados obtenidos fueron 

satisfactorios y la metodología permitió extraer y cuantificar a los herbicidas en 

muestras fortificadas a diferentes niveles de concentración, por lo que se procedió 

a realizar un análisis de diferentes muestras obtenidas en la República Mexicana y 

en Zona Metropolitana del Valle de México (ZMVM). 
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El resultado de este trabajo representa un avance en el desarrollo de 

metodologías para el análisis de herbicidas triazínicos en muestras a base de 

maíz como la tortilla, el método propuesto es novedoso y permite monitorear las 

concentraciones de atrazina y simazina en tortillas a niveles traza y el control de 

calidad de este alimento, tomando como referencia el Límite Máximo Residual que 

establece la legislación mexicana para la atrazina y simazina en el cultivo de maíz 

(250 ng/g).   
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2. INTRODUCCIÓN 
 

 

En la actualidad el uso de plaguicidas es una práctica necesaria para sostener la 

producción de alimentos y piensos a nivel mundial. Los plaguicidas reducen los 

daños y pérdidas en cultivos causadas por insectos, hongos, malas hierbas y 

roedores, por lo que su uso mejora considerablemente los rendimientos de 

producción (Barra Caracciolo & Grenni, 2022; Mahmood et al., 2016). La atrazina y 

la simazina son dos de los plaguicidas más empleados en México y el mundo y se 

usan principalmente en el cultivo de cereales como trigo, soya y maíz, así como 

alfalfa, sorgo y frutos cítricos (Maggi et al., 2019; LeBaron et al., 2008). 

 

En el caso de México, la producción de maíz está ligada a la producción de 

tortillas, un alimento base en la dieta de su población. Del total de maíz producido 

en el país (27.5 millones de toneladas) el 81 % se destina al consumo humano, el 

61 % en forma de tortillas y el 20 % restante en forma de otros alimentos derivados 

de maíz (Méndez, 2019). Al ser un producto derivado de maíz, las tortillas son 

susceptibles a contaminación por agroquímicos como herbicidas triazínicos. La 

contaminación de maíz por herbicidas triazínicos ya ha sido planteada y probada 

con anterioridad (Zhao et al., 2015). Sin embargo, hasta el momento no existen 

estudios enfocados en la contaminación de tortillas con herbicidas triazínicos; 

tampoco metodologías para su determinación en este tipo de muestras. 

 

Por otra parte, los estudios más recientes han demostrado que los herbicidas 

triazínicos como la atrazina y las simazina son capaces de causar daños a 

especies no objetivo como anfibios, reptiles, algas, peces, tortugas, ratones, etc.  

Ambos herbicidas presentan un alta persistencia en suelos y agua, además de 

llegar a biomagnificarse a través de la cadena trófica (Tyohemba et al., 2021). Su 

toxicidad en humanos sigue siendo controversial y aunque actualmente son 

clasificados como no cancerígenos para humanos, los últimos estudios parecen 
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indicar que estos herbicidas podrían modificar mecanismos de expresión genética 

que resultan perjudiciales para la salud humana. 

 

En México el marco normativo establece límites máximos residuales para la 

atrazina y simazina en los cultivos de maíz, no obstante, no existen LMR para 

estos plaguicidas en tortillas de maíz. Aunado a ello, a nivel mundial el consumo de 

tortillas de maíz y maíz ha aumentado (Guzmán-Soria et al., 2019; Rooney & 

Serna-Saldivar, 2016). Es por esto por lo que los estudios enfocados al desarrollo 

de nuevas metodologías para la determinación de contaminantes en tortillas 

resultan de gran importancia. 

 

Si bien en la actualidad existen numerosas metodologías para la determinación de 

herbicidas en muestras alimenticias, la complejidad y variabilidad intrínseca en 

cada una de las muestras, convierte a cada caso en un problema de análisis 

particular. La EAU, EFS y EFS-D son sólo ejemplos de técnicas que facilitan la 

preparación de muestras previo análisis instrumental. En concreto, la EAU ha 

encontrado aplicaciones en múltiples campos de la química moderna como 

alternativa a otras técnicas de extracción convencionales. La EAU presenta la 

principal ventaja de disminuir los tiempos de extracción, la energía y los disolventes 

requeridos en la preparación de muestras alimenticias y productos naturales 

(Chemat et al., 2017). Por otra parte, la extracción en fase sólida moderna ha sido 

usada desde el año de 1960 y se encuentra bien consolidada como una técnica 

con la que se obtienen buenos recobros, requiere bajo consumo de disolventes y 

materiales, además de lograr concentrar y limpiar la muestra en una sola etapa 

(Moldoveanu & David, 2021). La extracción en fase sólida dispersiva es una 

técnica que desde su desarrollo ganó gran popularidad, y en la actualidad se ha 

incorporado al desarrollo de metodologías para la determinación de plaguicidas en 

muestras alimenticias (Anastassiades et al., 2003). De esta técnica destaca: la 

facilidad con la que se miniaturiza, su bajo consumo de disolventes, así como los 

buenos recobros que se logran. 
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En este trabajo se desarrolló una metodología que permite la determinación de 

atrazina y simazina en tortillas mediante las técnicas de extracción: Extracción 

Asistida por Ultrasonido, Extracción en Fase Sólida y Extracción en Fase Sólida 

Dispersiva, los extractos se analizaron por Cromatografía de Líquidos de Alta 

Resolución con detección ultravioleta. La metodología fue validada y aplicada al 

análisis de muestras de tortillas provenientes de diferentes puntos de la Zona 

Metropolitana del Valle de México, así como de diferentes estados de la República 

Mexicana. Los resultados obtenidos permitieron obtener una metodología confiable 

con la que es posible monitorear atrazina y simazina en tortillas de maíz tomando 

como referencia el LMR que establece la legislación mexicana para el cultivo de 

maíz. 
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3. HIPÓTESIS 
 

 

El empleo de las técnicas de EAU, EFS y EFS-D permitirá el desarrollo de una 

metodología para la extracción selectiva de atrazina y simazina en tortilla de maíz. 

La separación y cuantificación de los herbicidas podrá llevarse a cabo mediante 

HPLC-UV con límites de detección que permitan realizar un monitoreo de los 

herbicidas en muestras provenientes de la Ciudad de México y Área Metropolitana. 
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4. OBJETIVOS 
 

 

4.1. Objetivo general 

 

Desarrollar y validar un nuevo procedimiento analítico para la determinación de 

atrazina y simazina en tortillas de maíz, empleando las técnicas de extracción 

asistida por ultrasonido, extracción en fase sólida, extracción en fase sólida 

dispersiva y cromatografía líquida de alta resolución con detección ultravioleta. Con 

el fin de mejorar la calidad y seguridad alimentaria y contribuir al desarrollo de 

métodos para la detección de plaguicidas en alimentos. 

 

4.1.1. Objetivos específicos 

 

Desarrollar y optimizar la extracción selectiva de atrazina y simazina proveniente 

de tortillas de maíz, empleando técnicas de extracción asistida por ultrasonido, 

extracción en fase sólida y extracción en fase sólida dispersiva. A fin de separar los 

compuestos de interés selectiva y cuantitativamente. 

 

Optimizar el análisis cuantitativo de los extractos por cromatografía de líquidos de 

alta resolución en fase reversa con detección ultravioleta. Con el fin de asegurar la 

eficacia y eficiencia de la técnica. 

 

Validar la metodología desarrollada para la determinación de atrazina y simazina 

en tortillas de maíz, con la finalidad de demostrar que el método es apto para su 

uso. 

 

Aplicar la metodología desarrollada al análisis de muestras reales provenientes de 

la Ciudad de México y área metropolitana, así como de diferentes estados de la 

República Mexicana. Con la intención de probar la capacidad de la metodología 

frente a diferentes muestras y condiciones prácticas. 
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5. MARCO TEÓRICO 
 

 

5.1. Los plaguicidas 

 

Los plaguicidas son sustancias químicas o mezclas de estas, que se emplean para 

controlar y eliminar plagas como insectos, hierbas, roedores y hongos que 

ocasionan daños a cultivos, ganado y/o a nuestra salud. (Mahmood et al., 2016). 

Existen diversas clasificaciones para los plaguicidas, una de la más empleadas se 

basa en la agrupación por organismo objetivo (plaga), bajo este criterio los 

plaguicidas se suelen clasificar como insecticidas, herbicidas, rodenticidas, 

fungicidas, acaricidas, etc. (EPA, 2022a). 

 

Se denomina como herbicida a todas aquellas sustancias cuyo organismo objetivo 

es una maleza o hierba con un crecimiento perjudicial para los cultivos. Los 

herbicidas se clasifican a su vez en familias en función de su estructura química, 

algunas de estas familias son los carbamatos, triazinas, fenoxiacéticos, 

sulfonilureas, dinitroanilinas, midazolinonas y ciclohexanodionas. 

 

Los herbicidas han funcionado como una herramienta para controlar los daños por 

plagas y satisfacer la demanda mundial de alimentos, adicionalmente han logrado 

reducir los costos y tiempos de cultivo, reducir prácticas de labranza que 

promueven la erosión del suelo e incrementar el rendimiento de algunos cultivos 

hasta en un 320 % (Barra Caracciolo & Grenni, 2022). En contra parte, el uso de 

herbicidas ha resultado en daños a especies no objetivo como plantas, insectos, 

anfibios, aves y mamíferos, contaminación de mantos acuíferos, desbalance de la 

diversidad microbiana de suelos y sistemas acuáticos, así como en el incremento a 

la exposición que tenemos hacia estos compuestos y sus metabolitos de 

degradación.  
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Particularmente, los herbicidas triazínicos se han empleado desde 1950 en todo el 

mundo. En la actualidad más de 100 países emplean herbicidas triazínicos para el 

control de malezas. En los países industrializados el 85 a 100 % de los terrenos 

cultivados emplean algún tipo de herbicida (LeBaron et al., 2008). 

 

 

5.2. Herbicidas triazínicos 

 

Los herbicidas triazínicos son una familia de compuestos que comparten un anillo 

aromático triazínico en común. Se les clasifica en cuatro grupos las clorotriazinas, 

metiltiotriazinas, metoxitriazinas y triazinonas. Los primeros tres grupos tienen un 

anillo simétrico en común (s-triazinas) mientras que el anillo de las triazinonas es 

asimétrico (as-triazinas). El nombre de cada uno de los compuestos depende de 

los sustituyentes del anillo, las clorotriazinas se nombran con la terminación -zina, 

las metiltiotriazinas con la terminación -trina y las metoxitriazinas con las 

terminación -on (LeBaron et al., 2008). En la tabla 5.2. Se muestran los 

compuestos pertenecientes a cada grupo. 

 
Tabla 5.2. Clasificación de los herbicidas triazínicos. Modificada de (LeBaron et al., 
2008). 
 

Grupo Tipo de anillo Triazina (nombre común) 

Clorotriazinas 

Anillo triazínico 
simétrico 

(s-triazinas) 

 
Atrazina, Simazina, Cianazina, Propazina, 
Terbutilazina, Trietazina, Secbutilazina. 

Metiltiotriazinas 

 
Ametrina, Aziprotina, Desmetrina, Dimetametrina, 
Dipropetrina, Metoprotrina, Prometrina, Simetrina 
y Terbutrina. 

Metoxitriazinas 
 
Atraton, Prometon, Secbumeton y Terbumeton. 
 

Triazinonas 

Anillo triazínico 
asimétrico  

(as-triazinas) 
 

Hexazinona, Metamitron, Metribuzina. 
 

 

Existen otros compuestos como la cyromazina y la anilazina que a pesar de ser 

compuestos triazinicos quedan fuera de esta clasificación ya que carecen de 
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actividad herbicida (la cyromazina es un insecticida y la anilazina un fungicida) (P. 

Zhang et al., 2018 & Ali et al., 2021). 

 

Los herbicidas triazínicos se emplean en el control de malezas de hoja ancha y 

gramíneas en más de cincuenta cultivos de relevancia mundial como lo son el 

maíz, soya, trigo, sorgo, caña de azúcar, alfalfa y cítricos (LeBaron et al., 2008). 

Estos herbicidas suelen usarse solos o en combinación con otros ingredientes 

activos lo que aumenta el espectro de control de maleza, además pueden aplicarse 

preemergencia o post-emergencia (antes o después de la germinación) (Giannetto 

et al., 2014). 

 

De los 23 plaguicidas triazínicos que se reportan en la tabla 5.2, sólo 15 siguen 

empleándose actualmente y entre estos la atrazina y la simazina son los más 

usados. La atrazina es el octavo herbicida más empleado a nivel mundial, mientras 

que la simazina figura en el lugar 37 de una lista de alrededor de 500 plaguicidas 

de mayor uso (Maggi et al., 2019). 

 

 

5.2.1. Propiedades fisicoquímicas de las triazinas 

 

Las propiedades fisicoquímicas de las triazinas dependen de los sustituyentes 

presentes en el anillo triazínico de cada una. Así, por ejemplo, la tendencia general 

para la acidez es Clorotriazinas ˃ Metiltiotriazinas ˃ Metoxitriazinas y está dada por 

el sustituyente de la posición R1 (Elbashir, 2014). La estructura general de los 

compuestos s-triazínicos puede observarse en la tabla 5.2.1. 

 

La solubilidad de las triazinas es mayor en condiciones ácidas. Las s-triazinas que 

tienen en R1 un grupo -SCH3 son más polares que las que contienen al grupo -Cl 

según el coeficiente de reparto n-octanol / agua, Kow (log P) (Elbashir, 2014). 
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Tabla 5.2.1. Estructura química de las s-triazinas.a Modificado de (LeBaron et al., 
2008) 
 

 

 
Estructura base de las s-triazinas 

 

Compuesto R1 R2 R3 pKa Log Pb 
PMc 

(g/mol) 
Solubilidad en 

H2Od (mg/L) 

Atrazina Cl CH2CH3 CH(CH3)2 1.7 2.5 215.7 33 
Simazina Cl CH2CH3 CH2CH3 1.6 2.1 201.7 6.2 
Cianazina Cl CH2CH3 C(CH3)2CN 5.1 2.1 240.7 171 
Terbutilazina Cl CH2CH3 C(CH3)3 2.0 3.0 229.7 8.5 
Propazina Cl CH(CH3)2 CH(CH3)2 1.7 2.9 229.7 8.6  
Ametrina SCH3 CH2CH3 CH(CH3)2 4.0 2.6 227.3 200 
Simetrina SCH3 CH2CH3 CH2CH3 4.0 2.6 213.3 400 
Terbutrina SCH3 CH2CH3 C(CH3)3 4.3 3.7 241.4 25 
Prometrina SCH3 CH(CH3)2 CH(CH3)2 4.1 3.1 241.4 33 
Desmetrina SCH3 CH3 CH(CH3)2 4.0 2.7 213.3 580 
Dimetametrina SCH3 CH2CH3 CH(CH3)2 (2) 4.1 3.8 255.4 50 
Prometon OCH3 CH(CH3)2 CH(CH3)2 4.3 2.7 225.3 750 
Terbumeton OCH3 CH2CH3 C(CH3)3 4.6 3.0 225.3 130 

a: Se incluyen sólo las s-triazinas que continuan en uso, b: Medido a 20 °C, c: PM: Masa molecular, d: 
Solubilidad a 20 °C y pH 7. 

 

 

5.2.1.1. Propiedades fisicoquímicas de la atrazina 

 

Estructura química 

 

La estructura química de la atrazina (2-cloro-4-etilamino-6-isopropilamino-1,3,5-

triazina) se presenta en la Figura 5.2.1.1. La atrazina presenta un anillo 

heterocíclico formado por seis átomos, tres átomos de nitrógeno en la posición 1, 3 

y 5, y tres átomos de carbono en la posición 2, 4 y 6.  
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Figura 5.2.1.1. Estructura química de la atrazina (Elaboración propia). 
 

La estructura presenta además un átomo de cloro en la posición 2, así como  

sustituyentes N-alquilados en las posiciones 4 y 6. Físicamente este compuesto es 

un sólido blanco, cristalino e incoloro (ATSDR, 2021). 

 

Estabilidad y reactividad 

 

La atrazina por si sola es estable a temperatura ambiente y su almacenamiento se 

reporta por 5 años (Merck, 2022a). En medio acuoso y sin oxígeno la vida media 

(t1/2) de la atrazina es de 578 días, cuando se encuentra en agua (pH = 7) y 

expuesta a la luz solar su vida media se reduce a 168 días (EPA et al., 2018). El 

valor t1/2 en suelos depende de diversos factores, tales como, el tipo de suelo, la 

cantidad de materia orgánica, la temperatura, el contenido de humedad y la 

composición microbiana del suelo (Mueller et al., 2017; Chowdhury et al., 2021). 

Existen reportes en diferentes suelos en los que el valor t1/2 va desde 2.3 días 

hasta 1 año (Wang et al., 2018). En el aire se ha detectado hasta 8 meses después 

de su aplicación (Yera & Vasconcellos, 2021). 

 

La aromaticidad y disposición simétrica del anillo 1,3,5-triazínico confiere a la 

atrazina una mayor estabilidad comparada con las as-triazinas (1,2,4-triazinas) en 

las que la disposición asimétrica del anillo favorece su reactividad y ruptura 

(Kushwaha & Sharma, 2020).  
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La atrazina es susceptible a decloración y reacciones de hidroxilación en la 

posición 2 del anillo. Diversas estrategias de remedición ambiental se han 

desarrollado bajo este esquema en donde el átomo de cloro en la posición 2 

reacciona con un nucleófilo mediante una reacción de Sustitución Nucleofílica 

Bimolecular (SN2) y posteriormente se da lugar a una reacción de hidrólisis (Mu 

et al., 2019). La atrazina es resistente a la hidrólisis abiótica a un pH neutro 

(Poonia et al., 2022), sin embargo, reacciona rápidamente y forma derivados 

hidroxi frente a álcalis y ácidos fuertes, a pH 1 el tiempo de vida media es de 9.5 

días, a pH 13 de 5.0 días y a pH 5 de 86 días (NIH, 2018a). 

 

Este herbicida es una base muy débil (pKa 1.7) y puede establecer un equilibrio 

ácido-base. Cuando se trabaja en medio acuoso y a pH mayor al pKa la especie 

sin carga es la predominante, cuando el pH es menor la especie predominante es 

la especie con carga (especie protonada) (Alberti et al., 2022). Este equilibrio 

puede observarse en la Figura 5.2.1.1.1.  

 

 
 

Figura 5.2.1.1.1. Equilibrio ácido base de la atrazina (Elaboración propia). 
 

En el medio ambiente la atrazina sufre al menos 17 reacciones de descomposición 

entre las que se encuentran: la decloración, desalquilación y desaminación, por 

mencionar algunas. Por medio del estudio de estas reacciones se ha relacionado a 

la atrazina con 15 compuestos de descomposición algunos de ellos son la 

desetilatrazina, 2-hidroxiatrazina y desisopropilatrazina (Wang et al., 2018;   KEGG, 

2021). 
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Solubilidad 

 

La atrazina es poco soluble en agua (33 mg/L). La solubilidad de esta especie en 

disolventes orgánicos como el metanol y acetato de etilo facilitan su manejo y 

determinación en técnicas como la cromatografía de líquidos y de gases (tabla 

5.2.1.1).  

 

Tabla 5.2.1.1. Solubilidad de la atrazina en diferentes disolventes (NIH, 2018a). 
 

Disolvente Solubilidad a (g/L) 

Agua 0.033 
Pentano 0.36 
Éter etílico 12 
Metanol 18 
Acetato de etilo 28 
Cloroformo 52 
Dimetilsulfóxido 183 

 

a Solubilidad a 20 °C 

 
Propiedades fisicoquímicas de la atrazina 

 

Otras propiedades fisicoquímicas de interés se presentan en la tabla 5.2.1.1.1. En 

esta tabla puede observarse que el valor Log P de la atrazina es mayor a 1 y por 

tanto este compuesto presenta un carácter hidrofóbico y una mayor afinidad hacia 

los disolventes orgánicos. Adicionalmente, la atrazina es estable a calentamiento, 

siendo su temperatura de fusión de 173 °C. 

 

Tabla 5.2.1.1.1. Propiedades fisicoquímicas de la atrazina. Modificado de (Fan, 
2014) 
 

Propiedad Valor 
Masa molecular 215.7 g/mol 
Punto de fusión 173 °C 
pKa 1.7 (20 °C) 
Log P (octanol/agua) 2.5 (20 °C) 
Momento dipolar a 2.46 D 
Presión de vapor 2.89x10-7 mm Hg (25 °C) 
Constante de Ley de Henry 2.36x10-9 atm∙m3∙mol-1 (25 °C) 
Constante de reacción OH atmosférico 2.73x10-11 cm3∙moléculas∙s-1 (25 °C) 

 

a Medido en Dioxano a 20 °C 
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Tomando como referencia el valor Log P de la tabla anterior, este plaguicida 

presenta una movilidad moderada en suelos, por lo que puede contaminar los 

mismos, así como ser arrastrado por los efluentes y llegar a los sistemas de aguas 

subterráneos (Kharitonova et al., 2015;  Wang et al., 2020). 

 

Cuando la atrazina se encuentra disuelta en agua presenta una baja presión de 

vapor (2.89x10-7 mm Hg) y un valor bajo para la constante de Henry (2.36x10-9 

atm∙m3∙mol-1) lo que explica su escasa volatilidad de las superficies de agua 

(Almasi et al., 2020). A pesar de ello, este herbicida se ha detectado a cientos de 

kilómetros de distancia de sus sitios de aplicación siendo que su distribución 

espacial se ve favorecida por factores como la temperatura, velocidad y dirección 

del viento y precipitaciones (Yera & Vasconcellos, 2021).  

 

Espectro de absorción molecular 

 

El espectro UV de la atrazina y el de la simazina presentan un máximo de 

absorción a una longitud de onda de 222 y 223 nm, respectivamente; y otro más 

pequeño en 265 nm (Figura 5.2.1.1.2). 

 

 
Figura 5.2.1.1.2. Espectro de absorción ultravioleta de la atrazina y la simazina. 

Modificado de (González et al., 2007) 
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5.2.1.2. Propiedades fisicoquímicas de la simazina 

 

Estructura química 

 

La estructura de la simazina (Figura 5.2.1.2) y de la atrazina difieren sólo en el 

sustituyente 6 del anillo triazínico, la simazina presenta un sustituyente N-etilamino 

y la atrazina un N-isopropilamino. La simazina es el herbicida triazínico con menor 

masa molecular entre todos los herbicidas triazínicos.  

 

 
 

Figura 5.2.1.2. Estructura química de la simazina (Elaboración propia). 
 

En su forma pura la simazina es un sólido blanco y cristalino (Gunasekara et al., 

2007).   

 

Estabilidad y reactividad 

 

La simazina es menos estable que la atrazina. En almacenamiento y refrigeración 

los estándares tienen una expiración de hasta 3 años (Merck, 2022b). El valor de 

t1/2 en agua sin exposición a la luz es de 30 días, cuando hay exposición a la luz t1/2 

es de 1 día. En el suelo los valores de t1/2 reportados son 8 - 365 días y como 

ocurre con múltiples herbicidas, el valor de t1/2 en suelo se ve afectado por 

parámetros como la humedad, composición del suelo, nivel de exposición solar y 

composición microbiana (EPA, 2022b; Turner et al., 2003). 
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La simazina es estable a hidrólisis en medio acuoso con pH 5, 7 y 9 hasta por 28 

días (EPA, 2022b). Al igual que todas las s-triazinas la simazina contiene un anillo 

aromático estabilizado por deslocalización de la densidad electrónica en el sistema 

de enlaces π conjugado (Balawejder et al., 2016). 

 

Todas las triazinas presentan un carácter débilmente básico y particular la 

simazina es la especie con menor basicidad (pKa 1.6) entre los herbicidas 

triazínicos. En la figura 5.2.1.2.1 se presenta el equilibrio ácido-base de este 

herbicida (Kushwaha & Sharma, 2020). 

 

 
 

Figura 5.2.1.2.1. Equilibrio ácido base de la simazina (Elaboración propia). 
 

La N-desalquilación y la hidroxilación en la posición 2-cloro son las principales 

rutas de degradación que sigue la simazina al encontrarse en el ambiente (Turner 

et al., 2003). 

 

La simazina, así como otros herbicidas triazínicos comparten productos de 

descomposición que entrelazan sus rutas de degradación, así, por ejemplo, la 

desisopropilatrazina es un producto de degradación común para la simazina y la 

atrazina, este compuesto a su vez se degrada en diaminoclorotriazina que también 

es un compuesto de degradación común para la propazina (KEGG, 2021).   

 

Solubilidad 

 

La solubilidad de la simazina en agua es la más baja entre todos los herbicidas 

triazinicos (6.2 mg/L) e incluso se le llega a reportar como una especie insolule en 
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agua a 20 °C (NIH, 2018b). Con el aumento de la temperatura la solubilidad de la 

simazina puede aumentar hasta 17 mg/L (50 °C) (EPA, 2021). La simazina se 

disuelve en mayor medida en disolventes orgánicos como la acetona, metanol y 

etanol de acuerdo con los datos presentados en la tabla 5.2.1.2.   

 
Tabla 5.2.1.2. Solubilidad de la simazina en diferentes disolventes (NIH, 2018b). 

 

Disolvente Solubilidad a (mg/L) 

Agua 0.0062 
Pentano 3.0 
n-hexano 3.1 
Tolueno 130 
Metanol 400 
Etanol 570 

Acetona 1500 
 

a Solubilidad a 20 °C 

 

Propiedades fisicoquímicas de la simazina 

 

En la tabla 5.2.1.2.1 se presentan las propiedades fisicoquímicas de la simazina. El 

valor Log P permite que tenga una movilidad moderada y ligeramente mayor que la 

de atrazina en los suelos, por lo que ha podido llegar a ser detectada en los 

mantos acuíferos (EPA, 2022b). Los reportes indican que la simazina en estado 

sólido es estable al calentamiento y temperaturas de hasta 150 °C, siendo su punto 

de fusión de 226 °C (Gunasekara et al., 2007). 

 

Tabla 5.2.1.2.1. Propiedades fisicoquímicas de la simazina. Modificado de (Fan, 
2014). 

 

Propiedad física Valor 
Masa molecular 201.7 
Punto de fusión 226 °C 
pKa 1.6 (20 °C) 
Log P (octanol/agua) 2.1 (20 °C) 
Momento dipolar a 2.99 D 
Presión de vapor 2.21x10-8 mm Hg (25 °C) 
Constante de Ley de Henry 9.42x10-10 atm∙m3∙mol-1 (25 °C) 
Constante de reacción OH 
atmosférico 

1.10x10-11 cm3∙moléculas∙s-1 (25 °C) 

 

a Medido en Dioxano a 20 °C. 
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Al disiparse en la atmósfera el herbicida reacciona con los radicales OH presentes 

en la aire y alcanza una vida media de 2.8 h (EPA, 2010). 

 

Espectro de absorción 

 

La simazina presenta un máximo de absorción a una longitud de onda de 223 nm, 

tal y como se observa en la Figura 5.2.1.1.2. El espectro de absorción de la 

simazina, así como el de la atrazina y otras triazinas como la sec-butilazina, ter-

butilazina y cianazina se caracterizan por presentar una banda máxima de 

absorción cercana a los 220 nm debida al grupo cromóforo que comparten en 

común, formado por un anillo triazínico y un átomo de cloro (Liu et al., 2019). 

 

 

5.2.2. Toxicología  

 

Toxicidad de las triazinas 

 

El mecanismo de acción de los plaguicidas triazínicos se basa en la inhibición de la 

cadena de electrones con el consecuente paro de la fotosíntesis; de aquí el 

carácter herbicida de las triazinas que ocasiona la muerte de plantas susceptibles 

(Pitty, 2018). 

 

Los herbicidas pueden llegar al cuerpo humano a través de ingestión, inhalación o 

absorción cutánea por exposición directa, ocasionando un efecto tóxico agudo 

como: la irritación ocular, problemas dérmicos, dolor de cabeza y náuseas 

(Mnyandu & Mahlambi, 2021). Sin embargo, la gran mayoría de las veces los 

herbicidas se ingieren a través de alimentos contaminados y su toxicidad llega a 

ser variable y dependiente de la naturaleza de la sustancia y de la población 

afectada, siendo los niños y ancianos la población más vulnerable, mientras que 

los efectos tóxicos pueden pasar de ser agudos a crónicos. 
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Toxicidad de la atrazina 

 

Aunque existe controversia sobre la posible carcinogenicidad de la atrazina en 

humanos, los estudios actuales parecen indicar que la atrazina afecta en mayor 

medida a especies no objetivo como organismos acuáticos, roedores, abejas y 

algas. Hasta el momento la carcinogenicidad de la atrazina en humanos no ha sido 

demostrada por ningún estudio y en la decada anterior se le relacionó con: 

restricción del crecimiento fetal durante la gestación (Chevrier et al., 2011), 

reducción en la calidad del semen de hombres fértiles (Swan, 2006), desarrollo de 

gastrosquisis fetal (Waller et al., 2010), cáncer de estómago (Van Leeuwen et al., 

1999) y partos prematuros (Rinsky et al., 2012). 

 

Actualmente la atrazina es “no clasificable en cuanto a su carcinogenicidad en 

humanos” (Grupo 3) de acuerdo con la Agencia Internacional de Investigación 

sobre el Cáncer (IARC, por sus siglas en inglés), siendo que los estudios 

mecanísiticos de carcinogenicidad de la atrazina no resultan de relevancia en 

humanos (IARC, 2020). De acuerdo con la Agencia de Protección Ambiental de los 

Estados Unidos (EPA, por sus siglas en inglés) la atrazina “no es un probable 

cancerígeno para humanos” (EPA et al., 2018). El instituto Nacional para la 

Seguridad y Salud Ocupacional (NIOSH, por sus siglas en inglés) ha desigando a 

la atrazina como no cancerígeno en humanos, teniendo en cuenta la insuficiencia 

de datos y estudios que lo muestren (NIOSH, 2019). Finalmente la Agencia para 

Sustancias Tóxicas y Registro de Enfermedades (ATSDR, por sus siglas en inglés) 

ha establecido que no existe información y estudios suficientes para determinar si 

la atrazina puede causar cáncer en humanos (ATSDR, 2021). 

 

La atrazina resulta perjudicial para otros organismos “no objetivo”, como lo son 

plantas, animales y microorganismos. En el reino de las plantas este herbicida 

tiene un efecto perjudicial en especies como las algas y microalgas, pudiendo 

llegar a ser mortal para el pasto marino (Singh et al., 2018). La atrazina afecta 

considerablemente a los ecosistemas acuáticos, entre las especies perjudicadas se 



  

 
21 

 

encuentran: mejillones, ranas, sapos, bagres, truchas y tortugas, por mencionar 

algunos (Fatima & Rasool, 2022; Singh et al., 2018; Gao et al., 2022;  Barra 

Caracciolo & Grenni, 2022). En animales como las ratas puede causar daños 

hepáticos, endocrinos, alteraciones en el tejido cerebral y glándula sublingual 

(Rashad et al., 2022; Giannetto et al., 2014; Ahmed et al., 2022). En insectos como 

las abejas melíferas puede causar intoxicación sinérgica (Fellows et al., 2022). En 

los suelos altera el crecimiento y composición de la población microbiana 

(Abdullahi et al., 2022).   

 

Retomando la toxicidad de esta herbicida en humanos; los estudios in vitro más 

recientes sugieren la posibilidad de que la atrazina ocasione toxicidad epigenética 

crónica (Sánchez et al., 2020), expresión de especies tóxicas para la mitocondria 

(Sagarkar et al., 2016), alteración en la expresión de mi-RNA (Wirbisky et al., 

2016), alteración de la expresión de genes involucrados en procesos neuronales 

(Wirbisky et al., 2016), modificación de la expresión de proteínas involucradas en la 

transcripción (Zhu et al., 2022) y alteraciones epigenéticas relacionadas con la 

enfermedad de Parkinson (Xie et al., 2021). En resumen, los estudios más 

recientes sugieren que la atrazina puede modificar los mecanismos de la expresión 

genética, pudiendo resultar perjudicial para la salud en humanos.  

 

Recientemente también se ha relacionado a la atrazina con la formación de 

compuestos N-nitroso (familia de alta carcinogenicidad), formados a partir de la 

ingesta de agua contaminada con atrazina en el aparato digestivo humano, sin 

embargo, la toxicidad de estos compuestos en humanos no ha sido probada 

(Sweeney, 2022). 

 

Toxicidad de la simazina 

 

La simazina es un herbicida que ha mostrado una toxicidad similar a la de la 

atrazina, sin embargo, la simazina ha sido menos estudiada, por lo que algunas 

entidades gubernamentales utilizan la base de datos de la atrazina para 
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complementar los datos de la simazina y bajo este esquema realizar los criterios de 

valoración de toxicidad (Silva & Iyer, 2014).  

 

En la actualidad no existe evidencia científica sobre la carcinogenicidad de la 

simazina en humanos, la simazina parece afectar en mayor medida a otras 

especies “no objetivo”. Los estudios en ratones han mostrado que perjudica el 

desarrollo de sus crías (Park et al., 2014), como sustancia externa, la simazina es 

capaz de modificar microambientes y niveles tróficos que terminan por afectar el 

desarrollo de reptiles, plantas acuáticas y diatomeas (Wang et al., 2021; Vervliet-

Scheebaum et al., 2010; Sahraoui et al., 2022), está demostrado que este 

herbicida es un alguicida (Onduka et al., 2022) y la EPA ha identificado riesgos 

potenciales para otras especies como peces de agua dulce, aves y anfibios (EPA, 

2020). Los resultados de estos y otros estudios han mostrado una notable similitud 

respecto a la toxicidad de la atrazina y simazina; esta es la principal razón por la 

que estos dos herbicidas sumados a la propazina y algunos de sus metabolitos se 

han agrupado y estudiado bajo un mecanismo de toxicidad en común (Silva & Iyer, 

2014). 

 

De manera análoga, la EPA ha establecido que la simazina “no es un probable 

cancerígeno para humanos”, como resultado de la evaluación del riesgo de la 

exposición dietética en humanos y la revisión de 93 publicaciones realizadas entre 

1990 y 2017 (EPA, 2020), a su vez la IARC ha clasificado a la simazina dentro del 

Grupo 3 “no clasificable en cuanto a su carcinogenicidad en humanos” (IARC, 

2022). 

 

Los estudios en animales más recientes han relacionado a la simazina con 

lesiones neuronales que modifican la actividad dopaminérgica (Li et al., 2020), 

inmunotoxicidad en células del bazo de ratones (Ren et al., 2013), modificación de 

la expresión genética que conducen a cambios fenotípicos en ranas macho (Sai 

et al., 2015), modificación del desarrollo y actividad reproductiva en ratones (Park & 

Bae, 2012), neurotoxicidad en células de ratones (Jia Yu et al., 2016) y disminución 
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de la tasa de supervivencia de ratas por exposición durante el periodo gestacional 

y de lactancia (XueTing et al., 2017), sólo por mencionar los estudios toxicológicos 

más recientes. 

 

La simazina al igual que la atrazina ha sido relacionada con la formación de 

compuestos nitroso y aunque el potencial carcinogénico de estos no ha sido 

probado por falta de estudios, se considera que el riesgo real de la simazina y 

atrazina en humanos no está resuelto (Sweeney, 2022; ATSDR, 2009). Con lo 

expuesto en esta sección se resalta la importancia y necesidad de realizar un 

mayor número de investigaciones en relación con el potencial toxicológico que 

pueda tener la simazina y la atrazina en humanos. 

 

 

5.2.3. Normatividad  

 

La seguridad alimentaria es una parte fundamental de los programas de salud en 

todos los países y por tal razón las diferentes entidades gubernamentales han 

establecido límites máximos residuales para sustancias como los plaguicidas 

empleados en productos de origen animal y/o vegetales destinados al consumo 

humano. A su vez, los hábitos de consumo y alimentación son distintos en las 

diferentes regiones del mundo, consecuentemente, existen diferentes normas, 

reglamentos o estatutos en las que se publican diferentes valores LMR, aunque en 

todos los casos se persigue un mismo fin; el de garantizar la salud de la población. 

 

El LMR es el nivel más alto de residuos de un plaguicida que puede ser tolerado 

legalmente en un alimento o pienso cuando el plaguicida es aplicado 

correctamente, de acuerdo con las Buenas Prácticas Agrícolas (FAO, 2021). Esta 

sección se enfoca principalmente en los LMR establecidos para el maíz. 
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Normatividad internacional 

 

A nivel internacional diferentes agencias regulan el uso de atrazina y simazina en 

maíz, algunas de estas entidades son el Departamento de Agricultura de los 

Estados Unidos (USDA), la Autoridad Europea de Seguridad Alimentaria (EFSA) y 

la Comisión Federal para la Protección contra Riesgos Sanitarios (COFEPRIS) en 

México, las tablas 5.2.3 y 5.2.3.1 se muestran los valores LMR permitidos por estas 

y otras agencias. 

 

Tabla 5.2.3. Límites máximos de residuos (LMR) internacionales en maíz para la 
atrazina (Elaboración propia). 
 
 

EUA Argentina Brasil 
Unión 

Europea 
Canadá Japón México 

LMR 
(ng/g) 

2001 250 250 50 200 200 250 

 
Matriz 

 
Grano 

de 
maíz 

 

 
Grano de 

maíz 

 
Maíz 

 
Maíz 

Mazorca* 
o granos 
de maíz 

 
Maíz 

 
Maíz 

Agencia USDA CIAFA ANVISA EFSA PCPA JFCRF COFEPRIS 
 
1. El LMR para Estados Unidos de América (EUA) está expresado para la atrazina, sus metabolitos y sus 
productos de degradación.  
CIAFA. Cámara de la Industria Argentina de Fertilizantes y Agroquímicos 
ANVISA. Agencia Nacional de Vigilancia Sanitaria. 
JFCRF. Fundación Japonesa de Investigación Química de Alimentos 
PCPA. Alianza farmacéutica pan-canadiense. *Con grano y sin cáscara 

 

Tabla 5.2.3.1. Límites máximos de residuos (LMR) internacionales en maíz para la 
simazina (Elaboración propia). 
 
 

USA Argentina Brasil 
Unión 

Europea 
Canadá Japón México 

LMR 
(ng/g) 

200 500 20 100 N.R. 300 250 

 
Matriz 

Grano 
de 

maíz 
 

Grano de 
maíz 

Maíz Maíz Maíz Maíz Maíz 

Agencia USDA CIAFA ANVISA EFSA PCPA JFCRF COFEPRIS 
 

N.R. No reportado 
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Además de ser un componente crítico en la seguridad alimentaria, en la actualidad 

los LMR fungen como un elemento clave en la legislación de exportaciones e 

importaciones, siendo que al día de hoy cada vez más acuerdos comerciales 

buscan homologar o cumplir con los LMR de las partes involucradas sin dejar de 

asegurar la inocuidad de los alimentos (Ambrus & Yang, 2016). 

 

El maíz no es el único cultivo en el que se emplean estos herbicidas, existen un 

mayor número de alimentos a través de los cuáles puede darse la ingesta de 

atrazina y simazina, por tal motivo los valores de LMR se determinan con base en 

la Ingesta diaria admisible (IDA), que ofrece una valor sobre la cantidad de 

sustancia que puede estar presente en los alimentos y consumirse diariamente 

durante toda la vida sin que se aprecie un riesgo sobre la salud (EFSA, 2022). La 

tabla 5.2.3.2 ofrece un listado de los valores de IDA para la atrazina y la simazina, 

de acuerdo con diferentes agencias internacionales. 

 

Tabla 5.2.3.2. Valores de IDA para la atrazina y la simazina. Modificada de (Abass 
et al., 2021). 
 

 IDA (mg/kg pc/ día) 

 ATSDR EFSA EPA Codex 

Atrazina  0.01 0.02 0.035 - 

Simazina - - 0.005 - 
 

 

 

Normatividad nacional 

 

Los herbicidas triazinicos son uno de los grupos de plaguicidas más usados en 

México (Rosas, Saldarriaga, Chávez, Vergara, & Murillo, 2022) y su uso, 

comercialización y fabricación está regulado y controlado por las autoridades 

federales del país. Los instrumentos jurídicos oficiales que rigen estas actividades 

son la Ley General de Salud (Diario Oficial de la Federación, 2021), la Ley Federal 

de Sanidad Vegetal y Animal (Diario Oficial de la Federación, 2018) y la Ley 

General del Equilibrio Ecológico y Protección al Ambiente (Diario Oficial de la 
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Federación, 2021), que a su vez dan lugar a las Normas Oficiales Mexicanas con 

un alcance para todo el territorio nacional. Asimismo, existe el reglamento de la 

Comisión Intersecretarial para el Control del Proceso y Uso de Plaguicidas y 

Sustancias Tóxicas (CICOPLAFEST), que establece las bases para un adecuado 

manejo de estos compuestos y sus formulaciones (Diario Oficial de la Federación, 

2014). 

 

El uso de atrazina y simazina en territorio mexicano está autorizado a partir de lo 

declarado en la NOM-032-FITO-1995. Normatividad en la que se establecen los 

requisitos y especificaciones fitosanitarios para la realización de estudios de 

efectividad biológica de plaguicidas agrícolas y su dictamen técnico. En lo 

particular la atrazina y simazina aparecen en el Anexo Técnico II. Plaguicidas 

autorizados para su uso en México por un periodo de 20 años o más (Anexo 

presente en la misma norma). Adicionalmente ambos plaguicidas aparecen en la 

lista de ingredientes activos de la NOM-232-SSA1-2006, que establece los 

requisitos del envase, embalaje y etiquetado de productos para uso agrícola, 

forestal, pecuario, jardinería, urbano, industrial y doméstico. Por lo que su 

regulación también está sujeta a esta norma. 

 

La norma NOM-247-SSA1-2008 establece que el productor de grano, el 

comercializador del mismo y el industrial, cada uno en el ámbito de su 

responsabilidad, deben observar que los plaguicidas que se empleen en el 

tratamiento de granos y semillas almacenados, en medios de transporte, en áreas 

de almacenamiento, espacios vacíos y para el control de roedores, así como para 

la desinfestación y protección de granos almacenados a granel o en costales, 

cumplan con los límites de uso y no excedan los niveles máximos residuales 

establecidos en el catálogo de Plaguicidas de la CICOPLAFEST (Diario Oficial de 

la Federación, 2008).  

 

En México el uso de atrazina está permitido en 14 cultivos, aunque el maíz es el 

cultivo en el que en el que se emplea en mayor medida. La tabla 5.2.3.3 muestra 
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un listado de los cultivos en los que se emplea este herbicida y el LMR permitido 

en cada uno. Por otra parte, la simazina se emplea en 19 cultivos en México, 

siendo los cultivos de frutas cítricas aquellos en los que se emplea en mayor 

medida, la tabla 5.2.3.3 enlista los LMR de la totalidad de los cultivos en los que se 

emplea este herbicida. 

 

Tabla 5.2.3.3. Cultivos en los que se emplea simazina y la atrazina en México. 
 

Simazina Atrazina 

Cultivo LMR (ng/g) Cultivo LMR (ng/g) 

Plátano 10 Caña De Azúcar 250 

Ciruelo 100 Maíz 250 

Nogal 200 Sorgo 250 

Aguacatero 250 Agave Exento 

Almendro 250 Pastizales Exento 

Caña de azúcar 250 Piña 50 

Durazno 250 Potreros 4 000 

Fresa 250 Avena 100 

Limonero 250 Cebada 100 

Maíz 250 Centeno 100 

Manzano 250 Trigo 100 

Naranjo 250 Triticale 100 

Peral 250 Arroz 100 

Toronjo 250 Manzano 50 

Vid 250   

Esparrago 10 000   

Alfalfa 15 000   

Arboles forestales Exento   

Áreas no cultivadas Exento   

 

Elaboración propia. Datos tomados de (COFEPRIS, 2019) 

 

La regulación y monitoreo de atrazina y simazina en México se extiende a 

diferentes cuerpos de agua, así como al agua para el consumo; potable o 

embotellada. Las Tabla 5.2.3.4 y 5.2.3.5 proporcionan la información sobre los 

límites máximos establecidos para los residuos de atrazina y simazina en agua, de 

acuerdo con lo establecido por la normatividad mexicana. 
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Tabla 5.2.3.4. Normas mexicanas en las que se establece límites de residuos 
máximos para la atrazina en diferentes matrices (Elaboración propia). 
 

Normativa Matriz Límite establecido 

 
NOM-127-SSA1-2017 

Agua para consumo humano 0.1 mg/L 

NOM-014-CONAGUA-2003 
 
Agua residual para la recarga 
artificial de acuíferos 

0.002 mg/L 

NOM-201-SSA1-2015 
Agua y hielo para consumo 
humano envasados a granel 

0.5 μg/L (como grupo 
Compuestos orgánicos 

halogenados adsorbibles fijos) 
 
 
 

Tabla 5.2.3.5. Normas mexicanas en las que se establece límites de residuos 
máximos para la simazina en diferentes matrices (Elaboración propia). 
 

Normativa Matriz Límite establecido 

 
NOM-127-SSA1-2017 

Agua para consumo humano 0.002 mg/L 

NOM-014-CONAGUA-2003 
 
Agua residual para la recarga 
artificial de acuíferos 

0.004 mg/L 

NOM-201-SSA1-2015 
Agua y hielo para consumo 
humano envasados a granel 

0.5 μg/L (como grupo 
Compuestos orgánicos 

halogenados adsorbibles fijos) 

 

 

5.2.4. Contaminación de alimentos con herbicidas 

 

La aplicación de atrazina y simazina puede realizarse pre o postemergencia (antes 

o después de que emerjan las malezas) (Jialin Yu & McCullough, 2016), cuando la 

se realiza preemergencia una parte de los herbicidas persiste en el suelo y puede 

ser absorbido por las raíces de los cultivos cuando estos germinan, cuando la 

aplicación se realiza postemergencia y previa cosecha, el cultivo puede absorber el 

herbicida vía foliar y/o vía radicular (a través de la raíz) (Dehghani, y otros, 2022). 

 

La absorción y distribución de los herbicidas en los tejidos de las plantas depende 

principalmente de las características fisicoquímicas de la sustancia, como la 

ionización y lipoficidad (Pérez et al., 2022). Cuando las especies químicas son 
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neutras como en el caso de las triazinas la absorción depende en mayor medida 

del valor Log P, cuando estos valores son menores a 1 la absorción se ve limitada, 

cuando se encuentran entre 1 a 3 (caso de las atrazina y simazina) la absorción 

tiende a aumentar y para valores mayores a 4 la absorción nuevamente disminuye.  

La distribución de especies neutras por los diferentes tejidos se da por difusión 

simple, mientras que la translocación y difusión en especies ionizables depende del 

Log Kow, pKa y pH (Limmer & Burken, 2014). Además de las caracterisiticas 

fisicoquímicas, otros factores como las caracteristicas biologicas de la planta y el 

tiempo de exposición afectan la absorción tanto de especies neutras como 

ionizables (Pérez et al., 2022). 

 

Está demostrado que la contaminación de frutas y verduras con triazinas puede 

darse por contacto directo con el herbicida o a través de la absorción vía radicular 

y/o via foliar de la planta, en cuyo caso el herbicida se transloca a través de los 

estomas y el floema hasta finalmente llegar a las frutas o verduras. Por otra parte, 

cuando la contaminación es por contacto directo los herbicidas se translocan del 

epicarpio al mesocarpio (Mnyandu & Mahlambi, 2021).  

 

La contaminación de frutas y verduras por atrazina y simazina parece ser un 

evento frecuente, de acuerdo con estudios como el de Mnyandu & Mahlambi  en 

donde la totalidad de muestras analizadas (papas, tomates, zanahorias, manzanas 

y peras) se encontraron contaminadas con atrazina y/o simazina (Mnyandu & 

Mahlambi, 2021). 

 

Además de la contaminación por aplicación directa de herbicidas recientemente se 

ha estudiado la contaminación proveniente por el riego de aguas residuales, en 

dónde los plaguicidas presentes en el agua contaminada terminan por translocarse 

a diferentes partes de la planta, incluyendo los frutos (Murrell et al., 2021). Esta 

clase de estudios ha demostrado que la persistencia de herbicidas como la 

atrazina y simazina en el medio ambiente puede transformar recursos como el 

agua en nuevas fuentes de contaminación.  
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La contaminación con herbicidas se extiende también a alimentos de origen animal 

como los peces en donde de la atrazina y la simazina se bioacumulan y 

biomagnifican a través de la cadena trófica. Sólo por mencionar un ejemplo, el 

reporte de peces contaminados con atrazina ha alcanzado una escala mundial, 

abarcando regiones como China, Polonia, América del sur y África, existiendo 

casos como el de Sudáfrica en los que se ha detectado contaminación de peces 

hasta por 11 herbicidas entre los que destaca la atrazina y la simazina por su 

frecuencia de detección. La bioacumulación de herbicidas en este caso es atribuida 

a la contaminación producto de las actividades agrícolas en la zona (Tyohemba 

et al., 2021). 

 

En general, el uso de herbicidas triazínicos han conducido a la bioacumulación a 

través de la cadena alimentaria, por lo que estos compuestos pueden 

eventualmente representar un riesgo para los animales y los seres humanos (Mou 

et al., 2011).  

 

 

5.3. Tortillas de maíz 

 

La tortilla es un producto derivado de la nixtamalización y cocción del maíz con 

forma circular aplanada y diámetros que suelen ir desde los 80 a los 270 mm y 

espesores de 2 a 6 mm (Liaqat et al., 2022). La tortilla se elabora con la masa de 

maíz cocida que se obtiene del proceso de nixtamalización. 

 

En México la mayor parte del maíz producido en territorio nacional (81 %) se 

destina al autoconsumo y la producción de harinas y masas, alrededor de un 9 % 

se aprovecha para el sector pecuario y el 10 % restante se divide entre 

exportaciones y merma (Espejel et al., 2016). Del total del maíz producido en 

México (27.5 millones de toneladas) cerca de un 50 % se destina exclusivamente 

a la elaboración de tortillas (Méndez, 2019), siendo el maíz blanco el más 
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empleado en la elaboración de este alimento (Torres, 2018). En el gráfico 5.3 

muestra los usos del maíz en México. 

 

 
Gráfico 5.3. Uso de maíz en México. Datos tomados de (Guzmán-Soria et al., 

2019; Espejel et al., 2016) 
 

 

Elaboración 

 

La elaboración de las tortillas de maíz conlleva una serie de pasos que comienzan 

con la selección de la materia prima: la mazorca de maíz. En un segundo paso la 

mazorca se limpia y despoja de las hojas que la recubren, posteriormente se 

desgrana y se realiza el proceso de nixtamalización. En el proceso de 

nixtamalización los granos se hierven en presencia de cal (óxido de calcio grado 

alimenticio) y se dejan en remojo durante toda una noche, acto seguido se 

descarta el líquido de remojo (conocido como nejayote) y se retira el nejayote 

restante con agua. Los granos nixtamalizados también conocidos como nixtamal 

son molidos y amasados con agua hasta obtener una mezcla uniforme (masa). 

Por último, la masa es porcionada y aplanada para finalmente pasar por un 

proceso de cocción que da lugar a las tortillas de maíz (Schaarschmidt & Fauhl-

Hassek, 2019). La figura 5.3, muestra las condiciones del proceso para cada una 

de estas etapas. 
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Figura 5.3. Proceso de elaboración de tortillas tradicional (Elaboración propia). 
Condiciones tomadas de (Guzmán-Soria et al., 2019; Santiago-Ramos et al., 

2017). 
 

 

En el territorio mexicano predomina la elaboración de tortillas realizadas a partir de 

maíz blanco seguido del maíz amarillo y posteriormente el azul (Espejel et al., 

2016), no obstante, las tortillas elaboradas de variedades de maíz negro, rojo, rosa 

y morado han comenzado a ser producidas y comercializadas en áreas urbanas, 

ya que anteriormente se consumían en mayor medida en áreas rurales (Jiménez 

et al., 2012). En la imagen 5.3.1 se muestran cinco diferentes tipos de tortillas, 

elaboradas con maíz de distintos colores.  
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De izquierda a derecha: Tortilla de maíz azul, rojo, rosa, amarillo y blanco. 
 

Figura 5.3.1. Tortillas hechas con maíz de diferente color (Fotografía propia). 
 

Actualmente, la mayor parte de la elaboración y venta de tortillas se realiza en 

locales comerciales conocidos como “tortillerías”, la producción manual de tortillas 

sigue realizándose aún, aunque en menor medida (Espejel et al., 2016). 

 

Consumo y demanda 

 

Además de México la tortilla se produce y consume en otros países de 

Centroamérica como Honduras, El salvador, Guatemala y Nicaragua, en donde es 

un alimento básico y la fuente principal de calorías de una buena parte de la 

población (de la Parra et al., 2007; Páramo-Calderón et al., 2019). En México la 

tortilla es un alimento de la canasta básica y su consumo es distinto en la zona 

urbana y rural, en la zona urbana el consumo diario por persona es de 139.9 g de 

tortilla (aproximadamente 5 tortillas por día), mientras que en la zona rural el 

consumo es de 220.8 g de tortilla (aproximadamente 8 tortillas diarias), 

considerando el peso promedio de una tortilla de 27 g (CONEVAL, 2019). 

 

En los últimos años y gracias al impulso de diversas cadenas de comida rápida la 

tortilla se ha convertido en un producto global (Calleja & Basilia, 2016) con una 

demanda creciente en Norteamérica, particularmente en los Estados Unidos de 

América donde en el año 2017 la demanda de tortillas concentró un 59.06 % del 

mercado mundial (Guzmán-Soria et al., 2019). Cabe resaltar que en mercados 
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emergentes como el de Estados Unidos, la tortillas se fríen y consumen como 

snack, tostadas u otros bocadillos (Rooney & Serna-Saldivar, 2016). A nivel 

mundial México es el país con mayor producción de tortillas; 42 % de la 

producción mundial, le sigue Estados Unidos con un 36 % y Centroamérica con un 

9 % (Rooney & Serna-Saldivar, 2016). 

 

Contaminación con herbicidas 

 

El maíz es susceptible a contaminación por plaguicidas y eventualmente esta 

contaminación puede ingresar a la cadena de producción de tortillas, resultado en 

la contaminación final del producto. La contaminación de maíz por herbicidas ya ha 

sido probado por diversos estudios y la presencia de estas sustancias en productos 

como la tortilla es un tema de investigación reciente (Zondo & Mahlambi, 2022; 

Guzmán-Soria et al., 2019). 

 

La producción de maíz conlleva etapas como la preparación del terreno, siembra, 

fertilización, control de plagas y cosecha, entre ellas el control de plagas o 

fumigación destaca por el riesgo que implica su uso en la contaminación del cereal. 

En este cultivo, el control de plagas como hierbas e insectos se realiza 

principalmente mediante la aplicación de malatión, cipermetrina, glifosato y 

atrazina. El malatión se emplea para el control de insectos caelíferos (chapulines y 

saltamontes) y la cipermetrina para el control de Helicoverpa armígera (gusano 

cogollero). La atrazina y la simazina, por otra parte, se emplean en el control de 

malezas preemergencia, mientras que el glifosato es empleado en malezas 

postemergencia (Guzmán-Soria et al., 2019). 

 

La presencia de plaguicidas en productos derivados del maíz ha sido confirmada 

por estudios como los realizados en Ruvuma Tanzania África en donde se 

detectaron altas concentraciones de plaguicidas en harina de maíz procesada 

(Mahugija et al., 2017). En México los estudios de plaguicidas en productos 

derivados del maíz son escasos; a pesar de que ser éste el alimento con mayor 
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consumo a nivel nacional (SAGARPA, 2021), los esfuerzos de investigación en se 

han enfocado mayormente al estudio de la ecotoxicidad relacionada a los cultivos 

de maíz geneticamente modificado (Guzmán-Soria et al., 2019). En consecuencia, 

existe una gran área de oportunidad relacionada con el desarrollo de metodologías 

analíticas para la determinación de plaguicidas en productos derivados del maíz y 

particularmente en alimentos como las tortillas, que forman parte de la canasta 

alimentaria. Actualmente no existen investigaciones que detallen el desarrollo de 

metodologias para la determinación de herbicidas triazinicos en tortillas, con 

anterioridad se realizó la determinación de otro grupo de plaguicidas en matrices 

derivadas de maíz (Guzmán-Soria et al., 2019). Sin embargo, los detalles del 

procedimientos empleados no han sido estudiados a profundidad debido a que 

estas investigaciones han persiguido un objetivo distinto al aquí planteado. De este 

modo, el desarrollo de nuevas metodologías para la determinación de herbicidas 

en tortillas resulta ser un área de investigación poco estudiada con potencial  

relevancia e interés para los programas de salud pública, ambiental y 

reglamentaria. 

 

 

5.4. Metodologías analíticas para determinación de atrazina en 

muestras de maíz y otros alimentos 

 

El análisis de plaguicidas en alimentos a nivel trazas conlleva una complejidad 

inherente, debida a la naturaleza de las muestras, lo que hace necesario el 

desarrollo de metodologías para la extracción de analitos, eliminación de 

interferentes y concentración previo análisis. Este procedimiento es conocido como 

preparación de muestra. Al abordar los estudios de atrazina y simazina en 

muestras alimenticias; la extracción líquido-sólido, extracción asistida por 

ultrasonido, extracción asistida por microondas y extracción con líquidos 

presurizados han sido reportadas como las técnicas de preparación de muestra 

más empleadas para este fin (Zao, 2015). En general estas técnicas de extracción 

suelen ser exhaustivas y coextraer además de los compuestos de intéres una gran 
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cantidad de componenetes de la matriz. Esto hace necesario, que en la mayoría de 

los casos se incorpore un paso más a la metodología, cuyo fin es retirar la mayor 

cantidad de estos interferentes, este paso se conoce comumente como “clean-up” 

o eliminación de interferentes. Algunas de las técnicas empleadas para este fin 

suelen ser EFS, EFS-D, extracción con líquidos convencionales o filtración multiple 

en columna de limpieza (mPFC, por sus siglas en inglés). Así mismo, la síntesis y 

funcionalización de materiales y adsorbentes, suele incorporse a este paso con la 

finalidad de aumentar la selectividad de la técnicas por los analitos. La 

cromatografía de gases y líquidos acopladas a diferentes detectores son las 

técnicas más empleadas en la separación, detección y cuantificación de 

plaguicidas triazínicos provenientes de frutas, verduras y cereales (Milhome et al., 

2019;  Singh et al., 2018). Particularmente, la cromatografía de líquidos con 

detección ultravioleta es una técnica que cuentan con una alta sensibilidad y 

especificidad, y en la actualidad es reconocida por su alta simplicidad y bajo costo 

(Milhome et al., 2019; Santos-Hernández et al., 2018) 

 
En conjunto, las técnicas de extracción / clean up y las técnicas cromatográficas, 

han permitido el desarrollo de numerosas metodologías para la determinación de 

triazinas en alimentos. La tabla 5.4 ofrece un resumen de las metodologías 

desarrolladas en los ultimos años para matrices como el maíz, derivados de maíz y 

otros cereales. Como puede observarse, estas metodologías suelen requerir una 

cantidad de muestra de 125 mg - 10 g e incluir el desarrollo de un material o 

adsorbente con alta selectividad en el paso clean up.  Los métodos instrumentales 

empleados van desde HPLC, cromatografía de gases o sus variantes acopladas a 

espectrometría de masas (CG y CG–MS), así como cromatografía de ultra alto 

rendimiento (UHPLC), colorimetría o análisis voltamperométrico con 

inmunosensores. Sólo uno de los estudios que incluye esta tabla reporta la 

presencia de atrazina en el análisis de muestras reales y en su mayor parte se 

realiza un análisis multiresiduo que suele incluir a compuestos de una misma 

familia con características fisicoquímicas similares. 
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Tabla 5.4. Metodologías recientemente desarrolladas para la determinación de atrazina y simazina en maíz, derivados de 
maíz y otros cereales (Elaboración propia). 
 
 

Referencia Matriz 
Cantidad 

de 
muestra 

Analito 
Técnica de extracción 

y clean up 

Técnica de 
separación - 

detección 

LD1 
(ng/g) 

LC1 
(ng/g) 

Recobro 
(%) 

Muestras 
reales 
(ng/g) 

(Wang et al., 
2020) 

Arroz 1 g 

Atrazina, 
ametrina, 
terbutina y 

terbutilazina 

 
Extracción ultrasónica (n-

hexano), Limpieza por EFS 
magnética (MWCNT@Au) 

 

HPLC-UV 1.05 3.51 99-105 ND 

(Omena 
et al., 2019) 

Arroz 125 mg 

Atrazina, 
simazina, 

carbofurano, 
molinato y 

tebuconazol 

Microextracción en fase 
 sólida con discos giratorios 

(DVB / Car / PDMS) 
 

CG-MS 0.57 1.9 82-101 ND 

(Milhome 
et al., 2019) 

 

Harina de 
maíz 

brasileño 
comercial 

5 g 
Atrazina y 19 
plaguicidas 

más 

Extracción Líquido-sólido 
(ACN: H2O), Limpieza por 

EFS dispersiva (PSA + 
MgSO4) 

 

CG-MS - 3.3 95 -119 ND 

(Liang et al., 
2018) 

Arroz 1 g 
Atrazina y 6 
plaguicidas 

más 

Extracción n-hexano 
ultrasonido y EFS magnética 

(Óxido de grafeno/sílice 
mesoporosa/MOF) 

 

HPLC- UV 0.040 0.14 91-95 ND 

(Santos-
Hernández 
et al., 2018) 

Maíz 0.5 g 
Atrazina y 2,4-

D 

Extracción con microondas 
(MeOH: H2O, 60 °C), 

Limpieza por EFS (Strata X) 
 

HPLC-UV 20 100 82-98 ND 

(Trevisan 
et al., 2017) 

Hojas de 
café 

1g 
Atrazina y 51 
plaguicidas 

más 

Extracción líquido-sólido 
(ACN), Limpieza con EFS-D 
(C18, PSA, Z-Sep y Carb) 

 

UHPLC-MS 0.075 0.225 76-98 ND 

(Andrade 
et al., 2016) 

Maíz 1 g 

Atrazina, 
Simazina, 
Ametrina, 
Terbutrina 

Extracción ultrasónica (ACN), 
limpieza con extracción en 
fase sólida de impresión 

molecular (MISPE) 
 

HPLC-MS 1.6-3.3 5-10 80, 110 ND 
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Referencia Matriz 
Cantidad 

de 
muestra 

Analito 
Técnica de extracción 

y clean up 

Técnica de 
separación - 

detección 

LD1 
(ng/g) 

LC1 
(ng/g) 

Recobro 
(%) 

Muestras 
reales 
(ng/g) 

(Liu et al., 
2016) 

Arroz 10 g Atrazina 

 
Extracción liquid-sólido 

(ACN), limpieza con EFS 
dispersiva (PSA) y EFS 

(Oasis HLB) 
 

Espectrofotometría - 16.5 83-91 - 

(Zhao et al., 
2015) 

Maíz 1 g 

Atrazina, 
Simazina, 
Ametrina, 

Desmetrina, 
Propazina y 
Prometrina 

Extracción líquido-sólido 
(ACN), limpieza con EFS 
(Microesferas huecas de 

impresión molecular) 
 

HPLC-MS/MS 0.14 0.46 90-98 
7.6 

(Atrazina) 

in et al., 
2015) 

Trigo 10 g 
Atrazina y 24 
plaguicidas 

más 

Extracción líquido-sólido 
(ACN), Limpieza mPFC 
(nanotubos de carbono) 

 

HPLC-MS/MS 3 5 87-97 ND 

(Giannetto 
et al., 2014) 

Hojuelas 
de maíz, 
piensos 

5 g Atrazina 
Extracción ultrasónica 

(MeOH) 
 

Voltamperometría 
cíclica 

(Inmunosensor) 
1.2 5 109-114 ND 

(Zhao et al., 
2013) 

Papa 10 g 
Atrazina y 39 
plaguicidas 

más 

Extracción líquido-sólido 
(ACN), limpieza mPFC 

(nanotubos de carbono de 
paredes múltiples) 

 

HPLC-MS/MS 1 3 97, 103 ND 

(Mou et al., 
2011) 

Arroz 10 g 

Atrazina, 
simazina y 8 
plaguicidas 

más 

Extracción líquido-sólido 
(ACN), limpieza EFS (florisil) 

 
HPLC-MS 9 11 82-87 ND 

(Romero-
González 

et al., 2011) 
Trigo 5 g 

Atrazina y 39 
compuestos 

más 

Extracción Líquido-sólido 
(ACN) acidificada y filtración 

 
UHPLC-MS/MS - 3 110 ND 

(Wigfield & 
Grant, 1993) 

Harina de 
maíz  

1 g 
Atrazina, 

Simazina y 
cianazina 

Extracción Líquido-sólido 
(H2O: MeOH), Kit comercial 

inmunoensayo 
 

Espectrofotometría 10 - 101-117 - 

 1 Los LD Y LC mostrados son para atrazina. ND: No detectado 
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5.5. Preparación de muestra 

 

La preparación de la muestra es un paso crítico en el desarrollo de metodologías 

analíticas, cualquier error cometido en la preparación de muestra repercute 

directamente en toda la metodología, independientemente del potencial de la 

técnica de detección en uso (Olariu et al., 2010; Andrade-Eiroa et al., 2016). 

 

El objetivo principal es hacer que las muestras complejas sean adecuadas para el 

análisis instrumental, ya que de lo contrario tienden a dañar o reducir el 

rendimiento y vida media de los equipos, sean estos cromatográficos o de 

cualquier otro tipo. La preparación de muestra logra además, eliminar 

interferencias de la matriz y concentrar los analitos, lo que se traduce en reducción 

de los tiempos de análisis, incremento en la sensibilidad y mejora en la detección e 

identificación de los analitos (Olariu et al., 2010). 

 

En general, la preparación de muestra es la etapa de un proceso analítico en la 

que se invierte la mayor cantidad de tiempo, diversos autores han llegado a 

señalar un tiempo requerido para esta etapa de 61 % hasta 80 % del total del 

proceso analítico (Płotka-Wasylka et al., 2015; Andrade-Eiroa et al., 2016). 

 

 

5.5.1. Extracción Asistida por Ultrasonido (EAU) 

 

La extracción asistida por ultrasonido es un tipo de extracción por disolventes en el 

la que una fuente de ultrasonidos proporciona energía al medio para facilitar la 

extracción. El ultrasonido es una frecuencia de las ondas mecánicas que se 

propagan por arriba de la frecuencia audible para los humanos (˃ 20 kHz) (Kumar 

et al., 2021). Los sistemas de EUA se encuentran disponibles en formato de baño 

y sonda. Las sondas generalmente aumentan aún más la eficiencia de extracción, 

ya que producen más energía y en las sondas la muestra está en contacto directo 

con el transductor generador de ondas (Lee & Yoon, 2021).  
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Parámetros de la EAU 

 

Entre los factores que afectan a la EAU se encuentran: la temperatura, el tiempo 

de extracción, el porcentaje de amplitud, el tipo de disolvente de extracción y la 

relación sólido:disolvente. 

 

El aumento en la temperatura durante la extracción disminuye la viscosidad de los 

disolventes lo que mejora su difusividad en la matriz y con ello aumenta la 

desorción y extracción de los solutos no volátiles (Kumar et al., 2021). En algunos 

casos, por el contrario, el aumento en la temperatura puede reducir los 

porcentajes de recobro, en especial cuando los analitos son volátiles o no son 

estables a la temperatura (Raza et al., 2017). De manera similar, se ha observado 

que el incremento en el tiempo de extracción aumenta inicialmente los recobros y 

posteriormente reduce los porcentajes de recuperación. El tipo de disolvente de 

extracción y su afinidad por los solutos, juega un papel crucial en los rendimientos. 

Por lo general se usa una mezcla de 2 o más disolventes, siendo agua uno de 

estos la mayor parte de las veces. El incremento del disolvente en la relación 

sólido:disolvente, favorece la difusividad y penetración del líquido durante el 

proceso de extracción, aunque comúnmente se busca emplear la mínima cantidad 

con la finalidad de optimizar su uso. La amplitud representa un valor en porcentaje 

de la potencia nominal entregada por el equipo de ultrasonido. El aumento en la 

amplitud también conduce al incremento del rendimiento de la extracción, hasta 

llegar a un máximo después del cuál los solutos comienzan a degradarse y el 

efecto de la cavitación sónica disminuye (Kumar et al., 2021).. 

 

Principio 

 

El principio de la EAU se basa en la cavitación sónica en el que una serie de 

ondas de compresión y rarefacción superiores a los 20 kHz son inducidas en el 

medio de extracción lo que ocasiona la generación y colapso de burbujas, con el 

consecuente aumento de la temperatura y presión local (Syahir et al., 2020). La 
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EAU es capaz de fragmentar, formar poros, erosionar y aumentar el índice de 

hinchamiento de la materia orgánica, lo que facilita la penetración de los 

disolventes y el aumento de la eficiencia de extracción (Zahari et al., 2020;  Kumar 

et al., 2021). El proceso de cavitación sónica se encuentra ilustrado en la Figura 

5.5.1. 

 
 

 
Figura 5.5.1. Esquema de la cavitación sónica. Modificada de (Lopes de Mello 

et al., 2021) 
 

Recientemente la EAU ha sido aplicada en numerosos desarrollos como la 

extracción de compuestos fenólicos con interés farmacéutico provenientes de 

frutas (Dzah et al., 2020; Lee & Yoon, 2021), la modificación de las propiedades 

físicas y estructurales de las proteínas (Rahman & Lamsal, 2021), la extracción de 

aceites de diferentes semillas (Mohammadpour et al., 2019; Jalili et al., 2018) y la 

extracción de otros compuestos bioactivos como: flavonoides, saponinas, timol y 

proteínas de una gran variedad provenientes de vegetales (Yusoff et al., 2022). 

 

Ventajas y desventajas 

 

La EAU ha sido adoptada como un proceso extracción verde con múltiples 

ventajas frente a las técnicas de extracción con disolventes convencionales, como 

la extracción Soxhlet. Algunas de sus ventajas y desventajas se enlistan a 

continuación. 
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Ventajas 

 

-Los equipos son más económicos en comparación de otras técnicas de 

extracción como la extracción con fluidos supercríticos. 

-Reduce el consumo de disolventes y energía requerida. 

-Reduce el tiempo de extracción. 

-Puede acoplarse a otras técnicas. 

-Es considerada como una técnica verde. 

 

Desventajas 

 

-No puede aplicarse a muestras gaseosas. 

-El extracto obtenido requiere de filtración y clean up posterior. 

-Las muestras deben ser termoestables o debe controlarse la temperatura durante 

el proceso de extracción. 

 

 

5.5.2. Extracción en fase sólida (EFS) 

 

La extracción en fase sólida es una técnica que se emplea en la preparación de 

muestras, la cual se basa en el reparto de los analitos de un extracto o muestra 

líquida hacía una fase sólida, en este caso la fase sólida se encuentra empacada 

en un cartucho a través del cual se hace pasar el líquido. Esta técnica comenzó a 

ser desarrollada alrededor de 1960 y guarda varias similitudes con la cromatografía 

de líquidos (Moldoveanu & David, 2021). La EFS moderna se realiza en cartuchos 

con diferentes formatos y capacidad, en su interior el adsorbente se encuentra 

empacado con ayuda de filtros de polipropileno, material del que usualmente 

también están hechos los cartuchos. En la actualidad existe una gran variedad de 

adsorbentes con múltiples aplicaciones, selectividad y afinidad, entre ellos se 

encuentran fases polares, fases no polares, intercambiadores de iones, 

inmunoadsorbentes y polímeros de impresión molecular.  
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El procedimiento general de la EFS se compone de cinco pasos secuenciales: 

activación, acondicionamiento, carga, limpieza y elución. En la activación se hace 

pasar un disolvente a través del adsorbente; logrando la solvatación del adsorbente 

y con ello que la totalidad de la superficie esté disponible para establecer 

interacciones (Dawadi et al., 2021). En el segundo paso; acondicionamiento, se 

hace pasar un disolvente con una composición similar a la de la muestra, lo que 

prepara al adsorbente para recibirla y facilita la interacción soluto-adsorbente. 

Durante la carga, la muestra se aplica a través del cartucho cuidando la velocidad 

de flujo y apoyándose de vacío o aumentando la presión en la parte superior con 

ayuda de adaptadores y jeringas, al finalizar la carga los analitos y otros 

componentes de la matriz pueden ser retenidos, por lo que se procede a hacer una 

limpieza en la que un disolvente previamente elegido se hace pasar a una 

concentración y volumen determinado. Por último, los analitos se eluyen con un 

segundo disolvente de una naturaleza distinta al empleado en el paso anterior. El 

procedimiento o secuencia generales de elución, se esquematiza en la Figura 

5.5.2. 

 

 
Figura 5.5.2. Procedimiento general de EFS. 

 Modificada de (Dawadi et al., 2021). 
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En la actualidad la incorporación de nuevos adsorbentes como los polímeros de 

impresión molecular, inmunoadsorbentes, nano partículas y nanomateriales a base 

de carbono, siguen impulsando las aplicaciones de esta técnica en diferentes áreas 

como: el análisis de drogas anfetamínicas en orina y agua residual (Xiong et al., 

2023), análisis de herbicidas y compuestos perfluorados en agua (Prukjareonchook 

et al., 2022; Folorunsho et al., 2023), enriquecimiento de aductos de ADN (Wu & 

Cai, 2022) y determinación de compuestos fenólicos en leche (Palacios Colón 

et al., 2023), sólo por mencionar los desarrollos más recientes. 

 

Parámetros de la EFS 

 

En un caso ideal es posible analizar la EFS como un proceso similar al proceso 

cromatográfico, teniendo en cuenta que en el primer caso la muestra no suele fluir 

continuamente por el cartucho como ocurriría en cromatografía de líquidos 

convencional, en el caso de la EFS el flujo es intermitente. 

 

En la práctica, el volumen de fuga es un parámetro crítico en la optimización de la 

EFS, en especial cuando se busca una buena reproducibilidad y retención de los 

analitos al adsorbente, de ser el caso, el volumen de carga de la muestra debe 

encontrarse por debajo del volumen de fuga. 

 

La relación de los parámetros involucrados en el proceso de EFS se deduce al 

considerar una muestra con concentración de analitos (C0) y volumen máximo (VM) 

que es cargada al cartucho, después del cuál el analito ya no es retenido en el 

adsorbente. Al aplicar la muestra, inicialmente los analitos se mantienen retenidos 

dentro del cartucho, por lo que la concentración de analitos en el efluente (C/C0) es 

cero. En medida que se carga un mayor volumen de muestra la misma comienza a 

actuar como fase móvil, por lo que los analitos comienzan a migrar y si estos llegan 

a ser detectados en el efluente (C/C0 = 1 %) se dice que el volumen de carga ha 

alcanzado el volumen de fuga (VF). Si se continúa con la carga después de este 
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punto la concentración en efluente colectado comienza a aumentar (C/C0 ˃ 1 %) 

pudiendo llegar al punto en que la concentración de analitos en el efluente es la 

misma que en la carga (Volumen de retención o VR), después de este punto la 

concentración de los analitos en el efluente tiende a un máximo valor de 

concentración (C/C0 = 100 %), que corresponde al volumen de elución o Volumen 

máximo (VM). Esta variación de la concentración de los analitos en el efluente 

(C/C0) en función del volumen de disolución se puede apreciar en la figura 5.5.2.1 

como “curva de rompimiento”, adicionalmente se muestra el pico cromatográfico 

correspondiente al pico del estándar de una inyección con una misma 

concentración C0 aplicada en cromatografía de elución convencional. 

 

 
 

Figura 5.5.2.1. Curva de rompimiento y parámetros en la EFS. Modificada de 
(Moldoveanu & David, 2021) 

 

Cabe destacar que la variación de la retención de los analitos depende de sus 

características fisicoquímicas, de la naturaleza y cantidad del adsorbente, así como 

de la composición y flujo del disolvente usado en el proceso. A su vez, la falta de 

retención de un compuesto puede estar relacionada con la carga excesiva de 
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muestra al cartucho, que termina por exceder su capacidad, así como a la 

velocidad de carga de la muestra. Cuando la velocidad de carga es elevada no se 

da tiempo suficiente para alcanzar el equilibrio de retención (Dawadi et al., 2021). 

 

Ventajas y desventajas 

 

En los últimos años, la extracción en fase sólida continua ganando popularidad en 

debido a diversas ventajas que facilitan el desarrollo de nuevas aplicaciones 

(Płotka-Wasylka et al., 2015). Las principales ventajas de esta técnica se enlistan 

a continuación.  

 

Ventajas: 

 

-Logra buenos recobros. 

-Se automatiza y miniaturiza con facilidad. 

-Es altamente compatible con desarrollo de métodos en línea. 

-En muchos casos se logra realizar la limpieza y concentración en una sola etapa. 

-Permite realizar cambio de disolventes. 

-Se cuenta con una gran variedad de adsorbentes de amplia selectividad. 

-Existen kits comerciales para múltiples aplicaciones. 

-Requiere de un bajo consumo de disolventes en comparación con técnicas 

tradicionales. 

 

Sin embargo, a pesar de su alto desarrollo y de las ventajas que ofrece, aún 

existen desventajas a resaltar en la misma: 

 

-No puede aplicarse directamente a muestras sólidas o gaseosas (existen otras 

técnicas cuyo desarrollo se ha basado en la EFS para este fin). 

-Normalmente requiere de 5 pasos, lo que puede traducirse en un aumento del 

tiempo de análisis cuando el número de muestras es elevado. 
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-El analista requiere de entrenamiento previo para su ejecución en caso de no 

estar automatizada. 

 

Las limitaciones teóricas en el desarrollo de metodologías basadas en EFS, así 

como en otras técnicas de preparación de muestras han conducido a que la 

mayoría de estos procedimientos se optimicen bajo un proceso de prueba y error 

en los que pocas veces se involucran los procesos físicos con antelación (Andrade-

Eiroa et al., 2016). 

 

 

5.5.3. Extracción en fase sólida dispersiva (EFS-D) 

 

La extracción en fase sólida dispersiva es una técnica para la preparación de 

muestras que surgió en el año 2003 como una variación a la extracción en fase 

sólida convencional (EFS) (Anastassiades et al., 2003), a diferencia de esta 

segunda, la EFS-D realiza una extracción en la que el adsorbente se dispersa en 

una muestra o extracto líquido, los analitos se retienen en el adsorbente y 

posteriormente éste se separa del medio líquido por medios físicos para finalmente 

desorber a los analitos mediante un segundo disolvente.  

 

El mecanismo de la EFS-D se basa en la dispersión de un adsorbente con una 

elevada área superficial en la totalidad de una muestra o extracto líquido, el 

contacto es directo y promovido por la agitación lo que facilita alcanzar 

rápidamente el equilibrio de la extracción (Ścigalski & Kosobucki, 2020). 

 

En la actualidad el potencial de la EFS-D recién comienza a ser explotado por 

múltiples áreas de la química analítica con fines como: el análisis de parabenos en 

orina (Moscoso-Ruiz et al., 2022), análisis de hormonas en vegetales (Qin et al., 

2022), determinación de insecticidas en algodón y soya (Goon et al., 2022), 

determinación de micotoxinas en aceite vegetal comestible (Ming Yang et al., 2022) 

y determinación de hidrocarburos aromáticos policíclicos en lechuga (Q. Zhang 
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et al., 2022), sólo por mencionar los desarrollos más recientes. Al igual que la EFS, 

esta técnica también ha adoptado el desarrollo de nuevos adsorbentes, con alta 

selectividad como lo son estructuras metalorgánicas (Qin et al., 2022; Yang et al., 

2022). 

 

El procedimiento general de la EFS-D incluye tres pasos principales: carga, 

adsorción y desorción. En la carga, se coloca la totalidad de la muestra o extracto 

líquido en un tubo de centrifugación que contiene al adsorbente o mezcla de 

adsorbentes de trabajo, seguidamente el adsorbente se dispersa en el medio 

líquido apoyándose para ello de un equipo vórtex o mediante agitación manual, 

resultado de esta agitación tiene lugar el proceso de adsorción, en el que se puede 

retener y separar a los analitos o a los interferentes. En el primero de los casos los 

analitos son adsorbidos, el adsorbente se separa por centrifugación y el medio 

líquido se decanta para finalmente desorber a los analitos con un segundo 

eluyente. En el segundo caso los interferentes son retenidos en el adsorbente, el 

adsorbente se separa por centrifugación y el extracto líquido con los analitos se 

recupera por decantación. El procedimiento general se muestra en la Figura 5.5.3. 

 

 
 

Figura 5.5.3. Procedimiento general de la extracción en fase sólida dispersiva 
(Elaboración propia). 
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Fundamentos 

 

Los fundamentos de la EFS-D no han sido estudiados a profundidad, sin embargo, 

al tratarse de una técnica que surgió como una variación de la EFS, comparte 

algunos principios con la misma, en particular algunos parámetros como la 

capacidad de carga, fuerza del disolvente y cantidad de muestra se conservan de 

una técnica a otra. En contraste, en el caso de la EFS-D no puede definirse una 

fase móvil y una fase estacionaria, a su vez el adsorbente en este caso no se 

encuentra confinado y la dinámica por la que el adsorbente y la muestra entran en 

contacto es completamente distinta al proceso de elución de la EFS. En la EFS la 

velocidad de flujo en la elución es parámetro crítico para obtener una buena 

interacción soluto-adsorbente, en la EFS-D la velocidad de agitación favorece 

estas interacciones.  

  

Los principales parámetros que afectan al desempeño de EFS-D son: la cantidad y 

naturaleza del disolvente en el proceso de dispersión y desorción, el área 

superficial del adsorbente y la capacidad adsorbente. 

 

La cantidad y naturaleza del disolvente en el proceso de dispersión modifican la 

retención de los analitos. Cuando las interacciones analito-adsorbente son 

mayores que las analito-disolvente el proceso de adsorción se favorece, en el caso 

contrario, el proceso de desorción es dominante y los analitos permanecen en el 

disolvente. Durante el proceso de desorción la polaridad del disolvente o mezclas 

de disolventes de desorción debe ser similar a la polaridad de los analitos 

(Büyüktiryaki et al., 2020). 

 

De forma general también se ha observado que la eficiencia de la absorción se ve 

favorecida por una mayor área superficial que tiende a ser mayor en los 

nanomateriales. De la misma forma se ha encontrado que la relación 

superficie/volumen también juega un papel importante en este proceso, cuando la 
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relación superficie/volumen es elevada, la capacidad del adsorbente también lo es, 

como en el caso de los nanomateriales (Büyüktiryaki et al., 2020). 

 

La capacidad adsorbente puede definirse como la cantidad de adsorbato adsorbido 

por unidad de adsorbente (ecuación 1). 

 

𝐶𝐴 =
(𝐶0−𝐶𝑒𝑞) 𝑉

𝑚
                (𝑒𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 1) 

 
Donde 𝐶𝐴 es la capacidad adsorbente, 𝐶0 la concentración inicial de los adsorbatos 

en la fase líquida y 𝐶𝑒𝑞 la concentración de los adsorbatos en la fase líquida al 

equilibrio, 𝑉 el volumen de la disolución y 𝑚 la masa del adsorbente. La capacidad 

a su vez se ve afectada por las propiedades del adsorbente como lo son: el área 

superficial, el tamaño de partícula y la estructura de los poros. Otros factores que 

afectan a la capacidad adsorbente son el tipo de disolvente, la presencia de sales, 

la tensión superficial, el pH, temperatura, estructura de los adsorbatos y la 

presencia de otros adsorbatos en el medio (Büyüktiryaki et al., 2020). 

 

La termodinámica del proceso está dominada por la disminución de la entropía (𝛥𝑆) 

debida a la acumulación de los adsorbatos en la superficie del adsorbente, por lo 

tanto, cuando el proceso es espontáneo el cambio en la energía de Gibbs (𝛥𝐺) es 

menor a cero y la entalpia del sistema disminuye liberando energía 𝛥𝐻  ˂ 0, la 

relación de estas funciones de estado está dada en la ecuación 2 (Büyüktiryaki 

et al., 2020).  

 

𝛥𝐺 = 𝛥𝐻 − 𝑇𝛥𝑆                (𝑒𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 2) 
 
𝛥𝐺 es el cambio en la energía libre de Gibbs que describe la espontaneidad de un 

proceso, 𝛥𝐻 es el cambio en la entalpia relacionado con el intercambio de calor del 

sistema y 𝛥𝑆 es el cambio de entropía del sistema. 

 

El mecanismo de adsorción en la EFS-D, así como en la EFS es un proceso de 

superficie en el que los analitos y componentes de la matriz (adsorbatos) se 
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acumulan sobre el adsorbente de forma reversible. En este proceso la adsorción 

tiene lugar en una interfaz sólido-líquido de forma rápida reversible y usualmente 

exotérmica (Büyüktiryaki et al., 2020). 

 

Esta técnica presenta numerosas bondades y ventajas, las principales se 

mencionan a continuación. 

 

Ventajas 

 

-Muy bajo consumo de adsorbentes y disolventes que se reflejan en un bajo costo. 

-Es una técnica rápida que logra buenos recobros. 

-Se miniaturiza con mucha facilidad. 

-Logra limpiar y concentrar los extractos en una sola etapa. 

-Permite realizar cambio de disolventes. 

-Se cuenta con una amplia variedad de adsorbentes de selectividad variada. 

-Se cuenta con kits comerciales con amplia gama de aplicaciones. 

-Alta compatibilidad con métodos de extracción líquido-líquido miniaturizados.  

 

Desventajas 

 

-Resulta difícil de automatizar. 

-Muy baja compatibilidad con métodos en línea. 

-El analista requiere de entrenamiento previo para su ejecución. 

-No puede aplicarse directamente a muestras sólidas o gaseosas. 
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6. METODOLOGÍA EXPERIMENTAL 
 

 

6.1. Equipos y materiales 

 

6.1.1. Materiales 

 

Vasos de precipitado de 50, 100 y 250 mL, probetas de 100 mL, naves de pesaje 

de vidrio, matraz Kitasato de 250 mL, embudos Büchner, pipetas volumétricas de 

2.0 y 8.0 mL, viales de vidrio de 20, 15 y 1.5 mL, matraces aforados de 1.0, 25.0 y 

50.0 mL, micropipetas de 20, 100 y 1000 μL, tubos de centrifuga de polipropileno 

de 15 mL, gradilla de plástico, cartuchos de polipropileno para extracción en fase 

sólida de 1.0 mL, filtros de polipropileno, jeringa de 20 mL con adaptador para 

cartuchos, tubos Eppendorf de polipropileno de 0.5 mL y 1.5 mL, pipetas Pasteur, 

tijeras, espátulas, piseta, papel Parafilm, cronómetro, perilla de succión, papel 

Whatman No 1 y filtros Titan de Nylon (0.45 μm).  

 

 

6.1.2. Disolventes y adsorbentes 

 

Se empleó metanol y acetonitrilo grado cromatográfico adquirido de J.T. Barker, 

USA (pureza de 99.9 %). El agua se obtuvo de un sistema de purificación 

Symplicity UV (Merck Millipore, USA) con una resistividad de 18 MΩcm. 

 

Los adsorbentes empleados fueron Supelclean LC-18 EFS de 45 μm y 60 Å 

(Sigma-Aldrich, USA) y Bondesil ENV de 25 μm y 450 Å (Agilent, USA). 

 

 

6.1.3. Estándares y disoluciones estándar 

 

Los estándares de atrazina y simazina de pureza respectiva 98.0 y 99.5 %, fueron 

adquiridos de Chem Service, USA. 
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De los estándares se prepararon disoluciones stock de 100 μg/mL en metanol 

grado cromatográfico, éstas se almacenaron en refrigeración a 4 °C. Las 

disoluciones estándar a diferentes concentraciones fueron preparadas en metanol 

a partir de las disoluciones stock. 

 

 

6.1.4. Equipos 

 

Los análisis cromatográficos fueron realizados en un sistema de HPLC Knauer, 

Alemania con bombas Smartline 1000, detector ultravioleta de arreglo de diodos 

(DAD, por sus siglas en inglés) Smartline 2600 e inyector Knauer D-14163 con 

“loop” de 20 μL.  

 

Las condiciones cromatográficas fueron: columna C18 ODS Hypersil (Thermo 

electron, USA) de dimensiones 150 x 4.6 mm D.I., 5 µm y precolumna Nucleosil 

100-5 C18 (Macherey-Nagel, Alemania) de dimensiones 20 x 2.0 mm D.I., 5 µm, 

longitud de onda de detección 230 nm, la fase móvil usada fue MeOH: H2O 50:50 

a un flujo isocrático de 1 mL/min y el software empleado para el análisis de datos 

fue EuroChrom Basic Edition V. 3.05. 

 

Para la preparación de la muestra se empleó una balanza analítica Discovery 

DV215CD (Ohaus, USA), un homogeneizador biohomogenizer M133/1281-0 

(Biospec, USA), una sonda ultrasónica CP505 de 500 Watts / 20 kHz (Cole-

Parmer, USA) con punta de 3/16'', una centrifuga modelo 225 (Fisher Scientific, 

USA), una mini centrifuga MiniSpin plus 5452 (Eppendorf, USA), un agitador con 

control de temperatura HCM100-Pro (DLAB, China), un equipo de agitación Vórtex 

SI-P236 (Scientific Industries, USA), un baño ultrasónico modelo 08895-14 (Cole-

Parmer, USA) y un espectrofotómetro Genesys 10S UV-Vis (Thermo Scientific, 

USA). 
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6.1.5. Muestras 

 

Las muestras de tortillas de maíz fueron obtenidas de diferentes puntos de la Zona 

Metropolitana de la Ciudad de México, así como de diferentes estados de la 

República Mexicana. El muestreo se realizó en tortillerías, supermercados y 

tiendas de abarrotes. Las muestras fueron almacenadas en ultracongelación a -25 

°C hasta su análisis. La lista de muestras, zonas de colecta y color de las tortillas 

aparece en la tabla 6.15. 

 
Tabla 6.15. Lista de muestras analizadas. 
 

Muestra 
Color de 
tortilla 

Procedencia 

Zona Estado Delegación / Municipio 

1 Azul 

Zona 
Metropolitana del 
Valle de México  

(ZMVM) 

Ciudad de 
México 

Iztapalapa 

2 Amarilla Coyoacán 

3 Azul Coyoacán 

4 Rosa Benito Juárez 

5 Blanca Cuauhtémoc 

6 Blanca Tlalpan 

7 Amarilla Xochimilco 

8 Blanca Álvaro Obregón 

9 Roja Benito Juárez 

10 Amarilla Iztapalapa 

11 Azul Benito Juárez 

12 Amarilla Azcapotzalco 

13 Azul 

Estado de 
México 

Cuautitlán 

14 Amarilla Naucalpan de Juárez 

15 Blanca Texcoco 

16 Blanca Ecatepec 

17 Blanca Tultitlán 

18 Azul Ecatepec 

19 Amarilla 

Fuera de ZMVM 

Guanajuato Guanajuato 

20 Blanca Hidalgo Tula de Allende 

21 Amarilla Nuevo León Monterrey 

22 Blanca Oaxaca Oaxaca de Juárez 

23 Amarilla Puebla San Pedro Cholula 

24 Blanca Veracruz Tantoyuca 

25 Amarilla Yucatán Mérida 
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6.1.6. Programas computacionales 

 

Para el manejo de datos del cromatógrafo se empleó el “software” EuroChrom ® 

Basic Edition V. 3.05. Para los cálculos estadísticos se usó la hoja de cálculo 

Microsoft Excel 2016 ® y para la generación y edición de figuras se usó la 

herramienta de dibujo ChemDraw 2017 ® y el programa PowerPoint 2016 ®.  

 

 

6.2. Desarrollo experimental 

 

La figura 6.2 muestra un esquema general del procedimiento que se siguió para el 

desarrollo de la metodología, el esquema se compone de 4 etapas principales: 

Etapa 1. Análisis cromatográfico, Etapa 2. Preparación de la muestra, Etapa 3. 

Validación y Etapa 4. Aplicación a muestras reales. Como puede observarse, la 

etapa 2. está compuesta a su vez de 3 subetapas más: 2.1. Homogeneización de 

la muestra, 2.2 Extracción Asistida por Ultrasonido, 2.3. Extracción en Fase Sólida 

y 2.4 Extracción en Fase Sólida Dispersiva. 

 

Todos los ensayos que se describen en esta sección fueron probados por 

triplicado, a menos que se indique lo contrario. La optimización de la metodología 

se realizó con tortilla amarilla, muestra 2 en tabla 6.15. 
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Figura 6.2. Esquema general de las etapas experimentales para el desarrollo de la 
metodología (Elaboración propia). 
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6.2.1. Cromatografía de líquidos de alta resolución (HPLC) 

 

6.2.1.1 Selección de herbicidas triazínicos 

 

Los herbicidas de este estudio atrazina y simazina fueron seleccionados de la 

legislación mexicana considerando su uso permitido en cultivos de maíz. 

 

En México, hasta noviembre del 2022 la legislación establece el uso permitido de 

los siguientes plaguicidas triazínicos en diferentes cultivos, en específico esta 

investigación se centró en los herbicidas triazínicos empleados en el cultivo de 

maíz (Tabla 6.2.1.1). 

 

Tabla 6.2.1.1. Herbicidas triazínicos empleados en cultivos de maíz mexicano. 

 
Herbicida triazínico Cultivo LMR1 (ng/g) 
Atrazina Maíz 250 
Simazina Maíz 250 
Prometrina Maíz 250 
Ametrina Maíz 250 
Cianazina Maíz 200 
Metribuzina Maíz 50 
Terbutrina Otro - 
Terbutilazina Otro - 
Hexazinona Otro - 

 

1 Límite máximo residual reportado en el Registro Sanitario de Plaguicidas coordinado por 
COFEPRIS en México 

  
Otros cultivos en los que se emplean los herbicidas de la tabla 6.2.1.1 se 

presentan en el Anexo 1.  

 

La selección de la atrazina y la simazina para desarrollar el trabajo experimental 

se realizó teniendo en cuenta que son los dos herbicidas triazínicos que se 

emplean en mayor medida a nivel mundial (Maggi et al., 2019) y en México la 

atrazina es el herbicida más empleado en cultivos de maíz (Hansen et al., 2013).  
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A continuación, se procederá a describir la optimización de la separación 

cromatográfica de los dos analitos, trabajando con estándares. 

 

 

6.2.2.2. Selección de longitud de onda en detección ultravioleta 

 

Para establecer las condiciones de detección, se investigaron los máximos de 

absorción (λmáx) de la atrazina y simazina en el rango ultravioleta.  

 

Con este fin, se obtuvieron los espectros de absorción experimentales de cada 

uno de los estándares, para ello se prepararon disoluciones estándar 10 

μg/mL de cada triazina por separado. Se colocaron 2 mL de estas 

disoluciones estándar en celdas de cuarzo y se realizó una medición 

espectrofotométrica con un barrido de 200 a 350 nm en intervalos de 0.5 

nm. Para la medición del blanco se utilizó metanol. 

 

El análisis de los espectros y bandas con máximos de absorción permitió realizar 

la selección de la longitud de onda para la detección UV empleada en el análisis 

cromatográfico.  

 

 

6.2.2.3. Optimización de la separación cromatográfica 

 

Al realizar la optimización de la separación cromatográfica se trabajó a un flujo de 

1 mL/min con la columna C18 y longitud de onda de 230 nm. 

 

Como parte de la optimización de la separación cromatográfica se determinó la 

variación de los tiempos de retención de los estándares con fases móviles a 

diferente composición MeOH: H2O. Las composiciones MeOH: H2O fueron: 45:55, 

50:50, 60:40, 70:30 y 80:20, en estos ensayos los compuestos se trabajaron por 

separado.  
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A partir de los tiempos de retención se determinaron las curvas de factor de 

capacidad (𝑘) de ambas especies, para ello se graficó 𝑘´ en función del porcentaje 

de metanol en la fase móvil. 𝑘´se calculó mediante la ecuación 3: 

 

𝑘 =
𝑡𝑅 − 𝑡𝑀

𝑡𝑀
          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 3) 

 

Siendo 𝑡𝑅 el tiempo de retención y 𝑡𝑀 el tiempo muerto determinado del pico del 

disolvente. 

 

El cálculo del factor de selectividad (𝛼) se realizó con la ecuación 4 

 

𝛼 =
 𝑡𝑅𝐵 − 𝑡𝑀

𝑡𝑅𝐴 − 𝑡𝑀
          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 4) 

 

El tiempo de retención de la atrazina se tomó como 𝑡𝑅𝐵 y el tiempo de retención 

de la simazina como 𝑡𝑅𝐴. 

 

La resolución cromatográfica (𝑅𝑠) se calculó con la siguiente ecuación: 

 

𝑅𝑠 =
2 ( 𝑡𝑅𝐵 − 𝑡𝑅𝐴)

𝑊𝐴 + 𝑊𝐵
          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 5) 

 

Siendo 𝑊𝐴 el ancho a la base del pico de la simazina y 𝑊𝐵 el ancho a la base del 

pico de la atrazina. 

  

Por último, con base en los resultados se seleccionó la fase móvil que se empleó 

para el análisis. 
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6.2.2.4. Validación instrumental 

 

Una vez que se determinaron las condiciones del análisis cromatográfico se 

evaluó la linealidad de la respuesta del instrumento, los límites de detección y 

cuantificación, así como, la repetibilidad intradía de los ensayos. 

 

Para evaluar la linealidad se trabajó con 5 diferentes disoluciones con 

concentraciones: 1, 2, 4, 5 y 10 μg/mL, cada disolución se preparó e inyectó por 

triplicado. De la integración de los picos cromatográficos se registró el área 

correspondiente a cada pico (mAU·min), las áreas se graficaron en función de la 

concentración y se realizó un análisis de regresión lineal por mínimos cuadrados. 

Con base en los resultados del análisis se evaluó la linealidad (r2) y la sensibilidad 

(m). La ecuación 6 fue empleada para este propósito. 

 

𝑦 = 𝑚𝑥 + 𝑏          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 6) 

 

𝑦 : Área registrada (unidades: mAU·min) 

𝑚 : Pendiente de la curva (unidades: mAU·min· μg/mL-1) 

𝑥 : Concentración de analito (unidades: μg/mL) 

𝑏 : Ordenada al origen (unidades: mAU·min) 

 

Los límites de detección (LD) y cuantificación (LC) se determinaron de dos formas: 

1. Mediante la pendiente de la curva de calibración y la desviación estándar del 

blanco y 2. Del análisis de la relación señal/ruido, de acuerdo con lo establecido 

en la Guía Q2(R1). Validación de procedimientos analíticos (FDA et al., 2021). 

 

Para determinación de LD y LC mediante la pendiente de la curva y la desviación 

estándar del blanco (Método 1) se usaron las ecuaciones 6, 7 y 8. 

 

𝐿𝐷 =
3.3 𝑆𝐵

𝑚
          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 7) 
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𝐿𝐶 =
10 𝑆𝐵

𝑚
          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 8) 

 

𝐿𝐷 : Límite de detección 

𝐿𝐶 : Límite de cuantificación 

𝑆𝐵 : Desviación estándar de la respuesta del blanco 

𝑚 : pendiente de la curva 

 

La desviación estándar de la respuesta del blanco se calculó de la inyección y 

análisis de un triplicado del blanco. 

 

Para la aproximación de LC y LD mediante la relación señal/ruido (Método 2) se 

realizó la inyección secuencial de disoluciones de baja concentración: 0.05, 0.03, 

0.02 y 0.01 μg/mL, iniciado por la concentración más baja y lavando el bucle entre 

cada inyección, se analizó la relación señal/ruido de la línea base y se tomó la 

relación 3/1 como aceptable para establecer el límite de detección y la relación 

10/1 como la relación aceptable para el límite de cuantificación, de acuerdo con lo 

establecido en la Guía Q2(R1). Validación de procedimientos analíticos (FDA 

et al., 2021). 

 

La repetibilidad de los ensayos se probó inyectando un triplicado de las 

disoluciones a diferente concentración (1-10 μg/mL), posteriormente de las áreas 

obtenidas y la ecuación 9, se calculó la desviación estándar relativa (DSR). 

 

𝐷𝑆𝑅 =
𝜎

�̅�
· 100          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 9) 

 

𝐷𝑆𝑅 : Desviación estándar relativa. 

𝜎 : Desviación estándar. 

�̅� : valor promedio. 
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Los criterios de aceptación para la validación fueron tomados del documento:  

Criterios para el funcionamiento, aplicación e interpretación de los resultados y los 

métodos analíticos para la identificación y/o cuantificación de residuos de 

plaguicidas (SENASICA, 2022). 

 

 

6.2.2. Homogenización y fortificación de la muestra 

 

Homogenización de la muestra 

 

La homogenización de la muestra se realizó a partir de 1 tortilla, la tortilla se partió 

en trozos con ayuda de tijeras, de estos trozos se pesaron 2.0 g dentro de un vial 

de 20.0 mL, se agregaron 2.0 mL de agua al vial y con ayuda del equipo Biospec 

se homogenizó la muestra a 10,000 rpm durante 1 min; tiempo necesario para 

obtener una pasta homogénea. Después de este primer homogeneizado se tomó 

una submuestra de 200 mg que se colocó en un segundo vial de 15 mL. El 

proceso de homogenización se ilustra en la figura 6.2.2. Durante el proceso de 

optimización se trabajó con tortilla amarilla. 

 

 
 

Figura 6.2.2. Proceso de homogenización de la muestra (Elaboración propia). 
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Fortificación de la muestra 

 

Para la fortificación de la muestra a una concentración de 2 μg/g se preparó una 

disolución estándar de 10 μg/mL a partir de la disolución stock de 100 μg/mL, de la 

disolución 10 μg/mL se tomó una alícuota de 40 μL (0.4 μg) que se colocó en la 

parte superior de la submuestra de 200 mg. Se dejaron transcurrir 30 min como el 

tiempo necesario para que la alícuota fuera absorbida por la muestra (Figura 

6.2.2.1). 

 
Figura 6.2.2.1. Proceso de fortificación de la muestra (Elaboración propia). 

 

 

6.2.3. Extracción en fase sólida (EFS) 

 

Condiciones generales  

 

Para la EFS se usó Supelclean LC-18 (C18) como adsorbente. El adsorbente fue 

lavado y secado un día antes de su uso; para ello se colocó 1 g en un cartucho de 
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6 mL con un filtro en el fondo, posteriormente el adsorbente se lavó por gravedad 

con MeOH 100 % (3.5 mL/g adsorbente) y se dejó secar por toda la noche. 

En todos los ensayos de EFS se trabajó con 100 mg de adsorbente C18 

empacados en cartuchos de polipropileno de 1 mL, la cantidad de adsorbente se 

mantuvo sin cambios durante todo el procedimiento de optimización, de acuerdo 

con las condiciones anteriormente probadas por nuestro equipo de investigación 

(Alvarado, 2003).  

 

La activación del adsorbente se realizó por gravedad con 1 mL de MeOH 100 %, 

el acondicionamiento se hizo con 5 mL de H2O a un flujo aproximado de 2 mL/min 

evitando que los cartuchos se secaran. El procedimiento general de EFS se 

muestra en la figura 6.2.3, donde se indican las condiciones de activación y 

acondicionamiento. Las pruebas realizadas para la optimización de las etapas 3, 4 

y 5 se describen a continuación. 

 

 

 
 

Figura 6.2.3. Procedimiento general de EFS. Modificada de (Dawadi et al., 2021). 



  

 
65 

 

6.2.3.1. Optimización del disolvente de carga 

 

Para optimizar el disolvente de carga en la EFS se probaron disoluciones de 

MeOH: H2O a diferentes porcentajes de MeOH que contenían estándares de las 

dos triazinas. Estas disoluciones pretendieron simular el contenido de MeOH: H2O 

del extracto UAE. Todas las disoluciones se prepararon con material volumétrico a 

un volumen total de 10.0 mL, la fortificación se realizó a partir de una disolución de 

10 μg/mL, preparada a partir de la disolución stock (100 μg/mL) que contenía a 

ambos analitos. La concentración final de los analitos en las disoluciones de 10.0 

mL fue 0.04 μg/mL y los porcentajes de metanol de cada disolución fueron 10, 20, 

23 y 30 %.  

 

Las disoluciones fueron cargadas en cartuchos independientes previamente 

activados y acondicionados, la carga se realizó a un flujo aproximado de 2 mL/min 

con ayuda de vacío. Posteriormente, los analitos fueron eluidos de los cartuchos 

con 1.0 mL de MeOH 100 %, estos eluatos o extractos se colectaron en viales de 

1.5 mL y finalmente se analizaron por cromatografía de líquidos bajo las 

condiciones anteriormente optimizadas. 

 

De los cromatogramas resultantes se determinaron las áreas y el porcentaje de 

recobro para cada uno de los analitos en los diferentes ensayos, para ello se usó 

la ecuación 10. 

 

𝑅𝑒𝑐𝑜𝑏𝑟𝑜 (%) =
Á𝑟𝑒𝑎 𝑑𝑒𝑙 𝑒𝑥𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑜 

Á𝑟𝑒𝑎 𝑑𝑒 𝑒𝑠𝑡á𝑛𝑑𝑎𝑟
· 100          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 10) 

 

Con base en los recobros obtenidos se determinó el porcentaje de MeOH óptimo 

para realizar la carga del disolvente en la extracción en fase sólida. 
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6.2.3.2. Optimización de la elución de los analitos 

 

Una vez se encontraron las condiciones de carga óptimas se realizó un estudio 

para determinar las condiciones de elución óptimas de los analitos, la cuales 

incluyeron la naturaleza, porcentaje y volumen del disolvente de elución. 

 

Para ello se trabajó con dos diferentes disolventes orgánicos de elución; metanol y 

acetonitrilo (ACN). En la primera parte del estudio se determinó la naturaleza y 

porcentaje de disolvente orgánico en agua para la elución, probando porcentajes 

de MeOH de 50, 75 y 100 %, y de manera independiente porcentajes de ACN de 

40, 45 y 50 %. En ambos casos el volumen final de elución fue de 1000 μL. 

 

Naturaleza y porcentaje del disolvente en agua 

 

En esta primera parte del estudio se realizó la extracción en fase sólida cargando 

10.0 mL de la disolución MeOH: H2O 20:80 (condición de carga óptima) con 

estándar a 0.04 μg/mL a un flujo aproximado de 2 mL/min a través del cartucho 

previamente activado y acondicionado. Posteriormente, los analitos fueron eluidos 

de los cartuchos con 1000 μL de MeOH o ACN en agua a los diferentes 

porcentajes probados. Los eluatos o extractos se colectaron en viales de 1.5 mL y 

se analizaron por cromatografía de líquidos bajo las condiciones anteriormente 

optimizadas.  

 

Los recobros obtenidos de esta primera parte del estudio permitieron determinar el 

porcentaje del disolvente óptimo para la elución. La selección del disolvente se 

determinó a partir de los estudios de interferentes. 

 

Volumen del disolvente 

 

En la segunda parte del estudio se determinó el volumen óptimo de elución, 

probando volúmenes de 500, 1000 y 1500 μL para ambos disolventes a la 



  

 
67 

 

concentración anteriormente optimizada. Para ello se realizó un segundo ensayo 

de EFS cargando 10.0 mL de la disolución MeOH: H2O 20:80 con estándar a 0.04 

μg/mL a un flujo aproximado de 2 mL/min (cartucho previamente activado y 

acondicionado), posteriormente, los analitos fueron eluidos de manera 

independiente con 500, 1000 y 1500 μL de MeOH al 75 % o ACN al 50 %. Los 

porcentajes de MeOH y ACN empleados en este ensayo fueron determinados en 

la primera parte de este estudio. 

 

Los recobros obtenidos de esta segunda parte del estudio permitieron determinar 

el volumen de disolvente óptimo para la elución. 

 

 

6.2.3.3. Optimización de la eliminación de interferentes  

 

La presencia de interferentes en los cromatogramas condujo a plantear dos 

condiciones de eliminación de interferentes o clean up en la extracción en fase 

sólida, mismos que se desarrollaron bajo el siguiente esquema. 

 

Eliminación de interferentes con metanol 

 

La eliminación de interferentes con metanol fue probada con porcentajes de 10, 15 

y 20 %. En la primera parte del estudio se probaron disoluciones con los 

porcentajes de MeOH mencionados, manteniendo un volumen de 1.0 mL. El 

procedimiento que se siguió fue: cargar 10.0 mL de la disolución MeOH: H2O 

20:80 con 0.04 μg/mL de estándar a un flujo aproximado de 2 mL/min (cartucho 

previamente activado y acondicionado). Posteriormente, se aplicaron 2 mL de H2O 

100 % (flujo aproximado de 2 mL/min), al que siguieron volúmenes de 1 mL de 

disoluciones 10,15 y 20 % de metanol, probados de manera independiente a un 

flujo aproximado de 2 mL/min. Por último, los analitos se eluyeron bajo las 

condiciones de elución óptimas establecidas con anterioridad (1.0 mL de MeOH al 

75 % en agua). 
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En la segunda parte del experimento nuevamente se cargaron 10.0 mL de la 

disolución MeOH: H2O 20:80 con 0.04 μg/mL de estándar a un flujo aproximado de 

2 mL/min (cartucho previamente activado y acondicionado). Posteriormente, se 

aplicaron 2 mL de H2O 100 % (flujo aproximado de 2 mL/min) y después una 

disolución de MeOH al porcentaje óptimo previamente seleccionado (20 %). Los 

volúmenes probados para el clean up fueron 1, 2 y 3 mL, de manera 

independiente, a un flujo aproximado de 2 mL/min. Por último, los analitos de 

interés se eluyeron bajo las condiciones de elución óptimas establecidas con 

anterioridad (1.0 mL de MeOH al 75 % en agua). 

 

Eliminación de interferentes con acetonitrilo 

 

En cuanto a la eliminación de interferentes con acetonitrilo, se probaron 

disoluciones con porcentajes de 5, 10 y 15 % en agua, y volúmenes de 0.5, 1.0, 

2.0 y 3.0 mL. En la primera parte de este estudio se siguió el mismo procedimiento 

que en la optimización con metanol, con la única diferencia de que los porcentajes 

probados correspondieron a mezclas acetonitrilo/agua, y la elución de los analitos 

de interés se realizó con 0.5 mL de ACN al 50 %. 

 

 

6.2.3.4. Evaluación de interferentes 

 

Con el fin de determinar la ausencia o presencia de interferentes en los tiempos de 

retención de los analitos en los cromatogramas, se realizó un ensayo EAU-EFS en 

el que se utilizó tortilla de maíz amarilla. 

 

Para este estudio se trabajó con dos muestras de 200 mg homogenizadas. Una de 

las muestras fue fortificada con 0.4 μg (2 μg/g) de los analitos durante 30 min; la 

otra se analizó sin fortificar. Después de la fortificación, se agregaron al 

homogenizado 10 mL de MeOH al 20 %, se agitó manualmente por 15 s y se llevó 
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a EAU bajo las condiciones de amplitud y tiempo optimizadas. Posteriormente, se 

realizó filtración (Whatman no. 1) y centrifugación a 4,750 rpm durante 20 min. 

 

Los sobrenadantes de la centrifugación se cargaron en cartuchos independientes 

de EFS. Un par de cartuchos siguió la secuencia de elución con metanol, el otro 

par siguió la secuencia de elución con acetonitrilo. Al final, los eluatos finales con 

los analitos se analizaron por cromatografía de líquidos y los perfiles 

cromatográficos obtenidos permitieron realizar un análisis de la 

ausencia/presencia de interferentes. 

 

 

6.2.4. Extracción asistida por ultrasonido (EAU) 

 

Condiciones generales  

 

Al optimizar la EAU se trabajó con una sonda con punta de 3/16'' y muestras 

previamente procesadas como se menciona a continuación. 

 

El procesamiento de la muestra previa a la EAU se realizó pesando 2.0 g de tortilla 

amarilla en trozos dentro de un vial de 20.0 mL, se agregaron 2.0 mL de agua al 

vial y con ayuda del equipo Biospec se homogenizó la muestra a 10,000 rpm 

durante 1 min; tiempo necesario para obtener una pasta homogénea. De este 

primer homogeneizado se tomó una submuestra de 200 mg que se colocó en un 

segundo vial de 15 mL para la ultra sonicación. El esquema de la extracción 

asistida por ultrasonido se muestra en la figura 6.2.4. 
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Figura 6.2.4. Esquema de la extracción asistida por ultrasonido (Elaboración 
propia). 

 
 

6.2.4.1. Optimización de la amplitud en la EAU 

 

Para optimizar la amplitud requerida en la extracción ultrasónica se probaron 

valores de 20, 40 y 60 % a un tiempo constante de 2 min por muestra. 

 

En este ensayo se trabajó con 200 mg de muestra previamente homogenizada 

(cómo se describió anteriormente). Las muestras en cada vial fueron fortificadas 

por 30 min con 0.4 μg de los estándares a partir de una disolución estándar de 10 

μg/mL. Posteriormente, se agregó un volumen de 10.0 mL de la disolución MeOH: 

H2O 20:80 previamente optimizada. El vial con la mezcla de extracción se agitó 

manualmente durante 15 s y se llevó al equipo de extracción ultrasónica.  

 

El extracto ultrasónico se filtró a vacío con papel Whatman no 1, se colectó en 

tubos de 15 mL y se centrifugó a 4,750 rpm durante 20 min. Posteriormente, el 



  

 
71 

 

sobrenadante se cargó en los cartuchos de extracción en fase sólida bajo las 

condiciones anteriormente establecidas. 

 

La inyección de los extractos EFS al equipo HPLC permitió obtener los 

cromatogramas de los cuales se determinó el porcentaje de recobro para cada 

uno de los analitos. Con base en estos datos se seleccionó la amplitud óptima 

para realizar la EAU. 

 

 

6.2.4.2. Optimización del tiempo en la EAU 

 

Al optimizar el tiempo de extracción requerido para maximizar el recobro de los 

analitos se trabajó bajo la amplitud de 40 % (anteriormente seleccionada). 

 

En el estudio se trabajó con 200 mg de muestras de tortilla amarilla 

homogenizada, las muestras en cada vial fueron fortificadas por 30 min con 0.4 μg 

de los estándares (2 μg/g) a partir de una disolución estándar de 10 μg/mL. 

Posteriormente, se agregó un volumen de 10.0 mL de la mezcla MeOH: H2O 20:80 

previamente optimizada. El vial con la mezcla de extracción se agitó manualmente 

durante 15 s y se llevó al equipo de extracción ultrasónica. En el equipo se 

probaron tiempos de extracción de 1, 2 y 3 min a una amplitud fija de 40 %. 

 

Los extractos EAU fueron filtrados (Whatman No. 1) y colectados en tubos para su 

centrifugación a 4,750 rpm durante 20 min, posteriormente el sobrenadante se 

cargó a cartuchos EFS en los que se aplicó la secuencia de elución previamente 

establecida. 

 

Los extractos EAU-EFS fueron inyectados al cromatógrafo de líquidos y se 

calcularon los porcentajes de recobro para cada una de las condiciones. Con base 

en estos resultados se seleccionó el mejor tiempo de extracción para la 

preparación de la muestra. 
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6.2.5. Extracción en fase sólida dispersiva (EFS-D) 

 

Condiciones generales 

 

Para realizar la EFS-D se emplearon tubos de polipropileno eppendorf de 1.5 mL y 

0.5 mL, adsorbentes Supelclean LC-18 y Bondesil ENV (PS-DVB), así como 

acetonitrilo y metanol. 

 

Los tubos eppendorf fueron lavados previamente con ACN 100 % en 3 ciclos de 

30 min c/u, los lavados se realizaron en baño ultrasónico. Por su parte, los 

adsorbentes C18 y PS-DVB fueron lavados con MeOH y ACN previo uso. 

 

En todos los ensayos se trabajó bajo la velocidad máxima de agitación del equipo 

vórtex (3,000 rpm) y DLAB HCM100-Pro (1,600 rpm) con finalidad de favorecer la 

transferencia de masa en los procesos de adsorción y desorción. 

 

El lavado y activación del C18 se realizó como se describió anteriormente en la 

sección 6.2.3. Para el lavado y activación de PS-DVB se colocó 1 g del adsorbente 

en un cartucho de 6 mL con un filtro en el fondo y se aplicaron por gravedad 3.5 

mL de ACN 100 % al cartucho empacado. Finalmente, el adsorbente se dejó secar 

toda la noche un día antes de su uso. Adicionalmente el PS-DVB se acondicionó 

poniendo el adsorbente en contacto con 200 μL de ACN 100 %, posteriormente 

este ACN se descartó con ayuda de una micropipeta y se dejó secar durante 3 

horas antes de su uso. 

 

El esquema general de EFS-D se muestra en la figura 6.2.5. La optimización de 

los pasos se detalla más adelante. 
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Figura 6.2.5. Esquema general de la extracción en fase sólida dispersiva 
(Elaboración propia). 

 

 

6.2.5.1. Optimización de la retención 

 

Para lograr retener a los analitos en la tercera etapa del procedimiento de 

preparación de muestra realizada por EFS-D, fue necesario diluir en agua para 

ajustar el porcentaje de disolvente orgánico del eluato obtenido de EFS. En esta 

etapa de la experimentación se probaron los porcentajes del disolvente orgánico 

resultantes de este ajuste. Al trabajar con C18 el disolvente empleado en la EFS-D 

fue MeOH y al trabajar con PS-DVB el disolvente usado en la EFS-D fue ACN. 

 

Al trabajar con C18 se probaron mezclas de disolvente orgánico en agua con 

porcentajes de MeOH de 12, 25, 33, 50 y 75 % a un volumen total de 1.5 mL. Para 

ello se colocaron 30 mg de C18 en tubos eppendorf de 1.5 mL, después a cada 

tubo se agregaron 1.5 mL de los disolventes a diferente porcentaje (de forma 

independiente), se adicionaron 0.4 μg de los analitos y se agitó en el equipo vórtex 

a máxima velocidad (3,000 rpm) durante 3 min, los tubos se centrifugaron a 

10,000 rpm durante 15 min, se colectó el sobrenadante con el fin de analizar los 
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analitos residuales y después los analitos adsorbidos se desorbieron con 200 μL 

de MeOH al 100 % empleando agitación vórtex a 3,000 rpm por 3 min. 

 

Al trabajar con PS-DVB y ACN se probaron porcentajes de ACN de 12, 25, 33 y 50 

% a un volumen total de 1.5 mL. En cada tubo se colocaron de 5 mg de PS-DVB y 

1.5 mL del disolvente a diferente porcentaje de acetonitrilo, posteriormente se 

adicionaron 0.4 μg de los analitos, se agitaron los tubos a 3,000 rpm en vórtex 

durante 3 min, se centrifugaron a 10,000 rpm durante 15 min, se colectó el 

sobrenadante (residuo) y los analitos se desorbieron con 100 μL de ACN al 100 % 

empleando agitación vórtex a 3,000 rpm por 3 min. 

 

Los extractos conteniendo a los analitos y los sobrenadantes (residuos) fueron 

filtrados usando filtros de jeringa de 0.45 μm (Nylon, Titan), se analizaron por 

cromatografía y se calcularon los recobros. El análisis de estos resultados permitió 

obtener las condiciones más adecuadas para la adsorción (retención) de los 

analitos en EFS-D. 

 

 

6.2.5.2. Optimización de la cantidad y tipo de adsorbente 

 

El efecto de la cantidad de adsorbente se evaluó con 10, 20, 30 y 40 mg de C18, 

así como con 5, 10 y 30 mg de PS-DVB. Al trabajar con C18 el disolvente 

empleado para simular la carga del extracto EFS en la adsorción fue MeOH y al 

trabajar con PS-DVB el disolvente fue ACN. 

 

La optimización con C18 se realizó probando las diferentes cantidades de 

adsorbente en diferentes tubos; en cada tubo se colocaron además 1.5 mL de 

MeOH al 33 % y 0.4 μg de los analitos. Los tubos se agitaron a 3,000 rpm en 

vórtex durante 3 min, se centrifugaron a 10,000 rpm por 15 min, se descartó el 

sobrenadante y posteriormente los analitos de interés se desorbieron con 200 μL 

de MeOH al 100 % empleando agitación vórtex a 3,000 rpm por 3 min. 
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La optimización con PS-DVB se realizó probando las diferentes cantidades de 

adsorbente en diferentes tubos; en cada tubo se agregaron 1.5 mL de ACN al 17 

% y 0.4 μg de los analitos. Los tubos se agitaron a 3,000 rpm en vórtex durante 3 

min, se centrifugaron a 10,000 rpm por 15 min, se descartó el sobrenadante y 

finalmente se recuperaron los analitos con 100 μL de ACN al 100 % empleado 

agitación vórtex a 3,000 rpm por 3 min. 

 

En esta etapa de la optimización los sobrenadantes fueron descartados ya que la 

concentración de los analitos residuo en éstos fue previamente estudiada en la 

sección 6.2.5.1. Los extractos finales desorbidos fueron filtrados (0.45 μm) y 

analizados por HPLC, y se calcularon los recobros. Con los valores de los 

recobros se determinó la cantidad y tipo de adsorbente óptimo para la extracción. 

 

 

6.2.5.3. Optimización del volumen y naturaleza del disolvente de 

desorción 

 

Con el propósito de seleccionar el mejor disolvente y volumen de desorción, se 

probaron volúmenes de 100, 200 y 300 μL. La selección de estos volúmenes tuvo 

en cuenta el efecto del incremento del volumen sobre el decremento en el factor 

de concentración. El estudio se realizó con C18 y PS-DVB. En el caso del C18 se 

trabajó con ACN y MeOH, en el caso del PS-DVB sólo se trabajó con ACN. 

 

Adsorbente C18 

 

Para el C18 se probaron los tres volúmenes de desorción, así como los dos 

disolventes. Para ello se pesaron tubos eppendorf con 30 mg de C18 a la que se 

agregaron 1.5 mL de MeOH al 33 % y 0.4 μg de analitos, se agitaron los tubos a 

3,000 rpm en vórtex por 3 min, se centrifugaron a 10,000 rpm por 15 min, se 

descartó el sobrenadante y cada uno de los tubos se desorbió con un volumen de 

100, 200 y 300 μL con MeOH y ACN de forma independiente. 
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Adsorbente PS-DVB 

 

En el caso del PS-DVB se probaron los tres volúmenes de desorción sólo con 

ACN. En este ensayo se pesaron tubos eppendorf con 5 mg de PS-DVB, se 

agregaron 1.5 mL de ACN al 17 % y 0.4 μg de analitos, se agitaron a 3,000 rpm en 

vórtex por 3 min, se centrifugaron a 10,000 rpm por 15 min, se descartó el 

sobrenadante y cada tubo se desorbió con 100, 200 y 300 μL de ACN al 100 % 

empleado agitación vórtex para 3,000 rpm por 3 min. 

 

Todos los extractos finales se filtraron (0.45 μm) y se inyectaron al sistema HPLC, 

de estos resultados se calcularon los porcentajes de recobro y con base en estos 

se determinó el volumen y disolvente más adecuado para la desorción. 

 

 

6.2.5.4. Evaluación del efecto de la temperatura en la desorción 

 

El estudio del efecto de la temperatura sobre la desorción de los analitos se llevó a 

cabo comparando los recobros obtenidos de la desorción con agitación orbital a 

temperatura ambiente, frente a la desorción con agitación orbital a 45 °C. Así 

mismo, los resultados de la agitación orbital a 1,600 rpm por 10 min (45 °C) 

obtenidos en esta sección se compararon con los obtenidos en la sección anterior 

para la agitación vórtex a 3,000 rpm por 3 min (temperatura ambiente).  Para esto, 

se trabajó con el equipo DLAB HCM100-Pro con control de agitación y 

temperatura, estableciendo la velocidad máxima de agitación del equipo, como la 

velocidad de trabajo durante la desorción: 1,600 rpm. El tiempo de agitación en la 

desorción fue de 10 min.  

 

En el procedimiento experimental se trabajó con 5 mg PS-DVB, empleando 100 μL 

de ACN 100 % para la desorción. El procedimiento fue el siguiente: a los tubos 

con 5 mg de PS-DVB se les agregaron 1.5 mL de ACN al 17 % y 0.4 μg de los 

analitos simulando el extracto diluido de EFS, los tubos se agitaron a 3,000 rpm 
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durante 3 min en el equipo vórtex durante la adsorción, se centrifugaron a 10,000 

rpm por 15 min, se descartó el sobrenadante y se recuperaron los analitos 

desorbiendo con agitación orbital a 1,600 rpm por 10 min (temperatura ambiente), 

así como a 1,600 rpm por 10 min (45 °C). 

 

Los extractos finales se filtraron y analizaron por cromatografía de líquidos, los 

resultados se graficaron, compararon y finalmente se seleccionaron las 

condiciones óptimas para realizar la desorción. 

 

 

6.2.5.5. Optimización del tiempo de agitación vórtex en la 

adsorción 

 

El tiempo de agitación vórtex en la adsorción se optimizó probando tiempos de 1, 

2 y 3 min en la etapa de adsorción de los analitos al adsorbente. Para ello se 

realizó un ensayo en el que se pesaron 5 mg de PS-DVB en diferentes tubos, a 

cada tubo se agregó un volumen de 1.5 mL de ACN al 17 % y 0.4 μg de analitos, 

los tubos se agitaron a 3,000 rpm (vórtex) a los tres diferentes tiempos antes 

establecidos, posteriormente se centrifugaron a 10,000 rpm por 15 min, se 

descartó el sobrenadante, y se recuperaron los analitos con agitación orbital de 

1,600 rpm por 10 min y 45 °C. El volumen de desorción fue de 100 μL de ACN 100 

%. 

 

Los extractos finales se filtraron (0.45 μm) y analizaron por cromatografía de 

líquidos, se calcularon los porcentajes de recobro y posteriormente se 

seleccionaron las condiciones óptimas de agitación vórtex.   

 

 

 



  

 
78 

 

6.2.5.6. Evaluación de interferentes 

 

El estudio de interferentes se realizó acoplando las etapas EAU y EFS a la EFS-D 

(bajo los parámetros previamente optimizados). 

 

Se partió de dos muestras homogenizadas de tortilla amarilla de 200 mg; una 

muestra se fortificó con 0.4 μg de los analitos y la otra muestra no se fortificó. A 

ambas muestras se les realizó extracción asistida por ultrasonido bajo las 

condiciones previamente optimizadas (volumen de extracción de 10.0 mL de 

MeOH 20 %, amplitud de 40 %, tiempo de 1 min), posteriormente los extractos se 

cargaron en cartuchos C18 de extracción en fase sólida a los que se realizó la 

siguiente secuencia de elución: 2 mL de H2O 100 %, 0.5 mL de ACN 10 % y 0.5 

mL ACN 50 %. Los eluatos de los cartuchos se colectaron en tubos eppendorf que 

contenían 5 mg de PS-DVB. Posteriormente, se aplicó la metodología EFS-D 

optimizada. 

 

Los eluatos se analizaron por cromatografía de líquidos de alta resolución y se 

evaluó el perfil cromatográfico de ambos ensayos. 

 

 

6.2.6. Validación de la metodología desarrollada EAU-EFS-EFS-D  

 

La validación de la metodología desarrollada consideró la exactitud, precisión, 

límites de detección y cuantificación, linealidad, rango lineal y robustez. Durante la 

validación se trabajó con 5 niveles de concentración y cada uno de ellos se evaluó 

por triplicado, adicionalmente se incluyó un blanco que también se preparó por 

triplicado. 

 

La linealidad de método se evaluó fortificando a 5 diferentes concentraciones la 

muestra: 50, 100, 150, 200 y 250 ng/g, posteriormente se aplicó la metodología 

desarrollada (EAU-EFS-EFS-D) a cada una de las muestras y se inyectó el 
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triplicado de cada una al cromatógrafo de líquidos. Se analizaron las áreas y se 

realizó un análisis de regresión lineal por mínimos cuadrados (ecuación 6). 

 

De este análisis de regresión lineal se evaluó el intervalo lineal a las 

concentraciones probadas, así como la sensibilidad. 

 

Los límites de detección (LD) y cuantificación (LC) se determinaron de tres formas 

distintas: 1. Mediante la pendiente de la curva y la desviación estándar del blanco, 

2. Mediante la pendiente de la curva y la desviación estándar de la intersección “y” 

de la recta y 3. Del análisis de la relación señal/ruido, de acuerdo con lo 

establecido en la Guía Q2(R1), Validación de procedimientos analíticos (FDA 

et al., 2021). 

 

Para determinación de LD y LC mediante la pendiente de la curva y la desviación 

estándar del blanco (Método 1) se usaron las ecuaciones 6, 7 y 8. Las 

concentraciones evaluadas se encontraron en el intervalo de: 50- 250 ng/g. 

 

Para la determinación mediante la pendiente de la curva y la desviación estándar 

de la intersección “y” de la recta (Método 2) se emplearon las ecuaciones 6, 11 y 

12 el Software Microsoft Excel ® para calcular la desviación estándar de la 

intersección de la recta a través de la función “Análisis de datos” y “Análisis de 

regresión”. Las concentraciones evaluadas se encontraron en el intervalo de: 50- 

250 ng/g. 

𝐿𝐷 =
3.3 𝑆𝑖

𝑚
          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 11) 

 

𝐿𝐶 =
10 𝑆𝑖

𝑚
          (𝐸𝑐𝑢𝑎𝑐𝑖ó𝑛 12) 

𝐿𝐷 : Límite de detección 

𝐿𝐶 : Límite de cuantificación 

𝑆𝑖 : Desviación estándar de la intersección “y” de la recta  

𝑚 : pendiente de la curva 
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La aproximación de LD y LC a través del análisis de la relación señal ruido 

(Método 3) se realizó inyectando extractos de muestras fortificadas a baja 

concentración: 10, 20, 30, 50 y 60 ng/g (concentraciones seleccionadas con base 

en los resultados obtenidos en los métodos anteriores). De los cromatogramas 

obtenidos se analizó la relación señal/ruido de la línea base y la altura de los picos 

cromatográfico de los analitos de interés y se consideró la relación 3/1 como 

aceptable para el límite de detección y la relación 10/1 como aceptable para el 

límite de cuantificación, de acuerdo con la Guía Q2(R1) (FDA et al., 2021). 

 

A partir del análisis de la desviación estándar de las 5 concentraciones evaluadas 

por triplicado (50-250 ng/g) se evaluó la precisión intradía. La precisión interdía se 

evaluó en 3 días distintos en los que se ensayó por triplicado el mismo intervalo de 

concentraciones y de estos resultados se calculó la desviación estándar relativa. 

 

Para evaluar la exactitud se determinaron los porcentajes de recobro en cada uno 

de los intervalos de concentración, para ello se emplearon las ecuaciones 9 y 10. 

 

La robustez por otra parte se determinó mediante el análisis de una matriz distinta 

(tortilla azul) a la empleada para el desarrollo de la metodología (tortilla amarilla). 

Se aplicó la metodología desarrollada a un ensayo por triplicado de tortillas azules 

con y sin fortificar. Finalmente se evaluaron los recobros, así como la desviación 

estándar relativa de cada uno de ellos, por último, estos resultados se compararon 

con los obtenidos para la tortilla amarilla realizando una prueba estadística t-

student (α = 0.05). 
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6.2.7. Aplicación de la metodología al análisis de muestras reales 

 

Una vez que se validó la metodología, se procedió al análisis de muestras 

obtenidas de diferentes puntos de la Zona Metropolitana del Valle de México, así 

como de diferentes estados de la República Mexicana (Tabla 6.15). Las muestras 

fueron obtenidas de tortillerías, tiendas y supermercados y fueron almacenadas 

por un máximo de 7 días a -25 °C hasta su análisis. 

 

Cada una de las muestras fortificadas y sin fortificar se analizó por duplicado. Las 

muestras fueron descongeladas y homogenizadas como se describe en la sección 

6.2.2 (Homogenización y fortificación de la muestra), se fortificó a 100 ng/g un 

duplicado de cada muestra y otro duplicado de cada muestra se mantuvo sin 

fortificación, se aplicó la metodología desarrollada a cada grupo EAU-EFS-EFS-D 

y los extractos finales fueron inyectados al equipo de HPLC-UV.  

 

De los resultados obtenidos se analizaron los porcentajes de recobro mediante la 

ecuación 10, así como las concentraciones de atrazina y simazina presentes (de 

ser el caso) en las tortillas. 
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7 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

7.1. Cromatografía de líquidos de alta resolución (HPLC) 

 

7.1.1. Selección de longitud de onda en detección ultravioleta 

 

De los espectros de absorción ultravioleta obtenidos experimentalmente, se 

encontraron dos máximos de absorción en 222 nm y 264-265 nm, los valores se 

presentan en la tabla 7.1.1. 

 

Tabla 7.1.1. Máximos de absorción de la atrazina y la simazina. 
 

Triazina Disolvente λmáx λmáx2 
Atrazina Metanol 222 nm 264 nm 
Simazina Metanol 222 nm 265 nm 

 
Estos máximos de absorción se observan en los espectros de absorción 

experimentales obtenidos para cada uno de los herbicidas (Figura 7.1.1 y 7.1.1.1). 

 

 
 

Figura 7.1.1. Espectros de absorción ultravioleta de la simazina. 
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Figura 7.1.1.1. Espectros de absorción ultravioleta de la atrazina. 

 
 

En estas figuras destaca la similitud entre las bandas de absorción 

correspondientes a 222 nm y 264-265 nm de ambas triazinas. 

 

La baja absortividad que tiene la señal a 265 nm ha causado que múltiples 

investigaciones hayan realizado la detección de estos compuestos a longitudes de 

onda más bajas de 220-223 nm (Hejabri kandeh et al., 2022; Haeri & Abbasi, 

2016; Santos-Hernández et al., 2018). En su mayor parte, las metodologías 

reportadas en la literatura cuentan con una preparación de muestra en donde se 

eliminan gran parte de las interferencias, con lo que se resuelven los problemas 

que conllevan las lecturas cercanas al intervalo de 170-220 nm, donde numerosos 

cromóforos de compuestos orgánicos absorben con intensidad: enlaces C-N, C-O, 

C-S, C=O, C=N, N=O, C=O α y β insaturados, etc. (Pretsch et al., 2000). Tomando 

estas referencias como partida, así como el intervalo de trabajo del detector: 230-

510 nm, la longitud de onda seleccionada para el trabajo fue 230 nm. 
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7.1.2. Optimización de la separación cromatográfica 

 

Al ensayar las diferentes composiciones de la fase móvil en HPLC, la relación 

MeOH:H2O 50:50 fue la más idónea para separar satisfactoriamente a las dos 

triazinas (Figura 7.1.2). 

 

 
 

Figura 7.1.2. Comportamiento cromatográfico de las disoluciones estándar 0.4 μg 
/ mL al trabajar con una fase móvil MeOH: H2O a diferente composición. A) Fase 
móvil 45:55 MeOH: H2O, B) Fase móvil 50:50 MeOH: H2O y C) Fase móvil 20:80 

MeOH: H2O. 
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La resolución cromatográfica Rs = 2.65 obtenida con la fase móvil MeOH: H2O 

50:50 se consideró como la más adecuada, contemplando también la posibilidad 

de separar a los solutos interferentes que aparezcan en un tiempo cercano al 

tiempo muerto y los que presenten una polaridad cercana a la de los analitos al 

trabajar con muestras reales. Los parámetros cromatográficos de todas las fases 

móviles probadas se compilan en la tabla 7.1.2. 

 

Tabla 7.1.2. Parámetros cromatográficos con diferentes fases móviles. 
 

MeOH:H2O 

Simazina Atrazina 

α Rs 𝒕𝑹 
(min) 

W 
(min) 

k 
𝒕𝑹 

(min) 
W 

(min) 
k 

*45: 55 11.2 1.40 5.1 16.3 1.69 7.7 1.5 3.30 
*50: 50 6.3 1.21 2.4 9.7 1.35 4.0 1.8 2.65 
55: 45 4.5 1.18 1.4 7.7 1.27 3.2 2.2 2.61 
60: 40 2.2 1.16 0.2 5.3 1.29 1.9 9.9 2.53 
70: 30 1.8 1.09 0.0 3.7 1.11 1.0 - 1.73 
*80: 20 1.8 0.78 0.0 2.7 0.81 0.5 - 1.13 

*Fases móviles de la Figura 7.1.2. En negritas la fase móvil seleccionada. tM = 1.85 min 

 

La fase móvil MeOH: H2O 50:50 permitió obtener una resolución (𝑅𝑠) mayor a 2 

(separación entre picos de más de un 99.99 %), suficiente para realizar una 

cuantificación adecuada de los analitos. El factor de selectividad  logrado con 

esta fase móvil fue 1.8 y la presión del equipo cromatográfico bajo estas 

condiciones fue de 17 MPa (presión máxima de trabajo 25 MPa) con un tiempo de 

ensayo de 12 min (Tabla 7.1.2.1).  

 

Tabla 7.1.2.1. Parámetros físicos al trabajar con diferente fase móvil. 
 

MeOH:H2O 
Presión 
(MPa) 

Tiempo de 
ensayo (min) 

45: 55 17.6 19 
50: 50 17.0 12 
55: 45 16.8 10 
60: 40 16.1 7 
70: 30 15.0 6 
80: 20 14.8 4 
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La tabla 7.1.2. permitió descartar rápidamente fases móviles con elevados 

porcentajes de MeOH (80 % y 70 %), ya que en estas fases móviles la simazina 

no logró retenerse en la columna. Por otra parte, la fase móvil con un porcentaje 

de MeOH de 45 %, incrementó el tiempo de ensayo considerablemente, además 

de ensanchar los picos y aumentar el factor de capacidad de ambas triazinas. El 

comportamiento del factor de capacidad (𝑘) para la atrazina y simazina en las 

fases móviles probadas se muestra en el gráfico 7.1.2. 

 

 
Gráfico 7.1.2. Curvas del factor de capacidad de atrazina y simazina en función 

del porcentaje de metanol en la fase móvil. 
 

Los valores de factor de capacidad están relacionados con la retención de los 

analitos en la columna, los factores de capacidad de interés para el análisis 

cromatográfico suelen encontrarse entre 2 y 10, los valores por debajo de 2, como 

los obtenidos en la fases móviles 55 % y 60 % MeOH resultan de una baja 

interacción de los analitos con la columna, mientras que los valores por arriba de 

10 están relacionados con una alta retención en la columna (Soyseven & Sezgin, 

2021). Considerando lo anterior, al trabajar con la fase MeOH: H2O 50:50 los 

valores de 𝑘′ para la atrazina y la simazina fueron 4.0 y 2.4, respectivamente, por 
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lo que la retención de los analitos en la columna fue adecuada con un tiempo de 

ensayo de 12 min. 

 

Con base en estos resultados se reitera que la fase móvil MeOH: H2O 50:50 fue la 

más adecuada y la seleccionada para separar y cuantificar a la atrazina y simazina 

durante el desarrollo de la metodología.  

 

 

7.1.3. Validación instrumental 

 

Los resultados de la validación instrumental permitieron evaluar satisfactoriamente 

la linealidad del sistema en el intervalo de las concentraciones trabajadas (1-10 

μg/mL), así como la precisión de los ensayos y los límites de detección y 

cuantificación con estándares. 

 

La linealidad del sistema cumplió con los criterios de aceptación de referencia 

(SENASICA, 2022), siendo que los coeficientes de determinación (r2) fueron 

mayores a 0.99 en cada una de las regresiones lineales dentro del intervalo de 

concentración ensayado (Gráfico 7.1.3). 

 

 
 

Gráfico 7.1.3. Curva de calibración instrumental para la atrazina y la simazina. 
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Los resultados obtenidos para los límites de detección y cuantificación se 

muestran en la tabla 7.1.3. 

 

Tabla 7.1.3. Límites de detección y cuantificación instrumentales. 
 

Método 
Atrazina Simazina 

LD (ng/mL) LC (ng/mL) LD (ng/mL) LC (ng/mL) 

Método 1 10 30 10 30 

Método 2 8 24 9 27 
 

Método 1: Basado en la curva de calibración y desviación estándar del blanco 

Método 2: Basado en el análisis de la relación señal / ruido 

 

 

En la tabla 7.1.3 se aprecia una similitud entre los valores que arrojan cada uno de 

los métodos. El límite de detección más bajo se obtuvo del método basado en el 

análisis de la relación señal/ruido y puede considerarse como el valor con mayor 

veracidad al tratarse de un método empírico. 

 

En cuanto a la precisión; la desviación estándar relativa de los ensayos se 

mantuvo entre 1.4 % y 5.1 %. Que son valores admisibles al trabajar con 

estándares (SENASICA, 2022). Los resultados para los ensayos de precisión se 

muestran en la tabla 7.1.3.1. 

 
Tabla 7.1.3.1. Precisión al trabajar con estándares en un mismo día. 
 

Concentración 
estándar (μg/mL) 

DSR atrazina 
(%) 

DSR simazina 
(%) 

1 1.4 3.3 
2 3.1 5.1 
4 2.3 4.4 
5 4.5 2.5 

10 3.4 3.2 
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7.2. Extracción en fase sólida (EFS) 

 

7.2.1. Optimización del disolvente de carga 

 

Después de considerar la diferencia de solubilidad de los analitos en metanol y 

agua, así como el recobro de estos al trabajar con el adsorbente C18, el MeOH al 

20 % (MeOH: H2O 20:80) resultó ser el disolvente de carga más adecuado para 

realizar la extracción en fase sólida. 

 

En el Gráfico 7.2.1 se muestra la influencia del porcentaje de metanol al cargar 

diferentes disoluciones de los estándares al cartucho de EFS. Puede observarse 

que por arriba del 20 % de metanol, el recobro de la simazina disminuye 

drásticamente. La pérdida de simazina ya es de un 45 % cuando el porcentaje de 

metanol en la carga es de 23 %. Por su parte, el recobro de la atrazina se 

mantiene por arriba del 80 %, aun cuando el porcentaje de metanol en la carga es 

del 30 %. 

 

  
 

Gráfico 7.2.1. Recobro en función del porcentaje de metanol en la carga EFS. 
Volumen de carga de 10 mL. Cartucho empacado con 100 mg C18. 

Condición seleccionada. 
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La diferencia en el recobro de ambas especies puede asociarse a la estructura 

química de los compuestos y su interacción hidrofóbica con los grupos octadecilo 

del adsorbente C18. En este sentido, la atrazina podría haber presentado una 

mayor interacción con el adsorbente a través del grupo propil que la que 

presentaría la simazina a través del grupo etil de un carácter menos hidrofóbico. 

Lo anterior, explicaría que la simazina se fugara a un cierto porcentaje de metanol 

cuando fue cargada al cartucho de EFS, mientras que, al mismo porcentaje, la 

atrazina no fugó (Figura 7.2.1.). 

 

 

 
 

  

Figura 7.2.1. Estructura química de la atrazina y simazina (Elaboración propia). 
 

El porcentaje de MeOH para realizar la EFS, y bajo el cual se observó un recobro 

aceptable para los analitos (recobro ≥ 85 %) fue de 20 % en un volumen total de 

10.0 mL. Por lo que, estas fueron las condiciones elegidas para realizar la carga 

en la extracción en fase sólida. Cabe destacar que este porcentaje de metanol es 

el que tendría el extracto proveniente de la EAU. 
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7.2.2. Optimización de la elución de los analitos 

 

Las condiciones de elución óptimas de los analitos de interés se encontraron al 

trabajar por un lado con 500 μL de acetonitrilo al 50 % en agua, y por otro lado con 

1 mL de MeOH al 75 % en agua, ya que permitieron obtener un recobro superior al 

85 % para ambas triazinas. La elección del ACN sobre el MeOH se determinó 

posteriormente al realizar el estudio de interferentes.  

 

Naturaleza y concentración del disolvente 

 

Elución con metanol 

 

Los porcentajes de recobro obtenidos para las eluciones a diferentes porcentajes 

de metanol se observan en el gráfico 7.2.2.  

 
 

Gráfico 7.2.2. Recobro en función del porcentaje de metanol en la elución EFS. 
Volumen de elución de 1 mL. Cartucho empacado con 100 mg de C18.  

 

En el gráfico anterior puede apreciarse que la elución con 75 % de MeOH permitió 

obtener mayores recobros que la elución con 50 % MeOH, mientras que al pasar a 

100 % MeOH no se observó un aumento importante del recobro. A su vez, el 

poder de elución de MeOH 100 % resultaba inconveniente, debido a que se eluían 
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una mayor cantidad de interferencias con tiempo de retención cercano al tR de la 

simazina, razón por la cual se descartó como condición de elución de los analitos 

de interés. 

 

Elución con acetonitrilo 

 

El porcentaje de acetonitrilo que permitió obtener un recobro satisfactorio fue de 1 

mL de la disolución al 50 %. A diferencia de la elución con metanol, la elución con 

acetonitrilo permitió obtener un mayor porcentaje de recobro para la simazina con 

un menor porcentaje de disolvente orgánico, tal como se observa en el Gráfico 

7.2.2.1. 

 

 

Gráfico 7.2.2.1. Recobro en función del porcentaje de acetonitrilo en la elución 
EFS. Volumen de elución de 1 mL. Cartucho empacado con 100 mg de C18 

 

El acetonitrilo presenta una fuerza de elución mayor a la del metanol y este efecto 

se aprecia al comparar los porcentajes de recobro de la atrazina al ser eluida con 

50 % ACN (Gráfico 7.2.2.1) y 50 % MeOH (Gráfico 7.2.2), en el primer caso el 

porcentaje de recobro fue mayor a pesar de que el disolvente se encontraba en la 

misma proporción que en el segundo caso, donde el porcentaje de recobro fue de 

59 % para la simazina. 

 

 

103 106 104

89 91

102

0

20

40

60

80

100

50 75 100

R
e

c
o

b
ro

 (
%

)

ACN en elución (%)

Atrazina

Simazina



  

 
93 

 

Volumen de elución 

 

Disolvente metanol 

 

Como se observa en el Gráfico 7.2.2.2 el volumen óptimo al realizar la elución con 

MeOH fue de 1.0 mL. Este volumen se seleccionó dado que no se observó un 

aumento significativo en el recobro al pasar de 1.0 a 1.5 mL, pero sí un aumento 

en el recobro al pasar de 0.5 a 1.0 mL. 

 

 
 

Gráfico 7.2.2.2. Recobro de analitos en función del volumen de elución (MeOH 75 
%). Cartucho empacado con 100 mg de C18. 

 

Disolvente acetonitrilo 

 

El volumen de acetonitrilo requerido para obtener un buen recobro de los analitos 

(≥ 85 %) fue menor que en el caso del metanol. Para la elución de los analitos con 

el acetonitrilo fueron sólo necesarios 0.5 mL al 50 %, considerando que no se 

observó un aumento en el recobro al incrementar el volumen de elución a 1.0 y 1.5 

mL (Gráfico 7.2.2.3). 
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Gráfico 7.2.2.3. Recobro de analitos en función del volumen de elución (ACN 50 
%). Cartucho empacado con 100 mg de C18. 

 

 

7.2.3. Optimización de la eliminación de interferentes 

 

Los resultados de la eliminación de interferentes incluyeron las pruebas con 

metanol y acetonitrilo a diferentes volúmenes y porcentajes en agua, de forma 

similar a los resultados mostrados para la elución de los analitos de interés. 

 

Eliminación de interferentes con metanol 

 

El gráfico 7.2.3. muestra el efecto que tiene el porcentaje de disolvente orgánico 

en la eliminación de interferentes sobre el recobro. La simazina fue el herbicida 

cuyo recobro se vio mayormente afectado por el incremento de MeOH en la 

disolución de limpieza de interferentes constituida por la mezcla MeOH: H2O. Así, 

al aplicar 10 % de MeOH, no se observó que el recobro de la simazina se viera 

afectado respecto a los recobros en donde no se aplicó la disolución para realizar 

el clean up (Gráfico 7.2.2.2). Por otra parte, la aplicación de 20 % MeOH 

disminuyó ligeramente el porcentaje de recobro, sin embargo, este siguió siendo 

aceptable (≥ 85 %), y con 30 % MeOH ya se produjo un descenso del recobro 

importante, que fue de 17 %. Por el contrario, las interacciones hidrofóbicas de la 
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probaron disoluciones de clean up con 30 % MeOH. Tomando como base estas 

observaciones se eligió MeOH al 20 % como el más adecuado para realizar la 

eliminación de interferentes. 
 

 
 

Gráfico 7.2.3. Recobro de los analitos en función del % MeOH en la limpieza de 
interferentes. Volumen aplicado = 1 mL. Elución de los analitos con 1 mL MeOH: 

H2O 75:25. Cartucho empacado con 100 mg de C18. 
 

Los resultados para la prueba del volumen de la disolución de 20 % de MeOH 

para la eliminación de interferentes se aprecian en el gráfico 7.2.3.1, del que se 

deduce un volumen óptimo de 1 mL, dado que volúmenes mayores a 1 mL causan 

la pérdida (fuga) de la simazina, porque se afecta significativamente el recobro. 

 
 

Gráfico 7.2.3.1. Recobro de los analitos en función del volumen de MeOH 20 % 
en la limpieza de interferentes. Elución de los analitos con 1 mL MeOH: H2O 

75:25. Cartucho empacado con 100 mg de C18. 
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Eliminación de interferentes con acetonitrilo 

 

De forma similar a lo observado en el clean up con MeOH, el porcentaje de 

acetonitrilo en las disoluciones de limpieza de interferentes constituida por la 

mezcla ACN: H2O afectó mayormente a los recobros observados para la simazina, 

en donde el recobro cayó rápidamente al pasar de ACN 10 % a ACN 15 % y se 

mantuvo sin cambios significativos al pasar de ACN 5 % a ACN 10 % (Gráfico 

7.2.3.2), razón la cual se seleccionó el porcentaje de 10 % como el más adecuado 

para realizar la eliminación de interferentes. 

 

 
 

Gráfico 7.2.3.2. Recobro de los analitos en función del % ACN en clean up en la 
limpieza de interferentes. Volumen aplicado = 1 mL. Elución de los analitos con 

0.5 mL ACN: H2O 50:50. Cartucho empacado con 100 mg de C18. 
 

En lo que respecta a los volúmenes empleados para las disoluciones de 

eliminación de interferentes con el ACN, el gráfico 7.2.3.3 muestra la variación del 

recobro debida al aumento del volumen de la disolución aplicada al cartucho para 

ambas triazinas. En el caso de la atrazina, como en los casos anteriores, el 

recobro no se ve afectado dentro del intervalo de volúmenes probados, mientras 

que la simazina nuevamente disminuye su recobro al aumentar el volumen más 

allá de 1 mL, razón por la cual el valor de 1 mL fue el volumen óptimo para realizar 

el estudio de interferentes. 
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Gráfico 7.2.3.3. Recobro de los analitos en función del porcentaje de ACN en la 
limpieza de interferentes. Elución de los analitos con 0.5 mL ACN: H2O 50:50. 

Cartucho empacado con 100 mg de C18. 
 

Hasta este punto se habían desarrollado dos procedimientos de extracción en fase 

sólida; en el primero de ellos se trabajó con metanol a diferentes porcentajes para 

clean up y la elución de los analitos, y en el segundo de ellos se trabajó con 

acetonitrilo a diferentes porcentajes. Ambos procedimientos permitieron obtener 

un buen recobro para los analitos (≥ 85 %), sin embargo, se optó por el 

procedimiento con ACN debido a que permitía obtener extractos más limpios y 

libres de interferentes al trabajar con las muestras (véase sección evaluación de 

interferentes). 

 

 

7.2.4. Evaluación de interferentes 

 

El estudio de interferentes se realizó trabajando con muestras de tortilla amarilla 

fortificada y sin fortificar a las que se les aplicó la metodología de EAU-EFS con la 

finalidad de evaluar el perfil cromatográfico en cada uno de los casos. 
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Eliminación de interferentes con metanol 

 

La metodología de EAU-EFS en la que se empleó en la EFS 1.0 mL de MeOH al 

20 % para el clean up y 1.0 mL de MeOH al 75 % para la elución de los analitos de 

interés, presentó el perfil cromatográfico que se muestra en la figura 7.2.4. 

 

  

 
 

Figura 7.2.4. Perfil cromatográfico obtenido de extractos EAU-EFS. Clean 
up y elución con MeOH. A) Eje de ordenado muestra escala a 29 unidades, 

B) Eje ordenado muestra escala a 7 unidades. 
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En la figura 7.2.4. B se aprecia la ausencia de interferentes cercanos al tiempo de 

retención de la atrazina (9.7 min), así como el efecto que tuvo la disolución de 

clean up sobre la disminución de los picos cercanos al tiempo de elución de la 

simazina (6.3 min). Además, se redujo la intensidad de la señal de los solutos que 

eluían cerca del tiempo muerto (figura 7.2.4. A). En resumen, la metodología de 

EFS en la que se empleó MeOH en la secuencia de elución con eliminación de 

interferentes, eliminó en buena medida los solutos interferentes polares y en 

menor medida aquellos con un tiempo de retención cercano al de la simazina. 

 

Eliminación de interferentes con acetonitrilo 

 

En este caso el efecto que tuvo el clean up con ACN fue mayor, siendo que el 

ACN al 10 % retiró una mayor cantidad de interferencias cercanas al tiempo de 

retención de la simazina que las retiradas por el MeOH al 20 %. La figura 7.2.4.1, 

permite comparar ambas propuestas clean up y apreciar con mayor detalle la 

eficiencia de cada uno. 

 

 
Figura 7.2.4.1. Perfil cromatográfico comparativo de los diferentes extractos UAE-

EFS usando dos disolventes orgánicos en la limpieza de interferentes por EFS. 
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Comparativamente la secuencia de elución con ACN resultó tener una mayor 

eficiencia en la eliminación de interferentes que la de MeOH. Por consiguiente, en 

la secuencia de elución por EFS se emplearon 1.0 mL de ACN al 10 % seguido de 

500 μL de ACN al 50 %. 

 

 

7.3. Extracción asistida por ultrasonido (EAU) 

 

En la optimización de la metodología basada en la técnica de EAU se encontró 

que el aumento en la amplitud tuvo una influencia positiva sobre el recobro. Sin 

embargo, el aumento del tiempo de extracción no mostró un efecto sobre el 

recobro obtenido. 

 

 

7.3.1. Optimización de la amplitud en EAU 

 

Los resultados de la amplitud del ultrasonido mostraron un efecto sobre el 

aumento en el recobro como el que se muestra en el gráfico 7.3.1. 

 

 
 

Gráfico 7.3.1. Recobro de los analitos en función de la amplitud de ultrasonido. 
Condición seleccionada 

 

81

90
8985

98 97

70

75

80

85

90

95

100

0 20 40 60

R
e
c

o
b

ro
 (

%
)

Amplitud (%) 

Simazina

Atrazina



  

 
101 

 

En el gráfico anterior se observa un incremento en el recobro al pasar de 20 a 40 

% de amplitud, mientras que el aumento de 40 a 60 % no tuvo un efecto 

apreciable en el recobro de los dos herbicidas. Esta tendencia sugiere que 

amplitudes superiores al 40 % no generan un incremento significativo en el 

recobro e inclusive pudieran llegar a causar pérdidas de los analitos por 

calentamiento y degradación. Por esta razón, se seleccionó la amplitud de 40 % 

como la más adecuada para realizar este paso de extracción. 

 

 

7.3.2. Optimización del tiempo en EAU 

 

Los resultados obtenidos para los tiempos de extracción ensayados se muestran 

en el gráfico 7.3.2. 

 

 
 

Gráfico 7.3.2. Recobro de analitos en función del tiempo de extracción EAU. 
Amplitud 40 %.     Condición seleccionada. 

 

En este caso el aumento en el tiempo de extracción por arriba de 1 min no produjo 

un incremento en el recobro observado; al aumentar el tiempo de extracción. Por 

el contrario, se observa una ligera disminución para el recobro de la simazina y el 
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tiempo de 1 min como el más adecuado para realizar este paso de extracción 

asistida por ultrasonido. 

 

 

7.4. Extracción en fase sólida dispersiva (EFS-D) 

 

La EFS-D es una técnica miniaturizada que se utilizó con el fin de hacer más 

selectiva la extracción de los analitos de interés, así como incrementar el factor de 

concentración. A continuación, se describen los resultados de la optimización de 

los diferentes parámetros en el desarrollo del método. 

 

 

7.4.1. Optimización de la retención 

 

En forma general, los resultados de esta sección muestran que, al disminuir el 

porcentaje de disolvente orgánico mediante la adición de agua al extracto 

proveniente de la EFS, la retención de los analitos se vio favorecida, siendo los 

recobros mayores cuando se usó el adsorbente PS-DVB en comparación a los 

obtenidos con el adsorbente C18. Los resultados de cada una de las pruebas se 

muestran a continuación. 

 

Retención en C18 y MeOH en el extracto EFS 

 

El gráfico 7.4.1 muestra los resultados obtenidos al trabajar C18 y MeOH. Se 

observa en el eje derecho el “Recobro” (el porcentaje de analito recuperado del 

total adicionado) y en el eje izquierdo el “Residuo”, es decir el porcentaje de 

analito que no es adsorbido y se encuentra en el sobrenadante. El eje horizontal 

señala los porcentajes de metanol que se ajustaron al extracto EFS constituido por 

MeOH 75 % en agua.  
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De este gráfico se dedujo que bajo un intervalo de MeOH del 12-33 % se podía 

trabajar sin apreciar cambios significativos en el recobro. Por lo tanto, el valor 

seleccionado del porcentaje de metanol para realizar la carga del adsorbente en 

EFS-D fue de 25 %, por lo que el ajuste del metanol se realizó adicionando 500 μL 

de agua a 1 mL de MeOH al 75 % en agua (extracto proveniente de la EFS). Bajo 

estas condiciones el recobro para la simazina fue de un 69 % y para la atrazina de 

un 77 % con 1 % residual. El porcentaje restante para completar el 100 % se 

encontró aún retenido en el adsorbente C18 y también existieron pérdidas por una 

mínima suspensión y, por lo tanto, pérdida del adsorbente al finalizar la 

centrifugación (previa desorción). 

 

 
Gráfico 7.4.1. Recobro y residuo de los analitos en función del % de MeOH en la 

muestra en EFS-D.      Condición seleccionada.  
 

Retención en PS-DVB y ACN en el extracto de EFS 

 

Por su parte, las curvas obtenidas de las condiciones probadas al trabajar con PS-

DVB y ACN se muestran en el gráfico 7.4.1.1. Equiparable a lo discutido 

anteriormente; las condiciones probadas condujeron a un intervalo de ACN 12-25 

% bajo el cual se podía trabajar obteniendo un buen recobro sin cambios 
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apreciables. Además, al comparar las curvas de los gráficos 7.4.1 y 7.4.1.1, el 

mayor poder de desorción del ACN se ve reflejado en el desplazamiento de las 

curvas de recobro hacía porcentajes más bajos de disolvente orgánico comparado 

con las gráficas con el metanol (Gráfico 7.4.1.1). Para este caso, el valor 

seleccionado para realizar el ajuste fue de 17 % de ACN, con lo que el ajuste se 

hizo adicionando 1000 μL de H2O a 500 μL de ACN al 50 % (extracto proveniente 

de la EFS). Bajo estas condiciones nuevamente se observó un porcentaje restante 

para completar el 100 % de recobro, debido principalmente a los analitos remantes 

en la fase bondesil ENV, aún después del proceso de desorción. 

 

 
 

Gráfico 7.4.1.1. Recobro y residuo de los analitos en función del % ACN en EFS-D 
 Condición seleccionada. 

 

Hasta este punto se contaba con dos procedimientos con distintos disolventes y 

adsorbentes, sin embargo, sólo el PS-DVB resultó ofrecer mejores resultados en 

relación con el recobro y la capacidad de retención, tal como se muestra en la 

siguiente sección.  
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7.4.2. Optimización de la cantidad y tipo de adsorbente 

 

Con respecto a la cantidad de adsorbente, los resultados obtenidos para C18 y 

PS-DVB se muestran a continuación. 

 

Adsorbente C18 

 

El efecto de la cantidad de adsorbente C18 sobre el recobro observado se 

muestra en el gráfico 7.4.2.1. Todos los extractos de EFS-D obtenidos en este 

ensayo fueron desorbidos con 200 μL de MeOH al 100 %. 

 

Como puede apreciarse en el gráfico 7.4.2.1 existe una tendencia entre 10 y 30 

mg en la que el incremento en la cantidad de adsorbente proporciona un 

incremento del recobro para ambas triazinas, después de los 30 mg el recobro no 

presentó un aumento, razón por la cual 30 mg de C18 fue la cantidad óptima 

seleccionada para los ensayos comparativos frente a PS-DVB. 

 

 
 
 

Gráfico 7.4.2.1. Recobro de los analitos en función de la cantidad de adsorbente 
C18 en EFS-D.       Condición seleccionada. 
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Adsorbente PS-DVB 

 

En su lugar, con el PS-DVB se logró obtener mayores recobros, aún con 5 mg, la 

cantidad más baja de adsorbente. En este caso en particular el recobro disminuyó 

al aumentar la cantidad de adsorbente (manteniendo fijo el volumen de desorción 

de los analitos) (Gráfico 7.4.2.2), razón por la cual 5 mg fue la cantidad 

seleccionada para los ensayos comparativos frente a C18. Todos los extractos de 

EFS-D obtenidos en este ensayo fueron desorbidos con 100 μL de ACN al 100 %. 

 

 
 

Gráfico 7.4.2.2 Recobro de los analitos en función de la cantidad de adsorbente 
PS-DVB en EFS-D.      Condición seleccionada. 

 

La disminución del recobro al aumentar la cantidad de adsorbente puede atribuirse 

al incremento de las interacciones π-π entre el ACN y el PS-DVB, que terminan 

por superar a las interacciones disolvente-analito. Este efecto ha sido estudiado y 

descrito con anterioridad en fases fenilo (Min Yang et al., 2005). 

 

Los resultados obtenidos del gráfico 7.4.2.1 y el gráfico 7.4.2.2 nos permiten 

proponer que la capacidad de adsorción de PS-DVB es superior a la de C18 frente 

a los analitos y condiciones estudiadas. Como prueba, sólo 5 mg de PS-DVB 

lograron obtener un recobro mayor que el obtenido con 40 mg del C18. La 

estructura química de ambos adsorbentes se muestra en la figura 7.4.2. 
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Figura 7.4.2. Estructura química de los adsorbentes. (Elaboración propia). 
A) Bondesil ENV. Copolímero de estireno-divinil benceno o PS-DVB (125 μm, 
450Å) B) C18 Supelclean. Sílice funcionalizada con octadecilo (45 μm, 60 Å). 

 

De la estructura del PS-DVB se puede plantear que los analitos se retienen a 

través de interacciones hidrofóbicas y del tipo π-π, mientras que el C18 y los 

analitos (Figura 7.2.1) sólo pueden establecer interacciones del tipo hidrofóbicas. 

Esto también puede ayudar a explicar la mayor capacidad de retención del 

adsorbente polimérico por los analitos. La importancia de este tipo de 

interacciones en los procesos de adsorción de la atrazina ha sido ampliamente 

estudiada en otros campos como el de la biorremediación (Dhiman & Pant, 2022). 

 

A) 

B) 
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7.4.3. Optimización del volumen y naturaleza del disolvente de 

desorción 

 

Por lo que refiere a los resultados del volumen y naturaleza del disolvente de 

desorción, los resultados se muestran a continuación. 

 

Adsorbente C18 

 

Al trabajar con C18 y los dos disolventes de desorción (metanol y acetonitrilo) se 

observó un aumento en el recobro al incrementar los volúmenes de estos 

disolventes (Gráfico 7.4.3). Este aumento fue apreciable para ambas especies, 

tanto al trabajar con acetonitrilo como con metanol. 

 

 
 

Gráfico 7.4.3. Recobro de triazinas en función del volumen de desorción (ACN y 
MeOH a temperatura ambiente) en EFS-D. A) Recobro de atrazina, B) Recobro de 
simazina.     Condición seleccionada. 
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Si bien el recobro de las especies incrementaba al aumentar el volumen, y aunque 

la interacción entre analito-disolvente se incrementaba en la misma medida, el 

aumento del volumen disminuía proporcionalmente el factor de concentración final 

de los analitos. 

 

Los resultados de este ensayo sentaron las bases para seleccionar al acetonitrilo 

como el disolvente con mayor poder de desorción, por consiguiente, el acetonitrilo 

fue el disolvente empleado en la segunda parte de este experimento en donde se 

probó el adsorbente PS-DVB. 

 

Adsorbente PS-DVB 

 

En cuanto al PS-DVB y la desorción con acetonitrilo, se observó que el volumen 

no afectó en gran medida el recobro obtenido (gráfico 7.4.3.1). Además, en este 

caso los recobros obtenidos fueron mayores a los observados en el caso anterior, 

donde se utilizó C18. De los volúmenes probados se seleccionó el volumen de 100 

μL de ACN como el más adecuado para continuar con la optimización, teniendo en 

cuenta que el factor de concentración logrado al desorber a los analitos con este 

volumen es de 5, ya que de la muestra de 500 l se concentró en 100 L. 

 

 
 

Gráfico 7.4.3.1. Recobro de las triazinas en función del volumen de ACN. 
Condición seleccionada. 
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En resumen, los resultados obtenidos señalaron al acetonitrilo (100 μL) y al PS-

DVB como la mejor combinación para realizar la extracción en fase sólida 

dispersiva, razón por la cual se seleccionó a este par como el más adecuado para 

continuar con la optimización de la metodología  

 

 

7.4.4. Evaluación del efecto de la temperatura en la desorción 

 

El estudio de la desorción de los analitos continuó con la evaluación del efecto de 

la temperatura, cuyos resultados se muestran a continuación. En el gráfico 7.4.4. 

se observa el aumento en el recobro para ambas especies debido al aumento en 

la temperatura. 

 
Agitación vórtex: 3,000 rpm por 3 min y volumen de desorción de100 μL de ACN 100 %. 
Agitación orbital: 1,600 rpm por 10 min y volumen de desorción de100 μL de ACN 100 %. 

 

Gráfico 7.4.4. Recobro de los analitos al realizar la desorción a diferente 
temperatura. 

 

Con el incremento de la temperatura, el recobro de ambas especies aumentó 

debido a que la energía calorífica introducida favorece las interacciones 
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disolvente-analito, las cuales terminan por superar a las interacciones adsorbente-

analito, favoreciendo la migración de los analitos hacia el disolvente. En el gráfico 

7.4.4, también se aprecia la diferencia entre el método desarrollado en el equipo 

vórtex a temperatura ambiente y fase C18 frente al método desarrollado en el 

equipo DLAB HCM100-Pro con fase PS-DVB. En resumen, los recobros de la 

atrazina y simazina se incrementaron hasta en un 39 % y 22 %, respectivamente, 

al cambiar de un método a otro. 

 

Considerando los resultados de este experimento se eligió al PS-DVB y la 

temperatura de desorción de 45 °C como las condiciones óptimas para realizar la 

EFS-D. 

 

 

7.4.5. Optimización del tiempo de agitación vórtex 

 

En cuanto al tiempo de agitación vórtex, el gráfico 7.4.5 permitió deducir que el 

tiempo para llevar a cabo la adsorción de los analitos no provoca cambios 

significativos en el recobro. Por lo tanto, 1 min de agitación en vórtex fue suficiente 

para retener a los analitos en el adsorbente y desorberlos en la etapa final. 

 
 

Gráfico 7.4.5. Recobro de los analitos en función del tiempo de agitación vórtex. 
Condición seleccionada. 
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Al incrementar el tiempo de agitación no se observó un aumento en la cantidad de 

analitos recuperada, por consiguiente, pudo inferirse que el proceso de adsorción 

había alcanzado el estado de equilibrio una vez transcurrido 1 min de agitación. 

 

En consecuencia, 1 min fue el tiempo óptimo de agitación vórtex empleado para el 

desarrollo de la metodología EFS-D. 

 

 

7.4.6. Evaluación de interferentes 

 

El perfil cromatográfico de los extractos EAU-EFS-EFS-D (Figura 7.4.6) mostró 

ausencia de picos interferentes en un tiempo cercano al tiempo de retención de los 

analitos (6.3 min para la simazina y 9.4 min para la atrazina).  

 

 
 

Figura 7.4.6. Cromatogramas de una muestra fortificada (2 μg/g) y sin fortificar a 
las que se les aplicó la metodología desarrollada EAU-EFS-EFS-D. 

 

Al comparar los tamaños de los picos, el factor de concentración de 100 obtenido 

después de la EFS-D puede apreciarse en la Figura 7.4.6.1, donde se muestran 

dos cromatogramas de muestras fortificadas con una misma cantidad (0.4 μg). En 

anaranjado se presenta el cromatograma de la muestra a la que se aplicó EAU-

EFS, la cual tiene un factor de concentración de 20 al pasar de un volumen de 10 

-1

1

3

5

7

9

0 2 4 6 8 10 12

A
b

s
o

rb
a

n
c

ia
 (

m
A

U
)

Tiempo (min)

Blanco

Muestra fortificada

Simazina

Atrazina



  

 
113 

 

mL a 0.5 mL. En azul se presenta la muestra a la que se aplicó la metodología 

completa (EAU-EFS-EFS-D) con un factor de concentración de 100, al pasar de 

un volumen inicial de 10 mL a un volumen final de 100 μL. 

 

 
 

Figura 7.4.6.1. Cromatogramas EAU-EFS vs EAU-EFS-EFS-D. 
 
 

7.5. Validación de la metodología desarrollada EAU-EFS-EFS-D  

 

Los parámetros de desempeño de la validación permitieron evaluar con éxito la 

linealidad de la metodología desarrollada, su exactitud, precisión, robustez, así 

como el límite de detección y cuantificación de esta. Los parámetros encontrados 

fueron aceptables de acuerdo con el documento de interpretación de resultados de 

métodos analíticos para la identificación y cuantificación de residuos de 

plaguicidas usado como referencia (SENASICA, 2022).  

 
La linealidad del método quedó probada en un intervalo de 50-250 ng/g con un 

coeficiente de determinación mayor a 0.99 (Gráfico 7.5), a su vez el valor de r2 

cumplió con los criterios de aceptación de referencia. 
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Gráfico 7.5. Curvas de calibración. A) Curva de calibración de atrazina, B) Curva 
de calibración de simazina. 

 

Los valores del LD y LC de cada una de las especies se muestran en la tabla 7.5. 

 

Tabla 7.5. Límites de detección y cuantificación del método. 
 

Método 
Atrazina Simazina 

LD (ng/g) LC (ng/g) LD (ng/g) LC (ng/g) 

Método 1 19 56 21 63 

Método 2 18 55 22 67 

Método 3 20 50 20 60 
 

Método 1: Basado en la curva de calibración y la desviación estándar del blanco 
Método 2: Basado en la curva de calibración y la desviación de la intersección “y” de la recta”   
Método 3: Basado en el análisis de la relación señal / ruido 

 

La diferencia en los valores observada para cada uno de los métodos ha sido ya 

discutida en diversos artículos (Şengül, 2016), en los que se resuelve al método 

basado en el análisis señal/ruido (Método 3) como el método más adecuado para 
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la determinación de los límites de detección y cuantificación. En los resultados 

obtenidos en este estudio, lo valores para los distintos métodos fueron cercanos 

entre si, sin llegar tener un porcentaje de desviación estándar mayor al 7 %. 

 

Adicionalmente, es importante señalar que de realizarse de forma independiente el 

método señal/ruido éste emplea una mayor cantidad de trabajo y tiempo de 

análisis, al requerir de la evaluación empírica de una secuencia de muestras 

fortificadas a un nivel decreciente de concentración que conduzcan al límite de 

detección y cuantificación. 

 

Los resultados de la precisión y exactitud se muestran en la tabla 7.5.1. 

 

Tabla 7.5.1. Recobro de los analitos a diferente nivel de fortificación. 
 

Nivel de 
fortificación 

(ng/g) 

Simazina Atrazina 

% Recobro 
% DSR 
Intradía 

% DSR 
Interdía 

% Recobro 
% DSR 
Intradía 

% DSR 
Interdía 

50 78 3.7 7.5 69 3.0 5.6 

100 75 2.7 6.2 71 3.3 6.4 

150 75 5.3 5.0 77 4.2 6.3 

200 71 3.3 5.7 71 2.8 6.0 

250 73 1.2 7.5 76 3.1 5.4 

 
La desviación estándar relativa se mantuvo entre y 1.2 % y 5.3 % para los 

ensayos intradía, mientras que para los ensayos interdia fue de 5.0 % a 7.5 %. 

 

Los recobros obtenidos por el método se encontraron entre 71-78 % para la 

simazina y entre 69-77 % para la atrazina para el intervalo de concentraciones 

probado. 

 

A partir de la tabla 7.5.1 se construyó el gráfico 7.5.1 en el que la pendiente (m) de 

las curvas representa el recobro global para cada uno de los analitos, así el 

recobro global para la simazina y atrazina fue de 71 y 76 % con una desviación 

estándar de 5 y 4 %, respectivamente. 
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Gráfico 7.5.1. Linealidad del método para las triazinas. 
 

Para finalizar, la prueba estadística t Student no mostró diferencia significativa 

entre los recobros obtenidos en la tortilla azul frente a la amarilla a un nivel de 

significancia de α = 0.05. Los recobros obtenidos para la tortilla azul se 

encontraron entre 70-75 % para la simazina y 68-74 % para la atrazina con una 

desviación estándar de entre 1.2 y 3.8 %. 

 

La figura 7.5. muestra un esquema general de la metodología optimizada y 

validada. El tiempo de preparación de muestra es de 2 horas.
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Figura 7.5. Esquema general de la metodología optimizada y validada (Elaboración propia).
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7.6. Aplicación de la metodología al análisis de muestras reales 

 

En el análisis de las muestras reales no se detectó atrazina o simazina en ninguna 

de las muestras. Los resultados se presentan en la tabla 7.6. 

 

Tabla 7.6. Resultados del análisis de muestras reales (concentración de 
fortificación 100 ng). 
 

Muestra 
Color de 
tortilla 

Procedencia Herbicida 

Estado Delegación / Municipio Atrazina Simazina 

1 Azul 

Ciudad de 
México 

Iztapalapa N.D. N.D. 

2 Amarilla Coyoacán N.D. N.D. 

3 Azul Coyoacán N.D. N.D. 

4 Rosa Benito Juárez N.D. N.D. 

5 Blanca Cuauhtémoc N.D. N.D. 

6 Blanca Tlalpan N.D. N.D. 

7 Amarilla Xochimilco N.D. N.D. 

8 Blanca Álvaro Obregón N.D. N.D. 

9 Roja Benito Juárez N.D. N.D. 

10 Amarilla Iztapalapa N.D. N.D. 

11 Azul Benito Juárez N.D. N.D. 

12 Amarilla Azcapotzalco N.D. N.D. 

13 Azul 

Estado de 
México 

Cuautitlán N.D. N.D. 

14 Amarilla Naucalpan de Juárez N.D. N.D. 

15 Blanca Texcoco N.D. N.D. 

16 Blanca Ecatepec N.D. N.D. 

17 Blanca Tultitlán N.D. N.D. 

18 Azul Ecatepec N.D. N.D. 

19 Amarilla Guanajuato Guanajuato N.D. N.D. 

20 Blanca Hidalgo Tula de allende N.D. N.D. 

21 Amarilla Nuevo León Monterrey N.D. N.D. 

22 Blanca Oaxaca Oaxaca de Juárez N.D. N.D. 

23 Amarilla Puebla San Pedro Cholula N.D. N.D. 

24 Blanca Veracruz Tantoyuca N.D. N.D. 

25 Amarilla Yucatán Mérida N.D. N.D. 

N.D. No detectado (˂ LD) 
 
Otros estudios en los que se ha analizado maíz (materia prima de la tortilla) han 

obtenido resultados en los que sí se ha detectado la presencia de herbicidas 

(Zondo & Mahlambi, 2022; Guzmán-Soria et al., 2019). 
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Los recobros obtenidos de la fortificación de cada una de las muestras se 

encuentran en la tabla 7.6.1. 

 

Tabla 7.6.1. Recobros de la fortificación de muestras. 
 

Muestra 
Color de 
tortilla 

Simazina Atrazina 

Recobro % RSD Recobro % RSD 

1 Azul 66 3.9 74 7.7 

2 Amarilla 68 4.8 78 4.7 

3 Azul 69 2.3 78 4.5 

4 Rosa 69 6.9 75 2.4 

5 Blanca 71 4.0 77 2.0 

6 Blanca 68 3.4 69 5.9 

7 Amarilla 75 3.2 76 7.6 

8 Blanca 72 3.2 69 6.5 

9 Roja 74 4.8 70 2.8 

10 Amarilla 73 7.3 68 3.6 

11 Azul 68 5.2 68 2.8 

12 Amarilla 69 7.1 74 5.8 

13 Azul 74 2.2 68 4.8 

14 Amarilla 71 6.7 73 6.0 

15 Blanca 72 5.5 77 3.2 

16 Blanca 73 7.3 70 5.0 

17 Blanca 66 5.8 77 4.1 

18 Azul 67 5.6 76 7.6 

19 Amarilla 70 2.3 75 3.6 

20 Blanca 69 5.2 69 3.8 

21 Amarilla 73 2.6 68 7.9 

22 Blanca 75 7.7 67 6.2 

23 Amarilla 68 7.9 74 6.2 

24 Blanca 72 2.1 72 3.0 

25 Amarilla 68 4.2 77 5.1 

 

El recobro para la simazina se mantuvo entre 66 – 75 %, mientras que para la 

atrazina se encontró entre 67 -78 %. 

 

Los cromatogramas de cuatro de las muestras fortificadas tipo se muestran a 

continuación. 
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Figura 7.6.1. Cromatogramas de muestra 13: tortilla azul de Cuautitlán, Estado de 
México fortificada (100 ng/g) y sin fortificar a las que se les aplicó la metodología 

desarrollada UAE-EFS-EFS-D.  
 

 
Figura 7.6.2. Cromatogramas de muestra 14: tortilla amarilla de Naucalpan de 
Juárez, Estado de México fortificada (100 ng/g) y sin fortificar a las que se les 

aplicó la metodología desarrollada UAE-EFS-EFS-D.  
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Figura 7.6.3. Cromatogramas de muestra 19: tortilla amarilla de Guanajuato, 
Guanajuato fortificada (100 ng/g) y sin fortificar a las que se les aplicó la 

metodología desarrollada UAE-EFS-EFS-D.  
 

 
 

Figura 7.6.4. Cromatogramas de muestra 4: tortilla rosa de Benito Juárez, Ciudad 
de México fortificada (100 ng/g) y sin fortificar a las que se les aplicó la 

metodología desarrollada UAE-EFS-EFS-D.  
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Cabe resaltar que la ausencia de plaguicidas por arriba del límite de detección no 

es un criterio válido para descartar la presencia de estos contaminantes en las 

tortillas de maíz.  Más aun, cuando otros estudios han logrado detectar herbicidas 

en el maíz, materia prima base en la elaboración de tortillas (Zondo & Mahlambi, 

2022; Guzmán-Soria et al., 2019). El proceso de elaboración de las tortillas de 

maíz involucra etapas particulares como la nixtamalización (100°C, 1 h, pH 11) y 

cocción (300°C) en las que las condiciones podrían favorecer la degradación de la 

atrazina y simazina y dar lugar a sus metabolitos o compuestos de degradación. 

 

La investigación de contaminantes triazínicos en tortillas de maíz requiere de un 

mayor número de estudios. La incorporación de otras herramientas como los 

adsorbentes de alta selectividad (Polímeros de Impresión molecular e 

Inmunoadsorbentes), el análisis HPLC-MS, CG-MS, el muestreo enfocado a áreas 

con alto uso de plaguicidas o la determinación de metabolitos de degradación, 

podría ofrecer información complementaria sobre los niveles de contaminación de 

las tortillas en México. 
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8. CONCLUSIONES 
 

 

El presente trabajo representa un avance en el desarrollo de metodologías para el 

análisis de herbicidas triazínicos en muestras a base de maíz como la tortilla, el 

método propuesto EAU-EFS-EFS-D, permite monitorear las concentraciones de 

atrazina y simazina en tortillas tomando como referencia el LMR que establece la 

legislación mexicana para el maíz (250 ng/g). La metodología propuesta cumple 

además con los parámetros de desempeño de acuerdo con lo establecido por el 

Servicio Nacional de Sanidad, Inocuidad y Calidad Agroalimentaria para la 

identificación y/o cuantificación de residuos de plaguicidas en México, los límites 

de detección y cuantificación logrados por la metodología fueron de 20-50 ng/g 

para la atrazina y 20-60 ng/g para la simazina. Así mismo, la metodología fue 

precisa, exacta y robusta con recobros de un 71 % para la simazina y de 76 % 

para la atrazina. 

 

La metodología propuesta permitió separar y cuantificar exitosamente a los 

herbicidas de los extractos provenientes de tortillas de maíz fortificadas. 

Adicionalmente, el método desarrollado ofrece un enfoque miniaturizado que 

requiere solo de una pequeña cantidad de muestra (200 mg), así como de una 

baja cantidad de adsorbentes y disolventes, lo que ayuda a reducir los costos y la 

generación de residuos durante la preparación de la muestra. Estos resultados 

representan un avance en la optimización y validación de metodologías analíticas 

en matrices como la tortilla de maíz.  

 

Finalmente, el análisis de muestras reales realizado en este estudio permitió 

obtener información sobre los niveles de contaminación de tortillas de maíz con 

herbicidas triazínicos provenientes de distintos puntos de la República mexicana, 

así como de la ZMVM. Concretamente, los resultados obtenidos indicaron la 

ausencia de herbicidas en las muestras por arriba del límite de detección.  
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9. ANEXO 
 
Cultivos en los que se emplean los herbicidas triazínicos regulados en 

México. 
 

Tabla 1. Cultivos en los que se emplea atrazina. 
 

Cultivo LMR (ng/g) 

Caña De Azúcar 250 

Maíz 250 

Sorgo 250 

Agave Exento 

Pastizales Exento 

Piña 50 

Potreros 4 000 

Avena 100 

Cebada 100 

Centeno 100 

Trigo 100 

Triticale 100 

Arroz 100 

Manzano 50 

 
Tabla 2. Cultivos en los que se emplea simazina. 

 

Cultivo LMR (ng/g) 

Plátano 10 

Ciruelo 100 

Nogal 200 

Aguacatero 250 

Almendro 250 

Caña de azúcar 250 

Durazno 250 

Fresa 250 

Limonero 250 

Maíz 250 

Manzano 250 

Naranjo 250 

Peral 250 

Toronjo 250 

Vid 250 

Esparrago 10 000 

Alfalfa 15 000 

Arboles forestales Exento 

Áreas no cultivadas Exento 
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Tabla 3. Cultivos en los que se emplea metribuzina. 

 

Cultivo LMR (ng/g) 

Maíz 50 

Caña de azúcar 100 

Esparrago 100 

Jitomate 100 

Soya 300 

Zanahoria 300 

Papa 600 

Cebada 750 

Trigo 750 

Piña 100 

Tomate de cáscara 100 

 
Tabla 4. Cultivos en los que se emplea ametrina. 

 

Cultivo LMR (ng/g) 

Caña de azúcar 250 

Maíz 250 

Papa 250 

Piña 250 

Plátano 250 

 
Tabla 5. Cultivos en los que se emplea prometrina. 

 

Cultivo LMR (ng/g) 

Algodonero 250 

Chícharo 250 

Maíz 250 

Apio 500 

 
Tabla 6. Cultivos en los que se emplea hexazinona. 

 

Cultivo LMR (ng/g) 

Caña de azúcar 600 

Alfalfa 2 000 

Potreros 10 000 

Áreas no cultivadas Exento 

Agave Exento 

 
Tabla 7. Cultivos en los que se emplea terbutrina. 

 

Cultivo LMR (ng/g) 

Sorgo 100 
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Tabla 8. Cultivos en los que se emplea cianazina. 

 

Cultivo LMR (ng/g) 

Maíz 200 

 
Tabla 9. Cultivos en los que se emplea terbutilazina. 

 

Cultivo LMR (ng/g) 

Áreas no cultivadas Exento 

 
Datos tomados del Registro Sanitario de Plaguicidas y Nutrientes Vegetales (COFEPRIS, 2019) 
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